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I. Contexte général 
 

L’épidémie de surpoids et d’obésité est un des problèmes majeurs de santé publique 

actuels. D’après l’organisation mondiale de la santé, 39% des adultes de 18 ans et plus 

étaient en surpoids en 2016, avec 13% d’adultes obèses. Entre 1980 et 2015, le nombre 

de personnes obèses a doublé dans le monde et actuellement plus d’un tiers de la 

population est en surpoids ou obèse (Global Burden of Disease Collaborative Network 

[1]). La France n’est pas épargnée par cette épidémie, avec une augmentation constante 

du nombre de personnes obèses et en surpoids : l’enquête ObEpi, menée tous les trois ans 

entre 1997 et 2012, visant à recueillir les données déclaratives de poids et de taille des 

Français interrogés, a permis d’évaluer une augmentation de la prévalence l’obésité de 

76% entre 1997 et 2012 pour la population globale, pour avoisiner les 15% chez l’adulte 

aujourd’hui, sans augmentation significative entre 2009 et 2012, suggérant un 

ralentissement de cette augmentation [2, 3]. L’augmentation de la prévalence de l’obésité 

dans les pays développés tend à ralentir depuis les années 2000, tandis que celle des pays 

en voie de développement augmente de plus en plus, ce qui peut s’expliquer en partie par 

une augmentation du niveau de vie qui a eu lieu au cours des années 2000 pour ces 

derniers tandis que cette augmentation était rencontrée plus tôt, à partir des années 1960, 

pour les pays occidentaux [2]. Cette épidémie d’obésité touche les adultes ainsi que les 

enfants dans les pays développés mais également dans les pays en voie de développement, 

avec des conséquences sur leur santé physique et mentale [4]. L’obésité galopante touche 

ainsi toutes les tranches d’âge et se généralise à travers le monde dans différents 

environnements.  

Le surpoids se définit par un indice de masse corporelle (IMC) supérieur à 25 tandis que 

l’obésité est définie par un IMC supérieur à 30. L’état inflammatoire, également appelé 

inflammation de bas grade, est une caractéristique de l’obésité et joue un rôle majeur dans 

le développement de pathologies qui lui sont associées [5]. Ce sont ces désordres 

métaboliques qui constituent le principal risque de morbidité ou de surmortalité lié à 

l’obésité. Parmi eux, on retrouve une élévation des risques de développement du diabète 

de type II [6], de maladies cardiovasculaires [7], d’être atteint de plusieurs types de 

cancers  [8] ou encore de troubles musculo-squelettiques [9]. L’obésité est également liée 

à des troubles d’ordre psychologique et/ou psychiatrique tels que la dépression ou 

l’anxiété [10, 11], bien que la relation de causalité entre obésité et dépression soit discutée 

et actuellement largement étudiée chez l’Homme et chez plusieurs modèles animaux [12, 

13]. Compte tenu de l’ampleur de l’épidémie et de ses conséquences sur la santé, il est 

primordial d’identifier des facteurs communs qui l’induisent pour mettre en place des 

méthodes de soin et de prévention. Les conséquences économiques de l’obésité sont 

fortes avec un coût des soins chiffré à 2190€ par an pour un individu français obèse contre 

1320€ par an pour un individu non obèse d’après l’enquête sur la santé et la protection 



 

9 

 

sociale menée en 2012 : ce surcoût concerne cependant des individus plus âgés et 

pourrait donc ne pas être entièrement attribuable à l’obésité seule [14]. 

 

Le développement de l’obésité chez l’Homme est multifactoriel et de nombreux modèles 

intégrant les déterminants impliqués dans son développement et son installation ont été 

proposés pour rendre compte de la complexité de cette pathologie [15]. Elle résulte d’une 

interaction complexe entre la physiologie et les habitudes ainsi que les cultures 

alimentaires sur une longue période de temps. D’un point de vue évolutif, l’Homme est 

programmé pour stocker l’énergie apportée par l’alimentation, de façon à contrecarrer 

les effets d’éventuelles disettes. Les anciens hominidés, par rapport à l’Homme moderne, 

disposaient d’une nourriture peu abondante ou irrégulièrement disponible et avaient une 

activité physique plus élevée, caractéristique du mode de vie des chasseurs-cueilleurs. 

Ainsi, indépendamment des évolutions technologiques et culturelles, la physiologie 

humaine s’est adaptée pendant une longue période de temps afin de favoriser le stockage 

énergétique en parallèle d’une activité physique élevée et les individus qui ont hérité des 

traits génétiques favorisant ce stockage énergétique sont considérés comme davantage à 

risque de développer une obésité dans le contexte actuel [16]. Ces facteurs génétiques 

sont en permanence à l’étude et une méta-analyse menée sur une dizaine d’années 

jusqu’en 2005 a permis de regrouper ceux qui ont été identifiés dans la littérature dans 

« The Human Obesity Gene Map » [17]. Certaines caractéristiques de l’obésité, telles que 

la plus forte propension au stockage lipidique, sont transmissibles à la descendance [18, 

19]. Bien que rares, des mutations concernant des gènes impliqués dans la régulation 

centrale du comportement alimentaire ont également été identifiées comme pouvant être 

à l’origine de l’obésité. Ainsi des mutations dans le gène codant pour pomc, un gène majeur 

impliqué dans la régulation de la satiété, génère l’obésité des individus porteurs du gène 

muté [20]. Des phénotypes d’obésité sont également retrouvés dans de cadre de 

mutations génétiques portant sur d’autres gènes impliqués dans la régulation de la satiété 

[21]. Des modifications épigénétiques dans ces mêmes gènes peuvent également 

participer à l’induction de l’obésité [21]. En dehors de l’aspect génétique, l’environnement 

des individus doit être pris en compte. Le marketing incessant pour des aliments et 

boissons gras et/ou sucrés prospère, tandis que les gouvernements mettent en place des 

mesures ciblant la responsabilité de chacun envers son poids et son alimentation (avec 

pour exemple en France la campagne « mangerbouger »). Aux Etats-Unis, ce paradoxe est 

explicable en partie par la puissance économique et politique de lobbys qui bloquent les 

tentatives de mises en place de mesures à visée plus globale, comme celles que l’on peut 

rencontrer dans la lutte contre le tabagisme, telles que des taxes qui s’appliqueraient aux 

produits obésogènes, tout en mettant en avant l’argument de la responsabilité 

personnelle vis-à-vis de la gestion du poids corporel des individus et de leurs habitudes 

alimentaires [22]. Ainsi, l’une des approches courantes pour engendrer la perte de poids 

est le suivi d’un régime hypocalorique, dont l’efficacité est controversée car la restriction 

peut engendrer une reprise de poids plus importante que le poids initial (effet yo-yo) et 
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dont les conséquences sur la santé mentale, comme la dépression, sont étudiées 

actuellement [23–25]. D’importants facteurs environnementaux sont à l’origine de 

comportements menant à l’obésité, en particulier chez l’enfant [26].  L’environnement 

économique joue également un rôle avec une prévalence plus forte du surpoids et de 

l’obésité chez les adultes les moins diplômés et chez les enfants de représentants légaux 

non diplômés, comme montré en France au cours de l’étude Esteban menée en 2014-2015 

[27]. La cohorte Constances, menée en 2013, montrait également cette relation 

inversement proportionnelle entre niveau de revenus et prévalence de l’obésité en France 

[28].  

Aujourd’hui, seule la chirurgie bariatrique, pratiquée entre autres dans les cas extrêmes 

d’obésité chez les personnes dont les moyens non invasifs pour induire une perte de poids 

n’ont pas donné de résultats, permet une perte de poids conséquente et sur le long-terme 

pour la plupart des individus [29, 30]. Le coût d’une telle chirurgie est élevé et des 

conséquences sur les individus à long terme sont observées telles que des carences 

nutritionnelles notamment pour certains micronutriments. Cependant, elle ne peut pas 

s’appliquer à tous les individus en surpoids et obèses et ne concerne pas les individus 

normo-pondérés qui sont en passe de devenir en surpoids, c’est pourquoi il est important 

de développer de nouvelles techniques de soin et de prévention de ce surpoids, 

notamment en identifiant les critères qui l’induisent. Les multiples causes de l’obésité 

peuvent être modélisées par la triade épidémiologique (Figure 1.1). 
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Figure 1.1. La triade de l’obésité. Ce schéma permet de résumer les trois grandes causes 

de l’obésité et leurs interactions : un hôte, son environnement (économique, politique, 

culturel) et les différents vecteurs d’obésité (la taille des portions, la densité énergétique 

de son alimentation…). L’hôte est sensible à son environnement qui peut influer sur 

l’induction de l’obésité (situation économique et politique). Enfin, les vecteurs issus de 

l’alimentation tels que la densité énergétique des aliments, la taille des portions et 

l’industrialisation de la production alimentaire, directement liés à l’avancement 

technologique, modifient les types d’aliments disponibles et leur disponibilité. D’après la 

référence [15]. 
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Ainsi, les nombreux facteurs mis en avant dans le schéma de la triade épidémiologique 

favorisent in fine et de façon complexe l’augmentation de la consommation d’aliments 

palatables et de la sédentarisation. Les acteurs biologiques associés à ces deux derniers 

points sont des cibles de choix dans la recherche en santé publique et font l’objet de 

nombreuses études. Aujourd’hui, les causes les plus étudiées d’un point de vue biologique 

sont l’augmentation de la consommation d’aliments palatables qui sont souvent 

énergétiquement denses (gras et sucrés, aussi appelé régime occidental ou Western diet, 

WD) et la diminution de l’activité associée à la sédentarisation (la sédentarisation du 

travail, le développement des moyens de transport et l’urbanisation en sont les 

principales sources) [15]. Dans cette thèse, nous nous sommes intéressés aux 

dérégulations du comportement alimentaire engendrées par la consommation d’un 

aliment WD. Chez un individu sain, l’ingéré alimentaire et les dépenses énergétiques sont 

équilibrés afin de garantir l’homéostasie énergétique grâce à de nombreux processus 

physiologiques [31]. De nombreuses zones cérébrales sont notamment impliquées dans 

la régulation du comportement alimentaire. Parmi elles, l’hypothalamus est le principal 

régulateur de la prise alimentaire et des dépenses énergétiques de l’individu (régulation 

homéostatique) tandis que le striatum en particulier est au cœur de la régulation 

hédonique du comportement alimentaire [32]. En association avec d’autres structures 

cérébrales, l’hypothalamus et le striatum communiquent par l’intermédiaire de 

projections neuronales pour réguler le comportement alimentaire [33]. Le 

fonctionnement des zones cérébrales impliquées dans la régulation homéostatique de 

l’ingéré alimentaire et de celles impliquées dans la régulation hédonique, est altéré par la 

consommation d’aliments palatables, ce qui participe à la mise en place de l’obésité et 

limite les possibilités de perte de poids chez l’Homme [34]. Plus particulièrement, la 

consommation d’aliments palatables augmente l’ingéré alimentaire à court terme chez 

l’Homme [35]. La visualisation et la consommation d’aliments palatables induit une 

activation de zones cérébrales impliquées dans la récompense alimentaire et l’induction 

de la faim chez l’Homme [36, 37]. Nous avons donc plus particulièrement étudié les 

adaptations du système nerveux central dans les premières heures/jours qui suivent la 

consommation d’un tel régime. Outre l’augmentation d’ingéré, plusieurs travaux 

suggèrent que l’activité cérébrale durant cette phase précoce de réponse à un aliment 

palatable (anticipation visuelle ou consommation) est un facteur de vulnérabilité en 

termes de prise de poids ultérieure [38, 39]. L’hypersensibilité à la récompense 

alimentaire serait ainsi susceptible d’exacerber le comportement de consommation, à 

l’origine de l’installation de la chronicité de ce comportement par le biais d’un mécanisme 

d’habituation voire de conditionnement, ce qui favoriserait et maintiendrait 

l’hyperphagie, et donc le risque de prise de poids [40].  

Le modèle rongeur a été utilisé au cours de ce projet de thèse pour étudier les acteurs de 

la régulation de la prise alimentaire lors de l’introduction d’un WD. Un phénomène central 

d’anticipation d’un repas palatable est aussi observé chez le rongeur (souris et rat), avec 

l’augmentation de l’expression de c-fos (signe d’une activation neuronale) dans le noyau 
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accumbens, un noyau impliqué dans le système de récompense [41, 42]. Cependant, le 

rongeur présente une régulation extrêmement robuste de sa prise alimentaire sur 

plusieurs jours lors de l’introduction d’un tel régime. Cette réponse est caractérisée par 

une phase d’hyperphagie durant le premier jour d’introduction du régime suivie d’un 

retour à un ingéré alimentaire normal au cours des jours suivants (jusqu’à une semaine 

après introduction du régime) [43–45] (Figure 1.2). Durant ce retour à un ingéré 

alimentaire normal, une hyperglycémie transitoire, une intolérance au glucose et une 

inflammation systémique sont rencontrés chez le rat [46]. Malgré une forte régulation 

homéostatique qui permet un retour à un ingéré alimentaire normal, la phase 

hyperphagique est ainsi caractéristique de la supplantation de l’aspect hédonique de la 

régulation du comportement alimentaire, avec une activation des systèmes de 

récompense qui induisent une augmentation de l’ingéré alimentaire, par rapport à la 

régulation homéostatique. Ce modèle nous a donc semblé intéressant pour étudier les 

composantes hédoniques et homéostatiques de la régulation du comportement 

alimentaire. De plus , de façon intéressante, la réponse en terme d’ingéré lors de la 

première semaine de consommation de ce régime est prédictive de la propension des 

animaux à devenir obèses sur le long-terme [47, 48], expliquant 20% de la variabilité de 

poids corporel et d’adiposité après 4 semaines de WD [47].  
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Figure 1.2. Evolution quotidienne de l’ingéré calorique (en kcal par jour par gramme de 

souris) de souris après introduction d’un aliment gras et sucré (HFD). L’ingéré a été évalué 

avant transition vers un WD (STD) ainsi qu’un jour (D1), trois jours (D3) et huit jours (D8) 

après changement de régime (HFD). Les différences significatives par rapport à l’apport 

calorique sous régime STD sont indiquées par des astérisques (*) avec ** : P<0,01 et *** : 

P<0,001.  D’après [44]. 
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II. La régulation centrale du comportement alimentaire 
 

 

A. Les structures impliquées dans la régulation centrale du 

comportement alimentaire 

 

Afin de maintenir l’équilibre entre les apports énergétiques et les dépenses associées, 

plusieurs structures cérébrales agissent de concert pour réguler la prise alimentaire. Cet 

équilibre est maintenu à la fois par les structures impliquées dans la régulation 

homéostatique et par celles impliquées dans la régulation hédonique de la prise 

alimentaire [49]. Cette régulation homéostatique est possible grâce à l’intégration de 

signaux périphériques issus du tractus gastro-intestinal, du tissu adipeux ou de glandes 

endocrines telles que le pancréas, soit par la transmission de messages nerveux, soit par 

la circulation sanguine (Figure 1.3). Le comportement alimentaire est également régi 

centralement par des structures impliquées dans la récompense en réponse aux aliments 

palatables, dont le principal régulateur est le striatum, impliqué dans les systèmes 

dopaminergique (qui régule le « wanting » ou l’envie de manger) et opioïde (qui régule le 

« liking » ou plaisir à manger). 

 

1. La régulation de l’ingéré alimentaire par le tronc cérébral 

 

a. Intégration des signaux périphériques par le tronc cérébral 

 

i. Intégration de signaux circulants 

 

Les signaux digestifs parviennent au cerveau au niveau du complexe dorso-vagal, situé 

dans le tronc cérébral, qui comprend notamment l’area postrema (AP), organe 

circumventriculaire dans lequel la barrière hémato-encéphalique est perméable, et le 

noyau du tractus solitaire (NTS). Cette zone constitue un carrefour d’intégration des 

signaux en provenance du nerf vague, mais également de la circulation sanguine. Une 

barrière astrocytaire dense est présente entre l’AP et le NTS, cette barrière jouant un rôle 

de filtration des éléments provenant de la circulation sanguine [52]. Le rôle métabolique 

des astrocytes dans cette région du cerveau n’est encore que peu étudié. Leur rôle a été  
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Figure 1.3. Le cerveau intègre des signaux périphériques pour réguler la prise 

alimentaire essentiellement grâce à la régulation homéostatique et en partie grâce à la 

régulation hédonique par l’intermédiaire de certains nutriments tels que les lipides. Ces 

signaux peuvent être liés à l’adiposité, pour une régulation à plus long terme, tels que 

l’insuline produite par le pancréas et la leptine produite par le tissu adipeux. D’autres 

signaux sont directement liés aux nutriments, le glucose étant un nutriment important 

dans cette régulation. Des signaux provenant du tractus gastro-intestinal auront une 

action à court terme, telles que les hormones glucagon-like peptide 1 (GLP-1), peptide 

tyrosine tyrosine (YY) (PYY), cholécystokinine (CCK) qui seront détaillés plus loin dans ce 

manuscrit. L’insuline peut également avoir une action à court terme avec une sécrétion 

précédant l’augmentation de la glycémie, lors de la phase céphalique [50]. D’après la 

référence [51]. 
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davantage étudié dans l’hypothalamus. En effet, de façon relativement comparable, des 

astrocytes sont retrouvés entre le noyau arqué de l’hypothalamus (ARC), contenant les 

neurones AgRP/NPY et POMC, et l’éminence médiane, organe circumventriculaire en 

bordure du 3e ventricule. Dans l’ARC, un déploiement astrocytaire a été constaté en 

réponse à une consommation chronique de WD [53], ce déploiement ayant pour effet 

d’activer la réponse de neurones de l’ARC impliqués dans la régulation de la prise 

alimentaire et pour conséquence une augmentation de la satiété par l’intermédiaire de la 

signalisation de la leptine [54]. Récemment, une étude a montré chez la souris nourrie 

pendant 12h avec un WD (lipides : 60% kcal) que le déploiement astrocytaire à proximité 

du NTS en réponse au régime induisait une augmentation de la satiété [55]. Ainsi, les 

astrocytes retrouvés entre l’AP et le NTS pourraient jouer un rôle physiologique dans la 

régulation du comportement alimentaire en intégrant des signaux circulants dont la 

nature exacte reste à préciser. 

Le complexe dorso-vagal dispose de deux voies d’entrée des signaux périphériques 

régulateurs de la prise alimentaire : nerveuse et sanguine [59]. Parmi ces signaux, on 

retrouve des nutriments qui proviennent directement de la digestion et de l’absorption 

intestinale des aliments tels que le glucose, les acides aminés, les lipides et des hormones 

issues des cellules endocrines du tractus gastro-intestinal. L’AP et le NTS comprennent 

une grande diversité de populations neuronales et de neurotransmetteurs. Ces noyaux 

neuronaux reçoivent et envoient des projections vers de nombreuses régions cérébrales 

en lien avec la régulation énergétique (hypothalamus) et hédonique (aire tegmentale 

ventrale, striatum ventral) de la prise alimentaire. Les neurones POMC anorexigènes du 

NTS projettent vers l’hypothalamus, et permettent une communication entre ces deux 

structures [60]. Ils font du tronc cérébral une région relais entre le tractus digestif et 

l’hypothalamus. Ces voies de communication sont résumées dans la figure 4. Le complexe 

dorso-vagal intègre les informations digestives et induit la satiété suite au repas. 

Parmi les nutriments, le glucose est un élément régulateur clé de l’homéostasie 

énergétique et la source principale d’énergie du système nerveux central [61]. Le glucose 

peut être détecté directement par les neurones du NTS, qui seront alors soit excités 

(“glucose-excited neurons”) ou inhibés (“glucose-inhibited neurons”) [62]. D’autres 

nutriments issus de l’alimentation peuvent jouer un rôle dans la régulation centrale de la 

prise alimentaire via le tronc cérébral. Les acides aminés ont un rôle anorexigène en 

activant certains neurones du complexe dorso-vagal soit directement, comme par 

exemple la L-leucine qui, après activation de la signalisation mTor, induit une diminution 

de l’ingéré alimentaire [63], ou l’arginine et le glutamate qui activent des neurones dans 

l’AP via l’activation du nerf vague [64]. Au sein du système nerveux central, les lipides 

jouent un rôle structural important en étant intégrés dans les membranes cellulaires des 

neurones. Cependant, aucun rôle de ces lipides issus de l’alimentation dans la régulation 

de la prise alimentaire via le tronc cérébral n’a été démontré à ce jour. 
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Figure 1.4. Schéma d’une coupe sagittale de cerveau de rongeur. Les neurones de premier 

ordre exprimant POMC, provenant du noyau arqué de l’hypothalamus (ARC) ou du noyau 

du tractus solitaire du tronc cérébral (NTS), en bleu clair, sont proches des organes 

circumventriculaires (en rose), à savoir l’éminence médiane (ME) et l’area postrema (AP), 

respectivement. Cette situation anatomique permet à ces deux structures de recevoir des 

signaux périphériques humoraux qui vont induire une modification de l’activité de ces 

neurones de premier ordre. Les noyaux neuronaux indiqués en jaune contiennent des 

neurones exprimant le récepteur MC4R qui lie l’α-MSH produite à partir de POMC pour 

induire la satiété [56]. A l’inverse, les neurones AgRP, également situés dans l’ARC, ont un 

rôle orexigène [57]. Les projections POMC sont indiquées par les flèches rouges tandis 

que les projections d’AgRP sont indiquées par les flèches bleues. Les flèches en pointillés 

indiquent les projections secondaires de POMC qui lient l’hypothalamus et le NTS. BST : 

noyau du lit de la strie terminale ; CEA : noyau central de l’amygdale ; DMV : noyau moteur 

dorsal du nerf vague ; LH : hypothalamus latéral ; LPB : noyau parabrachial latéral ; ME : 

éminence médiane ; NTS : noyau du tractus solitaire ; PVN : noyau paraventriculaire de 

l’hypothalamus ; RET : noyau réticulaire. Adapté de la référence  [58]. 
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Des hormones en provenance de la périphérie interagissent avec des récepteurs 

spécifiques situés à la surface des neurones présents dans l’AP et le NTS. Par exemple, la 

CCK, produite par les cellules de l’intestin, induit la production de pro-opiomélanocortine 

(POMC), un peptide satiétogène, par les neurones présents dans le NTS par 

l’intermédiaire du nerf vague [65]. La leptine, produite par le tissu adipeux, induit la 

production de POMC en se fixant sur son récepteur présent à la surface des neurones du 

NTS [66]. Le NTS contient également des neurones à préproglucagon (PPG), sensibles à la 

leptine qui peut les dépolariser [67], capables d’exprimer centralement GLP-1 en réponse 

à un repas, ce qui induit une diminution de la prise alimentaire via les neurones de l’ARC 

[68]. 

 

ii. Intégration de signaux nerveux 

 

Les afférences du nerf vague projetant vers le NTS transmettent les informations 

provenant de la muqueuse intestinale, modulant ainsi la prise alimentaire [65]. Le GLP-1, 

produit au niveau intestinal, est capable de se fixer sur les récepteurs GLP-1R situés sur 

les afférences du nerf vague et de transmettre des informations satiétogènes vers le NTS 

[68]. De la même façon, la CCK produite au niveau de l’intestin induit une diminution de 

l’ingéré alimentaire par l’intermédiaire du nerf vague en stimulant la production 

d'ocytocine, une hormone anorexigène, par les neurones du NTS  [69]. 

 

b. La régulation de la prise alimentaire par le tronc cérébral 

 

Le NTS contient des neurones capables d’exprimer le peptide satiétogène POMC, qui est 

ensuite clivé en hormone mélanotrope (α-MSH) qui va interagir avec le système à 

mélanocortine de l’hypothalamus [60, 70] et du NTS [71] pour induire la satiété (Figure 

4). L’activation à court terme des neurones POMC du NTS inhibe la prise alimentaire de 

façon immédiate, tandis que leur ablation n’engendre pas d’obésité sur le long terme, ce 

qui suggère que les neurones POMC du NTS ont plutôt un rôle dans la régulation à court 

terme de la satiété [72]. Le rôle du tronc cérébral dans la mise en place du surpoids et de 

l’obésité est encore peu étudié, principalement car le régulateur phare de l’ingéré 

alimentaire est l’hypothalamus. D’anciennes études ont montré que des lésions de l’AP et 

du NTS avaient un impact sur la régulation de la prise alimentaire, avec une hypophagie 

dans certains cas et une hyperphagie lorsque des aliments hautement palatables étaient 

proposés [73]. Il est donc intéressant d’étudier comment le tronc cérébral s’adapte et peut 

agir sur la régulation de la prise alimentaire. 
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2. La régulation de l’ingéré alimentaire par l’hypothalamus 

 

L’hypothalamus est une structure clé qui joue un rôle majeur dans la régulation du 

comportement alimentaire [58]. Il est constitué de plusieurs noyaux neuronaux qui 

communiquent entre eux et ont chacun un rôle particulier dans la régulation de 

l’homéostasie énergétique notamment via l’intégration de signaux périphériques. 

 

a. L’intégration de signaux périphériques par l’hypothalamus 

 

i. Intégration de signaux circulants 

 

L’hypothalamus, et plus particulièrement l’ARC, est situé à proximité de l’éminence 

médiane, un des organes circumventriculaires qui, comme l’AP, comprend une barrière 

hémato-encéphalique semi-perméable. Cette proximité permet le passage facilité 

d’éléments issus de la circulation sanguine tels que les nutriments, les hormones et 

d’autres molécules issues par exemple du métabolisme du microbiote intestinal.  

De la même façon que pour le tronc cérébral, le glucose et les acides aminés peuvent se 

fixer à des récepteurs présents au niveau des neurones de l’ARC, des tanycytes qui 

bordent l’éminence médiane ou des astrocytes présents autour des neurones pour 

moduler la prise alimentaire [74–76].  

Les acides gras jouent un rôle dans la régulation du comportement alimentaire via leur 

détection par l’hypothalamus. Les acides gras à chaîne longue (AGCL) circulants 

provenant de l’absorption intestinale vers la circulation sanguine sont reconnus par 

l’hypothalamus comme un signal satiétogène. L’acide oléique, un AGCL, est capable de 

moduler l’activité de certains neurones de l’hypothalamus, diminuant l’ingéré alimentaire 

[77, 78]. Le mécanisme d’entrée des AGCL dans le système nerveux central est discuté, 

avec deux hypothèses possibles : la diffusion passive à travers la membrane plasmique ou 

le passage à l’aide d’un translocateur (FAT/CD36) [79]. Plus particulièrement, les AGCL 

vont se fixer sur ce translocateur présent à la surface des neurones POMC, ce qui induit la 

production d’α-MSH, un peptide satiétogène [80].  

Les hormones telles que la leptine, l’insuline, le peptide YY (PYY) et le GLP-1 possèdent 

des récepteurs situés à la surface des neurones de l’ARC qui, lorsqu’ils sont activés, 

induisent une diminution de l’ingéré alimentaire (Figure 1.5). La ghréline, produite par 

l’estomac, est connue comme étant la première hormone provenant de la périphérie capa- 
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Figure 1.5. Représentation simplifiée des signaux humoraux d’origine périphérique 

capables de réguler la prise alimentaire via les neurones AgRP/NPY et POMC/CART situés 

au sein du noyau arqué de l’hypothalamus. Ces signaux circulants traversent la barrière 

hémato-encéphalique grâce à la semi-perméabilité de l’éminence médiane, où les 

capillaires sanguins sont fenestrés. La ghréline, produite par l’estomac, est la principale 

hormone orexigène. Elle se lie à son récepteur (GHSR) situé à la surface des neurones 

AgRP/NPY pour promouvoir la production de signaux orexigènes. L’insuline et la leptine, 

produites respectivement par le pancréas ainsi que la muqueuse gastrique [82] et le tissu 

adipeux, sont des signaux satiétogènes qui inhibent l’activité des neurones AgRP/NPY et 

activent celle des neurones POMC/CART en se fixant sur leurs récepteurs LEPR et INSR, 

respectivement. PYY et GLP-1, toutes deux produites par les cellules entéroendocrines de 

l’intestin, inhibent la prise alimentaire soit en inhibant l’activité des neurones AgRP/NPY 

(PYY) soit en activant celle des neurones POMC/CART (GLP-1) en se fixant sur leurs 

récepteurs Y2R (PYY) et GLP1-R (GLP-1).  
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ble d’induire la prise alimentaire en activant les neurones AgRP. L’asprosine est une autre 

hormone orexigène, découverte en 2016, fortement exprimée par le tissu adipeux 

pendant le jeûne et capable de traverser la barrière hémato-encéphalique pour activer les 

neurones AgRP et bloquer les neurones POMC par l’intermédiaire de la signalisation 

gabaergique [81]. 

 

ii. Intégration de signaux nerveux 

 

En ce qui concerne la régulation de la prise alimentaire, l’hypothalamus reçoit notamment 

des afférences neuronales en provenance du tronc cérébral, premier intégrateur via le 

nerf vague des signaux rapides satiétogènes tels que la CCK, GLP-1 et PYY [83].  

 

b. La régulation de l’ingéré alimentaire par les neurones de 

premier ordre 

 

Les neurones de l’ARC sont capables d’intégrer des signaux à la fois périphériques 

(leptine, insuline, ghréline, hormones gastro-intestinales) et centraux (par l’intermédiaire 

de GABAR, récepteur à l’acide γ-aminobutyrique (GABA), principal inhibiteur de la 

neurotransmission du système nerveux central) pour moduler la prise alimentaire [80] 

(Figure 6). L’ARC comprend des neurones dits de premier ordre coexprimant NPY, AgRP 

et GABA qui augmentent la prise alimentaire en interagissant avec des récepteurs 

présents à la surface des neurones POMC de l’ARC et des neurones du noyau 

paraventriculaire de l’hypothalamus (PVN). La population de neurones AgRP/NPY 

produit des peptides orexigènes en réponse à des signaux de faim grâce à l’activation de 

récepteurs tels que le récepteur à la ghréline GHSR (activation de la transcription 

d’AgRP/NPY) ou de satiété via les récepteurs à la leptine (LEPR ou ObR) et à l’insuline 

(INSR) (inhibition de la transcription d’AgRP/NPY) par les ligands correspondants. Parmi 

ces peptides orexigènes, NPY réduit l’intervalle de temps entre les repas [84–87] et 

retarde la sensation de satiété, ce qui a pour conséquence d’augmenter la taille et la durée 

des repas [85, 88, 89]. AgRP est un peptide produit exclusivement dans l’ARC qui va 

stimuler la prise alimentaire par antagonisme au récepteur à la mélanocortine 4 (MC4R) 

situé dans le PVN [90]. AgRP et NPY vont également augmenter l’ingéré alimentaire en se 

fixant sur des récepteurs présents sur les neurones du PVN, du noyau ventromédian 

(VMN) et de l’hypothalamus latéral (LHA). Ces noyaux contiennent les neurones de 

second ordre qui permettent l’intégration des signaux en provenance des neurones du 

premier ordre (cf. paragraphe II.A.2.c). 
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L’ARC comprend également des neurones exprimant POMC/CART qui produisent des 

peptides anorexigènes en réponse à des signaux de satiété tels que la leptine et l’insuline, 

qui activent la transcription de POMC/CART [72, 91]. Les mélanocortines sont des 

peptides produits à partir du clivage de leur précurseur POMC, notamment l’α-MSH, qui 

va se fixer sur les récepteurs MC4R situés au niveau du PVN, du LHA et du VMN [92]. 

L’augmentation de l’activité des neurones POMC induit une augmentation de l’α-MSH 

dans le PVN, activant les neurones possédant MC4R pour induire la satiété. Le GABA est 

également un important neurotransmetteur impliqué dans la régulation de l’ingéré 

alimentaire, sécrété par les neurones NPY/AgRP. Le GABA sécrété dans les synapses 

provenant des neurones AgRP/NPY vers les neurones POMC va supprimer les effets 

anorexigènes de l’α-MSH sécrétée par les neurones POMC. 
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Figure 1.6. Schéma des interactions entre les différentes populations neuronales du 

noyau arqué (ARC) et les neurones de second ordre du noyau paraventriculaire (PVN). 

D’après la référence [80]. INSR : récepteur à l’insuline, GHSR : récepteur à la ghréline, 

ObR : récepteur à la leptine, GABAR : récepteur à l’acide γ-aminobutyrique. 
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c. La régulation de l’ingéré alimentaire par les neurones de 

second ordre 

 

Trois régions hypothalamiques comprennent les neurones de second ordre : le PVN, le 

LHA et le VMN. Les neurones du PVN ont un rôle anorexigène [93], avec la production 

d’hormones satiétogènes telles que la corticolibérine (corticotropin-releasing hormone, 

CRH), l’hormone thyréotrope (thyrotropin-releasing hormone, TRH), la somatostatine, la 

vasopressine et l’ocytocine. Les neurones du PVN sont également capables d’induire une 

diminution de la masse graisseuse par augmentation de la β-oxydation des lipides par 

l’intermédiaire du système nerveux parasympathique [94]. Les efférences du PVN se 

projettent dans plusieurs zones, incluant le tronc cérébral, pour coordonner la prise 

alimentaire et les dépenses énergétiques. Les neurones du VMN induisent également une 

diminution de la prise alimentaire [95]. Ils reçoivent majoritairement des signaux 

neuronaux issus de l’ARC et en projettent vers celui-ci ainsi que vers d’autres noyaux tels 

que le LHA, le noyau dorso-médian (DMN) et également le tronc cérébral. Les neurones 

du VMN synthétisent le facteur neurotrophique dérivé du cerveau (brain-derived 

neurotrophic factor, BDNF), un peptide anorexigène [96]. Les neurones du LHA, 

contrairement au PVN et au VMN, induisent la prise alimentaire grâce à la production 

d’hormones orexigènes telles que l’hormone concentratrice de mélanine (melanin 

concentrating hormone, MCH) et l’orexine [97]. 

 

d. La régulation des dépenses énergétiques 

 

La régulation de la balance énergétique implique une régulation des dépenses 

énergétiques, en plus de la régulation de la prise alimentaire. Plusieurs structures 

cérébrales sont impliquées dans la régulation des dépenses, incluant le tronc cérébral et 

l’hypothalamus. Les neurones sécréteurs de GABA, situés dans l’ARC et dans le tronc 

cérébral, sont les principaux coordinateurs de cette régulation [98, 99]. In fine, leur 

activation entraîne l’augmentation des dépenses énergétiques par thermogénèse (tissu 

adipeux brun) et l’activation de la locomotion [98]. Les neurones sécréteurs de GABA 

innervent le tissu adipeux brun ainsi que d’autres structures centrales telles que 

l’amygdale, également impliquée dans cette régulation. Chez l’individu sain, le 

métabolisme énergétique dépend principalement de la signalisation de la leptine, qui se 

fixe sur ses récepteurs présents sur les neurones POMC [100]. Lorsque les neurones 

POMC sont activés par la leptine, l’α-MSH sécrétée se fixe sur les neurones du PVN, ce qui 

a pour effet d’augmenter les dépenses énergétiques en activant la thermogénèse au 

niveau du tissu adipeux brun [100]. La production d’hormone TRH par le PVN induit 

également une augmentation de la dépense énergétique par l’activation de la fonction 
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musculaire et de la fonction cardio-vasculaire [101]. A l’opposé, NPY est capable de 

diminuer la dépense énergétique via une diminution de la thermogénèse du tissu adipeux 

brun en diminuant l’expression de la tyrosine hydroxylase du PVN [102].  

 

3. La régulation hédonique du comportement alimentaire 

 

Bien que la régulation homéostatique influe sur la prise alimentaire, dans le cadre de 

l’obésité croissante et de la sur-représentation d’aliments ultra-palatables dans le 

quotidien des individus, la régulation hédonique de la prise alimentaire supplanter la 

régulation homéostatique et participer à l’altération de la régulation de la prise 

alimentaire [103–106]. Il est donc primordial de comprendre comment le système de 

régulation hédonique est contrôlé et par quels facteurs. Le système de récompense 

implique plusieurs structures cérébrales et est composé de trois grands systèmes 

régulateurs : le système mésolimbique, qui comprend notamment le système 

dopaminergique ; le système endocannabinoïde et le système opioïdergique. 

L’hippocampe, l’amydgale, le cortex pré-frontal, l’aire tegmentaire ventrale (VTA) et le 

noyau accumbens (situé au niveau du striatum ventral) forment le système 

mésolimbique. L’hippocampe est connu principalement pour son rôle dans la 

mémorisation [107, 108] mais participe également à la régulation de la satiété [109]. Les 

neurones de la VTA sont activés en réponse à des aliments palatables et leurs projections 

sur le noyau accumbens contribuent à déclencher la motivation à manger, ou “wanting” 

[107]. Cette motivation à manger est essentiellement induite par la dopamine sécrétée 

par les neurones de la VTA, qui se lie aux récepteurs dopaminergiques (DRD1 et DRD2). 

Le transporteur de la dopamine (dopamine active transporter DAT ou SLC6A3) permet le 

re-uptake de la dopamine au niveau synaptique, terminant ainsi l’action de celle-ci. La 

tyrosine hydroxylase (Th) est l’enzyme à l’origine de la synthèse de dopamine et est 

indispensable chez la souris pour initier la prise alimentaire [110, 111]. Le système 

dopaminergique semble être impliqué dans la mise en place de l’obésité, avec notamment 

une corrélation négative entre le poids de rats obèses et les niveaux d’expression (génique 

et protéique) de DRD2 dans le striatum [112]. Les opioïdes sont quant à eux impliqués 

dans le plaisir à manger (ou « liking »), en participant entre autres à l’activation des 

neurones endocannabinoïdes du noyau accumbens chez le rat [113]. Cette activation du 

système endocannabinoïde peut induire l’augmentation de la prise d’aliments et de 

boissons palatables même chez les animaux ayant atteint la satiété et participent ainsi à 

la motivation à manger [114]. Les opioïdes sont également capables de déclencher l’envie 

de manger (ou « wanting ») dans certaines régions du noyau accumbens, bien que le 

principal régulateur de cette sensation soit la dopamine [115]. Les opioïdes régulent ainsi 

la prise alimentaire à court terme, de par leur implication dans le plaisir sensoriel lié à la 

consommation d’aliments palatables [116]. La preproenképhaline est un peptide clé du 
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système opioïdergique qui a une action euphorisante suite à sa liaison aux récepteurs µ 

des opiacés (OPRM1) [117], situés au sein du striatum [118, 119]. Ces structures centrales 

propres au système de récompense interagissent étroitement avec les structures qui 

régissent la régulation homéostatique de la prise alimentaire [33]. Ainsi, l’injection 

intracérébroventriculaire d’un inhibiteur d’un des récepteurs aux endocannabinoïdes 

chez le rat induit une diminution de l’effet orexigène d’agonistes du système à 

mélanocortine [120], soulignant une interaction entre la régulation homéostatique via le 

système à mélanocortine et la régulation hédonique via les endocannabinoïdes. L’obésité 

et la consommation de WD induisent une dérégulation homéostatique qui intervient dans 

la dérégulation de l’hédonisme lié à la prise alimentaire [121]. Cependant, les effets à long 

terme des modifications de la régulation hédonique sur la mise en place de l’obésité sont 

mal connus. 

La régulation hédonique du comportement alimentaire est soumise à l’influence de 

signaux périphériques impliqués dans la régulation homéostatique de la prise 

alimentaire. La leptine est capable de se fixer sur les neurones dopaminergiques pour 

diminuer leur activité au niveau de la VTA et diminuer ainsi la prise alimentaire [122]. De 

façon similaire, le GLP-1 est capable de diminuer la motivation à manger en inhibant les 

neurones de la VTA et du noyau accumbens [123]. La ghréline se place comme un acteur 

à la fois homéostatique et hédonique dans la régulation de la prise alimentaire : elle 

possède des récepteurs situés au niveau de la VTA et induit la motivation à manger en s’y 

fixant, activant ainsi les neurones sécréteurs de dopamine, et est capable d’induire la 

sécrétion de dopamine dans le noyau accumbens [124]. Il a été montré que le nerf vague 

joue également un rôle hédonique en induisant la libération de dopamine lorsqu’il est 

activé [125].  

Lors de la consommation d’aliments palatables tels qu’un WD, le système de récompense 

est activé et entraîne une augmentation de la prise alimentaire [126]. La reconnaissance 

des aliments palatables passe essentiellement par des récepteurs gustatifs [127] et des 

signaux visuels [128]. Ces informations orosensorielles sont transmises par les neurones 

du NTS [129] et induisent l’activation du système dopaminergique [130]. Le système de 

récompense peut toutefois être activé de manière indépendante à ces récepteurs lors de 

la consommation d’un WD. Par exemple malgré l’inhibition de la transduction du goût 

sucré chez la souris, le sucrose est capable d’activer les neurones du circuit de la 

récompense, en particulier les neurones du noyau accumbens, ce qui se traduit par une 

augmentation de sécrétion de  dopamine chez ces souris [131]. L’infusion de lipides 

directement dans l’intestin, mimant la digestion, peut également activer le système de la 

récompense. La structure des lipides semble dans ce cas davantage influer sur l’activation 

du système dopaminergique que leur valeur calorique : lorsqu’infusés dans l’intestin à 

valeur calorique équivalente, les AGCL (par exemple l’oléate) activent le système 

dopaminergique chez la souris, mais pas le 2-monoacylglycérol [132]. Au niveau 

plasmatique, la concentration de triglycérides en particulier après consommation d’un 
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WD reste haute: mimer cette augmentation induite par l’obésité par l’intermédiaire d’une 

infusion dans la carotide de rats normo-pondéraux permet de diminuer la sécrétion de 

dopamine dans le striatum et la préférence pour un aliment WD,  ce qui montre que les 

triglycérides sont capables de modifier la réponse hédonique [133]. Cependant, chez des 

animaux dont la triglycéridémie est augmentée de façon artificielle pendant 7 jours, 

l’infusion carotidienne de triglycérides n’inhibe plus la préférence pour l’aliment WD (ref 

127). Récemment, il a été montré que les triglycérides circulants sont également capables 

de moduler l’activité du récepteur dopaminergique DRD2  via l’activation lipoprotéine 

lipase dans le noyau accumbens du striatum [134].  

 

B. Le rôle de l’inflammation dans la régulation centrale du 

comportement alimentaire 

 

1. Le lien entre l’inflammation hypothalamique et l'obésité  

 

L’obésité, que ce soit chez l’Homme ou dans un modèle animal, est caractérisée par une 

inflammation générale de bas grade dont la cause principale est la production de 

cytokines par le tissu adipeux [135]. L’hypothalamus est également touché par cette 

inflammation chez l’obèse. Le premier lien entre inflammation hypothalamique et obésité 

a été établi en 2005 chez le rongeur par de Souza et al., qui ont montré chez le rat que la 

consommation de WD (lipides 45%kcal) pendant 16 semaines induisait une inflammation 

hypothalamique caractérisée par une augmentation significative de l’expression et de la 

production des cytokines TNF-α, IL-1β et IL-6 ainsi qu’une surexpression des protéines 

impliquées dans l’activation des voies de transduction du signal JNK et NF-κB. Cette 

inflammation hypothalamique était associée à une altération de la signalisation de 

l’insuline via l’activation de ces deux voies de transduction [136]. Depuis l’étude de de 

Souza et al., de nombreuses études ont montré une inflammation hypothalamique après 

consommation de WD chez le rongeur (Tableau 1.1). Ces études montrent que le 

pourcentage de lipides (en grande majorité soit 45%, soit 60%) n’influence pas le niveau 

de réponse inflammatoire centrale. De façon générale, les résultats de ces études 

montrent que l’inflammation est généralement caractérisée par des élévations 

relativement faibles (x1,5 ou x2) des niveaux d’expression de gènes impliqués dans la 

réponse inflammatoire. Deux types cellulaires majeurs, présents dans l’ensemble du 

cerveau, jouent un rôle majeur dans l’inflammation centrale (voir paragraphe II.B.3.a): la 

microglie, constituée par les macrophages du cerveau, et les astrocytes, qui composent 

environ 35% des cellules du système nerveux central et qui jouent un rôle dans 

l’inflammation via des modifications morphologiques (remodelage astrocytaire) et la 
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production de cytokines pro-inflammatoires [137]. En plus de l’augmentation de 

l’expression de cytokines pro-inflammatoires ou de l’activation des voies de transduction 

(NF-κB notamment), l’activation de la microglie et le recrutement des astrocytes de l’ARC  

ont été observés chez les modèles rongeurs dans de nombreuses études en lien avec la 

consommation de WD et/ou l’obésité [138–142]. Cette augmentation de l’inflammation 

hypothalamique peut aussi être évaluée in vivo par imagerie à résonnance magnétique 

(IRM) par la visualisation d’une augmentation du temps de relaxation T2 chez la souris 

obèse [143] ainsi que chez l’Homme [144]. Les données sur l’inflammation 

hypothalamique chez l’Homme sont moins nombreuses, mais une augmentation du signal 

IRM hypothalamique (augmentation du temps de relaxation T2) a été observée chez des 

patients obèses, en corrélation avec leur IMC [145]. Le signal IRM pouvant refléter 

l’activation de la microglie [138, 145] et le recrutement astrocytaire [138]. Une 

augmentation du nombre de cellules Iba1+ et GFAP+ par immunomarquage dans 

l’hypothalamus d’un homme obèse par rapport à un homme normo-pondéré a été 

mesurée post-mortem au cours de cette même étude, confirmant que les caractéristiques 

inflammatoires observées chez le rongeur sont aussi observables chez l’Homme. 

L’activation de la microglie est aussi corrélée positivement à l’insulino-résistance dans ces 

études chez l’Homme [145]. Chez des patients anciennement obèses ayant subi une 

chirurgie bariatrique, l’effet anti-inflammatoire de la forte perte de poids est aussi visible 

par IRM fonctionnelle avec une augmentation de l’activité fonctionnelle de 

l’hypothalamus. Une augmentation de l’activité anti-inflammatoire dans le liquide 

cérébro-spinal était également observée, avec  une élévation des niveaux protéiques d’IL-

10 et d’IL-6, deux cytokines connues pour jouer un rôle anti-inflammatoire dans 

l’hypothalamus (par exemple après un exercice physique)  [146, 147], l’IL-6 pouvant en 

effet jouer un rôle pro ou anti-inflammatoire selon le contexte [148]. Ainsi, l’augmentation 

de l’inflammation hypothalamique suite à la consommation de WD ou lors de l’obésité 

ainsi que sa diminution lors d’une forte perte de poids sont vérifiées à la fois dans les 

modèles animaux et chez l’Homme via d’autres techniques expérimentales, ce qui 

confirme la pertinence de l’utilisation de modèles animaux (rongeurs notamment) pour 

l’étude du lien entre la consommation de WD et l’inflammation hypothalamique. 
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Publication Espèce Composition de l’aliment WD Régime contrôle Durée 

d’alimentation 

Marqueur(s) d’inflammation Zone(s) de 

l’hypothalamus 

Cansell et al., 

2020 [72] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 40,9%kcal, glucides : 

43%kcal, protéines : 16,1%kcal) 

Naturel (lipides : 13,5%kcal, glucides : 

61,3%kcal, protéines : 25,2%kcal) 

1 heure Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x5), de 

ccl2 (x2) et de ccl5 (x2) 

Augmentation de l’expression génique de gfap (x2) 

Hypothalamus entier 

Cansell et al., 

2020 [72] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 40,9%kcal, glucides : 

43%kcal, protéines : 16,1%kcal) 

Naturel (lipides : 13,5%kcal, glucides : 

61,3%kcal, protéines : 25,2%kcal) 

3 heures Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x2), d’il-6 

(x2), de tnf-α (x2), de ccl2 (x2) et de ccl5 (x2) 

Augmentation de l’expression génique d’iba1 (x2) 

Hypothalamus entier 

Cansell et al., 

2020 [72] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 40,9%kcal, glucides : 

43%kcal, protéines : 16,1%kcal) 

Naturel (lipides : 13,5%kcal, glucides : 

61,3%kcal, protéines : 25,2%kcal) 

6 heures Augmentation de l’expression génique d’iba1 (x1,8) Hypothalamus entier 

Waise et al., 

2015 [67] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 12,3%kcal, glucides : 

59,2%kcal, protéines : 28,5%kcal) 

1 jour Augmentation du nombre (x1,4) et de la taille (x2,5) des 

cellules Iba1+. 

Hypothalamus entier 

Buckman et 

al., 2015 [69] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 13%kcal) 1 jour Augmentation de l’expression génique d’emr1 (x1,7), 

d’iba1 (x1,7), d’il-6 (x1,7) et de tnf-α (x2,2)  

Augmentation de l’expression protéique de S100-B 

(x1,3) et de GFAP (x2), signe d’une activation 

astrocytaire, en association avec des variations 

morphologiques subtiles des astrocytes, visible par 

immunomarquage 

Hypothalamus 

médiobasal 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Rat Long-

Evans 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

1 jour Augmentation de l’expression d’emr1 (x2,1) et de gfap 

(x1,5) 

Augmentation de l’expression d’ikbkb (x1,5) 

Augmentation de l’expression d’il-6 (x1,5), de tnf-α 

(x1,5) 

Hypothalamus entier 

Morari et al., 

2014 [71] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Inconnue 1 jour Augmentation de l’expression génique de la fractalkine 

(x 1,2) et du récepteur de la fractalkine (x1,5) 

Augmentation de l’expression génique de tnf-α (x2), de 

cd11b (x1,5), de cd36 (x5,5), de mrc1 (x4) et de cd163 

(x2) 

Hypothalamus entier 

Morari et al., 

2014 [71] 

Souris balb/c 

(résistance à 

l’obésité) 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Inconnue 1 jour Augmentation de l’expression génique de tnf-α (x 1,5) Hypothalamus entier 

Terrien et al., 

2019 [70] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 45%kcal (lard, huile de 

soja), glucides : 35%kcal, 

protéines : 20%kcal 

Synthétique (lipides :10%kcal, glucides : 

70%kcal, protéines : 20%kcal) 

3 jours Augmentation de la taille de la microglie (x1,5 dans 

l’ARC et x1,4 dans le PVN) 

ARC et PVN 

Augmentation de l’expression génique du récepteur à 

l’histamine 1 (hrh1, x2) et de la nicotinamide 

phosphoribosyltransférase (nampt, x1,9), deux gènes 

liés à l’inflammation 

PVN 

Kim et al., 

2019 [54] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 45%kcal (lard, huile de 

soja), glucides : 35%kcal, 

protéines : 20%kcal 

Naturel (lipides : 18%kcal (huile de soja), 

glucides : 58%kcal, protéines : 24%kcal) 

3 jours Augmentation de l’immunomarquage positif à Iba1 dans 

la microglie et du nombre de cellules microgliales 

ARC 

Augmentation de l’expression génique d’ucp2 (x1,5), d’ 

il-1β (x2), d’il-6 (x2) et de tnf-α (x2) 

Hypothalamus entier 



 

31 

 

McLean et al., 

2019 [79] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Semi-synthétique (lipides : 10%kcal) 3 jours Augmentation de la quantité de protéines impliquées 

dans le stress cellulaire (telles que les Hsp), signe d’un 

stress oxydant 

Hypothalamus entier 

Morari et al., 

2014 [71] 

Souris balb/c 

(résistance à 

l’obésité) 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Inconnue 3 jours Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x2), mcp1 

(x3,8), ccr2 (x3), cdb11b (x1,7), cd36 (x3,8), cd163 (x3,8) 

Hypothalamus entier 

Morari et al., 

2014 [71] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Inconnue 3 jours Augmentation de l’expression génique de tnf-α (x2,5), 

de cd11b (x1,7), de cd36 (x4), d’il-1β (x2,5), du récepteur 

de la fractalkine (x1,5) 

Hypothalamus entier 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Rat Long-

Evans 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

3 jours Augmentation de l’expression d’emr1 (x2,5) et de gfap 

(x1,5) 

Augmentation de l’expression d’ikbkb (x1,5) 

Augmentation de l’expression d’il-6 (x1,4), de socs3 

(x1,7) 

Hypothalamus entier 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Rat Long-

Evans 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

3 jours Augmentation du nombre de cellules microgliales (x1,2) ARC 

Oh-I et al., 

2010 [65] 

Rat Wistar Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International)) 

1 semaine Augmentation de l’expression génique de l’arginase 

(x15), un marqueur de l’activation des macrophages (ici 

microglie) 

Hypothalamus entier 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Rat Long-

Evans 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

1 semaine Augmentation du nombre de cellules microgliales (x1,1) ARC 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

1 semaine Astrocytose visible par imagerie ARC 

Kim et al., 

2019 [54] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 45%kcal (lard, huile de 

soja), glucides : 35%kcal, 

protéines : 20%kcal 

Naturel (lipides : 18%kcal (huile de soja), 

glucides : 58%kcal, protéines : 24%kcal) 

1 semaine Augmentation de l’immunomarquage positif à Iba1 dans 

la microglie et du nombre de cellules microgliales 

ARC 

Kim et al., 

2019 [54] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 45%kcal (lard, huile de 

soja), glucides : 35%kcal, 

protéines : 20%kcal 

Naturel (lipides : 18%kcal (huile de soja), 

glucides : 58%kcal, protéines : 24%kcal) 

1 semaine Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x2), d’il-6 

(x2,1), de tnf-α (x2,5) et de cx3cr1 (x5,5) 

Hypothalamus entier 

Tsaousidou et 

al., 2014 [66] 

Souris 

C57BL/6N 

Lipides : 34%kcal (essentiellement 

des acides gras insaturés), glucides : 

47%kcal, protéines : 19%kcal 

Naturel (lipides : 18%kcal, glucides : 58%kcal, 

protéines : 24%kcal) 

10 jours Activation de la voie de signalisation JNK  Neurones AgRP de 

l’ARC 

Balland et 

Cowley, 2017 

[68] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 43%kcal, glucides : 

36%kcal, protéines : 21%kcal 

Naturel (lipides : 4,6%kcal) 10 jours Augmentation du nombre de cellules GFAP+ 

(astrocytes) étoilées (x7), signe d’une astrogliose 

ARC 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Rat Long-

Evans 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

2 semaines Augmentation du nombre de cellules microgliales (x1,4) ARC 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Rat Long-

Evans 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

2 semaines Augmentation de l’expression d’emr1 (x1,6) et de gfap 

(x1,5) 

Augmentation de l’expression d’ikbkb (x1,6) 

Hypothalamus entier 
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Morari et al., 

2014 [71] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Inconnue 2 semaines Augmentation de l’expression génique de la fractalkine 

(x 1,2) et du récepteur de la fractalkine (x1,5) 

Hypothalamus entier 

Kim et al., 

2020 [149] 

Rat Fisher Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 13,2%kcal, glucides : 

62,1%kcal, protéines : 24,7%kcal) 

3 semaines Augmentation du nombre de cellules Iba1+ (x1,4 dans le 

ganglion noueux et x2,1 dans le NTS par rapport aux rats 

contrôle) 

Ganglion noueux et 

NTS 

André et al., 

2017 [77] 

Souris Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 14%kcal, glucides : 61%kcal, 

protéines : 25%kcal) 

3 semaines Activation de la voie IKKβ/NF-κB au sein des astrocytes. 

Augmentation de l’expression génique de socs3 (x1,5) 

Augmentation du ratio protéique pSTAT3/STAT3 (x1,4) 

Hypothalamus médio-

basal 

André et al., 

2017 [77] 

Souris Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 14%kcal, glucides : 61%kcal, 

protéines : 25%kcal) 

3 semaines Augmentation du nombre (x1,8) de cellules Iba1+ 

Augmentation du nombre de cellules TNF-α+ (x3) 

Activation de la prolifération microgliale 

ARC 

Valdearcos et 

al., 2014 [51] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 42%kcal, glucides : 

42,7%kcal, protéines : 15,2%kcal 

Naturel (lipides : 13,2%kcal, glucides : 

62,1%kcal, protéines : 24,7%kcal) 

4 semaines Augmentation de l’immunomarquage TNF-α+ et du 

nombre de cellules Iba1+ (x1,7) 

ARC 

Valdearcos et 

al., 2014 [51] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 42%kcal, glucides : 

42,7%kcal, protéines : 15,2%kcal 

Naturel (lipides : 13,2%kcal, glucides : 

62,1%kcal, protéines : 24,7%kcal) 

4 semaines Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x3), ikbkb 

(x2), tnf-α (x2) et il-6 (x2) 

Hypothalamus entier 

Valdearcos et 

al., 2014 [51] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 42%kcal, glucides : 

42,7%kcal, protéines : 15,2%kcal 

Naturel (lipides : 13,2%kcal, glucides : 

62,1%kcal, protéines : 24,7%kcal) 

4 semaines Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x3), ikbkb 

(x3), tnf-α (x2) et il-6 (x2,5) 

Fraction microgliale 

de l’hypothalamus 

Valdearcos et 

al., 2017 [55] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 42,0%kcal (lipides du lait), 

glucides : 42,7%kcal protéines : 

15,2%kcal 

Synthétique (lipides : 12%kcal (huile de maïs), 

glucides : 67%kcal, protéines : 21%kcal) 

4 semaines Accumulation de la microglie et recrutement de cellules 

myéloïdes 

Hypothalamus 

médiobasal (ARC et 

éminence médiane) 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Rat Long-

Evans 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

4 semaines Augmentation de l’expression d’emr1 (x2,0) et de gfap 

(x1,3) 

Augmentation de l’expression d’ikbkb (x1,5) 

Augmentation de l’expression d’il-6 (x1,6), de tnf-α 

(x1,6) et de socs3 (x2,1) 

 

Hypothalamus entier 

Douglass et al., 

2017 [53] 

Souris 

C57BL6/J 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 13%kcal) 6 semaines Augmentation du nombre de cellules GFAP+ (x4) ARC 

Gao et al., 

2014 [73] 

Souris Inconnue Inconnue 6 semaines Augmentation du nombre de cellules positives à Iba1 

(immunomarquage) 

ARC 

Posey et al., 

2009 [60] 

Rat Wistar Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Contrôle synthétique avec lipides : 10%kcal 

(lard, huile de soja) 

7 semaines Augmentation de la quantité de protéine IKKβ 

phosphorylée (x1,5) 

Hypothalamus entier 

Milanski et al., 

2009 [61] 

Rat Wistar Lipides : 36,0%g (origine animale) Naturel (lipides : 4%g) 8 semaines Augmentation de l’expression protéique de TLR4 dans 

les macrophages (immunofluorescence) 

ARC 

Milanski et al., 

2009 [61] 

Rat Wistar Lipides : 36,0%g (origine animale) Naturel (lipides : 4%g) 8 semaines Activation des voies de transductions du signal TLR4 et 

TLR2 (association protéique TLR4/Myd88 et 

TLR2/Myd88) 

Augmentation de l’expression génique de tnf-α (x4,4), il-

1β (x8), d’il-6 (x2,7) et d’il-10 (x2) 

Hypothalamus entier 

Kim et al., 

2018 [76] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Synthétique (lipides : 10%kcal) 8 semaines Augmentation de l’expression génique de tnf-α (x3), 

mcp-1 (x3,8), il-6 (x1,8), gfap (x1,5), iba1 (x2) et cb11b 

(x2,5) 

Hypothalamus entier 
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Dalvi et al., 

2017 [78] 

Souris 

C57BL/6J 

Lipides : 60%kcal, glucides : 

26%kcal, protéines : 15%kcal 

Inconnue 8 semaines Diminution de la densité des cellules TNF-α+ (x2) 

Augmentation de la densité des cellules GFAP+ (x3) 

Augmentation du nombre de cellules GFAP+ (x2) 

Augmentation de la densité des cellules Hsp70+ (x2) 

ARC 

Augmentation de l’expression génique d’ikbα (x1,2) Hypothalamus entier 

Morari et al., 

2014 [71] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Inconnue 8 semaines Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x1,5) et 

de la fractalkine (x 1,2) 

Hypothalamus entier 

Milanski et al., 

2012 [63] 

Rat Wistar Composition inconnue, mais le 

détail de la composition en acides 

gras déterminée par HPLC est 

disponible en tableau 

supplémentaire de l’article 

Composition inconnue, mais le détail de la 

composition en acides gras déterminée par 

HPLC est disponible en tableau supplémentaire 

de l’article 

8 semaines Accumulation de la microglie (plateau à 4 semaines), 

augmentation de la production de TNF-α (colocalisation 

avec la microglie) 

Augmentation de l’expression génique de tnf-α (x2), il-6 

(x2), il-1β (x2,5) et ikbkb (x2) 

Hypothalamus entier 

Gao et al., 

2014 [73] 

Souris Inconnue Inconnue 10 semaines Augmentation du nombre de cellules positives à Iba1 

(immunomarquage) 

ARC 

Gao et al., 

2014 [73] 

Souris Inconnue Inconnue 10 semaines Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x1,2) Hypothalamus entier 

Dorfman et al., 

2017 [74] 

Souris 

C57BL6/J 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel  12 semaines Augmentation de l’expression génique d’il-1β (x2,5) et 

de ikbkb (x1,8) 

Hypothalamus entier 

Horvath et al., 

2010 [75] 

Rat Sprague-

Dawley 

Lipides : 34%kcal, glucides : 

48%kcal, protéines :  17%kcal 

Naturel (lipides : 13%kcal, glucides : 63%kcal, 

protéines : 24%kcal) 

12 semaines Induction de l’immunomarquage GFAP+  ARC 

Zhang et al., 

2008 [62] 

Souris 

C57BL/6 

Research Diets Naturel (Teklad) 12 semaines Surexpression de protéines de la voie NF-κB ARC 

De Souza et al., 

2005 [49] 

Rat Wistar Lipides 45%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 35%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 10 kcal%, glucides : 70 kcal%, 

protéines : 20 kcal%) 

13 semaines Augmentation de l’expression protéique de TNF-α 

(x1,5), IL-1β (x5) et IL-6 (x8).  

Activation de la voie JNK avec surexpression protéique 

de JNK phosphorylée (x1,7) 

Hypothalamus entier 

Valdearcos et 

al., 2014 [51] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 42%kcal, glucides : 

42,7%kcal, protéines : 15,2%kcal 

Naturel (lipides : 13,2%kcal, glucides : 

62,1%kcal, protéines : 24,7%kcal) 

16 semaines Augmentation du nombre de cellules Iba1+ (x1,8) ARC 

Milanski et al., 

2009 [61] 

Rat Wistar Lipides : 36,0%g (origine animale) Naturel (lipides : 4%g) 16 semaines Augmentation de l’expression protéique de TNF-α 

(x14), IL-1β (x13) et d’IL-6 (x11) 

Hypothalamus entier 

Milanski et al., 

2009 [61] 

Rat Wistar Lipides : 36,0%g (origine animale) Naturel (lipides : 4%g) 16 semaines Augmentation de l’expression de l’antigène F4/80, signe 

de l’augmentation du nombre de macrophages (ici 

microglie ; immunofluorescence) 

ARC 

De Souza et al., 

2005 [49] 

Rat Wistar Lipides 45%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 35%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (lipides : 10 kcal%, glucides : 70 kcal%, 

protéines : 20 kcal%) 

16 semaines Immunomarquage positif pour TNF-α ARC et hypothalamus 

latéral 

Meng et Cai, 

2011 [64] 

Souris 

C57BL/6 

Inconnue (Research Diets) Inconnue 16 à 20 

semaines 

Diminution de l’immunomarquage Atg7+, signe d’une 

diminution de l’autophagie 

ARC 

Diminution de l’expression protéique d’Atg7 (x2,5), 

d’Atg5 (x1,7) et de LC3-II/1 (x1,4) ainsi que de 

l’expression génique d’atg12 (x1,4), tous étant des 

marqueurs de l’autophagie 

Hypothalamus entier 
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Balland et 

Cowley, 2017 

[68] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 43%kcal, glucides : 

36%kcal, protéines : 21%kcal 

Naturel (lipides : 4,6%kcal) 20 semaines Augmentation du nombre de cellules GFAP+ 

(astrocytes) étoilées (x5), signe d’une astrogliose 

ARC 

Horvath et al., 

2010 [75] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 45%kcal, glucides : 

35%kcal, protéines : 20%kcal 

Naturel (lipides : 12,1%kcal, glucides : 

59,8%kcal, protéines : 28%kcal) 

20 semaines Augmentation de l’expression génique de gfap (x1,4), 

signe d’une astrocytose 

Induction de l’immunomarquage GFAP+ 

ARC 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

8 mois Augmentation de l’autophagie (x8) et diminution du 

nombre de neurones POMC (x1,3) 

ARC 

Thaler et al., 

2012 [50] 

Souris 

C57BL/6 

Lipides : 60%kcal (lard, huile de 

soja), glucides 20%kcal, protéines 

20%kcal 

Naturel (3.34 kcal/g; PMI Nutrition 

International) 

8 mois Astrocytose visible par imagerie ARC 

Tableau 1.1. Résumé des études ayant montré un lien entre la consommation de WD et l’inflammation hypothalamique depuis De Souza 

et al. en 2005 [136]. Les études sont classées dans l’ordre croissant de temps de consommation de WD puis selon le %kcal de lipides dans 

le WD, avec indication de l’espèce animale utilisée, des compositions énergétiques des régimes WD et contrôles utilisés lorsque celles-ci 

étaient disponibles, de la durée de consommation du WD avec les marqueurs d’inflammation correspondants ainsi que la région 

hypothalamique concernée. 
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L’inhibition de cette inflammation hypothalamique permet de prévenir le développement 

de l’obésité. De façon intéressante, la déplétion neuronale de IKKβ (un des médiateurs 

moléculaires de l’inflammation hypothalamique, voir section II.B.3.b) rend résistantes à 

l’obésité des souris (C57BL/6) soumises à un régime WD pendant 1 mois [150]. De même, 

chez le rat Long-Evans, l’administration centrale d’un inhibiteur d’IKKβ induit une 

diminution de l’ingéré alimentaire après 5 à 7 semaines de WD (lipides 60%kcal) mais 

pas chez les rats maintenus sous régime standard [151]. L’inhibition de TLR4 et de TNF-

α (deux médiateurs moléculaires de l’inflammation hypothalamique, voir sectionII.B.3.b) 

par injection intracérébroventriculaire d’anticorps chez le rat rendu obèse par la 

consommation d’un régime WD pendant 8 semaines permet de diminuer l’inflammation 

hypothalamique (diminution de l’expression de tnf-α, il-1β et il-6 et diminution de 

l’activation de la voie NF-κB via la diminution de la quantité de IKBα phosphorylée), de 

restaurer la sensibilité à la leptine de l’hypothalamus, de rétablir la signalisation de 

l’insuline dans le foie ainsi que l’homéostasie du glucose [152]. L’inhibition de l’activation 

de la microglie (voir acteurs cellulaires, paragraphe II.B.3.a) prévient l’augmentation de 

l’ingéré alimentaire, de l’adiposité et du gain de poids chez la souris sous WD (lipides 

60%kcal) [153]. L’utilisation de modèles murins KO pour une ou plusieurs voies 

d’induction de l’inflammation confirme également le lien entre inflammation 

hypothalamique et obésité. Chez la souris, des KO spécifiques de la voie IKKβ-NF-κB dans 

les neurones AgRP et POMC permettent de protéger contre le développement de l’obésité 

induite par la consommation de WD [150, 154, 155]. 

 

A l’opposé, l’induction de l’inflammation hypothalamique permet d’induire l’obésité. Par 

exemple, l’activation de la voie IKKβ/NF-κB in vivo entraine une hyperphagie associée à 

une prise de poids significative sous consommation d’un régime standard [156]. 

L’administration centrale de la cytokine IL-4 chez le rat stimule l’activation de la voie 

IKKβ/NF-κB dans l’hypothalamus, ce qui induit une hyperphagie et une prise de poids 

significative [157]. L’activation de JNK dans les neurones AgRP chez la souris induit un 

gain de poids et une augmentation de la résistance à la leptine (systémique et neuronale) 

[158]. Dans cette même étude, l’activation de la signalisation IKK2 dans les neurones 

AgRP chez la souris induit une insulinorésistance et affecte l’homéostasie du glucose dans 

ces neurones. L’induction du syndrome métabolique dépend donc de l’activation de 

plusieurs voies liées à l’inflammation au sein de l’hypothalamus.  

 

Dans les études mentionnées précédemment, l’inflammation hypothalamique était 

étudiée en réponse à une ingestion chronique (plusieurs semaines ou mois) de régime 

WD. Il est important de noter que l’induction de l’inflammation hypothalamique est 

biphasique et débute rapidement après le changement de régime. Chez le rat, une 

première phase d’inflammation est observée 1 à 3 jours après introduction d’un régime 
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WD. Cette réponse inflammatoire semble même se mettre en place en quelques heures 

après l’ingestion de WD (lipides : 41%kcal) et serait donc activée à l’échelle du repas 

[159]. Elle se traduit par une surexpression d’il-6, tnf-α, ikbkb ainsi que des marqueurs 

d’activation de la glie tels que emr1 (microglie) et gfap (astrocytes). Cette première phase 

est suivie par une résolution de l’inflammation avant un rebond 4 semaines plus tard 

(surexpression d’il-6, tnf-α, ikbke et socs3) [138]. Cette augmentation de l’expression 

génique des cytokines pro-inflammatoires est accompagnée d’une activation de la  

microglie dans l’ARC (visualisable par une augmentation du nombre de cellules 

microgliales) dès la première semaine de consommation de WD [138]. Un motif 

d’expression génique similaire a été observé chez la souris dans les mêmes conditions 

[138]. D’autres études ont montré que l’inflammation hypothalamique se produit avant 

l'apparition de l'obésité [141, 160–163] et précèderait l’inflammation dans les tissus 

périphériques (tissu adipeux et foie) [138]. De ce fait, l’hypothalamus semble être le 

premier organe touché par une inflammation induite par la consommation de WD.  

De plus, la première phase d’inflammation hypothalamique qui fait suite à l’introduction 

d’un WD semble prédictive du phénotype d’obésité qui se met en place à long terme en 

réponse à une consommation chronique de WD. Cet aspect prédictif a notamment été 

observé dans une étude utilisant deux souches de souris, l’une résistante à l’obésité 

(WSB/EiJ) et l’autre prône à l’obésité (C57BL/6J) [164]. La microglie hypothalamique de 

l’ARC et du PVN des souris prônes à l’obésité (C57BL/6J) était plus activée (marquage 

Iba1+) sous régime contrôle et après 3 jours de WD (lipides : 45%kcal) contrairement à 

la souche résistante à l’obésité. La fractalkine, une chemokine produite lors de l’activation 

de la microglie, est également exprimée plus rapidement (dès 1 jour) et plus fortement 

dans les neurones de l’hypothalamus de souris prônes à l’obésité que de souris résistantes 

à l’obésité suite à l’introduction d’un WD (lipides : 60%kcal) [165]. Inhiber la fractalkine 

avant passage au WD réduit l’obésité après consommation à long terme de WD ainsi que 

le développement de l’intolérance au glucose chez ces souris [165]. Cependant, dans une 

autre étude, il a été montré que l'inhibition de la voie de signalisation NF-κB dans les 

astrocytes prévient leur activation en réponse à 24h de régime WD et entraîne une 

augmentation de 15 % de l'apport calorique dans les 24 premières heures suivant 

l'introduction du régime, suggérant que l’activation initiale des astrocytes en réponse au 

WD joue un rôle protecteur vis-à-vis de l’augmentation de la prise alimentaire et par 

extension de la mise en place de l’obésité [162]. Bien que l’effet à long terme de cette 

inhibition astrocytaire de la voie NF-κB n’ait pas été étudié, ces travaux soulignent la 

complexité et l’importance de la cinétique de la réponse inflammatoire hypothalamique 

lors de l’introduction d’un régime WD dans la mise en place de l’obésité. L’exposition 

récurrente au WD, comme rencontré dans nos modes de vie actuels, pourrait favoriser 

cette inflammation hypothalamique à court terme et la mise en place de l’obésité à long 

terme : il est donc important de s’intéresser à l’impact et aux mécanismes sous-tendant 

l’impact de ces expositions répétées pour lutter contre l’épidémie d’obésité. 
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2. Le lien entre inflammation hypothalamique causée par la 

consommation de WD et la régulation de la prise alimentaire 

 

L’inflammation centrale perturbe la régulation du comportement alimentaire de façon 

différente selon le niveau d’inflammation. Ainsi, l’administration chez le rongeur de fortes 

doses d’IL-6 (chez le rat), ou encore de TNF-α et IL-1β (chez la souris) induit une 

diminution de la prise alimentaire [166, 167] tandis que bloquer l’action de ces cytokines 

dans ce contexte d’inflammation aigüe permet de diminuer l’anorexie [168]. 

Contrairement à l’anorexie, qui est liée à une inflammation de haut grade, l’obésité est liée 

à une inflammation de bas grade et une hyperphagie. Plusieurs mécanismes peuvent 

expliquer cette hyperphagie. La consommation de WD engendre une augmentation de la 

résistance à la leptine liée à l’activation du suppresseur de la signalisation des cytokines 

3 (SOCS3) et de la protéine tyrosine phosphatase 1B (PTP1B) par les cytokines, ce qui 

induit une diminution de la satiété [169, 170]. Ainsi, des souris qui ont une délétion 

spécifique de socs3 dans les neurones hypothalamiques exprimant POMC montrent un 

gain de poids plus faible sous WD (lipides : 58%kcal) dès l’introduction du régime par 

rapport aux souris contrôles recevant le même régime [171]. La consommation de WD à 

long terme (8 semaines) chez le rat engendre également une apoptose des neurones 

POMC de l’ARC liée à l’augmentation de cytokines telles que TNF-α et IL-1β [172], ce qui 

participe à augmenter la prise alimentaire en diminuant le signal satiétogène [173]. A plus 

court terme, les mécanismes sont probablement différents. Après 5 jours de 

consommation de régime gras et sucré, la chemokine stromal cell-derived factor 12 

(CXCL12) est produite et serait capable d’augmenter l’ingéré alimentaire en induisant une 

augmentation de l’expression de gènes orexigènes (enképhaline) des neurones du second 

ordre au sein du PVN par l’intermédiaire de son récepteur CXCR4 [174]. Après quelques 

semaines de consommation de WD, d’autres chimiokines sont produites dont CCL5 qui 

induit une augmentation de l’expression du peptide orexigène MCH suivie d’une 

augmentation de l’ingéré alimentaire, à l’inverse de ce qui est observé dans le cadre d’une 

inflammation de haut grade [175, 176]. La production de certaines chemokines peut donc 

réguler positivement la prise alimentaire dans le cadre d’une inflammation de bas grade 

et ce dès la première semaine de consommation de WD. L’induction de l’inflammation à 

la suite de la consommation de WD semble induire une diminution des signaux 

satiétogènes par différentes voies mais son action à très court terme est plus difficile à 

mesurer compte tenu de l’augmentation de la prise alimentaire liée à l’hédonisme qui 

semble prendre le dessus sur cet aspect inflammatoire. 
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3. Les acteurs de l’inflammation hypothalamique sous WD 

 

a. Acteurs cellulaires 

 

Trois grands types cellulaires au sein du système nerveux central sont impliqués dans son 

inflammation : la microglie, les macrophages périvasculaires et les astrocytes. La 

microglie est constituée des macrophages du cerveau, capables de phagocyter des 

microorganismes, débris cellulaires ou métabolites toxiques [177]. Son activation, 

caractérisée par l’augmentation de l’expression d’Iba1 [142] et une modification de leur 

morphologie vers des formes moins ramifiées, est induite à très court terme (1 à 3 jours) 

suite à la  consommation d’un WD (lipides : 60%kcal) [138]. La microglie peut être 

également activée après une ingestion orale (sous forme de solution enrichie) de certains 

acides gras tels que le palmitate en comparaison à l’oléate [139, 178]. Cette activation de 

la microglie par les acides gras saturés est notamment visible au niveau de l’ARC, 

probablement en raison de sa position anatomique proche de l’éminence médiane, dont 

les capillaires deviennent plus perméables après consommation de WD (lipides : 

58%kcal) pendant 10 semaines  [179]  [138, 142, 180]. L’activation à court terme de la 

microglie lors de la consommation de WD a lieu en particulier par l’intermédiaire d’une 

augmentation de l’expression la fractalkine (CX3CL1) dont l’inhibition de la signalisation 

permet de limiter le développement de l’obésité.  

 

Les macrophages périvasculaires sont situés à proximité des vaisseaux sanguins par 

lesquels les pathogènes ou d’autres molécules toxiques pour le système nerveux central 

sont susceptibles d’entrer. Ils constituent donc une première barrière de protection [181]. 

Ces macrophages sont activés et s’accumulent après 2 semaines de consommation de WD 

(lipides : 58%kcal) chez la souris, c’est-à-dire après la première phase d’activation 

microgliale au niveau de l’hypothalamus [180]. Cette activation concerne des 

macrophages déjà présents dans le système nerveux central et n’implique pas de 

migration de macrophages recrutés en périphérie [179]. Ces macrophages 

périvasculaires activés expriment de hauts niveaux d’oxyde nitrique synthase inductible, 

potentiellement associé à une augmentation des niveaux d’oxyde nitrique qui participe au 

stress oxydant [180]. L’inhibition de cette enzyme au sein des macrophages de l’ARC 

permet de diminuer plusieurs aspects de l’inflammation hypothalamique induite par la 

consommation de WD tels que la production de cytokines pro-inflammatoires, l’activation 

de la microglie et des astrocytes ou encore l’hyperperméabilité vasculaire [180]. La 

production d’oxyde nitrique, et donc le stress oxydant, pourrait jouer un rôle dans 

l’induction de l’inflammation hypothalamique lors de la consommation de WD.  
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Les astrocytes sont d’autres acteurs cellulaires qui participent à l’inflammation 

hypothalamique. L’activation des astrocytes (astrogliose) est mesurable en quantifiant les 

cellules GFAP+ (glial fibrillary acidic protein) et les modifications morphologiques 

incluant une rétractation dendritique et une diminution des contacts avec les neurones 

adjacents. La consommation de WD ainsi que l’activation de la voie de signalisation  NF-

κB entraine une activation astrocytaire et celle-ci est plus forte au niveau des neurones 

POMC après 3 mois de consommation de WD (lipides : 34%kcal) chez le rat prône à 

l’obésité que chez le rat résistant à l’obésité [53]. Les astrocytes activés expriment et 

sécrètent des cytokines pro-inflammatoires telles que CCL2, qui participent à l’induction 

de l’inflammation hypothalamique en se fixant sur les récepteurs CCR2 présents en 

surface des neurones [182]. 

 

Les cellules de la microglie et les astrocytes seraient capables de communiquer entre eux 

par l’intermédiaire de la production de chimiokines et de leurs récepteurs mutuels. La 

production de chimiokines par les astrocytes en réponse aux acides gras pourrait activer 

les récepteurs présents à la surface des macrophages, ce qui aurait pour conséquence 

d’augmenter le niveau d’inflammation locale [183]. L’inflammation provenant de la 

microglie se propage aux autres acteurs notamment par des hémicanaux (connexines), 

qui permettent le passage de fortes quantités de glutamate, produites en réponse à 

l’activation de la microglie, qui vont induire des dommages neuronaux [184]. Le blocage 

de ce passage chez la souris permet de prévenir le développement de l’obésité, 

démontrant l’importance de cette propagation dans ce processus [185]. La microglie est 

capable d’activer les astrocytes en produisant certaines cytokines pro-inflammatoires (IL-

1α, TNF-α) et la protéine du  complément C1q et participe ainsi à la mise en place de 

l’inflammation hypothalamique [186]. Des astrocytes en culture activés avec du palmitate 

sont capables d’induire la production de la cytokine CCL2 et l’expression d’Iba1 par la 

microglie lorsqu’ils sont mis en contact avec elle pendant 4h, permettant sa migration et 

participant ainsi à son activation [182].La coculture d’astrocytes primaires murins activés 

par des facteurs adipocytaires issus d’individus obèses, avec des cellules microgliales 

murines activées par du LPS, induit une augmentation significative du relargage de 

cytokines proinflammatoires (MCP-1 et IL-6) par rapport à des astrocytes et de la 

microglie non activés [187]. Cette synergie serait due à l’interaction entre le récepteur 4-

1BB (ou CD137), présent à la surface des astrocytes, qui est capable d’interagir avec son 

ligand 4-1BBL (ou CD137L) situé à la surface des cellules microgliales et induire 

l’expression de cytokines pro-inflammatoires [187]. Cette interaction est retrouvée in 

vivo, avec une diminution de l’inflammation hypothalamique en réponse à une 

consommation de WD (lipides : 60%kcal) pendant 8 semaines chez des souris C57BL/6 

4-1BB-/- [187]. Cibler à la fois les astrocytes et la microglie, ainsi que comprendre la mise 

en place de leur activation lors de la consommation de WD, peut constituer une cible de 

prévention de l’obésité. 
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b. Acteurs moléculaires 

 

Les cytokines et chimiokines sont des acteurs majeurs de l’inflammation 

hypothalamique dans le contexte de l’exposition aux régimes de type WD. Parmi les 

cytokines impliquées, la fractalkine est sécrétée 1 à 3 jours après introduction du régime 

WD, avec pour effet le recrutement (ou l’activation) de la microglie [165]. Chez le rongeur, 

la consommation de WD induit une augmentation de l’activité de SOCS3 et de PTP1B dans 

l’hypothalamus [188]. Dans l’hypothalamus PTP1B et SOCS3 sont impliquées dans la 

cascade de signalisation de la leptine : l’absence de PTP1B chez la souris induit une 

résistance à l’obésité induite par la consommation de WD [189] et une déficience de 

PTP1B permet d’atténuer l’inflammation hypothalamique [190]. Une injection 

intracérébroventriculaire de TNF-α chez le rat induit une augmentation de l’expression 

d’il-1β et d’il-6 (de 15 min à 3h post-injection) et de socs3 (2h et 3h post-injection) dans 

l’hypothalamus [191].  

 

La consommation de WD à long terme induit chez la souris l’expression de l’oxyde 

nitrique synthase inductible (iNOS) dans les macrophages périvasculaires, qui est d’une 

part à l’origine de l’expression de cytokines pro-inflammatoires telles que IL-1β, IL-6 et 

TNF-α et d’autre part responsable d’une augmentation de la perméabilité de la barrière 

hémato-encéphalique, rendant l’hypothalamus plus susceptible au passage de molécules 

périphériques tels que les acides gras [180]. Le stress oxydant, induit par la production 

d’espèces réactives de l’oxygène par les mitochondries, est activé en réponse à une 

consommation de WD, avec notamment une augmentation de l’activité de la superoxide 

dismutase à cuivre/zinc, une enzyme pro-oxydante, dès la première semaine de 

consommation du régime chez le rat [192]. Cette augmentation se poursuit pendant 6 

semaines, puis diminue fortement entre 12 et 18 semaines parallèlement à la diminution 

du ratio glutathion réduit/glutathion oxydé (GSH/GSSG), ce qui suggère un 

rétablissement de l’équilibre redox après 18 semaines de consommation de WD dans 

l’hypothalamus des rats [192]. Cette augmentation du stress oxydant induite par la 

consommation de WD semble avoir lieu plus rapidement chez la souris. En effet, dès 3 

jours de consommation de WD (lipides : 60%kcal) la production de protéines pro-

oxydantes (liées au métabolisme de la mitochondrie) augmente mais pas  la production 

de protéines liées à l’inflammation, suggérant que le stress oxydant précède la mise en 

place de l’inflammation hypothalamique en réponse à l’introduction d’un WD [193]. 

Dans l’hypothalamus, le développement de l’insulino-résistance, suite à l’inflammation 

induite par l’obésité, passe en partie par l’activation de la voie inflammatoire du Toll Like 

Receptor 4 (TLR4), induite par la consommation de lipides [194–196]. L’activation de 

TLR4 entraine une cascade signalétique impliquant le facteur de différentiation myéloïde 
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88 (Myd88) ou encore IKKβ, et  aboutissant à la translocation nucléaire de NF-κB et à la 

sécrétion de cytokines pro-inflammatoires [197]. Compte tenu de la forte expression 

constitutive de IKKβ dans l’hypothalamus, cette voie de signalisation joue un rôle 

prépondérant dans l’activation de l’inflammation hypothalamique induite par la 

consommation de WD ainsi que dans la mise en place de  la résistance à la leptine et la 

dérégulation de l’homéostasie du glucose [150]. La suppression d’IKKβ dans les neurones 

AgRP empêche le développement de l’obésité avec une protection contre l’intolérance au 

glucose. La délétion hypothalamique de Myd88 chez la souris sous WD les protège du 

développement de la résistance à la leptine [194]. Dans l’hypothalamus, la production de 

TNF-α, observable suite à l’activation de la voie TLR4/NF-κB [198], induit une 

augmentation de l’expression de SOCS3 [199], qui participe ensuite à la mise en place de 

la résistance à l’insuline et à la leptine lors de la consommation à long terme de WD en se 

fixant sur leurs récepteurs [200]. SOCS3 est également induite par l’activation de la voie 

NF-κB [150] notamment via la production d’IL-1 [201].   

 

Un autre mécanisme lié à l’inflammation hypothalamique, le stress du réticulum 

endoplasmique (RE), est lié directement à la mise en place de l’obésité [154]. En effet, la 

suppression dans les neurones POMC de la X-box binding protein 1 (Xbp1), un facteur de 

transcription qui a un rôle protecteur vis-à-vis du stress oxydant et qui est exprimé suite 

au stress du RE [202], induit une augmentation de la résistance à la leptine et de 

l’adiposité [203]. L’expression constitutive de Xbp1 dans les neurones POMC de l’ARC 

réprime l’expression de SOCS3 et de PTP1B, ce qui prévient le développement de l’obésité 

en réponse au WD [204]. L’activation de la voie NF-κB par le WD induit également un 

stress du RE [150]. L’inhibition de la signalisation du récepteur à la leptine par le stress 

du RE se fait par l’intermédiaire de la réponse UPR (unfolded protein response) dans 

l’hypothalamus de souris obèses après consommation de WD pendant au moins 25 

semaines (lipides : 60%kcal) [203]. Il apparait ainsi que la mise en place de l’insulino-

résistance et de la résistance à la leptine hypothalamique liée à l’inflammation passe par 

une interaction entre plusieurs acteurs impliqués dans la mise en place de l’inflammation. 

L’autophagie est un phénomène physiologique qui permet une régulation métabolique 

dans divers tissus, dont le cerveau. Sa modulation (augmentation ou diminution) peut 

avoir des conséquences négatives sur cette régulation. Par exemple, l’induction de 

l’autophagie in vitro dans une lignée de cellules hypothalamiques induit l’expression de 

l’AMP-activated protein kinase (AMPK), responsable d’une augmentation de l’expression 

de npy et d’une diminution de l’expression de pomc [205]. L’autophagie est également 

impliquée dans l’induction de l’inflammation hypothalamique. En effet, chez la souris, la 

diminution de l’autophagie hypothalamique par un ARN interférent dirigé contre Atg7, 

une protéine induisant l’autophagie, induit une augmentation de l’inflammation médiée 

par l’activation de la voie IKKβ/NF-κB [155]. Cette étude montre aussi que la diminution 

de l’autophagie hypothalamique chez la souris permet de diminuer la prise alimentaire et 
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d’augmenter les dépenses énergétiques, ce qui souligne son importance à la fois dans la 

mise en place de l’inflammation hypothalamique et dans la régulation de la prise 

alimentaire [155].  

 

4. Les causes de l’inflammation hypothalamique sous WD 

 

Les acides gras alimentaires provoquent une inflammation hypothalamique par 

l’activation de la voie TLR4, suivie par une augmentation du stress du RE qui génère la 

production de cytokines pro-inflammatoires [195]. L’entrée des acides gras dans 

l’hypothalamus est facilitée par l’augmentation de la perméabilité de la barrière hémato-

encéphalique [206]. Ce stress du RE a également été constaté in vitro en réponse au 

palmitate sur des lignées cellulaires neuronales hypothalamiques exprimant AgRP et NPY 

[163]. Chez la souris, une infusion intraveineuse de lipides (émulsion de triglycérides) 

induit également une inflammation hypothalamique, caractérisée par la production de 

TNF-α et une astrocytose [163]. In vivo, le palmitate alimentaire, mais pas l’acide oléique 

est capable d’induire une activation de la microglie mettant en avant l’importance de la 

nature des lipides dans l’induction de l’inflammation hypothalamique [207].  

 

En plus des lipides, les sucres simples sont également des activateurs de l’inflammation 

hypothalamique. Chez le rat, le fructose (en solution à 10% donnée pendant 8 semaines) 

induit une activation des astrocytes de l’ARC (mesurable par une augmentation du 

marquage GFAP+ et de l’expression du gène gfap), un plus grand nombre de cellules IκBα+ 

dans la même région, une surexpression hypothalamique des gènes codant pour IL-1β, 

TNF-α, IL-6, IKKβ, IκBα et NF-κB ainsi qu’une augmentation des niveaux protéiques d’IL-

1β, Myd88 et TLR4 [208]. Dans la même étude, la mise en contact d’une solution de 

fructose à 5mM pendant 24h avec des astrocytes en culture issus de rats nouveau-nés 

induit une surexpression des gènes codant pour TLR4 et Myd88, une augmentation de la 

quantité de protéines IκBα et NF-κB phosphorylée [208]. Le glucose est également 

capable d’induire l’inflammation hypothalamique. L’infusion intracerébroventriculaire de 

glucose chez la souris induit une augmentation de l’activation de la voie NF-κB dans 

l’hypothalamus, mais pas dans les tissus périphériques [150]. Chez la souris, la microglie 

de l’ARC est activée (augmentation du nombre de cellules Iba1+) après consommation de  

régimes enrichis en sucrose ou en amidon [209]. 

Des stimuli autres qu’alimentaires sont capables d’induire chez la souris une 

inflammation hypothalamique semblable à celle retrouvée chez les individus obèses, tels 

que les particules fines issues de la pollution atmosphérique [210]. Chez l’Homme, le 

microbiote est également suspecté d’avoir un rôle dans cette induction avec une 

augmentation de l’inflammation hypothalamique positivement corrélée à une réduction 
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de l’abondance de Parasuterella sp. dans l’intestin chez des individus obèses [211]. De 

façon intéressante, une élévation systémique du niveau d’endotoxines d’origine 

bactérienne, telles que le LPS, est mesurée après 1, 3 et 6h post-introduction de WD 

(lipides : 41%kcal) chez la souris, ce qui pourrait éventuellement favoriser l’initialisation 

de l’inflammation centrale [159]. Un traitement chronique par le LPS ou encore une 

dysbiose intestinale causée par la consommation de WD induisent une augmentation de 

la prise alimentaire liée à l’activation de la microglie  du ganglion noueux (nerf vague) 

[149, 212, 213]. 

 

Ainsi, la consommation de WD induit, et ce même à très court terme, une inflammation 

hypothalamique. Cette inflammation hypothalamique précède l’inflammation systémique 

caractéristique de l’obésité et est liée à la mise en place de cette dernière. Différents 

signaux interagissant entre eux sont responsables de son induction et montrent la 

complexité des mécanisme impliqués dans son apparition. L’inflammation 

hypothalamique issue de la consommation de WD peut aussi dépendre de signaux 

provenant de l’intestin puisque la consommation de WD (lipides : 60%kcal) pendant 24h 

induit une inflammation hypothalamique et des ganglions noueux, carrefours 

d’intégration des signaux provenant du nerf vague [160]. Le rôle du microbiote dans 

l’induction de cette inflammation hypothalamique dans le cadre de la consommation de 

WD est possible et doit être davantage étudié pour mieux comprendre les liens entre 

intestin et cerveau et permettre de trouver de nouveaux moyens de prévention et de 

traitement de l’obésité. De plus, en dehors de l’inflammation hypothalamique, 

l’inflammation concernant d’autres structures impliquées dans la régulation de la prise 

alimentaire sont d’un grand intérêt. En effet, le striatum, et plus particulièrement le noyau 

accumbens, pourrait, par l’intermédiaire d’une neuroinflammation, promouvoir la prise 

de poids chez l’Homme [214]. Le tronc cérébral peut également présenter une 

inflammation notamment caractérisée par l’activation des astrocytes, et qui aurait pour 

effet de diminuer la prise alimentaire chez la souris [55]. Etudier la mise en place de 

l’inflammation dans ces autres structures, moins étudiée que l’hypothalamus jusqu’à 

présenti, présente ainsi un grand intérêt afin de mieux comprendre la régulation de la 

prise alimentaire, en particulier lors de la consommation d’un WD. 

De façon intéressante, hors du cadre de l’inflammation de bas grade, les acides biliaires 

secondaires, des métabolites issus de l’activité métabolique du microbiote, peuvent 

participer à l’amélioration de maladies neuroinflammatoires via une diminution de 

l’inflammation systémique, avec une suppression de la production de cytokines pro-

inflammatoires dans un modèle d’encéphalomyélite (EAE) associée à une altération de la 

régulation des cellules T [215]. De façon similaire, l’activation du Farnesoid X Receptor 

(FXR), un récepteur des acides biliaires secondaires [216],  améliore l’EAE en induisant la 

génération de macrophages anti-inflammatoires, chez la souris et chez l’Homme [217]. 

Ainsi, l’activité métabolique du microbiote intestinal, via notamment la production 

d’acides biliaires secondaires, peut moduler l’inflammation systémique et impacter la 

neuroinflammation. On pourrait donc supposer un éventuel lien entre la composition 
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luminale en acides biliaires secondaires et l’inflammation hypothalamique qui caractérise 

la consommation de WD. Un microbiote dysbiotique de type pro-inflammatoire, induit par 

une consommation de WD puis transféré à des rats dont le microbiote a été déplété, 

engendre dans le NTS une rétraction des fibres neuronales C ainsi qu’une augmentation 

du nombre de cellules Iba1+, suggérant une activation de la microglie [149]. Cette étude 

suggère qu’un microbiote dysbiotique consécutif de la consommation de WD est capable 

d’induire une inflammation centrale. L’interleukine 17, produite par l’épithélium 

intestinal en réponse à une modification de la composition du microbiote liée à 

l’alimentation, est  également capable de diminuer la prise alimentaire centralement en 

se fixant à ses récepteurs situés sur les neurones POMC et AgRP de l’ARC et en augmentant 

l’expression de pomc [218]. La dysbiose du microbiote induite par l’introduction d’un 

régime riche en fructose induit une neuroinflammation hippocampale chez la souris 

[219]. Bien que plusieurs facteurs issus du microbiote soient capables d’induire une 

neuroinflammation, on peut supposer que tous n’ont pas été découverts compte tenu du 

nombre important de métabolites bactériens qui n’ont pas encore été caractérisés et des 

nouveaux rôles de métabolites connus qui restent à découvrir, tels que les acides biliaires. 

 

III. Le rôle du microbiote intestinal dans la régulation de la 

prise alimentaire 

 

A. Le microbiote intestinal 

 

1. Composition du microbiote intestinal chez l’individu sain 

 

Le microbiote intestinal est constitué de l’ensemble des microorganismes présents dans 

l’intestin : les bactéries, les virus (phages), les archées et certains eucaryotes 

unicellulaires (protistes) et champignons [220] (Figure 1.7). La composition et le nombre 

de microorganismes varient tout au long du tube digestif : leur quantité et leur diversité 

augmentent graduellement depuis le tractus gastro-intestinal proximal (estomac, avec 

une estimation à 101 à 103 cellules/gramme de contenu luminal humain) jusqu’au tractus 

gastro intestinal distal (colon, avec une estimation à 1012 cellules/gramme de contenu 

luminal humain) à mesure que le pH augmente d’un pH acide vers un pH neutre et que la 

vitesse du transit diminue ainsi que la disponibilité en oxygène et en nutriments [220]. 

Bien que le nombre de microorganismes par gramme de contenu luminal soit 

régulièrement révisé et montre des variabilités entre les études, il est communément 

admis que la quantité et la diversité des microorganismes de l’intestin proximal sont 

significativement inférieures à celles de l’intestin distal [221]. Une étude menée sur le 
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microbiote intestinal d’une cohorte de 124 individus européens a démontré, par 

métagénomique, que la proportion de gènes bactériens atteint 99% du microbiote 

intestinal, tandis que les champignons et les archées représentent une minorité du 

microbiome [222]. Bien que les bactéries constituent la majorité du microbiome, les virus, 

archées et eucaryotes unicellulaires sont suspectés de jouer un rôle dans la physiologie 

de l’hôte ainsi que dans la mise en place de certaines pathologies intestinales, notamment 

en agissant sur l’activité bactérienne.  

Les virus, qui composent le virome intestinal, représentent près de 6% des 

microorganismes de l’intestin et chez l’Homme ils sont essentiellement constitués de 

phages (virus de bactéries) [223]. Les phages sont capables de modifier le génome des 

bactéries par transfert de gènes. Ils peuvent ainsi modifier diverses fonctions 

métaboliques des bactéries, être impliqués dans leur adaptation à leur environnement ou 

encore dans la résistance des bactéries aux antibiotiques, bien que la transmission de 

gènes de résistance aux antibiotiques par les phages soit un événement rare. La 

caractérisation des phages intestinaux est beaucoup moins avancée que celle des 

bactéries, et ce en raison de difficultés techniques notamment dues à l’absence au sein des 

génomes viraux de gènes pouvant servir de marqueurs universels tels que le gène 

16SrRNA utilisé dans l’affiliation taxonomique des bactéries. Cependant, dans les études 

où elle a été réalisée notamment grâce aux outils récents de métagénomique virale, la 

composition de ces phages varie de façon significative avec l’âge pendant la petite enfance 

chez l’Homme [224] ou encore en réponse à un changement de régime [223]. Il a été 

démontré qu’une transplantation fécale de phages issus de souris normo-pondérales vers 

des souris obèses était capable de modifier la composition des bactéries présentes dans 

l’intestin, de diminuer significativement le poids des souris et de rétablir leur tolérance 

au glucose [225]. 

Le microbiote est également composé d’archées, l’espèce la plus abondante chez l’Homme 

étant Methanobrevibacter smithii, une archée productrice de méthane à partir de produits 

de fermentation bactérienne qui représente jusqu’à 10% de la quantité des anaérobes 

dans le colon chez l’Homme [226]. En totalité, le génome des archées représente moins de 

1% du microbiome chez l’Homme [227]. Certaines archées sont capables d’interagir avec 

les bactéries pour promouvoir leur activité métabolique, telle que Methanobrevibacter 

smithii, capable de favoriser la fermentation des glycanes par Bacteroides 

thetaiotaomicron, une bactérie impliquée dans la digestion des polysaccharides [228]. 

Les champignons, et particulièrement les levures, font également partie du microbiote 

intestinal et représentent ~0.1% des microorganismes du tube digestif humain. Leur 

identification reste cependant difficile compte tenu des bases de données beaucoup moins 

alimentées par les séquences spécifiques des champignons (Espaceur interne transcrit ou 

internal transcribed spacer (ITS)) par rapport aux séquences bactériennes. De plus, les 

approches d’étude du mycobiome intestinal sont encore très récentes et en constante 

évolution [229]. Cette proportion est donc probablement sous-estimée en termes de 
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nombre et d’importance des champignons dans la physiologie intestinale de l’hôte. Une 

étude récente montre une association entre la consommation d’un WD (lipides : 60% 

kcal) et la composition du mycobiome chez la souris ainsi qu’entre la composition 

fongique et l’activité prédite de certains taxa bactériens [230]. L’obésité affecte aussi la 

composition du mycobiome humain [231]. Comme les bactéries, les champignons sont 

retrouvés essentiellement au niveau de l’intestin distal [232].  

 

Comme indiqué précédemment le microbiote intestinal est donc essentiellement 

composé de bactéries. Cependant, sa composition varie largement entre les individus chez 

l’Homme et entre les animaux d’une même espèce [233, 234]. Chez un même individu, sa 

composition varie également en fonction de l’âge, avec une mise en place au cours des 

premières années de la vie. Bien que la composition du microbiote intestinal soit plus 

stable à l’âge adulte, elle reste sensible à de nombreux éléments extérieurs pouvant 

modifier de façon temporaire ou non sa composition. Parmi ces éléments extérieurs, les 

traitements antibiotiques et les changements de régime sont reconnus comme étant les 

principaux perturbateurs de la composition du microbiote intestinal.  Une approche 

utilisée chez l’Homme pour décrire le microbiote intestinal dans son ensemble est la 

notion d’entérotypes, un terme popularisé depuis leur caractérisation dans une étude 

publiée en 2011 [235]. Chez l’Homme sain, 3 types d’entérotypes ont été dénombrés et 

nommés selon le genre principal qui les compose : Prevotella, Bacteroides et parfois 

Ruminococcus [235, 236]. Il apparaît cependant que leur composition au sein d’un même 

individu ne soit pas figée, avec des variations compositionnelles temporaires à court 

terme en réponse à l’environnement, malgré une stabilité de leur composition sur le long-

terme [237]. La notion d’entérotypes, qui suppose une composition précise et stable au 

cours du temps, est ainsi discutée compte tenu du caractère instable et évolutif de la 

composition du microbiote au cours du temps notamment en raison de l’influence 

d’éléments extérieurs comme indiqué précédemment [238]. De manière générale, les 

entérotypes tels que définis par Arumugam en 2011 ne sont pas associés à un statut 

métabolique particulier [239]. Malgré des différences compositionnelles, les microbiotes 

intestinaux entre individus semblent partager un set de fonctions métaboliques 

communes [240]. Il peut donc être plus intéressant de raisonner en mesurant l’activité 

métabolique des bactéries en plus de leur identification taxonomique.  
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Figure 1.7. La composition du microbiote intestinal humain. La revue de Shkoporov et al., 

2019 [227] compile les résultats d’études ayant quantifié les proportions de virus, 

protistes, champignons, archées et bactéries au sein du microbiote intestinal humain. 
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2. Relation entre microbiote intestinal et hôte : le concept 

d’holobionte 

 

Chaque individu peut être considéré comme un superorganisme au sein duquel les 

cellules de l’hôte cohabitent avec un nombre au moins équivalent de microorganismes 

[221], principalement des bactéries, qui fonctionnent en symbiose avec lui, formant un 

holobionte [221, 241]. Le concept d’holobionte implique une relation physiologique 

étroite et collaborative entre l’activité métabolique du microbiote et celle de l’hôte qui 

permet de maintenir l’homéostasie. Le microbiote intestinal peut être considéré comme 

un « organe » métabolique à part entière, capable d’exercer des fonctions dont les cellules 

de l’hôte ne sont pas pourvues, comme la digestion de polysaccharides issus des plantes 

[242]. Le microbiote intestinal joue un rôle dans l’homéostasie immunitaire en limitant la 

colonisation par des pathogènes et en favorisant l’intégrité de la barrière intestinale 

[243]. Inversement, l’hôte fournit les conditions de croissance pour ces microorganismes 

(anaérobie, pH adapté, apport de nutriments) et peut modifier cette composition par 

l’intermédiaire de son système immunitaire [244, 245]. Les bactéries symbiontes de 

l’intestin forment une communauté stable qui permet d’éviter la croissance de bactéries 

symbiotiques mais potentiellement pathogènes lorsqu’elles sont suffisamment 

nombreuses (les pathobiontes) ainsi que l’installation et la croissance de bactéries 

pathogènes provenant de l’extérieur. Lorsque l’équilibre hôte-microbiote est rompu, un 

état intermédiaire de transition critique avant la mise en place d’un état pathologique est 

constaté, rendant l’hôte plus susceptible de développer une pathologie (Figure 1.8).  

 

A titre d’exemple, chez la souris, plusieurs ruptures de cette homéostasie en réponse à la 

consommation répétée de WD entrecoupée de retours à la consommation d’un régime 

standard conduisent à une altération permanente du microbiote intestinal que l’on peut 

qualifier de cicatriciel (i.e., qui reste marqué de l’empreinte du passage au WD) [246]. De 

plus, le gain de poids après chaque réintroduction de WD était significativement plus 

rapide, avec un aspect causal du microbiote intestinal cicatriciel. Comprendre les 

modifications des interactions microbiote-hôte pendant ces transitions alimentaires 

permettrait de mieux comprendre la mise en place de l’obésité et proposer des solutions 

pour retourner à l’état symbiotique. 
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Figure 1.8. Illustration du concept d’holobionte et de rupture symbiotique menant d’un 

état physiologique sain à un état pathologique en conséquence de la rupture de symbiose 

entre le microbiote et l’hôte. La transition critique (orange) menant de l’état de symbiose 

(vert) entre le microbiote intestinal et l’hôte (fonction de barrière intacte, maintien de la 

balance redox et absence d’un état inflammatoire) vers une symbiose altérée (rouge) 

(augmentation de la perméabilité intestinale, stress oxydant et mise en place d’une 

inflammation de bas grade) est représentée. D’après [241].   

  



 

50 

 

3. Microbiote et obésité 

 

Le lien de cause à effet entre microbiote et obésité a été démontré en 2006 par le groupe 

de Jeffrey Gordon lors d’un transfert de microbiote caecal de souris obèses vers des souris 

minces qui a permis de récapituler le phénotype d’obésité [247]. Il a plus récemment été 

clairement montré que le microbiote d’individus obèses est différent de celui d’individus 

normo-pondéraux et que cette dysbiose est également retrouvée dans de nombreux 

modèles animaux d’obésité génétique ou d’obésité induite par des régimes 

hypercaloriques [248]. Le groupe de Gordon a également montré que les souris axéniques 

dépourvues de microbiote étaient résistantes à l’obésité induite par le régime WD [214], 

ce modèle animal ayant ainsi permis d’élucider certains des mécanismes d’induction de 

l’obésité liés au microbiote intestinal [228, 247, 249–252]. Ces travaux ont ouvert la voie 

aux recherches sur le rôle du microbiote dans la physiopathologie de l’obésité. 

 

La consommation chronique de WD modifie la composition du microbiote intestinal. De 

nombreux travaux ont étudié les adaptations à long terme de sa composition dans ce 

cadre, chez l’Homme et dans des modèles murin [233, 247, 252–254]. Parmi les 

marqueurs microbiens issus des très nombreuses études haut débit réalisées au cours des 

15 derniers années, la richesse bactérienne apparait fortement corrélée au statut 

d’obésité [233, 255–260]. En effet, une diminution de la diversité bactérienne du 

microbiote intestinal est constatée dans l’obésité et une augmentation de cette dernière 

est corrélée positivement à l’amélioration du métabolisme du glucose et une diminution 

de l’inflammation de bas grade [255]. De façon surprenante, il semble difficile d’avoir un 

ou des marqueurs bactériens clairs et indiscutables représentatifs du statut métabolique 

des individus (comme le diabète, la stéatose hépatique ou l’IMC entre autres). En effet, 

l’enrichissement en Firmicutes et l’appauvrissement en Bacteroidetes initialement 

décrits chez l’Homme obèse et dans le modèle murin [233, 247, 252–254, 254] est remis 

en question, notamment après analyse du microbiote d’individus obèses dans de larges 

cohortes humaines  [250, 257, 261–265]. A l’échelle du genre, des biomarqueurs 

potentiels de l’obésité peuvent être définis en différenciant par exemple des patients 

atteints d’obésité avec pathologies métaboliques associées ou sans pathologies associées 

[266]. L’identification de biomarqueurs de l’obésité reste également difficile à cause des 

différences méthodologiques telles que les variations d’affiliation taxonomique selon la 

base de données utilisée, la méthode d’alignement de séquences utilisée ou encore les 

différentes méthodes de normalisation de l’abondance des OTUs qui limitent aujourd’hui 

les comparaisons entre études et donc la possibilité d’affirmer avec certitude qu’une 

espèce bactérienne en particulier est un biomarqueur fiable de l’obésité [267–269]. 

Certaines espèces bactériennes ont cependant été associées à une diminution de 

l’adiposité, telles qu’Akkermansia muciniphila (phylum des Verrucomicrobia, une bactérie 
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qui dégrade le mucus de la paroi intestinale) ou bien à une augmentation de l’adiposité 

telles que les bactéries du genre Lactococcus (phylum des Firmicutes) ou les Allobaculum 

(phylum des Bacteroidetes) [270]. De même, le genre Blautia (Firmicutes), producteur de 

butyrate et d’acétate, a été identifié comme capable de réduire l’obésité en régulant 

l’activité des récepteurs couplés aux protéines G (GPR) 41 et 43 [271]. Au contraire, 

l’introduction d’Enterobacter cloacae B29, une bactérie pro-inflammatoire positivement 

corrélée avec l’IMC chez certains individus, entraine le développement d’une insulino-

résistance chez les souris, ce qui suggère que le développement de bactéries productrices 

d’endotoxines en réponse au WD participe à la mise en place de l’obésité [272]. Cependant 

ces changements sont loin d’être retrouvés unanimement et varient beaucoup entre 

individus et d’une étude à l’autre. Récemment l’étude des variations du microbiote sur 

une échelle de 24h chez des individus sains, obèses ou avec un diabète de type 2 a mis en 

évidence un cluster de bactéries dont la rythmicité journalière était altérée. Ce cluster 

était statistiquement associé voire prédictif du diabète de type 2 [239]. Ce travail renforce 

l’idée que dans la cadre de l’obésité et des pathologies métaboliques, il faut davantage 

considérer un ensemble de bactéries comme conduisant à un état pathologique chez 

l’hôte, plutôt qu’une seule bactérie isolée. 

 

En plus des effets à long terme d’une alimentation de type WD, il a été montré qu’en 

l’espace de 8 heures le passage d’un régime standard (chow) vers un WD induit des 

changements significatifs de composition du microbiote fécal chez la souris [273]. Dans 

différentes souches de souris de fond génétique distinct, l’introduction d’un WD (lipides : 

45%kcal) modifiait de façon similaire la composition du microbiote intestinal en moins 

de 4 jours, ce qui suggère que malgré un fond génétique ainsi qu’une composition du 

microbiote intestinal différente entre les souches, une réponse homogène à l’introduction 

d’un WD est attendue [274]. Chez l’Homme, le passage d’un régime à bases de plantes 

(riche en fibres) à un régime à base de viande modifie également la composition du 

microbiote fécal en l’espace de 24h [275]. Dans une étude menée chez 10 individus pour 

lesquels a été introduit pendant 10 jours soit un régime riche en fibres et pauvres en 

lipides, soit un régime pauvre en fibres et riche en lipides, les variations de composition 

du microbiote fécal observées après 24h étaient les plus fortes dans les deux groupes 

[236]. Après 10 jours, la composition du microbiote n’avait pas été modifiée suffisamment 

pour être considérée comme un basculement d’entérotype, ce qui suggère qu’il est 

nécessaire de prolonger davantage la consommation d’un nouveau régime pour modifier 

de manière significative la composition du microbiote intestinal, rejoignant le concept 

d’un état de transition critique du système microbiote-hôte avant la présence de l’état 

pathologique décrit précédemment. Cependant, les conséquences physiologiques sur 

l’hôte de ces changements rapides de la composition du microbiote intestinal en réponse 

à un changement de régime demeurent peu étudiées. 
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Des études récentes chez le rongeur ont montré que 20 % de la communauté microbienne 

intestinale présente une rythmicité diurne dans des conditions non pathologiques, à la 

fois en terme d’abondance et de fonction [276–278]. Ces variations suivent le rythme des 

repas [279], mais également l’horloge interne [277]. De façon intéressante, chez le 

rongeur, l’administration par infusion colique de protéines produites par Escherichia coli 

à différentes phases de croissance (exponentielle et stationnaire) ont un impact sur la 

prise alimentaire ainsi que sur la quantité de peptides anorexigènes produits par 

l’épithélium intestinal et présents dans la circulation sanguine, ce qui suggère un potentiel 

lien entre le microbiote, la régulation de l’appétit et l’activité intestinale à très court terme 

[280].  

 

Bien que la modification de la composition à court voire très court terme du microbiote 

intestinal en réponse à l’introduction d’un WD ait été étudiée, l’impact de ces variations 

sur l’hôte est aujourd’hui inconnu. De plus, l’introduction répétée d’un WD semble 

générer un microbiote intestinal cicatriciel dont le rôle est à préciser, en particulier 

concernant la mise en place de l’obésité. Outre la diminution de richesse, de potentiels 

biomarqueurs bactériens de l’obésité ont été identifiés mais sont inconsistants à travers 

les études, ce qui peut supposer que les variations observées concernent plus d’une 

bactérie et concerneraient plutôt des groupes de bactéries qui évoluent de concert en 

réponse à l’introduction de WD et partagent des activités métaboliques communes et/ou 

complémentaires.   

 

4. Microbiote et prise alimentaire 

 

a. Lien entre microbiote et prise alimentaire 

 

De nombreux travaux suggèrent que le microbiote intestinal joue un rôle dans la prise 

alimentaire. Dans les modèles rongeurs axéniques, l’effet de l’absence de microbiote 

intestinal sur la prise alimentaire  n’est pas clair avec une augmentation de l’ingéré sous 

régime standard [252] ou une diminution de l’ingéré sous WD [251]. Cet effet de l’absence 

de microbiote sur la prise alimentaire pourrait être dépendant de l’âge chez la souris, avec 

une augmentation de la prise alimentaire sous régime standard chez des souris axéniques 

de 4 semaines tandis que les souris axéniques de 8 mois avaient un ingéré alimentaire 

inférieur par rapport à des souris contrôles conventionnelles [281]. Une autre approche 

pour évaluer le lien entre microbiote et prise alimentaire est le transfert de microbiote. 

Le by-pass gastrique en Roux-en-Y est un traitement efficace de l’obésité et induit de 

fortes modifications de la composition du microbiote intestinal chez l’Homme et chez le 
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rongeur [282–284]. Le transfert de microbiote de souris ayant perdues beaucoup de poids 

consécutivement à un by-pass gastrique Roux-en-Y à des souris axéniques a permis de 

transférer le phénotype de perte de poids associé à une diminution significative de la prise 

alimentaire [285]. La transplantation d’échantillons fécaux issus d’humains ayant subi ou 

non un by-pass gastrique, avec ou sans perte de poids significative après chirurgie, à des 

souris traitées par antibiotiques a montré que le microbiote intestinal après chirurgie 

avait une influence sur le gain de poids chez les animaux transplantés, sans avoir 

d’influence sur l’ingéré alimentaire hebdomadaire [286]. D’autres méthodes sont utilisées 

pour faire varier la composition du microbiote, en l’enrichissant en bactéries par 

l’administration de probiotiques. L’utilisation de probiotiques tels qu’Hafnia alvei, une 

bactérie identifiée comme produisant une protéine satiétogène mimétique de l’α-MSH de 

l’hôte, est capable de réduire le gain de poids en diminuant la prise alimentaire chez la 

souris C57BL/6 sous WD [287]. A ce jour, Hafnia alvei est le seul probiotique 

commercialisé dont le mécanisme central expliquant la diminution de prise alimentaire 

est élucidé. D’autres probiotiques sont utilisés pour diminuer la prise alimentaire. Parmi 

eux, Lactobacillus helveticus et Bifidobacterium longum sont capables de diminuer 

l’appétit chez l’Homme [288]. L’administration de Lactobacillus rhamnosus chez le 

poisson-zèbre permet de diminuer la prise alimentaire, avec une augmentation de 

l’expression des gènes codant pour la leptine et mc4r, deux gène impliqués dans la satiété, 

avec une diminution de l’expression de npy [289]. Chez la souris obèse, la combinaison de 

Lactobacillus rhamnosus, Lactobacillus acidophilus et de Bifidobacterium bifidumi permet 

de diminuer la prise alimentaire dans le cadre d’une consommation à long terme (5 

semaines) de WD [290]. L’autre façon de modifier le microbiote est via l’utilisation de 

prébiotiques qui permettent de modifier la composition et/ou l’activité des bactéries déjà 

présentes dans l’intestin. Plusieurs prébiotiques tels que l’inuline [291], l’oligofructose 

[292], le polydextrose seul [293, 294] ou en combinaison avec le xylitol [295] ont montré 

un impact satiétogène chez l’Homme sain. Dans les études citées, la mesure de la prise 

alimentaire restait globale (à l’échelle quotidienne voire hebdomadaire) et était 

notamment utilisée comme un paramètre expliquant les variations de poids des animaux 

et non comme un paramètre à expliquer. Des données précises concernant la prise 

alimentaire, notamment des mesures à l’échelle du repas en cages métaboliques, restent 

à obtenir pour évaluer plus précisément le lien entre les variations de composition du 

microbiote et la prise alimentaire. 

 

b. Lien entre microbiote et consommation de WD 

 

Comme vu dans le paragraphe précédent, les modifications du microbiote peuvent 

influencer l’ingéré alimentaire. L’action du microbiote sur la prise alimentaire en réponse 

à un changement de régime est d’un intérêt particulier, notamment lors de la transition 
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d’un régime équilibré vers un WD pour comprendre les mécanismes précoces qui mènent 

vers le surpoids et l’obésité. En effet, lors de l’introduction d’un WD, une inflammation 

hypothalamique se met en place de façon très précoce qui va conditionner en partie la 

mise en place de l’obésité et la régulation de la prise alimentaire (cf. paragraphes II.B.1 et 

II.B.2). Les mécanismes conditionnant la mise en place de cette inflammation 

hypothalamique pourraient dépendre des modifications du microbiote induites par 

l’introduction du WD. 

Un moyen de déterminer l’impact du microbiote sur la prise alimentaire lors de la 

consommation d’un régime WD est d’utiliser un modèle murin sans microbiote 

(axénique).  Chez le rongeur axénique, toutes les études ne sont pas concordantes sur 

l’effet de l’introduction d’un WD sur la prise alimentaire, avec une augmentation de cette 

prise par rapport aux contrôles conventionnelles [251] ou une absence d’effet du 

changement de régime dans les 24h [296] ou dans les trois jours qui suivent son 

introduction [297]. L’utilisation de modèles axéniques présente des limites qui peuvent 

compliquer l’interprétation des résultats. Les animaux sans germe présentent des 

différences d’expression de gènes impliqués dans la régulation du comportement 

alimentaire par rapport à des animaux avec un microbiote conventionnel, avec par 

exemple une surexpression de bdnf (un gène suppresseur de l’obésité [298]) mais aussi 

de agrp et npy dans l’hypothalamus et dans le tronc cérébral de souris axéniques qui est 

réprimée en présence d’un microbiote intestinal s [299]. A l’inverse, les niveaux 

d’expression de pomc sont moins élevés dans l’hypothalamus de souris axéniques par 

rapport à des souris conventionnalisées [299]. Les animaux axéniques peuvent également 

présenter des modifications des circuits impliqués dans l’activité motrice et la régulation 

de l’anxiété [300], ce qui peut modifier le comportement alimentaire. Enfin, l’utilisation 

de ce modèle présente des limites techniques. En effet, il n’y a jusqu’à présent à notre 

connaissance pas de matériel adapté au suivi constant et automatique de la 

consommation alimentaire dans le contexte de l’axénie [281]. 

Un autre moyen de dépléter le microbiote intestinal en s’affranchissant des limites de 

l’utilisation d’un modèle axénique est d’utiliser une combinaison d’antibiotiques à large 

spectre. Une étude menée chez la souris soumise à la consommation de WD pendant 8 

semaines avec un traitement antibiotique par voie orale en parallèle a montré qu’elles 

avaient un ingéré alimentaire plus faible que les souris sous WD sans traitement 

antibiotique [301]. Une autre étude sur le même modèle a mesuré une augmentation de 

l’ingéré alimentaire (g/jour) après traitement antibiotique sous régime standard par 

rapport aux souris sous WD (supplémentation de 10% de lard à l’alimentation standard) 

après 8 semaines de consommation de leurs régimes respectifs [302]. Cependant, la façon 

de mesurer l’ingéré alimentaire dans cette étude (en g/jour et non en kcal/jour) limite les 

conclusions que l’on peut tirer sur l’impact d’un traitement antibiotique sur l’ingéré 

alimentaire en lien avec la consommation de WD. Chez des souris traitées avec des 

antibiotiques à large spectre dans l’eau de boisson et recevant un WD (lipides : 60%kcal) 

pendant 4 semaines, l’apport calorique hebdomadaire est significativement diminué par 
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rapport aux souris non traitées et sous WD, cette diminution n’étant pas rencontrée sous 

régime standard [303]. De la même façon que lors de l’utilisation de modèles axéniques, 

toutes les études ne fournissent pas de résultats homogènes sur la prise alimentaire après 

traitement antibiotique, certaines d’ailleurs n’ont mesuré aucune différence d’ingéré 

alimentaire suite au traitement [304, 305]. L’effet de l’absence de microbiote (en 

conditions d’axénie) ou de sa déplétion sur la prise alimentaire sous WD n’est donc pas 

encore clarifié. 

Comme vu dans le paragraphe II.A.4.a., l’introduction de certains probiotiques dans 

l’alimentation permet de diminuer la prise alimentaire [287–289]. Cependant, sous 

régime WD, toutes les études ne montrent pas de modification de l’ingéré alimentaire. Par 

exemple chez la souris après 8 semaines de consommation de WD suivies de 4 semaines 

de consommation de WD et de probiotiques (un mélange de Bifidobacteria, Lactobacilli et 

Streptococcus thermophilus), aucune différence d’ingéré alimentaire n’a été mesurée 

[306]. Dans une autre étude, une souche d’Escherichia coli modifiée pour exprimer la 

synthase de N-acylphosphatidyléthanolamines d’Arabidopsis thaliana, qui permet la 

production de lipides aux propriétés anti-obésité, est administrée comme probiotique 

pendant 2 semaines à des souris sous WD depuis 10 jours, avec ou sans traitement 

préalable par un cocktail d’antibiotiques [307]. Dans les deux cas (avec ou sans traitement 

par antibiotiques), l’ingéré alimentaire cumulé des souris sous WD recevant les 

probiotiques était moins élevé par rapport aux souris sous WD sans probiotiques, en 

parallèle d’une réduction de l’adiposité. Chez le rat soumis à un WD associé à un 

probiotique (Lactobacillus paracasei), l’ingéré alimentaire est similaire aux rats contrôles 

sous WD seul mais la mise en place de la stéatose hépatique non alcoolique est retardée 

[308]. L’impact des probiotiques sur la prise alimentaire sous WD ne semble donc pas 

dépendre d’une déplétion préalable du microbiote pour une meilleure implantation, ni 

d’une consommation préalable ou non de WD, ce qui indiquerait une action curative 

potentielle selon le probiotique utilisé. De plus, les études qui ont mesuré l’ingéré 

alimentaire lors des traitements (antibiotique ou probiotique) ne disposaient pas 

toujours de moyens précis de mesure de l’ingéré (tels que des cages métaboliques) : bien 

qu’un ingéré journalier ou sur quelques heures ne soit pas différent avec ou sans 

traitement par probiotiques ou antibiotiques, il est possible que les patterns d’ingéré 

(durée et taille des repas, intervalles entre les repas) diffèrent. A notre connaissance, à ce 

jour, aucune étude n’a été menée en cages métaboliques sous traitement antibiotique 

pour évaluer la réponse fine des animaux à un changement de régime après déplétion du 

microbiote intestinal. Les effets sur l’ingéré alimentaire sont également mesurés après 

une longue période de consommation de WD : les données sur l’impact d’une modification 

du microbiote intestinal à très court terme après ou pendant le passage d’un régime 

standard à un WD manquent, malgré l’importance dans la régulation de l’homéostasie 

énergétique des événements centraux durant cette fenêtre de temps chez l’individu non 

obèse.  
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La transplantation d’un microbiote de souris génétiquement obèses vers des souris 

axéniques permet de récapituler le phénotype d’obésité sans modifier la prise 

alimentaire, suggérant qu’il existe un type de microbiote intestinal capable d’augmenter 

l’extraction d’énergie provenant de l’aliment sans induire d’augmentation de la prise 

alimentaire [247]. Des rats dont le microbiote a été déplété par traitement antibiotique 

puis recolonisés par un microbiote dysbiotique issus de rats soumis à 8 jours de WD 

présentent un ingéré alimentaire significativement plus élevé sous WD par rapport aux 

rats colonisés par un microbiote non dysbiotique après 5 semaines de colonisation [149]. 

Ceci démontre le lien de cause à effet entre les modifications du microbiote induites à 

court terme par le régime et la régulation de la prise alimentaire à long terme. D’autres 

études ont mis en avant l’utilisation du transfert de matière fécal comme un moyen de 

diminuer le phénotype d’obésité et les désordres métaboliques associés. Chez l’Homme, 

le transfert de microbiote à partir de donneurs minces vers des receveurs obèses permet 

de rétablir la sensibilité à l’insuline après 6 semaines, ce qui pourrait diminuer la prise 

alimentaire [309]. Toutes les études ne s’accordent donc pas sur l’impact du microbiote 

sur la prise alimentaire, probablement car les modifications du microbiote dépendent du 

mélange d’antibiotiques utilisé, de la méthode d’administration, du type d’animal ou 

encore de l’environnement des animaux. Etudier la corrélation entre les modifications du 

microbiote (de composition mais aussi d’activité) et les variations centrales en lien avec 

la régulation de la prise alimentaire permettrait de déterminer quel(s) facteur(s) 

induisent ces variations de prise alimentaire. 

 

B. Mécanismes d’action du microbiote sur la prise alimentaire 

 

La prise alimentaire est régulée en partie par l’axe intestin-cerveau. Au sein de l’axe 

intestin-cerveau, le microbiote joue un rôle prépondérant par différents mécanismes. En 

effet, le microbiote peut influer sur la prise alimentaire par voie humorale, nerveuse, 

par l’intermédiaire de métabolites bactériens capables de traverser la barrière hémato-

encéphalique ou par voie inflammatoire (Figure 1.9). 

 

1.  Régulation de la prise alimentaire via les cellules 

entéroendocrines 

 

La présence de cellules entéroendocrines (EEC) tout au long de l’intestin fait de celui-ci le 

premier organe endocrine de l’organisme. Les EEC produisent près de 30 peptides 

différents, bien qu’elles représentent seulement 1% des cellules de l’épithélium intestinal 

[310]. Elle sont capables de sécréter des peptides orexigènes et anorexigènes en réponse  
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Figure 1.9. Implication du microbiote intestinal dans la régulation homéostatique de la 

prise alimentaire. Le microbiote peut envoyer des signaux à l’hypothalamus par 

l’intermédiaire de signaux inflammatoires, de métabolites bactériens neuroactifs et en 

modulant l’activité sécrétoire des cellules entéroendocrines. PYY : peptide YY ; GLP1 : 

glucagon-like peptide 1 ; DMH : dorsomedial hypothalamus ; LH: lateral hypothalamus; 

VMH : ventromedial hypothalamus ; ARC : arcuate nucleus. D’après [312]. 
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aux nutriments présents dans le tractus gastro-intestinal ou en réponse aux stimuli liés 

aux repas tels que des composés du métabolisme bactérien ou de l’hôte [311]. 

 

a. Organisation et classification des cellules entéroendocrines 

 

Les hormones intestinales présentent des schémas d'expression caractéristiques le long 

du tube digestif. Bien qu'il existe certaines différences entre les espèces, le peptide 

insulinotrope dépendant du glucose (GIP) se trouve généralement dans le duodénum, la 

CCK dans le duodénum et le jéjunum, et le GLP1 dans le jéjunum, l'iléon et le côlon. Le PYY, 

en revanche, est principalement exprimé dans l'iléon distal et le côlon (Figure 10A). 

Différents types d’EEC ont été identifiés et elles ont été très longtemps caractérisées par 

le peptide majoritaire qu’elles produisent (Figure 1.10). Récemment, il a été démontré 

que les EEC étaient capables d’une forte plasticité transcriptionnelle [313]. Ces nouvelles 

données suggèrent que non pas une quinzaine [314] mais seulement 4 types cellulaires 

d’EEC seraient présents le long du tube digestif [315, 316] :  1- un type de cellules 

exprimant spécifiquement et uniquement la somatostatine, 2- les cellules 

entérochromaffines qui expriment la substance P et la sérotonine (5HT), 3- un type de 

cellules co-exprimant la ghréline et la motiline et 4- une lignée majeure de cellules capable 

d’exprimer la CCK, la sécrétine, le GIP, le GLP-1/-2, le PYY et la neurotensine. Pour des 

raisons de compréhension vis-à-vis de la littérature plus ancienne, la dénomination plus 

ancienne est conservée dans ce manuscrit. 
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Figure 1.10. A. Répartition anatomique des différents types d’EEC identifiés le long du 

tractus gastro-intestinal. L’estomac, l’intestin grêle et le gros intestin, avec une distinction 

entre l’intestin proximal et distal pour ces deux derniers, comportent des EEC qui 

expriment des peptides soit à concentration continue (rectangle) soit en gradient de 

concentration (triangle). Une couleur correspond à un type d’hormone ou de peptide 

sécrété, dont le nom est indiqué au-dessus de chaque motif. Le type cellulaire qui exprime 

les hormones est indiqué en noir et en gras au-dessus. A partir des données du tableau 2 

de [311]. B. Schéma montrant le rôle majeur de chaque région du tractus gastro-intestinal 

(« intestinal processes ») ainsi que les stimuli qui engendrent l’activation de la sécrétion 

des EEC. D’après la référence [317]. 
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b. Activation des EEC via les nutriments et les métabolites 

bactériens 

 

Comme vu précédemment, les hormones produites par les ECC sont capables de moduler 

la prise alimentaire en ayant majoritairement un rôle satiétogène central, à l’exception de 

la ghréline (Figure 1.9). Les nutriments postprandiaux ainsi que d’autres facteurs 

luminaux liés à la digestion stimulent l’expression et/ou la sécrétion des hormones 

peptidiques des EEC via des mécanismes faisant intervenir des transporteurs ou des 

récepteurs des nutriments couplés ou non à des canaux ioniques, des récepteurs couplés 

aux protéines G ou encore certains récepteurs de l’immunité. Comme cela est décrit ci-

dessous, les stimuli nutritionnels et les voies de détection des nutriments semblent être 

communs à différents types de cellules et ceci bien que les EECs, ou en tout cas les peptides 

qu’elles expriment, soient réparties selon un gradient particulier le long du tractus 

digestifs (Figure 1.10). Cependant, les cellules situées à différents endroits le long du 

tractus digestif sont exposées à différents stimuli luminaux, en fonction des cinétiques de 

digestion et d'absorption des nutriments et produits de la digestion ou de leur 

transformation par les bactéries de l’intestin (Figure 1.10B). Même si de nombreux 

peptides sont produits par les EECs, dans le cadre de ce projet de thèse, trois peptides en 

particulier ont été étudiés : la CCK, GLP-1 et la neurotensine. 
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La CCK est un peptide dont l’action anorexigène passe par un effet sur le rassasiement 

avec une diminution de la taille des repas. L’injection périphérique de CCK permet de 

diminuer la taille des repas chez l’Homme, le primate non humain et le rongeur [318]. La 

suppression des récepteurs CCK1R chez la souris induit l’ingestion de repas plus 

conséquents et de plus grande durée [319]. Malgré tout, sur le long terme, l’absence de 

CCK ne semble pas modifier l’ingéré alimentaire journalier, l’adiposité ou le poids 

corporel chez la souris [320, 321]. La CCK est sécrétée essentiellement dans les parties 

proximales de l’intestin (duodénum en particulier) [322]. Les lipides et les protéines 

activent sa sécrétion dans l’intestin [323, 324]. Des récepteurs à la CCK sont présents dans 

l’hypothalamus où la suppression de CCK1R induit une surexpression de NPY dans le DMH 

chez le rat [325]. La communication entre les EEC produisant la CCK et les centres 

régulateurs centraux de la prise alimentaire passe par la circulation et par l’activation du 

nerf vague. La CCK étant majoritairement exprimée au niveau de l’intestin proximal, peu 

de données existent quant à l’impact du microbiote intestinal sur sa régulation. Chez le 

modèle porcin, l’infusion iléale d’acides gras à chaîne courte (AGCC) (acétate, butyrate, 

propionate) induit une augmentation de la concentration plasmatique de CCK [326] 

tandis que chez la souris le propionate active l’expression de CCK dans l’iléon et le caecum 

[327]. La sécrétion de CCK est également activée chez la souris par le LPS via l’activation 

des TLR4, 5 et 9 [328] et pourrait ainsi participer à la diminution de la prise alimentaire 

dans un contexte d’infection gastro-intestinale [329]. L’impact du microbiote intestinal 

sur la CCK dans les parties distales de l’intestin, où le microbiote est le plus dense et actif 

métaboliquement, est encore inconnu malgré la capacité de co-expression de plusieurs 

peptides dont la CCK par les EEC de l’intestin distal [330]. 

 

Le GLP-1 est un peptide exprimé tout au long du tractus gastro-intestinal avec une plus 

forte expression au niveau de l’intestin distal. La sécrétion de GLP-1 est stimulée de façon 

directe par le glucose, les AGCL ou encore les AGCC et de façon indirecte par un autre 

peptide produit par les EEC, le GIP [331]. De plus, des métabolites bactériens tels que le 

butyrate [332], le propionate [333, 334], l'indole [335], le S-equol [336], le LPS [337] ou 

encore certains prébiotiques, par l’intermédiaire de la production d’AGCC [338], induisent 

la sécrétion ou l’expression de GLP-1. Le GLP-1 est une incrétine qui augmente la sécrétion 

d’insuline [339]. Il diminue également la prise alimentaire, en se fixant sur ses récepteurs 

GLP-1Rs présents à la surface du nerf vague : chez l’Homme, une vagotomie associée à une 

pyloroplastie annulent l’effet d’une injection de GLP-1 par voie intraveineuse [340]. Chez 

des rats génétiquement modifiés pour diminuer l’expression du récepteur GLP-1 au 

niveau du nerf vague (diminution d’environ 50% de  l’expression (ARN et protéines) des 

récepteurs GLP1-Rs dans le ganglion noueux),  la taille des repas augmente (+20%) ainsi 

que la prise alimentaire pendant 1h après un jeûne de 16h (+20%) tandis que le nombre 

de repas diminue (-40%) durant la période nocturne [341]. Le GLP-1 diminue également 

la prise alimentaire de façon indirecte en stimulant la sécrétion d’insuline [342], connue 

pour avoir un rôle satiétogène par l’intermédiaire des neurones NPY de l’ARC [343]. 
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Malgré l’activation de la sécrétion de GPL-1 par de nombreux métabolites ou composés 

d’origines bactériennes, les souris axéniques présentent une forte activation de la 

sécrétion de GLP-1 et de son expression dans les régions distales (iléon et colon) [344, 

345]. Les AGCC issus de l’activité fermentaire du microbiote seraient capables, en plus de 

leur rôle activateur décrit précédemment, de réprimer l’expression de gcg (le gène codant 

pour GLP-1) dans l’intestin distal chez la souris axénique recolonisée : la disparition des 

AGCC en absence de microbiote pourrait expliquer cette surexpression de gcg dans les 

parties distales de l’intestin, mais d’autres stimuli pourraient rentrer en jeu. En effet, les 

mécanismes en œuvre dans cette régulation demeurent assez mal connus [345]. La 

régulation de l’expression de gcg passe également par le métabolisme des acides biliaires. 

En effet, les acides biliaires primaires tels que l’acide déoxycholique (deoxycholic acid, 

DCA) sont capables de se fixer au farnesoid X receptor (FXR), un récepteur nucléaire, et 

inhiber l’expression et la production de GLP-1 dans les cellules L [346]. Dans cette même 

étude, l’absence de FXR in vivo chez la souris était associée à une augmentation de 

l’expression de GLP-1 et permettait une amélioration du métabolisme du glucose. Les 

acides biliaires secondaires sont également capables de se fixer au récepteur TGR5, ce qui 

active une cascade de signalisation aboutissant à une augmentation de la sécrétion de 

GLP-1 par les EEC [347, 348]. Les acides biliaires primaires tel que l’acide cholique et 

secondaires tel que l’acide taurodeoxycholique activent également la sécrétion de GLP-1 

in vivo et in vitro [347, 349]. TGR5 et FXR constituent des cibles de choix pour 

l’amélioration du métabolisme du glucose dans le cadre du traitement de l’obésité [350, 

351] mais pourraient également être utilisés pour réguler la prise alimentaire au vu des 

propriétés satiétogènes du GLP-1. 

 

La neurotensine est un peptide anorexigène également sécrété par les EEC. Elle peut être 

co-sécrétée avec la CCK, le GIP, le GLP-1, le PYY et la sécrétine par une même lignée d’EEC 

[315] et en particulier avec GLP-1 et PYY, bien que ces peptides ne semblent pas être 

stockés dans les mêmes vésicules sécrétoires au sein des cellules L [313, 352]. Les acides 

gras sont capables d’induire la sécrétion de la neurotensine essentiellement dans 

l’intestin proximal, mais pas les glucides ni les protéines [353]. La neurotensine est 

connue pour jouer un rôle dans l’absorption des nutriments au niveau de l’intestin 

proximal, tels que les acides gras, ainsi que dans la motricité intestinale [354]. Bien que la 

densité de cellules exprimant la neurotensine soit proche de celle des cellules exprimant 

GLP-1 ou PYY, la neurotensine intestinale a été peu étudiée, notamment concernant son 

rôle dans la régulation de la prise alimentaire [315]. Le rôle de la neurotensine dans cette 

régulation a en effet été davantage étudié lorsqu’elle est exprimée au niveau du système 

nerveux central, où elle agit comme un inhibiteur du système dopaminergique [355]. Une 

étude a montré que la neurotensine exprimée par l’intestin joue un rôle anorexigène chez 

le rat et la souris [356]. Cet effet anorexigène est préservé après vagotomie, bien que plus 

court en durée que chez des animaux sham, ce qui suggère que le signal de la neurotensine 

ne dépend pas principalement de la signalisation par le nerf vague [356]. Des souris 
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déficientes en pro-neurotensine plasmatique d’origine intestinale (la forme précurseur 

de la neurotensine retrouvée dans la circulation) sont protégées de l’obésité, de la 

stéatose hépatique et de l’insulino-résistance, avec une diminution de l’absorption des 

acides gras lors de l’exposition à un régime WD (lipides : 60%kcal) pendant 6 mois [357]. 

De plus, les niveaux de pro-neurotensine sont positivement et significativement corrélés 

à l’inflammation du tissu adipeux viscéral issu de biopsies de patients obèses [353]. De 

façon intéressante, le nombre de cellules exprimant la neurotensine mais également GLP-

1 et la CCK dans l’intestin chez le rat est significativement augmenté après bypass 

gastrique, en association avec une diminution de l’ingéré alimentaire et une perte de poids 

significative : la modulation de l’expression et de la sécrétion de la neurotensine, GLP-1 et 

CCK dans l’intestin pourrait donc constituer une nouvelle piste de soin de l’obésité et de 

la régulation de la prise alimentaire [358].  

La prolifération et la différentiation des ECC constituent un autre levier de régulation de 

la synthèse des peptides gastro-intestinaux, en plus des signaux luminaux. Cette 

différenciation dépend de nombreux facteurs de transcription exprimés 

différentiellement au cours du temps (Figure 11). Les facteurs de transcription précoces 

(lignée sécrétoire vs. absorptive, différenciation précoce des EEC) sont bien connus. En 

revanche, les facteurs de transcription intermédiaires et tardifs sont encore en cours 

d’identification. Une étude récente a montré à l’échelle de la cellule que différents facteurs 

de transcription tardifs étaient exprimés séquentiellement et que leur ordre ainsi que le 

moment au cours duquel ils étaient exprimés influaient sur l’identité finale de la cellule 

[359]. L’identité des EECs dans un tissu à un instant précis reste donc difficile à 

déterminer moléculairement en mesurant les niveaux d’expression de gènes, étant donné 

que toutes les cellules de l’épithélium ne sont pas au même stade de différenciation.   

Chez la souris, le WD stimule la différenciation des EEC en cellules L [360]. La 

différenciation des cellules souches intestinales en EEC est sous l’influence de l’activation 

de la voie de signalisation Notch, qui est modifiée par l’introduction d’un régime riche en 

lipides chez la drosophile, avec une augmentation de la quantité d’EEC dans les parties 

distales de l’intestin [361]. Malgré ces augmentations, la prise alimentaire reste plus forte 

chez les rongeurs sous WD, ce qui suggère que des mécanismes compensatoires, encore 

non identifiés, sont mis en place et limitent l’action anorexigène des EEC, ou que l’action 

de ces hormones est bloquée. Ces mécanismes compensatoires pourraient être mis en 

place au niveau du système nerveux central, notamment avec des modifications des 

équilibres de neuropeptides de l’ARC impliqués dans la régulation de la prise alimentaire, 

ce qui n’a pas été montré jusqu’à présent. Le rôle du microbiote dans la prolifération et la 

différenciation des EEC est encore peu étudié. Les signaux en provenance du WD, en lien 

avec l’activité du microbiote, capables de moduler la prolifération et la différenciation des 

EEC restent donc en grande majorité à déterminer. 
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Figure 1.11. Schéma représentant les facteurs de transcription impliqués dans la 

différenciation des EEC. Adapté de [359, 362]. Les facteurs de transcription précoces 

(hes1 et math1) sont bien connus et identifiés. En revanche, les facteurs de transcription 

intermédiaires et tardifs, qui agissent à différents temps et parfois en combinaison avec 

d’autres facteurs de transcription, sont moins bien identifiés. Le schéma résume ainsi les 

résultats d’une étude récente qui a identifié plusieurs facteurs de transcription pour 

lesquels le timing d’expression, en plus de la présence/absence, permet d’obtenir 

différents types d’EEC [359]. Les trois grands types d’EEC mentionnés précédemment 

dans l’introduction sont représentés (cellules K (qui expriment GIP), L (qui expriment 

GLP-1, GLP-2 et PYY), N (qui expriment la neurotensine) et I (qui expriment la CCK)). Les 

facteurs de régulation transitoires communs aux EEC et aux cellules de Goblet et de 

Paneth sont encadrés en violet. Les facteurs de transcription sont indiqués en gras, 

minuscule et italique. Chaque type cellulaire est indiqué en italique. Les facteurs de 

différentiation intermédiaires et tardifs sont exprimés selon un timing qui n’est pas 

précisé ici, car cela n’a pas été étudié durant ce projet. 
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c.  Mode d’action des peptide gastro-intestinaux 

 

Certains peptides gastro-intestinaux régulent de la prise alimentaire via une action au 

niveau du système nerveux central. Plusieurs voies peuvent être impliquées dans ces 

régulations : endocrine (par la circulation sanguine), neurocrine (par l’intermédiaire de 

l’activation du nerf vague expriment les récepteurs spécifiques des peptides sécrétés), 

paracrine (qui permet de renforcer la sécrétion de peptides par les EEC grâce à une 

stimulation par les EEC voisines) et par l’intermédiaire de neuropodes qui sont des 

extensions cytoplasmiques pseudo-axonales des EEC qui se forment au niveau de leur face 

baso-latérale où une interaction pseudo-synaptique a lieu entre cette extension et les 

neurones du nerf vague [363].  

 

2. La régulation de la prise alimentaire via l’action au niveau 

intestinal ou cérébrale de métabolites bactériens 

 

Le microbiote intestinal produit des molécules capables d’influer directement sur la prise 

alimentaire. Parmi elles, certains AGCC ont un rôle direct dans la régulation centrale de la 

prise alimentaire. Injecté centralement, l’acétate a un effet anorexigène en réduisant 

l’activité catalytique de l’AMPK hypothalamique [364]. Le microbiote intestinal 

métabolise également les acides biliaires en acides biliaires secondaires. Les acides 

biliaires en se liant à FXR dans l’intestin, peuvent agir sur la prise alimentaire par 

l’intermédiaire de l’activation de la production entérocytaire du fibroblast growth factor 

19 (FGF19) chez la souris [365]. FGF19 est ensuite capable de réduire l’activité des 

neurones AgRP/NPY de l’hypothalamus entrainant une diminution de la prise alimentaire 

[366, 367]. Certains métabolites dérivés du métabolisme du tryptophane par les 

bactéries, qui comprennent la sérotonine, l’indole et la kynurénine, sont susceptibles 

d’influer sur la prise alimentaire. Cependant, bien que la sérotonine synthétisée au niveau 

de l’hypothalamus soit capable de réguler la prise alimentaire en agissant sur le système 

dopaminergique, il n’y a actuellement pas de preuve que la sérotonine synthétisée par 

l’épithélium intestinal en réponse au microbiote ou produite par le microbiote, ce qui 

constitue 95% de la sérotonine totale produite, puisse traverser la barrière hémato-

encéphalique et agir au niveau du système nerveux central [368]. D’autres métabolites ou 

composés bactériens sont susceptibles d’agir directement sur la régulation de la prise 

alimentaire en tant que mimétique d’hormones de l’hôte. A ce jour, ceci a été montré 

uniquement pour la protéine chaperone d’E.coli ClpB, mimétique de l’α-MSH, qui est 

capable de réduire l’ingéré alimentaire lorsqu’elle est injectée centralement chez la souris 

[369]. Le LPS, constituant de la membrane des bactéries Gram négative, est également 

capable de moduler centralement la prise alimentaire. En effet, l’injection centrale de forte 
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doses de LPS a pour effet d’induire une anorexie [370, 371], par l’intermédiaire de 

l’activation du stress oxydant dans l’ARC [370]. Les neurones du nerf vague, qui relie 

l’intestin au NTS, sont sensibles au LPS : ils possèdent les récepteurs TLR4 qui lient le LPS 

présent à la surface des bactéries Gram négative, dont l’abondance est augmentée est 

réponse à la consommation de WD. Une vagotomie sub-diaphragmatique permet de 

diminuer l’augmentation d’IL-1β dans l’hypothalamus induite par le LPS (injection 

intrapéritonéale) chez la souris, suggérant un lien entre le nerf vague et l’inflammation 

hypothalamique [372]. L’infusion chronique de faibles doses de LPS (via des mini-pompes 

osmotiques) inhibe la signalisation de la leptine au niveau du nerf vague (via une fixation 

sur les TLR4 et l’activation de SOCS3),  diminuant ainsi  l’effet synergique de la leptine sur 

l’effet satiétogène de  la CCK au niveau vagal [213]. Certaines cellules entéroendocrines 

expriment également des TLRs [373] dont l’activation induit la sécrétion de certains 

peptides [328].  Il existe aujourd’hui de nombreuses inconnues dans le milieu complexe 

qui constitue l’ensemble des métabolites bactériens, qui varient en fonction de la 

composition du microbiote et du régime. Un récapitulatif schématique des différents 

types d’interaction entre le microbiote et l’épithélium intestinal vis-à-vis de la prise 

alimentaire est présenté en figure 1.12.  
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Figure 1.12. Mécanismes d’interaction entre le microbiote intestinal et l’épithélium 

intestinal vis-à-vis de la prise alimentaire. Les bactéries sont capables de fermenter les 

fibres et digérer les nutriments des aliments pour produire des molécules telles que les 

AGCC qui agissent comme substrat énergétique pour activer les cellules entéroendocrines 

(EEC). D’autres molécules bioactives telles que le LPS dans le cadre de l’inflammation ou 

la sérotonine (5-HT) induisent la sécrétion d’hormones satiétogènes. Certains métabolites 

bactériens agissent comme des mimétiques d’hormones de l’hôte, le plus connu étant 

ClpB. D’après [279]. 

 

  



 

68 

 

3. La régulation de la prise alimentaire liée à l’inflammation 

induite par une hyperperméabilité intestinale 

 

La consommation de WD sur le long terme engendre une dysbiose du microbiote 

intestinal associée à une augmentation de la perméabilité intestinale (Figure 1.13). Les 

variations de perméabilité intestinale à très court terme en réponse au WD sont moins 

claires, avec une étude qui a mesuré que la perméabilité paracellulaire chez le rat Wistar 

est significativement augmentée dans l’iléon après 1 semaine de WD (45% de lipides) et 

dans le colon après 3 semaines ainsi que la perméabilité transcellulaire dans le caecum et 

le colon après 3 et 6 semaines de WD [374]. En parallèle, la concentration plasmatique en 

LPS-binding protein (LBP, une molécule indicatrice du passage de LPS dans la circulation 

sanguine) augmente après 3 semaines de consommation de WD. Cette augmentation de 

la perméabilité et de la LBP est associée à une augmentation significative de la prise 

alimentaire durant les deux premières semaines de WD (kcal/jour) par rapport aux rats 

sous régime standard [374]. La mise en place de l’inflammation de bas grade, 

caractéristique de l’obésité, et l’augmentation de la perméabilité intestinale sont liées 

dans plusieurs études [13, 375, 376]. Le microbiote, et particulièrement les bactéries 

Gram négatives, porteuses de LPS, sont capables de se fixer au récepteur TLR4, ce qui 

participerait à la mise en place de l’endotoxémie métabolique avec l’établissement d’une 

inflammation de bas grade [377].  

Un lien entre les modifications du microbiote induites par la consommation de WD, 

barrière intestinale et neuro-inflammation a été suggéré récemment par Bruce-Keller et 

al. [378] qui est la première à mettre en évidence un lien entre le microbiote intestinal 

d’animaux rendus obèses par la consommation de WD et la neuro-inflammation. En effet, 

le microbiote intestinal de souris obèses a été transplanté dans un modèle de souris dont 

le microbiote est déplété par traitement antibiotique à large spectre. L’hypothèse d’une 

altération de la fonction de barrière intestinale a été émise suite à la diminution de 

l’expression des gènes codant les protéines de jonctions serrées chez les souris colonisées 

par le microbiote de souris obèses, et la neuro-inflammation déterminée par 

l’augmentation de l’expression d’iba1 et de tlr4 (sur cerveau entier) sans récapituler le 

phénotype d’obésité.  
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Figure 1.13. Schéma représentant comment l’altération de la barrière intestinale 

pourrait être à l’origine d’une neuroinflammation lors de la consommation d’un WD. La 

consommation à long terme de WD induit une dysbiose conduisant à la dégradation du 

mucus protecteur de la barrière intestinale et une augmentation de la perméabilité 

intestinale qui conduisent à une endotoxémie métabolique et une neuroinflammation 

impliqués dans la régulation de la satiété. D’après [312]. 
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Les mécanismes qui sous-tendent la mise en place de la neuroinflammation 

hypothalamique lors du moment critique de transition d’un régime standard riche en 

fibres vers un WD sont mal connus. Son étude représente cependant une fenêtre de tir 

pour mettre en place des stratégies de prévention de l’obésité et du surpoids, puisque son 

intensité lors des premiers jours de consommation de WD est proportionnelle à la 

propension d’animaux à devenir obèses. Le microbiote intestinal commence à être 

reconnu pour son rôle dans le développement de la neuroinflammation mais ce rôle n’a 

pas été étudié lors de cette transition alimentaire. Ses variations de composition et 

d’activité durant cette phase critique, en parallèle de l’évolution de l’activité métabolique 

de l’hypothalamus en lien avec la neuroinflammation, peuvent fournir des pistes pour la 

découverte de mécanismes d’action du microbiote sur l’induction de l’inflammation 

hypothalamique. Plusieurs mécanismes d’interaction entre le microbiote et la régulation 

de la prise alimentaire ont déjà été identifiés. Les méthodes d’étude exploratoires en 

laboratoire sont coûteuses et chronophages compte tenu de la forte diversité des 

éléments à explorer lorsque l’on s’intéresse à l’action du microbiote sur la régulation de 

l’ingéré alimentaire. Des méthodes d’étude du microbiote intestinal sont continuellement 

développées pour permettre à la fois d’étudier davantage en profondeur l’impact d’un 

changement de régime sur la composition du microbiote ainsi que son éventuel impact 

sur l’hôte, notamment grâce à des outils de corrélations et d’intégration de données. 
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Objectifs généraux de la thèse 

 

Nous sommes continuellement exposés à des stimuli visuels et gustatifs qui nous 

poussent à consommer des aliments ultra-palatables, gras et sucrés, disponibles en 

grande quantité et à bas prix, qui induisent le surpoids et l’obésité. Le passage d’un régime 

équilibré à un régime gras et sucré sur du court terme est donc fréquemment rencontré 

au cours de nos vies. La réponse centrale suite à l’ingestion d’aliments palatables constitue 

ainsi une des pistes de compréhension de la sensibilité des individus à devenir obèses ou 

en surpoids [47, 48, 379–381]. Plusieurs études au cours de ces dernières années ont 

montré l’implication du microbiote intestinal dans la régulation du comportement 

alimentaire [279, 288, 364, 369, 382]. De plus, la composition et le métabolisme 

bactériens varient rapidement en fonction du régime alimentaire [236, 273–275]. 

Cependant, l’implication du microbiote dans la régulation du comportement alimentaire 

à court terme suite à l’ingestion d’aliments palatable est peu connu dans un contexte 

normo-pondéral. L’objectif global de ce projet de thèse était donc de déterminer si le 

microbiote intestinal, par sa variation de composition et/ou d’activité, est capable 

d’influencer la régulation de la prise alimentaire chez le rongeur lors du passage 

d’un régime standard à un WD et si oui, dans quelle mesure et par quel(s) 

mécanisme(s). 

 

La transition d’un régime équilibré riche en fibres et pauvre en lipides vers un régime gras 

et sucré s’accompagne d’une inflammation hypothalamique [138, 141, 157, 159, 160, 162, 

164, 165, 193]. L’inflammation semble participer à l’hyperphagie induite lors de 

l’introduction d’un aliment gras et sucré chez le rongeur [156–158, 174]. Cette première 

phase d’hyperphagie semble elle-même liée à la mise en place sur le long terme de 

l’obésité chez ces animaux [164, 165]. Les mécanismes induisant cette inflammation 

hypothalamique ne sont pas tous identifiés et un rôle du microbiote intestinal peut être 

soupçonné dans sa mise en place. En effet, de nombreuses études ont montré un lien entre 

l’inflammation centrale et la dysbiose du microbiote intestinal en dehors du contexte de 

la régulation du comportement alimentaire [219, 383, 384]. Le premier objectif de cette 

thèse était d’évaluer l’implication des variations de composition et d’activité du 

microbiote intestinal dans l’inflammation hypothalamique. Cette partie a fait l’objet 

d’un article publié en ligne le 13/03/2021 dans la revue International Journal of Obesity. 

 

L‘alternance de la consommation d’un régime gras et sucré et d’un régime équilibré, 

fréquemment rencontrées dans nos modes de vie, induisent une prise de poids plus 

rapide chez le rongeur. Le comportement alimentaire sous WD des rongeurs soumis à 

plusieurs alternances de consommation d’un régime standard et d’un WD s’exacerbe avec 
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notamment une augmentation de l’ingéré alimentaire [385, 386]. Cette prise de poids, 

jusqu’à atteindre un phénotype obèse, est accompagnée de la présence d’un microbiote 

intestinal persistant, qui pourrait être impliqué dans ce regain de poids [246]. De plus, 

l’inflammation centrale joue un rôle dans la prise alimentaire lors de la transition d’un 

régime standard vers un WD. Cependant, l’impact de l’alternance de plusieurs cycles de 

WD sur la réponse inflammatoire centrale liée à la régulation de la prise alimentaire est 

inconnu, tandis que l’inflammation périphérique est modifiée dans ce contexte et joue un 

rôle dans le regain de poids qui suit une nouvelle consommation de WD [387, 388]. Un 

second objectif a donc consisté à évaluer l’impact de plusieurs expositions à un 

régime gras et sucré entrecoupées par la consommation d’un régime équilibré sur 

la composition du microbiote intestinal en lien avec la réponse centrale qui régit la 

prise alimentaire (hédonique, homéostatique et inflammatoire). Un article en 

anglais non publié a été rédigé dans le cadre de cet objectif. 

 

Dans l’hypothèse où le microbiote intestinal joue un rôle dans la réponse à l’introduction 

d’un régime gras et sucré, celui-ci pourrait être un marqueur prédictif de la réponse 

comportementale lors du changement de régime. Un troisième objectif consistait à 

évaluer si la composition initiale du microbiote intestinal avant le changement de 

régime pouvait être prédictive de la prise alimentaire à très court terme. Les 

résultats de cet objectif sont présentés sous la forme d’un article rédigé en français. 

 

Bien que de nombreuses études aient montré un lien entre le microbiote intestinal et la 

régulation centrale du comportement alimentaire, tous les mécanismes expliquant ce lien 

n’ont pas été découverts. En particulier, les mécanismes issus du microbiote intestinal 

suite à un changement de régime qui peuvent être impliqués dans la réponse centrale qui 

régule la prise alimentaire pourraient permettre d’orienter vers de nouvelles pistes de 

soin et de prévention de l’obésité. Le quatrième objectif de cette thèse a donc été de 

déterminer quelles voies de communication entre le microbiote et le cerveau sont 

impliquées dans la régulation de la prise alimentaire à court terme lors de 

l’exposition à un régime gras et sucré. Ce quatrième objectif a fait l’objet d’une partie 

rédigée en français. 
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I. Détermination de la réponse à court terme de l’axe 

microbiote-intestin-cerveau à un régime Western Diet et 

ses conséquences sur le comportement alimentaire chez 

le rongeur 

 

La disponibilité quasi permanente et l’offre alimentaire actuelle (aliments gras et sucrés 

à haute densité calorique) sont des facteurs influençant les comportements alimentaires 

et qui participent largement à l’épidémie d’obésité et de surpoids. Ainsi, dans le contexte 

nutritionnel actuel, il est fréquent que les individus mangent régulièrement, voire 

exclusivement, des aliments à forte densité calorique conduisant à un excès d’apport 

calorique. La compréhension des mécanismes de dérégulation du comportement 

alimentaire aboutissant à une telle hyperphagie chez les individus consommant ce type 

d’aliment est nécessaire dans la lutte contre le surpoids et l’obésité. 

Comme rappelé dans l’introduction, l’inflammation hypothalamique qui se met en place 

dès la première semaine de consommation de WD (régime riche en gras et sucres et 

pauvre en fibres) est un événement précoce qui précède la mise en place de l’obésité chez 

le rongeur. Cette inflammation hypothalamique participe à la régulation de prise 

alimentaire durant la première semaine de consommation de WD et est liée à la 

propension des animaux à devenir obèses sur le long terme [47, 48, 153]. S’intéresser à 

l’hypothalamus et à la mise en place de son inflammation précoce constitue donc une piste 

intéressante pour comprendre les mécanismes de développement de l’obésité. 

L’adaptation du microbiote aux changements de régime alimentaire, notamment à 

l’introduction de WD, est également très rapide [273, 275] tandis que des altérations de 

la composition du microbiote intestinal ont déjà été corrélées à une augmentation de 

l’inflammation du système nerveux central dans des contextes autres que l’obésité [219, 

383]. Nous émettons donc l’hypothèse que le microbiote participe à la mise en place 

de l’inflammation hypothalamique précoce en réponse au WD. Pour répondre à cette 

question, nous proposons d’étudier l’évolution de l’axe microbiote-hypothalamus en 

réponse au passage d’un régime standard riche en fibres à un WD chez le rat. Pour cela, 

l’étude simultanée de la réponse à court terme du microbiote (composition et activité 

métabolique) et de l’hypothalamus lors du passage d’un régime standard (riche en fibres 

riche en énergie) à un WD a été réalisée. 

Dans cette étude, un premier objectif consistait à confirmer que la prise alimentaire 

durant la première semaine de consommation de WD était bien liée à la mise en place de 

l’obésité sur le long-terme, en la corrélant à certains paramètres caractéristiques de celle-

ci. Pour cela, une première expérience a été menée chez des rats soumis à un régime chow 

ou à un WD pendant 6 semaines. Les paramètres d’obésité (poids corporel et indice 

d’adiposité viscérale) ainsi que l’endotoxémie métabolique ont été corrélés à l’ingéré 

alimentaire de la première semaine de consommation de WD (Figure 1). D’après les 
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résultats de cette première expérience, l’ingéré calorique durant la 1ère semaine de 

WD est corrélée positivement et significativement à la propension des animaux à 

devenir obèses, mais également à l’endotoxémie métabolique. 

Une seconde expérience a été menée chez des rats Wistar pour déterminer comment l’axe 

microbiote-hypothalamus évoluait à court terme en réponse à l’introduction de WD. Les 

animaux ont été euthanasiés sous régime standard juste avant passage au WD (T0) ou 

bien 2h (T2H), 1 jour (TD1), 2 jours (TD2) et 4 jours (TD4) après changement de régime. 

Le métabolome hypothalamique et le métabolome caecal ont été évalués pour ces 5 temps 

ainsi que la composition du microbiote caecal (séquençage de l’ADNr 16S). Les trois jeux 

de données ont été analysés séparément puis une intégration de données a été menée 

entre eux pour déterminer des liens potentiels entre l’évolution de la composition et de 

l’activité du microbiote caecal et l’adaptation hypothalamique à court terme en réponse 

au changement de régime. L’analyse métabolomique de l’hypothalamus au cours du 

changement de régime a montré une évolution très rapide du métabolome (dès 2h) avec 

notamment la modification de plusieurs marqueurs métaboliques du stress oxydant, 

suggérant une mise en place de ce dernier en amont de l’inflammation (Figure 2A et 2B). 

Le microbiote caecal était également rapidement impacté, dès 1 jour de WD (Figure 3A), 

avec une composition évoluant vers un environnement bactérien pro-inflammatoire 

caractérisé par une augmentation significative de l’abondance relative de bactéries de 

familles appartenant au phylum des Protéobactéries, des bactéries Gram+ qui présentent 

du LPS caractéristiques de certaines maladies inflammatoires intestinales (Figure 3B). 

L’intégration de données a permis d’identifier des groupes de bactéries, co-

évoluant ensemble en réseaux, corrélés à l’augmentation du stress oxydant 

hypothalamique et à certains métabolites caecaux (Figure 4). Ces bactéries étaient 

différentes de celles identifiées par l’analyse multivariée classique, ce qui montre que 

l’approche intégrative que nous avons utilisée est un outil complémentaire à l’approche 

classique qui permet d’identifier de nouveaux acteurs bactériens potentiels dans les 

processus étudiés.  Parmi les métabolites caecaux, 6 ont été identifiés comme des 

métabolites candidats liant potentiellement le microbiote à la mise en place du stress 

oxydant hypothalamique (Figure 4). L’identification de ces métabolites n’a pas été 

possible jusqu’à présent mais ils constituent une piste pour évaluer par la suite le(s) 

mécanisme(s) via le(s)quel(s) le métabolome caecal, reflétant l’activité du microbiote 

caecal, pourrait réguler précocement le stress oxydant hypothalamique. De plus, 

plusieurs groupes de bactéries caecales ont été identifiés comme potentiellement 

impliqués dans la mise en place de l’inflammation hypothalamique. Toutefois, il n’est pas 

possible in vivo d’enrichir ou de dépléter spécifiquement le microbiote des animaux de 

ces bactéries (via l’utilisation d’antibiotiques ou de bactériophages par exemple). C’est 

pourquoi, afin d’évaluer le rôle du microbiote intestinal dans la régulation de la prise 

alimentaire lors du changement de régime, une troisième expérience a été menée chez 

des rats axéniques dépourvus de microbiote intestinal. 
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Dans une troisième expérience, des rats axéniques ou avec un microbiote conventionnel 

ont été nourris soit avec un régime standard, soit avec un WD pendant 2 jours. Leur ingéré 

alimentaire a été mesuré quotidiennement et leur hypothalamus a été prélevé après 

euthanasie pour évaluer les niveaux d’expression de gènes impliqués dans la régulation 

du stress oxydant et dans l’inflammation hypothalamique. Après deux jours de WD chez 

les rats avec un microbiote conventionnelle, des signes de stress oxydant (augmentation 

de sod2 et de glrx) et d’inflammation hypothalamique (augmentation d’il-6) au niveau 

moléculaire ont été détectés (Figure 5B et 5C). Cette augmentation n’est pas retrouvée 

chez les rats axéniques, pour lesquels l’ingéré alimentaire après 1 jour de consommation 

de WD est significativement moins élevé (Figure 5A), ce qui suggère que le microbiote 

intestinal joue un rôle dans la mise en place de ce stress oxydant et le début de 

l’inflammation hypothalamiques ainsi que dans la régulation de la prise 

alimentaire lors du passage à un WD. 

Dans ce premier article, nous avons donc montré que le passage d’un régime standard à 

un WD entrainait une évolution très rapide, dès 1 jour, de la composition du microbiote 

caecal vers un contexte pro-inflammatoire et en parallèle l’augmentation de marqueurs 

du stress oxydant au niveau hypothalamique qui pourrait être précurseur de 

l’inflammation hypothalamique. Notre approche par intégration de données suggère des 

liens de corrélation entre des sous-écosystèmes bactériens et des métabolites du stress 

oxydant au niveau hypothalamique. Ces liens microbiote-stress oxydant hypothalamique 

passent par 6 métabolites caecaux non identifiés. L’utilisation d’un modèle axénique nous 

a permis de confirmer le rôle du microbiote dans ce stress oxydant ainsi que dans la 

régulation précoce de la prise alimentaire, lors de la phase d’hyperphagie. 

Cette première étude indique donc que le microbiote est impliqué dans la réponse 

hypothalamique à court terme lors du passage à un WD. Cependant, les modifications 

de microbiote induites par le changement d’aliment n’expliquent pas l’ensemble du 

phénotype d’adaptation des animaux au régime WD puisque les rats axéniques dépourvus 

de microbiote montraient quand même une hyperphagie transitoire, bien que moindre 

que celles des rats à flore conventionnelle. 
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Supplementary materials 

 

Supplementary methods 1. Hypothalamic samples metabolomic analysis details. 

 

Hypothalamus samples were processed at Metabolon, Inc using their standard platform 
protocol described below: 

Sample Accessioning:  Following receipt, samples were inventoried and immediately 
stored at -80°C. Each sample received was accessioned into the Metabolon LIMS system 
and was assigned by the LIMS a unique identifier that was associated with the original 
source identifier only. This identifier was used to track all sample handling, tasks, results, 
etc. The samples (and all derived aliquots) were tracked by the LIMS system. All portions 
of any sample were automatically assigned their own unique identifiers by the LIMS when 
a new task was created; the relationship of these samples was also tracked. All samples 
were maintained at -80°C until processed. 

Sample Preparation:  Samples were prepared using the automated MicroLab STAR® 
system from Hamilton Company. Several recovery standards were added prior to the first 
step in the extraction process for QC purposes. To remove protein, dissociate small 
molecules bound to protein or trapped in the precipitated protein matrix, and to recover 
chemically diverse metabolites, proteins were precipitated with methanol under vigorous 
shaking for 2 min (Glen Mills GenoGrinder 2000) followed by centrifugation. The resulting 
extract was divided into five fractions: two for analysis by two separate reverse phase 
(RP)/UPLC-MS/MS methods with positive ion mode electrospray ionization (ESI), one for 
analysis by RP/UPLC-MS/MS with negative ion mode ESI, one for analysis by HILIC/UPLC-
MS/MS with negative ion mode ESI, and one sample was reserved for backup. Samples 
were placed briefly on a TurboVap® (Zymark) to remove the organic solvent. The sample 
extracts were stored overnight under nitrogen before preparation for analysis.  

QA/QC:  Several types of controls were analyzed in concert with the experimental 
samples: a pooled matrix sample generated by taking a small volume of each experimental 
sample (or alternatively, use of a pool of well-characterized human plasma) served as a 
technical replicate throughout the data set; extracted water samples served as process 
blanks; and a cocktail of QC standards that were carefully chosen not to interfere with the 
measurement of endogenous compounds were spiked into every analyzed sample, 
allowed instrument performance monitoring and aided chromatographic alignment. 
Tables 1 and 2 below describe these QC samples and standards. Instrument variability 
was determined by calculating the median relative standard deviation (RSD) for the 
standards that were added to each sample prior to injection into the mass spectrometers. 
Overall process variability was determined by calculating the median RSD for all 
endogenous metabolites (i.e., non-instrument standards) present in 100% of the pooled 
matrix samples. Experimental samples were randomized across the platform run with QC 
samples spaced evenly among the injections, as outlined below in Figure 1. 
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Table 1:  Description of Metabolon QC Samples. 

Type Description Purpose 

MTRX 

Large pool of human plasma 

maintained by Metabolon that 

has been characterized 

extensively. 

Assure that all aspects of the Metabolon 

process are operating within specifications. 

CMTRX 

Pool created by taking a small 

aliquot from every customer 

sample. 

Assess the effect of a non-plasma matrix on 

the Metabolon process and distinguish 

biological variability from process 

variability. 

PRCS Aliquot of ultra-pure water 

Process Blank used to assess the 

contribution to compound signals from the 

process. 

SOLV 
Aliquot of solvents used in 

extraction. 

Solvent Blank used to segregate 

contamination sources in the extraction. 

Table 2:  Metabolon QC Standards. 

Type Description Purpose 

RS Recovery Standard 
Assess variability and verify performance 

of extraction and instrumentation. 

IS Internal Standard 
Assess variability and performance of 

instrument. 

 

 

Figure 1. Preparation of client-specific technical replicates. A small aliquot of each 

client sample (colored cylinders) is pooled to create a CMTRX technical replicate sample 

Client samples
1st injection Final injection

CMTRX         Process Blank

Client samples

DAY 1

DAY 2

Study samples randomized and balanced

CMTRX: Technical 
replicates created from an 
aliquot of all client study 

samples
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(multi-colored cylinder), which is then injected periodically throughout the platform run. 

Variability among consistently detected biochemicals can be used to calculate an estimate 

of overall process and platform variability. 

Ultrahigh Performance Liquid Chromatography-Tandem Mass Spectroscopy 
(UPLC-MS/MS):  All methods utilized a Waters ACQUITY ultra-performance liquid 
chromatography (UPLC) and a Thermo Scientific Q-Exactive high resolution/accurate 
mass spectrometer interfaced with a heated electrospray ionization (HESI-II) source and 
Orbitrap mass analyzer operated at 35,000 mass resolution. The sample extract was dried 
then reconstituted in solvents compatible to each of the four methods. Each reconstitution 
solvent contained a series of standards at fixed concentrations to ensure injection and 
chromatographic consistency. One aliquot was analyzed using acidic positive ion 
conditions, chromatographically optimized for more hydrophilic compounds. In this 
method, the extract was gradient eluted from a C18 column (Waters UPLC BEH C18-
2.1x100 mm, 1.7 µm) using water and methanol, containing 0.05% perfluoropentanoic 
acid (PFPA) and 0.1% formic acid (FA). Another aliquot was also analyzed using acidic 
positive ion conditions, however it was chromatographically optimized for more 
hydrophobic compounds. In this method, the extract was gradient eluted from the same 
afore mentioned C18 column using methanol, acetonitrile, water, 0.05% PFPA and 0.01% 
FA and was operated at an overall higher organic content. Another aliquot was analyzed 
using basic negative ion optimized conditions using a separate dedicated C18 column.  
The basic extracts were gradient eluted from the column using methanol and water, 
however with 6.5mM Ammonium Bicarbonate at pH 8. The fourth aliquot was analyzed 
via negative ionization following elution from a HILIC column (Waters UPLC BEH Amide 
2.1x150 mm, 1.7 µm) using a gradient consisting of water and acetonitrile with 10mM 
Ammonium Formate, pH 10.8. The MS analysis alternated between MS and data-
dependent MSn scans using dynamic exclusion. The scan range varied slighted between 
methods but covered 70-1000 m/z. Raw data files are archived and extracted as described 
below. 

Bioinformatics:  The informatics system consisted of four major components, the 
Laboratory Information Management System (LIMS), the data extraction and peak-
identification software, data processing tools for QC and compound identification, and a 
collection of information interpretation and visualization tools for use by data analysts. 
The hardware and software foundations for these informatics components were the LAN 
backbone, and a database server running Oracle 10.2.0.1 Enterprise Edition. 

LIMS:  The purpose of the Metabolon LIMS system was to enable fully auditable 
laboratory automation through a secure, easy to use, and highly specialized system. The 
scope of the Metabolon LIMS system encompasses sample accessioning, sample 
preparation and instrumental analysis and reporting and advanced data analysis. All of 
the subsequent software systems are grounded in the LIMS data structures. It has been 
modified to leverage and interface with the in-house information extraction and data 
visualization systems, as well as third party instrumentation and data analysis software. 

Data Extraction and Compound Identification:  Raw data was extracted, peak-
identified and QC processed using Metabolon’s hardware and software. These systems are 
built on a web-service platform utilizing Microsoft’s .NET technologies, which run on high-
performance application servers and fiber-channel storage arrays in clusters to provide 
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active failover and load-balancing. Compounds were identified by comparison to library 
entries of purified standards or recurrent unknown entities. Metabolon maintains a 
library based on authenticated standards that contains the retention time/index (RI), 
mass to charge ratio (m/z), and chromatographic data (including MS/MS spectral data) 
on all molecules present in the library. Furthermore, biochemical identifications are based 
on three criteria: retention index within a narrow RI window of the proposed 
identification, accurate mass match to the library +/- 10 ppm, and the MS/MS forward 
and reverse scores between the experimental data and authentic standards. The MS/MS 
scores are based on a comparison of the ions present in the experimental spectrum to the 
ions present in the library spectrum. While there may be similarities between these 
molecules based on one of these factors, the use of all three data points can be utilized to 
distinguish and differentiate biochemicals. More than 3300 commercially available 
purified standard compounds have been acquired and registered into LIMS for analysis 
on all platforms for determination of their analytical characteristics. Additional mass 
spectral entries have been created for structurally unnamed biochemicals, which have 
been identified by virtue of their recurrent nature (both chromatographic and mass 
spectral). These compounds have the potential to be identified by future acquisition of a 
matching purified standard or by classical structural analysis. 

Curation:  A variety of curation procedures were carried out to ensure that a high quality 
data set was made available for statistical analysis and data interpretation. The QC and 
curation processes were designed to ensure accurate and consistent identification of true 
chemical entities, and to remove those representing system artifacts, mis-assignments, 
and background noise. Metabolon data analysts use proprietary visualization and 
interpretation software to confirm the consistency of peak identification among the 
various samples. Library matches for each compound were checked for each sample and 
corrected if necessary. 

Metabolite Quantification and Data Normalization:  Peaks were quantified using area-
under-the-curve. For studies spanning multiple days, a data normalization step was 
performed to correct variation resulting from instrument inter-day tuning differences. 
Essentially, each compound was corrected in run-day blocks by registering the medians 
to equal one (1.00) and normalizing each data point proportionately (termed the “block 
correction”; Figure 2 below).  For studies that did not require more than one day of 
analysis, no normalization is necessary, other than for purposes of data visualization. In 
certain instances, biochemical data may have been normalized to an additional factor (e.g., 
cell counts, total protein as determined by Bradford assay, osmolality, etc.) to account for 
differences in metabolite levels due to differences in the amount of material  

present in each sample. 
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Figure 2:  Visualization of data normalization steps for a multiday platform run. 

 

Supplementary methods 2. Caecal content untargeted metabolomic analysis details. 

Caecal water samples preparation: 

Caecal contents were grinded (Precellys24; 5000rpm for 2x30sec, 20sec break) in 2mL 

impact resistant tubes filled with 0.6mL of beads (ZR Bashing Bead Lysis Tubes (0.1 and 

0.5mm)) and MilliQ water (1mL per 100mg of sample). Grinded samples were then 

ultracentrifuged (171500g for 2 hours at 4°C). 2µL of NaN3 solution (100mg.mL-1) was 

added per mL of supernatant. These caecal water samples were stocked at -80°C before 

untargeted metabolomics analysis. 

GC sample preparation: 

Caecal water samples were frozen and stored at -80°C for further analysis. Caecal water 

samples were thawed from -80°C to 4°C overnight. 600 µL of ice-cold methanol (-20°C) 

were added to 300µL caecal water sample for each sample in Eppendorf tube. The mixture 

was vortexed. After precipitation of the proteins, samples were kept in the freezer at -

20°C for half an hour and then centrifuged (Sigma 3-16PK, Fischer Bioblok Scientific) at 

15 000 rpm for 10 min at 4°C. 800µL of supernatant were transferred in a brown glass 

vial of 2mL before addition of 10 µL of [13C1]-L-valine (200 µg.mL-1) and evaporation 

under EZ2.3 Genevac (Biopharma Technologies France). At the same time, a control 

derivatization sample (for which caecal water was substituted by milliQ water) was 

prepared in order to remove the background noise produced during sample 

preprocessing, derivatization, and Gas Chromatography/Mass Spectrometry (GC/MS) 

analysis. The obtained dry residues were dissolved by adding 80 µL of methoxylamine 

hydrochloride solution (15 mg.mL-1 in pyridine) to each vial, vortexed vigorously for 1 

min and incubated for 24h at 37 °C in order to inhibit the cyclization of reducing sugars 

and the decarboxylation of α-keto acids. Then, 80µL of N,O-

bis(trimethylsilyl)trifluoroacetamide (BSTFA) with 1% trimethylchlorosilane (TMCS) as 

catalyst were added in the mixture and derivatized for 60 min at 70°C. Before injection, 

50µL of derivatized mixture (by trimethylsilylation) were transferred in a glass vial 

containing 100µL of heptane. In a similar manner, a sample pool was formed from 10µL 

Day

1      2        3        4      5       6        7

Day

1      2        3        4      5       6        7

A. B. 
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of each extracted and derivatized sample to monitor the drift of the spectrometer during 

GC-MS analysis.  

 

Analytical sequences: 

Injection order was randomized using a William’s latin squares strategy. Four heptane 

blanks were injected at the beginning of each sequence, followed by four pool samples, 

and then one pool sample and one derivatization control sample after each set of 10 

samples. Initial tuning and calibrating of the system were performed using 

perfluorotributylamine (PFTBA). Also, a calibration was made between each sample. 

 

 

Gas chromatography and mass spectrometry: 

Untargeted metabolic analysis were performed on an Agilent 7890B Gas Chromatograph, 

equipped with a 7693A Injector (SSL) Auto-Sampler (Agilent Technologies, Inc), coupled 

to an Agilent QTOF 7200 (Quadripole Time Of Flight) mass spectrometer. Separation was 

achieved on a fused silica column HP-5MS UI 30m x 0.25mm i.d. chemically bonded with 

a 5% phenyl-95% methylpolysiloxane cross-linked stationary phase (0.25 µm film 

thickness) (Agilent J & W Scientific, Folsom, CA, USA). Helium was used as a carrier gas at 

a flow rate of 1 ml.min-1. 2 µl of derivatized sample were injected using 1:20 split. 

Temperatures of injector, transfer line, and electron impact (EI) ion source were set to 

250 °C, 280 °C and 230 °C, respectively. The initial oven temperature was 60 °C for 2 min, 

ramped to 140°C at a rate of 10°C per minute, to 240°C at a rate of 4°C per minute, to 

300°C at a rate of 10 °C per minute and finally held at 300°C for 8 min. The total run time 

was 49 min. Agilent ‘‘retention time locking” (RTL) was applied to control the 

reproducibility of retention times (RT). [13C1]-L-valine (ISTD) was used to lock GC 

method (Gao et al., 2010). The electron energy was 70 eV and mass data were collected in 

a full scan mode (m/z 55-700) using a resolution of 7000 (full width at half maximum) to 

464 m/z. Acquisition rate was 5 spectra per second with acquisition time of 200ms per 

spectrum. Raw data files were transformed to mzdata files using Masshunter software 

(Agilent). 

Data processing:  

The obtained mzdata files were imported under the Galaxy web-based platform 

Workflow4Metabolomics (W4M) [389].  

Mzdata files were processed using XCMS [390], which includes several steps that led to a 

data matrix containing retention times, m/z ratio and peak intensities [391]. These steps 

consisted of noise filtering, automatic peak detection and chromatographic alignment 
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allowing the appropriate comparison of multiple samples by further processing methods 

and quality controls with signal drift and batch effect correction.  

To note, mass fragments with m/z-values of 73.0418, 74.0421, 75.0317, 76.0220 and 

147.0716 are not specific for the differentiation of compounds. These mass fragments 

predominantly result from the derivatization reagent (TMS) and were thus excluded from 

workflow analysis.  

Analytical correlations were filtered using the ‘Metabolites Correlation Analysis’ tool 

(Galaxy Version 1.0.1) with a correlation coefficient threshold of 0.9. 

After these processing steps, 785 ions from caecal waters metabolome remained in 

datasets for statistical analyses.  

 

Metabolite identification: 

At first an in-house database was used to identify metabolites: pure compounds 

(standards) were previously analyzed in the same analytical conditions on the same 

instrument. The remaining unknown compounds were identified based on their exact 

masses that were compared to those registered in MassBank 

(https://www.massbank.eu) and HuMan DataBase (HMDB) (www.hmdb.ca) (with 

nominal masses and masses error 0.3 Da) or National Institute of Standards and 

Technology (NIST) library. Deconvolution of the raw data files was achieved using Agilent 

MassHunter software package (qualitative Analysis B.07.01) and the mass spectral data 

was compared against a personal compound database library (Agilent MassHunter 

Personal Compound Database and Library (PCDL) version B.07.00) containing spectra of 

pure compounds (standards) previously analyzed on the same instrument and NIST 

library. 

 

As in Metabolon method (supplementary methods 1), obtained data were normalized by 

setting the median of each ion to 1. T0 values were considered as the control values and 

set to 1 to calculate the fold-changes between time-groups of each ion. 

 

Supplementary method 3.  

16S rRNA gene sequencing analysis 

Reads obtained after 16S rRNA gene sequencing from caecal content were filtered and 

taxonomic affiliation (SILVA database version 132) was performed using dada2 R package 

v.1.14.0 on R v.3.6.1 (ref. 1). Data were normalized using Geometric Mean of Pairwise 

Ratios method with the GMPR R package v.0.1.3 (ref. 1). Diversity measures (Shannon 

http://www.hmdb.ca/
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index from raw data and Bray-Curtis distance from normalized data) as well as 

composition analysis were performed using the phyloseq R package v.1.30.0 (ref. 3). 

Data integration using the mixOmics R package 

PLS-DA were performed on normalized metabolomic data using the mixOmics R package 

v.6.10.1 (M-fold cross-validation (5 folds, 100 repeats)) and the number of components 

corresponding to the lowest classification error rate obtained according to the balanced 

error rate was selected for each data set (4). Model performance was assessed using the 

perf function of mixOmics R package. PERMANOVA tests were performed between pairs 

of groups on PLS-DA coordinates with the vegan R package v.2.5-6. Hypothalamic 

metabolites of interest for further data integration were selected based on PLS-DA 

Variable Importance in Projection (VIP) scores (superior to 1 for components 1 and 2). 

Data integration using the MiBiOmics web application. 

To perform data integration, the web application MiBiOmics (5), based on Weighted 

Correlation Network Analysis method (WGCNA) (42) was used. Briefly, for each dataset, 

sub-networks of highly correlated Operational Taxonomic Units (OTUs) or metabolites 

were built. Each sub-network from one dataset was then correlated to sub-networks from 

the two other datasets. Hypothalamic sub-networks containing inflammation related 

metabolites were selected and OTU and caecal metabolites sub-networks that were highly 

correlated with them were kept. Specific hypothalamic metabolites, caecal metabolites 

and OTUs from these selected sub-networks that were highly correlated with each other 

were kept to build the final network. One network per dataset (microbiota, caecal 

metabolome and hypothalamic metabolome) was built by correlating all variables 

together using correlation parameters listed in table below. 

  

Dataset Softpower Minimal module size Type of correlation 

Caecal microbiota 7 6 Biweight midcorrelation 

Caecal ions 12 6 Spearman 

Hypothalamic metabolites 14 6 Biweight midcorrelation 

Parameters used to build the WGCNA network from each dataset. All networks were signed. 

 

Inside each network, sub-networks (called “modules”) of highly correlated variables 

(OTUs, ions or metabolites) were used to find inter-sub-networks correlations between 

datasets. Hypothalamic sub-networks containing previously identified hypothalamic 

metabolites, using VIP score after PLS-DA, were retained. Sub-networks from the two 

other datasets that had a Pearson correlation coefficient between them and with the 

selected hypothalamic sub-networks superior to 0.6 (absolute value) were kept. Then, 

correlations between variables of these selected sub-networks (OTUs, ions or 
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metabolites) that were also superior to 0.6 (absolute value) were selected to build the 

final network. The taxonomic affiliations of OTUs retained after this selection were more 

precisely identified using the BLASTn tool on 16S rRNA gene reference database on the 

NCBI website (first hits presenting the higher percentage of identity and query cover, as 

well as the lowest E-value, were retained). 
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Supplementary table 1. Composition of the experimental diets. WD: Western diet. 

 

 
Experiment 1 Experiment 2 Experiment 3  

Chow WD Chow WD Chow WD 

Food reference # Labdiet 
5008 

D12451 SDS 
N°3 

D12451 SAFE 
A03 

SAFE 
245HF 

Energy density 
(kcal.g-1) 

3.4 4.7 3.6 4.7 3.3 4.7 

Carbohydrate (% 
energy) 

58 35 61.5 35 61.3 36.8 

Protein (% energy) 29 20 27 20 25.2 17.3 

Fat (% energy) 13 45 11.5 45 13.5 45.9 

Irradiation - - - - 45kGy 45kGy 
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Supplementary table 2. References of primers or assay-on-demand (AOD) of genes which levels were 

determined by qPCR in the hypothalamus of experiment 3 rats. Gene names, primers sequences (forward and 

reverse) and hybridization temperatures (Tm, in °C) of each primer are listed for genes involved in oxidative 

stress (SYBR green technology). AOD are referenced for genes involved in inflammation (TaqMan technology). 

F: forward. R: reverse. 

 

Type Gene Protein Technology Forward (F; 5’-3’) Reverse (R; 5’-3’) Tm 
(F-R; 

°C) 

AOD 

Reference 
genes 

actb β-actin SYBR green ctaaggccaaccgtgaaaag accagaggcatacagggaca 57-60 - 

rplp0 Ribosomal protein 
lateral stalk subunit P0 

SYBR green cgagaagacctctttcttccaa agtctttatcagctgcacatcg 58-59 - 

rps18 18S SYBR green cttccacaggaggcctacac tgaaacttctcggggatca 59-59 - 

actb β-actin TaqMan - - - Rn00667869_m1 

Oxidative 
stress 

gcs Gamma-
glutamylcysteine 
synthetase 

SYBR green gactgttgccaggtggatga ttgtgggcaactggaacact 60-60 - 

gs Glutathione synthetase SYBR green agcgtgccatagagaacgag ggcatgtagccatctcggaa 60-60 - 

gst Glutathione S-
transferase 

SYBR green tctgaaaactcgggatgacc caccagcttcatcccatca 57-57 - 

sod2 Superoxide dismutase 
2 

SYBR green ggccatatcaatcacagcatt tagcctccagcaactctcct 57-60 - 

sod3 Superoxide dismutase 
3 

SYBR green cttgggagagcttgtcaggt caccagtagcaggttgcaga 59-60 - 

glrx Glutaredoxin-1 SYBR green caacagaatggggagctgac ggacgactgctgtcagtatgg 59-60 - 

gpx1 Glutathione peroxidase 
1 

SYBR green tttcccgtgcaatcagttc ggacatacttgagggaattcaga 56-58 - 

Inflammation iba1 Ionized calcium 
binding adapter 
molecule 1  

SYBR green cagacgcaccctctgatgt ctccaagaatggggtgagc 59-58 - 

ccl2 Chemokine ligand 2 TaqMan - - - Rn00580555_m1 

tnfα Tumor necrosis factor 
α 

TaqMan - - - Rn01525859_g1 

il1β Interleukin-1β TaqMan - - - Rn00580432_m1 

il6 Interleukin-6 TaqMan - - - Rn01410330_m1 
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Supplementary table 3. Hypothalamic metabolites retained after PLS-DA. Metabolites were 

ordered according to their VIP scores for components 1 (comp1) and 2 (comp2) combined, with 

a filter on VIP score > 1. Data were then sorted in decreasing order according to comp1. Blue: 

arginine metabolism; yellow brown: lipids; red: redox homeostasis; green: cell membrane 

remodelling. 

 

 VIP score 

Metabolite comp1 comp2 comp3 comp4 comp5 

trigonelline (N'-methylnicotinate) 2.967099 
2.32745

2 1.96734 
1.89123

7 
1.82455

7 

N-delta-acetylornithine 2.677039 
2.23160

8 
1.89008

6 1.93996 
1.87161

5 

4-guanidinobutanoate 2.612261 
1.89990

9 
1.62230

4 1.95395 
1.89346

4 

stachydrine 2.573225 
1.89356

9 
1.64588

3 
1.43805

7 
1.39257

4 

dimethylarginine (SDMA + ADMA) 2.391624 
1.81173

2 
1.52490

8 
1.54870

8 1.51177 

adenosine 2'-monophosphate (2'-AMP) 2.375548 
1.72319

8 
1.52633

1 
1.44099

3 1.39535 

1-methylhistamine 2.345086 
1.70193

2 
1.43051

8 
1.29008

8 
1.24739

8 

chiro-inositol 2.279936 
1.75762

8 
1.65733

2 1.81998 
1.75743

3 

N-acetylmethionine 2.23257 
1.62850

5 
1.41071

6 
1.26744

6 
1.22894

6 

adenosine 2.225997 
1.63049

8 
1.48465

3 
1.28262

9 
1.23764

1 

phenol sulfate 2.184963 
1.79839

7 
1.60262

6 
1.38819

3 
1.34093

7 

1,2-dilinoleoyl-GPC (18:2/18:2) 2.161965 
1.69734

3 1.43605 
1.24113

8 
1.19735

1 

myo-inositol 2.107868 
1.66042

3 1.41547 
1.33096

3 
1.28413

4 

dihydroxyacetone phosphate (DHAP) 2.078272 1.61347 
1.40290

4 
1.22135

9 
1.19844

2 

gamma-glutamylphenylalanine 2.077705 
1.75475

4 
1.57766

8 
1.36212

3 
1.32150

3 

ascorbate (Vitamin C) 2.07337 
1.67173

1 
1.42246

9 
1.30637

8 
1.27825

9 

sedoheptulose-7-phosphate 2.043451 
1.54588

7 
1.33608

8 1.16735 1.13327 

sphingomyelin (d18:1/24:1, d18:2/24:0)* 2.000773 
1.53787

4 
1.29848

4 1.16264 
1.12846

8 

N-acetylarginine 1.998233 
1.68001

3 1.71195 
1.48144

9 1.46866 

ornithine 1.988632 
1.82734

5 
1.54050

4 1.34175 
1.32829

2 

sphingosine 1.986259 
1.66561

2 
1.50633

2 
1.30579

5 
1.27887

4 

betaine 1.973483 
1.51792

6 
1.69389

1 
1.47312

7 
1.42195

8 
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gamma-glutamylglycine 1.957683 
1.53304

4 
1.29633

7 1.12463 
1.13546

7 

glutamate 1.95433 1.42138 
1.19607

6 
1.03539

9 
1.02605

8 

isoleucylglycine 1.941739 
1.68650

4 
1.44263

7 
1.26445

8 
1.21985

7 

ophthalmate 1.941198 
1.94643

5 
1.82021

8 
1.58933

6 1.53427 

gamma-tocopherol/beta-tocopherol 1.891518 
1.86585

9 
1.56986

6 
1.45340

5 
1.42884

3 

mannose 1.885384 
1.40957

9 
1.30627

4 
1.13826

1 
1.09887

9 

pyridoxal 1.843703 
1.72644

6 
1.46426

7 
1.27214

6 
1.22936

1 

N-acetylmethionine sulfoxide 1.821895 
1.32628

8 
1.25345

2 1.23801 
1.19444

5 

S-1-pyrroline-5-carboxylate 1.810042 
1.56996

8 
1.32837

8 
1.24354

2 
1.26433

2 

argininate* 1.809936 
1.77753

9 
1.54062

1 
1.80048

3 
1.74338

5 

S-adenosylhomocysteine (SAH) 1.786148 
1.38480

3 
1.22015

6 
1.13128

6 
1.09817

8 

glycylleucine 1.771185 
1.30313

7 
1.09778

5 1.10654 
1.10212

7 

saccharopine 1.76639 
1.68483

7 
1.52574

7 
1.40694

8 
1.39958

2 

N-stearoyl-sphingosine (d18:1/18:0)* 1.753165 
1.44921

7 
1.25946

1 
1.09950

4 
1.06075

5 

riboflavin (Vitamin B2) 1.749434 
1.27445

6 
1.07558

7 
1.09626

1 
1.07306

3 

3-indoxyl sulfate 1.743829 
2.03284

4 1.71902 
1.48459

7 1.43252 
sphingomyelin (d18:2/23:0, d18:1/23:1, 

d17:1/24:1)* 1.741648 
1.43293

7 
1.31563

3 
1.13704

2 
1.11317

3 

cysteine-glutathione disulfide 1.724007 
1.52829

1 
1.35817

9 
1.17294

8 
1.13561

6 

phosphate 1.719617 
1.28142

9 
1.08549

7 1.08429 
1.07313

2 

1-methylimidazoleacetate 1.677472 
1.24222

8 
1.26401

8 
1.09240

8 
1.08464

9 

N-palmitoyl-sphinganine (d18:0/16:0) 1.672615 
1.30647

7 
1.11316

2 1.15022 
1.11415

8 

nicotinamide 1.670557 
1.47128

8 1.24773 
1.13275

5 
1.15121

5 

adenine 1.66239 
1.23858

4 
1.17136

6 1.07014 
1.07676

1 
glycosyl ceramide (d18:2/24:1, 

d18:1/24:2)* 1.636255 
1.24829

9 
1.24503

9 
1.10020

9 
1.14493

7 
glycosyl-N-erucoyl-sphingosine 

(d18:1/22:1)* 1.627778 
1.23127

3 
1.18562

3 
1.04398

1 
1.16170

1 
1-(1-enyl-oleoyl)-2-oleoyl-GPE (P-

18:1/18:1)* 1.622995 
1.21379

2 1.12713 
0.98915

2 
1.02949

5 

homoarginine 1.622429 1.38654 
1.34280

4 
1.62854

8 
1.57858

6 

ribose 1.621264 
1.44851

6 
1.22252

2 
1.39780

1 
1.35907

2 
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tyrosylglycine 1.614729 
1.41521

1 
1.19872

4 
1.04218

1 
1.07104

6 

palmitoylcarnitine (C16) 1.6142 
1.38929

3 1.35277 
1.17492

6 
1.14585

8 

N-acetylleucine 1.608175 
1.69556

9 
1.52367

7 
1.32224

4 
1.29113

3 

hypotaurine 1.6039 
1.22755

5 
1.20723

6 
1.05752

7 
1.02193

6 

eicosanoylsphingosine (d20:1)* 1.601746 
1.59568

6 
1.40288

8 
1.21296

1 
1.18479

6 

1-stearoyl-2-oleoyl-GPS (18:0/18:1) 1.588568 1.26979 
1.34574

8 
1.16881

6 
1.14556

7 

allantoin 1.583892 
1.39343

7 
1.42301

5 
1.30772

9 
1.27218

8 

5-oxoproline 1.582148 
1.68890

5 
1.43829

3 
1.38274

6 
1.34195

8 

betaine aldehyde 1.575888 
1.14319

2 
1.00315

3 
1.12935

3 
1.15418

3 

spermidine 1.547189 
1.15049

8 
0.99266

2 
0.89116

7 
1.01159

4 

allo-threonine 1.516206 
1.14686

6 
1.02522

9 
0.88876

8 
1.04124

4 

arabitol/xylitol 1.507938 
1.28131

8 
1.16607

7 
1.10992

3 
1.17759

7 

uracil 1.506264 
1.65488

1 
1.39130

2 
1.20342

3 
1.18228

2 

2'-deoxyuridine 1.501329 
1.17700

6 
1.06181

9 1.05423 
1.06385

3 

oxalate (ethanedioate) 1.479072 
1.07653

5 
1.12477

4 
1.25510

7 
1.28974

9 
1-oleoyl-2-arachidonoyl-GPE 

(18:1/20:4)* 1.477477 
1.15810

8 
1.43653

6 
1.34628

2 
1.29888

3 

5-methyl-2'-deoxycytidine 1.471903 
1.28912

8 
1.95987

1 
1.70954

7 
1.64956

8 

S-lactoylglutathione 1.46841 
1.06483

8 
1.18661

1 
1.02841

2 
1.02645

5 

gamma-glutamyltryptophan 1.453006 
1.14371

2 
1.00756

4 
0.95640

7 1.01829 

gamma-glutamylleucine 1.449489 
1.08177

3 
1.42894

4 1.26728 
1.27539

3 

spermine 1.426909 
1.06869

4 
0.92379

7 
0.87410

1 1.00591 
1-(1-enyl-stearoyl)-2-arachidonoyl-GPE 

(P-18:0/20:4)* 1.426696 
1.09200

9 
1.23435

7 
1.08139

5 
1.05387

3 
stearoyl-arachidonoyl-glycerol 

(18:0/20:4) [2]* 1.420048 
1.51121

3 
1.27281

8 
1.21611

6 
1.19299

1 

carboxyethyl-GABA 1.415438 
1.04596

2 
0.91121

6 
1.23580

9 
1.21072

9 

glucuronate 1.409812 
1.10258

1 
1.33628

1 
1.51794

1 
1.46463

8 

lignoceroyl sphingomyelin (d18:1/24:0) 1.401477 
1.01792

9 
1.07526

6 
1.08004

5 
1.06071

6 

1-methylguanidine 1.397159 
1.44421

8 
1.26717

1 
1.09563

8 
1.11050

5 

4-cholesten-3-one 1.393239 
1.59493

2 
1.48180

9 
1.29698

9 
1.30003

9 
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glutathione, oxidized (GSSG) 1.373266 
1.46368

2 
1.23008

7 
1.16098

6 
1.13897

5 

myristoylcarnitine (C14) 1.372085 
1.08206

6 1.21196 
1.05113

6 
1.02053

3 

1-(1-enyl-oleoyl)-GPE (P-18:1)* 1.371503 
1.15098

6 
1.14251

4 
1.01695

6 
1.00332

3 

arachidonoylcarnitine (C20:4) 1.340738 
1.23374

9 
1.04812

9 
1.07873

9 
1.08530

2 

oleoylcarnitine (C18:1) 1.337515 
1.20978

1 
1.20330

7 
1.05046

9 1.01479 

uridine 1.293719 
1.09467

3 0.94187 
0.81308

7 
1.07495

5 

orotidine 1.272032 2.04917 
1.72490

8 
1.49279

8 
1.48363

3 

13-HODE + 9-HODE 1.269184 
1.66140

6 
1.44633

6 
1.28742

5 
1.24267

3 

gamma-glutamylhistidine 1.234133 1.23691 
1.25094

4 
1.11183

4 1.11339 

hypoxanthine 1.185649 
1.38217

2 
1.17619

9 
1.04500

1 
1.02034

8 

urea 1.18335 
1.53944

7 
1.51972

5 
1.75111

5 
1.71041

2 

1-methylnicotinamide 1.180345 
1.04106

4 
0.91002

6 
1.03423

8 
1.02450

7 
glycosyl-N-palmitoyl-sphingosine 

(d18:1/16:0) 1.178191 
1.43141

8 
1.33567

1 1.15814 
1.11783

6 

2-arachidonoylglycerol (20:4) 1.163004 
1.59253

3 
1.35833

7 1.23168 
1.20194

9 

gamma-glutamylvaline 1.157768 
1.00254

5 
1.00947

6 
0.98627

5 
1.00576

5 

glycerophosphorylcholine (GPC) 1.139032 
1.45254

5 
1.31466

3 
1.13642

8 
1.10839

8 
2-hydroxybutyrate/2-

hydroxyisobutyrate 1.103702 
1.99823

8 
1.68005

9 
1.45489

8 
1.40377

3 

1-dihomo-linolenylglycerol (20:3) 1.088362 
1.26746

1 
1.12779

4 
1.22976

5 1.18767 

citrulline 1.083079 
1.54588

8 
1.30844

2 
1.14263

7 
1.22284

6 

myristate (14:0) 1.063034 
1.37716

6 
1.27628

2 
1.11695

9 1.07803 

1-(1-enyl-stearoyl)-GPE (P-18:0)* 1.042186 
1.20781

9 
1.46559

1 1.43497 
1.38663

9 

gamma-glutamylglutamine 1.017483 1.11443 
0.94952

8 
1.07143

8 
1.07330

2 

1-arachidonylglycerol (20:4) 1.001585 
1.04452

8 
1.16807

7 
1.48629

3 1.44045 
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Supplementary table 4. ANOVA and post-hoc tests results on the significantly impacted 

metabolites after pathway enrichment. Metabolites were selected by the Metabolon platform after 

performing metabolic pathway enrichment. Values correspond to fold-change between the 

considered time group and T0, after setting the median to 1 for each metabolite. T0 values are set 

to 1. Significant result after ANOVA are indicated in the ANOVA column by a dark blue fill while 

tendencies are indicated by a light blue fill. A dark green or red background means that the post-

hoc test result between the considered time and T0 is significant, respectively with a decrease or 

an increase in the considered metabolite level compared to T0. A light green or light red 

background means that the post-hoc test resulted in a tendency between the considered time and 

T0, respectively with a tendency to a decrease or an increase for this metabolite level compared 

to T0. Two different letters indicate a significant difference. An asterisk (*) indicates compounds 

that have not been officially confirmed based on a standard, but with confidence in its identity 

according to the metabolomic platform. 

 

Pathway Metabolite ANOVA T0 T2H TD1 TD2 TD4 

R
ed

o
x 

h
o

m
eo

st
as

is
 

ophthalmate Significant 
1 1.25 1.61 3.72 3.23 
a a a bc c 

gamma-glutamylphenylalanine Significant 
1 0.99 0.74 0.6 0.59 
a ab bcd cd d 

gamma-glutamyltryptophan Significant 
1 0.99 0.58 0.53 0.57 
a a b b b 

5-oxoproline Significant 
1 0.92 0.82 0.8 0.82 
a ab c bc bc 

2-hydroxybutyrate/2-hydroxyisobutyrate Significant 
1 1.22 1.2 1.34 1.32 
a b b b b 

gamma-glutamylglycine Significant 
1 1 0.82 0.84 0.79 
a a b b b 

13-hydroxy-9,11-octadecadienoic acid + 9-
Hydroxy-10,12-octadecadienoic acid 

Significant 
1 1.36 1.63 1.83 1.63 
a ab b b b 

gamma-glutamylleucine Significant 
1 1.07 0.97 0.81 0.87 
a a abc bc c 

gamma-glutamylglutamine Significant 
1 1.12 0.92 0.99 1 

ab a b b ab 

glutamate Tendency 
1 0.94 0.99 1.03 1 

ab a ab b b 

glycine Tendency 
1 0.98 0.94 0.95 0.93 
a ab b ab b 

glutathione, oxidized (GSSG) Tendency 
1 1.07 1.15 1.27 1.16 
a a ab b ab 

gamma-glutamylvaline Tendency 
1 1.07 0.92 1.04 0.91 

ab a b ab b 

gamma-glutamylglutamate Tendency 
1 1.01 0.9 0.89 0.89 

ab a ab b b 

C
el

l m
em

b
ra

n
e 

m
et

a
b

o
li

sm
 

diacylglycerol (16:1/18:2 [2], 16:0/18:3 [1])* Tendency 
1 6.51 1.91 1.34 2.61 

ab cd abcd bcd d 

choline phosphate Significant 
1 1.02 0.94 0.97 0.93 

ab b ac abc c 

1,2-dilinoleoyl-GPC (18:2/18:2) Significant 
1 1.04 0.8 0.77 0.72 
a a b b b 

1-linoleoyl-2-arachidonoyl-GPC (18:2/20:4n6)* Significant 
1 0.96 0.85 0.92 0.86 
a ab c abc bc 
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glycerophosphorylcholine (GPC) Significant 
1 1.12 1.12 1.39 1.26 
a abc abd c cd 

1-palmitoyl-2-linoleoyl-GPC (16:0/18:2) Tendency 
1 0.96 0.92 0.97 0.94 
a ab b a ab 

cytidine 5'-monophosphate (5'-CMP) Tendency 
1 1.11 1.04 1.03 0.96 
a b ab ab a 

cytidine-5'-diphosphoethanolamine Tendency 
1 0.93 1 1.18 1.14 

ab b ab a a 

cytidine 5'-diphosphocholine Significant 
1 0.99 0.92 1.15 0.98 
a a a b a 

glycerophosphoethanolamine Tendency 
1 1.1 1.01 1.17 1.09 

ab abc b c abc 

A
rg

in
in

 m
et

a
b

o
li

sm
 

urea Significant 
1 0.9 0.94 0.83 0.73 
a ab a b c 

ornithine Significant 
1 0.93 0.79 0.77 0.75 
a a b b b 

homoarginine Significant 
1 1 0.92 1.4 1.96 
a ab b cd d 

homocitrulline Significant 
1 1.17 0.92 1.23 0.6 
a a a a b 

citrulline Significant 
1 0.87 0.82 0.83 0.77 
a ab b b b 

spermidine Tendency 
1 1.07 0.78 0.84 0.71 
a a ab ab b 

 

Supplementary table 5. Relative abundances values (%) of caecal microbiota families across 

time. Values are expressed as means ± standard deviation. 

Family T0 T2H TD1 TD2 TD4 

Bacteroidaceae 3.97 ± 2.91 2.38 ± 0.99 4.23 ± 2.34 6.83 ± 3.01 5.47 ± 3.6 

Desulfovibrionaceae 3.5 ± 2.45 3.65 ± 2.01 7.37 ± 3.63 9.53 ± 4.03 6.93 ± 4.51 

Lachnospiraceae 30.3 ± 6.88 30.6 ± 5.12 
18.37 ± 

3.42 
25.39 ± 
11.66 

29.54 ± 
13.17 

Lactobacillaceae 
13.03 ± 

5.54 
9.4 ± 2.83 2.98 ± 2.05 1.31 ± 1.8 0.39 ± 0.3 

Muribaculaceae 6.7 ± 1.18 5.3 ± 1.05 3.43 ± 1.59 3.31 ± 1.5 2.43 ± 1.33 

Peptostreptococcaceae 9.92 ± 6.57 
11.02 ± 

5.96 
11.2 ± 4.59 11.39 ± 8.78 

14.01 ± 
15.48 

Prevotellaceae 2.68 ± 2.14 4.13 ± 1.81 2.75 ± 2.1 0.8 ± 0.65 0.99 ± 0.86 

Rikenellaceae 5.4 ± 3.62 5.32 ± 3.22 5.42 ± 3.49 6.76 ± 4.42 5.71 ± 4.4 

Ruminococcaceae 
17.58 ± 

2.77 
21.02 ± 

5.33 
15.92 ± 

5.95 
14.67 ± 3.66 13.21 ± 5.3 

Tannerellaceae 3.72 ± 2.37 3.22 ± 1.24 7.28 ± 3.82 13.39 ± 6.39 13.23 ± 8.92 
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Supplementary table 6. Identity of bacteria identified after data integration. The taxonomy of each OTU that 

was strongly (Pearson correlation coefficient > 0.6 in terms of absolute value) correlated to selected caecal 

metabolites and hypothalamic oxidative stress-related metabolites was identified using basic local alignment 

search tool (BLAST) from the National Center for Biotechnology Information (NCBI). First BLAST hits results and 

characteristics on OTUs identified as positively and strongly correlated with pro-oxidant hypothalamic 

metabolites after data integration using WGCNA method are listed. 

 

OTU Description 
Max 

Score 

Total 
Score 

Query 
Cover  

E-value  

% 
identity  

Accession 

17 Uncultured bacterium clone OTU445_L_2_F0_126636 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  702 702 100% 0 99.48% MG858281.1  

109 Uncultured bacterium clone JD68 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  713 713 100% 0 100.00% JF794965.1  

133 
Lactobacillus johnsonii strain 0.1XD8_76 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  708 708 100% 0 99.74% MN081622.1  

Lactobacillus taiwanensis strain 0.1XD42_62 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  708 708 100% 0 99.74% MN081621.1  

306 
Lactobacillus johnsonii strain 0.1XD8_76 16S ribosomal RNA gene, partial sequence 708 708 100% 0 99.74% MN081622.1  

Lactobacillus taiwanensis strain 0.1XD42_62 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  708 708 100% 0 99.74% MN081621.1  

359 
Lactobacillus johnsonii strain 0.1XD8_76 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  708 708 100% 0 99.74% MN081622.1  

Lactobacillus taiwanensis strain 0.1XD42_62 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  708 708 100% 0 99.74% MN081621.1  

20 Uncultured bacterium clone denovo46872_N21_133494 16S ribosomal RNA gene, partial sequence  713 713 100% 0 100.00% MF257433.1  

250 Eubacterium ventriosum strain ATCC 27560 16S ribosomal RNA, partial sequence  660 660 100% 0 97.15% NR_118670.1  

404 Lactobacillus taiwanensis strain BCRC 17755 16S ribosomal RNA, partial sequence 708 708 100% 0 99.74% NR_044507.1  

36 Ruminococcus albus 7 = DSM 20455 16S ribosomal RNA, partial sequence  569 569 100% 3.00E-162 93.26% NR_074399.1  

475 Escherichia fergusonii ATCC 35469 16S ribosomal RNA, complete sequence  713 713 100% 0 100.00% NR_074902.1  

121 [Clostridium] saccharogumia strain SDG-Mt85-3Db 16S ribosomal RNA, partial sequence  691 691 100% 0 98.96% NR_043550.1  

441 Lactobacillus taiwanensis strain BCRC 17755 16S ribosomal RNA, partial sequence 708 708 100% 0 99.74% NR_044507.1  

230 Vallitalea pronyensis strain FatNI3 16S ribosomal RNA, partial sequence  438 438 99% 9.00E-123 87.31% NR_125677.1  

79 Muribaculum intestinale strain YL27 16S ribosomal RNA, partial sequence  448 448 99% 1.00E-125 87.89% NR_144616.1  

251 Aminipila butyrica strain FH042 16S ribosomal RNA, partial sequence  630 630 100% 1.00E-180 96.11% NR_159296.1  

300 Murimonas intestini strain SRB-530-5-H 16S ribosomal RNA, partial sequence  664 664 100% 0 97.67% NR_134772.1  

341 Lactobacillus reuteri DSM 20016 16S ribosomal RNA, partial sequence  708 708 100% 0 99.74% NR_075036.1  

379 Lactobacillus taiwanensis strain BCRC 17755 16S ribosomal RNA, partial sequence  708 708 100% 0 99.74% NR_044507.1  

127 Kineothrix alysoides strain KNHs209 16S ribosomal RNA, partial sequence  630 630 100% 1.00E-180 96.11% NR_156080.1  

142 Blautia schinkii strain B 16S ribosomal RNA, partial sequence  643 643 100% 0 96.63% NR_026312.1  

12 Lactobacillus reuteri DSM 20016 16S ribosomal RNA, partial sequence  713 713 100% 0 100.00% NR_075036.1  

161 Anaerotaenia torta strain FH052 16S ribosomal RNA, partial sequence  553 553 100% 3.00E-157 93.26% NR_151894.1  

22 
Bacteroides xylanolyticus strain X5-1 16S ribosomal RNA, partial sequence  630 630 100% 1.00E-180 96.11% NR_104899.1  

[Clostridium] xylanolyticum strain DSM 6555 16S ribosomal RNA, partial sequence 630 630 100% 1.00E-180 96.11% NR_037068.1  

30 Alistipes senegalensis JC50 16S ribosomal RNA, partial sequence  616 616 99% 4.00E-176 95.57% NR_118219.1  

57 Flavonifractor plautii strain Prevot S1 16S ribosomal RNA, partial sequence  702 702 100% 0 99.48% NR_043142.1  

154 [Clostridium] clostridioforme strain ATCC 25537 16S ribosomal RNA, partial sequence  610 610 100% 2.00E-174 95.08% NR_044715.2  

89 Oscillibacter valericigenes strain Sjm18-20 16S ribosomal RNA, complete sequence 619 619 100% 3.00E-177 95.60% NR_074793.2  

493 Ethanoligenens harbinense YUAN-3 16S ribosomal RNA, partial sequence  544 544 100% 2.00E-154 92.01% NR_074333.1  

575 Paludicola psychrotolerans strain NC1253 16S ribosomal RNA, partial sequence  573 573 100% 2.00E-163 93.54% NR_158111.1  

242 Sporobacter termitidis strain SYR 16S ribosomal RNA, partial sequence  512 512 100% 5.00E-145 90.44% NR_044972.1  

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=1&HSP_SORT=1
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=1&HSP_SORT=1
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=2&HSP_SORT=1
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=2&HSP_SORT=1
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=4&HSP_SORT=0
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=4&HSP_SORT=0
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=0&HSP_SORT=0
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=3&HSP_SORT=3
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?CMD=Get&ADV_VIEW=yes&ADV_VIEW=on&ALIGNMENTS=100&ALIGNMENT_VIEW=Pairwise&DATABASE_SORT=0&DESCRIPTIONS=100&DYNAMIC_FORMAT=on&FIRST_QUERY_NUM=0&FORMAT_NUM_ORG=1&FORMAT_OBJECT=Alignment&FORMAT_PAGE_TARGET=&FORMAT_TYPE=HTML&GET_SEQUENCE=yes&I_THRESH=&LINE_LENGTH=60&MASK_CHAR=2&MASK_COLOR=1&NUM_OVERVIEW=100&PAGE=MegaBlast&QUERY_INDEX=0&QUERY_NUMBER=0&RESULTS_PAGE_TARGET=&RID=YF76HYJY01N&SHOW_LINKOUT=yes&SHOW_OVERVIEW=yes&STEP_NUMBER=&ADV_VIEW=on&DISPLAY_SORT=3&HSP_SORT=3
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1336504187
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MG858281.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF76HYJY01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_345296719
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/JF794965.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF77JH0201N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1687881716
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MN081622.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7872JE01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1687881679
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MN081621.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF7872JE01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1687881716
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MN081622.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7EF6KV01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1687881679
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MN081621.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF7EF6KV01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1687881716
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MN081622.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7GYYJF01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1687881679
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MN081621.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF7GYYJF01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1201246875
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MF257433.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7EY6WG01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_645321785
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_118670.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7RAP8F01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343199079
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_044507.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7RK6PB01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_444303976
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_074399.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7U6R3301N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_444439587
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_074902.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7URPZG01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343203026
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_043550.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7V7GDF01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343199079
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_044507.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7X3AN001N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_672239088
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_125677.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF7ZGTZA01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1109168036
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_144616.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF80RUMH01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1491520133
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_159296.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF81DWE201N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_974142252
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_134772.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF84AFXG01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_444439721
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_075036.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8F9W9R01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343199079
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_044507.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8FWT3101N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1384992331
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_156080.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8HKE0E01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_219846720
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_026312.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8J3CFF01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_444439721
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_075036.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8JNNER01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1277396183
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_151894.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8KN3CK01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_559795307
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_104899.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8MTRS401N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_310975204
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_037068.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF8MTRS401N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_645321193
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_118219.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8YKTXK01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343198636
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_043142.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8SUA7601N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_545589118
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_044715.2?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF8T9CT501N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1269801610
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_074793.2?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF928SDA01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_444303910
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_074333.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF93HCV101N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1445136071
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_158111.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF944AG901N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343206380
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_044972.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF94TYAC01N
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390 Kineothrix alysoides strain KNHs209 16S ribosomal RNA, partial sequence  558 558 100% 7.00E-159 93.52% NR_156081.1  

455 [Clostridium] saccharolyticum strain WM1 16S ribosomal RNA, partial sequence  632 632 100% 0 96.37% NR_102852.1  

187 Kineothrix alysoides strain KNHs209 16S ribosomal RNA, partial sequence  675 675 100% 0 98.19% NR_156081.1  

263 [Clostridium] methylpentosum strain R2 16S ribosomal RNA, partial sequence  569 569 100% 3.00E-162 93.32% NR_029355.1  

232 Kineothrix alysoides strain KNHs209 16S ribosomal RNA, partial sequence  669 669 100% 0 97.93% NR_156081.1  

406 
Lactobacillus animalis strain KCTC 3501 16S ribosomal RNA, partial sequence  684 684 99% 0 98.70% NR_041610.1  

Lactobacillus murinus strain NBRC 14221 16S ribosomal RNA, partial sequence  684 684 99% 0 98.70% NR_112689.1  

312 Flintibacter butyricus strain BLS21 16S ribosomal RNA, partial sequence  691 691 100% 0 98.96% NR_144611.1  

11 

Lactobacillus animalis strain KCTC 3501 16S ribosomal RNA, partial sequence  713 713 100% 0 100.00% NR_041610.1  

Lactobacillus murinus strain NBRC 14221 16S ribosomal RNA, partial sequence  713 713 100% 0 100.00% NR_112689.1  

Lactobacillus apodemi strain ASB1 16S ribosomal RNA, partial sequence  713 713 100% 0 100.00% NR_042367.1  

345 Lactobacillus faecis strain AFL13-2 16S ribosomal RNA, partial sequence  505 505 74% 9.00E-143 98.26% NR_114391.1  

94 Oscillibacter valericigenes strain Sjm18-20 16S ribosomal RNA, complete sequence  608 608 100% 6.00E-174 95.08% NR_074793.2  

188 Intestinimonas butyriciproducens strain SRB-521-5-I 16S ribosomal RNA, partial sequence  553 553 100% 3.00E-157 92.49% NR_118554.1  

516 [Eubacterium] siraeum strain ATCC 29066 16S ribosomal RNA, partial sequence  571 571 100% 8.00E-163 93.01% NR_118675.1  

573 Vallitalea pronyensis strain FatNI3 16S ribosomal RNA, partial sequence  453 453 99% 3.00E-127 88.11% NR_125677.1  

567 

Lactobacillus animalis strain KCTC 3501 16S ribosomal RNA, partial sequence  459 459 97% 7.00E-129 88.62% NR_041610.1  

Lactobacillus murinus strain NBRC 14221 16S ribosomal RNA, partial sequence  459 459 97% 7.00E-129 88.62% NR_112689.1  

Lactobacillus apodemi strain ASB1 16S ribosomal RNA, partial sequence  459 459 97% 7.00E-129 88.62% NR_042367.1  

273 [Ruminococcus] gnavus ATCC 29149 16S ribosomal RNA, partial sequence  568 568 100% 1.00E-161 93.26% NR_036800.1  

 

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1384992332
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_156081.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF95BAX101N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_507148045
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_102852.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF962YXU01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1384992332
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_156081.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF97CY1B01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_265679047
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_029355.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF98XGF701N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1384992332
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_156081.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9A02WP01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343200923
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_041610.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9AP0JY01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_631251492
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_112689.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF9AP0JY01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1109168025
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_144611.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9B9CDS01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343200923
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_041610.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9CYET201N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_631251492
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_112689.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF9CYET201N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343201641
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_042367.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=3&RID=YF9CYET201N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_631253193
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_114391.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9G8R3101N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1269801610
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_074793.2?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9HB6HE01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_645321636
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_118554.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9JR6WH01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_645321791
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_118675.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9SEMGR01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_672239088
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_125677.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9T0KFC01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343200923
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_041610.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9TN2VT01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_631251492
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_112689.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF9TN2VT01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343201641
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_042367.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=3&RID=YF9TN2VT01N
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_310974936
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/NR_036800.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9U9BF101N
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Supplementary figure 1. Unnormalized energy intake (expressed in kcal) of rats from 

experiment 1. An asterisk (*) indicates a significant different between chow and WD groups for 

the corresponding week in experiment 1 (*: p<0.05). A 2-way ANOVA was performed. Data are 

represented as means ± SEM. 
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Supplementary figure 2. Energy intake in kcal.g-1 of body weight (A) and in kcal (B), body weight 

(C) and visceral adiposity index (D) of experiment 2 conventional rats. These parameters were 

measured before and after WD introduction. Data are represented as means±SEM. Two different 

letters indicate a significant difference after 1-way ANOVA followed by Tukey’s post-hoc tests. 
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Supplementary figure 3. PLS-DA representation of hypothalamic metabolome, without T0 and 

T2H time groups. Represented data are normalized metabolomic data according to T0 group. Two 

different letters indicate a significant difference. 

 

 

 

Supplementary figure 4. Relative abundances of Actinobacteria, Bacteroidetes and Firmicutes 

phyla across time in experiment 2. Outliers are represented as asterisks. 

 

 

 

 

 

 

 



 

113 

 

Supplementary figure 5. Energy intake in kcal of experiment 3 rats. Data are presented as means 

± SEM. Dotted lines correspond to germ-free (GF) animals whereas plain lines correspond to 

conventional (CONV) animals, either under chow diet (grey) or WD (black). Two different letters 

indicate a significant statistical difference, after 2-way ANOVA followed by Tukey’s post-hoc tests. 
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Supplementary figure 6. Evolution of caecal microbiota after WD switch in conventional rats 

(experiment 3). Evolution of alpha diversity (number of observed species (A) and Shannon index 

(B)), β-diversity (PCoA on Bray-Curtis distance) (C), Firmicutes (D), Bacteroidetes (E), 

Proteobacteria (F) and Lactobacillaceae (G) relative abundances before and 2 days after WD 

introduction. N=5/group. Asterisks (*) indicate a significant difference after Mann-Whitney test 

performed between the two diet groups (*:P<0.05; **:P<0.01). Data beyond the end of the 

whiskers were considered outliers (1 point per sample). Outliers were not taken into account for 

statistical tests. 
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II. Impact de plusieurs cycles courts de WD sur l’axe 

microbiote-intestin-cerveau et la régulation du 

comportement alimentaire  

 

En parallèle de la consommation régulière d’aliments à haute densité énergétique, 20% 

des individus adultes normo-pondérés en France pratiquent régulièrement des 

restrictions alimentaires plus ou moins drastiques [392]. Ainsi, l’alternance entre une 

alimentation énergétiquement dense et une restriction calorique se retrouve 

régulièrement chez les individus. Chez la souris, l’exposition répétée à un régime WD à 

court terme (alternance de 2 semaines de WD et de 2 semaines de régime standard) 

perturbe la régulation de l’ingéré alimentaire et entraine notamment une augmentation 

de la consommation de WD à chaque nouveau cycle de WD [386]. Par ailleurs, l’exposition 

à long terme au WD, jusqu’à atteindre un phénotype d’obésité, suivie de la consommation 

de régime standard jusqu’à un retour à un poids normal entraîne également une plus forte 

propension à prendre du poids lors de la réintroduction du WD [246]. Les mécanismes 

par lesquels des expositions répétées à un régime de type WD influencent le 

comportement alimentaire ne sont pas encore totalement élucidés.  

Comme indiqué dans l’introduction, la régulation de l’ingéré alimentaire et le maintien de 

l’homéostasie énergétique sont des processus finement régulés qui font intervenir 

différentes régions et systèmes au sein du système nerveux central : hypothalamus, 

comme étudié dans le 1er chapitre, mais également le tronc cérébral (le noyau du tractus 

solitaire (NTS) et l’area postrema (AP)) qui intègrent aussi les signaux périphériques ainsi 

que le système de récompense alimentaire et plus particulièrement le striatum [126, 127]. 

Dans l’ensemble de ces régions, l’exposition au WD entraine une augmentation de 

l’inflammation [138, 393, 394] qui peut perturber à la fois la régulation homéostatique 

[138] et hédonique [394] du comportement alimentaire. Le microbiote intestinal est 

également largement modifié en réponse au WD et nous avons montré dans le 1er chapitre 

de cette thèse que la dysbiose intestinale induite en réponse au WD participait à la mise 

en place de l’inflammation dans l’hypothalamus. D’autres auteurs ont récemment montré 

qu’une dysbiose intestinale pouvait également induire une inflammation dans le tronc 

cérébral [149]. Or, chez le rongeur, une consommation de WD (d’une durée suffisante 

pour atteindre un phénotype obèse) entrecoupée de retours à un régime standard (d’une 

durée suffisante pour permettre le retour à un poids normal) induit une prise de poids 

plus rapide dès réintroduction du WD qui est associée à la persistance d’un microbiote 

modifié durant les périodes de wash out sous régime standard entre les expositions 

répétées au  WD [246] (cf. Figure 3.1 ci-dessous). Dans cette étude, le microbiote fécal des 

souris gardait des marques du passage au régime WD alors qu’elles étaient revenues à un 

poids normal sous régime standard (microbiote cicatriciel).  
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Figure 3.1. L’alternance d’expositions longues au WD jusqu’à atteindre un phénotype d’obésité, 

entrecoupées d’expositions au régime standard jusqu’à un retour à un poids normal chez la souris 

entraîne la persistance d’un microbiote persistant, aussi dit « cicatriciel ». A. Résumé du protocole 

suivi, avec un échantillonnage des fèces pour évaluer l’évolution de la composition du microbiote 

(diversité β) avant mise en place de l’obésité (« before first obesity », B), une fois la première 

phase d’obésité atteinte (« during obesity », C), lors du premier retour à un poids normal (« after 

obesity », D) puis lors de la seconde phase d’obésité (« after second obesity », E) et lors du second 

retour à un poids normal (« after second obesity », F), en se référant au groupe de souris qui 

suivait cette alternance de consommation de WD et de régime standard (groupe cycHFD). Leur 

microbiote était comparé à celui des souris qui étaient restées sous régime standard (groupe NC), 

de souris qui étaient restées sous WD (groupe HFD) et à un groupe de souris qui a suivi une seule 

phase de WD au moment de la deuxième réintroduction du régime dans le groupe cycHFD (groupe 

primHFD). D’après [246]. 
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Dans le premier article de mon projet de thèse, nous avons montré que le microbiote était 

très rapidement impacté par le changement de régime avec un lien potentiel avec la 

réponse oxydante et inflammatoire hypothalamique. L’utilisation de rats axéniques a 

également montré que le microbiote était impliqué dans la régulation de la prise 

alimentaire à court terme lors des 24 premières heures d’exposition au WD. Nous avons 

donc voulu dans un deuxième temps évaluer si des expositions courtes mais 

répétées à un WD pouvaient modifier l’adaptation de l’axe microbiote-cerveau 

(tronc cérébral, hypothalamus et striatum) au WD et avoir un impact sur la 

régulation de la prise alimentaire en l’absence de mise en place d’un phénotype 

obèse (déterminé ici par rapport au poids des souris). Nous avons donc choisi des 

expositions courtes (7 jours) pour ne pas aller jusqu’à atteindre un phénotype d’obésité, 

afin de s’affranchir des effets pathologiques de l’obésité sur la physiologie de l’hôte 

(Figure 3A).  

Pour cela, des souris C57BL6/N mâles ont été soumises à deux cycles d’une semaine de 

consommation de WD entrecoupés de 2 semaines de consommation d’aliment chow 

(groupe CYCL), durée permettant un retour à un poids similaire à celui des souris du 

groupe n’ayant jamais été exposées au régime WD (groupe CTRL) (Figure 1A). 

L’augmentation d’ingéré calorique (appelé pic d’hyperphagie) cumulé lors des 24 

premières heures suivant l’introduction du régime WD n’a pas été impactée par le nombre 

de cycles (Figure 1B). En revanche, la prise alimentaire lors du premier jour de WD 

pendant la période jour (ingéré calorique cumulé lors des premières heures suivant 

l’introduction du WD) était significativement augmentée entre le 1er et le 3ème cycle 

(Figure 1C), avec une compensation, non-significative, de l’ingéré calorique en période 

nocturne. Afin d’identifier les mécanismes centraux impliqués dans ces modifications 

d’intensité de la période hyperphagique chez les souris CYCL, nous avons étudié 

l’inflammation et certains marqueurs de la régulation homéostatique et hédonique de la 

prise alimentaire dans le tronc cérébral, l’hypothalamus et le striatum chez des souris 

CTRL et CYCL juste avant (CTRL-chow et CYCL-chow) ou 1 jour après l’introduction du 

WD (CTRL-WD1d et CYCL-WD1d) (Figures 4 et 5). Dans le tronc cérébral, nous avons pu 

mettre en évidence que des expositions répétées au WD augmentaient l’expression de la 

protéine GFAP, un marqueur des astrocytes, et l’épaisseur de la barrière astrocytaire chez 

les souris CYCL-chow en comparaison aux souris CTRL-chow (Figure 3C et 3D). Au niveau 

du striatum, les expositions répétées au WD entrainaient une augmentation de 

l’expression du gène codant pour la tyrosine hydroxylase (th) et du gène codant pour le 

récepteur des opioïdes µ1 (oprm1) chez les souris CYCL-chow en comparaison aux souris 

CTRL-chow, indiquant respectivement une activation potentielle des systèmes 

dopaminergique et des opioïdes endogènes. Une interaction significative de l’exposition 

répétée au WD et du régime était également observée pour l’expression de certains 

marqueurs de l’inflammation dans l’hypothalamus (il-1β et tnf-α) et le striatum (ccl2) 

indiquant plutôt une diminution de l’expression de ces gènes lors de la réintroduction du 

WD dans le groupe CYCL-WD (Figure 4). Ces données indiquent que l’exposition 
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répétée au WD induit des modifications phénotypiques au niveau des trois zones 

de régulation du comportement alimentaire étudiées, à la fois quand les souris sont 

sous régime chow ou en réponse rapide au changement d’aliment. 

Afin d’investiguer le rôle potentiel du microbiote nous avons ensuite étudié finement 

l’adaptation du microbiote intestinal au WD à la fois chez les souris CTRL (comparaison 

CTRL-chow et CTRL-WD1d) et chez les souris CYCL (comparaison CYCL-chow et CYCL-

WD1d) (Figure 6) et également l’éventuelle mise en place d’un microbiote cicatriciel 

(comparaison CTRL-chow CYCL-chow) (Figure 7A). La diversité β n’était pas modifiée par 

l’exposition répétée au WD que les souris soient sous régime chow ou sous WD. En 

revanche, des modifications plus fines de composition du microbiote ont été observées 

entre les souris CTRL-chow et CYCL-chow avec notamment une augmentation de 

l’abondance relative des Lachnospiraceae chez les souris CYCL-chow en comparaison aux 

souris CTRL-chow. De plus, à l’échelle de l’OTU, 12 OTUs présentaient une abondance 

relative significativement plus élevée et 13 une abondance relative significativement plus 

faible entre ces deux groupes (Figure 7A). Ces changements de composition du microbiote 

étaient accompagnés de changements de son activité avec une augmentation significative 

de la concentration caecale en butyrate chez les souris CYCL-chow par rapport aux souris 

CTRL-chow. L’ensemble de ces résultats confirme donc que des expositions courtes 

et répétées au WD conduisent à un microbiote cicatriciel qui diffère du microbiote 

de souris jamais exposées au WD, même sous régime chow, tant au niveau de sa 

composition que de son activité fermentaire.  

Afin de déterminer si ce microbiote cicatriciel était un inducteur direct de la modification 

de la prise alimentaire durant la période hyperphagique après plusieurs cycles de WD, un 

transfert de microbiote caecal entre des souris donneuses CYCL-chow et CTRL-chow 

(souris ayant reçu ou pas des expositions multiples au WD) a été réalisé vers des souris 

receveuses (traitées au polyéthylène glycol afin de dépléter leur microbiote) n’ayant 

jamais été exposées au WD (groupes MT-CYCL-chow et MT-CTRL-chow) (Figure 9A).  

Durant les 3 semaines qui ont suivi le transfert de microbiote, les souris receveuses ont 

été maintenues sous régime chow. Lorsqu’elles sont passées sous WD, les souris MT-

CYCL-chow avaient une prise alimentaire plus élevée lors de la première heure 

d’exposition que les souris MT-CTRL-chow (Figure 9B), confirmant un rôle de ce 

microbiote cicatriciel dans la modification de la réponse hédonique liée au 

« wanting ». Chez les souris MT-CYCL-chow, la prise de poids à court terme (après 3 jours 

de régime WD) était également significativement plus élevée que chez les souris MT-

CTRL-chow (Figure 9C).  

Pour affiner l’étude du lien entre les modifications des systèmes de régulation du 

comportement alimentaire dans le tronc cérébral, l’hypothalamus et le striatum et les 

modifications du microbiote, nous avons de nouveau utilisé une approche d’intégration 

de données. Deux sous-réseaux de bactéries caecales qui co-évoluaient ensemble et 

étaient fortement abondants chez les souris CYCL-chow étaient corrélés positivement 
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avec plusieurs paramètres centraux. Au sein du premier sous-réseau, 14 OTUs (dont 6 

identifiées en tant que Kineothrix alysoides) étaient positivement corrélées à l’épaisseur 

de la barrière astrogliale dans le tronc cérébral, aux niveaux d’expression géniques d’agrp 

dans l’hypothalamus et de slc6a3 (transporteur de la dopamine) dans le striatum mais 

également aux concentrations caecales en acétate et en butyrate. Au sein du deuxième 

sous-réseau, 6 OTUs (dont 3 identifiées comme Kineothrix alysoides et 2 identifiées 

comme Ruminococcus albus) était corrélées positivement avec les niveaux d’expression 

géniques d’agrp dans l’hypothalamus et d’oprm1 (récepteur opioïdergique) dans le 

striatum mais également positivement avec les niveaux d’expression géniques d’iba1, d’il-

1β et de tnf-α dans l’hypothalamus. Ainsi, cette approche par intégration de données 

nous a à nouveau permis de mettre en évidence des bactéries potentiellement 

impliquées dans le phénotype central et comportemental des souris exposées 

plusieurs fois au WD. Des analyses complémentaires sont cependant à prévoir afin de 

confirmer d’une part le rôle causal du microbiote caecal dans les modifications de la phase 

hyperphagique, l’étude de transfert de microbiote n’ayant été réalisée que sur des 

groupes de 5 souris, et d’autre part afin de mieux comprendre le rôle des sous-réseaux 

bactériens, en lien avec leur activité métabolique dans le phénotype des souris CYCL.  



 

122 

 



 

123 

 



 

124 

 



 

125 

 



 

126 

 



 

127 

 



 

128 

 



 

129 

 



 

130 

 



 

131 

 



 

132 

 



 

133 

 



 

134 

 



 

135 

 



 

136 

 



 

137 

 



 

138 

 



 

139 

 



 

140 

 



 

141 

 



 

142 

 



 

143 

 



 

144 

 

 



 

145 

 



 

146 

 



 

147 

 



 

148 

 



 

149 

 



 

150 

 



 

151 

 



 

152 

 



 

153 

 



 

154 

 



 

155 

 

 



 

156 

 



 

157 

 

 



 

158 

 

 

III. Aspect prédictif de la composition du microbiote vis-à-vis 

de de la prise alimentaire lors de la phase hyperphagique 
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A. Introduction 

 

 

Au cours des deux études précédentes, nous avons montré dans un premier temps que le 

microbiote intestinal était impliqué dans l’élévation du stress oxydant hypothalamique 

précoce induit par la consommation d’un régime WD et pourrait donc participer par cette 

voie à la mise en place de l’inflammation hypothalamique, elle-même liée à la phase 

hyperphagique rencontrée lors du changement de régime [1]. Dans un second temps, 

nous avons montré que la composition et l’activité du microbiote intestinal étaient 

modifiées par plusieurs expositions courtes au WD, sans prise de poids significative des 

animaux, et que ce microbiote cicatriciel participait à l’amplification de la phase 

hyperphagique au fur et à mesure des expositions au régime WD. Ces deux études nous 

ont donc permis de mettre en évidence le rôle des adaptations du microbiote au WD dans 

le comportement alimentaire lors du changement d’aliment. 

L’intensité de la prise alimentaire durant la première semaine qui suit le changement 

alimentaire étant prédictive du phénotype d’obésité à long-terme [2, 3] et le microbiote 

intestinal étant impliqué dans la régulation de la prise alimentaire lors des premiers jours 

sous WD, nous avons voulu évaluer si le microbiote initial des souris pouvait être prédictif 

de la réponse comportementale au changement de régime lors du premier jour de WD. 

Pour cela, nous avons eu accès à des prélèvements de fèces réalisés avant et à différents 

temps après le changement d’aliment sur une cohorte de 30 souris pour lesquelles l’ingéré 
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calorique était mesuré quotidiennement pendant 8 jours. Nous avons ainsi tenté d’évaluer 

les liens entre la composition du microbiote fécal avant la transition alimentaire et 

l’intensité du pic d’hyperphagie lors du premier jour de consommation de WD dans cette 

cohorte. 

 

B. Matériel et méthodes 

1. Animaux 

30 souris C57BL6/J (mâles, 7 semaines, Janvier Labs, France) ont été hébergées 

individuellement en cages classiques avec un cycle 12h-12h. Un régime chow ad libitum 

(2,9 kcal.g-1, lipides : 22,4%kcal) était fourni avant l’introduction d’un WD (4,4 kcal.g-1, 

lipides : 42,5%kcal) pendant 8 jours. Les fèces des souris ont été collectées avant 

changement de régime (D0) puis 1 jour (D1), 2 jours (D2), 5 jours (D5) et 8 jours (D8) 

après introduction du WD (Figure 3.2). L’ingéré alimentaire a été mesuré 

quotidiennement. 

 

 

Figure 3.2. Protocole expérimental de l’expérience. Les souris ont été hébergées 

individuellement. 
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2.  Analyse de la composition du microbiote 

 

Une extraction d’ADN à partir des fèces à l’aide d’un kit commercial (ZD6010, Zymo 

Research) a été réalisée selon les instructions du fabricant. L’ADN extrait a été amplifié 

par PCR (98°C pendant 30 sec ; 25 cycles avec 98°C pendant 10 sec, 45°C pendant 30 sec, 

72°C pendant 30 sec ; stockage à 4°C) spécifique de la région V3-V4 de l’ADNr16S (primer 

sens V3F : 5’-CTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCTACTCCTACGGGAGGCAGCAG-3’ ; 

primer antisens V4R : 5’-

GGAGTTCAGACGTGTGCTCTTCCGATCTTACCAGGGTATCTAATCC-3’ ; enzyme utilisée : 

Phusion® High-Fidelity DNA Polymerase (M0530L, New England Biolabs)). L’intégrité de 

l’ADN amplifié a été vérifiée après migration électrophorétique sur gel d’agarose 2% (50V 

pendant 1h dans un tampon TAE 1X). Les amplicons ont été séquencés sur plate-forme 

(GenoToul, Toulouse, France) avec la technologie Illumina MiSeq. Les séquences obtenues 

ont ensuite été analysées à l’aide du logiciel R [4] : les séquences ont été filtrées et affiliées 

taxonomiquement à l’aide du package dada2 [5], un objet phyloseq [6] a été construit à 

partir des séquences filtrées et affiliées. Enfin, les données ont été normalisées à l’aide de 

la méthode « Geometric Pair Mean Ratios » (GMPR) [7]. Cette méthode de normalisation 

est adaptée à la prise en charge des possibles absences totales d’OTUs dans certains 

échantillons, ce qui peut être rencontré lors de changements drastiques d’environnement 

comme un changement de régime. Une première analyse du microbiote fécal des souris, 

échantillonné à D0, D1, D5 et D8, a été réalisée à l’aide du logiciel R [4] (package phyloseq 

v. 1.30) et de Prism GrapPad (v. 7.0) pour évaluer l’évolution de la diversité α (nombre 

d’espèces uniques, à partir des données raréfiées ; indice d’équitabilité de Shannon à 

partir des données brutes non raréfiées) ainsi que de la diversité β (indice de Bray-Curtis) 

au cours du temps, lors de l’introduction du WD. 

 

3. Analyse statistique 

 

L’ingéré alimentaire quotidien moyen et individuel des souris a été comparé de D0 à D8 

par un test de Kruskal-Wallis suivi d’un test post-hoc de Dunn, les données ne suivant pas 

une loi Normale. 

Afin de déterminer s’il existe un lien prédictif entre la composition du microbiote avant 

introduction du WD et l’ingéré alimentaire lors de la phase d’hyperphagie, deux 

approches statistiques ont été considérées : (i) une séparation des animaux selon leur 

ingéré alimentaire à D1, en considérant des groupes extrêmes en termes d’ingéré (les 10 

souris qui ont le plus fort ingéré et les 10 souris qui ont le plus faible ingéré), avec une 

comparaison de leurs microbiotes à D0 ; (ii) une séparation des animaux selon leur 
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microbiote à D0 à partir de la représentation de la β-diversité, avec une comparaison de 

leur ingéré alimentaire à D1. 

Au cours de la première approche, les souris ont été séparées selon leur ingéré 

alimentaire à D1 en deux groupes extrêmes : les données ne suivant pas une loi Normale 

pour les deux groupes, un test de Mann-Whitney a été réalisé pour déterminer si la 

différence d’ingéré était significativement différente entre eux. Le microbiote des souris 

des deux groupes a ensuite été comparé à l’aide du logiciel R [4] en utilisant le package 

DESeq2 [8] pour une comparaison à l’échelle de l’α-diversité, de la β-diversité et de l’OTU. 

Les OTUs ont été affiliées taxonomiquement à l’aide de l’outil BLAST du NCBI. 

Au cours de la seconde approche, le microbiote des souris aggloméré à l’échelle du genre 

a été clusterisé à partir d’une projection (PCoA) de la β-diversité (indice de Bray-Curtis et 

distance weighted Unifrac) à D0. Ces groupes ont été construits à partir d’une approche 

précédemment publiée [9]. Pour cela, l’algorithme des k-médoïdes (partitioning around 

medoids, PAM) a été utilisé pour déterminer le nombre optimal de clusters à partir de la 

matrice de distance de Bray-Curtis et de weighted Unifrac à l’aide du package R cluster 

(version 2.1.0). En résumé, le nombre de clusters optimal est déterminé avec la méthode 

PAM via la fonction clusGap, basée sur une méthode publiée en 2001 par Tibshirani et al. 

[10].  Pour un ensemble de points, plus on augmente le nombre de clusters 𝑘, plus l’erreur 

𝑊(𝑘) associée, qui représente une mesure de la dispersion entre les échantillons au sein 

d’un même cluster (la distance euclidienne a été utilisée ici), diminue. Cette diminution 

n’est pas linéaire : elle est d’abord forte puis atteint un coude avant de diminuer plus 

doucement, parfois en plateau, lorsque le nombre de clusters 𝑘 augmente. Une façon de 

déterminer visuellement le nombre de clusters idéal est de représenter cette diminution 

de 𝑊(𝑘) en fonction du nombre de clusters 𝑘 et de voir à quel 𝑘 un coude est observé 

(Elbow method). Cette méthode graphique reste cependant arbitraire. Ainsi, le but de 

l’algorithme des k-médoïdes est de déterminer automatiquement le nombre de clusters 

qui correspond à ce coude. Une valeur est calculée en comparant, pour chaque nombre de 

clusters 𝑘, log(𝑊(𝑘)) avec 𝐸 ∗ (log(𝑊(𝑘)), cette dernière valeur correspondant à un 

modèle nul de distribution des échantillons et étant définie après un nombre défini de 

répétitions du calcul (bootstraps, ici 500). Le but est de maximiser l’écart (le « gap ») entre 

ces deux valeurs pour un nombre de clusters 𝑘 défini (méthode « firstSEmax)). Une 

représentation graphique de l’évolution de la valeur du gap en fonction du nombre de 

clusters est alors obtenue : la plus haute valeur correspond au nombre de clusters optimal 

(voir exemple en Figure 3.5A). D’autres méthodes permettent de valider ce nombre. Le 

nombre optimal de clusters a également été déterminé en utilisant l’indice de Calinski-

Harabasz (le rapport entre la variance inter-groupes et la variance intra-groupes, le 

nombre de clusters correspondant au maximum de cet indice étant sélectionné) (voir 

Figure 3.5B). Le nombre de clusters a ensuite été validé par l’indice de silhouette (Figure 

3.5C). L’indice de silhouette correspond, pour chaque point (ici chaque échantillon), à la 

différence entre la distance qui sépare cet échantillon des autres échantillons du même 

cluster et entre la distance qui sépare cet échantillon des échantillons des autres clusters. 
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Plus cette différence est élevée, plus l’échantillon est proche des autres échantillons du 

cluster et plus on peut considérer que le clustering est correct. En revanche, lorsque la 

distance est négative, cela signifie que l’échantillon est plus proche des échantillons des 

autres clusters et que le clustering peut être remis en question [11]. La séparation entre 

clusters a été évaluée d’un point de vue statistique par PERMANOVA à partir des 

coordonnées de PCoA de la diversité β. Les valeurs d’ingéré alimentaire des clusters de 

souris ont ensuite été comparés par Kruskal-Wallis suivi de test post-hoc de Dunn en cas 

de résultat significatif du test. 

 

C. Résultats et discussion 

 

1. Les souris présentaient des profils alimentaires variables dans 

les jours qui suivaient le changement d’aliment 

 

L’ingéré calorique quotidien des souris a été mesuré pendant les 8 jours qui suivaient le 

changement d’aliment. Comme attendu, une hyperphagie pendant les 24 premières 

heures suivant le changement d’aliment a été observée, suivie d’un retour en quatre jours 

à un ingéré calorique similaire à celui précédent le changement d’aliment (Figure 3.2A), à 

l’exception d’une souris qui présentait un pic d’hyperphagie considéré comme un outlier 

à D2 et qui a été donc été éliminée de l’analyse. Cependant, l’intensité du pic 

hyperphagique était variable, de 110% de l’ingéré pré-changement pour la plus faible 

consommatrice à 221% pour la plus forte consommatrice (Figure 3.3B). De même, la 

vitesse de retour à l’ingéré pré-changement était visiblement variable d’une souris à 

l’autre (Figure 3.3B). 

 

2. Le microbiote fécal des souris changeait de composition dès 1 

jour de WD et continuait à évoluer jusqu’à 8 jours de WD 

L’étude de l’évolution des diversités α et β du microbiote fécal des souris a montré que la 

diversité α, que ce soit concernant le nombre d’espèces uniques (Figure 3.4A) ou 

l’équitabilité entre les espèces (indice de Shannon, Figure 3.4B), augmentait dès un jour 

de consommation de WD avant de revenir à un niveau similaire au niveau initial avant 

changement de régime. La diversité β, représentée ici par l’évolution de l’indice de Bray-

Curtis au cours du temps, variait également significativement dès un jour de régime et 

continuait à évoluer jusqu’à 5 jours de consommation de WD avant de se stabiliser jusqu’à 

8 jours (Figure 3.4C). 
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3.  Les petites et grandes consommatrices de WD à D1 

possédaient un microbiote initial légèrement différent 

 

Notre première stratégie pour évaluer le lien entre microbiote initial des souris et 

hyperphagie a consisté à séparer les souris en deux groupes distincts selon leur ingéré 

calorique à D1 et d’analyser ensuite les différences de microbiote entre ces deux groupes 

de souris. L’analyse de l’ingéré alimentaire à D1 a permis de former deux groupes de 10 

souris (les 10 souris qui ont l’ingéré alimentaire à D1, exprimé en %D0, le plus faible 

(groupe « petites ») et les 10 souris qui ont celui le plus fort (groupe « grandes »)) dont 

l’ingéré alimentaire était significativement différent (p<0.0001 après test de Mann-

Whitney) (Figure 3.5A). 

A D1, ces deux groupes de souris ne présentaient pas de différence significative de leur 

diversité α (nombre d’espèces observées (Figure 3.4B) ou indice d’équitabilité de 

Shannon (Figure 3.4C)) ni de leur diversité β (indice de Bray-Curtis, Figure 3.5D). 

Nous avons également analysé à l’échelle de l’OTU les différences de microbiote avant le 

changement d’aliment entre ces deux groupes de souris (Figure 3.5E). Au total, neuf OTUs 

présentaient une abondance significativement différente entre les deux groupes avant 

changement de régime (Figure 3.5E). Le groupe des grandes consommatrices de WD était 

enrichi en deux OTUs de la famille des Lachnospiraceae (Roseburia intestinalis et 

Clostridium scindens), une OTU de la famille des Erysipelotrichaceae (Faecalibaculum 

rodentium) et trois OTUs de la famille des Ruminococcaceae (Anaerotruncus colihominis, 

Eubacterium coprostanoligenes et Oscillibacter ruminantium). Roseburia intestinalis est 

une bactérie productrice de butyrate qui dégrade les fibres du régime [12] avec des effets 

bénéfiques sur l’hôte, tels qu’une diminution de l’inflammation systémique et une 

diminution des risques cardiovasculaires après colonisation chez le rongeur axénique 

[13], il est donc surprenant que son abondance dans le microbiote initial soit positivement 

associée à la prise alimentaire. Clostridium scindens, quant à elle, est une productrice 

d’acides biliaires secondaires qui joue également un rôle protecteur chez l’hôte en 

limitant l’infection par Clostridium difficile [14]. Faecalibaculum rodentium est également 

une bactérie productrice de butyrate, utilisée comme probiotique avec un effet protecteur 

vis-à-vis de l’induction de maladies métaboliques liées à la consommation de WD sur le 

long-terme chez le rongeur [15]. Eubacterium coprostanoligenes a des capacités de 

réduction du taux de cholestérol plasmatique [16] et pourrait donc avoir un rôle 

protecteur vis-à-vis de la mise en place de l’obésité. Enfin, Oscillibacter ruminantium 

possède également un rôle protecteur de l’hôte par la production de butyrate [17] et son 

association positive avec des effets anti-inflammatoires intestinaux [18]. L’effet à très 

court terme de ces bactéries sur l’augmentation de la prise alimentaire au moment de la 

transition au WD reste à confirmer. Trois OTUs de la famille des Lachnospiraceae (deux 

Acetatifactor muris et une Clostridium scindens) étaient significativement plus présentes 
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à D0 dans le groupe des petites consommatrices de WD par rapport au groupe des grandes 

consommatrices. L’enrichissement en Clostridium scindens chez les souris petites 

consommatrices de WD est ici cohérent avec son rôle bénéfique pour l’hôte [14], même si 

son impact sur la prise alimentaire reste à confirmer. Acetatifactor muris est en revanche 

enrichie dans le microbiote intestinal d’individus obèses [19], son éventuel rôle bénéfique 

sur la régulation de la prise alimentaire au moment de l’introduction de WD reste donc à 

confirmer. D’autres prédicteurs tels que l’activité métabolique du microbiote pourraient 

être étudiés pour affiner l’étude de l’aspect prédictif du microbiote sur la prise 

alimentaire.  
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Figure 3.3. Ingéré alimentaire quotidien moyen (A, représenté par la moyenne ± écart-

type) ou individuel (B, une couleur par souris) des souris, exprimé en pourcentage de 

l’ingéré contrôle (sous régime chow) de chaque souris (%D0). Un test de Kruskal-Wallis 

suivi d’un test post-hoc de Dunn a été réalisé entre les jours de régimes en A.  
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Figure 3.4. Evolution de la diversité α (A : nombre d’espèces uniques par échantillon et 

B : équitabilité entre les espèces (indice de Shannon) et de la diversité β (C) en fonction 

du jour de régime (« Day ») (D0 : avant changement de régime ; D1, D5 et D8 : un jour, 

cinq jours et huit jours après introduction d’un WD). Les données en A et B sont 

représentées en moyenne ± écart-type. Les différences entre les groupes ont été 

déterminées après test de Kruskal-Wallis suivi d’un test post-hoc de Dunn (A et B) ou par 

PERMANOVA (C). Deux lettres différentes indiquent une différence significative (p<0,05). 
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Figure 3.5. Voir légende page suivante. 
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Figure 3.5. Différences entre les groupes de souris petites consommatrices de WD à D1 

(groupe « petites ») et grandes consommatrices de WD à D1 (groupe « grandes ») en 

termes de prise alimentaire à D1 (A), de diversité α (nombre d’espèces observées (B) et 

indice d’équitabilité de Shannon (C)), de diversité β (PCoA de Bray-Curtis (D)) et de 

composition à l’échelle de l’OTU de leur microbiote fécal à D0 (E). Pour E, une flèche 

ascendante indique une augmentation de l’abondance de l’OTU correspondante dans le 

groupe des grandes consommatrices tandis qu’une flèche descendante indique une 

diminution de l’abondance de cette OTU dans le groupe des grandes consommatrices, par 

rapport au groupe des petites consommatrices. Un test de Mann-Whitney a été réalisé sur 

les données d’ingéré alimentaire entre les deux groupes et sur l’indice d’équitabilité de 

Shannon, celles-ci ne suivant pas une loi Normale. Le nombre d’espèces uniques par 

échantillon suivait une loi Normale avec homoscédasticité des variances : un test t de 

Student a été réalisé entre les deux groupes. Les différences significatives sont indiquées 

par un astérisque (*) avec **** : p<0.0001. Les OTUs ont été identifiées à l’aide de l’outil 

BLAST du NCBI à partir des séquences de l’ADNr16S. 

 

4.  Séparer les échantillons à D0 selon la composition du 

microbiote intestinal ne permettait pas de les séparer selon 

leur ingéré à D1 

 

Une autre stratégie consistait à déterminer si la composition initiale du microbiote 

intestinal avant changement de régime (caractérisée par la diversité β) permettait de 

prédire l’ingéré alimentaire des souris lors de la phase hyperphagique après introduction 

d’un WD. La méthode utilisée ici, décrite par Carlson et al. [9], consistait à créer des 

groupes de souris par clustering d’après la représentation graphique (PCoA) de la 

diversité β (distance de Bray-Curtis) avant changement d’aliment (D0) puis de comparer 

l’intensité de la prise alimentaire des souris appartenant à ces différents clusters durant 

la phase hyperphagique à D1.  

Le nombre optimal de clusters permettant de séparer les échantillons selon la diversité β 

avant changement de régime a été calculé, à la fois par la méthode des k-médoïdes (Figure 

3.6A) et l’indice de Calinski-Habarasz (Figure 3.6B), avec un gap maximal obtenu pour 

k=3 clusters ainsi qu’un indice de Calinski-Harabasz maximal pour 3 clusters également. 

L’indice de silhouette valide le fait que les échantillons sont bien répartis dans ces trois 

clusters, avec un indice positif pour chacun des échantillons (Figure 3.6C).  Ainsi, un 

cluster (bleu) regroupait 9 souris, un cluster (rouge) regroupait 6 souris et un cluster 

(vert) regroupait 14 souris (Figure 3.6D). L’ingéré alimentaire de ces trois clusters à D1 a 

été comparé par Kruskal-Wallis mais n’a pas montré de différence significative après 

analyse statistique (Figure 3.6E). La même approche a été utilisée avec la distance 

weighted Unifrac, qui prend en compte la phylogénie des OTUs, et a donné le même 
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résultat (résultats non montrés). Les corrélations potentielles entre l’abondance 

normalisée à l’échelle des phyla, des familles et des genres à D0 avec l’intensité de la prise 

alimentaire à D1 ont également été vérifiées par corrélations de Pearson, ou de Kendall 

lorsque les données ne suivaient pas une loi Normale, à l’aide du logiciel R. Ces 

corrélations n’ont donné aucun résultat significatif (résultats non montrés). 
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Figure 3.6. Voir légende page suivante. 
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Figure 3.6. La composition du microbiote fécal avant changement de régime n’est 

pas prédictive de l’ingéré alimentaire lors du premier jour de consommation de WD 

chez la souris. A. Statistique gap représentée en fonction du nombre de clusters 

construits à partir de la PCoA de l’indice de Bray-Curtis à partir des échantillons fécaux 

avant changement de régime. La courbe indique, par sa cassure à k=3 suivie d’un plateau, 

que 3 clusters sont idéaux pour séparer les échantillons. B. Indice de Calinski-Harabasz 

calculé à partir des données de PCoA de l’indice de Bray-Curtis en fonction du nombre de 

clusters testé, avant changement de régime. La valeur maximale de cet indice pour k=3 

confirme que 3 clusters semblent être optimaux pour séparer les échantillons avant 

changement de régime. C. Silhouette obtenue pour chaque échantillon (le numéro de 

souris est indiqué à gauche en ordonnée) lorsque 3 clusters sont sélectionnés. La largeur 

de silhouette étant positive pour tous les échantillons, on peut considérer que le 

clustering est adéquat pour les échantillons avec ces trois clusters. D. Représentation de 

la diversité β (PCoA, Bray-Curtis), en retenant une séparation selon 3 clusters d’après les 

indices précédents, désignés par des couleurs différentes (rouge, vert et bleu) et par des 

ellipses.  Chaque point correspond à une souris (« M ») dont le numéro est indiqué à côté. 

Les pourcentages de variations expliqués par les composants 1 et 2 sont indiqués en 

abscisse et en ordonnée, respectivement. E. Prise alimentaire à D1 (en %D0) des souris 

correspondant aux 3 clusters identifiés. Toutes les données n’étant pas distribuées selon 

une loi Normale, un test de Kruskal-Wallis a été réalisé entre les trois groupes mais n’a 

montré aucune différence significative. 
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Nos deux approches ont donné des résultats légèrement différents mais qui pointent tous 

les deux vers une absence d’effet prédictif majeur du microbiote fécal initial des souris 

sur leur réponse en termes de comportement alimentaire au changement d’aliment. Des 

différences subtiles de microbiote fécal initial ont été observées entre les souris petites 

consommatrices et grandes consommatrices de WD après 1 jour d’introduction du régime 

avec quelques différences de microbiote à l’échelle de l’OTU. L’autre stratégie, qui 

consistait à partir de la représentation de la diversité β du microbiote fécal avant 

changement de régime n’a pas permis de prédire l’ingéré alimentaire à D1. Cette absence 

de différence peut en partie s’expliquer par l’utilisation du microbiote fécal, un microbiote 

qui va constituer un résumé de la composition très variable selon la région concernée du 

microbiote intestinal [20]. L’utilisation des fèces pour déterminer l’évolution du 

microbiote intestinal nous a permis de ne pas sacrifier les animaux et de réduire la 

variabilité qui pourrait être introduite en utilisant plusieurs groupes d’animaux sacrifiés 

aux différents temps. Cependant,  chez la souris et dans d’autres modèles animaux, des 

différences significatives entre le microbiote caecal et le microbiote fécal ont été 

observées [21, 22]. L’utilisation du microbiote caecal pourrait constituer une bonne 

alternative mais ne permet pas de suivi longitudinal de l’évolution de sa composition chez 

un même animal soumis à un changement de régime.  

De plus, l’utilisation ici de 30 animaux n’est probablement pas suffisante pour observer 

de fortes différences statistiques entre les groupes. Les changements de régime sont 

connus pour modifier drastiquement la composition du microbiote, pouvant induire une 

forte variabilité de réponse entre les individus d’une même étude [23], d’où la nécessité 

d’augmenter l’effectif total pour arriver à construire des groupes de taille suffisante 

permettant de distinguer le microbiote de souris qui ont un niveau d’hyperphagie 

différent en réponse au WD [24]. D’autres méthodes d’analyse du microbiote, qui ne sont 

pas basées uniquement sur les différences de diversité, l’ajout de données -omiques ou 

encore la confirmation que les clusters construits ici par le calcul de la puissance de la 

PERMOVA appliquée pourraient permettre de confirmer davantage que la séparation 

appliquée ici est pertinente [25]. Malgré ces limitations, d’autres études montrent que des 

biomarqueurs bactériens potentiels peuvent être identifiés malgré un effectif 

relativement restreint. En effet, une abondance initiale plus élevée d’Akkermansia 

muciniphila était prédictive entre autres d’une amélioration de la sensibilité à l’insuline 

après traitement par un régime hypocalorique, au sein d’un effectif de 49 individus [26]. 

L’efficacité d’un prébiotique chez des patients obèses, l’inuline, dépend en partie de la 

composition et de l’activité du microbiote intestinal initial des individus [27]. Une autre 

étude, avec un effectif de 50 individus, a montré que les individus qui perdaient le moins 

de poids suite à une restriction calorique et en regagnaient le plus possédaient une 

abondance initiale plus élevée en bactéries dans l’ensemble des genres Lactobacillus, 

Leuconostoc et Pediococcus mais la composition du microbiote de façon générale n’a pas 

été identifiée comme un facteur prédictif des paramètres étudiés, de la même façon que 

notre étude n’a pas permis d’identifier des différences de composition générale entre les 
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groupes de souris [28]. Dans une autre étude, la propension à la perte de poids de 78 

individus a été corrélée à l’abondance initiale des membres du phylum des Firmicutes 

[29]. Notre effectif de 30 souris est donc probablement faible pour déterminer si la 

composition initiale générale du microbiote intestinal est prédictive de l’intensité de la 

prise alimentaire après changement de régime. Cependant, les données obtenues avec la 

1ère approche mériteraient d’être confirmées en étant reproduit dans une nouvelle 

cohorte ou  pourraient également être comparés voire agrégés à des données déjà 

publiées , sous réserve que les échantillons aient été traités de façon similaire d’un point 

de vue technique et méthodologique lors de l’analyse des données de séquençage [24]. 

Enfin, on sait aujourd’hui que la composition du microbiote intestinal varie au cours de la 

journée selon le cycle circadien de l’animal et ces variations peuvent jouer un rôle dans 

l’établissement de certaines maladies métaboliques telles que le diabète de type II [30]. 

L’heure d’échantillonnage peut donc être une variable importante : échantillonner à 

heure fixe comme cela a été fait, sans couvrir la totalité du cycle circadien, ne permettrait 

peut-être pas d’observer certaines variations au cours de la journée qui expliqueraient les 

différences d’ingéré alimentaire. De plus, nous avons vu au cours du deuxième chapitre 

de cette thèse que si l’ingéré alimentaire sur les premières 24h d’introduction de WD ne 

variait pas avec le nombre d’expositions au WD, la quantité de calories ingérée durant les 

premières heures variait, en particulier dès 1h de consommation de WD. Il pourrait être 

intéressant d’étudier la réponse des animaux à l’introduction d’un WD en cages 

métaboliques pour évaluer si la composition initiale du microbiote intestinal peut être 

prédictive d’autres paramètres qui caractérisent la prise alimentaire tels que le nombre 

de repas, l’intervalle entre les repas ou encore le volume des repas lors des premières 

heures qui suivent le changement de régime. 

Malgré les différences subtiles de composition du microbiote intestinal qui ont été 

observées entre les petites et grandes consommatrices de WD avant changement de 

régime, il est nécessaire d’approfondir ce type d’étude, notamment avec un effectif plus 

large, pour pouvoir conclure sur un rôle prédictif du microbiote intestinal sur la prise 

alimentaire sous WD. 
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IV. Etude des voies de communication entre le microbiote et 

le cerveau impliquées dans la régulation à court terme de 

l’ingéré alimentaire lors de l’exposition à un régime gras 

et sucré 

 

Nous avons montré dans ce projet de thèse que le microbiote était impliqué dans les 

adaptations des acteurs cérébraux de la régulation de la prise alimentaire lors du passage 

d’un régime standard à un WD. Nous avons vu dans l’introduction bibliographique que 

plusieurs voies de communication entre l’intestin et le cerveau peuvent expliquer l’impact 

du microbiote sur la régulation centrale du comportement alimentaire [1–3]. Cependant, 

les voies de communication intestin-cerveau activées au moment du passage d’un régime 

standard riche en fibres à un WD n’ont pas été identifiées.  

Afin de les identifier, nous avons déplété le microbiote intestinal de souris par un cocktail 

d’antibiotiques à large spectre afin d’étudier la réponse en termes d’ingéré alimentaire 

ainsi que les modifications des acteurs de l’axe microbiote-cerveau dans les jours qui 

suivent le passage à un régime WD. L’utilisation d’un modèle antibiotique a été privilégié 

car il permet d’obtenir une diminution drastique de la flore microbienne en 

s’affranchissant des limites techniques et biologiques du modèle axénique.  

 

A. La déplétion du microbiote intestinal induisait une diminution de 

la diversité α lors du changement de régime 

 

1. Matériel et méthodes  

 

Expérimentation animale : Des souris C57BL6/N mâles âgées de 7 semaines (Charles 

River, France) ont été soumises à un traitement antibiotique (vancomycine 45µg.mL-1, 

streptomycine 1mg.mL-1, ampicilline 1mg.mL-1, colistine 1mg.mL-1) dans l’eau de boisson 

durant 10 jours (n=20, groupe ABX) ou non (n=20, groupe CTRL). Les souris étaient 

hébergées individuellement en cage standard et placées sous régime chow ad libitum, en 

cycle normal 12h/12h (jour à 7h, nuit à 19h), à température (22°C) et humidité 

constantes. La moitié des souris de chaque groupe sont passées d’un régime standard à 

un WD pendant 5 jours (groupes CTRL-WD et ABX-WD) avant euthanasie tandis que 

l’autre moitié a été euthanasiée sous régime standard (groupes CTRL-chow et ABX-chow). 

Analyse du microbiote : Le contenu caecal de souris euthanasiées sous régime standard 

et après 5 jours de WD a été collecté et stocké à -20°C avant extraction de l’ADN bactérien 
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à l’aide d’un kit commercial, selon les instructions du fabricant (Zymo Research D6010). 

La quantité d’ADN bactérien dans chaque échantillon a ensuite été déterminée par qPCR 

sur bactéries totales à l’aide de primers ciblant un motif commun à la plupart des 

bactéries. L’analyse des données de séquençage a été réalisée comme précédemment [4]. 

 

2. Résultats  

 

Nous avons dans un premier temps vérifié que le traitement antibiotique induisait bien 

une diminution significative de la quantité de bactéries dans le contenu caecal.  L’étude 

de la quantité d’ADN obtenue, rapportée en ng.mg-1 de contenu caecal pour chaque 

échantillon, a montré que le traitement antibiotique (ABX-chow) induisait une forte 

déplétion de la quantité d’ADN bactérien sous régime standard par rapport au groupe 

contrôle (CTRL-chow) (Figure 3.7). Le passage au WD a induit une réaugmentation de 

cette quantité d’ADN dans le groupe ABX-WD par rapport à la quantité sous régime 

standard (ABX-chow), mais celle-ci restait significativement inférieure à celle du groupe 

CTRL-WD. Le traitement antibiotique a donc permis de diminuer de façon significative la 

quantité d’ADN bactérien retrouvée dans le caecum des souris, en particulier sous régime 

standard. Une réaugmentation de la quantité d’ADN a été observée pour les souris ABX 

recevant un régime WD : cette réaugmentation peut être le résultat de l’impact du passage 

d’un régime riche en fibres à un régime pauvre en fibres, qui induit une augmentation de 

la densité des selles. Ainsi, les bactéries se retrouveraient plus concentrées dans les 

échantillons sous WD que dans les échantillons sous régime standard, en raison d’une 

hydratation moins importante. On ne peut toutefois pas exclure que la réaugmentation de 

la quantité d’ADN observée sous WD pourrait être due à une favorisation de la croissance 

de bactéries persistantes malgré l’antibiothérapie, grâce au changement de contenu 

luminal induit par le changement de régime. En effet, des études ont montré que 

l’introduction d’un WD pendant un traitement antibiotique pouvait modifier l’activité 

métabolique des bactéries intestinales, suggérant que la nature du régime interagit avec 

l’antibiothérapie pour modifier l’activité du microbiote [5, 6]. Pour maintenir une très 

faible quantité d’ADN bactérien dans les contenus caecaux lors du passage au WD, un 

changement d’antibiothérapie (type d’antibiotique et/ou concentrations), selon les 

bactéries persistantes après traitement, pourrait être envisagé.  

Cette diminution de la quantité d’ADN bactérien était accompagnée d’une modification de 

la diversité bactérienne. La diversité α (mesurée ici par le nombre d’espèces unique et par 

l’indice d’équitabilité de Shannon) n’était pas impactée sous régime standard par le 

traitement antibiotique (ABX-chow par rapport à CTRL-chow). Le traitement antibiotique 

a ainsi potentiellement induit une diminution de la quantité de bactéries sans modifier le 

nombre d’espèces uniques ni l’équitabilité entre les espèces au sein d’un même 

échantillon (Figure 3.7B et 3.7C, respectivement) sous régime standard. Dans le groupe 
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ABX-WD, contrairement au groupe CTRL-WD, le nombre d’espèces uniques et 

l’équitabilité entre les espèces d’un même échantillon étaient significativement 

diminuées. Cela suggère que l’introduction de WD dans un environnement où le 

microbiote a été majoritairement déplété induit un déséquilibre de la diversité 

bactérienne par rapport à la consommation d’un régime chow. 

La diversité β, ou la diversité inter-échantillons, a été calculée à partir de la distance de 

Bray-Curtis (qui prend en compte la composition des échantillons) et de la distance 

weighted Unifrac (qui prend en compte la composition et la phylogénie des échantillons) 

(Figure 3.7D et 3.7E, respectivement). Les différences statistiques entre les groupes ont 

été déterminées par PERMANOVA à partir des matrices de distance. Le changement 

d’aliment a modifié la distance de Bray-Curtis entre les échantillons chez les souris 

contrôle (CTRL-WD vs CTRL-chow) mais pas chez les souris dont le microbiote avait été 

déplété (ABX-WD vs ABX-chow). Aucune différence significative de diversité β (weighted 

Unifrac) n’a été mesurée. Ces différences indiquent que le changement de régime chez des 

souris dont le microbiote est intact (groupes CTRL) a induit un changement de 

composition qui concerne des bactéries phylogénétiquement proches, puisque le 

changement de régime a induit une différence significative de composition seulement si 

on ne prend pas en compte la phylogénie.  
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Figure 3.7. Voir légende page suivante. 
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Figure 3.7. Evolution de la diversité bactérienne sous traitement antibiotique 

(ABX), sous régime standard (Chow) ou après 5 jours de WD (WD). A. Résumé du 

protocole suivi. Quatre groupes de souris (n=10 par groupe) ont subi un traitement 

antibiotique (ABX) ou non (CTRL). Quatre antibiotiques ont été introduits un à un dans 

l’eau de boisson (C : colistine ; V : vancomycine ; S : streptomycine ; A : ampicilline) sur 4 

jours avant un minimum de 10 jours sous traitement complet avant euthanasie. B. 

Concentration en ADN bactérien dans les contenus caecaux de souris traitées (ABX) ou 

non (CTRL) par un cocktail d’antibiotiques. Les mesures ont été faites sous régime 

standard (Chow) ou sous WD. Une ANOVA 2-voies suivie de tests post-hoc de Tukey a été 

effectuée entre les 4 groupes. Deux lettres différentes indiquent une différence 

significative. Les résultats sont exprimés en moyenne ± écart-type standard. C et D. 

Diversité α : nombre total d’espèces uniques (C) et indice d’équitabilité de Shannon (D). 

Un test de Kruskal-Wallis a été effectué entre les groupes. Deux lettres différentes 

indiquent une différence significative entre les groupes. E et F. Diversité β : indice de 

Bray-Curtis (E) et distance weighted Unifrac (F). Deux lettres différentes indiquent une 

différence significative entre les groupes après PERMANOVA. 

 

B. La déplétion du microbiote induit une augmentation du 

rassasiement lors de l’introduction de WD 

 

1. Matériel et méthodes 

 

Mesure de la prise alimentaire en Biodaq : Des mesures plus précises de pattern 

alimentaire ont été réalisées à l’aide d’un système de cages métaboliques (système 

BioDaQ ; Centre des Sciences du Goût et l’Alimentation, Dijon, France). Les souris ont été 

placées en cages métaboliques après 10 jours de traitement antibiotique et alors qu’elles 

étaient encore sous régime standard. Leur comportement alimentaire a donc été mesuré 

sous chow et au moment de la transition vers un WD. 

Prise alimentaire de souris axéniques : Des souris axéniques hébergées individuellement 

en isolateur stérile au sein de l’animalerie axénique ANAXEM (Institut Micalis, Jouy-en-

Josas, France), avec les mêmes paramètres (cycle jour/nuit, conditions de température et 

d’humidité) que lors des deux expériences précédentes ont été soumises à un régime WD 

stérile. Après 1h, la quantité d’aliment WD consommée a été mesurée. 

 

 



 

182 

 

2. Résultats 

Dans un premier temps, l’ingéré alimentaire des souris dont le microbiote a été déplété 

par traitement antibiotique ou pas a été mesuré quotidiennement lors des 5 jours suivant 

le changement de régime (expérience 1). Sous chow ou HFD, les souris sous antibiotiques 

ne présentaient aucune différence d’ingéré alimentaire à l’échelle quotidienne (24h) par 

rapport aux souris contrôle (Figure 3.8A). Compte tenu des résultats du chapitre 2 

montrant que le microbiote influence le comportement alimentaire au cours des 

premières heures qui suivent le passage au WD, une caractérisation précise de la prise 

alimentaire a été réalisée dans un deuxième temps (expérience 2) (Figure 3.8B). Les 

souris ont été placées en cages métaboliques après 10 jours de traitement antibiotique et 

alors qu’elles étaient encore sous régime standard. Leur comportement alimentaire a 

donc été mesuré sous chow et au moment de la transition vers un WD. Aucune différence 

n’a été observée sous régime standard (résultats non montrés). Lorsque la consommation 

de WD était mesurée sur plusieurs jours, l’ingéré alimentaire total quotidien ne variait 

pas (résultats non montrés). En revanche, le nombre de bouts (équivalent d’un repas) 

était significativement plus élevé chez les souris ABX-Biodaq par rapport aux souris 

CTRL-Biodaq lors de la première heure de consommation de WD (Figure 3.8C). La taille 

des bouts tendait (P=0.052) à être diminuée chez les souris ABX-Biodaq par rapport aux 

CTRL-Biodaq (Figure 2D). Les autres paramètres de mesure d’ingéré alimentaire ne 

variaient pas (ingéré calorique total et durée des bouts ; résultats non montrés). Ces 

données suggèrent une augmentation de la motivation à manger qui les entrainerait à 

revenir plus fréquemment se nourrir mais également une augmentation du rassasiement 

chez les souris traitées avec les antibiotiques, induisant des bouts plus petits.  

Afin de vérifier si l’effet observé sur l’ingéré alimentaire juste après l’introduction du WD 

n’était pas dû au mélange d’antibiotiques mais bien à la déplétion du microbiote intestinal, 

l’ingéré alimentaire de souris axéniques (AX-WD) et de souris contrôles conventionnelles 

(CONV-WD) a été mesuré par pesée après une heure d’exposition au WD (expérience 3, 

Figure 3.8E). Sous chow, aucune différence d’ingéré alimentaire n’a été observée entre les 

souris AX-chow et CONV-chow (résultats non montrés). Durant la première heure suivant 

l’introduction du WD, l’ingéré alimentaire des souris axéniques était significativement 

plus faible que celui des souris conventionnelles (Figure 3.8F). Il est difficile de conclure 

sur des différences éventuelles de rassasiement, satiété ou motivation alimentaire car il 

aurait fallu pour cela avoir une analyse du pattern alimentaire pendant cette heure de 

consommation du WD. Cependant, ces résultats corroborent l’hypothèse selon laquelle 

l’absence de microbiote intestinal induit une augmentation du rassasiement qui 

engendrerait une diminution de la prise alimentaire totale sur l’heure de mesure.  

Le contrôle du rassasiement passe notamment par la production de peptides satiétogènes 

tels que la CCK par l’intestin [7, 8]. Une des voies de communication entre le microbiote 

et le cerveau qui pourrait influer sur la prise alimentaire au moment du changement de 

régime pourrait donc être la production de peptides anorexigènes tels que la CCK par les 
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cellules entéroendocrines (EEC). Nous avons donc par la suite investigué la biologie des 

EECs dans l’intestin des souris déplétées ou non pour essayer de comprendre ces 

différences de rassasiement.  
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Figure 3.8. Voir légende page suivante. 
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Figure 3.8. A. Ingéré calorique quotidien des souris de l’expérience 1 avec (ABX) ou sans 

(CTRL) traitement antibiotique avant (chow) et après (D1 à D5, WD) introduction d’un 

WD (en % d’ingéré sous chow). Une ANOVA 2 voies a été effectuée, avec un effet 

significatif du jour de régime mais sans effet significatif du traitement antibiotique ni 

interaction significative entre ces deux facteurs B. Résumé du protocole suivi pendant 

l’expérience 2. Les souris ont été traitées par antibiotiques puis leur ingéré alimentaire a 

été mesuré pendant 1 heure après transition vers un WD en cages métaboliques. C. 

Nombre de bouts (équivalent d’un repas) après une heure de consommation de WD avec 

(ABX) ou sans traitement antibiotique (CTRL) chez les souris de l’expérience 2. D. Taille 

des bouts (en g) après 1 heure de consommation de WD avec (ABX) ou sans (CTRL) 

traitement antibiotique chez les souris de l’expérience 2. E. Résumé du protocole suivi 

pendant l’expérience 3. Des souris axéniques (AX) et leurs contrôles conventionnelles 

(CONV) sont passées d’un régime standard (chow) à un WD pendant 1 heure. F. Ingéré 

alimentaire (g) de souris conventionnelles (Conv-WD) et de souris axéniques (AX-WD) 

après une heure de consommation de WD. Une différence significative est indiquée par 

un astérisque (*) avec * : P<0,05. 
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C. La déplétion du microbiote intestinal induit une surexpression 

des gènes des peptides satiétogènes exprimés par les EEC 

caecales 

 

1. Matériel et méthodes 

 

Différents segments de l’intestin des souris (jéjunum, iléon, caecum et colon) traitées par 

antibiotiques ont été prélevés sous régime standard et après 5 jours de consommation de 

WD chez des souris après une répétition de l’expérience 1 (expérience 4). Ces segments 

ont également été prélevés chez les souris axéniques et leurs contrôles conventionnels de 

l’expérience 3 précédente. Les ARNs ont été extraits en suivant un protocole d’extraction 

des ARNs totaux au TRIzol (Life technologies, référence 15596) selon les instructions du 

fabricant. Après vérification de leur intégrité par migration électrophorétique sur gel 

d’agarose 1%, les ARNs extraits ont été convertis en ADN complémentaires par 

rétrotranscription à l’aide d’un kit commercial selon les instructions du fabricant (Applied 

Biosystems, référence 4368814). Les niveaux d’expression des gènes codant pour les 

principaux peptides satiétogènes produits par les EEC ont été mesurés (gcg, cck, nts et 

pyy) dans chaque segment de l’intestin par PCR quantitative (technologie SYBR Green, 

référence 4309155) (95°C pendant 10 minutes ; 40 cycles à 95°c pendant 15 secondes 

puis 60°C pendant 1 minute ; courbe de fusion à 95°C pendant 15 secondes puis 60°C 

pendant 1 minute ; 95°C pendant 15 secondes et maintien à 4°C). Les séquences des 

amorces utilisées sont disponibles dans le Tableau 1. 

Les éventuels outliers ont été supprimés après un test Q de Dixon avant de comparer 

statistiquement les groupes contrôles aux groupes testés (soit axénique, soit traité avec 

des antibiotiques) pour chaque gène dans chaque région de l’intestin (jéjunum, iléon, 

caecum et colon), sous régime standard. Selon la distribution des données, un test de 

Student ou un test de Mann-Whitney a été effectué.  

 

Gène Amorce sens (5’-3’) Amorce antisens (5’-3’) 

actb ctaaggccaaccgtgaaaag accagaggcatacagggaca 

gcg tacacctgttcgcagctcag ttgcaccagcattataagcaa 

cck agctgatttccccatccaa gcttctgcagggactaccg 

nts agctggtgtgcctgactctc ccagggctctcacatcttct 

pyy cctaccctgccaaaccag ggacatctctttttccataccg 

Tableau 3.1. Séquences des amorces utilisées pour évaluer les niveaux d’expression des 

gènes gcg, cck, nts et pyy dans différentes portions de l’intestin de souris traitées par 

antibiotiques et axéniques ainsi que de leurs contrôles. 
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2. Résultats 

 

Dans le jéjunum des souris traitées par antibiotiques, les niveaux d’expression de cck et 

de pyy étaient significativement diminués d’environ 45% par rapport aux souris contrôle. 

Chez les souris axéniques, seul le niveau d’expression de nts était diminué du même ordre 

de grandeur (45%) par rapport aux souris conventionnelles (Figure 3.9B).  

Dans l’iléon, les niveaux d’expression de tous les gènes (à l’exception d’une tendance pour 

nts chez les souris sous antibiotiques avec P=0,07) étaient diminués de 40 à 60% chez les 

souris sous antibiotiques et chez les souris axéniques par rapport à leurs contrôles 

respectifs (Figure 3.9B). 

Contrairement au jéjunum et à l’iléon, les niveaux d’expression de ces gènes dans le 

caecum augmentait très fortement par rapport aux contrôles respectifs, à la fois chez les 

souris traitées avec les antibiotiques (gcg : +314% ; nts : +235% et cck : +906%) sauf pour 

pyy dont l’expression ne variait pas et chez les souris axéniques (gcg : +565% ; nts : 

+303% ; pyy : +106% et cck : +1618%). Les variations d’expression observées dans le 

colon étaient plus faibles que celles observées dans le caecum et concernaient la cck 

(+31%) chez les souris sous antibiotiques et gcg (+61%), nts (+61%) et pyy (+53%) chez 

les souris axéniques. 

Ainsi, la déplétion du microbiote intestinal sous régime standard par traitement 

antibiotique a induit une forte surexpression de gcg, cck et nts mais pas de pyy dans le 

caecum. Le même pattern de surexpression est retrouvée chez les souris axéniques pour 

ces 3 peptides avec des augmentations plus marquées, ce qui confirme que les variations 

observées sont bien dues à l’absence de microbiote intestinal et non pas au traitement 

antibiotique. De façon intéressante, malgré ces augmentations d’expression, aucune 

différence d’ingéré alimentaire n’était mesurée sous régime chow et seule l’ingestion d’un 

régime WD a permis de mettre en évidence un effet sur la prise alimentaire de ces souris. 

Ceci suggère que les augmentations d’expression drastiques de ces peptides au niveau du 

caecum n’ont pas d’impact sur la régulation de la prise alimentaire sous régime chow ou 

que des compensations au niveau d’autres systèmes de régulation (partie proximale de 

l’intestin, système nerveux central) ont lieu. Il est toutefois intéressant de noter que 

l’expression de cck est diminuée dans le jéjunum des souris dont le microbiote a été 

déplété, c’est-à-dire dans une région de l’intestin où elle augmente le rassasiement son 

rôle n’étant pas connu dans les parties distales. Ainsi, une augmentation de l’expression 

de cck dans les parties distales pourrait compenser cette diminution observée dans le 

jéjunum et maintenir un ingéré alimentaire normal. 

La forte surexpression notamment de la cck, chez les animaux déplétés (antibiotique ou 

axénique) dans les parties distales de l’intestin où elle n’est normalement pas exprimée 
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laisse entrevoir un rôle majeur du microbiote sur la plasticité transcriptionnelle des EEC 

que nous avons voulu explorer davantage. 
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Figure 3.9. Voir légende page suivante. 
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Figure 3.9. A. Résumé du protocole suivi pendant l’expérience 4. Des souris ont été 

soumises (ABX-chow) ou non (CTRL-chow) à un traitement antibiotique à spectre large 

identique à celui utilisé pour les expériences 1 et 2. B. Niveaux d’expression des gènes 

impliqués dans la production de peptides satiétogènes par les EEC dans les différentes 

portions de l’intestin (jéjunum, iléon (ileum), caecum et colon) de souris traitées par 

antibiotiques (ABX-chow) et leurs contrôles (CTRL-chow) et de souris axéniques (AX-

chow) et leurs contrôles (CONV-chow) sous régime standard (expériences 3 et 4). Pour 

chaque gène dans chaque portion de l’intestin, lorsque les données étaient distribuées 

normalement et que les variances entre les groupes contrôles et le groupe testé n’étaient 

pas statistiquement différentes, un T-test a été réalisé. Si les données n’étaient pas 

distribuées normalement et/ou si les variances différaient entre les deux groupes testés, 

un test de Mann-Whitney était réalisé. Les éventuels outliers ont été supprimés après un 

test Q de Dixon. Les différences significatives sont indiquées par un astérisque (* : P<0.05 ; 

** : P<0.01 ; *** : P<0.001 ; **** : P<0.0001). En cas de tendance à une différence (P<0.1), 

la p-value est indiquée. 

 

Deux hypothèses pouvant expliquer cette surexpression spécifique dans le caecum des 

souris déplétées ont été explorées : (i) l’absence de microbiote intestinal induit une plus 

forte prolifération des EEC dans le caecum et/ou (ii) l’absence de microbiote intestinal 

engendre une plus forte différenciation des cellules épithéliales en EEC, de façon précoce 

et/ou tardive lors de la migration des cellules épithéliales le long des cryptes intestinales. 

 

D. L’absence de microbiote intestinal diminue la prolifération des 

cellules épithéliales caecales et induit des modifications de 

leur différenciation en EEC 

 

1. Matériel et méthodes  

 

Marquage Ki67 : Afin de déterminer si l’absence de microbiote intestinal induit des 

modifications de la prolifération des cellules épithéliales, un immunomarquage de Ki67 a 

été effectué sur des coupes de caecum, inclues en paraffine, de souris traitées ou non avec 

des antibiotiques et recevant un régime standard. Pour cela, les échantillons ont été fixés 

dans du paraformaldéhyde (4% dans du PBS 1X) puis inclus en blocs de paraffine avant 

d’être coupés de façon transversale (5µm d’épaisseur). Les coupes ont été déparaffinées 

puis réhydratées dans un automate (Gemini AS Thermo Scientific ; 2x5 minutes dans du 

xylène, 5 minutes dans de l’éthanol 100%, 5 minutes dans de l’éthanol 90%, 5 minutes 
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dans de l’éthanol 80%, 5 minutes dans de l’éthanol 70% puis dans l’eau distillée). Les 

lames ont ensuite été incubées dans du tampon citrate tri-sodium (10mM, pH 6-6,5) 

pendant 40 minutes à 95°C. Les lames ont ensuite été rincées à l’eau distillée 3 fois 

pendant 5 minutes, puis dans du tampon PBS 1X pendant 5 minutes. Un tampon bloquant 

(sérum de cheval 3% (Sigma Aldrich, référence H1270), triton 0.3% (Sigma Aldrich, 

référence T87T87) dilués dans du PBS 1X) a été déposé sur chaque zone de coupe pendant 

une heure et a été suivi de 3 rinçages de 5 minutes au PBS 1X. L’anticorps anti Ki67 (abcam 

ab15580) dilué au 1/200ème dans le tampon bloquant a ensuite été déposé sur chaque 

coupe avant une incubation d’une nuit à 4°C. Après 3 rinçages au PBS1X, les coupes ont 

été incubées avec l’anticorps secondaire (Ozyme, référence 4412S) dilué au 1/200ème 

pendant 2h à température ambiante. Une goutte de milieu de montage contenant du DAPI 

a été déposée sur les coupes (Abcam ab10413).  Les coupes ont été observées au 

microscope (Nikon Eclipse 80i, objectif x20) et des images représentatives sont 

présentées Figure 3.10A. 

Coloration des mucines : Les coupes ont été déparaffinées puis réhydratées comme décrit 

précédemment avant d’être plongées successivement dans un bain d’acide acétique 3% 

(1min), de bleu d’Alcian 1% (10min ; référence 87023 Thermo Scientific), d’acide acétique 

glacial 3% (1min, référence 1 00063 1000 VWR), d’eau distillée (2 bains de 2min), d’acide 

per-iodique 0,5% (5min ; référence 053K5206 Sigma), d’eau distillée (2min), d’acide 

périodique et de réactif de Schiff (10min ; 87023 Thermo Scientific), de métabisulfite de 

sodium (3 bains de 1min ; référence 27 920 295 VWR) et d’eau distillée (2 bains de 2min). 

RT-PCR : Les niveaux d’expression de facteurs de différenciation précoces, intermédiaires 

et tardifs ont été déterminés dans ces échantillons par qPCR (technologie Taqman avec le 

Taqman PreAmp Master Mix (Thermo Fisher Scientific) ; 50°C pendant 2 minutes, 95°C 

pendant 10 minutes ; 40 cycles à 95°C pendant 15 secondes puis 60°C pendant 1 minute) 

(Figure 3.11, liste des amorces en Tableau 3.1). 
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Gène Technologie Amorce sens (5’-3’) (SYBR) Amorce antisens (5’-3’) 
(SYBR) 

AOD (TaqMan) 

math1 TaqMan - - Mm00476035_s1 
hes1 TaqMan - - Mm01342805_m1 
neurog3 TaqMan - - Mn00437606_s1 
pax4 TaqMan - - Mm01159036_m1 
pax6 TaqMan - - Mm00443081_m1  
insm1 TaqMan - - Hs00357871_s1 
arx1 TaqMan - - Mm00545903_m1 
neurod1 TaqMan - - Mm01946604_s1 
isl1 SYBR AGCAACCCAACGACAAAACT  CCATCATGTCTCTCCGGACT   - 
etv1 SYBR CCCAGAGATTTTGCATATGACTC  GCCTTCTGTTCTGCTTGGA - 
trim35 SYBR TATGAGGCCATTGCCAAGCA GCGTTTTCGGCTCTTGTGTT - 
hoxb9 SYBR AAAGTGATGAGCCTCGCTCC  GGCGTCTGGCTAGGTTACAG - 
crip1 SYBR CCTTCTAGCTGCAGCCACTT  TAGGGCTTGCCTTCATGCTC - 
peg3 SYBR TTTGGAGACAACTGGCAAGA  TGATCAACTGATCTCCCCTTG - 
nr4a2 SYBR TCAGAGCCCACGTCGATT  TAGTCAGGGTTTGCCTGGAA - 
sox4 SYBR ACAGCGACAAGATTCCGTTC GTCAGCCATGTGCTTGAGG - 

Tableau 3.2. Références (Assay-on-Demand, AOD pour les séquences amplifiées par technologie 

TaqMan et séquences des amorces sens et antisens pour les gènes amplifiés par technologie SYBR) 

des amorces pour les gènes codant les facteurs de transcription impliqués dans la différenciation 

des cellules épithéliales intestinales en EEC. 

 

2. Résultats 

 

La diminution de l’immunomarquage positif à Ki67 dans le caecum des souris dont le 

microbiote a été déplété via les antibiotiques suggère une diminution de la prolifération 

cellulaire dans l’épithélium caecal de ces souris (Figure 3.10A). La surexpression de gcg, 

cck et nts observée chez ces animaux n’est donc pas causée par une augmentation de la 

prolifération cellulaire. 
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Figure 3.10. Immunomarquage de Ki67 (A, vert), un marqueur de prolifération cellulaire, 

et coloration des mucines (B) sur coupe de caecum de souris CTRL (CTRL-chow) ou 

traitées par antibiotiques (ABX-chow). L’acquisition a été réalisée au microscope (Nikon 

Eclipse 80i), au grossissement x20. 
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La surexpression de gcg, cck et nts rencontrée dans le caecum des souris dont le 

microbiote était déplété (Figure 3.9) pourrait être due à des modifications des processus 

de différenciation des cellules épithéliales intestinales. Nous avons donc mesuré les 

niveaux d’expression des facteurs de transcription dans le caecum de ces animaux. La 

déplétion du microbiote intestinal par traitement antibiotique a induit une augmentation 

des niveaux d’expression de neurog3 (+20%), insm1(+27%), sox4 (+93%), pax4 (+86%) 

et isl1 (+44%) dans le caecum des souris sous régime standard. A l’inverse, une 

diminution des niveaux d’expression de crip1 (-34%), de neurod1 (-19%) et de hoxb9 (-

22%) a été mesurée après traitement antibiotique (Figure 3.11B). 

Ces modifications d’expression de facteurs de transcription impliquent essentiellement 

des facteurs intermédiaires voire transitoires impliqués dans la différenciation des EEC, 

suggérant une potentielle réorientation du devenir des cellules déjà engagées dans le 

lignage sécrétoire (post math1) vers les EECs au dépend des cellules de Paneth et des 

cellules caliciformes (Figure 3.11A). Afin de vérifier cette hypothèse, nous avons réalisé 

des colorations des mucines pour évaluer l’effet de la déplétion sur le nombre de cellules 

à mucus dans le caecum (Figure 3.10B). La déplétion du microbiote entraînait 

effectivement une diminution du nombre de cellules à mucus caecales. Ainsi, la déplétion 

du microbiote par les antibiotiques semble orienter la différenciation cellulaire vers les 

EEC au détriment des cellules caliciformes.  

Parmi les facteurs de transcription tardifs dont le niveau d’expression était modifié 

(hoxb9, isl1 et crip1) en réponse à l’absence de microbiote, isl1 est un facteur de 

transcription qui a été identifié comme étant impliqué dans la régulation de l’expression 

de gcg et cck [9]. L’augmentation de son expression dans les souris ABX est donc cohérent 

avec le profil de surexpression de cck et gcg observé chez ces souris dans notre étude. En 

revanche, la diminution des niveaux d’expression de hoxb9 et de crip1 suggère une 

diminution de la différenciation des EEC en cellules L et N, ce qui supposerait une 

diminution de l’expression des gènes codant GLP-1 et NT, cette fois-ci à l’inverse de nos 

observations. Toutefois, de nombreuses études ont montré que les cellules L, sécrétant 

majoritairement le GLP-1, sont capables de co-exprimer plusieurs peptides dont PYY, NT 

et la CCK chez la souris [10–14]. Nous émettons donc l’hypothèse que l’augmentation 

simultanée de l’expression de gcg, nt et cck est le reflet de leur co-expression dans les 

mêmes EECs du caecum des souris dont le microbiote intestinal a été déplété. Nous avons 

vérifié cette hypothèse en analysant par marquage immuno-histochimique les co-

expressions de GLP-1 et CCK dans le caecum des souris contrôle et ABX. 
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Figure 3.11. Détermination des niveaux d’expression de facteurs de transcription des 

cellules épithéliales intestinales en EEC dans le caecum de souris traitées (ABX) ou non 

(CTRL) par antibiotiques, sous régime standard. A. Schéma résumant les différents 

facteurs de transcription dont les niveaux d’expression ont été déterminés au cours de 

cette expérience. B. Niveaux d’expression des facteurs de transcription. Lorsque les 

données suivaient une distribution Normale avec homoscédasticité des variances, un test 
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T de Student était réalisé pour évaluer la différence entre CTRL et ABX. Sinon, un test de 

Mann-Whitney était mené. Un astérisque (*) indique une différence significative entre 

CTRL et ABX avec * : P<0,05 et ** : P<0,01. 

 

E. La déplétion du microbiote intestinal induit une modification 

du motif d’expression protéique de GLP1- et de CCK par les EEC 

caecales 

 

1. Matériel et méthodes 

 

Des coupes de caecum des souris incluses en paraffine ont été déparaffinées comme décrit 

précédemment (paragraphe D.1). Une première incubation avec un anticorps primaire 

(GLP-1 : souris, abcam référence ab23472 dilué au 1/400ème ; PYY : chèvre, Santa Cruz 

Biotechnology, Dallas, référence sc47318 dilué au 1/50ème ; CCK : lapin, Santa Cruz 

Biotechnology, Dallas, référence sc2037 dilué au 1/100ème) a été réalisée pendant 16 

heures à 4°C dans du sérum d’âne (1%, dilué dans du PBS 1X). Après rinçages au PBS 1X, 

les coupes ont été incubées dans l’anticorps secondaire approprié pendant 1 heure à 

température ambiante (Thermofisher Scientific ; anti-souris : Alexa Fluor 488y dilué au 

1/700ème ; anti-chèvre : Alexa Fluor 647y dilué au 1/500ème ; anti-lapin : Alexa Fluor 555-

conjugated donkey dilué au 1/750ème). 

 

2. Résultats 

 

Afin de déterminer si l’absence de microbiote intestinal induisait des modifications du 

motif d’expression de certains peptides satiétogènes dont les niveaux d’expression 

étaient surexprimés, des double-immunomarquages GLP-1/CCK et GLP-1/PYY ont été 

réalisés sur des coupes de caecum de ces souris traitées ou non avec des antibiotiques. 

La densité totale de cellules CCK+ dans le caecum ne variait pas entre le groupe CTRL et 

le groupe ABX, avec toutefois une tendance à l’augmentation de la densité des cellules 

CCK+/GLP-1+ dans le groupe ABX par rapport au groupe CTRL (p=0,08) (Figure 3.12B). 

En parallèle, la densité totale de cellules GLP-1+ ne variait pas entre les deux groupes 

(Figure 3.12C). La forte surexpression caecale de cck et de gcg observée dans le groupe 

ABX ne s’explique donc pas par une augmentation de la densité totale de cellules CCK+ ou 

GLP-1+. Une augmentation de synthèse de GLP1 et CCK dans des cellules déjà GLP1+ et 
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CCK+ n’a pas été évaluée ici par l’intensité du marquage mais est cependant possible. En 

revanche, la déplétion du microbiote a induit une modification de la spécialisation tardive 

des EECs caecales, en particulier en ce qui concerne la co-expression protéique de GLP-1 

et de CCK qui a tendance à être augmentée en absence de microbiote intestinal. Ces 

résultats suggèrent que le microbiote intervient dans la différenciation tardive des EECs 

et peuvent ainsi être cohérents avec certaines modifications des niveaux d’expression des 

facteurs de transcription impliqués dans cette différenciation tardive. En raison de 

problèmes de croisement d’anticorps, nous n’avons pas pu faire de triple voire quadruple 

marquages. Nous avons cependant prévu de vérifier les triple-ou quadruple expressions 

de GLP-1, CCK, PYY et NTS par hybridation in situ pour compléter ces résultats.  

Nous avons ensuite cherché à identifiés les facteurs d’origine bactérienne influençant le 

remodelage des profils d’expression des peptides dans les EECs du caecum des souris 

ayant un microbiote appauvri. 
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Figure 3.12. A. Exemple de cellule entéroendocrine doublement marquée GLP-1+ (vert, à 

gauche) et CCK+ (rouge, au milieu avec le merge en jaune à droite). B. Densité des cellules 

CCK+ dans le caecum de souris CTRL et ABX. C. Densité des cellules GLP-1+ dans le caecum 

des souris CTRL et ABX. 
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F. Les AGCC seuls ne sont pas à l’origine des modifications 

d’expression génique de gcg, cck, nts et pyy en absence de 

microbiote intestinal 

 

1. Matériel et méthodes 

 

AGCCs : Après extraction à l’acide phosphotungstique, les AGCCs ont été séparés sur 

colonne chromatographique en phase gazeuse (Agilent 6890, France) [15].  

Acides biliaires : Après préparation des contenus caecaux [16], la composition à partir 

d’un catalogue de 28 acides biliaires fécaux a été déterminée par spectrométrie de masse 

couplée à une chromatographie à haute pression en phase liquide (HPLC MS/MS) ([16], 

Faculté de médecine Pierre et Marie Curie – Site Saint-Antoine). 

Cultures cellulaires : Les cellules STC-1 ont été maintenues dans un milieu riche (DMEM 

avec glucose (25mM) et GlutaMAX (Gibco, référence 61965)) supplémenté avec 17.5% de 

sérum de veau fœtal et 1% d’antibiotiques (pénicilline/streptomycine). La capacité des 

cellules à réguler l’expression de cck, nts et gcg en réponse à un stimulus chimique 

(comme par exemple les AGCCs) a été testée sur des cellules à 80% de confluence dans un 

milieu DMEM pauvre en glucose (1mM) (Figure 3.15A). Ce milieu a également été utilisé 

comme contrôle négatif (Figure 3.15B). Un milieu riche en glucose (25mM) supplémenté 

en forskaline (10µM) et isobutylmethylxanthin (IBMX, 10µM), connu pour favoriser 

l’expression des peptides, a été utilisé comme contrôle positif. Un milieu de test pauvre 

en glucose (1mM) correspondant à la condition du groupe CTRL (contenant un ratio de 

butyrate (2mM), propionate (0,7mM) et acétate (4mM)), un milieu de test pauvre en 

glucose (1mM) correspondant à la condition du groupe ABX (contenant un puits avec 

acétate seul à faible concentration (1mM)) et un milieu pauvre en glucose contenant de 

l’acétate seul à concentration équivalente au groupe CTRL (4mM)) ont été testés. Après 

24h d’incubation à 37°C sous atmosphère à 5% de CO2, les cellules ont été récupérées 

dans le TRIzol avant extraction des ARNs totaux, RT et qPCR pour évaluer les niveaux 

d’expression de gcg, cck, nts et pyy selon le protocole décrit précédemment (paragraphe 

E.1). 

 

2. Résultats 

 

Des facteurs issus des activités métaboliques du microbiote ont été montrés comme 

pouvant réguler l’expression et la sécrétion des peptides gastro-intestinaux dont CCK, 
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GLP-1 et NT [17–24]. Parmi ces facteurs, les AGCCs et les acides biliaires ont largement 

été décrits comme étant de potentiels activateurs ou inhibiteurs, dans le cas de certains 

acides biliaires secondaires, de l’expression de certains de ces peptides et notamment de 

GLP-1 dont la régulation en réponse au microbiote a été la plus largement étudiées. Dans 

un premier temps nous avons donc caractérisé les AGCCs et les acides biliaires caecaux 

des souris contrôles et des souris ayant eu un traitement antibiotique. 

Les concentrations en butyrate, acétate, propionate et en AGCCs totaux dans le contenu 

caecal des souris diminuaient drastiquement après traitement antibiotique, jusqu’à 

disparaître pour le butyrate et le propionate (Figure 3.13A). Une telle diminution n’est pas 

surprenante : la forte diminution de la quantité de bactéries dans le caecum (Figure 3.7B) 

a induit une diminution des AGCCs normalement produits par les bactéries présentes dans 

l’intestin distal à partir des fibres non digestibles du régime [25, 26]. La disparition du 

butyrate et du propionate suite au traitement antibiotique se traduit, en plus de leurs 

faibles concentrations, par une proportion d’acétate qui atteint presque 100% dans le 

contenu caecal des souris, par rapport aux souris contrôles dont les quantités d’AGCC et la 

variété était plus grande (acétate (62%), butyrate (24,8%), propionate (10,5%) et iso-AGCC 

(2,7%)) (Figure 3.13B). 

Dans un deuxième temps, le profil d’acides biliaire a été réalisé à partir des contenus 

caecaux. Une diminution significative de la concentration totale en acides biliaires 

primaires (non métabolisés par le microbiote) et une quasi-disparition des acides biliaires 

secondaires ont été observées après déplétion du microbiote intestinal (Figure 3.14A). 

Malgré la diminution des quantités totales des deux grandes familles d’acides biliaires, une 

forte proportion d’acides biliaires primaires a été mesurée après traitement antibiotique 

(Figure 3.14B). Les deux acides biliaires primaires majoritaires dans le contenu 

caecal après traitement antibiotique étaient l’acide β-muricholique et l’acide 

déoxycholique. 
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Figure 3.13. Concentrations (A) en µmol.g-1 de contenu caecal) et proportions (B) en AGCC 

mesurées dans les contenus caecaux des souris traitées par antibiotiques (ABX-chow) par 

rapport aux souris contrôles (CTRL-chow) (expérience 1), de contenu caecal.  
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Figure 3.14. Concentrations (A) et proportions (B) des acides biliaires (légende 

commune aux deux panels) mesurées à partir des contenus caecaux de souris des groupes 

CTRL-chow et ABX-chow (expérience 1). 
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Nous avons donc montré des changements majeurs dans le profil de certains métabolites 

microbiens présents dans le contenu de caecum des souris après traitement antibiotique. 

Afin de déterminer si ces métabolites étaient capables de réguler l’expression des gènes 

gcg, cck et nts, nous avons utilisé un modèle murin d’EEC, les STC-1, cultivées in vitro. Nous 

avons testé les deux hypothèses suivantes : 1-L’acétate seul à faible concentration (en 

l’absence de butyrate et propionate) active-t-il l’expression de gcg, cck et de nts, sans influer 

sur celle de pyy ? et 2- Le mélange acétate/butyrate/propionate inhibe-t-il l’expression de 

de gcg, cck et nts, sans moduler l’expression de pyy ? 

 

  



 

204 

 

 

Figure 3.15. A. Schéma résumant comment les cellules STC-1 ont été maintenues et 

préparées aux tests en présence d’AGCC. B. Résumé des conditions de culture 

correspondant aux deux hypothèses testées à partir de la détermination en AGCC du 

contenu caecal de souris sous antibiotiques. Le contrôle positif (riche en glucose) 

correspond à la condition en milieu DMEM avec glutaMAX avec 25mM de glucose, 10µL de 

forskalin et 10µm d’IBMX. Le contrôle négatif, ou milieu pauvre en glucose, correspond au 

milieu DMEM avec 1mm de glucose.  
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Le contrôle positif a bien induit l’expression de gcg. La culture des STC-1 en présence 

d’acétate seul, indépendamment de sa concentration dans le milieu, n’a pas permis 

d’induire de surexpression de gcg, cck et de nts, contrairement à l’hypothèse de départ 

(Figure 3.16A, 3.16B et 3.16C). La culture des STC-1 en présence d’un ratio 

acétate/butyrate/propionate similaire à celui retrouvé dans le contenu de caecum des 

souris CTRL-chow a entraîné une surexpression de cck (Figure 3.16B) mais pas de gcg 

(Figure 3.16A) ni de nts (Figure 3.16C). Cette surexpression, contraire à l’hypothèse selon 

laquelle le ratio d’AGCC n’induit pas de surexpression de ces trois gènes, semble 

essentiellement due au butyrate seul, mais cette hypothèse devra être confirmée avec des 

effectifs plus importants. Ainsi, la culture des STC-1 en présence d’AGCC n’a pas permis 

de confirmer les deux hypothèses de départ. Ceci suggère que les AGCC ne sont pas 

impliqués, dans ce modèle cellulaire et en l’absence d’autres facteurs luminaux, dans la 

surexpression simultanée de gcg, cck et nts observée in vivo après traitement antibiotique. 

Nous avons cependant montré ici que les AGCC et plus particulièrement le butyrate sont 

des activateurs potentiels de l’expression de la CCK. Il a été au préalable montré dans 

d’autres lignées d’EEC que le propionate est un activateur de l’expression de la CCK [18]. 

Ces résultats inattendus semblent contradictoires avec nos données obtenues in vivo. On 

peut se demander pourquoi dans le caecum des souris (souris CTRL-chow) où les AGCC, 

et notamment le butyrate, sont en fortes concentrations l’expression de la CCK est 

réprimée. Ces données suggèrent qu’il existe potentiellement dans le caecum des souris 

CTRL-chow des facteurs inhibant l’expression de certains peptides, dont la CCK, et 

potentiellement répriment certains stades de la différentiation des EECS.  

Le dosage de ces peptides dans la circulation sanguine pourrait permettre d’évaluer si ces 

peptides sont sécrétés afin d’explorer plus avant les conséquences physiologiques de leur 

surexpression dans les régions distales du tube digestif. Il a été montré que le taux de GLP-

1 dans le sang portal était significativement augmenté chez des souris axéniques ou 

traitées par antibiotiques par rapport à leurs contrôles conventionnels, ce qui a pour effet 

de diminuer la vitesse du transit intestinal [27]. Une augmentation du taux de CCK 

circulant pourrait aussi être associée à sa surexpression et pourrait également participer 

à une diminution de la vitesse de transit en réponse à l’absence de métabolites produits 

par le microbiote intestinal [28]. Ainsi, la surexpression de ces peptides pourrait aussi 

avoir un rôle dans la récupération d’énergie à partir du contenu luminal en diminuant la 

vitesse de transit, par exemple en se fixant sur des récepteurs présents dans les cellules 

du tractus digestif. 

D’autres éléments du contenu luminal pourraient être impliqués dans la surexpression de 

gcg, cck et nts ainsi que dans la modification du motif d’expression des peptides 

correspondants. Par exemple, les acides biliaires constituent de bons candidats. En effet, 

les acides biliaires primaires sont capables de se fixer sur le récepteur nucléaire farnesoid 

X receptor présent dans les EECs, entrainant une diminution de l’expression de gcg [21]. 

Une faible concentration d’acides biliaires primaires pourrait empêcher l’inhibition de 

l’expression de gcg par l’action de FXR et expliquer l’augmentation de l’expression de gcg 
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dans le caecum des souris ABX-chow. Les régulations de l’expression de la cck et de la nts 

par FXR n’ont pas été étudiées mais pourraient éventuellement être similaires. Ainsi, la 

forte surexpression de gcg, cck et nts pourrait correspondre à un état basal des EEC qui 

serait modifié par la présence de métabolites bactériens. Il serait donc intéressant de 

déterminer une condition activatrice de l’expression de ces trois gènes pour ensuite tester 

différents métabolites bactériens, tels que les AGCC retrouvés en conditions contrôle ou les 

acides biliaires secondaires (séparément puis ensemble) pour vérifier s’ils sont capables 

d’inhiber l’expression de ces gènes.  

Enfin, une dernière hypothèse serait que des facteurs activateurs de l’expression des 

peptides seraient présents dans le contenu de caecum des souris sous antibiotiques. Afin 

de tester cette hypothèse, des cellules STC-1 pourraient être exposées à des eaux caecales 

issues de souris ABX, voire axéniques, et de souris CTRL afin de déterminer si l’absence de 

microbiote intestinal conduit à la présence d’éléments (notamment ceux issus du régime 

qui n’auraient pas été métabolisés par le microbiote) dans le contenu caecal qui permettent 

d’activer l’expression de ces peptides.  

D’autre part, le modèle murin STC-1 utilisé, qui provient d’une tumeur intestinale, pourrait 

ne pas correspondre totalement aux cellules rencontrées dans le tissu caecal. L’utilisation 

d’autres types d’EEC voire d’organoïdes caecaux en culture cellulaire pourrait permettre 

de compléter ces résultats et d’identifier les facteurs du contenu luminal qui engendrent 

cette triple surexpression de gènes codant pour les peptides anorexigènes en l’absence de 

microbiote.  

Ainsi, un mécanisme de communication entre le microbiote et le cerveau qui implique une 

modification de l’expression et du motif d’expression de peptides anorexigènes produits 

par les EEC peut être envisagé comme étant impliqué dans la régulation précoce de la prise 

alimentaire lors de l’introduction d’un WD. Le microbiote intestinal, via des facteurs encore 

non identifiés, est en effet capable de modifier la plasticité transcriptionnelle des EEC ainsi 

que leur différenciation. Cependant, malgré la forte surexpression des peptides 

anorexigènes, la prise alimentaire n’est que légèrement modifiée avec une augmentation 

du rassasiement sans diminution de la prise alimentaire quotidienne. Le rôle de la 

surexpression de ces peptides dans les parties distales de l’intestin est ainsi questionné et 

la modification du microbiote intestinal apparaît ici davantage comme un outil permettant 

d’investiguer leur biologie le long du tube digestif et plus particulièrement dans les régions 

distales du tube digestif. 
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Figure 3.16. Niveaux d’expression des gènes gcg (A), cck (B), nts (C) et pyy (D) dans les 

EEC murines (STC-1) en culture. Le groupe CTRL+ correspond à des cellules cultivées en 

présence d’un milieu contrôle riche en glucose (25mM) avec forskaline (10µM) et IBMX 

(10µM) (n=11) ; le groupe CTRL- correspond à des cellules cultivées dans un milieu pauvre 

en glucose (1mM) (n=11) ; le groupe A/B/P correspond à des cellules cultivées dans un 

mélange d’acétate (4mM), de butyrate (2mM) et de propionate (0,7mM) (n=8) ; le groupe 

A (4x) et A (1X) correspond à des cellules cultivées dans d’acétate seul à une concentration 

de 4mM (A (4X), n=3) ou de 1mM (A (1X), n=5) ; les groupes B et P correspondent 

respectivement à des cellules cultivées dans de butyrate seul à 2mM (B, n=2) ou de 

propionate seul à 0,7mM (P, n=2) pendant 24h à 37°C 5%CO2. Un test de Kruskal-Wallis 

suivi d’un test de Dunn lorsque celui-ci avait un résultat statistiquement significatif a été 

réalisé entre les groupes en excluant les groupes « butyrate » (B) et « propionate » (P) en 

raison de l’effectif trop faible. Deux lettres différentes indiquent une différence significative 

(p<0,05). 
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CHAPITRE 4 
DISCUSSION 
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I. Le microbiote intestinal a un impact sur la régulation de 

la prise alimentaire sous WD 

  

L’objectif principal de ce projet de thèse était de déterminer si le microbiote intestinal, 

par sa composition et/ou son activité, avait un rôle sur la régulation de la prise 

alimentaire à court terme lors de l’introduction d’un WD. L’hypothèse principale à vérifier 

était que les variations de composition ou d’activité métabolique du microbiote intestinal 

pendant le changement de régime influaient sur la phase d’hyperphagie transitoire et/ou 

le retour à l’homéostasie énergétique qui suit la consommation de WD chez le rongeur 

(rat ou souris).  

 

A. Reproductibilité des changements de microbiote suite à 

l’introduction d’un WD 

 

Au cours de mon travail de thèse, plusieurs expériences ont été menées au cours 

desquelles la composition, et parfois l’activité, du microbiote intestinal (caecal ou fécal) 

ont été analysées (Tableau 4.1). Dans un premier temps, les différences de composition 

du microbiote intestinal avant changement de régime ont été évaluées entre les 

différentes expériences pour déterminer leur similitude ainsi que la capacité de cette 

composition à prédire la réponse à l’introduction du WD. Dans un second temps, les 

différences d’évolution en termes de composition et/ou d’activité métabolique du 

microbiote intestinal en réponse au WD ont été comparées entre certaines expériences. Il 

est important de noter que toutes les données ont été analysées bioinformatiquement 

avec les mêmes paramètres de nettoyage des séquences initiales, d’affiliation 

taxonomique et de normalisation. Les différences ou similitudes observées ne sont donc 

pas dues à une différence de méthodologie à ce niveau. 

 

1. La composition du microbiote initial était comparable entre les 

expériences et pourrait être prédictive de la réponse au 

changement de régime 

 

Comparer la diversité α, à la fois le nombre d’espèces observées par échantillon et 

l’équitabilité entre les espèces au sein de l’échantillon (indice de Shannon), au sein des 

microbiotes initiaux des animaux sous régime chow, démontre que la diversité α à l’état 

initial n’est pas similaire entre les espèces considérées (rat ou souris) et qu’elle est 
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significativement plus basse dans les échantillons fécaux par rapport aux contenus 

caecaux (Figure 4.1). Malgré ces différences, il est intéressant de noter que la diversité α 

reste comparable si on considère la même espèce et le même type d’échantillon (contenu 

caecal), même entre des expérimentations réalisées dans des animaleries différentes (cf. 

Tableau 4.1). De la même façon, à l’échelle du phylum, des variations étaient constatées 

entre les expériences (Figure 4.2A), cette fois-ci indépendamment du type d’échantillon 

ou de l’espèce considérée. Une majorité de Firmicutes était retrouvée dans les 

échantillons de toutes les expériences, avec une plus faible proportion de Bacteroidetes 

et une faible abondance de Proteobacteria. Cette répartition à l’échelle du phylum est 

similaire avec celle des nombreuses autres études publiées, qui montrent également une 

majorité de Firmicutes et de Bacteroidetes que ce soit chez le rongeur ou chez l’Homme 

[253, 254, 395]. A l’échelle de la famille (Figure 4.2B-F), les mêmes familles majoritaires 

étaient également retrouvées dans nos différentes expériences avec notamment une large 

proportion de Lachnospiraceae, Lactobacillaceae, Muribaculaceae et Ruminococcaceae. A 

l’échelle de la famille, les différences les plus importantes étaient retrouvées pour les 

familles les moins abondantes au sein des échantillons. C’est finalement essentiellement 

à une échelle taxonomique inférieure, notamment à l’échelle du genre, que les différences 

étaient les plus fortes entre individus et entre les expériences. Cette variabilité peut être 

due à l’espèce étudiée (rat ou souris) [396], aux différents régimes chow utilisés, aux 

différentes animaleries [397] et/ou au type d’échantillon (fèces ou contenu caecal, [398]). 

Par exemple, l’utilisation d’un régime irradié dans l’expérience 2 de la partie I (chapitre 

3) pourrait ainsi expliquer la légère baisse de diversité α (Figure 4.1A) par rapport aux 

autres échantillons issus de contenu caecal de rat [397]. Malgré cette variabilité de 

composition au niveau du genre, une activité métabolique commune en réponse à un 

même type de régime (chow ou WD) peut être supposée. En effet, la variabilité 

phylogénétique permet finalement de limiter la variabilité de l’activité métabolique, 

comme montré entre individus sains chez l’Homme [399, 400]. De plus, l’intégration de 

données menée dans le dans le chapitre 3 partie I a permis d’associer de nombreuses 

OTUs à seulement 6 métabolites caecaux, signe que les activités métaboliques sont 

communes à plusieurs bactéries. Bien que les expériences de ma thèse aient été menées 

dans des animaleries différentes avec différents régimes, la composition des microbiotes 

intestinaux restait comparable jusqu’à l’échelle de la famille pour les bactéries les plus 

abondantes. 

Dans le chapitre 3 partie II, la notion de prédictibilité de l’ingéré alimentaire à partir de la 

composition initiale du microbiote intestinal des souris a été abordée. Bien que les 

différences de consommation de WD entre les souris lors de la phase hyperphagique 

étaient subtiles, elles permettaient de mettre en évidence des biomarqueurs bactériens 

potentiels. Une telle étude impliquait d’utiliser le microbiote fécal des animaux, pour 

permettre de mettre en évidence un lien entre microbiote avant changement de régime et 

le comportement alimentaire après changement de régime. Ainsi, les bactéries identifiées 

dans le microbiote fécal comme étant potentiellement prédictives de la prise alimentaire 
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lors de la phase hyperphagique peuvent différer de celles qui auraient été identifiées à 

partir du microbiote caecal [401]. L’effectif de cette expérience (30 souris) permettait 

également de séparer les souris petites et grandes consommatrices de WD de façon à avoir 

10 individus par groupe, ce qui donne une meilleure puissance statistique qui ne peut pas 

être retrouvée dans les autres expériences de cette thèse si on applique la même 

séparation. Toutefois, certains points communs peuvent être retrouvés entre les bactéries 

identifiées dans le chapitre 3 partie II et les autres expériences de ma thèse. Par exemple, 

Acetatifactor muris était identifiée comme étant négativement associée avec un fort ingéré 

alimentaire dans le chapitre 3 partie III. Acetatifactor muris était plus abondante sous 

régime standard dans le microbiote de souris n’ayant jamais été exposé au WD par 

rapport à celui des souris qui ont subi plusieurs cycles de WD. Ce point commun est 

intéressant car ces deux groupes de souris concernent celles qui ont une plus faible 

propension à consommer du WD lors de son introduction. De la même façon, le microbiote 

des souris grandes consommatrices était enrichi en une OTU affiliée à Clostridium scindens 

dans le chapitre 3 partie III, tout comme les souris CYCL-chow du chapitre 3 partie II, bien 

qu’une autre OTU affiliée aussi à Clostridium scindens soit appauvrie dans ces mêmes 

groupes, ce qui limite les conclusions concernant cette espèce. A l’inverse, Roseburia 

intestinalis était enrichie chez les grandes consommatrices du chapitre 3 partie III mais 

associées positivement aux souris CTRL-chow du chapitre 3 partie II. Davantage de 

travaux sont nécessaires pour confirmer ces résultats qui sont prometteurs. 

 

B. L’introduction de WD induit une variation très précoce de la 

composition du microbiote intestinal vers un contexte pro-

inflammatoire 

 

Il est d’autre part intéressant de déterminer si les variations de composition dues à 

l’introduction du WD sont similaires entre les différentes expériences. L’introduction de 

WD induisait toujours une diminution précoce de la diversité α, en accord avec les études 

ayant mesuré l’évolution de cette diversité sous WD [402–404], à l’exception du chapitre 

3 partie III, ce qui peut s’expliquer par l’utilisation du microbiote fécal au lieu de caecal 

(Figure 4.4). Des variations de composition ont été observées de façon très précoce lors 

du passage d’un régime standard à un WD, notamment à l’échelle du phylum ou de la 

famille. A l’échelle du phylum, l’abondance des Protéobactéries était augmentée au cours 

de l’expérience 2 du chapitre 3 partie I chez le rat après 1 jour de WD ainsi qu’après 2 

jours de WD chez le rat au cours de l’expérience 3 du chapitre 3 partie I. Une tendance à 

l’augmentation des Protéobactéries a été également mesurée en réponse au WD dans le 

chapitre 3 partie II ainsi qu’entre les souris CTRL et CYCL sous régime standard au sein 

du chapitre 3 partie II suggérant un effet à long terme du WD sur ce phylum même après 

le retrait du régime. L’augmentation de l’abondance des Protéobactéries suggère une 
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évolution vers un microbiote caractéristique de maladies intestinales inflammatoires 

[405]. A l’échelle de la famille, les Desulfovibrionaceae ont été identifiées dans les trois 

expériences comme significativement enrichies en réponse au WD (Figure 4.3). Cette 

famille fait partie des Protéobactéries, a été retrouvée dans un contexte de maladie 

intestinale inflammatoire [406, 407] et est enrichie dans le microbiote d’individus obèses 

[407]. En ce qui concerne les familles identifiées comme les plus abondantes et communes 

aux différentes expériences à l’état initial (Lachnospiraceae, Ruminococcaceae, 

Lactobacillaceae et Muribaculaceae), le changement de régime a eu une tendance à induire 

des variations similaires d’abondance relative pour les trois expériences. Une diminution 

des Lachnospiraceae et des Lactobacillaceae a été mesurée. Les Lachnospiraceae sont une 

famille très vaste : leur rôle, de façon générale, est bénéfique avec une forte capacité de 

fermentation des fibres du régime [408–410] entrainant la production d’AGCC (butyrate 

et acétate notamment) [411–414]. Quelques exceptions à ce rôle bénéfique sont 

retrouvées pour certains membres de cette famille avec une augmentation de l’abondance 

des Lachnospiraceae chez les individus obèses humains [415], parfois en lien avec le 

développement de maladies métaboliques liées à l’obésité [416] comme le diabète de type 

II chez la souris [417], ainsi que dans certaines maladies intestinales à contexte pro-

inflammatoire [418]. De la même façon, l’abondance relative des Lactobacillaceae était 

diminuée en réponse au WD (Figure 4.3). Les Lactobacillaceae sont associées à des 

régimes riches en fibres [419, 420] avec un effet bénéfique sur la barrière intestinale [421, 

422] voire dans certaines maladies métaboliques [423]. Cette diminution est retrouvée 

chez le rat sous WD pendant 16 semaines [424] et une supplémentation en fibres promeut 

leur croissance malgré la consommation de WD pendant 12 semaines, avec un effet anti-

inflammatoire au niveau de l’intestin chez la souris [425]. Dans un contexte d’obésité chez 

l’Homme, les Lactobacillaceae sont parfois enrichies [264, 426, 427], de la même façon 

que pour les Lachnospiraceae, tandis qu’elles sont appauvries dans d’autres études [428]. 

Cependant, malgré ces exceptions, qui peuvent s’expliquer par le fait que certaines 

souches ne soient pas toujours bénéfiques pour l’hôte avec une association positive avec 

le gain de poids [429], ces deux familles sont davantage associées à un microbiote 

bénéfique, voire anti-inflammatoire. Ceci suggère une évolution très précoce et commune 

vers un microbiote davantage pro-inflammatoire en réponse au WD dans nos expériences. 

L’abondance relative des Ruminococcaceae ne variait pas ou augmentait dans le contenu 

caecal des animaux soumis à 1 ou 2 jours de WD (Figure 4.3). Cette famille est enrichie 

chez la souris soumise à un WD sur des temps plus longs, particulièrement dans le cadre 

de l’obésité [378, 430, 431]. De la même façon que pour les familles précédentes, l’effet 

des modifications d’abondance de Ruminococcaceae chez l’hôte peut être bénéfique pour 

l’hôte : l’abondance des Ruminococcaceae augmente chez la souris en réponse à l’ingestion 

de fucoidan, un prébiotique, en association avec une diminution de l’inflammation 

intestinale chez l’hôte [432]. L’abondance des Muribaculaceae est réduite dans deux 

expériences de cette thèse. Leur abondance est également réduite chez la souris en 

réponse à la consommation de WD pendant 12 semaines [433]. Certaines Muribaculaceae 

sont associées positivement à un contexte intestinal inflammatoire [434] tandis que 
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d’autres y sont négativement associées [435]. Ainsi, pour toutes ces familles très 

abondantes sous régime standard dans nos échantillons, des évolutions similaires étaient 

constatées entre les expériences malgré les différences d’espèce, de souche ou encore 

d’animalerie (Tableau 4.1). Malgré le fait que ces familles soient larges et que leur impact 

sur la physiologie de l’hôte, en particulier l’inflammation, ne soit pas homogène entre 

toutes les études pour chacune d’elles, l’augmentation de l’abondance des Protéobactéries 

et la chute de celle des Lachnospiraceae et des Lactobacillaceae en particulier oriente 

davantage vers la mise en place précoce d’un microbiote pro-inflammatoire de façon 

générale.  

 

Dans le contexte de la mise en place de l’obésité, plusieurs études ont tenté d’identifier 

des biomarqueurs bactériens fortement associés au statut d’obésité [250, 257, 261–265] 

: bien que ces études mettent en avant certaines bactéries, celles-ci varient largement. Au 

cours de ma thèse, l’étude de la réponse du microbiote au WD à l’échelle de l’OTU a permis 

de déceler des changements d’abondance de bactéries particulières, mais spécifiques de 

chaque expérience. Ces résultats sont en accord avec le fait qu’il est difficile d’identifier 

des biomarqueurs bactériens communs au statut pondéral ou aux régimes alimentaires 

chez l’Homme, qui présente une forte variabilité inter-individuelle de composition du 

microbiote intestinal. Une approche visant à analyser les variations de groupes de 

bactéries qui co-évoluent ensemble et dont les variations de composition sont corrélées 

aux paramètres caractérisant le comportement alimentaire peut permettre d’identifier de 

potentiels biomarqueurs bactériens impliqués dans le comportement alimentaire. Cette 

approche a été utilisée dans quelques études pour associer des variations du microbiote 

intestinal à l’échelle du groupe de bactéries plutôt que des bactéries isolées et ainsi les 

corréler à des variations physiologiques de l’hôte [436–438]. Ces études ont par exemple 

permis de mettre à jour l’existence de groupes de bactéries, robustes entre les individus 

et jamais identifiées précédemment dans ce cadre, associés à la maladie de Crohn [436], 

des biomarqueurs bactériens intestinaux associés au cancer du poumon [437] ou à 

l’encéphalomyélite [438]. C’est cette approche qui a été choisie dans le chapitre 3 partie I 

ainsi que dans le chapitre 3 partie II. Elle a permis d’identifier des groupes de bactéries, 

qui n’avaient pas été précédemment identifiés par une analyse de composition 

bactérienne plus classique, associées aux modifications centrales induites par le WD.  
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Chapitre Espèce Âge des 

animaux 

Souche Animalerie Echantillon Premier jour 

d’échantillonnage post-

WD 

Régime chow Régime WD 

1 - Expérience 2 Rat 8-9 

semaines 

Wistar Rennes Contenu caecal 1 Teklad 2016 (Envigo) : 3,0 

kcal.g-1 ; lipides: 12%kcal; 

glucides : 66%kcal 

Research Diet 12451: 4,7 

kcal.g-1 ; lipides: 45%kcal; 

glucides : 35%kcal 

1 - Expérience 3 Rat 8 semaines Fisher Jouy-en-Josas Contenu caecal 2 SAFE A03 Stérile: 3,3 

kcal.g-1 ; lipides: 

13,5%kcal; glucides : 

61,3%kcal 

SAFE 245HF Stérile : 4,7 

kcal.g-1 ; lipides: 45,9%kcal; 

glucides : 36,8%kcal 

2 Souris 7 semaines C57Bl6/N Jouy-en-Josas 

et Rennes 

Contenu caecal 1 Teklad 2016 (Envigo) 3,0 

kcal.g-1 ; lipides: 12%kcal; 

glucides : 66%kcal 

Research Diet 12451: 4,7 

kcal.g-1 ; lipides: 45%kcal; 

glucides : 35%kcal 

3 Souris 7 semaines C57Bl6/J Dijon Fèces 1 2,9 kcal.g-1, lipides : 

22,4%kcal ; glucides: 

72,4%kcal 

4,4 kcal.g-1, lipides : 

42,5%kcal ; glucides: 

40,8%kcal 

4 Souris 7 semaines C57Bl6/N Rennes Contenu caecal 5 Teklad 2016 (Envigo) 3,0 

kcal.g-1 ; lipides: 12%kcal; 

glucides : 66%kcal 

Research Diet 12451: 4,7 

kcal.g-1 ; lipides: 45%kcal; 

glucides : 35%kcal 

Tableau 4.1. Caractéristiques des expériences. L’expérience correspondante, l’espèce et la souche étudiées, l’effectif par groupe, le type 

d’échantillon ainsi que le premier jour d’échantillonnage après introduction du WD sont indiqués.  
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Figure 4.1. Comparaison de la diversité α (nombre d’espèces uniques en A et équitabilité 

entre les espèces au sein des échantillons en B) entre les expériences. Une ANOVA 1 voie 

a été menée en B tandis qu’un test de Kruskal-Wallis a été mené en A (les données n’étant 

pas distribuées normalement pour tous les groupes), suivis d’un test post-hoc de Dunn. 

Deux lettres différentes indiquent une différence significative entre les groupes. Les 

expériences dont le type d’échantillon était du contenu caecal sont indiquées par des 

histogrammes bleus tandis que l’expérience dont le type d’échantillon était du contenu 

fécal est indiquée par un histogramme marron. Les lignes horizontales indiquent une 

expérience dont le modèle était le rat tandis que des lignes verticales indiquent une 

expérience dont le modèle était la souris. Un point correspond à un échantillon.
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Figure 4.2. Composition initiale du microbiote en termes de phyla (A) ou de familles (B-F) pour chaque expérience. 
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Figure 4.3. Evolution de l’abondance relative de familles bactériennes retrouvées 

communément à toutes les expériences à l’état initial en forte abondance entre régime 

standard (Chow) et le premier échantillonnage sous WD. Une différence statistique entre 

Chow et WD est indiquée pour chaque famille au sein de chaque expérience par des 

astérisques (*) avec ** : P<0,01 ; *** : P<0,001 et **** : P<0,0001. 
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Figure 4.4. Evolution de la diversité alpha (nombre d’espèces unique (A) ou indice de 

Shannon (B)) du microbiote intestinal (caecal ou fécal) au cours de chaque expérience. 

Les différences entre régime standard (Chow) et WD ont été déterminées par test t de 

Student avec * : P<0,05 ; ** :P<0,01 ; *** : P<0,001 et **** : P<0,0001. 
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C. Modifier le microbiote intestinal modifie la prise alimentaire à 

très court terme en réponse au WD 

 

Mesurer le comportement alimentaire en termes de prise alimentaire lors de 

l’introduction du WD a été le sujet central de ce projet de thèse. Lors de l’introduction d’un 

WD chez le rongeur, une première phase d’hyperphagie transitoire est observée pendant 

le 1er jour de consommation, suivie d’un retour à l’homéostasie énergétique [44, 45, 162]. 

Cette phase d’hyperphagie suivie d’un retour à l’homéostasie énergétique est très robuste 

chez le modèle rongeur. De plus, l’ingéré alimentaire lors de la première semaine de 

consommation de WD est prédictif de la propension à développer une forte obésité dans 

ce modèle [47, 48], d’où l’intérêt d’étudier particulièrement cette période. L’hypothèse 

que le microbiote pouvait jouer un rôle soit sur la phase d’hyperphagie transitoire 

d’environ 24h et/ou sur la phase de retour à un ingéré alimentaire normal nous a conduit 

à mesurer quotidiennement l’ingéré alimentaire dans la grande majorité des expériences 

menées. Dans toutes les expériences réalisées au cours de ma thèse, les rongeurs 

présentaient la même réponse réponse au WD avec une phase d’hyperphagie de 24h 

suivie d’un retour à un l’homéostasie énergétique en moins d’une semaine. 

Une mesure plus précise de l’ingéré alimentaire à très court terme montre que les 

variations d’ingéré suite à un transfert de microbiote (chapitre 3 partie II) ou suite à un 

traitement antibiotique à large spectre (chapitre 3 partie IV) surviennent dans les toutes 

premières heures suivant l’introduction du WD. Les souris traitées par antibiotiques 

(chapitre 3 partie IV) présentaient un nombre de bouts (équivalent d’un repas) plus 

important lors de la première heure suivant l’introduction du WD, malgré une absence de 

modification des autres paramètres caractérisant la prise alimentaire, suggérant un 

potentiel plaisir à manger plus fort ou bien un rassasiement plus important chez ces 

souris qui reviennent plus souvent consommer ce régime. En parallèle, les souris 

axéniques (chapitre 3 partie IV) avaient un ingéré alimentaire diminué lors de cette 

première heure de WD, confirmant que le microbiote semble jouer un rôle dans la 

régulation de la prise alimentaire à très court terme lors de l’introduction de WD dans ce 

modèle. Les souris ayant été colonisées avec le microbiote issu de souris exposées au 

préalable à deux cycles d’une semaine de WD (chapitre 3 partie II) consommaient le 

régime plus rapidement lors de la première heure d’introduction par rapport aux souris 

transplantées avec un microbiote de souris n’ayant jamais été exposées au WD. Le 

microbiote intestinal semble donc jouer un rôle dans le pattern de prise alimentaire à très 

court terme, i.e. lors des premières heures de consommation de WD. 

Ces résultats suggèrent soit que l’aspect hédonique (motivation, plaisir) est affecté par le 

microbiote intestinal lors du changement de régime, avec une motivation plus forte des 

animaux à consommer l’aliment palatable, soit que le rassasiement ou la satiété sont 

augmentés, ce qui est cohérent notamment avec d’une part l’augmentation du nombre de 
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repas malgré un ingéré total identique chez les souris traitées par antibiotiques et d’autre 

part la diminution de l’ingéré alimentaire chez les souris axéniques. En ce qui concerne 

l’aspect hédonique, plusieurs hypothèses pourraient expliquer ces résultats. Par exemple, 

des éléments de reconnaissance de l’aliment peuvent être modifiés par le microbiote 

intestinal tels que l’épithélium olfactif [439], ce qui pourrait sur la prise alimentaire. De 

plus, l’absence de microbiote intestinal chez des souris axéniques modifie l’expression de 

gènes impliqués dans le système de récompense tels que la dopamine, en augmentant le 

turnover des peptides associés [300], ce qui suggère que le microbiote peut influer sur la 

régulation de ces systèmes. Des études montrent également que le microbiote a un rôle 

dans les phénomènes d’addiction, qui impliquent les mêmes structures cérébrales que 

celles qui régulent le plaisir et la motivation [440]. Par exemple, l’addiction à l’alcool a un 

impact sur la composition et l’activité métabolique des bactéries intestinales, dont le 

transfert à des souris naïves permet de récapituler la surconsommation d’alcool [441–

443]. Des expériences supplémentaires pourraient permettre de confirmer et d’affiner 

cette composante hédonique dans ce modèle, comme par exemple l’utilisation de boîtes 

de Skinner dans le cadre d’un conditionnement opérant (avec un choix entre un WD ou 

un régime standard par exemple). D’autres structures impliquant d’autres systèmes 

régulateurs de la récompense, tels que le système endocannabinoïdes pourraient être 

davantage étudiés à la lumière de mes résultats, sachant que le blocage des récepteurs à 

endocannabinoïdes diminue la récompense liée à la consommation de WD chez la souris 

[385]. La modulation de la régulation hédonique chez les souris soumises à plusieurs WD 

peut aussi être associée à une diminution de l’anxiété des souris, qui auront davantage 

tendance à chercher la nourriture dans leur environnement [444]. Une bactérie dont 

l’abondance est significativement modifiée en réponse à plusieurs WD, Kineothrix 

alysoides, est associée à une diminution de l’anxiété chez la souris [445] tandis que 

Muribaculum intestinale, enrichie après plusieurs WD, est associée à une meilleure 

capacité d’exploration de l’environnement chez la souris sous WD [446]. D’autres 

bactéries pourraient aussi jouer un rôle dans la régulation de l’anxiété via la régulation 

hédonique de la prise alimentaire. 

Mes résultats suggèrent que le microbiote est impliqué dans la régulation hédonique de 

la prise alimentaire. Celle-ci supplante la régulation homéostatique en présence d’un 

aliment palatable [121, 447, 448], conduisant à l’hyperphagie caractéristique de 

l’introduction d’un WD chez le rongeur [43–45]. Cet aspect hédonique est primordial à 

prendre en compte dans un contexte où la nourriture énergétiquement dense et 

hautement palatable est en permanence disponible, et participe donc à l’épidémie 

d’obésité et de surpoids. Cet aspect est mis en avant dans le chapitre 3 partie II de ma 

thèse avec une consommation plus précoce du WD chez les souris soumises à plusieurs 

expositions au WD qui, comme le montre les résultats des expériences de transfert de 

microbiote, est directement liée à leur microbiote caecal. Une situation intéressante à 

étudier serait de comparer l’impact d’un nombre différent de cycles et/ou de cycles de 

WD de durées différentes sur la composition du microbiote et en parallèle sur la structure 
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des repas et la prise alimentaire à très court terme. Il est important de noter qu’au cours 

de ma thèse le WD a toujours été introduit pendant la phase diurne, qui correspond à la 

phase de repos des souris. Ce choix nous a permis de façon indirecte de mesurer la 

motivation des souris à consommer cet aliment puisque cette période est normalement 

une période de faible consommation alimentaire. Il est à noter cependant que cette 

introduction de l’alimentation durant la phase de repos peut également perturber la 

synchronisation des horloges biologiques et ainsi participer à la dérégulation de la prise 

alimentaire observée lors du passage au WD [449, 450]. Des oscillations de composition 

du microbiote à l’échelle nycthémérale peuvent avoir un impact sur l’induction de 

maladies métaboliques telles que le diabète de type II [239, 451]. Une approche visant à 

identifier les oscillations de composition du microbiote au cours de l’introduction du 

régime, c’est-à-dire sur une fenêtre de temps plus courte que la journée, pourrait 

permettre de préciser le rôle du microbiote intestinal dans ce phénomène. On pourrait 

également imaginer étudier l’évolution de groupes de bactéries sur des fenêtres de temps 

encore plus courtes après introduction du régime, par exemple à l’échelle du repas, car la 

dynamique du microbiote en fonction du repas est particulière et sa perturbation peut 

générer des modifications métaboliques chez l’hôte [451, 452].  

 

Bien que l’ingéré alimentaire à l’échelle quotidienne soit robuste et que des variations de 

prise alimentaire aient été observées en déplétant le microbiote, d’autres paramètres 

pouvant expliquer ces modifications ainsi que les variations entre les résultats des 

différentes expériences n’ont pas été étudiés. La dépense énergétique des animaux, 

mesurable en cages métaboliques seulement, peut varier entre les expériences. Plusieurs 

expositions au WD ont un impact sur la régulation de la dépense énergétique qui pourrait 

interférer avec la régulation de la prise alimentaire [246, 386]. Seules les expériences 

menées suite au transfert de microbiote ont permis d’obtenir des données sur cet aspect. 

Il serait intéressant de compléter nos données notamment chez les souris donneuses ou 

encore les souris traitées aux antibiotiques. De plus, le dosage de la leptine et de l’insuline 

circulantes, la mesure de l’adiposité (notamment viscérale) ou encore des tests de 

tolérance au glucose, facteurs qui varient suite à l’introduction d’un WD et qui peuvent 

influer sur la régulation de la prise alimentaire [196, 343, 453] pourraient apporter 

d’autres éléments de réponse aux variations d’ingéré observées. [196, 343, 453]. Le 

microbiote intestinal peut également participer à la mise en place de l’insulino-résistance 

[377]. Ainsi, dans le cadre de ma thèse, d’autres facteurs participant à la régulation de la 

prise alimentaire pourraient aussi être influencés par les variations précoces du 

microbiote intestinal. 
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D. Identification des marqueurs bactériens qui pourraient 

expliquer les modifications de la prise alimentaire sous WD 

 

Il peut être plus intéressant de raisonner en termes d’activité bactérienne qu’en termes 

de composition, pour déterminer le lien entre les variations du microbiote et les 

modulations de la prise alimentaire sous WD. En effet, plus que la composition en elle-

même, c’est l’activité métabolique bactérienne, potentiellement commune à différentes 

bactéries, qui est capable d’influencer sur certaines fonctions physiologiques de l’hôte. 

Comme montré dans le chapitre 3 partie I, le métabolome caecal chez des rats soumis à 

un WD variait de façon très précoce dès 2h de consommation du régime. Ainsi, les 

variations d’activité du microbiote sont plus précoces que les variations de composition 

(même si on ne peut pas exclure que les variations de métabolome observées reflètent en 

partie l’arrivée de composants du régime alimentaire dans le caecum). L’échelle de temps 

de l’adaptation des activités métaboliques des bactéries du caecum est d’ailleurs similaire 

à celle des changements du comportement alimentaire observés en réponse au WD. Les 

métabolites ou protéines d’origine bactérienne sont capables d’agir soit directement sur 

le cerveau pour réguler la prise alimentaire [369] ou d’agir de manière indirecte en 

modifiant notamment les fonctions de l’épithélium intestinal [335, 337] ou d’autres 

organes [454]. Cependant de nombreux composés et métabolites d’origine bactérienne 

potentiellement impliqués dans la régulation de la prise alimentaire restent à identifier. 

Afin d’identifier ces composés d’origines bactériennes plusieurs approches ont été 

envisagées au cours de mon travail de thèse : une approche métabolomique (chapitre 3 

partie I), une approche ciblée (chapitre 3, parties II et IV) et une approche bio-

informatique (chapitre 3 partie II). La nature précise des métabolites identifiés via 

l’approche métabolomique est demeurée largement inconnue malgré les efforts de la 

plateforme pour les identifier, ce qui ne nous a pas permis de creuser leurs potentiels 

rôles directs ou indirects dans l’adaptation du comportement alimentaire des rats lors du 

passage au WD. Cependant, parmi les métabolites bactériens déjà identifiés comme 

participant à la régulation de la prise alimentaire [279, 333, 455, 456], les AGCCs 

pourraient jouer un rôle important dans les modifications du comportement alimentaire 

en réponse au WD. Nous avons donc choisi de les étudier dans le chapitre 3 partie II. Chez 

les souris sous régime standard qui ont subi plusieurs cycles de WD, les AGCCs étaient 

présents en plus forte concentration (notamment l’acétate et le butyrate) que chez les 

souris qui n’avaient jamais été exposées au WD. L’acétate est capable d’agir centralement 

en réduisant l’appétit [364] tandis que le butyrate augmente l’expression de gènes 

impliqués dans la régulation hédonique du comportement alimentaire tels que la tyrosine 

hydroxylase [457, 458] ou la pre-proenkephaline [459]. La déplétion du microbiote 

intestinal par traitement antibiotique (chapitre 3 partie IV) a induit dans le caecum une 

forte diminution de la concentration des AGCCs et une composition constituée presque 

exclusivement d’acétate. Malgré ces fortes modifications, la prise alimentaire était 
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semblable aux souris contrôles au moment du passage au WD et seul le pattern de prise 

alimentaire sur les premières heures de WD était modifié avec une augmentation du 

nombre de repas. Il nous a donc semblé important d’aller au-delà des AGCCs, sans pour 

autant revenir à des analyses métabolomiques en raison des problèmes d’identification 

des métabolites rencontrés. Des outils bioinformatiques permettent de réaliser une 

prédiction d’activité métabolique bactérienne à partir du séquençage de l’ADNr16S (tels 

que PiCRUST2 [460] ou Piphillin [461]). Là encore, ces outils ont des limites car ils restent 

prédictifs et directement liés à la composition bactérienne déterminée après séquençage, 

avec les éventuels biais d’analyse qui lui sont propres [462, 463]. Ainsi, dans le chapitre 3 

partie II, malgré une forte diminution des AGCCs en réponse au changement de régime, 

aucune voie liée au métabolisme bactérien des AGCCs n’a été identifiée par PICRUSt2, ce 

qui peut être expliqué par le fait qu’une même bactérie, sans modification de son 

abondance dans le contenu caecal, est capable d’activités métaboliques différentes selon 

la nature de ce contenu (différents substrats métaboliques). Enfin, le LPS est capable 

d’influer sur la prise alimentaire au niveau central [370, 371, 464] et pourrait jouer un 

rôle dans nos études compte tenu de l’évolution de la composition du microbiote 

intestinal vers un contexte davantage pro-inflammatoire. Les concentrations 

plasmatiques en LPS n’ont pas été mesurées dans les expériences de ma thèse, mais 

pourraient être modifiées très précocement en réponse au régime. Une augmentation de 

la concentration plasmatique de LPS a été mesurée chez la souris après 1h de WD, sans 

que l’absence de son récepteur (TLR4) n’ait d’impact sur la régulation de la prise 

alimentaire, ce qui ne confirme pas que le LPS ait un lien avec la régulation précoce de la 

prise alimentaire sous WD (Ben-Fradj et al., 2021). Il est possible que des métabolites 

bactériens autres soient à l’origine des variations de prise alimentaire observées, 

notamment lors des premières heures de changement de régime. L’identification des 

métabolites caecaux du chapitre 3 partie I pourrait apporter de nouveaux éléments de 

réponse. Mener une approche similaire dans les autres contextes de consommation de 

WD (comme par exemple après plusieurs cycles de WD ou sous traitement antibiotique) 

permettrait de confirmer les biomarqueurs identifiés dans le chapitre 3 partie I ou d’en 

découvrir de nouveaux.
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II. Lien potentiel entre les modifications du microbiote et la 

mise en place de l’inflammation centrale suite au WD 

 

L’inflammation centrale, et plus particulièrement l’inflammation hypothalamique, est 

activée très précocement chez le rongeur en réponse à l’introduction d’un WD et induit 

une augmentation de la prise alimentaire, elle-même liée à la propension des animaux à 

devenir obèses sur le long-terme [153, 160–162, 174, 176, 465–467]. Comme nous l’avons 

discuté précédemment le microbiote en s’adaptant notamment au régime alimentaire 

semble bien participer à la régulation de la prise alimentaire en réponse à l’introduction 

du WD. Dans ce projet de thèse nous nous sommes également intéressés aux liens entre 

les modifications du microbiote intestinal et la mise en place de l’inflammation 

hypothalamique. D’autre part, le rôle potentiel du microbiote et de l’introduction du WD 

sur l’induction de l’inflammation dans d’autres structures cérébrales participant à la 

régulation de la prise alimentaire, le tronc cérébral et le striatum, sera également discuté. 

 

A. Les niveaux d’expression des cytokines pro-inflammatoires sont-

ils des marqueurs d’inflammation hypothalamique ? 

 

Nous avons mesuré l’incidence du changement de régime sur l’inflammation 

hypothalamique en évaluant l’expression des cytokines pro-inflammatoires dans nos 

études 1 et 2 soit après une seule ou plusieurs expositions au régime. Ces données ont été 

résumées dans le Tableau 4.2. L’introduction de WD a induit dans nos expériences une 

augmentation des niveaux d’expression de cytokines pro-inflammatoires et d’autres 

marqueurs moléculaires de l’inflammation entre 1,5 et 2 fois (Tableau 4.2), avec une 

augmentation de l’expression d’il-6 chez le rat après 2 jours de WD (chapitre 3 partie I). 

Ces changements d’expression sont en accord avec les études ayant conclu à une 

inflammation hypothalamique (Tableau 1.1).  Cependant, après un jour de WD chez la 

souris, que ce soit après une ou plusieurs expositions au régime, ces augmentations 

d’expression de marqueurs d’inflammation n’étaient pas retrouvées dans l’hypothalamus, 

contrairement à certaines études qui montraient des augmentations d’expression de ces 

marqueurs à 24h [138, 162, 165]. Il est possible que des augmentations d’expression 

soient présentes seulement dans certains noyaux hypothalamiques et/ou de façon 

transitoire avec une résolution après 24h, ce qui empêche leur visualisation lorsque 

l’hypothalamus entier est étudié et/ou seulement sur cette fenêtre de temps [44]. Une 

augmentation de l’inflammation hypothalamique précoce peut cependant être envisagée 

en dehors de l’augmentation de l’expression des cytokines pro-inflammatoires, puisque 

d’autres acteurs tels que les astrocytes et la microglie sont précocement activés par la 
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consommation de WD [160, 162, 165]. D’autres méthodes de mesure de l’inflammation 

hypothalamique pourraient être envisagées, dont un dosage des cytokines 

hypothalamiques ainsi qu’un marquage permettant de mettre en évidence l’activation de 

la microglie et des astrocytes. D’autre part, des études ont relevé un lien entre le temps de 

relaxation T2, un signal IRM, et l’inflammation hypothalamique chez des individus obèses 

[138, 145], ce moyen pourrait donc être utilisé chez des animaux ou humains vigiles pour 

évaluer une réponse inflammatoire hypothalamique, et ce potentiellement après une 

courte exposition au WD (par exemple lors d’un repas). Un autre type d’approche, 

l’approche métabolomique, a été menée dans le chapitre 3 partie I en se basant sur le fait 

que certaines voies métaboliques étaient impactées en cas d’inflammation cérébrale [468, 

469] ou que ce type d’analyse permet de mettre à jour d’éventuels acteurs de 

l’inflammation [470] qui pourraient être exprimés en amont de l’inflammation mesurée 

par les marqueurs moléculaires ou protéiques. Cette approche a permis de mettre en 

avant une augmentation précoce du stress oxydant à l’échelle métabolomique. Le stress 

oxydant peut précéder l’induction de l’inflammation hypothalamique [471]. La 

production excessive de ROS suite à l’ingestion d’un régime riche en lipides induit 

l’inflammation neuronale dans d’autres régions du cerveau (en l’occurrence le cortex) 

chez le rat [472]. La consommation sur le long terme de WD chez la souris induit 

l’activation de la nitric oxide syntase par la microglie, ainsi qu’une astrogliose dans l’ARC, 

et intervient ainsi dans l’inflammation hypothalamique [180]. Il est ainsi possible que la 

consommation de WD induise à très court terme une activation de la microglie, qui n’a 

pas été mesurée au cours de cette thèse, et que la production de ROS par celle-ci induise 

une augmentation du stress oxydant qui a été quant à elle détectée par l’approche 

métabolomique du chapitre 1. Il est également possible que le stress oxydant précède la 

mise en place de l’inflammation dans l’hypothalamus suite à la consommation de WD. 

Seule une mesure de la cinétique de l’activation de la microglie hypothalamique, sur un 

pas de temps plus court durant les premières 24h de consommation de WD, pourrait 

permettre de trancher entre ces deux hypothèses sur notre échelle de temps.  

 

B. Le rôle potentiel du microbiote dans l’induction de 

l’inflammation hypothalamique précoce 

 

Dans le chapitre 3 partie I, après 2 jours de consommation de WD, une augmentation de 

l’expression d’il-6 était mesurée chez les rats conventionnels, qui n’était pas retrouvée 

chez les rats axéniques. La présence d’un microbiote intestinal serait donc nécessaire à 

l’augmentation de l’expression d’il-6 en réponse au WD chez le rat. Les niveaux 

d’expression de deux gènes impliqués dans la régulation du stress oxydant (glrx et grx) 

étaient augmentés chez les rats conventionnels en réponse à 2 jours de WD mais pas chez 

les animaux axéniques (chapitre 3 partie I), suggérant un rôle du microbiote intestinal 
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dans la mise en place du stress oxydant hypothalamique en réponse au WD. Il serait 

intéressant de compléter cette mesure par des analyses chez des animaux soumis à un 

WD pendant une fenêtre de temps à la fois plus précise (de l’introduction jusqu’à 1 jour, 

durant la phase hyperphagique) et plus longue pour voir l’évolution de l’expression de ces 

gènes. Une étude a en effet mesuré une augmentation de l’expression de gènes codant 

pour des cytokines pro-inflammatoires ainsi que pour gfap dans l’hypothalamus 

seulement quelques heures après introduction du WD [159]. D’autre part, il est important 

de souligner que les animaux axéniques présentent des anomalies développementales, 

notamment cérébrales [300], qui pourraient être à l’origine des différences observées 

avec les rats conventionnels. Une maturation et une densité anormale de la microglie en 

conditions physiologiques ont notamment été observées chez des animaux axéniques 

[473]. Dans cette étude, un rétablissement d’une densité microgliale normale par 

administration d‘AGCCs aux souris axéniques a été montré [473]. Ainsi, la diminution de 

l’ingéré alimentaire lors de la phase hyperphagique mesurée chez les rats axéniques dans 

le chapitre 3 partie I pourrait être due à une diminution de l’activation précoce de la 

microglie, liée à l’absence d’AGCCs. De plus, les variations du métabolisme des AGCC 

observées dans le chapitre 3 partie II chez les animaux ayant été exposés à plusieurs 

cycles de WD pourraient induire des modifications de l’activation de la microglie 

hypothalamique et ainsi être impliquées dans les différences de réponse inflammatoire 

lors de l’introduction du WD entre les souris CTRL et CYCL.   

Un lien potentiel entre les modifications du microbiote intestinal suite à la consommation 

de WD et une augmentation du stress oxydant hypothalamique a été montré dans le 

chapitre 3 partie I. En effet, certaines bactéries intestinales dont l’abondance augmente 

en réponse au WD, sont associées à des contextes intestinaux pro-inflammatoires, 

notamment l’augmentation de l’abondance de bactéries appartenant au phylum des 

Protéobactéries [405]. L’induction de l’inflammation peut être due à l’augmentation du 

stress oxydant [474]. De plus, la diminution de l’abondance de certaines espèces de 

Lactobacillus, constatée en réponse au WD, est associée à une augmentation du stress 

oxydant localement [475]. Ce type de lien pourrait suggérer que l’induction d’un 

microbiote pro-inflammatoire peut influer sur la génération d’un stress oxydant. 

Les expositions répétées au WD chez la souris ont induit une astrogliose dans le tronc 

cérébral sous régime standard, qui reste à vérifier dans l’hypothalamus. Cette astrogliose 

pourrait ainsi être causée par une augmentation locale du stress oxydant, potentiellement 

en lien avec des modifications du microbiote intestinal. Les passages sous régime 

standard entre chaque période de consommation de WD ont été accompagnés d’une 

restriction calorique volontaire des souris. Une restriction calorique sur le long terme 

chez la souris permet la croissance de bactéries intestinales qui ont un rôle bénéfique sur 

l’état inflammatoire de l’intestin [476], ce qui est cohérent avec la diminution de 

l’abondance relative de bactéries pro-inflammatoires retrouvée lors du retour à un 

régime standard après plusieurs expositions au WD ainsi qu’avec la diminution de 

l’expression des marqueurs inflammatoires dans l’hypothalamus chez ces souris. De plus 
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amples études sont nécessaires pour vérifier si ces modifications d’expression de 

marqueurs d’inflammation sont liées à une restriction calorique. 
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Espèce/Souche Temps d’exposition au WD Marqueur(s) d’inflammation ou de stress oxydant Zone cérébrale 

concernée 

Chapitre de la 

thèse 

Rat Wistar  Dès 2h Métabolomique : augmentation du stress oxydant Hypothalamus 1 

Rat Fisher 

conventionnel 

2 jours qPCR :  il-6 (+30%) ;  sod2 (+60%) ;  glrx (+40%) Hypothalamus 1 

Rat Fisher axénique 2 jours qPCR :  pas de modifications Hypothalamus 1 

Souris C57Bl6/N 1 jour qPCR : pas de modifications Hypothalamus 2 

Souris C57Bl6/N 1 jour, après 2 expositions 

précédentes 

qPCR :  il-1β (-60%) ;  tnf-α (-40%)  

 

Hypothalamus 2 

Souris C57Bl6/N 1 jour Immunohistochimie IBA1 : pas de modifications Tronc cérébral 2 

Souris C57Bl6/N 1 jour, après 2 expositions 

précédentes 

Immunohistochimie IBA1: augmentation du nombre de 

cellules microgliales (+20%) 

Tronc cérébral 2 

Souris C57Bl6/N 1 jour qPCR : il-1β (+90%) ; ccl2 (+220%)  Striatum 2 

Souris C57Bl6/N 1 jour, après 2 expositions 

précédentes 

qPCR : pas de modifications 

 

Striatum 2 

Tableau 4.2. Evolution des marqueurs d’inflammation ou de stress oxydant mesurés au cours des expériences de cette thèse en réponse 

au WD.
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C. L’introduction d’un WD induit une inflammation précoce 

d’autres structures cérébrales impliquées dans la régulation 

du comportement alimentaire 

 

Les données des parties I et II du chapitre 3 indiquent que le microbiote semble participer 

à la régulation du comportement alimentaire via un effet sur sa régulation hédonique, 

dans les premières heures qui suivent l’introduction du régime WD. L’hypothalamus joue 

un rôle d’intégrateur clé des signaux homéostatiques [45, 477, 478] mais d’autres 

structures cérébrales sont également impliqués dans la régulation du comportement 

alimentaire. Parmi ces structures, le tronc cérébral est un autre intégrateur des signaux 

périphériques, notamment en provenance de l’intestin et du microbiote intestinal [59, 63, 

72, 83], tandis que le striatum participe à la régulation hédonique de la prise alimentaire. 

L’induction de l’inflammation au sein de ces deux structures a donc été étudiée en lien 

avec les variations de microbiote. 

L’induction de l’inflammation au sein du tronc cérébral a été mesurée à travers les acteurs 

de la glie : les astrocytes et la microglie. Après plusieurs expositions au WD, l’épaisseur 

moyenne de la barrière astrocytaire chez la souris était augmentée sous régime standard, 

tandis que le nombre de cellules microgliales était diminué. L’augmentation de l’épaisseur 

de la barrière astrocytaire pourrait avoir un rôle protecteur des neurones notamment vis-

à-vis de l’induction de l’inflammation [479], ce qui expliquerait la diminution du nombre 

de cellules microgliales constatée en parallèle et l’absence d’augmentation de l’expression 

des cytokines pro-inflammatoires en réponse au WD (données non montrées). Plusieurs 

expositions au WD pourraient induire dans notre cas un maintien de cette augmentation 

de l’épaisseur de la barrière astrocytaire. Les origines de ces variations d’épaisseur de de 

cette barrière ne sont pas connues : dans le cadre de la consommation de WD, elle pourrait 

avoir pour origine une augmentation de l’afflux de lipides circulants, une augmentation 

d’éléments circulants pro-inflammatoires originaires du microbiote intestinal ou encore 

une augmentation de la leptinémie [54, 480]. Cette augmentation de l’épaisseur de cette 

barrière en réponse au WD, caractéristique d’une augmentation de l’inflammation des 

astrocytes, pourrait avoir un rôle protecteur des neurones adjacents qui participent à la 

régulation de la prise alimentaire. En effet, Buckman et al. ont montré dans une étude que 

l’inhibition de la voie NF-κB dans les astrocytes du tronc cérébral induit une augmentation 

significative de la prise alimentaire sous WD chez le rongeur [162].  

D’autre part, dans le striatum l’expression de la plupart des cytokines pro-inflammatoires 

était augmentée après un jour de WD chez les souris CTRL. A notre connaissance, un tel 

effet n’a encore jamais été montré. Cette surexpression des cytokines dans le striatum 

n’était en revanche pas retrouvée après plusieurs expositions au WD. Cette absence 

d’augmentation pourrait être due à une sensibilité moindre au régime des souris exposées 

à plusieurs WD au niveau du striatum, potentiellement consécutivement à l’augmentation 
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de l’épaisseur de la barrière astrocytaire du tronc cérébral. Cette hypothèse reste 

cependant à vérifier. L’induction de l’inflammation très précoce, via l’augmentation de 

l’expression de certaines cytokines pro-inflammatoires, pourrait ici avoir un rôle 

protecteur pour préserver l’homéostasie énergétique et limiter la motivation à manger, 

ce qui n’est pas retrouvé après plusieurs expositions au WD. En effet, l’inflammation 

striatale est associée à une dérégulation du système dopaminergique [481, 482] avec une 

anhédonie notamment dans les cas de dépression [482]. De plus amples travaux sont 

nécessaires pour caractériser davantage le rôle de l’inflammation striatale dans la 

régulation du comportement alimentaire.   

 

D. Implication des variations du microbiote intestinal dans les 

modifications des marqueurs inflammatoires liés au tronc 

cérébral et au striatum  

 

Des corrélations positives et significatives ont été déterminées entre l’évolution de 

certains groupes bactériens et les marqueurs moléculaires de l’inflammation dans le tronc 

cérébral et le striatum dans notre chapitre 3 partie II suggérant un lien entre l’abondance 

de ces bactéries et la mise en place de l’inflammation centrale. L’inflammation du tronc 

cérébral était relativement faible sous régime standard après exposition à plusieurs 

cycles de WD (augmentation de l’épaisseur de la barrière astrocytaire mais une 

diminution du nombre de cellules microgliales) et le microbiote de ces souris était 

appauvri en bactéries pro-inflammatoires. En revanche, la densité des cellules 

microgliales a augmenté après la 3ème exposition au WD ainsi que l’abondance de bactérie 

Gram- telles que les Protéobactéries. L’injection systémique de LPS est capable d’induire 

une augmentation de l’activation de la microglie chez l’Homme [483]. Ainsi, on peut 

supposer que l’augmentation de l’abondance des Protéobactéries, telles que les 

Desulfovibrionaceae, lors de la 3ème exposition au WD pourrait être liée à l’activation de la 

microglie du tronc cérébral des souris CYCL sous WD. Un dosage du LPS circulant pourrait 

permettre de valider cette hypothèse. D’autre part, un dosage des cytokines a été réalisé 

dans les plasmas des rats conventionnels et axéniques soumis à un WD (chapitre 3 partie 

I), sans montrer de différences significatives entre les groupes, suggérant une absence 

d’inflammation systémique 2 jours après introduction d’un WD. Une inflammation 

transitoire de l’intestin a été observée chez le rongeur soumis pendant 1h à un WD, 

résolue après quelques heures, sans se propager aux autres sites, comme montré dans 

une étude menée par l’équipe d’Alexandre Benani (Ben-Fradj et al., 2021, CSGA, CNRS, 

Dijon, France ; soumis). On peut imaginer qu’un même type d’inflammation transitoire a 

lieu au niveau du CNS durant le premier jour de consommation de WD, en lien avec les 

modifications de l’inflammation intestinale. Suivre l’inflammation du CNS au cours des 

premières 24h d’exposition au régime permettrait de caractériser la cinétique de son 



 

231 

 

activation, en parallèle des évolutions de composition et d’activité du microbiote. De plus, 

la dysbiose très précoce observée dans toutes les expériences menées au cours de cette 

thèse pourrait participer à l’activation de la microglie du NTS avant de participer à 

l’activation de la microglie hypothalamique observée dans de nombreuses études au 

cours de la première semaine de consommation de WD et dont le blocage de l’expansion 

permet de diminuer la prise alimentaire [153].   

Le transfert de microbiote de souris exposées à plusieurs cycles de WD vers des souris 

naïves a induit une plus forte motivation à manger chez les souris receveuses, ce qui va 

dans le sens d’une dérégulation du système de la récompense alimentaire. Cette 

dérégulation est cohérente d’une part avec l’hypothèse d’un rôle protecteur de 

l’inflammation précoce du striatum qui n’est pas retrouvée après plusieurs cycles de WD 

et suggère un rôle du microbiote intestinal dans cette dérégulation. Vérifier l’absence 

d’induction de l’inflammation (via des mesures d’expression des cytokines) dans le 

striatum des souris receveuses permettrait de consolider cette hypothèse. De plus, un rôle 

du microbiote dans la régulation dopaminergique dans le striatum a été suggéré dans le 

cadre de comportements compulsifs tels que la surconsommation d’alcool avec une 

corrélation positive entre l’expression du récepteur dopaminergique 1 et certaines 

bactéries intestinales [484]. Dans le cadre de ma thèse, ce type de corrélation entre 

l’expression de récepteurs dopaminergiques et l’évolution de l’abondance de certaines 

bactéries ou de certains groupes de bactéries n’a pas été retrouvé, après 24h de 

consommation de WD, mais pourrait être retrouvée à plus court terme entre 

l’introduction de WD et ces 24h, ce qui expliquerait les modifications de la motivation à 

manger lors de la 1ère heure après introduction du régime. 

 

Bien entendu, les lipides du régime peuvent également participer aux adaptation 

comportementales et inflammatoires observé dans mes travaux. En effet, les lipides issus 

du WD sont capables d’activer la voie TLR4 [195]. Déterminer le WD active également la 

glie chez des animaux dont le microbiote a été déplété, permettrait de déterminer la part 

jouée par le régime, et notamment les lipides, dans cette activation. Le taux de lipides du 

régime pourrait aussi jouer un rôle dans l’induction de cette inflammation, comme 

suggéré par Kim et al. en 2020 [149], qui rapportaient que la consommation pendant trois 

semaines de WD à 45%kcal provenant des lipides induisait une inflammation du ganglion 

noueux mais pas du NTS [485] tandis qu’inversement la consommation d’un WD à 

60%kcal issus de lipides pendant la même durée induisait une inflammation du NTS mais 

pas du ganglion noueux [486]. Le régime à 60% de kcal issus des lipides ayant induit une 

plus forte dysbiose du microbiote que celui à 45% de kcal issus des lipides, les auteurs ont 

suggéré qu’une plus forte dysbiose était liée à une inflammation de structures davantage 

en aval au niveau du tronc cérébral, avec une inflammation des ganglions noueux avant 

une inflammation du NTS. Dans notre cas, à très court terme, il serait donc intéressant 

d’établir une cinétique d’activation de l’inflammation dans l’ensemble de ces structures 



 

232 

 

(ganglions noueux, NTS, hypothalamus et le striatum) en parallèle d’une cinétique 

d’évolution de la composition et de l’activité du microbiote, afin de préciser la cascade 

d’activation de l’inflammation.  

 

Pour conclure, l’introduction d’un WD induit une augmentation du stress oxydant 

hypothalamique qui peut être le signe d’une induction de l’inflammation précoce ou bien 

la précéder. Ce stress oxydant est lié à des modifications de composition et de l’activité du 

microbiote intestinal. D’autre part, après plusieurs expositions au WD, le changement de 

régime induit une inflammation du tronc cérébral caractérisée par une activation de la 

glie (augmentation du nombre de cellules microgliales). Enfin, le striatum, impliqué dans 

la régulation hédonique du comportement alimentaire, subit également de façon très 

précoce, dès un jour de WD, mais qui n’est pas retrouvée après plusieurs expositions au 

WD. Les fortes corrélations retrouvées dans les deux premiers chapitres de cette thèse 

entre les modifications du microbiote et les différents marqueurs d’inflammation et 

l’utilisation du modèle axénique suggèrent un lien entre ces deux acteurs. Caractériser 

l’évolution de l’inflammation à très court terme de ces trois structures cérébrales avec ou 

sans microbiote et en étudiant l’évolution des différents acteurs de cette inflammation, 

permettrait de confirmer ces liens potentiels. De plus, les interactions entre les différentes 

structures qui participent à la régulation hédonique et homéostatique de la prise 

alimentaire [121] pourraient être importantes à identifier dans le cadre d’un passage au 

WD en lien avec les modifications du microbiote intestinal, par exemple par 

l’intermédiaire de modèles génétiques KO spécifiques de certains gènes ou régions. 

 

III. Voies de communication entre le microbiote et le cerveau 

impliquées dans la régulation du comportement 

alimentaire lors de l’introduction de WD 

 

A. Identification des voies impliquées lors de la transition au WD 

 

Un rôle du microbiote dans la régulation de la motivation à manger et/ou sur la régulation 

de la satiété a été suggéré dans mes travaux. Le 2ème objectif de ma thèse était de 

déterminer, par quel(s) mécanisme(s) le microbiote intestinal pouvait agir sur la 

régulation du comportement alimentaire. 

Plusieurs voies de communication ont été identifiées dans la littérature entre l’intestin, 

son microbiote et le cerveau. Les cellules entéroendocrines (EECs) répondent à des 

stimuli provenant du la lumière intestinal, et notamment à des stimuli liés à l’activité 
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métabolique du microbiote intestinal tels que les AGCC [487], les acides biliaires, ou le 

LPS [488]. Les peptides sécrétés par les EECs participent à la régulation centrale du 

comportement alimentaire via la circulation générale ou via nerf vague [489–492] [493–

495]. Certains métabolites bactériens peuvent aussi être transports par la circulation 

sanguine et traverser la barrière hématoencéphalique au niveau des organes 

circumventriculaires [369]. Les perturbations de la barrière intestinale et notamment 

l’inflammation induite par la dysbiose du microbiote intestinal sont également capables 

de moduler certaines réponses au niveau du système nerveux central de l’hôte par 

exemple via l’activation de la production de cytokines pro-inflammatoires  [496]. 

 

La consommation de WD induit sur le long-terme (1, 3, 6 semaines une augmentation de 

la perméabilité intestinale [497–500], et a été associée à la mise en place d’une 

endotoxémie métabolique. Chez l’Homme, 4h à 5 jours de consommation de WD 

n’induisent pas de modifications de la perméabilité intestinale [501, 502], malgré une 

augmentation des endotoxines dans le sang [502]. Afin de déterminer le rôle évntuelle 

d’une altération de la perméabilité dans nos modèles, la perméabilité intestinale a été 

mesurée dans le chapitre 1 chez les rats axéniques et leurs contrôles conventionnels sous 

régime standard ou après 2 jours de WD. La perméabilité basale (sous régime standard) 

était fortement augmentée chez les rats axéniques (Figure 4.5). En revanche, 2 jours de 

WD n’ont pas affecté la perméabilité caecale quel que soit le statut microbiologique des 

rats. Nous avons également étudié la perméabilité caecale chez les souris traitées ou non 

avec des antibiotiques, sous régime standard ou après 2 jours de régime WD. Aucun effet 

de l’antibiothérapie n’était observé sous régime standard contrairement au modèle 

axénique. La consommation du régime WD n’a pas non plus modifié la perméabilité 

caecale (Figure 4.6C et 4.6D). Ainsi, dans nos différents modèles, la perméabilité 

intestinale du caecum ne semble pas être la voie de communication majeur de l’axe 

intestin-cerveau. Cependant, une augmentation de la perméabilité intestinale a été 

mesurée à très court terme dès 1 heure après l’introduction d’un WD chez la souris, dans 

le jéjunum, par l’équipe d’Alexandre Benani (Figure 4.7). Cette modification à très court 

terme pourrait être présente dans certains de nos modèles et éventuellement participer 

aux modifications de la prise alimentaire constatées après seulement quelques heures de 

WD dans le chapitre 3 partie IV.  
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Figure 4.5. Perméabilité caecale paracellulaire (A) et transcellulaire (B) chez les rats 

axéniques (Ax) et leurs contrôles conventionnels (Conv) sous régime standard (Chow) ou 

WD (WD). Les différences entre les groupes ont été vérifiées statistiquement par ANOVA 

une voie : deux lettres différentes indiquent une différence significative à un temps donné. 
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Figure 4.6. Evolution de la perméabilité caecale paracellulaire (flux en ng/cm²/min) chez 

les souris CTRL (CTRL) et après traitement antibiotique (ABX) avant (D-1) ou après 2 

jours (D2) de WD. 

 

 

Figure 4.7. Perméabilité intestinale paracellulaire (flux en ng/cm²/h) chez la souris 

soumise à 1h de WD (1h-HFD) par rapport à 1h de régime standard (1h-SD) dans le 

duodénum, jéjunum, iléon et colon. D’après Ben-Fradj et al., 2021 (soumis). Les 

différences entre les deux régimes ont été déterminées par test t de Student avec ** : 

P<0.01. 
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B. Lien entre les modifications de la régulation des EEC et les 

modifications du microbiote intestinal 

 

La satiété est régulée par la production de peptides anorexigènes par les EECs le long du 

tractus gastro-intestinal. Ainsi, dans ce travail de thèse, l’impact de l’absence de 

microbiote intestinal sur l’épithélium intestinal, et particulièrement sur la prolifération, 

la régulation transcriptionnelle et l’activité des EECs, a été évalué sous régime standard 

(chapitre 3 partie IV). Cependant, nous avions aussi échantillonné des tissus de souris 

ayant reçu un traitement antibiotique et ayant été soumises à 2 ou 5 jours de WD afin 

d’évaluer le rôle de ces peptides dans la communication microbiote-cerveau lors du 

changement d’aliment.  

Les niveaux d’expression des gènes codant pour gcg, cck, nt mais pas pyy étaient 

largement surexprimés en absence de microbiote intestinal sous régime standard, 

particulièrement dans le caecum. Cette surexpression spécifique du caecum était 

également retrouvée chez les souris axéniques. Le changement de régime a induit une 

faible augmentation des niveaux d’expression de gcg et pyy et une diminution de 

l’expression de cck, soulignant que l’absence de microbiote intestinal avait un effet plus 

fort que le régime en lui-même sur la plasticité transcriptionnelle des EECs (Figure 4.8). 

Grâce à une collaboration avec l’équipe d’A. Benani (CSGA, CNRS, Dijon), le dosage du GLP-

1 circulant a été réalisé chez des souris soumises au même traitement antibiotique et a 

montré une augmentation significative des concentrations plasmatiques de GLP-1 par 

rapport aux animaux qui n’avaient pas suivi de traitement antibiotique, sous régime 

standard. Un dosage de la CCK circulante est envisagé pour vérifier que la surexpression 

observée dans le caecum en absence de microbiote est également accompagnée de 

l’augmentation des concentrations circulantes de ce peptide. Le GLP-1 est normalement 

sécrété tout au long du tube digestif mais plus abondamment dans l’intestin distal [503]. 

On peut ainsi supposer qu’une surexpression dans les parties distales accompagnée d’une 

surexpression protéique amplifierait son rôle de peptide anorexigène. Le rôle des 

peptides satiétogènes produits dans les régions distales du tube digestif sur la régulation 

de la prise alimentaire n’est pas clairement défini [504]. D’autre part, la cause de cette 

surexpression en absence de microbiote intestinal reste à identifier car les principaux 

facteurs induisant l’expression de gcg, cck et nt, tels que les AGCCs ou les acides biliaires, 

sont issus de l’activité du microbiote intestinal [326–328, 345–347, 349, 455]. D’autres 

facteurs issus du régime seul pourraient expliquer la surexpression de ces gènes, en 

particulier en l’absence de microbiote intestinal qui empêcherait la digestion d’éléments 

du régime tels que les fibres, des protéines ou des lipides qui jouent notamment un rôle 

dans l’activation de l’expression de ces peptides [323, 505].  
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Figure 4.8. Impact du passage au WD sur les niveaux d’expression de gcg (A), cck (B), nt 

(C) et pyy (D). Deux lettres différentes indiquent une différence significative au sein d’un 

même groupe (CTRL (a,b) ou ABX (x,y)) après ANOVA 1 voie. Les astérisques indiquent 

des différences significatives au sein d’un même jour entre les groupes avec **:P<0,01 ; 

*** :P<0,001 et **** :P<0,0001 après ANOVA 2-voies suivie d’un test post-hoc de Tukey. 

  



 

238 

 

L’utilisation d’antibiotiques, en plus d’induire une surexpression de cck, nt et gcg, a induit 

des modifications de la prise alimentaire à très court terme avec une augmentation du 

nombre de bouts (repas) dès la 1ère heure d’introduction de WD, en association avec une 

tendance à la diminution de la taille des bouts sans modification de l’ingéré total sur cette 

première heure. Un effet sur le rassasiement a dont été suspecté, possiblement en lien 

avec la forte surexpression de cck. Il serait intéressant de confirmer l’impact de cette 

absence de microbiote sur le rassasiement en déterminant finement le comportement 

alimentaire d’animaux axéniques en cages métaboliques, ce qui reste aujourd’hui 

techniquement impossible. Toutefois, la mesure de l’ingéré alimentaire sur la 1ère heure 

de consommation de WD montre une diminution significative de l’ingéré total de souris 

axéniques par rapport aux contrôles conventionnels, ce qui est cohérent avec une 

augmentation de la satiété ou du rassasiement qui pourrait résulter d’une surexpression 

plus marqué de la CCK chez les souris axénique que chez les souris ayant reçu un 

traitement antibiotique. L’épithélium intestinal, en particulier dans les parties distales, 

est donc très plastique en réponse aux variations du microbiote intestinal, mais cette forte 

plasticité n’est pas retrouvée ensuite au niveau de la prise alimentaire. En effet, malgré 

une forte surexpression des peptides anorexigènes, les animaux présentaient toujours 

une hyperphagie lors des premières 24h de régime WD. La motivation à manger 

supplante donc l’action des peptides satiétogènes de l’intestin. Il est aussi possible que 

des mécanismes compensatoires se soient mis en place empêchant l’action anorexigène 

des peptides. Même s’il apparait difficile de conclure sur l’importance de la voie endocrine 

dans la régulation de la prise alimentaire dans nos modèles, nos travaux ont malgré tout 

permis de révéler d’éventuelles nouvelles caractéristiques endocrines de l’intestin distale 

(production de CCK, plasticité transcriptionnelle), dont les fonctions et voies de 

communication avec le reste de l’organisme restent à explorer.  

D’autres voies de communication microbiote/cerveau pourraient être explorées, 

notamment la communication via le nerf vague dont l’activation peut dépendre du 

microbiote et participer à la régulation de la prise alimentaire [506]. Cette voie paraît 

d’autant plus intéressante à explorer que des modifications de l’inflammation du tronc 

cérébral ont été observées suite à plusieurs expositions au WD avec un lien potentiel avec 

le microbiote intestinal. Des travaux récents ont notamment montré qu’une dysbiose du 

microbiote intestinal induit une inflammation du tronc cérébral via l’activation du nerf 

vague, et qu’un telle inflammation était positivement corrélée à la mise en place de 

l’obésité sur le long terme [507]. Cela suggère que le nerf vague constitue également une 

voie de communication pouvant être impliquée dans la régulation de la prise alimentaire 

à court terme lors du passage au WD. Enfin certains métabolites bactériens peuvent 

traverser la barrière intestinale [508, 509]. L’approche métabolomique du chapitre 3 

partie I a montré une augmentation du stress oxydant hypothalamique qui était 

positivement corrélée avec certains métabolites caecaux non identifiés. Utiliser 

l’approche métabolomique et analyser en parallèle les métabolites du contenu caecal et 

du plasma pourrait permettre de déterminer si une telle voie de communication entre le 
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microbiote et cerveau était active dans notre modèle. Les métabolites caecaux mis en 

avant dans le chapitre 3 partie I constituent de bons candidats pour démarrer une analyse 

ciblée des métabolites bactériens circulants. Ainsi, bien qu’un impact fort du microbiote 

sur la régulation transcriptionnelle des EECs ait été identifié pendant ma thèse, le lien 

entre ces modifications et la régulation de la prise alimentaire reste à clarifier mais ne 

semble pas privilégié dans nos modèles de rats et souris avec un microbiote complexe. 

D’autres voies de communication microbiote-intestin-cerveau pourraient être impliquées 

dans les modifications observées à très court terme, par exemple le passage dans la 

circulation sanguine de métabolites bactériens non identifiés, ou encore le rôle du nerf 

vague. 

 

IV. Importance de l’approche méthodologique pour 

l’identification de liens potentiels entre le microbiote et 

le cerveau 

 

A. Importance du choix du modèle animal 

 

Au cours de ce projet de thèse, le modèle rongeur a été utilisé pour étudier l’impact à très 

court terme de l’introduction d’un WD sur la régulation de la prise alimentaire. 

L’utilisation d’un modèle de rongeur (rat et souris) axénique ainsi que de deux modèles 

de souris dont le microbiote a été déplété soit par traitement antibiotique, soit par PEG, a 

permis d’évaluer d’une part l’impact de l’absence de microbiote sur la régulation de la 

prise alimentaire et de ses acteurs et d’autre part l’impact du transfert de microbiote 

caecal sur la physiologie de l’hôte. 

Dans le cadre de ma thèse, l’utilisation du modèle de rat axénique a montré que l’absence 

totale de microbiote intestinal avait un impact sur la prise alimentaire via la régulation 

hédonique engendrant la phase hyperphagique moindre, avec une diminution 

significative de l’ingéré sur 24h. En parallèle, l’utilisation de souris axéniques avec une 

mesure de l’ingéré alimentaire sur la première heure a également montré une diminution 

de la prise alimentaire totale au moment du passage au WD. L’absence de bactérie 

intestinale semble donc affecter l’aspect motivation du comportement alimentaire lors de 

l’exposition à un aliment palatable. L’utilisation d’un modèle murin traité pendant 10 

jours avec un mélange d’antibiotiques à spectre large (chapitre 3 partie IV) n’a pas, malgré 

la forte déplétion du microbiote intestinal, permis de retrouver cette baisse significative 

de l’ingéré au cours des 24 premières heures suivant l’introduction du WD. En revanche, 

l’utilisation du modèle antibiotique a montré que la déplétion du microbiote avait un 

impact sur la régulation à très court terme de la prise alimentaire, avec une augmentation 
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du rassasiement au cours de la 1ère heure de WD, sans modification de la prise alimentaire 

totale sur cette heure. L’absence chronique de microbiote intestinal (animaux axéniques) 

semble avoir un impact sur la régulation de la prise alimentaire dans une fenêtre de temps 

plus large, avec une diminution de la prise alimentaire sur la première journée de 

consommation de WD (chapitre 3 partie I), tandis que 10 jours de traitement antibiotique, 

qui ne permettaient pas une déplétion totale du microbiote intestinal, induisaient des 

modifications de prise alimentaire lors des premières heures de WD mais pas à l’échelle 

de la journée entière. De façon intéressante, certains gènes qui participent à la régulation 

homéostatique du comportement alimentaire ont un niveau d’expression modifié chez les 

rats axéniques, avec une augmentation de l’expression d’agrp et de npy, d’après les 

résultats du chapitre 3 partie I (expérience 3, Figure 4.9). En parallèle, il a été montré que 

les rongeurs axéniques surexprimaient GLP-1 dans les parties distales de l’intestin avec 

un rôle potentiel dans la régulation de la vitesse de transit [344]. Cela suggère d’une part 

que l’absence de microbiote modifie l’activité de l’épithélium intestinal pour induire la 

satiété et d’autre part que cette augmentation de signaux satiétogènes est compensée 

centralement, au moins par l’ARC. Il pourrait donc y avoir un impact du temps passé en 

absence de microbiote sur la régulation de la prise alimentaire : tester l’impact d’un 

traitement antibiotique plus long pourrait permettre de déterminer si le temps passé en 

absence de microbiote intestinal est corrélé avec une augmentation de la satiété chez le 

rongeur. Ainsi, à très court terme après changement de régime, c’est davantage la 

régulation hédonique qui est modifiée en lien avec le microbiote tandis que la régulation 

homéostatique pourrait être impactée à plus long terme.  
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Figure 4.9. Niveaux d’expression des gènes agrp, npy et pomc chez le rat axéniques (AX) 

et conventionnel (Conv) avant (Chow) et après 2 jours de WD (WD).
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Lorsque l’on confronte les résultats obtenus avec ces deux modèles, il semble donc que 

les effets observés sur la prise alimentaire avec déplétion du microbiote par traitement 

antibiotique, notamment sur les premières heures de changement de régime, sont 

accentués dans le modèle axénique, suggérant que ces deux modèles sont 

complémentaires pour étudier l’impact de l’absence de microbiote sur la régulation de la 

prise alimentaire. Le modèle axénique présente l’avantage d’être totalement dépourvu de 

microbiote intestinal, ce qui reste difficile voire impossible à obtenir par déplétion d’un 

microbiote complexe. Cependant, l’effet observé sur la prise alimentaire dans les modèles 

axéniques peut être dû à d’autres facteurs que l’absence de microbiote intestinal. En effet, 

l’absence de microbiote au niveau de l’épithélium olfactif des animaux pourrait modifier 

la reconnaissance de l’aliment palatable avec un impact sur la quantité ingérée de cet 

aliment [439]. D’autre part, le modèle axénique présente des anomalies de 

développement intestinal et du système nerveux central qui pourraient impacter la 

régulation de la prise alimentaire [510–513]. Ces anomalies de développement rendent 

ainsi difficiles les interprétations des résultats obtenus. Les résultats obtenus après 

traitement antibiotique permettent de s’affranchir des problèmes de développement. 

Dans notre cas, les antibiotiques étaient dilués dans l’eau de boisson, ce qui implique que 

les animaux ne recevaient pas tous la même quantité d’antibiotiques en fonction de leur 

consommation hydrique. En parallèle, cette méthode présente l’avantage que les 

antibiotiques sont administrés de manière continue sur 24h, contrairement à un gavage 

ponctuel, même quotidien. La faible variabilité de quantité d’ADN obtenue par mg de fèces 

dans le chapitre 3 partie IV indique que 10 jours de traitement antibiotique sont suffisants 

pour permettre une déplétion significative du microbiote intestinal. Le choix des 

antibiotiques est également important : il ne doit pas être retrouvé dans la circulation de 

l’hôte pour s’affranchir d’effets sur l’hôte. De plus, certains cocktails sont répulsifs chez le 

rongeur, notamment ceux contenant du metronidazol, pouvant induire une diminution de 

la consommation hydrique et du poids des animaux [514, 515]. Cette aversion peut 

obliger l’utilisation d’édulcorants dans l’eau de boisson [516–518] qui peuvent fausser les 

mesures de prise alimentaire [519, 520]. L’ensemble de ces paramètres avaient été pris 

en compte dans notre étude et les antibiotiques étaient introduits un par un afin d’éviter 

tout effet sur la prise alimentaire et le gain de poids sous régime standard [327]. 

L’avantage du traitement antibiotique est aussi de permettre une combinaison ciblant 

certains types de bactéries pour favoriser la croissance d’autres. Cette approche pourrait 

être utilisée dans notre cas, par exemple en essayant d’éliminer les bactéries Gram- qui 

sont considérées comme étant pro-inflammatoires pour vérifier leur impact sur la 

physiologie de l’hôte. Que ce soit en l’absence de microbiote intestinal (modèle axénique) 

ou après déplétion par l’utilisation d’antibiotiques, la réponse de l’épithélium était 

modifiée avec une adaptation à cette absence de microbiote qui se traduit notamment par 

une modification de l’activité transcriptionnelle des EECs caecales (chapitre 3 partie IV). 

Ces deux modèles s’éloignent donc de la physiologie normale des animaux en termes de 

communication entre l’intestin et le cerveau, rendant les résultats et particulièrement 



 

243 

 

l’identification des mécanismes de communication entre microbiote et cerveau difficiles 

à interpréter. 

Une alternative au traitement antibiotique est l’utilisation de PEG qui permet d’éliminer 

le microbiote intestinal de façon mécanique, par lavages successifs via le gavage des 

animaux. L’avantage de cette méthode est de s’affranchir du traitement antibiotique tout 

en permettant une déplétion suffisante du microbiote pour permettre un transfert [521], 

ce qui a été réalisé dans le chapitre 3 partie II. De plus, cette méthode de déplétion du 

microbiote a été réalisée par gavages suivi presque immédiatement (seulement 4h après) 

du transfert de microbiote, ce qui permet de supposer qu’aucun impact, ou très faible, du 

gavage sur l’épithélium intestinal n’interfère dans l’interprétation des résultats bien que 

cette hypothèse reste à vérifier. Le transfert de microbiote de souris soumises à plusieurs 

cycles de WD vers des souris n’ayant jamais été exposées au WD a permis de démontrer 

que le microbiote intestinal modifié après ces multiples expositions était responsable 

d’une augmentation de la motivation à manger durant la 1ère heure de régime. Cette 

approche est complémentaire de l’approche par traitement antibiotique, avec l’évaluation 

de l’effet du microbiote modifié plutôt que de l’absence du microbiote. Cependant, nous 

n’avons pas encore vérifié la composition des microbiotes caecaux des souris donneuses 

ou receveuses (séquençage en cours) qui permettra de valider complètement le modèle 

de transfert. Malgré les différences d’approche expérimentale, toutes les expériences ont 

pointé vers un effet du microbiote intestinal sur la régulation de la prise alimentaire 

durant les premières heures de WD, avec un effet sur la composition hédonique et plus 

précisément sur la motivation à manger des animaux. 

 

B. Importance de l’approche bioinformatique 

 

Au cours de ma thèse, l’analyse bioinformatique des résultats de séquençage a été 

primordiale pour faire ressortir des marqueurs bactériens dans les modèles étudiés, en 

lien avec la régulation de la prise alimentaire et certains autres facteurs étudiés (tels que 

l’expression des gènes impliqués dans cette régulation ou encore des modifications de 

marqueurs d’inflammation). Cette analyse implique tout d’abord un traitement des 

résultats de séquençage avant l’analyse statistique de ces résultats.  
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1. La préparation des données de séquençage à l’analyse 

bioinformatique    

 

Les résultats bruts de séquençage peuvent varier en fonction de la méthode d’extraction, 

d’amplification de l’ADNr16S (selon les régions étudiées, les types de bactéries identifiées 

ne sont pas les mêmes ([522])) et la méthode de séquençage utilisée. Dans notre cas, la 

région hypervariable V3-V4 a toujours été utilisée pour l’amplification de l’ADNr16S, qui 

est la région la plus utilisée lors de l’analyse du microbiote intestinal car elle est celle qui 

présente la plus forte hétérogénéité et permet donc de couvrir le plus de bactéries 

possible [522].  

L’absence d’exhaustivité des bases de données de référence pour l’affiliation taxonomique 

est également un facteur induisant de la variabilité dans l’analyse des résultats. Dans le 

cadre de ma thèse, l’affiliation taxonomique a été réalisée à partir de l’algorithme 

implémenté dans le package R dada2 [523], qui permet de corriger les séquences 

obtenues grâce à l’établissement d’un modèle d’erreur établi à partir des résultats de 

qualité de séquençage Illumina. Contrairement à une méthode classique de clustering, par 

exemple l’évaluation de la distance entre deux séquences Illumina pour déterminer un 

taux de similarité entre elles, cet algorithme permet de s’affranchir des erreurs de 

séquençage pour obtenir des amplicon sequence variants (ASVs), qui diffèrent des OTUs 

par le fait qu’une séquence corrigée par l’algorithme correspond à un ASV tandis qu’une 

OTU correspond à un groupe de séquences hautement similaires. Pour plus de facilité de 

lecture, le terme OTU a été utilisé tout au long de cette thèse. L’utilisation de dada2 peut 

donc permettre une réduction des erreurs de séquençage, ce qui a un impact sur la 

diversité α en limitant son augmentation artificiellement induite par la prise en compte 

de séquences qui différeraient uniquement à cause d’erreurs de séquençage mais qui 

seraient reconnues comme des OTUs différents [524]. Une comparaison de la méthode 

dada2 et du clustering classique montre toutefois que les différences de communauté à 

une haute échelle taxonomique (au-dessus du genre) restent similaires quelle que soit la 

méthode utilisée [524].  

L’utilisation de différentes bases de données pour l’affiliation taxonomique peut 

également faire varier les résultats, que ce soit entre des bases différentes ou pour une 

même base de données, celles-ci étant régulièrement mises à jour. Deux grandes bases de 

données, Greengenes [525] et SILVA [526], sont disponibles pour l’affiliation de 

l’ADNr16S : la base de données SILVA a été utilisée dans ma thèse, celle-ci étant plus 

fournie que Greengenes et davantage mise à jour [527]. D’autres bases de données 16S 

sont disponibles telles que la ribosomal database project (RDP) [528] et la base de 

données du NCBI [529]. J’ai utilisé la base de données du NCBI de façon manuelle pour 

l’annotation à l’échelle de l’espèce de certaines OTUs identifiées comme étant des 

biomarqueurs des phénomènes étudiés : cette base de données contient à la fois les 
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séquences de Greengenes, SILVA et RDP et pourrait être envisagée à l’avenir pour 

l’affiliation taxonomique des séquences en vue d’une standardisation des méthodes [530].  

La méthode de normalisation peut grandement faire varier les résultats. La méthode 

utilisée dans ma thèse (Geometric Mean of Pairwise Ratios, GMPR [531]) permet de 

prendre en compte une spécificité des données de séquençage du microbiote d’animaux 

ayant subi des traitements différents : l’absence d’OTUs dans certains échantillons alors 

qu’elles sont présentes, parfois en fortes quantités, dans d’autres échantillons selon le 

traitement [532]. D’autres méthodes de normalisation des données de séquençage du 

microbiote permettent de prendre en compte les variations de nombre de séquences 

entre les échantillons. Cependant ces méthodes induisent une élimination excessive 

d’OTUs ou faussent légèrement les absences d’OTUs en les transformant artificiellement 

de façon à les rendre non nulles (une OTU absente dans un échantillon sera annotée 

comme présente en 1 exemplaire par exemple). Ces méthodes sont implémentées dans 

les packages R DESeq2 [533] ou edgeR [534], et originellement pensées pour les données 

de RNAseq pour lesquelles l’absence totale de données pour un gène donné est rare.  

Ainsi, la méthode de préparation des données utilisée au cours de ma thèse a permis de 

sélectionner des OTUs en limitant l’impact des erreurs de séquençage, de les affilier avec 

une base de données fournie et régulièrement mise à jour avant une normalisation 

préalable qui est adaptée aux données de séquençage du microbiote intestinal et qui 

permet de conserver une caractéristique importante de ces échantillons, i.e. les fortes 

variations d’abondance entre échantillons. Ces caractéristiques d’analyses et de process 

des données était parfaitement adaptées à nos modèles de changement de régime 

alimentaire et de déplétion du microbiote. L’utilisation de cette même approche pour 

toutes les expériences menées favorise la comparaison entre échantillons et a permis de 

démontrer que malgré des animaleries, des espèces, des souches ou encore des régimes 

différents, un microbiote initial ainsi qu’une évolution similaire en réponse au WD était 

retrouvée entre les expériences. Une standardisation des méthodes est ainsi primordiale, 

notamment pour envisager des méta-analyses entre différentes études et favoriser par 

exemple la découverte de biomarqueurs bactériens de maladies. 

 

2. Recherche de biomarqueurs bactériens : identification de 

bactéries individuelles vs. Identification de groupes de 

bactéries 

 

La découverte de biomarqueurs bactériens des modifications de prise alimentaire chez le 

rongeur a été réalisée bioinformatiquement via deux types d’approche : (i) la recherche 

de bactéries individuelles fortement impactées par le changement de régime ou par les 
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multiples expositions au régime et (ii) l’identification de groupes de bactéries, qui co-

évoluent ensemble en réseau, qui sont corrélés aux variations des marqueurs étudiés.  

L’identification de bactéries significativement impactées par le changement de régime ou 

par l’exposition à plusieurs WD a été réalisée à l’aide du package DESEq2, qui a l’avantage 

de prendre en compte la taille des échantillons pour évaluer les fold-change par rapport 

aux approches classiques statistiques (test t ou ANOVA une voie) et à partir des données 

normalisées par la méthode GMPR [533]. Cette approche permet d’identifier à l’échelle de 

l’OTU quelles bactéries sont significativement différentiellement abondantes entre deux 

conditions [535–537]. Des alternatives récentes à DESEq2 auraient également pu être 

utilisées dans le cadre de nos expériences telles que MiRKAT qui permet d’évaluer les 

différences significatives à partir de plusieurs matrices de distance en simultané [538], 

des alternatives à la gestion des outliers [539] ou à la prise en charge de l’absence des 

OTUs [540], mais n’ont pas été utilisées car trop récentes pour avoir suffisamment de 

recul sur les résultats obtenus par rapport à DESeq2[541]. L’approche utilisée pendant 

ma thèse a permis d’identifier des biomarqueurs potentiels des modifications de la prise 

alimentaire. Toutefois, ces biomarqueurs n’étaient pas toujours retrouvés entre les 

expériences, ce qui peut s’expliquer par le fait que ce sont des bactéries isolées qui 

peuvent avoir des rôles métaboliques redondants au sein d’un écosystème constitué de 

plusieurs bactéries, malgré leur affiliation taxonomique différente. Il a ainsi paru plus 

intéressant de raisonner à l’échelle du groupe de bactéries qui co-évoluent ensemble, afin 

de permettre l’identification de plusieurs bactéries dont l’abondance n’est pas forcément 

significativement impactée par le changement de régime. 

L’utilisation du WGCNA [542] permet de construire des groupes de bactéries co-évoluant 

ensemble en fonction du critère de séparation des groupes, par exemple le changement 

de régime. Dans le cadre de ma thèse, cette méthode a été étendue de façon à déterminer 

des corrélations entre ces groupes de bactéries et d’autres données tels que les données 

de métabolomique de l’intestin et de l’hypothalamus dans le chapitre 3 partie I. Cette 

méthode d’analyse a été possible grâce à la mise à disposition d’une application web, 

MiBiOmics, [543]. Des alternatives, notamment mixOmics [544] ou l’analyse de co-inertie 

multiple [545, 546], permettent également cette intégration entre plusieurs jeux de 

données, avec des résultats qui peuvent être complémentaires à ceux obtenus avec 

MiBiOmics [543]. Une différence principale entre mixOmics, et plus particulièrement la 

méthode DIABLO [547], et MiBiOmics, est que DIABLO construit ces réseaux avec a priori, 

c’est-à-dire en sélectionnant les éléments qui apparaissent déjà comme impactés par la 

condition choisie, avant de réaliser les corrélations qui mettent à jour les relations 

potentielles entre les jeux de données. Il serait toutefois intéressant de compléter les 

résultats obtenus par ce type d’approche pour les confronter à ceux déjà obtenus avec 

MiBiOmics. MiBiOmics présente ainsi l’avantage de conserver des bactéries ou 

métabolites qui ne sont pas significativement impactés par la condition étudiée, ce qui 

facilite l’identification de nouveaux biomarqueurs des phénomènes étudiés. Un autre 

avantage non négligeable de cette application est sa simplicité d’utilisation, sans nécessité 
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de connaissance en codage. Dans notre cas, son utilisation a permis de mettre à jour des 

groupes de bactéries qui n’avaient pas forcément de fortes variations d’abondance entre 

les groupes mais qui s’avéraient être de potentiels biomarqueurs de l’élévation précoce 

du stress oxydant hypothalamique en réponse au changement de régime. Cette approche 

au niveau de la composition pourrait être complétée par une identification de groupes 

d’activités métaboliques prédites, en utilisant MiBiOmics avec des résultats de prédiction 

métabolique obtenus par exemple avec PICRUSt2 [460]. Toutefois, comme vu dans le 

chapitre 3 partie II, cette approche reste prédictive et basée sur les résultats de 

séquençage 16S : elle doit être complétée ou confortée par une analyse biologique de 

l’activité bactérienne, par exemple en dosant les AGCCs, dont les variations de 

concentrations n’ont pas été traduites par des variations d’activité de fermentation par 

PICRUSt2. L’identification de groupes de bactéries ou de métabolites bactériens comme 

biomarqueurs des modifications de prise alimentaire est pertinente car elle permet 

d’identifier de potentiels écosystèmes qui auront, ensemble, une activité commune, 

d’après le faible nombre de métabolites bactériens liés aux groupes de bactéries identifiés 

dans le chapitre 1. Cette approche paraît plus adaptée dans le cadre d’une analyse 

exploratoire comme celle menée au cours de ma thèse.  
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Conclusion 

L’objectif principal de ma thèse était (i) de déterminer si le microbiote intestinal, par ses 

variations de composition et/ou d’activité métabolique, était capable de moduler la prise 

alimentaire lors du passage d’un régime standard à un WD chez le rongeur et (ii) si oui, 

par quels mécanismes. 

Les résultats obtenus au cours de ce travail ont mis en évidence que le microbiote était 

impacté fortement et de façon très précoce, à la fois en termes de composition (dès 1 jour) 

et en termes d’activité métabolique (dès 2h), par l’introduction d’un WD. L’alternance de 

plusieurs cycles de WD altérait la composition du microbiote même après retour à un 

régime standard. Ces variations précoces étaient similaires entre les expériences malgré 

les variations de conditions d’expérimentation et indiquaient une évolution vers un profil 

de microbiote enrichi en bactéries retrouvées dans des contextes de maladies pro-

inflammatoires et appauvri en bactéries bénéfiques pour l’hôte. Le microbiote modifié, 

notamment par plusieurs expositions au WD, était capable d’induire une augmentation de 

la motivation à manger durant la première heure de consommation de WD, suggérant un 

rôle du microbiote dans la régulation hédonique de la prise alimentaire à très court terme 

lors de la consommation d’aliments palatables. En parallèle, nous n’avons pas mesuré 

d’impact du microbiote sur les adaptations du comportement alimentaire après la phase 

d’hyperphagie. Le rôle du microbiote intestinal sur la physiologie et le comportement 

alimentaire est donc différent lors d’exposition à très court terme, au moment de 

l’introduction d’un aliment palatable, ou dans le contexte d’une consommation chronique 

de l’aliment.   

Nous avons également montré que la composition initiale du microbiote intestinal semble 

prédictive du comportement alimentaire lors du changement de régime. Quelques 

biomarqueurs bactériens ont été mis à jour suite à la séparation des animaux selon leur 

ingéré alimentaire lors de la phase d’hyperphagie mais ces travaux demandent à être 

approfondis. Un rôle du microbiote sur la régulation transcriptionnelle des EECs, 

spécifique du caecum a également été montré, suggérant que des modifications de la 

régulation de la satiété par le microbiote sont également possibles, même si des travaux 

complémentaires doivent être menés pour évaluer les conséquences en termes de 

comportement alimentaire de ces résultats. 

Les travaux de ma thèse ont ainsi permis de déterminer que le microbiote, dont la 

composition et l’activité sont rapidement modifiés, est impliqué dans la régulation 

hédonique de la prise alimentaire lors des premières heures d’introduction du WD. Les 

variations du microbiote pourraient également être impliquées dans l’induction précoce 

de l’inflammation hypothalamique par l’intermédiaire du stress oxydant. Cette 

découverte, en association avec son rôle dans la motivation à manger après plusieurs 

expositions au WD et sa composition qui peut être prédictive de la prise alimentaire lors 

des premières heures de changement de régime, ouvrent la voie vers de nouvelles pistes 



 

249 

 

de prévention de l’obésité, en particulier dans un environnement ou les aliments 

palatables sont sur-représentés et disponibles à outrance. Une perspective intéressante 

serait d’évaluer au sein d’une cohorte humaine, en séparant les individus normo-

pondérés des individus en surpoids, si la motivation à manger un WD dépend des 

paramètres de leur microbiote (composition ou activité par la mesure des AGCCs par 

exemple), afin de vérifier si les résultats obtenus chez le rongeur sont transposables chez 

l’Homme. 
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Résumé de la thèse 

L’épidémie de surpoids et d’obésité en lien avec la disponibilité accrue d’aliments ultra-palatables, riches 

en lipides et en glucides (Western diet, WD) est un problème majeur de santé publique. Chez le rongeur, le 

profil de prise alimentaire à très court terme sous WD est très robuste et prédictif de la propension des 

animaux à devenir obèses. Cette régulation comprend une phase d’hyperphagie de 24h suivie d’un retour à 

l’homéostasie énergétique. Le but de cette thèse a été de déterminer si le microbiote intestinal, par des 

variations précoces de composition ou d’activité métabolique, jouait un rôle dans ce comportement 

alimentaire à très court terme lors de l’introduction d’un WD et si oui, par quel(s) mécanisme(s). 

L’introduction d’un WD induisait des modifications précoces de composition du microbiote qui tendaient 

vers un contexte pro-inflammatoire. L’utilisation de modèles sans microbiote (axénique) ou dont le 

microbiote a été déplété par traitement antibiotique a permis de déterminer que celui-ci joue un rôle lors 

des premières heures de consommation de WD avec une diminution de la prise alimentaire lors de la phase 

d’hyperphagie (modèle axénique) et une modification du rassasiement lors des premières heures de WD 

(modèle antibiotiques). Le microbiote de souris sous régime standard était modifié par plusieurs cycles de 

WD et induisait une augmentation de la motivation à manger dès l’introduction du WD. La composition 

initiale du microbiote semble également prédictive de la prise alimentaire lors de la phase d’hyperphagie, 

ce qui doit être affiné par de futures analyses. Parmi les mécanismes potentiellement impliqués, nous avons 

montré que le microbiote pourrait participer à la mise en place très précoce du stress oxydant et de 

l‘inflammation hypothalamique et qu’il participe à la régulation transcriptionnelle des peptides 

anorexigènes dans les cellules entéroendocrines caecales. D’autres mécanismes d’interaction entre le 

microbiote et la régulation, notamment hédonique, de la prise alimentaire restent à élucider. L’ensemble de 

ces résultats suggère un lien entre les modifications précoces du microbiote intestinal et la régulation de la 

prise alimentaire, notamment hédonique lors des premières heures de consommation de WD. Ces 

découvertes ouvrent la voie vers de nouvelles pistes de prévention de l’obésité en lien avec la composition 

du microbiote intestinal. 

 

The obesity and overweight pandemic is a major public health issue linked to the high availability of 

palatable, sugar and fat-rich (Western diet, WD) food. First week food intake response to WD introduction 

in rodent is very robust and predictive of its propensity to become obese on a long term. It is composed of 

a one-day hyperphagic phase followed by a return to a normal food intake. The goal of this thesis was to 

determine if the gut microbiota, through acute composition and/or metabolic activity modifications, play a 

role in early food intake regulation following WD introduction and if so through which mechanisms. Dietary 

change modified the gut microbiota composition towards a pro-inflammatory context. Animal models 

lacking a gut microbiota (germ-free) or with a depleted gut microbiota (antibiotics) demonstrate that 

intestinal microbiota is involved in energy intake regulation during the first hours of WD consumption, with 

a decrease in food intake during the 1-day hyperphagic phase in axenic rats and satiation modifications 

during the first hours after dietary change (antibiotics). Gut microbiota of mice under standard diet was 

modified after several WD cycles and induced an increase in eating motivation at WD introduction. Initial 

gut microbiota composition seems predictive of food intake during the hyperphagic phase but this has to 

be confirmed by further analyses. Among the potential mechanisms involved in this regulation, we showed 

that gut microbiota could participate to the early induction of hypothalamic oxidative stress and 

inflammation and that it is involved in gut anorexigenic peptides transcriptional regulation in caecal 

enteroendocrine cells. Other interaction mechanisms between gut microbiota and food intake regulation, 

notably the hedonic aspect, still have to be characterized. All these results suggest a link between early gut 

microbiota modifications and food intake regulation, in particular towards the hedonic aspect during the 

first hours after dietary change. These findings pave the way to the discovery of new ways of obesity and 

overweight prevention around gut microbiota composition.  
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Résumé :  L’épidémie de surpoids et d’obésité en lien 

avec la disponibilité accrue d’aliments ultra-palatables, 
riches en lipides et en glucides (Western diet, WD) est un 
problème majeur de santé publique. Chez le rongeur, le 
profil de prise alimentaire à très court terme sous WD est 
très robuste et prédictif de la propension des animaux à 
devenir obèses. Cette régulation comprend une phase 
d’hyperphagie de 24h suivie d’un retour à l’homéostasie 
énergétique. Le but de cette thèse a été de déterminer si 
le microbiote intestinal, par des variations précoces de 
composition ou d’activité métabolique, jouait un rôle dans 
ce comportement alimentaire à très court terme lors de 
l’introduction d’un WD et si oui, par quel(s) mécanisme(s). 
L’introduction d’un WD induisait des modifications 
précoces de composition du microbiote qui tendaient vers 
un contexte pro-inflammatoire. L’utilisation de modèles 
sans microbiote (axénique) ou dont le microbiote a été 
déplété par traitement antibiotique a permis de déterminer 
que celui-ci joue un rôle lors des premières heures de 
consommation de WD avec une diminution de la prise 
alimentaire lors de la phase d’hyperphagie (modèle 
axénique) et une modification du rassasiement lors des 
premières heures de WD (modèle antibiotiques). 
 

Le microbiote de souris sous régime standard était 
modifié par plusieurs cycles de WD et induisait une 
augmentation de la motivation à manger dès 
l’introduction du WD. La composition initiale du 
microbiote semble également prédictive de la prise 
alimentaire lors de la phase d’hyperphagie, ce qui doit 
être affiné par de futures analyses. Parmi les 
mécanismes potentiellement impliqués, nous avons 
montré que le microbiote pourrait participer à la mise en 
place très précoce du stress oxydant et de l‘inflammation 
hypothalamique et qu’il participe à la régulation 
transcriptionnelle des peptides anorexigènes dans les 
cellules entéroendocrines caecales. D’autres 
mécanismes d’interaction entre le microbiote et la 
régulation, notamment hédonique, de la prise alimentaire 
restent à élucider. L’ensemble de ces résultats suggère 
un lien entre les modifications précoces du microbiote 
intestinal et la régulation de la prise alimentaire, 
notamment hédonique lors des premières heures de 
consommation de WD. Ces découvertes ouvrent la voie 
vers de nouvelles pistes de prévention de l’obésité en lien 
avec la composition du microbiote intestinal. 
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Abstract : The obesity and overweight pandemic is a 

major public health issue linked to the high availability of 
palatable, sugar and fat-rich (Western diet, WD) food. First 
week food intake response to WD introduction in rodent is 
very robust and predictive of its propensity to become 
obese on a long term. It is composed of a one-day 
hyperphagic phase followed by a return to a normal food 
intake. The goal of this thesis was to determine if the gut 
microbiota, through acute composition and/or metabolic 
activity modifications, play a role in early food intake 
regulation following WD introduction and if so through 
which mechanisms. Dietary change modified the gut 
microbiota composition towards a pro-inflammatory 
context. Animal models lacking a gut microbiota (germ-
free) or with a depleted gut microbiota (antibiotics) 
demonstrate that intestinal microbiota is involved in energy 
intake regulation during the first hours of WD consumption, 
with a decrease in food intake during the 1-day 
hyperphagic phase in axenic rats and satiation 
modifications during the first hours after dietary change 
(antibiotics). 

Gut microbiota of mice under standard diet was modified 
after several WD cycles and induced an increase in 
eating motivation at WD introduction. Initial gut microbiota 
composition seems predictive of food intake during the 
hyperphagic phase but this has to be confirmed by further 
analyses. Among the potential mechanisms involved in 
this regulation, we showed that gut microbiota could 
participate to the early induction of hypothalamic oxidative 
stress and inflammation and that it is involved in gut 
anorexigenic peptides transcriptional regulation in caecal 
enteroendocrine cells. Other interaction mechanisms 
between gut microbiota and food intake regulation, 
notably the hedonic aspect, still have to be characterized. 
All these results suggest a link between early gut 
microbiota modifications and food intake regulation, in 
particular towards the hedonic aspect during the first 
hours after dietary change. These findings pave the way 
to the discovery of new ways of obesity and overweight 
prevention around gut microbiota composition. 

 




