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Chapitre 1 : Le tractus gastro-intestinal 

 

I. La description anatomique et histologique de l’intestin 

1. L’organisation du tractus gastro-intestinal  

Le tube digestif permet l’ingestion de nourriture, sa dégradation en nutriments, leur 

absorption dans le sang ainsi que l’élimination des déchets non digérés. Il est divisé en une voie 

digestive supérieure, qui s’étend de la bouche jusqu’à l’estomac, et une voie inférieure, incluant 

l’intestin grêle et le gros intestin. Depuis la cavité orale, qui fait office de réceptacle alimentaire, 

la mastication et les sécrétions salivaires assurent le début de la digestion des aliments qui 

transitent par la suite, via l’œsophage, dans le tractus gastro-intestinal. Tandis que l’estomac 

permet le mélange et le broyage des aliments sous l’action de la pepsine et de l’acide 

chlorhydrique (HCl), la digestion se poursuit dans l’intestin grêle. Subdivisé en 

un segment fixe, le duodénum, suivi de deux segments mobiles, le jéjunum et iléon, l’intestin 

grêle s’étend du pylore à la jonction iléo-caecal et constitue le principal site d’absorption des 

nutriments. Le gros intestin est quant à lui composé du cæcum, du côlon proximal et distal et 

du rectum (Figure 1) et garantit l’élimination des déchets alimentaires ainsi que la réabsorption 

de l’eau, des électrolytes, des vitamines liposolubles et des acides gras à chaine courtes (AGCC) 

dérivés du métabolisme bactérien (Lambert et al., 2014).  

2. L’histologie de la paroi intestinale  

L’intestin grêle et le côlon partagent une structure anatomique semblable caractérisée 

par une paroi entourant la lumière digestive où transite le chyme et où siège le microbiote 

intestinal. Cette paroi est constituée de quatre couches concentriques (séreuse, musculeuse, 

sous-muqueuse et muqueuse) à travers lesquelles s’organisent plusieurs réseaux : les plexus 

myentériques et sous-muqueux composant le système nerveux entérique, les chylifères du 

système lymphatique et le réseau vasculaire. D’un point de vue anatomique, la séreuse (tissu 

conjonctif dense) est la couche la plus externe et assure une fonction de glissement. La 

musculeuse participe quant à elle au péristaltisme, la sous-muqueuse (tissu conjonctif lâche)  
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Figure 1 : Anatomie de l’intestin humain 

D’après http://www.servier.fr/smart/banque-dimages-powerpoint 
  

L’intestin grêle, situé dans la cavité abdominale au centre de l’abdomen, est constitué 
de trois segments successifs : i) Le duodénum prend son origine à la sortie de l’estomac 
au niveau du sphincter pylorique et se présente sous forme de « C » ; ii) Le jéjunum 

débute au niveau de l’angle duodéno-jéjunal ; iii) L’iléon s’étend jusqu’à la jonction 
iléo-caecale. Le côlon fait suite à l’intestin grêle, et se situe entre l’orifice iléo-caecal 
et la jonction sigmoïdo-rectale formant ainsi un cadre qui entoure le jéjunum et l’iléon. 
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au soutien mécanique de la muqueuse, et la muqueuse (épithélium simple prismatique) 

à des fonctions variées et détaillées dans le chapitre ci-dessous (Figure 2) (Aibe et al., 1986). 

L’architecture de la muqueuse intestinale est adaptée au rôle qu’elle remplit. En effet, afin 

d’optimiser ses capacités absorptives, l’intestin se caractérise par différents niveaux de replis 

permettant une démultiplication de la surface épithéliale. Celle-ci atteint 400 m2 chez l’Homme, 

lui conférant ainsi la qualité de plus vaste interface de l’organisme entre l’environnement 

extérieur et le milieu intérieur. Cette organisation anatomique se matérialise dans un premier 

temps par une variation de l’épaisseur radiale de la sous-muqueuse, permettant la formation des 

valvules conniventes (plis circulaires de l’ordre du cm) dans le jéjunum et l’iléon. À son tour, 

la lamina propria structure l’épithélium intestinal en une succession d’invaginations (cryptes 

de Lieberkühn) et de protrusions digitiformes (villosités, de l’ordre du mm). Enfin, les cellules 

épithéliales présentent à leur pôle apical de fines expansions membranaires structurées par un 

réseau de filaments d’actine (microvillosités de l’ordre du µm) constituant une bordure en 

brosse. La structure de la muqueuse colique se distingue de celle de l’intestin grêle par une 

surface plane (absence de villosités) présentant des cryptes plus profondes (≈160µm vs ≈70µm) 

(Figure 3) (Baker et al., 2014; Ferguson et al., 1978). 

3. Le renouvellement cellulaire de la muqueuse intestinale 

L’épithélium intestinal est une couche simple prismatique composée de différents types 

cellulaires dont la répartition selon l’axe crypto-villositaire détermine la régionalisation 

fonctionnelle du renouvellement intestinal (Figure 2). Dans les cryptes, les progéniteurs 

prolifératifs sont produits à partir des cellules souches par division symétrique ou asymétrique, 

puis se différencient lors de leur migration le long de cet axe et sont éliminés par anoïkis 

(détachement des cellules de la matrice extracellulaire) à l’apex des villosités (Figure 5) (Potten 

& Loeffler, 1990). Parmi les types cellulaires différenciés, les cellules de Paneth font cependant 

exception à cette règle, celles-ci migrant dans le fond des cryptes où elles seront éliminées par 

phagocytose (Ireland et al., 2005). L’épithélium est ainsi continuellement renouvelé, de manière 

rapide, en 3 à 5 jours chez l’Homme et la souris (Moore & Lemischka, 2006), ce qui lui confère 

une grande plasticité et capacité d’adaptation à son environnement. Cependant, la vitesse de 

renouvellement varie selon les types cellulaires et leur localisation. Chez la souris, les cellules 

entéroendocrines sont en effet renouvelées tous les 4 jours dans le jéjunum, environ tous les 4 

mois dans l’estomac (Lehy & Willems, 1976) et tous les 60 jours dans l’iléon et le côlon 

(Tsubouchi & Leblond, 1979).  
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Figure 2 : Composition de la paroi intestinale 

D’après http://clesdesante.com/article-31263230-html/ (adaptée) 
  

La paroi intestinale est constituée de 4 tuniques concentriques. De l'extérieur (milieu 
intérieur) vers l'intérieur (lumière digestive), on distingue : i) la séreuse, un tissu 
conjonctif ; ii) la musculeuse, tunique épaisse constituée de deux couches de cellules 
musculaires lisses (circulaire interne et longitudinale externe) à l’origine de la motilité 
intestinale, et entre lesquelles se trouve le plexus nerveux myentérique d'Auerbach ; iii) 
la sous-muqueuse, constituée d’un tissu conjonctif lâche assure le glissement de la 
muqueuse par rapport aux couches musculaires et contient le plexus nerveux sous-
muqueux de Meissner ainsi qu’un réseau riche en capillaires sanguins et lymphatiques ; 
iiii) la muqueuse est composée d’un épithélium prismatique simple, du chorion, d’un 
tissu conjonctif où les follicules lymphatiques assurant sa protection et d’une musculaire 
muqueuse (cellules musculaires lisses). La muqueuse est organisée selon un axe crypto-

villositaire, permettant la régionalisation des différents types cellulaires et de leurs 
activités. 
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Les cellules de Paneth se renouvellent quant à elles environ tous les 57 jours (Ireland et 

al., 2005). Ainsi, la régulation fine de l’ensemble de ces processus (prolifération, 

différenciation et apoptose) est cruciale dans le maintien de l’homéostasie épithéliale 

intestinale (Marshman et al., 2002). Bien que les cellules souches intestinales, au nombre de 14 

± 2 par crypte, constituent l’unité de base du renouvellement épithélial, leur identité est restée 

très longtemps controversée. Des expériences de traçage cellulaire réalisées dans l’intestin de 

souris adultes ont cependant révélé l’existence dans le fond des cryptes, de deux populations 

cellules souches pluripotentes, capables de donner naissance à tous les types cellulaires de 

l’épithélium intestinal (Marshman et al., 2002; Snippert et al., 2010).  

Parmi celles-ci, les crypt base columnar cells (CBC), originellement identifiées par 

Leblond et Cheng (Cheng & Leblond, 1974), sont de petites cellules cylindriques prolifératives 

disposées entre les cellules de Paneth. L’identification d’un gène cible de la voie de 

signalisation Wnt a permis de révéler que le récepteur orphelin Lgr5 (leucine-rich repeat-

containing G protein-coupled receptor 5) à sept domaines transmembranaires était un marqueur 

moléculaire spécifique des CBC (Barker et al., 2007; Umar, 2010). Ainsi, la mise en culture de 

CBC Lgr5+ isolées dans un milieu contenant des facteurs de croissance permet, en absence 

d’une niche cellulaire, la formation de structures tridimensionnelles reproduisant l’organisation 

crypto-villositaire (Sato et al., 2009) et cette capacité à former des organoïdes intestinaux est 

améliorée par une co-culture avec des cellules de Paneth (Sato et al., 2011). Par la suite, 

l’analyse transcriptomique des CBC a permis d’identifier d’autres marqueurs spécifiques de 

cette population cellulaire, parmi lesquels la glycoprotéine Olfm4 (olfactomedin 4) (Van der 

Flier et al., 2009), le facteur de transcription Ascl2 (achaete-scute complex homolog 2) (Van 

der Flier et al., 2009) et l’inhibiteur des facteurs BMP, Smoc2 (SPARC related modular calcium 

binding 2) (Muñoz et al., 2012). 

Le deuxième pool de cellules souches intestinales regroupe les cellules LRC+4, qui 

avaient été décrites pour la première fois par Chris Potten et ses collègues (Barker et al., 2008; 

Potten et al., 1978, 2002).  À ce jour, les marqueurs connus de cette population cellulaire sont 

le répresseur transcriptionnel Bmi1 (B lymphoma Mo-MLV insertion region 1) (Sangiorgi & 

Capecchi, 2008), le facteur de transcription Hopx (hop homeobox) (Takeda et al., 2011), le 

régulateur négatif pan-ERBB Lrig1 (leucine-rich repeats and immunoglobuline-like domains 

1) (Powell et al., 2012) et la télomérase reverse transcriptase Tert (Montgomery et al., 2011).  
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Figure 3 : Architecture de la muqueuse intestinale 

D’après Encyclopædia Britannica (adaptée) 
  
La muqueuse et la sous-muqueuse de l’intestin grêle, notamment du duodénum et du jéjunum, 
forment ensemble des plis circulaires transversaux appelés valvules conniventes (ou encore 
plicae circulares ou valves de Kerckring). Les villosités intestinales, replis de la muqueuse et 
du tissu conjonctif sous-jacent, forment des projections en doigt de gant dans la lumière 
intestinale. Les cellules épithéliales présentent des expansions digitiformes de la membrane 
apicale, ou microvillosités (longueur : 1 μm, épaisseur : 0,1 μm) s’organisant de manière 
parallèle et ordonnée grâce à un réseau de filaments d’actine depuis leur pointe jusqu’à leur base. 
L’ensemble des microvillosités constitue le plateau strié. Ensemble, les villosités et les 
microvillosités garantissent une amplification de la surface totale d'absorption des nutriments 
d’environ 400 fois. Les nutriments ainsi absorbés sont transportés le long des filaments d’actine 
vers les capillaires sanguins et les vaisseaux chylifères du système lymphatique. Le transport des 
nutriments est également renforcé par des contractions rythmées et continues du cytosquelette. 
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Bien que les cellules LRC+4 soient capables de générer l’ensemble des types cellulaires 

différenciés de l’épithélium intestinal, elles se distinguent des CBC par leur très faible activité 

proliférative. Ces deux pools de cellules souches présentent ainsi deux fonctions distinctes mais 

complémentaires. Alors que les CBC assurent le renouvellement continu de l’épithélium 

intestinal, les LCR+4 servent de réserve de cellules souches et sont activées suite à la perte des 

CBC lors d’une réponse régénérative (Cui & Chang, 2016). 

4. Les cellules épithéliales intestinales différenciées et les fonctions associées  

Les cellules épithéliales intestinales différenciées sont généralement classifiées selon 

leur fonction, définissant ainsi un lignage de type absorptif ou sécrétoire (Sancho et al., 2004). 

Les cellules absorbantes sont ainsi représentées par les entérocytes, les colonocytes, les cellules 

M et les cellules en coupe (cellules « cup »). Les cellules à activité sécrétoire regroupent quant 

à elles les cellules caliciformes, les cellules entéroendocrines, les cellules de Paneth et les 

cellules de touffe (cellules « tuft ») (Figure 4). 

a. Les cellules du lignage absorptif 

Les entérocytes sont des cellules cylindriques qui représentent environ 80% des cellules 

épithéliales intestinales. Les microvillosités (diamètre ≈100 nm, longueur ≈1–3 µm) présentes 

au pôle apical des entérocytes participent à l’augmentation de la surface d’échange avec la 

lumière digestive et favorisent l’hydrolyse ainsi que l’absorption sélective des nutriments grâce 

à l’expression d’enzymes digestives et de transporteurs spécifiques dans leur membrane 

plasmique (Crawley et al., 2014; Noah et al., 2011). Parmi les marqueurs de différenciation 

entérocytaire, on peut citer les hydrolases digestives apicales, telles que les glucosidases et la 

phosphatase alcaline (Dauca et al., 1990) ainsi que la pompe échangeuse sodium-potassium 

(Na+-K+ ATPase) (Gorvel et al., 1983) et les antigènes d’histocompatibilités basolatéraux. Dans 

la muqueuse colique, les colonocytes assurent la réabsorption d’eau, de minéraux et de 

vitamines (Blachier et al., 2018).  

Les cellules M (« microfold ») représentent 10% des cellules de l’épithélium intestinal 

et sont spécifiques des tissus lymphoïdes associés au tube digestif (gut-associated lymphoid 

tissue, ou GALT). Ce tissu lymphoïde est composé des plaques de Peyer, de l’appendice et des 

follicules lymphoïdes isolés. Les cellules M se caractérisent, au niveau de leur membrane 

plasmique basolatérale, par la présence d’invaginations formant des poches et assurant le 

contact avec les cellules immunitaires.  
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Figure 4 : Principales types cellulaires différenciés de l’épithélium intestinal et fonctions 
associées 

D’après Gerbe et al., 2012 (adaptée) 
  

L’épithélium intestinal est composé de sept types de cellules différenciées qui assurent des 
fonctions distinctes. 1) Les entérocytes permettent l’hydrolyse, l’absorption et le transport 
sélectif des nutriments ; 2) Les cellules caliciformes sécrètent un mucus qui assure la 
lubrification et la protection de l’épithélium ; 3) Les cellules de Paneth sécrètent des peptides 
antimicrobiens (lysozymes, défensines etc) participant ainsi à l’immunité innée de la muqueuse 
intestinale ; 4) Les cellules entéroendocrines assurent la sécrétion de divers entéropeptides qui, 
en agissant comme des hormones ou des neuropeptides, sont impliqués dans la digestion, la 
motilité intestinale et la régulation de l’homéostasie glucidique notamment ; 5) Les cellules M, 
situées au niveau des plaques de Peyer, sont capables de capter puis de transporter des antigènes 
présents dans la lumière intestinale vers les tissus lymphoïdes sous-épithéliaux en vue d’une 
réponse immunitaire adaptée ; 6) Les cellules « tuft » sont impliquées dans la défense 
antiparasitaire (sécrétion d’IL-25) et participent à la régulation de l’inflammation (synthèse de 

PGE2) ; elles sont aussi capables de produire des opioïdes tels que la β-endorphine et ; 7) Les 
cellules « cup » ont récemment été identifiées et correspondent donc au type cellulaire le moins 
bien caractérisé dans la littérature.  
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Elles permettent ainsi d’échantillonner, d’encapsuler et de délivrer les antigènes 

luminaux dans des vésicules vers la membrane basolatérale au contact des cellules 

présentatrices d’antigènes. Elles jouent donc un rôle crucial dans la réponse immunitaire en 

assurant le maintien de l’immuno-surveillance intestinale (Corr et al., 2008; Miller et al., 2007). 

À ce jour, différents marqueurs moléculaires spécifiques de ce type cellulaire ont été identifiés 

(Casteleyn et al., 2013), tels que la protéine Siglec-F (sialic acid-binding immunoglobulin-like 

lectin F), qui, exprimée à la surface luminale des cellules M murines, reconnait les résidus 

d’acide sialique des glycoprotéines et des glycolipides (Gicheva et al., 2016). 

Les cellules en coupe (« cup »), tiennent leur nom de leur morphologie particulière en 

forme de verre à vin. Elles représentent jusqu’à 6% des cellules épithéliales de l’iléon et sont 

caractérisées par de courtes microvillosités et une activité réduite de la phosphatase alcaline 

(Gerbe et al., 2012; Madara & Carlson, 1985). Cependant, leur fonction reste à ce jour 

indéterminée et le seul marqueur moléculaire identifié pour ce type cellulaire dans les villosités 

de l’épithélium iléal du lapin est la vimentine (Ramirez & Gebert, 2003). 

b. Les cellules du lignage sécrétoire 

Les cellules caliciformes, aussi appelées cellules à mucus ou cellules en gobelet, sont 

des cellules cylindriques glandulaires simples. Caractérisées par l’accumulation apicale de 

grains de mucus, leur sécrétion contribue à lubrifier la paroi intestinale et à protéger l'épithélium 

contre l'érosion mécanique, et constitue la niche écologique du microbiote intestinal. 

Constituant seulement 4% des cellules épithéliales dans le duodénum, leur nombre croît 

graduellement selon l’axe antéro-postérieur jusqu’à atteindre 16% dans le côlon (Kim & Ho, 

2010). Le marqueur le plus spécifique de ce type cellulaire est la mucine 2 (MUC2) (McIntire 

et al., 2011). 

Les cellules entéroendocrines (CEE), disséminées dans la muqueuse, représentent 

moins de 1% des cellules épithéliales intestinales et coliques et constituent bien que diffus, le 

plus large système endocrinien de l’organisme (Noah et al., 2011). Elles se caractérisent par 

leur morphologie singulière en forme de poire et la chromogranine A est le marqueur 

d’excellence pour l’identification des cellules CEE, comme l’illustre son utilisation en clinique 

pour la détection des tumeurs neuro-endocrines (Gut et al., 2016).  
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Tableau 1 : Principales cellules entéroendocrines 

Informations principales issues de Brierley et al., 2021 ; Adriaenssens et al., 2019 ; Mace et al., 2015 ; 

Grosse et al., 2014 ; Foxx-Orenstein, 2003 ; P. T. Schmidt et al., 2004 ; Komasaka et al., 2002 

 
Liste non exhaustive des principales cellules entéroendocrines, de leur localisation 
gastro-intestinale, de leur principal produit de sécrétion et de leurs fonctions 
associées.  

Sous types 

cellulaires

Localisation Produit de 

sécrétion

Actions principales

Cellule X/A-

like

Estomac et 
duodénum Ghréline

Stimule la prise alimentaire 
Augmente la masse grasse

Stimule la motricité gastrique

Cellule G
Estomac et 
duodénum Gastrine

Stimule la sécrétion d’acide gastrique 
Augmente la motilité intestinale

Ralentit la vidange gastrique

Cellule ECL
Estomac

Histamine
Stimule la sécrétion d’HCl par les 
cellules pariétales de l’estomac

Cellule M
Estomac et 

Jéjunum
Motiline, 
ghréline

Stimule la motilité intestinale
Accélère la vidange gastrique

Cellule EC Duodénum Sérotonine Stimule le péristaltisme intestinal

Cellule S Duodénum Sécrétine
Stimule la sécrétion du pancréas 
exocrine et des acides biliaires 

Stimule la contraction du sphincter 

pylorique

Cellule K
Duodénum 

essentiellement

Glucose-
dependent

Insulinotropic

Polypeptide 

(GIP)

Stimule la sécrétion d’insuline 
(=incrétine)

Stimule le métabolisme des acides 

gras du tissu adipeux

Favorise la satiété 

Cellule I Duodénum et 

Jéjunum 

essentiellement

Cholecystokinin

(CCK)

Inhibe la vidange gastrique
Stimule la contraction de la vésicule 

biliaire

Favorise la satiété

Inhibe la sécrétion de la gastrine

Stimule la motilité gastro-intestinale
Stimule la sécrétion pancréatique externe

Cellule L
Jéjunum, Iléon

et côlon 

essentiellement

Glucagon-Like
Peptide 1 

(GLP-1)

Stimule la sécrétion d’insuline 
(=incrétine)

Inhibe la vidange gastrique

Favorise la satiété

Cellule L Iléon et côlon
Peptide Tyrosine 
Tyrosine (PYY)

Favorise la satiété
Inhibe la vidange gastrique 

Inhibe la motilité intestinale

Cellule L Colon Insulin-Like 
peptide 5 (INSL5) Stimule la prise alimentaire

Cellule N

Jéjunum, Iléon

et côlon 

essentiellement

Neurotensine

Favorise la prolifération des cellules 
intestinales

Stimule la motilité intestinale Stimule la 

sécrétion d’acide gastrique

Cellule P
Tractus

gastro-intestinal Leptine Inhibe la prise alimentaire

Cellule D
Tractus gastro-

intestinal Somatostatine 

(SST)

Diminue la vidange gastrique
Diminue la sécrétion d’hormones 

pancréatiques et gastriques

Diminue la sécrétion d’acide gastrique
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Disposant au niveau apical de microvillosités facilitant leur contact avec les nutriments 

présents dans la lumière digestive, elles présentent en effet un pôle basolatéral élargi par la 

présence de granules sécrétoires contenant des entéropeptides. L’expression de différents 

transporteurs et récepteurs, enchâssés dans la membrane plasmique apicale, assurent la 

détection des nutriments par les CEE, et leur expression au pôle basolatéral permet la détection 

de signaux hormonaux et nerveux, pour l’induction consécutive d’une sécrétion adaptée 

d’entéropeptides dans les capillaires sanguins ou au contact des neurones sous-jacents à 

l’épithélium, agissant ainsi respectivement comme des hormones ou des neuropeptides (Gribble 

& Reimann, 2016). Dans le tractus gastro-intestinal, une quinzaine de types cellulaires 

entéroendocrines sécrétant une trentaine de polypeptides régulateurs détaillés dans le     

Tableau 1 ont été décrits (Mace et al., 2015). Alors que les CEE étaient originellement 

classifiées selon l’hormone qu’elles produisent (Roth et al., 1990), de nombreux travaux 

utilisant notamment des souris transgéniques exprimant des protéines fluorescentes sous 

contrôle du promoteur de gènes codant ces peptides (proglucagon, glucose-dependant 

insulinotropic polypeptide (GIP), cholecystokinin (CCK)), attestent aujourd’hui qu’un même 

type cellulaire sécrète plusieurs hormones dont la libération peut s’adapter en fonction des 

conditions environnementales (Egerod et al., 2012; Habib et al., 2012). Les différents sous-

types de CEE se distinguent donc par la combinaison subtile de leurs produits de sécrétion et 

de leur localisation proximo-distale dans le tractus digestif, définissant ainsi les différents 

stimuli (nutritionnels, nerveux…) auxquelles elles sont exposées. Ensemble, les CEE 

contribuent à la régulation de nombreuses fonctions telles que la régulation de l’homéostasie 

glucidique, de la vidange gastrique, de la motilité intestinale, de la satiété, et de l’immunité 

(voir chapitre 2).  

Les cellules de Paneth sont caractérisées par une forme pyramidale et la présence de 

grains de zymogène cytosoliques apicaux. En sécrétant des peptides antimicrobiens (peptidases, 

défensines, lyzozyme) (Gassler, 2017) et des facteurs de croissance diffusibles paracrines 

(epidermal growth factor (EGF), transforming growth factor-α (TGF-α), wnt-3, guanyline) 

(Koch et al., 2013; Tan & Barker, 2014), elles assurent à la fois un rôle protectif pour la 

muqueuse intestinale vis-à-vis des micro-organismes pathogènes (immunité innée) notamment 

en régulant la composition du microbiote intestinal, et un rôle de niche pour les cellules souches 

intestinales (Elphick, 2005). Ces cellules représentent 8% des cellules de l’épithélium et sont 

exclusivement présentes dans le fond des cryptes de l’intestin grêle selon un gradient croissant 

le long de l’axe proximo-distal (Garabedian et al., 1997; Noah et al., 2011). L’un des marqueurs 
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moléculaires communément utilisé pour la caractérisation de ce type de cellule est le lyzozyme 

1 (LYZ1) (Treveil et al., 2019). Dans le côlon, une sous-population de cellules sécrétoires « 

Paneth like cells » c-Kit+, Reg4+ sécrètent des peptides antimicrobiens ainsi que des facteurs 

diffusibles (EGF) essentiels au rôle de niche pour les cellules souches coliques (Rothenberg et 

al., 2012).  

Les cellules de touffe (« tuft ») ne représentent qu’une très faible proportion des cellules 

épithéliales intestinales totales (0,4%) et ont été originellement identifiées sur la base d’une 

particularité morphologique, celle de microvillosités apicales surdéveloppées (Gerbe et al., 

2012). L’étude histologique de ces cellules a permis de définir un ensemble de marqueurs 

spécifiques de ce type cellulaire, tels que les cyclooxygénases COX1 et COX2 (Gerbe et al., 

2009) et la protéine DCLK1 (doublecortin like kinase 1) (Chandrakesan et al., 2017). Les 

cyclooxygénases qu’elles expriment contribueraient à la régulation positive de l’inflammation 

notamment via la production des prostaglandines E2 (PGE2) (Bezençon et al., 2008; Gerbe et 

al., 2011). Par ailleurs, les cellules de touffe seraient impliquées dans la chémoréception du 

contenu luminal, notamment grâce à l’expression de protéines impliquées dans la gustation (α-

gustducine, transient receptor potential cation channel subfamily M member 5 (TRPM5)) 

(Bezençon et al., 2008). Elles participeraient aussi à la production et à la sécrétion d’opioïdes 

en réponse à des stimuli luminaux (Gerbe et al., 2012). Enfin, de nombreuses études suggèrent 

qu’elles puissent contribuer à la défense contre les infections parasitaires en sécrétant 

l’interleukine-25 (IL-25) (Banerjee et al., 2018). 

II. Les fonctions associées à l’épithélium intestinal  

Grâce aux différents types cellulaires qui composent l’épithélium intestinal, l’intestin 

assure trois fonctions principales : (i) la protection contre les agents pathogènes et les 

substances toxiques, (ii) la digestion des aliments et l’absorption des nutriments ainsi que (iii) 

le contrôle neuroendocrine de fonctions périphériques et centrales (Figure 5). 

1. La fonction de protection  

La barrière intestinale est une unité fonctionnelle, organisée comme un système 

multicouche constitué de deux composants principaux : une barrière physico-chimique de 

surface, qui empêche l'adhésion bactérienne et régule la diffusion paracellulaire vers les tissus 

hôtes, et une barrière fonctionnelle plus profonde qui permet d’organiser la tolérance 

immunitaire et la réponse immunitaire aux pathogènes. 
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L’épithélium intestinal est constitué d’une monocouche cellulaire et est organisé selon un axe 

crypto-villositaire grâce aux replis qu’il forme dans la lumière digestive (villosités) et dans le tissu 
conjonctif sous-jacent (cryptes). Au niveau des villosités, les cellules différenciées assurent des 
fonctions spécialisées, tandis que le compartiment cryptique contenant les cellules souches et les 
progéniteurs assure principalement le renouvellement épithélial. Parmi les cellules différenciées, 
les entérocytes garantissent l’hydrolyse, l’absorption et le transport transépithélial des nutriments. 
La fonction de protection de l’épithélium est quant à elle assurée par les cellules de Paneth 
produisant des peptides antimicrobiens, par les cellules à mucus sécrétant le mucus et, par les 
cellules M permettant l’échantillonnage, la transcytose et la présentation aux cellules immuno-
compétentes des antigènes luminaux. La fonction neuroendocrine est assurée par les cellules 

entéroendocrines produisant des entéropeptides qui agissent par voie humorale ou nerveuse. De 
façon importante, les cellules de Paneth, situées aux côtés des cellules souches dans le fond des 
cryptes, assurent une fonction de niche pour ces dernières. 

Figure 5 : Composition et organisation fonctionnelle de la muqueuse intestinale   
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a. Une barrière physique étanche 

La barrière intestinale se compose d’une monocouche de cellules épithéliales cohésives 

reposant sur une lame basale (protéoglycanes, laminines, glucosaminoglycanes, collagène de 

type IV) synthétisés par les myofibroblastes sous-jacents. Cette cohésion est garantie par des 

complexes jonctionnels intercellulaires, des structures spécialisées permettant à l’épithélium 

intestinal d’assurer une perméabilité sélective aux composés luminaux. Au pôle apical, les 

jonctions serrées (ou « zonula occludens »), principalement composées de claudines et 

d’occludines, bloquent le passage paracellulaire de molécules, à l’exception de celles de faible 

poids moléculaire, telles que l’eau et les ions (Amasheh et al., 2002) qui diffusent selon un 

gradient osmotique. En séparant le compartiment membranaire apical du compartiment 

basolatéral, elles rendent ainsi hermétique l’épithélium intestinal, et en assurent son intégrité 

physique. Toujours au pôle apical, les jonctions intermédiaires (ou « zonula adherens ») sont 

situées juste en dessous des jonctions serrées. Elles sont composées de cadhérines 

transmembranaires qui, associées aux microfilaments d’actine du cytosquelette, permettent la 

formation d’une ceinture adhérente, et contribuent ainsi à renforcer la cohésion épithéliale 

(Zahraoui, 2004). Les jonctions communicantes (ou « gap junctions ») sont constituées d’un 

hexamère de connexines transmembranaires (ou « connexon »), formant entre cellules voisines 

un canal hydrophile de 2 nm de diamètre (Söhl & Willecke, 2004). Cette zone d’espacement 

assure le passage intercellulaire de petites molécules (<1 kDa) (Kanno & Loewenstein, 1966) 

hydrophiles (sucres, acides aminés, nucléotides) et d’ions, permettant ainsi aux cellules 

épithéliales de communiquer entre elles et d’échanger des molécules cytoplasmiques ; le canal 

assure notamment un couplage métabolique via le transfert de messagers secondaires 

(adénosine monophosphate cyclique (AMPc), inositol triphosphate (IP3)) entre cellules 

voisines, permettant ainsi d’équilibrer rapidement les concentrations des ions et des molécules 

(Meda, 1996). Enfin, les jonctions d’ancrage assurent via les filaments intermédiaires de 

cytokératine, l’attachement entre cellules voisines (desmosomes), et l’attachement des cellules 

épithéliales à la lame basale (hémidesmosomes). Ces jonctions assurent l’adhésion locale de 

deux cellules et garantissent une stabilité mécanique pour le maintien de la forme des cellules 

(Turner, 2009). 
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b. Une barrière chimique 

Cette protection physique est renforcée à la surface de l’épithélium intestinal grâce à la 

sécrétion continue par les cellules caliciformes d’un mucus, où se concentrent des 

immunoglobulines A sécrétoires (IgA) produit par les plasmocytes (Wells et al., 2017). Le 

mucus forme en effet une couche épaisse (≈ 200 µm chez l’Homme), visqueuse et dynamique 

qui assure l’hydratation de l’épithélium intestinal et sa lubrification pour faciliter le transit 

intestinal et sa protection vis-à-vis des toxines, des substances endogènes (chlorure 

d’hydrogène (HCl), enzymes digestives …) et des micro-organismes pathogènes (Boegh & 

Nielsen, 2015). Le mucus est constitué principalement d’eau (~95%), mais aussi de 

glycoprotéines (mucines) (~5%) et très minoritairement de lipides, de protéines, et de sels 

(Bansil & Turner, 2006; Leal et al., 2017). Contrairement à l’intestin grêle où le mucus forme 

une monocouche, celui-ci s’organise en deux strates distinctes dans le côlon: une couche 

externe épaisse, constamment renouvelée et colonisée par les bactéries et une couche interne 

compacte et stérile adhérant aux cellules épithéliales (Johansson et al., 2008, 2011; Kamphuis 

et al., 2017). De façon intéressante, le mucus joue aussi un rôle régulateur dans la réponse 

immunitaire, de récentes études démontrant notamment que l’ajout de la mucine 2 dans le 

milieu de culture augmente la production de cytokines anti-inflammatoires par les cellules 

dendritiques en réponse aux lipopolysaccharides (Shan et al., 2013), 

Cette barrière chimique est renforcée grâce à la sécrétion de peptides antimicrobiens 

(lysozyme, défensines) par les cellules de Paneth qui contribuent à la protection de l’hôte contre 

les pathogènes entériques tout en régulant la flore commensale (Ganz., 2003). En effet, ces 

peptides agissent à la fois en déstabilisant les parois et les membranes biologiques des micro-

organismes, et en influençant la composition et la maturation du microbiote intestinal (Salzman 

et al., 2010). 

c. Une barrière immunitaire  

Les cellules immunitaires innées et adaptatives formant le tissu lymphoïde associé à 

l'intestin (GALT) sont responsables de l’échantillonnage d'antigènes luminaux et assurent la 

distinction entre les pathogènes et les micro-organismes commensaux. Le GALT regroupe des 

lymphocytes B et T isolés, des macrophages, des lymphocytes intra-épithéliaux et d’autres 

lymphocytes logés sous la lamina propria dont le contact avec les cellules épithéliales 

intestinales est facilité grâce à des projections de la membrane du pôle basolatéral (Hershberg 
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& Mayer, 2000). Le GALT comprend aussi des sites inducteurs au niveau des plaques de Peyer 

composées de nombreux follicules lymphoïdes où sont stockées les cellules immunitaires. Leur 

nombre, leur taille et leur localisation varient en fonction des espèces et de leur âge. Les plaques 

de Peyer sont recouvertes par les cellules absorbantes de type M qui permettent la présentation 

des antigènes captés depuis le lumen aux cellules présentatrices d’antigènes adjacentes, telles 

que cellules dendritiques et lymphocytes B (Telemo et al., 2003). 

Du côté luminal, les cellules épithéliales intestinales exercent également une fonction 

immuno-régulatrice. Celle-ci est sous le contrôle de récepteurs pour des motifs microbiens, les 

PRR (pattern recognition receptor) tels que les TLR (toll-like receptor) (Abreu, 2010), NLR 

(nod-like receptor) (Chen et al., 2011; Elinav et al., 2013), RLR (RIG-I-like receptor) (Li et al., 

2011 ; Broquet et al., 2011) et les CLR (c-type lectin receptor), qui reconnaissent les PAMP 

(pathogen associated molecular pattern), des motifs structurellement conservés des pathogènes. 

Dans les cellules épithéliales, l’activation de la voie de signalisation NF-κB en aval des PRR 

activés contribue à la production des peptides antimicrobiens (Gallo & Hooper, 2012), à la 

sécrétion de cytokines pro-inflammatoires et au recrutement des macrophages, des cellules 

dendritiques et des lymphocytes (Goto & Kiyono, 2012). 

2. La fonction d’absorption 

Outre son rôle de barrière, l’intestin garantit l’absorption adéquate des nutriments et des 

minéraux alimentaires pour répondre aux besoins énergétiques de l’organisme. Pour ce faire, 

les macronutriments (glucides, lipides et protéines) subissent des étapes de digestion avant 

d’être absorbés par les entérocytes sous forme simplifiée. Les monosaccharides, les acides gras 

libres et les acides aminés sont alors transportés dans la circulation sanguine, tandis que les 

lipides (triglycérides, phospholipides et cholestérol) sont sécrétés sous forme de chylomicrons 

dans les vaisseaux lymphatiques (chylifères). Les vitamines et les sels minéraux sont quant à 

eux transportés à la fois par voie sanguine et lymphatique. Tandis que le duodénum et le 

jéjunum assurent une grande partie de l’absorption efficace des glucides et des lipides, l’iléon 

favorise quant à lui la réabsorption des sels biliaires en contribuant minoritairement (<5%) à 

l’absorption des lipides (Stahl et al., 1999). Le côlon permet quant à lui la déshydratation du 

bol alimentaire (réabsorption de l’eau et des électrolytes), la digestion des glucides complexes 

(cellulose) par la flore intestinale ainsi que l’évacuation des déchets alimentaires (Goodman, 

2010). 



  

 
 

18 

Brièvement, les monosaccharides (glucose, fructose, galactose), issus de l’hydrolyse des 

disaccharides et des polysaccharides alimentaires, sont absorbés soit par transport actif et 

couplé au Na+ via le co-transporteur SGLT-1 (sodium glucose transporter-1), soit par transport 

facilité via les transporteurs GLUTs (glucose transporters) (Drozdowski & Thomson, 2006; 

Manolescu et al., 2007). Les mécanismes d’absorption des sucres et leur régulation sont 

détaillés par la suite dans le chapitre 3. 

Les protéines alimentaires, d’abord hydrolysées par des protéases gastriques (pepsine) 

pour libérer des polypeptides et oligopeptides, subissent ensuite l’action des endo-peptidases 

(trypsine, chymotrypsine, élastase) et exo-peptidases pancréatiques (carboxypeptidases A, B) 

et des peptidases intestinales (aminopeptidases, dipeptidases) ancrées dans la bordure en brosse 

des entérocytes (Silk et al., 1985). Les acides aminés (AA) et/ou dipeptides et tri-peptides ainsi 

libérés sont alors absorbés sous cette forme réduite. Cette absorption apicale s’effectue par 

diffusion passive ou grâce à des co-transporteurs spécifiques d’AA (neutre, anionique, 

cationique) ou de di/tri-peptides (peptide transporter-1, PepT-1) (Goodman, 2010). Dans les 

entérocytes, les AA libérés après hydrolyse intracellulaire des di- et tri-peptides sont ensuite 

transportés au niveau du pôle basolatéral vers la circulation sanguine par des transporteurs 

d’AA dépendant du transport du Na+ ou non. Afin de garantir ce gradient sortant d’ions Na+, 

ceux-ci sont pompés à travers la membrane du pôle basolatéral depuis la séreuse vers l’espace 

intracellulaire via la pompe d’échange Na+-K+ ATPase (Kiela & Ghishan, 2016). 

Les lipides alimentaires (composés à 90% de triglycérides) sont d’abord émulsifiés 

grâce aux sels biliaires et hydrolysés par les enzymes pancréatiques (triglycéride lipase, 

phospholipase, cholestérol estérase) dans la lumière intestinale conduisant ainsi à la libération 

d’acides gras libres, de 2-monoacylglycérol et de cholestérol. Les AGCC émulsionnés sont 

absorbés par diffusion passive à travers la membrane plasmique des entérocytes. Le cholestérol 

est absorbé par le transporteur apical NPC1L1 (niemann-pick c1 like 1). Les 2-

monoacylglycérol sont absorbés par les transporteurs FABPpm (membrane associated fatty 

acid binding protein) (Goodman, 2010). Les acides gras à chaînes moyennes (AGCM) et 

longues (AGCL) sont captés au pôle apical des entérocytes grâce aux transporteurs CD36 

(cluster of differentiation 36), FATP4 (fatty acid transport protein 4) et FABPpm (plasma 

membrane fatty acid binding protein) (Smith & Morton, 2010; Wang et al., 2013). Ils sont 

ensuite re-synthétisés dans les entérocytes pour être sécrétés par exocytose au pôle basolatéral 

sous forme de chylomicrons dans les vaisseaux lymphatiques au niveau du jéjunum (Goodman, 
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2010). Les AGCC, issus de la fermentation des fibres alimentaires par le microbiote intestinal 

(voir chapitre 3), sont directement absorbés dans les entérocytes par diffusion facilitée selon le 

gradient de concentration grâce aux transporteurs apicaux SMCT-1 (sodium-coupled 

monocarboxylate transporter-1) et basolatéraux tel que MCT-1 (monocarboxylate transporter-

1) (Kaji et al., 2015). Une étude a cependant rapporté la co-existence des transporteurs MCT-1 

et MCT-4 dont leur distribution est plus élevée dans le colon et équivalente au pôle basolatéral 

des cellules le long des cryptes chez les ruminants. Au pôle apical, la forme prédominante étant 

MCT-4 (Kirat et al., 2007).  

Les vitamines liposolubles (A, D, E, K) sont solubilisées dans l’intestin avec les lipides 

puis, après émulsification sous forme de micelles, sont absorbées par le même mécanisme que 

les lipides. Le transport se fait par diffusion passive ou par l’intermédiaire de transporteurs 

actifs (SR-BI, scavenger receptor class B, type I pour les vitamines D et E, non identifiés pour 

les vitamines A et K) (Meydani & Martin, 2001; Reboul, 2011). Les vitamines hydrosolubles 

(B, sauf B12 et C) sont quant à elles dissoutes dans l’eau et leur transport transentérocytaire est 

assuré par des mécanismes de diffusion active (Said, 2004; 2018). 

L’absorption des minéraux est assurée par des transports actifs, par diffusion passive ou 

par passage paracellulaire (Goff, 2018). Par exemple, le phosphate Pi est pris en charge par 

NaPi-IIb (sodium phosphate cotransporter) (Kiela & Ghishan, 2018); le Ca2+ et le Mg2+ au 

pôle apical par TRPV6 et TRPM6/7 (transient receptor potential) respectivement et par le 

PMCA1 (plasma membrane calcium ATPase) et l’échangeur (Na+Mg2+) respectivement au 

pôle basolatéral (Kiela & Ghishan, 2018). Les ions Ca2+ et Mg2+ étant transportés 

majoritairement par diffusion passive et de manière secondaire par la voie transcellulaire (Kiela 

& Ghishan, 2016). L’entrée des ions Na+ au pôle apical est assuré par un transport actif, via les 

co-transporteurs Na+ couplés aux nutriments (sucres, AA) ou par diffusion facilitée selon le 

gradient de concentration. En effet, ce gradient entrant de Na+ est maintenu via un échangeur 

sodium proton Na+/H+, indépendant de l’ATP. Une partie est absorbée via la voie paracellulaire 

(Kiela et al., 2006). La perméabilité paracellulaire du Na+ diminue le long de l’intestin grêle en 

raison de la diminution progressive de la surface d’échange de la bordure en brosse. Au pôle 

basolatéral, le Na+ passe dans la circulation sanguine par un transport actif, la pompe 

échangeuse Na+/K+ ATPase, qui fait simultanément rentrer du K+ dans la cellule. La force 

motrice de cette pompe provient de la diffusion du Na+ de la lumière intestinale vers la cellule 

à travers la bordure en brosse (Smith & Morton, 2010). 
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Enfin, aux deux litres d’eau apportés quotidiennement par l’alimentation solide et 

liquide, s’ajoutent les sept litres issus des sécrétions endogènes (gastriques, pancréatiques et 

biliaires). L’absorption de l’eau se fait tout le long de l’intestin grâce (i) à un passage 

paracellulaire au travers les jonctions serrées, ou (ii) à un passage transcellulaire suivant le 

gradient osmotique généré par les transports actifs d’ions et de soluté et passivement suite à 

l’absorption de cation, principalement le Na+ (Masyuk et al., 2002). 

3. La fonction neuroendocrine  

a. Les cellules entéroendocrines : des senseurs nutritionnels 

Les cellules CEE sont des cellules chimio-sensorielles qui assurent une réponse 

sécrétoire adaptée à leur environnement par l’exocytose de vésicules basolatérales contenant 

des entéropeptides variés. Ainsi, l’activité sécrétoire des CEE est déterminée par un profil 

spatio-temporel dépendant de leur distribution le long du tractus gastro-intestinal, de la nature 

du repas ingéré, de l’état nutritionnel suivant le cycle nycthéméral et du statut 

physiopathologique (obésité, diabète de type 2) (Gribble & Reimann, 2016). 

 

L’utilisation de lignées cellulaires entéroendocrines (GLUTag, STC-1, NCI-H716), de 

cultures primaires, d’explants intestinaux ou de modèles murins a notamment permis de rendre 

compte que les CEE constituaient de véritables senseurs nutritionnels en détectant des 

variations du contenu luminal, et notamment des concentrations en nutriments (glucose, acides 

aminés, acides gras) et en sels biliaires (Psichas et al., 2015; Spreckley & Murphy, 2015). D’un 

point de vue mécanistique, le déclenchement de la réponse sécrétoire des CEE à ces signaux 

implique systématiquement l’augmentation des concentrations intracellulaires de calcium suite 

à l’activation de cascades de signalisation en aval de récepteurs membranaires couplés aux 

protéines G (free fatty acid receptor 1-4, FFAR1-4 ; transient receptor potential cation channel 

A1, TRPA1 ; takeda G protein receptor 5, TGR5 ; taste 1 receptor family, T1R; Ca2+-sensing 

receptor, CaSR ; G protein–coupled bile acid receptor, GPBAR1 ; G protein–coupled receptor 

119, GPR119, G protein–coupled receptor family C, group 6, member A, GPRC6A ; 

lysophosphatidic acid receptor 5, LPAR5/GPR92), ou de transporteurs membranaires 

(sodium-glucose-tranporter 1, SGLT-1, glucose transporter-2, GLUT-2 ; neutral amino acid 

transporter 1, B0AT1, apical sodium-coupled bile acid transporter, ASBT ; peptide transporter-

1, PEPT1) (Figure 6) (Gribble & Reimann, 2016, 2019; Janssen & Depoortere, 2013; Mace et 

al., 2015; Spreckley & Murphy, 2015). 
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Afin d’assurer une réponse sécrétoire adaptée, l’activité des différents types de CEE, et 

notamment des cellules L et K produisant les hormones incrétines, présente une sélectivité vis-

à-vis des signaux nutritionnels (Diakogiannaki et al., 2012) (voir chapitre 2, II.2). Ces effets 

différentiels s’expliquent notamment par la régionalisation des CEE dans le tractus gastro-

intestinal, la nature des aliments ingérés et leur degré de digestion luminale et d’absorption 

intracellulaire. Ainsi, les carbohydrates stimulent plus efficacement la sécrétion de GIP 

(glucose-dependent insulinotropic) et de PYY (peptide YY), que celle de la CCK in vivo 

(Kaunitz & Berg, 2016). L’activité sécrétoire des CEE est aussi fortement influencée par la 

flore intestinale (Gribble & Reimann, 2019). En effet, via la production de nombreux 

métabolites, tels que les AGCC issus de la fermentation des fibres (Tolhurst et al., 2012) (voir 

chapitre 3, IV.4.Erreur ! Source du renvoi introuvable.), l’indole (Chimerel et al., 2014), les 

acides biliaires (Brighton et al., 2015) mais aussi via des composants de la paroi bactérienne 

comme le lipopolysaccharide (Lebrun et al., 2017), le microbiote est capable de réguler 

l’activité sécrétoire des CEE (Sun et al., 2020). Ainsi, la combinaison d’analyses 

transcriptomiques et microscopiques de cellules L produisant le GLP-1 et isolées à partir d’iléon 

de souris axéniques a permis de mettre en évidence une localisation altérée des vésicules 

sécrétoires, concomitante à une réduction de leur nombre tandis que la culture primaire de ces 

cellules L a révélé un contenu réduit en GLP-1 comparativement aux cellules provenant de 

souris conventionnelles (Arora et al., 2018). De plus, l’expression du gène codant le PYY est 

induite par le butyrate, un AGCC produit par la flore commensale (Larraufie et al., 2018). De 

manière intéressante, la supplémentation du régime alimentaire en oligofructose (prébiotique) 

induit une augmentation des concentrations plasmatiques de GLP-1 et de PYY, du nombre de 

cellules L et de l’expression du gène codant le précurseur du GLP-1 (Cani et al., 2009). 

 

Outre la détection de stimuli apicaux, l’activité sécrétoire des CEE peut être modulée 

par la détection de signaux basolatéraux. Il a, en effet, été suggéré que la présence au pôle 

basolatéral des récepteurs aux AGCC (GPR41-FFAR3 et GPR43-FFAR2) puisse notamment 

modifier l’activité sécrétoire des CEE (Blaak et al., 2020; Karaki et al., 2006; Nøhr et al., 2013).  

 



  

 
 

22 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Les différents stimuli nutritionnels des cellules entéroendocrines 

Informations issues de Gribble & Reimann, 2016, 2019; Janssen & Depoortere, 2013; 
Mace et al., 2015; Spreckley & Murphy, 2015 

 

Les produits luminaux issus de la digestion alimentaire (glucose, acides aminés, acides gras) et de la 

fermentation bactérienne (AGCC, indole, acides biliaires) agissent comme des stimuli locaux sur les CEE. 

La régulation de l’activité sécrétoire des CEE par les nutriments luminaux nécessite l’expression à la 

membrane plasmique apicale de transporteurs, de canaux et/ou de récepteurs couplés aux protéines G 

(RCPGs) spécifiques de chaque nutriment. Les RCPG induisent, via l’activation des protéines G, la libération 

de seconds messagers (AMPc, IP3) conduisant à la sécrétion des entéropeptides. Après leur sécrétion, les 

entéropeptides ainsi libérés peuvent agir i) de manière paracrine via les RCPG localisés au pôle basolatéral 

de leurs cellules voisines (entérocytes, CEE, cellules de touffe), ii) par voie endocrine sur les tissus 

périphériques en étant véhiculés par la circulation sanguine, iii) par voie neurocrine via les RCPG situés sur 

les neurones afférents du nerf vague, ou encore iv) de manière autocrine. 

 
Acides aminés (AA) ; Acide gras à chaines courtes/moyennes/longues (AGGC/M/L) ; Transporteur apical des acides biliaires couplé au 
sodium (ASBT, gène : Slc10A2) ; Transporteur neutre des acides aminés 1 (B0AT1, gène : Slc6A19) ; Calcium (Ca2+) ; Récepteur de 

détection du Ca2+ (CaSR) ; Cholécystokinine (CCK) ; Acide gras libre (FA) ; Récepteur des acides gras libres 1/2/3/4 (FFAR1/2/3/4) ; 
Peptide insulinotrope dépendant du glucose (GIP) ; Glucagon Like Peptide-1 (GLP-1) ; Glucose Transporter-2 (GLUT-2) ; Récepteur 
des acides biliaires couplé aux protéines G (GPBAR1) ; Récepteur 119 couplé aux protéines G (GPR119) ; Récepteur couplé aux 
protéines G de la famille C groupe 6, membre A (GPRC6A) ; Canaux potassique voltage dépendants (Kv) ; Récepteur de l’acide 
lysophosphatidique 5 (LPAR5/GPR92) ; Sodium (Na2+) ; Récepteurs couplés aux protéines G (RCPGs) ; Transporteur 1 intestinal 
dépendant des protons (PEPT1, gène : Slc15a1) ; Peptide YY (PYY) ; Transporteur 1 du glucose couplé au sodium (SGLT1, gène : 
Slc5a1) ; Récepteur au gout sucré 1 associés aux hétérodimères 2 et 3 (T1R2/3) ; Récepteur membranaire aux acides biliaires (TGR5) ; 
Canal à potentiel de récepteur transitoire, sous famille A, membre 1 (TRPA1) ; Canal à potentiel de récepteur transitoire, sous famille M, 
membre 5 (TRPM5). 
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De façon intéressante, grâce à l’expression de récepteurs spécifiques, les CEE peuvent 

répondre à des signaux basolatéraux autres que des nutriments, tels que des neurotransmetteurs, 

des facteurs de croissance et des cytokines assurant ainsi une communication croisée avec le 

système nerveux central et le système immunitaire (Figure 6) (Cummings & Overduin, 2007). 

Par ailleurs, les cellules entéro-chromaffines, un sous-type de CEE, sont des cellules excitables 

électriquement et capables de réguler l’activité des neurones du système nerveux entérique, 

notamment en produisant plus de 90% de la sérotonine corporelle. Elles expriment des 

récepteurs sensoriels leur permettant de détecter des métabolites et leur activation conduit à la 

libération de sérotonine (Bellono et al., 2017). 

b. Le mode d’action des cellules entéroendocrines 

Les CEE ont des modes d’action variés. En effet, leurs sécrétions leur permettent d’agir 

(i) par voie paracrine sur d’autres cellules de la muqueuse intestinale ou (ii) sur elles-mêmes 

(voie autocrine), (iii) par voie endocrine en ciblant via la circulation sanguine des organes 

distants ou (iv) par voie neurocrine en ciblant directement les terminaisons nerveuses des 

neurones entériques (Figure 6) (Psichas et al., 2015). Des analyses récentes d’imagerie haute 

résolution des CEE à partir de souris transgéniques exprimant la GFP (green fluorescent 

protein) sous le contrôle du promoteur des gènes codant le PYY ou la CCK ont en effet 

démontré que les CEE établissaient des contacts directs avec les cellules nerveuses. Ainsi, des 

protrusions, appelées neuropodes, émises par la membrane basale des CEE, assurent des 

transmissions synaptiques afférentes (et efférentes) aux cellules gliales entériques (Bohórquez 

et al., 2014, 2015). Ces récentes découvertes ont ainsi mis en évidence l’existence d’une 

signalisation bidirectionnelle entre le système nerveux central et le tractus gastro-intestinal 

(Furness et al., 2013; Mayer, 2011).  

 

c. Les fonctions des hormones gastro-intestinales 

La multiplicité des entéropeptides (>100) produits par les CEE repose sur l’existence de 

gènes variés s’exprimant sous diverses formes moléculaires grâce à des mécanismes d’épissage 

alternatif des transcrits et de clivages endoprotéolytiques post-traductionnels (Rehfeld, 1998). 

L’éventail des actions relayées par les CEE est extrêmement large, chaque entéropeptide 

possédant souvent plusieurs rôles physiologiques. De façon intéressante, la plupart des 

fonctions biologiques régulées par les CEE implique l’action coordonnée de plusieurs de ces 

entéropeptides. Les produits de sécrétion des CEE participent ainsi à la régulation de fonctions 
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vitales telles que la prise alimentaire, la motilité intestinale, la satiété et la digestion, mais 

également dans la régulation des processus de sécrétion stomacale, intestinale et pancréatique 

(Höfer et al., 1999). Les fonctions des principales CEE sont énumérées dans le Tableau 1. À 

noter que la contribution précise de certaines hormones au maintien de la régulation glycémique 

est détaillée par la suite (voir le chapitre 2, II).  

 

Dans cette partie, nous détaillerons plus particulièrement la réponse sécrétoire 

adaptative des CEE et leurs fonctions biologiques associées en fonction de l’état nutritionnel. 

i. Les fonctions entéroendocrines en période de jeûne 

L’état de jeûne est caractérisé par la libération d’hormones gastro-intestinales 

orexigènes telles que la ghréline produite par les cellules X/A- like gastriques (Müller et al., 

2015) et l’INSL5 (insulin-like peptide 5) produite par les cellules L coliques (Billing et al., 

2018; Grosse et al., 2014). Toutes deux sont sécrétées en amont de la prise alimentaire (phase 

pré-ingestive), leur concentration plasmatique diminue rapidement 30 minutes après l’ingestion 

du repas chez l’Homme (Kazemi et al., 2015; Schüssler et al., 2012). La ghréline stimule la 

prise alimentaire en activant, via le nerf vague, les neurones orexigènes hypothalamiques du 

noyau arqué produisant le NPY (neuropeptide Y) et l’AGRP (agouti-related protein) (Chen et 

al., 2004; Goto et al., 2006; Hahn et al., 1998). De façon intéressante, la ghréline agit également 

sur la motricité gastro-intestinale, favorisant ainsi la progression du bol alimentaire (voir 

chapitre 2, II4.a) (Inui et al., 2004). L’INSL5 stimule la prise alimentaire en activant le récepteur 

RXFP4 (relaxin family peptide receptor 4) localisé dans le cerveau (Ang et al., 2017; Ganella 

et al., 2013; Grosse et al., 2014; Hu et al., 2017). 

 

Par ailleurs, le jeûne stimule en parallèle la sécrétion de somatostatine (SST) par les 

cellules D gastro-intestinales (Tableau 1). Celle-ci contribue entre autres, à diminuer (i) les 

sécrétions gastriques d’HCl directement en agissant sur les cellules pariétales et indirectement 

en inhibant la libération de gastrine et d’histamine (Bloom et al., 1974; Komasaka et al., 2002; 

Kondo et al., 1993; Lloyd et al., 1997), (ii) la sécrétion des hormones pancréatiques (insuline 

et glucagon) (Dollinger et al., 1976; Gerich et al., 1974; Strowski et al., 2000) et (iii) la 

libération d’hormones intestinales (sécrétine, CCK, motiline, GIP) (Bloom et al., 1975; 

Hanssen et al., 1977; Pederson et al., 1975; Rivard et al., 1991). La SST diminue aussi 

l’absorption du glucose, des triglycérides et des acides aminés (Goldberg et al., 1979; Pointner 

et al., 1977; Wahren & Felig, 1976). 
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ii. Les fonctions entéroendocrines en période prandiale 

À l’état prandial, la leptine, fabriquée notamment par l’estomac, le GLP-1 et le PYY 

produits par les cellules L intestinales et coliques, et la CCK sécrétée par les cellules I duodéno-

jéjunales, exercent un effet anorexigène (Baggio & Drucker, 2007; Batterham et al., 2002; 

Cawthon & de La Serre, 2021; Sobhani, 2000). En effet, il a été démontré que l’administration 

intraveineuse ou centrale du GLP-1 conduit à diminuer la prise alimentaire (Chelikani et al., 

2005; Tang-Christensen et al., 1996). La leptine et la CCK agissent de manière locale sur leurs 

récepteurs respectifs situés au niveau des terminaisons nerveuses sensitives pour générer des 

signaux satiétogènes qui sont ensuite transmis par les afférences vagales et intégrés dans le 

système nerveux central (Buyse et al., 2001; Cawthon & de La Serre, 2021). Le GLP-1, le PYY 

et la CCK transportés dans la circulation sanguine, se lient à leurs récepteurs respectifs au 

niveau central, en particulier dans le noyau paraventriculaire, le noyau dorsomédial et le noyau 

arqué de l’hypothalamus (Batterham et al., 2002; Van Bloemendaal et al., 2014). 

 

L’induction de la satiété est favorisée par le maintien de concentrations circulantes 

élevés de ces hormones, à l’exception de la leptine, pendant plusieurs heures après l’ingestion 

de nourriture (Adriaenssens et al., 2019; Brennan et al., 2012; Gutzwiller et al., 1999; 

NamKoong et al., 2017). De plus, les sécrétions coordonnées de CCK, de GIP par les cellules 

K duodénales, de PYY, de GLP-1, contribuent à l’inhibition de la vidange gastrique 

(Adriaenssens et al., 2019; Foxx-Orenstein, 2003; Wu et al., 2013). L’inhibition de la vidange 

gastrique a pour conséquence de diminuer la vitesse d’arrivée des nutriments vers le duodénum 

et par conséquent vers les capillaires sanguins, réduisant ainsi les fluctuations glycémiques 

postprandiales (Marathe et al., 2013). Les mécanismes et les paramètres précis contribuant à la 

régulation de la vidange gastrique sont discutés davantage dans le chapitre 2, II.1. De plus, les 

niveaux circulants de GIP augmentent rapidement après l’ingestion de nourriture et restent 

élevés pendant toute la durée de la prise alimentaire (Schirra et al., 1996), tandis que le GLP-1 

plasmatique augmente dès 15 min suivant la prise alimentaire pour atteindre un pic de 

concentration à 60 minutes (Holst, 2007). La CCK libérée suite à un repas participe par ailleurs 

à la stimulation des sécrétions pancréatiques externes, favorisant ainsi la digestion du bol 

alimentaire (Chandra & Liddle, 2009). En parallèle, la sécrétion prandiale des gluco-incrétines 

GLP-1 et le GIP potentialise la sécrétion d’insuline induite par le glucose dans les cellules β 

pancréatiques, permettant ainsi de minimiser les oscillations prandiales de la glycémie (voir 

chapitre 2, II.2) (Baggio & Drucker, 2007). 
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Chapitre 2 : La contribution de l’intestin à la 

régulation de l’équilibre glycémique 

La régulation de la concentration plasmatique de glucose (glycémie) repose sur une 

notion fondamentale, celle du maintien de l’homéostasie glucidique, c’est à dire la capacité de 

l’organisme à maintenir la glycémie autour d’une valeur constante. Issu de l’alimentation, le 

glucose est absorbé dans l’intestin par les entérocytes, libéré dans la circulation portale puis 

distribué aux organes périphériques pour répondre aux besoins de l’organisme. Le glucose 

sanguin peut aussi provenir de l’inter-conversion intracellulaire du fructose et du galactose 

(foie, intestin), de l’hydrolyse du glycogène (foie, muscle) ou de la néoglucogenèse (foie, rein, 

intestin) (Berg et al., 2002). Tandis qu’il constitue, via son métabolisme intracellulaire, une 

source d’énergie essentielle, il peut également être utilisé dans la composition de certains 

constituants cellulaires telles que les glycoprotéines, ou être stocké sous forme de glycogène 

dans le foie et le muscle en vue d’une utilisation ultérieure. Plus récemment, des travaux ont 

révélé que le glucose pouvait également agir comme une véritable molécule de signalisation et 

ainsi contrôler l’expression de certains gènes (Breer et al., 2012; Girard et al., 2007). Dans ce 

chapitre, les mécanismes impliqués dans la régulation de la glycémie seront d’abord détaillés 

en période de jeûne et postprandiale. Par la suite, seront abordés les mécanismes par lesquels 

l’intestin contribue au maintien de l’équilibre glycémique. 

I. La régulation de la glycémie par l’organisme 

Le maintien de l’homéostasie glucidique dépend de l’équilibre entre trois événements 

physiologiques : (i) l'absorption intestinale du glucose suite à la digestion des carbohydrates 

alimentaires, (ii) la production hépatique de glucose à partir de composés glucidiques ou non 

(glycogénolyse, néoglucogenèse) et (iii) l'utilisation extra-hépatique du glucose par l’ensemble 

des tissus périphériques dont le cerveau, le muscle squelettique et le tissu adipeux. 

1. La glycémie : une constante homéostatique 

Variant au cours du nycthémère, la glycémie est finement régulée de sorte qu’elle 

revienne toujours à une valeur d’équilibre (constante) en conditions physiologiques. Ce 

paramètre dépend en effet à la fois des apports de glucose et/ou des besoins cellulaires. Chez 
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l'Homme, la glycémie oscille entre 3,5 à 6,1 mmol/L à jeun (soit 0,63 à 1,1 g/L) et 

7,8 mmol/L (soit 1,4 g/L) deux heures après l'ingestion de 75 g de glucose.  

 

Une concentration en glucose dans le sang anormalement basse (glycémie < 0,5g/L), ou 

hypoglycémie, peut résulter d'un jeûne prolongé, d'un exercice physique soutenu voire d'un 

surdosage en insuline dans le cadre d'un traitement antidiabétique. À l’inverse, 

l’hyperglycémie correspond à une glycémie supérieure à 1,26 g/L à jeun et représente un des 

signes cliniques révélateurs d'un diabète (Gerich, 1988).  

 

Le pancréas est un organe central dans le maintien de la glycémie à sa valeur consigne. 

Situé dans la cavité abdominale à l’arrière de l’estomac, entre l’intestin grêle et la rate, il 

appartient au système digestif et endocrinien. C’est une glande mixte ou amphicrine 

hétérotypique dont les fonctions endocrines sont assurées par des îlots de Langerhans, 

richement vascularisés et capables de détecter les variations de la glycémie. Les hormones 

produites par ces amas cellulaires sont sécrétées directement dans la circulation sanguine par 

différents types de cellules, et notamment par les cellules α et β produisant le glucagon et 

l’insuline respectivement. La composition et l’architecture des îlots de Langerhans varient en 

fonction des espèces. Chez les rongeurs, les cellules β sont en effet situées au cœur de l'îlot 

(« noyau ») et concernent 60 à 80% des cellules totales de ces îlots tandis que les cellules α, 

disposées en périphérie (« manteau »), représentent 10 à 20% des cellules totales. Chez 

l’Homme, les cellules β et α sont estimées autour de 50-70% et 20-40% des cellules totales 

respectivement. En plus du motif « noyau-manteau » des îlots de petite taille, d’autres 

organisations ont été décrites pour les plus gros îlots avec une structure tri-laminaire composée 

de deux couches de cellules α entourant une couche de cellule β. Ainsi, tandis que l’architecture 

observée chez les rongeurs favorise les contacts homotypiques (cellules du même type) celle 

des îlots humains privilégie les contacts hétérologues (cellules β/α) (Dolenšek et al., 2015). 

 

 Le contrôle de la glycémie nécessite un équilibre constant entre la sécrétion d'insuline, 

l’hormone hypoglycémiante (demi-vie : 5 min) et celle de glucagon, à l’action 

hyperglycémiante (demi-vie : 3-5 min) (Gerich, 1988; Parrilla & Ayuso-Parrilla, 1976). Cette 

balance est assurée par un système coordonnant des capteurs (cellules β et α), des messagers 

hormonaux (insuline et glucagon), et des organes effecteurs (foie, muscle et tissu adipeux) 

contrôlant à la fois le stockage et la libération cellulaire du glucose (Figure 7). 
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Ces deux hormones régulent le métabolisme glucidique : (i) de manière rapide, suite à 

la modification des propriétés catalytiques de certaines enzymes (LPK; 6-PFK-2/FBPase-2, 6-

phosphofructo-kinase-2/fructose-2,6-bisphosphatase), principalement par des mécanismes de 

phosphorylation/déphosphorylation ou, suite à la modification des concentrations de 

régulateurs allostériques (6-PFK-1, 6-phosphofructokinase-1; F2,6-BPase-1, fructose-2,6-

biphosphatase-1 ; F2,6-BP, fructose-2,6-bisphosphate); (ii) de manière plus lente, suite à des 

variations de l’activité transcriptionnelle de gènes codants pour les enzymes du métabolisme 

intracellulaire (Granner & Pilkis, 1990). 

2. Les mécanismes de régulation en situation postprandiale 

L’activité insulino-sécrétoire des cellules β pancréatiques s’adapte aux fluctuations de la 

glycémie ; elle s’ajuste donc principalement en fonction de la prise alimentaire et/ou de 

l’activité physique de l’individu. 

 

En période prandiale, la 

sécrétion d’insuline contribue à réduire 

les excursions glycémiques. Suite à son 

entrée dans les cellules β pancréatiques 

via le transporteur GLUT-2, le glucose 

est métabolisé (voie de la glycolyse*) et 

oxydé, conduisant ainsi, via le 

pyruvate, à la production d’ATP. 

L’augmentation du rapport ATP/ADP 

induit la fermeture des canaux 

potassiques dépendants de l’ATP 

(ATP-sensitive KATP channels). La 

dépolarisation membranaire active les 

canaux calciques dépendants du 

voltage (VDCCs) qui favorisent une 

entrée massive du calcium dans le 

cytoplasme stimulant ainsi l’exocytose 

des vésicules d’insuline (Fu et al., 

2012).  

* La glycolyse débute par la phosphorylation du glucose en glucose-6-

phosphate (G6P), un métabolite incapable d’être transporté hors de la cellule. 

Cette étape de phosphorylation est assurée par les hexokinases (HK) qui sont 

classées en deux groupes : HK I, II, II, à faibles KM (0,1mM) et HK IV à fort 

KM (12mM) (Roberts & Miyamoto, 2015; Shakespeare et al., 1969). L’HK I 

présente une expression ubiquitaire (cerveau, muscle, érythrocyte, myocarde, 

intestin) et est à visée exclusivement catabolique. L’HK II est l’isoforme 

prédominante dans les tissus sensibles à l’insuline (muscle strié, adipocyte, 

cœur, intestin). L’HK III également ubiquitaire reste peu étudiée. L’HK IV, 

aussi appelée glucokinase (GK), est exprimée dans les tissus métaboliques 

(foie, pancréas, cellules entéroendocrines) (Reimann et al., 2008). Dans le foie, 

l’expression de la GK est induite par l’insuline et dans le pancréas, le 

métabolisme du glucose par la GK participe à la sécrétion d’insuline par les 

cellules β pancréatiques. Le G6P ainsi produit à partir du glucose est ensuite 

converti successivement en fructose-6-phosphate (F6P) puis fructose-1,6-

bisphosphate (F1,6-BP) suite à une réaction d’isomérisation par l’intermédiaire 

de la glucose-6-phosphate isomérase (GPI) puis de transphophorylation par la 

phospho fructo kinase 1 (PFK1), respectivement. Sous l’action d’une aldolase, 

le F1,6-BP est converti sous forme de deux trioses : le dihydroxyAcétone 

phosphate (DHAP) et le glycéraldéhyde-3-phosphate (GA-3P). Bien que la 

GPI catalyse l’isomérisation réversible du DHAP en GA-3P, seul le GA-3P est 

dégradé par la glycéraldéhyde 3-phosphate déshydrogénase (GA-3P-Dase) 

pour produire le 1,3 biphosphoglycérate (1,3BPG). La déphosphorylation du 

1,3-BPG en 3-phosphoglycérate (3PG) par la phosphotransférase (PGK) est 

suivie d’une réaction d’isomérisation par la phosphoglycérate mutase (PGM), 

conduisant à la formation de 2-phosphoglycérate (2PG), qui subira une étape 

de déshydratation par une énolase pour libérer le phospho énol pyruvate (PEP). 

La dernière étape de la glycolyse correspond à une deuxième 

déphosphorylation par la pyruvate kinase (PK) dont le produit final est le 

pyruvate. Cette réaction permet la formation d’ATP à partir d’ADP (Figure 8)  

(Chaudhry & Varacallo, 2018). 
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Figure 7 : Contrôle de la glycémie au cours du nycthémère chez l’Homme 
 

Le maintien de la glycémie à une valeur consigne est assuré par l’action conjuguée de 
l’insuline et du glucagon. Suite à un repas, l’augmentation du glucose circulant stimule la 
sécrétion d’insuline par le pancréas, favorisant ainsi le captage intracellulaire de glucose dans 
le muscle et le tissu adipeux, et le stockage hépatique du glucose sous forme de glycogène 
(glycogénogenèse). En outre, dans le foie, les acides gras peuvent aussi être néosynthétisés 
au cours de la lipogenèse de novo à partir de la dégradation du glucose (glycolyse). À jeun, 
la sécrétion pancréatique de glucagon contribue à l’augmentation de la glycémie en stimulant 
la glycogénolyse et la néoglucogenèse hépatiques. Le pool plasmatique de glycérol issu de 
la lipolyse adipocytaire sert en effet de substrat à la production de glucose (néoglucogenèse) 
dans le foie. 
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La sécrétion d'insuline induite par l’augmentation du glucose circulant est par ailleurs 

amplifiée sous l’action des gluco-incrétines intestinales GLP-1 et GIP (voir ce chapitre, II.2).  

 

L'insuline ainsi sécrétée stimule l’entrée de glucose dans les adipocytes et les myocytes 

en favorisant la translocation à la membrane plasmique de vésicules cytosoliques contenant les 

transporteurs GLUT-4. Dans les mêmes conditions, l’entrée de glucose selon son gradient de 

concentration via les transporteurs GLUT-2, insensibles à l’insuline, est augmentée dans les 

hépatocytes (Chadt & Al-Hasani, 2020). Le glucose ainsi capté par les tissus insulino-sensibles 

est alors métabolisé via la voie de la glycolyse* permettant ainsi la production d’ATP et son 

stockage sous forme de (i) glycogène (glycogénogenèse) dans le muscle squelettique (10g/kg 

de tissu) et le foie (50g/kg de tissu) et (ii) de lipides dans le foie (lipogenèse de novo et 

estérification des acides gras en triacylglycérols).  

 

L’insuline stimule la glycolyse 

(Figure 8) en augmentant l’expression du 

gène codant pour la GK (glucokinase) dans 

le foie et le pancréas. Cette augmentation 

est médiée par le facteur de transcription 

SREBP-1c (sterol response element-

binding protein-1) (Foretz et al., 1999) et la 

diminution d’AMPc intracellulaire 

(Sibrowski & Seitz, 1984). De plus, 

l’insuline inactive la glycogène 

phosphorylase (GP), responsable de la 

dégradation du glycogène en G1P, et inhibe 

via l’activation de la protéine kinase B 

(PKB/Akt), la glycogène synthase kinase 3 

(GSK3), stimulant ainsi la glycogène 

synthase (GS) (Miller & Larner, 1973; 

Stalmans et al., 1974) et donc la glycogénogenèse** hépatique et musculaire (Figure 9). 

 

** La glycogénogenèse implique une première étape de 

phosphorylation du glucose en G6P par la GK dans le foie et par 

l’hexokinase HK dans les cellules musculaires. Le G6P est ensuite 

isomérisé par la phosphoglucomutase en glucose-1-phosphate 

(G1P) qui représente le constituant de base pour la polymérisation 

du glycogène. Le transfert du résidu glucosyle du G1P sur un UTP 

par l’UDP-glucose pyrophosphorylase permet la formation 

d'UDP-glucose (Dods, 2013b). La glycogène synthase (GS), qui 

assure la formation de liaisons osidiques a(1-4), est une enzyme 

d’élongation ne pouvant initier de novo la synthèse du glycogène à 

partir du glucose. Elle nécessite en effet une amorce, qui peut être 

obtenue (i) soit par l’utilisation d’un fragment de glycogène sous 

forme de dextrine, formée de 6 unités de glucose, (ii) soit grâce à 

l’intervention de la glycogénine, une enzyme de structure possédant 

une chaîne latérale capable de lier le premier résidu glucosyle de 

l’UDP-glucose. La GS, en allongeant la chaîne osidique lorsque 

celle-ci comporte 8 unités de glucose, produit l’amylopectine. 

L’enzyme branchante 1,4 a-glucan (EC 2.4.1.18) permet ensuite 

la ramification de la chaîne par création de nouveaux branchements 

sur la molécule de glycogène, puis, transfert des unités de glucose 

d’une liaison α(1-4) sur une liaison α(1-6) (Bollen et al., 1998). 
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En parallèle, l’insuline contribue 

également au blocage de la 

néoglucogenèse*** en réprimant 

l’expression des gènes Pepck et G6pc 

codant respectivement la phosphoenolpyruvate carboxykinase (PEPCK) (She et al., 1999) et 

la glucose-6-phosphatase (G6Pase). Cette inhibition fait notamment intervenir le facteur de 

transcription FOXO-1 (forkhead box protein O-1), qui coopère avec PGC-1α (peroxisome 

proliferator activator receptor γ coactivator-1α) pour réguler l’expression des gènes impliqués 

dans la néoglucogenèse (Puigserver et al., 2003). En réponse à l’insuline, la phosphorylation de 

FOXO-1 par Akt favorise son exportation nucléaire, bloquant ainsi la transcription des gènes 

Pepck et G6pc (Dickens et al., 1998; Nakae et al., 2001; Schmoll et al., 2000). Pour finir, 

l’inhibition de l’expression de la PEPCK par l’insuline est aussi médiée par la dissociation de 

CBP (CREB-binding protein) et de l’ARN polymerase II sur le promoteur du gène Pepck 

(Duong et al., 2002).  

 

Lorsque les capacités hépatiques 

de stockage du glucose sous forme de 

glycogène sont saturées, l’insuline 

stimule sa mise en réserve, 

essentiellement dans le foie chez 

l’Homme, sous forme de lipides via la 

lipogenèse de novo****. Celle-ci est assurée par l’activation des facteurs de transcription 

SREBP-1c et ChREBP (carbohydrate response element binding protein) qui, tous deux 

contrôlent l’expression de gènes lipogéniques tels que fas (fatty acid synthase), acc-1 (acetyl 

coA carboxylase-1) et scd-1 (stearoyl coA desaturase-1) (Large et al., 2004). 

 

Pour finir, il est important de noter qu’en condition postprandiale d’hyperinsulinémie, 

l’insuline inhibe de 20% la néoglucogenèse (voir paragraphe suivant) et bloque complètement 

la glycogénolyse dans le foie (Gastaldelli et al., 2001), tandis que l’hyperglycémie seule 

diminue la glycogénolyse hépatique sans beaucoup affecter la synthèse de glycogène par le 

foie. Effectivement, seule la combinaison d’une hyperglycémie et d’une hyper-insulinémie 

conduit à une inhibition significative de la glycogénolyse hépatique via l’inhibition de la GP et 

la stimulation de la GS (Petersen et al., 1998). Le mécanisme d’inhibition de la néoglucogenèse 

*** La néoglucogenèse utilise, en sens inverse, les réactions réversibles 

de la glycolyse et contourne les étapes irréversibles grâce à d’autres 

enzymes : la pyruvate carboxylase (PC), la phosphoenol pyruvate 

carboxykinase (PEPCK), la fructose-1, 6-bis phosphatase (FBPase) et la 

glucose-6-phosphatase (G6Pase) (Schury., 2020). 

**** La lipogenèse de novo requiert la synthèse d’Acétyl-CoA, 

notamment à partir de la décarboxylation oxydative du pyruvate dans la 

mitochondrie. Le radical acétyl de ce précurseur est ensuite transporté 

dans le cytosol pour s’associer au glycérol-3-phosphate issu de la 

glycolyse ou de la phosphorylation du glycérol, et ainsi former des acides 

gras correspondant à la forme de réserve des lipides (Lynen & Ochoa, 

1953).  
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par l’insuline reste partiellement compris et impliquerait à la fois une action directe sur le foie 

et indirecte sur les tissus cibles extra-hépatiques (Girard, 2006; O-Sullivan et al., 2015). 

3. Les mécanismes de régulation lors du jeûne  

 
À l’état post-absorptif, la glycémie est maintenue constante grâce à l'augmentation de 

la production de glucose à partir de composés non glucidiques (pyruvate, lactate, glycérol ; et 

acides aminés après un jeûne allongé) (néoglucogenèse) ou par phosphorolyse du glycogène 

stocké (glycogénolyse) (Dods, 2013a). Lors du jeûne, la néoglucogenèse représente ainsi 50%, 

40-50% et 80% de la production endogène de glucose chez le rat (après 4h de jeûne), chez la 

souris (après 7h de jeûne) et chez l’Homme (après 10h à 12h de jeûne) respectivement 

(Kowalski & Bruce, 2014). 

a. La néoglucogenèse 

La néoglucogenèse a lieu principalement dans le foie (80-85%), en moindre quantité 

dans le rein (15%) et, dans l'intestin (0-5%) dans certaines conditions. Cependant, en cas de 

jeûne prolongé (24h-48h), la contribution de ces trois organes à la néoglucogenèse peut être 

ainsi modifiée : foie (30-45%), rein (50-55%) et intestin (0-20%) chez le rat (Kida et al., 1978; 

Mithieux et al., 2006; Pillot et al., 2009). Chez l’Homme, elle resterait minoritaire (5%) dans 

le rein lors d’une courte période de jeûne, mais s’élèverait à 20-25% lorsque le jeûne est 

supérieur à 60h (Ekberg et al., 1999; Owen et al., 1969). Les détails concernant la 

néoglucogenèse intestinale se trouve dans le chapitre 3, IV.2.b. 

 

La néoglucogenèse est une voie endergonique qui consomme de l'ATP provenant 

principalement de l'oxydation des acides gras. Cette voie repose sur l’activité réversible de 

plusieurs enzymes de la glycolyse, à l’exception des étapes irréversibles qu’elle contourne grâce 

à quatre enzymes caractéristiques de cette voie : la pyruvate carboxylase (PC), située dans la 

matrice mitochondriale, la phosphoenolpyruvate carboxykinase (PEPCK) mitochondriale et 

cytosolique, la fructose-1, 6-bis phosphatase (FBPase) cytosolique et la G6Pase dans le 

réticulum endoplasmique (ER) (Schury., 2020). La PC et la PEPCK permettent ainsi de 

contourner la pyruvate kinase (LPK), la FBPase assure la réaction inverse à la 6-

phosphofructokinase-1 (6-PFK-1) et la G6Pase celle à la GK (Figure 8). L’activation de cette 

voie métabolique est contrôlée par différentes hormones telles que le glucagon (réponse 

précoce), l’hormone thyroïdienne T3 (triiodothyronine) et les hormones de stress, cortisol et 

adrénaline (réponse tardive) et suite à l’augmentation de précurseurs glucoformateurs tels que 
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le pyruvate/lactate (issus de la glycolyse), le glycérol (issu de la lipolyse adipocytaire), et les 

acides aminés (issus de la protéolyse) (Brown et al., 1978). 

 

La sécrétion du glucagon par les cellules α pancréatiques suit le même principe 

d’excitabilité que celle des cellules β voisines. Lorsque la glycémie est faible, l’exocytose des 

vésicules de sécrétion contenant le glucagon est en effet médiée par l’ouverture des canaux 

calciques voltage-dépendants VDCCs (flux entrants) suite à la dépolarisation membranaire 

induite par l’ouverture des canaux potassiques (ATP-sensitive KATP channels). L’expression 

supplémentaire par les cellules α pancréatiques de canaux sodium de type N voltage dépendants 

aussi activés par la dépolarisation membranaire permet, lorsque les concentrations de glucose 

extracellulaire s’élèvent, le blocage du processus d’exocytose (Quesada et al., 2008). 

i. À partir du pyruvate  

Lors du jeûne, le glucagon stimule 

l’expression des gènes codant la PC (She et 

al., 1999) et la PEPCK (Cimbala et al., 1981) 

et augmente en parallèle l’activité de cette 

dernière (Christ et al., 1988), conduisant ainsi 

à la production accrue de PEP et de glucose 

(Jitrapakdee et al., 2008). 

 

Au niveau mécanistique, l’activation de la protéine kinase A (PKA) suite à la fixation 

du glucagon à son récepteur couplé aux protéines Gs permet la phosphorylation inactivatrice 

de la LPK, l’enzyme convertissant le PEP en pyruvate, une étape irréversible de la glycolyse. 

Dans ces conditions, le PEP alors converti en F1,6-BP2 (fructose-1,6-bisphosphate) favorise 

ainsi la synthèse du glucose. Parmi les autres cibles en aval du récepteur du glucagon, la 

phosphorylation de la sérine 32 de la 6-PFK-2/FBPase-2 (6-phosphofructo-kinase-2/ fructose-

2,6-bisphosphatase) par la PKA induit une modification de sa conformation, favorisant ainsi sa 

fonction phosphatase FBPase-2 et la transformation de F2,6-B2 (fructose-2,6-bisphosphate) en 

fructose-6-phosphate (F6P). La diminution de F2,6-B2 a alors plusieurs conséquences : (i) la 

réduction consécutive de F2,6-BP (Claus et al., 1980; Pilkis et al., 1995), qui bloque l’activation 

allostérique de la 6-PFK-1 et active la FBPase-1 (Wu et al., 2006),  

 

 

La conversion du pyruvate : dans les cellules hépatiques, le pyruvate 

entrant dans la mitochondrie, est converti en oxaloacétate (OAA) 

par la PC, une enzyme activée par l’Acétyl-coA à partir de la β-

oxydation et utilisant la biotine comme cofacteur. Cette réaction 

consomme une molécule d’ATP (dernière étape du cycle de Krebs). 

L’OAA ainsi formé est transformé en malate ou en aspartate, en 

consommant un NADH+H+ puis, est transporté dans le cytosol par 

les navettes malate/aspartate où il est retransformé en OAA après 

génération de NADH+H+. Dès lors, l’OAA pourra être transformé 

en PEP par la PEPCK (Attwood, 1995). 
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Figure 8 : Régulation de la glycolyse et de la néoglucogenèse hépatique 

Glycolyse et Néoglucogenèse : 1,3 BiPhosphoGlycérate (1,3BPG) ; 2-PhosphoGlycérate (2PG) ; 3-PhosphoGlycérate (3PG) ; 
Adénosine Mono Phosphate (AMPc) ; Adénosine Tri Phosphate (ATP) ; Aldolase A (AldoA) ; DiHydroxyAcétone Phosphate 
(DHAP) ; Fructose-1,6 BiPhosphatase (F1,6Ppase-1 ou 2) ; Fructose-6-Phosphate (F6P) ; Glucokinase (GK); Glucose-6-
Phosphatase (G6Pase) ; Glucose-6-Phosphate (G6P) ; Glucose-6-Phosphate Isomérase (GPI); Glycéraldéhyde 3-Phosphate (GA-

3P) ; Glycéraldéhyde 3-Phosphate Déshydrogénase (GA-3P-Dase) ; Liver Pyruvate Kinase (LPK) ; Oxaloacétate (OAA) ; Phospho 
Énol Pyruvate (PEP) ; Phospho Énol Pyruvate Carboxylase (PEPCK) ; Phospho Fructo Kinase 1 ou 2 (PFK-1 ou 2) ; Fructose-1,6 
BiPhosphate (F1,6P

2
) ; Fructose-2,6 BiPhosphate (F2,6P

2
) ; PhosphoGlycérate Kinase (PGK) ; PhosphoGlycérate Mutase (PGM) 

; Pyruvate Carboxylase (PC) ; Triiodothyronine (T3) ; Triose Phosphate Isomérase (TPI). 
 
Fructolyse : Aldolase B (AldoB) ; Fructose-1-Phosphate (F1P) ; Glycéraldéhyde (GA) ; Hexokinase (HK); KétoHexoKinase 
(KHK) ; Triokinase et FMN Cyclase (TKFC).  
 
Hydrolyse du glycérol : Glycérol (Gl) ; Glycérol-3-phosphate (Gl-3P) ; Glycérol Kinase (GKi) ; Glycérol-3phosphate 
Déshydrogénase (Gl-3-Dase). 
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favorisant ainsi la néoglucogénèse, (ii) la diminution de l’expression de la GK et 

l’augmentation de celle de la G6Pase (Figure 8) (Payne et al., 2005; Wu et al., 2006). Par 

ailleurs, au cours d’un jeûne prolongé, la sécrétion de cortisol, un glucocorticoïde naturel, 

augmente l’activité néoglucogénique (Dods, 2013) notamment par la liaison directe de leur 

récepteur nucléaire GR (glucocorticoid receptor) activé aux promoteurs des gènes codant la 

G6Pase et la PEPCK (Stafford et al., 2001). 

ii. À partir du glycérol 

Au cours du jeûne, le glycérol libéré dans la circulation sanguine à partir de l’hydrolyse 

des triglycérides adipocytaires, est capté dans le foie, où il est transformé en Gl-3P (glycérol-

3-phosphate) par la GKi (glycérol kinase). Le glycérol-3-phosphate ainsi formé est ensuite 

oxydé par la Gl-3-Dase (glycérol-3-phosphate déshydrogénase) en DHAP (dihydroxyacétone 

phosphate) entre dans la voie de la néoglucogenèse (Schury., 2020). 

iii. À partir des acides aminés 

L’utilisation des AA dans la néoglucogenèse est relativement faible et s’effectue 

principalement dans une situation de jeûne prolongé ou suite à un régime hyperprotéiné. Elle 

repose sur le clivage de l’azote aminé (NH2), et son élimination sous forme d’urée en parallèle 

de la dégradation de la chaine carbonée (R-CH appelé α-cétonique). L’acide α-cétonique est 

transformé en pyruvate ou en intermédiaire du cycle du Krebs (oxaloacétate, α-cétoglutarate, 

fumarate et succinyl CoA). Tous les AA sont glucoformateurs sauf la Leucine et la Lysine qui 

sont des acides aminés cétogènes et dont la dégradation du squelette carboné libère l’acétyl-

CoA ou l’acétoacétyl-CoA (Schury., 2020). 

b. La glycogénolyse 

De façon concomitante à une baisse de la glycémie, la stimulation de la 

glycogénolyse**** par le glucagon repose sur l’activation en aval de son récepteur de la cascade 

de signalisation AMPc/PKA. La PKA ainsi activée conduit alors à : (i) la phosphorylation 

activatrice de la PK (phosphorylase 

kinase), qui à son tour active la GP 

(glycogene phosphorylase) assurant la 

dépolymérisation du glycogène en  

 

**** La glycogénolyse fait intervenir la glycogène phosphorylase (GP) 

qui assure la dépolymérisation (phosphorolyse de la liaison osidique α (1-

4)) du glycogène en G1P. Le G1P est ensuite transformé par la 

Phosphoglucomutase en G6P, qui, sous l’action de la G6Pase du 

réticulum endoplasmique (ER), permet la libération de glucose dans la 

circulation sanguine et son utilisation par les tissus périphériques. 
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Figure 9 : Régulation hormonale de la glycogénogenèse et de la glycogénolyse 
dans le foie 

 
• Le récepteur de l’insuline est un dimère présentant plusieurs sites de 

phosphorylation dans son domaine cytoplasmique. La fixation de l’insuline à son 
récepteur induit l’autophosphorylation de son domaine tyrosine kinase provoquant 
ensuite une cascade de phosphorylation sur des protéines cytoplasmiques. La 
Phosphatidylinositol 3 Kinase (PI3K) active par phosphorylation la Protéine 
Phosphatase 1 (PP1) qui active la Glycogène Synthase (GS) et inhibe la 
Phosphorylase Kinase (PK), bloquant ainsi la dégradation du glycogène. La 
Protéine Kinase B Akt (PKB/Akt) quant à elle active la Glycogen Synthase Kinase 
3 (GSK3) qui bloque la Glycogène Synthase. 
 

• Le récepteur du glucagon est couplé à la protéine Gαs et la fixation du glucagon à 
son récepteur stimule la voie de l’Adénylate Cyclase, conduisant ainsi à la 
production d’Adénosine Mono Phosphate cyclique (AMPc), et à l’activation de la 
Protéine Kinase A (PKA). La PKA active alors par phosphorylation la PK, qui, en 
phosphorylant la Glycogène Phosphorylase (GP), conduit à l’initiation de la 
dégradation du glycogène. En outre, l’AMPc inactive par phosphorylation la GS, 
entraînant alors l’inhibition de la synthèse du glycogène.  
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G1P, et (ii) la phosphorylation inhibitrice de la GS, empêchant ainsi la resynthèse du 

glycogène à partir du G1P via l'uridine diphosphoglucose (Figure 9) (Bollen et al., 1998).  

 

Le G1P est ensuite transformé en G6P, qui, sous l’action de la G6Pase, est converti en 

glucose puis est libéré dans le sang par le transporteur GLUT-2 selon un gradient de 

concentration en vue d’une utilisation par les organes gluco-consommateurs. De façon 

intéressante, le glucagon favorise l’hydrolyse du G6P en glucose in vitro dans les cellules 

hépatiques et in vivo chez le rat perfusé avec du glucagon, suivant un mécanisme sensible à la 

température, et sans modification apparente de l’activité de la G6Pase (Ichai et al., 2001). La 

G6Pase, n’étant pas exprimée dans le muscle, le glucose ne quitte pas la cellule musculaire et 

est systématiquement orienté in situ vers la voie de la glycolyse pour couvrir ses propres besoins 

énergétiques notamment en période d’activité ; les réserves de glycogène du muscle sont 

« privées ». 

 
 

4. Les diabètes sucrés 

a. La définition et le diagnostic du diabète 

Le diabète est une affection chronique évolutive qui se développe dans le cas d’une 

production insuffisante d’insuline par le pancréas (insulinopénie) et/ou de perturbation 

anormale de l’action de l’insuline sur ses organes cibles (insulinorésistance). Lors d’un 

diabète, une hyperglycémie chronique s’installe alors et peut conduire à long terme à 

l’apparition de complications cliniques microvasculaires (rétinopathie, néphropathie, 

neuropathie) et macrovasculaires (infarctus du myocarde, accident vasculaire cérébral etc…) 

(Kawahito et al., 2009).  

 

On distingue principalement deux grands types de diabètes : le diabète de type 1 (DT1) 

caractérisé par une insulinopénie et le diabète de type 2 (DT2) associé à une insulinorésistance. 

Cependant, la distinction entre ces deux formes n’est pas toujours claire, des formes tardives 

de DT1, appelées latent autoimmune diabetes in adults (LADA), pouvant apparaître chez 

l’adulte en cas de thérapie hypoglycémiante inefficace (Pozzilli & Pieralice, 2018). 

 

Selon les critères de diagnostic biologique établis par l’organisation mondiale de la santé 

(OMS) (World Health Organization, 1999), le diabète se caractérise par : 
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(i) une glycémie supérieure à 1,26g/L (7 mM) après un jeûne de 8h et vérifiée à 

deux reprises 

(ii) une glycémie supérieure à 2g/L (11,1 mM) 2h après un repas ou une charge orale 

de glucose  

(iii)  un taux d’hémoglobine glyquée (HbA1c) supérieur ou égal à 6,5%. Ce 

paramètre étant le reflet rétroactif de l’équilibre glycémique des trois derniers 

mois, il est essentiel au suivi d’un patient diabétique (Of & Mellitus, 2014; 

Tabák et al., 2012). 

 

b. L’épidémiologie du diabète de type 1 et 2 

Le diabète est une maladie multifactorielle et polygénique dont l’apparition peut être 

déclenchée par une multitude de facteurs environnementaux et de prédispositions génétiques 

(Raman, 2016). En 2015, la prévalence du diabète sucré a été estimée à 420 millions dans le 

monde (Risk & Collaboration, 2016) et celle du diabète traité pharmacologiquement à 5% de 

la population française, soit 3,3 millions de personnes. Cependant, la proportion mondiale de 

diabète non diagnostiqué chez l’adulte est estimée à 45,8%, soit 174,8 millions de personnes, 

dont 83,5% des cas seraient issus de pays à faibles et moyens revenus (Beagley et al., 2014). 

On qualifie en effet le diabète de maladie silencieuse, du fait d’un diagnostic le plus souvent 

tardif lié à l’apparition généralement insidieuse des premiers signes cliniques au moment des 

complications.  

 

Une étude réalisée sur la population française à partir des données issues du Système 

national d’information inter-régimes de l’assurance maladie (Sniiram) a permis de déceler que 

parmi les facteurs pouvant influencer cette prévalence, on distingue: (i) le sexe, la prévalence 

étant plus élevée chez les hommes (6,1%) que chez les femmes (4,2%) ; (ii) l’âge, la prévalence 

augmentant avec l’âge pour atteindre un pic entre 70-79 chez les hommes et 80-84 chez les 

femmes ; (iii) la localisation géographique, la prévalence étant par exemple plus importante 

dans les régions des Hauts-de-France et du Grand Est en France; et (iiii) le statut socio-

économique, la prévalence étant accrue dans les territoires les plus défavorisées et dans 

certaines catégories socio-professionnelles (Mandereau-Bruno & Fosse-Edorh, 2017).   
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c. Le diabète de type 1  

Le DT1 se déclare brutalement et généralement chez l’individu jeune avant 20 ans. Il 

concerne 5 à 10% des diabètes sucrés et se caractérise par une production faible voire 

inexistante d'insuline, exigeant une administration quotidienne d’insuline (Of & Mellitus, 

2014). Initialement, une réaction auto-immune, caractérisée par l’infiltration de lymphocytes 

B et T dans les îlots de Langerhans, conduit à la destruction spécifique des cellules β 

productrices d'insuline, la production de glucagon n’étant pas affectée (Morran et al., 2015). 

 

La destruction des cellules β pancréatiques dépend de facteurs génétiques et 

environnementaux. Ainsi, les jumeaux monozygotes atteints de DT1 présentent un risque plus 

élevé de progression vers la maladie et d’exprimer les auto-anticorps contre les cellules β que 

les jumeaux dizygotes ou des fratries non gémellaires. Tandis que ces observations suggèrent 

que le développement du DT1 est favorisé par une prédisposition génétique (Redonclo et al., 

1999), différents gènes de susceptibilité au DT1 ont été identifiés tels que les allèles Dr3 et Dr4 

appartenant au système complexe majeur d’histocomptabilité (MHC) (MacFarlane et al., 2009; 

Morran et al., 2015). Parmi les facteurs environnementaux jouant un rôle certain dans le 

déclenchement de la réaction auto-immune qui détruit les cellules β, des facteurs nutritionnels 

tels que l’introduction précoce au lait de vache, au gluten ou la carence en vitamine D (Rewers 

et al., 2016) ont été évoqués. Des facteurs infectieux (microbes, virus) favorisent la 

reconnaissance, par les lymphocytes B et T, d’antigènes du soi à la surface des cellules β 

similaires à des protéines virales. Certains virus (coxsackie B, parotite et rubéole) ont ainsi été 

impliqués dans le déclenchement accéléré du DT1 (Von Herrath et al., 1998). Pour finir, 

l’exposition à des substances toxiques et l’âge de la mère au moment de la grossesse sont des 

facteurs supplémentaires prédisposant à l’établissement d’un DT1 (Giwa et al., 2020). 

 

Le traitement préconisé dans le DT1 consiste en une insulinothérapie, associée à un 

régime alimentaire faible en carbohydrates (Bolla et al., 2019). Dans les cas les plus sévères, 

une greffe de pancréas ou une transplantation d’îlots de Langerhans peut être envisagée afin de 

prévenir d’une forte aggravation des complications du DT1 (rétinopathie, atteinte rénale) 

(Drucker, 2021). 
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d. Le diabète de type 2   

Le DT2 apparait après 40 ans chez des personnes en surcharge pondérale ou obèses et 

concerne environ 90 à 95% des patients diabétiques. Il est caractérisé par une 

insulinorésistance, c’est à dire une baisse de sensibilité des cellules effectrices (myocytes, 

hépatocytes, adipocytes) à l’insuline (Martin et al., 1992; Of & Mellitus, 2014). En condition 

d’homéostase, la sensibilité à l'insuline assure notamment l'augmentation du captage du 

glucose par les muscles squelettiques et la réduction de la production hépatique de glucose afin 

de réduire les taux de glucose circulants (Matthaei et al., 2000; Smith et al., 1999). Parmi les 

mécanismes sous-jacents à l’apparition d’une insulinorésistance, on peut citer : (i) une 

diminution de l’affinité des récepteurs de l'insuline pour celle-ci ou, (ii) un nombre insuffisant 

de récepteurs de l'insuline perturbant la signalisation de l’insuline ou, (iii) un 

dysfonctionnement dans la voie de signalisation de l’insuline.  

 

La mise en place du DT2 est plus complexe que celle du DT1 et fait intervenir deux 

phases. Durant la première phase (pré-diabète), l’augmentation de la sécrétion d'insuline par les 

cellules β pancréatiques pour compenser l’insulinorésistance naissante (hyperinsulinémie 

compensatrice), permet de maintenir une glycémie constante. Lors de la seconde phase, 

l’incapacité des cellules β à produire suffisamment d’insuline pour maintenir l'euglycémie 

conduit à une situation d’hyperglycémie chronique (Matthaei et al., 2000). Des études post 

mortem réalisées sur le pancréas de patients ayants des antécédents cliniques d’hyperglycémie 

à jeun (pré-diabète) a démontré une diminution d’environ 50% de la masse cellulaire β 

pancréatique causée par l’apoptose (Meier, 2008) associée à une diminution de l’expression des 

marqueurs de différenciation des cellules β (Kjørholt et al., 2005).  

 

Les mécanismes sous-jacents à l’hyperglycémie des patients atteints de DT2 

impliquent : (i) une hyper-glucagonémie due au défaut d’insulinosécrétion (Bansal & Wang, 

2008; Jiang & Zhang, 2003) (ii) une augmentation de la production hépatique de glucose (Clore 

et al., 2000; Haeusler et al., 2015), (iii) une diminution à l’état post-absorptif de l’effet incrétine 

associée à des niveaux bas de GLP-1 (Drucker & Nauck, 2006) et, (iv) une diminution et un 

ralentissement du captage musculaire de glucose (Eugenio Cersosimo, 2000). L’une des 

conséquences de l’hyperglycémie peut être illustré par l’augmentation du seuil rénal de 

réabsorption de glucose. En effet, en situation normale, le rein filtre approximativement 162 g 

de glucose par jour. La grande majorité du glucose (90%) est réabsorbée dans le segment initial 



  

 
 

41 

du tubule proximal grâce au transporteur de grande capacité SGLT-2. Les 10% restants sont 

réabsorbés par le transporteur de forte affinité SGLT-1 dans le segment droit du tubule proximal 

descendant. Cependant, bien que la capacité de réabsorption tubulaire rénale maximale (Tm) 

du glucose soit plus élevée chez les patients diabétiques (due à l’hyperglycémie) (Mogensen, 

1971), le transport du glucose étant limité (nombre de transporteurs) et saturable, 

l’augmentation de la charge filtrée ne permet pas une réabsorption complète du glucose. Le 

glucose excédentaire non réabsorbé conduit alors à une glycosurie et à une diurèse osmotique. 

Ainsi, des inhibiteurs de la réabsorption du glucose par les tubules proximaux du rein sont ainsi 

utilisés dans le traitement du DT2 (Deshmukh et al., 2013).  

 

Le DT2 est une maladie à forte composante génétique. Dans l’étude Framingham sur la 

transmission parentale du DT2, il a ainsi été constaté que si l’un des parents était diabétique, le 

risque relatif sur la descendance était de 3,5 tandis que si les deux parents étaient diabétiques il 

passait à 6 (Meigs et al., 2000). Par ailleurs, le taux de concordance pour le DT2 chez des 

jumeaux monozygotes est compris entre 70% et 90% suivant les études et lorsque le recul du 

suivi est élevé, tandis qu’il n’est que de 40 à 50% dans le cas des jumeaux dizygotes (Committee 

on Diabetic Twins, 1988; Medici et al., 1999). Bien que plusieurs gènes de susceptibilité au 

DT2 aient été identifiés, ceux-ci ne suffisent pas à expliquer l’installation définitive de cette 

pathologie. Il s’agit de gènes codant pour les enzymes du métabolisme du glucose (GK), le 

facteur de transcription HNF-1, le transporteur de Zinc (SLC30A8) ou le substrat du 

récepteur de l’insuline-1 (IRS-1) (Bonnefond & Froguel, 2015). En effet, des mutations dans le 

gène de la GK, enzyme clef de la régulation de la glycolyse exprimée dans le foie et le pancréas 

(Matschinsky, 2002), peuvent être à l’origine aussi bien d’une hyperglycémie que d’une 

hypoglycémie. Les mutations inactivatrices et hétérozygotes du gène de la GK provoquent 

l’apparition tardive d’un diabète rare de type MODY (maturity onset diabetes of the young), 

caractérisé par une légère hyperglycémie. Les mutations homozygotes entraînent quant à elles 

un phénotype plus sévère (Gloyn, 2003).  

 

Les prédispositions génétiques au DT2 s’associent à des facteurs de risque 

environnementaux, en première ligne desquels figurent une alimentation excessive et 

déséquilibrée (riche en graisses saturées et sucres) associée à une activité physique insuffisante. 

Ces facteurs peuvent entrainer une prise de poids, et la surcharge pondérale voire l’obésité, en 

particulier de type androïde, viennent accroitre le risque de développer un DT2. Une méta-

analyse d’études de cohortes prospectives aux États-Unis et en Europe, a ainsi démontré que 
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les hommes obèses avaient un risque 7 fois plus élevé de développer un DT2, et les femmes 

obèses un risque 12 fois plus élevé, par rapport aux personnes normopondérales (Guh et al., 

2009). Une autre étude prospective menée au Royaume-Uni ayant examiné une cohorte de 

369 362 participants âgés de 2 à 15 ans a permis de rendre compte que les patients atteints de 

DT2 étaient pour la plupart obèses (47,1%) comparativement aux diabétiques présentant un 

indice de masse corporelle (IMC) normal (4,33%) (Abbasi et al., 2017). Les facteurs socio-

économiques (stress, ethnicité…) amplifient également les risques de développer cette maladie. 

Plusieurs études ont également établi une association bidirectionnelle entre la dépression et le 

développement du DT2 (Carnethon et al., 2007; Tabák et al., 2014). 

 

La prise en charge du DT2 nécessite un contrôle strict de la glycémie et d’autres 

paramètres physiologiques, tels que l’hypertension artérielle, afin d’éviter les complications 

cliniques à long terme. Elle commence par des recommandations comportementales : un régime 

alimentaire de type méditerranéen riche en cholestérol et en acides gras mono/polyinsaturés 

(Mirmiran et al., 2018) accompagné d'une activité physique régulière aident au maintien d’une 

euglycémie et améliore la sensibilité à l’insuline (Kearney & P. Thyfault, 2016). Par ailleurs, 

des études prospectives s’étalant jusqu’à 20 ans chez la femme, ont démontré qu’une 

supplémentation quotidienne en vitamine D (> 800 UI) et en calcium (>1200mg) diminuait de 

33% l’incidence du DT2 comparé aux femmes avec un faible apport en vitamine D (< 400 UI) 

et en calcium (<600 mg) (Pittas et al., 2007). Parmi les approches pharmacologiques du 

traitement du DT2, on distingue les thérapies visant (i) à améliorer la sensibilité à l’insuline 

(metformine, glitazones), (ii) à stimuler la sécrétion d’insuline (sulfamides hypoglycémiants, 

glinides, incrétino-mimétiques tels que les analogues du GLP-1 ou les inhibiteurs de la 

dipeptidyl peptidase-4), (iii) à réduire l’absorption des sucres (inhibiteurs des alpha-

glucosidases) ou (iv) plus récemment, à favoriser l’excrétion urinaire du glucose (inhibiteurs 

de SGLT-2) (Maggs et al., 2007; Matthaei et al., 2000; Tabák et al., 2012). Pour finir, lorsque 

les traitements médicamenteux deviennent insuffisants à compenser l’insulinorésistance des 

patients diabétiques, suite à la destruction massive des cellules β pancréatiques, des injections 

d’insuline sont alors préconisés comme dans le cas du DT1 (Tabák et al., 2012). 
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II. La contribution du tractus gastro-intestinal à la régulation de 

l’équilibre glycémique  

 

La régulation de la vitesse d'apparition du glucose dans le tractus gastro-intestinal et de 

sa clairance intestinale et plasmatique figure parmi les principaux mécanismes gastro-

intestinaux contribuant au contrôle de la glycémie postprandiale. Tandis que l'apparition du 

glucose dans la lumière de l’intestin grêle dépend à la fois de la vitesse de la vidange gastrique 

et de l’efficacité de la digestion enzymatique des sucres alimentaires (voir chapitre 3, II), 

l’apparition du glucose alimentaire dans le compartiment sanguin implique son absorption 

transépithéliale (voir chapitre 3, IV). Par ailleurs, l'effet relayé par les hormones incrétines 

GLP-1 et GIP permet la potentialisation de la sécrétion d'insuline induite par le glucose dans 

les cellules b pancréatiques, participant ainsi par ce biais à la modulation de la glycémie 

postprandiale.  

1. Le transit gastro-intestinal : une motilité neuromusculaire 

a. La vidange gastrique 

Le premier paramètre déterminant dans le contrôle de la glycémie postprandiale est le 

temps de la vidange gastrique, qui correspond à la vitesse de la distribution du contenu 

gastrique dans le duodénum. En effet, l’estomac a pour rôle de décomposer mécaniquement et 

chimiquement le contenu alimentaire en un chyme fluide ensuite véhiculé vers l’intestin grêle. 

À distension, l’estomac subit des ondes péristaltiques permettant la propulsion du contenu 

gastrique vers le sphincter pylorique, dont l’ouverture permet le passage du chyme dans le bulbe 

duodénal (Heading, 1994). 

 

Chez des sujets sains, la vidange gastrique peut représenter jusqu’à 34% de la variation 

de l’excursion glycémique après l’administration orale de 75g de glucose (Horowitz et al., 

1993). De manière intéressante, les patients atteints de DT2 ont une vidange gastrique 

significativement plus rapide que les sujets témoins non diabétiques suite à la consommation 

d’un repas solide riches en glucides (Schwartz et al., 1996) et l’augmentation postprandiale 

précoce de la glycémie est proportionnelle à la vitesse de la vidange gastrique (Rayner et al., 

2001). Enfin, des études cliniques réalisées chez des patients ayants subit une gastrectomie 

partielle (notamment celle incluant le pylore) a mis en évidence une absorption accélérée du 
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glucose ainsi qu’une excursion glycémique postprandiale excessive comparativement au 

groupe contrôle (Breuer et al., 1972). 

b. Les facteurs influençant la vidange gastrique  

La vidange gastrique est un processus complexe, dépendant de facteurs tels que l'activité 

motrice gastro-duodénale (excitabilité musculaire), la stimulation des mécanorécepteurs 

(récepteurs de tension) situés dans la paroi de l’estomac, la sécrétion d’hormones gastro-

intestinales et la posture. Elle est également largement influencée par la nature (solide ou 

liquide), le volume et la composition (nutriments) du contenu gastrique. Ainsi, la vidange 

gastrique des aliments liquides a lieu en une seule phase exponentielle dont la vitesse dépend, 

en premier lieu du volume puis secondairement de la composition du bol alimentaire (richesse 

en éléments nutritifs). De grands volumes seront davantage vidangés que de petits volumes 

tandis qu’un contenu riche en nutriments (hypertonique) sera distribué plus lentement qu’une 

solution hypotonique telle que l’eau. La vidange gastrique des aliments solides est quant à elle 

biphasique : une première phase de latence (délai de 20-30 minutes) pendant laquelle la vidange 

est minimale et où les solides alors décomposés en petites particules pourront ensuite traverser 

le pylore lors de la seconde phase dite linéaire (Hellström et al., 2006). Tous les aliments 

provoquent un étirement de l’estomac qui peut atteindre jusqu’à 10 à 15 fois de sa taille initiale. 

Chez un sujet sain, le volume « vide » de l’estomac est d’environ 100 mL et sa capacité 

moyenne oscille autour de 1L (Cox, 1945 ; Geliebter, 1988). Dans l’estomac, les liquides ont 

une demi-vie d'environ 20 minutes et sont vidangés de manière exponentielle, tandis que les 

solides ont une demi-vie de 2 à 3 heures, avec un temps de séjour d'environ 30 minutes, et sont 

vidangés de manière linéaire (Goyal et al., 2019).  

 

De nombreuses hormones gastro-intestinales participent à la régulation de la vidange 

gastrique (Tableau 1) : 

 

- La gastrine est libérée par les cellules G de la muqueuse de l’antre gastrique sous 

l’action de la distension mécanique directement par les neurones efférents vagaux et du 

pH alcalin. Elle stimule la sécrétion d’HCl par activation des récepteurs 

cholécystokinine B (CCK2) et serait responsable d’au moins 50% de la libération totale 

d’HCl pendant la phase postprandiale (Schmidt & Schmitz, 2004). Elle induit des effets 

stimulants légers à modérés sur les fonctions motrices du corps de l’estomac et 

augmente l’activité de la pompe pylorique (Prosapio et al., 2020). L’action coordonnée 
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de ces différentes fonctions assurée par la gastrine contribuent au ralentissement de la 

vidange gastrique (Hunt & Knox, 1969; Verkijk et al., 1998).  

 

- La motiline, libérée pendant le jeûne par les CEE de type M (appelées Mo) et les 

cellules entéro-chromaffines (Pearse et al., 1974; Sakai et al., 1994; Satoh et al., 1995), 

augmente la force du complexe moteur migrant (MMC), dont l’activité électro-

mécanique répétée toutes les 12 à 15 minutes pendant les périodes interdigestives 

permet de nettoyer les matières résiduelles non digérées (Deloose et al., 2012). Ces 

contractions interdigestives sont permises grâce à l’activation dépendante du Ca2+ des 

cellules musculaires lisses (Depoortere, 2001; Thielemans et al., 2001). 

L’administration exogène de motiline ou de son agoniste accélère ainsi la vidange 

gastrique (Deloose et al., 2019). Les récepteurs de la motiline ont été identifiés au niveau 

du tractus gastro-intestinal, notamment dans le muscle lisse duodénal et iléal et le plexus 

myentérique colique humain (Feighner, 1999; Ter Beek et al., 2008). Ces récepteurs 

présentant 50% d’homogène avec ceux de la ghréline. De manière intéressante, il a 

récemment été démontré que la motiline pouvait aussi agir sur les récepteurs de la 

ghréline et induire une dépolarisation des cellules interstitielles de Cajal, responsables 

de la contraction du muscle lisse intestinal (Kim & Kim, 2019).  

 

- La ghréline produite par les CEE gastriques de type X/A-like (voir chapitre 2, II.4.a), 

présente 36% d’homologie avec la motiline (Asakawa et al., 2001) et agit sur la vidange 

gastrique de manière semblable, soit indirectement via son récepteur situé au niveau des 

terminaisons vagales, soit directement au niveau hypothalamique, en particulier l’area 

postrema via la circulation sanguine (Sanger et al., 2017) et concomitante (Wierup et 

al., 2007). 

 

- Le GLP-1 produit par les CEE de type L inhibe la vidange gastrique via son action sur 

ses récepteurs GLP-1R localisés sur les fibres afférentes vagales et dans le système 

nerveux central (Baggio & Drucker, 2007; Spreckley & Murphy, 2015). Le PYY aussi 

produit dans les cellules L, exerce également une action inhibitrice sur la motilité gastro-

intestinale via des mécanismes qui impliqueraient sa fixation à des récepteurs des 

neuropeptide Y4 dans les cellules des muscles lisses de la paroi intestinale (Spreckley 

& Murphy, 2015; Wang et al., 2010). 
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- La CCK libérée par les CEE de type I notamment en réponse à l’activation de FFA1 

(free fatty acid receptor 1), aussi appelé GPR40, par les acides gras à chaînes longues 

(AGCL) (Liou et al., 2011; McLaughlin et al., 1998) (voir chapitre 2, II.4.b). 

Initialement décrite comme une hormone satiétogène (Gibbs, 1973), ses rôles sont 

multiples incluant l’inhibition de la sécrétion de la gastrine (Schmidt et al., 2004), de la 

sécrétion d’HCl par l’activation de fibres afférentes vagales (Beglinger & Degen, 2004) 

et la stimulation de la motilité gastro-intestinale (Grider, 1994). Elle favorise aussi 

l’augmentation de la capacité de l’estomac en ralentissant la vidange gastrique (Lal et 

al., 2004), rôle notamment démontré par l’utilisation de son antagoniste, le loxiglumide, 

qui provoque une accélération de la vidange gastrique (Meyer et al., 1989). 

 

- Récemment, l’implication d’une nouvelle hormone produite en quantité élevée dans le 

tube digestif, la neuromédine U (NMU), dans le blocage de la vidange gastrique a été 

démontrée suite à son administration périphérique. En déclenchant directement la 

contraction du pylore via les afférences vagales, la NMU contribuerait à l’amélioration 

de la tolérance orale au glucose (Jarry et al., 2019). 

2. L’effet des gluco-incrétines GLP-1 et GIP 

L’une des contributions centrales du tractus gastro-intestinal au maintien de 

l’homéostasie glucidique concerne son effet incrétine, c’est à dire sa capacité à potentialiser la 

sécrétion pancréatique d’insuline induite par le glucose. Ainsi, au début des années 60, Elrick 

et al démontraient chez le sujet sain que la sécrétion d'insuline après une charge orale en glucose 

était nettement plus importante qu'après la même charge par voie intraveineuse (Perley & 

Kipnis, 1967). On estime que 50 à 70% de la réponse insulinique à une charge orale en glucose 

est imputable à l'effet incrétine, soulignant l’importance de cette fonction intestinale dans le 

contrôle de la glycémie postprandiale (Nauck et al., 1986). À cette démonstration expérimentale 

a suivi l'identification de deux peptides responsables de la réponse incrétine, le GIP et le     

GLP-1, sécrétés respectivement par des CEE de type K et L et présentant des similarités de 

régulation de mode d’action ou de fonctions (Seino et al., 2010). Dans cette partie, une 

présentation plus détaillée sera faite du GLP-1, celui-ci ayant fait l’objet d’une étude plus 

approfondie dans ce travail de recherche. 
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a. La synthèse et la production du GLP-1 

De façon intéressante, le glucagon, hormone hyperglycémiante, et le GLP-1, hormone 

à action hypoglycémiante sont toutes deux codées par le même gène du glucagon gcg (environ 

9,4 kb), composé de 6 exons et 5 introns et localisé sur le chromosome 2 au niveau du segment 

2q36-q37 chez l’Homme (Baggio & Drucker, 2007; Bell, 1986; Schroeder et al., 1984; White 

& Saunders, 1986). 

Après transcription du gène gcg, la traduction de l’ARNm (exon 4) conduit à la synthèse 

d’un précurseur commun aux deux hormones, le pré-proglucagon (PPG) (180 AA, 21 Kd) 

chez les mammifères (White & Saunders, 1986). Dans le réticulum endoplasmique, le clivage 

du peptide signal N-terminal assurant l’ancrage du PPG dans ce compartiment permet ensuite 

la maturation du proglucagon (160 AA, 18 Kd) à travers l’appareil de Golgi et son adressage 

vers des vésicules de sécrétion (Lopez et al., 1983). C’est d a n s  ces vésicules de sécrétion 

que le proglucagon subit, sous l’action de protéases, une maturation variable selon les tissus, 

donnant naissance à de nombreux peptides dont les principaux sont répertoriés dans la Figure 

10. Le clivage protéolytique du proglucagon par les pro-hormones convertases 2 (PC2) assure, 

dans les cellules a pancréatiques, la production de glucagon, et sa maturation post-

traductionnelle dans les cellules L intestinales notamment sous l’action des pro-hormones 

convertases 1/3 (PC1/3) permet la production du GLP-1 (37 AA) (Figure 10) (Bell, 1986; 

Drucker et al., 2017; Müller et al., 2019; Sandoval & D’Alessio, 2015). La production de GLP-

1 a également été rapportée dans les cellules α pancréatiques et dans les neurones du noyau du 

tractus solitaire (Müller et al., 2019; Trapp & Richards, 2013). Par ailleurs, il a récemment été 

rapporté en conditions physio-pathologiques que l’estomac pouvait être une source de GLP-1, 

comme illustré par la co-localisation du GLP-1 avec la ghréline et la SST dans l’estomac de 

rats mis sous régime hyperlipidique et d’Humains obèses. De manière intéressante, la densité 

des cellules gastriques positives au GLP-1 est augmentée après un bypass gastrique chez le rat 

(Ribeiro-Parenti et al., 2021).  

La séquence en acides aminés du GLP-1 est hautement conservée chez les mammifères, 

soulignant son rôle physiologique majeur (Adelhorst et al., 1994; Drucker et al., 1987). Le GLP-

1 est ainsi caractérisé par la présence, à l'extrémité N-terminale, d'un dipeptide histidine-alanine 

lui conférant sa fonction insulinotrope. L'exon 4 du gène gcg code pour le GLP-11-37, une forme 

inactive du GLP-1, qui correspond aux résidus d'acides aminés 72-108 du proglucagon.  
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Figure 10 : Maturation protéolytique du préproglucagon 

D’après Sandoval et al., 2015 (adaptée) 

Le Glucagon-Like-Peptide-1 (GLP-1) est un peptide issu d’un précurseur protéique 
de 180 acides aminés (AA), le préproglucagon (PPG). Le PPG possède dans sa partie 
N-ter une séquence Peptide Signal (PS) qui est clivée dans le réticulum 
endoplasmique pour permettre sa maturation en proglucagon. Le proglucagon subit 
ensuite dans les granules de sécrétions des modifications post-traductionnelles 
spécifiques de chaque tissu. Ainsi, l’action de la Pro-hormone Convertase (PC2) dans 
le pancréas conduit à la production de Glicentin-Related PolyPeptide (GRPP), de 
Glucagon, de l’Intervening Peptide-1 (IP-1) et de Major Proglucagon Fragment 
(MPGF). Dans certains neurones du noyau du tractus solitaire et dans les CEE de 
type L, les clivages protéolytiques par les Pro-hormone Convertase (PC1/3) assurent 
la production de la Glicentine, de l’Oxyntomoduline, de l’Intervening peptide-2 (IP-

2), de GLP-1 et de GLP-2.  
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Le clivage protéolytique du GLP-11-37 et son amidation après élimination du résidu 

glycine C-terminal permet la production de deux formes actives du GLP-1, GLP-17-37 et le GLP-

17-36(NH2), dont la capacité à activer le GLP-1R est équivalente (Gallego-Colon et al., 2018). 

L’ajout du groupement amide (NH2) est assurée par l’enzyme peptidylglycine α-amidating 

monooxygenase et accorderait une demi-vie plus longue du GLP-1 dans le sang (Figure 11) 

(Baggio & Drucker, 2007; Bak et al., 2014; Kuhre et al., 2015). Le GLP-17-36(NH2) est l'isoforme 

sécrétoire principale, représentant ainsi après stimulation 80% du GLP-1 circulant chez 

l’Homme, tandis que les niveaux de GLP-17-37 reste relativement inchangé (Orskov et al., 1994). 

Une fois libérées dans la circulation, ces deux isoformes sont inactivées par clivage en position 

9 du côté N-terminal par la dipeptidyl peptidase IV (DPP-IV). 

Outre le GLP-1, l’expression du gène du gcg et le clivage protéolytique du proglucagon, 

permet dans les cellules L la sécrétion de trois autres peptides : le GLP-2 (33 AA), 

l’oxyntomoduline (37 AA), et la glicentine (69 AA) (Müller et al., 2019) (Figure 10). Le GLP-

2 favorise la prolifération des cellules intestinales, inhibe l’apoptose, améliore la fonction 

barrière, améliore la digestion et l’absorption intestinale (Brubaker et al., 1997; Brubaker, 2018; 

Dong et al., 2014; Drucker et al., 1996). L’oxyntomoduline réduit la prise alimentaire et 

favorise la satiété (Cohen et al., 2003). Enfin, la glicentine agit sur la trophicité intestinale, 

réduit l’internalisation des bactéries, induit la motilité gastro-intestinale et inhibe la sécrétion 

d’acide gastrique (Raffort et al., 2017). 

b. La sécrétion du GLP-1 

 

Comme décrit précédemment, l’ingestion de nutriments représente un stimulus 

physiologique majeur dans le déclenchement de la sécrétion de GLP-1. Celle-ci se caractérise 

par une réponse biphasique, avec dans un premier temps, une sécrétion rapide de GLP-1 entre 

15 et 30 minutes après l’ingestion d’un repas, suivie d’un pic mineur de libération entre 90 et 

120 minutes chez l’Homme (Rask et al., 2001). 

 

Le GLP-1 peut-être sécrété en réponse à la présence de nutriments (acides gras, dérivés 

protéiques, carbohydrates) dans la lumière intestinale ou suite à une stimulation par le système 

nerveux autonome. Dans ce manuscrit nous nous focaliserons essentiellement sur la réponse 

nutritionnelle. Ainsi, la sécrétion de GLP-1 par les cellules L est fortement dépendante de la 

composition du repas consommé (Reimann et al., 2008).  
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Figure 11 : Les différentes formes moléculaires du GLP-1  

D’après Gallego-Colon et al., 2018 

Le codon 4 du gène du proglucagon code le GLP-1 sous sa forme peptidique initiale 

inactive (1-37). Sous l’action de clivage protéolytique et d’amidation, plusieurs formes 

sont ensuite générées. Le GLP-1 peut être présenté sous 8 formes différentes. Deux formes 

actives : 7-36
NH2

 et 7-37 et deux formes inactives : 9-36
NH2

 et 9-37. Les formes inactives 

résultent du clivage par la Dipeptidyl Peptidase IV (DPP-IV) en position 9 du côté N-ter 

(peptide GLP-1). La forme 9-36
NH2 peut-être cliver par la néprilysine (NEP) pour produire 

une forme 28-36
NH2

 et une forme 32-36 tandis que la forme 9-37 permet la production du 

GLP-1 de formes 28-37 et 32-37. Le GLP-1 total circulant inclut donc l’ensemble de ces 

différentes formes (actives + inactives).  
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L’ingestion de glucose ou d’acides gras ou leur administration directe dans la lumière 

intestinale ou dans des segments intestinaux perfusés constituent de puissants signaux 

déclencheurs de la sécrétion de GLP-1 (Cordier-Bussat et al., 1998; Roberge & Brubaker, 1993; 

Rocca & Brubaker, 1999). À l’inverse, bien que les peptides ne semblent pas stimuler la 

sécrétion de GLP-1 (Elliott et al., 1993), un hydrolysat protéique stimule de manière dose 

dépendante sa sécrétion tardive dans l’iléon perfusé de rats et dans les cellules L humaines 

immortalisées NCI-H716 (Cordier-Bussat et al., 1998; Reimer et al., 2001). De manière 

générale, les acides gras sont de meilleurs stimulateurs de la sécrétion du GLP-1 que ne l’est le 

glucose (Wu et al., 2017). Les mécanismes sous-jacents à la sécrétion du GLP-1 induite par le 

glucose sont assez similaires à ceux impliqués dans la sécrétion d’insuline par les cellules β 

pancréatiques. Ainsi, dans la lignée cellulaire murine entéroendocrine GLUTag, deux modèles 

ont été proposés impliquant : (i) une voie électrogénique, indépendante du métabolisme du 

glucose et, (ii) une voie dépendante de la production d’ATP (Kuhre et al., 2015; Pais et al., 

2016). 

La voie électrogénique implique l’entrée intracellulaire du glucose via SGLT-1, un 

transporteur actif de haute affinité (Km ≈ 0,3 mM) et de faible capacité (transport saturable) 

(voir chapitre 3, partie IV.2). Dans la lignée murine entéroendocrine GLUTag, ainsi que dans 

des cultures primaires de cellules L, l’administration de phlorizine, un inhibiteur 

pharmacologique de SGLT-1, abolit la sécrétion du GLP-1 en réponse au glucose alors que 

l’inhibition des transporteurs GLUTs par la phlorétine est sans effet (Parker et al., 2012). In 

vivo, la co-administration de phlorizine et de glucose dans le jéjunum bloque l’absorption du 

glucose et la sécrétion du GLP-1 tandis que l’activation de SGLT-1 par un analogue du glucose 

non métabolisable (le methyl-D-glucopyranoside, MDG) induit une augmentation significative 

des niveaux plasmatiques du GLP-1, suggérant que le glucose stimule la sécrétion de GLP-1 

spécifiquement via SGLT-1 et indépendamment de son métabolisme intracellulaire (Moriya et 

al., 2009). En accord avec ces données, un bolus intra-gastrique de glucose à des souris 

invalidées pour SGLT-1 entraîne une réduction de la sécrétion de GLP-1 après 15 min, associée 

à une diminution de l’insulinémie, comparativement à des souris sauvages (Gorboulev et al., 

2012). D’un point de vue mécanistique, l’entrée apicale de glucose via SGLT-1 dans les cellules 

L et l’augmentation concomitante du sodium intracellulaire conduisent à une dépolarisation 

membranaire et à l’ouverture des canaux calciques voltage dépendant VDCCs, à l’origine de 

l’exocytose des vésicules de GLP-1 (Figure 12) (MacDonald et al., 2002; Müller et al., 2019). 
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Figure 12 : Mécanisme de régulation par le glucose de la sécrétion de GLP-1 
intestinal 

D’après Müller et al., 2019 

La principale voie de sécrétion du GLP-1 décrite dans les cellules L entéroendocrines 
en réponse au glucose implique son entrée concomitante avec celle du Na+ par les 
transporteurs SGLT-1. L’augmentation consécutive des concentrations d’ATP favorise 
la fermeture des canaux potassiques dépendant de l’ATP (ATP-sensitive KATP 

channels) et l’accumulation de potassium intracellulaire conduit alors à une 
dépolarisation membranaire et à l’ouverture des canaux calciques voltage-dépendants 
VDCCs. L’augmentation des concentrations intracytosoliques de Ca2+ déclenche par la 
suite l’exocytose des vésicules sécrétoires contenant le GLP-1, le GLP-2 et 
l’oxyntomoduline (OXM).  
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Alors que les cellules L murines expriment GLUT-2, un transporteur de forte capacité 

et de faible affinité (Km ≈ 17 mM) permettant le transport du glucose selon son gradient de 

concentration (voir chapitre 3, partie IV.2) (Reimann et al., 2008; Thorens, 2015), l’utilisation 

d’une sonde fluorescente sensible aux quantités intracellulaires de G6P et d’inhibiteurs sélectifs 

des transporteurs SGLT-1 et GLUTs a montré que le métabolisme intracellulaire du glucose 

dépend exclusivement des GLUTs dans les cellules intestinales L natives (Parker et al., 2012). 

Dans les cellules entéroendocrines GLUTag celui-ci dépend cependant à la fois de son transport 

par SGLT-1 et les GLUTs, l’inhibition de SGLT-1 ou des GLUTs entraînant une réduction de 

50% du signal de FRET ou une abolition totale respectivement.   

Bien que le métabolisme du glucose fût longtemps envisagé comme un signal inducteur 

de l’exocytose des vésicules de GLP-1, via l’activation de la pompe échangeuse Na+/K+ ATPase 

basolatérale, la dépolarisation membranaire et l’augmentation du calcium intracellulaire 

(Gorboulev et al., 2012; Gribble et al., 2003; Reimann et al., 2008), l’étude de Parker et al. a 

démontré que le métabolisme du glucose par la GK ne contribuait pas à la sécrétion de GLP-1 

dans des cultures primaires de cellules L intestinales (Parker et al., 2012). In vivo, bien que les 

souris GLUT-2-/- surexprimant GLUT-1 dans le pancréas afin d’assurer leur viabilité (Thorens 

et al., 2000) présentent une diminution des contenus intestinaux et des concentrations 

plasmatiques de GLP-1 en réponse au glucose (Cani, Holst, et al., 2007), l’invalidation de 

GLUT-2 spécifiquement dans l’intestin entraine une réduction de la densité des cellules L mais 

une augmentation du contenu en GLP-1 par cellule L concourant ainsi au maintien des taux 

plasmatiques de GLP-1 en réponse à un challenge oral de glucose et de lipides (Schmitt et al., 

2017). L’ensemble de ces résultats suggère donc que l’entrée du glucose par les transporteurs 

GLUT-2 et son métabolisme intracellulaire ne soient pas essentiels à la sécrétion intestinale de 

GLP-1 par les cellules L. 

Une fois secrétée dans la circulation sanguine, le GLP-1 est rapidement dégradé en 

produits inactifs tronqués de leur partie N-terminale (GLP-19-37 et le GLP-19-36) par la DPP-IV 

exprimée à la surface des cellules endothéliales, expliquant ainsi la très courte demi-vie du 

GLP-1 (1-2 min) (Kieffer et al., 1995). On estime en effet que seul 25% du GLP-1 initialement 

libéré par l’intestin dans la veine porte atteint le foie et qu’une fraction de 10-15% du GLP-1 

intestinal peut agir par voie systémique post-hépatique sur les organes périphériques (Holst, 

2007). En condition physiologique postprandiale, la concentration plasmatique de GLP-1 actif 

varie entre 0 et 15 pmol/L tandis que celle de GLP-1 total (formes actives + métabolites 
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primaires) oscille entre 5 et 80 pmol/L chez l’Homme et la souris (Bak et al., 2014; Kuhre et 

al., 2015). 

 

c. Les effets biologiques du GLP-1 

Pour induire ses effets biologiques, le GLP-1 se fixe sur son récepteur GLP-1R (463 

AA) membranaire qui appartient à la famille des récepteurs couplés aux protéines Gas et donc 

à la production d’AMPc. La production de souris transgéniques dans lesquelles le promoteur 

du GLP-1R contrôle l’expression de la GFP a permis d’identifier la distribution tissulaire 

précise des récepteurs GLP-1R. L’analyse de ce modèle murin a montré que les récepteurs du 

GLP-1 sont exprimés dans les cellules β et δ pancréatiques, le muscle lisse vasculaire, l’atrium 

cardiaque, le pylore gastrique, les neurones entériques et vagaux, les ganglions de la racine 

dorsale (Richards et al., 2014), dans le système nerveux central (Cork et al., 2015) mais aussi 

dans l’intestin, le foie, les poumons et le rein (Campos et al., 1994), illustrant ainsi des fonctions 

biologiques variées.  

Parmi ses fonctions les mieux documentées, il est largement admis que le GLP-1 exerce 

sur les cellules β pancréatiques un effet potentialisateur de la sécrétion d’insuline induite par le 

glucose et qu’il inhibe directement et indirectement (via son action insulino-sécrétagogue) la 

sécrétion de glucagon par les cellules α du pancréas en réponse à un repas (Baggio & Drucker, 

2007; Campbell & Drucker, 2013). Ainsi, les souris GLP-1R-/- présentent une modeste 

hyperglycémie à jeun et une intolérance marquée au glucose accompagnée d’une sécrétion 

réduite d’insuline 30 minutes après un bolus oral de glucose. Néanmoins, ces souris ont des 

niveaux de glucagon inchangés et une prise alimentaire comparable aux souris contrôles 

(Scrocchi et al., 1996, 1998). De manière intéressante, dans des îlots de Langerhans isolés à 

partir de ce modèle murin, on note des niveaux normaux d’ARNm codant l’insuline et leur 

capacité à sécréter de l’insuline en réponse au glucose est préservée (Flamez et al., 1998).  

Cependant, l’administration intrapéritonéale de glucose chez ces souris GLP-1R-/- 

entraîne également une altération de la tolérance au glucose (Flamez et al., 1998), soulevant 

alors la question de la contribution d’une source de GLP-1 alternative à l’intestin dans le 

contrôle glycémique. C’est dans ce contexte qu’une étude récente a suggéré un rôle essentiel 

du GLP-1 pancréatique dans l’effet insulinotrope et du GLP-1 intestinal dans la régulation 

locale de la vidange gastrique (Chambers et al., 2017), la dégradation rapide du GLP-1 intestinal 
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dans la circulation sanguine limitant son action à distance. Pour ce faire, dans des souris 

invalidées pour le gène gcg, l’expression de celui-ci a été restaurée dans l’intestin (GcgRADVilCre) 

ou le pancréas (GcgRADPDX1Cre) spécifiquement. Ainsi, la réactivation intestinale de gcg n’induit 

aucune modification glycémique suite à l’administration d’un antagoniste du récepteur du GLP-

1 (exendine-9), tandis que sa réactivation pancréatique restaure complètement les effets induit 

par l’exendine-9, à savoir une altération de la tolérance au glucose (Chambers et al., 2017). 

 

Cependant, des travaux ultérieurs par la même équipe de recherche ont démontré que la 

délétion intestinale ou colique du gène gcg diminue drastiquement les concentrations 

plasmatiques de GLP-1 en réponse à une administration orale de glucose, et conduit à une 

altération de la tolérance orale au glucose, soulignant ainsi l’importance du GLP-1 intestinal 

dans le contrôle de l’équilibre glycémique (Song et al., 2019). 

 

D’un point de vue mécanistique, la liaison du GLP-1 au GLP-1R à la surface des cellules 

β pancréatiques, active les protéines Gas, qui stimulent l’adénylate cyclase. L’augmentation 

consécutive d’AMPc intracellulaire active alors la PKA qui potentialise la fermeture des canaux 

potassiques sensibles à l’ATP (ATP-sensitive KATP channels) initiée par le métabolisme du 

glucose. La dépolarisation membranaire ainsi provoquée conduit alors à l’activation des canaux 

calciques voltage-dépendants VDCCs et à l’entrée massive de calcium intracellulaire, 

amplifiant ainsi l’exocytose des vésicules contenant l’insuline stimulée par le glucose (Holz, 

2004; MacDonald et al., 2002). Par ailleurs, l’inhibition des canaux potassiques antagonistes 

(Kv) par la PKA vient renforcer la repolarisation et le prolongement des potentiels d’action. De 

plus, des réserves de Ca2+ intracellulaires [Ca2+]i peuvent également être mobilisés et libérés 

dans le cytosol soit directement par la PKA soit par un mécanisme indépendant de la PKA, 

impliquant l’EPAC2 (exchange protein activated). Le [Ca2+]i, activant le cycle de Krebs et la 

production de NADH, va stimuler la synthèse d’ATP mitochondriale, renforçant ainsi (i) la 

dépolarisation membranaire des canaux potassiques sensibles à l’ATP et (ii) la stimulation de 

l’exocytose des granules contenant l’insuline (Figure 13) (Doyle & Egan, 2007; Holst, 2007). 

Ainsi, le GLP-1, en agissant en aval du signal déclencheur de la sécrétion d’insuline (le Ca2+), 

n’est pas un stimulateur primaire de la sécrétion de l’insuline, mais un amplificateur de la 

sécrétion préalablement stimulée par le glucose. 
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Figure 13 : Mécanismes d’action du GLP-1 dans la sécrétion d’insuline par les cellules 
β pancréatiques 

D’après Jens Juul Holst, 2007 

L’augmentation du glucose circulant est le principal inducteur de l’insulinosécrétion. Le GLP-1, 
libéré par les CEE de type L lors du repas, potentialise l’effet insulinosécrétagogue médié par le 
glucose dans les cellules β pancréatiques. La liaison du GLP-1 à son récepteur entraine 
l’activation de l'Adénylate Cyclase (AC) et donc l’augmentation des concentrations  
intracellulaires d'AMPc. L’action de GLP-1 implique alors une voie dépendante de la protéine 
kinase A (PKA) et une voie indépendante de la PKA impliquant le facteur d'échange guanine 
nucléotide II régulé par l'AMPc (AMPc-GEFII, appelé Epac2). 

Plus précisément, le GLP-1 agit en synergie avec le glucose pour stimuler la fermeture des 
canaux potassiques sensibles à l'ATP (KATP) et facilite ainsi la dépolarisation de la membrane 
plasmique (1). La dépolarisation membranaire provoque l'activation des canaux calciques 
dépendants du voltage (VDCCs), favorisant ainsi l’entrée massive de Ca2+ dans la cellule, et de 
manière plus lente, des salves prolongées de potentiels d'action (2). L’inhibition des canaux 
potassiques (Kv) par la PKA permet une prolongation de la durée des potentiels d’action (3). 
Des réserves intracellulaires de Ca2+ ([Ca2+]i) peuvent être mobilisées et libérées dans le cytosol 
par des mécanismes dépendants de la PKA et de l’Epac2 (4). Cette mobilisation de [Ca2+]i 
stimule la synthèse d’ATP mitochondriale, renforçant ainsi la dépolarisation membranaire par 
la fermeture des canaux KATP et la stimulation de l’exocytose des granules de sécrétion contenant 
l’insuline (5). Enfin, l’élévation des concentrations de Ca2+ intracellulaire [Ca2+]i, déclenche une 
exocytose qui est davantage potentialisée par l’augmentation des niveaux d’AMPc (6). 
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En plus de son activité insulino-sécrétagogue, le GLP-1 agit, en synergie avec le 

glucose, sur la transcription du gène codant l’insuline et favorise la stabilité de son ARNm dans 

la lignée cellulaire β pancréatique de rat RIN 1046-38 (Figure 14) (Drucker et al., 1987; Wang 

et al., 1995). De même, chez les rongeurs, son injection répétée pendant 3 jours à des doses 

croissantes (13 à 53 nmol/Kg de poids corporel) chez la souris (Edvell & Lindström, 1999), son 

ajout pendant 5 minutes (10 nmol/l) dans le milieu de culture de la lignée INS-1 et ex vivo 

pendant 24h (10 nmol/l) sur des îlots pancréatiques isolés (Buteau et al., 1999), stimule la 

prolifération des cellules β. D’un point de vue mécanistique, l’augmentation de la production 

d’AMPc suite à l’activation du GLP-1R par son ligand, induit la translocation nucléaire de la 

PKA qui, (i) en phosphorylant la protéine CREB (cAMP-reponse element binding protein), 

inhibe l’apoptose des cellules β pancréatiques et (ii) en activant l’expression du substrat du 

récepteur de l’insuline-2 (IRS-2) et l’activation consécutive des voies de signalisation de 

croissance et de survie cellulaire (PKB/Akt) favorise leur prolifération (Figure 14) (Baggio & 

Drucker, 2007; Dyachok et al., 2006; Shin et al., 2014). 

Dans l’estomac, la perfusion intraveineuse de GLP-1 chez l’Homme après une prise 

alimentaire ralentit la vidange pylorique (Edholm et al., 2010) par des mécanismes dépendant 

du nerf vague et du système nerveux entérique (I˙meryüz et al., 1997) et au niveau central, il 

participe à l’induction de la satiété en agissant sur les noyaux arqués de l’hypothalamus (Figure 

14) (Gutzwiller et al., 1999; Prinz & Stengel, 2017). 

d. Le GLP-1 : une cible thérapeutique antidiabétique 

Les effets du GLP-1 sur l’augmentation de la sécrétion d'insuline en réponse à 

l'hyperglycémie, sur l’amélioration de la prolifération et de la différentiation des cellules β 

pancréatiques, sur l’inhibition de la sécrétion de glucagon et de la vidange gastrique, ainsi que 

sur l’induction de la satiété en ont fait une cible thérapeutique de choix pour le traitement du 

DT2 (Figure 14) (Gribble & Reimann, 2021). 

Les effets insulino-sécrétagogues du GLP-1 requérant un métabolisme actif du glucose 

par les cellules β, celui-ci présente une activité anti-hypoglycémiante marquée chez les 

diabétiques de type 2 hyperglycémiques (Rotella et al., 2005). Ainsi, l’insulinopénie relative à 

l'insulinorésistance peut être corrigée par l’administration d’agoniste du récepteur du GLP-1 et 

l'effet insulinotrope du GLP-1 est également observé suite à une absorption orale de glucose 

lorsque le GLP-1 est perfusé continuellement par voie intraveineuse ou sous-cutanée  
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Figure 14 : Les fonctions biologiques du GLP-1et du GIP sur les tissus 
périphériques 

Informations issues de Baggio & Drucker, 2007, 2020; Brandt et al., 2018; Hou et al., 2016; 

Katsurada et al., 2019; R. C. W. Ma & Xu, 2015; Müller et al., 2019; Seino et al., 2010 

 Le GLP-1 et le GIP exercent des fonctions variées sur les tissus périphériques, parmi 
lesquels celles du GLP-1 en ont fait une cible de choix dans le traitement du diabète 
de type 2. En effet, l’administration exogène du GLP-1 chez les patients diabétiques 
diminue la sécrétion de glucagon, améliore la sensibilité à l’insuline, ralentit la 
vidange gastrique, augmente la satiété, diminue les concentrations d’acides gras 
libres, et augmente la perte de poids. Le GIP a la particularité d’augmenter la 
sécrétion du glucagon, la lipogenèse et le remodelage osseux.  
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(Rachman et al., 1997; Toft-Nielsen et al., 1999). De plus, l’activité insulino-sécrétoire du GLP-

1 peut être maintenue au cours d'une thérapie chronique (Hinnen, 2017; Larsen et al., 2001). 

Ce traitement permet ainsi la normalisation de l'hyperglycémie à jeun en augmentant 

transitoirement la sécrétion d'insuline tout en minimisant les risques d’hypoglycémie chez ces 

patients (Brunton & Wysham, 2020). Bien que la plupart des effets anti-hypoglycémiants du 

GLP-1 soient attribués à son action insulinotrope, le GLP-1 agit par ailleurs en réduisant la 

glucagonémie et en ralentissant la vidange gastrique, conduisant ainsi à la diminution de 

l'amplitude des épisodes hyperglycémiques postprandiaux et à l’induction de la satiété 

(Drucker, 2007). 

Malgré les limitations majeures liées à la demi-vie très courte du peptide et à sa 

composition qui ne permet pas d’absorption intestinale sous peine d’une dégradation par les 

enzymes digestives, plusieurs stratégies thérapeutiques sont actuellement proposées dans le 

cadre du DT2 (Gribble & Reimann, 2021) : 

- l'utilisation d'analogues du GLP-1 résistants à l’action de la DPP-IV mais capables 

d’activer le GLP-1R. Administrés par voie sous cutanée, les plus utilisés sont 

l’exénatide (Edwards et al., 2001), dont la demi-vie est de 26 min chez l’Homme et le 

liraglutide (Crane & McGowan, 2016) dont la stabilité provient de sa liaison avec 

l’albumine.  

 

- l’utilisation d'inhibiteurs de la DPP-IV permettant d’augmenter les quantités 

circulantes de GLP-1 endogène. Administrés par voie orale, ces inhibiteurs 

appartiennent à la famille des gliptines. Ils inhibent sélectivement et totalement la DPP-

IV, et parviennent ainsi à augmenter jusqu’à 6 fois la concentration circulante de GLP-

1 endogène actif (Kushwaha et al., 2014; Kasina & Baradhi., 2020) 

De façon intéressante, plusieurs études ont permis de rendre compte que, chez des 

patients obèses diabétiques, la chirurgie bariatrique (bypass gastrique en Y, gastrectomie 

partielle) améliore la sécrétion de GLP-1 (Dirksen et al., 2010; Falkén et al., 2011; Korner et 

al., 2007; Svane et al., 2015) et de PYY (Korner et al., 2005; Morínigo et al., 2008) en réponse 

au repas. Tandis que l’augmentation du GLP-1 circulant stimule la satiété, favorise la perte 

pondérale et la libération accrue d’insuline corrigeant ainsi rapidement la sensibilité à l’insuline 

chez ces patients, l’augmentation des niveaux circulants de PYY permettrait quant à elle de 

renforcer la chute de poids. Les effets bénéfiques du bypass sur la glycémie postprandiale 
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pourraient s’expliquer par l'exposition rapide aux nutriments des cellules L situées dans la partie 

distale de l’intestin grêle. Récemment, il a par ailleurs été démontré que ces patients 

présentaient une diminution de l’activité de la DPP-IV dans le sérum en amont de la perte de 

poids (Herz et al., 2021) suggérant une réponse incrétine améliorée. 

3. La production de GIP et les fonctions associées 

Le GIP (glucose-dependant insulinotropic peptide, ou gastric inhibitory peptide), un 

entéropeptide synthétisé par les cellules K dans le duodénum et le jéjunum principalement, est 

sécrété en situation postprandiale (Buffa et al., 1975) (Tableau 1).  

Transcrit à partir du gène gip, le GIP1-42 (42AA) biologiquement actif est produit sous 

l’action des enzymes PC1/3 à partir d’un précurseur, le pro-GIP (153AA) (Baggio & Drucker, 

2007). Le GIP1-42, correspondant aux résidus 52 à 93 du pro-GIP, présente une homologie de 

séquence protéique avec celle du GLP-1, et notamment dans sa partie N-terminale où 8 des 11 

résidus d’acides aminés sont identiques (Schmidt et al., 1985). Dans les cellules α du pancréas 

et dans une petite partie des cellules K intestinales, le clivage par les enzymes PC2 et PC1/3 

conduit à la génération de GIP1–30 correspondants aux résidus 52 à 81 du pro-GIP. 

De la même façon que pour le GLP-1, le GIP est principalement sécrété en réponse aux 

hydrates de carbones et aux acides gras et, faiblement en réponse aux acides aminés (Lardinois 

et al., 1988). Ainsi, la sécrétion de GIP est directement corrélée à la concentration en glucose 

administrée oralement chez l’Homme (Schirra et al., 1996). De plus, la sécrétion du GIP peut 

être induite par d’autres molécules sucrées telles que le fructose, le galactose et le saccharose 

(Calanna et al., 2013; Flatt et al., 1989). De façon intéressante chez l’Homme, plus les acides 

gras sont insaturés et plus la libération du GIP augmente (Lardinois et al., 1988). Par ailleurs, 

les acides gras stimulent plus efficacement la sécrétion du GIP que le glucose (Wu et al., 2017). 

En effet, il a été rapporté chez l’Homme, que les acides gras étaient le stimulus nutritionnel du 

GIP les plus efficace, tandis que chez les rongeurs et le cochon, les hydrates de carbone 

semblent être de meilleurs sécrétagogues (Carrel et al., 2011; Yip & Wolfe, 1999). Tandis que 

chez l’Homme l’administration intraduodénale d’une solution d’acides aminés (histidine, 

arginine, isoleucine, lysine, thréonine) provoque une augmentation accrue des concentrations 

plasmiques de GIP (Thomas et al., 1976, 1978), l’administration individuelle d’acides aminés 

chez la souris conduit à une sécrétion équivalente, légère et transitoire du GIP (Flatt et al., 
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1991). Cependant, un repas enrichi en protéine, n’induit aucune modification des niveaux 

sanguins du GIP (Elliott et al., 1993; Sarson et al., 1980).  

Ainsi, l’ingestion d’un repas mixte entraine l’augmentation des niveaux intracellulaires 

d’AMPc, l’entrée du Ca2+ dans les cellules K, générant une dépolarisation membranaire 

permettant l’exocytose des granules de GIP (Baggio & Drucker, 2007; Diakogiannaki et al., 

2012). Chez l’Homme, les niveaux circulants de GIP varient entre 0,06 et 0,1 nmol/L à jeun et 

s’élèvent entre 0,2 et 0,5 nmol/L après en conditions postprandiales (Baggio & Drucker, 2007). 

Comme le GLP-1, l’activité biologique du GIP est aussi régulée par sa dégradation rapide par 

la DPP-IV (Maggs et al., 2007), lui conférant ainsi une demi vie inférieure à 2 minutes chez les 

rongeurs et entre 5 à 7 minutes chez l’Homme (Baggio & Drucker, 2007). Le GIP agit via son 

récepteur GIPR couplé aux protéines Gas dont la distribution tissulaire inclut les cellules α et β 

pancréatiques, le tractus gastro-intestinal, les adipocytes, le cœur, la trachée, les testicules, la 

rate, les reins, la thyroïde, le thymus, les cellules de l’os et dans différentes régions du cerveau 

(cervelet, cortex cérébral, bulbe olfactif, hippocampe et hypothalamus) (Adriaenssens et al., 

2019; Baggio & Drucker, 2007; Bollag et al., 2000; Faivre et al., 2011; Fujita et al., 2010; 

Gremlich et al., 1995; McIntosh et al., 1996; Moens et al., 1996; Paratore et al., 2011; Usdin et 

al., 1993; Yip, 1998). Comme le GLP-1, le GIP potentialise la sécrétion d’insuline induite par 

le glucose par les cellules β pancréatiques chez l’Homme (Dupre et al., 1973) et favorise la 

survie des cellules β pancréatiques dans la lignée cellulaire d’insulinome de rat INS-1 (Figure 

14) (Widenmaier et al., 2009). Chez la souris, l’inactivation du gène codant son récepteur GIPR 

(GIPR-/-) conduit à une légère altération de l’homéostasie glucidique, comme illustré par une 

tolérance orale au glucose diminuée en parallèle de la sécrétion d’insuline. Néanmoins, 

comparé aux souris GLP-1R-/-, les souris GIPR-/- sont normoglycémiques à jeun et présentent 

une excursion glycémique normale suite à une administration intrapéritonéale de glucose 

(Hansotia & Drucker, 2005; Kim & Egan, 2008; Miyawaki et al., 1999; Scrocchi et al., 1996). 

Par ailleurs, la sécrétion d’insuline en réponse au glucose est maintenue normale dans des îlots 

de Langerhans isolés à partir de souris GIPR-/- et de manière intéressante, ces îlots présentent 

une meilleure réponse sécrétoire au GLP-1 (Pamir et al., 2003).  

Dans les cellules b pancréatiques, les mécanismes moléculaires sous-jacents à la 

signalisation en aval du GIPR, un récepteur couplé aux protéines Gas (Wheeler et al., 1995), 

impliquent une augmentation des niveaux d’AMPc intracellulaire, l’inhibition des canaux 

potassiques sensibles à l’ATP (ATP-sensitive KATP channels) et une élévation des 
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concentrations de [Ca2+]i conduisant à l’exocytose des granules contenant l’insuline (Baggio & 

Drucker, 2007; Yabe & Seino, 2011). Par ailleurs, le GIP favorise l’absorption et le stockage 

d’acides gras dans les adipocytes (Getty-Kaushik et al., 2006) et préviendrait ainsi du 

développement de l’obésité induite par un régime riche en graisse (Miyawaki et al., 2002). Plus 

récemment, sa contribution au contrôle de la prise alimentaire a été mise en évidence in vivo 

chez la souris en démontrant que l’activation du GIPR stimule l’induction de la satiété 

(Adriaenssens et al., 2019).  

Contrairement au GLP-1 qui exerce une action inhibitrice forte sur la vidange gastrique 

chez l’Homme, le GIP n’est pas impliqué dans la régulation de cette fonction biologique 

(Edholm et al., 2010). De même, tandis que le GLP-1 supprime la sécrétion de glucagon (Nauck 

et al., 1993), le GIP la stimule sous certaines conditions chez l’Homme (Meier et al., 2003). 

Enfin, alors que le GLP-1 stimule la sécrétion de l’insuline chez les patients atteints de DT2, 

l’effet insulinotrope du GIP est perdu chez ces patients (Krarup et al., 1987) et cela même 

lorsque le GIP est administré par voie intraveineuse à des doses supra-physiologiques (Figure 

14) (Nauck et al., 1993), suggérant une désensibilisation ou une expression réduite des GIPR 

dans les cellules b pancréatiques (Holst et al., 1997; Tseng et al., 1996; Zhou et al., 2007). 

Plusieurs essais précliniques ont montré une amélioration du contrôle glycémique suite 

à l’administration exogène de GIP : chez les souris ob/ob suite à des injections quotidiennes 

d’un analogue de GIP pendant 14 jours (Irwin et al., 2005), et chez l’Homme suite à des 

infusions de GIP (Elahi et al., 1982). Cependant, le potentiel thérapeutique d’agonistes du GIP 

dans le DT2 a été écarté principalement par son absence d'effet insulinotrope bénéfique chez 

les patients atteints de DT2 (Krarup et al., 1987) et par la nécessité de son administration par 

voie intraveineuse (Meier & Nauck, 2004). Par ailleurs, et de manière surprenante, certaines 

études rapportent une élévation des concentrations de GIP plasmatique chez des patients atteints 

de DT2 (Theodorakis et al., 2004; Vollmer et al., 2008). Plus récemment, il a été suggéré que 

le GIP puisse significativement améliorer l’effet incrétine d’un agoniste du GLP-1R, 

notamment en renforçant la perte de poids et la glycémie postprandiale (Samms et al., 2020). 

C’est ainsi que plusieurs double agonistes des récepteurs du GIP et du GLP-1 sont en cours de 

développement (Baggio & Drucker, 2020; Brandt et al., 2018), dont celui conçu par l’entreprise 

Lilly qui a montré une efficacité supérieure à celle d’un agoniste simple du récepteur du GLP-

1 (dulaglutide) chez les patients atteints de DT2 (Frias et al., 2018). 
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4. Le comportement alimentaire 

La régulation du comportement alimentaire joue un rôle essentiel dans le maintien de 

l’homéostasie glucidique en conditionnant la stabilité du poids corporel. Cet équilibre est assuré 

par des signaux neuro-hormonaux contrôlant la sensation de faim et de satiété, et sa perte peut 

conduire au développement (i) d’une hyperphagie pouvant mener à des désordres métaboliques 

(obésité) ou neuropsychiatriques de type boulimique ou (ii) d’une hypophagie pouvant se 

caractériser par une anorexie (Perello et al., 2010). Le système nerveux central, plus 

particulièrement l’hypothalamus et le tronc cérébral, en participant à la régulation de la prise 

alimentaire et de la dépense énergétique, contribue indirectement au contrôle de l’homéostasie 

glucidique, notamment via la traduction de signaux périphériques nerveux ou humoraux 

(Michalakis & Le Roux, 2012). Le cerveau reçoit en particulier de multiples signaux du tractus 

gastro-intestinal puis initie en retour une réponse intégrée aux cellules cibles intestinales.  

 

Chez l’Homme, les circuits nerveux entériques sont composés de 200 à 600 millions de 

neurones disposés en deux plexus ganglionnaires répartis tout le long du tube digestif. Tandis 

que le plexus myentérique assure la contractilité de l’intestin, le plexus sous-muqueux est 

impliqué dans des fonctions locales contrôlant la détection du contenu luminal, les sécrétions, 

l’absorption intestinale et la régulation du flux sanguin (Costa, 2000; Furness et al., 2014; 

Schemann & Neunlist, 2004). L’information est transmise depuis l’intestin jusqu’au système 

nerveux central par les fibres afférentes (neurones sensitifs) vagales (voie parasympathique) 

et rachidiens (voie sympathique) tandis que les informations émises par le cerveau vers 

l’intestin impliquent les fibres efférentes (neurones moteurs) du système nerveux autonome 

(Chen et al., 2017; Furness et al., 2013; Mayer, 2011). En innervant la paroi du tractus gastro-

intestinal, les terminaisons vagales permettent en effet un contact étroit avec la muqueuse 

intestinale (Beyak et al., 2006) et, l’expression de chémorécepteurs, de mécanorécepteurs, 

d’osmorécepteurs et de récepteurs des entéropeptides par les fibres afférentes primaires 

assure une sensibilité aux stimuli intestinaux. Les terminaisons vagales agissent sur différentes 

cellules effectrices (cellules musculaires lisses, CEE, cellules immunitaires) et leur stimulation 

déclenche des réflexes nerveux (motricité) ou la sécrétion d’hormones. Plusieurs peptides, tels 

que le GIP, le GLP-1, le PYY, et la ghréline, peuvent agir directement sur leur récepteurs 

respectifs situés sur les neurones du noyau arqué hypothalamique en traversant la barrière 

hématoencéphalique (Banks et al., 2002; Dogrukol-Ak et al., 2004; Kastin et al., 2002; Nonaka 
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et al., 2003; Schwartz et al., 2000). Enfin, les fibres efférentes permettent notamment le contrôle 

central de la motilité intestinale (Migrenne et al., 2006). 

 

Ainsi, plusieurs hormones gastro-intestinales sont impliquées dans la régulation de la 

prise alimentaire (ghréline, cholécystokinine, PYY, GLP-1 et oxyntomoduline), contribuant 

ainsi indirectement au contrôle de l’équilibre glycémique (Druce et al., 2004; Michalakis & Le 

Roux, 2012). 

a. La ghréline : l’hormone de la faim 

Découverte comme un ligand endogène du récepteur des sécrétagogues de l’hormone 

de croissance (GHSR), la ghréline contrôle la libération de l’hormone de croissance (GH) par 

l’hypophyse. Identifiée chez le rat et l’Homme dans tout le tractus gastro-intestinal, l’estomac 

représente cependant la source majoritaire de ghréline circulante (Date et al., 2000). Quatre 

types de CEE sécrètent ainsi ce peptide : (i) les cellules ECL produisent 60 à 70% de la totalité 

de cette hormone chez le rat et 30% chez l’Homme, (ii) les cellules de type X/A assurent 20% 

de la production dans les deux espèces, (iii) les cellules D sont responsables à hauteur de 2 à 

5% chez le rat et 22% chez l’Homme (iv) tandis que 0 à 2% seulement sont produites par les 

cellules entérochromaffine chez le rat et 7% chez l’Homme (Date et al., 2000). Les niveaux 

circulants de ghréline sont le reflet direct du statut nutritionnel, augmentant ainsi de 31% après 

12 heures de jeûne et diminuant rapidement de 22% après une prise alimentaire chez l’Homme 

(Ariyasu et al., 2001). Initialement découvert dans l’hypothalamus et la glande pituitaire, le 

récepteur de la ghréline (GHSR) est un récepteur couplé aux protéines Gaq, dont l’expression a 

été mise en évidence plus largement dans le duodénum, l’iléon, le cæcum, le colon, le pancréas, 

le rein et le tissu adipeux (Huda et al., 2006). 

La ghréline exerce son action hypothalamique de trois manières : (i) transportée dans la 

circulation sanguine, elle peut agir sur ses récepteurs au niveau des neurones du noyau arqué 

(Dickson et al., 1993; Zigman et al., 2006); (ii) elle peut stimuler les afférences vagales 

convergeant vers le noyau du tractus solitaire (Date et al., 2002);  (iii) elle pourrait agir 

localement, sa production hypothalamique ayant été suggérée. Dans l’hypothalamus, la fixation 

de la ghréline à GHSR stimule les neurones orexigènes producteurs de NPY (neuropeptide Y) 

et AgRP (agouti-related protein) tandis qu’elle inhibe l’activité des neurones anorexigènes à 

pro-opiomélanocortine (POMC). En effet, l'administration intra-cérébroventriculaire de 

ghréline chez les rongeurs entraine l’augmentation de la prise alimentaire, l’expression accrue 
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des gènes codant NPY et AgRP ainsi que du marqueur précoce d’activation neuronal c-fos, 

spécifiquement dans les cellules positives à l’orexine dans l’hypothalamus latéral (Hoffman et 

al., 1993; Korbonits et al., 2004). De plus, de nombreuses études réalisées chez la souris, le rat 

et l’Homme ont montré que l’administration d’antagonistes des récepteurs GHSR entrainait une 

diminution de la prise alimentaire suivie d’une perte de poids (Asakawa, 2003; Cummings, 

2006; Nakazato et al., 2001). Enfin, des souris déficientes pour la ghréline ou son récepteur 

sont résistantes au développement d’une obésité induite par un régime riche en graisses et en 

sucres (Cummings, 2006). 

b. La cholécystokinine : l’hormone de la satiété 

Chez l’Homme, la cholécystokinine (CCK) est produite par les cellules I intestinales, 

principalement localisées dans le duodénum et le jéjunum (Buchan et al., 1978) en réponse aux 

acides gras mais elle est également synthétisée plus largement au niveau du système nerveux 

central (Rehfeld, 1998). À l’inverse de la ghréline, les concentrations plasmatiques de CCK 

augmentent suite à une prise alimentaire et diminuent lors d’un jeûne (Lewis & Williams, 

1990). Deux sous-types de récepteurs de la CCK ont été identifiées (CCKA et CCKB), tous 

deux appartenant à la famille des récepteurs couplés aux protéines G (RCPGs). Les récepteurs 

CCKA sont exprimés très largement en périphérie (pancréas, estomac, neurones vagaux 

afférents et entériques, et cerveau), tandis que les récepteurs CCKB sont particulièrement 

exprimés dans le cerveau, les fibres afférentes vagales et les muscles circulaires de l’estomac 

(Moran, 2000).  

L’infusion intraveineuse de CCK-8 en début de repas, conduit à une diminution dose-

dépendante de la portion des repas (Gibbs et al., 1973). Néanmoins, il été démontré qu’un 

traitement chronique avec la CCK réduisait la taille des repas mais, de façon compensatoire, 

augmentait leur fréquence, expliquant ainsi l’échec d’une administration de CCK à long terme 

sur le poids corporel (Crawley & Beinfeld, 1983; West et al., 1987).  

L’action inhibitrice de la CCK sur la prise alimentaire implique principalement les 

afférences vagales (Zarbin et al., 1981). En effet, l’administration périphérique exogène de 

CCK chez le rat, induit rapidement une activité électrophysiologique vagale (Schwartz et al., 

1995). À partir du noyau du tractus solitaire, les afférences vagales se projettent sur le noyau 

arqué de l’hypothalamus où le signal de la CCK est intégré en parallèle de celui de la leptine 

pour réguler ensemble la prise alimentaire (Blevins et al., 2009). En plus de transmettre des 
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signaux afférents à l’hypothalamus, la CCK conduit à l’activation des neurones anorexigènes à 

pro-opiomélanocortine (POMC) du noyau du tractus solitaire via une signalisation impliquant 

les récepteurs MCR4 (melanocortin 4 receptor) (Appleyard, 2005) en activant les récepteurs 

CCKA localisés sur les terminaisons nerveuses du nerf vague (Bellissimo & Anderson, 2003; 

Kopin et al., 1999; Moran et al., 1990, 1998) et les récepteurs CCKB situés au niveau de l'aire 

postrema dans le noyau du tractus solitarius (Clerc et al., 2007) . 

Par ailleurs, l’administration intra-péritonéale d’antagonistes des récepteurs CCKA 

bloque de manière dose dépendante les effets anorexigènes de la CCK en conditions 

d’alimentation factice (« sham feeding »), libre (« ad libitum feeding »), solide ou liquide (Bi 

& Moran, 2002; Moran, 2000). Enfin, les rats déficients en récepteurs CCKA sont 

hyperphagiques, diabétiques et développent une obésité (Moran, 2000).  
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Chapitre 3 : Le devenir métabolique des 

hydrates de carbone alimentaires 

 

 

I. La composition des glucides et leurs origines  

1. La présentation des glucides et leur classification 

 

Les glucides alimentaires, communément appelés « sucres », sont des hydrates de 

carbone composés d’atomes de carbone, d’hydrogène et d’oxygène et dont la formule chimique 

est : CnH2nOn. Classés en fonction de leur devenir, on distingue ainsi les glucides dits « 

digestibles » (aussi dits disponibles, absorbables ou glycémiants) des glucides « non digestibles 

», représentés par les fibres alimentaires. Leur classification peut également se faire selon des 

critères structuraux tels que leur degré de polymérisation (DP). Celui-ci est défini par le nombre 

d’unités monomériques (les oses) constitutives de la chaine, par le type de liaison chimique (α 

ou β) reliant les monomères les uns aux autres et par la nature du ou des monomères dans la 

molécule. Cette classification structurale divise les glucides en trois groupes principaux : les 

monosaccharides, les oligosaccharides et les polysaccharides (Cummings & Stephen, 2007). 

 

Les monosaccharides correspondent aux sucres simples (oses) tels que le glucose, le 

fructose, le galactose et possèdent un DP égal à 1. Les disaccharides, composés de deux unités 

de monosaccharides unis par une liaison glycosidique et dont le DP est de 2, sont représentés 

dans le règne végétal par le saccharose et le maltose et, dans le règne animal par le lactose 

(Cummings & Stephen, 2007). Les oligosaccharides, des glucides à chaîne courte avec un DP 

compris entre 3 et 9, comptent les maltodextrines, qui proviennent de l’hydrolyse enzymatique 

ou chimique de l’amidon, et sont rapidement digérées en glucose (Cummings & Stephen, 2007). 

Les polysaccharides sont des glucides complexes qui possède un DP supérieur ou équivalant 

à 10, dont les principaux sont l’amidon et la cellulose chez les végétaux et, le glycogène dans 

le monde animal (Cummings & Stephen, 2007). 
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2. Les sources alimentaires de glucides 

Dans un régime équilibré, 50 à 55% des apports énergétiques proviennent des 

nutriments glucidiques répartis selon les proportions suivantes : 60% sous forme d’amidon, 

30% sous forme de saccharose, 10% sous forme de lactose. 

a. Le saccharose 

Les principales sources de saccharose sont la canne à sucre (Saccharum officinarum) et 

la betterave sucrière (Beta vulgaris subsp.vulgaris). On le retrouve également dans les fruits et 

le miel. Composé d’une molécule de glucose et de fructose, le nom chimique du saccharose 

est : D-glucopyranosyl (α1àβ2) D-fructofuranoside. La digestion du saccharose peut-être 

catalysée par deux enzymes : l’α-glucosidase (EC 3.2.120) dans l’intestin chez l’Homme et les 

rongeurs adultes ou la β-fructosidase (EC 3.2.126) chez la levure Saccharomyces cerevisiae 

(Robayo-Torres et al., 2006). 

b. Le lactose 

Le lactose est un sucre d’origine animale présent dans le lait de presque tous les 

mammifères. Il est formé d’une molécule de glucose et d’une molécule de galactose et son 

nom chimique est : D-galactopyranosyl (β1à4) D-glucopyranose. Le lactose est hydrolysé par 

la β-galactosidase, aussi appelée lactase (EC 3.2.123). L’activité intestinale de cette dernière 

décline après le sevrage pouvant entrainer chez l’adulte des intolérances au lactose, qui se 

manifestent par des symptômes digestifs tels que ballonnements, diarrhées et flatulences 

(Robayo-Torres et al., 2006). 

c. L’amidon 

L’amidon est la principale forme de réserve glucidique utilisée par les végétaux. 

L’amidon se trouve dans les graines de céréales (maïs, blé), les légumineuses (pois, haricots), 

les racines, les tubercules, les rhizomes (pomme de terre, patate douce, manioc) et les fruits 

(banane). L’amidon est un homopolymère formé essentiellement d’une chaîne α-glucosidique 

et composé de 2 polymères de glucose : l’amylose et l'amylopectine, dont la répartition est 

variable selon l'origine de l'amidon. En effet, dans le blé, l’amidon est riche en amylose tandis 

que dans la pomme de terre, l’amylopectine y est plus abondante (Cornejo-Ramírez et al., 

2018). 
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L’amylose résulte de l’enchainement non ramifié de molécules de glucose reliées 

linéairement par des liaisons α (1à4). L’amylopectine est formée de molécules de glucose liées 

en α (1à4) auxquelles s’ajoutent des branchements en α (1à6). L’hydrolyse enzymatique de 

l’amidon s’effectue par des amylases et conduit à la formation du maltose. Ce dernier est clivé 

en deux molécules de glucose par la maltase (Cornejo-Ramírez et al., 2018). 

 

II. La digestion des hydrates de carbone dans l’intestin grêle 

1. Le déroulement de la digestion  

 

La digestion désigne l’ensemble des processus mécaniques et chimiques permettant 

la transformation des aliments en nutriments simples assimilables par l’organisme. Elle est dite 

mécanique, grâce aux phénomènes de déglutition, de mastication et de péristaltisme gastro-

intestinal permettant la progression du bol alimentaire le long du tube digestif. Enfin, elle est 

dite chimique grâce à l’action: (i) de l’amylase salivaire, (ii) de l’HCl et la pepsine libérés 

gastriques, (iii) des sels biliaires produits par le foie et stockés dans la vésicule biliaire, (iv) des 

hormones gastro-intestinales (gastrine, sécrétine etc…) et (v) d’enzymes pancréatiques 

(protéases, lipases, amylases, élastases, trypsine, chymotrypsine, carboxypeptidases, 

ribonucléases et désoxyribonucléases) (Kong & Singh, 2008).  

 

La digestion débute dans la cavité buccale grâce au processus de mastication, qui permet 

d’une part, la réduction mécanique des aliments en petits morceaux et d’autre part, l’initiation 

de l’hydrolyse des aliments, leur lubrification et la sécrétion d’histamine, un neurotransmetteur 

impliqué dans l’induction de la satiété (Pedersen et al., 2002). Après son passage dans 

l’œsophage, le bol alimentaire est broyé et malaxé dans l’estomac au contact des sécrétions 

gastriques (HCl, mucus, enzymes hydrolytiques) et produit ainsi un liquide appelé « chyme ». 

Celui-ci progresse ensuite vers le duodénum où se poursuit l’hydrolyse des aliments via l’action 

conjointe des enzymes pancréatiques et de la bile sécrétée par le foie. Les sucs intestinaux 

(enzymes hydrolytiques) synthétisés par les entérocytes permettent d’achever la dégradation 

des nutriments en vue de leur absorption. Enfin, le péristaltisme intestinal assure la propulsion 

du chyme le long de l’intestin et les éléments non digérés, tels que les fibres, progressent 

jusqu’au côlon où sont formées les selles (Kong & Singh, 2008). 
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Figure 15 : Digestion et absorption des sucres 

 
La digestion des hydrates de carbones alimentaires s’effectue en plusieurs étapes grâce à 
l’intervention d’enzymes hydrolytiques. Une fois ingérés, les hydrates de carbones subissent 
un début de digestion par les enzymes salivaires. Leur digestion se poursuit par l’activité des 
amylases pancréatiques puis par les disaccharidases de la bordure en brosse. Les sucres, ainsi 
transformés en nutriments, sont capables d’être absorbés par les transporteurs des 
monosaccharides. 
 
Maltase Gluco-Amylase (MGAM). 
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2. Les enzymes impliquées dans la digestion des hydrates de carbone 

Les principaux glucides alimentaires sont le glucose, le fructose et le saccharose. Pour 

être absorbés, les hydrates de carbone alimentaires doivent être hydrolysés sous forme de 

monosaccharides. L’hydrolyse est rendue possible par deux types d’enzymes : les amylases 

sécrétées par les glandes salivaires et le pancréas exocrine, et les disaccharidases présentes 

dans la muqueuse intestinale. Tandis que les amylases salivaires et pancréatiques agissent sur 

les glucides à chaîne longue tel que l’amidon, les disaccharidases intestinales agissent sur les 

chaînes plus courtes formées par la digestion de l’amidon, ou directement sur les disaccharides 

ingérés (Figure 15).  

a. Les amylases salivaires et pancréatiques 

Les amylases salivaires et pancréatiques sont respectivement codées par les gènes AMY1 

et AMY2 et assurent l’hydrolyse des liaisons α-(1,4) de l’amidon en maltose. L’action de 

l’amylase salivaire est de courte durée car, une fois dans l’estomac, celle-ci est en grande partie 

inactivée par le pH acide. L’amidon est donc majoritairement digéré par l'amylase pancréatique 

qui est libérée dans le duodénum via le canal pancréatique (Peyrot des Gachons & Breslin, 

2016). Cependant, moins de 4% de l’amidon est ainsi hydrolysé en glucose par l'amylase 

pancréatique (Robayo-Torres et al., 2006), la grande majorité de l’amidon étant dégradé par les 

disaccharidases de l’intestin grêle. L’amidon non digéré transite vers le côlon où il est fermenté 

par le microbiote (Cerqueira et al., 2020). 

b. Les disaccharidases intestinales 

Les disaccharidases synthétisées par les entérocytes sont adressées à la membrane 

plasmique apicale de telle sorte que leurs sites catalytiques soient majoritairement exposés du 

côté de la lumière intestinale. Les disaccharidases sont classées en fonction des types de liaisons 

qu’elles hydrolysent (Hooton et al., 2015). 

 

3. La classification des disaccharidases 

Les disaccharidases (α-glucosidasese et β-galactosidase) regroupent la saccharase 

isomaltase (SI), la maltase gluco-amylase (MGAM), la lactase et la tréhalase (Tableau 2). 
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Enzymes Noms 
communs

Liaisons 
hydrolysées

Substrats Produits

Glucoamylase • α- glucosidase • α (1à4) • Maltose

• Maltotriose

• Malto-

oligosacchari

de

• Glucose

• Malto-

oligosaccha

ride

Saccharase • α-glucosidase 

chez les 

primates

• β-fructosidase 

chez la levure

• α (1à4)

• β (1à4)

• Saccharose

• Isomaltose

• Maltose

• Maltotriose

• Glucose

• Fructose

• Malto-

oligosaccha

ride

Isomaltase • α-glucosidase • α (1à6) de 

l’amylopec

tine

• α 

(1à4) du 

maltose

• Maltose

• Isomaltose

• Glucose

• Malto-

oligosaccha

ride

Maltase • α-glucosidase • α 

(1à4) du 

maltose

• Maltose

• Saccharose

• Dextrine

• Glucose

Lactase • β-

galactosidase 

• β (1à4) • Lactose • Glucose

• Galactose

Tréhalase • α- et β-

glucosidase 

• α (1à1) • Tréhalose • Glucose

E
n
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m

e

ex
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ce

ll
u

la
ir

e
E

n
zy

m
es

 d
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u
q

u
eu

se

in
te

st
in

a
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Tableau 2 : Enzymes impliquées dans la digestion des glucides alimentaires 

Informations issues de Flanagan & Forstner, 1978; Mantei et al., 1988; Nichols et al., 1998; Sjostrom et al., 

1980; Skovbjerg et al., 1981; Viigand et al., 2016; Woodward & Wiseman, 1982 

 

La digestion des sucres complexes est assurée par diverses réactions reposant sur 
l’activité d’enzymes sécrétées (glucoamylases) et ancrées dans la muqueuse intestinale 
(saccharase, isomaltase, lactase, maltase, tréhalase). Chacune de ces enzymes catalyse 
l’hydrolyse d’un type de liaison osidique issu de substrats spécifiques, libérant ainsi un 
ou plusieurs monosaccharides (glucose, fructose, galactose). 
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La saccharase isomaltase (SI) et la maltase gluco-amylase (MGAM) assurent la 

digestion du saccharose et des oligosacharides générés par la dégradation de l'amidon. La SI est 

formée de la saccharase (EC 3.2.1.48) et de l'isomaltase (EC 3.2.1.10) tandis que la MGAM est 

formée de la maltase (EC 3.2.1.20) et de la glucoamylase (EC 3.2.1.3). Les produits issus de 

l’hydrolyse des hydrates de carbone par les disaccharidases sont des monosaccharides, le 

glucose et le fructose (Lee et al., 2016). Elles présentent une homologie de séquence protéique 

d’environ 59%, suggérant que les gènes codant ces enzymes aient évolué par duplication d’un 

même gène ancestral (Nichols et al., 2003; Pontremoli et al., 2015). De plus, chez l’Homme, 

l’activité de la maltase est assurée à hauteur de 80% par le complexe SI alors que le complexe 

MGAM n’y contribue qu’à 20% (Robayo-Torres et al., 2006).  

La SI représente 10% des protéines membranaires de la bordure en brosse des 

entérocytes et possède un domaine cytosolique, un domaine transmembranaire (TMD), un lieur 

O-glycosylé (O-linker) et deux sous-unités catalytiques homologues : l’isomaltase (NtSI) et la 

saccharase (CtSI) qui permettent l’hydrolyse du saccharose et du maltose. En plus de cliver les 

liaisons α (1à4), le domaine N-terminal (NtSI) clive les liaisons α (1à6) de l’amylopectine, 

tandis que le domaine C-terminal (CtSI) est capable de cliver les liaisons α (1à2) du saccharose 

(Figure 16) (Galand, 1989; Hooton et al., 2015; Lee et al., 2016). 

 

La MGAM représente 2% des protéines membranaires de la bordure en brosse des 

entérocytes et est composée d'un domaine cytosolique, d'un domaine transmembranaire (TMD), 

d'un lieur O-glycosylé (O-linker) et de deux sites catalytiques homologues : les domaines 

amino- et carboxy-terminaux (NtMGAM et CtMGAM) qui assurent l’hydrolyse des liaisons 

glycosidiques α (1à4) à partir de maltose ou de maltotriose, générant de l'α-D-glucose (Figure 

16). Le domaine N-terminal a une meilleure spécificité pour la catalyse du maltose tandis que 

le domaine C-terminal assure l’hydrolyse des polymères de glucose (Galand, 1989; Lee et al., 

2016). 

 

La lactase (β-galactosidase) (EC 3.2.1.108), aussi appelée lactase-phlorizin hydrolase 

(LPH), est une protéine formée de 4 sous-unités identiques contenant 4 sites catalytiques. Elle 

hydrolyse la liaison α (1à4) du lactose et libère ainsi du glucose et du galactose (Figure 16) 

(Juers et al., 2000; Norén & Sjöström, 2001). 
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de l’intestin grêle 

TMD O-Link NtSI CtSI Saccharase-Isomaltase

α (1à6) α (1à2) 

α (1à4) α (1à4)

TMD O-Link NtMGAM CtMGAM Maltase-Glucoamylase

α (1à4) α (1à4)

IV

IVIIICt

Lactase

α (1à4) α (1à4)

Ct III

LPH Sites Lactase

Nt

Nt
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Figure 16 : Structure protéique des disaccharidases et représentation schématique du 
profil de leur distribution intestinale chez l’Homme 

Informations principales issues de Nichols et al., 1998; Quezada-Calvillo et al., 2008; Rodriguez et al., 1984; 

Triadou et al., 1983 

A) La saccharase-isomaltase (SI) se compose de deux sous-unités : la saccharase du côté Ct-
terminal (CtSi) et l’isomaltase du côté N-terminal (NtSI). Les sous-unités formant la 
Maltase-Glucoamylase (MGAM) sont la maltase (NtMGAM) et la Glucoamylase 
(CtMGAM) situées du côté N-terminal et C-terminal respectivement. La SI et la MGAM 
sont ancrées dans la membrane plasmique apicale des entérocytes grâce à leur domaine 
transmembranaire (TMD) hydrophobe et possèdent un lieur O-glycosylé (O-linker) situé 
près du segment N-terminal. Chaque enzyme assure le clivage spécifique d’un type de 
liaison, comme indiqué. La lactase est composée de deux polypeptides dont les domaines 

III et IV catalysent l’hydrolyse de la phlorizine et du lactose respectivement. LPH : 
Phloridzin-hydrolase site. 

 
B) Représentation schématique des niveaux d’activités des disaccharidases intestinales 

(saccharase, lactase, glucoamylase, maltase) le long de l’axe antéro-postérieur de l’intestin 
grêle depuis le pylore (orifice duodénal de l’estomac) jusqu’à la fin de l’iléon.  

Axe antéro-postérieur

Intestin grêle
Pylore

Duodénum Jéjunum Iléon

Saccaharase

Lactase

Glucoamylase

Maltase

B 
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La tréhalase (α-glucosidase) (EC 3.2.1.28) ne représentent que 0,1% des protéines 

membranaires de la bordure en brosse des entérocytes et hydrolyse le tréhalose en deux 

molécules de glucose liées par une liaison α (1à1) (Galand, 1989). Cette faible expression est 

corrélée à la part très minoritaire de tréhalose dans notre alimentation celui-ci étant 

principalement présent dans les champignons, la bière, le vin et le miel (Richards et al., 2002). 

4. La distribution intestinale des disaccharidases 

 

Bien que la distribution des disaccharidases semble dépendre de l’espèce animale 

considérée, elles présentent toutes une localisation exclusive dans l’intestin grêle et sont donc 

absentes au niveau colique.  

 

Chez l’Homme, l’expression et l’activité des disaccharidases sont plus importantes dans 

les portions centrales et distales de l’intestin grêle (Hooton et al., 2015). Ainsi, l’expression 

protéique et l'activité de la SI et de la lactase sont prépondérantes dans le jéjunum et moindres 

dans le duodénum et l’iléon. De plus, la SI est principalement exprimée dans les cellules 

différenciées des villosités et quasiment absente dans les cryptes (Weiser & Weiser, 1973). La 

MGAM a quant à elle une activité maximale dans l’intestin distal tandis que la maltase présente 

dans l’intestin une activité qui est constante le long de l’axe proximo-distal (Triadou et al., 

1983). Enfin, les quantités d’ARNm codant la tréhalase sont plus élevées dans le duodénum et 

diminuent dans l’intestin distal (Figure 16) (Hooton et al., 2015).  

 

Chez la souris, l’activité de la lactase est plus importante dans la partie proximale de 

l’intestin, celle de la maltase dans la partie distale tandis que celle de la saccharase est constante 

le long de l’intestin grêle (Moog et al., 1973). Ces enzymes sont exprimées dans les villosités 

au niveau de la membrane apicale des entérocytes (Kenny & Maroux, 1982). De façon 

intéressante, l’activité intestinale des trois disaccharidases (lactase, maltase et saccharase) 

diffère également en fonction de l’âge (Figure 17). Chez la souris, l’activité totale de la lactase 

augmente pendant la période d’allaitement où elle est maximale puis diminue suite au sevrage 

pour quasiment disparaître à l’âge adulte. Concernant la maltase et la saccharase, on observe 

l’effet inverse, à savoir que leur activité augmente progressivement à partir de la naissance pour 

atteindre des taux maximaux à l’âge adulte (Moog et al., 1973). 
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Figure 17 : Représentation schématique de la distribution de l’activité des 
disaccharidases intestinales en fonction de l’âge chez la souris 

Informations issues de Moog et al., 1973 

 

Jusqu’à 12 jours de vie post-natale, l’activité de la lactase est prédominante dans 
l’intestin de souris. A partir de 16 jours, l’activité enzymatique de la maltase devient 
majoritaire et ne cesse de croitre jusqu’à l’âge adulte. Enfin, d’abord absente à la 
naissance, l’activité de la saccharase augmente progressivement avec l’âge. 
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5. La déficience congénitale en saccharase-isomaltase 

a. La synthèse de la saccharase-isomaltase 

La saccharase-isomaltase (SI) est une glycoprotéine membranaire de type II synthétisée 

dans le réticulum endoplasmique sous forme d’un précurseur, riche en résidus de mannose 

appelé « pro-SI » (Naim et al., 1988) qui est ensuite O-glycosylée dans l’appareil de Golgi. 

Après maturation, le transport vésiculaire médié par les microtubules du précurseur protéique 

(pro-SI) permet son ancrage par son extrémité N-terminale dans la membrane apicale de 

l’entérocyte (Brunner et al., 1979). La protéine mature est ensuite rapidement clivée en deux 

sous-unités dans la lumière intestinale par une protéase pancréatique, la trypsine, permettant 

ainsi de générer la saccharase et l’isomaltase (Naim et al., 1988). 

b. La régulation de la saccharase-isomaltase 

La régulation de l'activité de la SI peut se faire à différents niveaux de la synthèse de 

l’enzyme : la transcription de son gène, sa traduction et sa maturation post-traductionnelle 

(glycosylation), son adressage à la bordure en brosse de l’entérocyte ou encore son hydrolyse 

par les enzymes pancréatiques.  

 

o Régulation transcriptionnelle  

 

La transcription du gène de la SI implique différents éléments de régulation situés au 

niveau proximal et distal de son promoteur (Wu et al., 1992). Trois séquences saccharase-

isomaltase footprint (SF1, SF2, SF3) de liaison à des protéines nucléaires à homéodomaines 

assurent ainsi l’activation transcriptionnelle du gène (Traber et al., 1992). HNF-1a et HNF-1β 

stimule notamment sa transcription en se fixant aux éléments de réponse SF1 et SF2 (positions 

-370 et +30 du promoteur) (Gu et al., 2004; Traber & Silberg, 1996). Cependant, seul HNF-1a 

contribue à la régulation de l’expression de la SI en réponse au glucose (Gu et al., 2007). 

L’expression de la SI est par ailleurs contrôlée par les glucocorticoïdes, en particulier au 

moment de la transition allaitement-sevrage. En effet, cette période du développement post-

natal se caractérise par une modification des fonctions intestinales associée à une augmentation 

importante de l'expression de la SI (Gericke et al., 2016; Traber, 1998). Même si cette 

augmentation a été attribuée à l’action des glucocorticoïdes, ces travaux n’ont pas permis pas 

de conclure à un effet direct du récepteur nucléaire aux glucocorticoïdes (GR) sur le promoteur 

du gène codant la SI.  
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o Régulation post-traductionnelle 
 
La glycosylation de la SI est une étape cruciale pour l’acquisition d’une activité 

enzymatique optimale et pour son adressage correct au niveau de la membrane apicale de 

l’entérocyte (Gericke et al., 2016). L’hydrolyse de la protéine est essentiellement assurée par la 

trypsine pancréatique mais d’autres enzymes pancréatiques telles que l’élastase ou la 

chymotrypsine influenceraient également son clivage et joueraient donc un rôle dans sa demi-

vie (Shapiro et al., 1991). 

 

o Régulation nutritionnelle et hormonale 
 

L’expression et l’activité de la SI peut être influencée par l'alimentation, comme illustré 

par son augmentation au cours d’un régime riche en glucides chez la souris (Ferraris et al., 

1992; Yasutake et al., 1995). De plus, des travaux chez le rat ont mis en évidence qu’un apport 

de fructose par le régime alimentaire ou par son administration directe dans la lumière jéjunale 

induisait l’expression du gène codant la SI (Kishi, Tanaka, et al., 1999). De façon intéressante, 

l’expression et l’activité de la SI sont diminuées par l’insuline dans l’épithélium intestinal de 

rats (Buts et al., 1998; Takenoshita et al., 1998) et l’insulinorésistance s’accompagne chez le 

rat d’une augmentation de l’expression et l’activité de la SI (T Adachi, 1999; Hoffman & 

Chang, 1992) contribuant ainsi à l’hyperglycémie postprandiale observée chez les diabétiques 

de type 2 (Adachi et al., 2003). Un mécanisme de régulation indirecte de la SI par l’activation 

de la voie de l’insuline impliquant la voie des MAP Kinases a été suggérée (Liu et al., 2011).  

 

c. La déficience congénitale en saccharase-isomaltase 

La déficience congénitale en saccharase-isomaltase est un trouble génétique 

caractérisé par l’incapacité à métaboliser le saccharose et l’amidon. Cette déficience apparait 

au moment de la diversification alimentaire lors du passage du lait maternel contenant du 

lactose, à une alimentation riche en fruits contenant du saccharose et à des préparations à base 

de céréales enrichies en amidon. L’accumulation de ces hydrates de carbone dans la lumière 

intestinale et leur malabsorption entrainent des manifestations cliniques caractérisées par une 

diarrhée osmotique, des gaz, une distension et des douleurs abdominales, s’accompagnant 

parfois de vomissements. 
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In fine, ces symptômes peuvent conduire à une déshydratation et à une malnutrition 

(Gericke et al., 2016). La prévalence de la maladie est variable selon la population. En Europe, 

elle a été estimée à 1 personne sur 5000 (Puertolas & Fifi, 2018). Le diagnostic est établi par le 

biais de différentes approches : des tests respiratoires au saccharose (« breath test ») qui 

mesurent la quantité d’hydrogène émise après l’ingestion d’une charge orale de saccharose, des 

analyses génétiques et des dosages de l’activité de la saccharase et l’isomaltase à partir de 

biopsies intestinales (Dahlqvist & Brun, 1962). Les traitements reposent sur un changement de 

régime alimentaire exempt de saccharose et/ou d’amidon et, par l’administration d’un substitut 

enzymatique pour compenser la déficience en enzyme (Sucraid®) (Belmont et al., 2002). 

 

L’analyse de plusieurs mutations identifiées chez les patients souffrants de cette 

déficience congénitale en saccharase-isomaltase (Gly1073Asp, Val577Gly, Phe1745Cys, 

Arg1124Stop) (Uhrich et al., 2012) a permis leur classification selon la localisation 

intracellulaire et la fonction des mutants de la SI. Le phénotype de type I est ainsi associé à une 

accumulation de la SI dans le réticulum endoplasmique, celui de type II à une accumulation 

dans l’appareil de Golgi, celui de type III à un transport normal de l’enzyme mais une absence 

d’activité enzymatique. Le phénotype de type IV est quant à lui associé à un mauvais adressage 

à la membrane basolatérale, celui de type V à une dégradation intracellulaire mais un transport 

normal assurant une activité partielle, celui de type VI à une dégradation mais une sécrétion 

avec une activité normale, et celui de type VII à un transport altéré (Gericke et al., 2016).  

 

III. La détection des monosaccharides et leur signalisation dans 

l’intestin grêle  

 

1. La gustation 

 
Le goût est le sens chargé de détecter et d’identifier le contenu nutritif des aliments. La 

gustation assure la perception des saveurs par la langue. Celle-ci est une muqueuse dont la 

surface est tapissée par 3 groupes de papilles sensorielles : (i) les papilles caliciformes présentes 

à l’arrière de la langue, (ii) les papilles fongiformes situées en avant et (iii) les papilles foliées 

dans la partie postérieure latérale. Les papilles gustatives reconnaissent cinq saveurs primaires : 

l’acide, le salé, le sucré, l’amer et l’ « umami » (Chandrashekar et al., 2006; Liman et al., 2014).  
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2. Les récepteurs gustatifs 

 
Les récepteurs gustatifs, initialement identifiés à la surface des cellules sensorielles 

présentes dans la cavité orale, ont par la suite été mis en évidence dans d’autres types cellulaires 

(cellules β pancréatiques, CEE, cellules épithéliales tubulaires rénales, cellules musculaires 

lisses bronchiques) (Deshpande et al., 2010; Laffitte et al., 2014; Liang et al., 2017; Nakagawa 

et al., 2009).  

 

Il existe deux grands types de détecteurs gustatifs : les récepteurs à canaux ioniques et 

les récepteurs métabotropiques, pour la plupart des récepteurs couplés aux protéines G 

(RCPG). Les récepteurs à canaux ioniques assurent la détection des composés acides et salés 

via deux canaux distincts, polycystin 2 like 1 (PKD2L1) et epithelial sodium channels (ENaC) 

respectivement. Les récepteurs métabotropiques permettent quant à eux de détecter les goûts 

sucrés, « umami » et amers. Dans cette partie, nous nous intéressons essentiellement à la 

réponse aux hydrates de carbone et donc nous ne détaillerons que le récepteur du goût sucré.  

 

Les saveurs sucrées sont perçues via les T1R (taste 1 receptor family), des 

hétérodimères de RCPG composés de deux sous-unités T1R2 et T1R3 (heterodimer of taste 1 

receptor family members 2 and 3) (Inge Depoortere, 2014; Nelson et al., 2001; Xu et al., 2004). 

Ces RCPG reconnaissent les molécules sucrées organiques tels que le saccharose, le glucose, 

le fructose mais aussi les édulcorants synthétiques tels que l’aspartame, le cyclamate, la 

saccharine ou l’acésulfame K. Certains acides aminés comme la D-phénylalanine et la D-sérine 

sont considérés comme des composants sucrés. De même, plusieurs protéines végétales comme 

la monelline et la thaumatine ont un goût sucré (Chandrashekar et al., 2006; Zhao et al., 2003). 

  

3. La transduction gustative via les récepteurs couplés aux protéines G 

 
Le récepteur du goût sucré est formé de l’association de deux sous unités T1R2 et T1R3, 

chacune composée de deux lobes extracellulaires (LB1 et LB2 ; ligand binding 1/2) assurant la 

liaison aux molécules sucrées, et de sept domaines transmembranaires hydrophobes (Nuemket 

et al., 2017). Le récepteur T1R2/T1R3 est associé à la protéines Gaq hétérotrimérique située sur 

la face interne de la membrane plasmique et formée des sous-unités α-gustducine, β et γ 

(Treesukosol et al., 2011).  
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La liaison spécifique du récepteur T1R2/T1R3 à leur ligand entraîne la fermeture de la 

fente entre les deux sous domaines LB1 et LB2, conduisant à un changement conformationnel 

et à l’activation consécutive de la protéine Gaq, dont l’interaction avec la phospholipase C β2 

(PLCβ2) permet l’hydrolyse du phosphatidyl inositol bis-phosphate (PIP2) en inositol-3-

phosphate (IP3) et diacylglycérol (DAG) (Nuemket et al., 2017). La fixation de l’IP3 à des 

récepteurs situés au niveau du réticulum endoplasmique favorise l’ouverture locale des canaux 

calciques IP3R3, entrainant ainsi un flux de calcium vers le cytosol. L’augmentation des 

concentrations de calcium intracellulaire conduit à l’ouverture des canaux TRPM5 calcium 

dépendants (transient receptor potential cation channel subfamily M member 5), entraînant une 

dépolarisation membranaire et l’activation des canaux sodiques voltages dépendants. 

Consécutivement, la production d’un potentiel d’action permettant la libération d’ATP via les 

canaux CALMH1 (calcium homeostasis modulator 1), conduit à la libération de vésicules 

contenant des neurotransmetteurs et/ou des peptides (Figure 18) (Calvo & Egan, 2015; Kaunitz 

& Berg, 2016; Lee & Owyang, 2017; Lee & Cohen, 2015; Taruno et al., 2013). 

 

À titre d’exemple, plusieurs édulcorants artificiels induisent ainsi la libération de      

GLP-1 : le sucralose chez l’Homme sain (Temizkan et al., 2015) et l’aspartame et l’acésulfame 

K dans la lignée murine entéroendocrine GLUTag (Mehat & Corpe, 2018). Tandis que la 

perfusion d’acésulfame K dans l’intestin proximal de rat isolé n’induit que la sécrétion de GLP-

1, l’administration vasculaire de sucralose ou de stévioside stimule la sécrétion de GLP-1 et de 

GIP (Saltiel et al., 2017). 

 

4. Les rôles des récepteurs gustatifs dans l’intestin 

 
Récemment, l’expression du récepteur T1R2/T1R3 et de l’α-gustducine a pu être mise 

en évidence dans différents organes tels que le tractus gastrointestinal (CEE en particulier), le 

pancréas (cellules β), le rein, le muscle squelettique et le cerveau, suggérant des rôles variés en 

fonction de leur site d’expression (Deshpande et al., 2010; Kojima & Nakagawa, 2011; Liang 

et al., 2017). Dans l’intestin, la majorité du récepteur du goût sucré est exprimé dans les CEE, 

et notamment les cellules L (Laffitte et al., 2014). Des études ont ainsi démontré que le glucose 

induit la sécrétion du GLP-1 par une voie de signalisation couplée aux RCPGs,  
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Figure 18 : Voie de signalisation du récepteur du goût sucré dans la sécrétion 
d’incrétines par les cellules L et K entéroendocrines 

Informations principales issues de Calvo & Egan, 2015 

 

Les récepteurs T1R2 et T1R3, sont des récepteurs couplés au protéines G composés de 7 
hélices transmembranaires et d’un large domaine extracellulaire favorisant la réponse à une 
grande variété de composés. En effet, ils possèdent des sites de liaison pour les molécules 
sucrées dites naturelles (glucose, fructose, saccharose) ainsi que pour certains édulcorants 
(sucralose et aspartame (uniquement chez l’Homme) et inhibiteurs (lactisole et gurmarine). Le 
lactisole agit au niveau du domaine transmembranaire chez l’Homme tandis que la gurmarine 
serait un ligand direct du récepteur T1R3 en se liant à sa partie extracellulaire chez les rongeurs. 
 
Lors de la liaison d’un ligand aux récepteurs, une cascade de signalisation est initiée par la 
dissociation des sous unités β et γ de la protéine Gustducine Gα-gus, conduisant à l’activation 
de la PLCβ2 (Phospholipase β2) qui catalyse la formation d’IP3 (Inositol-3-phosphate) à partir 
de phospholipides membranaires de type PIP

2 
(Phosphatidyl Inositol bis-Phosphate). L’IP3 

permet alors le relargage de Ca2+ dans le cytosol via les canaux IP3R3 du RE, entraînant 

l’ouverture des canaux dépendant du Ca
2+

intracellulaire TRPM5 (Transient Receptor Potential 
cation channel subfamily M member 5), à l’origine d’une dépolarisation membranaire et la 
libération consécutive d’ATP via les canaux CALMH1 (Calcium Homeostasis Modulator 1). 

Par ailleurs, dans les cellules L et K intestinales, l’augmentation du Ca
2+ 

intracellulaires stimule 
l’exocytose des vésicules sécrétoires contenant les hormones incrétines GLP-1 (Glucagon-like 
Peptide-1) et GIP (Gastric Inhibitory Polypeptid). 
 
Adénosine Triphosphate (ATP) ; Calcium (Ca2+) ; sous-unités α (α-gustducine), β et γ des protéines G 

(Gα et Gβγ) ; Sodium (Na2+) ; Potentiel d’Action (PA) ; Ligand Binding ½ (LB1/2) ; Réticulum 

Endoplasmique (RE). 
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de manière comparable à celle observée dans les cellules gustatives de la langue (Jang 

et al., 2007). Ainsi, les souris déficientes pour le récepteur T1R3 ou l’α-gustducine présentent 

un défaut de sécrétion du GLP-1 en réponse au glucose luminal, comme illustré par l’absence 

de pic de sécrétion de GLP-1 dix minutes après une infusion intraduodénale de glucose, 

comparativement à des souris sauvages (Kokrashvili et al., 2009). De même, un défaut de 

sécrétion de GLP-1 est observé à partir de fragments duodénaux isolés et issus de souris 

déficientes pour l’α-gustducine (Jang et al., 2007). In vitro, dans la lignée murine 

entéroendocrine de type L (GLUTag), le sucralose provoque une libération accrue de GLP-1 et 

de GIP tandis que l’ajout dans le milieu de culture de gurmarine, un inhibiteur du récepteur 

T1R2/T1R3 chez les rongeurs, bloque cette sécrétion (Margolskee et al., 2007). Enfin, dans une 

lignée humaine entéroendocrine de type L (NCI-H716), le lactisole, un inhibiteur du récepteur 

T1R3 chez l’Homme, empêche la libération de GLP-1 stimulée par le sucralose (Jang et al., 

2007). 

 

Outre leur action incrétino-sécrétagogue, l’activation du récepteur T1R3, aussi exprimé 

dans les entérocytes, par le glucose et les édulcorants artificiels présents dans la lumière 

intestinale favorise l’absorption intestinale des hydrates de carbone. Chez la souris, la 

déficience pour T1R3 ou pour l’α-gustducine empêche en effet l’augmentation de l’expression 

du transporteur SGLT-1 induite par le glucose (Margolskee et al., 2007). L’inhibition 

pharmacologique des T1R3 par le lactisole  dans la lignée cellulaire Caco-2/TC7 exposée à des 

glucides alimentaires pendant 2 jours, bloque l’augmentation de l’expression des gènes codant 

le transporteur du glucose SGLT-1 et du fructose GLUT-5 (Le Gall et al., 2007). Chez le rat, la 

perfusion intestinale in vivo de glucose, d’édulcorants artificiels avec ou sans phlorétine, un 

inhibiteur des transporteurs GLUTs, a permis de rendre compte que l’activation de la voie de 

signalisation des T1R (T1R2, Gt-transducin , PLCβ2) augmente l’absorption du glucose via 

GLUT-2 (Mace et al., 2007). 

 

En conclusion, le récepteur intestinal du goût sucré participent au maintien de 

l’homéostasie glucidique en régulant à la fois la sécrétion des hormones incrétines et 

l’absorption des hydrates de carbone luminaux. 
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IV. L’absorption et le devenir des monosaccharides dans l’intestin grêle  

1. La classification des transporteurs des monosaccharides dans l’épithélium 

intestinal  

Après digestion des hydrates de carbone, l’absorption intestinale des monosaccharides 

nécessite des protéines de transport spécifiques, la membrane plasmique des cellules 

épithéliales étant imperméable aux molécules polaires telles que le glucose et le fructose. On 

distingue ainsi deux classes de transporteurs des monosaccharides appartenant d’une part à la 

famille des protéines transporteuses de soluté (SLC) et d’autre part à celle des protéines de 

transport indépendant du sodium (SLC2). Les caractéristiques de chacun de ces transporteurs 

sont détaillées dans le Tableau 3 (Zhao & Keating, 2007). 

 

Parmi les 12 transporteurs SGLTs (sodium-glucose transporter) (Wright, 2013), 

SGLT-1 est le plus représenté dans l’intestin grêle, son expression étant abondante dans le 

jéjunum, et plus particulièrement dans la bordure en brosse des entérocytes (Wright et al., 

2011), ainsi que dans les CEE (Balen et al., 2008). Codé par le gène slc5a1, SGLT-1 est un co-

transporteur actif, de faible capacité et de forte affinité pour le glucose (Km ≈ 0,3 mM). Il 

permet le passage d’une molécule de glucose ou de galactose simultanément à deux molécules 

de sodium (Na+) au niveau du pôle apical des cellules épithéliales intestinales. Le transport des 

hydrates de carbone par SGLT-1 contre leur gradient de concentration est assuré grâce à la 

sortie du Na+ via la pompe échangeuse Na+/ K+ ATPase située au niveau du pôle basolatéral. 

 

Les transporteurs GLUTs (glucose transporter) constituent une superfamille de 

protéines membranaires assurant le transport des hexoses par diffusion facilitée, des cellules 

épithéliales vers le compartiment sanguin et inversement. Chez l’Homme, 14 isoformes sont 

classifiées en 3 sous familles (Classe 1 : GLUTs 1 à 4, et 14 ; Classe 2 : GLUTs 5,7,9 et 11 ; 

Classe 3 : GLUTs 6,8,10,12 et HMIT (H(+)-myo-inositol transporter)) selon leurs similarités de 

séquences et leurs caractéristiques fonctionnelles (Scheepers et al., 2004). Ces différentes 

isoformes présentent en effet des spécificités de substrats, des propriétés cinétiques différentes 

et des distributions tissulaires spécifiques afin d’assurer des réponses adaptées dans chaque 

tissu (Tableau 3) (Mueckler & Thorens, 2013). Dans les cellules épithéliales intestinales sont 

exprimés les transporteurs GLUT-2, GLUT-5, GLUT-7, GLUT-9 et GLUT-12,  
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Tableau 3 : Principaux transporteurs des monosaccharides 

Informations issues de Manolescu et al., 2007 ; Mueckler et Thorens., 2013 ; Reimann et al., 2008 

 
Ce tableau regroupe les principaux transporteurs des monosaccharides, ainsi que leur distribution 
tissulaire, leur expression dans les cellules L, leur affinité (Km) et leur spécificité de substrats. 
Le niveau d’expression des différents transporteurs du glucose dans les cellules L a été quantifié 
par RT-qPCR et normalisé par rapport à la β-actine, suite à un tri cellulaire par Flurorescence-
Activated Cell Sorting (FACS) à partir d’échantillons intestinaux de souris GLU-Venus 
(Reimann et al. 2008). Les Km répertoriés correspondent à l’affinité de chaque transporteur pour 
le glucose, à l’exception de GLUT-5 pour lequel le Km est donné pour le fructose. La valeur du 
Km est inversement proportionnelle à l’affinité de l’enzyme pour son substrat. Les transporteurs 
SGLTs appartiennent à la famille des protéines transporteuses de soluté (SLC) tandis que les 
transporteurs GLUTs font partie de la famille des protéines de transport indépendant du sodium 
(SLC2). 
Non déterminé (ND). 

Nomenclature Expression 

tissulaire

Expression 

cellules L

Km Substrats 

prédominant

SGLT-1
Intestin, Rein

USI +

LSI ++

COL +

≈ 0,3 mM

(Glucose) Glucose, Galactose

SGLT-2 Rein ND
≈ 2 mM

(Glucose)
Glucose, Galactose

GLUT-1

Cerveau, Sang, 

Pancréas, Muscle

USI ++

LSI ++

COL ++

≈ 2-3 mM

(Glucose)

Glucose, Galactose, 

Mannose, 

Glucosamine

GLUT-2

Intestin, Foie, 

Cerveau, Pancréas, 

Rein

USI ++

LSI +++ 

COL +++

≈ 17 mM

(Glucose)

≈ 66 mM
(Fructose)

Glucose, Galactose, 

Mannose, Fructose, 

Glucosamine

GLUT-3 Cerveau, Testicules

USI ++

LSI +++

COL +++

≈ 2 mM

(Glucose)

Glucose, Galactose, 

Mannose, Maltose, 

Xylose

GLUT-4

Tissu 

adipeux, 

Muscle, 
Cœur

ND ≈ 5 mM

(Glucose)

Glucose,

Glucosamine

GLUT-5

Intestin, Muscle,

Rein, Sperm, 

Testicules, Tissu 
adipeux

USI +

LSI +

COL +

≈ 6-14mM

(Fructose)

Fructose

GLUT-6

Cerveau,

Rate, Leucocytes 

périphériques

ND High Glucose

GLUT-7
Intestin, 

Testicules
ND ≈ 0,3 mM Glucose, Fructose

GLUT-8

Cerveau,

Rate, Foie, Tissu 

adipeux, 
Testicules, 

Muscles

ND ≈ 2,4 mM

Glucose, Fructose,

Galactose

GLUT-9

Rein, Foie, 

Poumons, 

Leucocytes, 
Intestin

ND ≈ 0,3 mM Glucose, Fructose

GLUT-10

Cœur, Poumon, 

Cerveau, Foie, 

Muscle, Pancréas, 
Rein

ND

≈ 0,3 mM

Glucose, Galactose

GLUT-12
Tissus sensibles à 

l’insuline, Intestin
ND

≈ 4-5 mM Glucose, Fructose,

Galactose
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codés respectivement par les gènes slc2a2, slc2a5, slc2a7, slc2a9 et slc2a12 (Cheeseman, 2008; 

Manolescu et al., 2007; Mueckler & Thorens, 2013). 

 

2. Le devenir du glucose dans l’intestin grêle 

a. Le transport du glucose et sa régulation dans l’intestin 

i. Les mécanismes d’absorption du glucose 

L’absorption intestinale du glucose repose sur l’activité conjointe de deux 

transporteurs membranaires : le co-transporteur SGLT-1 exprimé au pôle apical des cellules 

épithéliales intestinales et, le transporteur GLUT-2 exprimé constitutivement dans la membrane 

basolatérale et relocalisé au pôle apical selon la concentration luminale de glucose (Ait-Omar 

et al., 2011). Grâce à sa forte capacité (Km ≈ 17 mM), le transporteur GLUT-2 garantit un 

transport non saturable du glucose vers le système sanguin (Gould et al., 1991). 

 

Kellet et ses collègues ont décrit l'interaction potentielle de ces transporteurs lors de la 

consommation d'un repas riche en glucose (Figure 19) (Kellett, 2001; Kellett & Brot-Laroche, 

2005). Selon leur modèle, avant un repas, les faibles concentrations de glucose libre dans la 

lumière intestinale (<5 mM) sont transportées exclusivement et activement par le transporteur 

SGLT-1 apical et rejoignent la circulation sanguine grâce au transporteur facilité GLUT-2 

basolatéral selon un gradient de concentration. Lors d'un repas, l’accumulation progressive de 

glucose intraluminal (de 5–30 mM à 30 -100 mM en fin de repas) ne permet plus au transporteur 

SGLT-1 d’assurer l’entrée complète du glucose et entraîne le recrutement et la relocalisation 

des réserves intracellulaires de GLUT-2 à la membrane apicale. Ainsi mobilisé, GLUT-2 

devient la voie dominante pour le transport transépithélial du glucose en conditions prandiales. 

La translocation transitoire de GLUT2 au pôle apical des entérocytes a en effet été observée 

dans le jéjunum de rats adultes en réponse à une perfusion luminale par de fortes concentrations 

de glucose (jusqu’à 100mM) (Kellett & Helliwell, 2000; Kellett et al., 2008). 

 

Dans les lignées entérocytaires Caco-2 et RIE-1, il a été établi que la régulation de la 

quantité de transporteurs GLUT-2 à la membrane apicale est un processus rapide et dynamique, 

qui implique les microtubules du cytosquelette pour le transport vésiculaire vers la membrane 

et qui dépend de la concentration de glucose (>10mM) (Zheng et al., 2012). 

 



  

 
 

87 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19 : Modèle de l’absorption intestinale du glucose  

Informations issues de Kellett, 2001; Kellett & Brot-Laroche, 2005 

 
En situation préprandiale, la concentration de glucose dans la lumière intestinale est inférieure 

à la glycémie plasmatique (≈ 5mM) ; le glucose est donc transporté à travers la membrane 

apicale des entérocytes par le co-transporteur SGLT-1, de faible capacité mais de haute affinité, 

permettant ainsi d’assurer le transport du glucose contre son gradient de concentration. Le 

transporteur facilité GLUT-2 participe quant à lui au transport du glucose entre la lumière 

intestinale et le compartiment sanguin selon son gradient de concentration. GLUT-2 au pôle 
basolatéral peut aussi participer à l’entrée du glucose dans les entérocytes depuis le sang pour 

maintenir les besoins énergétiques des cellules. 

 

Lors d’un repas, la concentration luminale de glucose augmente graduellement, dépassant 

légèrement la glycémie (>5mM). Le transporteur SGLT-1 étant alors saturé, les transporteurs 

GLUT-2 sont transloqués à la membrane apicale. 

 

En situation postprandiale, la concentration luminale de glucose étant très élevée (>30mM), le 

glucose est alors absorbé par les transporteurs GLUT-2 apicaux, grâce à leur forte capacité 

d’absorption. En état d’insulinorésistance, chez les patients obèses diabétiques, les entérocytes 

sur-expriment continuellement GLUT-2 au pôle apical. 

 
Glucose Transporter-2 (GLUT-2) ; Sodium Glucose Transporter-1 (SGLT-1). 
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Bien que des interrogations persistent quant à la contribution relative de ces 

transporteurs à l'absorption intestinale du glucose in vivo, l’utilisation de la tomographie par 

émission de positons a permis de montrer que (i) la vitesse de la vidange gastrique limitait 

l'absorption intestinale du glucose, (ii) SGLT-1 était primordial dans l'absorption rapide du 

glucose tandis que (iii) GLUT-2 avait un rôle mineur dans l'absorption totale du glucose 

pendant la durée d’un OGTT (Sala-Rabanal et al., 2018). Ainsi, GLUT-2 pourrait contribuer 

majoritairement au transport intestinal du glucose dans le cas d’une insulinorésistance ou d’une 

alimentation chronique enrichie en sucres (Ait-Omar et al., 2011). 

ii. La régulation lors de la transition allaitement-sevrage 

L’expression des transporteurs intestinaux des monosaccharides au cours de la transition 

allaitement-sevrage varie selon les espèces et le type de régime alimentaire. Lors du 

développement postnatal, le passage progressif du lait maternel à d'autres types d’aliments 

(riche en hydrates de carbone) s’accompagne d’un changement adaptatif des propriétés de la 

bordure en brosse (maturation des villosités, polarisation des entérocytes, modification de la 

surface de la muqueuse, changement de la composition des phospholipides et de la fluidité de 

la membrane plasmique), des activités enzymatiques et des capacités de transport des 

entérocytes (densités, affinités, types de transporteurs) (Baba et al., 2005; Pácha, 2000; Schwarz 

et al., 1984) en parallèle de profonds changements hormonaux (hormone de croissance, 

hormones thyroïdiennes, hormones gonadotropes, glucocorticoides) (Bell, 2018; Toriz et al., 

2019). 

Chez les rats nouveau-nés, l’expression jéjunale du transporteur SGLT-1 suit un rythme 

circadien, les niveaux protéiques de SGLT-1 étant augmentés pendant la période d’allaitement 

(0-14 jours) durant la nuit et en début de journée. Chez les rats sevrés (21 à 28 jours), le passage 

à une alimentation solide et riche en hydrates de carbone s’accompagne d’une forte expression 

de SGLT-1 et donc d’une capacité accrue d’absorption du glucose pendant toute la phase 

diurne, tandis que chez l’adulte (90 jours), l’expression de SGLT-1 est maximale en fin de 

journée et lors de phase nocturne (Bastón et al., 2019).  

 

De plus, lors de la transition allaitement-sevrage, le transporteur du glucose GLUT-2 

est localisé exclusivement dans la membrane basolatérale des entérocytes mais, de manière 

intéressante, l’expression apicale de GLUT-2 augmente dès le sevrage chez le rat, de façon 

concomitante à la formation des villosités, et au changement nutritionnel, suggérant une 
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adaptabilité intestinale (Matsumoto et al., 1993). Pour finir, le transporteur du glucose       

GLUT-1 est quant à lui fortement exprimé dans l’intestin 10 jours après la naissance et la 

transition allaitement-sevrage mais s’accompagne d’une diminution progressive de son 

expression, celle-ci n’étant plus détectable à l’âge adulte (Matsumoto et al., 1993). L’ensemble 

de ces données suggère donc un rôle spécifique des transporteurs intestinaux des 

monosaccharides au cours de la croissance. 

iii. La régulation par les hydrates de carbones 

De façon intéressante, l’exposition luminale à des hydrates de carbone augmente les 

quantités intestinales d’ARNm codant pour SGLT-1 et GLUT-2, comme ceci a été démontré à 

partir de cultures organotypiques de biopsies intestinales humaines exposées à du glucose (Dyer 

et al., 1997). Une étude démontre dans les cellules Caco-2/TC7 polarisées, que l’exposition du 

glucose ou du fructose aux deux pôles de la cellule (luminal et basolatéral) cultivées sur un 

support poreux uniquement, stimule l’activité du promoteur de GLUT-2 (Le Gall et al., 2007). 

De plus, un régime enrichi (55%) en glucose, galactose, mannose, xylose ou fructose augmente 

les quantités d’ARNm codant ces deux transporteurs dans l’intestin grêle de rat (Miyamoto et 

al., 1993). Bien qu’ils transportent le fructose, l’expression des transporteurs SGLT-1 et GLUT-

2 n’est pas modifiée chez des souris soumises à un régime riche en fructose (65%) (Gouyon et 

al., 2003). De même, deux publications récentes ne montrent aucune modification de 

l’expression de GLUT-2 et de SGLT-1 chez des souris traitées avec 60% de fructose administré 

pendant 3 jours ou 36h et 20% de fructose pendant 4h (Kim et al., 2017; Oh et al., 2018), 

suggérant que ces deux transporteurs ne sont pas régulés par le fructose chez la souris.  

iv. La régulation transcriptionnelle 

Dans les lignées humaine Caco-2 et murine entéroendocrine STC-1, la liaison du facteur 

de transcription HNF-1 sur le promoteur (en position : -235 à +22 chez l’Homme) du gène 

slc5a1 codant le transporteur SGLT-1 contribue à son activation transcriptionnelle par le 

glucose (Martín et al., 2000; Vayro et al., 2001). Dans les lignées de hamster HIT-T15 et 

humaine Hep G2, le promoteur du gène slc2a2 codant le transporteur GLUT-2 contient des 

sites de liaison (position : +87 à + 132) pour les facteurs de transcription HNF-1 et HNF-3, dont 

la fixation avec le co-activateur transcriptionnel p300 (Ban et al., 2002) conduit à la 

transcription de slc2a2 en réponse au glucose (Cha et al., 2000). La régulation positive de 

l’expression du gène slc2a2 par HNF-1 (position : −1000 à + 100) a par ailleurs été démontrée 

dans la lignée intestinale humaine Caco-2 (Lau et al., 2018; Yang et al., 2016). Dans des 
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hépatocytes primaires murins et dans une lignée cellulaire hépatomateuse humaine 

(PLC/PRF/5), il a également été établi qu’en réponse au glucose et/ou insuline, le facteur de 

transcription SREBP-1c se liait à la région promotrice du gène slc2a2 pour induire sa 

transcription (Im et al., 2005).  

v. La régulation par les kinases 

Des études réalisées dans des oocytes de Xenopus laevis exprimant des clones du 

transporteur SGLT-1 issus de lapin, de rat ou humain ont mis en évidence que les protéines 

kinases A (PKA) et C (PKC) régulent l’activité de SGLT-1 en modulant le nombre de 

transporteurs à la membrane plasmique (exocytose et endocytose). Ainsi, la PKA augmente de 

30% l’activité de SGLT-1 quel que soit l’espèce. La PKC, quant à elle, diminue de 60% 

l’activité des isoformes SGLT-1 de lapin et de rat tandis qu’elle augmente celle de l’isoforme 

humaine suggérant que la nature de la séquence protéique du transporteur SGLT-1 est 

déterminante pour l’action des PKA et PKC (Hirsch et al., 1996; Wright et al., 1997). 

De même, le transport transentérocytaire via GLUT-2 du glucose et du fructose à travers 

la membrane de la bordure en brosse dans le jéjunum de rats perfusé par de fortes concentrations 

luminales de ces sucres, est contrôlée négativement par la PKC (Helliwell et al., 2000; Helliwell 

et al., 2000; Kellett & Helliwell, 2000; Kellett et al., 2008). 

b.  Le métabolisme intestinal du glucose  

En condition postprandiale, une petite fraction du glucose capté dans les cellules 

intestinales est métabolisée via la voie de la glycolyse anaérobie afin de produire de l’énergie 

sous forme d’ATP (voir chapitre 2, partie I.2) (Figure 7) tandis que le reste est transporté vers 

la circulation sanguine pour alimenter les tissus périphériques. En effet, il a été estimé chez le 

cochon, après une administration orale de glucose (1,5g/Kg de poids corporel), que seul 2% du 

glucose absorbé serait métabolisé dans l’intestin (Bjorkman et al., 1984). 

 

Alors que la glucokinase (GK) est majoritairement exprimée dans les hépatocytes et 

dans les cellules b du pancréas, elle est peu exprimée dans l’intestin, son expression étant 

spécifique à certains types cellulaires tels que les cellules L entéroendocrines (Reimann et al., 

2008). La première étape de la glycolyse, c’est à dire la phosphorylation du glucose en G6P, 

est en effet catalysée majoritairement par l’hexokinase dans l’épithélium intestinal, par les 

hexokinases entérocytaire 2 (HK2) et 1 (HK1) chez le rat et le cochon respectivement 
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(Anderson & Tyrrell, 1973; Shakespeare et al., 1969; Sols, 1956;Srivastava et al., 1968; Weiser 

et al., 1971). Il a été démontré chez le cochon, suite à un fractionnement cellulaire, que 

l’hexokinase 1 se trouvait principalement dans la fraction mitochondriale et en faible quantité 

dans le noyau et la bordure en brosse (Srivastava et al., 1968). De plus, l’activation totale des 

hexokinases 1/2 est strictement dépendante du glucose luminal. En effet, l’injection 

intraveineuse de glucose ne modifie pas leur activité dans la muqueuse intestinale de rats in 

vivo (Shakespeare et al., 1969). De plus, l’incubation d’anses intestinales de rats préalablement 

mis à jeun avec du glucose luminal, conduit ex vivo à une augmentation de l’activité totale des 

hexokinases 1/2 (Shakespeare et al., 1969). Par ailleurs, l’activité totale des hexokinases 1/2 

varie selon l’âge, leur activité étant indétectable dans l’intestin grêle des rats nouveau-nés, 

tandis qu’elles sont significativement augmentées dès la transition allaitement-sevrage (18 à 28 

jours) (Srivastava & Hübscher, 1968). Enfin, l’activité intracellulaire de l’hexokinase, 

d’enzymes impliquées dans la voie des pentose phosphate et de l’activité glycolytique 

permettant la formation du lactate à partir du glucose, sont significativement diminuées dans la 

muqueuse intestinale chez le rat et le cochon après un jeun tandis qu’elles sont restaurées suite 

à une réalimentation (Srivastava & Hübscher, 1966; Srivastava et al., 1968). Chez le rat, 

l’activité des enzymes impliquées dans la voie des pentoses phosphates est plus élevée dans 

l’intestin grêle proximal, les activités spécifiques de la ribose 5-phosphate, de la transcétolase 

et transaldolase étant respectivement, 6 fois, 2 fois et 4 fois supérieures à celles du foie                     

(Srivastava & HÜbscher, 1966). Pour finir, l’analyse métabolomique à partir de prélèvements 

de sang portal après l’administration orale de 13C glucose, révèle que le glucose induit une 

moindre conversion en métabolites que le fructose, suggérant que le métabolisme intestinal du 

glucose est moins actif que celui du fructose (Jang et al., 2018). Cette étude montre également 

que le G6P radiomarqué, produit de la phosphorylation du 13C glucose, s’accumule de façon 

importante dans le muscle comparé aux autres organes tandis que le foie en contient 5 fois 

moins (Jang et al., 2018). 

 

La glutamine, longtemps considérée comme le substrat énergétique exclusif de l’intestin 

(Kim & Kim, 2017; Newsholme & Carrie, 1994), peut également servir de précurseur majeur 

à la production intestinale de glucose au cours d’un jeûne prolongé (Croset et al., 2001). En 

effet, l’identification de la G6Pase dans l’intestin de rongeurs et chez l’Homme a permis de 

mettre en évidence la néogluconéogenèse intestinale, c’est à dire la conversion de composés 

non glucidiques en glucose afin de maintenir une glycémie constante (Rajas et al., 1999). Ainsi, 

alors que le foie assure 80% de la production endogène de glucose et le rein 20% lors d’un 
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jeûne court (5h) chez le rat, cette production atteint jusqu’à 50% dans le rein et 20% dans 

l’intestin lors d’un jeûne prolongé (24h) (Mithieux et al., 2006). D’un point de vue 

mécanistique, la transcription des gènes codant la G6Pase et la PEPCK est régulée dans 

l’épithélium intestinal de façon similaire au foie (Rajas et al., 2000). En effet, l’expression 

intestinale du gène codant la G6Pase est augmentée par l’AMPc et implique les facteurs de 

transcription HNF4-α (hepatocyte nuclear factor 4α), HNF1, C/EBP (CAAT/enhancer-binding 

protein) et les protéines CREB et CREM (cAMP-reponse element modulator). Cependant dans 

l’intestin, cette régulation implique des isoformes différentes de C/EBP et HNF1 et est 

forcément dépendante de HNF4-α (Gautier-Stein et al., 2006). Récemment, une étude rapporte 

qu’une déficience intestinale pour la G6Pase entraine une augmentation de 70% des 

triglycérides hépatiques, associée à une activation de la voie de la lipogenèse sous régime 

standard, tandis que sa surexpression améliore la tolérance au glucose et prévient du 

développement d’une stéatose hépatique induite par un régime riche en gras et en hydrates de 

carbone (Vily-Petit et al., 2020). 

c. La malabsorption du glucose et du galactose  

La malabsorption du glucose et du galactose est une maladie génétique rare à 

transmission autosomique récessive, due à la mutation du gène slc5a1 codant SGTL-1, altérant 

ainsi le mécanisme de transport apical du glucose et du galactose dans l’intestin (Wright, 1998). 

Cette maladie se caractérise par une diarrhée et une déshydratation sévère chez les nouveaux 

nés. Seul un régime alimentaire dépourvu en lactose, saccharose, glucose et galactose permet 

d'éviter les conséquences fatales de la maladie. Ces hydrates de carbone peuvent être substitués 

par le fructose dont l’absorption n’est pas altérée. 

 

Plusieurs mutations génétiques homozygotes et hétérozygotes du gène slc5a1 ont ainsi 

été identifiées (Martín et al., 1996a; Wright et al., 2003). À partir de biopsies intestinales issues 

d’un patient souffrant de malabsorption du glucose et du galactose, Wright et ses collègues ont 

mis en évidence un défaut d’adressage de SGLT-1 à la bordure en brosse. De manière 

intéressante, l’étude dans les ovocytes de Xenopus laevis de la protéine SGLT-1 R427A 

présentant une substitution de l’arginine-427 par une alanine, montre qu’un défaut d’adressage 

empêche l'insertion de ce mutant dans la membrane plasmique apicale (Lostao et al., 1995; 

Wright et al., 2011). 
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3. Le devenir du fructose dans l’intestin grêle 

 
À jeun, les concentrations sanguines de fructose varient entre 0,01 et 0,07 mM chez 

l’Homme (Patel, Sugimoto, et al., 2015) et augmentent d’environ 10 fois en cas de 

consommation de régimes riches en fructose (25g de saccharose dans 200mL d’eau). Ces 

concentrations diminuent rapidement dès deux heures après ingestion, leurs niveaux étant alors 

comparables à ceux mesurés à jeun (Hannou et al., 2018; Sugimoto et al., 2010).  

a. Le transport du fructose et sa régulation  

Contrairement au transport du glucose, le processus de transport du fructose ne nécessite 

pas d’ATP. L’absorption intestinale du fructose luminal est principalement assurée au pôle 

apical des cellules épithéliales intestinales par le transporteur facilité GLUT-5 et en moindre 

mesure par les transporteurs GLUT-2, GLUT-8, GLUT-11 et GLUT-12. Au pôle basolatéral, 

ce transport dépend exclusivement du transporteur GLUT-2 (Patel, Douard, Yu, Gao, et al., 

2015). Le Km du transporteur GLUT-5 pour le fructose varie selon les modèles d’étude et les 

espèces utilisées, oscillant autour de 6 à 14 mM. Celui du transporteur GLUT-2 pour le fructose 

est plus faible (Km ≈ 66 mM), soulignant sa faible contribution à l’absorption intestinale du 

fructose (Burant & Saxena, 1994; Drozdowski & Thomson, 2006; Hannou et al., 2018).  

Les niveaux d’ARNm codant GLUT-5 sont 70 fois supérieurs dans les cellules 

épithéliales intestinales comparativement aux CEE de type L (Thorens, 1993), indiquant que sa 

fonction principale est l’absorption du fructose par les entérocytes. Ainsi, les souris invalidées 

pour GLUT5 (GLUT-5-/-) présentent une diminution de 75% de l’absorption intestinale de 

fructose et une réduction de 90% des concentrations sériques de fructose en réponse à un régime 

enrichi en fructose, comparées aux souris témoins (Barone et al., 2009).  

i. La régulation lors de la transition allaitement-sevrage 

L’expression et l’activité du transporteur intestinal du fructose GLUT-5 sont régulées 

précocement lors du développement chez les mammifères. Tandis que le lait maternel est 

exempt de fructose, les niveaux d'ARNm de GLUT-5 dans la muqueuse intestinale sont très 

faibles pendant l’allaitement (0-14 jours) et le sevrage (14-28 jours) de rats nouveau-nés, sauf 

dans le cas d'une exposition précoce au fructose. Au sevrage, l’expression et l’activité 

intestinales de GLUT5 augmentent en corrélation avec la consommation de fructose 

alimentaire, par un mécanisme qui impliquerait les récepteurs aux glucocorticoïdes (David et 

al., 1995; Douard & Ferraris, 2008). Chez le rat, GLUT-5 est ainsi exprimé dans les villosités 
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intestinales, au niveau de la bordure en brosse des entérocytes, dès le 18ième jour post-natal 

(Matsumoto et al., 1993).  

ii. La régulation par les hydrates de carbones 

L’exposition aiguë ou chronique au fructose alimentaire entraine une augmentation des 

quantités d’ARNm de GLUT-5 et de leur traduction de novo dans l’intestin proximal chez le 

rat adulte et chez l’Homme (Douard & Ferraris, 2008, 2013; Jiang & Ferraris, 2001), 

contribuant ainsi à l’absorption accrue de fructose (Cui et al., 2004; Patel, Douard, Yu, Gao, et 

al., 2015). Tandis que les rats nouveau-nés n’expriment quasiment pas le transporteur GLUT-

5 dans l’intestin pendant l’allaitement et le sevrage, l’introduction précoce au fructose dans la 

lumière intestinale conduit à l’augmentation de son expression et de son activité (Cui et al., 

2005). Les nombreux travaux réalisés par Patel, Douard et al, montrent (i) que GLUT-5 est le 

principal transporteur responsable de l’absorption du fructose dans l’épithélium intestinal, (ii) 

que la régulation de l’expression génique/protéique de GLUT-5 est médiée par l’absorption et 

le métabolisme du fructose, et dépend d’un adressage normal de GLUT-5 vers la membrane 

apicale et, (iii) que l’expression de GLUT-5 est induite par l’apport de fructose luminal suite à 

un gavage, un régime alimentaire ou une perfusion in vivo dans l’intestin grêle proximal 

(Douard et al., 2008; Patel, Douard, Yu, Gao, et al., 2015). Enfin, ce processus de régulation 

est rapide, les quantités d’ARNm codant GLUT-5 augmentant dans les 2h suivant l’exposition 

du jéjunum au fructose chez le rat adulte perfusé (Kishi, Takase, et al., 1999).  

 

Bien que les mécanismes moléculaires responsables de l’induction de GLUT-5 par le 

fructose dans les entérocytes restent peu documentés, un élément de réponse au facteur de 

transcription ChREBP a récemment été identifié sur le promoteur du gène slc2a5 au niveau 

d’une région intronique sur le chromosome 2 (Kim et al., 2017; Oh et al., 2018). Par ailleurs, il 

a été démontré que la dexaméthasone (un analogue des glucocorticoïdes) potentialisait 

l’expression intestinale de GLUT-5 en réponse à une perfusion de fructose chez les rats 

nouveau-nés in vivo (Douard et al., 2008). Les mécanismes de régulation de l’expression de 

GLUT-5 par les glucocorticoïdes semblent toutefois indirects et impliquent la translocation 

nucléaire de leurs récepteurs (GR) (Douard et al., 2008).  
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b. Le métabolisme du fructose et sa régulation 

Tandis que le foie a longtemps été considéré comme le tissu principal du métabolisme 

du fructose et l'intestin grêle comme un organe transportant passivement le fructose vers la 

circulation sanguine, une étude récente est venue renverser ce dogme (Jang et al., 2018). Celle-

ci démontre en effet par le biais d’une technique de traçage isotopique et de prélèvements 

sanguins artériel et veineux chez la souris, que le fructose luminal est majoritairement (90%) 

métabolisé dans l’intestin grêle suite à l’administration orale de doses modérées de fructose 

(<0.5g kg−1), tandis que des quantités élevées (≥1g kg−1) entrainent une saturation de 

l’absorption et du catabolisme intestinal du fructose, le surplus de fructose non métabolisé étant 

alors déversé directement par l’intestin dans la veine porte (>30%) (Jang et al., 2018). 

 

Comme l’absorption, le métabolisme du fructose a lieu principalement dans 

l’épithélium intestinal au niveau du jéjunum où les enzymes fructolytiques sont le plus 

exprimées (Hannou et al., 2018). Après son captage par les cellules épithéliales intestinales, le 

fructose intracellulaire est rapidement phosphorylé en fructose-1-phosphate (F1P) par la KHK, 

aussi appelée fructokinase. La KHK existe sous deux formes : la KHK-A et KHK-C. La KHK-

C, principalement exprimé dans le foie, l’intestin et le rein, présente une affinité pour le fructose 

de 10 fois supérieure à celle de KHK-A (Asipu et al., 2003). Par la suite, l’aldolase B (AldoB) 

catalyse, à partir de F1P, la formation de deux métabolites intermédiaires : le glycéraldéhyde 

(GA) et le dihydroxyAcétone phosphate (DHAP). Seul le DHAP peut entrer dans la voie de la 

glycolyse après isomérisation en glycéraldéhyde-3-phosphate (GA-3P), tandis que le 

glycéraldéhyde est phosphorylé par la triokinase (TKFC) en GA-3P (Mavrias & Mayer, 1973; 

Merino et al., 2019). Par ailleurs, le fructose peut être converti en glucose dans l’intestin selon 

des voies métaboliques identiques à celles du foie (Figure 8) (Ginsburg & Hers, 1960; Rippe 

& Angelopoulos, 2013). Une conséquence de la fructolyse est donc une déplétion rapide des 

niveaux intracellulaires d'ATP dans les cellules épithéliales intestinales (Mayes, 1993). Quant 

au fructose non métabolisé, il est libéré à travers la membrane basolatérale dans la circulation 

sanguine via son transport par GLUT-2. 

 

Tandis que la vitesse de métabolisation du fructose n’a été que peu documentée dans 

l’intestin (Hannou et al., 2018; Jang et al., 2018; Tappy & Lê, 2010), celle-ci est supérieure à 

celle du glucose dans le foie, l’intestin et le pancréas, où l’activité de la KHK est plus importante 

que celle de l’hexokinase ou de la glucokinase (Giroix et al., 2006). D’autre part, contrairement 
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à la glycolyse, le catabolisme hépatique du fructose contourne l’un des sites de contrôle le plus 

important de la glycolyse et de la néoglucogenèse faisant intervenir la phosphofructokinase et 

la fructose-1,6-bisphosphatase et limitant le flux glycolytique hépatique. La fructolyse ne 

subissant pas de rétro-inhibition de la phosphofructokinase par l’ATP et le citrate, le 

catabolisme hépatique du fructose est donc beaucoup plus rapide que celui du glucose.  

 

De façon intéressante, l'expression intestinale en ARNm d’enzymes impliquées dans le 

métabolisme glycolytique et fructolytique (G6Pase, FBPase-1, KHK, AldoB, TKFC) est 

significativement augmentée après l’administration orale de fructose chez la souris ou le rat 

nouveau-né (Cui et al., 2004; Patel, Douard, Yu, Gao, et al., 2015; Patel, Douard, Yu, 

Tharabenjasin, et al., 2015). De plus, le métabolisme intestinal partiel ou total du fructose est 

nécessaire à la régulation de l’expression intestinale du transporteur GLUT-5. Ainsi, la 

perfusion intestinale de 3-O-méthylfructose, un analogue non métabolisable du fructose, est 

incapable d’induire l’expression et l’activité de GLUT-5 dans l’intestin grêle du rat (Jiang & 

Ferraris, 2001). De même, le blocage du métabolisme intracellulaire du fructose dans un modèle 

de souris délétées pour le gène codant la KHK (KHK-/-) inhibe l’expression génique de     

GLUT-5 induite par le fructose et son absorption intestinale (Patel, Douard, Yu, Tharabenjasin, 

et al., 2015), prévenant ainsi de l’hyperglycémie induite par le fructose mais conduisant à une 

hyperfructosémie (>1mM) (Patel, Sugimoto, et al., 2015). Par ailleurs, le glycéraldéhyde, un 

intermédiaire du métabolisme du fructose, induit une augmentation de l’absorption du fructose 

mais sans en modifier l'expression de son gène slc2a5 chez la souris, suggérant une 

augmentation de l’activité de GLUT-5 (Patel, Douard, Yu, Gao, et al., 2015; Patel, Douard, Yu, 

Tharabenjasin, et al., 2015). 

 

L’ensemble de ces données indique que l’action coordonnée du transporteur GLUT-5 

et de la KHK assure l’optimisation du transport et du métabolisme intestinal du fructose 

luminal. Ce système étant saturable, il dépend étroitement des quantités de fructose 

alimentaires. 

c. L’intolérance au fructose 

En conditions physiologiques, la capacité de l’intestin à absorber le fructose est 

saturable et varie entre 5 à 50 grammes de fructose ingéré en une seule prise (Groen, 1937) et 

jusqu’à une totalité d’environ 4800 grammes par jour chez l’Homme (Crane, 1975). En cas de 

surcharge en fructose alimentaire, l’excédent de fructose non absorbé par l’intestin génère une 
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charge osmotique dans l’intestin distal et le colon causant des symptômes intestinaux (Major et 

al., 2017; Rumessen & Gudmand-Hoyer, 1986). De manière intéressante, l’absorption 

incomplète du fructose est associée à diverses symptômes, tels que des crampes abdominales 

et des diarrhées (Kneepkens et al., 1984; Ravich et al., 1983). Cette malabsorption est 

particulièrement sévère lorsque le fructose est ingéré seul, sans glucose. En clinique, la 

malabsorption du fructose est défini par une augmentation des niveaux d’hydrogène et/ou de 

méthane émis (≥20 ppm (parts per million)) par la respiration après l’ingestion d’une charge 

orale de fructose (Romagnuolo et al., 2002). Chez les patients souffrant d’intolérance au 

fructose, l’expression intestinale des gènes codant GLUT-5 et GLUT-2 n’est pas altérée 

(Wilder-Smith et al., 2014). Cependant, plusieurs altérations génétiques à transmissions 

autosomiques récessives conduisent à une déficience en fructokinase (Essentiel fructosoria), en 

FBP1-ase (FBP1-ase deficiency) et en AldoB (Hereditary fructose intolerance). Ces maladies 

sont caractérisées par des symptômes cliniques et des anomalies biochimiques variables suivant 

le type d’altération mais conduisant toutes à une intolérance héréditaire au fructose (Tran, 

2017).  

 

Par ailleurs, une consommation excessive de fructose entraîne une augmentation des 

concentrations de fructose dans la veine porte, stimulant ainsi la néoglucogenèse et la synthèse 

de lipides hépatiques, des voies métaboliques associées au syndrome métabolique et au 

développement de la stéatose hépatique non alcoolique (NAFLD), à l'obésité et au diabète de 

type 2 (Dhingra et al., 2007; Jegatheesan & De Bandt, 2017b; Stanhope et al., 2009). Bien qu'il 

existe de plus en plus de preuves épidémiologiques et expérimentales liant la consommation de 

fructose aux maladies métaboliques, la contribution relative du fructose à ces pathologies reste 

controversée (Van Buul et al., 2014), et bien souvent présentée comme une corrélation plutôt 

qu’une causalité (Cargnin-Carvalho et al., 2020; Chan et al., 2019).  

 

4. Les glucides et le microbiote intestinal 

a. La composition et la répartition du microbiote gastro-intestinal 

Chez l’Homme, le microbiote intestinal est composé de 1014 micro-organismes répartis 

en 4 phyla bactériens principaux : les Firmicutes, les Bactéroidetes, les Actinobacteria et les 

Proteobacteria, principalement des bactéries anaérobies (Figure 20).  
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Figure 20 : Représentations phylogénétiques des microbiotes intestinaux 
chez l’Homme et la souris  

 
D’après et Cheng et al., 2011 et Ley et al., 2005  

 
(A) : Arbre phylogénétique représentant le microbiote intestinal humain composé 

majoritairement de deux embranchements : les Firmicutes (60-80%) et les 

Bacteroidetes (15-30%). Les autres phyla majoritaires sont représentés par les 

Proteobacteria et les Actinobacteria. (B) : Arbre phylogénétique comparant les 
microbiotes fécaux humain et murin, et révélant des proportions similaires dans la 

répartition des phyla bactériens. 
 

A 

B 
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Les deux premiers groupes représentent ensemble 90% de la totalité des bactéries de la 

flore commensale (Cheng et al., 2011). La métagénomique a permis de dénombrer, à partir 

d’échantillons fécaux humains, l’existence d’approximativement 1150 espèces bactériennes 

différentes, chaque individu en hébergeant environ 160 (Qin et al., 2010). Le microbiote est 

aussi composé de virus, de champignons, d’archées et d’eucaryotes unicellulaires (Gevers et 

al., 2012). La colonisation bactérienne du tube digestif commence immédiatement après la 

naissance et dépend du mode d’accouchement, du type d’allaitement (naturel ou artificiel) et 

de l’environnement (hôpital, personnel soignant, peau). Les caractéristiques maternelles tels 

que l’âge, l’alimentation, le microbiote vaginal et la prise de médicaments (antibiotiques) ont 

aussi leur importance (Figure 21) (Albenberg & Wu, 2014; Arrieta et al., 2014). 

 

La répartition du microbiote varie qualitativement et quantitativement le long du tractus 

gastro-intestinal, notamment en fonction des variations de pH, du péristaltisme intestinal, de la 

condition médicale et de l’âge de l’hôte (Adak & Khan, 2019) : 

 

- L’estomac est un compartiment très acide (pH=1-2) lui conférant une certaine stérilité 

à l’exception de quelques bactéries telles que Helicobacter pylori capables d’y 

proliférer. La densité bactérienne dans l’estomac est donc plutôt faible (103 Unité 

Formant Colonie/mL) (UFC/mL). 

 

- Dans l’intestin grêle, le pH variant entre 5,7 dans le duodénum et 7,7 dans l’iléon, la 

quantité de bactéries suit un gradient croissant (103-9 UFC/mL) suivant l’axe antéro-

postérieur. Cependant, les bactéries aérobies diminuent progressivement le long de cet 

axe au détriment des bactéries anaérobies, en conséquence du transit intestinal qui 

contribue au ralentissement de la croissance bactérienne. Les formes bactériennes 

présentes sont les genres Lactobacillus, Enterococcus, Clostridius du phylum 

Firmicutes et les Escherichia du phylum Proteobacteria ainsi que les Bacteroïdes du 

phylum Bactéroidetes. 

 

- Au niveau du colon, le pH neutre variant entre 5,7 et 6,8, la charge bactérienne y est la 

plus grande (jusqu’à 1012 UFC/mL) et les bactéries qui y résident sont essentiellement 

anaérobies. On retrouve des bactéries du phylum Firmicute du genre Clostridium, 

Lactobacillus, Streptococcus, Ruminococcus et Eubacterium ; avec des espèces telles 

que les Pepstreptococcus.  



  

 
 

100 

 

 

 

 

 

 

 

 

Bébé

Enfant

(~ 3 ans)

§ Mode d’accouchement
§ Environnement du lieu de 

naissance
§ Exposition aux antibiotiques
§ Lait maternel vs lait artificielNouveau-né

Caractéristiques maternelles:
§ Âge gestationnel
§ Type d’alimentation
§ Microbiote vaginal
§ Prise d’antibiotique

§ Environnement familial
§ Antibiothérapie
§ Hygiène sanitaire
§ Lait maternel vs lait artificiel
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§ Environnement familial
§ Localisation géographique
§ Antibiothérapie
§ Hygiène alimentaire et sanitaire

In utero

Figure 21 : Développement du microbiote intestinal 

Le microbiote intestinal s’établit dès la naissance. Le nouveau-né est colonisé 

par le microbiote vaginal et fécal de la mère s’il vient au monde par voie basse 

ou par celui de la peau maternelle et du personnel hospitalier en cas de 

césarienne. En fonction du type d’alimentation (lait maternel ou artificiel), de 

l’environnement familial (gestes affectifs, baisers etc…), de l’hygiène, du lieu 

de vie, de la prise ou non d’antiobiotique, le microbiote du bébé se développe et 

se stabilise chez l’enfant vers l’âge de 3 ans. Ainsi, depuis la naissance à 

l’enfance, l’abondance et la diversité du microbiote augmente progressivement. 
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Y réside aussi des bactéries du genre Bacteroïdes du phylum Bacteroïdetes, et des genres 

Bifidobacterium et Propionibacterium du phylum des Actinobactéries (Figure 22). 

b. Les fonctions du microbiote intestinal 

Le microbiote intestinal exerce de multiples fonctions essentielles au maintien de la 

santé de l’organisme : i) il assure une fonction métabolique en participant activement au 

processus de digestion via la fermentation d’aliments non digestibles et en produisant certaines 

vitamines (K, B12…), ii) il protège l’intestin en empêchant sa colonisation par des bactéries 

pathogènes et enfin, iii) il contribue de près à renforcer le système immunitaire.  

i. Un rôle nutritionnel et métabolique 

Les fibres alimentaires non digérées par l’intestin grêle sont prises en charge par la flore 

colique. À la différence des cellules de l’hôte, ces bactéries expriment en effet des enzymes 

capables de métaboliser et de fermenter ces résidus alimentaires non digestibles, dont les 

métabolites ainsi générés sont utilisés par l’hôte. Ces enzymes sont regroupées sous le terme de 

CAZymes (enzymes that cleave complex carbohydrates) (Cantarel et al., 2012). Ce processus 

de fermentation conduit notamment à la production de gaz intestinaux utilisés ou libérés par 

l’hôte et d’acides gras à chaines courtes (AGCC) dont les principaux sont l’acétate, le 

propionate et le butyrate (Flint et al., 2015). L’acétate et le propionate sont principalement 

transportés vers la circulation sanguine et serviront de précurseurs pour la synthèse du glucose 

et la synthèse des acides/du cholestérol respectivement par les organes périphériques (Den 

Besten et al., 2013). 

 

o Métabolisme des glucides 

 

Le butyrate constitue la première source d’énergie des colonocytes et son absence 

conduit à leur apoptose (Vanhoutvin et al., 2009). Il a en effet été démontré que le butyrate 

stimule la néoglucogenèse dans l’intestin en augmentant l’expression des gènes codant pour les 

enzymes de cette voie métabolique (G6Pase, PCK1), influençant ainsi positivement le 

métabolisme de l’hôte en participant au maintien de l’homéostasie glucidique et énergétique. 

Chez les souris nourris avec un régime enrichi en butyrate, il a été observé une diminution du 

poids corporel, de la glycémie basale et une amélioration de la tolérance du glucose et de la 

sensibilité à l’insuline comparé aux souris contrôles mises sous régime standard (De Vadder et 

al., 2014).  
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Figure 22 : Représentation schématique de la distribution et de l’abondance du 
microbiote intestinale le long du tractus gastro-intestinal 

 
Cette figure illustre la composition et la proportion des bactéries le long du tractus gastro-

intestinal. Dans l’estomac, le milieu est oxygéné et acide, dans l’intestin grêle ces deux 

paramètres se raréfient, tandis que dans le colon le milieu est exempt d’oxygène et le pH est 
neutre.  
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De plus, le butyrate est essentiel à l’oxydation mitochondriale des cellules épithéliales 

(Byndloss et al., 2017) et il exerce des effets anti-tumoraux en inhibant la  prolifération 

cellulaire et en induisant l’apoptose des cellules cancéreuses (Gonçalves & Martel, 2013; Louis 

et al., 2014). 

 

o Métabolisme des gaz 

 

L’hydrogène est le gaz principalement produit pendant le processus de fermentation 

colique (Levitt & Bond, 1970). Il peut être excrété par voie pulmonaire via la respiration ou par 

voie rectale mais la majorité est métabolisé par des bactéries anaérobies strictes de la flore 

intestinale dites hydrogénotrophes (Christl et al., 1992). Il existe ainsi trois types de 

transformation : les espèces bactériennes méthanogènes qui produisent du méthane, les 

bactéries acétogènes qui produisent de l’acétate et les bactéries sulfatoréductrices qui 

produisent des sulfures (Rowland et al., 2018). 

 

o Métabolisme des minéraux et des vitamines 

 

Bien qu’une grande majorité des vitamines proviennent de l’alimentation, le microbiote 

contribue à la synthèse de certaines vitamines parfois déjà abondantes dans l’alimentation telles 

que les vitamines B1, B2, B5, B8 et B9. Les enzymes nécessaires à la synthèse de la cobalamine 

(B12) ne sont exprimées que chez les bactéries. Aussi, il a été estimé qu’environ 50% des 

besoins journaliers requis en vitamine K était fournis par le microbiote intestinal (Hill, 1997).  

La revue de Katarzyna Skrypnik et Joanna Suliburska regroupe l’ensemble des études réalisées 

chez l’animal et l’Homme qui démontrent les interactions du microbiote intestinal avec les 

minéraux (fer, calcium, magnésium, zinc, sélénium, cuivre, argent) et son implication dans leur 

métabolisme (Skrypnik & Suliburska, 2018). Enfin, le microbiote intestinal, les probiotiques et 

les prébiotiques facilitent l’absorption des minéraux, notamment du fer (González et al., 2017) 

et du calcium (Whisner et al., 2014, 2016). 

ii. L’influence du microbiote sur l’absorption des 
monosaccharides 

Une étude comparative de souris axéniques et conventionnelles a révélé que la présence 

du microbiote améliorait l’absorption intestinale du glucose (Backhed et al., 2004). En effet, 

les souris exemptes de germes ayant subi un transfert de microbiote provenant du cæcum de 
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souris conventionnelles, présentaient une hyperglycémie associée à une hyperinsulinémie, 

conduisant à une augmentation de l’activité hépatique des facteurs de transcription lipogéniques 

ChREBP et SREBP-1c (Backhed et al., 2004). Bien que l’identité des espèces bactériennes 

responsables de l'augmentation de l'absorption intestinale du glucose n’a pas été démontrée, le 

mécanisme à l’origine de cette amélioration impliquerait une augmentation de l’expression des 

transporteurs du glucose. Ainsi, la colonisation de souris exemptes de germes avec Bacteroides 

Thetaiotaomicron, augmente l’expression génique du transporteur SGLT-1 (Hooper, 2001). 

Enfin, une autre étude chez des souris gnotobiotiques colonisées par Clostridium Ramosum, 

démontre l’augmentation spécifique du transporteur GLUT-2 dans le jéjunum et l’iléon, mais 

pas de GLUT-5 (Woting et al., 2014). 

iii. Un rôle de protection et immunitaire 

Le microbiote assure la protection de l’intestin via la production de composés 

antimicrobiens tels que les bactériocines, en stimulant la synthèse de peptides antimicrobiens 

par les cellules de l’épithélium intestinal tels que les défensines, les cathélicidines et les lectines 

de type L. Ces peptides reconnaissent en effet la structure des bactéries pathogènes et 

conduisent à leur élimination (i) en perméabilisant leur membrane bactérienne, (ii) en inhibant 

leur capacité d’adhérer et de coloniser les cellules épithéliales intestinales, (iii) en induisant leur 

phagocytose et, (iiii) en stimulant la production d’IgA sécrétoires et la sécrétion de cytokines 

par les macrophages (Jandhyala et al., 2015; Sahly et al., 2008). Par ailleurs, il existe une 

compétition pour l’accès aux nutriments et aux sites d’adhérence des cellules épithéliales entre 

les organismes pathogènes et les bactéries commensales. Certaines bactéries comme 

Escherichia coli luttent contre ces pathogènes en sécrétant des bactériocines au rôle anti-

bactérien et anti-inflammatoire (Zheng et al., 2020). 

 

De façon intéressante, dans l’intestin grêle de souris axéniques, exemptes de micro-

organismes, la présence de villosités allongées et amincies est associée à une perméabilité 

intestinale réduite et des niveaux circulants diminués d’endotoxines bactériennes telles que le 

lipopolysaccharide comparativement aux souris conventionnelles (Bäckhed, 2012; Cani et al., 

2008). Par ailleurs, le microbiote permet le développement et la maturation du système 

immunitaire et participe à la fois à la régulation de la réponse immunitaire innée et adaptative 

(Purchiaroni et al., 2013).  
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c. L’influence de l’alimentation sur le microbiote intestinal 

Le régime alimentaire est un régulateur majeur du microbiote intestinal, comme 

l’illustre la diversification du microbiote suite à un régime riche et varié. Des modifications du 

régime alimentaire entraînent ainsi un changement rapide et spécifique de la flore intestinale 

induisant l’apparition de profils fonctionnels bactériens très spécialisés du type de régime 

alimentaire (Maslowski & MacKay, 2011).  

 

Chez la souris, l’analyse du séquençage du microbiote cæcal de souris nourries avec un 

régime riche en graisses et en glucides, à l’origine du développement d’une obésité, a mis en 

évidence une diminution globale de la diversité bactérienne, avec notamment une diminution 

des Bacteroidetes et une augmentation des Firmicutes (de classe Mollicutes) (Turnbaugh et al., 

2008). Enfin, une étude a souligné qu’un régime riche en graisses déterminait la composition 

du microbiote intestinale indépendamment de l’obésité, soulignant le rôle fondamental de la 

composition alimentaire dans le déterminisme de la flore commensale (Hildebrandt et al., 

2009). 

 

De nombreuses données épidémiologiques et études cliniques ont déjà démontré 

l’implication d’une consommation excessive d’hydrates de carbone dans le développement de 

maladies métaboliques (diabète de type 2, obésité etc…) (Stanhope, 2016). Afin de déterminer 

les conséquences de la consommation d’un régime riche en monosaccharides (glucose ou 

fructose) sur le microbiote intestinal, des chercheurs ont comparé des souris soumises à un 

régime contenant 65% d’hydrates de carbone (85% glucose (HG) ou 85% fructose (HF) et 15% 

de saccharose) à un régime standard (58% carbohydrates). Les résultats obtenus indiquent que 

les souris des groupes HG et HF présentent une hyperglycémie, une augmentation de la masse 

du tissu adipeux blanc épididymal et une dyslipidémie, sans modification du poids corporel 

comparées aux souris sous régime standard. De façon intéressante, les souris HG et HF ont une 

perte de la diversité microbienne intestinale similaire avec des proportions réduites de 

Bacteroidetes (en particulier l’espèce Muribaculum intestinale) et accrues de Proteobacteria (en 

particulier l’espèce Desulfovibrio vulgaris), en parallèle d’une hyperperméabilité intestinale 

caractérisée par une altération des protéines des jonctions serrées (occludine, ZO1) et d’une 

inflammation intestinale (interleukine 1 β , IL1-β, tumor necrosis factor-ɑ, TNF-ɑ), tous 

précurseurs d’une endotoxémie métabolique (Do et al., 2018).  
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d. La dysbiose intestinale au cours des maladies métaboliques  

Une dysbiose intestinale peut résulter d’un excès de microorganismes délétères et/ou 

d’une défaillance en bactéries bénéfiques pour l’organisme. Une altération du microbiote est 

d’ailleurs souvent associée à l’augmentation des risques cardiométaboliques (Kazemian et al., 

2020). De manière intéressante, le séquençage du microbiote caecal de souris obèses ob/ob a 

révélé une nette diminution de l’abondance des Bacteroidetes (50%) et une augmentation 

proportionnelle des Firmicutes (Ley et al., 2016). Par ailleurs, le transfert de la flore fécale de 

souris conventionnelles sous régime standard à des souris axéniques entraîne une augmentation 

de 60% de la masse graisseuse et provoque en 14 jours une insulinorésistance malgré la baisse 

de la prise alimentaire (Backhed et al., 2004), suggérant que le microbiote intestinal puisse 

participer au métabolisme de l’hôte. Ainsi, les souris axéniques sont protégées contre le 

développement d’une obésité lorsqu’elles sont soumises à un régime riche en graisses et en 

sucres (Bäckhed et al., 2007) et la transplantation de microbiote fécal de souris obèses 

(donneuses) à des souris maigres axéniques (réceptrices) entraîne l’implantation du phénotype 

obèse dans ces dernières (Turnbaugh et al., 2006). Tandis que ces données semblaient 

difficilement reproductibles car étroitement dépendantes de la souche murine utilisée et de la 

composition des régimes alimentaires, l’influence de différents régimes sur le développement 

de l’obésité a été étudiée en fonction du microbiote intestinal. Ainsi, l’absence de microbiote 

ne prédestine pas toujours au développement d’une obésité nutritionnelle (Fleissner et al., 

2010). Bien que les souris axéniques nourries avec un régime occidental présentent une masse 

grasse moins élevée que les souris conventionnelles nourries avec le même régime, l’utilisation 

d’un régime riche en graisses semi-synthétiques (proportions en macronutriments identiques 

mais composé d’ingrédients différents) montre que les souris axéniques présentent un 

phénotype opposé (gain de poids corporel et masse grasse supérieure à celle des souris 

conventionnelles), indiquant que les souris axéniques ne sont pas protégées de manière absolue 

contre l’obésité induite par une alimentation riche en graisses et en hydrates de carbone 

(Fleissner et al., 2010).  

 

Plusieurs études démontrent que l’altération du microbiote intestinal chez les patients 

obèses est compensée suite à une chirurgie bariatrique, comme en atteste l’abondance réduite 

des Firmicutes et accrue des Proteobacteria et des Bacteroidetes (Cani et al., 2012). Enfin, la 

supplémentation en fibres d’oligofructose, en modifiant la composition bactérienne, semble être 

bénéfique chez des sujets obèses car elle permet d’améliorer la tolérance au glucose, notamment 
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en modulant la production des entéropeptides (Cani et al., 2004; Delzenne et al., 2005). Chez 

la souris obèse, l’utilisation de prébiotiques diminue en effet l’hyperperméabilité intestinale, 

réduit l’inflammation systémique et hépatique et l’insulinorésistance par un mécanisme 

dépendant du GLP-2 (Cani et al., 2009). Chez des rats nourris avec un régime riche en graisses 

ou des rats diabétiques traités avec de la streptozotocine, les prébiotiques améliorent la fonction 

incrétine en augmentant les niveaux d’ARNm codant le proglucagon, les contenus intestinaux 

et les niveaux circulants de GLP-1, prévenant ainsi l’augmentation de la prise alimentaire et le 

gain de poids (Cani et al., 2006; Cani et al., 2004, 2005, 2007; Delzenne et al., 2007). 
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Chapitre 4 : Le facteur de transcription 

ChREBP 

I. La structure protéique de ChREBP et ses isoformes 

1. L’identification de la protéine ChREBP  

Les effets transcriptionnels induits par le glucose ont longtemps été étudiés et plusieurs 

éléments de réponse au glucose (ChoRE) ont été identifiés dans les promoteurs des gènes de 

la lpk et fas. Ces séquences ChoRE sont composées de deux motifs E-box (CACGTG) séparés 

par 5 nucléotides (Rufo et al., 2001; Shih et al., 1995). Plusieurs facteurs de transcription ont 

été proposés comme potentiels candidats se liant à ces séquences ChoRE, tels que les membres 

de la famille USF (upstream stimulatory factors) (Vaulont et al., 2000) ou la protéine COUP-

TFII (chicken ovalbumin upstream promotor-transcription factor II) (Lou et al., 1999). Ce n’est 

qu’en 2001, que le groupe d’Uyeda a purifié une protéine capable de lier en réponse au glucose 

le ChoRE situé sur le promoteur du gène codant la LPK, à partir d’extraits nucléaires de foie 

de rats renourris pendant 24h avec un régime riche en hydrates de carbone (suite à un jeûne de 

48h). Cette protéine de 864 acides aminées nommée carbohydrate response element binding 

protein (ChREBP) (Yamashita et al., 2001) est un facteur de transcription à motifs basiques 

hélice-boucle-hélice et à glissière à leucines (bHLHZip) appartenant à la superfamille 

Myc/Max/Mad (Grandori et al., 2000). Initialement, ChREBP a été identifié sous deux noms : 

(i) MondoB (Billin et al., 2000), car il contient dans sa partie N-terminale la région conservée 

mondo-conserved regions (MCR) et (ii) williams-beuren syndrome chromosomal region 14 

(WBSR14) (Cairo et al., 2001), un gène codant un facteur de transcription de la superfamille 

Myc/Max/Mad et délété dans le syndrome williams-beuren, une maladie génétique rare du 

développement affectant plusieurs organes (le cœur, le cerveau et la peau) et conduisant à une 

intolérance au glucose et un diabète (Cherniske et al., 2004; De Luis et al., 2000).  

Les homologues de ChREBP appartiennent à la famille Mondo et sont présents autant 

chez les nématodes (Caenorhabditis. elegans) que les insectes (Drosophila. melanogaster) et 

les mammifères (Homo sapiens).  
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Figure 23 : Structure et domaines protéiques de ChREBP 

D’après Gaëlle Filhoulaud et al., 2013 

 

. 
A. ChREBP-α est une protéine de 864 AA, appartenant à la famille des facteurs de 

transcription à domaine b-HLH-LZ permettant leur fixation à l’ADN. ChREBP contient 
plusieurs domaines fonctionnels : 1) Partie N-ter : un signal de localisation nucléaire NLS, 
un signal d’exportation nucléaire NES1/2, permettant son importation vers le noyau en 
présence de fortes concentrations de glucose ; le tout constitue la région conservée de 
Mondo (MCR I-V), contenant 5 motifs MCR; 2) Partie N-ter : le domaine inhibiteur du 
glucose (LID) et l’élément de réponse conservé en réponse au glucose (GRACE), compose 
le senseur du glucose GSM ; L’activité du domaine LID augmentée en condition de fortes 
concentrations de glucose, assure l’inhibition de l’activité transactivatrice de ChREBP 
conféré par le domaine GRACE,. 3) Partie C-ter : le domaine b-HLH suivi d’un domaine 

ZIP-like permet sa fixation aux promoteurs des gènes cibles possédant la séquence 
consensus ChoRE ; 4) Partie centrale : un domaine Polyproline, 3 sites cibles de 
phosphorylation (Ser196, Ser626 et Thr666) pour la PKA importants dans l’activation de 
ChREBP. 
 

B. ChREBP-β est une protéine de 687 AA, dépourvue des 196 AA N-terminaux contenant les 
séquences NLS et NES2 et le domaine LID, est constitutivement active indépendamment 
de la concentration en glucose. 

 
Nuclear export signals (NES1/2); Nuclear localization signal (NLS); Mondo conserved region 

(MCR); Low glucose inhibitory domain (LID); Glucose response conserved element (GRACE); 

basic Helix-Loop-Helix Leucine Zipper (b-HLH-LZ) ; Leucine- zipper like domain (ZIP-like). 
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Dans cette famille, deux gènes paralogues ont été identifiés chez les vertébrés : mlx 

interacting protein like (mlxipl) localisé sur le chromosome 12, le bras q et dans la région 24.31 

(12q24.31) qui code la protéine MondoB/ChREBP et mlx interacting protein (mlxip) présent 

sur le chromosome 7, le bras q et dans la région 11.23 (7q11.23) qui code la protéine MondoA 

(919 AA). Un seul gène code la protéine MondoB/ChREBP chez les espèces non vertébrés 

(Singh & Irwin, 2016). Bien que ces deux protéines possèdent des similarités de structure, 

l’activité de ChREBP a été principalement impliquée dans l’activation de la lipogenèse de novo 

hépatique et adipocytaire, tandis que MondoA contribue à l’utilisation énergétique du glucose 

dans le muscle (Davies et al., 2008; Sans et al., 2006). 

1. Les structures géniques et protéiques de ChREBP  

Structurellement, ChREBP est hautement conservé parmi les espèces. L’analyse 

fonctionnelle de sa séquence protéique révèle ainsi l’existence à son extrémité N-terminale 

(entre les nucléotides 1 à 251) d’un domaine GSM (glucose sensing module) conservé au sein 

des membres de la famille Mondo. Cette région constitue des mondo conserved region (MCR 

I à V) qui sont des motifs conservés (Singh & Irwin, 2016). Le GSM est divisé en deux 

domaines : le low glucose inhibitory domain (LID) et le Glucose response activation conserved 

element (GRACE) (Li et al., 2006). Tandis que le domaine GRACE confère à ChREBP ses 

capacités transactivatrices, le LID les bloque en présence de faibles concentrations de glucose 

extracellulaire. Au sein du domaine LID, une séquence de localisation nucléaire (NLS) N-

terminale et deux séquences d’export nucléaire (NES1, NES2) permettent son interaction avec 

les importin α et les protéines chromosomal maintenance 1 (CRM1), aussi appelées exportin 1 

ou protéine 14-3-3, respectivement (Sakiyama et al., 2008). Dans la partie C-terminale, un 

domaine b-HLH (b-HLH-LZ) (entre les nucléotides 660 à 736) assure la fixation de 

ChREBP à l’ADN au niveau de séquences consensus ChoRE sous forme d’un hétéro-tétramère 

avec son partenaire max-Like Protein (MLX) (Yamashita et al., 2001). La liaison de ChREBP 

à MLX est indispensable pour médier une réponse transcriptionnelle. Plusieurs modifications 

post-traductionnelles (phosphorylations, acétylation, O-GlcNAcylation, hydroxylation) 

participent également à la régulation de son activité transcriptionnelle et de sa localisation 

subcellulaire. Ce domaine est suivi d’un domaine leucine zipper-like (Zip-like) (entre les 

nucléotides 807 à 847) et dans la partie centrale se trouve un domaine Polyproline (entre 

les nucléotides 387 à 597) permettant à la protéine de s’associer à ses cofacteurs et de se lier à 

l’ADN (Figure 23) (Filhoulaud et al., 2013; Fukasawa et al., 2010). De nouvelles fonctions ont 

été récemment attribuées au domaine riche en Proline, dont l’hydroxylation du résidu Pro536 
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contribue à l’activité transactivatrice de ChREBP dans le foie (Heidenreich et al., 2020) (voir 

ce chapitre, partie II.5). 

En 2012, Herman et al ont mis en évidence dans le tissu adipeux une isoforme courte 

de ChREBP, ChREBP-β (687 AA). L’isoforme longue (ChREBP), rebaptisée ChREBP-α 

(864 AA), est produite à partir du site d’initiation de la transcription localisé dans l’exon 1a. 

ChREBP-β est quant à lui transcrit à partir de l’exon 1b dont le promoteur alternatif est localisé 

à 17kb en amont de l’exon 1a du gène mlxipl. L’ARNm codant ChREBP-β subit un épissage 

de l’exon 1b à l’exon 2 et sa traduction à partir du codon ATG dans l’exon 4 (Herman et al., 

2012) produit une protéine ChREBP tronquée du domaine LID, lui conférant ainsi une activité 

constitutive  (Filhoulaud et al., 2013; Li et al., 2006) (voir ce chapitre, partie III.1). 

 

II. La régulation nutritionnelle de ChREBP : importance des 

modifications post-traductionnelles et allostériques 

Bien que la régulation de ChREBP par le glucose ne soit pas complètement élucidée, il 

a été mis en évidence que celle-ci impliquait une translocation nucléaire, des changements 

conformationnels induits par les métabolites de la glycolyse et des modifications post-

transcriptionnelles. 

1. L’activation de ChREBP par les métabolites issus du métabolisme du glucose 

 
L’augmentation postprandiale des concentrations circulantes de glucose conduit, dans 

le foie, à l’activation de la glycolyse au cours de laquelle sont synthétisés différents métabolites 

tels que le xylulose-5-phosphate (X5P) et le glucose-6-phosphate (G6P) (voir chapitre 2, partie 

I.2) (Figure 8).  

 

L’un des premiers modèles proposés pour l’activation de ChREBP par le glucose repose 

sur un mécanisme de régulation de sa déphosphorylation par la protéine phosphatase 2A 

(PP2A), qui contrôle sa localisation subcellulaire, sa liaison à l’ADN et donc son activité 

transcriptionnelle sur ses gènes cibles. En effet, le groupe d’Uyeda a observé une activité élevée 

de protéines phosphatase dans des extraits cytosolique et nucléaire de foie issus de rats nourris 

avec un régime riche en hydrates de carbone. Dans cette étude, les auteurs ont proposé le 

xylulose-5-phosphate (X5P) comme l’intermédiaire clef de l’activation de ChREBP 
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(Kabashima et al., 2003). Le X5P est un métabolite de la voie des pentoses phosphates, 

responsable de l’activation de la PP2A, qui assure la déphosphorylation de ChREBP sur les 

résidus Ser196, Ser626 et Thr666, situés à proximité de la séquence NLS (Kawaguchi et al., 2001). 

Cette déphosphorylation conduit à sa dissociation avec la protéine 14-3-3 et favorise ainsi la 

liaison des facteurs d'importation nucléaire Importin-α à sa séquence NLS et donc sa 

translocation nucléaire (Li et al., 2008; Sakiyama et al., 2008). À l’inverse, en situation de faible 

concentration de glucose, la phosphorylation nucléaire de ChREBP par la protéine kinase A 

(PKA) conduit à sa relocalisation dans le cytosol via le facteur d’exportation nucléaire CRM1 

se liant à la séquence d’export nucléaire NES, inactivant ainsi ChREBP (Figure 24) (Burke et 

al., 2009; Sakiyama et al., 2008).  

 

Au fil des années ce modèle a souvent été remis en question (Kabashima et al., 2003; 

Tsatsos & Towle, 2006). Une première étude rapporte qu’en réponse au glucose, la triple 

mutation des résidus de phosphorylation Ser196, Ser626 et Thr666 de la protéine ChREBP 

n’affecte pas l’activité transactivatrice de ChREBP, suggérant un autre mécanisme d’activation 

de ChREBP par le glucose (Tsatsos & Towle, 2006). Plus tard, deux autres études ont ainsi 

démontré que le glucose-6-phosphate (G6P) issu de la phosphorylation du glucose par la GK, 

serait un métabolite signal déterminant dans l’activation de ChREBP (Figure 24) (Dentin et 

al., 2012; Li et al., 2010).  En effet, l’inhibition de la PP2A dans la lignée hépatomateuse HepG2 

n’affecte pas l’activité de ChREBP en réponse au glucose et, dans les hépatocytes murins, la 

déphosphorylation de la Ser196 est insuffisante à l’importation nucléaire de ChREBP. Par 

ailleurs, la surexpression de la G6PDH dans le foie, une enzyme limitante de la voie des 

pentoses phosphate, en redirigeant le métabolisme du glucose vers la production du X5P au 

détriment de celle de la G6P, prévient l’activité transcriptionnelle de ChREBP et l’induction de 

ses gènes cibles in vivo et in vitro (Dentin et al., 2012).  

 

Enfin, le fructose-2,6-biphosphate (F2,6P2) a été proposé comme un troisième candidat 

parmi les métabolites du glucose conduisant à l’activation de ChREBP et l’expression de ses 

gènes cibles (Figure 24) (Arden et al., 2012). Dans les cellules d’insulinome de rat INS-1E et 

les hépatocytes primaires de rats, l’activité transactivatrice de ChREBP induite par le G6P et le 

X5P est en effet inférieure à celle induite par le glucose.  
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Figure 24 : Régulation par les métabolites glucidiques et fonctions hépatiques de 
ChREBP 

D’après Abdul-Wahed et al., 2017 (adaptée) 
  

 
Le facteur de transcription ChREBP est un régulateur clef du métabolisme du 
glucose et de l’homéostasie lipidique. Son activité dans le foie dépend 
principalement du statut nutritionnel. En présence de glucose, ChREBP peut être 
activé par trois métabolites (G6P, F1,6P2, Xu-5P). Son activation se traduit par sa 
translocation vers le noyau et son association avec son partenaire fonctionnel MLX 
avec lequel il forme un hétérodimère. Ce complexe va ensuite se fixer à des 
Éléments de Réponse aux Carbohydrates ChoRE du promoteur des gènes cibles de 
la glycolyse (lpk) et de la lipogenèse (acc, fas, scd-1) régulant ainsi l’expression de 
ces gènes cibles. 
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L’inhibition sélective de la 6-PFK-2/FBPase-2 conduit à une diminution de l’expression 

en ARNm de la g6pase et une inhibition du recrutement de ChREBP sur le promoteur de ses 

gènes cibles en réponse au glucose, suggérant que le F2,6P2 soit impliqué dans l’activation de 

l’expression des gènes sensibles au glucose (Arden et al., 2012). Néanmoins, des travaux 

supplémentaires sont nécessaires pour comprendre précisément l’implication et le rôle de 

chacun de ces trois métabolites dans l’activation transactivatrice de ChREBP.   

Le second modèle d’activation de ChREBP impliquerait une inhibition intra-

moléculaire entre les deux domaines de régulation GRACE et LID de la protéine ChREBP. En 

situation de faible concentration de glucose, le domaine LID inhibe l’activité transactivatrice 

de ChREBP conféré par le domaine GRACE, entrainant un changement conformationnel de la 

protéine à l’origine de son inactivation. À l’inverse, en présence de forte concentration de 

glucose, l’inhibition du domaine LID sur le domaine GRACE est levée conduisant à l’activation 

de ChREBP (Li et al., 2006). En accord avec cette hypothèse, la délétion du domaine LID induit 

une isoforme de ChREBP constitutivement active dont l’activité est indépendante du glucose 

(Davies et al., 2010; Li et al., 2008). Par ailleurs, un motif de reconnaissance du G6P a été 

découvert dans le domaine GRACE, suggérant une liaison directe du G6P sur ChREBP, et 

renforçant davantage le mode de régulation allostérique de ChREBP par ce métabolite (Figure 

24) (McFerrin & Atchley, 2012).  

2. L’activation de ChREBP par le fructose 

La régulation hépatique de ChREBP par le fructose a été mise en évidence chez des rats 

soumis à un régime riche en fructose (63%) pendant 2 semaines. Ce régime induit dans le foie 

l’expression de ChREBP et de ses gènes cibles, notamment ceux impliqués dans le métabolisme 

du fructose (fructokinase, aldoB et phosphofructokinase) (Koo et al., 2008) chez le rat (Mori et 

al., 2011) et la souris (Kim et al., 2016). 

Récemment, une étude chez la souris a rapporté qu’une alimentation riche en fructose 

augmentait les niveaux de protéines de ChREBP dans l’intestin et que cela s’accompagnait 

d’une augmentation de l’expression des gènes codant le transporteur GLUT-5 du fructose 

(slc2a5) et les enzymes fructolytiques (fructokinase, aldoB, phosphofructokinase et triokinase 

(tkfc) et glycolytiques (g6pase et f1,6f2), suggérant une activation de ChREBP par le fructose 

dans l’épithélium intestinal (Oh et al., 2018).  

 



  

 
 

115 

3. L’acétylation 

Des travaux de notre équipe ont montré que l’acétylation de ChREBP sur la lysine 672 

(Lys672) par le co-activateur histone acétyltransférase (HAT) p300 augmentait son activité 

transcriptionnelle en favorisant son recrutement sur le promoteur de ses gènes cibles 

(Bricambert et al., 2010). Ce mécanisme peut être réprimé par la protéine serine/threonine 

kinase salt-inducible kinase 2 (SIK2) qui, en inhibant p300 par phosphorylation directe sur la 

sérine 89 (Ser89), conduit ainsi à une diminution de l’activité transcriptionnelle de ChREBP 

(Figure 25). De manière intéressante, la surexpression hépatique de SIK2 en parallèle de celle 

de p300, protège le foie d’une accumulation excessive d’acides gras tandis que sa suppression 

chez des souris invalidées spécifiquement pour SIK2 dans le foie menait au développement 

d’une stéatose hépatique, d’une insulinorésistance et d’une inflammation. Ils ont aussi démontré 

que l’activité de SIK2 était inhibée dans un modèle de souris obèse ob/ob et dans un modèle de 

diabète de type 2 induits par un régime riche en gras (Bricambert et al., 2010; Marmier et al., 

2015). 

4. L’O-GlcNAcylation 

 
Suite à sa déphosphorylation, ChREBP peut subir un autre type de modification post-

traductionnelle : la O-GlcNAcylation. Cette réaction est dépendante du glucose et correspond 

à l’addition de la N-Acétylglucosamine sur les résidus Sérine et Thréonine par l’O-GlcNac 

transférase (OGT) grâce à l’utilisation du substrat uridine diphosphate N-acétylglucosamine 

(UDP-GlcNAc). La réaction est réversible et est assurée par l’enzyme O-GlcNAcase (OGA) 

(Hart & Akimoto, 2009). Dans la cellule, 2 à 5% du glucose consommé emprunte en effet la 

voie de biosynthèse des hexosamines qui assure la production de l’UDP-GlcNAc. L’étape 

limitante de cette voie est assurée par la glutamine fructose amidotransférase (GFAT), qui 

convertit le fructose-6-phosphate en glucosamine-6-phosphate (Figure 25).  

 

Une étude a montré que le traitement de cellules HEK (human embryonic kidney) par 

le PUGNAc, un inhibiteur de l’OGA favorisant ainsi la O-GlcNAcylation, augmentait l’activité 

transactivatrice de ChREBP en réponse au glucose. À l’inverse, un traitement par le 

deoxynorleucine (DON), un inhibiteur de la GFAT limitant donc la O-GlcNAcylation, diminue 

l’activité transactivatrice de ChREBP en réponse au glucose (Sakiyama et al., 2010). Par 

ailleurs, des expériences réalisées sur des cellules hépatiques issues de souris sauvages et 

stimulées par des concentrations élevées de glucose (25mM) ont montré que ChREBP était  
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Figure 25 : Mécanismes de régulation de ChREBP en réponse au glucose et au 
jeûne 

 
L’activité de ChREBP est régulée par : 
 

• des métabolites dérivés du glucose : le G6P qui agit de manière allostérique et 
probablement en se liant au domaine GRACE de la protéine ChREBP, F2,6P2 dont 
le mode d’action reste à être déterminé et le X5P qui en activant la PP2A conduit à 
la déphosphorylation de ChREBP sur les résidus Ser196, Ser626 et Thr666, et son 
activation. L’Histone Acétyltransférase p300 active, via le résidu Lys672, la 
transcription des gènes cibles de ChREBP en augmentant son recrutement sur leur 
promoteur. L’augmentation de la formation de l’UDP-GlcNAc favorise l’O-
GlcNAcylation par l’OGT et augmente l’activité transcriptionnelle de ChREBP. Les 
hydroxylases de type Egln3 induise l’hydroxylation des résidus proline (Pro536 et 
Pro141) de ChREBP induisant ainsi son activité. L’isoforme ChREBP-α peut induire 
l’expression de celle de ChREBP-β. Enfin, l’action inhibitrice du domaine LID sur 
le GRACE est levée en réponse à de forte concentration de glucose favorisant 
l’activité de ChREBP. 
 

• sa phosphorylation via la PKA, sa désacétylation via SIK2 en réponse au jeûne. Le 
domaine LID va aussi exercer une action inhibitrice sur le GRACE réduisant ainsi 
l’activité transactivatrice de ChREBP. 



  

 
 

117 

O-GlcNacylé. La surexpression hépatique de l’OGT par des vecteurs adénoviraux 

stabilise ChREBP et induit une augmentation de son activité transcriptionnelle, comme illustré 

par l’expression accrue de ses gènes cibles lipogéniques (acc, fas, scd-1) et le développement 

d’une stéatose hépatique. À l’inverse, la surexpression de l’OGA diminue le contenu lipidique 

des hépatocytes et améliore la stéatose hépatique (Guinez et al., 2011).  

 

Enfin, plusieurs sites de O-GlcNAcylation ont été identifiés à l’extrémité C-terminale 

de la protéine ChREBP dans les hépatocytes : la sérine 614 (Ser614), la thréonine 517 (Thr517) 

et la sérine 839 (Ser839) (Yang et al., 2017). La O-GlcNAcylation de ChREBP sur la Ser839 a 

été démontré comme étant particulièrement importante pour assurer son export nucléaire en 

renforçant son interaction avec la protéine 14-3-3. D’autre part cette modification participe 

aussi au maintien de l’activité transcriptionnelle de ChREBP en maintenant son 

hétérodimérisation avec la protéine MLX (Yang et al., 2017). 

 

5. L’hydroxylation 

 

Très récemment, une nouvelle forme de modification post-traductionnelle de ChREBP 

en réponse au glucose a été décrite : l’hydroxylation de ChREBP-α sur les résidus Pro536 et 

Pro141 situés dans la région riche en proline et dans le domaine LID respectivement. Ceci a été 

démontré dans le foie de souris après immunoprécipitation de ChREBP et dans des cellules 

HEK293 après transfection de la protéine murine ChREBP-α. Cette modification, dépendante 

du glucose, est alors indispensable pour induire l’expression des gènes cibles de ChREBP dans 

les hépatocytes (Heidenreich et al., 2020).  

 

Contrairement aux modifications précédemment décrites, la modification par 

hydroxylation est irréversible. Les auteurs ont aussi identifié que les hydroxylases de Proline 

qui interagissent directement avec ChREBP appartiennent à la famille Egln (Egl-9 family 

hydroxia inducible factor). De manière intéressante, les hépatocytes déficients en Egln-3 

présentent une diminution de l’expression de ChREBP et de ses gènes cibles, qui peut être 

restaurée quand la protéine ChREBP est re-exprimée (Heidenreich et al., 2020).  

 

6. Les cofacteurs et partenaires de ChREBP 

L’activation du facteur de transcription ChREBP conduit à la formation d'un 

hétérodimère ChREBP/MLX se fixant spécifiquement aux séquences ChoRE (Yamashita et al., 
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2001) sur les promoteurs des gènes cibles de ChREBP (Stoeckman et al., 2004). MLX est un 

membre de la famille des facteurs de transcription Myc/Mac/Mad impliqués dans la régulation 

transcriptionnelle de la prolifération, de la différenciation et de l’apoptose (Grandori et al., 

2000). En 2004, l’équipe de Howard C. Towle a décrit MLX comme un partenaire obligatoire 

des fonctions biologiques de ChREBP dans des cultures primaires d’hépatocytes de rat 

stimulées par des concentrations élevées de glucose (Stoeckman et al., 2004). Cette hypothèse 

a été confortée par l’observation qu’un dominant négatif de MLX inhibe l’expression endogène 

de mlxipl et l’activité transcriptionnelle de ChREBP sur ses gènes cibles (Iizuka et al., 2009) 

(Figure 25).  

Plusieurs études ont par la suite démontré que ChREBP interagit dans le foie avec 

d’autres protéines nucléaires telles que (i) le récepteur nucléaire liver X recepteur (LXR), (Cha 

& Repa, 2007) et l’hepatocyte nuclear factor4-α (HNF4-α) (Adamson et al., 2006) qui régulent 

positivement l’activité de ChREBP, ainsi que (ii) le récepteur farnesoid X receptor (FXR) 

(Caron et al., 2013) et le peroxisome proliferator-coactivator receptor γ-1β (PGC-1β) 

(Chambers et al., 2013) qui inhibent l’activité de ChREBP. Dans la prochaine partie, nous ne 

détaillerons que la régulation de l’activité de ChREBP par LXR et FXR (Figure 25).  

 

III. La régulation transcriptionnelle et transactivatrice de ChREBP  

1. L’autorégulation de ChREBP 

À l’inverse de ChREBP-α, ChREBP-β est uniquement localisé dans le noyau des 

cellules du tissu adipeux (Herman et al., 2012) et des cellules β-pancréatiques (Katz et al., 

2018). Bien que l’expression de ChREBP-β soit plus faible que celle de ChREBP-α dans le 

foie, le tissu adipeux blanc et les cellules β-pancréatiques, il possède une capacité 

transactivatrice supérieure à celle de ChREBP-α (Herman et al., 2012; Sae-Lee et al., 2016; 

Zhang et al., 2015). Dans le tissu adipeux, ChREBP-β est plus finement régulée que ChREBP-

α lors de changements nutritionnels (jeûne et réalimentation) et son activité dépend du transport 

du glucose par GLUT-4 (Herman et al., 2012). Suite à l’identification d’une séquence ChoRE 

sur le promoteur de mlxipl près de l’exon 1b, Herman et al ont émis l’hypothèse que      

ChREBP-β puisse s’autoréguler par le biais d’une boucle de rétroaction positive. Ainsi, en forte 

concentration, le glucose induirait l’expression de ChREBP-α qui, en se liant au ChoRE situé 

sur le promoteur de mlxipl, activerait la transcription de l’ARNm codant ChREBP-β (Figure 
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25) (Herman et al., 2012). Plus tard, deux études complémentaires utilisant des siARN dirigés 

spécifiquement contre les transcrits de ChREBP-β, ont montré que cette isoforme médie la 

prolifération des cellules β-pancréatiques induite par le glucose (Zhang et al., 2015) et qu’elle 

exercerait une rétroaction négative sur l’expression de ChREBP-α (Jing et al., 2016). Ces études 

décrivent une variabilité du ratio d’expression en ARNm ChREBP-β/ChREBP-α, qui est 

corrélée positivement aux niveaux de concentration extracellulaire de glucose dans des modèles 

d'îlots de Langerhans et lors d’un prolongement du temps de culture. En guise d’exemple, ce 

ratio passe rapidement de 1:8 à 1:0,2 dans la lignée cellulaire INS-1E β après 18h de culture en 

condition élevée de glucose (Zhang et al., 2015). 

2. La régulation positive de l’activité de ChREBP par LXR  

En complexe avec son partenaire transcriptionnel, le retinoid X receptor (RXR), LXR 

se lie aux éléments de réponse LXR (LXRE) situés sur le promoteur de leurs gènes cibles afin 

de réguler leur expression (Willy et al., 1995). Fortement exprimé dans le foie, LXR participe 

ainsi à la synthèse du cholestérol, au métabolisme des acides biliaires et favorise la lipogenèse 

(Wang & Tontonoz, 2018). 

En amont du promoteur murin du gène codant ChREBP-α (entre les nucléotides -2566 

et -2302), deux sites de liaison à LXR ont été identifiés (LXRE1 et LXRE2), suggérant ainsi 

que ChREBP puisse être une cible de LXR (Figure 25) (Cha & Repa, 2007). De façon 

intéressante, l’activation de LXR par un agoniste spécifique T0-901317 (50mg/kg de poids 

corporel) chez des souris nourries avec un régime riche en sucre, augmente la présence 

d’hétérodimères LXR/RXR sur le promoteur de mlxipl, stimulant d’une part sa transcription et 

d’autre part son activité transactivatrice, comme l’illustre l’augmentation de l’expression en 

ARNm de la lpk (Cha & Repa, 2007). Tandis que cette étude conclut que LXR agirait comme 

un médiateur central dans l'induction de la lipogenèse hépatique en régulant les facteurs de 

transcription SREBP-1c et ChREBP (Linden et al., 2018), notre laboratoire a démontré que 

l’expression de ChREBP et de ses gènes cibles était indépendante de LXR. En effet, 

l’expression de la lpk n’est pas significativement modifiée chez des souris déficientes en     

LXR-/- nourries par un régime riche en sucres (72% carbohydrates) pendant 18h 

comparativement aux souris contrôles. De plus, la culture d’hépatocytes primaires à partir de 

souris LXR-/- démontrent que la quantité d’ARNm de mlxipl et de ses gènes cibles reste 

inchangée (Denechaud et al., 2008).  
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3. La régulation négative de l’activité de ChREBP par FXR 

FXR, un récepteur nucléaire activé par les acides biliaires, se lie à des éléments de 

réponse FXR (FXRE) et forme un hétérodimère avec le récepteur rétinoïque RXR. Très 

exprimé dans le foie et l’intestin, il régule de nombreuses fonctions biologiques, parmi 

lesquelles le métabolisme des acides biliaires, du glucose et des lipides. Par ailleurs, il prévient 

des infections bactériennes intestinales ainsi que la formation des calculs biliaires et module la 

régénération hépatique (Zhang & Edwards, 2008). En 2005, un lien entre FXR et ChREBP a 

été proposé, une déficience en FXR entrainant dans le foie l’augmentation de l’expression des 

gènes cibles de ChREBP (lpk et acc) (Figure 25) (Duran-Sandoval et al., 2005).  

Plus tard, la même équipe a montré in vivo chez des souris sauvages réalimentées avec 

un régime enrichi en hydrates de carbone que l’augmentation des quantités d’ARNm codant la 

LPK est significativement réduite suite à un traitement par un agoniste synthétique de FXR 

(INT-747) (Caron et al., 2013). De plus, le traitement de lignées hépatocytaires humaines (IHH 

et HepaRG) par un agoniste synthétique (GW4064) ou naturel (acide chénodeoxycholique 

CDCA) de FXR inhibe l’expression de la lpk induite par ChREBP. Enfin, des expériences 

d’immuno-précipitation ont permis de mettre en évidence que FXR interagissait directement 

avec ChREBP dans les hépatocytes, suggérant une régulation de l’activité de ChREBP par FXR 

(Caron et al., 2013). 

IV. Les fonctions biologiques régulées par ChREBP 

Caractérisé comme un médiateur essentiel des effets transcriptionnels du glucose, en 

condition physiologique, ChREBP est exprimé dans les tissus métaboliques tels que le foie, les 

tissus adipeux blanc et brun, l’intestin, le muscle, les cellules β-pancréatiques (Iizuka et al., 

2004; Yamashita et al., 2001), mais aussi dans la glande mammaire (Osorio et al., 2016) (Figure 

26). 

1. ChREBP régule la synthèse des acides gras dans le foie 

a. Les premières caractérisations phénotypiques des souris 

ChREBP-/- 

 

L’étude des souris déficientes en mlxipl a permis d’élucider le rôle central de ce facteur de 

transcription dans le contrôle hépatique de la transcription des gènes impliqués dans la  
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Figure 26 : Fonctions biologiques médiées par ChREBP en réponse au glucose 

 
ChREBP est exprimée dans plusieurs tissus, dont l'intestin, le pancréas, 
le foie, le tissu adipeux blanc, le muscle (MondoA) et le cerveau. Il y 
régule de multiples voies métaboliques en réponse au glucose. Ses 
fonctions sont spécifiques du tissu dans lequel il est exprimé.  
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glycolyse et la lipogenèse.  

Sous régime standard, l’invalidation totale de mlxipl chez la souris (ChREBP-/-) conduit 

à une diminution de l’expression hépatique des gènes de la glycolyse et de la lipogenèse de 

novo, conduisant à une accumulation locale de glycogène et une diminution des acides gras 

libres plasmatiques. Soumises à un régime riche en saccharose (70%), les souris ChREBP-/- 

présentent une hypothermie progressive, signe d’une intolérance au saccharose, qui au bout de 

7 jours entraine une perte de 50% du groupe. Soumises à un régime riche en amidon, les souris 

invalidées pour mlxipl présentent une intolérance au glucose et une insulinorésistance modérée 

(Iizuka et al., 2004). Par ailleurs, le croisement de souris ChREBP-/- avec des souris obèses 

ob/ob a montré qu’une déficience en ChREBP diminuait la synthèse des triglycérides 

hépatiques avec une normalisation des niveaux d’acides gras libres plasmatiques et des 

triglycérides plasmatiques comparés aux souris ob/ob (Iizuka et al., 2006). De manière 

intéressante, les souris doublement déficientes présentent par ailleurs une baisse de la prise 

alimentaire qui résulterait d’une diminution de l’expression génique de l’AgRP, un neuropetide 

orexigène, ayant pour conséquence une réduction du poids corporel, soulignant pour la 

première fois le lien entre ChREBP et le système nerveux central (Iizuka et al., 2006).  

b. Les gènes cibles de ChREBP dans les hépatocytes 

Dans des cultures d’hépatocytes primaires, le traitement par de fortes concentrations de 

glucose stimule l’activité transcriptionnelle de ChREBP et sa fixation sur le promoteur du gène 

glycolytique (lpk) codant la L-pyruvate kinase (Kawaguchi et al., 2001; Yamashita et al., 2001). 

Par ailleurs, alors que ChREBP se lie directement sur des séquences ChoRE des gènes codant 

des enzymes lipogéniques (acc et fas) (Ishii et al., 2004), l’inhibition de son expression par 

ARN interférence ou son invalidation dans les souris ChREBP-/-, entraîne une diminution de 

l’expression des gènes lpk, acc et fas dans des cultures d’hépatocytes primaires (Dentin et al., 

2004; Ishii et al., 2004). Plus récemment, la production de souris invalidées pour mlxipl 

spécifiquement dans le foie, a montré de façon surprenante que celles-ci présentent une 

expression augmentée des gènes lpk, acc et fas à jeun comme en condition nourries (Jois et al., 

2017). Les auteurs suggèrent qu’une dérégulation de la réponse au glucose, illustrée par une 

augmentation de l’expression du transporteur GLUT-2, serait à l’origine de cette observation. 

En effet, les gènes lipogéniques sont significativement diminués chez ces souris soumises à un 

régime hyperlipidique. Parmi les autres cibles hépatiques directes de ChREBP, on peut 

également citer le gène codant pour FGF21 (fibroblast growth factor 21), une hépatokine 
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contribuant à l’amélioration de la dyslipidémie et de l’hyperglycémie chez l’Homme et la souris 

(Markan & Potthoff, 2016; Reitman, 2013). Connue pour être induite en réponse au jeûne par 

le récepteur nucléaire PPAR-α, des travaux du laboratoire, ont montré sur des souris invalidées 

pour PPAR-α spécifiquement dans le foie et dans des cultures primaires d’hépatocytes en 

réponse au glucose, que la réponse synergique de ChREBP et de PPAR-α était indispensable à 

l’induction de FGF21 (Iroz et al., 2017). Enfin, l’utilisation d’un dominant négatif de MLX a 

permis de confirmer que la formation du complexe ChREBP/MLX était nécessaire à 

l’augmentation des gènes cibles de ChREBP dans des hépatocytes primaires mises en culture 

en présence de glucose (Ma et al., 2005).  

 

c. Le rôle hépatique de ChREBP en condition physiopathologique 

Une dérégulation du métabolisme énergétique, liée à l’obésité et à l’insulinorésistance 

induite notamment par une alimentation riche en graisses et en sucres et à une sédentarité 

croissante, peut conduire dans le foie à l’accumulation de triglycérides et au développement 

d’une stéatose hépatique non alcoolique (NAFLD) (Birkenfeld & Shulman, 2014; Perry et al., 

2014). La stéatose hépatique peut ainsi résulter de plusieurs altérations du métabolisme 

lipidique, à savoir : (i) une augmentation de l’absorption des acides gras et de leur estérification 

en triglycérides, (ii) une augmentation de la lipogenèse et une altération de la β-oxydation des 

hépatocytes et, (iii) une réduction de l'exportation des triglycérides (Birkenfeld & Shulman, 

2014).  

Tandis que les niveaux hépatiques d’ARNm codant ChREBP-α et ChREBP-β sont 

faibles à jeun, ils sont significativement augmentés (en particulier pour l'isoforme ChREBP-β) 

lors de la réalimentation avec un régime riche en hydrates de carbone (Stamatikos et al., 2016). 

En conditions pathologiques, l'expression hépatique de ChREBP-β (mais pas de ChREBP-α) 

est considérablement augmentée dans le foie de patients obèses, et encore davantage chez les 

patients obèses diabétiques comparativement aux patients témoins minces (Eissing et al., 2013; 

Hurtado del Pozo et al., 2011). Par ailleurs, dans les biopsies de foie de patients présentant une 

stéatose hépatique, l’expression de mlxipl est positivement corrélée à celle de ses gènes cibles 

lpk, fas et g6pase (Kim et al., 2016). Pour finir, l’étude de Eissing et al. rapporte quant à elle 

une corrélation positive entre la résistance à l’insuline et l’expression de ChREBP-β dans le 

foie de sujets obèses (indice de poids corporel = 54) (Eissing et al., 2013).  
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De manière intéressante, notre équipe a montré que la surexpression adénovirale de 

ChREBP dans le foie de souris induit une stéatose hépatique via l’activation transcriptionnelle 

des gènes de la lipogenèse et de l’estérification des acides gras, sans que celle-ci soit cependant 

associée au développement d’une résistance à l’insuline (Benhamed et al., 2012). Cet effet 

protecteur de ChREBP s’expliquerait en effet par une modification de la nature des acides gras 

hépatiques avec une augmentation sélective des acides gras monoinsaturés (MUFAs) au dépens 

des acides saturés (SFA) (Benhamed et al., 2012). Des études récentes effectuées sur le foie de 

patients atteints de stéatose hépatique confirment l'augmentation du rapport MUFA/SFA, 

comme en témoigne l’augmentation de l'activité de la désaturase SCD-1 (Bricambert et al., 

2018). Par ailleurs, la surexpression de ChREBP dans un modèle d’obésité induit par un régime 

hyperlipidique, exacerbe la stéatose hépatique mais diminue l’insulinorésistance (Benhamed et 

al., 2012). L’ensemble de ces données met en évidence le rôle fonctionnel de ChREBP dans le 

développement de la stéatose hépatique bénigne associée à un maintien de la sensibilité à 

l’insuline hépatique et protégeant ainsi de l’installation du DT2. 

2. Le rôle adipocytaire de ChREBP en condition physiopathologique 

Dans la lignée adipocytaire 3T3-L1, les niveaux d’ARNm de mlxipl sont augmentés au 

cours de la différenciation en réponse à de forte concentration de glucose (He et al., 2004). De 

même, une autre étude a rapporté que l’expression de mlxipl est augmentée pendant la 

différenciation des pré-adipocytes sous cutanés (SC) et omental (O) chez l’Homme tandis 

qu’elle est diminuée dans les tissus adipeux SC et O de patients obèses comparativement à des 

sujets minces (Hurtado del Pozo et al., 2011). Comme chez la souris, l’expression de ChREBP-

β dans le tissu adipeux blanc est positivement corrélée à la sensibilité à l’insuline chez des 

patients obèses présentant un pré-diabète ou un DT2 (Kursawe et al., 2013). En accord avec ces 

données, l’expression du gène slc2a4 codant GLUT-4, des enzymes de la lipogenèse (fas et 

acc) et de chrebp-β est significativement diminuée dans le tissu adipeux blanc des patients 

obèses insulinorésistants (Eissing et al., 2013). De manière intéressante, la perte de poids 

obtenue après une chirurgie bariatrique, conduit à la restauration de l’expression de slc2a4 et 

des gènes de la lipogenèse dans le tissu adipeux blanc (Eissing et al., 2013).  

Le rôle fonctionnel de ChREBP dans le tissu adipeux blanc a été élucidé via l’utilisation 

de différents modèles murins, à savoir : i) les souris délétées globalement pour le transporteur 

GLUT-4 (GLUT-4-/-), ii) les souris surexprimant GLUT4 dans le tissu adipeux (AG4OX) et, 

iii) les souris globalement invalidées pour mlxipl (ChREBP-/-) (Herman et al., 2012). Herman 
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et ses collaborateurs montrent chez les souris AG4OX, que les quantités d’ARNm codant 

ChREBP-β et l’expression de ses gènes cibles est augmentée dans le tissu adipeux 

périgonadique. Ces souris, bien qu’obèses, présentent une meilleure tolérance au glucose et une 

sensibilité améliorée à l’insuline, en accord avec le rôle majeur de GLUT-4 précédemment 

décrit dans la régulation de la sensibilité à l’insuline (Abel et al., 2001). De manière 

intéressante, l’invalidation concomitante de ChREBP dans les souris AG4OX (ChREBP-/-

/AG4OX), montre que l’expression adipocytaire des gènes de la lipogenèse et de la synthèse 

des acides gras est diminuée, soulignant que ChREBP est nécessaire à la lipogenèse de novo 

médiée par le transporteur GLUT-4 dans les adipocytes. Par ailleurs, ces souris présentent une 

diminution de la sensibilité à l’insuline, suggérant un rôle bénéfique de ChREBP dans les 

adipocytes pour le maintien de l’homéostasie glucidique (Herman et al., 2012). En accord avec 

ces données, l’invalidation spécifique de ChREBP dans le tissu adipeux blanc (AdChREBP 

KO) s’accompagne d’une diminution de la lipogenèse de novo, des niveaux adipocytaires et 

sériques de PAHSAs (palmitic acid esters of hydroxy stearic acids), et d’une insulinorésistance 

associée à une inflammation adipocytaire dans des souris nourries avec un régime standard et 

la supplémentation en 9-PAHSA suffit à rétablir leur sensibilité à l’insuline (Vijayakumar et 

al., 2017). Les PAHSAs ont été rapportés comme exerçant des effets bénéfiques sur 

l’homéostasie du glucose en stimulant la sécrétion de l’insuline par les cellules β pancréatiques, 

l’absorption du glucose et la diminution de l’inflammation (Yore et al., 2014). L’ensemble de 

ces données suggèrent que ChREBP médie les effets du glucose transportés par GLUT-4, 

présentant ChREBP ainsi comme un modulateur important de la sensibilité à l’insuline (Eissing 

et al., 2013; Herman et al., 2012).  

Enfin, un nouveau mécanisme de régulation de ChREBP dans le tissu adipeux a été 

récemment identifié et implique son interaction avec l’enzyme lipolytique LHS (lipase 

hormono sensible) (Morigny et al., 2019). L’inhibition de la LHS dans les adipocytes humains 

et de rongeurs entraine une amélioration de la signalisation de l’insuline et est associée à une 

augmentation de l’expression de chrebp-β et de son gène cible ELOV16 (elongation of very 

long chain fatty acids protein 6). En effet, le recrutement de ChREBP sur le promoteur de 

l’ELOV16 est significativement augmenté dans les adipocytes déficients en HSL (Hormone 

Sensitive Lipase). Au niveau mécanistique, l’interaction de HSL avec ChREBP altère la 

translocation nucléaire de ChREBP-α et de manière consécutive l’induction de chrebp-β et de 

ses gènes cibles (Morigny et al., 2019). 
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3. Les rôles de ChREBP dans les cellules β pancréatiques 

a. ChREBP contrôle la différenciation et la prolifération  

Dans le pancréas, ChREBP est exprimé dans les cellules embryonnaires progénitrices 

du lignage endocrine et son expression augmente avec leur différenciation (Soggia et al., 2012). 

Par ailleurs, la mise en culture de cellules β pancréatiques embryonnaires issues de rattes 

gestantes en présence de glucose et d’un inhibiteur de ChREBP (inhibiteur de PP2A) ou d’un 

adénovirus codant un dominant négatif de ChREBP conduit à une réduction de la 

différenciation cellulaire, suggérant que ChREBP contribue à la différenciation des cellules β 

pancréatiques (Soggia et al., 2012). Dans une étude concomitante, Metukuri et al. rapportent 

que l’inhibition de ChREBP par ARN interférence bloque la prolifération cellulaire induite par 

le glucose dans la lignée d’insulinome de rat INS-1-832/3 et dans des îlots pancréatiques isolés 

de rat et humains tandis que sa surexpression augmente la prolifération (Metukuri et al., 2012). 

En accord avec ces données, l’expression en ARNm et protéiques de plusieurs régulateurs du 

cycle cellulaire (cycline d2, cycline a2, cycline e, cdk4, cdk6) diminuent dans la lignée INS-1-

832/3 en absence de ChREBP (siChREBP) (Metukuri et al., 2012). Plus récemment, il a été mis 

en évidence que l’isoforme ChREBP-α, en augmentant l’expression et l’activité de Nrf2 

(nuclear factor erythroid-derived 2-like 2), initie une reprogrammation du métabolisme 

anabolique favorisant la prolifération des cellules β pancréatiques (Kumar et al., 2018). 

b. ChREBP participe aux mécanismes de glucotoxicité 

L’hyperglycémie chronique in vivo ou l’exposition répétée ou prolongée à des 

concentrations élevées de glucose in vitro peut conduire à des effets délétères ou glucotoxicité 

pour la cellule β pancréatique (Robertson et al., 2003). 

De manière intéressante, l’expression de ChREBP et sa localisation nucléaire sont 

augmentées dans les îlots pancréatiques issus de patients atteints de DT2 (Jing et al., 2016;  

Poungvarin et al., 2012). De même, une expression accrue de chrebp-β a été mise en évidence 

dans les îlots pancréatiques de modèles murins de DT1 et DT2 (Jing et al., 2016).  

Des études démontrent que la surexpression de ChREBP est suffisante pour favoriser le 

stress oxydant via l’activation de la transcription du gène de txnip conduisant à l’apoptose des 

cellules β pancréatiques par les caspases 3/7 et la baisse de la production d’insuline (Poungvarin 

et al., 2012). En effet, TxNIP est une protéine d’échafaudage qui exerce des effets pro-

inflammatoires (Oslowski et al., 2013) en induisant l’apoptose des cellules β pancréatiques 
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induite par l’hyperglycémie et le stress oxydatif (Chen et al., 2008). Par ailleurs, la 

surexpression de ChREBP dans des îlots pancréatiques murins inhibe l’expression de 

gènes impliqués dans la différenciation pancréatique (pancreatic and duodenal homeobox, pdx-

1 ; MAF BZIP transcription factor A, mafA) et des gènes de l’insuline 1 et 2 (ins1, ins2) (Da 

Silva Xavier et al., 2006). Cela est associé à une augmentation de nombreux gènes impliqués 

dans le métabolisme (fas, elovl6, lpk, txnip) (Sae-Lee et al., 2016) et à une accumulation de 

lipides. En accord avec ces données, ChREBP se lie directement aux promoteurs des gènes lpk 

et fas de manière dépendante du glucose dans la lignée murine d’insulinome MIN6, et son 

inhibition par siARN conduit à une diminution du contenu en triglycérides et à une 

potentialisation de la sécrétion de l’insuline stimulée par le glucose (Da Silva Xavier et al., 

2006), suggérant que ChREBP puisse contribuer à la physiopathologie pancréatique.  

Plus récemment, Chau et al. ont démontré dans la lignée murine INS-1 que mTOR 

(mammalian target of rapamycin) interagissait avec ChREBP, inhibant ainsi son activité 

transcriptionnelle et conduisant à une diminution des niveaux d’ARNm codant pour TxNIP. De 

manière intéressante, des niveaux élevées de TxNIP et de ChREBP ont été observés dans des 

îlots de patients diabétiques et dans des îlots de souris invalidées pour mTOR spécifiquement 

dans les cellules β pancréatiques (Chau et al., 2017). Enfin, des séquences ChoRE ont été 

localisées sur le promoteur de ChREBP-β suggérant son autorégulation dans la lignée 

d’insulinome de rat 832/13 et sur le promoteur de Rgs16 (regulator of G-protein signaling 16), 

dont la surexpression conduit à l’accumulation des gouttelettes lipidiques dans cette même 

lignée (Sae-Lee et al., 2016). 

4. Les rôles de ChREBP dans l’intestin 

En 2009, Tong et al mettaient en évidence le premier rôle fonctionnel de ChREBP dans 

l’intestin en tant qu’inhibiteur de la tumorigenèse. En effet, la perte de fonction de ChREBP 

par ARN interférence dans la lignée de carcinome colique humain HTC116 conduit à une 

diminution de la glycolyse, une augmentation de la phosphorylation oxydative mitochondriale 

et une réduction de la prolifération cellulaire. D’un point de vue mécanistique, cette étude 

démontre l’importance du facteur de transcription p53 comme médiateur des effets anti-

prolifératifs induits par l’inhibition de ChREBP (Tong et al., 2009).  

Plus récemment, une étude a démontré que la déficience génétique globale de mlxipl 

conduit chez la souris à une intolérance au fructose, parallèlement à une expression intestinale 
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réduite des gènes impliqués dans le transport et le métabolisme du fructose (Oh et al., 2018). 

L’induction insuffisante du transporteur GLUT-5 chez les ChREBP-/- en réponse à un régime 

riche en fructose entraine en effet l’accumulation luminale, notamment dans l’intestin distal, de 

fructose non absorbé, à l’origine d’un flux d’eau dans la lumière dû à une élévation de la 

pression osmotique, comme observé chez les patients souffrant du syndrome de l’intestin 

irritable. En parallèle, une étude est venue étayer ces résultats, en montrant que l’intolérance à 

un régime riche en saccharose (30%) des souris ChREBP-/- est exacerbée suite à un traitement 

par le miglitol, un inhibiteur des a-glucosidases (Kato et al., 2018). Par ailleurs, l’analyse 

comparative de souris invalidées constitutivement pour ChREBP spécifiquement dans l’intestin 

(IChKO) ou dans le foie (LiChREBP) a montré que la perte d’activité intestinale et non 

hépatique de ChREBP suffit à reproduire le phénotype d’intolérance au fructose des souris 

ChREBP-/- (Kim et al., 2017). Des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine ont 

permis de mettre en évidence que ChREBP se lie directement sur le promoteur du gène slc2a5, 

réduisant ainsi l’expression intestinale du transporteur GLUT-5 (Kim et al., 2017; Oh et al., 

2018). L’inhibition de GLUT-5 par ChREBP permettrait d’expliquer l’intolérance au fructose 

des souris ChREBP-/- et IChKO, leur phénotype se rapprochant de celui observé chez les souris 

GLUT-5-/- où l’absorption intestinale de fructose est réduite de 75% en réponse à un régime 

enrichi en fructose comparativement aux souris sauvages (Barone et al., 2009). 
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Objectifs du projet de recherche 

Contexte et hypothèses du travail  

Notre laboratoire de recherche s’intéresse depuis une quinzaine d’année au facteur de 

transcription ChREBP, qui, activé par le catabolisme intracellulaire des sucres dans le foie et le 

tissu adipeux, y orchestre en retour, un programme transcriptionnel assurant une réponse 

métabolique adaptée. De manière intéressante, des résultats préliminaires de mon laboratoire 

de thèse montraient que les souris déficientes pour ChREBP (Ch-/-), bien qu’intolérantes à une 

injection périphérique de glucose, étaient plus tolérantes au glucose administré oralement, 

suggérant que l’activité intestinale de ChREBP puisse contrôler des fonctions locales 

contribuant à la régulation de l’équilibre glycémique. L’intestin constitue en effet un acteur 

majeur de la régulation de l’homéostasie glucidique, via l’absorption trans-épithéliale du 

glucose alimentaire et la sécrétion des hormones incrétines qui participent pour près de 50-70% 

à la sécrétion d’insuline suite à une administration orale de glucose. De façon intéressante, des 

données du laboratoire démontraient également une expression élevée de ChREBP dans les 

cellules épithéliales de l’intestin proximal, siège de l’absorption des monosaccharides 

alimentaires et mettaient en évidence un enrichissement de ChREBP dans les cellules L 

produisant l’hormone incrétine GLP-1.  

 

Objectif du travail 

L’ensemble de ce travail de thèse visait donc à caractériser, dans les cellules épithéliales 

intestinales : 

(1) la régulation de l’expression et de l’activité intestinale de ChREBP par les sucres en 

conditions physiologiques et pathologiques (Axe 1). 

(2) les fonctions intestinales dépendant de l’activité locale de ChREBP et impliquées dans le 

contrôle de l’équilibre glycémique (Axe 2), telles que la réponse incrétine et/ou l’absorption 

intestinale des sucres.  

 

Le premier volet de mon travail de thèse (Axe 1) a ainsi reposé sur (i) l’exposition à des 

apports accrus en sucres alimentaires soit chez des souris jeunes au cours de la transition 

allaitement-sevrage, soit chez des souris adultes soumises à des régimes enrichis en hexoses 

(glucose, galactose, fructose) ou en disaccharides (saccharose, lactose) ainsi que sur (ii) des 
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modèles murins d’invalidation génétique des transporteurs ou des enzymes du catabolisme des 

hexoses. Par ailleurs, l’effet du glucose circulant a été évalué dans des modèles murins 

diabétiques et/ou obèses hyperglycémiques.  

 

Afin d’aborder le second volet de mon travail de thèse (Axe 2), des souris invalidées 

constitutivement et globalement pour ChREBP (Ch-/-) (modèle déjà disponible à mon arrivée 

au laboratoire) ou présentant une délétion inductible et spécifique de ChREBP dans l'épithélium 

intestinal (ChΔGUT) (modèle dévéloppé au cours de ma thèse) ont été utilisées. La réponse 

incrétine, les fonctions de digestion et d’absorption des hydrates de carbone alimentaires 

(glucose, fructose) ont plus particulièrement été explorées dans ces deux modèles murins ainsi 

que la tolérance à divers régimes en mono- (glucose, galactose, fructose) ou di-saccharides 

(saccharose, lactose). 

 

Organisation et résumé des résultats obtenus 

L’ensemble des données expérimentales issues de mon travail de thèse est présenté 

d’une part sous forme d’un article scientifique, qui sera soumis prochainement, et d’autre part 

sous forme de résultats complémentaires présentés en annexe.  

 

Résultats présentés sous forme d’article 

 

Dans l’article inclus ci-après, les figures principales présentent pour la plupart les résultats 

obtenus sur les souris ChΔGUT tandis que les figures supplémentaires illustrent les analyses 

parallèles issues des souris Ch-/-. L’article débute par la présentation du phénotype de ces deux 

modèles murins, caractérisé par une amélioration de la tolérance au glucose luminal (Figures 1 

et 2). Nous y détaillons par ailleurs la distribution tissulaire de ChREBP chez la souris ainsi que 

la caractérisation de son expression intestinale le long des axes antéro-postérieur et crypto-

villositaire (Figure 1). Nous démontrons que l’expression intestinale de ChREBP, et de certains 

de ses gènes cibles prototypiques est induite ex vivo par le glucose, suggérant que le pool 

intestinal de ChREBP soit fonctionnellement actif dans ces conditions (Figure 1).  

 

Par la suite (Figure 3), nous nous focalisons sur le rôle potentiel de ChREBP dans le 

contrôle de la fonction incrétine et nous montrons que la synthèse intestinale et la sécrétion 

portale de GLP-1 en réponse au glucose sont réduites en absence de ChREBP intestinal. Afin 

de comprendre les mécanismes à l’origine du contrôle de la production de GLP-1 par ChREBP 
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dans les cellules L intestinales, des souris invalidées pour ChREBP et exprimant la protéine 

fluorescente Venus dans les cellules L (souris Ch-/- croisées avec des souris GLU-Venus) et la 

lignée cellulaire murine entéroendocrine GLUTag ont été utilisées. Nos résultats montrent un 

fort enrichissement de ChREBP dans les cellules L comparativement aux autres cellules 

composant l’épithélium intestinal. Nous montrons également que l’expression du gcg induite 

par le glucose est diminuée par un inhibiteur pharmacologique de ChREBP (SBI477) ou par 

l’inhibition de son expression par ARN interférence. De plus, l’induction par le glucose de 

l’activité transcriptionnelle de ChREBP (vecteur rapporteur ChoRE-luc) et du promoteur du 

gcg (vecteur rapporteur gcg-luc) sont perdues suite à l’inhibition ciblée de ChREBP par siRNA. 

Ensemble, ces données suggèrent donc que l’activité de ChREBP contribue à la transcription 

du gcg induite par le glucose.  

 

L’amélioration de la tolérance orale au glucose chez les souris ChΔGUT et Ch-/- ne 

s’expliquant pas par une fonction incrétine accrue, nous avons par la suite exploré le rôle 

potentiel de l’activité intestinale de ChREBP dans l’absorption trans-épithéliale locale du 

glucose (Figure 4). Grâce à l’analyse par PET-scan de la biodistribution tissulaire du glucose 

alimentaire suite à son administration orale combinée à celle d’un isotope radioactif (2-FDG), 

nous montrons que l’absence de ChREBP intestinal s’accompagne d’une diminution de 

l’absorption intestinale de 2-FDG et d’un ralentissement de sa distribution aux organes 

périphériques. La morphologie de la bordure en brosse étant fortement corrélée à la capacité 

d’absorption des entérocytes, nous avons analysé par la suite par microscopie électronique 

l’ultrastructure des microvillosités entérocytaires (Figure 5). Nos résultats montrent une 

diminution de la longueur et de la densité des microvillosités chez les souris ChΔGUT. 

Cependant, l’analyse moléculaire de marqueurs de la bordure en brosse suggère que leur 

expression soit spécifiquement réduite pour les acteurs de la digestion et de l’absorption des 

sucres. Grâce à une analyse transcriptomique à partir de cellules épithéliales intestinales issues 

de souris ChΔGUT traitées avec une eau de boisson à 20% de glucose, nous mettons en exergue 

les principales voies ou processus biologiques et fonctions moléculaires impactés par la 

déficience intestinale de ChREBP ainsi que les gènes dont l’expression, induite par le glucose, 

est dépendante de ChREBP. Nous montrons ainsi que les gènes impliqués dans la digestion des 

disaccharides, le transport et le métabolisme des monosaccharides dépendent de l’expression 

intestinale de ChREBP. 
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Dans ce contexte, nous avons cherché à étudier, sur les souris ChΔGUT, les conséquences 

d’une exposition chronique à des régimes solides enrichis en disaccharides (lactose, saccharose) 

ou d’un traitement aigu par des monosaccharides alimentaires (glucose, fructose, galactose) 

(Figure 6). Nous montrons que l’absence intestinale de ChREBP conduit au développement 

d’une intolérance au saccharose et au lactose parallèlement à une malabsorption du fructose et 

du galactose. Parallèlement, des analyses non exhaustives du microbiote caecal de ces souris 

révèle notamment une augmentation de l’abondance du phyla des Actinobacteria et en 

particulier de l’ordre des Bifidobacteria, capables de métaboliser le saccharose, chez les souris 

ChΔGUT nourries par un régime enrichi en saccharose.  

 

Nous discutons enfin des perspectives que pourrait ouvrir l’ensemble de ce travail sur 

le rôle de ChREBP intestinal dans un contexte physiologique tel que la transition allaitement-

sevrage, et dans un contexte pathologique tel que l’hyperglycémie (Figure S8).  

 

Résultats présentés sous forme d’annexe 

 

Afin de compléter les données illustrées dans l’Article concernant le rôle du glucose via 

ChREBP dans l’épithélium intestinal, nous présentons en Annexe les résultats obtenus sur les 

effets comparatifs du glucose et du fructose (i) spéficiquement sur l’expression intestinale de 

ChREBP (Figure Annexe 1), et (ii) plus globalement, grâce à des approches transcriptomiques, 

sur l’expression génique dans l’épithélium intestinal (Figure Annexe 2). Par la suite, nous avons 

caractérisé les gènes dont la transcription est induite par le fructose et dépend de l’activité intestinale 

de ChREBP (Figure Annexe 3, Tableau Annexe 1).  

 

o Figure 1 

 

L’expression de ChREBP dans différents modèles murins (souris sauvages ou 

déficientes GLUT-2, GLUT-5 ou KHK) a été étudiée. Nous montrons ainsi qu’une stimulation 

par le glucose et le fructose entraine une augmentation de l’expression intestinale des isoformes 

chrebp-α et chrebp-β, l’induction de chrebp-β, un témoin de l’activité transcriptionnelle de 

ChREBP, étant plus accrue en réponse au fructose. Nos données montrent par ailleurs que 

l’invalidation spécifique du transport GLUT-2 dans l’épithélium intestinal (souris GLUT-2ΔGUT), 

augmente l’expression locale de ChREBP en réponse à un challenge aigu de glucose, suggérant que 

l’absence de GLUT-2 au pôle basolatéral des entérocytes entraîne une accumulation intracellulaire 
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de glucose métabolisé tandis que l’entrée de glucose au pôle apical soit compensée par d’autres 

transporteurs. La déficience pour le transporteur du fructose GLUT-5 (GLUT-5-/-) ou pour l’enzyme 

clef du métabolisme fructolytique, la KHK (KHK-/-), suffit à prévenir l’augmentation des quantités 

d’ARNm mlxipl et chrebp-β dans les cellules épithéliales intestinales en réponse au fructose, 

suggérant que le transport et le métabolisme du fructose est nécessaire à l’activation de ChREBP 

(Figure Annexe 1). 

 

o Figures 2 et 3 

 

Des analyses transcriptomiques complémentaires ont été réalisées à partir de cellules 

épithéliales isolées du jéjunum de souris sauvages exposées une nuit à 20 % de glucose (CTL-Glc) 

ou de fructose (CTL-Frc) dans l’eau de boisson et comparées à celles obtenues à partir de cellules 

jéjunales de souris contrôles non traitées (CTL-Water). Celles-ci ont permis de distinguer les voies 

biologiques activées dans l’épithélium intestinal murin par le fructose comparativement à celles 

induites par le glucose. Nous montrons ainsi que le fructose entraine une reprogrammation 

transcriptionnelle plus large des cellules épithéliales que le glucose, comme l’illustre le nombre 3 

fois plus important de gènes différentiellement exprimés en réponse au fructose comparativement 

au glucose. Par ailleurs, l’analyse ontologique de ces données montre que le fructose et le 

glucose régulent, dans les cellules épithéliales intestinales, des processus et des fonctions 

biologiques majoritairement distincts. Le traitement au glucose est notamment associé à une 

modulation des voies associées à la dégradation (lysosome, autophagie, endocytose) et au système 

immunitaire, tandis que la voie dominante activée par le fructose dans l’intestin est celle de la 

transduction olfactive (Figure Annexe 2).  

 

Parmi les gènes dont l’expression est induite par ces deux monosaccharides, nous 

caractérisons ensuite ceux qui dépendent de l’activité intestinale de ChREBP. Pour ce faire, nous 

complétons nos analyses transcriptomiques par celles de cellules jéjunales isolées à partir de de 

souris ChΔGUT stimulées une nuit par 20% de glucose (ChΔGUT-Glc) ou de fructose (ChΔGUT-Frc). 

Nous montrons ainsi qu’environ 53% de gènes activés par le fructose dépendent de ChREBP 

contre seulement 14% dans le cas de l’exposition au glucose. En d’autres termes, la transcription 

de 40 fois plus de gènes dépend de l’activité intestinale de ChREBP en réponse au fructose 

comparativement au glucose, suggérant un rôle central de ChREBP dans la réponse 
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transcriptionnelle des cellules épithéliales intestinales en réponse au fructose alimentaire (Figure 

Annexe 3). 

 

En complément de l’étude que nous présentons dans l’Article, nous montrons que les gènes 

impliqués dans la digestion des disaccharides, le transport et le métabolisme des monosaccharides 

sont significativement diminués chez les souris ChΔGUT suite à l’exposition au fructose. L’Enolase 

(eno1) et la Triokinase (tkfc) figurent notamment parmi les 50 gènes les plus induits par une 

stimulation à 20 % de fructose et diminués par la déficience en ChREBP dans l’intestin 

(Tableau Annexe 1). Pour finir, la caractérisation des voies biologiques régulées via ChREBP 

par le fructose dans l’épithélium intestinal montre que les termes significativement surreprésentés 

correspondent à ceux impliqués dans la signalisation par les RCPGs (p = 7,0043e-24) et les 

récepteurs olfactifs (p = 3,7809e-12) (Figure Annexe 3). En effet, parmi les 50 gènes les plus 

fortement induits par le fructose et dépendants de ChREBP, 10 d’entres eux sont impliqués dans la 

perception olfactive (récepteur olfactif) (Tableau Annexe 1), suggérant un rôle nouveau de 

ChREBP dans le contrôle de cette fonction. 
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Loss of intestinal ChREBP impairs absorption of dietary sugars  

and prevents glycemic excursion curves. 
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ABSTRACT 

Increased sugar consumption is a risk factor for features of the metabolic syndrome 

including obesity, hypertriglyceridemia, insulin resistance, diabetes, and nonalcoholic fatty liver 

disease. The gut epithelium, which plays a central role in dietary sugar digestion, absorption 

and metabolism has emerged a key actor of metabolic disorders. While the transcription factor 

ChREBP (Carbohydrate response element binding protein) has been established as a key 

player of the adaptive reprograming of cellular metabolism in various tissues upon glucose or 

fructose challenge, its specific contribution to the regulation of blood glucose upon dietary 

sugar intake was not previously addressed. 

Interestingly, we demonstrate that ChREBP is abundantly expressed in the proximal 

gut epithelium, where carbohydrates digestion and absorption primarily occur and in particular 

L cells, which produce the glucoincretin GLP-1. The inducible deletion of ChREBP specifically 

in the mouse gut epithelium (ChΔGUT mice) resulted in the reduction of early glycemic excursion 

upon oral glucose load. Surprisingly, despite being associated with reduced GLP-1 production, 

loss of gut ChREBP activity significantly dampened glucose transepithelial flux, and thereby 

delayed glucose distribution to peripheral tissues. Among the underlying mechanisms, we 

unveil that ChΔGUT mice show an impaired expression of key intestinal hexose (glucose, 

galactose, fructose) transporters and metabolic enzymes as well as brush border 

dissacharidases. In agreement, intestinal ChREBP deficiency was accompanied by a 

precocious intolerance to both high-lactose and high-sucrose diets concomitant with mild 

galactose and severe fructose malabsorption syndromes.  

Altogether, our study demonstrates that, by transcriptionally orchestrating local 

digestion and absorption of dietary sugars, ChREBP activity in the mouse gut epithelium 

controls glucose appearance rate into systemic circulation and prevents against intolerance to 

mono- and disaccharides.  
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INTRODUCTION 

Prominent dietary sugars include sucrose and lactose, and their constituent monomers, 

glucose, fructose, and galactose. While the consumption of dietary sugars has tripled 

worldwide over the last five decades, mostly due to excessive intake of added fructose, global 

health guidelines are calling for reductions in consumption of dietary sugars due to concerns 

over their potential role in disease. Epidemiological studies have documented a strong 

correlation of enhanced sugar intake with numerous pathological conditions associated with 

impaired glycemic control, such as obesity, diabetes, and non-alcoholic fatty liver disease 

(Jegatheesan & De Bandt, 2017a; Stanhope, 2012). In this context, the gut occupies a decisive 

position as it contributes to sweet tasting, to early breakdown and absorption of sugars as well 

as to incretin response and neural regulation of food intake, which are all key players in the 

regulation of postprandial glycemia. This is illustrated by blood glucose-lowering approaches 

of type 2 diabetes treatment targeting either the activity of enterocytes brush border alpha-

glucosidases (acarbose, miglitol) (Chiasson et al., 2002; Hanefeld, 2007; Inzucchi et al., 2015; 

Yang et al., 2014) or the insulin secretagogue action of enteroendocrine L cells-derived GLP1 

(GLP1R agonists, DPP4 inhibitors) (Gilbert & Pratley, 2020).  

Interestingly, recent evidence support that sugar metabolism represents another 

important feature of gut epithelial cell potency to control glycemia, in particular upon dietary or 

blood sugar overload. Thus, while the small intestine was lately identified as the major site of 

dietary fructose clearance in mice, it was proposed that its metabolic capacity to convert it into 

glucose determines liver exposure to portal fructose and thereby fructose hepatic toxicity (Jang 

et al., 2018, 2020). Moreover, gut alterations in intracellular glucose metabolism upon 

hyperglycemic conditions were reported to interfere with intestinal permeability, a critical player 

of metabolic low-grade inflammation (Thaiss et al., 2018). In addition, monosaccharide 

consumption has been shown to enhance intestinal de novo lipogenesis, and glucose or 

fructose were highlighted as substrates for triglycerides synthesis and lipoprotein export in the 

form of chylomicrons (Hoffman et al., 2019). Of note, the contribution of intestinal sugar 

metabolism to glycemic control was also reported upon fasting state, as intestinal glucose 

production is essential to maintain glucose homeostasis in the absence of hepatic glucose 

production under this condition (Penhoat et al., 2014).  

In this context, the transcription factor ChREBP (Carbohydrate response element 

binding protein), which is encoded by the mlxipl gene, was extensively demonstrated to 

mediate the transcriptional effects of glucose and fructose on genes encoding enzymes of key 

intracellular metabolic pathways (glycolysis, fructolysis, de novo lipogenesis) in the liver or in 

the white adipose tissue (Abdul-Wahed et al., 2017). Interestingly, whole-body knockout of 

mlxipl was primarily associated with a pronounced intolerance to high-sucrose challenge and 
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to fructose malabsorption in mice (Iizuka et al., 2004; Oh A et al., 2018; Kato T et al., 2018). 

Kim et al. further demonstrated that intestinal rather than hepatic ChREBP activity was 

essential for fructose tolerance and that constitutive invalidation of ChREBP in the gut was 

sufficient to recapitulate the fructose-mediated toxicity observed in global ChREBP knockout 

mice (M. Kim et al., 2017). While intestinal epithelial cells are key players in the release of 

glucose into the portal circulation upon fructose or glucose challenge (Gorboulev et al., 2012; 

Jang et al., 2018; Schmitt et al., 2017), and reduced expression of hexoses transporters was 

previously reported in the gut of mouse models with total ChREBP deficiency in response to 

fructose or sucrose (Kato et al., 2018; Oh et al., 2018), the specific contribution of intestinal 

ChREBP activity to the regulation of blood glucose upon dietary sugar intake was not 

previously addressed. 

 To test this hypothesis, we generated an inducible model of ChREBP invalidation in 

intestinal epithelial cells (ChΔGUT mice). Interestingly, specific gut deletion of ChREBP in adult 

mice was associated with reduced glycemic excursion upon oral glucose or fructose load. At 

the mechanistic level, we unveiled that intestinal ChREBP activity controls glucose 

transepithelial flux and orchestrates the expression of intestinal hexose (glucose, galactose, 

fructose) transporters and metabolic enzymes as well as brush border dissacharidases. 

Consequently, ChΔGUT mice displayed an early intolerance to both high-lactose and high-

sucrose diets concomitant with mild galactose and severe fructose malabsorption syndroms. 

Altogether, our data pinpoint that intestinal ChREBP activity is a pivotal transcriptional mediator 

of the adaptative response to luminal dietary sugars in the gut epithelium and of the 

consecutive glucose appearance rate into systemic circulation.    
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MATERIEL AND METHODS 

Generation of transgenic mice with targeted deletion of Mlxipl in the intestine 

Heterozygous mlxipltm1a(EUCOMM)Wtsi mice were generated as previously described 

(Iroz et al., 2017), using a targeting vector with an hygromycin cassette that was inserted 

between exon 15 and exon 16 of the murine mlxipl gene, flanked by two FRT (Flipase 

Recognition Target) sites and two loxP sites flanked exon 9 and hygromycin cassette. These 

founder mice were crossed with mice that express the Flippase recombinase to remove the 

hygromycin cassette, thereby generating mlxiplfl/fl mice (Figure S1). Chfl/fl mice were then 

crossed with villin-CreERT2 mice, which specifically express the Cre recombinase in the gut 

epithelium (El Marjou et al., 2004) to generate mlxiplfl/fl;Vil-CreERT2 mice. Intestinal inducible 

deletion of mlxipl (ChΔGUT) was performed in 8 week old mlxiplfl/fl;Vil-CreERT2 mice through daily 

gavage with tamoxifen citrate salt (1mg/mice) (Sigma T9262) diluted in 5% carboxy-

methylcellulose sodium salt during 5 consecutive days. Similarly, mlxiplfl/fl mice were given 

tamoxifen and were used as controls (CTL mice). Mice were genotyped using the following 

PCR primers: Villin-Cre F: 5’ CAG-GGT-ATA-AGC-GTT-ATA-AGC-AAT-CCC 3′ and R: 5’ 

CCT-GGA-AAA-TGC-TTC-TGT-CCG 3′; mlxipl floxed F: 5’ CAC-TGA-GTG-TCC-ACC-TGT-

CTC-CCC-CT 3′ and R1: 5’ GCA-CCC-ATT-TAC-CAA-CTT-AGT-C 3′ and R2: 5’ TCC-CAC-

ATC-TCT-AGG-CTC-AG 3′. 

 

Animals and dietary challenges 

Experimental procedures, which were conforming to the French guidelines for animal studies, 

were approved by the local Animal Care and Use Committee (CEEA Paris Descartes) and, 

were registered at the National Ethics Committee (CNREEA Ile-de-France no. 34, agreement 

# 12-129 and 12-162). 

8- to 12-week-old C57BL/6J (Janvier Labs), Ch−/− (Iizuka et al., 2004), ChΔGUT mice and their 

respective control littermates (CTL) were used for all experiments. Ch−/− and Ch+/+ mice as well 

as Chlox/lox and ChΔGUT mice were co-housed and maintained in a 12-hr light/dark cycle with free 

access to water and standard diet (65% carbohydrate, 24% protein and 11% fat) unless 

otherwise specified. Mice Chlox/lox and ChΔGUT were sacrificed 4 weeks after the beginning of 

the tamoxifen treatment. Regarding the high sugar tolerance tests, mice were challenged (i) 

either with solid diets composed of high-sucrose (60% sucrose, 20% caseine, 7,95% cellulose, 

7% soja, mineral, vitamin, cystin and bitartrare choline) or high-lactose (60% lactose, 20% 

caseine, 7,95% cellulose, 7% soja, mineral, vitamin, cystin and bitartrare choline) (SAFE®) 

during 4 or 40 days, (ii) or with 60% glucose (G8270, Sigma), 60% fructose (F9048, Sigma) 

diluted in water or 60% galactose diluted in water and administrated at 1% of body weight 
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(G5388, Sigma) added in the drinking water for 3 days. Body weight was measured on a daily 

or weekly basis and mice were sacrificed by cervical dislocation.  

In order to obtain a mouse model where enteroendocrine L cells are deficient for ChREBP, the 

transgenic GLU-Venus mice, expressing Venus yellow fluorescent protein under the control of 

the proglucagon gene (Reimann et al. 2008), were crossed with Ch+/+ or Ch−/− mice.  

Male and female C57BL/6J mice of approximately 3 months of age, or 8-week-old ob/ob mice 

purchased from Charles River were used to generate offspring used in this study. Mice were 

housed on a 12-hour dark-light cycle with free access to water and standard diet. For 

suckling/weaning transition studies, adult male and female B6 mice were pair housed and 

females were monitored daily and singly housed within 48 h of parturition. 8-day-old suckling 

pups and 28 day-old weaned mice were then sacrificed by cervical dislocation before intestine 

collection. In another set of experiments, type 1 diabetes was induced by a single injection of 

streptozotocin (Sigma, 101809717) in 8-week-old male C57BL/6J mice. Mice were fasted 6h 

prior to the STZ i.p. injection and the control mice were injected with citrate buffer. The STZ 

was dissolved in citrate buffer (pH = 4.5) at a dose of 180mg/kg body weight. Random blood 

glucose (RBG) was measured before and 7 days after citrate or STZ administration. 
 

Indirect calorimetric measurements 

Mice were housed individually in metabolic cages (Labmaster, TSE systems GmbH) with ad 

libitum access to food and water. They were acclimated four days before monitoring for the 

next three days. Oxygen consumption, carbon dioxide production (ml/h), energy expenditure 

(EE; kcal/h) and respiratory exchange ratio (RER; vCO2/vO2) were measured using indirect 

calorimetry. Subsequently, each value was expressed either by total body weight or whole lean 

tissue mass determined by TD-NMR (Minispec LF90II, Bruker) Food and water intakes as well 

as spontaneous locomotor activity were recorded during the entire experiment.  

 

Glucose and insulin tolerance tests 

For oral and i.p. glucose tolerance test (OGTT and IPGTT, respectively), overnight fasted (16 h) 

mice received a 2 g/kg glucose load. For insulin tolerance test (ITT), mice fasted for 6 h were i.p. 

injected with 1 U/kg insulin. Blood glucose was then measured at the tail vein with an Accu-Check 

glucometer (Roche Diabetes Care). Intestinal glucose absorption was estimated by calculating the 

glycemic slope between 0 and 5 min after an oral glucose load. 

 

Gastric emptying measurement  

Mice were fasted 24 hours with free access to water until 3 hours before an oral load with 150 

µl of prewarmed (37°C) phenol red 0,5% (Sigma) in 1.5 % methylcellulose. Control mice were 
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sacrificed immediately after the administration (100% phenol red remaining in the stomach 0 

min) and the others were sacrificed 5, 30, 60 or 120 minutes after the oral load. A laparotomy 

was performed to expose the stomach that was ligatured at both extremities (pylorus and 

esophageal sphincter) before being sampled. The stomach and its content were homogenized 

in 30 ml NaOH (0.1N). After 1-hour decantation at room temperature, 5 ml of supernatant was 

added to 0.5 ml trichloroacetic acid solution (20% w/v) to precipitate the proteins. The mixture 

was centrifugate 10 minutes at 2500 g and the supernatant was added to 4 ml NaOH (0.5 N) 

to develop the maximum color intensity. The optical density (OD) was measured at 560 nm. 

The percentage of gastric emptying was calculated as follow: (1 – phenol red remaining in the 

stomach / average of phenol red in the control stomachs) * 100. 

 

Intestinal transit time 

Carmine red was given by gavage to mice fasted for 6 h (10 mg/mL of water, 10 μL/g body 

weight). The total intestinal transit time was measured by determination of time between 

ingestion of carmine red and first appearance of the dye in feces. 

 

Intestinal permeability analysis in vivo 

In vivo intestinal permeability was evaluated by the intestinal permeability of FITC-dextran 

4 kDa. Briefly, 6-h water-fasted mice were gavaged with FITC-dextran 4 kDa by gavage 

(600 mg/kg body weight, 120 mg/ml; Sigma-Aldrich, St Louis, MO). After 4 h, 120 μl of blood 

were collected from each mouse from the retro-orbital vein. The blood was centrifuged at 4 °C, 

10,000 rpm, for 5 min. Plasma was analyzed for FITC-dextran 4 kDa concentration with a 

fluorescence spectrophotometer (SPARK 10M, TECAN) at excitation and emission 

wavelengths of 485 nm and 535 nm, respectively. Standard curves for calculating the FITC-

dextran 4 kDa concentration in the samples were obtained by diluting FITC-dextran 4 kDa in 

PBS. 
 

Imaging intestinal glucose absorption and biodistribution using 2-FDG-PET-CT 

CTL and ChΔGUT mice were fasted overnight and subjected to Positron Emission Tomography 

- Computed Tomography (PET-CT) using the radiotracer 2-deoxy-2-[18F]fluoro-D-glucose (2-

FDG) to assess intestinal glucose absorption and biodistribution in peripheral tissues. Mice 

were anesthetized with 1–2% isoflurane (IsoVet 100%, Centravet) in 100% O2 during the 

whole experiment. PET acquisitions were acquired in the PET-CT scanner (nanoScan PET-

CT, Mediso) 1 min after oral gavage of 10 MBq [
18

F]2-FDG (Gluscan, Advanced Applied 

Applications) in a saline solution containing 4 g/kg of D-glucose. Body temperature and 

respiration were registered. List-mode PET data were collected between 1- and 60-min post-
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injection, binned using a 5-ns time window, a 400- to 600-keV energy window, and a 1:5 

coincidence mode. At the end of the PET acquisitions, CT scans were performed using the 

following parameters: mode semi-circular, tension of 39 kV, 720 projection full scan, 300 ms 

per projection, binning 1:4. After the in vivo scans, mice were sacrificed and the whole intestine 

was isolated and flushed to remove intraluminal 2-FDG for ex vivo PET-CT acquisition of 

5 min. In vivo PET acquisitions were reconstructed in 12 frames of 5 min using the Tera-Tomo 

reconstruction engine (3D-OSEM based manufactured customized algorithm) with expectation 

maximization iterations, scatter, and attenuation correction. Images were analyzed using the 

software PMOD (PMOD Technologies LLC). Standardized Volume of Interest (VOI) was drawn 

in each organ, and Standardized Uptake Values (SUV) were calculated by dividing the mean 

tissue radioactivity concentration by the total orally administrated 2-FDG and body weight. 

 

Plasma β-hydroxybutyrate and insulin measurement 

Plasma β-hydroxybutyrate concentrations were measured at the tail vein of fasted and refed 

mice with a ketone meter (FreeStyle, Optium Neo). Plasma insulin was assayed using an 

ultrasensitive insulin ELISA kit (ALPCO). To that end, blood samples were collected by retro-

orbital sinus puncture at 0, 15 and 30 min of OGTT and immediately centrifuged (3000g, 4°C, 

10min) before storage at -80 ° C for further analysis. 

 

Measurement of portal and gut mucosa GLP-1 or GIP levels  

Portal GLP-1 levels were measured before and 15-min after an oral challenge with 

2 g/kg glucose in overnight fasted mice. Blood was collected from the portal vein of 

anesthetized mice (ketamine 100 mg/kg, xylazine 10 mg/kg i.p.) in EDTA-precoated tubes 

containing DPP-IV inhibitor (DPP4-010, 5mM, MilliporeTM), aprotinin (5mM, Sigma®) and 

protease inhibitor cocktail (P8340, Sigma®). Blood samples were then immediately centrifuged 

(3000g, 4°C, 10min) and stored at -80°C. For GLP-1 and GIP gut content evaluation, jejunum 

from 16 hours fasted mice was collected and sliced into small pieces. Tissues were 

homogenized in ethanol/acid (100% ethanol: sterile water: 12N HCl 74:25:1 v/v) solution (5 

mL/g tissue) and homogenates were shred (6,5 movements/sec, 60 sec) and incubated 

overnight at 4°C. The next day, samples were centrifuged (3000g, 20 min, 4°C) and 

supernatants were collected and stored at -80°C until GLP-1 dosage. Portal and gut mucosa 

GLP-1 or GIP levels were assayed using high sensitivity GLP-1 total chemiluminescent ELISA 

kit (K150JVC-1, Meso Scale Discovery®) or GIP total ELISA kit (EZRMGIP-55K, Sigma-

Aldrich, Merck). 
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Ex vivo intestinal glucose absorption  

Glucose transport was assayed ex vivo using jejunal loop as described previously.1 Briefly, 

four 3-cm intestinal segments were filled with Krebs Ringer Bicarbonate Buffer solution 

containing 30 mM D-glucose with 0.1 mCi/mL [14C]- glucose (specific activity 49.5 mCi/mmoL) 

and with or without 100 mM phloretin, a glucose transporter inhibitor. Each segment was 

ligated at both ends and incubated in a 37°C thermostat-controlled bath of Krebs modified 

buffer at pH 7.4 continuously gassed with 95% O25% CO2. Mucosalto-serosal and serosal-to-

mucosal transport of glucose was monitored using everted and noneverted isolated intestinal 

loops, respectively. Time-dependent [14C]-glucose transport was determined by sampling 

from the bath at 0, 5, 10, 20, 30, and 60 minutes. At 60 minutes, isolated intestinal loops were 

collected, flushed, weighed, and homogenized with Ultra-Turrax (Ika, Wilmington, NC) for 

quantification of radioactivity. Radioactivity was measured using a beta counter (Beckman LS 

6000 TA liquid scintillation counter). Apparent permeability (Papp) was used to assess 

transport according to the following equation Papp ¼ (dQ / dt) $ (V / Q0 $ A), where V is the 

volume of the incubation medium, A is the area of the loop, Q0 is the total radiolabeled glucose 

introduced into the loop and dQ/dt is the flux across the intestinal loop. 

 

Isolation of intestinal epithelial cells (IEC). 

IEC from 8-week-old C57BL/6J were isolated by incubation of small intestinal or colonic 

fragments in a PBS chelating buffer containing EDTA (15 mM), Dithiothreitol (DTT, 1M) and 

protease inhibitors (1 tablet per 50mL extraction solution) (COmplete protease inhibitor cocktail 

tablets in EASYpacks, Roche®) for 30 min at 37°C under gentle shaking at 100 rpm. Cells 

were pelleted (8000g, 4°C, 5 min) and flash-frozen in liquid nitrogen and stored at −80 °C until 

further protein and gene expression analyses. The sequential isolation of intestinal and colonic 

epithelial cells along the crypt–villus axis (CVA) was performed as previously described and 

validated (Guilmeau et al., 2010). The small and large intestines were dissected, everted, filled 

to distension with phosphate-buffered saline (PBS), and incubated with shaking at 37°C in 1.5 

mM EDTA buffer. Resulting fractions of dissociated epithelial cells were harvested by 

centrifugation at 1500 rpm at 4°C for 5 minutes, cell pellets were snap frozen in liquid nitrogen, 

and stored at -80°C. 

 

L cells isolation and flow cytometry analyses.  

IEC isolation was carried out from 10- to 12-week-old male GLU-Venus mice. After cervical 

dislocation, proximal jejunum and colon were collected, washed in PBS and mesenteric adipose 

tissue and muscular layers were separated from the epithelium. Epithelial tissue were opened 

longitudinally, cut into 1-2 mm pieces and digested 30 min at 37°C in DMEM containing 25 mM 

of glucose (G25) and 1M of collagenase (Clostridium, C9407-1G, Sigma®) under repeated 
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agitation every 10 min. Sedimented cells at the bottom of the tube were placed in a new 

collagenase solution for a second digestion step while the supernatant was centrifuged (1600 rpm, 

10 min). After 30 min epithelial cells suspension were collected by centrifugation (1600 rpm, 10 

min), pooled in DMEM (G25) and passed through large (70/100 μm) and then small diameter (40 

μm) filters. All isolated epithelial cells were pelleted through centrifugation (1600 rpm, 5 min) and 

resuspended in DMEM (G25) before Fluorescence-activated cell sorting (FACS, 488 nm 

excitation) using an ARIA III high flow sorter analyzer (Beckman Coulter®). Single cells were 

selected by lateral dispersion, direct scattering and pulse width in order to exclude cellular 

debris and aggregates. L+ cells expressing the Venus protein (L+) were discriminated from L- cells 

by their relative fluorescence, allowing the collection of isolated L+ cells at ~ 95% purity. The 

mixed population of other epithelial L- cells was also collected apart. Up to 2 000 for L+ and 50 

000 for L- cells were sorted into 200 μL of TRIZol and frozen at -80°C for subsequent RNA 

extractions. 

 

GLUTag cell culture and transfections. 

The GLUTag mouse enteroendocrine cell line was kindly provided by Daniel J Drucker (Mount 

Sinai Hospital, Toronto, ON, Canada). GLUTag cells were grown at 37°C under 5% CO2 at 

95% humidity in Modified from Dulbecco Medium (DMEM) plus GlutaMAXTM-1 medium 

containing glucose (5,5mM) with glutamine and sodium pyruvate (Thermo Fisher Scientific), 

supplemented with fetal bovine serum (10%, FBS), penicillin (1%, 10 000U/ml) and 

streptomycin (10 000 µg/ml). For glucose challenges experiments, GLUTag cells were starved 

overnight in a medium containing low glucose (1mM), glutamine but no sodium pyruvate 

(Thermo Fisher Scientific), supplemented with FBS (1%), and incubated for 24h with either low 

(5,5mM) or high glucose (25mM), supplemented or not with SBI-477 (10µM). Supernatants 

were then collected, centrifuged (5 min, 1000 rpm), transferred to fresh Eppendorf tubes and 

stored at-80°C for further analysis. 

GLUTag cells were plated in 24-well dishes, allowed to recover for 48h before transfection. 

siRNAs and plasmids transfections were performed using OptiMEM media and Lipofectamine 

2000 as instructed by the manufacturer (Invitrogen). The cells were incubated with the 

transfection mixture for 4 h, washed twice with DMEM containing 5.5 mM glucose 

supplemented with FBS (1%) and then cultured in regular growth medium for 24, 48 or 72 h, 

and finally harvested and stored at −80 °C. Either non specific siRNA (ns) or siRNA targeting 

murine ChREBP (siChREBP) (SMARTPool, ON-TARGETplus Mouse Mlxipl siRNA, 

Dharmacon) were used. Gcg-Luc luciferase reporter plasmids, in which luciferase activity was 

placed under the control of −2400 bp of the rat Gcg gene promoter, were provided by Dr Tianru 

Jin (University of Toronto, Toronto, Canada) (Lü et al., 1996). ChoRE-luc reporter, in which 

luciferase activity was placed under multimeric ChoRE sequences of the rat L-pk gene 
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promoter, was a gift from Dr Mireille Vasseur (Bricambert et al., 2018). The Renilla luciferase 

reporter pRL-CMV was used as internal control. Dual luciferase reporter assays were performed 

48h post transfection. Empty pcDNA3 plasmid, ChREBP-WT and ChREBP-CA, encoding 

mouse wild type ChREBP or a constitutively active form of ChREBP deleted of the LID domain 

were previously described (Iroz et al., 2017). 

 

Protein extraction and western blot analyses 

IECs from small intestine and colon were solubilized at 4°C in a buffer containing NaCl 

(150mM), Tris-HCl 1M (50mM, pH 7,5), EDTA 0,5M (5mM), Sodium Pyrophosphate (30mM), 

NaF (5mM), triton X-100 (1%), PMSF (1mM), Sodium Orthovanadate (2mM) and protease 

inhibitors tablets (COmplete protease inhibitor cocktail tablets in EASYpacks, Roche). 

Supernatants were collected after centrifugation (14000g, 4°C, 10 min) and proteins were 

quantified using the Bradford method (BioRad Protein Assay). Whole-cell lysates (80 

microgram) were subjected to SDS-PAGE electrophoresis and immunoblotted with the 

following primary antibodies: anti-ChREBP (1:1000, #NB-135, Novus Biologicals), anti-PCNA 

(1: 1000, #13110, Cell Signaling Technology) and anti-β-actin (1:5000, #13E5, Cell Signaling 

Technology). The immunoreactive bands were revealed using Clarity Western ECL Substrate 

(BIO-RAD). Chemiluminescence analyses were performed with the ChemiDoc MP Imaging 

System (BIO-RAD). 

 

Histological analyses and GLP-1 immunostaining 

The small intestine and the colon were collected, opened longitudinally, cleaned with 

PBS (Sigma®), rolled up and then fixed in paraformaldehyde solution (4%, PFA) all night at 

4°C. The tissues were embedded in paraffin and cut into 5 μm thick sections before 

deparaffinization and rehydration. Transversal intestinal sections from CTL and ChΔGUT mice 

were stained with hematoxylin and eosin to visualize crypt and villus morphology. On intestinal 

sections from Ch+/+ and Ch-/- mice, endogenous peroxidase activity was blocked by H2O2 (3%, 

10 min) (H-1009, Sigma®) and L-cells immunolabelling was performed using anti-GLP-1 

antibody (1:200, ab26278, Abcam®), mouse on mouse immuno-detection kit (BMK-2202, 

M.O.MTM, Vector®), ABC HRP kit (PK-6100, The VECTASTAIN® Elite, Vector®) and DAB 

Peroxidase HRP Substrate kit (SK-4100, Vector®) according to manufacturer’s instructions. 

Following dehydration and counterstaining with hematoxylin, sections were mounted in 

VectaMount Permanent Mounting Medium (H-5000, Vector®), scanned with the Lamina 

Multilabel Slide scanner (Perkin Elmer) and analyzed with the "Panoramic Viewer" software. 

Total GLP-1 positive L cell number was evaluated manually in a blinded way on a single 

transversal section of intestinal roll from the upper small intestine (USI), the lower small 

intestine (LSI) and the colon (COL). 
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Transmission electron microscopy  

Samples from jejunum were analyzed under a JEOL 1011 (Tungsten filaments) transmission 

electron microscope with a charge-coupled device (CCD) digital camera mounted in the 35mm 

port on the microscope (GATAN Erlangshen).  Acquisitions were processed using software 

« Digital Micrograph » and ImageJ. The quantitative analysis (microvillus length and density) 

was obtained from 10 cells of each sample (40 cells by group). 

 

Quantitative RT-PCR analyses 

Total RNA was extracted from mouse small intestine and/or colon using TRIzol reagent 

(15596026, InvitrogenTM) according to the manufacturer’s instructions and RNA purity was 

verified by spectrophotometry (NanodropTM 3300, Thermo Scientific®). cDNA was obtained by 

retro-transcription of 1μg of purified RNA using Super Script III Reverse Transcriptase kit 

(InvitrogenTM). Quantitative PCR was carried out in duplicate using SYBR Green I Master 

(Roche®) and LightCycler480 System (Roche®) under following conditions: 15-min 

denaturation at 95°C, followed by 10 s cycles at 95°C (denaturation), 45 s at 60°C (annealing), 

and 10 s at 72°C (extension). Primers sequences used are detailed in Table 1.  Gene 

expression was normalized over the expression of TBP mRNA levels. 

 

Cecal microbiota analysis 

Bacterial DNA was extracted from luminal cecal content samples using the ZR fecal DNA 

Miniprep kit according to the manufacturer instructions (Zymo Research, USA). Relative 

abundance of bacterial phyla or species were determined by PCR analysis using the primers 

indicated in Table 1 and each value was normalized to UTB levels. Quantitative PCR was 

carried out in duplicate using SYBR Green I Master (Roche®) and LightCycler480 System 

(Roche®) under following conditions: 15-min denaturation at 95°C, followed by 10 s cycles at 

95°C (denaturation), 45 s at 60°C (annealing), and 10 s at 72°C (extension). 

 

Transcriptomic analysis 

Gene expression profile of jejunum epithelial cells isolated from ChΔGUT and CTL mice in 

response to glucose/fructose challenge were analyzed using Affymetrix Clariom S Mouse 

microarrays by the "Genomics" platform of the Cochin Institute. Differential expression was 

measured with moderated t-test (limma R package). The gene set enrichment analyses (GSEA) 

were performed with these data and with BioCarta and Kyoto Encyclopedia of Genes and 

Genomes (KEGG) gene sets. Genes with a fold change (converted into log2) ≥ 1,3 or ≤ 1,3 and 

P value (converted into log10) < 0,01 were considered as differentially expressed between CTL vs 

ChΔGUT mice in response to 20%-glucose challenge and were analyzed by Partek Genomics Suite 

(Version 7-19-1125), to generate volcano plot. Differential gene expressions levels with a fold 
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change ≥ 1,3 or ≤ 1,3 and P value < 0,01 between CTL untreated (water without sugar) vs CTL 

treated (20%-glucose challenge mice) and CTL vs ChΔGUT mice both in response to 20%-glucose 

challenge were analyzed using the IPA software (current version 51963813, release 2020-03-11, 

Ingenuity Systems Inc., QIAGEN, Redwood City, CA, USA) by uploading outcomes from 

microarray to identify statistically overrepresentation of Gene Ontology (GO) terms in gene sets. 

VENNY2.1 was used to generate Venn diagram by uploading outcomes from RNA sequencing. 

FunRich (Functional Enrichment analysis tool) software has also been used to create complex 

venn diagram. Genes were considered as differentially expressed when fold change was ≤ 1,3 

were analyzed by Heatmapper, a web server freely available, to generate a selected heatmap from 

transcriptomic analysis. 

 

Statistical Analysis 

All values are presented as means ± SEM. Data were analyzed using one-way or two-way 

analysis of variance (ANOVA) followed by Bonferroni post-test multiple comparisons or Mann-

Whitney U test. Data analysis was performed using GraphPad Prism software. Statistical 

significance was assumed at P values <0.05.  
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RESULTS 

Tolerance to oral glucose challenge is paradoxically improved in Ch−/− mice.  

We first evaluated the metabolic consequence of ChREBP deficiency. We observed 

that despite high fasting blood glucose, insulin resistance and intolerance to peripheral glucose 

(Figure 1A-D), Ch−/− mice surprisingly displayed an improved tolerance to oral glucose 

challenge, as compared to Ch+/+ control mice (Figure 1E-F). In agreement with previous 

publications (Iizuka et al., 2004), ChREBP deficiency was accompanied by a 25% reduction in 

white adipose tissue weight and a 75% increase in liver mass despite similar body weight and 

length in Ch−/− and Ch+/+ mice (Figure S2A). We next monitored Ch-/- mice in metabolic 

cages for 5 consecutive days. No significant change in food, water intake, respiratory 

exchange ratio (RER), oxygen consumption rate (VO2), carbon dioxide release rate (VCO2) 

or body heat production (Figure S2B-G) could be observed. Of note, the locomotor activity of 

Ch−/− mice was significantly reduced during the nocturnal period when compared to control 

littermates (Figure S2I-J). We validated that the paradoxical ameliorated response of Ch−/− 

mice to OGTT did not result from slower gastric emptying upon ChREBP deficiency (Figure 

S2J). Tissue distribution analysis revealed abundant mlxipl gene expression in the upper small 

intestine, where carbohydrates digestion and absorption primarily occur (Figure 1G). 

Quantification of mlxipl mRNA indeed demonstrated that duodenal expression represented 

57% of that in the liver, a major ChREBP expressing tissue (Iizuka et al., 2004). Gut mlxipl 

mRNA levels followed a decreasing gradient along the antero-posterior axis, illustrated by the 

9.6 fold drop in the expression of mlxipl when comparing the expression in the duodenum and 

the colon. A smaller range gradient and (3.5 fold difference in duodenum vs colon) and an 

opposite distribution was observed for mlx, the obligatory partner of ChREBP (Stoeckman et 

al., 2004) (Figure 1G). In agreement with mRNA quantifications, western blot analysis revealed 

that ChREBP protein level was predominant in the duodenum and the jejunum, and less 

abundant in caecum and colon (Figure 1H). Moreover, epithelial cell fractionation along the 

crypt-villus axis demonstrated that, despite higher mlxipl mRNA levels in jejunal crypts, 

ChREBP is both expressed in villi differentiated cells and PCNA positive proliferating cells from 

the crypt compartment (Figure 1J-K). Interestingly, jejunal loops exposure to luminal 25mM 

glucose resulted in a significant increase of epithelial intestinal mlxipl and mlx mRNA levels, 

as well as ChREBP protein levels as compared to those stimulated with 5mM glucose (Figure 

1L-N). In parallel, exposure of jejunal loops to 25 mM glucose also led to enhanced expression 

of prototypic ChREBP target genes such as txnip and lpk suggesting that ChREBP signaling 

pathway was fully functional in the gut epithelium (Figure 1O). Of note, intestinal mRNA levels 

of lipogenic genes (acc, fas, scd-1) that are known to be controlled by ChREBP in the liver, 

were not modified in response to either high glucose challenge or ChREBP deficiency (Figure 
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S2K). Finally, we verified that loss of ChREBP in the gut epithelium was not compensated by 

increased expression of mondoA, its paralog protein (Figure S2L). Altogether, these data 

suggest that improved tolerance of Ch−/− mice to oral glucose bolus may result from impaired 

ChREBP activity in the gut mucosa. 

Gut epithelial ChREBP activity contributes to glycemic control. 

In order to determine whether intestinal ChREBP activity contributes to the improved 

oral glucose tolerance observed in Ch-/- mice, we generated a mouse model of inducible 

deletion of ChREBP in the gut epithelium (ChΔGUT mice). Efficient intestinal ChREBP deficiency 

was validated 4 weeks after tamoxifen administration in 8-week-old mice, as illustrated by the 

drastic reduction in mlxipl mRNA levels in epithelial cells isolated from the upper small intestine 

(USI), the lower small intestine (LSI) and the colon of ChΔGUT mice as compared to CTL mice 

(Figure 2A). Accordingly, ChREBP proteins were undetectable in intestinal and colonic 

epithelial cells of ChΔGUT mice, while ChREBP expression was unchanged in the liver, indicating 

specific invalidation of mlxipl in the gut epithelium (Figure 2B). Of note, despite normal body 

weight, fasted normoglycemia, unchanged tolerance to intraperitoneal glucose challenge and 

unmodified insulin sensitivity, ChΔGUT mice displayed improved tolerance to an oral glucose 

load compared to CTL mice (Figure S3A, 2C-E). A significant and early reduction of glycemic 

excursion was observed in ChΔGUT mice at fifteen minutes of OGTT (Figure 2F). Examination 

of the gut demonstrated no difference in weight or length of the small intestine or the colon in 

ChΔGUT mice compared to CTL littermates, suggesting that loss of local ChREBP activity had 

no impact on gut epithelium trophicity (Figure S3B-E). Moreover, specific inactivation of 

ChREBP in the gut did not alter intestinal or colonic epithelial histology, as illustrated by proper 

crypt-villus organization as well as conserved crypt and villus length (Figure 2G). However, 

functional analysis revealed that bowel transit time of ChΔGUT mice was faster (13.2% increase 

in time) and that their relative gut epithelial permeability was reduced (39.5% reduction), 

compared to CTL mice (Figure 2H-I). Altogether, these results highlight that loss of gut 

epithelial ChREBP activity contributes to glycemic control by reducing blood glucose raise 

upon glucose luminal challenge specifically. 

The loss of intestinal ChREBP impairs GLP-1 production 

We next addressed whether the improved OGTT upon gut ChREBP deficiency (Figure 

2D) could be due to a modification of the incretin response. While intestinal gip mRNA levels 

and mucosal GIP content were not significantly changed upon gut ChREBP deficiency (Figure 

3A-B), we evidenced that production of GLP-1, another key incretin hormone, was impaired in 

ChΔGUT mice as compared to CTL mice (Figure 3C, E-F). Indeed, despite similar fasting portal 

GLP-1 concentrations both groups of mice, the stimulatory effect of an oral glucose challenge 
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(15 min time point) on GLP-1 secretion was blunted in ChΔGUT mice (Figure 3C). Of note, 

plasma insulin concentrations remained however unchanged in ChΔGUT mice as compared to 

CTL mice (Figure 3D). This altered GLP-1 secretory response to glucose was associated with 

a marked reduction in total GLP-1 content and a 62.7% decrease in gcg mRNA levels in the 

small intestine (Figure 3E-F), suggesting that ChREBP deletion dampens glucose stimulated 

GLP-1 secretion, at least partly through the inhibition of gcg transcription. These results were 

also confirmed in Ch−/− mice. Similarly, we observed that Ch−/− mice exhibit decreased portal 

total GLP-1 concentrations and intestinal total GLP-1 content at 15 min after an oral glucose 

challenge compared to CTL mice (Figure S4A-B) as well as reduced intestinal gcg mRNA 

levels and L cells number (Figure S4C-E). We next performed GLP-1 producing L cells sorting 

from GLU-Venus reporter mice, which express the Venus fluorescent protein under the control 

of the gcg gene (Reimann et al., 2008) (Figure 3G). As validated by the specific expression of 

gcg and pax6 in Venus positive L cells (Figure 3H, S4F), we demonstrated that mlxipl 

expression was enriched by 12 and 5 fold in intestinal L+ cells and colonic LC+ cells 

respectively, as compared to L- and LC- cells (Figure 3I). Of note, no significant change in mlx 

and mondoA mRNA levels was detected in L cells when compared to other Venus negative 

epithelial cells (Figure S4G-H). Significant downregulation of gcg mRNA levels specifically in 

jejunal L+ cells from Ch−/− mice relative to L+ cells from Ch+/+ mice, suggested that blunted gcg 

mRNA levels in ChΔGUT mice resulted, besides reduced L cell number, from decreased 

transcriptional activity of the gcg promoter in intestinal but not in colonic L cells (Figure 3J). To 

confirm that ChREBP is a direct regulator of gcg expression, we conducted a series of 

experiments in vitro using the GLP-1 producing GLUTag cell line. Pharmacological inhibition 

of ChREBP activity by SBI477 treatment (Ahn et al., 2016) in GLUTag cells prevented the 

glucose-mediated induction of gcg expression (Figure 3K). This effect was associated to 

reduced mlxipl expression (Figure S4I), and no change in mlx and mondoA mRNA levels were 

observed upon either high glucose concentrations or ChREBP blockade (Figure S4J-K). In 

addition, ChREBP silencing by siRNA approach in GLUTag cells (Figure 3L) led to 2.9 fold 

reduction of ChoRE-luc reporter activity (Figure 3N), and was associated with a 51.3% 

reduction of gcg mRNA levels upon high glucose concentrations (25mM) (Figure 3M). Finally, 

the gcg -luciferase reporter activity was significantly repressed upon ChREBP knock down in 

GLUTag cells at high glucose concentrations (25mM), pinpointing that ChREBP activity 

contributes to the glucose induced gcg transcription (Figure 3N). Conversely, overexpression 

of a constitutively active form of ChREBP (ChREBP CA) led to a significant increase of gcg 

promoter activity (Figure S4L). Altogether these data indicate that the incretin response is 

impaired in a ChREBP deficiency context and suggest that other ChREBP intestinal function 

contributes to the improved oral glucose tolerance in ChΔGUT mice.  
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ChΔGUT mice display delayed intestinal absorption of luminal glucose.  

Because intestinal glucose absorption is a key determinant of early glycemic control 

upon OGTT, we next evaluated functionally whether trans-epithelial glucose transport was 

altered in ChΔGUT mice. Interestingly, the glycemic slope between 0 and 5 minutes after glucose 

gavage, which reflects the rate of intestinal glucose release into the bloodstream, was reduced 

by almost 35% in inducible ChΔGUT mice, as compared to CTL mice (Figure 4A). Similar results 

were observed in Ch−/− (Figure S5A) despite no difference in gastric emptying between Ch−/− 

and Ch+/+ mice (Figure S2J). Since this suggested glucose malabsorption in ChΔGUT mice, we 

recorded, though PET-Scan imaging over a 60-min period, the dynamic biodistribution of orally 

given 2-FDG tracer in CTL and ChΔGUT mice. Slopes of bladder 2-FDG accumulation were used 

as an index of 2-FDG appearance in the bloodstream due to the lack of 2-FDG reabsorption by 

the kidneys. As illustrated in Figure 4B at 45min after the 2-FDG bolus, we noticed that 2-FDG 

appearance was significantly slower in bladder and in kidney from ChΔGUT mice compared to CTL 

mice (Figure 4C-D). Interestingly, detection of 2-FDG signal was also delayed in liver, muscle, 

heart, lung and brain upon intestinal ChREBP deficiency (Figure 4E-I). Indeed, a significant delay 

was calculated to achieve 50% of maximal 2-FDG incorporation in the heart (30 min), the brain (13 

min), the liver (10 min), the muscle (10 min), the lung (10 min), the bladder (10 min) and the kidney 

(8 min) of ChΔGUT mice compared to CTL mice (Figure 4C-I). No difference was observed in the 

stomach between the 2 groups of mice, suggesting that slower biodistribution of 2-FDG to 

peripheral tissues was not attributable to a defect in gastric emptying (Figure 4J). Despite 2-FDG 

gut accumulation slopes revealed in vivo no significant increase upon gut ChREBP deficiency, 

50% of end point 2-FDG signal was reached 10 min later in the gut of CTL mice as compared to 

ChΔGUT mice (Figure 4K). Moreover, ex vivo measurement of 2FDG signal at 60 min after 2-

FDG gavage highlighted a significant 1.85 fold raise in small intestinal 2-FDG contents of 

ChΔGUT mice (Figure 4L-M), which was characterized by enhanced 2FDG accumulation in the 

proximal intestinal mucosa of ChΔGUT mice (Figure 4N). Accordingly, measurement of 

transepithelial flux of 14C glucose in jejunal loop isolated from Ch−/− mice indicated that apical 

to basolateral glucose flux was significantly reduced upon ChREBP deficiency, to a similar 

extend of phloretin treated Ch+/+ jejunum (Figure S5B). Altogether, these data pinpoint that, by 

impairing intestinal glucose absorption, loss of ChREBP activity in the gut epithelium may 

contribute to improved tolerance to oral glucose (Figure 2F). 

 

ChREBP activity in the gut orchestrates disaccharides digestion and monosaccharides 

transport  

Because the brush border morphology of enterocytes closely correlates with the 

absorptive capacity of the small intestine, we examined the ultrastructure of jejunum microvilli 

by transmission electron microscopy (Figure 5A). ChΔGUT mice exhibited a drastic shortening 



  

 
 

153 

(35%) of brush border microvilli in the jejunum, associated with a discrete reduction of microvilli 

density (10%) as compared to CTL mice (Figure 5B-C), thereby mimicking a condition of food 

deprivation. In Ch−/− mice, only microvilli length was also significantly reduced when compared 

to Ch+/+ mice (Figure S6A-C). Surprisingly, concentrations of plasma β-hydroxybutyrate, an 

alternative energy source during nutrient deprivation, were not modified in random fed and 

fasted ChΔGUT mice compared to CTL mice (Figure 5D) as well as in Ch−/− compared to Ch+/+ 

mice (Figure S6D), suggesting no compensation of impaired intestinal glucose absorption by 

ketone bodies production upon ChREBP deficiency. To gain further insight into the molecular 

mechanisms underlying ameliorated glycemic control of ChΔGUT upon OGTT, we performed 

comparative transcriptomic analyses on jejunum epithelial cells isolated from ChΔGUT and CLT 

mice following an overnight 20%-glucose challenge in drinking water. Figure 5E shows that 5 

clusters of genes that were differentially regulated between CTL mice receiving water or glucose 

and ChΔGUT mice challenged with glucose, among which clusters 1 & 2 were glucose induced 

genes downregulated upon intestinal ChREBP deficiency (Figure 5E). A total of 791 genes were 

upregulated by glucose as compared to water in CTL mice (fold change ≥ 1,3, P value < 0,01) but 

only 21 glucose-controlled genes significantly depended on functional ChREBP activity (fold 

change ≤ -1,3, P value < 0,01) (Figure 5F, Table 2). Among the 52 down-regulated genes in 

ChΔGUT compared to CLT mice in response to glucose (fold change ≤ -1,3, P value ≤ 0,01), mlxipl 

was the most downregulated gene (Table 3), as confirmed by RT-qPCR analysis (Figure S6A). 

Further gene ontology analysis of 52 down-regulated genes in ChΔGUT demonstrated that intestinal 

glucosidase, hydrolase, catalytic, and transporter activities were affected by ChREBP loss of 

function (Figure 5G-I). Moreover, among biological processes and pathways, carbohydrate 

metabolism, energy pathway and transport were the most altered in the gut of ChΔGUT mice in 

response to 20%-glucose challenge (Figure 5G-I). Of note, intestinal ChREBP deficiency was 

associated with decreased expression of genes encoding (i) carbohydrate hydrolytic enzymes: 

gaa (-1.65 fold vs CTL, P = 0.0031), lct (-1.37 fold, P = 0.13), mgam (-1.3 fold, P = 0.0118), sis (-

1.85 fold, P = 0.0019), (ii) hexose transporters: slc2a2 (-2.74 fold, P = 0.0028), slc2a5 (-2.26 fold, 

P = 0.0614), slc2a7 (-1.49 fold, P = 0.4678), slc5a1 (-1.45 fold, P = 0.0281), (iii) glycolytic enzymes: 

eno1 (-1.38 fold, P = 0.0041), pklr (-2.07 fold, P = 0.0828), (iv) fructolytic enzymes: aldoA (-1.5 

fold, P = 0.1081), aldoB (-1.2 fold, P = 0.0051), khk (-1.69 fold, P = 0.0477), pfkl (-1.36 fold, P = 

0.7504), (v) galactolytic enzymes: galk2 (-1.24 fold, P = 0.1210), and (vi) neoglucogenic 

enzyme: g6pc (-1.31 fold,  P = 0.1148) (Figure 5J). This suggested that intestinal ChREBP 

activity controls a transcriptional program orchestrating efficient sugar digestion, transport and 

metabolism. Accordingly, RT-qPCR analyses on jejunal epithelial cells isolated from ChΔGUT 

and Ch−/− mice validated that genes encoding hexose transporters (slc2a2, slc2a5, slc2a7, 

slc5a1) requires ChREBP activity (Figure 5K, S6F). Moreover, mRNA levels of disaccharidase 

(sis, lct, mgam) or hexose metabolism (galk2, g6pc, khk, lpk, tkfc) were significantly reduced in the 
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gut mucosa of ChΔGUT or in Ch−/− mice as compared to CTL or Ch+/+ mice (Figure 5K, S6G). Of 

note, intestinal expression of brush border markers (pept1, fabp, cd36), which encode di/tri-

peptide and lipid transporter respectively, was investigated in ChΔGUT or Ch−/− mice (Figure 5L, 

S6G), and results suggest a specific role of ChREBP in brush border sugar hydrolysis and 

absorption despite reduced microvilli length in both mice models (Figure 5B, S6C). Collectively, 

these results emphasized that in addition of dampering sugar transport across the gut 

epithelium, abrogation of the transcriptional program driven by intestinal ChREBP impairs 

efficient luminal digestion of carbohydrates.  

 

Intestinal ChREBP deficiency induces early intolerance to high-sucrose and high-lactose 

diets 

Because gene expression of major disaccharidases (sucrase-isomaltase, lactase) was 

reduced upon intestinal ChREBP deficiency, we next compared the short-term (4 days) and 

long-term (40 days) consequences of high-sucrose or high-lactose feeding in ChΔGUT and CTL 

mice. As shown in Figure 6A, macroscopic examination of gut from ChΔGUT mice fed a 60% 

sucrose diet revealed exacerbated cecal and intestinal distention, as characterized by 

enhanced gas and liquid contents, when compared to CTL mice. Accordingly, caecum weight 

was increased in ChΔGUT mice after both 4 days (2.9 fold vs CTL) or 40 days (1.4 fold vs CTL) 

of high-sucrose feeding, despite similar weight loss in both groups of mice (Figure 6A-C), 

thereby witnessing enhanced sucrose intolerance upon intestinal ChREBP deficiency. Of note, 

higher cecal distension was observed in Ch−/− mice fed a high-sucrose during a short time 

frame, as the caecum weight was increased by 5.5 fold compared to Ch+/+ mice (Figure S7A). 

Compatible with intolerance to sucrose upon gut ChREBP loss, the mean daily food intake 

was reduced by 43% in ChΔGUT mice fed for 4 days with a 60% sucrose diet as compared to 

the CTL group (Figure 6D).  Hyperglycemia and enhanced liver weight induced by a 4 days 

high-sucrose diet exposure in CTL mice, were totally reversed ChΔGUT mice (Figure 6E-F). 

Analysis of the cecal flora from both groups of mice highlighted that, following short term 

exposure with high-sucrose, intestinal ChREBP loss of function resulted in higher abundance 

of the Actinobacteria phylum, in particular Bifidobacterium spp. (Figure 6G-H). In agreement 

with previous study on global ChREBP knock-out mice (Kato et al., 2018), this suggested that 

higher amount of unabsorbed sugars in the distal gut lumen of ChΔGUT mice fed a high-sucrose 

diet favored the growth of bacterial species which can degrade hexose sugars (Devika & 

Raman, 2019; Pokusaeva et al., 2011). No significant change in Firmicutes and Proteobacteria 

phyla and Bacteroides spp. was observed in ChΔGUT mice fed a 60% sucrose diet (Figure 6I-

J). While exposure to 60% lactose for 4 days resulted in an early intolerance to the diet in both 

CTL and ChΔGUT mice, this response was however aggravated ChΔGUT mice, as illustrated by 

enhanced caecum weight (2.3 fold vs CTL) and body weight loss (1.6 fold vs CTL) after 4 days 
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of diet (Figure 6A-C). Similarly, evaluation of cecal distension in Ch−/− mice fed a high-lactose 

diet during a short time frame revealed even more pronounced effects, as the caecum weight 

was increased by 2.3 fold respectively compared to Ch+/+ mice (Figure S7A). Of note, no 

difference in cecal or body weight was observed between ChΔGUT and CTL mice at 40 days of 

high-lactose challenge, likely due to the concomitant onset of massive lactose intolerance in 

CTL mice (Figure 6A-C) and consistent with the weak expression of lactase in adult mice 

(Seetharam et al., 1977). However, examination of bacterial load in the caecum revealed that 

ChΔGUT mice exhibit a lower cecal abundance of the Bacteroides genus and Prevotella spp 

compared to CTL mice with no change in Bifidobacterium spp (Figure 6H-J). Of note, we 

reported no lethality in ChΔGUT mice and Ch−/− mice fed with either a high-sucrose diet or a high-

lactose diet. Altogether, these data indicate that intestinal ChREBP deficiency causes an early 

intolerance to high-disaccharide diets such as sucrose and lactose. 

 

Intestinal ChREBP deficiency triggers both galactose and fructose malabsorption 

syndroms  

We next investigated whether, along with impaired breakdown of disaccharides, 

monosaccharide malabsorption could participate to the onset of sucrose and lactose 

intolerance upon intestinal ChREBP deficiency. The relative contribution to this phenotype of 

the three hexoses, that make up sucrose (glucose-fructose) and lactose (glucose-galactose), 

was assessed by challenging ChΔGUT and CTL mice with 60% glucose or 60% fructose in 

drinking water for 3 days (Figure 6L). Because a 60% galactose challenge in drinking water 

induced lethality in both CTL and ChΔGUT mice (data not shown), we performed daily gavages 

with a 60% galactose solution (3 gavages/day, 1% BW). While we noticed no statistical change 

in caecum weight of ChΔGUT mice compared to the CTL group upon a high-glucose challenge, 

cecal contents were significantly increased in ChΔGUT mice compared to CTL mice in response 

to both high-galactose and high-fructose exposure (Figure 6K), indicating that intestinal 

ChREBP deficiency induced galactose as well as fructose malabsorption syndromes. Of note, 

the intolerance to fructose was more pronounced than that to galactose, as illustrated by the 

1.3 and 1.9 fold increase in caecum weight of ChΔGUT respectively when compared to the CTL 

group. The severe fructose intolerance of ChΔGUT mice was not associated with any lethality, in 

contrast to previous observations in mice with a constitutive and total deletion of mlxipl in the 

gut (Kim et al., 2017). Because the small intestinal epithelium was recently identified as the 

main site of dietary fructose clearance in mice (Jang et al., 2018), we next investigated whether 

intestinal ChREBP deficiency could impact glycemic excursion upon an acute fructose oral 

challenge. As shown in Figures 6L and 6M, fructose gavage indeed reduced by 40.2% 

decrease of glycemic excursion in ChΔGUT mice as compared to the CTL group, indicating that 
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intestinal ChREBP activity is essential for local fructose absorption and metabolism and 

subsequent elevation of blood glucose concentrations.    
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DISCUSSION 

In the current study, the contribution of the intestinal transcription factor ChREBP to 

glycemic control was evaluated in vivo using both total mlxipl knock out mice (Ch-/-) and mice 

with a targeted inducible deletion of mlxipl specifically in the gut epithelium (ChΔGUT). We 

demonstrate here that improved tolerance to oral glucose challenge upon intestinal ChREBP 

deficiency is accompanied by a paradoxical decrease of incretin response but impaired 

transepithelial glucose absorption. Among potential molecular mechanisms underlying 

intestinal ChREBP functions, we revealed that ChREBP orchestrates the local expression of 

several hexose transporters as well as disaccharidases. Consequently, ChREBP gut 

deficiency triggered an early intolerance to dietary lactose and sucrose, mainly due to 

galactose and fructose malabsorption.  

Our data demonstrate that ameliorated tolerance to an oral glucose load upon intestinal 

ChREBP deficiency was not accompanied by enhanced secretion of incretin hormones, but rather 

by a reduction of glucose-induced GLP-1 secretion and delayed intestinal glucose absorption. 

Confirming previous observations (Habib et al., 2012; Trabelsi et al., 2015), we highlight that 

ChREBP is enriched in intestinal GLP-1 producing L-cells. While specific expression of 

glucokinase was shown to control intracellular glucose metabolic flux in L cells (Parker et al., 

2012; Reimann et al., 2008), this suggests that, like in hepatocytes, ChREBP could be 

activated by glucose-derived metabolites. We report that loss of ChREBP activity in the 

intestine induces a potent downregulation of epithelial mRNA levels encoding the Na+-coupled 

glucose transporter SGLT1, which was previously established as the major glucose-sensing 

mechanism triggering GLP-1 secretion in vitro in primary L cells (Parker et al., 2012), ex vivo 

in perfused intestinal loops (Moriya et al., 2009) and in vivo in SGLT-1 knockout mice 

(Gorboulev et al., 2012). Moreover, the highest expression of SGLT1 in the proximal small 

intestine (Yoshikawa et al., 2011) indicates overlapping expression patterns of SGLT1 and 

ChREBP. Therefore, the early decreased portal GLP-1 concentrations in ChΔGUT mice in 

response to luminal glucose challenge could result from impaired electrogenic glucose uptake 

though SGLT-1 in the gut epithelium. Accordingly, SGLT-1 mRNA levels were significantly 

reduced in L-cells from ChΔGUT mice as well as in GLUTag cells upon ChREBP knock down (data 

not shown). Of note, Oh A et al. previously reported no significant change in intestinal SGLT-1 

expression under basal or oral glucose challenge but reduced slc5a1 mRNA levels following acute 

or chronic exposure to dietary fructose upon total ChREBP deficiency (Oh et al., 2018). 

Besides its potential contribution to the regulation of L cells granules exocytosis, we report 

in this study that gut epithelial gcg expression is reduced in ChΔGUT mice and that the genetic or 

pharmacological inhibition of ChREBP in GLUTag cells prevents the increase in gcg mRNA levels 

following high glucose challenge. Glucose-induced proglucagon gene expression was previously 

shown to rely on glucose metabolism and FXR interaction with ChREBP was reported to inhibit 
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glucose-induced gcg expression in the GLUTag cell lines (Trabelsi et al., 2015). Taken together, 

these data indicate that, beyond GLP-1, ChREBP could regulate the production of other 

proglucagon-derived enteropeptides, such as GLP-2, glicentin or oxyntomodulin. While our results 

suggest that ChREBP could transactivate gcg promotor, bioinformatic analysis did not reveal 

ChREBP binding site in the gcg promoter (Poungvarin et al., 2015) (data not shown), putative 

ChoRE consensus sequences were identified in silico at -45 and -259 of the pax6 promoter (data 

not shown). Pax-6 was demonstrated to bind to gcg promoter, and mice homozygous for a 

dominant negative pax6 allele exhibit reduced intestinal proglucagon mRNA levels as well as 

undetectable GLP-1-immunopositive cells in the gut mucosa (Hill et al., 1999; Trinh et al., 2003). 

Of note, pax6 expression is induced by glucose in rat insulinoma INS-1E cells (Balakrishnan et al., 

2014) and mlxipl expression was shown to parallel those of pax6 and gcg upon L-cells adaptation 

to high fat diet (Dusaulcy et al., 2016). Moreover, our data evidence that pax6 expression is 

significantly decreased upon ChREBP knock down in GLUTag cells as well as in the intestinal 

mucosa of ChΔGUT mice (data not shown). Furthermore, L cells number was reduced in small 

intestinal mucosa of Ch-/- mice, with no alteration in colonic L cells, consistent with ChREBP 

distribution pattern along the gut and with no significant enrichment in ChREBP expression in 

colonic L cells. Further investigations will be needed to determine whether ChREBP binds 

directly on gcg promoter or whether it could indirectly stimulate gcg transcription through Pax6, 

thereby affecting L cell differentiation.  

Dynamic 2-FDG microPET scan analyses revealed that ChΔGUT mice display intestinal 

glucose malabsorption and delayed glucose uptake by peripheral tissues, with no parallel 

modification of gastric emptying, a major determinant of glucose absorption kinetic (Heading, 

1994). Mechanistically, we show that intestinal ChREBP activity controls the local expression 

of genes encoding SGLT-1, GLUT-2 and GLUT-7 glucose transporters (Cheeseman, 2008). 

While apical glucose uptake is predominantly mediated by SGLT1, its passive basolateral 

release from intestinal epithelial cells involves GLUT2 (Röder et al., 2014). However, adaptive 

absorption of glucose across the brush-border was reported upon post-prandial or insulin-

resistant conditions through apical GLUT2 translocation (Affleck et al., 2003; Ait-Omar et al., 

2011; Boudry et al., 2007; Chaudhry et al., 2012; Grefner et al., 2015; Zheng et al., 2012). 

Moreover, slc5a1 expression was shown to be upregulated in the proximal gut of diabetic 

rodent models (Song et al., 2016) and the subsequent enhanced SGLT1-mediated intestinal 

glucose uptake was proposed to contribute to the rapid post-prandial rise in blood glucose 

levels observed in diabetes (Powell et al., 2013; Zambrowicz et al., 2012). Therefore, by 

promoting both slc5a1 and slc2a2 expression, ChREBP activity in the gut epithelium might 

represent a key player of intestinal glucose absorption and its inhibition might have beneficial 

effects on postprandial glycemic control upon diabetic conditions. Accordingly, we reveal an 

improved oral glucose tolerance in ChΔGUT mice, as observed in SGLT-1 and GLUT2ΔGUT deficient 
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mice (Gorboulev et al., 2012; Schmitt et al., 2017). Consistent with our data, previous studies 

documented that reduced gut slc5a1 and slc2a2 mRNA levels upon total or constitutive 

intestinal deletion of ChREBP after feeding with sucrose or fructose (Kato et al., 2018; Kim et 

al., 2017; Oh et al., 2018). While decreased slc2a2 expression was also reported in the liver 

of Ch-/- mice (Iizuka et al., 2004), two independent ChIP sequencing analyses failed to identify 

slc2a2 as a direct ChREBP target gene (Jeong et al., 2011; Poungvarin et al., 2015). 

Interestingly, the PPAR signaling pathway was identified among the top genes with high 

ChREBP binding peak intensity in both hepatocytes and white adipocytes (Poungvarin et al., 

2015) and heterodimers of PPARa or PPARg and RXRa were shown to stimulate slc2a2 

expression through direct binding to PPRE promoter sequences (Cha et al., 2000; Im et al., 

2005). Our transcriptomic analyses revealed that genes endoding PPARg and PGC1a were 

downregulated by 1.4 and 2.7 fold upon intestinal ChREBP deficiency (data note shown). 

Further investigations will be needed to determine whether ChREBP directly or indirectly 

controls slc5a1, slc2a2 and slc2a7 transcription. 

Interestingly, we report that lowering effects of intestinal ChREBP deficiency on post-

absorptive glycemia is not restricted to glucose consumption but also occurs upon fructose 

challenge. Recent evidence demonstrate that most of low-dose luminal fructose appears in the 

portal blood as glucose and lactate, suggesting exposure of the liver to a similar metabolic 

milieu as does glucose ingestion (Jang et al., 2018). In this context, we demonstrate that 

inducible deletion of mlxipl in the gut prevents the local expression of genes encoding fructose 

transporters (slc2a2, slc2a5), fructolytic (khk, aldoA) and gluconeogenic (g6pc) enzymes, 

which are required for glucose production from fructose. Accordingly slc2a5 was demonstrated 

as a direct ChREBP target gene in human Caco-2 cells and in mouse jejunal mucosa (Kim et 

al., 2017; Oh et al., 2018) and two ChoRE regions were identified in the human khk promoter 

(Lanaspa et al., 2012). Considering that slc2a5 and khk gene deletion both suppress fructose-

induced intestinal gene expression of mlxipl and lpk, a ChREBP prototypic target gene (data 

not shown), fructose-derived metabolites might regulate fructolytic gene expression through 

ChREBP activation. Interestingly, several studies indicated that increased intestinal absorption 

of fructose stimulates local lipid packaging into chylomicrons (Egli et al., 2013; Haidari et al., 

2002; Theytaz et al., 2014), suggesting that by curbing intestinal fructose uptake and 

metabolism, gut ChREBP loss may contribute to reduce fructose-induced dyslipidemia. 

Moreover, because high doses of fructose were reported to overwhelm fructose metabolic 

capacities of the small intestine and to spill over to the liver where it stimulates de novo 

lipogenesis (Jang et al., 2018), it is tempting to speculate that upon high-sucrose or -fructose 

dietary intake, the blockade of intestinal ChREBP-mediated slc2a5 expression might have 

beneficial outcomes on hepatic steatosis by curbing both glucose and fructose portal fluxes. 

Deletion of slc2a5 in mice fed a high fructose diet indeed resulted in a 90% decrease of serum 
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fructose levels (Barone et al., 2009). However, improvement of fructose-induced liver steatosis 

upon intestinal ChREBP deficiency remains uncertain as our results indicate higher abundance 

of acetate-producing Bifidobacterium species in the caecum of ChΔGUT mice. While conversion 

by the gut microbiota of dietary fructose to acetate was previoulsy reported (Jang et al., 2018), 

microbial derived acetate was shown to feed hepatic lipogenesis (Zhao et al., 2020). Therefore, 

increased production of microbial acetate upon intestinal ChREBP deficiency may contribute 

to a raise of lipogenic acetyl-CoA pools in the liver. Consistent with the abrogation of sucrose-

enhanced liver weight in ChΔGUT mice, Kim et al suggested that the reduction of fructose-

mediated accumulation of hepatic cholesterol and triglycerides upon constitutive deletion of 

ChREBP in the intestine likely results from fructose intolerance and consecutive impairment of 

food intake and weight loss (Kim et al., 2017). 

Besides its implication in hexose absorption, we demonstrate that intestinal ChREBP 

activity controls gene expression of disaccharidases involved in the hydrolytic step of luminal 

dietary sugars. Consistent with this, significant diminution of sis mRNA levels was previously 

documented in proximal intestine of Ch-/- mice fed a 30% sucrose diet (Kato et al., 2018). Of 

note, diabetic conditions have been reported to trigger the increase of disaccharidase activity 

(sucrase, isomaltase, maltase, lactase) in rodent experimental models and patients (Adachi et 

al., 1999; Ikeda, Murakami, 1998; Olsen & Korsmo, 1977; Tandon et al., 1975) and a-

glucosidase inhibitors are used as an adjunctive type 2 diabetes therapy for their lowering 

effect on postprandial glycemia and insulin levels (Chiasson et al., 2002; Hanefeld, 2007; 

Inzucchi et al., 2015; Yang et al., 2014). Moreover, the elevation of disaccharidase activities 

upon diabetic state was suggested to be independent of enteral factors (luminal nutrients, 

gastrointestinal hormones) but rather to be directly regulated by hyperglycemia (Schedl et al., 

1983). Further analyses will be necessary to determine whether hyperglycemia could stimulate 

ChREBP activity locally and thereby contribute to exacerbated disaccharides digestion and 

enhanced sugar absorption upon diabetic conditions.   

 While the targeting of intestinal ChREBP might display some anti-diabetic effects by 

hampering dietary sugars breakdown and hexose transport, the blockade of its activity could 

trigger adverse side effects in case of high-sugar diets. Of note, in the context of the treatment 

for diabetes, metformin was previously shown to reduce ChREBP activity in hepatocytes (Sato 

et al., 2016), INS-1E cells (Shaked et al., 2011) and endothelial cells (Li et al., 2015b). 

Therefore, while treatment with metformin is frequently associated with abdominal discomfort 

(diarrhea and vomiting) (Sanchez-Rangel & Inzucchi, 2017), parallel inhibition of intestinal 

ChREBP activity might contribute to abdominal side effects of metformin therapies. Indeed, we 

show that ChΔGUT mice developed an early intolerance to high sucrose challenge due to 

fructose malabsorption, as characterized by bloating, diarrhea and cecal distension likely due 

to bacterial fermentation of unabsorbed fructose in the colon. While our results indicate that 
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intestinal ChREBP activity controls the expression of sis and slc2a5, similar symptoms were 

observed in patients with congenital Sis deficiency or in slc2a5-/- mice fed a high fructose diet 

(Barone et al., 2009). In contrast to a previous study (Kim et al., 2017), we reported no lethality 

in high-fructose fed ChΔGUT mice, likely due to different nutritional interventions, as mice had 

free access 60% fructose in drinking water and to chow diet in our study. Despite intestinal 

fructose intolerance was not associated with intestinal GLUT5 and GLUT2 mRNA and protein 

levels in patients (Wilder-Smith et al., 2014), future evaluation of gut ChREBP expression and 

activity might elucidate whether ChREBP-mediated transcription could be one of the 

mechanisms underlying human fructose malabsorption, which are still largely unknown. 

Moreover, the prevalence and severity of fructose malabsorption being directly proportional to 

dietary fructose levels and inversely proportional to age (Gomara et al., 2008; Jones, et al., 

2011), further analysis would be of interest in order to determine whether ChREBP activity is 

mandatory to trigger scl2a5 expression at the sucking-weaning transition (Davidson et al., 

1992; Douard & Ferraris, 2013). In this context, our data indicate that intestinal expression of 

mlxipl and ChREBP prototypic target genes are significantly enhanced in weaned mice upon 

dietary change from high-fat milk to high-carbohydrate chow (Figure S8A).  

 Besides intolerance to high-sucrose and high-fructose diets, we report that ChΔGUT mice 

exhibit aggravated intolerance to lactose, in parallel with reduced levels of lct mRNA. While 

this suggested that, upon ChREBP deficiency, impaired residual activity of lactase contributes 

at the adult stage to enhanced fermentation of indigestible dietary lactose in the distal gut by 

the microflora (Van de Heijning et al., 2015), we did not observe significant change in cecal 

abundance of the lactose-digesting Bifidobacterium species. Evaluation of cecal Lactobacillus 

relative abundance in ChΔGUT mice will complement these data. Interestingly, the marked 

lactose intolerance upon loss of ChREBP activity was accompanied by intestinal 

malabsorption of galactose, consistent with reduced intestinal expression of SGLT-1 in ChΔGUT 

mice. While dietary lactose is normally broken down into glucose and galactose by lactase, 

hexoses are further transported into intestinal epithelial cells by the Na+-glucose cotransporter 

SGLT1. Thus, slc5a1 genetic defects are associated with intestinal malabsorption of glucose 

and galactose in humans (Martín et al., 1996a; Turk et al., 1991) and similar symptoms have 

been observed in mice lacking slc5a1 (Gorboulev et al., 2012).  

Finally, a poorly understood feature of the metabolic syndrome is its association with 

leaky gut, which is suggested to nurture a chronic low-grade inflammatory state (Winer et al., 

2017). Hyperglycemic high-glucose or -fructose diets were shown to increase gut permeability 

subsequently to cell-cell junction alterations to the tight junction proteins (Do et al., 2018). In 

this context, Thaiss et al. recently demonstrated that hyperglycemia drives loss of epithelial 

integrity and higher risk for enteric infection by triggering a retrograde glucose flux into gut 

epithelial cells and by causing a transcriptional reprogramming subsequent to alterations of 
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intracellular glucose metabolism (Thaiss et al., 2018). Our data show that mRNA levels of 

mlxipl and lpk are enhanced in jejunal epithelial cells of hyperglycemic ob/ob or streptozotocin-

treated mice (Figure S8C-F), suggesting that hyperglycemia could stimulate intestinal 

ChREBP activity. While loss of ChREBP in mouse small bowel is sufficient to significantly lower 

slc2a2 and gcg expression, hyperglycemia-induced intestinal ChREBP activity could 

deteriorate gut permeability through regulation of GLUT-2-mediated glucose metabolism and 

proglucagon-derived peptides production. Intestinal GLUT-2 deletion was indeed shown to 

restore barrier function and bacterial containment in a diabetic mice model despite sustained 

hyperglycemia (Thaiss et al., 2018). Moreover, pharmacological treatment with GLP-2 

decreased gut permeability and systemic inflammation associated with obesity, whereas GLP-

2 antagonist abolished most of prebiotic beneficial effects on gut barrier in ob/ob mice (Cani et 

al., 2009). Surprisingly, our data show that gut epithelial permeability is reduced by 40% in 

ChΔGUT mice under basal conditions, as observed ex vivo upon intestinal deficiency on GLUT-

2 (Schmitt et al., 2017). Therefore, investigating whether invalidation of ChREBP in the gut 

epithelium can reverse the intestinal hyperpermeability and ameliorate the systemic inflammation 

and the risk of enteric infections of diabetic mice models either fed a high-fat diet or treated with 

streptozotocin would be of great interest.  

In summary, our study demonstrates that intestinal ChREBP activity orchestrates a 

transcriptional program, which is essential for the digestion of dietary sugars and transepithelial 

absorption and the intracellular metabolism of luminal monosaccharides. We provide new 

insights into the molecular mechanisms controlling sugar absorption and GLP-1 production in 

the intestinal epithelium by ChREBP. In a context of type 2 diabetes, targeting ChREBP may 

be a useful strategy to reduce postprandial glycemic excursion, as already used in anti-diabetic 

therapies (alpha-glucosidase inhibitors) but the blockade of intestinal ChREBP activity may be 

accompanied by an accumulation of undigested sugars in the colon thereby contributing to the 

development of sugar intolerance. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  

 
 

163 

ACKNOWLEGMENTS  

We are grateful to Dr Daniel P Kelly (Center for Metabolic Origins of Disease, Sanford 

Burnham Prebys Medical Discovery Institute, Orlando, Florida, USA) for the kind gift of SBI-

477, a ChREBP inhibitor. We also thank the RPPA mouse facility and Amélie Lacombe from 

the PreClinICAN metabolic phenotyping facility (Institute of Cardiometabolism and Nutrition, 

IHU-ICAN, ANR-10-IAHU-05) at Paris-Sorbonne Université, and HistIM, GENOM’IC and 

CYBIO core facilities at Institut Cochin. This work was supported by grants from the National 

Agency for Research (ANR) (ANR-GutBarrIR), the Foundation for Medical Research (FRM), 

the French Diabetes Society (SFD) and the European Foundation for the study of Diabetes 

(EFSD). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  

 
 

164 

REFERENCES 

 

Abdul-Wahed, A., et al. (2017) ‘Sweet Sixteenth for ChREBP: Established Roles and Future Goals’, 

Cell Metabolism, 26(2), pp. 324–341.  

Adachi, T. et al. (1999) ‘Disordered expression of the sucrase-isomaltase complex in the small intestine 

in Otsuka Long-Evans tokushima fatty rats, a model of non-insulin-dependent diabetes mellitus with 

insulin resistance.’, Biochimica et biophysica acta, 1426(1), pp. 126–32. 

Affleck, J. A., et al. (2003) ‘Immunocytochemical Detection of GLUT2 at the Rat Intestinal Brush-border 

Membrane’, Journal of Histochemistry and Cytochemistry, 51(11), pp. 1567–1574.  

Ahn, B. et al. (2016) ‘MondoA coordinately regulates skeletal myocyte lipid homeostasis and insulin 

signaling’, Journal of Clinical Investigation, 126(9), pp. 3567–3579.  

Ait-Omar, A. et al. (2011) ‘GLUT2 accumulation in enterocyte apical and intracellular membranes: A 

study in morbidly obese human subjects and ob/ob and high fat-fed mice’, Diabetes, 60(10), pp. 2598–

2607.  

Balakrishnan, S. et al. (2014) ‘Glucose modulates Pax6 expression through the JNK/p38 MAP kinase 

pathway in pancreatic beta-cells’, Life Sciences, 109(1), pp. 1–7.  

Barone, S. et al. (2009) ‘Slc2a5 (Glut5) Is Essential for the Absorption of Fructose in the Intestine and 

Generation of Fructose-induced Hypertension’, Journal of Biological Chemistry, 284(8), pp. 5056–5066.  

Boudry, G., et al. (2007) ‘Psychological stress impairs Na+-dependent glucose absorption and 

increases GLUT2 expression in the rat jejunal brush-border membrane’, American Journal of Physiology 

- Regulatory Integrative and Comparative Physiology, 292(2), pp. 862–867. 

Bricambert, J. et al. (2018) ‘The histone demethylase Phf2 acts as a molecular checkpoint to prevent 

NAFLD progression during obesity’, Nature Communications, 9(1). 

Cani, P. D. et al. (2009) ‘Changes in gut microbiota control inflammation in obese mice through a 

mechanism involving GLP-2-driven improvement of gut permeability’, Gut, 58(8), pp. 1091–1103. 

Cha, J. Y. et al. (2000) ‘Identification of transacting factors responsible for the tissue- specific expression 

of human glucose transporter type 2 isoform gene: Cooperative role of hepatocyte nuclear factors 1α 

and 3β’, Journal of Biological Chemistry, 275(24), pp. 18358–18365. 

Chaudhry, R. M. et al. (2012) ‘Acute Enterocyte Adaptation to Luminal Glucose: A Posttranslational 

Mechanism for Rapid Apical Recruitment of the Transporter GLUT2’, Journal of Gastrointestinal 

Surgery, 16(2), pp. 312–319.  

Cheeseman, C. (2008) ‘GLUT7: A new intestinal facilitated hexose transporter’, American Journal of 

Physiology - Endocrinology and Metabolism, 295(2), pp. 238–241. doi: 10.1152/ajpendo.90394.2008. 

Chiasson, J.-L. et al. (2002) ‘Acarbose for prevention of type 2 diabetes mellitus: the STOP-NIDDM 

randomised trial’, The Lancet, 359(9323), pp. 2072–2077.  

Davidson, N. O. et al. (1992) ‘Human intestinal glucose transporter expression and localization of 

GLUT5’, American Journal of Physiology-Cell Physiology, 262(3), pp. C795–C800. 

Devika, N. T. and Raman, K. (2019) ‘Deciphering the metabolic capabilities of Bifidobacteria using 

genome-scale metabolic models’, Scientific Reports, 9(1), p. 18222.  



  

 
 

165 

Do, M. H. et al. (2018) ‘High-glucose or-fructose diet cause changes of the gut microbiota and metabolic 

disorders in mice without body weight change’, Nutrients, 10(6), p. 761.  

Douard, V. and Ferraris, R. P. (2013) ‘The role of fructose transporters in diseases linked to excessive 

fructose intake’, Journal of Physiology, pp. 401–414.  

Dusaulcy, R. et al. (2016) ‘Functional and molecular adaptations of enteroendocrine L-cells in male 

obese mice are associated with preservation of pancreatic α-cell function and prevention of 

hyperglycemia’, Endocrinology, 157(10), pp. 3832–3843.  

Egli, L. et al. (2013) ‘Exercise prevents fructose-induced hypertriglyceridemia in healthy young 

subjects’, Diabetes, 62(7), pp. 2259–2265.  

Gilbert, M. P. and Pratley, R. E. (2020) ‘GLP-1 Analogs and DPP-4 Inhibitors in Type 2 Diabetes 

Therapy: Review of Head-to-Head Clinical Trials’, Frontiers in Endocrinology, 11. 

Gomara, R. E. et al. (2008) ‘Fructose intolerance in children presenting with abdominal pain’, Journal 

of Pediatric Gastroenterology and Nutrition, 47(3), pp. 303–308.  

Gorboulev, V. et al. (2012) ‘Na +-D-glucose cotransporter SGLT1 is pivotal for intestinal glucose 

absorption and glucose-dependent incretin secretion’, Diabetes, 61(1), pp. 187–196. 

Grefner, N. M. et al. (2015) ‘Interaction of glucose transporters SGLT1 and GLUT2 with cytoskeleton 

in enterocytes and Caco2 cells during hexose absorption’, Cell and Tissue Biology, 9(1), pp. 45–52. 

Guilmeau, S. et al. (2010) ‘Heterogeneity of Jagged1 expression in human and mouse intestinal tumors: 

implications for targeting Notch signaling’, Oncogene, 29(7), pp. 992–1002.  

Habib, A. M. et al. (2012) ‘Overlap of endocrine hormone expression in the mouse intestine revealed 

by transcriptional profiling and flow cytometry’, Endocrinology, 153(7), pp. 3054–3065. 

Haidari, M. et al. (2002) ‘Fasting and postprandial overproduction of intestinally derived lipoproteins in 

an animal model of insulin resistance: Evidence that chronic fructose feeding in the hamster is 

accompanied by enhanced intestinal de novo lipogenesis and ApoB48-containing li’, Journal of 

Biological Chemistry, 277(35), pp. 31646–31655.  

Hanefeld, M. (2007) ‘Pioglitazone and sulfonylureas: effectively treating type 2 diabetes’, International 

Journal of Clinical Practice, 61, pp. 20–27.  

Heading, R. C. (1994) ‘Role and integration of mechanisms controlling gastric emptying - Moderator’s 

comments’, Digestive Diseases and Sciences, 39(12 Supplement), pp. 120–123.  

van de Heijning, B. J. M. et al. (2015) ‘Acute and chronic effects of dietary lactose in adult rats are not 

explained by residual intestinal lactase activity’, Nutrients, 7(7), pp. 5542–5555. 

Hill, M. E., et al. (1999) ‘Essential Requirement for Pax 6 in Control of Enteroendocrine Proglucagon 

Gene Transcription’, Molecular Endocrinology, 13(9), pp. 1474–1486.  

Hoffman, S., Alvares, D. and Adeli, K. (2019) ‘Intestinal lipogenesis’, Current Opinion in Clinical 

Nutrition & Metabolic Care, 22(4), pp. 284–288.  

Iroz, A. et al. (2017) ‘A Specific ChREBP and PPARα Cross-Talk Is Required for the Glucose-Mediated 

FGF21 Response’, Cell Reports, 21(2), pp. 403–416.  

Iizuka, K. et al. (2004) ‘Deficiency of carbohydrate response element-binding protein (ChREBP) 

reduces lipogenesis as well as glycolysis’, Proceedings of the National Academy of Sciences of the 

United States of America, 101(19), pp. 7281–7286. 



  

 
 

166 

Ikeda, I. Murakami, T. (1998) ‘Effects of Diabetes and Hyperglycemia on Disaccharidase Activities in 

the Rat’, Scandinavian Journal of Gastroenterology, 33(10), pp. 1069–1073. 

Im, S. S. et al. (2005) ‘Glucose-stimulated upregulation of GLUT2 gene is mediated by sterol response 

element-binding protein-1c in the hepatocytes’, Diabetes, 54(6), pp. 1684–1691. 

Inzucchi, S. E. et al. (2015) ‘Management of Hyperglycemia in Type 2 Diabetes, 2015: A Patient-

Centered Approach: Update to a Position Statement of the American Diabetes Association and the 

European Association for the Study of Diabetes’, Diabetes Care, 38(1), pp. 140–149. 

Jang, C. et al. (2018) ‘The Small Intestine Converts Dietary Fructose into Glucose and Organic Acids’, 

Cell Metabolism, 27(2), pp. 351-361.e3.  

Jang, C. et al. (2020) ‘The small intestine shields the liver from fructose-induced steatosis’, Nature 

Metabolism, 2(7), pp. 586–593.  

Jegatheesan, P. and De Bandt, J. (2017) ‘Fructose and NAFLD: The Multifaceted Aspects of Fructose 

Metabolism’, Nutrients, 9(3), p. 230.  

Jeong, Y. S. et al. (2011) ‘Integrated expression profiling and Genome-Wide analysis of ChREBP 

targets reveals the dual role for ChREBP in Glucose-Regulated gene expression’, PLoS ONE, 6(7).  

Jones, H. F. et al. (2011) ‘Effect of age on fructose malabsorption in children presenting with 

gastrointestinal symptoms’, Journal of Pediatric Gastroenterology and Nutrition, 52(5), pp. 581–584. 

Kato, T. et al. (2018) ‘ChREBP-knockout mice show sucrose intolerance and fructose malabsorption’, 

Nutrients, 10(3).  

Kim, M. et al. (2017) ‘Intestinal, but not hepatic, ChREBP is required for fructose tolerance’, JCI Insight, 

2(24), pp. 1–13.  

Lanaspa, M. A. et al. (2012) ‘Uric Acid Stimulates Fructokinase and Accelerates Fructose Metabolism 

in the Development of Fatty Liver’, PLoS ONE, 7(10).  

Li, X. et al. (2015) ‘New Insight Into Metformin Action: Regulation of ChREBP and FOXO1 Activities in 

Endothelial Cells.’, Molecular endocrinology (Baltimore, Md.), 29(8), pp. 1184–94.  

Lü, F., Jin, T. and Drucker, D. J. (1996) ‘Proglucagon gene expression is induced by gastrin-releasing 

peptide in a mouse enteroendocrine cell line.’, Endocrinology, 137(9), pp. 3710–3716. 

El Marjou, F. et al. (2004) ‘Tissue-specific and inducible Cre-mediated recombination in the gut 

epithelium’, genesis, 39(3), pp. 186–193.  

Martín, M. G. et al. (1996) ‘Defects in Na+/glucose cotransporter (SGLT1) trafficking and function cause 

glucose-galactose malabsorption’, Nature Genetics, 12(2), pp. 216–220.  

Moriya, R. et al. (2009) ‘Activation of sodium-glucose cotransporter 1 ameliorates hyperglycemia by 

mediating incretin secretion in mice’, American Journal of Physiology-Endocrinology and Metabolism, 

297(6), pp. E1358–E1365.  

Oh, A. R. et al. (2018) ‘ChREBP deficiency leads to diarrhea-predominant irritable bowel syndrome’, 

Metabolism: Clinical and Experimental, 85, pp. 286–297.  

Olsen, W. A. and Korsmo, H. (1977) ‘The intestinal brush border membrane in diabetes. Studies of 

sucrase-isomaltase metabolism in rats with streptozotocin diabetes.’, The Journal of clinical 

investigation, 60(1), pp. 181–8.  



  

 
 

167 

Parker, H. E. et al. (2012) ‘Predominant role of active versus facilitative glucose transport for glucagon-

like peptide-1 secretion’, Diabetologia, 55(9), pp. 2445–2455.  

Penhoat, A. et al. (2014) ‘Intestinal gluconeogenesis is crucial to maintain a physiological fasting 

glycemia in the absence of hepatic glucose production in mice’, Metabolism, 63(1), pp. 104–111.  

Pokusaeva, K., Fitzgerald, G. F. and Van Sinderen, D. (2011) ‘Carbohydrate metabolism in 

Bifidobacteria’, Genes and Nutrition, 6(3), pp. 285–306.  

Poungvarin, N. et al. (2015) ‘Genome-Wide Analysis of ChREBP Binding Sites on Male Mouse Liver 

and White Adipose Chromatin’, Endocrinology, 156(6), pp. 1982–1994.  

Powell, D. R. et al. (2013) ‘LX4211 Increases Serum Glucagon-Like Peptide 1 and Peptide YY Levels 

by Reducing Sodium/Glucose Cotransporter 1 (SGLT1)–Mediated Absorption of Intestinal Glucose’, 

Journal of Pharmacology and Experimental Therapeutics, 345(2), pp. 250–259.  

Reimann, F. et al. (2008) ‘Glucose Sensing in L Cells: A Primary Cell Study’, Cell Metabolism, 8(6), pp. 

532–539.   

Röder, P. V. et al. (2014) ‘The role of SGLT1 and GLUT2 in intestinal glucose transport and sensing’, 

PLoS ONE, 9(2), pp. 20–22.  

Sanchez-Rangel, E. and Inzucchi, S. E. (2017) ‘Metformin: clinical use in type 2 diabetes’, 

Diabetologia, 60(9), pp. 1586–1593.  

Sato, S. et al. (2016) ‘Metabolite Regulation of Nuclear Localization of Carbohydrate-response Element-

binding Protein (ChREBP)’, Journal of Biological Chemistry, 291(20), pp. 10515–10527.  

Schedl, H. P., Al-Jurf, A. S. and Wilson, H. D. (1983) ‘Elevated Intestinal Disaccharidase Activity in 

the Streptozotocin-Diabetic Rat Is Independent of Enteral Feeding’, Diabetes, 32(3), pp. 265–270.  

Schmitt, C. C. et al. (2017) ‘Intestinal invalidation of the glucose transporter GLUT2 delays tissue 

distribution of glucose and reveals an unexpected role in gut homeostasis’, Molecular Metabolism, 6(1), 

pp. 61–72.  

Seetharam, B. et al. (1977) ‘470 (1977) 424--436 ©’, 470. 

Shaked, M. et al. (2011) ‘AMP-Activated Protein Kinase (AMPK) Mediates Nutrient Regulation of 

Thioredoxin-Interacting Protein (TXNIP) in Pancreatic Beta-Cells’, PLoS ONE. Edited by K. Maedler, 

6(12), p. e28804.  

Song, P. et al. (2016) ‘Sodium glucose cotransporter SGLT1 as a therapeutic target in diabetes 

mellitus’, Expert Opinion on Therapeutic Targets, 20(9), pp. 1109–1125.  

Stanhope, K. L. (2012) ‘Role of Fructose-Containing Sugars in the Epidemics of Obesity and Metabolic 

Syndrome’, Annual Review of Medicine, 63(1), pp. 329–343.  

Stoeckman, A. K., et al. (2004) ‘Mlx Is the Functional Heteromeric Partner of the Carbohydrate 

Response Element-binding Protein in Glucose Regulation of Lipogenic Enzyme Genes’, Journal of 

Biological Chemistry, 279(15), pp. 15662–15669.  

Tandon, R. K., et al. 1975) ‘Increased disaccharidase activity in human diabetics’, The American 

Journal of Clinical Nutrition, 28(6), pp. 621–625.  

Thaiss, C. A. et al. (2018) ‘Hyperglycemia drives intestinal barrier dysfunction and risk for enteric 

infection’, Science, 359(6382), pp. 1376–1383.  



  

 
 

168 

Theytaz, F. et al. (2014) ‘Metabolic fate of fructose ingested with and without glucose in a mixed meal’, 

Nutrients, 6(7), pp. 2632–2649.  

Trabelsi, M. S. et al. (2015) ‘Farnesoid X receptor inhibits glucagon-like peptide-1 production by 

enteroendocrine L cells’, Nature Communications, 6(May), pp. 1–13.  

Trinh, D. K. Y. et al. (2003) ‘Pax-6 activates endogenous proglucagon gene expression in the rodent 

gastrointestinal epithelium’, Diabetes, 52(2), pp. 425–433.  

Turk, E. et al. (1991) ‘Glucose/galactose malabsorption caused by a defect in the Na+/glucose 

cotransporter’, Nature, 350(6316), pp. 354–356.  

Wilder-Smith, C. H. et al. (2014) ‘Fructose transporters GLUT5 and GLUT2 expression in adult patients 

with fructose intolerance’, United European Gastroenterology Journal, 2(1), pp. 14–21.  

Winer, D. A. et al. (2017) ‘Immunologic impact of the intestine in metabolic disease’, Journal of Clinical 

Investigation, 127(1), pp. 33–42.  

Yang, W. et al. (2014) ‘Acarbose compared with metformin as initial therapy in patients with newly 

diagnosed type 2 diabetes: an open-label, non-inferiority randomised trial’, The Lancet Diabetes & 

Endocrinology, 2(1), pp. 46–55. 

Yoshikawa, T. et al. (2011) ‘Comparative expression of hexose transporters (SGLT1, GLUT1, GLUT2 

and GLUT5) throughout the mouse gastrointestinal tract’, Histochemistry and Cell Biology, 135(2), pp. 

183–194.  

Zambrowicz, B. et al. (2012) ‘LX4211, a dual SGLT1/SGLT2 inhibitor, improved glycemic control in 

patients with type 2 diabetes in a Randomized, placebo-controlled trial’, Clinical Pharmacology and 

Therapeutics, 92(2), pp. 158–169.  

Zhao, S. et al. (2020) ‘Dietary fructose feeds hepatic lipogenesis via microbiota-derived acetate’, 

Nature, 579(7800), pp. 586–591.  

Zheng, Y. et al. (2012) ‘Mechanisms of glucose uptake in intestinal cell lines: Role of GLUT2’, Surgery, 

151(1), pp. 13–25.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  

 
 

169 

FIGURES LEGENDS 

Figure 1: Whole body ChREBP deficiency improves oral glucose tolerance 

(A) Plasma glucose was measured in overnight-fasted 10- to 12-week-old male wild type (Ch+/+) 

and ChREBP-KO (Ch-/-) mice (n = 10). (B) Insulin tolerance test (insulin i.p. 1U/kg) was performed 

in 10- to 12-week-old male Ch+/+ and Ch-/- mice after 6h of fasting (n = 11-12). (C-F) Glucose 

tolerance test was performed following i.p. injection (C-D) or an oral bolus of glucose (2g/kg) (E-F) 

in overnight fasted 10- to 12- week-old male Ch+/+ and Ch-/- mice and (D, F) corresponding area 

under curves (AUC) was calculated (n = 10). (G) Relative mRNA levels mlxipl and mlx (normalized 

against TBP) in isolated epithelial cells from the stomach and the gut and in the liver of 10- to 12-

week-old male wild type mice (n = 4). (H-K) Representative western blot analyses (H, J) and 

corresponding densitometric quantifications (I, K) of ChREBP protein levels in epithelial cells 

isolated from various intestinal segments (H-I) or from the jejunum along the crypto-villus axis (J-

K) of 10- to 12-week-old male wild type mice (n = 5). β-actin was used as a loading control and 

PCNA as a validation of cell fractionation. (A-K) Values are means ± SEM. *P < 0.05, **P < 0.01, 

***P < 0.001, ****P < 0.0001; compared Ch+/+ vs Ch-/- mice (Mann Whitney U test). (L-O) Epithelial 

cells isolated from jejunal loops of overnight fasted Ch+/+ and Ch-/- mice treated ex vivo for 4h with 

5mM or 25mM glucose. (L, O) Relative mRNA levels of mlxipl, mlx, txnip, and lpk (normalized to 

TBP) and (M) ChREBP western blot analyses and (N) corresponding protein levels quantifications 

of ChREBP protein levels (n = 5). β-actin was used as a loading control. (L-O) Values are means 

± SEM. ##P < 0.01; compared G5 vs G25 and **P < 0.01; compared Ch+/+ vs Ch-/- mice (Mann 

Whitney U test). 

 

Figure 2:  Intestinal ChREBP activity contributes to glycemic excursion upon an oral glucose load 

(A) Relative mlxipl mRNA levels in intestinal and colonic epithelial cells isolated from 16-week-old 

male control (CTL) or gut-specific ChREBP-KO (ChΔGUT) mice (n = 3-4). Intestinal segments from 

Upper Small Intestine (USI), Lower Small Intestine (LSI) and Colon (COL) were treated ex vivo for 

4h with 25mM glucose before epithelial cell isolation. Values were normalized against TBP and 

represent means ± SEM. **P < 0.01; compared CTL vs ChΔGUT mice (two-way ANOVA followed by 

Bonferroni correction for multiple comparisons). (B) Representative western blot analysis of 

ChREBP protein levels on epithelial cells isolated along the gut and in the liver of 16-week-old 

male CTL and ChΔGUT mice. β-actin was used as a loading control. (C) Plasma glucose of 

overnight-fasted 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice (n = 4). (D) Insulin tolerance test (i.p. 

insulin 1U/kg) was performed in 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice after 6h of fasting (n = 

15-21). (E-F) Glucose tolerance tests were performed in 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice 

after 16 h of fasting followed by an i.p. injection (E) or an oral bolus (F) of glucose (2g/kg) (n = 16-
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23). (C-F) Values are means ± SEM. ***P < 0.001, *P < 0.05, *P < 0.05; compared CTL vs 

ChΔGUT mice (Mann Whitney U test). (G) Hematoxylin & eosin staining of small intestinal 

transversal sections of 12-week-old male CTL and ChΔGUT mice. (H) Total intestinal transit was 

evaluated by the time required for expelling the first red pellet following oral gavage with 

carmine red dye (n = 9-10). (I) In vivo intestinal permeability in 16-week-old male CTL and ChΔGUT 

mice, as quantified by plasma FD4 at 1h and 4h after the oral administration of the tracer (n = 9-

10). Data are reported as relative fluorescent units (RFU). (H-I) Values are means ± SEM. ***P 

< 0.001, *P < 0.05, *P < 0.05; compared CTL vs ChΔGUT mice (Mann Whitney U test). 

 

Figure 3: GLP-1 production is reduced upon intestinal ChREBP deficiency  

(A) Total GIP contents measured in upper small intestinal mucosa of 16-week-old female control 

(CTL) and ChΔGUT mice (n = 8-12). (B) Relative mRNA levels of gip in gut epithelial cells isolated 

from 16-week-old female CTL and ChΔGUT mice (n = 10). Upper small intestinal segments (USI) 

were treated ex vivo for 4h with 25mM glucose before epithelial cell isolation. (A-B) Values are 

means ± SEM. ns, ****P < 0.0001, **P < 0.01; compared CTL vs ChΔGUT mice (Mann Whitney U 

test). (C) Total GLP-1 concentrations measured in portal blood at 0 and 15 min after oral glucose 

gavage (2g/kg) of 16-week-old female CTL and ChΔGUT mice (n = 9-11). Values are means ± 

SEM. ## P < 0.01; compared CTL vs ChΔGUT mice; **P < 0.01; compared T0 vs T15 for each 

genotype (two-way ANOVA followed by Bonferroni correction for multiple comparisons). (D) 

Plasma insulin concentrations at 0, 15 and 30 min after an oral challenge of glucose (2g/kg) in 16-

week-old female CTL and ChΔGUT mice (n = 11-12). (E) Total GLP-1 contents were measured in 

upper small intestinal samples at 15 min after oral glucose gavage (2g/kg) of 16-week-old female 

control (CTL) (black bars) and ChΔGUT (gray bars) mice 15 min after oral glucose gavage (n = 9-

10). (F) Relative mRNA levels of gcg (normalized to TBP) in gut epithelial cells isolated from 16-

week-old female CTL and ChΔGUT mice. Upper small intestine segments (USI) were treated ex vivo 

for 4h with 25mM glucose before epithelial cell isolation (n = 13). (D-F) Values are means ± SEM. 

ns, ****P < 0.0001, **P < 0.01; compared CTL vs ChΔGUT mice (Mann Whitney U test). (G) 

Representative FACS analysis of jejunal cells isolated from 10- to 12- week-old male GLU-Venus 

mice. L+ indicates cells that were positive in the green channel (488 nm excitation laser) detecting 

Venus. The gated region named L- outlines Venus-negative cells. (H-I) Relative mRNA levels of 

gcg and mlxipl (normalized to TBP) in GLP-1 producing epithelial cells (jejunal L+ and colonic LC+ 

cells) and in GLP-1 negative epithelial cells (jejunal L- and colonic LC-), of 10- to 12- week-old 

male GLU-Venus mice (n = 3-4). Values were and represent means ± SEM. ns, *P < 0.05, ****P < 

0.0001; compared L- vs L+ and LC- vs LC+ (one-way ANOVA). (J) Relative gcg mRNA levels 

(normalized to TBP) in intestine and colon of 10- to 12-week-old male GLU-Venus and GLU-Venus 

Ch-/- mice (n = 3-4). Values are means ± SEM. ns, *P < 0.05; compared GLU-Venus vs GLU-
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Venus Ch-/- mice (two-way ANOVA followed by Bonferroni correction for multiple 

comparisons). (K) Relative gcg mRNA levels (normalized to TBP) in GLUTag cells incubated 24h 

with 5 (G5) or 25mM glucose (G25) +/- SBI477 (10µM) (n = 3). Values are means ± SEM. ***P < 

0.001, ****P < 0.0001; compared high glucose condition to the untreated condition (Vehicle), and 

SBI477 compared to high glucose condition (Mann Whitney U test). (L-M) Relative mRNA levels 

of mlxipl and gcg (normalized to TBP) in GLUTag cells incubated with 5 (G5) or 25mM glucose 

(G25) and transfected 48h with non-specific siRNA (ns) or siRNA targeting ChREBP (siChREBP) 

(n = 7-9). Values are means ± SEM. *P < 0.05; **P < 0.01; compared each condition to ns (Mann 

Whitney U test). (N) Relative ChoRE-luciferase and Gcg-luciferase reporter activity in GLUTag 

cell line incubated with 5 (G5) or 25mM glucose (G25) and transfected with non-specific siRNA 

(ns) or siRNA targeting ChREBP (siChREBP). The Renilla luciferase reporter pRL-CMV was used 

as internal control. Dual luciferase reporter assays were performed 48h post transfection. Values 

are means ± SEM (n = 4). *P < 0.05; **P < 0.01; compared G25 ns to G5 ns, and G25 siChREBP 

compared to G25 ns (Mann–Whitney U test). 

 

Figure 4:  ChREBPΔGUT mice display delayed intestinal glucose absorption  

(A) Glucose absorption index as measured by the glycemic slope between 0 and 5 min after oral 

glucose gavage (4g/kg) in 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice (n = 14).  Values are means 

± SEM. *P < 0.05; compared CTL vs ChΔGUT mice (Mann–Whitney U tests). (B) Representative 

transversal, coronal, and sagittal PET-Scan images of 2-FDG accumulation in 16-week-old male 

CTL and ChΔGUT mice, 40 min after gavage of the tracer.  (C-K) In vivo kinetic measure (over 60-

min) of 2-FDG activity detected in (C) the bladder, (D) the kidney, (E) the liver, (F) the muscle, (G) 

the heart, (H) the lung, (I) the brain, (J) the stomach and (K) the intestine in 16-week-old male CTL 

and ChΔGUT mice (n=4-5). Values are expressed as mean tissue radioactive concentration 

normalized by total orally administrated 2-FDG and body weight ± SEM (SUV: standardized 

uptake values). *P < 0.05, **P < 0.01, ***P < 0.001, ****P < 0.0001; compared CTL vs ChΔGUT 

mice two-way ANOVA followed by Bonferroni correction for multiple comparisons). (L) 

Representative PET-Scan images of 2-FDG accumulation in ex vivo flushed small intestine of 16-

week-old male CTL and ChΔGUT mice, 40 min after gavage of the tracer. PET figures and 

subsequent ones displayed intensity scale for tracer activity, from red (highest), trough green 

(intermediate) to blue (lowest). (M) Ex vivo tissue profiling for 2-FDG contents of non-flushed small 

intestine of 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice, 60 min after gavage of the tracer. Values are 

expressed as mean tissue radioactive concentration normalized by total orally administrated 

2-FDG and body weight ± SEM (SUV: standardized uptake values) (n = 3-5). *P < 0.05; 

compared CTL vs ChΔGUT mice (two-way ANOVA followed by Bonferroni correction for multiple 

comparisons). (N) Ex vivo tissue profiling for 2-FDG contents along the flushed small intestine of 
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of 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice, 60 min after gavage with the tracer. Values are means 

± SEM. **P < 0.01; compared CTL vs ChΔGUT mice (Two-way ANOVA). 

 

Figure 5: ChREBP activity controls intestinal expression of disaccharidases and hexose 

transporters  

(A) Representative transmission electron photomicrographs of the jejunal brush border from 16-

week-old random fed male CTL and ChΔGUT mice (Magnification ×2000). Scale bar: 1μm. (B-C) 

Length and density of microvilli in the jejunum of 16-week-old random fed male CTL and ChΔGUT 

mice (n = 3). (D) Plasma β-hydroxybutyrate levels in fasted and fed 16-week-old male CTL and 

ChΔGUT mice (n = 8-14). (B-D) Values are means ± SEM. *P < 0.05, ****P < 0.0001; compared 

CTL vs ChΔGUT mice (Mann Whitney U test). (E-J) Transcriptomic analyses performed on jejunum 

epithelial cells isolated from ChΔGUT and CLT mice after an overnight with 20%-glucose challenge 

(ChΔGUT Glc, CTL Glc) in drinking water and compared to untreated CTL mice (CTL Water) (n = 4). 

(E) General heatmap of differentially expressed probes. Color bar indicates the range of 

expression levels in the heatmap (green: downregulation red: upregulation). (F) Venn diagram 

presenting the overlap between genes upregulated in jejunal mucosa of CTL Glc mice compared 

to CTL Water (fold change ≥ 1,3; P value < 0,01) and genes downregulated in ChΔGUT Glc mice 

compared to CTL Glc mice (fold change ≤ -1,3; P value < 0,01) performed using Venny2.1. (G-I) 

Gene Ontology (GO) analysis of genes downregulated in jejunal mucosa of ChΔGUT Glc mice 

compared to CTL Glc mice generated through IPA and FunRich softwares (fold change ≥ 1,3; P 

value < 0,01). The x-axis represents the number of differentially expressed genes based on the 

dataset from FunRich software while the y-axis corresponds at the annotation of molecular 

function. P value (≤0,05) are included in the bar graph. (J) Selected heatmap of genes related 

to sugar digestion, transport and metabolism in jejunal mucosa of CTL water, CTL Glc and ChΔGUT 

Glc mice. Color bar indicates the range of expression levels in the heatmap (green: downregulation 

red: upregulation). Abbreviations: slc2a2 for GLUT-2; slc2a5 for GLUT-5; slc2a7 for GLUT-7; 

slc5a1 for SGLT-1; gaa for Maltase; lctl for Lactase; mgam for Maltase-Glucoamylase; sis for 

Sucrase Isomaltase; aldoA for Aldolase A; eno1 for Enolase 1; galk2 for Galactokinase 2; g6pc3 

for G6pase 3; gpd2 for Glycerol-3-Phosphate Dehydrogenase 2; gpi1 for Glucose-6-phosphate 

isomerase; khk for Ketohexokinase; pck1 for Phosphoenolpyruvate carboxykinase; Pklr for 

Pyruvate Kinase; Pfkfb4 for 6-Phosphofructo-2-kinase/fructose-2,6-biphosphate 4; pfkl for 6-

phosphofructokinase; gls for Glutaminase; gls2 for Glutaminase 2; got2 for Aspartate 

aminotransferase. (K, L) Relative mRNA levels (normalized against TBP) in jejunal epithelial cells 

from 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice (n = 4-5). Values are means ± SEM. ns , *P < 0.05, 

**P < 0.01; compared CTL vs ChΔGUT mice (Mann–Whitney U tests).  
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Figure 6: Intestinal ChREBP deficiency induces early intolerance to high sucrose and lactose as 

well as malabsorption of fructose and galactose.  

(A-J) 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice fed either with 60% sucrose or 60% lactose diets 

for 4 four (D4) or forty days (D40). (A) Representative images of cecum in situ or ex vivo. (B) 

Relative caecum weight (normalized to body weight), (C) body weight gain (n = 6-10), (D) daily 

food consumption per mice (over a 4 days period) (n = 5-6) and (E) plasma glucose (after 4 days 

of diet) (n = 5) and (F) relative liver weight (normalized to body weight) (after 4 days of diet) (n = 7-

14). (G-J) Relative abundance of Actinobacter, Bifidobacterium, Bacteroides and revotella in cecal 

feces collected form mice after 40 days of diet (n = 6-8). Values were normalized against UTB. (A-

J) Values are means ± SEM. #P < 0.05, ##P < 0.01; compared CTL sucrose/lactose diet vs chow 

diet (Mann–Whitney U test). ns, *P < 0.05, **P < 0.01, ***P < 0.001; compared CTL vs ChΔGUT 

mice (Mann Whitney U test). (K) Relative caecum weight (normalized to body weight) in 16-week-

old male CTL and ChΔGUT mice which received either water or 60%-glucose, 60%-fructose or 60%-

galactose in the drinking water for 3 days. Values are means ± SEM (n = 5-8).  ns, **P < 0.01; 

compared CTL vs ChΔGUT mice (Mann–Whitney U test). (L) Kinetic measurement of blood glucose 

and (M) corresponding area under curves (AUC) upon an oral load of fructose (2g/kg) performed 

in 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice after an overnight fasting (n = 11). Values are means 

± SEM. *P < 0.05; compared control vs ChΔGUT mice (Mann Whitney U test). 

 

Figure S1: Generation of ChΔGUTmice 

(a) Vector used to generate founder mice and containing the hygromycin cassette inserted 

between Exon 15 and Exon 16 of mlxipl, which is flanked by FRT (Flippase Recognition Target) 

sites. Two loxP sites flank exon 9 and hygromycin cassette. (b) Founder mice were crossed 

with mice that express the Flippase recombinase to remove the hygromycin cassette 

generating mlxiplfl/fl mice. (c) mlxiplfl/fl mice were then crossed with a Villin-CreERT2 mouse line 

to generate mlxiplfl/fl × Villin-CreERT2 mice, in which the Cre recombinase was activated by 

tamoxifen gavage (1 mg/mouse) for 5 consecutive days to induce a specific mlxipl deletion in 

intestinal epithelial cells (ChΔGUT mice). 

 

Figure S2: Phenotypic characteristics of ChREBP-/- mice   

(A) Relative tissue weights (normalized to body weight) of random fed 12-20-week-old Ch+/+ and 

Ch-/- mice (n=7-18). (B) Food intake, (C) water intake, (D) respiratory exchange ratio (RER), (E) 

body heat production, (F) mean oxygen consumption (VO2), (G) mean carbon dioxide production 

(VCO2), (H) Horizontal activity (XAYA), and (I) vertical activity (ZA), measurements acquired during 

the day (“D”) and the night (“N”) for both Ch+/+ and Ch-/- mice (n = 6). (J) Gastric emptying rate 
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assayed by the phenol red method and expressed as % of T0 (n = 4-6). (K) Relative mRNA levels 

of fas, acc and scd-1 (normalized to TBP) in gut epithelial cells isolated from 10- to 12- weeks-old 

male Ch+/+ and Ch-/- mice after overnight fasting. Intestinal segments from Upper Small Intestine 

were treated ex vivo for 4h with 5mM or 25mM glucose before epithelial cell isolation (n = 5). 

Values are means ± SEM. *P < 0.05, ****P < 0.0001; compared Ch+/+ vs Ch-/- mice (Mann Whitney 

U test).  

Figure S3: Phenotype characteristics of ChΔGUTmice 

(A) Body weight of fasted 16-week-old CTL and ChΔGUT mice (n = 4). (B-E) Relative weight and 

length of the small intestine and the colon of fasted 16-week-old CTL and ChΔGUT mice 

(normalized to body weight) (n = 4). Values are means ± SEM. ns; compared CTL vs ChΔGUT mice 

(Mann Whitney U test). 

 

Figure S4: GLP-1 production is reduced upon whole body ChREBP deficiency  

(A-B) Total GLP-1 concentrations in the portal blood (A, n = 15) or in the upper small intestinal 

mucosa (B, n = 8) of 16-week-old female Ch+/+ and Ch-/- mice at 15 min after an oral glucose bolus 

(2g/kg). (C) gcg relative mRNA levels (normalized to TBP) in gut epithelial cells isolated from 10- 

to 12- week-old male Ch+/+ and Ch-/- mice. Segments from upper small intestine were treated ex 

vivo for 4h with 25mM glucose before epithelial cell isolation (n = 4-5). (D) Representative images 

of GLP-1 immunostaining on transversal sections of the upper small intestine (USI), lower small 

intestine (LSI) and the colon (COL) from Ch+/+ vs Ch-/- mice and corresponding quantification of 

total GLP-1 positive L-cells number per intestinal segment (n = 7-15). (A-D) Values are means 

± SEM. *P < 0.05; compared Ch+/+ vs Ch-/- mice (Mann Whitney U test). (E-G) Relative mRNA 

levels of pax6, mlx and mondoA (normalized to TBP) in GLP-1 producing epithelial cells (jejunal 

L+ and colonic LC+ cells) and in GLP-1 negative epithelial cells (jejunal L- and colonic LC-) of 10- 

to 12-week-old male GLU-Venus mice (n = 3-4). Values represent means ± SEM. ns, ****P < 

0.0001; compared L- vs L+ and LC- vs LC+ (one-way ANOVA). (H) mlxipl relative mRNA levels 

(normalized to TBP) in jejunal L+ and colonic LC+ cells of 10- to 12-week-old male GLU-Venus 

and GLU-Venus Ch-/- mice. Values are means ± SEM (n = 3-4). ns, **P < 0.01; compared GLU-

Venus mice vs GLU-Venus Ch-/- mice (two-way ANOVA followed by Bonferroni correction for 

multiple comparisons). (I-K) Relative mRNA levels of mlxipl, mlx and mondoA (normalized to 

TBP) in GLUTag cells incubated 24h with 5mM or 25mM glucose or SBI477 (10µM) in 25mM 

glucose. Values are means ± SEM (n = 3). ns, **P < 0.01; compared high glucose condition to the 

untreated condition (Vehicle), and SBI477 compared to high glucose condition (Mann Whitney U 

test). (F) Relative Gcg-luciferase reporter activity in GLUTag cell line transfected with a plasmid 

encoding a wild type (ChREBP-WT) or a constitutively active form of ChREBP (ChREBP-CA) and, 



  

 
 

175 

incubated with 5mM glucose (n = 5). The Renilla luciferase reporter pRL-CMV was used as internal 

control. Dual luciferase reporter assays were performed 24 h post transfection. 

 

Figure S5:  Transepithelial intestinal glucose transport is dampened upon whole body ChREBP 

deficiency  

(A) Glucose absorption index as measured by the glycemic slope between 0 and 5 min after oral 

glucose gavage (4g/kg) in 10- to 12-week-old male Ch+/+ and Ch-/- mice (n = 19-21). (B) 

Transepithelial glucose flux in jejunal loops from 10- to 12-week-old male Ch+/+ mice incubated 

with or without phloretin and from Ch-/- mice (n = 5-6). (A-B) Values are means ± SEM. ns, *P < 

0.05, **P < 0.01; compared Ch+/+ vs Ch-/- mice. (Mann Whitney U test).  

 

Figure S6: Decreased sugar digestion and absorption markers upon whole body ChREBP 

deficiency 

(A) Relative mlxipl mRNA levels (normalized against TBP) in jejunal epithelial cells of 16-week-old 

male CTL and ChΔGUT mice in response to an overnight oral 20%-glucose challenge. Values are 

means ± SEM (n = 4). *P < 0.05; compared CTL vs ChΔGUT mice (Mann Whitney U test). (B) 

Representative transmission electron photomicrographs of the jejunal brush border from 10- to 12-

week-old random fed male Ch+/+ and Ch-/- mice (Magnification ×2000). Scale bar = 1μm. (C-D) 

Microvilli length and density in jejunum of 16-week-old male CTL and ChΔGUT mice (n = 4). (E) β-

hydroxybutyrate plasma levels in 10- to 12-week-old fasted or fed male Ch+/+ and Ch-/- mice (n = 

15). (F-G) Relative mRNA levels of hexose transporters and disaccharidases (normalized against 

TBP) in jejunal epithelial cells from 10- to 12-week-old male Ch+/+ and Ch-/- mice (n = 5-12). (C-G) 

Values are means ± SEM. ns, *P < 0.05, **P < 0.01, ****P < 0.0001; compared Ch+/+ vs Ch-/- 

mice (Manne Whitney U test).  

 

Figure S7: Total ChREBP deficiency induces early intolerance to high sucrose and lactose diets 

(A-B) Relative caecum weight (normalized to body weight) and body weight gain in 10- to 12-

week-old male Ch+/+ and Ch-/- mice fed either with chow, 60%-sucrose or 60%-lactose diet for four 

days (D4) (n = 5). Values are means ± SEM. ns, ***P < 0.001; compared Ch+/+ vs Ch-/- mice 

(Manne Whitney U test). Values are means ± SEM. ns, ***P < 0.001; compared Ch+/+ vs Ch-/- mice 

(Mann Whitney U test). 

 
Figure S8: Characterization of ChREBP expression and activity upon weaning or hyperglycemic 

conditions 

(A-B) Relative mRNA levels (normalized to TBP) in small intestinal epithelial cells of 8 (suckling) 

or 28 day-old (weaning) wild type mice. Values are means ± SEM (n = 7-9). ns, *P < 0.05, **P < 
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0.01, ***P < 0.001; compared suckling vs weaning mice (Mann Whitney U test). (C) Plasma 

glucose and (D) relative mRNA levels (normalized to TBP) in jejunal epithelial cells of 12-week-old 

male wild type (+/+) and obese (ob/ob) mice. Values are means ± SEM (n = 4). ns, *P < 0.05, 

**P < 0.01; compared wild type vs ob/ob mice (Mann Whitney U test). (E) Plasma glucose and 

(F) relative mRNA levels (normalized to TBP) in jejunal epithelial cells from 10-week-old male mice 

treated for 5 days with buffer (Citrate) or streptozotocin (STZ). Values are means ± SEM (n = 5). 

ns, *P < 0.05; compared PBS vs STZ mice (Mann Whitney U test). Values are means ± SEM (n 

= 4). *P < 0.05, **P < 0.01; compared PBS vs STZ mice (Mann Whitney U test). 

  



  

 
 

177 

Table 1: Primers sequences used for PCR analysis 

 

 

Chrebp/Mlxipl GGCGAAGGGAA TTCAGGACA AATGGGATGGTGTCTACCGC 

Mlx CAGACCATTGTCCCTACCTG GCGCAGTGTGGATACTTCTT 

MondoA CCAACCCACGAGAAATAGCA GTCCA TGAAGTCCAGGTTGG

Fas TTCCAAGACGAAAA TGA TGC AA TTGTGGGA TCAGGAGAGC 

Acc AGCAGA TCCGCAGCTTG ACCTCTGCTCGCTGAGTGC 

Lpk CTTGCTCTACCGTGAGCCTC ACCACAA TCACCAGA TCACC

Txnip GACTGGAGAGCCCCACCACC GGACGCAGGGA TCCACCTCA 

G6pc TTACCAGCCTCCTGTCGG GACACAACTGAAGCCGGTTAG

Slc2a2 GTCCAGAAAGCCCCAGATACC GTGACATCCTCAGTTCCTCTTAG 

Slc2a5 TCATGACCATCCTCACGATCTTT GCGGCCGTCAGCACTAAG

Slc2a7 CGAGTGCTGGTGGGAATC TTCTGGGGAGCCAGTTCT 

Slc5a1 TGGTGTACGGATCAGGTCATT TTCAGATAGCCACACAGGGTA 

Tbp GCAAGGTGAACCTCTCAA TGA GCAGGAGTGATAGGGGTCAT 

Lactase ACACGGATTCGTGACAGAAG GGAGCGGTCTGTAATGGAAG

Sucrase Isomaltase GCAAGGTGAACCTCTCAATGA GTGTGGCTTTAAGTCCACTGTT

Gcg GCACATTCACCAGCGACTACA CTGGTGGCAAGATTGTCCAGA

Gip GTGGCTTTGAAGACCTGCTC TTGTTGTCGGATCTTGTCCA

Utb ACTCCTACGGGAGGCAGCAG ATTACCGCGGCTGCTGG

Firmicute GGAGYATGTGGTTTA ATTCGAAGCA AGCTGACGACAACCATGCAC

Actinobacteria CCGTACTCCCCAGGCGGGG CGCGGCCTATCAGCTTGTTG

Proteobacteria CMATGCCGCGTGTGTGAA ACTCCCCAGGCGGTCDACTTA

Prevotella CACRGTAAACGATGGATGCC GGTCGGGTTGCAGACC

Bifidobacterium CTCCTGGAAACGGGTGG GGTGTTCTTCCCGATATCTACA

Bacteroides GTTTAATTCGATGATACGCGA G TTAASCCGACACCTCACGG

Forward primer Reverse primerGene
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Table 2: Transcriptomic analysis of the 21 glucose-induced genes (fold change (FC) ≥ 1,3 with 

p-value < 0,01) down-regulated upon intestinal ChREBP deficiency (fold change (FC) ≤ -1,3 with 

p-value < 0,01) in jejunal epithelial cells. Fold changes and p-values detailed below compare 

ChDGUT mice versus CTRL mice, both upon overnight 20% glucose challenge in the drinking water 

 

 

 

  

Symbol Entrez-Gene-Name

FC-(CTL6Glc-vs-

CTL6Water) p"value

FC-(Ch
ΔGUT

6Glc-vs-

CTL6Water) p"value

2610005L07Rik cadherin2112pseudogene 1,547 3,56E<03 <1,45 8,90E<03

5031425E22Rik RIKEN2cDNA25031425E222gene 1,392 3,38E<03 <1,33 3,40E<03

APPL1

adaptor2protein,2phosphotyrosine2interacting2

with2PH2domain2and2leucine2zipper21 2,042 9,33E<05 <1,6 1,70E<03

CASP2 caspase22 1,755 8,98E<05 <1,38 7,90E<03

COP1 COP12E32ubiquitin2ligase 1,462 4,14E<04 <1,35 4,20E<03

CRTC1 CREB2regulated2transcription2coactivator21 1,346 7,40E<03 <1,47 3,00E<03

Cyp2j9

cytochrome2P450,2family22,2subfamily2j,2

polypeptide29 2,285 2,82E<03 <2,32 3,10E<03

DOC2B double2C22domain2beta 1,492 7,58E<03 <1,49 1,80E<03

FLCN folliculin 2,11 3,54E<05 <1,5 2,30E<03

FNIP1 folliculin2interacting2protein21 2,28 7,91E<04 <1,83 4,60E<03

GATA6 GATA2binding2protein26 2,018 1,94E<03 <2,01 4,30E<03

GPR151 G2protein<coupled2receptor2151 4,459 5,18E<04 <2,11 7,70E<03

MCOLN3 mucolipin23 15,188 1,34E<05 <4,24 2,00E<03

NFE2L2 nuclear2factor,2erythroid222like22 2,474 2,47E<04 <1,48 8,70E<03

OR2Y1

olfactory2receptor2family222subfamily2Y2member2

1 1,381 2,03E<03 <1,46 8,00E<04

PAQR9 progestin2and2adipoQ2receptor2family2member29 2,831 1,81E<05 <2,48 3,85E<05

PON3 paraoxonase23 2,107 1,91E<04 <1,52 8,20E<03

SEC24B

SEC242homolog2B,2COPII2coat2complex2

component 2,056 1,59E<04 <1,75 1,90E<03

UBALD1 UBA2like2domain2containing21 1,814 1,91E<04 <1,43 4,50E<03

XXYLT1 xyloside2xylosyltransferase21 3,123 1,89E<07 <2,1 1,24E<05

Zfp442/Zfp937 zinc2finger2protein2442 2,01 1,94E<03 <1,61 6,10E<03
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Table 3: Transcriptomic analysis of the 52 genes down-regulated upon intestinal ChREBP 

deficiency (fold change (FC) ≤ -1,3 with p-value < 0,01) in jejunal epithelial cells. Fold changes 

and p-value detailed below compare ChDGUT mice versus CTRL mice, both upon overnight 20% 

glucose challenge in the drinking water. 

 

       

Symbol Entrez-Gene-Name FC p"value

2610005L07Rik cadherin2112pseudogene 81.42 0.0310

5031425E22Rik RIKEN2cDNA25031425E222gene 81.33 0.0034

9830147E19Rik RIKEN2cDNA29830147E192gene 81.51 0.0015

Arsg arylsulfatase2G 81.38 0.0051

Atf7ip activating2transcription2factor272interacting2protein 81.65 0.0058

BC030336 cDNA2sequence2BC030336 81.32 0.0094

Bche butyrylcholinesterase 81.98 0.0030

Bivm basic,2immunoglobulin8like2variable2motif2containing 82.07 0.0052

Casp2 caspase22 81.38 0.0079

Crtc1 CREB2regulated2transcription2coactivator21 81.47 0.0030

Cyp19a1 cytochrome2P450,2family219,2subfamily2a,2polypeptide21 81.57 0.0026

Cyp2j6 cytochrome2P450,2family22,2subfamily2j,2polypeptide26 81.74 0.0050

Cyp2j9 cytochrome2P450,2family22,2subfamily2j,2polypeptide29 82.32 0.0031

Cyp2u1 cytochrome2P450,2family22,2subfamily2u,2polypeptide21 83.54 0.0094

Dcaf17 DDB12and2CUL42associated2factor217 81.32 0.0003

Doc2b double2C2,2beta 81.49 0.0018

Eno1_Eno1b enolase21,2alpha2non8neuron;2enolase21B,2retrotransposed 81.38 0.0041

Flcn folliculin 81.5 0.0023

Fnip1 folliculin2interacting2protein21 81.83 0.0046

Gaa glucosidase,2alpha,2acid 81.65 0.0031

Gls glutaminase 81.91 0.0013

Gm12942_Zmym6 predicted2gene212942;2zinc2finger,2MYM8type26 81.55 0.0075

Gm21814 predicted2gene,2218142[Source:MGI2Symbol;Acc:MGI:5433978] 81.89 0.0088

Gm5148 predicted2gene25148 81.35 0.0051

Grn granulin 82.06 0.0043

Kdsr 38ketodihydrosphingosine2reductase 81.86 0.0047

Leap2 liver8expressed2antimicrobial2peptide22 82.4 0.0033

Mcoln3 mucolipin23 84.24 0.0020

Mlxipl MLX2interacting2protein8like 86.21 0.0002

Ndufaf1 NADH2dehydrogenase2(ubiquinone)212alpha2subcomplex,2assembly2factor21 81.62 0.0050

Nfe2l2 nuclear2factor,2erythroid2derived22,2like22 81.48 0.0087

Nudt6 nudix2(nucleoside2diphosphate2linked2moiety2X)8type2motif26 81.33 0.0066

Nvl nuclear2VCP8like 81.46 0.0023

Olfr1386 olfactory2receptor21386 81.46 0.0008

Ovol2 ovo8like222(Drosophila) 81.44 0.0055

Paqr9 progestin2and2adipoQ2receptor2family2member2IX 82.48 3.85E805

Pon3 paraoxonase23 81.52 0.0082

Pbx4 pre2B2cell2leukemia2homeobox24 81.58 0.0011

Pitpnm3 PITPNM2family2member23 81.37 0.0004

Prkaa2 protein2kinase,2AMP8activated,2alpha222catalytic2subunit 81.51 0.0074

Prkag2 protein2kinase,2AMP8activated,2gamma222non8catalytic2subunit 82.25 0.0027

Qprt quinolinate2phosphoribosyltransferase 81.55 0.0082

Rfwd2 ring2finger2and2WD2repeat2domain22 81.35 0.0042

Slc2a2 solute2carrier2family222(facilitated2glucose2transporter),2member22 82.74 0.0028

Sec24b Sec242related2gene2family,2member2B2(S.2cerevisiae) 81.75 0.0019

Sis sucrase2isomaltase2(alpha8glucosidase) 81.85 0.0019

St18 suppression2of2tumorigenicity218 81.35 0.0003

Svop SV22related2protein 81.37 0.0044

Vmn1r31 vomeronasal212receptor231 81.48 0.0022

Zfp442 zinc2finger2protein2442 81.61 0.0061

Zfp638 zinc2finger2protein2638 81.41 0.0045

Zfp93 zinc2finger2protein293 81.83 0.0020
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 Dans cette partie annexe, sont présentés des résultats complémentaires de ceux détaillés 

précédemment sous forme de publication scientifique. Trois questions sont abordées dans ces 

résultats annexes : (i) la régulation de l’expression intestinale de ChREBP par le glucose ou le 

fructose luminal, (ii) la caractérisation des programmes transcriptionnels régulés par le glucose ou 

le fructose dans l’épithélium intestinal et (iii) l’identification des gènes dont la transcription induite 

par le fructose dépend de l’activité intestinale de ChREBP. 

 

Régulation de l’expression intestinale de ChREBP par le glucose ou le fructose luminal  

 

 Bien que ChREBP soit fortement exprimé dans l’épithélium intestinal, sa régulation dans cet 

organe était inconnue jusqu’à ce que deux études, publiées au cours de mon travail de thèse, 

documentent la régulation de l’expression et de l’activité de ChREBP par le saccharose et le fructose 

in vivo chez la souris (Katoh et al, 2018 ; Oh et al, 2018). L’une des parties de mon projet de 

recherche (Axe 1) consistait ainsi à déterminer, dans l’épithélium intestinal, la régulation de 

l’expression de ChREBP par le glucose et le fructose, deux signaux inducteurs de sa transcription 

et/ou activité dans le foie notamment (Kim et al., 2016; Koo et al., 2008, 2009; Mori et al., 2011, 

Arden et al., 2012; Koo et al., 2009). Dans ce cadre, nous avons analysé l’expression de ChREBP 

à partir de cellules épithéliales isolées du jéjunum de souris sauvages non traitées (CTL-Water) 

ou abreuvées avec 20% de glucose (CTL-Glc 20%) ou de fructose (CTL-Frc 20%) pendant une 

nuit (Figure Annexe 1). Pour cela, les quantités d’ARNm codant ChREBP total (mlxipl) et son 

isoforme longue (chrebp-α) ont été mesurées, ainsi que celles codant son isoforme courte (chrebp-

β), un témoin de l’activité transcriptionelle de ChREBP. Dans le tissu adipeux, le métabolisme 

du glucose conduit en effet à l’activation de ChREBP-α, qui en retour stimule directement la 

transcription de chrebp-β (Herman et al., 2012). Tandis que l’exposition aigüe au glucose et au 

fructose entraine une augmentation significative et comparable de la glycémie sur des groupes 

de souris au poids corporel homogène (Figure Annexe 1A-B), seule l’expression intestinale de 

mlxipl est significativement augmentée par le fructose dans ces conditions expérimentales (Figure 

Annexe 1C). Par ailleurs, l’expression de chrebp-β est plus fortement augmentée suite au 

traitement par le fructose (9 fold increase) comparativement au glucose (3 fold) tandis que 

l’expression accrue de chrebp-α est comparable en réponse aux deux monosaccharides (2 fold) 

(Figure Annexe 1C). Tandis qu’une rétroaction négative de ChREBP-β sur l’expression de 

chrebp- α a été rapportée dans les cellules β-pancréatiques (Jing et al., 2016), nos données 

suggèrent que la modeste augmentation de l’expression de chrebp-α par le fructose puisse 

résulter dans l’intestin de son inhibition par ChREBP-β (Figure Annexe 1C). 
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 De façon surprenante, l’utilisation de souris invalidées dans l’épithélium intestinal pour 

le transporteur GLUT-2 (GLUT-2ΔGUT) montre que le blocage du transport du glucose via 

GLUT-2 augmente l’expression intestinale de mlxipl, de chrebp-α (Figure Annexe 1C) et de 

gènes cibles prototypiques de ChREBP (lpk, txnip, g6pc) (données non montrées), sans 

modification parallèle de chrebp-β en réponse au glucose (Figure Annexe 1C). Ces données 

suggèrent que l’absence de GLUT-2 au pôle basolatéral des entérocytes pourrait entraîner 

l’accumulation intracellulaire de glucose (Schmitt et al., 2017) et l’augmentation consécutive 

de l’expression de ChREBP, l’entrée de glucose au pôle apical pouvant être compensée par 

d’autres transporteurs. Afin de compléter ces résultats, il serait donc intéressant (i) de doser, 

dans ces conditions, les concentrations intracellulaires de G6P, un métabolite signal clef dans 

l’activation de ChREBP (Dentin et al., 2012; M. V. Li et al., 2010) et (ii) d’étudier l’expression 

de ChREBP dans un modèle de souris invalidées pour le transporteur apical du glucose SGLT-1 

(SGLT-1-/-). 

 Par ailleurs, l’invalidation du transporteur du fructose GLUT-5 (GLUT-5-/-) ou de 

l’enzyme clef du métabolisme fructolytique KHK (KHK-/-) chez la souris, prévient l’augmentation 

de l’expression de mlxipl, chrebp-α, chrebp- β (Figure Annexe 1C) et des gènes lpk, txnip, g6pc, 

cibles de ChREBP (données non montrées) dans l’épithélium intestinal. Ces résultats indiquent 

donc que la transcription et l’activation de ChREBP induite par le fructose requiert son 

métabolisme intracellulaire suite à son transport apical via GLUT-5 dans l’épithélium intestinal 

(Figure Annexe 1C).  

 

Caractérisation des programmes transcriptionnels régulés par le glucose ou le fructose dans 

l’épithélium intestinal  

  

 Dans le but de comparer la réponse transcriptionnelle induite par le glucose ou le fructose 

dans l’intestin, nous avons réalisé une analyse transcriptomique à partir de cellules épithéliales 

isolées du jéjunum de souris CTL abreuvées normalement (CTL-Water) ou bien avec une solution 

de glucose (CTL-Glc) ou de fructose 20% (CTL-Frc) pendant une nuit. L’analyse en composantes 

principales (ACP) (fold change ≥ 1,3 et ≤ -1,3 CTL-Glc ou CTL-Frc versus CTL-Water, p value ≤ 

0,01) des données obtenues révèle un clustering très distinct du groupe CTL-Frc comparativement 

aux groupes CTL-Water et CTL-Glc, suggérant que le fructose contrôle un programme 

transcriptionnel assez distinct du glucose, dont l’effet sur l’épithélium intestin semble par ailleurs 

plus modeste (Figure Annexe 2A).  
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 L’analyse comparative, sous forme d’une heatmap (fold change ≥ 1,3 et ≤ -1,3 CTL-Glc ou 

CTL-Frc versus CTL-Water, p value ≤ 0,01), des données transcriptomiques issues des groupes 

CTL-Water, CTL-Glc et CTL-Frc met en évidence 5 clusters de gènes différentiellement régulés en 

réponse au glucose et au fructose. Ainsi, les cluster 1 et 3 correspondent aux gènes dont l’expression 

est diminuée par le fructose, le cluster 2 aux gènes dont l’expression est diminuée par le glucose, et 

les cluster 4 et 5 aux gènes dont l’expression est augmentée par le glucose et le fructose 

respectivement (Figure Annexe 2B). Le diagramme de Venn présenté dans la Figure Annexe 2C 

montre que 3663 et 2245 gènes sont différentiellement exprimés par le fructose et le glucose 

respectivement (fold change ≥ 1,3 et ≤ -1,3 CTL-Glc ou CTL-Frc versus CTL-Water, p value ≤ 

0,01) (Figure Annexe 2C).  Dans le cadre du rôle largement documenté de ChREBP en tant 

qu’activateur transcriptionnel, nous nous sommes par la suite uniquement concentrés sur les gènes 

dont la transcription était induite par le glucose ou le fructose. Le diagramme de Venn de la Figure 

Annexe 2D indique que l’exposition au fructose luminal active presque trois fois plus de gènes que 

celle au glucose (1951 gènes, CTL-Frc vs 772 gènes, CTL-Glc) (Figure Annexe 2D). De façon 

intéressante, seuls 3 gènes sont communément induits par le glucose et le fructose (Enolase 1 Eno1, 

N-acetylneuraminate pyruvate lyase NPL et glycogen synthase kinase 3 beta GSK3B) (Figure 

Annexe 2D), indiquant à nouveau que ces deux monosaccharides régulent des programmes 

transcriptionnels très distincts. Des analyses d'enrichissement à partir de nos résultats de 

transcriptomique à l’aide des logiciels IPA et FunRich et leur analyse ontologique (GO) à partir des 

serveurs Enrichr et KEGG, révèle en condition glucose, des gènes associés aux fonctions 

lysosomales et immunitaires, et à la voie de l’autophagie (Figure Annexe 2E, F), tandis que la 

transduction olfactive via les RCPG apparaît comme une voie très significatement contrôlée par le 

fructose dans l’intestin (Figure Annexe 2H, I). 

 

Identification des gènes dont la transcription induite par le fructose dépend de l’activité intestinale 

de ChREBP  

 

  Afin de caractériser les gènes dont la transcription induite par le fructose est dépendante 

de l’activité intestinale de ChREBP, nous avons réalisé une analyse transcriptomique à partir de 

cellules épithéliales isolées du jéjunum de souris ChΔGUT (ChΔGUT-Frc) et CTL (CTL-Frc) exposées 

une nuit à 20% de fructose dans l’eau de boisson comparativement à des cellules jéjunales issues 

de souris CTL non traitées (CTL-Water). L’analyse en composante principale des données obtenues 

des groupes CTL-Water, CTL-Glc, CTL-Frc, ChΔGUT-Glc et ChΔGUT-Frc met en évidence un 

clustering très distinct des gènes différentiellement exprimés du groupe ChΔGUT-Frc 
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comparativement au groupe ChΔGUT-Glc, suggérant un effet marqué de la perte de ChREBP en 

condition fructose comparativement à la condition glucose (Figure Annexe 3A). Le diagramme de 

Venn complexe de la Figure Annexe 3B illustre les gènes induits par le glucose ou le fructose et 

ceux des gènes dépendants de l’expression intestinale de ChREBP (fold change ≥ 1,3 Glc ou Frc 

versus Water, ou fold change ≤ -1,3 ChΔGUT versus CTL-Glc ou CTL-Frc, p value ≤ 0,01). Alors 

que 53% des gènes activés par le fructose dépendent de ChREBP (1116 gènes), seuls 14% (26 

gènes) nécessitent l’expression intestinale de ChREBP en réponse au glucose, indiquant que 

ChREBP constitue un médiateur essentiel des effets transcriptionnels du fructose alimentaire 

dans l’épithélium intestinal (Figure Annexe 3B).  

 En complément des analyses du programme transcriptionnel par le glucose via 

ChREBP contrôlé dans l’épithélium intestinal et détaillé dans l’article ci-avant, nous avons 

caractérisé plus précisemment celui régulé par le fructose. La heatmap de la Figure Annexe 3C (fold 

change ≥ 1,3 et ≤ -1,3 CTL- Frc ou ChΔGUT-Frc versus CTL-Water, p value ≤ 0,01) réalisées à partir 

des données obtenues pour les groupes CTL-Water, CTL-Frc et ChΔGUT-Frc (Figure Annexe 3C) 

met ainsi en évidence 5 clusters de gènes différentiellement régulés en réponse au fructose et en 

absence de ChREBP. Ainsi, les cluster 1 et 4 correspondent aux gènes dont l’expression est 

diminuée par le fructose et augmentée en absence de ChREBP, le cluster 2 correspond aux gènes 

dont l’expression est augmentée à la fois par le fructose et en absence de ChREBP, le cluster 3 

correspond aux gènes dont l’expression est diminuée à la fois par le fructose et en absence de 

ChREBP et, le cluster 5 correspond aux gènes dont l’expression est augmentée par le fructose et 

diminuée en absence de ChREBP (Figure Annexe 3B). Le diagramme de Venn de la Figure Annexe 

3D montre que, parmi les gènes dont la transcription est induite par le fructose, 53% (soit 1116 

gènes) dépendent de l’activité intestinale de ChREBP (FC ≥ 1,3 CTL-Frc versus CTL-Water, FC ≤ 

-1,3 ChΔGUT-Frc versus CTL-Frc, p value ≤ 0,01) (Figure Annexe 3D). L’analyse fonctionnelle 

(GO) de ces gènes révèle un enrichissement des gènes impliqués dans la communication cellulaire 

(363 gènes), la transduction du signal (377 gènes), le transport (116 gènes) (Figure Annexe 3E), 

l'activité des RCPGs (138 gènes), l'activité des canaux ioniques voltage-dépendants (17 gènes) et 

l'activité des canaux à eau (4 gènes) (Figure Annexe 3F). Ainsi, la caractérisation des voies 

biologiques montre une variation remarquablement significative de l’expression des gènes 

impliqués dans la signalisation des récepteurs olfactifs (p value = 3,7809e-12) (Figure Annexe 3H). 

La caractérisation des 50 gènes les plus fortement induits par le fructose via ChREBP, indique que 

2 gènes codent des enzymes fructolytiques (l’Enolase, eno1 et la Triokinase, tkfc) (Tableau Annexe 

1) et 10 pour des récepteurs olfactifs (Tableau Annexe 1), suggérant un rôle nouveau de ChREBP 

dans le contrôle de la perception « olfactive ». En complément de l’étude que nous présentons dans 
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l’article, la heatmap de la Figure Annexe 3H et les validations par RT-qPCR détaillent l’expression 

gènes inhibés en absence de ChREBP intestinal (ChΔGUT-Frc versus CTL-Frc) et impliqués dans le 

transport des monosaccharides (slc2a2, slc2a5, slc2a7), le métabolisme des hexoses (khk, aldoA, 

aldoB, eno, fbp1, lpk, g6pc) et de la glutamine (gls2, got2) (Figure Annexe 3H-I). En accord avec 

ces résultats, l’expression des gènes codant le transporteur du fructose GLUT-5 (slc2a5) et des 

enzymes fructolytiques (fructokinase, aldoB, phosphofructokinase et triokinase (tkfc) et 

glycolytiques (g6pase et f1,6f2) sont diminuées chez des souris Ch-/- et ChΔGUT exposées à une 

alimentation riche en fructose comparativement à des souris sauvages (Kim et al., 2017 ; Oh et 

al., 2018). 

 

 En conclusion, l’ensemble de ces résultats annexes montre que le fructose alimentaire, via 

son transport par GLUT5 et son métabolisme intracellulaire par la KHK, représente un signal 

activateur de l’expression et de l’activité de ChREBP comparativement au glucose. Par ailleurs, nos 

données révèlent que, dans l’épithélium intestinal, l’exposition au fructose luminal régule via 

ChREBP, un programme transcriptionnel beaucoup plus large que le glucose, les voies et les 

fonctions biologiques activées par ces deux monosaccharides apparaissant relativement distinctes.  

 De manière intéressante, l’analyse de nos données de transcriptomique ouvre comme 

nouvelle perspective, l’étude du récepteur du goût sucré qui est un récepteur couplé aux protéines 

G et dont l’expression des protéines impliquées dans sa voie de signalisation sont diminuée en 

absence de ChREBP suite à une exposition luminale de fructose : t1r1 (-1,43 fold, P = 0,0377), t1r2 

(-1,69 fold, P = 0,0179), plcb2 (-1,26 fold, P = 0,2705), plcb4 (-1,53 fold, P = 0,0188). En effet, il 

a été montré que l’activation du récepteur du goût sucré T1R3 dans l’entérocyte favorisait 

l’absorption intestinale des monosaccharides (Mace et al. 2007; Le Gall et al., 2007, Brien et 

al., 2016). Il est alors possible que ChREBP puisse jouer un rôle dans la régulation du récepteur du 

goût sucré. 
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Annexe Figure 1: 

(A) Body weight (n = 5) and (B) plasma glucose (n = 6) of mice untreated (water) or challenged 

overnight with either 20%-glucose or 20%-fructose in drinking water. (C) Relative mRNA levels 

of mlxipl, ChREBP-α and ChREBP-β in jejunal cells isolated from control mice untreated (CTL-

Water), or challenged with either 20%-glucose (CTLGlc-20%) or 20%-fructose in drinking water 

(CTL-Frc-20%), from mice deleted for intestinal slc2a2 and challenged with 20%-glucose (Glc 

20% - GLUT2ΔGUT), from slc2a5 or khk knock out mice challenged with 20% -fructose (20% - 

GLUT5-/-, and Frc 20% - KHK-/- respectively). Values were normalized against TBP. Values are 

means ± SEM (n = 4-11).  *<0,05, **P < 0.01; compared treated vs untreated mice and GLUT5-/- 

or KHK-/- vs Frc-20% -WT (Mann–Whitney U test).  

 

Annexe Figure 2: 

Transcriptomic analysis was performed on jejunum epithelial cells isolated on ChΔGUT (ChΔGUT-

Glc, ChΔGUT-Frc) and CLT mice (CTL-Glc, CTL-Frc) after an overnight 20%-glucose or 20%-

fructose challenge in drinking water and untreated CTL mice (CTL-Water) were used as control 

(n = 4). RNA was subjected to expression profiling using Affymetrix Clariom S Mouse microarrays. 

(A) Principal Component Analysis (PCA) of microarray data (fold change ≥ 1,3 or ≤ -1,3; P value 

< 0,01). The horizontal x-axis represents the principal component 1 (PC#1), the vertical y-axis 

corresponds to #PC2 and the depth z-axis corresponds to #PC3. Circles represent the different 

groups of mice: CTL-Water (blue), CTL-Glc (red), CTL-Frc (purple), ChΔGUT-Glc (yellow) and 

ChΔGUT-Frc (brown).  (B) General heatmap of differentially expressed probes between CTL-Water, 

CTL-Frc and CTL-Frc mice. Color bar indicates the range of expression levels in the heatmap 

(green: downregulation, red: upregulation). (C) Venn diagram of all differentiated genes in the 

jejunal mucosa of CTL-Frc mice compared to CTL Water (fold change ≥ 1,3 or ≤ -1,3; P value < 

0,01) and CTL Glc mice compared to CTL Water (fold change ≥ 1,3 or ≤ -1,3; P value < 0,01). (D) 

Venn diagram presenting the overlap between genes upregulated in jejunal mucosa of CTL-Frc 

mice as compared to CTL Water (Cluster 5) (fold change ≥ 1,3; P value < 0,01) and genes 

upregulated in jejunal mucosa of CTL-Glc mice as compared to CTL Water (Cluster 4) (fold change 

≥ 1,3; P value < 0,01). (E, F, G, H) Enrichment analysis corresponding to main genes upregulated 

in response to fructose (Cluster 5) and glucose (Cluster 4) generated using Enrichr and KEGG basis. 

The x-axis represents the number of differentially expressed genes based on the dataset while the 

y-axis corresponds at the annotation of biological pathway.  
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Annexe Figure 3: 

Transcriptomic analysis was performed on jejunum epithelial cells isolated on ChΔGUT (ChΔGUT-

Frc) and CLT mice (CTL-Frc) after an overnight 20%-fructose challenge in drinking water and 

untreated CTL mice (CTL-Water) were used as control (n = 4). RNA was subjected to expression 

profiling using Affymetrix Clariom S Mouse microarrays. (A) Principal Component Analysis 

(PCA) of microarrays data. (B) Complex Venn diagram performed using FunRich and presenting 

the overlap between genes induced by glucose or fructose in CTL mice as compared to untreated 

CTL mice (fold change ≥ 1,3 with p-value < 0,01) and genes downregulated in ChΔGUT mice as 

compared to CTL mice (fold change ≤ -1,3; p-value < 0,01) (n = 4). (C) General heatmap of 

differentially expressed probes between CTL-Water, CTL-Frc and ChΔGUT-Frc mice. Color bar 

indicates the range of expression levels in the heatmap (green: downregulation, red: upregulation). 

(D) Venn diagram presenting the overlap between genes upregulated in jejunal mucosa of CTL-Frc 

mice compared to CTL-Water (fold change ≥ 1,3; P value < 0,01) and genes downregulated in 

ChΔGUT Frc mice compared to CTL Frc mice (fold change ≤ -1,3; P value < 0,01). (E, F, G) Gene 

Ontology (GO) analysis corresponding to the main functions impacted by ChREBP deficiency in 

response to fructose generated manually after using IPA and FunRich softwares. Graph representing 

main significantly change in in biological processes, molecular functions and in biological pathway. 

The x-axis represents the number of differentially expressed genes based on the dataset from 

FunRich software while the y-axis corresponds at the annotation of molecular function. P value are 

included in the bar graph. (H) Selected heatmap of genes related to hexose transport and 

metabolism in jejunal mucosa of CTL water, CTL-Frc and ChΔGUT-Frc mice. (I) Relative mRNA 

levels of slc2a2, slc2a5, lpk and g6pc (normalized against TBP) in jejunal epithelial cells from 16-

week-old male CTL-Frc and ChΔGUT-Frc mice (n = 4-5). Values are means ± SEM. *P < 0.05, 

**P < 0.01; compared CTL-Water vs CTL-Frc and CTL-Frc vs ChΔGUT-Frc mice (Mann–

Whitney U tests). 
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Annexe Table 1: Transcriptomic analysis of the top 50 genes up-regulated by overnight 20% 

fructose challenge (fold change ≥ 1,3, with p-value < 0,01) and down-regulated upon intestinal 

ChREBP deficiency in jejunal epithelial cells (fold change ≤ -1,3 with p-value < 0,01).  

 

 

  

 

Symbol Entrez Gene Name FC(CTL-Frc vs CTL-Water) p-value(CTL-Frc vs CTL-Water) FC(ChΔGUT-Frc vs CTL-Frc) p-value(ChΔGUT-Frc vs CTL-Frc)

ACCS 1-aminocyclopropane-1-carboxylate synthase homolog (inactive) 2,6 2,00E-04 -3,62 7,94E-05

Adig adipogenin 3,34 3,50E-05 -3,51 2,60E-05

Btbd19 BTB (POZ) domain containing 19 1,8 8,00E-04 -3,1 5,26E-06

CAMK1G calcium/calmodulin dependent protein kinase IG 2,7 2,00E-03 -3,52 1,00E-04

Ccdc7a coiled-coil domain containing 7A 2,4 1,00E-04 -3,81 3,38E-06

Cd300ld2 CD300 molecule like family member D2 3,11 3,13E-06 -3,35 1,18E-06

CFAP73 cilia and flagella associated protein 73 2,43 2,36E-05 -3,31 3,76E-06

Cldn34b2 (includes others) claudin 34B2 2,44 4,00E-04 -2,86 9,18E-05

Crisp1/Crisp3 cysteine-rich secretory protein 1 3,25 2,23E-06 -2,91 5,35E-06

Ctsr cathepsin R 2,93 1,00E-04 -3,1 1,00E-04

Dcpp1 (includes others) demilune cell and parotid protein 1 2,09 2,10E-03 -2,9 4,00E-04

Defb13 defensin beta 13 3,94 9,23E-06 -3 3,67E-05

Defb15 defensin beta 15 4,41 6,35E-05 -4,67 3,44E-05

Defb34 defensin beta 34 2,01 1,10E-03 -3,16 4,03E-05

DIXDC1 DIX domain containing 1 9,06 3,00E-04 -4,73 3,50E-03

ENO1 enolase 1 4,1 2,72E-05 -2,28 2,30E-03

GEMIN8 gem nuclear organelle associated protein 8 3,96 9,20E-05 -4,09 2,00E-04

Gm10619 predicted gene 10619 2,82 2,15E-05 -3,44 7,46E-06

IQCB1 IQ motif containing B1 4,27 1,08E-06 -3,66 1,20E-06

ITGA2B integrin subunit alpha 2b 2,09 5,20E-03 -2,96 3,00E-04

LCE1E late cornified envelope 1E 2,33 8,09E-06 -3,2 5,83E-07

MOGAT1 monoacylglycerol O-acyltransferase 1 2,42 2,00E-04 -3,6 3,14E-05

MPPED1 metallophosphoesterase domain containing 1 1,59 5,00E-04 -2,89 8,60E-07

Obox1 (includes others) oocyte specific homeobox 7 2,79 5,47E-05 -3,12 1,00E-04

Olfr1199 olfactory receptor 1199 2,82 8,70E-03 -3,49 1,00E-03

Olfr1281 (includes others) olfactory receptor 1281 2,73 1,02E-05 -3,14 3,07E-06

Olfr143 olfactory receptor 143 2,99 2,17E-05 -4,02 5,58E-06

Olfr1471/Olfr1474 olfactory receptor 1471 3 5,25E-06 -3 2,35E-06

Olfr298 olfactory receptor 298 4,17 1,26E-06 -4,19 9,56E-07

Olfr549 olfactory receptor 549 2,72 1,64E-05 -3,06 5,17E-06

Olfr870/Olfr871 olfactory receptor 870 2,34 4,35E-06 -3,11 3,39E-07

Olfr998 olfactory receptor 998 2,48 1,00E-04 -3,09 4,42E-05

OR2AK2 olfactory receptor family 2 subfamily AK member 2 2,87 9,33E-06 -3,39 4,25E-06

OR8J3 olfactory receptor family 8 subfamily J member 3 2,27 1,00E-05 -2,96 9,13E-07

Pate11/Pate12 prostate and testis expressed 12 2,17 6,00E-04 -3,11 3,96E-05

RNASE9 ribonuclease A family member 9 (inactive) 2,23 1,00E-04 -2,92 4,00E-05

RNFT2 ring finger protein, transmembrane 2 2,17 4,10E-03 -2,99 4,00E-04

Scgb1b27 (includes others) secretoglobin, family 1B, member 27 3,27 2,76E-06 -3,82 1,36E-06

Smr2 submaxillary gland androgen regulated protein 2 2,33 7,00E-04 -2,97 2,00E-04

SPRR1A small proline rich protein 1A 8,59 1,20E-03 -7,48 2,30E-03

SV2A synaptic vesicle glycoprotein 2A 1,8 7,00E-04 -2,97 8,51E-06

SYNGR1 synaptogyrin 1 2,31 2,00E-04 -3,19 1,26E-05

SYNGR3 synaptogyrin 3 3,41 2,94E-06 -3,46 2,21E-06

TAAR8 trace amine associated receptor 8 3,01 3,00E-04 -3,62 4,94E-05

TAFA1 TAFA chemokine like family member 1 3,4 9,16E-05 -3,18 1,00E-04

TKFC triokinase and FMN cyclase 12,95 3,35E-05 -4,75 2,70E-03

Vmn1r168 (includes others) vomeronasal 1 receptor 90 3,23 1,91E-05 -3,23 1,09E-05

Vmn1r180 (includes others) vomeronasal 1 receptor 180 4,35 1,55E-05 -4,84 1,20E-05

Vmn1r192 (includes others) vomeronasal 1 receptor 192 2,7 2,77E-06 -3,07 4,03E-06

ZSCAN2 zinc finger and SCAN domain containing 2 4,2 5,78E-07 -2,89 4,10E-06
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Discussion et perspectives 
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Dans ce travail de thèse, nous avons étudié la régulation de ChREBP dans l’épithélium 

intestinal en réponse aux sucres alimentaires en conditions physiologiques ou en réponse à 

l’hyperglycémie en conditions pathologiques. Par ailleurs, nous avons évalué chez la souris, 

grâce à un modèle d’invalidation inductible de ChREBP dans l’épithélium intestinal (ChΔGUT), 

si l’activité de ChREBP contrôlait localement les fonctions intestinales participant à la 

régulation de l’équilibre glycémique, telles que la réponse incrétine, la digestion, et l’absorption 

des sucres alimentaires. Nos résultats montrent que l’expression intestinale de ChREBP 

contribue à la réponse adaptative à l’exposition des sucres luminaux, en stimulant un 

programme transcriptionnel impliqué dans l’hydrolyse luminale et le transport épithélial des 

sucres. La déficience en ChREBP dans l'épithélium intestinal modifie le flux transépithélial du 

glucose ainsi que l'absorption et le métabolisme du fructose par l'intestin, réduisant ainsi 

l’exposition des tissus périphériques à ces hexoses. Tandis que l’inhibition intestinale de 

ChREBP pourrait permettre d’améliorer les excursions glycémiques prandiales dans le contexte 

du diabète, nous montrons que l’accumulation luminale de sucres non digérés consécutive au 

blocage des fonctions dépendants de ChREBP contribue à l’apparition d’une intolérance aux 

sucres, comme observé au cours des thérapies anti-diabétiques inhibant les alpha-glucosidases.  

 
 
 

1. Régulation de ChREBP dans l’épithélium intestinal en réponse aux sucres 

alimentaires ou circulants  

 

Tandis qu’une seule étude rapportait, grâce à une approche par Northern blot, que 

l’intestin figurait parmi les tissus exprimant les plus fortes quantités de ChREBP (Iizuka et al., 

2004), nous montrons en isolant spécifiquement les cellules épithéliales à partir de différents 

segments intestinaux que ChREBP est abondamment exprimé dans l’épithélium intestinal, ses 

niveaux d’ARNm dans le duodénum représentant la moitié de ceux dans le foie. Nos analyses 

montrent un profil d’expression génique et protéique similaire de ChREBP le long de l’axe 

antéro-postérieur décroissant, son expression étant prépondérante du côté proximal, dans le 

duodénum et le jéjunum. Le fractionnement des cellules épithéliales isolées selon l’axe crypto-

villositaire révèle par ailleurs que ChREBP est exprimé aussi bien dans le compartiment 

prolifératif (crypte) que différencié (villosité). Tandis que la régulation nutritionnelle de 

ChREBP a été bien documentée dans le foie (Abdul-Wahed et al., 2017), nous rapportons dans 

ce projet de thèse que l’expression de mlxipl, chrebp-α et chrebp-β, est augmentée dans 

l’épithélium intestinal suite à l’exposition aigüe de souris sauvages à de fortes concentrations 
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(20%) luminales de glucose ou de fructose. Comme observé dans le foie, le tissu adipeux et les 

cellules β-pancréatiques (Herman et al., 2012; Sae-Lee et al., 2016; Zhang et al., 2015), nos 

résultats indiquent que, dans l’intestin, l’expression de l’isoforme chrebp-β est plus augmentée 

en réponse aux hexoses que celle de chrebp-α (annexe 1), en accord avec une précédente étude 

(Kim et al., 2017). Par ailleurs, nous montrons que l’augmentation de l’expression de mlxipl et 

chrebp-β est plus élevée en réponse au fructose et qu’elle dépend du transport du fructose par 

GLUT-5 et de son métabolisme intracellulaire par la KHK (annexe 1). En accord avec nos 

données, le gavage de souris par une solution de glucose ou de fructose (20%), montre que les 

quantités intestinales d’ARNm mlxipl sont plus faiblement augmentées par le glucose que le 

fructose (Oh et al., 2018). Par ailleurs, l’analyse comparative des effets d’une administration 

aigüe orale ou intrapéritonéale de fructose sur les quantités intestinales d’ARNm codant 

ChREBP et son gène prototypique lpk, montre que seule l’exposition au fructose luminal induit 

l’expression de mlxipl et de lpk (Kato et al., 2018). Cependant, l’exposition chronique de souris 

à un régime riche en fructose ne modifie pas l’expression intestinale de ChREBP (Oh et al., 

2018). Des expériences complémentaires visant à évaluer les quantités totales ou nucléaires de 

ChREBP ainsi que son activité de liaison sur le promoteur de gènes prototypiques permettront 

de mieux caractériser l’impact de ces hexoses alimentaires sur l’activité de ChREBP.   

 

De façon surprenante, l’absence de GLUT-2 (GLUT-2ΔGUT) dans l’épithélium intestinal 

s’accompagne d’une augmentation exacerbée de l’expression de ChREBP et de ses gènes cibles 

en réponse au glucose (annexe 1). L’absence du transporteur GLUT-2 au pôle basolatéral 

empêche le transfert du glucose vers le sang et ralentit ainsi la distribution de glucose aux 

organes périphériques (Schmitt et al., 2017). Nous suggérons donc que le blocage de l’export 

basolatéral de glucose via GLUT-2 dans les cellules épithéliales intestinales pourrait entrainer 

une accumulation intracellulaire de glucose et de ces métabolites et pourrait ainsi expliquer 

cette observation. Des analyses visant à mesurer le métabolisme intracellulaire du glucose, en 

mesurant notamment chez les souris GLUT-2ΔGUT les concentrations intestinales de G6P, un 

métabolite signal clef dans l’activation de ChREBP (Dentin et al., 2012; Li et al., 2010; 

McFerrin & Atchley, 2012) ainsi que l’étude de la régulation de ChREBP chez des souris 

déficientes pour la G6Pase permettraient de compléter ces données. 

 

Dans le cadre de la caractérisation de la régulation de ChREBP par les sucres 

alimentaires, nous avons également étudié chez la souris, les conséquences d’un changement 

nutritionnel lors de la transition allaitement-sevrage, c’est à dire du passage d’un régime 
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alimentaire liquide riche en matières grasses (lait maternel) à une alimentation solide et riche 

en hydrates de carbone. Cette transition s’accompagne en effet d’un changement adaptatif des 

propriétés de la bordure en brosse, des capacités digestives et absorptives des entérocytes (Baba 

et al., 2005; Pácha, 2000; Schwarz et al., 1984). Ainsi, chez les rats sevrés, l’expression 

entérocytaire des transporteurs intestinaux du glucose et du fructose (GLUT-2, GLUT-5, 

SGLT-1) et d’une disaccharidase (saccharase-isomaltase) est augmentée lors de la transition 

allaitement-sevrage (Bastón et al., 2019; David et al., 1995; Douard & Ferraris, 2008; Gericke 

et al., 2016; Matsumoto et al., 1993; Traber, 1998). Tandis que nos données montrent une 

diminution de leur expression chez les souris ChΔGUT, l’expression de mlxipl, chrebp-α et 

chrebp-β, de son partenaire fonctionnel mlx et de ses gènes cibles (lpk, txnip) sont 

significativement induits chez les souris sevrées comparativement aux souris allaitées. Ceci 

suggère que ChREBP pourrait participer à la reprogrammation transcriptionnelle des cellules 

épithéliales au cours de la réponse adaptative aux sucres alimentaires lors de la transition 

allaitement-sevrage.  

 

Par ailleurs, nous avons évalué l’effet d’une hyperglycémie chronique sur la régulation 

intestinale de ChREBP dans des modèles murins diabétiques et/ou obèses. En effet, une étude 

récente rapporte qu’une hyperglycémie entraîne, via l’expression basolatérale de GLUT-2, un 

flux rétrograde de glucose depuis le compartiment sanguin vers l’épithélium intestinal (Thaiss 

et al., 2018), suggérant que ChREBP puisse être activé dans ces conditions. En accord avec 

cette hypothèse, nous montrons ainsi chez des souris ob/ob hyperglycémiques, une 

augmentation de l’expression de mlxipl et de la lpk. Des résultats similaires sont obtenus dans 

un modèle de diabète insulinopénique, induit par un traitement à la streptozotocine. Ces 

données suggèrent donc que ChREBP puisse participer à la reprogrammation transcriptionnelle 

dans l’épithélium intestinal en conditions d’hyperglycémie chronique. 

 

Pour finir, il serait intéressant d’évaluer la régulation potentielle de ChREBP par les 

hexoses via le récepteur du goût sucré T1R2/T1R3. Initialement identifié à la surface des 

cellules sensorielles de la cavité orale, il a par la suite été mis en évidence dans d’autres types 

cellulaires tels que les cellules β pancréatiques et les CEE intestinales (Kojima & Nakagawa, 

2011; Laffitte et al., 2014; Nakagawa et al., 2009). L’activation de ce récepteur couplé à la 

gustducine, une fois activée par des sucres ou des édulcorants artificiels, conduit à 

l’augmentation des concentrations intracellulaires de Ca2+. De manière intéressante, il a été 
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démontré que l’augmentation du Ca2+ intracellulaire, via la sorcine, stimulait la translocation 

nucléaire de ChREBP dans les cellules β-pancréatiques (Marmugi et al., 2016).  

 

 

2. L’activité intestinale de ChREBP contrôle la production de GLP-1  

 

La caractérisation métabolique des souris déficientes pour ChREBP spécifiquement 

dans l’épithélium intestinal (ChΔGUT) a montré qu’elles étaient plus tolérantes à un bolus de 

glucose administré oralement tandis qu’elles présentaient une tolérance à une injection 

intrapéritonéale de glucose et une sensibilité à l’insuline comparable à celles de souris sauvages. 

Nous nous sommes donc interrogés sur la contribution éventuelle de la perte d’activité 

intestinale de ChREBP dans l’amélioration de la réponse incrétine. Parmi les hormones assurant 

cette fonction, le GLP-1, codé par le gène gcg dans les CEE de type L, est sécrété en période 

prandiale (Tolhurst et al., 2009). Le GLP-1 contribue alors à potentialiser la sécrétion d’insuline 

induite par le glucose dans les cellules β-pancréatiques et au ralentissement de la vidange 

gastrique, participant ainsi à l’amélioration de l’homéostasie glucidique. Alors qu’à ce jour peu 

de facteur de transcription ont été mis en évidence comme participant, via le métabolisme 

cellulaire, à la régulation de la production intestinale de GLP-1 par la modulation de 

l’expression du gène gcg, nous identifions ChREBP comme un nouveau régulateur de la 

fonction incrétine. En diminuant le flux glycolytique dans les cellules L, l’activation du 

récepteur nucléaire FXR (farnesoid X receptor) régule ainsi négativement l’expression du gène 

gcg en réponse au glucose et conduit à une diminution de la sécrétion du GLP-1 dans ces 

conditions (Trabelsi et al., 2015).  

 

L’isolement par cytométrie en flux des cellules L isolées à partir de souris GLU-Venus, 

exprimant la protéine fluorescente Venus sous contrôle du gène gcg, a permis de mettre en 

évidence un fort enrichissement de ChREBP dans les cellules L intestinales (L+) et coliques 

(LC+) (environ 12 fois dans l’intestin et 5 fois dans le colon), en accord avec de précédentes 

études (Habib et al., 2012; Trabelsi et al., 2015). De façon intéressante, l’expression de la 

glucokinase (GK), l’enzyme catalysant la première étape de la glycolyse, est enrichie dans les 

cellules L murines, les niveaux d’ARNm gck étant comparables à ceux des cellules β 

pancréatiques. De plus, l’utilisation de sonde fluorescente sensible aux quantités de G6P, a 

permis de mettre en évidence un métabolisme actif du glucose dans ces cellules et l’activation 

pharmacologique de la GK par le GKA50 permet de potentialiser la production de NADPH 
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(Parker et al., 2012; Reimann et al., 2008). Tandis que ces données suggèrent que, comme dans 

les hépatocytes, le métabolisme du glucose puisse moduler l’activité de ChREBP dans les 

cellules L, nos résultats montrent dans la lignée murine GLUTag, via des vecteurs rapporteurs 

contenant des sites de liaison à ChREBP (ChoRE-luc), que le glucose stimule de manière dose 

dépendante l’activité transcriptionnelle de ChREBP.  

 

In vivo, nous montrons que la déficience totale (souris Ch-/-) ou intestinale en ChREBP 

(souris ChΔGUT) conduit à une diminution des concentrations portales de GLP-1, 15 minutes 

après une charge orale de glucose. Cette réduction de GLP-1 plasmatique étant sans 

conséquence sur les concentrations plasmatiques d’insuline, il serait intéressant d’évaluer une 

potentielle compensation par la sécrétion d’une autre hormone incrétine, le GIP, en étudiant ses 

concentrations portales dans ces conditions chez les souris ChΔGUT. Nos données montrent 

cependant que, 15 minutes après une charge orale de glucose, les contenus intestinaux de GIP 

ne sont pas modifiés chez les souris ChΔGUT. Parmi les mécanismes moléculaires qui 

permettraient d’expliquer la sécrétion réduite de GLP-1 en réponse au glucose en cas de 

déficience intestinale de ChREBP, nous envisageons que la diminution de l’expression de 

SGLT-1 chez les souris ChΔGUT puisse être impliquée. En effet, la sécrétion du GLP-1 en 

réponse au glucose a été décrite comme étant principalement dépendante de son transport 

électrogénique via SGLT-1 dans la lignée GLUTag ainsi que dans des cultures primaires de 

cellules L murines (Parker et al., 2012). Des résultats similaires ont également été rapportés ex 

vivo sur des anses intestinales perfusées (Moriya et al., 2009) et in vivo dans un modèle murin 

de délétion constitutive de SGLT-1 (Gorboulev et al., 2012). Tandis que le profil d’expression 

de ChREBP dans l’intestin est corrélé à celui de SGLT-1, leur expression étant prépondérante 

dans l’intestin grêle proximal (Yoshikawa et al., 2011), nos données montrent que l’absence 

intestinale de ChREBP induit une diminution de l’expression épithéliale du gène slc5a1 codant 

SGLT-1. La diminution des concentrations portales de GLP-1 observé chez les souris ChΔGUT 

suite à une administration orale de glucose, pourrait donc résulter d’une altération de l’absorption 

du glucose par le transporteur SGLT-1 dans les cellules L. Ceci est en accord avec l’absorption 

intestinale réduite de 2-FDG chez les souris ChΔGUT (voir partie suivante). De manière 

intéressante, l’administration d’un analogue du glucose non métabolisable (methyl-D-

glucopyranoside) n’augmente que transitoirement les niveaux plasmatiques du GLP-1 (Moriya 

et al., 2009). Par ailleurs, la sécrétion de GLP-1 induite par le glucose est complètement bloquée 

5 min après la charge de glucose chez les souris déficientes en SGLT-1 (Gorboulev et al., 2012) 

et chez les souris traitées par un inhibiteur de SGLT-1 et SGLT-2 (Powell et al., 2013). 
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Cependant, une sécrétion accrue de GLP-1 est observée 1 à 6 h après l’administration de glucose 

à la fois chez des souris déficientes en SGLT-1 et chez des souris traitées par un double SGLT-

1 et un inhibiteur du SGLT-2 (Powell et al., 2013). Alors que ces résultats montrent que la 

sécrétion de GLP-1 induite par le glucose est biphasique, la phase précoce dépendant de 

SGLT1, à l’inverse de la phase tardive où il serait intéressant de renseigner les niveaux 

plasmatiques de GLP-1 dans les souris ChΔGUT. De plus, on considère que le GLP-1 de phase 

précoce est sécrété par les cellules L dans l'intestin grêle proximal où l’expression de ChREBP 

est maximale, et que le GLP-1 de phase tardive est sécrété par l'intestin distal. Pour finir, le 

GLP-1 jouant un rôle primordial dans les fonctions pancréatiques, bien que seule son 

administration exogène ait été rapportée comme favorisant in vivo ou in vitro la biosynthèse 

d’insuline, sa stabilité et la prolifération des cellules β (Buteau et al., 1999; Drucker et al., 1987; 

Edvell & Lindström, 1999; Wang et al., 1995), il pourrait être intéressant d’évaluer si la 

réduction de la production de GLP-1 consécutive à la perte intestinale de ChREBP pourrait 

influencer ces paramètres chez ces souris ChΔGUT.  

 

Parmi les autres mécanismes qui permettraient d’expliquer la sécrétion réduite de    

GLP-1 en réponse au glucose chez les souris ChΔGUT, nous montrons que les contenus 

intestinaux de GLP-1 ainsi que l’expression du gcg sont réduits en cas de déficience intestinale 

de ChREBP. L’expression du gène codant le PYY, un peptide co-produit par les cellules L, 

n’étant pas modifiée dans la muqueuse des souris ChΔGUT indique que la perte d’activité 

intestinale de ChREBP altère spécifiquement la synthèse de GLP-1 dans les cellules L. De façon 

intéressante, la perte de fonction de ChREBP par ARN interférence dans la lignée murine 

entéroendocrine GLUTag est associée à une diminution de l’activité du promoteur du gène gcg 

codant le GLP-1 et de son expression en réponse au glucose, suggérant que ChREBP régule 

l’expression du gcg. Une étude parallèle à mes travaux de thèse a rapporté que l'activation du 

récepteur nucléaire des acides biliaires FXR diminue l'expression du proglucagon en interférant 

avec l’activité de ChREBP dans la lignée GLUTag (Trabelsi et al., 2015).  

 

Par ailleurs, la diminution de l’expression du gcg en absence de ChREBP intestinal, 

suppose qu’il puisse aussi réguler outre la synthèse de GLP-1, celle des autres entéropeptides 

produits à partir du proglucagon tels que la glicentine, le GLP-2 et l’oxyntomoduline. De 

manière intéressante, le GLP-2 stimule la croissance de la muqueuse intestinale et facilite 

l’absorption des nutriments (Drucker & Yusta, 2014), sa perfusion in vivo sur des anses 

jéjunales de rat favorise l’absorption de glucose en induisant rapidement (1h après le début de 



  

 
 

213 

la perfusion) l’expression et l’activité de SGLT-1 (Cheeseman, 1997) et de GLUT-2 (Au et al., 

2002). Dans ce contexte, il serait interressant de compléter nos résultats en déterminant si les 

contenus intestinaux et les concentrations portales de GLP-2, de glicentine ou 

d’oxyntomoduline sont diminués chez les souris ChΔGUT. Bien que les effets trophiques du    

GLP-2 aient été démontrés uniquement suite à l'administration exogène de GLP-2, nos 

premières observations histologiques de coupes intestinales de souris déficientes pour ChREBP 

dans l’épithélium ne nous ont pas permis de mettre en évidence une altération de la trophicité 

intestinale. 

 

Concernant la régulation du gène gcg par ChREBP, nos analyses bio-informatiques par 

Genomatix n’ont pas permis d’identifier de séquence ChoRE sur le promoteur du gcg, 

suggérant un rôle indirect de ChREBP sur la transcription du gcg. Cependant, des séquences 

ChoRE ont été identifiées in silico à -45 et -259 sur le promoteur de pax6 (données non 

présentées). De manière intéressante, il a été démontré que le facteur de transcription Pax6 

activait la transcription du gène du gcg via sa liaison à des éléments G1 et G3 situés dans le 

promoteur du gcg dans les cellules entéroendocrines. De plus, les souris déficientes pour Pax6 

présentent des niveaux réduits en ARNm de gcg associés à une absence de détection de cellules 

positives au GLP-1 dans la muqueuse intestinale (Hill et al., 1999; Trinh et al., 2003). Dans la 

lignée d’insulinome de rat INS-1E, le facteur de transcription Pax6 est induit par le glucose 

(Balakrishnan et al., 2014), tandis qu’une expression parallèlement augmentée de mlxipl, gcg 

et pax6 a été décrite dans les cellules L intestinales et coliques en réponse à un régime riche en 

graisse (Dusaulcy et al., 2016). Dans ce contexte, nous montrons que le nombre de cellules L est 

significativement diminué dans la muqueuse de l’intestin grêle des souris Ch-/-. Ces données 

devront être confirmées dans le modèle murin souris ChΔGUT. Des études de ChIPseq seront 

également nécessaires pour déterminer si ChREBP se lie directement au promoteur du gène gcg 

ou s’il pourrait stimuler indirectement la transcription du gcg par l’intermédiaire de Pax6. Pour 

finir, l’étude de souris invalidées pour ChREBP dans les cellules entéroendocrines de type L 

(croisement de souris ChREBPflox/flox avec des souris Gcg-CreERT2) (Shiota et al., 2017), 

permettrait de déterminer spécifiquement les conséquences de l’absence de ChREBP dans ce 

type cellulaire, indépendamment de ses autres fonctions dans l’épithélium intestinal.  
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3. ChREBP contrôle l’absorption intestinale des hexoses  

 
 

L’utilisation de traceurs radioactifs du glucose (glucose 14C, 2-FDG) dans les souris    

Ch-/- ou ChΔGUT montrent que le transport intestinal transépithélial du glucose est 

significativement diminué suite à l’invalidation de mlxipl, et ceci indépendamment d’une 

altération de la vidange gastrique, un paramètre déterminant dans le contrôle de la glycémie 

postprandiale (Heading, 1994). Au niveau mécanistique, nous avons montré que l’activité 

intestinale de ChREBP contrôle l’expression des transporteurs du glucose (SGLT-1, GLUT-2, 

GLUT-7), comme l’illustre la diminution significative des niveaux en ARNm de slc5a1, slc2a2, 

slc2a7, dans des anses jéjunales ex vivo issues de souris ChΔGUT en conditions basales ou 

stimulées par de fortes concentrations en glucose. L’absorption apicale du glucose dans les 

cellules épithéliales intestinales est en effet principalement médiée par SGLT-1, son transport 

basolatéral dépendant exclusivement de GLUT-2 (Röder et al., 2014). Cependant, une 

translocation de vésicules cytoplasmiques contenant GLUT-2 vers la membrane apicale a été 

mise en évidence en conditions postprandiales ou en situation d’insulinorésistance, soulignant 

le caractère adaptatif de l’absorption intestinale du glucose (Affleck et al., 2003; Ait-Omar et 

al., 2011; Boudry et al., 2007; Chaudhry et al., 2012; Grefner et al., 2015; Zheng et al., 2012). 

De manière intéressante, la délétion intestinale du transporteur GLUT-2 entraine une réduction 

de l’absorption intestinale du glucose plus modérée (Schmitt et al., 2017) que celle de la 

délétion intestinale du ChREBP. Ainsi, en régulant conjointement l'expression de slc5a1 et de 

slc2a2, l'activité de ChREBP dans l'épithélium intestinal représente un acteur clef de 

l'absorption intestinale du glucose et son inhibition pourrait avoir des effets bénéfiques sur le 

contrôle de la glycémie postprandiale dans des conditions diabétiques. Dans ce sens, nous 

montrons que la déficience en ChREBP dans l'intestin est associée à une meilleure tolérance 

suite à un gavage oral de glucose, comme observé chez les souris SGLT-1KO et GLUT2ΔGUT 

(Gorboulev et al., 2012; Schmitt et al., 2017). En accord avec nos données, plusieurs études 

publiées parallèlement à mes travaux de thèse rapportent une diminution des niveaux en ARNm 

de slc5a1 et slc2a2 après un gavage oral de fructose chez des souris invalidées pour ChREBP 

dans l’épithélium intestinal de manière constitutive (Kim et al., 2017) ou suite à un régime 

enrichi en saccharose ou en fructose chez des souris totalement invalidées pour ChREBP (Ch-

/-) (Kato et al., 2018; Oh et al., 2018).  
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Alors qu’une diminution de l’expression de GLUT-2 a déjà été documentée dans le foie 

de souris Ch-/-, deux analyses indépendantes de ChIP-seq réalisées dans une lignée 

hépatomateuse HepG2, sur des extraits tissulaires de foie et de tissu adipeux blanc, n’ont pas 

permis d’identifier slc2a2 comme un gène cible direct de ChREBP (Jeong et al., 2011; 

Poungvarin et al., 2015). De manière intéressante, les gènes de la voie de signalisation PPAR 

ont été identifiés parmi les 3000 gènes présentant un pic de liaison à ChREBP d'intensité élevée 

dans les hépatocytes et les adipocytes blancs (Poungvarin et al., 2015). Par ailleurs, il a été 

démontré que les hétérodimères de PPARa ou PPARg et RXR stimulaient l'expression de 

GLUT-2 en se liant directement à l’élément de réponse PPRE sur le promoteur du gène slc2a2 

(Cha et al., 2000; Im et al., 2005). De plus, nos analyses de transcriptomique ont révélé que les 

gènes codant pour PPARg et PGC-1a étaient diminués d’un facteur 1,4 et 1,7 par la déficience 

intestinale de ChREBP en réponse à une administration orale de glucose (données non 

présentées). Ainsi, des analyses complémentaires de ChipSeq à partir de muqueuse intestinale 

permettront de déterminer si l’activité de ChREBP contrôle directement ou indirectement la 

transcription des gènes de slc5a1, slc2a2 et slc2a7.  

 

De façon intéressante, la réduction de l’excursion glycémique postprandiale suite à une 

administration orale de glucose dans les souris ChΔGUT est aussi observée suite à un gavage de 

fructose. Des travaux récents ont en effet identifié l'intestin grêle comme le principal site de 

clairance du fructose alimentaire chez la souris et démontrent que le fructose luminal, en 

quantités limitées, est métabolisé dans les cellules épithéliales intestinales, entrainant son 

transport vers la circulation portale sous forme de glucose et de lactate principalement (Jang et 

al., 2018). Dans ce contexte, nos données démontrent qu’en réponse au fructose la délétion 

inductible de ChREBP dans l’épithélium intestinal réduit non seulement l’expression de gènes 

codant les enzymes fructolytiques (khk, aldoA, aldoB, triokinase, ldh, g6pc) mais également 

celle des gènes codant pour les transporteurs du fructose (slc2a2, slc2a5, slc2a7), indiquant que 

l’activité intestinale de ChREBP contribue à la fois au transport transépithélial de fructose et à 

son métabolisme intracellulaire (annexe 3). En accord avec ces résultats, le gène slc2a5 a 

précédemment été identifié comme une cible directe de ChREBP dans la lignée colique 

humaine Caco-2 et dans la muqueuse jéjunale de souris (Kim et al., 2017; Oh et al., 2018) et, 

dans les hépatocytes humains, deux régions ChoRE ont été identifiés dans le promoteur de la 

khk (Lanaspa et al., 2012). De manière intéressante, la délétion des gènes slc2a5 et khk inhibe 

l'expression intestinale de mlxipl (annexe 1) et lpk, un gène cible prototypique de ChREBP 

induite par le fructose, démontrant que les métabolites dérivés du fructose régulent l'expression 
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et l’activité intestinale de ChREBP. Tandis que plusieurs études ont indiqué que l'augmentation 

de l'absorption intestinale du fructose stimule la sécrétion des chylomicrons (Egli et al., 2013; 

Haidari et al., 2002; Theytaz et al., 2014), ceci suggère qu'en ralentissant l'absorption et le 

métabolisme intestinal du fructose, la déficience en ChREBP dans l'intestin pourrait contribuer 

à réduire la dyslipidémie induite par le fructose. Par ailleurs, tandis que l’exposition à des doses 

élevées de fructose luminal entraine une saturation du catabolisme intestinal du fructose, le 

surplus de fructose non métabolisé se déversant alors directement dans le foie (Jang et al., 

2018). Les souris déficientes pour le transporteur GLUT-5, dont l’expression est contrôlée par 

ChREBP, et nourries par un régime riche en fructose présentent une diminution de 90% des 

niveaux plasmatiques de fructose (Barone et al., 2009). Ceci suggère donc que l’inhibition de 

l’activité intestinale de ChREBP pourrait avoir des effets bénéfiques sur la stéatose hépatique 

en freinant les flux portaux de glucose et de fructose. Cependant, l'amélioration de la stéatose 

hépatique induite par le fructose lors d'une déficience en ChREBP intestinale reste incertaine. 

En effet, nous observons dans le contenu cæcal des souris ChΔGUT que l’abondance en 

Bifidobacterium, capables de métaboliser le saccharose grâce à l’expression de l'α-glucosidase 

(Pokusaeva et al., 2011) est augmentée lorsqu’elles sont nourries avec un régime riche en 

saccharose. Tandis que ceci suggère une réponse bactérienne adaptative due à l’accumulation 

luminale de saccharose non digéré dans l’intestin distal, la production accrue d’acétate bactérien 

pourrait parallèlement contribuer à une augmentation de la lipogénèse hépatique chez les souris 

ChΔGUT dans ces conditions nutritionnelles. En accord avec nos résultats, une étude a rapporté 

une augmentation de l’abondance des Bifidobacterium chez des souris globalement invalidées 

pour ChREBP et nourries avec un régime riche en saccharose (Kato et al., 2018). Par ailleurs, 

alors que le fructose alimentaire est converti en acétate par le microbiote intestinal (Jang et al., 

2018), il a été démontré que l’acétate bactérien alimente la lipogenèse hépatique via le flux 

d’'acétyl-CoA indépendamment de l’ATP citrate lyase (Zhao et al., 2020). Dans ce contexte, 

une étude rapporte que la teneur en cholestérol et en triglycérides hépatiques est réduite chez 

des souris ChΔGUT nourries avec un régime riche en fructose et les auteurs suggèrent que ceci 

résulterait de l’altération de la prise alimentaire consécutive à l’intolérance au fructose (Kim et 

al., 2017). En accord avec ces résultats, nos données montrent que l’augmentation du poids du 

foie de souris soumises pendant 4 jours à un régime enrichi en saccharose est totalement abolie 

chez les souris ChΔGUT, en parallèle d’une réduction significative de la prise alimentaire en cas 

de déficience intestinale pour ChREBP. 
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4. ChREBP contrôle la digestion intestinale des sucres 

 

Nos résultats montrent que l’expression intestinale des gènes gaa, mgam, lct et sis qui 

codent pour des disaccharidases (a-glucosidase, maltase, lactase et saccharose isomaltase 

respectivement) est significativement diminuée dans les souris ChΔGUT. Tandis que ces données 

suggèrent que la digestion des disaccharides puisse être affectée en absence de ChREBP 

intestinal, le dosage de l’activité enzymatique des disaccharidases dans la muqueuse des souris 

ChΔGUT permettrait de compléter ces résultats. En accord avec nos données, une diminution 

significative des niveaux d'ARNm sis a été précédemment documentée dans l'intestin proximal 

de souris globalement invalidées pour ChREBP et nourries avec un régime riche en saccharose 

(30 %) (Kato et al., 2018). De manière intéressante, une élévation de l’activité enzymatique des 

disaccharidases (saccharase, isomaltase, maltase, lactase) a été rapportée dans des modèles 

murins de diabète ainsi que chez des patients diabétiques (Caspary et al., 1972; Hattori, 1978; 

Murakami, 1998; Nashiro et al., 1992; Olsen & Korsmo, 1977; Tandon et al., 1975; Younoszai 

& Schedl, 1972). Par ailleurs, l’inhibition des a-glucosidases intestinales (maltase, lactase, 

saccharase) par le miglitol ou l’acarbose, visant à empêcher le clivage des sucres alimentaires 

en monosaccharides assimilables par l’intestin, a montré des effets bénéfiques dans le cadre du 

traitement du diabète de type 2 (Chiasson et al., 2002; Hanefeld, 2007; Inzucchi et al., 2015; 

Yang et al., 2014). Dans ce contexte, nos résultats suggèrent que l’inhibition de l’activité 

intestinale de ChREBP permettrait de réduire les hyperglycémies postprandiales au cours d’un 

diabète. De plus, il a été suggéré que l’augmentation de l’activité des disaccharidases en 

conditions diabétiques serait indépendante de facteurs entériques tels que les nutriments 

luminaux ou les hormones gastro-intestinales mais qu’elle serait plutôt consécutive à 

l'hyperglycémie (Schedl et al., 1983). Des analyses complémentaires permettront donc de 

déterminer si l'hyperglycémie, via un flux de glucose rétrograde vers l'épithélium intestinal 

(Thaiss et al., 2018), pourrait stimuler localement l'activité de ChREBP et ainsi exacerber la 

digestion des disaccharides et l’absorption des sucres dans des conditions diabétiques. Nos 

données préliminaires réalisées chez des souris diabétiques traitées à la streptozotocine ou chez 

des souris ob/ob hyperglycémiques, mettent en avant une élévation de l’expression en ARNm 

des gènes mlxipl et lpk, son gène cible prototypique. Concernant les mécanismes moléculaires 

sous-jacents à la régulation par ChREBP de l’expression des gènes codant ces disaccharidases, 

des analyses complémentaires de ChipSeq permettront de déterminer si l’activité intestinale de 

ChREBP contrôle directement leur transcription. De façon intéressante, un élément de réponse 
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à PPARg, dont l’expression intestinale est diminuée chez les souris ChΔGUT, a été identifié sur 

le promoteur du gène lct humain. De même,  l’utilisation d’un agoniste de PPARg améliore les 

symptômes associées à l’intolérance au lactose (diarrhée, perte de poids, élargissement du 

caecum) induits par un régime enrichi en lactose chez des rats sevrés (Fumery et al., 2017), 

dans lesquels l’expression de la lactase est diminuée (Moog et al., 1973). Ainsi, outre la 

possibilité d’une action directe de ChREBP sur la transcription des gènes codant ces enzymes 

hydrolytiques, une régulation indirecte, notamment pour lct, serait envisageable. 

 

Au vu de la diminution de l’expression des transporteurs des hexoses et des enzymes de 

la digestion des disaccharides, nous avions par la suite cherché à analyser l’intégrité de la 

bordure en brosse, afin de renseigner si le phénotype des souris ChΔGUT pouvait s’expliquer par 

une altération de la différenciation entérocytaire. L'analyse ultrastructurale des muqueuses 

intestinales de souris Ch-/- et ChΔGUT indique une réduction significative de la taille des 

microvillosités entérocytaires associée à une réduction de leur densité uniquement chez les 

souris ChΔGUT, soulignant une réponse intestinale adaptative, tel observé lors d'une restriction 

calorique (Nilaweera & Speakman, 2018; Wang et al., 2006). Cependant, nous n’avons noté 

aucune modification des niveaux plasmatiques du β-hydroxybutyrate, qui est normalement 

utilisé comme source d’énergie alternative. Mais, en cohérence avec nos observations, il avait 

déjà été renseigné que la diminution de l’expression et de l’activité de SGLT-1 et de lactase 

était associée à une atrophie microvillositaire, à une diminution des microvillosités et des 

niveaux protéiques en villine dans le jéjunum humain (Dyer & Hosie, 1997). Pour compléter, 

il serait intéressant de déterminer si les modifications des microvillosités induits par la 

déficience en ChREBP concernent l’ensemble des marqueurs de la bordure de la brosse. Pour 

ce faire, il faudrait mesurer l’expression d’autres marqueurs tels que les gènes codant les 

transporteurs des acides aminés (PepT1) (Goodman, 2010) et des lipides (FABPpm, CD36, 

FATP4) (Goodman, 2010; Smith & Morton, 2010; T. Y. Wang et al., 2013). En effet, nos 

données montrent que seuls les gènes de la glycolyse (lpk, g6pase) sont diminués chez les souris 

où le gène mlxipl est invalidé, contrairement au foie où les gènes de la lipogenèse (fas, acc) 

sont aussi des cibles prototypiques (Ishii et al., 2004), soulignant une spécificité d’action de 

ChREBP dans la régulation du métabolisme glucidique dans l’intestin. Ainsi, nous émettons 

l’hypothèse qu’il est possible d’observer la même réponse spécifique des sucres pour les 

marqueurs de différenciation des entérocytes. 
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Dans ce contexte, il est intéressant de souligner que la metformine, un antidiabétique 

oral utilisé avec succès pour traiter les patients atteints de diabète de type 2, réduit l'activité de 

ChREBP dans les hépatocytes (Sato et al., 2016), dans les cellules INS-1E (Shaked et al., 2011) 

et les cellules endothéliales (Li et al., 2015a). Par conséquent, alors que le traitement par la 

metformine est fréquemment associé à un inconfort abdominal (diarrhée et vomissements) 

(Sanchez-Rangel & Inzucchi, 2017), l'inhibition parallèle de l'activité de ChREBP intestinale 

pourrait contribuer à amplifier les effets secondaires digestifs des traitements par la metformine 

chez les patients diabétiques. En effet, bien que le ciblage de la protéine ChREBP intestinale 

pourrait exercer des effets antidiabétiques en bloquant l’hydrolyse des sucres alimentaires 

(lactose, saccharose) et l’absorption des monosaccharides (glucose, fructose), l’inhibition de 

son activité pourrait parallèlement induire des effets secondaires indésirables suite à une 

alimentation enrichie en sucre. Comme observé précédemment dans les souris présentant une 

invalidation constitutive totale ou intestinale de mlxipl (Iizuka et al., 2004; Kato et al., 2018; 

Kim et al., 2017; Oh et al., 2018), nous montrons que les souris ChΔGUT développent une 

intolérance précoce et tardive au saccharose associée à une malabsorption du fructose, toutes 

deux caractérisées par l’apparition de diarrhées, une distension cæcale ainsi qu’une 

accumulation de liquide et de gaz dans l'intestin distal. De même, en cas de surcharge en 

fructose alimentaire, l’excédent de fructose non absorbé par l’intestin génère une charge 

osmotique dans l’intestin distal et le colon, à l’origine de troubles digestifs comme observé chez 

des souris déficientes pour le transporteur GLUT-5 (Barone et al., 2009) ou chez des patients 

présentant une malabsorption du fructose (Jones et al., 2011; Major et al., 2017). Tandis que 

l’étude de Kim et al rapporte que les souris invalidées spécifiquement dans l’épithélium 

intestinale de manière constitutive (IChKO) ont perdu plus de 20% de leur poids corporel dans 

les 36 heures suivant un régime riche en fructose (Kim et al., 2017), nous n'avons rapporté 

aucune modification brutale de poids chez les souris ChΔGUT nourries par un régime riche en 

saccharose (4 et 40 jours) ou suite à une supplémentation de 60% dans l’eau de boisson (3 

jours). En effet, il est bien connu que les effets métaboliques du fructose sont plus lipogéniques 

que ceux du glucose (Hallfrisch, 1990) et qu’ils induisent plus de dommages que ceux du 

glucose ou du saccharose (Tappy & Lê, 2010). Ainsi, ces différences de résultats peuvent 

s’expliquer par les différents types de régime utilisées entre nos études. MiSung Kim et al ont 

étudié spécifiquement l'effet du fructose en utilisant un régime enrichi composé exclusivement 

de 60% de fructose (TD.89247), tandis que notre régime alimentaire enrichi à 60% de 

saccharose était composé de la même quantité de fructose et de glucose (SAFE®). De même, 

nos souris soumises à 60% de fructose dans l’eau de boisson étaient nourris avec un régime 
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standard, permettant ainsi d’expliquer les effets moins délétères. De plus, il peut y avoir une 

différence significative du fait de la génétique entre nos deux modèles car nos souris ChΔGUT 

sont inductibles alors que les leurs, IChKO, sont constitutives. Bien que l’expression intestinale 

des gènes codant GLUT-5 et GLUT-2 n’est pas altérée chez les patients souffrant d’intolérance 

au fructose (Wilder-Smith et al., 2014), une évaluation de l'expression de mlxipl et de l'activité 

de ChREBP dans la muqueuse intestinale de ces patients pourrait permettre d’établir si la 

réponse transcriptionnelle médiée par ChREBP pourrait être l'un des mécanismes sous-jacents 

à la malabsorption du fructose chez l'Homme, qui demeurent largement inconnus. De plus, la 

prévalence et la gravité de la malabsorption du fructose étant directement proportionnelles aux 

niveaux de fructose alimentaire et inversement proportionnelles à l'âge (Gomara et al., 2008; 

Jones et al., 2011), il serait intéressant d'effectuer des analyses supplémentaires afin de 

déterminer si l'activité de ChREBP est indispensable au déclenchement de l'expression de 

scl2a5 lors de la transition allaitement-sevrage (Davidson et al., 1992; Douard & Ferraris, 

2013).  

 

En plus de l’intolérance au saccharose, nous montrons que les souris ChΔGUT 

développent une intolérance précoce au lactose mais qui n’est plus visible à 40 jours du régime 

car les souris contrôlent développent elle mêmes une intolérance au lactose, due à la faible 

quantité de lactase présente dans l’intestin à l’âge adulte (Moog et al., 1973). Alors que ceci 

suggère que la déficience en ChREBP contribue à amplifier la fermentation du lactose 

alimentaire non digéré dans le côlon par la microflore intestinale (Van de Heijning et al., 2015), 

nous n'avons pas observé de changement significatif dans l'abondance cæcale du genre 

Bifidobacterium. Pour compléter, il serait nécessaire d’évaluer l'abondance relative des 

Lactobacillus dans la lumière intestinale distale des souris ChΔGUT. Nous avons montré que 

cette intolérance au lactose était associée à une malabsorption du galactose, ce qui est cohérent 

avec la diminution de l’expression intestinale de SGLT-1 chez les souris ChΔGUT. En effet, le 

lactose alimentaire est normalement digéré en glucose et en galactose par la lactase, et les 

hexoses générés sont ensuite transportés dans les cellules épithéliales intestinales par le    

transporteur SGLT-1. Il est important de soulever que des défauts génétiques de slc5a1 sont 

associés à une malabsorption intestinale du glucose et du galactose chez l'Homme, caractérisée 

par l'apparition néonatale d'une diarrhée osmotique (Martín et al., 1996b; Turk et al., 1991) et 

des symptômes similaires ont été observés chez des souris déficientes en slc5a1 (Gorboulev et 

al., 2012). Par ailleurs, afin de mieux distinguer l’impact de la déficience intestinale en 

ChREBP sur la digestion et l’absorption, il serait intéressant de soumettre les souris ChΔGUT à 
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un régime enrichi en lactose et supplémenté en lactase, afin de discriminer les effets de ChREBP 

sur la digestion des sucres de ceux de l’absorption, et observer si les conséquences sont moins 

aggravantes. En effet, l’utilisation de compléments alimentaires enrichis en lactase sont le seul 

moyen pour restaurer l’expression et l’activité de la lactase ; ils ont montré une efficacité sur 

les symptômes induits par l’intolérance au lactose chez l’Homme (Montalto et al., 2005; 

Portincasa et al., 2008). 

 

5. La déficience en ChREBP intestinale pourrait protéger du développement d’une 

perméabilité intestinale 

 

L’état inflammatoire chronique de bas grade est une des caractéristiques du syndrome 

métabolique, et il a été suggéré que l’augmentation de la perméabilité intestinale puisse 

contribuer à cette métaflammation (Winer DA et al., 2017). Au-delà d’origines alimentaires ou 

microbiennes (dysbiose) dans l’apparition de cette hyperperméabilité intestinale, une étude 

récente a mis en lumière le rôle de l’hyperglycémie dans la perte d'intégrité des jonctions 

intercellulaires dans l’épithélium intestinal et l’augmentation du risque d’infections par des 

entéropathogènes (Thaiss et al., 2018). De plus, il a été démontré que des régimes 

hyperglycémiants enrichis en glucose et en fructose conduisaient à l’augmentation de la 

perméabilité intestinale associée à une altération des protéines des jonctions serrées et à une 

inflammation locale (Do et al., 2018). Mécanistiquement, l’hyperglycémie provoquerait un flux 

rétrograde du glucose sanguin vers les cellules épithéliales de l'intestin via GLUT-2, et 

entrainerait une reprogrammation transcriptionnelle consécutive à une altération du 

métabolisme intracellulaire du glucose qui serait à l’origine d’une translocation bactérienne 

accrue vers la circulation sanguine (Thaiss et al., 2018). Dans ce contexte, nous montrons que 

les niveaux d'ARNm de mlxipl et de lpk, un gène cible de ChREBP, sont augmentés dans les 

cellules épithéliales jéjunales des souris ob/ob hyperglycémiques ou traitées avec la 

streptozotocine, suggérant que l'hyperglycémie puisse stimuler l'activité intestinale de 

ChREBP. Des expériences complémentaires, notamment chez des souris sauvages rendues 

diabétiques par un régime riche en lipides, seront nécessaires pour confirmer ces premières 

observations. Par ailleurs, l’absence intestinale de ChREBP chez la souris suffit, en réponse au 

glucose, à réduire de manière significative l'expression de slc2a2 et gcg, qui ont tous deux étés 

impliqués dans la régulation de la perméabilité intestinale. Il a en effet été démontré que la 

délétion spécifique de GLUT-2 dans les cellules épithéliales intestinales restaurait la fonction 

de barrière et le contenu bactérien chez des souris traitées par streptozotocine, malgré une 
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hyperglycémie maintenue (Thaiss et al., 2018). En outre, un traitement pharmacologique par le 

GLP-2 est accompagné d'une diminution de la perméabilité intestinale et de l'inflammation 

systémique associée à l'obésité, tandis que l'antagoniste du GLP-2 abolit les effets bénéfiques 

de l'administration de prébiotiques sur la barrière intestinale chez des souris ob/ob 

hyperglycémiques (Cani et al., 2009). Ainsi, l'activité intestinale de ChREBP induite par 

l'hyperglycémie pourrait augmenter la perméabilité intestinale en régulant le métabolisme du 

glucose médié par GLUT-2 et la production de peptides dérivés du proglucagon. Nos données 

montrent que la perméabilité intestinale, évaluée par le FITC-Dextran, est réduite de 40% chez 

les souris ChΔGUT comparativement aux souris contrôles dans des conditions basales. De façon 

intéressante, on peut noter que la perméabilité jéjunale, mesurée en chambres de Ussing est 

également diminuée chez des souris présentant une déficience intestinale pour GLUT-2 

(Schmitt et al., 2017). Afin de comprendre le rôle de ChREBP dans la régulation potentielle de 

la perméabilité intestinale en conditions d’hyperglycémie, il serait donc très intéressant 

d'évaluer si l'invalidation intestinale de ChREBP pourrait, chez des souris soumises à un régime 

hyperlipidique, protéger d’une hyperperméabilité intestinale et ainsi améliorer l'inflammation 

systémique.  

 

En résumé, notre étude démontre que l'activité intestinale de ChREBP régule un 

programme transcriptionnel, essentiel à la digestion efficace des disaccharides alimentaires et 

à leur absorption transépithéliale sous forme d’hexoses, participant ainsi à la réduction des 

excursions glycémiques en réponse à des sucres alimentaires. Par ailleurs, nous apportons de 

nouvelles connaissances sur les mécanismes moléculaires du contrôle de la production de   

GLP-1 intestinal par ChREBP. Dans le contexte du diabète, nous proposons que l’inhibition 

intestinale de ChREBP pourrait permettre d’améliorer les excursions glycémiques prandiales. 

Cependant, l’accumulation luminale dans l’intestin distal de sucres non digérés et non absorbés, 

consécutive au blocage de ChREBP pourrait contribuer au développement d'une intolérance, 

comme observé chez certains patients traités par des inhibiteurs des a-glucosidases, des 

antidiabétiques oraux inhibant la digestion des sucres. Ainsi, l’exposition de souris ChΔGUT à 

un régime alimentaire hyperlipidique induisant un diabète (Winzell & Ahren, 2004) permettra 

de déterminer si l’inhibition de l’activité intestinale de ChREBP est bénéfique ou délétère à 

l’équilibre glycémique au cours du diabète. Outre sa fonction incrétine, le GLP-1 exerce un rôle 

anorexigène. Nos données montrant une diminution de la prise alimentaire lorsque les souris 

ChΔGUT sont nourris en régime standard et en saccharose, il serait intéressant d’évaluer les 

paramètres métaboliques par l’utilisation de cages métaboliques (sommeil, rythmes quotidiens, 
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consommation d'oxygène, le rapport d'échange respiratoire RER, dépense énergétique, 

fluctuations des taux d'oxydation pendant les phases de lumière et nocturne pour les glucides 

etc…). De plus, les incrétines pouvant réguler l'adipogenèse, nous pourrions également évaluer 

si la densité adipeuse est affectée chez nos souris. 
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Abstract 

 
The transcription factor ChREBP (Carbohydrate response element binding protein) has 

been reported as a key player of glucose intracellular signaling in the liver and the adipose 
tissue. ChREBP is indeed activated in those tissues by glucose metabolites and regulate the 
expression of genes involved in glycolysis and de novo lipogenesis. Interestingly, ChREBP 
knockout mice, although intolerant to a peripheral glucose injection, are more tolerant to an 
oral glucose administration, suggesting an alteration of the incretin response and thus impaired 
potentiation of glucose induced insulin secretion. Therefore, the objectives of my thesis were 
to characterize the regulation of ChREBP by dietary sugars in the gut, and to identify ChREBP 
intestinal functions contributing to glycemic control. 

 
We first demonstrated that ChREBP is abundantly expressed in the proximal gut 

epithelium. Exposure to glucose and fructose stimulates ChREBP intestinal expression via 
GLUT-2 and GLUT-5 transporters respectively, as compared to normal diet. Interestingly, the 
use of non-metabolizable glucose and fructose analogues, or pharmacological and genetic 
inhibition of glycolytic or fructolytic metabolism lead to a drastic reduction of ChREBP mRNA 
levels and its prototypic target genes. Altogether, these data therefore highlight that absorption 
and intracellular metabolism of glucose and fructose are required for the activation of ChREBP 
in the intestinal epithelium. In mice, total (Ch-/-) or intestinal (ChΔGUT) ChREBP deficiency is 
associated with decreased GLP-1 portal concentrations and intestinal content in response to oral 
glucose challenge and reduced gut gcg gene (encoding GLP-1 precursor) expression levels 
without concomitant alteration of insulinemia. Interestingly, ChREBP expression is enriched 
in GLP-1 producing L cells and its pharmacological inhibition in the GLUTag entero-endocrine 
cell line or its genetic invalidation in isolated L cells leads to the downregulation of gcg gene 
expression, underlying the role of ChREBP in GLP-1 production. Taken together, these data 
demonstrate that improved oral glucose tolerance in Ch-/- mice is independent of an increased 
incretin response. Therefore, we next evaluated the contribution of ChREBP to intestinal 
glucose absorption, another gut function contributing to glycemic control. By using radioactive 
tracers, we show that the glucose transepithelial intestinal transport is significantly decreased 
in Ch-/- or ChΔGUT mice and triggers gut glucose malabsorption. This is associated with a 
decrease in the expression of hexose transporters and disaccharide hydrolytic enzymes, 
suggesting that intestinal sugar digestion is also affected upon local ChREBP deficiency. 
Furthermore, ultrastructural analyses of intestinal mucosa from Ch-/- and ChΔGUT mice 
demonstrate a significant reduction in microvilli length, as commonly observed during caloric 
restriction. Consistent with these results, intestinal ChREBP deficiency is accompanied by an 
early intolerance to dietary disaccharides (lactose, sucrose) and impaired gut capacities to 
properly absorb luminal galactose or to transport and metabolize dietary fructose.  

 
In conclusion, our results show that loss of ChREBP in the intestinal epithelium alters 

both glucose transepithelial flux as well as fructose uptake and metabolism by the gut, thereby 
dampering their portal flow to peripheral tissues and ameliorating glycemic control. However, 
the blockade of intestinal ChREBP activity in the context of type 2 diabetes may lead to the 
colonic accumulation of undigested and unabsorbed sugars, which contribute to the 
development of digestive symptoms due to sugar intolerance, as already observed upon anti-
diabetic therapies (alpha-glucosidase inhibitors). 

 
 
Key words : Sugar, Absorption, Metabolism, ChREBP, GLP-1, Intolerance, Diabete 
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Résumé 
 

 
Jusqu’alors décrit principalement pour ses fonctions hépatiques et adipocytaires, le 

facteur de transcription ChREBP (Carbohydrate response element binding protein) est dans ces 
tissus activé par le glucose afin d’y adapter en réponse le métabolisme cellulaire en induisant 
notamment l’expression des gènes de la lipogenèse et de la glycolyse. De façon intéressante, 
les souris déficientes pour ChREBP, bien qu'intolérantes à une injection périphérique de 
glucose, présentent une meilleure tolérance au glucose administré oralement, suggérant que son 
expression intestinale puisse contribuer à l’amélioration de l’homéostasie glucidique. Les 
objectifs de ma thèse ont donc été de caractériser la régulation de ChREBP par les sucres 
alimentaires dans l’intestin et les fonctions intestinales dépendant de ChREBP et participant à 
la régulation de l’équilibre glycémique.  

 
Nos résultats montrent que le facteur de transcription ChREBP est abondamment 

exprimé dans l’épithélium de l’intestin proximal. L’exposition au glucose et au fructose 
augmente l’expression intestinale de ChREBP via leur transport par GLUT-2 et GLUT-5 
respectivement. De façon intéressante, l’utilisation d’analogues non métabolisables du glucose 
et du fructose, ainsi que l’inhibition des enzymes du métabolisme glucidique et fructolytique 
conduisent à une réduction drastique des quantités d’ARNm de ChREBP et de ses gènes cibles, 
soulignant donc que l’absorption et le métabolisme intracellulaire du glucose et du fructose sont 
nécessaires à l’activation de ChREBP dans l’épithélium intestinal. Chez la souris, la déficience 
totale (Ch-/-) ou intestinale (ChΔGUT) de ChREBP s’accompagne d’une diminution des quantités 
plasmatiques et intestinales de GLP-1, et de la transcription de son gène (gcg) en réponse à un 
bolus oral de glucose. De façon intéressante, l’expression de ChREBP est enrichie dans les 
cellules L produisant le GLP-1 et l’inhibition de ChREBP dans la lignée entero-endocrine 
GLUTag ou dans les cellules L, conduit à la diminution de l’expression de gcg. L’amélioration 
de la tolérance au glucose en absence de ChREBP intestinal ne résultant pas d’une réponse 
incrétine augmentée, la contribution de ChREBP à l’absorption intestinale de glucose, une autre 
fonction de l’intestin dans la régulation glycémique a été étudiée. Ainsi, l’utilisation de traceurs 
radioactifs montrent que le transport transépithélial du glucose et l’expression des transporteurs 
des hexoses est significativement diminuée dans les souris Ch-/- et ChΔGUT. Nos résultats 
suggèrent par ailleurs que l’expression des gènes codant les disaccharidases intestinales est 
affectée en absence de ChREBP intestinal. En accord avec ces résultats, la déficience en 
ChREBP intestinal s'accompagne d'une intolérance aux disaccharides (lactose et saccharose) 
associée à une malabsorption du fructose et du galactose.  

 
En conclusion, nos résultats montrent que l’expression intestinale de ChREBP contribue 

à la réponse adaptative à l’exposition des sucres luminaux, en régulant leur digestion et leur 
absorption. Ainsi, la déficience en ChREBP dans l'épithélium intestinal modifie le transport 
transépithélial du glucose ainsi que l'absorption et le métabolisme du fructose par l'intestin, 
réduisant ainsi l’exposition des tissus périphériques à ces hexoses. Tandis que l’inhibition 
intestinale de ChREBP pourrait permettre d’améliorer les excursions glycémiques prandiales 
dans le contexte du diabète, l’accumulation luminale de sucres non digérés consécutive au 
blocage des fonctions dépendant de ChREBP pourrait contribuer à l’apparition d’une 
intolérance aux sucres, comme observé dans les thérapies anti-diabétiques inhibant les alpha-
glucosidases. 
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