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Résumé 
 
La plasticité d'un matériau est sa propriété à modifier sa forme sous l'effet 
d'une action et à la conserver à l'arrêt de cette action. Par analogie, la plasticité 
neuronale décrit comment des neurones s’étendent, se rétractent ou se 
réorganisent en fonction de l'activité des synapses et des neurones qu’ils 
rencontrent et comment au niveau des synapses les récepteurs ou les 
neuropeptides secrétés sont modifiés. De la même façon, on peut définir la 
plasticité intestinale comme la capacité qu’a l’intestin à modifier sa taille ou 
son épaisseur et qu’ont les cellules épithéliales intestinales à moduler leurs 
fonctions d’absorption et de sécrétion en réponse à des signaux nutritionnels 
et métaboliques. 
Ces mécanismes physiologiques permettent une adaptation fine et rapide de 
l’intestin contribuant à favoriser l’absorption des aliments ingérés, mais ils 
peuvent être dérégulés sous l’effet de la surnutrition. Cette plasticité pourrait 
devenir une cible thérapeutique non seulement pour soigner l’obésité mais 
également la dénutrition.  
 
Mots Clefs 
Cellule entéroendocrine, entérocyte, syndrome du grêle court Chirurgie 
bariatrique,  
 
 
Nature and function of intestinal cell plasticity 
 
Abstract 
 
The plasticity of a material corresponds to its property to change its shape 
under the effect of an action and keep it after this action. By analogy, neuronal 
plasticity describes how neurons extend, retract or are reorganized according 
to their synaptic activity or the other neurons and how synaptic receptors and 
secreted neuropeptides can be modified. Similarly, intestinal plasticity can be 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Plasticit%C3%A9


defined as the ability of the intestine to modify its size or thickness and 
intestinal cells to modulate their absorption and secretion functions in 
response to nutrient or metabolic signals. 
These physiological mechanisms allow a fine and rapid adaptation of the gut to 
promote absorption of ingested food, but they can be deregulated in response 
to overnutrition. This plasticity could become a therapeutic target not only for 
obesity but also to treat undernutrition. 
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1. Introduction 

Le tractus gastro-intestinal est avant tout l’organe permettant la digestion des 
aliments et l’absorption des nutriments. Il est recouvert d’un épithélium 
assurant une fonction de barrière protégeant le milieu intérieur des micro-
organismes tout en contrôlant l’absorption des nutriments, de l’eau, des 
électrolytes et des vitamines. L’intestin est aussi le plus grand organe endocrine 
de notre organisme par la quantité et la diversité des hormones ou des 
peptides qu’il peut secréter [1]. Les hormones produites agissent directement 
sur le tractus gastro-intestinal lui-même et sur le système nerveux entérique 
ou, après passage dans la lymphe et le sang, sur d’autres organes. Elles 
participent au contrôle de la vidange gastrique et la motricité intestinale, de 
l’absorption des nutriments et la prise alimentaire ou encore de la sécrétion 
d’insuline et la régulation de la glycémie. 
 
L’intégrité et l’homéostasie de l’épithélium intestinal repose sur la coordination 
précise dans le temps et l’espace de processus de prolifération, de migration, 
de différenciation et de mort cellulaire [2]. Le renouvellement de cet 
épithélium est constant et extrêmement rapide puisque la majorité des cellules 
intestinales est renouvelée en deux à trois jours chez le rongeur et cinq à sept 
jours chez l’homme. Il permet également une adaptation rapide de l’intestin à 
son environnement. L’intestin est en effet capable moduler son homéostasie et 
ses capacités d’absorption ou de sécrétion selon la nature et la quantité des 
nutriments disponibles mais aussi selon l’état physiologique ou pathologique 
du sujet. L’adaptation peut passer par une modification du nombre, de la 
nature ou des fonctions absorptive et/ou sécrétrice des cellules intestinales. 
C’est ainsi que nous allons définir le concept de plasticité intestinale. 
 
De nombreuses revues ont déjà rapporté les mécanismes généraux de 
différenciation des cellules épithéliale le long du tractus gastro-intestinal [3]. 
Nous nous concentrerons sur les mécanismes de l’adaptation intestinale en lien 
avec l’alimentation et l’état nutritionnel, puis à ceux en réponse à deux types 
de remodelage chirurgical du tube digestif : la résection intestinale étendue 
conduisant au syndrome de grêle court et la restructuration du tractus gastro-
intestinal dans le traitement chirurgical de l’obésité pathologique. 
 
L’adaptation intestinale peut être divisée en deux catégories : a) une 
adaptation non spécifique correspondant à une augmentation (ou une 
réduction) de la surface d’échange et de la masse intestinale qui permet ainsi 
de moduler l’absorption de tous les nutriments ; b) une adaptation plus 
spécifique impliquant une fonction particulière, assurée par un sous-type 



cellulaire, ou même par un type de transporteur ou récepteur, et dont le 
nombre, la localisation ou même les capacités cinétiques sont modulés par 
l’environnement nutritionnel ou métabolique. 
 
2. Adaptation non spécifique de l’intestin : hyperplasie 
 
Une façon simple et efficace d’augmenter les capacités d’absorption ou de 
sécrétion de l’intestin est d’accroître le nombre de cellules le constituant et 
donc sa longueur et/ou son épaisseur (pour revue récente voir [4]). L’exclusion 
des nutriments de la lumière de l’intestin, comme dans les cas d’une nutrition 
parentérale exclusive, induit une atrophie de l’épithélium intestinal. Dans un 
modèle de rat sous nutrition parentérale totale, l’hypoplasie est visible dès 3 
jours [5]. A cette hypoplasie est associée une réduction des capacités 
d’absorption du galactose [5]. La présence de glutamate dans l’eau de boisson 
de souris sous nutrition parentérale totale semble préserver l’épithélium [6] 
suggérant que des signaux luminaux contribuent au maintien de l’équilibre 
prolifération / différenciation / apoptose. Une étude chez les souris ob/ob(ne 
synthétisant pas de leptine) montre que leur obésité est associée à une 
augmentation des capacités d’absorption des sucres et des acides aminés 
uniquement par l’augmentation de la masse intestinale [7]. La restriction 
alimentaire chez les souris db/db(obèses par défaut de synthèse du récepteur 
de la leptine) suggère que la suralimentation, et non l’état métabolique, est 
responsable de l’augmentation de la surface intestinale et de l’absorption des 
sucres [8]. De même, les sujets obèses hyperglycémiques présentent une 
masse entérocytaire augmentée [9] due à une hyperplasie liée plutôt à 
l’obésité qu’au diabète qui peut lui être associé [10] sans que l’on puisse 
toutefois distinguer l’effet nutritionnel (suralimentation, régime particulier) de 
l’effet métabolique (insulino-résistance et leptino-résistance). Ces exemples 
illustrent bien l’adaptabilité de l’intestin et de son homéostasie mais pas la 
plasticité des cellules intestinales. 
 
3. Plasticité des cellules absorptives 
 
Les cellules absorptives ou entérocytes représentent près de 90% des cellules 
épithéliales de l’intestin grêle. Elles assurent l’absorption des macro- et micro-
nutriments. Ces cellules polarisées présentent des microvillosités au pôle apical 
dans lesquelles sont insérés les enzymes de la digestion finale des aliments 
(protéases et sucrases) et les transporteurs des nutriments, des vitamines, des 
électrolytes et de l’eau. L’équipement absorptif des cellules intestinales est 



modulable au cours d’un simple repas selon la nature des aliments ingérés mais 
aussi à plus long terme au cours d’un régime alimentaire.  
 
3-1 Absorption des sucres 
L’exemple le plus flagrant de plasticité des entérocytes est probablement 
l’absorption des sucres au cours d’un repas [11]. L’absorption des 
monosaccharides alimentaires se fait au pôle apical des entérocytes par le co-
transporteur sodium-glucose SGLT1 pour le glucose et le galactose et le 
transporteur GLUT5 pour le fructose. Ils sortent des entérocytes vers le sang 
par le transporteur GLUT2. Cependant, lorsque la concentration de sucres dans 
la lumière intestinale dépasse les capacités de transport de SGLT1 (glucose) ou 
de GLUT5 (fructose), le transporteur GLUT2 est rapidement recruté au pôle 
apical depuis des vésicules de stockage intracellulaires [12]. Sur le moyen 
terme les régimes sucrés modulent également le niveau d’expression des 
transporteurs et des sucrases de la bordure en brosse (saccharase isomaltase, 
lactase …)[13]. La régulation de GLUT5 par le fructose est caractéristique. Au 
cours du développement post-natal, le raton passe d’une alimentation pauvre 
en sucres et riche en gras (lait maternel) à une alimentation riche en sucres et 
pauvre en gras (croquettes). L’expression de GLUT5 suit cette évolution 
augmentant au fur et à mesure de l’enrichissement en fructose de 
l’alimentation. De plus, chez le raton nouveau-né, le niveau d’expression de 
GLUT5 normalement très faible est induit directement par un apport précoce 
de fructose en complément du lait maternel [14].  
 
En plus de l’effet des régimes, la capacité de transport des sucres par l’intestin 
est également modulée par l’état métabolique. Ainsi, au cours d’un repas 
l’insuline peut moduler la localisation de GLUT2 [12] et son expression est 
augmentée chez des rats diabétiques insulinopéniques[15]. En cas d’insulino-
résistance, chez la souris ou chez l’homme obèse, GLUT2 reste en permanence 
localisé en apical pouvant contribuer aux épisodes d’hyperglycémie 
postprandiale [16,17]. Cette insulino-résistance peut être induite par un régime 
gras ou riche en fructose suggérant cette fois un rôle  prépondérant de l’état 
métabolique. La leptine peut également moduler le transport intestinal des 
sucres. Elle diminue l’expression apicale de SGLT1 [18,19] réduisant le transport 
actif de glucose. En revanche, la leptine augmente l’activité de GLUT5 [20] et 
des souris invalidées spécifiquement dans l’intestin pour le récepteur de la 
leptine présente une diminution du transport du fructose [21]. Enfin des 
hormones sécrétées par les cellules entéroendocrines, le glucose-
dependentinsulinotropic peptide (GIP) et le glucagon-like peptide 2 (GLP2) 
modulent également l’activité apicale de SGLT1 dans l’intestin grêle [22,23]. 



 
3-2 Absorption des protéines 
L’absorption des protéines se fait après leur hydrolyse en di- et tri-peptides 
majoritairement et en acides aminés. La plupart des peptides sont transportés 
par le transporteur électrogénique proton-dépendant Pept1 [24] alors que les 
acides aminés sont transportés par un très grand nombre de systèmes 
différents [25]. La composition en protéines et/ou acides aminés des régimes 
peut moduler l’activité de Pept1 (pour revue voir [24]). Ainsi chez le rat, un 
régime contenant plus de 20% de caséine induit une augmentation de 
l’expression et de la localisation apicale de Pept1 [26]. Paradoxalement, 
pendant un jeûne court, l’expression de Pept1 augmente également [27] 
laissant supposer que l’intestin pourrait s’équiper pour se « préparer » à la 
future arrivée de nutriments. La leptine modifie l’absorption des protéines en 
régulant l’expression et la localisation apicale de Pept1 [28] et des souris 
invalidées pour la leptine [29] ou pour son récepteur dans l’intestin [21] 
présentent une diminution de l’activité de Pept1. En accord avec ces 
observations, chez des souris rendues obèses par un régime induisant une 
leptino-résistance et une diminution de l’expression des récepteurs intestinaux 
à la leptine, l’expression de Pept1 (ARNm et protéine) est diminuée [30]. Enfin 
dans la lignée cellulaire humaine de type entérocytaire Caco2, l’insuline régule 
la localisation de Pept1 sans moduler son expression [31]. 
 
3-3 Absorption des lipides 
Contrairement aux autres nutriments, les lipides sont peu hydrosolubles et 

potentiellement toxiques aussi, après hydrolyse par les lipases gastriques et 

pancréatiques, ils sont associés aux secrétions biliaires (cholestérol, acides 

biliaires et phospholipides) pour former des micelles dans la lumière 

intestinale. L’absorption des lipides par les entérocytes est donc complexe et 

de nombreuses protéines sont impliquées dans les différentes étapes de 

captage des micelles, trafic intracellulaire des acides gras, synthèse et sécrétion 

de chylomicrons qui sont sécrétés dans la lymphe [32]. L’expression et l’activité 

de ces protéines sont régulées par le contenu luminal, ainsi les capacités 

intestinales d’absorption des lipides s’adaptent au contenu lipidique de 

l’alimentation comme cela a été illustré chez des souris soumises à un régime 

gras [33]. Dans la lignée Caco-2, la composition des micelles luminales jouent 

sur l’expression des gènes [34] suggérant que ces micelles sont détectées 

directement par des récepteurs à la surface des entérocytes tels que CD36 et 

SRB1 [35]. L’insuline module l’expression et/ou l’activité de la MTP (Microsomal 

Triglyceride Transfer Protein, protéine clé de l’assemblage des chylomicrons) 



qui joue un rôle crucial dans le processus d’absorption de lipides alimentaires 

et leur transfert dans l’organisme [36]. La nature des acides gras ingérés peut 

avoir une influence sur la régulation métabolique de ces différentes étapes en 

induisant une insulino-résistance intestinale [36]. Les capacités d’absorption 

des lipides par l’épithélium intestinal sont également modulées, avec des effets 

inverses, par le GLP2 et le GLP1 dont les sécrétions sont particulièrement 

stimulées par les régimes gras [37]. Ainsi, le GLP1 diminue la production de 

l’APOB-48, une apolipoprotéine des chylomicrons, alors que le GLP2 la stimule 

et ainsi stimule l’absorption des lipides, notamment via l’augmentation de 

l’expression du récepteur CD36 [37]. 

4. Plasticité des cellules entéroendocrines 
 

Les cellules entéroendocrines représentent moins de 1% des cellules 
épithéliales, elles sont disséminées tout au long du tractus gastro-intestinal et 
se distinguent par leur localisation le long du tube et par la nature des 
hormones ou des peptides qu’elles secrètent. Elles sont caractérisées par une 
morphologie particulière en forme de poire, ouverte vers le milieu intérieur. Au 
pôle apical elles présentent des microvillosités où sont localisés des récepteurs 
capables de détecter le contenu luminal de l’intestin et d’induire une réponse 
adaptée par la production et la sécrétion d’une ou plusieurs hormones au pôle 
basolatéral[38]. Plus de 20 peptides sont sécrétés le long de l’intestin grêle 
parmi lesquels le GIP sécrété par les cellules K, la cholecystokinine (CCK) 
sécrétée par les cellules I, le GLP1, le GLP2 et le peptide YY (PYY) sécrétés par 
les cellules L. Les cellules K sont localisées essentiellement dans le duodénum, 
les cellules I dans le duodénum et le jéjunum et les cellules L dans le jéjunum, 
l’iléon et le côlon ; cependant, des subtilités de répartition apparaissent selon 
les espèces [39]. De plus, la vision selon laquelle les cellules entéroendocrines 
se distingueraient de par leur localisation et le panel d’hormones secrétés a été 
remise en cause par le développement de souris transgéniques exprimant des 
protéines fluorescentes sous le contrôle du promoteur d’hormones comme le 
proglucagon, le GIP ou la CCK. Les analyses transcriptomiques de ces cellules 
suggèrent qu’un seul et même type cellulaire est en fait susceptible de 
s’adapter à l’environnement en modulant son panel d’hormones produites 
[40]. La nature des hormones exprimées et sécrétées dépendrait de la 
localisation proximale/distale dans le tractus, de stimuli luminaux comme les 
nutriments, le microbiote et les sécrétions bilio-pancréatiques mais aussi de 
stimuli issus de l’état métabolique du sujet. 
 



Plusieurs études ont permis de caractériser la densité des cellules endocrines 
dans le tractus gastro-intestinal en réponse à des régimes obésogènes. Un 
régime gras pauvre en sucres est associé à une augmentation de la densité des 
cellules exprimant le GLP1 dans le jéjunum et le côlon de patients obèses 
[41,42] et de rongeurs [41,43]. Cette augmentation semble indépendante de 
l’état métabolique puisque chez les souris obèses ob/ob et soumises à un 
régime normal, le nombre de cellules GLP1 n’est pas modifié [41]. La densité 
des cellules exprimant le GIP augmenterait chez des souris ob/ob sous régime 
gras ou sucré [44] cependant ce résultat n’a pas été reproduit dans un modèle 
de souris transgéniques permettant de « purifier » les cellules GIP+ [45] et, au 
contraire, après 2 semaines de régime gras le nombre de cellules exprimant le 
GIP diminue [42]. Indépendamment de l’état d’obésité ou du régime, le 
nombre de cellules entéroendocrines est aussi modifié au cours du diabète 
[46].  
Un changement du nombre ou de la densité d’un type de cellules 
entéroendocrines n’est pas forcément associé à une modification des 
concentrations plasmatiques des hormones produites. Ainsi, sous un régime 
sucré, les souris ob/ob présentent une augmentation du nombre de cellules 
jéjunales exprimant le GIP sans augmentation du niveau de GIP plasmatique, 
alors que sous régime gras les mêmes souris présentent une augmentation du 
nombre de cellules GIP et du niveau de GIP plasmatique [44]. Plus récemment, 
une étude a identifié deux types de souris répondeuses à un régime gras [47]: 
celles maintenant une glycémie normale et celles développant une 
hyperglycémie et une résistance à l’insuline avec la même prise de poids. Les 
premières présentent une densité de cellules L comparable à des souris sous 
régime contrôle mais une augmentation de la sécrétion de GLP1 au cours d’un 
test de tolérance au glucose. Au contraire, les secondes présentent une 
augmentation du nombre de cellules L productrices de GLP1 mais sécrètent 
moins de GLP1 au cours du test de tolérance au glucose. Il est donc possible 
qu’un défaut de fonctionnement des cellules soit associé à une augmentation 
de leur nombre [41,47] . Ces différences posent la question des signaux 
influençant la fonction des cellules entéroendocrines et leur plasticité, au-delà 
du régime alimentaire et des nutriments comme le glucose ou les acides gras 
qui sont connus pour stimuler la production des hormones [38]. Des 
microbiotes spécifiques pourraient être associés à ces différences d’adaptation 
fonctionnelle des cellules GLP1. En effet, des probiotiques  induisent des 
modifications de la composition du microbiote chez des souris obèses et une 
augmentation de la densité des cellules de type L ainsi que de l’expression du 
proglucagon dans ces cellules [48]. La fermentation de ce type de probiotique 
par le microbiote produit des acides gras chaine courte qui dans des modèles 



de différenciation in vitro de cellules souches intestinales, augmentent la 
différenciation en cellules de type L [49]. 
 
Pour résumer, les changements d’environnement nutritionnel et métabolique 
modifient le nombre, l’activité et la sensibilité des cellules épithéliales 
intestinales (entérocytes et cellules endocrines) illustrant la plasticité de ces 
cellules. Dans la suite de cette revue nous détaillerons comment les chirurgies 
gastro-intestinales stimulent également la plasticité des cellules intestinales. 
 

5. Réponse de l’intestin grêle à la chirurgie  
 

Le tractus gastro-intestinal  peut être profondément remodelé par des 
interventions chirurgicales comme les résections intestinales étendues 
conduisant au syndrome de grêle court ou lors du traitement chirurgical de 
l’obésité massive. Alors que l’adaptation intestinale a été étudiée depuis très 
longtemps après résection, l’étude de l’adaptation intestinale et de sa 
contribution aux effets bénéfiques des chirurgies bariatriques est beaucoup 
plus récente.  
 

5.1 Les résections étendues de l’intestin grêle  
 

Le syndrome du grêle court (SGC) est une maladie rare dont la prévalence est 
de 7 à 10 patients par an par million d’habitants. Il résulte d’une résection 
étendue de l’intestin grêle qui présente des conséquences variables selon 
l’étendue et le site de résection. Du fait de la diminution de la surface 
d’absorption, de l’accélération du temps de transit, mais aussi de la 
modification de l’environnement luminal (hypersécrétion acide, modifications 
des acides biliaires), elle entraine une malabsorption pouvant donner lieu à une 
insuffisance intestinale dont le traitement de référence en Europe est la 
nutrition parentérale.  
 

Il est connu depuis longtemps que chez le rat une résection étendue entraine 
une hypertrophie de l’intestin restant [50]. Cette hypertrophie résulte d’une 
hyperplasie avec une augmentation de la prolifération des cellules des cryptes 
induisant une augmentation de la hauteur des villosités et de la profondeur des 
cryptes dans des modèles animaux [51,52] comme chez l’homme [53,54]. Cette 
adaptation morphologique est fortement favorisée par l’existence d’une 
nutrition orale ou entérale qu’elle soit associée ou non à une nutrition 
parentérale [51,52,55,56]. L’adaptation peut être observée tout le long de 
l’intestin (jéjunum, iléon, côlon) mais semble dépendre de la longueur 
d’intestin réséqué [53,56] et du type d’anastomose [56]. Ainsi chez le rat, dans 
le cas d’une résection avec anastomose jejuno-iléale on observe peu ou pas 



d’adaptation morphologique colique contrairement à ce qui est observé chez 
les rats avec anastomose jéjuno-colique [56]. Le type et la nature des 
nutriments qui passent dans les différents segments intestinaux varient selon le 
type d’anastomose entrainant très probablement une adaptation localisée 
spécifique. Néanmoins, certains auteurs rapportent une adaptation du côlon 
chez des rats avec une résection iléocæcale placés sous nutrition parentérale 
exclusive [57,58], suggérant une adaptation indépendante de la présence 
luminale des  nutriments. En fait, même en absence de nutriments, des 
sécrétions bilio-pancréatiques sont présentes dans la lumière du tube, et le 
côlon pourrait donc se retrouver exposer à un contenu luminal de type 
« jéjunal » ou « iléal » non habituel [58]. Il est également reconnu que cette 
adaptation est permise par des facteurs circulants comme le GLP2 (dont la 
sécrétion peut être stimulée par les nutriments ou le contenu luminal), et les 
expériences de parabiose entre animaux réséqués et non réséqués en sont un 
exemple frappant (pour revue [59]). 
Peu d’études ont recherché si la proportion des différents types de cellules 
épithéliales était modifiée après une résection de l’intestin. Chez la souris, une 
résection avec anastomose jéjuno-iléale induit une hyperplasie dans l’iléon 
[60]. Néanmoins, elle est associée à une augmentation de la proportion des 
cellules sécrétrices par rapport aux cellules absorptives. Cette augmentation de 
la densité des cellules sécrétrices n’a pas été retrouvée pour les cellules 
endocrines dans le côlon d’un modèle murin [56]. 
 
En plus de ces modifications morphologiques, des adaptations fonctionnelles 
sont observées dans la pathologie du syndrome de grêle court. Chez les 
animaux, des augmentations des transporteurs et échangeurs impliqués dans 
l’absorption des nutriments mais aussi des électrolytes et de l’eau ont été 
rapportés. Par exemple, une augmentation du captage des sucres a pu être 
observée [61], mais reste controversée [62]. Elle serait en fait liée à 
l’augmentation de la surface d’échange plus qu’à une augmentation nette de 
l’activité ou du niveau d’expression de transporteurs des sucres [61]. Certains 
auteurs ont néanmoins rapporté une augmentation de l’expression de l’ARNm 
codant pour SGLT-1 dans le jéjunum et l’iléon de rats réséqués en anastomose 
jéjuno-iléale [63] et l’addition de HGF (Hepatocytegrowth factor) par infusion 
stimulerait l’expression de SGLT1 et GLUT5 [64]. Une augmentation de 
l’expression de Pept1, a été mise en évidence dans la muqueuse colique, mais 
pas dans le jéjunum, de patients en anastomose jéjuno-colique depuis moins 
de 2 ans [65]. Cependant, une autre étude menée chez des patients plus de 9 
ans après la résection n’a pas permis de retrouver cette augmentation [54] 
suggérant que l’élévation de Pept1 dans le côlon pourrait être un évènement 



précoce. Enfin une augmentation des échangeurs Na+/H+ NHE2 et NHE3 [66] 
ainsi que des aquaporines [67] ont été rapportés dans les muqueuses iléales ou 
coliques de modèle murins de grêle court. 
 
Une adaptation fonctionnelle s’observe également au niveau des productions 
et sécrétions d’entérohormones, qui sont probablement des facteurs relais de 
cette adaptation. Ainsi de nombreux auteurs rapportent une augmentation de 
la sécrétion de GLP2, mais aussi de GLP1 ou de PPY, dans le syndrome de grêle 
court chez l’homme [56,68] ou dans les modèles murins [55,56,69]. Cette 
augmentation des peptides circulants résulte en partie de l’élévation du 
nombre total de cellules entéroendocrines (du fait de l’hyperplasie) mais aussi 
d’une augmentation de leur capacité de production d’hormones [55,56]. Cette 
plasticité fonctionnelle est dépendante de l’étendue de la résection [69] et du 
type d’anastomose réalisée [56]. 
 
Chez l’homme, l’adaptation intestinale en réponse à une résection étendue du 
grêle peut s’accompagner d’une réduction des selles et d’une hyperphagie 
compensatrice. Cette adaptation contribue à améliorer à la fois la structure et 
la fonction de l'intestin résiduel et à rétablir la digestion et la capacité 
d'absorption de l'intestin. Les cliniciens cherchent à la favoriser puisqu’elle 
peut permettre de sevrer partiellement ou complètement de la nutrition 
parentérale. 
 
5.2 Les chirurgies bariatriques 
 
En 2013, 42 815 interventions de chirurgie bariatrique ont été pratiquées en 
France (données de la CNAM), ce chiffre a triplé depuis 2006. Parmi ces 
interventions, on distingue la gastrectomie en manchon (sleeve), le bypass 
Roux-en-Y (RYGB) et une version simplifiée du Roux-en-Y, le bypass en oméga 
(OGB). La gastrectomie consiste en la résection des trois quarts de l’estomac, 
retirant le fundus et une partie du corps gastrique, elle ne touche donc pas 
directement l’intestin grêle mais modifie le contenu luminal des nutriments 
entre autre par l’accélération de la vidange gastrique et la diminution de 
l’activité sécrétoire de l’estomac. Les deux bypass en revanche modifient 
profondément le tractus gastro-intestinal. En plus de la création d’une petite 
poche gastrique, le duodénum et une grande partie du jéjunum sont détournés 
du circuit des aliments qui sont directement déversés dès la sortie de l’estomac 
dans une partie distale du jéjunum. Ainsi, ces chirurgies sont considérées 
comme malabsorptives et nous allons préciser comment la plasticité intestinale 
contribue à compenser ou pas cette malabsorption.  



Très rapidement après la chirurgie, la sécrétion des entérohormones est 
modifiée. L’augmentation de la sécrétion de GLP1 est  l’effet qui a suscité le 
plus d’intérêt puisque suspecté d’être à l’origine des améliorations 
métaboliques induite après les chirurgies bariatriques et ceci indépendamment 
de la perte de poids [70]. 
 
Dans les modèles de rats, une hyperplasie du jéjunum maintenu dans le circuit 
alimentaire est rapidement observé après RYGB [71–76] ou OGB [77] mais pas 
après la sleeve[76,78]. Cette hyperplasie peut augmenter les capacités 
d’absorption de l’intestin de façon non spécifique ; en accord avec cette 
hypothèse peu ou pas de malabsorption a été rapportée après RYGB. En 
revanche, l’OGB semble induire une malabsorption protéique puisqu’une 
augmentation des pertes fécales d’azote est observée dans un modèle de rat 
après chirurgie et ce malgré une augmentation importante de l’expression du 
transporteur Pept1 et des différents transporteurs d’acides aminés [77]. Le 
montage de type OGB pourrait induire un défaut de pH dans l’ensemble de 
l’anse alimentaire affectant l’activité des enzymes gastriques et pancréatiques.  
 
Une adaptation non attendue après RYGB, chez le rat comme chez l’homme, 
est l’apparition au pôle basolatéral des entérocytes du transporteur du glucose 
GLUT1 [74,76]. Ce transporteur est caractéristique des cellules intestinales 
fœtales et des cellules cancéreuses. Il est à l’origine d’un changement du 
métabolisme du glucose dans les cellules conduisant à une surconsommation 
de ce sucre [74]. Cette consommation pourrait contribuer à la diminution de la 
glycémie observée après chirurgie bariatrique.  
La modulation de l’expression des transporteurs des sucres SGLT1, GLUT2 et 
GLUT5 après RYGB est controversée [72,74,76,79,80]. Les différences 
observées dans les différents modèles pourraient être dues aux différents 
temps d’analyse après la chirurgie puisqu’une augmentation de l’expression de 
ces transporteurs est observée aux temps longs mais pas aux temps courts 
après la chirurgie dans le même modèle murin [76]. Une compensation à long 
terme de la malabsorption induite par le montage pourrait être une explication 
à ces variations. 
De plus l’expression d’un transporteur n’est pas toujours le reflet du transport 
trans-épithélial des sucres. Dans un modèle de rat RYGB et malgré l’hyperplasie 
intestinale et l’augmentation de l’activité de SGLT1, le passage du glucose de la 
lumière intestinale vers le sang n’est pas augmenté car la majorité du glucose 
est retenue et consommée dans le tissu intestinal lui-même. En accord avec ces 
résultats, il également été montré dans un modèle porcin une faible entrée des 
sucres par l’anse alimentaire après RYGB, les auteurs expliquent ce phénomène 



par l’absence de sels biliaires et donc d’activité de SGLT1 [81]. En revanche, 
dans ce modèle, le devenir du sucre qui n’est pas passé dans le sang n’a pas été 
évalué et il n’est pas possible de distinguer s’il est excrété dans les fèces ou 
consommé par l’anse alimentaire. Chez l’homme, des analyses de PET-CT 
suggèrent que le glucose sanguin s’accumule également dans le segment 
intestinal remodelé [76]. 
 
Après la sleeve, il n’y a pas d’hyperplasie du jéjunum, ni d’expression de GLUT1, 
ni d’augmentation de la consommation de glucose par le tissu intestinal 
[76,78]. En revanche letransport transépithélial du glucose de la lumière 
intestinale vers le sang mesuré ex vivo dans le jéjunum de rats opérés est 
diminué, alors que l’expression des ARNm codant les transporteurs des sucres 
n’est pas modifiée. Les modifications moléculaires à l’origine de cette réduction 
restent à être caractérisées,  les localisations apicales de SGLT1 et GLUT2 en 
particulier. 
 
Après RYGB, une augmentation du nombre total de cellules exprimant le GIP ou 
GLP1 a souvent été rapportée ; cette augmentation serait avant tout une 
conséquence de l’hyperplasie de l’anse alimentaire puisque la densité des 
cellules n’est pas augmentée [73,76,82,83]. L’analyse des cellules 
entéroendocrines après OGB est en cours, nous supposons que l’hyperplasie 
sera également à l’origine d’une augmentation du nombre de cellules secrétant 
GLP1 et GIP contribuant à l’augmentation de leur sécrétion. 
La distribution des cellules entéroendocrines après sleeve a été peu étudiée et 
les résultats sont controversés puisqu’une augmentation de la densité des 
cellules exprimant le GLP1 ou le GIP  a été rapportée dans un modèle murin 
[76] mais pas dans un autre [78].  
 
Pour résumer, la plasticité des cellules absorptives et endocrines est 
probablement un facteur essentiel de l’efficacité des chirurgies bariatriques. En 
particulier, la cinétique des modifications rapportée dans les modèles murins 
permet de comprendre la rapidité des effets observés chez les sujets opérés.  
 
6. Conclusion 
 
L’alimentation et l’état métabolique jouent sur la plasticité des cellules 
intestinales absorptives ou endocrines. Les mécanismes à l’origine de cette 
plasticité sont encore peu connus, mais les applications thérapeutiques 
potentielles sont immenses. Dans le futur, on pourrait imaginer stimuler 
l’adaptation intestinale pour rapidement sevrer les patients de la nutrition 



parentérale dans le cas d’insuffisance intestinale et réciproquement on 
pourrait imaginer moduler la plasticité des cellules intestinales sans avoir 
recours à la chirurgie bariatrique pour améliorer les conditions des patients 
obèses diabétiques. Mais avant d’envisager des applications chez l’homme, il 
nous faudra, à l’aide de modèles animaux et des modèles de différenciation in 
vitro de cellules souches intestinales, préciser les signaux et les voies de 
signalisation impliqués dans ces plasticités. 
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