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Résumé 

 

 

 La période des 1000 premiers jours de vie constitue une fenêtre de sensibilité au 

cours de laquelle l’environnement peut moduler le développement du fœtus et du nourrisson, 

et conditionner la santé tout au long de la vie. Les conséquences à long terme de 

l’environnement périnatal sur le risque de maladies intestinales sont toutefois encore peu 

connues. L’objectif de ce travail était de montrer l’impact de l’environnement nutritionnel 

précoce sur la maturation intestinale et la santé intestinale à long terme. 

 Un retard de croissance postnatal (RCPN) était induit chez la souris FVB/NRj par 

augmentation de la taille des portées. Le RCPN était responsable d’un retard de maturation 

de l’intestin chez la souris au sevrage, en particulier de la barrière intestinale, caractérisé par 

une augmentation de la perméabilité intestinale, concomitante d’une désorganisation des 

protéines des jonctions serrées. Le microbiote intestinal était moins riche en espèces 

bactériennes chez la souris au sevrage en cas de RCPN et sa composition était différente, 

avec en particulier une proportion anormalement élevée de Parabacteroides spp, 

Enterococcus spp, Erysipelatoclostridium spp, Eubacterium coprostanoligenes spp, 

Staphylococcus spp, et Escherichia-Shigella spp, et une plus faible proportion d’espèces 

productrices de butyrate. L’absence de barrière intestinale efficace et la dysbiose induites 

par le RCPN, étaient associées à une altération de la réponse inflammatoire de l’intestin à 

l’âge adulte, caractérisée par une augmentation des réponses immunitaires Th1, Th17 et 

Treg et une plus grande susceptibilité à la colite chimiquement induite. 

 Ce travail démontre l’importance de l’environnement nutritionnel précoce dans la 

programmation de la santé intestinale au cours de la vie, et conforte l’hypothèse d’une 

origine développementale des maladies intestinales chroniques. 
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Abstract 

 

 

 The first thousand days of life are a critical time for the development of both the fetus 

and the infant, and can modify the risk profile for diseases in later life. However, the long-

term consequences of the perinatal environment on the susceptibility to intestinal disorders 

have not yet been assessed. The aim of the present study was to investigate the impact of 

the early nutritional environment on intestinal maturation and gut health in later life. 

 Postnatal growth restriction (PNGR) was induced in FVB/NRj mice during the suckling 

period by adjusting the litter size. PNGR delayed intestinal maturation in pups at weaning. 

PNGR was associated with a maturation delay of the intestinal barrier, characterized by an 

increased intestinal permeability and impaired tight junctions. At the same time, PNGR 

affected gut bacterial colonization. Pups with PNGR harbored a decreased bacterial 

diversity, higher Parabacteroides spp, Enterococcus spp, Erysipelatoclostridium spp, 

Eubacterium coprostanoligenes spp, Staphylococcus spp, and Escherichia-Shigella spp, and 

lower butyrate producers. The lack of an efficient intestinal barrier and the dysbiosis induced 

by PNGR were associated with an altered intestinal inflammatory response in adult mice, 

characterized by an increase of Th1, Th17 and Treg immune responses, and a higher 

susceptibility to chemically induced colitis. 

 Our data emphasize the importance of the early nutritional environment in 

programming of gut health in later life, and support the hypothesis of the developmental 

origin of chronic intestinal disorders. 
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Introduction 

 

 

 La période des 1000 premiers jours de vie, qui s’étend de la conception à la fin des 

deux premières années de vie, est une période critique du développement du fœtus et du 

nourrisson, et conditionne la santé à long terme. Elle constitue en effet une fenêtre de 

sensibilité au cours de laquelle l’environnement, nutritionnel, écologique, socio-économique, 

psycho-affectif, peut moduler le développement des fonctions biologiques, et programmer 

ainsi le risque futur de maladie chronique au cours de la vie (figure 1). Cette plasticité 

développementale est un processus adaptatif par lequel un génotype peut conduire à 

plusieurs phénotypes en fonction de l’exposition à différents facteurs environnementaux au 

cours du développement (Barker, 2007). La capacité de l’organisme à s’adapter à 

l’environnement précoce implique des modifications épigénétiques. Ces dernières, en 

régulant l’expression des gènes sans en modifier la séquence, permettent à l’individu de 

s’adapter à l’environnement précoce en modulant ses fonctions biologiques. Ces 

mécanismes d’adaptation permettent à court terme la survie de l’individu face à un 

environnement potentiellement délétère. À long terme, si la réponse adaptative programmée 

par l’environnement précoce est adaptée à l’environnement plus tard au cours de la vie, elle 

est alors bénéfique pour la santé de l’individu. À l’inverse, la réponse adaptative peut être 

inappropriée lorsque l’environnement change au cours de la vie, et peut favoriser ainsi la 

survenue de maladies (Hanson et Gluckman, 2014 ; Barouki et al., 2012 ; Simeoni et al., 

2016). La réponse adaptative peut être variable d’un individu à l’autre en fonction de son 

patrimoine génétique (polymorphisme génétique) (Heindel et Vandenberg, 2015 ; Barouki et 

al., 2012), expliquant que deux individus exposés au même facteur environnemental n’auront 

pas le même risque de maladie plus tard au cours de la vie. Les modifications épigénétiques 
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constituent des marques de l’exposition précoce et potentiellement du risque de maladie plus 

tard au cours de la vie. 

 

 Le rôle de la programmation périnatale, ou origine développementale des maladies 

chroniques, a été clairement démontré dans la survenue d’un syndrome métabolique et de 

ses complications cardiovasculaires à l’âge adulte. Les enfants nés avec un retard de 

croissance intra-utérin (RCIU) ont un risque accru d’obésité et de diabète de type 2 à l’âge 

adulte. Les modifications épigénétiques, en modulant la réponse des circuits régulant le 

métabolisme, induisent un phénotype économe chez le fœtus soumis à une malnutrition, 

permettant ainsi sa survie. En cas d’exposition à un environnement nutritionnel excessif, ou 

tout simplement normal, plus tard au cours de la vie, ce phénotype économe est responsable 

d’un risque accru de syndrome métabolique à l’âge adulte (Hales et Barker, 1992 ; Barker, 

2007 ; Vickers, 2014). 

 

 Une dysfonction de la barrière intestinale et une réponse inappropriée du système 

immunitaire sont impliquées dans la survenue de maladies inflammatoires chroniques, telles 

que l’obésité, les allergies alimentaires, les maladies inflammatoires chroniques de l’intestin 

(MICI), ou encore la maladie cœliaque (Anderson et al., 2012 ; Groschwitz et Hogan, 2009 ; 

Marchesi et al., 2016 ; West et al., 2015). Au cours de la période périnatale, l’intestin subit 

une maturation importante pour répondre aux besoins nutritionnels élevés du nouveau-né et 

former une barrière efficace contre des agents potentiellement délétères (antigènes 

alimentaires, micro-organismes et leurs toxines) (Montgomery et al., 1999 ; Colony 1983 ; 

Anderson et al., 2012). Des études épidémiologiques suggèrent que l’environnement 

périnatal pourrait moduler le risque de maladies intestinales chroniques au cours de la vie. 

Ces études ont mis en évidence un lien entre des facteurs périnataux, tels que l’allaitement, 

la naissance par césarienne, et une antibiothérapie pendant les premiers mois de vie, et un 

risque accru de MICI et/ou de maladie cœliaque plus tard au cours de la vie. Les travaux 

chez l’animal ont montré le rôle de l’environnement précoce sur le développement des 
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fonctions intestinales, sans toutefois démontrer son rôle dans la survenue de maladies 

intestinales à l’âge adulte. Des études expérimentales sont nécessaires pour prouver 

l’impact à long terme de l’environnement périnatal sur la santé intestinale. Une altération de 

la composition du microbiote intestinal et des mécanismes épigénétiques semblent être 

impliqués dans la programmation de la santé intestinale par l’environnement périnatal (voir 

annexe). 

 

 

 

Figure 1. Concept de programmation périnatale ou origine développementale des maladies. 
Adaptée de Hanson et Gluckman, 2014. 
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Stratégie de recherche 

 

 

 L’objectif général de ce travail était d’évaluer l’impact de l’environnement nutritionnel 

précoce sur la maturation intestinale et la santé intestinale à long terme. 

 

 Alors que l’intestin est quasi mature à la naissance chez l’Homme, le rongeur naît 

avec un intestin immature. Chez ce dernier, la maturation intestinale a lieu pendant la 

période postnatale précoce, essentiellement au cours de la troisième semaine de vie pour se 

terminer au moment du sevrage (Drozdowski et al., 2010 ; Montgomery et al., 1999 ; Moog, 

1979 ; Tsuboi et Castillo, 1989). Au cours de cette période, l’épithélium intestinal est soumis 

à un phénomène de redifférenciation intense au terme duquel l’épithélium fœtal devient un 

épithélium mature adulte (Moog, 1979 ; Tsuboi et Castillo, 1989). La hauteur des villosités 

diminue dans l’intestin grêle distal, conduisant à l’apparition du gradient jéjuno-iléal retrouvé 

chez l’adulte (Trahair, 1989 ; Tsuboi et Castillo, 1989). Les microvillosités formant la bordure 

en brosse des entérocytes deviennent plus régulières, plus denses et plus longues 

permettant d’accroître de façon considérable les capacités d’absorption de l’épithélium 

intestinal (Dekaney et al., 1997). De façon concomitante, on assiste à une augmentation de 

l’activité des enzymes de la bordure en brosse et à la modification de leur distribution le long 

du tube digestif avec l’apparition d’un gradient proximo-distal (Drozdowski et al., 2010 ; 

Montgomery et al., 1999 ; Moog, 1979 ; Tsuboi et Castillo, 1989). C’est également au cours 

de cette période que se met en place la fonction de barrière de l’épithélium intestinal avec 

l’augmentation de l’expression des protéines des jonctions serrées (Holmes et al., 2006), 

ainsi que la prolifération et la maturation des cellules sécrétrices de mucus (Dekaney et al., 

1997 ; Fança-Berthon et al., 2009). Bien qu’il existe des différences anatomiques et 
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physiologiques avec l’Homme, chez le rongeur, l’intestin pendant les trois premières 

semaines de vie correspond à l’intestin aux deuxième et troisième trimestres de grossesse 

chez l’Homme, faisant du rongeur un bon modèle animal pour étudier l’impact de 

l’environnement périnatal sur la maturation intestinale (Puiman et Stoll, 2008). 

 

 Pour tester l’impact de l’environnement nutritionnel périnatal sur la santé intestinale, 

nous avons choisi un modèle murin de retard de croissance postnatal (RCPN), induit par 

dénutrition pendant la période postnatale précoce en augmentant la taille des portées chez 

la souris FVB/NRj. Notre hypothèse était que le retard de croissance pendant la période 

postnatale précoce pourrait altérer le développement des fonctions intestinales chez la 

souris, ainsi que la colonisation bactérienne de l’intestin, et augmenter ainsi la susceptibilité 

aux colites inflammatoires à l’âge adulte. 

 

Les objectifs étaient d’étudier : 

1. Les conséquences du RCPN sur la maturation intestinale chez la souris au sevrage. 

2. Les effets à long terme du RCPN sur les fonctions intestinales de la souris adulte et 

la susceptibilité à une colite chimiquement induite. 

3. L’influence du RCPN sur l’implantation du microbiote intestinal chez la souris au 

sevrage, et à long terme sur la diversité et la composition du microbiote de la souris adulte. 

 

Compte-tenu de la faible sensibilité des femelles à une colite chimiquement induite 

(Bábíčková et al., 2015), seuls les mâles étaient étudiés dans ce travail. 
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Matériels et méthode 

 

 

1. Animaux 

 Les expérimentations animales étaient réalisées selon les recommandations 

françaises et européennes relatives à l’utilisation et aux soins des animaux utilisés à des fins 

scientifiques, et étaient approuvées par le Comité d’éthique en expérimentation animale de 

la région Nord-Pas-de-Calais (numéro d’autorisation: 01564.01). Des souris FVB/NRj 

(Janvier Labs, Le Genest-Saint-Isle, France), âgées de huit semaines, étaient hébergées 

dans une animalerie exempt d'organismes pathogènes spécifiques. Après huit jours 

d’acclimatation, les femelles étaient mises à mâles pendant huit jours. Pendant la gestation 

et la lactation, les femelles recevaient une alimentation standard à base de graines (RM3, 

Special Diet Services, France). Le RCPN était induit pendant la période postnatale précoce 

par modification de la taille des portées. Après mise à bas, la production de lait par les mères 

était normalisée du premier au quatrième jour de vie en homogénéisant le nombre de petits 

par portées à huit et par exclusion des portées extrêmes (moins de six souriceaux ou plus de 

11 souriceaux). De grandes portées (GP) comprenant 15 souriceaux étaient formées au jour 

postnatal 4 (PN4) par échange des petits entre les mères, pour induire un retard de 

croissance. Des portées contrôles (PC) fixées à huit petits servaient de référence. Chaque 

souriceau était attribué à une nouvelle mère au moment de l'échange des petits, de façon à 

ce que le stress lié au changement de mère soit identique pour tous les animaux. Les PC et 

les GP étaient laissées en l’état jusqu’au sevrage réalisé au jour postnatal 21 (PN21). À 

partir du sevrage, les animaux recevaient une alimentation standard ad libitum (figure 2A). 
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2. Croissance et composition corporelle 

 Les souriceaux étaient pesés tous les deux jours de PN4 à PN21, puis une fois par 

semaine à partir du sevrage jusqu’à l’âge adulte, fixé au jour postnatal 60 (PN60). La 

composition corporelle des mâles issus des PC et des GP était comparée à PN60 par CT-

Scan (LaTheta 100 X-ray Computed Tomography scanner) permettant de quantifier la 

masse grasse totale, la masse grasse sous-cutanée, la masse grasse viscérale, ainsi que la 

masse maigre. 

 

3. Prélèvement et fixation des tissus 

 Les mâles étaient sacrifiés à PN21 ou PN60 par dislocation cervicale. L’iléon distal et 

le côlon descendant étaient immédiatement prélevés. Les tissus étaient immédiatement fixés 

par immersion dans du paraformaldéhyde 4% (USB, 19943) pendant 18h puis inclus en 

paraffine pour les analyses histologiques et immunohistochimiques, ou immédiatement 

immergées dans de l’azote liquide puis conservées à -80°C. Pour le dosage de l’activité des 

enzymes digestives, les biopsies d’iléon étaient ouvertes longitudinalement puis rincées avec 

une solution saline à +4°C (154 mM NaCl, 0,1 mM PMSF, pH 7,4). La muqueuse iléale était 

ensuite collectée en grattant la surface luminale du prélèvement, puis immergée dans de 

l’azote liquide et conservée à -80°C. Les fèces étaient fraîchement collectées puis congelées 

dans de l’azote liquide et conservées à -80°C. 

 

4. Analyse histologique 

 Des coupes de 6 µm d’iléon et de côlon inclus en paraffine étaient colorées avec de 

l’hématoxyline et de l’éosine (HE) ou de l’acide périodique Schiff et du bleu alcian (AB-PAS). 

L'épaisseur de la muqueuse colique, la profondeur des cryptes et la hauteur des villosités 

iléales étaient mesurées sur dix champs par coupe bien orientés et choisis de manière 

aléatoire. Le nombre de cellules en gobelet était déterminé comme le nombre de cellules 

PAS positives sur dix cryptes et dix villosités par coupe, bien orientées et choisies de 
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manière aléatoire. Les mesures étaient répétées sur trois coupes par biopsie d’iléon et de 

côlon. L’analyse histologique était réalisée en aveugle de la portée d’origine. 

 

5. Immunohistochimie 

 Des coupes de 6 µm de tissus inclus en paraffine étaient déparaffinées dans du 

xylène, puis réhydratées par des bains successifs d'éthanol de concentration décroissante. 

Les sites de liaison non spécifiques étaient saturés en incubant les coupes avec de la 

sérum-albumine bovine (BSA) 1 % (Sigma-Aldrich, A4503) pendant 45 minutes à 

température ambiante. Les coupes étaient ensuite incubées avec différents anticorps 

primaires dilués dans la BSA 1 % pendant une nuit à +4°C : anticorps polyclonal anti-

claudine 7 (1:150 ; Invitrogen, 34-9100) ; anticorps polyclonal anti-occludine (1:200 ; 

Novusbio, NBP1-87402) ; anticorps polyclonal anti-phosphatase alcaline intestinale (IAP) 

(1:500 ; Abcam, ab7322) ; anticorps polyclonal anti-dipeptidyl peptidase IV (DPPIV) (1:500 ; 

donné par A. Hubbard, Baltimore, USA). Pour le marquage de la claudine 7, de l’occludine et 

de la DPPIV, un démasquage des antigènes par la chaleur était préalablement réalisé par 

immersion des coupes pendant 20 minutes dans du tampon citrate (10 mM sodium citrate, 

Tween 20 0,05 %, pH 6,0) à 100°C, puis à température ambiante pendant 20 minutes. Après 

trois lavages dans du PBS, les coupes étaient incubées avec un anticorps secondaire couplé 

au FITC (1:150 ; Jackson ImmunoResearch, 111-096-046), dilué dans la BSA 1 %, pendant 

deux heures, à l’abri de la lumière, à température ambiante. La lectine UEA1 (Ulex 

europaeus agglutinin 1), qui reconnaît le fucose α-1,2-galactose, et la lectine MAA (Maackia 

amurensis agglutinin), qui reconnaît l’acide sialique α-2,3-galactose, étaient utilisées à la 

concentration de 25 µg/mL (EY Laboratories, Biovalley, Marne La Vallée, France). Les 

lectines UEA1 et MAA étaient respectivement conjuguées au FITC et au TRITC. Les coupes 

étaient incubées avec du Hoescht 33258 (1:1000 ; Molecular probes, H3569) pour marquer 

les noyaux cellulaires, puis montées entre lame et lamelle à l’aide d’un milieu de montage 

(Mowiol). Les images étaient obtenues à l’aide d’un microscope à fluorescence (Leica TCS 

LCSM, Leica Microsystems, InC., Exton, PA) et travaillées de façon identique à l’aide du 
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logiciel Gimp 2.8. L’intensité de la fluorescence était quantifiée en aveugle de la portée 

d’origine, à l’aide du logiciel Image J 1.48 sur trois coupes par biopsie d’iléon et de côlon et 

sur dix champs bien orientés et choisis de manière aléatoire pour chaque coupe. 

 

6. Mesure in vivo de la perméabilité intestinale 

 La perméabilité paracellulaire de l’épithélium intestinal était mesurée in vivo après 

gavage des animaux à PN21 ou PN60 à l’aide d’une sonde gastrique par une solution de 

dextran - FITC 4 KDa (440 mg/Kg de masse corporelle ; Sigma-Aldrich, FD4). Quatre heures 

après le gavage, le sang était prélevé par voie intracardiaque, et le sérum état isolé par 

centrifugation à 1000 X g pendant 10 minutes. La concentration sérique de FITC était 

calculée en fonction de la fluorescence mesurée à 485 nm grâce au lecteur de microplaques 

FLUOstar Omega (BMG Labtech, Ortenberg, Germany). 

 

7. Activité des enzymes digestives 

 La bordure en brosse était purifiée par précipitation en présence de magnésium et 

centrifugations répétées selon une méthode précédemment décrite (Fan et al., 1999). La 

muqueuse iléale était broyée à l’aide d’un homogénéisateur dans 1000 µL de tampon 

d’homogénéisation à +4°C (D-Mannitol 50 mM, PMSF 0,1 mM, pH 7,4 ajusté avec du 

tampon HEPES 0,5 M), puis centrifugée à 2000 X g pendant 15 minutes à +4ºC. Le 

surnageant était incubé avec 100 µL de tampon MgCl2 à la concentration finale de 10 mM 

pendant 15 minutes, puis centrifugé à 2400 X g pendant 15 minutes à +4°C. La couche 

supérieure de mousse était jetée et le surnageant était à nouveau centrifugé à 19 000 X g 

pendant 30 minutes à +4°C. Après avoir jeté le surnageant, le culot de bordure en brosse 

était re-suspendu dans 500 µL de tampon D-Mannitol 300 mM, pH 7,4 ajusté avec du 

tampon HEPES 0,5 M, et centrifugé à 30 000 X g pendant 30 minutes. Le surnageant était 

jeté et le culot de bordure en brosse était à nouveau re-suspendu dans 500 µL de tampon D-

Mannitol. La quantité de protéines présente dans l’échantillon de bordure en brosse purifiée 

était dosée à l’aide du kit Pierce BCA Protein Assay (Biotechnology, 23227). Le dosage de 
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l’activité de IAP était réalisé dans un volume final de 1000 µL contenant l’échantillon de 

bordure en brosse purifiée (10 µg de protéines), 1 mM de 4-nitrophenyl phosphate (Sigma-

Aldrich, 73737), 2 mM de potassium fluoride et 4 mM de MgCl2, pH 10,5. L’incubation était 

réalisée à 37°C pendant 10 minutes. La réaction enzymatique était stoppée en ajoutant 1 mL 

de NaOH 0,5M. Le produit final de la réaction, le p-nitrophenol, était mesuré à 400 nm grâce 

au lecteur de microplaques FLUOstar Omega (BMG Labtech, Ortenberg, Germany). Le 

dosage de l’activité de DPPIV était réalisé dans un volume final de 200 µL contenant 

l’échantillon de bordure en brosse purifiée (20 µg de protéines), 1 mM de Gly-Pro p-

nitroanilide (Sigma-Aldrich, G2901), et 50 mM de Tris-HCl, pH 8,0. L’incubation était réalisée 

à 37°C pendant 30 minutes. La réaction enzymatique était stoppée en ajoutant 800 µL de 

sodium acétate 1M, pH 4,5. Le produit final de la réaction, la 4-nitroaniline, était mesuré à 

405 nm grâce au lecteur de microplaques FLUOstar Omega (BMG Labtech, Ortenberg, 

Germany). L’activité enzymatique était exprimée en UI/mg de protéines, une unité 

internationale (UI) correspondant à la quantité d’enzyme hydrolysant 1 µmol de substrat par 

minute à 37°C. 

 

8. Colite chronique chimiquement induite 

 Une colite chronique était chimiquement induite chez les souris adultes (PN60) par 

administration de DSS (dextran sodium sulfate) 3 % (TdB Consultancy AB, DB001) via l’eau 

de boisson pendant trois cycles de cinq jours entrecoupés d’un intervalle libre de sept jours 

entre chaque cycle. Les animaux étaient pesés tous les deux jours, et sacrifiés au terme des 

trois cycles. Les lésions histologiques du côlon étaient évaluées selon le score de Dieleman 

et al. (Dieleman et al., 1998) en aveugle du groupe de traitement (tableau 1). L’activité de la 

myéloperoxydase (MPO), ainsi que l’expression des cytokines, étaient quantifiées sur des 

biopsies coliques conservées à -80°C. 
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Tableau 1. Score de sévérité de la colite chimiquement induite selon Dieleman et al. (Dieleman et 
al., 1998) 

 
Item Score Description 

Inflammation 0 Aucune 
 1 Légère 
 2 Modérée 
 3 Sévère 

Extension 0 Aucune 
 1 Muqueuse 
 2 Muqueuse et sous-muqueuse 
 3 Transmurale 

Régénération 4 Aucune 
 3 Régénération partielle de l’épithélium 
 2 Régénération complète de l’épithélium mais déplétion des cryptes 
 1 Quasi complète 
 0 Complète 

Lésions des cryptes 0 Aucune 
 1 1/3 basal 
 2 2/3 des cryptes 
 3 Conservation de l’épithélium uniquement 
 4 Lésions des cryptes et de l’épithélium 

Surface atteinte 1 1-25 % 
 2 26-50 % 
 3 51-75 % 
 4 76-100 % 

 

 

9. Activité de la myéloperoxydase 

 L’activité de la MPO était mesurée dans le côlon selon une méthode adaptée de Han 

et al. (Han et al., 2006). Les biopsies coliques étaient broyées dans 1 mL de tampon 

phosphate (50 mM KH2PO4, pH 6,0), puis centrifugées à 8500 X g pendant 15 minutes à 

+4°C. Le surnageant était jeté et le culot était incubé dans 1 mL de tampon phosphate (50 

mM KH2PO4, 0,5 % HTAB, pH 6,0) pendant 15 minutes à +4°C, puis centrifugé à 8500 X g 

pendant 15 minutes à +4°C. Cent µL du surnageant était incubé avec 1 mL du réactif de la 

MPO (50 mM KH2PO4 pH 6,0, H2O2 0,0005 %, O-diani 0,167 mg/mL (Sigma D3252)) 

pendant 5 minutes à température ambiante. La réaction était stoppée en ajoutant 50 µL 

d'azide 2 %. Une courbe d’étalonnage était préparée à partir de MPO de leucocytes humains 

(Sigma, M6908) à une concentration allant de 0 à 0,33 U/100 µL. Le produit final de la 
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réaction était mesuré à 450 nm grâce au lecteur de microplaques FLUOstar Omega (BMG 

Labtech, Ortenberg, Germany). L’activité de la MPO était exprimée en UI/mg de protéines, 

une unité internationale (UI) correspondant à la quantité de MPO hydrolysant 1 µmol de 

peroxyde d’hydrogène par minute à 25°C. 

 

10. Expression des cytokines 

 Les biopsies d’iléon et de côlon étaient broyés dans 700 µL de tampon de lyse 

(Dithiotreitol 0,1 M, NP40 0,01 %, Complete mini EDTA-free (Roche, 11836170001)), puis 

centrifugés à 1000 X g pendant 10 minutes. La concentration d’IL-1β (eBioscience, 88-7013-

88), TNF-α (eBioscience, 88-7324-88), IL-17A (eBioscience, 88-7371-88), IL-6 (eBioscience, 

88-7064-88), IFN-γ (eBioscience, 88-7314-88), et IL-10 (eBioscience, 88-7105-88) étaient 

mesurées dans le surnageant par la méthode ELISA selon les conditions recommandées par 

le fournisseur. 

 

11. Séquençage du microbiote intestinal 

 L’ADN bactérien était isolé à partir des fèces à l’aide du kit QIAmp DNA Stool Mini 

Kit® (QIAGEN, 51504) selon les conditions recommandées par le fournisseur. Deux étapes 

supplémentaires d’agitation étaient réalisées. Deux cents mg de fèces étaient agités pendant 

30 secondes à trois reprises (FastPrep®-24 instrument, programme 5,5) en présence de 300 

mg de microbilles de 0,1 mm de diamètre (ITS, 11079101) et de 1,4 mL de tampon de lyse 

(tampon ASL). La seconde étape d’agitation était réalisée après ajout de la tablette InhibitEx, 

pendant 30 secondes à trois reprises (FastPrep®-24 instrument, programme 5,5) pour 

homogénéiser l’échantillon. Après chaque étape d’agitation, l’échantillon était refroidi 

pendant 5 minutes sur de la glace. La pureté de l’ADN extrait était contrôlée à l’aide du 

spectrophotomètre NanoDrop™ (Thermo Fisher Scientific Inc.). La qualité et la concentration 

d’ADN étaient mesurées à l’aide du kit Qubit® dsDNA BR Assay kit (Life technologies, 

Q32850). L’ADN bactérien extrait était conservé à -20°C. 
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Les régions V3-V5 du gène bactérien codant l’ARN ribosomal (ARNr) 16S étaient amplifiées 

à l’aide des amorces Bact-0341F (5’-CCTACGGGNGGCWGCAG-3’) et Bact-0785R (5’-

GACTACHVGGGTATCTAATCC-3’) (Klindworth et al., 2012). Les amplicons étaient ensuite 

séquencés à l’aide du séquenceur à haut débit Illumina MiSeq comme décrit précédemment 

(Caporaso et al., 2012). Le séquençage était réalisé par la société Lifesequencing S.L., 

Valence, Espagne. Les données du séquençage étaient analysées à l’aide du logiciel de 

bioinformatique QIIME (Quantitative Insights Into Microbial Ecology, v.1.9.0) (Caporaso et 

al., 2010) en collaboration avec le Département de Biologie intestinale et de Microbiologie du 

groupe Danone Nutricia Research. Les critères de qualité des séquences étaient les 

suivants : (i) une longueur entre 200 et 1000 bases ; (ii) un score de qualité moyen >15 sur 

une fenêtre de cinq nucléotides ; (iii) l’absence de bases ambiguës. Les séquences retenues 

étaient groupées en unités taxonomiques opérationnelles (OTU) à l’aide de l’algorithme 

USEARCH sur la base d’une homologie de séquence de 97 % (Edgar, 2010). Un genre 

bactérien était assigné à chaque OTU en comparant la séquence la plus représentative de 

chaque OTU (c’est à dire la plus abondante) à la base de données SILVA ribosomal RNA 

(version 1.1.9) (Pruesse et al., 2007). Les séquences chimères étaient exclues à l’aide de 

l’outil de détection ChimeraSlayer du logiciel QIIME (Haas et al., 2011). 

Le degré de (dis)similitude entre les échantillons était évalué selon la distance 

phylogénétique entre chaque échantillon par la méthode Unifrac pondérée permettant de 

calculer la diversité beta (Lozupone et al., 2006 ; Lozupone et Knight, 2005). La courbe de 

raréfaction réalisée pour chaque OTU à l’aide du logiciel QIIME permettait de déterminer un 

nombre de lectures identique pour chaque échantillon à partir duquel la diversité alpha 

pouvait être calculée selon l’indice Chao1. L’abondance relative de chaque OTU (exprimée 

en proportion où 1 = 100 %) était comparée entre les groupes de l’étude à l’aide du test de 

Wilcoxon-Mann-Whitney. Le taux de faux positifs était estimé en calculant la valeur de q à 

partir des valeurs de p pour chaque comparaison (Storey, 2002). Une valeur de p < 0,05 et 

une valeur de q < 0,05 étaient considérées comme significatives. 
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12. Analyse statistique 

 Les variables sont exprimées par la médiane et l’intervalle interquartile. L’analyse 

statistique était réalisée à l’aide du logiciel GraphPad Prism 7.0 (GraphPad Software, Inc). 

Le test non paramétrique de Wilcoxon-Mann-Whitney était utilisé pour comparer les 

variables non appariées. La comparaison entre les groupes ayant reçu du DSS et ceux n’en 

n’ayant pas reçu était effectuée à l’aide du test de Kruskall-Wallis, suivie du test de 

Wilcoxon-Mann-Whitney. La masse corporelle des animaux des PC et des GP était 

comparée à l’aide du test de Wilcoxon-Mann-Whitney à partir des moyennes de la masse 

corporelle de tous les mâles d’une même portée. Une valeur de p < 0,05 était considérée 

comme significative. 
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Résultats 

 

 

1. Croissance et composition corporelle à l’âge adulte 

 Les souriceaux mâles issus des GP présentaient une masse corporelle inférieure à 

celle des PC dès le sixième jour de vie et pendant toute la période postnatale précoce 

(médiane (Q1-Q3) : 3,3 g (3,1-3,5) vs 4,0 g (3,7-4,0), p = 0,004 à PN6 ; 5,7 g (5,3-6,2) vs 9,4 

g (9,1-9,5), p = 0,001 à PN20) (figure 2B). Nous avons vérifié que la masse corporelle des 

GP était inférieure au 10ème percentile de la distribution de la masse corporelle des PC. 

Après le sevrage, les animaux avec RCPN présentaient une croissance de rattrapage (gain 

de masse corporelle de PN23 à PN60 : +217 % (177-246) vs +101 % (89-106), p = 0,001) 

leur permettant d’atteindre une masse corporelle normale à l’âge adulte (figure 2C). 

À masse corporelle égale à PN60, les mâles avec RCPN présentaient une masse grasse 

inférieure, aussi bien totale (3,6 % (2,4-4,8) vs 7,1 % (5,4-7,9), p = 0,0003), sous-cutanée 

(2,4 % (1,6-2,9) vs 3,9 % (3,1-4,1), p = 0,0008) que viscérale (1,4 % (0,9-1,9) vs 3,4 % (2,3-

3,7), p = 0,0004), ainsi qu’une masse maigre augmentée (54,8 % (52,9-55,9) vs 52,6 % 

(50,5-53,8), p=0,016) (figure 2D). 

 

2. Le RCPN retarde la maturation de l’intestin 

 L’impact du RCPN sur la morphogénèse de l’intestin et la maturation des fonctions 

intestinales était étudié chez la souris au sevrage (PN21) au niveau de l’iléon et du côlon. 
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Figure 2. Le retard de croissance postnatal modifie la composition corporelle à long terme 
(A) Diagramme shématisant la procédure expérimentale du modèle de retard de croissance postnatal. 
(B) Courbes de croissance des portées contrôles (PC) et des grandes portées (GP) (n = 6 GP et 7 
PC). (C) Gain de masse corporelle de PN23 à PN60 (n = 6 GP et 7 PC). (D) Analyse par CT-Scan de 
la composition corporelle à l’âge adulte (n = 10-12 par groupe, provenant d’au moins trois portées). 
*p<0,05 ; **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard de croissance 
postnatal ; PC, portées contrôles ; GP, grandes portées. 
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2.1. Le RCPN altère la morphogénèse de l’iléon et du côlon 

 L’iléon des souriceaux avec RCPN était caractérisé par la persistance de la 

vacuolisation postnatale des entérocytes villositaires, disparaissant normalement au cours 

de la troisième semaine de vie chez le rongeur (figure 3A). La profondeur des cryptes iléales 

était diminuée chez les souriceaux avec RCPN (40,9 µm (37,0-46,2) vs 53,9 µm (46,5-61,3), 

p = 0,0005) (figures 3A et 3B). La hauteur des villosités iléales n’était pas différente entre les 

deux groupes (168,4 µm (139,9-180,1) vs 145,0 µm (136,2-154,5), p = 0,08) (figures 3A et 

3C). 

Dans le côlon, la muqueuse était plus fine en cas de RCPN (176,2 µm (167,5-190,6) vs 

197,6 µm (186,4-206,2), p = 0,004) (figures 3D et 3E) et la profondeur des cryptes était 

diminuée (162,2 µm (156,2-178,1) vs 179,0 µm (169,4-187,4), p = 0,04) (figures 3D et 3F). 

Le nombre de cellules sécrétrices de mucus était diminué dans les cryptes coliques (15,5 

(12,9-16,2) vs 17,1 (16,4-18,4), p = 0,004) (figure 3G). 

 

2.2. Le RCPN diminue l’expression des enzymes digestives à la bordure en 

brosse au sevrage 

 L’expression de DPPIV (figures 4A et 4B) et de IAP (figures 4D et 4E) était diminuée 

au niveau de la bordure en brosse de l’iléon des souriceaux avec RCPN (p = 0,0003 ; p 

<0,0001, respectivement). La DPPIV était exprimée dans le cytoplasme des entérocytes 

vacuolisés villositaires (figure 4A). 

L’activité de DPPIV dans l’iléon n’était pas différente entre les deux groupes (1458 UI/g 

(1189-1952) vs 1581 UI/g (1217-1932), p = 0,95) (figure 4C). L’activité de IAP dans l’iléon 

était augmentée chez les souriceaux avec RCPN (128,7 UI/mg (91,4-161,8) vs 49,5 UI/mg 

(33,0-120,9), p = 0,04) (figure 4F). 
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Figure 3. Le retard de croissance postnatal altère la morphogénèse de l’iléon et du côlon 
(A) Coloration hématoxyline-éosine de coupes d’iléon montrant la présence d’entérocytes vacuolisés 
chez les souriceaux avec retard de croissance postnatal. (B) Profondeur des cryptes dans l’iléon (n = 
11-12 par groupe, provenant de quatre portées). (C) Hauteur des villosités dans l’iléon (n = 11-12 par 
groupe, provenant de quatre portées). (D) Coloration hématoxyline-éosine de coupes de côlon. (E) 
Épaisseur de la muqueuse colique (n = 11-12 par groupe, provenant de quatre portées). (F) 
Profondeur des cryptes dans le côlon (n = 11-12 par groupe, provenant de quatre portées). (G) 
Nombre de cellules sécrétrices de mucus dans le côlon (n = 11-12 par groupe, provenant de quatre 
portées) *p<0,05 ; **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard de 
croissance postnatal ; Lu, lumière digestive. 
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Figure 4. Le retard de croissance postnatal diminue l’expression des enzymes digestives à la 
bordure en brosse au sevrage 
(A) Immunomarquage de la dipeptidyl-peptidase IV (DDPIV) dans l’iléon. (B) Comparaison de 
l’intensité de l’immunomarquage de DPPIV dans l’iléon (n = 8-11 par groupe, provenant de quatre 
portées). (C) Activité de DPPIV dans l’iléon (n = 11 par groupe, provenant de quatre portées). (D) 
Immunomarquage de la phosphatase alcaline intestinale (IAP) dans l’iléon. (E) Comparaison de 
l’intensité de l’immunomarquage de IAP dans l’iléon (n = 9-11 par groupe, provenant de quatre 
portées). (F) Activité de IAP dans l’iléon (n = 11 par groupe, provenant de quatre portées). *p<0,05 ; 
***p<0,001. DPPIV, dipeptidyl-peptidase IV ; IAP, phosphatase alcaline intestinale ; CTRL, groupe 
contrôle ; RCPN, groupe avec retard de croissance postnatal ; Lu, lumière digestive. 
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2.3. Le RCPN altère le profil de glycosylation de l’épithélium intestinal au 

sevrage 

 L’expression des glycoconjugués sialylés, mesurée par immunomarquage par la 

lectine MAA était diminuée chez les souriceaux avec RCPN dans l’iléon et le côlon (p = 

0,0005 ; p <0,0001 respectivement) (figure 5A). L’expression des glycoconjugués fucosylés, 

mesurée par immunomarquage par la lectine UEA1, n’était pas différente entre les deux 

groupes dans l’iléon et le côlon (figure 5B). 

 

2.4. Le RCPN altère la barrière intestinale au sevrage 

 Le RCPN était associé à une désorganisation de l’expression des protéines des 

jonctions serrées chez la souris au sevrage. La claudine 7 était exprimée normalement au 

niveau des cryptes iléales, mais prenait un aspect déformé en épingle à cheveux au niveau 

de l’épithélium villositaire (figure 6A). L’occludine, normalement présente le long de l’axe 

crypto-villositaire dans l’iléon mature, était exprimée uniquement au niveau des cryptes dans 

le groupe RCPN (figure 6B). Dans le côlon, l’expression de la claudine 7 n’était pas 

différente entre les deux groupes (figure 6A). L’occludine était moins exprimée dans le côlon 

des souriceaux avec RCPN (figure 6B). 

Cette expression anormale des protéines des jonctions serrées était associée à une 

augmentation de la perméabilité intestinale paracellulaire, mesurée in vivo quatre heures 

après le gavage des souriceaux avec du dextran 4KDa-FITC (dextran-FITC sérique : 14,6 

µg/ml (3,9-31,3) vs 0,9 µg/ml (0,8-1,2), p <0,0001) (figure 6C). 

  



	 39	

 

Figure 5. Le retard de croissance postnatal altère le profil de glycosylation de l’épithélium 
intestinal au sevrage 
(A) Marquage des glycanes sialylés par la lectine MAA dans l’iléon et le côlon et comparaison de 
l’intensité du marquage (n = 10-11 par groupe, provenant de quatre portées). (B) Marquage des 
glycanes fucosylés par la lectine UEA1 dans l’iléon et le côlon et comparaison de l’intensité du 
marquage (n = 10-11 par groupe, provenant de quatre portées). ***p<0,001. MAA, Maackia amurensis 
agglutinin ; UEA1, Ulex europaeus agglutinin 1 ; CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard 
de croissance postnatal ; Lu, lumière digestive. 
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Figure 6. Le retard de croissance postnatal altère la barrière intestinale au sevrage 
(A) Immunomarquage de la claudine 7 dans l’iléon et le côlon (n = 9-11 par groupe, provenant de 
quatre portées). (B) Immunomarquage de l’occludine dans l’iléon et le côlon (n = 8-11 par groupe, 
provenant de quatre portées) et comparaison de l’intensité de l’immunomarquage. (C) Concentration 
de dextran-FITC 4KDa dans le sérum mesurée quatre heures après le gavage des souriceaux avec 
une solution de dextran - FITC à la concentration de 88 mg/mL (n = 8-12 par groupe, provenant de 
quatre portées). **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard de 
croissance postnatal ; Lu, lumière digestive. 
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2.5. Le RCPN est responsable d’une augmentation de l’expression des 

cytokines pro-inflammatoires dans le côlon au sevrage 

 L’expression des cytokines pro-inflammatoires était augmentée dans le côlon des 

souriceaux avec RCPN : TNF-α (104,8 pg/mL/mg protéines (89,3-329,5) vs 0,0 pg/mL/mg 

protéines (0,0-0,95), p <0,0001) (figure 7H), IL-1β (58,6 pg/mL/mg protéines (38,5-134,5) vs 

35,7 pg/mL/mg protéines (32,8-47,5), p = 0,01) (figure 7I) et IL-6 (11,0 pg/mL/mg protéines 

(7,8-35,8) vs 5,0 pg/mL/mg protéines (3,6-6,8), p = 0,003) (figure 7J). L’expression des 

cytokines associées à la réponse immunitaire Th17 (IL-17) (figure 7L) et Treg (IL-10) (figure 

7K) n’était pas différente entre les deux groupes. Dans l’iléon, seule l’expression de la 

cytokine pro-inflammatoire TNF-α était augmentée dans le groupe RCPN (39,0 pg/mL/mg 

protéines (34,1-83,5) vs 3,5 pg/mL/mg protéines (0,0-6,1), p <0,0001) (figure 7B). 
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Figure 7. Le retard de croissance postnatal est responsable d’une augmentation de 
l’expression des cytokines pro-inflammatoires dans le côlon au sevrage 
(A-F) Expression des cytokines dans l’iléon mesurée par ELISA (n = 9-15 par groupe, provenant d’au 
moins quatre portées). (G-L) Expression des cytokines dans le côlon mesurée par ELISA (n = 9-15 
par groupe, provenant d’au moins quatre portées). *p<0,05 ; **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, groupe 
contrôle ; RCPN, groupe avec retard de croissance postnatal. 
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3. Impact à long terme du RCPN sur la santé intestinale 

 L’impact du RCPN sur la structure, les fonctions de digestion et de barrière de 

l’intestin, et sur la susceptibilité à une colite chimiquement induite, était étudié chez la souris 

adulte (PN60). 

 

3.1. Le RCPN modifie à long terme la structure de l’iléon et du côlon 

 À l’âge adulte, les cryptes dans l’iléon étaient plus profondes chez les animaux avec 

RCPN (98,0 µm (93,5-102,7) vs 83,4 µm (79,4-91,1), p = 0,002) (figures 8A et 8B). Les 

villosités iléales était plus hautes (186,3 µm (177,1-191,5) vs 166,8 µm (141,0-172,3), p = 

0,001) (figures 8A et 8C). L’épaisseur de la muqueuse colique était augmentée chez les 

souris adultes avec RCPN (194,6 µm (188,6-203,6) vs 179,0 µm (170,7-187,3), p = 0,002) 

(figures 8D et 8E). Les cryptes coliques étaient plus profondes (164,9 µm (158,7-175,2) vs 

149,3 µm (137,8-160,6), p = 0,0005) (figures 8D et 8F). Le nombre de cellules en gobelet 

n’était pas différent dans l’iléon ni dans le côlon entre les deux groupes. 

 

3.2. Le RCPN modifie à long terme l’activité des enzymes digestives de la 

bordure en brosse 

 L’expression de DPPIV (figures 9A et 9B) et de IAP (figure 9D et 9E) à la bordure en 

brosse dans l’iléon n’était pas différente entre les deux groupes à l’âge adulte. 

Par contre, l’activité de DPPIV était diminuée dans l’iléon des animaux avec RCPN (1184 

UI/g (1120-1337) vs 1690 UI/g (1411-1925), p = 0,003) (figure 9C), de même que l’activité de 

IAP (23,8 UI/mg (20,8-25,5) vs 33,0 UI/mg (24,9-43,0), p = 0,02) (figure 9F). 

 

3.3. Le RCPN modifie à long terme le profil de glycosylation de l’épithélium 

intestinal 

 L’expression des glycoconjugués sialylés, mesurée par immunomarquage par la 

lectine MAA était diminuée dans l’iléon des animaux adultes avec RCPN (p = 0,02) (figure 

10A). L’expression des glycoconjugués fucosylés, mesurée par immunomarquage par la 
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lectine UEA1, n’était pas différente entre les deux groupes dans l’iléon et le côlon (figure 

10B). 

 

3.4. Le RCPN est associé à une perméabilité intestinale normale à l’âge adulte 

 La claudine 7 était moins exprimée au niveau des cryptes et des villosités iléales 

chez les souris adultes avec RCPN (figure 11A). Dans le côlon, l’expression de la claudine 7 

n’était pas différente entre les deux groupes (figure 11A). L’expression de l’occludine n’était 

pas différente entre les deux groupes dans l’iléon et le côlon (figure 11B). 

La perméabilité intestinale paracellulaire, mesurée in vivo quatre heures après le gavage des 

souris avec du dextran 4KDa-FITC, n’était pas différente entre les deux groupes (dextran-

FITC sérique : 1,5 µg/mL (1,8-2,1) vs 1,3 µg/mL (1,0-1,6), p = 0,23) (figure 11C). 

 

3.5. Le RCPN augmente la susceptibilité à une colite chimiquement induite à 

l’âge adulte 

 Dans l’iléon, l’expression de la cytokine pro-inflammatoire IL-1 β était augmentée 

dans le groupe RCPN (126,3 pg/mL/mg protéines (101,9-301,2) vs 72,0 pg/mL/mg protéines 

(56,2-91,9), p = 0,007) (figure 12C), de même que les cytokines IL-10 (407,0 pg/mL/mg 

protéines (11,9-649,2) vs 6,0 pg/mL/mg protéines (0,0-21,5), p = 0,04) (figure 12E) et IL-17 

(40,3 pg/mL/mg protéines (26,3-139,1) vs 21,0 pg/mL/mg protéines (13,0-28,5), p = 0,01) 

(figure 12F). L’expression des cytokines associées à la réponse immunitaire Th1 était 

augmentée dans le côlon : IFN-γ (430 pg/mL/mg protéines (324,9-668,1) vs 42,1 pg/mL/mg 

protéines (26,8-103,4), p = 0,009) (figure 12G); TNF-α (103,4 pg/mL/mg protéines (60,5-

140,1) vs 0,0 pg/mL/mg protéines (0,0-9,5), p = 0,02) (figure 12H) ; de même que 

l’expression des cytokines associées à la réponse immunitaire Th17 (IL-17 : 63,4 pg/mL/mg 

protéines (43,4-79,4) vs 5,4 pg/mL/mg (1,1-46,0), p = 0,02) (figure 12L) et Treg (IL-10 : 773,2 

pg/mL/mg protéines (455,9-934,5) vs 145,3 pg/mL/mg protéines (0,0-408,4), p = 0,02) (figure 

12K). L’expression de IL-6, associée à la réponse immunitaire Th2, n’était pas différente 

entre les deux groupes (figure 12J).  
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Figure 8. Le retard de croissance postnatal modifie la structure de l’iléon et du côlon à l’âge 
adulte 
(A) Coloration hématoxyline-éosine de coupes d’iléon. (B) Profondeur des cryptes dans l’iléon (n = 12 
par groupe, provenant de quatre portées). (C) Hauteur des villosités iléales (n = 12 par groupe, 
provenant de quatre portées). (D) Coloration hématoxyline-éosine de coupes de côlon. (E) Épaisseur 
de la muqueuse colique (n = 12 par groupe, provenant de quatre portées). (F) Profondeur des 
cryptes dans le côlon (n = 12 par groupe, provenant de quatre portées). **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, 
groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard de croissance postnatal ; Lu, lumière digestive. 
  



	 46	

 

Figure 9. Le retard de croissance postnatal modifie l’activité des enzymes digestives de la 
bordure en brosse à l’âge adulte 
(A) Immunomarquage de la dipeptidyl-peptidase IV (DPPIV) dans l’iléon. (B) Comparaison de 
l’intensité de l’immunomarquage de DPPIV (n = 12 par groupe, provenant de quatre portées). (C) 
Activité de DPPIV dans l’iléon (n = 6-11 par groupe, provenant d’au moins deux portées). (D) 
Immunomarquage de la phosphatase alcaline intestinale (IAP) dans l’iléon. (E) Comparaison de 
l’intensité de l’immunomarquage de IAP (n = 12 par groupe, provenant de quatre portées). (F) Activité 
de IAP dans l’iléon (n = 6-11 par groupe, provenant d’au moins deux portées). *p<0,05 ; **p<0,01. 
DPPIV, dipeptidyl-peptidase IV ; IAP, phosphatase alcaline intestinale ; CTRL, groupe contrôle ; 
RCPN, groupe avec retard de croissance postnatal ; Lu, lumière digestive. 
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Figure 10. Le retard de croissance postnatal modifie le profil de glycosylation de l’épithélium 
intestinal à l’âge adulte 
(A) Marquage des glycanes sialylés par la lectine MAA dans l’iléon et le côlon et comparaison de 
l’intensité du marquage (n = 12 par groupe, provenant de quatre portées). (B) Marquage des glycanes 
fucosylés par la lectine UEA1 dans l’iléon et le côlon et comparaison de l’intensité du marquage (n = 
12 par groupe, provenant de quatre portées). ***p<0,001. MAA, Maackia amurensis agglutinin ; UEA1, 
Ulex europaeus agglutinin 1 ; CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard de croissance 
postnatal ; Lu, lumière digestive. 
 

  



	 48	

 

Figure 11. Le retard de croissance postnatal est associé à une perméabilité intestinale 
normale à l’âge adulte 
(A) Immunomarquage de la claudine 7 dans l’iléon et le côlon et comparaison de l’intensité de 
l’immunomarquage (n = 12 par groupe, provenant de quatre portées). (B) Immunomarquage de 
l’occludine dans l’iléon et le côlon et comparaison de l’intensité de l’immunomarquage (n = 6 par 
groupe, provenant de trois portées). (C) Concentration de dextran-FITC 4KDa dans le sérum 
mesurée quatre heures après le gavage des souris avec une solution de dextran - FITC à la 
concentration de 88 mg/mL (n = 10-12 par groupe, provenant de quatre portées). *p<0,05 ; **p<0,01. 
CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard de croissance postnatal ; Lu, lumière digestive. 
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Figure 12. Le retard de croissance postnatal modifie la réponse inflammatoire de l’intestin à 
l’âge adulte 
(A-F) Expression des cytokines dans l’iléon mesurée par ELISA (n = 8-12 par groupe, provenant d’au 
moins trois portées). (G-L) Expression des cytokines dans le côlon mesurée par ELISA (n = 6-15 par 
groupe, provenant d’au moins trois portées). *p<0,05 ; **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, groupe contrôle ; 
RCPN, groupe avec retard de croissance postnatal. 
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L’induction d’une colite chronique au DSS 3 % à l’âge adulte était responsable d’une perte 

de poids significative dans les deux groupes. Cette perte de poids était maximale à J9, après 

le premier cycle de DSS, et était plus importante chez les animaux CTRL (RCPN-DSS : -8,5 

% ((-13,8)-(-1,5)) vs CTRL-DSS : -16 % ((-19,2)-(8-,7)), p = 0,03). Après J9, les animaux des 

deux groupes reprenaient du poids, mais de façon plus rapide chez les animaux avec RCPN, 

puisque ces derniers rattrapaient un poids normal dès J14, contre J28 pour les animaux 

CTRL (figure 13A). Chez les animaux n’ayant pas reçu de DSS, la masse du côlon était plus 

faible dans le groupe RCPN (0,024 g/cm (0,022-0,024) vs 0,027 g/cm (0,025-0,034), p = 0 

,02). L’augmentation de la masse du côlon après induction d’une colite chronique au DSS 3 

% n’était pas différente entre les deux groupes (figure 13B). Le score histologique de 

sévérité de la colite était plus important chez les animaux avec RCPN (8,0 (7,0-9,5) vs 5,5 

(4,0-8,0), p = 0,02) (figures 13C et 13D). Au terme des trois cycles de DSS, seule 

l’expression de la cytokine TNF-α était encore augmentée chez les animaux CTRL (CTRL-

DSS : 14,7 pg/mL/mg protéines (8,1-22,4) vs CTRL-H2O : 0,0 pg/mL/mg protéines (0,0-9,5), 

p = 0,02). L’expression des cytokines pro-inflammatoires était plus importante dans le 

groupe RCPN après induction de la colite : TNF-α (RCPN-DSS : 32,5 pg/mL/mg protéines 

(19,1-54,7) vs CTRL-DSS : 14,7 pg/mL/mg protéines (8,1-22,4), p = 0,006) (figure 12H), et 

IL-1β (RCPN-DSS : 183,8 pg/mL/mg protéines (109,3-467,6) vs CTRL-DSS : 117,0 

pg/mL/mg protéines (67,4-183,5), p = 0,04) (figure 12I). L’expression de la cytokine IL-10 

(RCPN-DSS : 314,6 pg/mL/mg protéines (124,4-374,3) vs RCPN-H2O : 773,2 pg/mL/mg 

protéines (455,9-934,5), p = 0,01) (figure 12K), de même que l’expression de la cytokine IL-

17 (32,0 pg/mL/mg protéines (11,1-37,1) vs 3,2 pg/mL/mg protéines (0,0-32,4), p = 0,04) 

(figure 12L), diminuaient chez les animaux avec RCPN au terme des trois cycles de DSS. 
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Figure 13. Le retard de croissance postnatal augmente la susceptibilité à une colite 
chimiquement induite à l’âge adulte 
Les animaux contrôles (n = 15, provenant de cinq portées) et les animaux avec RCPN (n = 14, 
provenant de quatre portées) recevaient du DSS 3 % via l’eau de boisson pendant trois cycles de 
cinq jours entrecoupés d’un intervalle libre de sept jours entre chaque cycle. (A) Variation du poids. 
*p<0,05 ; **p<0,01, RCPN-DSS vs CTRL-DSS. $$p<0,01 ; $$$p<0,001, RCPN-DSS vs RCPN-
H2O. §§p<0,01 ; §§§p<0,001, CTRL-DSS vs CTRL-H2O. (B) Masse du côlon. *p<0,05 ; **p<0,01 ; 
***p<0,001 (C) Coloration hématoxyline-éosine de coupes de côlon provenant d’animaux ayant reçu 
du DSS 3 %. (D) Score histologique. *p<0,05 ; **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, groupe contrôle ; RCPN, 
groupe avec retard de croissance postnatal, Lu, lumière digestive. 
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4. Le RCPN modifie la colonisation bactérienne de l’intestin 

 Le nombre médian de séquences par échantillon était de 66397 (58818-76509), 

correspondant à 2075 OTU. La mesure de la diversité alpha montrait une augmentation de la 

richesse en espèces bactériennes du microbiote fécal entre PN21 et PN60 dans les deux 

groupes. La richesse du microbiote fécal était moindre à PN21 en cas de RCPN. À l’âge 

adulte, la richesse du microbiote fécal n’était pas différente entre les deux groupes (figure 

14A). La composition globale du microbiote fécal, mesurée par la distance Unifrac pondérée, 

était différente entre les deux groupes à PN21 (figure 14B), alors qu’à l’âge adulte le 

microbiote fécal des animaux avec RCPN apparaissait superposable au microbiote fécal du 

groupe CTRL (figure 14C). L’abondance relative des groupes d’espèces bactériennes était 

en faveur d’un microbiote fécal plus distinct entre les deux groupes à PN21 par rapport à 

PN60 (tableau 2). Trente-deux groupes d’espèces bactériennes avaient un profil d’évolution 

entre PN21 et PN60 similaire entre les deux groupes (tableau 2). Sept groupes avaient un 

développement inverse au cours du temps dans le groupe RCPN par rapport au groupe 

CTRL. Odoribacter spp (Bacteroidetes), et certains genres de l’embranchement des 

Firmicutes, principalement ceux appartenant à la famille des Lachnospiraceae, étaient moins 

abondants à PN21, puis augmentaient à PN60, inversement à ce qui était observé dans le 

groupe CTRL (figure 14D). Par ailleurs, certains groupes bactériens augmentaient au cours 

du temps dans le groupe CTRL mais pas dans le groupe RCPN : Atopobium spp, certains 

membres de la famille des Ruminococcaceae (groupe NK4A214, UCG-005, UCG-010, et 

UCG-013), Turicibacter spp, et Bilophila spp. À l’inverse, Candidatus Arthromitus spp 

augmentait à PN60 dans le groupe RCPN uniquement (figure 14D), et le groupe Family XIII 

Eubacterium nodatum (Firmicutes), ainsi que Desulfovibrio spp (Proteobacteria), diminuaient 

au cours du temps dans le groupe RCPN uniquement (tableau 2). Parmi les Firmicutes, cinq 

genres bactériens avaient un développement prématuré dans le groupe RCPN par rapport 

au groupe CTRL. Trois groupes avaient une abondance déjà faible à PN21 telle qu’observée 

dans le groupe CTRL à PN60 (Bacillus spp, Lachnospiraceae UCG-010, et un genre 

Lachnospiraceae non cultivé) (tableau 2), alors que Intestinimonas spp et Lachnoclostridium 
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spp étaient déjà à PN21 au taux élevé observé à PN60 dans le groupe CTRL (tableau 2). Six 

genres étaient anormalement présents à des taux élevés à PN21 dans le groupe RCPN : 

Parabacteroides spp, Enterococcus spp, Erysipelatoclostridium spp, Eubacterium 

coprostanoligenes spp, Staphylococcus spp, et Escherichia-Shigella spp (figure 14E). Un 

genre Lachnospiraceae, non connu dans la base de données SILVA, avait une abondance 

faible à PN21 dans le groupe RCPN par rapport au groupe CTRL. 
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Figure 14. Le retard de croissance postnatal modifie la colonisation bactérienne de l’intestin 
(A) Diversité alpha selon l’indice Chao1 du microbiote fécal (n = 17-18 par groupe, provenant de six 
portées). (B) Distance phylogénétique entre les échantillons de microbiote fécal à PN21 (n = 17-18 
par groupe, provenant de six portées). (C) Distance phylogénétique entre les échantillons de 
microbiote fécal à PN60 (n = 17-18 par groupe, provenant de six portées). (D) Genres bactériens 
dont l’abondance était diminuée à PN21 dans le groupe RCPN (n = 17-18 par groupe, provenant de 
six portées). (E) Genres bactériens anormalement présents à un taux élevé à PN21 dans le groupe 
RCPN (n = 17-18 par groupe, provenant de six portées). *p<0,05 ; **p<0,01 ; ***p<0,001. CTRL, 
groupe contrôle ; RCPN, groupe avec retard de croissance postnatal. 
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Tableau 2. Profil taxonomique du microbiote fécal 

Phylum Genre 
CTRL PN21 vs RCPN PN21 CTRL PN60 vs RCPN PN60 CTRL PN21 vs CTRL 

PN60 
RCPN PN21 vs 

RCPN PN60 Description médiane 
RCPN 

médiane 
CTRL p q médiane 

RCPN 
médiane 

CTRL p q p q p q 

Actinobacteria Atopobium 0,0 0,0 0,50 0,26 0,0 0,0 0,22 0,36 0,01 0,02 0,44 0,17 Absence d’augmentation chez RCPN 

Actinobacteria Coriobacteriaceae 
[Uncultured] 6,18E-05 1,69E-05 0,06 0,07 0,00022 0,00035 0,36 0,44 9,44E-06 7,82E-05 1,20E-05 2,95E-05 Augmentation au cours du tempsc 

Actinobacteria Enterorhabdus 0,00068 0,00125 0,19 0,16 0,00501 0,00394 0,13 0,26 2,40E-05 0,00015 8,82E-10 1,41E-08 Augmentation au cours du tempsc 

Bacteroidetes Bacteroidales S24-7 
group [Other] 0,0 0,0 0,32 0,21 3,35E-05 2,59E-05 0,92 0,70 0,019 0,031 0,023 0,016 Augmentation au cours du tempsc 

Bacteroidetes Alistipes 0,04430 0,03529 0,30 0,20 0,06374 0,04161 0,009 0,080 0,19 0,18 0,035 0,022 Augmentation au cours du tempsb 

Bacteroidetes Bacteroidales S24-7 
group [Uncultured] 0,20150 0,25006 0,045 0,065 0,37349 0,39818 0,15 0,27 1,54E-09 8,94E-08 2,24E-07 1,80E-06 Augmentation au cours du tempsc 

Bacteroidetes Bacteroides 0,18501 0,08674 0,0005 0,003 0,03746 0,03175 0,25 0,40 1,12E-07 2,16E-06 3,09E-09 3,30E-08 Diminution au cours du tempsc; Plus élevé à 
PN21 chez RCPN 

Bacteroidetes Odoribacter 0,01048 0,03219 0,011 0,024 0,02065 0,01583 0,013 0,079 0,059 0,075 0,038 0,023 Développement inverse 

Bacteroidetes Parabacteroides 0,00039 0,0 0,003 0,011 0,0 2,03E-05 0,40 0,46 0,28 0,24 0,006 0,005 Elevé à PN21 chez RCPN 

Bacteroidetes Porphyromonadaceae 
[Uncultured] 0,0 0,0 0,63 0,30 4,04E-05 9,19E-05 0,052 0,15 6,30E-06 6,09E-05 4,73E-06 1,38E-05 Augmentation au cours du tempsc 

Bacteroidetes Rikenellaceae RC9 gut 
group 0,04054 0,00748 0,22 0,17 0,01054 0,00479 0,027 0,11 0,10 0,11 0,038 0,023 Diminution au cours du tempsb 

Bacteroidetes Bacteroidales [Other] 0,00010 0,00013 0,014 0,028 0,00073 0,00064 0,52 0,54 2,14E-08 6,20E-07 7,99E-07 5,12E-06 Augmentation au cours du tempsc; Plus bas 
à PN21 chez RCPN 

Unclassified Bacteria [Other] 1,22E-05 9,05E-05 0,035 0,055 0,00033 0,00042 0,21 0,36 0,0002 0,0007 6,53E-05 0,0001 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes 
Clostridiales 

vadinBB60 group 
[Other] 

4,89E-05 0,0 0,35 0,21 0,00150 0,00034 0,048 0,15 0,012 0,022 0,001 0,002 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes Lachnospiraceae 
[Other] 0,00054 0,00356 0,001 0,005 0,00253 0,00297 0,32 0,44 0,63 0,43 4,01E-06 1,29E-05 Diminué à PN21 chez RCPN 

Firmicutes Anaerotruncus 0,00483 0,00678 0,17 0,14 0,00209 0,00388 0,004 0,075 0,003 0,007 0,002 0,002 Diminution au cours du tempsc 

Firmicutes Bacillus 0,0 1,74E-05 0,004 0,011 0,0 0,0 0,36 0,44 0,016 0,028 0,57 0,20 Diminution prématurée chez RCPN 

Firmicutes Candidatus Arthromitus 0,0 0,0 0,25 0,18 0,00108 1,59E-05 0,098 0,22 0,65 0,43 0,007 0,006 Augmentation uniquement chez RCPN 

Firmicutes 
Clostridiales 

vadinBB60 group 
[Uncultured] 

0,00082 0,00110 0,66 0,31 0,00324 0,00368 0,96 0,71 0,001 0,004 0,004 0,004 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes Coprococcus 1 0,00198 0,00206 0,81 0,35 0,00080 0,00092 0,41 0,46 0,0007 0,003 0,013 0,011 Diminution au cours du tempsc 

Firmicutes Enterococcus 0,0 0,0 0,022 0,039 0,0 0,0 0,53 0,54 0,98 0,58 0,005 0,005 Elevé à PN21 chez RCPN 

Firmicutes Erysipelatoclostridium 0,00070 1,29E-05 0,003 0,011 0,00014 0,00025 0,043 0,15 0,16 0,15 0,002 0,002 Elevé à PN21 chez RCPN 

Firmicutes Erysipelotrichaceae 
[Uncultured] 6,18E-05 0,00016 0,40 0,23 0,00075 0,00145 0,11 0,22 0,006 0,012 0,025 0,016 Augmentation au cours du tempsc 

La valeur médiane de l’abondance relative de chaque genre bactérien est donnée pour chaque groupe à PN21 et à PN60. Une valeur de p < 0,05 et une valeur de q < 0,05 étaient considérées 
comme significatives. aEv55olution au cours du temps significative dans le groupe CTRL uniquement, mais tendance à la même évolution dans le groupe RCPN ; bEvolution au cours du temps 
significative dans le groupe RCPN uniquement, mais tendance à la même évolution dans le groupe CTRL  cEvolution au cours du temps significative et dans le même sens dans les deux groupes. 
CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe retard de croissance postnatal ; PN21, jour postnatal 21 ; PN60, jour postnatal 60. 
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Tableau 2 (suite) 

Phylum Genre 
CTRL PN21 vs RCPN PN21 CTRL PN60 vs RCPN PN60 CTRL PN21 vs CTRL 

PN60 
RCPN PN21 vs RCPN 

PN60 Description 
médiane 

RCPN 
médiane 

CTRL p q médiane 
RCPN 

médiane 
CTRL p q p q p q 

Firmicutes 
Eubacterium 

coprostanoligenes 
group 

0,00836 0,00127 0,0004 0,003 0,0 0,00010 0,002 0,057 0,69 0,45 2,10E-06 9,61E-06 Elevé à PN21 chez RCPN 

Firmicutes 
Eubacterium 

oxidoreducens 
group 

0,0 0,0 0,33 0,21 2,69E-05 1,64E-05 0,37 0,44 0,35 0,28 0,0004 0,0006 Augmentation au cours du tempsb 

Firmicutes Intestinimonas 0,00065 0,00012 0,023 0,039 0,00087 0,00100 0,52 0,54 0,032 0,049 0,68 0,23 Augmentation prématurée chez RCPN 

Firmicutes Lachnoclostridium 0,00784 0,01151 0,17 0,14 0,00593 0,00545 0,61 0,56 0,002 0,005 0,13 0,064 Diminution au cours du tempsa 

Firmicutes Lachnoclostridium 
5 2,45E-05 0,0 0,0006 0,003 0,0 8,49E-06 0,78 0,66 0,002 0,006 0,26 0,11 Augmentation prématurée chez RCPN 

Firmicutes Lachnospiraceae 
FCS020 group 0,00018 0,00103 9,02E-06 0,0004 0,00075 0,00042 0,017 0,087 0,0006 0,002 5,27E-05 0,0001 Développement inverse 

Firmicutes Lachnospiraceae 
NK4B4 group 0,0 0,00021 6,50E-05 0,0009 5,56E-05 5,11E-05 0,55 0,54 0,037 0,052 6,50E-05 0,0001 Développement inverse 

Firmicutes Lachnospiraceae 
UCG-001 1,03E-05 0,00010 0,28 0,20 0,01930 0,01275 0,39 0,45 3,95E-06 5,05E-05 1,89E-05 4,05E-05 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes Lachnospiraceae 
UCG-004 0,0 0,00029 0,060 0,074 0,00054 0,00051 0,62 0,57 0,024 0,037 0,002 0,002 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes Lachnospiraceae 
UCG-005 0,0 4,88E-05 0,095 0,10 0,00034 0,00021 0,68 0,62 0,005 0,012 0,003 0,003 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes Lachnospiraceae 
UCG-006 0,00139 0,00067 0,55 0,28 0,00247 0,00203 0,37 0,44 0,013 0,023 0,004 0,004 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes Lachnospiraceae 
UCG-010 0,0 8,40E-05 0,004 0,011 2,12E-05 3,22E-05 0,79 0,66 0,035 0,050 0,063 0,034 Diminution prématurée chez RCPN 

Firmicutes Lachnospiraceae 
Incertae Sedis 0,00032 0,00247 0,044 0,065 0,00163 0,00143 0,70 0,63 0,39 0,31 0,013 0,011 Développement inverse 

Firmicutes Lachnospiraceae 
[Uncultured] 0,03506 0,070182 0,002 0,007 0,04509 0,05166 0,37 0,44 0,10 0,11 0,22 0,096 Diminution prématurée chez RCPN 

Firmicutes Marvinbryantia 0,00129 0,00198 0,23 0,17 0,006 0,00433 0,32 0,44 0,069 0,081 9,53E-05 0,0002 Augmentation au cours du tempsb 
Firmicutes Roseburia 0,00528 0,01254 0,062 0,074 0,00972 0,00987 0,91 0,70 0,48 0,35 0,041 0,024 Développement inverse 

Firmicutes Ruminiclostridium 
5 0,00083 0,00190 0,005 0,013 0,00282 0,00364 0,31 0,44 0,051 0,068 3,18E-06 1,13E-05 Augmentation au cours du tempsb; Plus 

bas à PN21 chez RCPN 
Firmicutes Ruminococcaceae 

NK4A214 group 8,26E-05 1,83E-05 0,44 0,25 8,46E-05 0,000523 0,0006 0,042 1,22E-05 8,84E-05 0,99 0,31 Absence d’augmentation chez RCPN 
Firmicutes Ruminococcaceae 

UCG-005 0,0 0,0 0,95 0,40 0,0 0,00045 0,013 0,079 4,35E-06 5,05E-05 0,26 0,11 Absence d’augmentation chez RCPN 
Firmicutes Ruminococcaceae 

UCG-010 0,0 0,0 0,17 0,14 0,0 0,00028 0,017 0,087 6,60E-05 0,0003 0,90 0,29 Absence d’augmentation chez RCPN 
Firmicutes Ruminococcaceae 

UCG-013 0,0 0,0 0,35 0,21 0,0 0,00052 0,025 0,11 0,001 0,004 0,66 0,22 Absence d’augmentation chez RCPN 
Firmicutes Ruminococcaceae 

UCG-014 0,00407 1,54E-05 0,005 0,012 0,00220 0,00453 0,040 0,15 0,011 0,021 0,18 0,084 Développement inverse 
La valeur médiane de l’abondance relative de chaque genre bactérien est donnée pour chaque groupe à PN21 et à PN60. Une valeur de p < 0,05 et une valeur de q < 0,05 étaient considérées 
comme significatives. aEvolution au cours du temps significative dans le groupe CTRL uniquement, mais tendance à la même évolution dans le groupe RCPN ; bEvolution au cours du temps 
significative dans le groupe RCPN uniquement, mais tendance à la même évolution dans le groupe CTRL  cEvolution au cours du temps significative et dans le même sens dans les deux groupes. 
CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe retard de croissance postnatal ; PN21, jour postnatal 21 ; PN60, jour postnatal 60. 
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Tableau 2 (suite) 

Phylum Genre 
CTRL PN21 vs RCPN PN21 CTRL PN60 vs RCPN PN60 CTRL PN21 vs CTRL 

PN60 
RCPN PN21 vs RCPN 

PN60 Description médiane 
RCPN 

médiane 
CTRL p q médiane 

RCPN 
médiane 

CTRL p q p q p q 

Firmicutes Ruminococcus 
gauvreauii group 0,0 2,83E-05 0,004 0,011 1,59E-05 0,0 0,082 0,21 0,006 0,012 0,049 0,028 Développement inverse 

Firmicutes Staphylococcus 0,00040 2,63E-05 0,0002 0,002 1,22E-05 1,85E-05 0,28 0,43 0,84 0,53 1,89E-05 4,05E-05 Elevé à PN21 chez RCPN 

Firmicutes Streptococcus 0,00150 0,00028 1,80E-05 0,0004 0,00012 0,00012 1,0 0,72 5,81E-05 0,0003 4,41E-10 1,41E-08 Diminution au cours du tempsc; Plus 
élevé à PN21 chez RCPN 

Firmicutes Turicibacter 0,0 0,0 0,15 0,14 0,0 3,16E-05 0,011 0,079 5,04E-05 0,0003 0,13 0,064 Absence d’augmentation chez RCPN 

Firmicutes Tyzzerella 0,00064 0,00086 0,54 0,28 9,44E-05 0,00011 0,78 0,66 0,084 0,096 0,0007 0,0009 Diminution au cours du tempsb 

Firmicutes Tyzzerella 3 0,0 0,0 0,089 0,096 0,0 0,00011 0,046 0,15 0,002 0,005 0,023 0,016 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes Clostridiales 
[Other] 1,69E-05 1,47E-05 0,48 0,26 5,79E-05 4,07E-05 0,74 0,65 0,49 0,35 0,014 0,011 Augmentation au cours du tempsb 

Firmicutes 
Firmicutes Family 
XIII [Eubacterium] 

brachy group 
0,00011 7,52E-05 0,96 0,40 0,00016 0,00012 0,30 0,44 0,46 0,35 0,015 0,012 Augmentation au cours du tempsb 

Firmicutes 
Firmicutes Family 
XIII [Eubacterium] 

nodatum group 
7,88E-05 0,00015 0,77 0,35 0,0 0,00014 0,003 0,075 0,83 0,53 0,019 0,014 Diminution uniquement chez RCPN 

Firmicutes 
Firmicutes Family 
XIII [ClosFamily 

XIII AD3011 group 
0,0 0,0 0,56 0,28 4,81E-05 4,08E-05 0,55 0,54 0,011 0,021 0,005 0,005 Augmentation au cours du tempsc 

Firmicutes 
Firmicutes Family 
XIII [ClosFamily 
XIII UCG-001 

2,63E-05 0,00022 0,002 0,007 0,00039 0,00049 0,36 0,44 0,004 0,011 1,74E-06 9,33E-06 Augmentation au cours du tempsc; Plus 
bas à PN21 chez RCPN 

Proteobacteria Bilophila 0,00013 0,00013 0,85 0,37 0,00022 0,00052 0,008 0,08 0,001 0,004 0,45 0,17 Absence d’augmentation chez RCPN 

Proteobacteria Desulfovibrio 0,01413 0,00781 0,14 0,14 0,00716 0,00978 0,10 0,22 0,91 0,57 0,008 0,007 Diminution uniquement chez RCPN 

Proteobacteria Escherichia-
Shigella 0,00221 5,42E-05 0,008 0,017 0,0 8,51E-06 0,084 0,21 0,055 0,070 8,50E-06 2,27E-05 Elevé à PN21 chez RCPN 

Proteobacteria Oryza meyeriana 
[mitochondrial] 0,0 0,0 0,49 0,26 2,24E-05 0,0 0,10 0,22 0,94 0,57 0,017 0,013 Augmentation uniquement chez RCPN 

Proteobacteria Parasutterella 0,00052 0,00061 0,27 0,19 0,00166 0,00205 0,28 0,43 0,006 0,014 0,0002 0,0003 Augmentation au cours du tempsc 

Tenericutes Anaeroplasma 1,31E-05 0,0004 0,073 0,083 0,00546 0,00232 0,025 0,11 0,021 0,034 0,0002 0,0003 Augmentation au cours du tempsc 

La valeur médiane de l’abondance relative de chaque genre bactérien est donnée pour chaque groupe à PN21 et à PN60. Une valeur de p < 0,05 et une valeur de q < 0,05 étaient considérées 
comme significatives. aEvolution au cours du temps significative dans le groupe CTRL uniquement, mais tendance à la même évolution dans le groupe RCPN ; bEvolution au cours du temps 
significative dans le groupe RCPN uniquement, mais tendance à la même évolution dans le groupe CTRL  cEvolution au cours du temps significative et dans le même sens dans les deux groupes. 
CTRL, groupe contrôle ; RCPN, groupe retard de croissance postnatal ; PN21, jour postnatal 21 ; PN60, jour postnatal 60. 
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Discussion 

 

 

 L’objectif général de ce travail était d’évaluer l’impact de l’environnement nutritionnel 

précoce sur la santé intestinale à long terme. 

 Nous avons montré que le RCPN altère la maturation intestinale chez la souris au 

sevrage. Le RCPN est responsable en particulier d’une augmentation de la perméabilité 

intestinale, concomitante d’une désorganisation des protéines des jonctions serrées. Le 

RCPN altère la colonisation bactérienne de l’intestin. Le microbiote intestinal est moins riche 

en espèces bactériennes en cas de RCPN chez la souris au sevrage et sa composition est 

différente, avec en particulier une proportion anormalement élevée de Parabacteroides spp, 

Enterococcus spp, Erysipelatoclostridium spp, Eubacterium coprostanoligenes spp, 

Staphylococcus spp, et Escherichia-Shigella spp, et une proportion plus faible d’espèces 

productrices de butyrate. L’absence de barrière intestinale efficace et la dysbiose induites 

par le RCPN, sont associés à long terme à une altération de la réponse inflammatoire de 

l’intestin, caractérisée par une augmentation des réponses immunitaires Th1, Th17 et Treg 

et une plus grande susceptibilité à la colite chimiquement induite à l’âge adulte. 

 

1. Validation du modèle de RCPN 

 Pour tester l’impact de l’environnement nutritionnel précoce sur la maturation 

intestinale et la santé intestinale à long terme, nous avons choisi un modèle murin de RCPN. 

Le RCPN était induit par dénutrition pendant la période postnatale précoce en augmentant 

artificiellement la taille des portées à 15 au quatrième jour de vie. Les animaux issus des GP 

présentaient une masse corporelle inférieure à celle des animaux CTRL dès le sixième jour 

de vie et pendant toute la période postnatale précoce. Après le sevrage, les souriceaux avec 
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RCPN présentaient une croissance de rattrapage leur permettant d’atteindre une masse 

corporelle normale à l’âge adulte. À masse corporelle égale à PN60, les mâles avec RCPN 

présentaient une masse grasse totale, sous-cutanée et viscérale inférieures et une masse 

maigre augmentée. Chez l’Homme, les enfants qui naissent avec un petit poids à la 

naissance présentent une croissance post-natale accélérée telle qu’ils rattrapent un poids 

normal ou supérieur au poids normal pour leur âge dans les 18 premiers mois de la vie. Le 

modèle de RCPN par augmentation de la taille des portées mime ainsi l’évolution du RCIU 

chez l’Homme. 

 

 Le modèle de RCPN par augmentation de la taille des portées a été largement décrit 

dans la littérature. L’augmentation de la taille des portées induit un retard de croissance 

précoce, suivi d’une croissance de rattrapage après le sevrage (Faust et al., 1980 ; Bulfin et 

al., 2011 ; Clarke et al., 2013 ; Hausberger et Volz, 1984 ; Dimitsantos et al., 2007). Il est 

supposé que la croissance de rattrapage observée après le sevrage soit liée à une 

alimentation plus abondante sans qu’il ait été montré toutefois une augmentation de la prise 

alimentaire après le sevrage chez les animaux soumis au RCPN (Lambert et Koeslag, 1992). 

Les conséquences métaboliques à l’âge adulte du RCPN sont variables selon les travaux. La 

majorité des travaux montrent la persistance d’une masse corporelle inférieure à l’âge adulte 

chez les animaux ayant présenté un RCPN (Faust et al., 1980 ; Bulfin et al., 2011 ; Clarke et 

al., 2013 ; Hausberger et Volz, 1984). Deux études ont montré que les rats issus des GP 

avaient une masse corporelle normale à l’âge adulte, avec un rattrapage plus rapide chez les 

femelles (Lambert et Koeslag, 1992 ; Dimitsantos et al., 2007). La masse grasse, évaluée 

selon la masse des tissus adipeux (épididymal, rétropéritonéal, et inguinal), ou par 

absorptiométrie biphotonique à rayons X, était inférieure chez les animaux adultes avec 

RCPN (Faust et al., 1980 ; Bulfin et al., 2011 Hausberger et Volz, 1984). La différence de 

masse corporelle à l’âge adulte des animaux issus des GP selon les études peut s’expliquer 

par la procédure expérimentale utilisée. La lactation diffère d’une espèce à l’autre et selon le 

nombre de petits par portée à la naissance. Les travaux antérieurs étaient tous réalisés chez 
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le rat, contrairement à notre étude réalisée chez la souris. Par ailleurs, les GP étaient créées 

dès le premier jour de vie dans les travaux antérieurs (Fiorotto et al., 1991 ; Crnic et Chase, 

1978 ; Russell, 1980 ; Faust et al., 1980 ; Bulfin et al., 2011 ; Clarke et al., 2013 ; Crnic, 

1980 ; Hausberger et Volz, 1984 ; Lambert et Koeslag, 1992). Dans notre étude, nous avons 

choisi de créer les GP après une période de quatre jours au cours de laquelle le nombre de 

petits par portées était homogénéisé à huit de façon à normaliser la production de lait par les 

mères, et supprimer ainsi l’influence du nombre de souriceaux à la naissance sur la lactation. 

Dans la majorité des études, la taille des portées était artificiellement modifiée avec un 

nombre d’animaux par GP qui variait de 16 à 24 selon les études. Dans l’étude de 

Dimitsantos et al., des portées naturellement grandes à la naissance (>15 ratons) étaient 

utilisées (Dimitsantos et al., 2007). Le nombre de petits par PC était également variable de 8 

à 14 selon les études. La quantité de lait ingéré par les petits étant supposée être influencée 

par la taille de la portée, cette différence de nombre d’animaux par portée rend difficile la 

comparaison d’une étude à l’autre. Enfin, l’effet « portée » n’était pas pris en compte dans 

les travaux antérieurs. Il a été montré en effet que l’impact de l’augmentation de la taille de la 

portée sur la masse corporelle des animaux d’une même portée est très variable (Galler et 

Turkewitz, 1975). Certains animaux plus vigoureux ne présentent pas de RCPN. Dans notre 

étude, il existait de la même façon une grande variabilité de la masse corporelle entre les 

souriceaux d’une même GP, et d’une GP à l’autre (figure 15). De façon à prendre en compte 

l’effet « portée », l’analyse statistique était réalisée à partir de la moyenne de la masse 

corporelle de tous les animaux d’une même portée et seuls les animaux ayant une masse 

corporelle <10ème percentile de la distribution de la masse corporelle des PC étaient inclus 

dans l’analyse. 
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Figure 15. Moyenne des écart-types (min-max) de la masse corporelle des 
animaux des grandes portées et des portées contrôles 
PC, portées contrôles ; GP, grandes portées 

 

 

 Une diminution de la quantité de lait ingéré, ainsi qu’une composition différente du 

lait, semblent être responsables de l’apparition du RCPN chez les animaux des GP. Bien 

que la quantité de lait produite par les mères des GP augmente rapidement après 

l’augmentation de la taille de la portée (Russel, 1980 ; Fiorotto et al., 1991), les souriceaux 

des GP reçoivent moins de lait (Fiorotto et al., 1991). Dans l’étude de Fiorotto et al., la 

quantité quotidienne de lait produite par les mères des GP était augmentée pendant les dix 

premiers jours de la lactation. Cette augmentation de la lactation n’était pas associée à une 

augmentation de l’apport calorique chez les souriceaux puisque le lait des mères des GP 

était moins riche en lipides que celui des mères des portées de taille moyenne, alors que la 

teneur en protéines était plus importante. La teneur faible en lipides du lait des mères des 

GP conduisait à un déficit non protéino-énergétique chez les souriceaux des GP caractérisé 

par l’absence d’augmentation de la masse grasse des souriceaux jusqu’au quinzième jour de 

vie (Fiorotto et al., 1991). La dépense énergétique plus importante chez les animaux issus 

des GP pourrait expliquer également en partie leur masse corporelle inférieure. Les petits 

des GP ont une dépense énergétique élevée en raison d’une activité physique plus intense 

(Hall, 1984). Ils dépensent également plus d’énergie pour la thermorégulation. Leur 
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température corporelle est plus basse du fait d’une masse grasse moins importante et du 

temps réduit passé par leur mère dans le nid (Fiorotto et al., 1991). 

 

2. Impact du RCPN sur la maturation intestinale 

 Le RCPN altère la morphogénèse intestinale chez le souriceau. Dans l’iléon, le retard 

de maturation de l’épithélium intestinal était caractérisé par la persistance de la vacuolisation 

postnatale des entérocytes. Ces entérocytes immatures apparaissent physiologiquement 

chez le rongeur en fin de gestation (Wilson, 1991) pour permettre l’absorption de 

macromolécules, d’hormones et de facteurs de croissance présents dans le lait maternel, 

grâce à leur propriété d’endocytose (Carlile et Beck, 1983 ; Colony, 1983 ; Dekaney et al., 

1997 ; Trahair et Harding, 1995 ; Wilson, 1991). Ils sont normalement présents jusqu’à la 

troisième semaine de vie. Entre PN18 et PN21 l’épithélium iléal est soumis à un phénomène 

de redifférenciation conduisant à l’apparition d’entérocytes matures non endocytiques 

(Carlile et Beck, 1983 ; Trahair et Harding, 1995 ; Wilson, 1991). Ces entérocytes matures 

adultes apparaissent à partir de PN18 à la base des villosités, puis remontent 

progressivement le long de la villosité pour remplacer totalement l’épithélium immature à 

PN21 (figure 16) (Carlile et Beck, 1983). Nous avons mis en évidence une diminution de la 

profondeur des cryptes dans l’iléon et le côlon, ainsi qu’une diminution de l’épaisseur de la 

muqueuse colique en cas de RCPN. Ces mêmes conséquences du retard de croissance sur 

la morphogénèse intestinale avaient été mises en évidence chez le rat à six semaines de vie 

dans un modèle de retard de croissance pré- et postnatal induit par une restriction 

alimentaire chez la mère et après le sevrage (Firmansyah et al., 1989). 
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Figure 16. Remplacement progressif des entérocytes vacuolisés par 
des entérocytes matures adultes entre PN18 et PN21 chez le rat 
(Carlile et Beck ,1983) 

 

 

 Nous avons montré que le RCPN est associé à une diminution de l’expression des 

enzymes digestives à la bordure en brosse. L’expression de IAP et de DPPIV à la bordure 

en brosse était diminuée dans l’iléon des souriceaux avec RCPN. La DPPIV était exprimée 

dans le cytoplasme des entérocytes vacuolisés villositaires. L’expression des enzymes 

digestives à la bordure en brosse dépend de la différenciation des entérocytes le long de 

l’axe crypto-villositaire (Hodin et al., 1995 ; Fan et al., 2001 ; Darmoul et al., 1991). Une 

expression des enzymes digestives sous forme soluble dans le cytoplasme des entérocytes 

vacuolisés a été mise en évidence chez le raton au cours de la lactation. Cette localisation 

intracellulaire semble être liée à l’internalisation des enzymes digestives lors de l’invagination 

de la bordure en brosse accompagnant l’endocytose des entérocytes vacuolisés. 

L’expression intra-cytoplasmique des enzymes digestives disparaît de façon concomitante à 

la différenciation des entérocytes fœtaux vacuolisés en entérocytes matures adultes au 

cours de la troisième semaine de vie chez le rongeur (Tsuboi et Castillo, 1989). Nous avons 

montré une augmentation relative de l’activité de DPPIV dans l’iléon en cas de RCPN, 

puisque l’activité de DPPIV n’était pas modifiée malgré une diminution de son expression. 

L’activité enzymatique de IAP était augmentée dans l’iléon des souriceaux avec RCPN, 

malgré une diminution de son expression. Dans l’étude de Hatch et al., l’activité de IAP était 

augmentée à PN19 chez les ratons issus de GP (Hatch et al., 1979). La maturation 
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postnatale de l’activité des enzymes digestives est liée au mode d’alimentation. L’activité des 

dipeptidases de la bordure en brosse est détectable dès la gestation chez le rat, puis 

augmente progressivement pendant la période postnatale pour atteindre un pic entre la 

deuxième et la troisième semaine de vie. Après le sevrage, l’activité des dipeptidases 

diminue pour atteindre à la fin du premier mois de vie le niveau d’activité retrouvé chez 

l’adulte (Auricchio et al., 1981). Chez le cochon, le sevrage est associé à une diminution de 

l’activité de IAP de 22 % dans l’intestin grêle (Lackeyram et al., 2010). La diminution de 

l’activité des enzymes digestives après le sevrage chez l’animal est liée au fait que le lait 

maternel est plus riche en lipides et en protéines que la nourriture adulte. Les animaux issus 

des PC, plus grand et plus vigoureux, commencent à manger la nourriture adulte de leur 

mère vers PN18, alors que les souriceaux des GP n’y ont accès qu’après le sevrage (PN21). 

L’introduction d’une alimentation moins riche en lipides et en protéines pourrait expliquer la 

diminution de l’activité des enzymes digestives chez les animaux CTRL. 

 

 Le RCPN est associé à une diminution de l’expression des glycoconjugués sialylés 

dans l’iléon et le côlon des souriceaux au sevrage. Le glycome intestinal représente 

l’ensemble des oligosaccharides et des glycoconjugués associés à l’épithélium intestinal. 

Ces derniers sont essentiellement présents dans la couche de mucus et le glycocalix. Le 

glycome intestinal est primordial au maintien de l’intégrité de la barrière intestinale. En 

recouvrant la muqueuse intestinale, le mucus protège les cellules épithéliales des agressions 

chimiques et physiques, et de l’adhésion et de l’invasion bactérienne (Kavanaugh et al., 

2015). Les glycanes associés à l’épithélium intestinal constituent de nombreux sites de 

liaison pour des ligands exogènes (hémagglutinines virales, toxines bactériennes, et 

adhésines microbiennes), et participe ainsi à la reconnaissance des antigènes présents dans 

la lumière intestinale, et à la défense contre l’invasion d’organismes potentiellement 

pathogènes (Kavanaugh et al., 2015). L’alimentation, en modifiant l’activité des 

glycosyltransférases et la biodisponibilité des substrats, peut moduler le profil de 

glycosylation de l’épithélium intestinal. Pendant la période de lactation, les cellules de 
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l’épithélium intestinal expriment principalement des glycoconjugués se terminant par un 

acide sialique. La sialylation dépend de l’apport d’acide sialique via les oligosaccharides 

présents dans le lait maternel. Après le sevrage, les glycoconjugués associés à l’épithélium 

intestinal deviennent principalement fucosylés avec l’augmentation de l’activité 

fucosyltransférase et la diminution de l’apport en acide sialique par le lait maternel 

(Kavanaugh et al., 2015 ; Rautava et Walker, 2007). La diminution de l’expression des 

glycoconjugués sialylés en cas de RCPN pourrait être liée à une diminution de l’apport en 

acide sialique via le lait maternel chez les animaux des GP. Toutefois, à notre connaissance, 

la teneur en oligosaccharides du lait des mères des GP n’a jamais été mesurée. Le glycome 

intestinal représente une source importante de nutriments pour le microbiote et peut ainsi en 

moduler la composition (Kavanaugh et al., 2015 ; Rautava et Walker, 2007). Le microbiote 

peut à son tour moduler le profil de glycosylation de l’épithélium intestinal. L’augmentation 

des glycoconjugués fucosylés normalement observée au moment du sevrage est absente 

chez les animaux axéniques (Hooper, 2004). La colonisation de ces animaux par 

Bacteroides thetaiotaomicron est associée à une augmentation de la fucosylation de 

l’épithélium iléal (Hooper, 2001). La modification du profil de glycosylation de l’épithélium 

intestinal chez les souriceaux avec RCPN, concomitante d’une altération de la colonisation 

bactérienne, souligne le lien étroit entre le glycome intestinal et le microbiote. 

 

 Le RCPN est associé à une immaturité de la barrière intestinale chez la souris au 

sevrage, caractérisée par une désorganisation des protéines des jonctions serrées, associée 

à une augmentation de la perméabilité intestinale paracellulaire. La perméabilité intestinale 

est élevée pendant les deux premières semaines de vie chez le rongeur (Moussaoui et al., 

2014 ; Iiboshi et al., 1996 ; Patel et al., 2012). Elle est associée à une translocation des 

bactéries commensales du microbiote intestinal vers les ganglions mésentériques, supposée 

participer à l’éducation du système immunitaire (Yajima et al., 2001 ; Moussaoui et al., 

2014). Enterobacteriaceae spp, Lactobacillus spp, et Staphylococcus spp sont les espèces 

bactériennes les plus fréquemment retrouvés dans les ganglions mésentériques des ratons 
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au septième jour de vie (Yajima et al., 2001). Au cours de la troisième semaine de vie, la 

perméabilité intestinale diminue et devient équivalente à PN28 à celle de l’adulte (Iiboshi et 

al., 1996 ; Patel et al., 2012). L’épithélium intestinal n’est alors plus perméable aux bactéries 

commensales puisqu’il n’est pas mis en évidence de translocation bactérienne à PN20 

(Moussaoui et al., 2014). De façon concomitante à la diminution de la perméabilité 

intestinale, on assiste à une augmentation de l’expression des protéines des jonctions 

serrées dans l’intestin grêle chez la souris entre la deuxième et la troisième semaine de vie, 

et à leur redistribution le long de l’axe crypto-villositaire (Holmes et al., 2006 ; Patel et al., 

2012). 

 

 Le stress lié à une attention moins importante de la mère (Dimitsantos et al., 2007), et 

à la compétition entre les animaux d’une même portée pour téter, pourrait impacter sur les 

conséquences du RCPN sur les fonctions biologiques. Les glucocorticoïdes jouent un rôle 

important dans la maturation intestinale. Chez le rongeur, la sécrétion de glucocorticoïdes au 

cours des deux premières semaines de vie stimule la morphogenèse intestinale et permet 

l’établissement d’une barrière intestinale efficace (Pàcha et al., 2009 ; Henning, 1978). Le 

taux basal de corticostérone est extrêmement faible au cours des 12 premiers jours de vie 

chez le rat, puis augmente significativement à partir de PN14 pour atteindre un pic à PN24. 

L’augmentation de corticostérone précède de deux jours la maturation des enzymes 

digestives (diminution de l’activité de la lactase et augmentation concomitante de la sucrase) 

(Henning, 1978). L’augmentation de la corticostéronémie pendant la lactation accélère la 

croissance des villosités et des cryptes dans l’intestin grêle chez le rat (Pàcha et al., 2009). 

Une sécrétion inappropriée de glucocorticoïdes, secondaire à un stress aigu ou chronique, 

peut toutefois avoir des effets délétères sur les fonctions intestinales, en particulier sur la 

fonction de barrière. Un stress aigu de séparation maternelle induit une augmentation de la 

perméabilité intestinale concomitante d’une sécrétion accrue de corticostérone chez le raton, 

et s’accompagne d’une translocation digestive des bactéries commensales (Moussaoui et 

al., 2014). L’induction d’un stress chronique par séparation maternelle quotidienne au cours 
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des premières semaines de vie est responsable d’une sécrétion accrue de corticostérone à 

l’âge adulte (Oisnes et al., 2012 ; Barreau et al., 2007), et d’une altération à long terme de la 

barrière intestinale prédisposant à une susceptibilité accrue aux colites inflammatoires chez 

le rongeur (Barreau et al., 2004 ; Barreau et al., 2007 ; Lennon et al., 2013 ; Fuentes et al., 

2016). Les études comportementales chez les rongeurs issus des GP montrent une anxiété 

moins importante chez le raton et à l’âge adulte lors du test du labyrinthe en croix, avant et 

après un stress aigu de contention (Bulfin et al., 2011 ; Clarke et al., 2013 ; Dimitsantos et 

al., 2007). La corticostéronémie n’était pas augmentée chez les ratons des GP, voire même 

diminuée dans ces études (Bulfin et al., 2011 ; Rödel et al., 2010). Un stress aigu de 

contention induisait une augmentation de la corticostéronémie équivalente chez les animaux 

des GP et ceux des PC, avec un retour au taux basal plus rapide dans le groupe des GP 

(Bulfin et al., 2011). Il semble donc que les conséquences du RCPN sur les fonctions 

intestinales ne soient pas liées à une sécrétion excessive de corticostérone secondaire au 

stress induit par l’augmentation de la taille de la portée. 

 

 La croissance de l’intestin grêle des animaux allaités est plus rapide que celle des 

animaux non alimentés ou alimentés artificiellement (Stoddart et Widdowson, 1976 ; Hall et 

Widdowson, 1979 ; Rothman et al., 1985 ; Woliński et al., 2003). Chez l’Homme, la 

perméabilité intestinale des nouveau-nés allaités est significativement plus basse à sept 

jours de vie par rapport à ceux recevant une préparation pour nourrissons, suggérant que le 

lait maternel puisse accélérer la maturation de l’épithélium intestinal (Catassi et al., JPGN 

1995). Le lait maternel contient de nombreux facteurs de croissance, tels que EGF 

(epidermal growth factor), TGF-α (transforming growth factor-α), l’érythropoïétine, HGF 

(hepatocyte growth factor), IGF-1 (insulin-like growth factor 1), et des hormones ayant une 

action intestinotrophique (Cummins et Thompson, 2002 ; Wagner et al., 2008). L’expression 

dans l’intestin grêle des récepteurs des facteurs de croissance EGF, HGF, et IGF-1, 

augmente dès la naissance chez la souris, pour atteindre un pic à PN14. Elle diminue 

ensuite fortement pour atteindre au moment du sevrage le niveau d’expression retrouvé 
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dans l’intestin adulte. L’augmentation de l’expression dans l’intestin grêle des récepteurs des 

facteurs de croissance au cours de la lactation chez la souris est concomitante d’une 

augmentation de la sécrétion de EGF et IGF-1 dans le lait maternel (Zhang et al., 2016). Les 

études réalisées chez l’animal, ou sur des cultures primaires, montrent que les facteurs de 

croissance présents dans le lait maternel stimulent la prolifération des cellules intestinales, et 

la maturation des enzymes digestives (Cummins et Thompson, 2002). La présence de 

leptine et d’insuline dans le lait maternel a été mise en évidence chez l’Homme et le rongeur 

(Casabiell et al., 1997 ; Aoki et al., 1999 ; Shehadeh et al., 2006). La concentration de leptine 

dans le lait maternel est corrélée avec la concentration plasmatique chez le nourrisson (Uçar 

et al., 2000). Outre leur rôle dans la régulation du métabolisme et de la satiété, la leptine et 

l’insuline ont une action intestinotrophique. Les entérocytes des mammifères expriment les 

récepteurs de la leptine et de l’insuline très tôt au cours de la vie (Barrenetxe et al., 2002 ; 

Buts et al., 1997). L’affinité de l’insuline pour son récepteur est trois fois supérieure chez le 

raton par rapport au rat adulte (Buts et al., 1997). L’administration de leptine ou d’insuline 

orale pendant la lactation chez l’animal accélère la croissance de l’intestin et la maturation 

des enzymes digestives, avec un effet dose-dépendant (Woliński et al., 2003 ; Buts et al., 

1990 ; Ménard et al., 1981). Chez l’Homme, la supplémentation en insuline par voie entérale 

est associée à une augmentation de l’activité de la lactase et de la tolérance alimentaire 

chez le prématuré (Shulman, 2002). Il a été montré que les taux de leptine et d’insuline 

plasmatiques au cours des trois premières semaines de vie sont plus faibles chez les ratons 

issus des GP (Patterson et al., 2010 ; Plagemann et al., 1999). L’administration de leptine 

orale permet de restaurer un taux plasmatique de leptine normal chez ces animaux 

(Patterson et al., 2010), suggérant que la diminution de lait ingéré pourrait expliquée la 

diminution du taux plasmatique de leptine chez les animaux issus des GP. Le rôle de la 

diminution des facteurs intestino-trophiques ingérés via le lait maternel dans le retard de 

maturation intestinale induit par le RCPN reste à démontrer. Des études montrant : (i) la 

diminution des facteurs intestino-trophiques dans le lait maternel des GP ; (ii) la diminution 

de l’expression et de l’activation des récepteurs des facteurs intestino-trophiques dans 
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l’intestin des souriceaux issus des GP ; (iii) la prévention des effets délétères du RCPN sur la 

maturation intestinale par l’administration précoce de facteurs intestino-trophiques contenus 

dans le lait maternel, sont nécessaires pour valider cette hypothèse. 

 

3. Impact du RCPN sur la susceptibilité aux colites inflammatoires à l’âge adulte 

 Le retard de maturation de la barrière intestinale induit par le RCPN est associé à une 

augmentation de l’expression des cytokines pro-inflammatoires TNF-α, IL-1β et IL-6 dans le 

côlon des souriceaux avec RCPN. À l’âge adulte, il persiste une altération de la réponse 

inflammatoire de l’intestin, caractérisée par une augmentation de l’expression des cytokines 

associées aux réponses immunitaires Th1, Th17 et Treg. Après induction d’une colite 

chronique au DSS 3 %, le score histologique de sévérité de la colite plus élevé chez les 

souris avec RCPN, ainsi que la persistance d’une élévation des cytokines pro-

inflammatoires, et la diminution de la réponse immunitaire Treg, sont en faveur d’une plus 

grande susceptibilité à la colite chimiquement induite en cas de RCPN. 

 

 Le DSS est un polysaccharide sulfaté toxique pour les colonocytes qui, en altérant la 

barrière intestinale, expose les cellules immunitaires présentes dans la muqueuse et la sous-

muqueuse aux antigènes bactériens, entraînant une réponse inflammatoire rapide et 

profonde (Valatas et al., 2015 ; Kiesker et al., 2015 ; Wirtz et al., 2017). Le DSS induit ainsi 

une colite sévère, touchant préférentiellement le côlon gauche, caractérisée par la présence 

d’ulcérations, une perte des cryptes, et une infiltration granulocytaire (Kiesker et al., 2015 ; 

Elson et al., 1995 ; Wirtz et al., 2017). L’administration répétée de DSS induit une colite 

chronique associant des ulcérations, des zones de régénération épithéliale, et une infiltration 

lymphocytaire prédominante (Elson et al.,  1995). Lors de sa première administration, le DSS 

entraîne une perte de poids importante et maximale entre J8 et J10 (Ottewell et al., 2006 ; 

Gouyer et al., 2015 ; Rodrigues-Sousa et al., 2014). Les symptômes, à type de diarrhées et 

de rectorragies, sont plus modérés voire absents lors de la phase chronique et ne sont pas 

associés à une perte de poids (Rodrigues-Sousa et al., 2014). Une étude de la composition 
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corporelle réalisée chez des souris soumises à une colite chronique au DSS 3 % montrait 

une diminution de la masse grasse, sans modification associée de la masse maigre (Melgar 

et al., 2007). La perte préférentielle de masse grasse pourrait expliquer que les animaux 

avec RCPN, ayant une masse grasse moins importante à l’âge adulte, perdent moins de 

poids au cours de la colite chronique. La phase aiguë de la colite au DSS est caractérisée 

par une réponse immunitaire de type Th1 et Th17 (Yan et al., 2011). L’augmentation du 

TNF-α a un rôle délétère sur la barrière intestinale en altérant l’activité des jonctions serrées 

et en induisant l’apoptose des cellules épithéliales intestinales (Neurah, 2014). Au cours de 

la phase chronique, les réponses immunitaires Th1 et Th17 diminuent au profit des réponses 

Th2 et Treg (Rodrigues-Sousa et al., 2014 ; Alex et al., 2009). Les cellules Treg, en 

produisant des cytokines anti-inflammatoires tel que IL-10, jouent un rôle majeur dans la 

résolution de l’inflammation en supprimant la réponse des cellules T effectrices (Neurah, 

2014). L’augmentation plus importante du TNF-α par rapport au groupe CTRL, et la 

diminution de la sécrétion d’IL-10, pourraient expliquer la sévérité plus importante de la colite 

chronique chez les animaux avec RCPN. Il conviendrait toutefois de préciser la cinétique de 

la réponse immune en mesurant l’expression des cytokines et des facteurs de transcription 

T-bet (Th1), GATA3 (Th2), RORγt (Th17) et FOXP3 (Treg) à la fin de chacun des trois cycles 

de DSS. 

 

 L’impact à long terme de l’environnement périnatal sur la susceptibilité aux colites 

inflammatoires à l’âge adulte a fait l’objet de peu d’études chez l’animal. Un stress chronique 

de séparation maternelle pendant les 14 à 18 premiers jours de vie était associé à une 

augmentation de la perméabilité intestinale à l’âge adulte et une sévérité accrue de la colite 

induite au TNBS chez le rongeur (Barreau et al., 2004 ; Fuentes et al., 2016), et de la colite 

spontanée chez la souris IL10-/- (Lennon et al., 2013). L’administration d’une antibiothérapie 

(céfazoline) pendant la dernière semaine de gestation chez la souris était associée à une 

augmentation de la sévérité de la colite aiguë au DSS chez les descendants à l’âge adulte 

(Munyaka et al., 2015). Un déséquilibre de l’apport en acides gras polyinsaturés à longue 
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chaîne de la série n-6 et n-3 dans l’alimentation maternelle pendant la gestation et la 

lactation augmentait la susceptibilité aux colites chimiquement induites chez le rat adulte 

(Innis et al., 2010 ; Reddy et Naidu, 2015). Notre travail confirme que l’environnement 

périnatal peut programmer la réponse inflammatoire de l’intestin à l’âge adulte lors d’une 

colite chimiquement induite. 

 

4. Impact du RCPN sur la composition du microbiote intestinal 

 Nous avons montré que le RCPN a un impact direct sur la richesse et la composition 

du microbiote fécal à PN21, alors qu’à l’âge adulte la composition du microbiote est 

superposable à celle du groupe CTRL. Le développement du microbiote intestinal entre le 

sevrage et l’âge adulte chez la souris FVB/NRj est caractérisé par une augmentation de la 

diversité et un enrichissement en certaines espèces bactériennes, appartenant 

principalement aux Firmicutes. La colonisation bactérienne de l’intestin est altérée en cas de 

RCPN. Le microbiote fécal est moins riche en espèces bactériennes chez la souris au 

sevrage, et le développement de certains genres bactériens est différent par rapport au 

groupe CTRL. Une abondance plus faible de Odoribacter spp, et d’un certain nombre de 

genres appartenant à la famille des Lachnospiraceae est mise en évidence dans le groupe 

RCPN à PN21. Odoribacter spp et les Lachnospiraceae sont des groupes d’espèces 

bactériennes productrices de butyrate (Göker et al., 2011). Le butyrate est un acide gras à 

chaîne courte, issu de la fermentation bactérienne. Il constitue la première source d’énergie 

des cellules épithéliales intestinales (Ahmad et al., 2000) et stimule la prolifération et la 

différenciation des cellules Treg de l’intestin (Atarashi et al., 2013 ; Smith et al., 2013), 

contribuant ainsi au renforcement de la barrière intestinale. Une diminution de Odoribacter 

spp et des Lachnospiraceae (Kostic et al., 2014 ; Maukonen et al., 2015 ; Gevers et al., 

2014), associée à une diminution du taux fécal de butyrate (Erickson et al., 2012) a été mise 

en évidence chez les patients atteints de MICI, chez qui il existe une altération de la barrière 

intestinale. Candidatus Arthromitus spp était absent à PN21 dans les deux groupes et 

devenait abondant à PN60 dans le groupe RCPN uniquement. Candidatus Arthromitus spp, 
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ou bactérie filamenteuse segmentée (BFS), joue un rôle critique dans la maturation et le 

maintien de la barrière immune intestinale. BFS stimule le développement des plasmocytes, 

la production d’immunoglobuline A sécrétoire (sIgA), et les réponses T pro-inflammatoire et 

régulatrice (Caselli et al., 2010). La colonisation de souris axéniques par Candidatus 

Arthromitus spp induit une réponse immune Th17 et une augmentation de l’expression de 

gènes impliqués dans la réponse inflammatoire et anti-microbienne, et confère ainsi une plus 

grande résistance au pathogène Citrobacter rodentium (Ivanov et al., 2009). A l’inverse, BFS 

peut induire une réponse immune délétère pour l’hôte. L’utilisation de modèles 

expérimentaux d’auto-immunité a montré que la colonisation par BFS aggrave l’arthrite IL-

17-dépendante (Wu et al., 2010) et l’encéphalomyélite auto-immune (Lee et al., 2010). 

Enterococcus spp, Staphylococcus spp et Escherichia-Shigella spp sont anormalement 

présents en proportion importante à PN21 dans le groupe RCPN. L’expansion de ces 

bactéries anaérobies facultatives est concordante avec l’augmentation des cytokines pro-

inflammatoires dans le côlon des souriceaux avec RCPN. Il a été montré que l’inflammation 

intestinale, du fait de l’hyperhémie et de l’augmentation de la perméabilité vasculaire et 

muqueuse, est responsable d’une augmentation de la concentration en oxygène intra-

luminale favorisant alors l’expansion des bactéries anaérobies facultatives (Albenberg et al., 

2014). L’utilisation de traitement anti-inflammatoire à visée digestive, tel que l’acide 5-

aminosalicylique, est associée à une diminution des Escherichia-Shigella spp (Morgan et al., 

2012). Escherichia-Shigella spp, est un groupe de bacilles Gram(-), anaérobies facultatifs, 

appartenant à la famille des Enterobacteriaceae. Ce groupe comprend des espèces 

commensales et des espèces bactériennes potentiellement pathogènes et hautement 

invasives. La technique de séquençage de l’ARNr 16S bactérien ne permet pas de faire la 

différence entre les espèces entéro-invasives et Escherichia coli non pathogène. L’activation 

du TLR-4 (Toll-like receptor-4) par le lipopolysaccharide (LPS), composant de la paroi des 

bactéries Gram(-), participe au maintien de la barrière épithéliale en induisant la production 

de cytokines pro-inflammatoires par la voie NF-κB, et en stimulant la prolifération des 

cellules épithéliales et l’activité des jonctions serrées (Pålsson-McDermott et O'Neill, 2004 ; 
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Abreu, 2010). L’activation excessive du TLR-4 en raison de la présence en abondance de 

bactéries productrices de LPS peut induire une réponse inflammatoire exagérée. Une 

augmentation des Enterobacteriaceae, en particulier Escherichia-Shigella spp, a été mise en 

évidence dans des modèles murins de colite inflammatoire (Lupp et al., 2007), ainsi que 

chez des patients atteints de MICI (Kostic et al., 2014 ; Maukonen et al., 2015 ; Gevers et al., 

2014), et était associée à une surexpression du TLR-4 par les cellules épithéliales 

intestinales (Cario et Podolsky, 2000). La diminution des bactéries productrices de butyrate 

(Odoribacter spp et les Lachnospiraceae) et l’augmentation des bactéries pro- 

inflammatoires (Enterococcus spp, Staphylococcus spp et Escherichia-Shigella spp) à PN21 

sont concordantes avec l’altération de la barrière intestinale et l’augmentation des cytokines 

pro-inflammatoires mises en évidence en cas de RCPN dans le côlon de la souris au 

sevrage. 

 

 Le microbiote intestinal est indispensable à la maturation de la barrière intestinale et 

l’éducation du système immunitaire. L’invalidation du gène MyD88, essentiel dans la voie de 

signalisation des TLR, est associée à une diminution de l’expression des protéines des 

jonctions serrées et une augmentation de la perméabilité intestinale chez la souris à trois 

semaines de vie (Patel et al., 2012), et s’accompagne d’une susceptibilité accrue aux colites 

inflammatoires à l’âge adulte (Rakoff-Nahoum et al., 2004), soulignant l’importance du 

microbiote dans l’homéostasie immunitaire intestinale. Il a été montré également une 

sévérité plus importante de la colite induite à l’oxazolone chez les souris axéniques. La 

colonisation des souris axéniques par un microbiote conventionnel pendant la période 

néonatale diminue la sévérité de la colite, alors qu’une colonisation à l’âge adulte n’a pas 

d’effet protecteur (Olszak et al., 2012), confirmant que la colonisation bactérienne au 

moment de la maturation du système immunitaire conditionne la réponse immunitaire plus 

tard au cours de la vie. Le type d’espèces bactériennes qui compose le microbiote intestinal 

influence l’intégrité de la barrière intestinale et la différenciation de la réponse immunitaire. 

Nous avons vu précédemment que le butyrate, produit par la fermentation bactérienne, 
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contribue au maintien de la barrière intestinale. La diminution de bactéries productrices de 

butyrate chez le raton est associée à une augmentation de la perméabilité intestinale 

(Moussaoui et al., 2017). La production de chimiokines et de cytokines par les cellules 

intestinales de l’immunité innée en réponse aux signaux bactériens permet le recrutement et 

l’activation des cellules effectrices. L’orientation de la réponse immunitaire induite par le 

microbiote est fonction du type d’antigènes bactériens présentés aux cellules de la réponse 

innée. La bactérie commensale Bacteroides fragilis spp influence l’équilibre entre les 

réponses immunes Th1 et Th2 (Mazmanian et al., 2005). La colonisation de souris 

axéniques par la BFS stimule la prolifération des cellules Th17 dans la lamina propria et 

induit la production de IL-17 et IL-22 (Ivanov et al., 2009). Les bactéries productrices de 

butyrate stimule la prolifération des Treg et la production de la cytokine anti-inflammatoire IL-

10 (Atarashi et al., 2013 ; Arpaia et al., 2013). Une altération de la colonisation bactérienne 

de l’intestin peut donc avoir un effet délétère sur la maturation de la barrière intestinale et 

l’homéostasie du système immunitaire à long terme. L’augmentation de la susceptibilité à la 

colite induite par le DSS à PN60 en cas de RCPN, malgré la normalisation de la composition 

du microbiote intestinal à l’âge adulte, suggère un effet de programmation du RCPN, et de la 

dysbiose induite par le RCPN, sur la santé intestinale au cours de la vie. Même si la 

dysbiose est transitoire, elle survient à un moment critique du développement de la barrière 

intestinale et du système immunitaire, et peut ainsi augmenter la susceptibilité aux colites 

inflammatoires plus tard au cours de la vie. 
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Conclusion et perspectives 

 

 

 Ce travail conforte l’hypothèse d’une origine développementale des maladies 

intestinales chroniques. Un environnement nutritionnel délétère pendant les premières 

semaines de vie altère la maturation de l’intestin, en particulier la barrière intestinale, ainsi 

que la colonisation bactérienne, chez la souris. Ces altérations du développement des 

fonctions intestinales sont associées à une susceptibilité accrue aux colites inflammatoires 

plus tard au cours de la vie, suggérant un effet de programmation de l’environnement 

nutritionnel précoce (figure 17). 

 

 Des études complémentaires sont nécessaires pour confirmer le rôle de 

l’environnement nutritionnel précoce sur le risque de maladies intestinales au cours de la vie, 

identifier d’autres facteurs environnementaux périnataux pouvant influencer la santé 

intestinale à long terme, préciser la fenêtre de sensibilité au cours de laquelle ces facteurs 

pourraient être délétères pour l’intestin, et enfin, identifier les mécanismes sous-jacents 

impliqués. L’intestin en développement est le siège de modifications épigénétiques. Ces 

dernières touchent en particulier des gènes impliqués dans la barrière intestinale, tels que 

MUC2, TFF3, TLR3, TLR4, et des gènes du HLA classe II (Kraiczy et al., 2016). Les 

modifications épigénétiques sont extrêmement sensibles aux facteurs environnementaux, 

notamment nutritionnels (Schaible et al., 2011). Le microbiote intestinal peut lui aussi induire 

des modifications épigénétiques au niveau de la muqueuse intestinale. Les acides gras à 

chaînes courtes et les folates, issus de la production bactérienne, modulent l’acétylation des 

histones et la méthylation de l’ADN respectivement (Alenghat et Artis, 2014). 

L’environnement nutritionnel précoce, et les modifications du microbiote intestinal associées, 



	 76	

pourraient induire des modifications épigénétiques dans l’intestin en développement. En 

modulant l’expression de gènes impliqués dans le maintien de la barrière intestinale et 

l’homéostasie immunitaire, ces modifications épigénétiques pourraient favoriser le risque de 

maladies intestinales au cours de la vie. Le défi des études futures est d’identifier les 

marques épigénétiques associées à une modification de l’expression des gènes impliqués 

dans la réponse inflammatoire de l’intestin, et de déterminer leur caractère réversible ou non. 

La mise en évidence de modifications épigénétiques permettrait de développer des 

biomarqueurs pour identifier les sujets à risque de maladies intestinales chroniques et 

proposer ainsi des stratégies de prévention. Une étude de la méthylation de l’ADN au niveau 

de l’iléon et du côlon des animaux avec RCPN est en cours, et permettra peut être 

d’identifier les mécanismes impliqués dans l’impact du RCPN sur la santé intestinale à long 

terme. 

 

 La mise en évidence de l’impact à long terme de l’environnement nutritionnel au 

cours des 1000 premiers jours de vie sur la santé intestinale souligne l’importance de 

promouvoir des recommandations nutritionnelles pour les jeunes couples susceptibles 

d’avoir des enfants, les femmes enceintes, les mères allaitantes et les jeunes enfants. Des 

interventions permettant de prévenir les conséquences à long terme sur la santé intestinale 

d’un environnement nutritionnel délétère en renforçant la barrière intestinale pourraient être 

proposées chez les enfants identifiés comme ayant un risque ultérieur de maladies 

intestinales compte-tenu du contexte périnatal. Les pré- et les probiotiques semblent être 

des candidats prometteurs. L’administration de Lactobacillus rhamnosus GG (LGG) accélère 

la maturation de la barrière intestinale chez la souris. La perméabilité intestinale de 

souriceaux âgés de deux semaines ayant reçu du LGG est comparable à celle de souriceaux 

âgés de trois semaines et s’accompagne d’une augmentation de l’expression de la claudine 

3 (Patel et al., 2012). La supplémentation en Lactobacillus pendant la période postnatale 

précoce prévient l’augmentation de la perméabilité intestinale et l’adhésion bactérienne à la 

muqueuse secondaires à un stress de séparation maternelle chez le raton (Vanhaecke et al., 
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2017 ; Gareau et al., 2007). Les  probiotiques sont capables également de moduler la 

réponse inflammatoire de l’intestin en diminuant la production de cytokines pro-

inflammatoires et/ou en augmentant la production de cytokines anti-inflammatoires. 

Bifidobacterium infantis inhibe in vitro la production d’IL-17 et augmente la sécrétion d’IL-10 

(Tanabe et al., 2008). L’effet immunomodulateur des probiotiques est associé à une 

diminution de la susceptibilité aux colites chimiquement induites chez l’animal. 

L’administration du mélange de probiotiques VSL#3 diminue la sévérité de la colite induite 

par le DSS chez la souris Muc2-/- (Kumar et al., 2016). L’administration de LGG pendant la 

gestation et la lactation augmente la prolifération et la différenciation des cellules épithéliales 

intestinales, la formation des jonctions serrées, la production de sIgA, ainsi que la richesse et 

la diversité du microbiote intestinal chez le souriceau. À l’âge adulte, la colite induite par le 

DSS est moins sévère chez les animaux exposés au LGG pendant la période périnatale, 

suggérant un effet de programmation des probiotiques (Yan et al., 2017). L’effet 

immunomodulateur des probiotiques est toutefois variable selon la souche utilisée, la dose, 

la fenêtre d’administration, et l’environnement nutritionnel et bactérien (López et al., 2010 ; 

Tanabe et al., 2008 ; Pot et al., 2013). Les résultats des essais cliniques portant sur 

l’efficacité des probiotiques dans le traitement des MICI sont d’ailleurs décevants (Ghouri et 

al., 2014), probablement parce que les interventions étaient réalisées chez des patients 

adultes dont le système immunitaire n’est plus aussi modulable que le système immunitaire 

en développement du jeune enfant. Seule la souche Escherichia coli Nissle 1917 a montré 

une efficacité comparable à la mesalazine dans la survenue de rechute chez les patients 

atteints de rectocolite hémorragique (Kruis et al., 2004). Tout l’enjeu de la conception des 

essais sur les probiotiques réside donc dans la sélection de la meilleure souche et de la 

meilleure fenêtre d’intervention. Le concept de renforcement de la barrière intestinale par 

l’administration de prébiotiques stimulant la croissance des bactéries productrices d’acides 

gras à chaînes courtes est aussi attractif. La supplémentation en galacto-oligosaccharides et 

fructo-oligosaccharides pendant la période néonatale stimule la croissance des 

bifidobactéries et augmente la concentration fécale en acides gras à chaînes courtes chez le 
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nourrisson (Knol et al., 2005). Chez le rongeur, l’administration d’oligosaccharides pendant la 

gestation et/ou la lactation modifie à long terme la composition du microbiote intestinal 

(Morel et al., 2015) et réduit la susceptibilité aux allergies alimentaires à l’âge adulte 

(Bouchau et al., 2016). Des études complémentaires sont toutefois nécessaires pour 

déterminer si l’effet de programmation des prébiotiques sur le microbiote intestinal est 

bénéfique pour la santé intestinale à long terme. 

 

 En conclusion, ce travail souligne l’importance de l’environnement nutritionnel 

précoce dans la programmation de la santé intestinale. Si ces résultats expérimentaux sont 

confirmés chez l’Homme, des stratégies d’interventions nutritionnelles, telles qu’une 

supplémentation en pré- et/ou probiotiques, pourraient être proposées chez les jeunes 

enfants à risque de maladies intestinales chroniques plus tard au cours de la vie. 
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Figure 17. Effet de programmation du retard de croissance postnatal sur la santé intestinale. 
Le retard de croissance postnatal (RCPN) altère la maturation de la barrière intestinale, ainsi que la 
colonisation bactérienne. Ces altérations survenant à un moment critique du développement du 
système immunitaire, pourraient perturber à long terme l’homéostasie immunitaire de l’intestin, 
conduisant ainsi à une susceptibilité accrue aux colites inflammatoires à l’âge adulte. L’effet de 
programmation du RCPN pourrait impliqué des modifications épigénétiques dans l’intestin en 
développement. A, acétylation des histones; M, méthylation des histones; P, phosphorylation des 
histones ; CH3, groupement méthyl. 
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ABSTRACT 

A growing body of evidence supports the concept of perinatal programming through which 

the perinatal environment affects the development of the fetus and infant, thereby modifying 

the risk profile for disease later in life. Increasing attention is focusing on the role of the early 

environment in the development of chronic intestinal disorders. Epidemiological studies have 

highlighted the link between perinatal factors, such as breastfeeding, caesarean section, and 

antibiotic use, and an increased risk for inflammatory bowel disease and/or celiac disease. 

These links are consistent with the concept of perinatal programming of intestinal 

inflammatory disorders. Animal models have shown that the early life environment affects the 

development of the gastrointestinal tract. However, further experimental studies are needed 

to confirm the long-term effects of the perinatal environment on the susceptibility to chronic 

intestinal disorders later in life. Changes in the development and composition of the intestinal 

microbiota and epigenetics are emerging as key mechanisms through which the perinatal 

environment determines susceptibility to intestinal inflammatory disorders. 

 

Keywords: perinatal programming, inflammatory bowel disease, celiac disease, intestinal 

microbiota, epigenetics 
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INTRODUCTION 

The perinatal and early childhood periods, from conception until two years of age, — 

the so-called “first thousand days of life” — are critical in the development of the fetus and 

infant, and can modify the risk profile for disease later in life.1 Over the last 25 years, the 

developmental origin of chronic noncommunicable diseases, referred to as the concept of 

perinatal programming, has emerged as an important aspect of the pathogenesis of these 

diseases. The concept of perinatal programming was first emphasized by Barker et al. in 

1989, who reported a correlation between weight in infancy and death from ischemic heart 

disease in later life.2 Epidemiological studies and experimental models in animals have since 

confirmed the association between the perinatal environment — especially the nutritional 

status of the mother, fetus, and infant — and the subsequent risk for diseases such as type 2 

diabetes, cardiovascular diseases, and the metabolic syndrome in adulthood.3,4 A growing 

number of studies have highlighted the role of epigenetic modifications, such as DNA 

methylation or histone modifications, in perinatal programming. Epigenetic modifications 

induced by the early life environment can affect gene expression in pathways associated with 

metabolic homeostasis and thus program phenotypic responses to later environmental 

challenges such as a high-fat diet.4 

The gastrointestinal tract undergoes significant maturation during the perinatal period, 

that leads to the establishment of the intestinal barrier and immune homeostasis.5–7 

Dysfunction of the intestinal barrier is implicated as a critical component of chronic 

inflammatory disorders, including inflammatory bowel disease (IBD) and celiac disease.7,8 

IBD, including Crohn’s disease and ulcerative colitis, are incurable disorders, characterized 

by a chronic inflammation of the gastrointestinal tract, affecting mainly young adult. While the 

disease prognosis has changed with the discovery of biologics, IBD reduces the quality of life 

and functional status of patients. Dysfunction of the intestinal barrier and inappropriate 

immune response to the intestinal microbiota seem to be implicated in genetically susceptible 

individuals. Recent epidemiological data showed that the incidence of IBD is continually 

rising, indicating that not only the genetic predisposition is part of the pathogenesis, but that 
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also the environment may play a role.9 Celiac disease is an immune-mediated disorder 

characterized by an enteropathy caused by the consumption of gluten in genetically 

susceptible individuals. The life-long gluten free diet suppresses symptoms and prevents the 

long-term complications of the disease, but primary prevention strategy would be beneficial 

given the dietary requirements. The prevalence of celiac disease is 1 to 3% in the general 

population while HLA-DQ2 and HLA-DQ8 risk haplotypes are present in 25% of the general 

population,10 suggesting that environmental factors may trigger the development of the 

disease. Increasing evidence suggests that the perinatal environment can affect the 

developing gastrointestinal tract, including the intestinal microbiota, and modify the risk 

profile for intestinal inflammatory disorders later in life, including IBD and celiac disease. 

In this review, we first provide an overview of the perinatal maturation of the intestinal 

barrier and the role of the intestinal microbiota in shaping its function. We then describe the 

existing evidence from clinical and experimental studies of the perinatal programming of 

intestinal inflammatory disorders, with a focus on IBD and celiac disease. Finally, we discuss 

the role of epigenetic mechanisms in the developmental origin of intestinal inflammatory 

disorders. 
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PERINATAL MATURATION OF THE INTESTINAL BARRIER 

During the perinatal period, the gastrointestinal tract undergoes significant maturation 

to cope with the changes in nutritional supply and high nutritional needs of the young infant 

and to provide an effective barrier against potentially harmful agents (food antigens, 

microorganisms and their toxins).5–7 The intestinal barrier is a complex structure comprising 

four components: (i) the intestinal microbiota, which produces antibacterial agents that 

prevent pathogen colonization, stimulates mucus production, and plays a critical role in the 

maturation of the immune system; (ii) the mucus layer, which protects the intestinal 

epithelium and contains antimicrobial peptides that prevent bacterial invasion; (iii) the 

intestinal epithelium and its intercellular junctions, which act as a physical barrier between 

the intestinal lumen and the inner milieu; and (iv) the immunological barrier made up of 

secretory immunoglobulin A (SIgA), antimicrobial peptides secreted by Paneth cells, and the 

mucosal immune system (Fig. 1).7 

Maturation of the intestinal epithelial barrier in humans starts at the end of the first 

trimester of pregnancy and continues after birth.5,7 Although the fetal intestinal epithelium is 

morphologically similar to the adult epithelium by 22 weeks of gestation, its functional 

maturation continues in the newborn. The “closure” of the leaky fetal intestinal epithelium to 

the external environment occurs during the first week after birth in humans with the 

maturation of the intercellular junctions, and thus prevents the passage of macromolecules 

such as food antigens and microorganisms and their toxins. 7,11,12 Goblet cells are present by 

10 weeks of gestation and MUC2, the main gelling mucin in the intestinal mucus layer, is 

detected in the small intestine and the colon by 12 weeks of gestation.5,6 All of the 

components of the immunological barrier are present before birth. Immune cells are first 

observed as early as 8 weeks of gestation. Production of antimicrobial peptides by Paneth 

cells — in particular the defensins and lysozyme — starts by week 13 and week 20 of 

gestation, respectively.5 However, the immune system remains immature in the newborn and 

must learn to tolerate benign antigens and to activate defenses against pathogens in the 

luminal contents. The bacterial colonization of the gastrointestinal tract and the exposure to 
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food antigens contribute to the education of the immune system and the acquisition of 

immune tolerance to commensal bacteria and dietary antigens from birth through infancy and 

childhood.13,14 

 

ROLE OF THE MICROBIOTA IN THE MATURATION AND MAINTENANCE OF THE 

INTESTINAL BARRIER 

The intestinal microbiota and the host coexist in a mutually beneficial relationship. The 

host provides a niche that contains the nutrients necessary for the microbiota to persist. In 

turn, the intestinal microbiota is critical in the maturation of the intestinal barrier. Colonization 

of the gastrointestinal tract by bacteria induces changes in the expression of host genes 

involved in epithelial barrier function. Colonization of germ-free mice with the commensal 

bacteria Bacteroides thetaiotaomicron was associated with increased expression of genes 

involved in the transport of SIgA across the intestinal epithelium, inhibition of complement-

mediated mucosal damage, and mucus layer component. Other commensal bacteria such as 

Bifidobacterium infantis and Escherichia coli modulated as well the expression of the host 

genes but to varying degrees depending on the bacterial species, which suggests that the 

composition of the microbiota may affect the maturation of the intestinal barrier.15 

Additionally, commensal bacteria play a critical role in the development of the mucosal 

immune system. Colonization of germ-free mice with commensal bacteria induced the 

expansion of the gut-associated lymphoid tissue, secretion of SIgA, and T-cell 

differentiation.16 Moreover, the intestinal microbiota modulates the Th1/Th2 balance by 

determining the development of effector T-cells, and thus impact the direction of immune 

responses.17 The microbiota is also critical for the maintenance of a functional intestinal 

barrier. The activation of the Toll-like receptors (TLRs) by the signals provided by bacteria 

(i.e. pathogen-associated molecular patterns (PAMPs) such as bacterial lipopolysaccharide 

and peptidoglycan) induces epithelial cell proliferation, maintenance of tight junctions, and 

production of antimicrobial peptides and SIgA.18 Moreover, the short-chain fatty acids (SCFA) 

produced by bacterial fermentation contribute to the maintenance of the intestinal epithelium 
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and protection against pathogen colonization. The SCFA butyrate is an important energy 

source for the intestinal epithelium and induces the differentiation of regulatory T-cells. 

Lactate and acetate from bacterial production form a chemical barrier against potential 

pathogens.19,20 

Appropriate microbiota diversity and an effective intestinal barrier are essential for 

immune homeostasis. Disruption in intestinal microbiota diversity (dysbiosis) and/or 

compromised intestinal barrier function are linked to many disease states21 including chronic 

inflammatory diseases such as obesity, food allergy, IBD, and celiac disease.7,8,22,23 IBD is 

associated with an increased permeability of the intestinal epithelium.24 Although the 

pathogenesis of IBD is unclear, it has been suggested that dysfunction of the intestinal 

barrier may be the primary defect in genetically susceptible individuals, and results in the 

translocation of commensal bacteria and continuous stimulation of the intestinal immune 

system. Increased intestinal permeability along with underexpression of the tight junction 

proteins ZO-1 and occludin have been observed in asymptomatic individuals with increased 

risk for celiac disease. This suggests that the onset of the disease may be preceded by an 

altered intestinal barrier, which leads to the translocation of gluten proteins and a T-cell-

mediated chronic immune response.25 

 

EVIDENCE OF PERINATAL PROGRAMMING OF INTESTINAL INFLAMMATORY 

DISORDERS 

Influence of the perinatal environment on the intestinal microbiota 

Increasing evidence suggests that the bacterial colonization of the gastrointestinal tract 

may be initiated in utero. The concept that the foetoplacental unit is sterile during normal 

term pregnancy has been challenged by the demonstration of commensal bacteria in the 

healthy human placenta,26–28 amniotic fluid,26 and meconium.26,29,30 Similarities in microbiota 

composition have been demonstrated between meconium, placenta and amniotic fluid. In the 

study of Collado et al., 41 of the 75 bacterial family level phylotypes detected in meconium 

samples from neonates born by elective caesarean section at full term were also detected in 
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amniotic fluid and placenta samples.26 This result suggests that placenta and amniotic fluid 

microbiota may contribute to the prenatally bacterial colonization of the gastrointestinal tract. 

Moreover, the maternal microbiota during pregnancy might drive the development of the 

neonatal immune system. Colonization of germ-free pregnant mice shapes the early 

intestinal innate immune development in pups with a postnatal increase in innate lymphoid 

and mononuclear cells in the small intestine and expression of genes involved in epithelial 

defense (epithelial cell division and differentiation, mucins expression, polymeric 

immunoglobulin receptor and mononuclear recruitment).31 In human, placenta and amniotic 

microbiota are associated with changes in innate immune gene expression — in particular 

TLR-related genes — in the fetal intestine.32 After birth the gastrointestinal tract is colonized 

with species from the maternal microbiota (fecal, vaginal, and skin microbiota) and the birth 

environment. Facultative anaerobic bacteria, such as Staphylococcus, Streptococcus, 

Enterococcus, and Enterobacter spp., are the first species that colonize newborns. These 

bacteria generate an anaerobic environment favorable to the growth of obligate anaerobes. 

Bifidobacterium, Bacteroides, Clostridium, and Eubacterium spp. become predominant after 

one week of life.19,33 Thereafter, microbiota diversity increases rapidly during infancy shaped 

by the infant’s environment and the introduction of solid foods. The composition and diversity 

of the microbiota stabilize by three years of age, when the microbiota at that age becomes 

similar to that of an adult.19 

Monozygotic twins share only 50% of the species in their gut microbiota, which 

confirms the importance of environmental factors in determining the bacterial composition of 

the gastrointestinal tract.34 Perinatal environmental factors, including gestational age, mode 

of delivery, early life nutrition, and antibiotic use, play critical roles in the composition of the 

colonizing microbiota. Infants born vaginally exhibit a microbiota composition closer to that of 

the vaginal and intestinal microbiota of their mother, whereas infants delivered by caesarean 

section exhibit a microbiota composition that is more similar to that of maternal skin and the 

hospital environment.35 This is shown by the reduced diversity of the microbiota, lower 

abundance of Bacteroides, and higher proportion of Enterobacter, Clostridium, Haemophilus, 
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Staphylococcus, and Streptococcus spp. observed in infants born by caesarean section 

compared with those born vaginally.19,35–39 The differences in microbiota composition 

between modes of delivery are still observed months after birth. Bäckhed et al. showed that, 

while the difference between infants born by caesarean section and those born vaginally 

decreased during the first year of life, infants born by caesarean section exhibited more 

heterogeneous intestinal microbiota at 12 months of life.35 Confounding factors — in 

particular breastfeeding, peripartum antibiotic exposure and prolonged hospitalization — may 

explained at least in part, the differences in the composition of the colonizing microbiota 

between modes of delivery. Mothers who undergo caesarean section are more likely to 

receive intrapartum antibiotic prophylaxis. In the studies evaluating difference in microbiota 

according to modes of delivery, antibiotic prophylaxis was systematic during caesarean 

section, while intrapartum antibiotic was reported in 13 to 21% of vaginal deliveries.38,40 A 

reduced microbiota richness and depletion of Bacteroidetes at three months of age were 

reported after intrapartum antibiotic administration, regardless the mode of delivery. 

However, the antibiotic effect was more pronounced in the caesarean delivery group; the 

relative abundance of Bacteroidetes was 46% among infants unexposed to intrapartum 

antibiotic, compared with 24% following intrapartum antibiotic during vaginal delivery, and 

<1% following intrapartum antibiotic with caesarean delivery.40 In the study of Stokholm et al., 

the association between caesarean delivery and Enterococcus faecalis and Staphylococcus 

aureus one week after birth was still significant after stratification for intrapartum antibiotic. 

However, an increased proportion of Klebsiella oxytoca was found in both cesarean and 

vaginal delivery with intrapartum antibiotics, suggesting that antibiotics may explained in part 

the observed differences between modes of delivery.38 The early life nutrition is a major 

contributor to the composition of the colonizing microbiota (see below), and thus can be a 

confounding factor in the differences observed between modes of delivery. Only one recent 

study has investigated the influence of mode of delivery and breastfeeding on microbiota 

composition following adjustment for the other. The authors reported a strong independent 

association between mode of delivery and composition of the intestinal microbiota at six 
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weeks of age.39 Differences in the colonizing microbiota have been also observed between 

elective vs. emergency caesarean delivery.38,40 These differences may be explained by the 

absence of rupture of the membranes — i.e. absence of colonization with the vaginal 

microbiota of the mother — in elective caesarean delivery. Moreover, a higher proportion of 

maternal post-partum and newborn antibiotics for suspected sepsis have been reported in 

emergency caesarean delivery,40 as well as prolonged hospitalization38 which is known to 

affect microbiota composition.37 

Compared with formula-fed infants, breastfed infants acquire a more diverse microbiota 

that is dominated by lactobacilli and bifidobacteria, which are known to stimulate the 

developing immune system and improve intestinal barrier function.19,20,35–37 This difference 

between types of feeding can be explained by the presence in human milk of immune-

modulatory factors such as non-digestible oligosaccharides, SIgA, antimicrobial peptides, 

cytokines, and immune cells. Human milk oligosaccharides are non-digestible carbohydrates 

that act as prebiotics by promoting the development of a bifido-dominant microbiota. The 

fermentation of human milk oligosaccharides in the colon stimulates the growth of 

bifidobacteria and results in the production of specific SCFA. The SCFA profile of breastfed 

infants is characterized by high proportions of acetate and lactate and lower proportion of 

propionate compared to formula-fed infants.33 Additionally, human milk contains viable 

bacteria, including Lactobacillus, Streptococcus, Enterococcus, and Staphylococcus spp., 

and bacterial DNA sequences, such as bifidobacterial DNA, which may program the neonatal 

immune system to recognize colonizing microbes.41 Studies in lactating mice suggest that 

bacteria from the maternal gut can reach the mammary gland via mesenteric lymph nodes.41 

The introduction of solid weaning foods correlates with enrichment in bacterial species of the 

intestinal microbiota. Non-digestible carbohydrates from solid foods, such as fruits, 

vegetables and cereals, introduce new substrates for colonic fermentation and induce 

profound changes in intestinal microbiota composition.33 Amarri et al. showed stable counts 

of fecal bifidobacteria but increases in enterobacteria and enterococci five months after the 

introduction of complementary feeding to four-month-old breastfed infants.42 Dietary 
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intervention, such as the administration of prebiotics or live microorganisms (probiotics), can 

modulate the composition of the intestinal microbiota in infants. Supplementation with 

prebiotics oligosaccharides can bring the microbiota of formula-fed infants closer to that of 

breastfed infants. Specific mixtures of galacto-oligosaccharides and fructo-oligosaccharides 

have been shown to stimulate the growth of bifidobacteria in formula-fed infants, and induce 

SCFA profile closer to that observed in breastfed infants.43 Morel et al. showed that pre-

weaning supplementation with galacto-oligosaccharides and fructo-oligosaccharides in 

suckling rats was associated with long-term changes in adult microbiota composition, 

suggesting that these prebiotics may have a programming effect on adult intestinal 

microbiota.44 Further studies are however required to determine if the long-term effects of 

neonatal prebiotics supplementation on adult intestinal microbiota are associated with health 

benefits. Clinical studies with infant or follow-on formulas supplemented with probiotics 

(alone or in combination) suggest that probiotics may be associated with health benefits, 

such as a reduction in the number and duration of diarrhea episodes45 and a lower frequency 

of colic or irritability.46 However, the clinical effects of probiotics are highly dependent on the 

probiotic strain, the duration and the dose used, and the methodological quality of the 

studies.47 Moreover, there is insufficient data on the adverse effects and long-term safety of 

probiotics. Therefore, the committee on nutrition of the European Society for Pediatric 

Gastroenterology, Hepatology, and Nutrition does not recommend the administration of 

probiotic-supplemented formula.47 Further well-conducted randomized controlled trials are 

required to determine the health benefits of probiotics and define the optimal dose and intake 

duration. 

Preterm birth is associated with a reduced microbial diversity and a higher proportion of 

Clostridium difficile, probably because of delayed enteral feeding, use of sterile formula, the 

neonatal intensive care unit ecology, and frequent antibiotic administration.36,37 However, the 

high carriage rate of Clostridium difficile in preterm neonates is not associated with a higher 

incidence of diarrhea or necrotizing enterocolitis because of the absence of surface binding 

site for Clostridium difficile enterotoxin in the immature intestine.48,49 
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Antibiotic use in early life seems to be intimately linked to reduced microbiota diversity 

and delayed bifidobacteria colonization, depending on the antibiotic spectrum, dosage, and 

length of the antibiotic course.37,50 In a cohort of 1032 infants, antibiotic exposure (mainly 

amoxicillin) during the first month after birth was associated with decreased numbers of 

bifidobacteria and Bacteroides.37 Even if the dysbiosis induced by antibiotic use appears to 

be transient, this modification occurring during the key period of maturation of the intestinal 

barrier and immune system may have long-term effects on intestinal immune homeostasis. 

The impact of antibiotic exposure in early life on susceptibility to immune disorders such as 

asthma and other allergic diseases supports the hypothesis that the dysbiosis induced by 

antibiotic use may have long-term impact on the developing immune system.51,52 

 

Clinical evidence of the developmental origin of intestinal inflammatory disorders 

The incomplete penetrance, with a concordance rate among monozygotic twins of 75% 

in celiac disease53 and 10–30% in IBD54, strongly suggests the role of environmental risk 

factors in the pathogenesis of these diseases. The associations between chronic intestinal 

inflammatory diseases and perinatal environmental factors have been assessed by 

epidemiological studies (Tables 1 and 2)55–73; the two most frequently studied factors are 

breastfeeding and mode of birth delivery. 

In a retrospective observational study in 2002, Ivarsson et al. suggested that 

breastfeeding at the time of gluten introduction is protective against celiac disease.69 The 

protective effect of breastfeeding at the time of gluten introduction on the risk of celiac 

disease was explored in a meta-analysis of observational studies four years later.70 However, 

a recent meta-analysis of 21 studies from 1983 to 2014 did not confirm any significant 

association between breastfeeding and risk for celiac disease.71 This discrepancy probably 

reflects that the later meta-analysis included two recent randomized controlled trials that 

reported that neither the duration of breastfeeding nor continuation of breastfeeding at the 

time of gluten introduction influenced the development of celiac disease in children with an 

increased risk of developing celiac disease (the HLA DQ2/DQ8 genotype and/or having a 
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first-degree relative with celiac disease and/or type 1 diabetes).10,74 As far as IBD is 

concerned, two meta-analyses concluded that there is a protective effect of 

breastfeeding.55,56 Decker et al., and later Jakobsen et al., observed that breastfeeding is 

protective against ulcerative colitis.57,60 However, two other studies from the UK and USA did 

not find any significant association between breastfeeding and risk for IBD.58,59 There was 

considerable heterogeneity between these studies, because of the different definitions of 

breastfeeding (exclusive or non-exclusive and duration), which may explain these conflicting 

results. However, a randomized controlled trial of breastfeeding is not ethically acceptable 

because of the known health benefits of human milk. Well-designed studies of prospective 

cohorts would help to further assess the association between breastfeeding and the risk of 

intestinal inflammatory disorders later in life. 

Caesarean section has been shown to be associated with an increased risk for celiac 

disease.57 The results of a Swedish cohort study showed a positive association between 

caesarean section and being affected by celiac disease and type 1 diabetes. However, 

potential confounders, such as pregnancy outcomes, having a first-degree relative with celiac 

disease and/or type 1 diabetes, and gluten consumption, were not considered in the 

analysis.72 An association between caesarean section and celiac disease was also observed 

by Mårild et al., who reported a higher risk for celiac disease in children born by elective (i.e. 

no exposure to the birth canal) but not by emergency caesarean delivery. This suggests that 

the intestinal microbiota in the perinatal period may play a role in the pathogenesis of celiac 

disease.73 Among the studies that investigated the association between caesarean delivery 

and IBD,57,58,63–65 only Bager et al. reported that caesarean delivery was a risk factor for 

IBD.65 

Antibiotic exposure in early life is associated with an increased risk for both pediatric 

and adult IBD.66–68,75 In a case–control study, subjects who received one or more antibiotic 

courses in their first year of life were 2.9 times more likely to be diagnosed with IBD 

compared with those who received no antibiotics.67 The association between exposure to 

antibiotics and risk for developing IBD has been explored further in a recent meta-analysis of 
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11 observational studies. Antibiotic exposure increased the risk of new-onset Crohn’s 

disease (OR 1.74, 95% CI: 1.35–2.23) but not ulcerative colitis (OR 1.08, 95% CI: 0.91–

1.27). Children exposed to antibiotics had a higher risk for developing Crohn’s disease 

compared with adults (OR 2.75, 95% CI: 1.72–4.38 vs. OR 1.57, 95% CI: 1.18–2.08).75 

Among other perinatal factors, a small weight for gestational age is associated with an 

increased risk for celiac disease.72,73 No significant association has been demonstrated for 

IBD.59,62,63 

To summarize, feeding pattern, mode of delivery, and exposure to antibiotics in early 

life probably affect microbiota colonization which is linked to the development of immune 

tolerance, and thus may influence susceptibility to intestinal inflammatory disorders later in 

life. Clinical studies suffer from potential recall bias because of the common questionnaire 

approach and long recall interval, different diagnostic criteria, and possible confounding 

factors. Further well-designed prospective epidemiological studies are needed to confirm the 

role of perinatal programming in the development of chronic intestinal inflammatory diseases. 

 

Evidence from the bench 

Experimental models in animals have attempted to demonstrate the effects of the 

perinatal nutritional environment on the development of the gastrointestinal tract (Table 3)76–

99. The results of these studies vary considerably probably because of the diverse nutritional 

interventions and intervention windows. The models included postnatal undernutrition 

induced by either increasing litter size88 or daily maternal separation89 in rodents; intrauterine 

growth restriction induced by uteroplacental insufficiency in sheep76,79 or rats,84 gestational 

protein restriction in rats78,86 or pigs,81 or spontaneous intrauterine growth restriction in 

pigs77,80,82,83,87 or rabbits85; pre- and postnatal undernutrition induced by maternal and 

postweaning caloric restriction in rats90; postnatal overnutrition induced by either reducing the 

litter size91,93 or maternal and postweaning high-fat diet in rats92; a maternal diet enriched in 

long-chain polyunsaturated fatty acids during gestation and lactation using different n-3/n-6 

fatty acid doses and ratios in pigs94 or rats95–97; and postnatal high-protein diet in pigs.98,99 
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Although diverse, all of these studies have shown consistently that an adverse perinatal 

nutritional environment alters intestinal morphological development, barrier development, 

and microbiota composition. For example, intrauterine growth restriction is associated with a 

thinner intestinal mucosa,79,83 reduced number of goblet cells and mucin expression,78 

decrease in SIgA level and number of intraepithelial lymphocytes,83 and lower total bacterial 

count and proportion of bifidobacteria.86 

Only a few studies have reported the long-term consequences of the perinatal 

environment on the gastrointestinal tract in adulthood. Maternal intake of long-chain 

polyunsaturated fatty acids during gestation and lactation modulated the severity of 

experimental colitis in young adults rats.96,97 Early life stress induced by maternal deprivation 

increased colitis susceptibility in adult wild-type rats100 and exacerbated colitis in IL-10–/– 

mice.101 However, further studies are required to understand better the influence of the 

perinatal environment on the susceptibility to intestinal inflammatory disorders and to identify 

the mechanisms involved. 

 

EPIGENETICS: A POSSIBLE LINK BETWEEN EARLY LIFE AND INTESTINAL 

INFLAMMATORY DISORDERS 

Epigenetics is defined as heritable changes in gene expression that are not due to 

changes in the DNA sequence. Epigenetic gene regulation is mediated through DNA 

methylation, histone modification, and noncoding RNA. These marks can vary between cells 

and depend on the age and the environment.102,103 Epigenetic changes have been reported 

during the murine and human intestinal development.104,105 In human, differences in 

methylation have been reported between fetal and pediatric intestinal epithelium within CpG 

islands in promoter regions. These epigenetic changes are related to genes involved in 

intestinal immune defense, including the gelling mucin MUC2, trefoil factor 3 (TFF3), pattern 

recognition receptors (TLR3 and TLR4), and genes involved in antigen presentation, such as 

HLA class II genes.105 Epigenetic mechanisms are influenced by genetic, stochastic, and 

environmental factors. Studies of twins and non-twin siblings in neonates estimate the 
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genetic component of DNA methylation as a minor factor (5–12% and ~25%, respectively), 

whereas the major component related to variation is linked to the environment.106–108 The 

metabolic pathways involved in DNA methylation and histone modifications are dependent 

on the supply of substrates, including methyl donors such as folate, methionine, and choline. 

The latter two are the major sources of methyl groups in human foods.109 In mice, maternal 

supplementation with methyl donors during gestation and lactation induced long-term 

changes in DNA methylation in the colonic mucosa of the offspring.110 Thus, it is conceivable 

that the early life nutritional environment can affect the epigenetic mechanisms involved in 

intestinal maturation. The intestinal microbiota produces a wide range of metabolites that 

may have epigenetic functions either as a regulator or as a substrate111 and thus may induce 

epigenetic modifications in the intestinal mucosa. Among the bacterial metabolites, SCFA 

produced by bacterial fermentation and folate influence histone acetylation and DNA 

methylation, respectively.112 

Several clinical studies have shown that epigenetics may be involved in the 

pathogenesis of chronic intestinal inflammatory diseases. DNA methylation changes in genes 

regulating the NF-ĸB pathway, associated with dysregulation of the inflammatory response, 

have been reported in the intestinal mucosa of celiac disease patients. Four NF-ĸB-related 

genes are differentially methylated between active celiac disease and control samples. 

MALT1, MAP3K7 and TRADD show higher promoter methylation levels than controls, while 

a lower methylation level is observed for RELA. Changes in DNA methylation in celiac 

disease seem to be partially reversible, since the differences in methylation levels decrease 

after two years on gluten-free diet.113 Changes in DNA methylation have been identified in 

the colonic mucosa and peripheral blood samples of IBD patients, specifically in genes 

involved in immune system activation and regulation pathways.105,114–116 McDermott et al. 

reported 3196 differentially methylated CpG sites between Crohn’s disease peripheral blood 

samples and controls, and 1481 between ulcerative colitis cases and controls. Forty-five 

percent of these differentially methylated CpG sites were present in both Crohn’s disease 

and ulcerative colitis. Changes in DNA methylation were related to genes involved in immune 
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response, regulation of T-cell activation and cellular response to bacterial molecules. The 

top-ranked differentially methylated CpG site in both Crohn’s disease and ulcerative colitis 

was located in the 5ʹ-UTR of the protein-coding gene TIFAB (TRAF-interacting protein with a 

forkhead-associated domain). This protein inhibits the TIFA-mediated activation of TRAF6 

(Tumor necrosis factor receptor-associated factor 6) which transduces signals leading to the 

activation of NF-ĸB.116 Interestingly, an overlap between differentially methylated regions 

during intestinal development and those observed in pediatric IBD patients has been 

reported. Up to 40% of differentially methylated regions observed in the intestinal epithelium 

of children newly diagnosed with IBD were also found to undergo significant DNA 

methylation during the first trimester of pregnancy and childhood.105 

To summarize, the perinatal environment per se and dysbiosis induced by 

inappropriate modifications of the perinatal environment may lead to epigenetic changes in 

the developing gastrointestinal tract. By affecting genes involved in the maintenance of the 

intestinal barrier and immune homeostasis, epigenetic mechanisms may play a role in the 

development of intestinal inflammatory disorders later in life, especially in genetically 

susceptible individuals (Fig. 2). 

 

CONCLUSION 

An increasing body of evidence shows that the perinatal environment may program the 

developing gastrointestinal tract, possibly through epigenetic mechanisms in combination 

with changes in the microbiota. This may influence susceptibility to intestinal inflammatory 

diseases later in life. Understanding of the role of the early environment is critical to 

comprehend the pathogenesis of intestinal inflammatory disorders. Further studies are 

needed urgently to identify more comprehensively the environmental risk factors and the 

critical windows of development during which these environmental factors can be 

deleterious. Studies are also required to gain more insight into the underlying epigenetic 

mechanisms and whether these mechanisms are reversible. Identification of the epigenetic 

marks could lead to the development of biomarkers to identify those at increased risk of 
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intestinal inflammatory disease. A myriad of chemical modifications decorate both DNA and 

histones, and new histone modifications are still being discovered.117 One of the biggest 

challenges is to identify which epigenetic marks alter gene expression related to 

inflammatory diseases.118 Such knowledge may increase the understanding of the 

pathogenesis and, importantly, may lead to the development of preventive strategies to 

forestall or prevent intestinal inflammatory disease caused by deleterious environmental 

exposure. 
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Table 1. Summary of the evidence linking perinatal risk factors with inflammatory bowel disease 
  

 
 

Perinatal factor Reference Definition of perinatal factor Method to assess perinatal factor 
information Diagnosis Effect size 

Breastfeeding Klement et al. (2004)55 Any exposure to breast milk Meta-analysis including 17 studies CD 
UC 

OR 0.67 (0.52–0.86) 
OR 0.77 (0.61–0.96) 

Breastfeeding Barclay et al. (2009)56 Any exposure to breast milk Meta-analysis including 8 studies UC OR 0.61 (0.44–0.8) 

Breastfeeding Decker et al. (2010)57 Breastfeeding (partial or 
exclusive) 

Questionnaire UC OR 0.93 (0.89–0.98) 

Breastfeeding Roberts et al. (2011)58 Breastfeeding at the time of 
discharge from hospital 

Maternity records CD or UC NS 

Breastfeeding Khalili et al. (2013)59 Breastfeeding duration Questionnaire CD or UC NS 

Breastfeeding Jakobsen et al. (2013)60 Breastfeeding duration >3 
months 

Questionnaire UC OR 0.5 (0.2–1.0) 

Disease during 
pregnancy 

Baron et al. (2005)61 Risk of premature delivery 
Hormonal treatment 
Gestational hypertension 
Rubella vaccine 
Other 

Questionnaire UC OR 8.9 (1.5–52) 

Disease during 
pregnancy 

Aspberg et al. (2006)62 Preeclampsia Medical birth register CD or UC NS 

Disease during 
pregnancy 

Hutfless et al. (2012)63 Gestational hypertension 
Placental or amniotic 
abnormalities 

Hospital medical records CD or UC NS 

Prematurity Sonntag et al. (2007)64 Gestational age ≤37 weeks Questionnaire CD OR 1.52 (1.12–2.06) 

Prematurity Roberts et al. (2011)58 Gestational age ≤37 weeks Maternity records CD or UC NS 

Prematurity Hutfless et al. (2012)63 Gestational age ≤36 weeks Hospital medical records CD or UC NS 
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Table 1 (continued) 
 

Perinatal factor Reference Definition of perinatal factor Method to assess perinatal factor 
information Diagnosis Effect size 

Prematurity Khalili et al. (2013)59 Born ≥2 weeks before normal 
term 

Questionnaire CD or UC NS 

Intrauterine growth 
restriction 

Aspberg et al. (2006)62 Birth weight <2500 g Medical birth register CD or UC NS 

Intrauterine growth 
restriction 

Hutfless et al. (2012)63 Birth weight <2500 g Hospital medical records CD or UC NS 

Intrauterine growth 
restriction 

Khalili et al. (2013)59 Birth weight <2260 g Questionnaire CD or UC NS 

Caesarean delivery Sonntag et al. (2007)64 Caesarean delivery Questionnaire CD or UC NS 

Caesarean delivery Decker et al. (2010)57 Caesarean delivery Questionnaire CD or UC NS 

Caesarean delivery Roberts et al. (2011)58 Caesarean delivery Maternity records CD or UC NS 

Caesarean delivery Hutfless et al. (2012)63 Caesarean delivery Hospital medical records CD or UC NS 

Caesarean delivery Bager et al. (2012)65 Caesarean delivery Medical birth registry IBD IRR 1.29 (1.11–1.49) 

Early life exposure to 
antibiotics 

Hildebrand et al. (2008)66 Infections treated with 
antibiotic during the first five 
years of life 

Hospital medical records CD Pneumonia OR 2.74 
(1.04–7.21) 

Early life exposure to 
antibiotics 

Shaw et al. (2010)67 ≥1 antibiotic course in the first 
year of life 

Antibiotic use population-based 
database 

IBD OR 2.90 (1.21–6.96) 

Early life exposure to 
antibiotics 

Hviid et al. (2011)68 ≥1 antibiotic course during 
childhood 

Nationwide drug prescription registry CD OR 3.41 (1.45–8.02) 

CD, Crohn’s disease; UC, ulcerative colitis; IBD, inflammatory bowel disease; NS, non-significant effect; OR, odds ratio; IRR, incidence rate ratio.
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Table 2. Summary of evidence of perinatal risk factors for celiac disease 

 OR, odds ratio; NS, non-significant effect; RCT, randomized controlled trial. 

 

Perinatal factor Reference Definition of perinatal factor Method to assess perinatal 
factor information Effect size 

Breastfeeding Ivarsson et al. (2002)69 Breastfeeding (partially or 
exclusively) at the time of gluten 
introduction 

Questionnaire OR 0.59 (0.42–0.83) 

Breastfeeding Akobeng et al. (2006)70 Breastfeeding (partially or 
exclusively) at the time of gluten 
introduction 

Meta-analysis of 4 studies 
(questionnaire for all the 
studies) 

OR 0.48 (0.40–0.59) 

Breastfeeding Szajewska et al. (2015)71 Exclusive or any breastfeeding or 
breastfeeding at the time of gluten 
introduction 

Meta-analysis of 21 studies 
including 2 RCTs 

NS 

Prematurity Adlercreutz et al. (2015)72 None Birth register NS 

Small for gestational age Mårild et al. (2012)73 Weight for sex and gestational 
age less than –2 standard 
deviations 

Birth register OR 1.21 (1.09–1.35) 

Small for gestational age Adlercreutz et al. (2015)72 Birth weight for gestational age 
less than –2 standard deviations 

Birth register OR 1.78 (1.52–2.08) 

Caesarean delivery Decker et al. (2010)57 Caesarean delivery Questionnaire OR 1.80 (1.13–2.88) 

Caesarean delivery Mårild et al. (2012)73 Elective caesarean delivery Birth register OR 1.15 (1.04–1.26) 

Caesarean delivery Adlercreutz et al. (2015)72 Caesarean delivery Birth register Celiac disease and type 
1 diabetes OR 1.60 
(1.07–2.39) 
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Table 3. Summary of experimental evidence of the effects of perinatal nutrition on the intestinal development 
 

Nutritional 
intervention 

Consequences on the intestine References 

Intrauterine growth 
restriction 

• Alterations in morphological development: ↓ wall thickness, ↓ mucosa 
thickness, ↓ villus height, ↓ crypt depth 

 
 
 
 
 
 
 
• Altered expression of apoptosis-related proteins and caspase 3 activity 

 
 
• Alterations in barrier development: ↓ number of goblet cells, ↓ mucins 

and Tff3 expression, ↓ mesenteric lymph node weight, ↓ number of 
intraepithelial lymphocytes, altered cytokine expression, ↓ IgA and IgG 
levels 
 

• Alterations in digestive and absorptive capacities: ↓ disaccharidase 
activity, ↓ lactase activity and late age-induced reduction in lactase 
activity, persistence of vacuolated enterocytes, ↓ number and height of 
microvilli 

 
 
 
• Changes in microbiota composition and metabolic activity 

Avila et al. (1989)76 
Xu et al. (1994)77 
Fança-Berthon et al. (2009)78 
Bloomfield et al. (2002)79 
D’Inca et al. (2010)80 
Mickiewicz et al. (2012)81 
Dong et al. (2014)82 
Dong et al. (2015)83 
 
Baserga et al. (2004)84 
Mickiewicz et al. (2012)81 
 
Fança-Berthon et al. (2009)78 
Dong et al. (2014)82 
Dong et al. (2015)83 
 
 
Buchmiller-Crair et al. (2001)85 
Fança-Berthon et al. (2010)86 
Bloomfield et al. (2002)79 
Mickiewicz et al. (2012)81 
Dong et al. (2014)82 
Dong et al. (2015)83 
 
Fança-Berthon et al. (2010)86 
Michiels et al. (2013)87 

Postnatal 
undernutrition 

• Alterations in digestive and absorptive capacities: late age-induced 
reduction in lactase activity, ↓ sucrase and maltase activities, ↑ intestinal 
alkaline phosphatase and enterokinase activities 

 
• Changes in microbiota composition and metabolic activity 

Hatch et al. (1979)88 
 
 
 
Preidis et al. (2015)89 
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Table 3 (continued) 
 

Nutritional 
intervention 

Consequences on the intestine References 

Pre- and postnatal 
undernutrition 

• Alterations in morphological development: ↓ mucosa thickness, ↓ villus 
height, ↓ crypt depth 

 
• Alterations in digestive and absorptive capacities: ↓ lactase, sucrase, and 

maltase activities and contents 

Firmansyah et al. (1989)90 
 
 
Firmansyah et al. (1989)90 

Postnatal overnutrition • Increased digestive capacity: ↑ intestinal alkaline phosphatase activity 
 
 
 
• Changes in microbiota composition 

Mozes et al. (2007)91 
Mozes et al. (2008)92 
Šefčíková et al. (2011)93 
 
Mozes et al. (2008)92 
Šefčíková et al. (2011)93 

Pre- and postnatal LC-
PUFA supplementation 

• Alterations in morphological development: changes in mucosa fatty acid 
composition, ↓ villus height and crypt depth, ↓ cell proliferation 
 
 

 
• Alterations in barrier development: abnormal regulation of intestinal 

permeability 
 
• Modulation of susceptibility to experimental colitis: exaggerated intestinal 

inflammatory response in unbalanced n-6/n-3 LC-PUFA diet 

Boudry et al. (2009)94 
Jacobson et al. (2005)95 
Innis et al. (2010)96 
Reddy et al. (2015)97 
 
Boudry et al. (2009)94 
Innis et al. (2010)96 
 
Jacobson et al. (2005)95 
Innis et al. (2010)96 
Reddy et al. (2015)97 

Postnatal high-protein 
diet 

• Alterations in barrier development: modification of early colonic immune 
cell recruitment, long-term ↑ intestinal permeability after oxidative stress 
 

• Changes in microbiota composition and metabolic activity 

Boudry et al. (2013)98 
Chatelais et al. (2011)99 
 
Boudry et al. (2013)98 
Chatelais et al. (2011)99 

Tff3, trefoil factor 3; IgA, immunoglobulin A; IgG, immunoglobulin G; LC-PUFA: long-chain polyunsaturated fatty acid. 
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Fig. 1. The intestinal barrier. 
SIgA, secretory immunoglobulin A; Treg cell, regulatory T cell. 
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Fig. 2. Conceptual model of the perinatal programming of 
intestinal inflammatory disorders. 
A, histone acetylation; M, histone methylation; P, histone 
phosphorylation; SCFA, short-chain fatty acids. 

 




