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Introduction générale 
 

L'apport en protéines est une question particulièrement sensible dans le contexte des débats actuels sur 

l'augmentation de la population mondiale et des problèmes de malnutrition, et du fait de la nécessité de 

rééquilibrer les sources alimentaires d’origine animale et végétale pour des raisons à la fois de santé 

humaine et de durabilité de l’alimentation. La satisfaction des besoins en protéines dans les populations 

humaines est conditionnée par la quantité de protéines des régimes alimentaires mais aussi par leur 

qualité définie à partir de leur composition en acides aminés indispensables (AAI) [1]. 

La malnutrition est une cause importante de mortalité dans le monde, en particulier chez les jeunes 

enfants. Dans les pays en voie de développement, le risque de malnutrition protéino-énergétique est 

particulièrement élevé. On estime que près de la moitié des décès d’enfants de moins de 5 ans est causée 

par la malnutrition [2], touchant principalement les pays en développement et représentant un problème 

majeur de santé publique dans ces pays [3]. La malnutrition est mise en évidence par différents para-

mètres tels que le retard de croissance, la cachexie, l’insuffisance pondérale souvent associé à une alté-

ration du développement cognitif [4,5]. Parmi les nutriments indispensables pour la croissance et le 

maintien d’une bonne santé, les protéines, leur quantité et leur qualité, ont un rôle déterminant. 

En Afrique par exemple, l’alimentation est principalement basée sur la consommation de céréales, de 

légumes, de racines ou de tubercules [6]. Il en est de même en Asie, où une grande part de l’apport 

protéique provient de sources végétales. En Inde, la majeure partie de la population est végétarienne, et 

leur principale source protéique se trouve dans les céréales telles que le riz, le blé et le millet [7]. Or, 

ces céréales ont un contenu protéique faible : 100g de bœuf contient 17.7 g de protéines, contrairement 

à 100g de riz qui n’en contient que 6.7 g. De plus, les protéines qui les composent sont de mauvaises 

qualités, déficientes en certains AAI. La lysine est notamment le 1er AAI limitant dans les céréales. 

Ainsi, il y a un risque de ne pas couvrir les besoins nutritionnels en protéines et en AAI avec la consom-

mation de ces sources protéiques, ce qui explique en partie la fréquence de la malnutrition dans ces pays 

[8].  

L’apport protéique doit être optimal pour couvrir les besoins en protéines et en AAI et il est pour cela 

nécessaire de disposer de méthodes permettant de déterminer précisément ces besoins. Cependant, les 

méthodes utilisées ont des protocoles invasifs et lourds à mettre en place. De plus, les valeurs de besoins 

obtenus différent selon la méthode utilisée et ne permettent donc pas la mise en place de recommanda-

tions. La FAO recommande alors de développer de nouvelles approches non invasives qui puissent per-

mettre de préciser ce besoin en AAI. L’essor des nouvelles technologies et des sciences « omiques », tel 

que la métabolomique, semblent être prometteuses pour développer de nouvelles méthodes de mesure 

des besoins en AAI.  
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L’objectif de cette thèse est d’évaluer l’impact de la déficience en protéines et en AA strictement indis-

pensables, lysine et thréonine, sur le métabolisme protéique et énergétique, ainsi que d’identifier des 

biomarqueurs urinaires (non invasif) et plasmatiques (peu invasif) du besoin en ces AAI. La première 

partie de ce manuscrit, l’introduction bibliographique, est composée de trois parties présentant dans un 

premier temps le métabolisme protéique et ses différentes régulations, les méthodes de détermination du 

besoin en protéines et AAI, et l’impact de la déficience en protéines et acides aminés indispensables sur 

le métabolisme protéique et énergétique. Une seconde partie présente la démarche expérimentale et les 

résultats obtenus dans le cadre des travaux de thèse. Enfin, dans une troisième partie, les résultats obte-

nus sont discutés et des perspectives sont proposées.  
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1. Chapitre I. Introduction bibliographique 

1.1. Le métabolisme protéique et son contrôle 

1.1.1. Les protéines 

Le terme protéine vient du grec « prôtos » signifiant premier, essentiel. Les protéines font partie d’une 

des trois grandes familles de macronutriments comprenant également les glucides et les lipides. Sur le 

plan biochimique, les protéines sont des macromolécules constituées par un enchainement spécifique 

d’acides aminés (AA), reliés entre eux par des liaisons peptidiques, qui varient en fonction du nombre, 

de l’ordre d’enchainement, des proportions relatives des différents AA, ainsi que de leur organisation 

dans l’espace [9]. Sur un plan physiologique, les protéines sont des constituants majeurs des organismes 

et des cellules animales et végétales, et ont des rôles essentiels indispensables à la survie des organismes 

[10]. Elles ont d’une part un rôle structural, en participant à la composition des tissus musculaires, des 

phanères, de la matrice osseuse et de la peau, et d’autre part, un rôle fonctionnel et de messager interne 

grâce aux enzymes, hormones, anticorps, ou récepteurs par exemple. Enfin, sur le plan nutritionnel, les 

protéines des aliments sont la source majeure d’AA et d’azote et sont aussi des nutriments énergétiques.  

1.1.2. Les acides aminés  

Les AA sont des molécules qui possèdent une fonction acide carboxylique COOH (extrémité C-termi-

nale), une fonction amine NH2 (extrémité N-terminale) toutes deux liées à un carbone central appelé 

carbone α, et une chaine latérale appelée radical (R), portion variable qui peut se composer de différents 

éléments (carbone, soufre, azote…). Chez l’homme, 20 AA, dits protéinogènes, entrent dans la compo-

sition des protéines.  Parmi ces 20 AA, on en distingue trois types (Figure 1): 

- Les acides aminés indispensables (AAI), ce qui signifie qu’il n’y a pas de synthèse de novo par l’or-

ganisme ou qu’ils sont synthétisés à une vitesse insuffisante par rapport aux besoins de l’organisme et 

doivent donc être apporté par l’alimentation [11,12]. Parmi ces AAI, deux sont considérés comme stric-

tement indispensables, car ils ne participent pas aux réactions de transamination, ce sont la lysine et la 

thréonine. La transamination étant le processus d’échange d’une fonction amine primaire entre un acide 

alpha aminé et un alpha acide cétonique [13]. 

- Les acides aminés conditionnellement indispensables, qui sont synthétisés en quantité insuffisante 

dans certaines conditions physiologiques ou physiopathologiques et peuvent devenir limitants: arginine, 

glutamine, glycine, proline, cystéine et tyrosine [14]. C’est notamment le cas de la cystéine chez les 

prématurés résultant de l’absence de l’activité hépatique de la cystathionase dont le rôle est de cliver la 

cystathionine en cystéine et acide alpha-cétobutyrique [15,16], ou de l’arginine qui peut être considérée 

comme indispensable lors d’infection [17]. 
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- Les acides aminés non indispensables, qui peuvent être synthétisés par l’organisme à partir de pré-

curseurs carbonés et azotés. 

 

Figure 1. Les 20 acides aminés protéinogènes 

20 AA, dits protéinogènes, rentrent dans la séquence des protéines. Ces 20 AA diffèrent dans leur radical carboné 

qui peut être aliphatique, aromatique, acide, basique, hydroxylique, soufré ou amide. Ils peuvent être non-indis-

pensables ou indispensables, dans ce dernier cas, il est nécessaire qu’ils soient apportés par l’alimentation. Les 

AAI sont entourés de traits pointillés alors que les non indispensables, de traits pleins. Les couleurs représentent 

les groupes d’AA en fonction de la nature du radical carboné (Coumpoundchem.com). 

1.1.3. Digestion et absorption des protéines alimentaires 

1.1.3.1. Le processus digestif 

La digestion des protéines alimentaires débute avec la mastication et l’action des enzymes salivaires 

[18]. Leur dégradation commence au niveau de l’estomac sous l’action d’une protéase, la pepsine [19]. 

La pepsine est sécrétée par les cellules principales de l’estomac sous forme de pepsinogène, forme inac-

tive de l’enzyme. Puis, l’acide chlorhydrique, sécrété par les cellules pariétales de la muqueuse gas-

trique, va d’une part permettre d’hydrolyser le pepsinogène pour obtenir la pepsine, forme active de 

l’enzyme, et d’autre part va provoquer une dénaturation des structures tertiaires et quaternaires des pro-

téines favorisant ainsi l’accès des enzymes digestives aux liaisons peptidiques. La pepsine est une en-

dopeptidase clivant les protéines au niveau des liaisons peptidiques, à l’extrémité C-terminale des AA 

aromatiques.  

Le chyme entre ensuite au niveau de l’intestin, où les oligopeptides continuent d’être dégradés grâce 

aux différentes enzymes pancréatiques. Les protéases pancréatiques sont d’abord sécrétées sous forme 

de zymogène, sous forme non active. Le précurseur de la trypine est clivé pour former la trypsine active 



18 

 

qui catalyse le clivage des autres zymogènes en leur forme active : chymotrypsine, élastase et carboxy-

peptidases. Ces différentes endopeptidases et exopetidases (Tableau 1) permettent de dégrader les oli-

gopeptides en AA libres et di- et tripeptides. Les endopeptidases, trypsine, chymotrypsine, et élastase, 

hydrolysent les protéines en clivant les liaisons peptidiques qui se trouvent au centre de la protéine, alors 

que les exopeptidases et carboxypeptidases, clivent les protéines à leurs extrémités, libérant les AA en 

bout de chaîne [20].  

Tableau 1. Caractéristiques des enzymes intervenant dans la digestion des protéines et peptides 
 

Enzyme Origine Activateurs Action Points de clivage Produits 

Pepsine Estomac Autoactivation Endopeptidase Tyr, Phe, Leu, et Asp Large oligopeptides et AA libres 

Trypsine Pancréas Entéropeptidase et trypsine Endopeptidase Arg, Lys, et AA basiques Oligopeptides (2 à 8 AA) 

Chymotrypsine Pancréas Trypsine Endopeptidase Tyr, Trp, Phe, Leu, Gln, Met Oligopeptides (2 à 8 AA) 

Elastase Pancréas Trypsine Endopeptidase Ala, Gly, Tyr, Phe, Trp Oligopeptides (2 à 8 AA) 

Carboxypeptidase Pancréas Trypsine Exopeptidase AA situés à l’extrémité car-

boxylique 

AA libres 

Aminopeptidase Bordure en brosse 

intestinale 

 Peptidase Arg, Leu, Met, Glu, Asp AA libres 

Di et tripeptidase Cytoplasme des 

entérocytes 

 Peptidase  AA libres 

 

Dans la lumière intestinale, les polypeptides et protéines digérés se retrouvent à 30% sous forme d’AA 

libres et 70% sous forme d’oligopeptides (2 à 8 AA) [21]. Puis la muqueuse de l’intestin assure la pour-

suite de l’hydrolyse des oligopeptides et l’absorption des AA, intervenant principalement au niveau du 

duodénum et jéjunum [22]. Les AA libres et les di- et tripeptides sont transférés au niveau de la bordure 

en brosse des entérocytes grâce des transporteurs spécifiques. Dans le cytoplasme des entérocytes, les 

di- et tripeptides sont hydrolysés en AA libres par l’action des di- et tri-peptidases. Une partie des AA 

absorbés est utilisée par les entérocytes [23], l’autre partie rejoint la circulation sanguine par la veine 

porte, puis est transférée vers les différents organes et tissus (Figure 2). Les entérocytes utilisent environ 

10% des AA absorbés pour leur propre métabolisme, principalement l’aspartate, le glutamate et la glu-

tamine. La glutamine est le principal substrat énergétique de l’entérocyte [23]. Le glutamate et la gluta-

mine permettent la synthèse d’alanine, de lactate, de proline, d’ornithine et de citruline [24–26].  

Les protéines présentent dans la lumière intestinale sont issues des protéines alimentaires, mais s’ajou-

tent à celles-ci des protéines dites endogènes [20]. Twombly et Meyer [27] ont montré que chez le rat 

nourri avec un régime protéiprive, la sécrétion endogène de protéines était d’environ 150 mg/j. Ces 

protéines endogènes, correspondent aux protéines des cellules desquamées, aux protéines des sécrétions 

salivaires, gastriques, intestinales, biliaires et pancréatiques servant à assurer le processus digestif, ainsi 

que des protéines d’origine plasmatique (albumine, immunoglobuline, etc.) recyclées par diffusion dans 

la lumière de l’intestin.  



19 

 

 

Figure 2. Digestion des protéines 

Les aliments sont ingérés et dégradés par l’action mécanique de la mastication et l’action chimique des enzymes 

salivaires. Les protéines alimentaires rejoignent ensuite l’estomac où elles seront dégradées par une protéase, la 

pepsine, avec l’aide de l’acide chlorydrique, donnant des oligopeptides. Au niveau de l’intestin, des protéases 

pancréatiques (trypsine, chymotrypsine, elastase et carboxypeptidase) vont cliver les oligopeptides en AA libres 

et oligopeptides (de 2 à 8 AA), avec une proportion de 30% et 70%, respectivement. Les AA libres traversent la 

membrane des entérocytes à l’aide de transporteurs. Les di- et tripeptides sont transportés à l’intérieur des 

entérocytes grâce à un transporteur, majoritairement Pept-1. Des di- et tripeptidases vont permettre leur 

dégradation en AA libres, qui pourront alors rejoindre la circulation sanguine via la veine porte, pour être 

métabolisés par les différents organes et tissus. Une partie des AA est métabolisée dans les cellules intestinales. 

1.1.3.2. Facteurs influençant la digestion et l’absoprtion des protéines 

Les protéines diffèrent entre elles par leur composition et leur structure qui influencent leur digestibilité, 

leur absorption et leur efficacité nutritionnelle. La notion de digestibilité des protéines correspond à la 

quantité absorbée d’une protéine par rapport à la quantité ingérée [28]. Sa mesure est généralement 

réalisée par différence en déterminant la fraction non absorbée au niveau de la partie distale de l’intestin 

grêle. Il a été montré que la digestibilité des protéines d’origine végétale est, le plus souvent, inférieure 

à celle des protéines d’origine animale, de 85 à 92% contre 95% respectivement [29].  

La digestibilité peut être influencée par différents facteurs tels que la matrice et la transformation des 

aliments. Certaines sources de protéines végétales ont des structures résistantes à la digestion qui protè-

gent les protéines, ainsi que des facteurs antinutritionnels (tanins, inhibiteurs de protéases, etc…) ren-

dant difficile la dégradation des protéines lors de la digestion [30]. La transformation des aliments, 

comme la cuisson, peut également provoquer des réactions qui réduisent la digestibilité de certains AA, 

ce qui est notamment le cas de la lysine impactée par la réaction de Maillard, diminuant ainsi sa biodis-

ponibilité [31].  
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La vitesse de digestion varie également selon les protéines. Ces différences de vitesse se traduisent par 

des différences dans la cinétique de transfert plasmatique des acides aminés, qui influencent la synthèse 

et la dégradation protéique. Selon la vitesse d’apparition des AA dans le sang, on distingue deux types 

de protéines : les protéines dites lentes, comme les caséines, et les protéines dites rapides, comme les 

protéines sériques du lait [32]. La différence de vitesse d’absorption entre ces deux protéines s’explique 

par une différence au niveau de la vidange gastrique qui est plus lente pour la caséine, retardant son 

arrivée au niveau de l’intestin grêle [32]. 

1.1.4. Le contrôle du pool protéique 

Le compartiment des protéines corporelles représente 10-12 kg chez un homme adulte de 70 kg [10]. 

Près de la moitié des protéines corporelles est localisée au niveau du muscle squelettique (42%), 15% 

se retrouve au niveau de la peau, de l’os et du sang, 10% au niveau des tissus viscéraux, et le reste dans 

les autres tissus et organes. La durée de vie des protéines est limitée, elles doivent être en permanence 

renouvelées pour assurer l’entretien des tissus et les fonctions physiologiques de l’organisme. Afin d’as-

surer le maintien de la masse des protéines corporelles et de leurs fonctions, deux voies métaboliques 

interviennent, la protéolyse et la synthèse protéique.  

Chaque jour a donc lieu un renouvellement du pool protéique : une partie des protéines est dégradée lors 

de la protéolyse, alors que de nouvelles protéines sont synthétisées grâce à la protéosynthèse (Figure 

3). Chez l’adulte en bonne santé, le renouvellement de protéines est estimé à 250-300g par jour (2% en 

moyenne) ce qui permet à l’organisme de s’adapter en permanence aux différentes conditions physiolo-

giques et nutritionnelles [18]. 

 

 

Figure 3. Renouvellement protéique 

Les protéines corporelles sont en constant renouvellement. Une partie des protéines est dégradée par protéolyse 

tandis qu’une autre est synthétisée à partir du pool d’AA libres. Ces AA libres proviennent de l’alimentation, de 

la protéolyse, ou de la formation de novo. Les AA restants permettront la synthèse de composés spécifiques, ou 

seront dégradés par oxydation conduisant à la production d’urée, et de dioxyde de carbone (CO2). 
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Pour que le renouvellement protéique puisse se dérouler correctement, il est important que tous les AAI 

soient apportés en quantité suffisante [33]. Une protéine ne peut être synthétisée que si tous les AA qui 

la compose sont disponibles simultanément et en quantité suffisante [34] (Figure 4). Dans le cas où l’un 

des AAI est en déficit, il limite la protéosynthèse. Les autres AA s’accumulent et ne pouvant être stockés 

par l’organisme, ils sont éliminés par oxydation, ou participe à la synthèse de composés spécifiques 

(glucose, corps cétoniques) [35].  

 

 

Figure 4. Optimisation de la synthèse protéique (tiré de Gaudichon 2019, FFAS) 

Pour que la synthèse protéique soit optimale, l’apport en AA doit être équilibré. L’apport déficitaire en un seul 

AAI suffit à ralentir la synthèse protéique à hauteur de cet AAI qualifié d’AAI limitant, représenté en rouge. 

1.1.4.1. Renouvellement des protéines corporelles via la synthèse protéique 

Les AA sont les précurseurs de la synthèse des protéines corporelles. Chaque protéine présente un taux 

de renouvellement spécifique génétiquement programmé et contrôlé par l’équilibre entre anabolisme et 

catabolisme, et dépendant aussi des situations physiologiques, physiopathologiques et de l’environne-

ment nutritionnel [10]. La vitesse de renouvellement protéique diffère selon les tissus. En effet, les pro-

téines du foie et de l’intestin ont une vitesse de renouvellement très rapide, d’environ une semaine, alors 

que les protéines du muscle ont un renouvellement plus lent, de l’ordre de plusieurs mois. De plus, le 

renouvellement protéique diminue avec l’âge, il passe de 17.4 g/kg/j chez le nourrisson, à 3.0 g/kg/j 

chez l’adulte et seulement 1.9 g/kg/j chez le sujet âgé [1]. 

Au sein des cellules, la synthèse de protéines se déroule en différentes étapes. La première étape est la 

transcription, qui a lieu dans le noyau par transfert du code génétique de l’ADN à l’ARN messager 

(ARNm). Elle se réalise en quatre étapes : initiation, élongation, terminaison et maturation. La trans-

cription est régulée par des activateurs et des répresseurs transcriptionnels. Les AA sont notamment 

capables de réguler l’expression de certains gènes cibles en agissant au niveau de l’initiation de la trans-

cription [36–39]. Différents travaux ont montré que l’expression de l’Asparagine Synthase (ASNS) [37], 

Insulin-like Growth Factor Binding Protein 1 (IGFBP-1) [39], et C/EBP homologous protein (CHOP) 

[38] est augmentée en réponse à une déficience en AA. Cette régulation se fait via un élément de réponse 
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aux AA, appelé Amino Acid Regulatory Element (AARE), localisé dans les promoteurs de ces gènes 

[40] et fait intervenir deux facteurs de transcription de la famille des Activating Transcription Factor 

(ATF), ATF4 et ATF2. La déficience en AA active la traduction d’ATF4 et la phosphorylation d’ATF2 

qui se fixent alors sur l’élément de réponse AARE, activant la transcription de gènes cibles [41].   

L’ARNm est ensuite transporté du noyau vers le cytosol, où il est traduit en protéine. C’est l’étape de 

traduction. L’ARNm, porteur du code génétique, est composé de codons, ou triplets de nucléotides, qui 

seront traduits en AA spécifiques et assemblés en chaines polypeptidiques. La traduction se déroule en 

trois temps : initiation, élongation et terminaison (Figure 5) [42]. 

- L’initiation : cette étape commence par la formation d’un complexe de pré-initiation 43S, formé de la 

petite sous-unité du ribosome (40S), de facteurs d’initiation eukaryotic Initiation Factor (eIF) (eIF1, 

eIF1A, eIF2, eIF3, eIF5), de l’ARN de transfert (ARNt) chargé avec une méthionine, ainsi que de GTP 

lié à la sous unité γ d’eIF2 [42]. Dans le même temps, le complexe eIF4A-eIF4B-eIF4E-eIF4G s’associe 

à l’ARNm. Grâce au facteur d’initiation eIF3, le complexe de pré-initiation 43S, le complexe eIF4 et 

l’ARNm s’assemblent [43]. L’activité hélicase du facteur eIF4 permet de supprimer les appariements 

intramoléculaires des bases et le déplacement du complexe de pré-initiation le long de l’ARNm jusqu’au 

codon d’initiation, le codon AUG. Le GTP est alors hydrolysé en GDP, les facteurs d’initiation se déta-

chent du complexe, et la sous unité ribosomique 60S se fixe à la sous-unité 40S [44]. L’étape d’élonga-

tion peut ainsi débuter.  

- L’élongation : les AA sous forme active, associés à un ARNt, s’associent les uns aux autres pour 

former une chaîne polypeptidique. L’ordre des AA dépend de la séquence des codons qui compose 

l’ARNm. Cette étape nécessite l’intervention des facteurs d’élongation eukaryotic Elongation Factor 

(eEF). Un complexe AA-ARNt-eEF1A-GTP se forme et lorsqu’un ARNt possède un anticodon com-

plémentaire du codon de l’ARNm, il s’apparie au niveau du « site A » du ribosome. Le GTP est alors 

hydrolysé, le facteur eEF1A se dissocie, et la liaison entre la méthionine et le second AA est créée.  

Une fois le second AA lié au premier, le ribosome se déplace d’un codon grâce au facteur eEF2 et à 

l’hydrolyse d’un GTP, on parle de translocation. L’ARNt qui portait le second AA se dissocie alors du 

ribosome et laisse place à un nouvel ARNt. Ce processus se répète jusqu’à atteindre un coton stop indi-

quant que l’étape d’élongation est terminée [45,46]. Un ARNm peut être traduit par plusieurs ribosomes 

en même temps, l’ensemble étant appelé polysome [47].  

- La terminaison : lorsqu’un ribosome arrive au niveau d’un codon stop, UGA, UAG ou UAA, qui ne 

correspond à aucun AA, des facteurs de terminaison eukaryotic Release Factors (eRF1 et eRF3) entrent 

en jeu. Le facteur eRF1 reconnaît l’un des trois codons stop, et se lie au ribosome à la place d’un ARNt. 

Une molécule de GTP est hydrolysée entrainant la dissociation des deux sous-unités du ribosome et la 

libération de la chaine polypeptidique dans le cytoplasme, où elle peut subir des modifications post-

traductionnelles [48]. 
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4. 

5. 

 

Figure 5. Schéma de la traduction protéique 

1. La petite sous-unité du ribosome (40S), les facteurs d’initiation eukaryotic Initiation Factor (eIF) (eIF1, eIF1A, 

eIF2, eIF3, eIF5), l’ARN de transfert (ARNt) chargé avec une méthionine, ainsi que le GTP lié à la sous unité γ 

d’eIF2 s'associent pour former le complexe de pré-initiation 43S. Dans le même temps, le complexe eIF4A-eIF4B-

eIF4E-eIF4G s’associe à l’ARNm. 2. Le complexe de pré-initiation 43S, le complexe eIF4 et l'ARNm s'associent 

grâce au facteur eIF3. Le complexe de pré-initiation se déplace alors le long de l'ARNm jusqu'au codon d'initiation, 

AUG, grâce à l’activité hélicase du complexe eIF4 qui permet de supprimer les appariements intramoléculaires 

des bases. 3. Le GTP est hydrolysé en GDP, les facteurs d’initiation se détachent du complexe et la sous unité 

ribosomique 60S se fixe ainsi à la sous-unité 40S. 4. L'étape d'élongation débute. Les AA vont être liés les uns aux 

autres. 5. Lorsqu’un ribosome arrive au niveau d’un codon stop, l’élongation s’arrête. L’hydrolyse du GTP entraine 

la dissociation des deux sous-unités du ribosome, et la chaine polypeptidique est libérée dans le cytoplasme. 

 

1. 

2. 

3. 
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1.1.4.2. La dégradation des protéines : la protéolyse 

A l’intérieur d’une cellule, le niveau de protéines varie selon le rapport entre protéosynthèse et protéo-

lyse. La demi-vie d’une protéine est variable, pouvant aller de quelques minutes à plusieurs jours [49]. 

Les protéines rapidement dégradées sont des protéines de régulation, comme les facteurs de transcription 

ou les hormones, permettant d’ajuster le signal en fonction des situations physiologiques et nutrition-

nelles, ou certaines protéines hépatiques telles que l’ApoB. 

Il existe quatre voies de protéolyses chez les eucaryotes : 

- La voie ubiquitine-protéasome: c’est la principale voie de dégradation des protéines nucléaires et 

cytosoliques. L’ubiquitine, un polypeptide de 76 AA, est activée par l’enzyme E1 (ubiquitin-activating 

enzyme) par suite de la formation d’une liaison thioester, puis est transférée sur une seconde enzyme E2 

(ubiquitin-conjugating enzyme). Dans la majorité des cas, l’ubiquitine est ensuite transférée sur une 

troisième enzyme E3 (ubiquitin-protein ligase), responsable de la reconnaissance du substrat. L’ubiqui-

tine se fixe ainsi sur la protéine à dégrader au niveau de la chaîne latérale d’un résidu lysine [49]. Dans 

certains cas, E2 permet la reconnaissance du substrat sans l’intervention de E3. D’autres ubiquitines 

vont ensuite s’ajouter pour former une chaine d’ubiquitine sur la protéine à dégrader. Les protéines poly-

ubiquitinylées sont alors reconnues et dégradées par le protéasome. Le protéasome est un complexe 

enzymatique multiprotéique qui reconnaît les protéines ubiquitinylées. Les ATPases déplient la protéine 

permettant son passage à l’intérieur du protéasome. Elle est alors dégradée dans la chambre protéoly-

tique, contenant des sites actifs peptidasiques [50], en oligopeptides de 3 à 20 AA, et l’ubiquitine est 

recyclée. Les oligopeptides sont ensuite dégradés en AA grâce à l’action des carboxypeptidases et des 

aminopeptidases cellulaires [51].  

- La voie lysosomale ou autophagie: elle fait intervenir les lysosomes, organites intracellulaires conte-

nant des enzymes digestives tels que des protéases (cathepsines, carboxypeptidases). La voie lysosomale 

permet la dégradation de protéines intracellulaires, extracellulaires, membranaires ou d’organelles [52]. 

Il apparaît que les protéines dégradées via cette voie de dégradation contiennent une séquence KFERQ 

(Lys-Phe-Glu-Arg-Gln), et sont des protéines à longue demi-vie [49]. La dégradation des protéines via 

la voie lysosomale peut se faire selon quatre processus d’autophagie différents [53] : 

o La macroautophagie : elle permet la dégradation de protéines solubles et d’organelles. Le com-

plexe ULK1/ATG13/FIP200 (Unc-51 Like autophagy activating Kinase 1 / AuTophaGy-related 

protein 13 / Family Interacting Protein of 200 kD) initie la formation d’une vésicule à double 

membrane, l’autophagosome, qui se forme en englobant la protéine ou l’organelle à dégrader. Ce 

dernier fusionne alors avec un lysosome grâce à des protéines transmembranaires, Soluble N-

éthylmaleimide-sensitive-factor Attachment protein Receptor (SNARE). Les enzymes du lyso-

some permettent alors la dégradation des éléments à l’intérieur de la vésicule.  

 



25 

 

o La microautophagie : grâce à une invagination de la membrane du lysosome, elle permet le pas-

sage du matériel cytosolique à l’intérieur de celui-ci afin d’être dégradé par ses protéases. 

o L’autophagie médiée par les chaperonnes : des protéines chaperonnes reconnaissent les protéines 

à dégrader grâce à leur séquence KFERQ et s’associent à elles. Les protéines chaperonnes sont 

reconnues pas des récepteurs membranaires à la surface du lysosome, Lysosome-Associated Mem-

brane Protein Type 2A (LAMP2A). Une fois les protéines stabilisées au niveau du récepteur, elles 

sont transloquées à l’intérieur du lysosome puis dégradées.   

- Les calpaïnes : ce sont des cystéines protéinases. Leurs substrats sont majoritairement cytoplasmiques 

comprenant les protéines du cytosquelette, et les protéines nucléaires avec certains facteurs de transcrip-

tion. Leur action est dépendante du calcium [54]. Il existe deux types de calpaïnes qui se différencient 

par la concentration en calcium nécessaire à leur activation. Les calpaïnes de type I sont activées par des 

concentrations en Ca2+ inférieurs à 1 mM, alors que les calpaïnes de type II le sont avec des concentra-

tions en Ca2+ supérieure à 1 mM. L’action de ces calpaïnes est également régulée par une protéine, la 

calpastatine, qui a une activité inhibitrice [55,56].  

- Les caspases : elles appartiennent à la famille des protéases à cystéine (cysteine-dependant aspartate-

directed proteases). Elles sont impliquées dans les phénomènes de morts cellulaires programmées, 

comme l’apoptose et la pyroptose. Les caspases sont présentes sous forme inactive dans le cytoplasme, 

appelées procaspases. Il existe deux types de caspases jouant un rôle dans l’apoptose. D’une part, les 

caspases initiatrices (caspase-2 ; caspase-8 ; capase-9 ; caspase-10) qui sont activées suite au clivage et 

à la dimérisation de leurs sous-unités pour former une protéine tétramérique active. D’autres part, les 

caspases effectrices (caspase-3 ; caspase-6 ; caspase-7) qui sont exprimées sous forme de dimères, sont 

clivées au niveau de leurs sous-unités par des molécules initiatrices ou par autoprotéolyse, ce qui induit 

leur activation [57]. Ces dernières ont une activité protéolytique, et clivent leur substrat à l’extrémité C-

terminal au niveau d’un résidu aspartate, glutamate ou plus rarement au niveau d’une phosphosérine 

[58].   

1.1.5. Signalisation des acides aminés  

Au-delà de leur propre rôle métabolique, certains nutriments ont la capacité d’avoir un rôle de régulateur 

des fonctions cellulaires. C’est le cas des AA, qui en plus de leur rôle de constituant des protéines et de 

source d’énergie, ont un rôle de signalisation. La disponibilité en AA régule des processus physiolo-

giques cellulaires grâce au contrôle de certaines voies de signalisation et de l’expression de certains 

gènes.  
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1.1.5.1. Signalisation cellulaire : GCN2, AMPK et mTOR 

Les AA ont un rôle régulateur au niveau transcriptionnel et traductionnel [59–61]. Le contrôle des AA 

sur les voies métaboliques se fait via des voies de signalisation intracellulaire d’AA. Les voies de 

signalisation qui sont impliquées dans la détection des AA sont les voies mammalian Target Of 

Rapamycin (mTOR), General Control Conderepressible 2 (GCN2), et AMP-activated Kinase (AMPK). 

1.1.5.1.1. mTOR 

mTOR est une sérine/thréonine kinase ayant un rôle clé dans la détection des AA. mTOR est impliqué 

dans la régulation de la croissance cellulaire, de la prolifération et de la synthèse protéique [62,63]. Chez 

les mammifères, mTOR est présent sous forme de deux complexes distincts, mTORC1 et mTORC2 

[64]. mTORC1 est composé de la sous-unité catalytique mTOR, de deux sous-unités régulatrices Pro-

line-Rich Akt Substrate de 40KDa (PRAS40), et Raptor, associée à mTOR. Le complexe mTORC2 est 

quant à lui composé de mTOR, et de la protéine Rictor. La protéine DEP domain-containing mTOR-

interacting protein (Deptor) et une protéine associée à la sous-unité β du complexe protéique G/LST8 

(mLST8/GβL) sont communes à mTORC1 et mTORC2 [65–67]. mTORC1 a la propriété d’être inhibé 

par la rapamycine, et est sensible aux nutriments et facteurs de croissance, contrairement à mTORC2 

qui est insensible aux nutriments et à la rapamycine, et a un rôle dans la survie cellulaire et la réorgani-

sation du cytosquelette [68]. L’activité de mTOR est régulée par phosphorylation. 

L’assemblage et l’activation de mTORC1 se déroule au niveau de la membrane des lysosomes (Figure 

6). La présence d’AA va empêcher l’inhibition de Gap Activity TOward Rags 2 (GATOR2) par Cyto-

solic Arginine Sensor For mTORC1 Subunit (CASTOR) et Sestrin (SESN) via l’arginine et la leucine, 

respectivement. GATOR2 inhibe alors GATOR1, qui est également inhibé par la méthionine qui em-

pêche son activation via S-AdenosylMethionine sensor for the mTORC1 (SAMTOR). L’inhibition de 

GATOR1 permet l’activation des Ragulator (Rag) GTPases. Les Rag GTPases sont également activées 

par Folliculin (FLCN), Ragulator, KPTN ITFG2 C12orf66 and SZT2-containing regulator of mTORC1 

(KICSTOR) et Sodium-coupled neutral amino acid transporter 9 (SLC38A9). Après leur activation, les 

Rag se lient à mTORC1 et induisent sa localisation à la surface du lysosome. 

Une fois mTORC1 à la surface du lysosome, son activité kinase est stimulée par la protéine Ras homolog 

enreiched in brain GTPase (Rheb) [69] en réponse à l’énergie, aux facteurs de croissance ou à l’insuline 

[70]. La translocation de mTORC1sur la membrane des lysosomes et son activation par Rag GTPases 

et les protéines Rheb , stimulé par les AA et les facteurs de croissance, provoque une activation de la 

synthèse protéique au niveau de l’étape de l’initiation de la traduction et une inhibition de la protéolyse, 

alors que la diminution de la concentration en AA diminue son assemblage réduisant ainsi la synthèse 

protéique et augmentant l’autophagie et donc la protéolyse [71].  
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Figure 6. Activation et assemblage de mTORC1 sur la membrane du lysosome [70] 

(A) La présence de nutriments, en particulier les AA, permettent aux Rag GTPases d’induire la translocation de 

mTORC1 au niveau de la membrane lysosomale. Puis, la protéine Reg stimule l’activité kinase de mTORC1 en 

réponse à l’insuline et aux nutriments. (B) Les Rag GTPases sont régulées par différents complexes protéiques, 

eux-mêmes régulés par les niveaux d’AA.  

 

La traduction protéique est régulée par mTORC1 via son action sur ces deux cibles, Eukaryotic transla-

tion initiation factor 4E-binding protein 1 (4E-BP1) et P70S6 kinase (P70S6K), qui sont impliqués dans 

le contrôle de l’initiation de la traduction. mTORC1 premièrement active par phosphorylation la pro-

téine kinase P70S6K, qui à son tour phosphoryle la ribosomal protein S6 (S6). Cette protéine est un 

composant de la sous-unité ribosomale 40S et permet alors l’initiation de la traduction [72]. En parallèle, 

mTORC1 phosphoryle 4E-BP1, ce qui réduit son affinité pour le facteur eIF4E ce qui le libère et permet 

sa liaison avec le facteur d’initiation eIF4G permettant la formation d’un complexe d’initiation de la 

traduction avec la sous-unité ribosomale 40S [73,74].  

En plus de son effet sur la protéosynthèse, mTORC1 contrôle la protéolyse en régulant le processus 

d’autophagie, permettant ainsi aux cellules de s’adapter à des carences en nutriments [75]. Pour cela, en 

présence d’AA et de facteurs de croissance, l’activation de mTORC1 phosphoryle et inhibe le complexe 

ULK1/Atg13/FIP200, qui est requis pour initier l’autophagie. Il apparaît également qu’il agit sur 

d’autres effecteurs tels que Death Associated Protein 1 (DAP1) qui est un suppresseur de l’autophagie 

et WD repeat domain phosphoinositide-interacting protein 2 (WIPI2), régulateur de la formation d’auto-

phagosome [68,76].  

1.1.5.1.2.GCN2 

GCN2 est une sérine/thréonine kinase impliquée dans le métabolisme énergétique et le contrôle de la 

synthèse protéique en contrôlant l’étape de traduction des ARNm [77]. Cette kinase, activée par phos-

phorylation, se compose de différents domaines (pseudokinase domain (N), protein kinase (PK), HisRS-

like et C-terminal domain (CTD)) [78].  

GCN2 est définit comme le senseur du déficit en AA. Lorsqu’il y a une déficience en AA, la cellule est 

capable de la détecter, et de déclencher des réponses adaptatives conduisant à l’inhibition de l’initiation 
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de la traduction via GCN2 5 (Figure 7) [79]. Lorsqu’un AA est en déficit, les ARNt libres augmentent 

au sein de la cellule. Grâce à son domaine HisRS-like (domaine homologue à l’histidyl-tRNA synthe-

tase) et CTD, GCN2 se lie aux ARNt non chargés [77,79]. Cette liaison induit un changement de con-

formation allostérique au sein de GCN2, entrainant son auto-activation par phosphorylation. En retour, 

GCN2 phosphoryle le facteur eukaryotic Initiation Factor 2α (eIF2α) au niveau de la sous-unité α, res-

ponsable de l’initiation du complexe de traduction [77]. En effet, eIF2α fournit aux ribosomes les mé-

thionyl-tRNA en hydrolysant son GTP en GDP durant la première étape de la traduction. La phospho-

rylation d’eIF2α par GCN2 au niveau de la sérine 51, empêche le recyclage du GDP en GTP par le 

facteur d’initiation de la traduction eIF2B. eIF2α est dans ces conditions inactif et ne peut plus fournir 

les méthionyl-tRNA aux ribosomes [80].  

 

Figure 7. Activation de la voie de signalisation GCN2/ATF4 [86] 

La déficience en AAI (EAA : essential amino acid) induit l’augmentation des ARNt libres qui permettent l’acti-

vation de GCN2. GCN2 phosphoryle en retour eIF2α qui augmente la traduction du facteur de transcription ATF4. 

La déficience en AAI induit également la phosphorylation d’ATF2. ATF4 et ATF2 activent la transcription de 

gènes cibles, en se fixant sur la séquence AARE au niveau du promoteur des gènes. Le gène CHOP est transcrit et 

peut à son tour induire la transcription de certains gènes, impliqué dans les processus d’autophagie, en se liant à la 

séquence AARE avec ATF4, ou à la séquence CHOP-RE.  

 

La phosphorylation d’eIF2α entraîne d’une part l’inhibition de la synthèse protéique, d’autre part l’aug-

mentation de la traduction du facteur de transcription ATF4. En parallèle, la déficience en un AA induit 

la phosphorylation d’ATF2 [41], indépendamment de la voie GCN2. ATF2 est phosphorylé par c-Jun 

NH2-terminal kinase 2 (JNK2) via l’activation de la voie Gα12 [81]. ATF4 et ATF2 permettent la trans-

cription de gènes cibles possédant une séquence AARE au niveau de leur promoteur [82–84]. Ils indui-

sent ainsi la transcription du gène CHOP, qui possède un rôle de facteur de transcription. CHOP et ATF4 

activent l’expression de certains gènes tels que Tribbles 3 (Trb3), ULK1, Atg7 qui sont impliqués dans 

les processus d’autophagie et plus particulièrement dans la formation de l’autophagosome [85]. Cette 
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cascade de signalisation permet de réguler le taux de synthèse protéique en réponse à un déficit en AA, 

mais également l’expression de gènes impliqués dans l’adaptation des cellules en réponse à une situation 

de stress, comme une carence en nutriments et particulièrement en AA.  

Au-delà d’être un senseur de la déficience en AA, GCN2 est également sensible à leur augmentation. 

Chotechuang et al ont montré que des rats nourris avec à un régime à forte teneur en protéines (48% de 

protéines), présentaient une diminution de la phosphorylation de GCN2 dans le foie. Ces résultats indi-

quent que GCN2 est capable de détecter la déficience mais également l’augmentation d’AA au niveau 

du foie [63]. 

1.1.5.1.3.AMPK 

La majorité des processus biologiques nécessite de l’énergie. Cette énergie est fournie grâce à l’hydro-

lyse de l’ATP qui permet ainsi la réalisation de diverses réactions biochimiques nécessaire à la survie 

cellulaire. La consommation d’ATP augmente la concentration en AMP au sein des cellules, et ce ratio 

AMP/ATP reflète le statut énergétique de la cellule. Le principal senseur de ce ratio énergétique est la 

protéine kinase AMPK. C’est un complexe protéique composé de trois sous-unités : la sous-unité cata-

lytique α, et les deux sous-unités régulatrices β et γ. Chaque sous-unité existe sous différentes isoformes 

(α1, α2, β1, β2, γ1, γ2, γ3) [86]. L’AMPK permet le maintien de l’homéostasie énergétique en condition 

de stress. Lors d’une diminution de la disponibilité en ATP, ou une augmentation du ratio AMP/ATP 

dans la cellule, l’AMPK est activée par phosphorylation. Pour cela, l’AMP se lie à la sous-unité γ, in-

duisant un changement conformationnel de l’AMPK et permettant la phosphorylation de la sous-unité 

α au niveau de la thréonine 172 par des kinases [86–89]. La fixation de l’AMP sur l’AMPK permet 

d’inhiber la déphosphorylation par des phosphatases alors que la liaison à l’ATP inhibe l’activation de 

l’AMPK.  

L’AMPK est également impliquée dans le contrôle de la synthèse protéique. Elle agit au niveau de 

l’étape d’initiation et d’élongation de la traduction. Au niveau de l’initiation de la traduction, l’AMPK 

inhibe la synthèse protéique via l’inhibition de mTOR (Figure 8). En effet, la protéine SESN2 stimule 

l’activité de l’AMPK qui phosphoryle la protéine Tuberous Sclerosis Complex 2 (TSC2), rendant le 

complexe TSC1/TSC2 inactif, ce qui permet la conversion de Rheb-GTP en Rheb-GDP, sa forme inac-

tive. Une fois inactivé, Rheb ne peut plus phosphoryler mTORC1, qui est alors lui-même inactivé [90]. 

En parallèle, SESN2, via une action directe et via l’inhibition de GATOR2, maintient les Rag GTPases 

inactives. mTORC1 est ainsi maintenu inactif dans le cytoplasme [91]. Il semble également que l'AMPK 

inhibe mTOR en phosphorylant sa protéine associée, RAPTOR [65,92]. Outre l’arrêt de la synthèse 

protéique par l’inhibition de mTOR, l’AMPK a aussi pour cible la kinase eukaryotic Elongation Factor-

2-kinase (eEF2k). L’AMPK active par phosphorylation cette kinase qui phosphoryle à son tour le facteur 

d’élongation eEF2, empêchant sa liaison au ribosome, ce qui bloque alors l’étape d’élongation de la 

traduction [93]. Cette étape d’élongation est très couteuse en énergie. Elle nécessite environ 4 ATP pour 
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la formation d’une liaison peptidique [94]. Via l’inhibition de mTOR, l’AMPK stimule également 

l’autophagie [95–97]. 

 

Figure 8. Régulation de mTORC1 via l’AMPK [92] 
En cas de déficience en acides aminés, les protéines Sestrin induisent l’inhibition de mTORC1. (1) Sestrin active 

l’AMPK qui bloque le complexe TSC1/TSC2 et réduit l’activité de Rheb. (2) Sestrin inhibe GATOR2 ce qui rend 

inactives les Rag GTPases. (3) Sestrins stabilise les Rag-GDP pour les garder inactives. mTORC1 reste dans ce 

cas inactif dans le cytoplasme. 

 

En résumé, la déficience en AAI induit l’activation des voies GCN2 et AMPK et l’inhibition de la voie 

mTOR (Figure 9). Ces voies vont d’une part permettre d’inhiber la synthèse protéique en contrôlant 

l’étape d’initiation et d’élongation de la traduction, et d’autre part activer les processus d’autophagie 

afin de fournir les AA nécessaire à l’organisme.  

 

Figure 9. Les voies de signalisation impliquées dans la réponse à un déficit en acides aminés  

La déficience en AAI induit l’activation des voies GCN2 et AMPK et l’inhibition de la voie mTOR ce qui induit 

une inhibition de la synthèse protéique et l’activation des processus d’autophagie. 
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1.1.5.2. Signalisation extracellulaire : FGF21 

Savoir s’adapter à des changements nutritionnels par la régulation de l’homéostasie est primordial pour 

la survie d’une espèce. Cette adaptation est assurée par des modifications intracellulaires des orientations 

métaboliques et est coordonnée par des hormones elles-mêmes sous la régulation de la disponibilité en 

protéines et AA. Parmi les hormones qui répondent aux variations d’apport en protéines ou AA, il y a 

Fibroblast Growth Factor 21 (FGF21).  

Le Fibroblast Growth Factor 21 (FGF21) est une hormone peptidique appartenant à la famille des fac-

teurs de croissance des fibroblastes [98]. Il est exprimé principalement dans le foie [99], mais également 

dans le pancréas, le muscle, le tube digestif, le tissu adipeux brun (TAB), le tissu adipeux blanc et l’hy-

pothalamus [100] (Figure 10). C’est un facteur contrôlant l’homéostasie énergétique, avec une action 

endocrine, autocrine et paracrine au niveau de différents organes cibles [101].  

 

Figure 10. Effets métaboliques de FGF21 chez la souris et l’homme [100] 

Chez la souris et l’homme, FGF21 est impliqué dans divers processus physiologiques comme le montre cette 

illustration. FGF21 a un impact sur différents organes tels que le cerveau, le tissu adipeux, le foie, le pancréas ou 

l’os. Il contrôle le métabolisme lipidique, glucidique, énergétique, la croissance, le poids, la prise alimentaire, ou 

encore la sécrétion d’hormones. (+) indique un effet stimulant de FGF21, et (-) un effet inhibiteur. Les effets simi-

laires chez l’homme et la souris sont notés en bleu, les effets différents en rouge, et en noir lorsque les données 

chez l’homme sont absentes de la littérature. 
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Les données de souris KO-foie spécifique suggère que le FGF21 circulant provient principalement du 

foie [99,102]. Sur ces cibles, FGF21 se lie et active les récepteurs FGF (FGFR), nécessitant la présence 

d’un corécepteur β-klotho (KLB). FGF21 est impliqué dans divers processus physiologiques, tel que le 

métabolisme lipidique et glucidique [103,104], le contrôle du poids ou de la dépense énergétique [105]. 

Il est également décrit comme un signal permettant de limiter l’apport alimentaire en sucres [106] et en 

alcools [107]. FGF21 est connu pour répondre à différents signaux nutritionnels [99]. L’expression de 

FGF21 est augmentée en réponse à différents signaux nutritionnels, induisant divers effets métaboliques 

propre à chaque contexte. Sa sécrétion est élevée en cas de déficience en protéines et AA, en réponse à 

un régime cétogène faible en protéines ou en réponse à un régime riche en glucides, en cas de jeûne ou 

en cas de suralimentation, d’obésité ou de résistance à l’insuline [108].  

 

1.2. Méthodes de détermination du besoin en protéines et acides 

aminés 

Afin de maintenir le bon fonctionnement de l’organisme et assurer la santé, il apparait important de 

déterminer de façon précise les besoins en protéines et AAI. L’apport en protéines et AAI doit permettre 

d’assurer une croissance optimale chez l’enfant, l’entretien des tissus chez l’enfant et l’adulte, et assurer 

les besoins supplémentaires en cas de situation pathologique, de grossesse ou d’allaitement. 

1.2.1. Besoin en protéines et acides aminés indispensables 

Le besoin en protéines correspond à la quantité de protéines nécessaires pour assurer l’entretien des 

tissus, et le fonctionnement métabolique et physiologique d’un individu sain. Ce besoin est variable 

selon le sexe, l’âge, l’état physiologique, le niveau d’activité physique. La FAO définit ce besoin comme 

« l’apport minium en protéines de bonne qualité permettant d’atteindre l’équilibre azoté chez un adulte 

en bonne santé avec un niveau d’activité physique modéré » [1]. L’apport en protéines doit ainsi couvrir 

le besoin en azote et en AAI. 

1.2.2. Qualité des protéines 

Il existe différentes sources de protéines, qui se différencient d’un point de vue de leur ‘qualité’. La 

qualité d’une protéine se définit par sa capacité à satisfaire le besoin métabolique en AAI et en azote 

[10].  

Afin de mesurer la qualité protéique, la FAO a développé un score, le PD-CAAS (Protein Diges-tibility 

Corrected Amino Acid Score) [109]. Ce score compare le profil en AAI de la protéine étudiée par rapport 

à une protéine de référence couvrant tous les besoins en AAI, ajusté à la valeur de la digestibilité de la 

protéine. L’AAI le plus limitant de la protéine donnera le score le plus bas. 
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Cependant, cette méthode d’évaluation présente certaines limites. D’une part, la digestibilité variant 

d’un AAI à l’autre, il est nécessaire de prendre en compte la digestibilité des AAI individuels et non pas 

celle de la protéine. D’autre part, la digestibilité est généralement mesurée au niveau fécal, or il a été 

montré que la digestibilité iléale était plus adaptée car une partie des AAI retrouvés dans le côlon sont 

produits par les bactéries induisant une sous-estimation de la digestibilité réelle [110]. Ainsi, la FAO 

recommande l’utilisation d’un nouveau score, le DIAAS (Digestible Indispensable Amino Acid Score) 

prenant en compte les valeurs de digestibilité iléale pour chaque AAI présent dans la protéine étudiée 

[28]. 

 

Les sources protéiques alimentaires peuvent être de nature animale (viande, poisson, œuf, lait) ou végé-

tale (blé, riz, soja, lentilles…). Les protéines d’origine animale sont équilibrées en AAI, et ont de ce fait 

une meilleure qualité que certaines protéines végétales qui peuvent être déficientes en certains AAI, 

c’est notamment le cas de la lysine dans les céréales, et des AA soufrés (méthionine, cystéine) dans les 

légumineuses.  

Dans les pays en voie de développement, les protéines proviennent essentiellement des céréales. En 

Afrique, par exemple, le régime alimentaire est essentiellement basé sur la consommation de céréales, 

de légumes, de racines et de tubercules [6]. En Inde, la majeure partie de la population est végétarienne. 

Leur principale source protéique se trouve dans les céréales telles que le riz, le blé et le millet [7]. Or, 

ces céréales ont d’une part un contenu protéique faible, d’autres part les protéines qui les compose sont 

de mauvaise qualité (17.7 g de protéines /100g de bœuf, contre 6.7 g de protéines /100g de riz par 

exemple) ce qui explique la fréquence des malnutritions protéiques dans les pays en voie de développe-

ment [8]. 

1.2.3. Détermination du besoin en protéines  

Différentes méthodes ont été développées pour estimer le besoin en protéines : la méthode du bilan azoté 

et la méthode factorielle. Chez l’adulte en bonne santé, la méthode du bilan azoté a permis d’estimer le 

besoin moyen en protéines à 0.66 g/kg de poids corporel/j (105 mg N/kg de poids corporel/j) [111,112]. 

Afin de tenir compte de la variabilité interindividuelle au sein de la population, deux écarts-types 

(12,5%) ont été ajouté à cette valeur moyenne du besoin, donnant ainsi une recommandation d’apport 
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en protéines de bonne qualité de 0.83 g/kg/j pour un adulte en bonne santé. Pour l’enfant, c’est la mé-

thode factorielle qui est utilisée, et les besoins sont estimés à 1.12 à l’âge de 6 mois, et à 0.7g/kg de 

poids corporel/j entre 15 et 18 ans [1].  

1.2.3.1. Le bilan azoté  

Le besoin en protéines a été définit à l’aide de la méthode du bilan azoté. Cette méthode consiste à faire 

la différence entre les apports d’azote, c’est à dire la prise alimentaire, et les pertes azotées, correspon-

dant aux pertes urinaires, fécales, et aux autres pertes variées comme la desquamation, la perte de che-

veux, etc. [113]. Le bilan azoté est réalisé en testant différents niveaux d’apports en protéines, jusqu’à 

trouver l’apport assurant l’équilibre azoté. 

Les pertes azotées sont évaluées avec précision (Figure 11). Deux types de pertes azotées sont distin-

gués. D’une part, les pertes correspondant aux pertes urinaires et fécales, qui sont dues à l’oxydation 

des AA et au cycle de l’urée pour les pertes urinaires, et à la sécrétion de mucus, à la desquamation des 

cellules intestinales et aux enzymes digestives pour les pertes fécales. D’autres part, les pertes diverses 

plus mineures, qui correspondent aux pertes dermiques, à la transpiration et à la desquamation, à la perte 

de cheveux, de poils, d’ongles, etc. [111,114].  

 

Figure 11. Modèle du métabolisme protéique chez l’homme [116] 

Après absorption au niveau des entérocytes, les AA participent au métabolisme des différents tissus et organes. Ils 

seront ensuite éliminés selon différentes voies de dégradation. Une part de l’azote sera éliminée dans les fèces. Les 

AA seront eux, dégradés sous forme d’urée et éliminés via l’urine ou la transpiration. Une part des pertes pro-

téiques sera également faite par la perte de cheveux, de poils, la desquamation de la peau, la perte des ongles, etc. 
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Chez l’homme, une étude a estimé les pertes diverses qui ont été classées en différentes catégories : les 

pertes tégumentaires (cheveux, poils, ongles, desquamation), la transpiration, les pertes diverses (am-

moniaque expiré, papier toilette usagé) et autres pertes (brossage de cheveux, sang, crachat, sperme) 

[115]. En pratique, seules les pertes urinaires et fécales sont le plus souvent mesurées, représentant 90% 

des pertes azotées totales. Les pertes mineures sont, quant à elle, estimées à l’aide de valeurs de réfé-

rence, 5 et 8 mg N/kg/j. La FAO recommande d’utiliser la valeur la plus élevée, 8 mg N/kg/j [112], car 

l’estimation des apports et des pertes azotées a tendance à être sous-estimé.  

Chez l’adulte, les apports devant compenser les pertes, le besoin est atteint lorsque le bilan azoté est à 

l’équilibre. Différents modèles de régression ont été utilisés pour tenter d’interpréter précisément les 

données du bilan azoté. Rand et Young ont testé 4 modèles de régression : régression linéaire, régression 

de la racine carrée, régression logarithmique, régression exponentielle. Le modèle de régression expo-

nentielle s’est révélé inapproprié. Les autres modèles n’étaient pas en mesure d’expliquer toute la varia-

bilité des données. Cependant, Rand et Young ont montré que le modèle racine carrée était le modèle le 

moins sensible aux individus extrêmes [114]. Par conséquent ce modèle a été retenu pour analyser les 

données de bilan azoté. 

Cette méthode présente certaines limites. L’une des principales étant la durée de la période d’adaptation, 

qui varie de 5 à 16 jours. Cette période d’adaptation peut également être vu comme une période d’ac-

commodation comme l’ont souligné Young et Marchini [35]. Durant cette période d’adaptation à des 

apports variés en protéines, diverses réactions sont mises en place dans l’organisme afin de faire face à 

des situations de déficiences ou d’excès. Ces adaptations métaboliques impactent la synthèse protéique, 

ayant pour répercussion une modification de la valeur de besoin obtenus [35]. 

Le style de vie peut également impacter la détermination du bilan azoté. En effet, le niveau d’activité 

physique va modifier l’apport alimentaire, la composition corporelle et la demande métabolique avec 

une augmentation de la rétention azotée. Tout cela a un impact sur le bilan azoté [1]. La consommation 

d’alcools et de cigarettes, en modifiant les processus de détoxification et d’excrétion, modifie également 

le besoin en protéines [1].  

1.2.3.2. Méthode factorielle 

Il est possible de calculer le besoin en protéines de façon théorique à l’aide de la méthode factorielle. 

Cette méthode est utilisée pour calculer les besoins lors de certains états physiologiques comme la crois-

sance, la grossesse ou l’allaitement, permettant ainsi de tenir compte du besoin spécifique lié à ces dif-

férents statuts. À ces stades, les protéines sont nécessaires pour le maintien mais également pour l’ac-

crétion protéique dans les nouveaux tissus ou dans le lait [116].  
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La méthode factorielle consiste à faire la somme du besoin d’entretien, et du besoin de croissance chez 

les enfants, correspondant au dépôt protéique et variable en fonction de l’âge, comme représenté dans 

le Tableau 2 [117]. 

Cependant, cette méthode est critiquable du fait qu’elle repose sur un besoin d’entretien et un coefficient 

d’utilisation protéique constant, alors que ce coefficient dépend du niveau d’apport en protéines. Mais, 

elle a l’avantage de pouvoir prédire les besoins pour différentes populations en fonction du sexe et de 

l’âge notamment, en faisant varier uniquement les quantités d’azote liées au besoin spécifique de chaque 

sous-population 

Tableau 2. Besoin d’entretien et besoin de croissance en fonction de l’âge chez l’enfant [116] 

 

1.2.4. Détermination du besoin en acides aminés indispensables 

Contrairement à la recommandation d’apport en protéines qui fait maintenant l’objet d’un certain con-

sensus, il n’existe pas de recommandation d’apport en AAI. Le besoin en AAI a été estimé à l’aide d’une 

méthode théorique (méthode factorielle), ou de méthodes expérimentales (bilan azoté, méthodes utili-

sant les isotopes stables). Compte tenu de son caractère strictement indispensable et de son caractère 

limitant dans les céréales, le besoin en lysine a été particulièrement étudié, tout comme le besoin en 

thréonine, du fait de son importance dans les sécrétions digestives. 

1.2.4.1. Bilan azoté 

Jusqu’en 1986, les besoins en AAI chez l’homme étaient évaluées en utilisant la méthode du bilan azoté 

[113]. Cette méthode a été notamment utilisée pour déterminer le besoin en lysine [118,119] et en thréo-

nine [120].  
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L’évaluation des besoins en AAI suit le même principe que l’évaluation du besoin en protéines. Cette 

méthode repose sur la détermination de la différence entre l’azote ingéré et l’azote excrété. Pour cela, 

les sujets reçoivent une alimentation équilibrée en tous les nutriments et tous les AA exceptés l’AAI 

dont on veut mesurer le besoin. L’apport en cet AAI est progressivement augmenté et lorsque le bilan 

azoté atteint un état d’équilibre, cela signifie que le besoin est couvert. Les sujets sont adaptés à des 

niveaux croissants d’AAI pendant une période de 7 à 10 jours.  

Cependant, la mise en place de ce protocole d’étude est fastidieux [121]. D’une part, la période d’étude 

est relativement longue correspondant à une dizaine de jours par niveaux d’apports. D’autre part, le 

calcul des pertes implique une collecte totale des urines et des selles pour permettre un dosage de l’azote 

dans celles-ci sans pouvoir évaluer précisément les pertes en AAI. En outre, il est difficile d’évaluer 

précisément les pertes mineures correspondant à la desquamation ou à la perte de cheveux. La consom-

mation de protéines doit également être déterminée avec précision, avec une mesure des quantités réel-

lement consommées. Enfin, ce bilan dépend du niveau d’énergie et de l’activité physique.  

1.2.4.2. Méthode factorielle 

Le besoin en AAI peut être déterminé de façon théorique à l’aide de la méthode factorielle. Comme pour 

le besoin en protéines, le calcul considère le besoin d’entretien, le besoin de croissance chez l’enfant, et 

la composition en AAI des tissus. 

Chez l’enfant, le besoin de croissance en lysine a été estimé en faisant le produit du taux d’accrétion 

protéique et de la composition en lysine de l’organisme, que l’on divise par l’efficacité de l’utilisation 

protéique (0.58) (Tableau 3). Il est possible de calculer le taux d’accrétion protéique au cours de la 

croissance car la vitesse de gain pondéral est connue [122]. Il passe de 4.2 g/j à 1 mois, à 1.8 g/j à 1 an 

[122]. Chez l’enfant de 6 mois à 3 ans, le besoin d’entretien en protéines est de 0.66 g/kg/j et le besoin 

de croissance à 0.46 g/kg/j. La composition de la protéine de référence en lysine étant de 45 mg/g de 

protéine, le besoin d’entretien en lysine est donc de 0.66 x 45=33.6 mg/kg/j. Pour le besoin de croissance, 

la composition des tissus en lysine est de 73 mg/g de protéine. Le besoin de croissance est donc de 0.46 

x 73= 29.7 mg/kg/j. Ainsi, la méthode factorielle permet d’estimer le besoin nutritionnel moyen en ly-

sine de 63 mg/kg/j pour un enfant de 6 mois à 3 ans. Pour les enfants de la naissance à 6 mois, c’est la 

composition du lait maternel qui est la référence pour établir le besoin nutritionnel, en considérant que 

le lait apporte 75% d’azote protéique et 25% d’azote non protéique [28]  

Au cours de la grossesse, les besoins sont également estimés à l’aide de la méthode factorielle qui permet 

de considérer les besoins spécifiques liés à ce statut physiologique. Le calcul prend en compte l’accrétion 

protéique dans l’organisme maternel, le fœtus et le placenta. Un travail de Hytten et Leitch a évalué le 

gain total de protéines entre 925 et 992 g, dont plus de la moitié reviendrait au fœtus et au placenta [123]. 

Le besoin en protéines a été estimé à 1; 9 et 31 g de protéines/j pour le semestre 1, 2 et 3 respectivement. 

Durant l’allaitement, le besoin en protéines est de 19 g de protéines/j en moyenne puis de 12.5 g de 
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protéines/j après 6 mois. En considérant la composition en AAI de la protéine de référence, dans ce cas, 

le besoin en lysine peut être estimé à 41 mg/kg/j et le besoin en thréonine, à 21 mg/kg/j [124].  

Durant l’allaitement, le besoin en AAI est déterminé en prenant en compte la composition en AAI du 

lait maternel au cours des 6 premiers mois de l’allaitement, à laquelle sont ajouté les besoins en AAI 

d’une femme non-allaitante [10,124]. Ainsi, pour la lysine le besoin a été estimé à 42 mg/kg/j, et à 24 

mg/kg/j pour la thréonine [124].  

Tableau 3. Besoin en acides aminés indispensables chez l’enfant [28] 

 

1.2.4.3. Méthodes de traceurs isotopiques 

Pour pallier aux différents problèmes posés par la méthode du bilan azoté, des méthodes alternatives ont 

donc été proposées [121]. À la fin des années 80, de nouvelles méthodes utilisant des traceurs isotopiques 

ont été développées. Ces mesures sont basées sur le fait que l’oxydation des AAI est irréversible, lorsque 

le besoin n’est pas couvert ou que l’apport alimentaire dépasse les besoins. Ainsi, les modifications du 

niveau d’oxydation en AAI pourrait prédire leur apport et leur besoin [125].  

1.2.4.3.1. Méthode du bilan du traceur 

La méthode du bilan du traceur (ou Direct Amino Acid Oxidation DAAO) a été mise au point chez 

l’animal puis utilisée chez l’homme par Vernon Young et ses collègues pour déterminer le besoin en 

AAI [126]. Lorsque l’oxydation, qui est considérée comme la seule composante de la perte d’un AAI, 

atteint un minimum, la quantité ingérée correspond au besoin. Cette méthode consiste donc à évaluer 
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les pertes oxydatives d’un l’AAI en fonction du niveau de son apport. Le taux d’oxydation est mesuré 

grâce à l’utilisation d’isotopes stables.  

Pour réaliser un bilan traceur, le régime expérimental, avec un certain apport en un AAI, est suivi pen-

dant 6 jours [125,127,128]. Le 7ème jour, l’enrichissement basal en carbone 13 (13C) de l’AAI testé est 

mesuré dans le plasma, et dans le CO2 expiré. Le sujet consomme un petit repas par heure durant 6 

heures. Au cours du 3ème repas, l’AAI test marqué au 13C (L-[l-13C]AA) (~5-8µmol/kg) est perfusé par 

voie intraveineuse afin de marquer le pool d’AA libre. Un taux constant de L-[l-13C]AA est administré 

jusqu’à la fin de l’expérimentation (~0.6-0.1µmol/kg/min). 

Le flux d’apparition de l’AAI test dans le compartiment est mesuré grâce à la dilution de l’AAI marqué 

perfusé, le taux d’oxydation est, quant à lui, mesuré par l’apparition de CO2 marqué dans les gaz expirés. 

Le besoin correspondra à la valeur de l’apport en AAI au-delà duquel le niveau d’oxydation présente un 

point d’inflexion avant d’augmenter (Figure 12) [125]. 

 

 

Figure 12. Détermination du besoin en AAI par la méthode du bilan du traceur 

Lorsque l’apport en AA est limitant, son niveau d’oxydation est au minimum. Cette oxydation va augmenter en 

fonction de l’augmentation du niveau d’apport en AA. Le besoin correspondra à la valeur de l’apport en AA au-

delà duquel le niveau d’oxydation présente un point d’inflexion avant d’augmenter. 

Le rythme circadien intervient dans le processus d’oxydation des AA, c’est pourquoi la mesure qui était 

initialement réalisée sur 3h a été allongé à 24h. Elle est basée sur le même protocole, détaillé précédem-

ment, avec des mesures 12h à jeun et 12h à l’état nourri. La mesure de l’enrichissement du 13C de l’AAI 

plasmatique est similaire si la mesure est faîtes dans l’urine ou dans le plasma. La mesure de l’enrichis-

sement en 13C dans l’urine permet d’être le moins invasif [129].  

Cependant, cette méthode associe des problèmes théoriques et des problèmes pratiques. D’une part, les 

pertes oxydatives ne sont pas représentatives de l’ensemble des pertes en AAI. D’autre part, une période 

d’adaptation aux régimes expérimentaux est nécessaire, ce qui rend le protocole lourd et difficile à mettre 

en œuvre [130]. De plus, la prise de petits repas échelonnés toutes les heures ne mime pas la réalité 

alimentaire et peut avoir une incidence sur les niveaux d’oxydation mesurés [1]. Un travail de El- 
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Khoury a notamment évalué les effets de la prise de petits repas toutes les heures tout au long de la 

journée sur l’oxydation de la leucine [129]. Le bilan de la leucine était à l’équilibre lorsque les repas 

étaient fractionnés toutes les heures, alors qu’il était positif avec la prise de seulement 3 gros repas au 

cours de la journée. En outre, aucun repas n’est donné les deux dernières heures de l’expérimentation. 

Ainsi, l’oxydation est plus élevé pendant les 1ère heures de la phase nourrie [1] pouvant surestimer l’oxy-

dation. Enfin, un des derniers points limites de cette technique est la perfusion d’un traceur, qui rend le 

protocole très invasif.  

1.2.4.3.2.Méthode de l’oxydation de l’acide aminé indicateur 

La méthode de l’oxydation de l’AA indicateur est une évolution de la méthode du bilan du traceur. Elle 

a préalablement été développée chez le rat, puis chez le porc [131] avant d’être utilisée chez l’homme 

pour évaluer le besoin en AAI [126]. Cette méthode est basée sur le fait que la déficience en un AAI 

implique une augmentation de l’oxydation de tous les autres AA [132,133]. Cette méthode évalue donc 

le besoin en un AAI en mesurant l’oxydation d’un autre AA, l’AA indicateur est généralement la phé-

nylalanine. Lorsque l’apport en AAI test est limitant, l’oxydation de tous les autres AA est augmentée, 

et lorsque l’AAI test est apporté à hauteur du besoin, l’oxydation de l’AA indicateur va alors diminuer. 

Similairement à la méthode précédente, cette méthode est basée sur l’utilisation d’un isotope stable. 

L’oxydation de l’AA indicateur en fonction de l’apport de l’AAI étudié est représenté par une courbe 

suivant un modèle bilinéaire [113]. Le besoin en AAI est défini à l’aide du « breakpoint », point de 

rupture de la pente (Figure 13). Cette valeur correspond alors au besoin nutritionnel moyen, auquel il 

faudra ajouter +/- 2 écarts-types pour déterminer une recommandation. 

Ce protocole a été d’abord utilisé pour suivre l’oxydation de l’AA pendant 8h. Ainsi, pour évaluer le 

besoin en leucine [134], chaque heure pendant 8 heures, un petit repas, avec un certain niveau d’AA 

test, a été consommé. En parallèle, l’AA test (ici la leucine), et l’AA indicateur (la phénylalanine), a été 

perfusés : 19.37µmol/kg de phénylalanine et 21.89 µmol/kg de leucine [134]. Le CO2 expiré a été mesuré 

toutes les 30 minutes (45 min après le début de la perfusion des isotopes stables). L’enrichissement en 

13C a été mesuré dans des prélèvements d’urine réalisés en continue.  

Par la suite, de nouvelles études ont permis de mieux contrôler les conditions expérimentales de la mé-

thode de l’oxydation de l’AA indicateur en mesurant l’oxydation sur le nycthémère (12h à jeun / 12h à 

l’état nourri) [130]. Dans ce cas-là, le besoin déterminé par le point de rupture de la pente ne correspond 

plus à l’oxydation de l’AA indicateur mais à son bilan sur 24h comprenant la quantité oxydée moins les 

quantités ingérées et perfusées. Ce bilan sur 24h présente l’avantage de mesurer un besoin global en 

AAI, tenant compte des différentes voies métaboliques impliquées. Cette méthode semble être la plus 

satisfaisante développée jusqu’à présent.  
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Figure 13. Niveau d’oxydation de l’AA indicateur en réponse à l’apport en AA [134] 

Avant d’atteindre la valeur du besoin en AA test, l’oxydation de l’AA indicateur va diminuer, reflétant son incor-

poration dans les protéines via la protéosynthèse. Au-delà du besoin, l’oxydation de l’AA indicateur va se stabili-

ser. A l’aide d’une double régression, un point d’inflexion va pouvoir être déterminé correspondant à la valeur du 

besoin en cet AA. L’ajout de +/- 2 écarts-types à cette valeur, permettra de déterminer une recommandation.  

 

Cependant la mise au point du protocole expérimental pour la mesure de l’oxydation de l’AA indicateur 

reste difficile à mettre en place car les sujets doivent être présents entre 24 et 29h pour chaque étude et 

doivent être adaptés à l’apport en AAI pendant 8 jours.  

Les valeurs trouvées avec cette méthode, particulièrement celles pour la lysine, sont en accord avec les 

méthodes factorielles qui ont conduit aux besoins que l’on trouve dans le rapport de la FAO, à savoir 

30mg/kg/j pour la lysine et 15mg/kg/j pour la thréonine (Tableau 4) [117]. Néanmoins les valeurs re-

portées par ces méthodes sont deux à trois fois plus élevées que celles indiquées par la FAO en 1985 

[1,135], basées sur le bilan azoté (Tableau 4). Comme explicité précédemment, la méthode du bilan 

azoté est peu précise et les valeurs obtenues sembleraient sous-estimer le besoin ne permettant donc pas 

de compenser les pertes obligatoires [136]. Les données issues de ces différentes techniques d’évaluation 

du besoin en AAI aboutissent à de larges gammes de valeurs, si bien qu’il n’est pas possible de déter-

miner les variabilités interindividuelles et donc de définir des recommandations nutritionnelles [1]. 

Tableau 4. Estimation des besoins en acides aminés indispensables chez l’adulte selon différentes 

méthodes [116] 

En mg/kg/j Bilan azoté Bilan du tra-

ceur 

Oxydation de l’acide 

aminé indicateur 

Bilan sur 24h de l’acide 

aminé indicateur 

Histidine 8-12    

Isoleucine 10  55  

Leucine 14 24.5 ; 38 ; 40 55  

Valine 10 19 55 17 

Lysine 12 27 35 ; 37 ; 38 ; 45 29 ; 31 ; 44 

AA soufrés 13 13 13 15 

AA aromatiques 14 39 15  

Thréonine 7 13.5 19 15 

Tryptophane 3.5  4  
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1.2.5. Utilisation des méthodes « omics » pour déterminer le besoin en protéines et AAI 

Comme vu précédemment, les méthodes actuelles utilisées pour définir le besoin en AAI demandent à 

être améliorées afin de préciser la valeur du besoin et pouvoir déterminer des recommandations nutri-

tionnelles. Les protocoles expérimentaux mis en place jusqu’à présent sont lourds, invasifs et les valeurs 

de besoins obtenues restent imprécises. Il est donc nécessaire de développer des approches plus précises 

et moins invasives. La FAO a établi différentes caractéristiques pour la mise au point de nouvelles mé-

thodes permettant de préciser la valeur du besoin en AAI [28]. Ces méthodes doivent être directement 

applicables à l’homme, à différents stades de la vie, et dans différentes conditions physiopathologiques. 

Leur coût doit être raisonnable, et elles doivent être le moins invasives possibles. Une des nouvelles 

approches qui a ainsi été proposé par la FAO, et l’utilisation des « omics » [28]. 

Les technologies dîtes « omics » sont des études à haut débit permettant de générer de grandes quantités 

de données à différents niveaux biologiques. Elles comprennent la génomique, la transcriptomique, la 

protéomique, la métabolomique ou encore la lipidomique. Ces approches permettent d’obtenir de nom-

breuses informations sur la réponse cellulaire et/ou tissulaire. Elles peuvent en particulier être utiles pour 

mettre en évidence et identifier de nouveaux biomarqueurs, molécules dont la présence ou la concentra-

tion dans le sang ou les urines pourrait signaler un événement ou un statut physiologique particulier, tel 

qu’une déficience ou un excès en AA [137]. Nous nous intéresserons plus particulièrement à la métabo-

lomique pour la suite de cette partie.  

1.2.5.1. La métabolomique 

La métabolomique est une technique d’analyse physicochimique qui permet de mesurer des métabolites 

endogènes (lipides, sucres, nucléotides, acides aminés d’une taille inférieure à 3000 Da) de différentes 

voies biochimiques, et ainsi observer s’il y a une modification de ces biomarqueurs lors de certaines 

conditions physiologiques ou physiopathologiques. Contrairement au génome, qui est fixé, le métabo-

lome est variable. Il associe une composante génétique et environnementale (prise de médicaments, 

contaminants, activité du microbiote, alimentation) et peut ainsi être modifié au fil du temps (Figure 

14).  

Les méthodes utilisées pour les analyses de métabolomiques sont la spectrométrie de masse (MS), et la 

Résonnance Magnétique Nucléaire (RMN) [138] : 

- La Résonnance Magnétique Nucléaire : l’analyse par RMN est une méthode quantitative et qualita-

tive donnant une information sur la structure des métabolites. C’est une analyse rapide, de l’ordre de la 

minute, facile à mettre en œuvre car la préparation des échantillons est très succincte [139]. Cependant, 

sa sensibilité est inférieure à celle de la spectrométrie de masse [140]. Elle permet de détecter seulement 

des métabolites très concentrés.  
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Figure 14. Les « Omics » [138]  
Elles comprennent la génomique, la transcriptomique, la protéomique, la métabolomique ou en-

core la lipidomique. Elles comprennent la génomique, la transcriptomique, la protéomique, la 

métabolomique ou encore la lipidomique. La métabolomique est une technique d’analyse physi-

cochimique qui permet de mesurer des métabolites endogènes (lipides, sucres, nucléotides, 

acides aminés d’une taille inférieure à 3000 Da). 

 

- La spectrométrie de masse : elle détecte des fragments de métabolites selon leur rapport m/z, avec 

une sensibilité élevée [140]. La spectrométrie de masse est souvent couplée à la chromatographie, soit 

la chromatographie en phase gazeuse (GC-MS), soit la chromatographie en phase liquide (LC-MS) 

[139]. La technique de GC-MS nécessite une étape supplémentaire dans le prétraitement des échantil-

lons pour les transformer en composés volatils, étape qui n’est pas possible sur des composés thermola-

biles, qui devront donc être analysés par LC-MS.  

Une fois les spectres obtenus grâce à la RMN ou la spectrométrie de masse, la seconde étape est celle  

du prétraitement des données [139]. Premièrement, le bruit de fond spectral est soustrait des données. 

Les signaux sont extraits et transformés sous forme de matrice. Chaque variable sera alors associée à un 

rapport m/z, à un temps de rétention et à une intensité [141].  

La dernière étape est l’étape de discrimination des différentes variables grâce à des analyses statistiques 

multivariées [139,142]. L’analyse en composante principale, ou ACP, est régulièrement utilisée. Elle 

fait partie des analyses statistiques descriptives. Elle est sans a priori sur l’appartenance d’un échantillon 

à un groupe. Elle permet de visualiser la répartition des échantillons et de trouver des « clusters », et de 

dissocier ainsi différents groupes [141]. Une méthode qualitative peut également être utilisée pour dis-

criminer des molécules, la méthode ICDA (Independent Component-Discriminant Analysis). C’est une 

méthode qui dérive de l’ICA (Independent Components Analysis) faisant partie des méthodes dites de 

« séparation aveugle de sources », car elle vise à extraire les signaux sources sous-jacents de la matrice 

ainsi que leurs proportions dans les mélanges. L’ICDA permet de prendre en compte l’information sur 

le modèle d’échantillon afin de renforcer la discrimination [143].   
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D’autres méthodes, faisant parties des analyses statistiques explicatives, peuvent être utilisées. Notam-

ment, la régression PLS (Partial Least Square ou Projection to Latent Structures), l’analyse discrimi-

nante PLS (PLS-DA) et l’OPLS (Orthogonal Projection to Latent Structures) [141]. Ce sont des mé-

thodes de régression qui tentent d’expliquer des variables (Y) par des variables (X). Ces modèles per-

mettent de lier plusieurs variables entre elles. L’objectif est de calculer des variables latentes qui maxi-

misent la variance extrait des deux matrices, et la corrélation entre les deux matrices.  

1.2.5.2. Métabolomique et besoin nutritionnel 

La majorité des études de nutrition repose sur des mesures de besoins nutritionnels moyens définis pour 

une population. Cependant, des facteurs environnementaux et génétiques induisent des différences inte-

rindividuelles avec des besoins métaboliques propres à chacun. Les recommandations seraient d’autant 

plus efficaces si elles étaient appliquées individuellement. L’utilisation du profil métabolomique peut 

aider à déterminer les variations interindividuelles et ainsi émettre des recommandations plus ciblées 

[137], et notamment pour des populations spécifiques [144]. 

Les profils de métabolome dans les fluides biologiques ont déjà été utilisés avec succès comme biomar-

queurs précoces de variations de processus et de dysfonctions métaboliques. L’étude de Fedry et al. a 

montré un lien entre un profil spécifique en biomarqueurs dans les urines et des dysfonctionnements 

métaboliques. Des souris dites résistantes à l’obésité, ont montré un taux d’acylglycine et de leucine 

particulièrement élevé dans les urines, par rapport aux souris sensibles à la prise de poids, avant l’expo-

sition à un régime gras et cette différence se maintien lorsque les souris sont soumises à un régime riche 

en lipides  [145]. 

La métabolomique a également été appliquée à la détermination du besoin en choline [146]. La choline 

est un nutriment essentiel pour lequel un adequate intake a été fixé par l’institut américain de médecine 

en 1998 à 550 mg/j pour les hommes, 425 mg/j pour les femmes adultes avec 450 mg/j durant la gestation 

et 550mg/j durant la lactation [147]. Les apports alimentaires en choline permettent la synthèse de phos-

phatidylcholine, qui fait intervenir la phosphatidyléthanolamine-N-méthyltransférase (PEMT), enzyme 

qui est induite par les œstrogènes. Chez les femmes ménopausées, la concentration en œstrogènes étant 

faible, le faible apport en choline provoque des risques de dysfonctions et particulièrement des risques 

de stéatose hépatique. Afin de préciser la valeur du besoin en choline, les métabolites plasmatiques ont 

été analysés par métabolomique, chez des sujets soumis à une déplétion (<50 mg de choline/70kg/j) puis 

à une réplétion en choline (550-850 mg/70kg/j). Ces études ont permis d’identifier des biomarqueurs 

plasmatiques sensibles (choline, betaine, phosphatidylcholine, sphingomyeline, dimethylglycine, 

methylglycine, homocystéines et méthionine) pour la détection du besoin en choline. Cette approche a 

également été utilisée pour la détermination du besoin en choline chez des sujets présentant un poly-

morphisme du gène codant la PEMT rs12325817le [148,149] et chez les femmes enceintes et allaitantes 

[150]. Ces travaux ont été pris en compte pour l’établissement de recommandations d’apport en choline 



45 

 

par l’European Food Safety Authority (EFSA) en 2014 variant de 269 à 444 mg/j [151]. Ces recomman-

dations sont de 480 mg durant la gestation et 520 mg durant la lactation et entre 269 à 450 mg chez les 

personnes âgés. 

Certains métabolites plasmatiques ont également été mis en évidence en réponse à des régimes riches 

en leucine d’une part [152,153], et en méthionine d’autre part [154]. Une déficience peut également être 

signifiée par un métabolome spécifique. Wu et son équipe [155] a montré qu’une malnutrition protéino-

energétique pouvait induire des modifications du profil métabolique dans les urines chez des rats. Après 

analyse par GC-MS et LC-MS, différentes voies métaboliques ont été affectées en réponse à une mal-

nutrition protéique et énergétique. Ils ont observé une augmentation du niveau de créatine, thréitol, acide 

pyroglutamique et acide kynurénique, et une diminution du niveau d’acide succinique, d’acide cis-aco-

nitique, d’acide citrique, d’acide isocitrique, d’acide thréonique, de triméthylglycine, d’acide N-méthyl-

nicotinique ainsi que d’acide urique. L’altération de ces métabolites est associée à une modification du 

métabolisme énergétique, protéique, et lipidique en réponse à la malnutrition protéino-energétique. 

Le changement de concentration des AA plasmatiques après l’ingestion d’un repas à différents niveaux 

protéiques est connu. Une diminution mais également une augmentation de certains AA plasmatiques a 

été mise en évidence en lien avec une augmentation de l’apport protéique [156]. Le niveau d’AA plas-

matiques ne reflète pas seulement l’apport net en AA alimentaires, mais la concentration finale de chaque 

AA est déterminée par différents facteurs incluant le catabolisme et le taux de transport entre les diffé-

rents organes. Des études sur des animaux nourris avec différents régimes ont montré que l’apport ali-

mentaire, et protéique, modulait les orientations et l’intensité des voies métaboliques [157–161] qui 

devrait donc être reflété par une concentration différente en métabolites plasmatiques ou urinaires.  

Ces différentes études montrent que l’analyse de biomarqueurs pourrait être appliquée à la détermination 

du besoin en AA, mais également à mieux comprendre le métabolisme des AA et leur implication dans 

diverses voies biologiques [162].  

 

1.3. Impact de la déficience en protéines et acides aminés indispen-

sables sur le métabolisme protéique et énergétique 

Compte tenu du rôle essentiel qu’ont les protéines dans la croissance et la survie de l’organisme, il est 

primordial que l’apport en protéines et AAI soit suffisant [1]. 

Dans les pays en voie de développement, les malnutritions protéino-énergétiques sont fréquentes chez 

les enfants. Après le sevrage, ces enfants sont régulièrement nourris avec des régimes faibles en pro-

téines, et des protéines de mauvaise qualité [163–165]. Près de la moitié des décès d’enfants de moins 

de 5 ans sont liés à la dénutrition [2]. C’est un problème de santé publique majeur, représentant la 3ème 
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maladie infantile la plus répandue dans ces pays [3]. Il existe deux types de malnutrition protéino-éner-

gétique. Le marasme qui correspond à une insuffisance pondérale sévère, exprimé en rapport poids/taille. 

Et le Kwashiorkor, qui se définit par la présence d’œdème [18]. Dans ces deux cas, la masse maigre est 

fortement diminuée, en particulier la masse musculaire en raison d’un ralentissement du renouvellement 

protéique.  

Une restriction en protéines et en AAI aura ainsi de lourdes conséquences sur l’organisme d’autant plus 

marquées chez des individus en pleine croissance, incluant une forte diminution de la croissance, du 

poids, ainsi qu’un impact important sur diverses fonctions physiologiques de l’organisme (développe-

ment cérébral, fonction cardiaque, immunitaire, hépatique, etc.) [166]. 

1.3.1. Effet d’une déficience en protéines et acides aminés indispensables sur la prise alimen-

taire 

La prise alimentaire est dépendante de la quantité de protéines dans le régime. Cependant, les effets 

d’une restriction protéique sur celle-ci restent encore assez controversés.  

Une majorité d’études chez le rat ont rapporté que des régimes modérément faibles en protéines, 5% à 

6% de l’énergie, induisent une augmentation de la prise alimentaire [167–169]. Chez la souris, cette 

augmentation de prise alimentaire sera d’autant plus marquée que la température diminue (22°C vs 

30°C) [170]. Chez l’homme également, il a été montré qu’un régime modérément faible en protéines 

induit une augmentation de la prise alimentaire pour rétablir un statut protéique adéquat [171,172]. Ce-

pendant, d’autres études rapportent une diminution de la prise alimentaire suite à une restriction pro-

téique [173–175]. Différents facteurs peuvent influencer les effets des régimes faibles en protéines, no-

tamment l’âge, le pourcentage de déficience, la durée de restriction, ou encore l’état physiologique 

[169,176]. Il apparaît qu’une restriction protéique modérée induit une augmentation de la prise alimen-

taire, alors qu’une restriction sévère induit une diminution de celle-ci [177].  

Un certain nombre de travaux ont émis l’hypothèse qu’une déficience modérée en protéines (5 à 10%), 

induit une hyperphagie afin d’augmenter l’apport en protéines et AA pour couvrir les besoins [174,178–

180]. En revanche, lorsque la restriction est sévère (moins de 5% de protéines), un phénomène d’aver-

sion est observé. Une zone du cerveau appelé cortex piriforme antérieur (aPC) serait responsable de la 

mise en place de cette aversion [181,182]. La diminution des AA dans le plasma, le liquide cérébrospi-

nal, et le cerveau, en réponse à un régime faible en protéines, activerait la voie de signalisation GCN2 

au niveau de l’aPC. GCN2 phosphorylerait alors eIF2α et le Glutamate Receptor 1 (GluR1), activant la 

voie glutamatergique responsable de la modification du comportement alimentaire [80,183,184].  

De même que pour la déficience en protéines, la déficience en un AAI a un impact sur la prise alimen-

taire. Des études de choix ont montré que des rats diminuent rapidement leur consommation d’un régime 

déficient en leucine, ou en thréonine au profit d’un régime équilibré en tous les AA [185,186]. Des rats 

soumis à un régime déficient en L-lysine (8%) vont également se tourner vers des régimes équilibrés 



47 

 

composés de L-lysine pour aider à contrebalancer cet état de déficience [187]. La déficience en AAI 

entrainant un déséquilibre en AA, l’aPC serait responsable de la mise en place de l’aversion lors de 

régimes déséquilibrés en AAI [181,182]. Lorsqu’un régime présente une déficience en un AAI, les rats 

le détectent rapidement et vont alors diminuer la consommation de ce régime, dans le but de favoriser 

la prise alimentaire d’une alimentation plus équilibrée, si le choix est permis entre un régime déficient 

et un régime équilibré en AAI [182,183,185].  

L’ensemble de ces données montrent que le degré de déficience (sévère ou modérée) en protéines ou en 

un seul AAI induit des réponses physiologiques différentes sur la prise alimentaire.  

1.3.2. Effet d’une déficience en protéines et acides aminés indispensables sur la dépense éner-

gétique 

Chez le rat, les régimes modérément faibles (5 à 10%) en protéines entrainent une augmentation de la 

prise alimentaire, induisant alors une augmentation de l’apport énergétique avec un risque d’augmenter 

l’adiposité [169,188].  

Parallèlement à l’augmentation de prise alimentaire en réponse à des régimes modérément faibles (5 à 

10%) en protéines, la dépense énergétique augmente, permettant de contrebalancer l’excès d’apport 

énergétique, et ainsi limiter la prise de tissu adipeux [160,170,174,188,189]. En effet, Blais et al. ont mis 

en évidence que des souris nourries ad libitum avec un régime à 6% de protéines présentaient une aug-

mentation de la dépense énergétique par rapport à des souris nourries avec un régime à 20% de protéines. 

La dépense énergétique tient compte de différentes composantes : la dépense énergétique de repos, la 

dépense énergétique liée à l’activité motrice et la dépense énergétique totale. Dans cette étude, les au-

teurs ont montré que l’augmentation de la dépense énergétique était due au fait que les souris sous res-

triction protéique présentaient une augmentation du niveau et du coût de l’activité, sans modification de 

la thermogénèse au sein du TAB comme l’ont montré d’autres études [190–192].  

En réponse à des régimes faibles en protéines, l’augmentation de la dépense énergétique pourrait être 

responsable de l’augmentation de prise alimentaire, permettant une compensation partielle de la défi-

cience, mais limiterait aussi la prise de tissu adipeux dû à l’augmentation de la prise alimentaire. Un 

certain nombre de travaux ont montré que la restriction protéique, sans restriction énergétique, augmen-

tait la dépense énergétique via une augmentation de FGF21, qui entraine l’augmentation d’UCP1 dans 

le TAB [105,193–195]. Contrairement à d’autres études qui ont montré que FGF21 ne nécessitait pas 

UCP1 pour augmenter la dépense énergétique [160,170,196]. Un travail de Hill et al. a montré que des 

souris KO-Ucp1, ne présentait pas de modifications de la dépense énergétique en réponse à une restric-

tion protéique, malgré une augmentation de FGF21. Ils ont également observé une diminution de la prise 

alimentaire chez les souris KO-Ucp1 en accord avec de précédents travaux [197,198]. Les auteurs ont 

ainsi émis l’hypothèse que la suppression d’UCP1 serait responsable de l’effet anorexigène de FGF21. 
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Ces résultats pourraient indiquer que la modulation de la dépense énergétique pourrait être le premier 

paramètre modifié en réponse à une restriction protéique, nécessitant dans un second temps une aug-

mentation de la prise alimentaire pour compenser l’augmentation de cette dépense énergétique 

[194,195,199,200]. 

Différentes études montrent que la déficience en un seul AAI suffisait à augmenter la dépense énergé-

tique, c’est le cas notamment de la déficience en méthionine et en thréonine [201–204].  

1.3.3. Régulation du métabolisme protéique 

Le maintien d’un bilan azoté équilibré est le résultat d’un équilibre entre deux phases : la phase de 

mobilisation des protéines corporelles, à jeun, et la phase de dépôt protéique, à l’état nourri. Les taux 

circulants d’AA influencent la dynamique du métabolisme protéique [1,18,112].  

A l’état nourri, l’oxydation des AA et la protéosynthèse augmentent alors que la protéolyse des protéines 

corporelles totales diminue [205]. Lors de la transition de l’état nourri à l’état post-absorptif, l’oxydation 

des AA sera au plus bas, et la protéolyse sera supérieure à la protéosynthèse afin de fournir les AA dont 

l’organisme a besoin [206,207].  

Les AA proviennent de la dégradation des protéines du foie et de l’intestin principalement, puis après 

quelques heures, la majeure partie des AA sont fournis par le muscle [208]. Le processus d’autophagie 

permet le maintien des niveaux d’AA plasmatiques.  

Les protéines musculaires sont catabolisées pour libérer des AA libres qui sont soit réincorporés dans 

des protéines musculaires, soit utilisés pour d’autres besoins physiologiques. Ces AA pourront ainsi être 

utilisés pour la synthèse de protéines dans d’autres organes, oxydés pour fournir de l’énergie, ou inclus 

dans d’autres voies métaboliques tel que la néoglucogenèse dans le foie par exemple [208]. Les AA 

libres provenant du catabolisme des protéines musculaires permettent également la synthèse de protéines 

du système immunitaire, de protéines plasmatiques, d’hormones et d’enzymes intra et extracellulaires 

[209]. A l’état post-absorptif, la voie mTOR ne sera pas activée diminuant alors la synthèse protéique 

et augmentant la dégradation des protéines et l’autophagie [210–212]. En parallèle, la voie GCN2/ATF4 

et la voie AMPK seront activée permettant d’inhiber la protéosynthèse [63,213].  

1.3.4. Organes sensibles à l’apport en protéines et acides aminés indispensables  

1.3.4.1. Impact de la déficience en protéines et acides aminés indispensables sur le 

foie 

Le foie est le premier organe à être atteint par les AA. Après avoir été absorbés par les entérocytes, les 

AA passent dans la veine porte et sont dirigés vers le foie (Figure 15). Les AA issus de la protéolyse 

rejoignent également le foie par la circulation générale. Selon les besoins métaboliques, le foie contrôle 

le flux d’AA en direction des organes périphériques. Parmi les AA arrivant au foie, il a été montré que 
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20% sont utilisés pour la synthèse protéique, 57% sont catabolisés, et 23% sont excrétés dans la veine 

cave en direction des organes périphériques [18]. Le foie permet également la synthèse d’autres compo-

sés à partir des AA. Certains AA seront convertis en glucose via la néoglucogenèse, d’autres en corps 

cétoniques via la cétogenèse. Les AA en excès seront désaminés, ce qui correspond à la perte du groupe 

α-aminé par un AA, ou transaminés, ce qui correspond au transfert du groupe α-aminé d’un AA à un α-

acide cétonique conduisant à la formation d’un nouvelle AA. Une fois désaminés, les AA sont soit con-

vertis dans les voies du métabolisme énergétique, soit oxydés. Le foie est un site majeur du métabolisme 

des AA et de la synthèse protéique. Il synthétise ses propres protéines mais également des protéines 

plasmatiques comme l’albumine, la transferrine ou les lipoprotéines. Il est également le site majeur du 

catabolisme des AA. En effet, le foie est le seul organe à avoir la capacité à neutraliser rapidement 

l’ammoniac en l’utilisant pour la synthèse d’urée [214]. La fonction amine des AA sera alors dirigée en 

direction du foie pour subir l’uréogenèse alors que le squelette carboné intégrera le cycle de Krebs. Le 

NH3 libéré permettra la synthèse de carbomoyl-phosphate qui rentrera dans le cycle de l’urée, qui sera 

ensuite éliminée dans les urines [215]. 

 

Figure 15. Métabolisme hépatique des acides aminés [215] 

Les principales fonctions de foie dans le métabolisme des protéines et des AA sont : la synthèse des AA, la trans-

mination et la désamination, la synthèse de protéines plasmatiques et la synthèse de l’urée. 

 

La déficience en protéines et en AAI impacte le métabolisme hépatique. Il a été montré que des rats 

nourris avec un régime déficient en protéines ou protéiprive présentaient une diminution du poids du 

foie, d’autant plus marquée lorsque la période de restriction était longue [216,217]. Il a également été 

observé une diminution de l'expression de gène de la lipogenèse hépatique et une tendance à réduire le 

contenu lipidique du foie [218]. Chez des enfants malnutris, déficients en protéines, une diminution de 

la croissance et du poids de certains organes comme le foie est observé [219]. De plus, la concentration 

des protéines sériques, tel que l’albumine et les apolipoprotéines, est diminuée en réponse à une défi-

cience en protéines [219–221].  
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Le métabolisme protéique hépatique est impacté par la déficience en protéines. Chez le porc, un régime 

déficient en protéines (3%) est associé à une réduction du turnover protéique avec une diminution du 

taux de synthèse protéique dans le foie [222]. D’autres études chez le rat ont également rapporté une 

diminution du taux de synthèse protéique dans le foie en cas de restriction protéique [223–225]. 

Ces différents travaux indiquent que la réduction du contenu protéique est expliquée par à une diminu-

tion du taux de synthèse protéique. Yoshizawa et al., ont étudié les causes de la diminution de la synthèse 

protéique chez des rats nourris avec un régime protéiprive [226]. Ils ont observé une augmentation du 

complexe 4E-BP1–eIF4E, qui diminue ainsi la liaison de eIF4E avec le facteur d’initiation eIF4G. Le 

complexe d’initiation de la traduction est alors diminué ce qui a pour conséquence de réduire la synthèse 

protéique [226]. Chez le rat, l’autophagie est stimulée par l’activation de la formation des autopha-

gosomes [218,227]. L'autophagie est efficace pour fournir des AA en réponse à une restriction protéique. 

L’oxydation des AA est réduite afin de limiter les pertes azotées et ainsi augmenter l’efficacité d’utili-

sation de ces AA, dans le but de maintenir un équilibre azoté [228,229]. 

La déficience en un seul AAI a également des conséquences sur l’ensemble du métabolisme hépatique. 

Il a été montré qu’une restriction sévère en lysine (75% de restriction) augmente le contenu lipidique du 

foie, alors qu’une restriction modérée (50% de restriction) ne modifie pas le métabolisme lipidique 

[230]. Concernant l’impact sur le métabolisme protéique, une étude menée chez le rat a montré une 

diminution de la synthèse protéique dans le foie en réponse à un régime à base de gluten, déficient en 

lysine [231]. Chez le porc, une étude a montré qu’une déficience modérée en thréonine induit une aug-

mentation de la synthèse protéique dans le foie [232], alors qu’une étude de Wang et al. a montré qu’une 

restriction sévère en thréonine impliquait une réduction de la synthèse protéique [233]. 

La restriction en méthionine induit également des modifications métaboliques au niveau du foie. Chez 

la souris, la déficience en méthionine a un effet sur le métabolisme lipidique et glucidique au niveau du 

foie induisant une augmentation de la sensibilité à l’insuline et diminuant la néoglucogenèse, le risque 

de diabète de type 2, l’hypertension et la stéatopathie non alcoolique (Non Alcoholic Fatty Liver Disease 

ou NAFLD) [234–237]. L’effet positif de la déficience en méthionine sur la stéatose hépatique passe par 

une diminution de la synthèse des triglycérides et de l’oxydation des acides gras. La diminution de la 

lipogenèse de novo est dû à une diminution de l’expression de l’acide gras synthase, de l’acétyl CoA 

carboxylase 1 ainsi que de la stearoyl CoA desaturase [234,238]. L’exportation des lipides du foie est 

également augmentée chez les souris soumise à une restriction en méthionine [239]. Sur le métabolisme 

protéique, la restriction en méthionine réduit le taux de synthèse des protéines cytosoliques dans le foie, 

mais aucune différence n’est observée concernant la synthèse des protéines mitochondriales [240] 

1.3.4.2. Impact de la déficience en protéines et acides aminés sur le muscle 

Avec le foie, le muscle joue un rôle essentiel dans le métabolisme des AA et la synthèse protéique. Il 

capte les AA plasmatiques pour la protéosynthèse et le catabolisme de ses protéines lui permet de libérer 
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des AA libres pour d’autres organes périphériques. Le muscle squelettique est le principal organe per-

mettant le catabolisme des AA à chaînes ramifiées (AACR) (leucine, valine, isoleucine). Un certain 

nombre de travaux ont montré que les AACR ont un rôle important dans le turnover protéique au niveau 

du muscle. Différentes études in vitro sur des cellules musculaires ont montré que les AACR, et plus 

particulièrement la leucine, stimulait la synthèse protéique et inhibait la protéolyse [241–243]. Ces ré-

sultats ont été confirmés par des études chez l’animal, en particulier chez le rat [244,245]. Durant la 

synthèse des protéines dans le muscle squelettique, l’absorption de glutamine dans la cellule s’accom-

pagne d’une absorption de leucine [246]. La concentration intracellulaire de leucine active des média-

teurs tel que les Rag GTPases qui induisent la localisation de mTOR à la surface du lysosome [247,248]. 

Une fois mTOR activé, il active 4E-BP1 et S6k qui activent l’étape d’initiation de la traduction pro-

téique. Il semblerait que la leucine puisse également stimuler la synthèse protéique en stimulant la phos-

phorylation de 4E-BP1 qui permet alors la libération de eIF4E induisant l’initiation de la traduction 

[249].  

La déficience en protéines induit une diminution du gain de poids corporel chez des rats en croissance 

avec une diminution de la masse maigre dû en partie à une diminution du poids des muscles squelettiques 

[167]. La synthèse protéique est diminuée en réponse à des régimes déficients en protéines, ce qui pro-

voque une diminution de la masse du muscle soleus et de son contenu protéique [250]. La diminution 

de la disponibilité en AA induit la diminution de l’activité du facteur d’initiation de la traduction pro-

téique eIF2B qui implique alors une diminution de la protéosynthèse [251]. D’autres études chez le rat 

ont mis en évidence qu’une restriction protéique était associée à une diminution de la synthèse des pro-

téines dans l’extensor digitorum longus muscle [252–254]. La restriction protéique impact également le 

transport des AA vers le muscle. Une étude a notamment montré que les transporteurs d’AA (SLC1A1, 

SLC1A2, SLC7A1 et SLC7A2) étaient sous-régulés dans le muscle en réponse à des régimes déficients 

en protéines [255] .  

En cas de restriction protéique, la diminution de la protéosynthèse est associée à une diminution de la 

protéolyse. L’activité de la voie ubiquitine-protéasome est réduite du fait d’une diminution de l’activité 

du protéasome. De plus, la diminution de la synthèse des ARNm codant pour l’ubiquitin-protein ligase 

E3 entraine une diminution de l’ubiquitination des protéines [250]. Il a également été observé une dimi-

nution de l’activité des caspases 3 [250,252] et de la voie lysosomale, avec une diminution de l’activa-

tion des cathepsines [256]. Cela semble être un mécanisme d’adaptation permettant au muscle d’épar-

gner ces protéines du fait de la diminution de la disponibilité des AA pour la synthèse de protéines 

[250,252].  

La restriction en un seul AAI impacte le métabolisme protéique au niveau du muscle. Ainsi, chez le rat, 

il a été montré qu’une restriction sévère en lysine (75% de restriction) augmente le contenu protéique 

du muscle, ce qui n’est pas le cas d’une restriction modérée (50% de restriction) [230]. De plus, chez 
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des porcs en croissance, une étude a montré que la déficience en lysine diminue la synthèse des protéines 

et l’accrétion protéique dans le muscle [257]. La déficience en thréonine diminue également la synthèse 

des protéines dans le muscle chez des jeunes porcs [233].  

1.3.5. FGF21 et apport protéique 

FGF21 est régulé par l’apport protéique et son expression est contrôlée par la voie GCN2 

[157,159,159,160,170,258] (Figure 16). De Sousa-Coelho and al. ont mis en évidence qu’une déficience 

en leucine induit une augmentation de FGF21 hépatique in vitro et in vivo impliquant la voie GCN2-

EIF2α-ATF4. Ils ont identifié une séquence AARE en 5’ sur le gène Fgf21, séquence sur laquelle va se 

fixer le facteur de transcription ATF4 permettant la transcription de Fgf21. En plus de la voie GCN2-

EIF2α-ATF4, Peroxisome Proliferator-Activated Receptor alpha (PPARα) apparaît être un autre régu-

lateur de la sécrétion de FGF21. Une délétion de PPARα provoque une diminution de FGF21 plasma-

tique chez des souris soumises à une restriction protéique. Ainsi, en réponse à un régime faible en pro-

téines, une rapide augmentation de FGF21 circulant provenant du foie est observée, nécessitant à la fois 

la voie GCN2 et PPARα [259,260].  

 

Figure 16. Effet d’une restriction protéique via FGF21 [281] 
La restriction protéique augmente l’expression hépatique et les taux circulants de 

FGF21. FGF21 va alors agir au niveau du SNC et au niveau périphérique pour in-

duire une diminution du poids et augmenter la prise alimentaire et la dépense éner-

gétique. 

 

Chez des souris KO-Fgf21, les effets de la restriction protéique sur le poids, la prise alimentaire et la 

dépense énergétique sont reversés, suggérant que FGF21 est nécessaire pour médier les effets des ré-

gimes faibles en protéines. De plus, la délétion du corécepteur β-klotho dans le système nerveux central 

(SNC) de souris mime le même phénotype que les souris KO-Fgf21, avec une annulation des effets des 
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régimes faibles en protéines [261]. Cela suggère que FGF21 agit également via le SNC pour induire les 

effets métaboliques de la restriction protéique.  

FGF21 est augmenté en réponse à des régimes faibles en protéines mais le contexte nutritionnel induit 

des réponses métaboliques différentes. La restriction protéique accompagnée d’une augmentation de 

l’apport énergétique, due à une hyperphagie, induit une augmentation de FGF21 [160,174,262]. Au con-

traire, une restriction protéique associée à une restriction énergétique n’induit pas d’augmentation de 

prise alimentaire et diminue le poids, mais augmente le niveau de FGF21 [108,263]. En cas de restriction 

énergétique sans restriction protéique, FGF21 n’est pas induit [264].  

Cependant, la déficience en protéines est souvent associée à une augmentation de la part des glucides. 

Ainsi, il est important de définir le rôle des glucides dans la sécrétion de FGF21 lors d’une restriction 

protéique. Il apparaît que l’apport en glucides régule FGF21. En effet, les régimes cétogènes (faibles en 

glucides) [265,266], ainsi que les régimes riches en glucides [267,268] induisent une augmentation de 

FGF21. Chez l’homme, un apport élevé en glucides augmente la sécrétion de FGF21, contrairement à 

une augmentation en lipides [269]. L’ingestion de fructose augmente de manière aiguë les niveaux de 

FGF21 [270]. Chez la souris, un apport élevé en glucides augmente d’une part la sécrétion de FGF21, 

d’autres part l’expression des ARNm d’UCP1, FGFR1c ainsi que de KLB dans le tissu adipeux brun 

[271]. Il a été montré que l’augmentation de FGF21 était régulé par le facteur de transcription Carbo-

hydrate Response Element Binding Protein (ChREBP), activé par le glucose [272]. L’ARNm de 

ChREBP est augmenté dans le foie et le TAB en réponse à des régimes riches en glucides. FGF21 est 

également décrit comme un signal satiétogène jouant un rôle dans la préférence pour le sucre [106]. En 

réponse à un apport élevé en glucides, FGF21 supprime la préférence pour les sucres [106]. Le travail 

de Solon-Biet et son équipe [108] appuie les résultats trouvés par Laeger and al. [259], montrant que les 

régimes faibles en protéines ont un rôle majeur dans l’augmentation de la sécrétion de FGF21. Ils mon-

trent également que cette augmentation se trouve être d’autant plus marquée lorsque la restriction en 

protéines est associée à un apport élevé en glucides. De plus, le travail de Laeger a testé les effets d’un 

régime cétogène, diminuant les glucides et augmentant les lipides, et d’un régime faible en protéines, 

augmentant les glucides et diminuant les lipides, sur la sécrétion de FGF21 [259]. Dans les deux cas, 

une induction de FGF21 est observée. Ainsi, ils émettent l’hypothèse que FGF21 serait médiée par les 

protéines et non pas par les glucides. 

Selon l’environnement nutritionnel, FGF21 induit différentes conséquences sur la préférence alimen-

taire. Dans le cas, où l’animal se trouve en présence uniquement d’un régime faible en protéines, FGF21 

permet grâce à son action via le SNC d’augmenter la prise alimentaire [261]. Cependant, si l’animal 

peut avoir accès à d’autres sources protéiques, FGF21 joue un rôle dans la préférence alimentaire, en 

augmentant l’apport protéique sans augmenter la prise alimentaire.  
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Plus récemment, il a été montré qu’une déficience en un seul AAI agit sur la sécrétion de FGF21. Dif-

férentes études ont observé une augmentation de FGF21 en réponse à une restriction en méthionine, 

thréonine ou tryptophane [203,236,273], suggérant que la déficience en un AAI mime les effets d’une 

restriction protéique sur FGF21. 
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2. Chapitre II. Travail personnel 

2.1. Justification et objectifs des travaux 

La qualité et la quantité de l'apport en protéines est devenue une question particulièrement sensible dans 

le contexte des débats actuels sur l'augmentation de la population mondiale, les problèmes de dénutrition 

et la nécessité de rééquilibrer l’apport des sources protéiques animales et végétales. Comme présenté 

dans la partie introductive, les protéines ont un rôle fondamental dans le fonctionnement de l’organisme. 

Les apports protéiques doivent couvrir les besoins en azote et en AAI et un déficit d’apport a des reten-

tissements importants sur l’organisme. Ainsi, un régime déficient en protéines induit une diminution du 

gain de poids corporel liée à une diminution du gain de masse maigre. Le régime déficient en protéines 

impact également le métabolisme énergétique, induisant une augmentation à la fois de la consommation 

énergétique, qui tend à compenser la déficience en protéines, mais aussi de la dépense énergétique, li-

mitant ainsi le gain d’adiposité dû à l’augmentation de la prise alimentaire. Ces effets de la restriction 

protéique sur le poids et la dépense énergétique semblent médiés par une hormone hépatique, FGF21. 

La déficience en un seul AAI suffit à diminuer le gain de poids corporel. Cependant, l’impact de cette 

déficience sur la prise alimentaire et la dépense énergétique est encore peu clair. De plus, l’implication 

de FGF21 dans les effets médiés par la restriction en un AAI n’a pas été caractérisée.  

Du fait de l’impact de la déficience en protéines et AAI sur le métabolisme, il est important que leurs 

apports soient satisfaisants et couvrent les besoins nutritionnels de l’organisme. Ainsi, il est nécessaire 

de connaitre précisément le besoin en chaque AAI. Comme nous l’avons présenté dans la partie intro-

ductive, ce besoin a d’abord été défini à partir d’un bilan azoté puis par des méthodes utilisant la perfu-

sion d’isotopes stables, la méthode du bilan traceur qui mesure l’oxydation de l’AA testé, par exemple 

la lysine-13C, et celle de l’oxydation de l’AA indicateur qui mesure l’oxydation d’un AA témoin, sou-

vent la phénylalanine-13C, en fonction de l’apport de l’AA étudié. Cependant, ces méthodes sont 

lourdes et invasives et les valeurs de besoins obtenus diffèrent grandement selon la méthode utilisée, 

rendant impossible la détermination d’une recommandation. La FAO recommande de développer de 

nouvelles méthodes, non invasives, afin de préciser le besoin en chaque AAI. Parmi ces méthodes, les 

nouvelles technologies « omiques », comme la métabolomique, ont été proposée pour mesurer les be-

soins en AAI.  

Les travaux de recherche qui ont été réalisés au cours de cette thèse avaient deux objectifs : 

➢ Evaluer l’impact des régimes faibles en protéines et en AAI (lysine et thréonine) sur le métabo-

lisme énergétique et protéique  

➢ Identifier des biomarqueurs de la déficience en protéines et AAI (lysine et thréonine) à l’aide 

d’analyses métabolomiques dans différents fluides biologiques tels que l’urine et le plasma 
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2.2. Protocole expérimental 

Afin de répondre à ces objectifs, trois études chez le rat en croissance ont été réalisées. Le modèle du rat 

en croissance a été choisi car une déficience d’apport en protéines ou AAI a un impact sur la croissance 

et a ainsi, des effets plus marqués chez des jeunes rats comparativement à des rats adultes. Le régime 

contenant 15% de protéines correspond au niveau d’apport permettant de couvrir les besoins en protéines 

décrit dans le rapport Nutrient Requirement of laboratory animals, (NRC, 1995) [274]. Concernant les 

besoins protéiques du rat en croissance, 20% de protéines de lait est la recommandation établie par 

l’American Institute of Nutrition-93 (AIN-93) [275]. Les niveaux de déficience pour les AA ont été 

établis par rapport aux besoins décrits dans le NRC, 1995 [274], indiquant que le besoin est couvert avec 

un régime contenant 9.2 g/kg de lysine et 6.2 g/kg de thréonine pour des rats en croissance. 

La première étude avait pour objectif d’évaluer l’impact de la déficience en protéines chez les rats en 

croissance. La protéine de lait totale, qui est une protéine de référence équilibrée en tous les AA, a été 

utilisée comme source protéique. Le pourcentage de protéines dans les régimes a été diminué afin d’ob-

tenir différents niveaux d’apport protéique représentant 3%, 5%, 8%, 12%, 15% ou 20% de l’énergie, 

20% de protéines étant le régime contrôle correspondant à la recommandation. Ces régimes sont réfé-

rencés dans les articles et la présentation des résultats sous la forme de P pour protéines suivi du niveau 

d’apport protéique soit : P3, P5, P8, P12, P15, P20.  

Les deuxième et troisième études avaient pour objectif d’évaluer les effets de la déficience en lysine et 

thréonine, respectivement, sur le métabolisme protéique et énergétique. Préalablement aux recherches 

menées dans le cadre de ce projet de thèse, une étude pilote a été réalisée afin d’évaluer l’impact de la 

déficience en lysine et en thréonine chez le rat en croissance. Afin d’induire une déficience en lysine et 

en thréonine, le gluten a été utilisé comme source protéique. En effet, c’est une protéine déséquilibrée 

en AAI, déficiente en lysine et en thréonine. Elle apporte seulement 30% du besoin en lysine et 53% du 

besoin en thréonine pour des rats en croissance. Etant donné que les niveaux de déficience en AAI sont 

différents et ne peuvent être maîtrisés, il est difficile de différencier les effets d’une déficience en chaque 

AAI de ceux des niveaux de déficience de ces AAI. Ainsi, le peu d’effets observés pour la thréonine 

pouvait être dû à la moindre déficience de cet AAI (53%) comparativement à la lysine (30%) dans le 

gluten. Nous avons donc choisi de travailler avec un régime modèle, dans lequel le niveau de déficience 

en AAI test est contrôlé. Pour cela, le pourcentage de protéines de lait totale a été réduit jusqu’à obtenir 

des niveaux de déficience en protéines, et donc aussi en lysine et en thréonine de 85%, 75%, 60%, 40%, 

25%, ou 0% (régime contrôle). En pratique, le niveau d’apport protéique pour induire ces déficiences 

correspond à 3%, 5%, 8%, 12%, 15% ou 20% de l’énergie, comme pour l’expérimentation 1. Puis, les 

autres AA sont ajoutés sous forme d’AA libres pour atteindre le niveau du régime contrôle P20, à l’ex-

ception de la lysine ou de la thréonine. Ces régimes sont référencés dans les articles et la présentation 
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des résultats sous la forme suivante : L/T15, L/T25, L/T40, L/T60, L/T75, P20, L/T100 et L/T170, soit 

L pour lysine ou T pour thréonine.  

Ainsi, les régimes de la deuxième étude (lysine) ont été composés de la manière suivante : 

➢ Le régime L15 est composé de PLT à 3%, qui induit une déficience en lysine de 85%, à laquelle 

nous avons ajouté tous les AA à hauteur du besoin, excepté la lysine. Ce régime couvre ainsi 

15% du besoin en lysine et 100% du besoin des autres AA.  

➢ Le régime L25 est composé de PLT à 5%, qui induit une déficience en lysine de 75%, à laquelle 

nous avons ajouté tous les AA à hauteur du besoin, excepté la lysine. Ce régime couvre ainsi 

25% du besoin en lysine et 100% du besoin des autres AA. 

➢ Il en est de même pour les autres régimes L40, L60 et L75. Le régime P20 est le régime contrôle 

qui couvre tous les besoins en AA.  

➢ Dans les deux dernières études, nous avons ajouté un régime contrôle, le régime L100, qui est 

un régime composé de PLT à 3%, complété par tous les AA à hauteur du besoin pour couvrir 

100% du besoin en tous les AA, y compris en lysine. Ce régime permet d’évaluer les effets de 

l’apport en AAI libres comparativement au P20. 

➢ En outre, un régime supplémentaire présentant non pas une déficience mais un excès de lysine, 

a été ajouté à cette étude afin d’évaluer le comportement des biomarqueurs lorsque les niveaux 

d’apport en AAI dépassent le besoin. Il est composé de PLT à 20% qui couvre le besoin en tous 

les AA, auquel nous avons ajouté de la lysine pour dépasser la valeur du besoin et couvrir 170% 

du besoin en lysine. 

Les régimes de la troisième étude (thréonine) ont été composés selon le même protocole que ceux de 

l’expérimentation 2. Dans ces régimes, l’AAI déficient n’est pas la lysine mais la thréonine. 

Le protocole expérimental a été le même pour les trois études que nous avons menées. Après une période 

d’habituation d’une semaine, les rats ont été alimentés durant 3 semaines avec les régimes expérimen-

taux (Figure 17). Au cours de ces expérimentations, nous avons étudié les effets sur le métabolisme 

énergétique et protéique.  

Mesure du métabolisme énergétique 

L’impact sur le métabolisme énergétique a été analysé grâce aux mesures de prise alimentaire, de poids 

et de composition corporelle, à la mesure de la dépense énergétique par calorimétrie indirecte ainsi que 

par l’analyse de l’expression de gènes impliqués dans le métabolisme énergétique par qPCR (Article 1 

p.63 et Article 2 p.95).Lors de la 3ème semaine, les rats ont été placés en cage à calorimétrie indirecte 

pendant 48h (dont 24h d’habituation) afin de mesurer leur dépense énergétique totale (DET) et leur 

activité motrice. Cette méthode repose sur le fait que la dépense énergétique est liée au métabolisme 

oxydatif des nutriments, et utilise la consommation d’oxygène et la production de CO2 comme mesure 

de la dépense énergétique totale. 
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Figure 17. Protocole expérimental 

Les trois expérimentations chez le rat en croissance (50-55 g) ont suivi le même protocole expérimental. Après 

une semaine d’habituation, : (1) expérimentation 1 : 36 rats en croissance ont été répartis en 6 groupes nourris avec 

des régimes contenant différents niveaux de protéines : P3, P5, P8, P12, P15 ou P20; (2) expérimentation 2 : 64 

rats ont été répartis en 8 groupes et nourris avec des régimes contenant différents niveaux de lysine : L15, L25, 

L40, L60, L75, P20, L100 ou L170 ; (3) expérimentation 3 : 64 rats ont été répartis en 8 groupes et nourris avec 

des régimes contenant différents niveaux de thréonine : T15, T25, T40, T60, T75, P20, T100 ou T170. Dans ces 

trois expérimentations, les rats ont suivis leur régime test durant 3 semaines. Le poids et la prise alimentaire ont 

été mesurés quotidiennement. Au cours de la 3ème semaine, les rats ont été placés en cages métaboliques afin de 

collecter les urines, puis en cages calorimétriques pour les mesures de la dépense énergétique. A la fin des trois 

semaines d’expérimentations, les animaux ont été euthanasiés, des échantillons de sang et les organes ont été 

prélevés, et la composition corporelle a été analysée. 

 

Le dispositif de cage à calorimétrie indirecte permet de mesurer les échanges gazeux respiratoires (con-

sommation d’O2, et production de CO2). La DET est alors déterminée à l’aide de l’équation de Weir : 

DET = 16.3 VO2 + 4.57 VCO2. 

En outre, les cages sont placées sur un plateau qui enregistre l’activité grâce à des capteurs de force qui 

produisent un signal électrique proportionnel à l’intensité du travail fournit par l’activité du rat. Les 

données d’activité et du coût de l’activité permettent de calculer :  

- La dépense énergétique de repos : DER = DET – (activité x coût de l’activité). 

- La dépense énergétique d’activité : DEA = DET – DER. 

A la fin de l’expérimentation, les animaux ont été nourris avec un repas calibré de leur propre régime 

test (58.2 kJ), puis ils ont été euthanasiés 2h après la distribution du repas. Des échantillons de sang, de 

foie, de muscles, de tissus adipeux blanc, de TAB et d’hypothalamus ont été prélevés afin d’effectuer 

des mesures d’expression géniques, et des dosages de FGF21.  
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Mesure du métabolisme protéique 

Le métabolisme protéique a été évalué par mesure de la synthèse protéique suite à l’injection de la valine 

13C (isotope stable du carbone) et à la mesure de son incorporation dans les protéines nouvellement 

synthétisées dans le foie et le muscle par spectrométrie de masse. L’expression de gènes impliqués dans 

le métabolisme protéique a été analysée par qPCR. De plus, des analyses de western blot et de protéo-

miques sont en cours de réalisation en collaboration avec Valérie Labas de la plateforme PIXANIM du 

Centre INRAE de Nouzilly. 

Afin de mesurer la synthèse protéique, les rats ont été nourris avec un repas calibré de leur propre régime 

test (58.2 kJ), puis 1h30 après la distribution du repas, une injection de valine marquée au 13C a été 

réalisée au niveau de la queue. Trente minutes plus tard, les rats ont été euthanasiés, le foie et le muscle 

gastrocnémien ont été prélevés.  

Afin de mesurer la synthèse protéique, nous avons utilisé une technique qui repose sur un modèle sim-

plifié du métabolisme protéique impliquant deux compartiments :  

➢ Le compartiment des AA libres intracellulaires, considéré comme le compartiment précurseur 

de la synthèse protéique 

➢ Le compartiment protéique tissulaire 

Cette technique consiste à surcharger le compartiment des AA libres intracellulaires en valine-13C et à 

mesurer sa vitesse d’incorporation dans les protéines tissulaires au bout de 30 min (Figure 18).  

 

 

Figure 18. Modèle à deux compartiments utilisés pour les mesures in vivo des taux de synthèse 

protéique 

La vitesse de synthèse protéique est calculée en surchargeant le compartiment d’AA libres avec un traceur, la 

valine-13C, et en calculant sur une période définie l’enrichissement en ce traceur au sein des protéines tissulaires.  

Le rapport entre l’enrichissement des deux compartiments permet de calculer le taux fractionnaire de synthèse 

protéique FSR. 
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Pour ces analyses, les tissus ont été broyés, et les protéines précipitées à l’aide de l’acide sulfosalicy-

lique. Cette étape permet de dissocier deux phases : le surnageant contenant la fraction d’AA libres, et 

le culot contenant les protéines tissulaires. Après purification et extraction des AA libres grâce à une 

résine échangeuse de cations, les AA ont été dérivés avec un mélange d’acétonitrile/NTBSTFA (N-tert-

butyldimethylsilyl-N-methyltrifluoroacetamide) afin de les rendre volatils, puis séparés et quantifiés par 

chromatographie en phase gazeuse couplée à un spectromètre de masse. 

Les protéines tissulaires ont été hydrolysées à l’aide d’acide chlorhydrique, puis les AA obtenues puri-

fiés grâce à une résine échangeuse de cations. Ils ont été ensuite dérivés avec de l’éthylchloroformate 

avant d’être quantifiés par chromatographie en phase gazeuse suivie d’une combustion et d’un couplage 

à un spectromètre de masse à ratio isotopique (GC-C-IRMS). Le GC-MS et GC-C-IRMS permettent de 

mesurer le rapport isotopique valine-13C/valine12-C. 

La vitesse de synthèse protéique a été calculée à l’aide du taux fractionnaire de synthèse protéique (FSR 

ou Fractionnal Synthesis Rate) qui est le rapport entre l’enrichissement isotopique du compartiment 

d’AA libres et l’enrichissement du compartiment des protéines tissulaires : 

 

Avec Evaline protéique : enrichissement en valine-13C dans les tissus ; Ebasal : enrichissement basal ; Evaline libre : enrichis-

sement en valine-13C dans le compartiment d’AA libres ; et tinc : le temps d’incorporation de la valine-13C (30 min). 

La FSR est exprimé en %/jour.  

En plus du FSR, nous avons déterminé le taux de synthèse absolu (ASR ou Absolute Synthesis Rate) 

exprimé en g/j. Il est déterminé par la formule suivante : ASR = FSR x Ptissu, où Ptissu correspond à la 

teneur en protéines du tissu analysé qui est déterminé par un dosage à l’analyseur élémentaire, qui per-

met de déterminer le pourcentage d’azote d’un échantillon. 

Outre ces mesures de vitesse de synthèse protéique, des analyses d’expression de gènes impliqués dans 

le métabolisme protéique ont été réalisés par qPCR, ainsi que des dosages d’AA dans la veine porte et 

la veine cave réalisés par chromatographie liquide à ultra haute performance (UPLC). 

Analyse Métabolomique 

Enfin, des analyses métabolomiques ont été réalisées sur les urines collectées durant la 3ème semaine en 

cages métaboliques et sur les plasmas correspondant au sang de la veine porte et de la veine cave préle-

vés à la fin de l’expérimentation. Les analyses de métabolomiques ont été effectuées par la plateforme 

BioMet, en collaboration avec l’équipe de Jean-Charles Martin, au centre de recherche en cardiovascu-

laire et nutrition (C2VN), à l’INRAe de Marseille. Le profil du métabolome a été analysé dans les urines, 

la veine cave et la veine porte grâce à des analyses de chromatographie liquide couplée à un spectromètre 

de masse (LC-MS). Les données de spectres de masse obtenues pour les échantillons d’urine, de veine 
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porte et de veine cave, ont permis d’obtenir 3 matrices. Chaque matrice a été prétraitée. Les données ont 

été normalisées avec la méthode PQN (Probabilistic Quotient Normalisation) et centrées-réduites avec 

Pareto. Une fois, les données prétraitées, deux méthodes d’analyses multivariées ont été appliquées : un 

modèle quantitatif, la régression PLS et un modèle qualitatif, ICDA. Enfin, pour chaque métabolite dis-

criminant identifié par PLS ou ICDA, l’effet des régimes a été testé par ANOVA à un facteur. 

 

2.3. Conséquences d’une déficience en protéines 

2.3.1. Contexte et objectifs 

La déficience en protéines a un impact important sur l’ensemble du métabolisme. Un certain nombre de 

travaux ont montré que les régimes faibles en protéines induisent une augmentation de la prise alimen-

taire et par conséquent de l’apport énergétique, avec un risque d’augmenter l’adiposité. Cependant, il a 

été montré que l’augmentation de l’adiposité pouvait être compensée par une augmentation de la dé-

pense énergétique totale.  

Les effets des régimes déficients en protéines semblent être médiés par FGF21. FGF21 est une hormone 

produite principalement par le foie qui répond à différents signaux nutritionnels tel qu’un régime riche 

en glucides, un régime cétogène, un jeûne ou une restriction protéique. Il régule divers processus phy-

siologiques comme le métabolisme glucidique et lipidique, le poids et la dépense énergétique. 

Afin d’assurer le maintien de la masse des protéines corporelles et de leurs fonctions, deux voies méta-

boliques interviennent : la synthèse protéique et la protéolyse. La dynamique de ces deux processus est 

fortement influencée par la disponibilité en AA. Un certain nombre de travaux chez le rat ont montré 

que les régimes faibles en protéines pouvaient induire une diminution de la synthèse protéique dans le 

foie, le muscle, l’intestin et la peau. Concernant la protéolyse, la déficience en protéines entraîne une 

diminution de l’activité de la voie ubiquitine-protéasome, des cathepsines et des caspases, et est associée 

à une augmentation de l’autophagie. Ainsi, la déficience en protéines induit une diminution du poids 

corporel dû à une diminution de la masse maigre en raison d’un ralentissement du renouvellement pro-

téique. 

Cette étude vise à évaluer l’impact de différents taux de restriction protéique sur l’expression de Fgf21 

hépatique et hypothalamique et son rôle dans les adaptations du métabolisme énergétique en réponse à 

ces régimes déficients. L’objectif est également d’évaluer l’impact de différents niveaux de restriction 

protéique sur le métabolisme protéique et la masse maigre et d’identifier les orientations métaboliques 

au niveau du foie et du muscle. 
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2.3.2. Article 1. La déficience sévère en protéines induit l’expression hépatique et plasmatique 

de FGF21 mais inhibe son expression hypothalamique chez des rats en croissance 

2.3.2.1. Méthodes  

36 rats en croissance ont été séparés en 6 groupes (n = 6 / groupe) et nourris durant 3 semaines avec un 

régime contenant 3% (P3), 5% (P5), 8% (P8), 12% (P12), 15% (P15) ou 20% (P20) de l’énergie sous 

forme de protéines de lait totales (PLT). Le poids et la prise alimentaire ont été mesurés quotidienne-

ment. Lors de la 3ème semaine d’expérimentation, les rats ont été placés 24h en cage à calorimétrie indi-

recte afin de mesurer leur dépense énergétique. A la fin de l’expérimentation, des échantillons de sang, 

de foie, de muscles, de tissus adipeux blanc, de tissus adipeux brun et d’hypothalamus ont été prélevés 

afin d’effectuer des mesures d’expression géniques, et des dosages de FGF21.  

2.3.2.2. Résultats principaux et conclusion 

Une déficience sévère en protéines (3% et 5%) entraine une diminution du gain de poids corporel, dû à 

une diminution de masse maigre, ainsi qu’une augmentation de l’apport énergétique (Tableau 1 et 2, 

p.80-81). La restriction protéique n’entraîne pas d’augmentation de l’adiposité. Par ailleurs, la dépense 

énergétique totale est augmentée, médiée par une augmentation du niveau et du coût de l’activité (Figure 

2, p.83). La restriction protéique sévère (3 à 5%) induit une augmentation de l’expression de Fgf21 dans 

le foie et de la concentration de FGF21 dans le plasma, alors que l’expression dans l’hypothalamus 

diminue (Figure 3 p.84). L’augmentation de Fgf21 n’entraine pas d’augmentation du brunissement du 

tissu adipeux blanc évalué par la mesure des ARNm codant UCP1 (Tableau 3, données supplémen-

taires p.87). L’étude des orientations métaboliques a en outre mis en évidence que la déficience sévère 

en protéines (3% et 5%) entraine une augmentation de la lipogenèse dans le tissu adipeux blanc, ainsi 

que dans le foie déterminée par la mesure des ARNm codant ACC et FAS. Cependant, l’apport protéique 

ne modifie pas l’expression de gènes impliqués dans l’oxydation des acides gras (CPT1 et CD36) dans 

le foie, le muscle (Tableau 3, données supplémentaires p.87). Une restriction protéique sévère (3% et 

5%) induit une augmentation de Fgf21 dans le foie qui explique la stimulation la dépense énergétique, 

et une diminution de Fgf21 dans l’hypothalamus qui pourrait être responsable de la diminution du signal 

de satiété induisant ainsi une hyperphagie. Concernant les seuils de détection de la restriction protéique, 

lorsque l’apport protéique est inférieur à 8%, le foie détecte la déficience en protéines et active la syn-

thèse et la sécrétion de FGF21 qui va permettre d’induire ces adaptations métaboliques. L’hypothalamus 

est capable de détecter la déficience en protéines lorsque l’apport est inférieur à 5% et induit une dimi-

nution de la synthèse de FGF21. Nous sommes les premiers à montrer que le niveau d’expression de 

Fgf21 dans l’hypothalamus répond à la restriction protéique. 
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2.3.2.3. Manuscrit: « Severe protein deficiency induces hepatic expression and sys-

temic level of FGF21 but inhibits its hypothalamic expression in growing 

rats” 

Le manuscrit a été soumis le 13/07/2020 dans Scientific reports 

Severe protein deficiency induces hepatic expression and systemic level of 

FGF21 but inhibits its hypothalamic expression in growing rats 
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Aims: To study, in young growing rats, the consequences of different levels of dietary protein deficiency on food 

intake, body weight, body composition, and energy balance and to assess the role of FGF21 in the adaptation to a 

low protein diet.  

Materials and methods: Thirty-six weanling rats were fed diets containing 3%, 5%, 8%, 12%, 15% and 20% 

protein for three weeks. Body weight, food intake, energy expenditure and metabolic parameters were followed 

throughout this period.  

Results: The very low-protein diets (3% and 5%) induced a large decrease in body weight gain and an increase in 

energy intake relative to body mass. No gain in fat mass was observed because energy expenditure increased in 

proportion to energy intake. As expected, Fgf21 expression in the liver and plasma FGF21 increased with low-

protein diets, but Fgf21 expression in the hypothalamus decreased. 

Conclusion: Under low protein diets (3% and 5%), the increase in liver Fgf21 induced an increase in energy 

expenditure. The decrease in Fgf21 in the hypothalamus could be responsible for the decrease in the satiety signal 

responsible for hyperphagia observed in response to the low protein diets. Our results highlight that when dietary 

protein decreases below 8%, the liver detects the low protein diet and responds by activating synthesis and secre-

tion of FGF21 in order to activate an endocrine signal that induces metabolic adaptation. The hypothalamus, in 

comparison, responds to protein deficiency when dietary protein decreases below 5%. 

 

Keywords: protein deficiency, FGF21, energy expenditure, liver, hypothalamus, motor activity 
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1. Introduction  

Protein intake below nutritional needs has adverse effects on the organism (WHO/FAO/UNU, 2007), and protein 

intake is therefore tightly controlled (Tomé et al., 2020). In rats, the requirement for protein is 15% energy (Na-

tional Research Council (US) Subcommittee on Laboratory Animal Nutrition, 1995), while the recommendation 

is 20% energy (American Institute of Nutrition (AIN)). Different studies have reported that low protein diets (5% 

and 6% energy) induce an increase in food intake to maintain an adequate level of protein intake (Aparecida de 

França et al., 2009; Swick and Gribskov, 1983; White et al., 2000). On the one hand, this low protein diet-induced 

hyperphagia leads to an increase in energy intake with a risk of increased adiposity (Du et al., 2000; Pezeshki et 

al., 2016; White et al., 2000). On the other, the increase in total energy expenditure could partially prevent a gain 

in fat mass induced by the increased food intake (Meyer and Hargus, 1959; Rothwell et al., 1982); (Blais et al., 

2018; Chaumontet et al., 2019).  

The Fibroblast Growth Factor 21 (FGF21), a liver-derived circulating hormone (hepatokine) belonging to the Fi-

broblast Growth Factor (FGF) family, was shown to respond to different nutritional signals (Staiger et al., 2017). 

Glucose and fructose induce liver FGF21expression and secretion in vivo (Ortega-Prieto and Postic, 2019), and in 

primary rat hepatocyte culture, high glucose concentration induces FGF21 expression (Chalvon-Demersay et al., 

2016).  In humans, lipid infusion and a ketogenic diet increase blood FGF21 levels (Badman et al., 2007; Mai et 

al., 2009). Interestingly, FGF21 also responds to different nutritional deficiencies, such as those caused by low 

protein diets as well as amino acid and choline-deficient diets (De Sousa-Coelho et al., 2012; Lees et al., 2014; 

Pissios et al., 2013; Shimizu et al., 2015). All of these diets have been observed to increase circulating FGF21 

levels and hepatic expression of Fgf21 in mice and rats (Blais et al., 2018; Chalvon-Demersay et al., 2016; De 

Sousa-Coelho et al., 2012; Hill et al., 2018, 2019; Solon-Biet et al., 2016). The effects of a low protein diet on food 

intake, energy expenditure and body weight involve FGF21. This was demonstrated when protein restriction in 

Wild type mice, but not in FGF21-KO mice, induced an increase in food intake and energy expenditure and a 

decrease in body weight and adiposity (Laeger et al., 2014).  

FGF21 is expressed mainly in the liver (Nishimura et al., 2000; Staiger et al., 2017), but also in the pancreas, 

skeletal muscle, the gastrointestinal tract, testes, brown adipose tissue (BAT), white adipose tissue and the hypo-

thalamus (Fon Tacer et al., 2010; Geller et al., 2019; Restelli et al., 2018). It is a member of a subfamily of the 

FGF family that has an endocrine, autocrine and paracrine signal (Fisher and Maratos-Flier, 2016). When released 

into circulation, FGF21 regulates various physiological processes, including glucose and lipid metabolism (Khar-

itonenkov et al., 2005) and body weight control and energy expenditure (Owen et al., 2014). It is also described as 
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a satiety signal involved in the preference for sugars (von Holstein-Rathlou et al., 2016) and alcohol (Talukdar et 

al., 2016). In these different effects, hepatic FGF21 plays a main regulatory role both locally and systemically after 

its release in the blood. Nonetheless, the autocrine, paracrine or endocrine role of FGF21 expressed and produced 

in other sites such as the hypothalamus remains unknown. To our knowledge, no study has investigated the impact 

of different levels of protein deficiency on the relative hepatic and systemic expression and variation of FGF21 

and on hypothalamic expression. 

The present study aims to assess the dietary regulation of hepatic and hypothalamic FGF21 and their contribution 

to the metabolic and behavioral adaptations to protein restriction. Young growing rats were fed diets differing in 

protein percentages: very low (3% and 5%), moderately low (8% and 12%), or adequate (15% and 20%). The 

impact on body weight, body composition, food intake and energy expenditure was measured.  

2. Material and methods 

2.1 Ethics approval 

The study was approved by the Regional Animal Care and Ethical Committee and the Minister of Research and 

conformed to the European legislation on the use of laboratory animals (registration number: APAFIS#13436-

2017122616504600).  

2.2 Animals 

Thirty-six, 3-week-old male Wistar Han rats (HsdHan®: WIST, Envigo, France), weighing 50-55 g on arrival, were 

housed in a light and temperature-controlled animal facility (12-hour light/12-hour dark cycle, lights on from 00:00 

to 12:00, 22±1°C). After one week of adaptation, during which they were fed with a standard rat chow diet (Régime 

croquettes from Safe, 16.10% protein), they were housed in individual cages and switched to their experimental 

diet for three weeks. All rats had ad libitum access to food and water during the experimental period.  

2.3 Pellet preparation 

Food pellets were prepared using powder manufactured at the “Atelier de préparation des aliments” (UPAE, INRA, 

Jouy en Josas, France). Water was added to form a dough in order to avoid scattering of the powder and to measure 

food intake. This dough was cut into individual portions and left to dry for three days before being given to the 

rats. Each day, the evaporation rate was calculated to adjust the dry weight ingested by rats.   

2.4 Experimental design 

After one week of adaptation to laboratory conditions, the 36 rats were divided into six groups (n=6/group). Each 

group was assigned one of the six isocaloric diets containing 3% (P3), 5% (P5), 8% (P8), 12% (P12), 15% (P15) 
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or 20% (P20) protein for three weeks (Supplementary Table 1).Throughout the course of the experiment, a cali-

brated meal of 4 g (58.2 kJ) was given every day at 12:00 (onset of the night period) in order to train the rats to 

rapidly ingest the meal. Then, ad libitum access to food was given between 12:30 and 9:00 the next day. Food 

intake and body weight were measured daily throughout the three weeks. During the third week, each rat was 

placed for 48 h in a cage connected to an indirect calorimeter (24 h of adaptation and 24 h of measurement) to 

measure energy expenditure and spontaneous motor activity.  

At the end of the experimental period, the rats were fed with a calibrated meal (4 g (58.2 kJ) at 11:00) of their test 

diet and were anesthetized with Isoflurane two hours later. Blood samples were taken from the portal vein, then 

from the vena cava until death. Glycaemia was immediately measured using a blood glucose meter (Life-Scan, 

One touch vita). After centrifugation (4°C, 3000 rpm, 10 min), plasma was collected, aliquoted and stored at -

80°C until analysis. Body composition was analyzed by dissection and weighing of the main tissues and organs. 

Pieces of brown and white adipose tissues, muscle, liver and the hypothalamus were frozen in liquid nitrogen (-

80°C) for further measurement of mRNA abundance and biochemical analysis. 

2.5 Measurement of total energy expenditure, basal metabolism and spontaneous motor activity 

Throughout 24 h of measurement, rats were housed individually in ventilated cages placed on an activity platform 

equipped with force transducers that produced an electric signal proportional to the intensity of work produced by 

rat activity (Even and Nadkarni, 2012). For gas analysis, four cages at a time were simultaneously ventilated at 

500 ml/min and each connected in turn to the gas analyzers. Oxygen (O2) consumption and carbon dioxide (CO2) 

production were measured in each cage for two min every ten min (two min for each cage and two min of room 

air to correct values for room O2% and CO2%).  The first day was used as a habituation day and the second day 

was used for data analysis. Total metabolic rate (TMR) was calculated with the Weir formula (Weir, 1949), mod-

ified to obtain data in Joules/seconds (Watts). The activity signal was continuously recorded at 100 Hz, averaged, 

stored at two sec intervals and post-experimentally synchronized to the VO2 and VCO2 signals. Mean daily values 

for resting metabolic rate (RMR) were calculated as the origin of the correlations between TMR and Activity. 24 

h resting (REE) and total (TEE) energy expenditure were computed in kJ by multiplying RMR and TMR by 86.4 

(3600 * 24 / 1000). To take into account between-group differences of body weight and body composition, energy 

intake, TEE and REE were normalized to the metabolically active mass (MAM) (i.e the weight of the lean body 

mass + 20% of weight of fat mass). This mode of correction calibrated the adjustment to lean body mass by taking 

into account that the metabolic activity of fat mass is about ~20% of that of lean body mass, rather than null (Arch 

et al., 2006; Even and Nadkarni, 2012). 
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2.6 Plasma assays and mRNA measurement 

Plasma FGF21 was determined using an enzyme-linked immunoassay (Mouse and Rat FGF-21 ELISA, BioVen-

dor). Plasma insulin was measured with a Luminex assay  (RMHMAG-84K, MILLIPLEX Rat Metabolic Magnetic 

Bead Panel, Merck-Millipore). 

Total RNA was extracted from duodenal, liver, muscle, brown adipose tissue, epididymal adipose tissue and the 

hypothalamus using TRIzol reagent (Invitrogen). RNA concentration was measured using a nanodrop spectropho-

tometer at 260 nm, and RNA integrity was verified by electrophoresis on agarose gel. Retrotranscription was per-

formed on 0.4 µg of RNA using the High Capacity cDNA Archive Kit (Applied Biosystems). To measure gene 

expression, real time PCR was performed using Power SYBR Green PCR Master Mix (Applied Biosystems) on 

the Step One (Applied Biosystems) with 5 ng of cDNA. Gene expression was calculated as 2-ΔCT, where ΔCT = 

CTGene – CT18S. In order to detect potential contamination, negative controls were used (control without RT or 

RNA). Primer Express was used to design the primer sequences of genes, and the sequences of primers used are 

described in Supplementary Table 2. 

2.7 Statistical analysis 

Data are presented as means ± SEM. Statistical analyses were performed using R© studio version 1.1.453. One-

way ANOVA, two-way ANOVA and Mixed-model ANOVA for repeated measures were used when appropriate. 

Pairwise comparisons were performed with Post hoc Bonferonni tests for multiple comparisons. Differences were 

considered statistically significant at p-values <0.05. Pearson correlation coefficients were performed using Excel 

(Microsoft Corporation®) and significance of the correlations determined from the table of critical values.  

3. Results 

3.1 Energy intake, body weight, body composition and glucose homeostasis 

Body weight gain was stopped or was very low when rats were fed the P3, P5 and P8 diets, but progressively 

recovered in those fed the P8 diet (Figure 1a). Growth was unaffected in rats fed the P15 and P20 diets and slowed 

only slightly in those fed the P12 diet. At the end of the experimental period, rats fed the P3 and P5 diets had a 

body weight that was almost half of those fed the P15 and P20 diets (Figure 1b). Mean rat daily energy intake was 

largest in P15 and P20-fed rats and lowest in those fed P3 and P5 diets (Figure 1c, Table 1). When energy intake 

was adjusted to 100 g of MAM, energy intake increased quite linearly while dietary protein decreased from 20% 

to 3% (Figure 1d, Table 1). The analysis of body composition revealed that lean mass content was lower in rats 

fed the P3, P5 and P8 diets, whereas no differences were observed between P12, P15 and P20-fed groups (Table 
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2). Fat mass was also low in P3 and P5-fed rats, but when fat mass was expressed relative to body weight, only 

the P8 group differed significantly from the P3 group.  

No major changes were observed for glucose homeostasis. Fast blood glucose did not differ between groups.  

Plasma insulin levels decreased in P5 rats, which differed from P15 rats, but not from the other groups or from the 

P20 control group.   

3.2 Total energy expenditure and motor activity 

Energy expenditure was analyzed to understand why rats under severe protein-deficient diets (3% and 5%) ate 

more without gaining weight and fat mass (Table 2, Figure 2). There was no significant effect of diet on REE 

(Figure 2a), but there was a significant increase in EE-Act in rats fed the P3, P5 and P8 diets (Figure 2b). As a 

result, TEE (REE+EE-Act) was increased from ~120 kJ in P12, P15 and P20-fed rats to 140-160 kJ in P3, P5 and 

P8-fed rats, the increase being significant only in those fed P5 (Figure 2c). The increase in EE-Act was explained 

by an increase in activity level (Figure 2d) and a 71% (NS) increase in activity cost in P5 rats. In comparison, P3-

fed rats did not show an increased activity level although the cost of activity did increase 120% (Figure 2e).  

3.3 Plasma FGF21 and expression of Fgf21 and other factors in liver, brown adipose tissue, duodenum and hy-

pothalamus  

In the liver, Fgf21 mRNA expression was increased by 20% in P3-fed rats and by 30% in P5-fed rats compared to 

those fed P20. Fgf21 mRNA in P8, P12 and P15-fed rats was intermediate (Figure 3a). Liver Fgf21 mRNA corre-

lated with plasma FGF21 levels was higher in P3, P5, P8 and P12 rats than in P15 and P20 rats (Figure 3c). PGC-

1α mRNA expression, an FGF21 regulator, was increased in P3 rats compared to P15 and P20 rats. The same 

results were found for KLB mRNA expression, demonstrating a difference between P3 and P12 rats. KLB mRNA 

encodes beta-Klotho, the co-receptor needed to activate the FGF21 receptor. In brown adipose tissue, Fgf21 

mRNA was unaffected by the level of protein intake (Supplementary Table 3). In the hypothalamus, Fgf21 mRNA 

expression decreased progressively from P20 to P3, but the decrease reached significance only when comparing 

P20-fed and P3-fed rats (Figure 3b). The same result was found for Fgf r2 mRNA expression, FGF21 receptor, 

whereas no effect was observed for the other isoforms (Fgf r1 and Fgf r3).   

Severe protein deficiency (3%) was associated with a decrease in Pomc and Cartp mRNA expression. No differ-

ences were observed for other neuropeptides involved in the control of food intake (Npy, Mc4r, Npy2r, Agrp genes) 

and in the duodenum, no changes were observed in the expression of cholecystokinin (Supplementary Table 

3). 
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Moreover, liver Fgf21 mRNA levels correlated strongly and positively with energy intake (R²=0.87, P<0.001) and 

negatively with protein intake (R²=0.77, P<0.001) (Figure 3e). In contrast, hypothalamus Fgf21 mRNA levels 

correlated negatively with energy intake (R²=0.92, P<0.05) and positively with protein intake (R²=0.76, P<0.05) 

(Figure 3d). 

3.4 Expression of genes related to energy metabolism in the liver, adipose tissue and muscle 

In order to investigate whether the increase of plasma FGF21 was related to energy expenditure markers, the 

present study also investigated the expression of genes involved in energy oxidation and browning of white adipose 

tissue, in brown and white adipose tissue. In brown adipose tissue, no effects were observed on gene expression of 

Ucp1, Ucp2 and Ucp3 (Supplementary Table 3). In white adipose tissue, no effects were observed on gene expres-

sion of Ucp1 and Ucp3, suggesting that the increase of FGF21 did not stimulate the browning of white adipose 

tissue. There was a lower expression of Ucp2 mRNA, which is present in most tissues, in P3 compared to P20-fed 

rats. 

We also explored the effect of diet protein level on lipid oxidation markers in the liver and muscle and on lipogen-

esis in liver and white adipose tissue. In the liver, no changes were observed in mRNA-encoding CPT1, the rate-

limiting protein for long-chain fatty acid entry into mitochondria and subsequent oxidation. In both liver and white 

adipose tissue, the low protein diets induced a stimulation of lipogenesis through the increase of ACC and FAS, 

which may be the consequence of the higher carbohydrate content of these diets. In muscle, no major changes 

were observed except a significantly higher ACCb mRNA abundance in P3 vs P20-fed rats without any changes 

in mRNA-encoding CPT1. This suggests reduced lipid oxidation due to a higher production of malonyl CoA.   

4. Discussion 

This study aims to better understand the role played by FGF21 in metabolic and behavioral adaptations to protein 

restriction. To this end, young, growing rats were fed diets differing in their percentage of protein, including very 

low (3% and 5%), moderately low (8% and 12%), or adequate (15% and 20%) percentages (National Research 

Council (US) Subcommittee on Laboratory Animal Nutrition, 1995). A key result was that FGF21 expression 

inversely responded to protein intake in the liver and the hypothalamus, which explains the subsequent metabolic 

and behavioral adaptation to the level of protein intake. 

Low protein diets have a major impact on the body weight gain of growing rats. The decrease in the diet’s protein 

content induced a decrease in body weight gain, mainly owing to the decrease in the gain of lean mass. In accord-

ance with the literature, severely deficient diets (P3, P5 and P8) induced a large decrease in body weight gain 

compared to rats fed the P12, P15 and P20 diets (Aparecida de França et al., 2009; Chaumontet et al., 2019; White 

et al., 2000). Despite this decrease in body weight gain, we observed that rats under low protein diets have a higher 
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energy intake relative to body size compared to rats fed P20. This is in line with several previous studies reporting 

that under protein restriction, growing rats increased their food intake or their relative food intake in order to meet 

protein requirements (Solon-Biet et al., 2016; Swick and Gribskov, 1983; Webster, 1993; White et al., 2000; Zhao 

et al., 1996). In comparison, other studies have contrastingly shown that protein restriction (4% and 5% casein) 

decreased food intake, though this effect could be related to the low palatability of the diet (Beck et al., 1989; 

Mercer et al., 1994). In our study, the increase in food intake under severely protein deficient diets (P3 and P5) 

was associated with a decrease in anorexigenic peptides, Pomc and Cartp mRNA, in the hypothalamus, as previ-

ously reported (Hillebrand et al., 2002). 

Despite an increase in energy intake under a low protein diet, fat mass did not increase as much as expected. This 

limitation in fat mass gain was related to the concomitant increase in energy expenditure. It has been observed that 

a reduction of the dietary protein level is associated with an increase in energy expenditure (Blais et al., 2018; 

Chaumontet et al., 2019; Pezeshki et al., 2016; Rothwell et al., 1982; Specter et al., 1995). In the present study, 

TEE was increased in P5-fed rats compared to those fed P12 and P20. In contrast, a very severe deficit in protein, 

at the level of 3%, seems too large to induce a significant increase in TEE compared to control rats under P20. The 

increase in TEE in P5 rats was mainly associated with the increase in the activity component of energy expenditure, 

and not with the REE. However, low protein diets (P3 and P5) did not induce hyperactivity, but did increase the 

cost of activity, allowing for a partial increase of energy expenditure regarding activity in the TEE. The same effect 

of an increased metabolic rate of motor activity associated with an increase in the cost of energy – and not with 

the level of activity – was previously observed in mice under a low protein diet (Blais et al., 2018). This process 

allows the animals to increase their TEE, and therefore increase their energy intake without gaining fat mass. 

Metabolic analysis of pathways involved in energy expenditure confirmed that mRNAs encoding genes related to 

REE, such as fatty acid oxidation and thermogenesis (UCP), were not notably affected by low protein intake. In 

BAT, uncoupling protein (UCP1, UCP2 and UCP3) are regularly cited to play a role in thermogenesis. In addition, 

low protein diets impact their expression. (de França et al., 2016). In this study, no significant effect of protein 

intake on UCP expression was observed in BAT, in accordance with different studies (Chaumontet et al., 2019). 

While other studies have shown that the increase in energy expenditure induced by low protein diets requires both 

UCP1 and FGF21 (Even et al., 2003; Fisher et al., 2012; Hill et al., 2017; Rothwell et al., 1982; Swick and 

Gribskov, 1983; Zhao et al., 1996), results from the present study suggest that FGF21 does not require UCP1 to 

increase TEE (Maida et al., 2016; Véniant et al., 2015). We cannot exclude the possibility that animals may have 
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developed FGF21 resistance under our experimental conditions. However, PGC1 alpha and KLB expression sug-

gest that the liver is sensitive to circulating FGF21. These results must be confirmed by FGF21 signaling studies 

in both the hypothalamus and liver. Moreover, induction of liver-integrated stress response-driven nuclear protein 

1 (NUPR1) is involved in FGF21 expression and secretion under low protein diets (Maida et al., 2016). Thus, 

rather than increase energy expenditure through the activation of browning adipose tissue, FGF21 may more likely 

activate ketogenesis, as has been previously reported in  transgenic mice with liver-specific overexpression of 

FGF21 (Badman et al., 2007).  

In line with previous observations, liver Fgf21 mRNA and FGF21 plasma concentration were increased in rats fed 

severely low protein diets (Chalvon-Demersay et al., 2016; Chaumontet et al., 2019; Laeger et al., 2014). In addi-

tion, the present results suggest that the threshold under which the liver responds to the low protein diet with an 

activation of FGF21 synthesis was below to P8 and for FGF21 secretion, was between P3 and P12. In other words, 

it is a value relatively higher than the threshold observed for liver mRNA expression. When recombinant FGF21 

was injected in mice and monkeys, pharmacokinetic results showed that the half-life in plasma is short (0.5 to 2 

h) (Kharitonenkov et al., 2005) and thus could not explain the difference of the threshold observed between liver 

mRNA and FGF21 plasma levels. However, the stability of endogenous glycosylated FGF21 is currently unknown, 

and the physiological half-life in circulation could be longer. In the present study, the decrease in a diet’s protein 

content was made at the expense of carbohydrates. However, it is unclear which of these two macronutrients is 

responsible for the increase in liver mRNA and plasma level of FGF21, and the consequential increase in energy 

intake and expenditure. Interestingly, a recent study by Zapata RC et al. (Zapata et al., 2019) using sympathetic 

system antagonists demonstrated that low protein diets with fixed carbohydrate content increased FGF21, pro-

moted hyperphagia and sympathetically mediated an increase in energy expenditure. Indeed, these data confirmed 

that the low protein content of the diet, rather than a high carbohydrate content, was responsible for the increase 

of FGF21. In turn, it induced an increase in energy expenditure and food intake through a mechanism independent 

of browning adipose tissue, but throughan increase of the energy cost of activity. How the sympathetic system is 

involved in this process remains to be determined, as does the nature of the relationship, if there is one, with FGF21 

synthesis and secretion. 

In addition, the present results show an inverse response of Fgf21 expression to diet protein content in the liver 

and the hypothalamus. It can be hypothesized that in response to a low-protein diet, an increase in liver FGF21 

principally controls the peripheral metabolic adaptation, and in particular, the increase in energy expenditure, 

whereas the decrease in hypothalamic Fgf21 controls the increase in food intake. In contrast to the liver, Fgf21 
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mRNA in the hypothalamus decreased in proportion to the decrease in protein content in the diet, with a progres-

sive, fairly stable decrease from P20 to P3. The value of Fgf21 mRNA in the hypothalamus was significantly lower 

in rats fed P3 vs P20. Of note, and in line with this result, it has been reported that tanycytes, which are located 

close to FGF21-sensitive neurons, produce and secrete FGF21 (Geller et al., 2019). Moreover, intracerebroven-

tricular (ICV) injection of FGF21 markedly suppressed food intake in mice (Santoso et al., 2017), and ICV injec-

tion of FGF21 induced a shift in diet preferences to increase protein intake in mice adapted to a low-protein diet. 

Central FGF21 signaling was shown to be essential for these responses (Hill et al., 2019). Studies using Fgf21-KO 

mice have shown that the effects of an low protein diet on energy expenditure (Hill et al., 2017; Laeger et al., 2014, 

2016) and food intake(Laeger et al., 2016) were reversed compared to Wild-type mice. However, these studies 

used a total Fgf21-KO, which include hypothalamus KO and not a liver-specific KO. Therefore, in contrast to the 

peripheral response, we hypothesized that the central signaling of protein deficiency is a decrease, rather than an 

increase, in mRNA hypothalamic expression of Fgf21. Furthermore, as there is no effect of low-protein intake on 

orexigenic hypothalamic peptides AGRP and NPY, it can also be hypothesized that the increase in food intake 

under a low-protein diet is mainly related to the decrease of hypothalamic FGF21. However, to confirm our hy-

pothesis, the responsible and respective effects of liver and hypothalamic FGF21 should be investigated using 

specific KO mice or FGF21 antagonists. 

This study confirms that reducing dietary protein to below the levels required to sustain optimal growth induced a 

large decrease in the gain of lean body mass and an increase in energy intake. Moreover, the present results show 

that protein deficiency induced an up-regulation of hepatic expression of FGF21 that increased TEE and induced 

a down-regulation of hypothalamic expression of FGF21 that could lead to the observed hyperphagia. To our 

knowledge, our study is the first to describe the effect of protein deficiency on hypothalamic FGF21. 
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Figure legends: 

Figure 1. Effect of protein deficiency on body weight and energy intake. (a) Evolution of body weight; 

(b) Final body weight; (c) Daily energy intake; (d) Energy intake adjusted to 100 g MAM. Values are 

means ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d, e Data that do not share the same letter are different at the p<0.05 

level. 

Figure 2. Component of energy expenditure in ad libitum-fed rats: resting energy expenditure (a: REE), 

energy expenditure of motor activity (b: EE – Act), total energy expenditure (c: TEE), activity level (d) 

and cost of activity (e). Values are means ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Data that do not share the same 

letter are different at the p<0.05 level. 

Figure 3. Expression of Fgf21 mRNA in the liver (a) and the hypothalamus (b), and FGF21 plasma 

concentrations (c) two hours after ingestion of a 4 g test-meal. Correlations between mean group values 

of Fgf21 mRNA hypothalamus values vs energy intake (EI) and protein intake (PI) (d), and correlation 

between Fgf21 mRNA liver vs energy intake and protein intake (e). Values are means ± SEM (n=6 per 

group). a, b, c, d Data that do not share the same letter are different at the p<0.05 level 
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Table 1. Absolute and relative values of energy intake. Values are means ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Data that do not share the same letter are different at the p<0.05 level. 

  

 P3 P5 P8 P12 P15 P20 ANOVA 

Cumulated food intake (g) 220.97±11.18a 280.39±2.34b 290.94±6.76bd 340.04±7.96c 320.94±3.18cd 285.03±8.62b <0.001 

Daily food intake (g/100 g 

MAM) 

12.52±0.63a 12.54±0.51a 9.76±0.14bc 9.14±0.24cd 7.99±0.25d 6.66±0.22d <0.001 

Daily energy intake (kJ) 189.00±9.56a 239.98±2.01b 249.01±5.79bd 291.23±6.82ce 274.88±2.72cde 244.29±7.39be <0.001 

Daily energy intake (kJ/100 g 

MAM) 

185.06±6.26a 179.65±5.32a 133.78±2.61b 127.42±1.77b 109.24±2.90c 89.84±1.55c <0.001 
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Table 2. Absolute and relative values of body composition. Values are means ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Data that do not share the same letter are different at the p<0.05 

level. 

Diet P3 P5 P8 P12 P15 P20 Test diet 

Initial body weight (g) 58.61±1.24 56.30±0.98 58.90±0.88 57.10±1.64 58.26±0.85 58.53±0.99 NS 

Final body weight (g) 85.98±1.82a 106.7±2.11a 141.82±4.31b 168.8±6.59c 186.1±1.70c 189.67±4.35c <0.001 

MAM (g) 101.87 ± 1.87a 134.06 ± 3.41b 186.36 ± 4.94c 228.81 ± 6.54d 252.27 ± 5.20de 272.07 ± 8.05e <0.001 

Fat mass (g) 6.07 ± 0.42a 10.57 ± 0.64ab 16.33 ± 2.15bc 17.64 ± 1.75c 16.08 ± 0.66bc 17.66 ± 2.28c <0.001 

Adiposity (Fat mass g/100 

g body weight) 

6.74 ± 0.46a 8.76 ± 0.45ab 9.54 ± 1.00b 8.51 ± 0.57ab 7.19 ± 0.27ab 7.20 ± 0.67ab <0.05 

Lean body mass (g)     83.88 ± 1.55a 109.95 ± 2.81b 152.58 ± 3.87c 187.74 ± 5.21d 207.55 ± 4.31e 223.78 ± 6.33e <0.001 

Liver (g) 3.35 ± 0.42a 3.95 ± 0.13ab 5.21 ± 0.30b 7.13 ± 0.29c 8.01 ± 0.39cd 8.48 ± 0.43d <0.001 

Kidney (g) 0.72 ± 0.03a 0.88 ± 0.03a 1.12 ± 0.04b 1.41 ± 0.03c 1.68 ± 0.05d 1.73 ± 0.04d <0.001 

Gastrocnemius muscle 0.81 ± 0.01a 1.17 ± 0.01b 1.51 ± 0.03c 1.81 ± 0.04d 2.04 ± 0.06de 2.16 ± 0.09e <0.001 

Carcass (g) 33.42 ± 0.77a 44.48 ± 1.00b 61.82 ± 0.94c 77.17 ± 1.70d 85.85 ± 1.76e 93.95 ± 2.80f <0.001 

Epididymal fat (g) 0.80 ± 0.09a 1.29 ± 0.08a 2.08 ± 0.15b 2.42 ± 0.23b 2.55 ± 0.09b 2.79 ± 0.29b <0.001 

Mesenteric fat (g) 1.15 ± 0.12a 1.75 ± 0.14ab 2.45 ± 0.30bc 2.77 ± 0.32bc 2.89 ±0.17c 3.15 ± 0.28c <0.001 

Retroperitoneal fat (g) 0.84 ± 0.07a 1.51 ± 0.08ab 2.4 ± 0.31bc 2.98 ± 0.31c 2.95 ± 0.16c 3.30 ± 0.47c <0.001 

Subcutaneous fat (g) 3.26 ± 0.28a 6.00± 0.47ab 9.39 ± 1.52b 9.45 ± 1.03b 7.68 ± 0.36b 8.40 ± 1.33b <0.01 

Brown adipose tissue (g) 0.36 ± 0.01a 0.56 ± 0.02b 0.57 ± 0.03b 0.56 ± 0.03b 0.52 ± 0.02b 0.52 ± 0.04b <0.001 
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Figure 1. Effect of protein deficiency on body weight and energy intake. (a) Evolution of body weight; (b) Final 

body weight; (c) Daily energy intake; (d) Energy intake adjusted to 100 g MAM. Values are means ± SEM (n=6 

per group). a, b, c, d, e Data that do not share the same letter are different at the p<0.05 level. 
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Figure 2. Component of energy expenditure in ad libitum-fed rats: resting energy expenditure (a: REE), energy 

expenditure of motor activity (b: EE – Act), total energy expenditure (c: TEE), activity level (d) and cost of activity 

(e). Values are means ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Data that do not share the same letter are different at the 

p<0.05 level. 
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Figure 3.  Expression of Fgf21 mRNA in the liver (a) and the hypothalamus (b), and FGF21 plasma concentrations 

(c) two hours after ingestion of a 4 g test-meal. Correlations between mean group values of Fgf21 mRNA hypo-

thalamus values vs energy intake (EI) and protein intake (PI) (d) and correlation between Fgf21 mRNA liver vs 

energy intake and protein intake (e). Values are means ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Data that do not share the 

same letter are different at the p<0.05 level. 
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Severe protein deficiency induces hepatic expression and systemic level of FGF21 but inhibits its 

hypothalamic expression in growing rats 
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Supplementary appendix: 

 

Supplementary Table 1. Macronutrient composition of diets. Diets were produced by the “Atelier de préparation 

des aliments”, UPAE, INRA, Jouy en Josas, France  

 

 P3 P5 P8 P12 P15 P20 

Weight content (g/kg)       

Milk proteins 29 48 77 116 145 193.5 

Corn Starch 717.9 701.5 676.6 643.1 618.1 576.4 

Sucrose 115.8 113.2 109.1 103.6 99.6 92.8 

Soy Oil 40 40 40 40 40 40 

Minerals 35 35 35 35 35 35 

Vitamins 10 10 10 10 10 10 

Cellulose 50 50 50 50 50 50 

Choline 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 

Energy content (%)       

Protein 3 5 8 12 15 20 

Carbohydrate 86.6 84.6 81.6 77.6 74.6 69.5 

Fat 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 

Energy density (kJ/g) 14.54 14.55 14.55 14.56 14.56 14.57 
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Supplementary Table 2. Primer sequences used for liver, brown adipose tissue, epididymal adipose tissue, muscle and hypothalamus mRNA analysis 

 

Protein GENES Full-length name Forward primer (5’ to 3’) Reverse Primer (3’ to 5’) 

- 18S ribosomal RNA ACGGAAGGGCACCACCAGGAG GCACCAC-

CACCCACGGAAACG   ACCa Acaca 

 

acetyl-CoA carboxylase a TGGTGCAGAGGTACCGAAGTG CGTAGTGGCCGTTCTGAAACT   

ACCb Acacb acetyl-CoA carboxylase b GGGCTCCCTGGATGACAAC GCTCTTCCGGGAGGAGTTCT 

AGRP Agrp agouti related neuropeptide GTTCCCAGAGTTCCCAGGTCTAA GTGTCTCAGGTCTGCAGTTA 

CART Cartp cocaine- and amphetamine-regulated tran-

script 

CCGAGCCCTGGACATCTACTC  AAA-

TACTGACCAGCTCCTTCTCAT

G 

CCK Cck cholecystokinin CAGGTCCGCAAAGCTCCTT TCCAGGCTCTGCAGGTTCT 

CD36 Cd36 cluster of differenciation 36 CATGATTAATGGCACAGATGCA GCAAATGTCAGAG-

GAAAAGAACCT CPT1a Cpt1a carnitine palmitoyl transferase 1a TCTCTGGATGCGGTAGAAAAGG CTCTA-

TATCCCTGTTCCGATTCGT CPT1b Cpt1b carnitine palmitoyl transferase 1b CAGCCATGCCACCAAGATC CTTGGGCAGTGATGTTTGGA 

FAS Fasn fatty acid synthase TGCTCCCAGCTGCAGGC GCCCGGTAGCTCTGGGTGTA   

FGF21 

 

Fgf21 fibroblast growth factor 21 CCTGGAGCTCAAAGCCTTGA AAACTGCAGGCCTCAGGATC 

FGF R1 Fgfr1 fibroblast growth factor receptor 1 TGGCACCTGAGGCATTGTT CCCCAAAAGACCACACATCAC 

FGF R2 Fgfr2 fibroblast growth factor receptor 2 CCCAAAAATGTATCCATCGAGACT TCATCACGTTGTTTTCTGT-

TACCA FGF R3 Fgfr3 fibroblast growth factor receptor 3 GCCTGCTGACCCCAAGTG CCTGTCCAAAGCAGCCTTCT 

KLB KLB beta-Klotho CCAGGAGAGAAGGGAAAT-

TTAACA 

TCGAATGCGCCTTGATCA 

MC4R Mc4r melanocortin 4 receptor CCGAACCCAGAAGAGACCAA CTAGGAGCAGGGTCA-

GAAGCA NPY Npy neuropeptide Y GGGAGCCTGAGAAACGGC CCTGGTGGTGGCATGCAT 

Y2R Npy2r neuropeptide Y receptor Y2 CCGCTCCTGCTTCTGACTC ACCCAAAGCAGGTCCGATT 

PGC-1α Ppargc1a PPARG coactivator 1 alpha CAAGGTCCCCAGGCAGTAGA GGTGTCTGTAGTGGCTT-

GATTCAT POMC Pomc proopiomelanocortin AGGCCTTTCCCCTAGAGTTCAA GTCGGCCTTCTCGGTATCC 

UCP1 Ucp1 mitochondrial uncoupling protein 1 CGTACCAAGCTGTGCGATGT GACCCGAGTCGCAGAAAAGA 

UCP2 Ucp2 mitochondrial uncoupling protein 2 TGAAAGCCAACCTCATGACAGA CAATGACGGTGGTGCAGAAG 

UCP3 Ucp3 mitochondrial uncoupling protein 3 GGGATCCTGGAACGTGATGA TGGAGATTCCCGCAGTACCT 
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Supplementary Table 3. mRNA abundance in liver, brown adipose tissue, epididymal adipose tissue, muscle and hypothalamus of growing rats fed with 3, 5, 8, 12, 15 or 20% 

protein in diet two hours after meal onset. Values are means ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Data that do not share the same letter are different at the p<0.05 level 

 

Diet  P3 P5 P8 P12 P15 P20 Test diet 

Liver 

FGF21 21.89 ± 4.10ac 30.63 ± 3.86a 18.02 ±5.97ad 11.09 ±4.33cd 5.41 ± 1.56cd 1.00 ± 0.22bd <0.001 

FGF R1 0.50 ± 0.17 0.97 ± 0.04 0.93 ± 0.14 0.77 ± 0.06 0.87 ± 0.09 1.00 ± 0.17 NS 

ACCa 2.69 ± 0.19a 1.82 ± 0.11bc 2.35 ± 0.25ac 1.17 ± 0.20b 1.14 ± 0.21b 1.00 ± 0.11b <0.001 

FAS 3.06 ± 0.28a 2.08 ± 0.30ab 2.71 ± 0.38a 1.05 ± 0.24b 1.26 ± 0.20b 1.00 ±0.26b <0.001 

CPT1a 2.41 ± 0.37 2.56 ± 0.32 1.73 ± 0.31 1.32 ± 0.15 1.13 ± 0.10 1.00 ± 0.17 NS 

 MTTP 1.75 ± 0.17 1.52 ± 0.23 1.56 ± 0.17 1.09 ± 0.18 1.12 ± 0.16 1.00 ± 0.15 <0.05 

 PGC1α 3.32 ± 0.68a 1.58 ± 0.41ab 2.65 ± 0.32ab 1.67 ±0.31ab 0.96 ± 0.31b 1.00 ± 0.14b <0.01 

 KLB 2.52 ± 0.41a 1.49 ± 0.20ab 1.63 ± 0.26ab 1.05 ± 0.17b 0.92 ± 0.19b 1.00 ± 0.15b <0.001 

Brown adipose 

tissue 

FGF21 1.27 ± 0.33 1.71 ± 0.22 1.56 ± 0.31 1 ± 0.10 1.07 ± 0.16 1.00 ± 0.17 NS 

UCP1 1.18 ± 0.35 1.71 ± 0.16 1.22 ± 0.14 1.28 ± 0.35 0.92 ± 0.16 1.00 ± 0.20 NS 

UCP2 0.84 ± 0.14 1.33 ± 0.21 1.48 ± 0.29 1.66 ± 0.30 1.24 ± 0.26 1.00 ± 0.21 NS 

UCP3 0.83 ± 0.10 1.24 ± 0.16 1.11 ± 0.14 0.83 ± 0.12 0.95 ± 0.13 1.00 ± 0.14 NS 

Epididymal 

adipose tissue 

ACCb 1.50 ± 0.06a 1.46 ± 0.05ab 1.24 ± 0.13ac 1.20 ± 0.09ac 1.02 ± 0.11bc 1.00 ± 0.14c <0.01 

FAS 1.68 ± 0.07a 1.71 ± 0.08a 1.48 ± 0.14ab 1.35 ± 0.20ab 1.20 ± 0.20ab 1.00 ± 0.13b <0.05 

CPT1b 0.76 ± 0.09 0.84 ± 0.10 1.08 ± 0.29 0.75 ± 0.11 0.94 ± 0.09 1.00 ± 0.16 NS 

CD36 1.40 ± 0.14 1.37 ± 0.12 1.25 ± 0.10 1.19 ± 0.17 1.03 ± 0.08 1.00 ± 0.15 NS 

UCP1 58.90 ± 40.41 13.88 ± 6.56 6.79 ± 1.14 5.45 ± 1.65 2.18 ± 0.63 1.00 ± 0.21 NS 

UCP2 0.59 ± 0.06a 0.77 ± 0.06ab  0.80 ± 0.08ab 0.83 ± 0.09ab 0.97 ± 0.02ab 1.00 ± 0.15b <0.05 

UCP3 1.07 ± 0.13  0.89 ± 0.08 0.99 ± 0.17 0.96 ± 0.14 0.74 ± 0.10 1.00 ± 0.14 NS 

Muscle 

ACCb 2.49 ± 0.34a 2.00 ± 0.53ab 1.28 ± 0.22ab 1.23 ± 0.21ab 1.26 ± 0.11ab 1.00 ± 0.07b <0.01 

FAS 9.55 ± 4.13 10.35 ± 6.07 3.49 ± 1.44 7.12 ± 1.57 2.06 ± 0.47 1.00 ± 0.15 NS 

CPT1b 1.34 ± 0.14 1.12 ± 0.10 0.96 ± 0.04 1.08 ± 0.08 1.23 ± 0.08 1.00 ± 0.06 NS 

CD36 1.06 ± 0.09 1.02 ± 0.15 0.92 ± 0.07 1.14 ± 0.24 1 ± 0.10 1.00 ± 0.07 NS 

 FGF21 0.36 ± 0.11a 0.48 ± 0.12ab 0.79 ± 0.05ab 0.65 ± 0.06ab 0.88 ± 0.19ab 1.00 ± 0.15b <0.01 

Hypothalamus 

FGF R1 0.48 ± 0.08 0.63 ± 0.10 0.85 ± 0.13 0.78 ± 0.08 0.96 ± 0.22 1.00 ± 0.16 NS 

FGF R2c 0.51 ± 0.05 0.63 ± 0.08 0.87 ± 0.12 0.84 ± 0.04 0.91 ± 0.21 1.00 ± 0.11 <0.05 

FGF R3 0.63 ± 0.09 0.73 ± 0.13 0.98 ± 0.13 1 ± 0.05 0.87 ± 0.13 1.00 ± 0.15 NS 
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AGRP 0.41 ± 0.08 0.63 ± 0.14 0.77 ± 0.11 0.59 ± 0.08 0.83 ± 0.14 1.00 ± 0.11 <0.05 

MC4R 0.67 ± 0.06 0.89 ± 0.08 0.87 ± 0.10 0.79 ± 0.07 0.89 ± 0.14 1.00 ± 0.10 NS 

NPY 1.34 ± 0.12 1.30 ± 0.16 1.10 ± 0.23 0.97 ± 0.13 1.11 ± 0.31 1.00 ± 0.13 NS 

NPY2r 0.54 ± 0.09 0.63 ± 0.13 0.85 ± 0.09 0.73 ± 0.06 0.82 ± 0.11 1.00 ± 0.14 NS 

CART 0.33 ± 0.12a 0.60 ± 0.18ab 0.91 ± 0.11ab 0.80 ± 0.12ab 0.82 ± 0.05ab 1.00 ± 0.15b <0.05 

POMC 0.19 ± 0.07a 0.65 ± 0.24ab 0.98 ± 0.22b 0.80 ± 0.08ab 0.95 ± 0.14ab 1.00 ± 0.21b <0.05 

 PGC-1α 0.85 ± 0.13a 0.88 ± 0.11ab 0.93 ± 0.14ab 0.54 ± 0.07ab 0.88 ± 0.12b 1.00 ± 0.21b <0.01 

Duodenum CCK 0.98 ± 0.06 0.89 ± 0.10 1.05 ± 0.10 0.83 ± 0.09 0.94 ± 0.13 1.00 ± 0.07 NS 

 

Supplementary Table 4. Glycaemia and insulin levels in growing rats fed with 3, 5, 8, 12, 15 or 20% protein in diet two hours after meal onset. Values are means ± SEM (n=6 

per group). a, b, c, d Data that do not share the same letter are different at the p<0.05 level 

 

 P3 P5 P8 P12 P15 P20 Test 

diet 

Glycaemia 252 ± 17.83 253 ±26.97 272 ± 25.42 252 ± 18.93 228 ±10.64 232.67 ± 9.08 NS 

Insulin 803.02 ±197.17ab 639.51±69.77a 790.77 ±104.02ab 1047.40 ±173.72ab 1291.99 ±157.92b 1087.66±123.11ab <0.01 
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2.3.3. Résultats complémentaire: effet de la déficience en protéines sur le métabolisme pro-

téique chez le rat en croissance 

2.3.3.1. Méthodes 

Les rats sont issus du protocole expérimental décrit précédemment (Article 1). Afin de mesurer la syn-

thèse protéique, les 36 rats de l’étude ont été nourris avec un repas calibré de leur propre régime test 

(58.2 kJ) : P3, P5, P8, P12, P15 et P20. 1h30 après la distribution du repas, une injection de valine-13C 

a été réalisée au niveau de la queue. Trente minutes plus tard, les rats ont été euthanasiés, le foie et le 

muscle gastrocnémien ont été prélevés. Des analyses de spectrométrie de masse ont permis d’étudier les 

vitesses de synthèse protéique, FSR et ASR. De plus, des analyses d’expression de gènes impliqués dans 

le métabolisme protéique ont été réalisées par qPCR, ainsi que des dosages d’AA dans la veine porte et 

la veine cave réalisés par UPLC. 

2.3.3.2. Résultats 

Tout d’abord, les résultats de l’Article 1 p.63 montrent qu’une déficience sévère (3% et 5%) et modérée 

(8%) en protéines entraine une diminution du gain de poids corporel dû à une diminution de la masse 

maigre (Tableau 2, p.81). Le poids du foie, des reins, du muscle et de la carcasse sont fortement dimi-

nués. De plus, la déficience sévère en protéines (3%) diminue le FSR par rapport au contrôle (20%) dans 

le muscle, mais aucun impact n’a été observé au niveau du foie (Figure 1, p.90). Cependant, lorsque le 

taux de synthèse protéique est exprimé par organe, on observe que l’ASR est diminué dans le foie et 

dans le muscle dans le cas d’une déficience sévère de 3% et 5% en protéines.  

Nous avons évalué les effets de l’apport protéique sur des marqueurs des différentes voies de la protéo-

lyse, cathepsine D et ULK1, marqueurs de l’autophagie ; l’ubiquitine, marqueur de la voie ubiquitine-

protéasome ; calpaïne 2, marqueur de la voie des calpaïnes ; et caspase 3, marqueur de la voie des cas-

pases (Tableau 1, p.91). Dans le foie, l’expression des ARNm d’ULK1, de l’ubiquitine et de caspase 3 

sont augmentés en cas de restriction sévère en protéine (3% et 5%), alors que l’expression des ARNm 

de la cathepsine D et de la calpaïne 2 n’est pas modifiée par l’apport protéique. Dans le muscle, la 

déficience sévère en protéines augmente l’expression des ARNm d’ULK1, de l’ubiquitine et de la cal-

païne 2, mais n’a pas d’effet sur la cathepsine D, et la caspase 3. 

Puis, nous avons évalués l’effet de la déficience en protéines sur l’état d’activation des voies GCN2 et 

mTOR, impliquées dans la signalisation des AA, et dans la régulation du métabolisme protéique (Ta-

bleau 1, p.91). Dans le foie, l’expression des ARNm d’eIF2α n’est pas modifiée par l’apport en pro-

téines, contrairement à l’expression d’ATF4 et CHOP qui est fortement augmentée en cas de déficience 

sévère en protéines (3% et 5%). L’expression des ARNm de 4EB-P1 est augmentée chez les rats P3. 

Dans le muscle, l’expression des ARNm d’eIF2α, ATF4, CHOP et 4EB-P1 est augmentée chez les rats 

soumis à un régime à 3% de protéines.  
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Les analyses de la concentration des AA ont mis en évidence que, les régimes à 3%, 5% et 8% induisent 

une diminution de la concentration en AAI dans la veine porte, alors qu’aucune différence entre les 

groupes n’est observée dans la veine cave (Figure 2, p.90). En outre, nous observons une diminution 

des AA non indispensables dans la veine cave lorsque l’apport protéique augmente dans le régime. 

 

Figure 1. Taux fractionnaire de synthèse protéique (FSR) et taux de synthèse absolue (ASR) dans 

le foie et le muscle gastrocnémien en réponse à différents niveaux de protéines dans le régime.  

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la 

même lettre sont différentes avec p<0.05.  

 

 

Figure 2. Concentration des acides aminés indispensables et non indispensable dans la veine porte 

et la veine cave.  

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la 

même lettre sont différentes avec p<0.05.
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Tableau 1. Expression relative des ARNm de gènes impliqués dans la protéosynthèse et la protéolyse dans le foie et le muscle gastrocnémien. 

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n=6 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la même lettre sont différentes avec p<0.05. 

  

Régime  P3 P5 P8 P12 P15 P20 Effet régime 

 eIF2α 1.56 ± 0.12 1.54 ±0.13 2.30 ±0.94 3.57 ±2.25 1.42 ± 0.15 1.00 ± 0.09 NS 

Foie 

ATF4 3.86 ± 1.09a 2.48 ± 0.21ab 2.9 ± 0.85ab 1.54 ±0.17ab 1.48 ±0.16ab 1.00 ± 0.06b <0.05 

CHOP 4.67 ± 0.35a 3.66 ±0.55a 1.90 ± 0.25b 1.16 ± 0.14b 1.42 ± 0.32b 1.00 ± 0.09b < 0.001 

TRB3 44.24 ± 8.36a 26.87 ± 3.45ac 13.53 ± 3.29bc 6.90 ± 1.68b 2.87 ± 0.51b 1.00 ± 0.28b <0.001 

4E-BP1 2.82 ± 0.23a 2.54 ± 0.33ab 3.14 ± 0.14a 2.44 ± 0.19ab 1.69 ± 0.24bc 1.00 ± 0.19c <0.001 

Caspase 3 0.32 ± 0.05a 0.51 ± 0.08ac 0.72 ±0.06bc 0.85 ±0.07bc 0.95 ± 0.08b 1.00 ± 0.14b <0.001 

 Calpaïne 2 1.44 ± 0.11 1.41 ± 0.15 1.21 ± 0.16 1.01 ± 0.06 1.03 ± 0.11 1.00 ± 0.08 <0.05 

 Cathespin D 1.63 ± 0.16 1.63 ± 0.41 1.40 ± 0.48 0.55 ± 0.24 0.89 ±0.27 1.00 ± 0.22 NS 

 Ubiquitine 1.99 ± 0.16a 1.97 ± 0.15a 1.65 ± 0.06ac 1.31 ± 0.11bc 1.31 ± 0.09bc 1.00 ± 0.11b <0.001 

 ULK1 1.66 ± 0.24ab 1.92 ± 0.27a 1.54 ± 0.19ab 0.92 ± 0.10b 1.16 ± 0.18ab 1.00 ± 0.11b <0.01 

 eIF2α 1.71 ± 0.13a 1.32 ± 0.10ab 1.05 ± 0.08b 1.12 ± 0.08b 1.17 ± 0.05b 1.00 ± 0.14b <0.001 

Muscle 

ATF4 1.68 ± 0.15a 1.30 ± 0.14ab 1.02 ± 0.08b 1.10 ± 0.12b 1.26 ± 0.12ab 1.00 ± 0.11b <0.01 

CHOP 2.11 ± 0.13a 1.57 ± 0.24ab 1.03 ± 0.08b 1.13 ± 0.05b 1.39 ±0.15b 1.00 ±0.12b <0.001 

TRB3 6.04 ± 0.81a 2.82 ± 0.48b 1.76 ± 0.24bc 1.55 ± 0.24c 1.75 ± 0.47bc 1.00 ± 0.15c <0.001 

4E-BP1 2.11 ± 0.21a 1.43 ± 0.10b 1.07 ± 0.08b 1.46 ± 0.08b 1.19 ± 0.10b 1.00 ± 0.11b <0.001 

Caspase 3 0.92 ± 0.07 0.92 ±0.12 0.97 ± 0.15 1.13 ±0.04 1.19 ± 0.07 1.00 ± 0.04 NS 

 Calpaïne 2 1.88 ± 0.39a 1.18 ± 0.19ab 0.86 ± 0.05b 1.16 ± 0.06ab 1.43 ± 0.11ab 1.00 ± 0.06b <0.05 

 Cathespin D 1.46 ±0.16 1.09 ± 0.16 0.96 ± 0.09 1.13 ± 0.03 1.28 ± 0.20 1.00 ±0.11 NS 

 Ubiquitine 1.66 ± 0.13a 1.29 ± 0.10ab 1.01 ± 0.08b 1.17 ± 0.05ab 1.25 ± 0.15ab 1.00 ± 0.12b <0.01 

 ULK1 2.26 ± 0.29a 1.53 ± 0.15b 1.15 ± 0.08b 1.25 ± 0.09b 1.44 ± 0.13b 1.00 ± 0.06b <0.001 
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2.3.3.3. Discussion 

La déficience sévère en protéines induit une diminution du taux de synthèse protéique dans le foie et 

dans le muscle. De façon contradictoire, la voie mTOR, via 4EBP-1, est activée pour 3% d’apport pro-

téique, ce qui semble indiquer une activation de l’étape d’initiation de la traduction. Cependant, l’acti-

vation des voies de signalisation étant régulée principalement par des mécanismes de phosphorylation, 

ces résultats sont en attente de confirmation par les analyses d’état de phosphorylation des protéines 

mesurées par western blot.En outre, nos résultats mettent en évidence une activation de la voie GCN2, 

via ATF4-CHOP-TRB3 aussi bien dans le foie que dans le muscle ce qui suggère que l’initiation de la 

traduction au niveau de la fixation de l’ARN de transfert portant la méthionine est inhibée. Les consé-

quences sur le taux de synthèse protéique de l’équilibre de l’état d’activation des voies de signalisation 

mTOR et GCN2 restent méconnues. 

Concernant la protéolyse, une augmentation de la voie ubiquitine-protéasome, du système caspase et de 

l’autophagie est observée dans le foie. Les dosages plasmatiques des AA suggèrent qu’en réponse à une 

déficience en protéines (3%, 5% et 8%), le catabolisme des protéines hépatique permet d’augmenter les 

AA plasmatiques afin de compenser la déficience de l’apport alimentaire. Dans le muscle, la voie ubi-

quitine-protéasome, et l’autophagie sont également augmentée ainsi que le système calpaïne. La voie 

GCN2, via ATF4-CHOP-TRB3 est activée aussi bien dans le foie que dans le muscle, ce qui confirme 

l’activation de la dégradation des protéines par les voies ubiquitine-protéasome, et l’autophagie  

Ces résultats montrent que la déficience modérée en protéines n’entraine pas de modifications majeures 

du métabolisme protéique. En revanche, en cas de déficience sévère en protéines, il y a un catabolisme 

des protéines hépatiques afin de compenser la déficience en AAI du régime et fournir des AAI aux 

différents tissus de l’organisme et l’augmentation du catabolisme des protéines hépatiques et muscu-

laires pourrait permettre l’approvisionner en AA non indispensables. Ces résultats confirment que le 

foie et le muscle jouent un rôle majeur pour approvisionner l’organisme en AA, dans l’adaptation de 

l’organisme à une restriction protéique. 

 

2.4. Conséquences d’une déficience en acides aminés indispen-

sables (lysine et thréonine) 

2.4.1. Contexte et objectifs 

La déficience en protéines ou AAI entraine une diminution du gain de poids corporel, une augmentation 

de la prise alimentaire ainsi qu’une augmentation de la dépense énergétique. L’ensemble de ces effets 

semblent être médiés par FGF21. Cependant, les conséquences de la déficience en un seul AAI n’est pas 

clair et l’implication de FGF21 dans les effets métaboliques d’une restriction en un AAI a été peu étu-

diée. Il a été montré qu’une telle déficience diminuait le gain de poids corporel, mais si certains travaux 
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ont observé qu’elle diminuait la prise alimentaire et la dépense énergétique, d’autres études ont montré 

l’effet inverse. 

Le turnover protéique, protéosynthèse et protéolyse, est influencé par la disponibilité en AA. Notre pré-

cédente étude a montré que les régimes faibles en protéines induisaient une diminution de la protéosyn-

thèse et de la protéolyse. Différents travaux, essentiellement chez le porc, ont montré que la déficience 

en un AAI diminuait la synthèse protéique. Peu d’études ont porté sur les effets d’une restriction en 

lysine et thréonine à la fois sur la protéosynthèse et la protéolyse. 

Cette étude vise à évaluer les effets d’une restriction en un seul AAI, lysine ou thréonine, sur le méta-

bolisme énergétique, et l’implication de FGF21 dans ces effets. L’objectif de ces travaux est aussi d’éva-

luer l’impact d’une déficience en un AAI, lysine et thréonine, sur le métabolisme protéique. 

2.4.2. Article 2. La déficience en lysine et en thréonine induit l’expression hépatique de 

FGF21 mais affecte différemment la composition corporelle et le métabolisme énergé-

tique chez des rats en croissance  

2.4.2.1. Méthodes 

- Etude 1 : 64 rats en croissance ont été séparés en 8 groupes (n = 8 / groupe), et nourris durant 3 semaines 

avec un régime expérimental contenant différents niveaux de lysine : 15% (L15), 25% (L25), 40% (L40), 

60% (L60), 75% (L75), 100% (P20 et L100) ou 170% (L170) du besoin en lysine. 

- Etude 2 : 64 rats en croissance ont été séparés en 8 groupes (n = 8 / groupe), et nourris durant 3 semaines 

avec un régime expérimental contenant différents niveaux de thréonine : 15% (T15), 25% (T25), 40% 

(T40), 60% (T60), 75% (T75), 100% (P20 et T100) ou 170% (T170) du besoin en thréonine.  

Pour l’ensemble de ces deux études, le poids et la prise alimentaire ont été mesurés quotidiennement. 

Lors de la 3ème semaine d’expérimentation, les rats ont été placés 24h en cage à calorimétrie indirecte 

afin de mesurer leur dépense énergétique. A la fin de l’expérimentation, des échantillons de sang, de 

foie, de muscles, de tissus adipeux blanc, de tissus adipeux brun et d’hypothalamus ont été prélevés afin 

d’effectuer des mesures d’expression géniques, et des dosages de FGF21.  

2.4.2.2. Résultats et conclusion 

Une déficience sévère en lysine (L15 et L25) induit une diminution du gain de poids corporel qui s’ex-

plique par une diminution de la masse maigre sans aucun effet sur la masse grasse (Figure 1 p.107, 

Tableau 2 p.109). Cependant, une fois exprimé par rapport au poids corporel, une augmentation de 

l’adiposité est observée en cas de déficience sévère et modérée en lysine. De plus, la prise alimentaire 

et donc l’apport énergétique, est augmentée chez les rats L15 et L25 (Figure 1 p.107, Tableau 1 p.108). 
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Une déficience sévère (T15 et T25) et une déficience modérée (T40) en thréonine induit une forte dimi-

nution du gain de poids corporel due à une diminution à la fois de la masse maigre et de la masse grasse, 

pour les déficiences sévères (Figure 1 p.107, Tableau 2 p.109). Malgré une prise alimentaire augmentée 

en cas de déficience sévère et modérée (T15, T25 et T40), l’adiposité est diminuée chez les rats T15 et 

T25 (Tableau 1 p.108, 2 p.109).  

La déficience en lysine n’impacte pas la dépense énergétique totale (DET), alors que la déficience sévère 

en thréonine (T15) induit une diminution de la DET qui s’explique par une diminution de la dépense 

énergétique de repos (Figure 2 p.111). La déficience sévère en lysine (L15 et L25) et en thréonine (T15 

et T25) induit une augmentation de FGF21 hépatique et plasmatique, mais aucune modification de son 

expression au niveau de l’hypothalamus n’est observée (Figure 3 p.112, Tableau 3, p.113-114).Con-

cernant les orientations métaboliques, nous avons observé que la déficience sévère en lysine et thréonine 

(L15 et T15) entraine une augmentation de l’expression des ARNm de la FAS mais aucun autre gène 

impliqué dans la lipogenèse, la lipolyse, la glycogénogenèse ou la glycolyse ne sont modifié par une 

déficience en lysine ou thréonine.Les régimes L170 et T170 ne diffèrent pas du groupe contrôle P20 

pour l’ensemble des paramètres mesurés. 

La diminution du gain de poids corporel ainsi que l’augmentation de la prise alimentaire induites par les 

régimes faibles en protéines, sont reproduites par une déficience en un seul AAI, lysine ou thréonine. 

Cependant, la déficience en lysine ou thréonine, ne modifie pas la dépense énergétique malgré une aug-

mentation de la synthèse et de la sécrétion de FGF21. La déficience en thréonine a un impact plus im-

portant que la déficience en lysine sur l’évolution du gain de poids et la composition corporelle. L’étude 

des orientations métaboliques et de la dépense énergétique ne nous permettent pas d’expliquer la dimi-

nution du poids corporel induite par la déficience en lysine et en thréonine malgré l’augmentation de la 

prise alimentaire. 

 

2.4.2.3. Manuscrit : « Lysine or threonine deficiency induce liver FGF-21 but dif-

ferently affect body composition and energy metabolism in growing rats 
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Abstract 

Objective: The objective of this study is to evaluate the effects of a deficiency in a strictly essential 

Amino Acid (lysine or threonine; EAA) on food intake, body composition, energy metabolism, and 

FGF-21 in growing rats.  

Methods: Growing rats for three weeks diets with lysine or threonine severely deficient (15% and 25% 

requirement), moderately deficient (40 and 60% requirement), adequate (75% 100% requirement), and 

excessive (170% requirement).  

Results: Severe lysine and threonine deficient diets, induce a reduction in body weight gain. Moreover, 

an increase in relative food intake is observed for diets severe deficient diets in EAA. Lysine and threo-

nine deficiencies decrease lean body mass, and only threonine deficiency decreases fat mass. Lysine 

deficiency did not induce differences in resting metabolic rate (RMR), cost of activity, total energy met-

abolic rate (TMR) and activity (AMR). Threonine deficiency decreased TMR, supported by a decrease 

in RMR, without any difference in AMR or cost of activity compared to the control diets. Severe lysine 

or threonine deficiencies induced an increase in liver mRNA and plasma FGF21 levels.  

Conclusions: This study shows that the deficiency in one EAA, lysine or threonine, induce a decrease 

in body weight gain in growing rats, despite an increased relative food intake, with a more pronounced 

effect in the case of threonine. Lysine deficiency does not impact energy expenditure, unlike threonine 

deficiency, which leads to a decrease in TMR and RMR. FGF-21 is involved in the response to EAA, 

lysine or threonine, deficiency. 

 

Keywords: Lysine, Threonine, Deficiency, Energy intake, Energy expenditure, FGF-21 
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AA-Amino Acid; BAT-Brown adipose tissue; BW-Body weight; FA-Fatty acids; EAA-Indispensable 

amino acid AMR-Activity metabolic rate; AU-Arbitrary unit; EAT-Epipidymal adipose tissue; 

FGF21-Fibroblast growth factor 21; LL-Low lysine; LP- Low protein; LT-Low threonine; MAT-Mes-

enteric adipose tissue; RMR-Resting metabolic rate; SEM-Standard error of the mean; SCAT-Subcu-

taneous adipose tissue; TMR-Total metabolic rate; WAT-White adipose tissue 

 



97 

 

Introduction. 

Dietary proteins provide nitrogen and amino acid that support the synthesis of protein and of the 

various ntrogen and amino acid–related processes in the body. Supplying protein and essential amino 

acids (EAA) in the diet is mandatory for survival. Maintenance of tissues and of physiological functions 

required a continuous supply of amino acids and their sufficiency is tightly controlled through sensing 

and signalling processes that modulate protein and energy metabolism and feeding behavior to maintain 

a balanced protein status.  

A diet deficient in protein does not support protein synthesis and growth in growing rat leading to lower 

lean mass, but differently affects food and energy intake, body weight, adiposity, and energy expendi-

ture, according to the level of the deficiency. A severe protein deficiency usually induces an aversive 

response and a decrease in food intake, body weight, adiposity and lean mass, while a moderate protein 

deficiency can induce an increase in food and energy intake, interpreted as an attempt to increase protein 

intake but with a risk of energy overfeeding and increased adiposity [1–3]. However, it was observed in 

some studies that this was also associated to an increased energy expenditure that could be even the 

signal responsible for the increased energy intake, and could compensate for energy overfeeding and 

partly preventing the increase in fat mass and adiposity [1–5].  

The EAA content of foods and diet is also involved, and animals usually increase their food intake when 

fed a diet moderately restricted in one or several indispensable amino acids. Low EAA supply and suf-

ficiency is considered as the main signal of deficiency of protein deficient diets, and a diet low in all 

EAA only was reported to reproduce the effects of a protein deficient diet on body weight, food intake 

and energy expenditure [6]. Furthermore, a diet deficient in only one EAA, for instance methionine, 

have been shown to alter growth [7–10], increase or decrease food intake [6–10], modify body compo-

sition [7,8,10] and change or not energy expenditure [6]. However, the implication of one or several 

specific amino acids (AA) on protein deficiency was mainly investigated with a restricted number of 

EAA and few levels of deficiency.  

EAA insufficiency induces the liver expression and release of the fibroblast growth factor 21 (FGF-21) 

that modulates the metabolic and feeding response to protein and EAA deficiency [1-3,5-10]. FGF21 is 

under the control of the serine/threonine-protein kinase General control nonderepressible 2 (GCN2) that 

senses EAA deficiency through the Activating transcription factor 4 (ATF4) pathway. FGF21 is in-

volved in the downstream control of metabolic processes such as lipid oxidation, ketogenesis and glu-

cose uptake, and in the response of energy expenditure to protein o to leucine and methionine restriction. 

Both energy expenditure and food intake are increased after intracerebroventricular infusion of FGF21, 

and the increase in food intake induced by low-protein diets is not observed in FGF21-knockout mice. 

This study aims to assess the effects of different level of deficiency in only one strictly indispensable 

amino acid (lysine or threonine) on food and energy intake, body weight, body composition, and energy 

metabolism, and expression of FGF-21 in growing rats.  
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Material and methods 

Animals 

Sixty four male Wistar Han rats (3 weeks old, weighting 50-55g on their arrival; HsdHan: WISt®, 

Envigo, France), were acclimated to the light and temperature-controlled facility of AgroParisTech 

(12h/12h reversed light/dark cycle, light on from 00:00 to 12:00, temperature 22±1°C) during one week, 

before the experiment. During this adaptation period, rats were fed with a standard rat chow diet (“A04” 

from Safe, 19.30% of protein, composition in Table S.A.). Studies were approved by the Regional An-

imal Care and Ethical Committee and the Minister of Research and conformed to the European legisla-

tion on the use of laboratory animals (registration number: APAFIS #13436-2017122616504600). 

Experimental diets 

The food was given to the rats in the form of individual portions pellets to allow measurement of food 

intake. The pellets were prepared by mixing powder manufactured at the “Atelier de préparation des 

aliments” (UPAE, INRA, Jouy en Josas, France) and water, three days before been given to the rats. 

Some pellets were sidelined, to adjust the food intake to the evaporation, and obtain the dry weight 

ingested by the rats. The composition of the experimental diets is shown in supplemental Table 2. Two 

groups of diet were formulated at 20% energy equivalent protein (with a mixture of total milk protein 

and free amino acid) varying either in lysine or in threonine contents only. Diets were designed in ref-

erence to lysine or threonine content of 9.2 or 6.2g.kgdiet
-1, corresponding to the recommended amount 

of 20% energy as total milk protein diet described in AIN-93G and considered to meet protein and EAA 

requirement in growing rats, respectively [11].  For each diet, the desired quantity of lysine or of threo-

nine was provided by the corresponding amount of total milk protein, and the diet was completed for all 

the other amino acid in free crystalline form to the equivalent amount of the 20% energy total milk 

protein diet. The diets were referenced as Ly or Ty, related the % of the requirement provided by the 

diet for lysine (Ly) or threonine (Ty). The diets were classified, according to the level of deficiency of 

lysine and threonine, as severely deficient (15%,  25% of the requirement), moderately deficient (40%, 

60% of the requirement), adequate (75%, 100% of the requirement), or excessive (170% of the require-

ment), and when necessary were corrected by an increase in carbohydrate content to obtain isocaloric 

diets. Two control diets were a 20% total milk proteins diet (P20) and a control “diet formulation” effect, 

with 3% total milk proteins, completed to a 20% total milk proteins with free amino acids including 

lysine and threonine (L/T100).  

Experimental design 

After the one-week adaptation to the laboratory conditions, the sixty four rats were randomly divided 

into height groups (n=8/group). These groups were assigned for three weeks to one of the 8 isocaloric 

diets. At the end of the 3 weeks experimental period, the rats were fed with a calibrated meal (4g, 58.2kJ) 

of their experimental diet, and they were anesthetized two hours later, with isoflurane. Blood samples 



99 

 

were taken from the portal vein, then from the vena cava. After centrifugation (4°C, 3000rpm, 10min), 

plasma was collected, aliquoted and stored at -80°C until analysis. Pieces of liver and epididymal adi-

pose tissue (EAT) were frozen in liquid nitrogen (-80°C) for further measurement of mRNA abundance 

and biochemical analysis. 

Food intake, body weight and body composition measurements 

On each day, a calibrated meal of 4g (58.2kJ) was given at 12:00 (onset of the night period), to train the 

rats to quickly ingest this meal. Then, ad libitum access to food was given between 12:30 and 9:00 the 

next day. Body weight and food intake were measured every morning during the 3 weeks. At the end of 

the experiment, rats were euthanized, and body composition analyzed by dissection and weighing of 

tissues and organs. 

Energy expenditure measurement by indirect calorimetry 

During the third week, each rat was placed 48h in a cage connected to an indirect calorimeter (24h of 

habituation), to measure energy expenditure and spontaneous motor activity. The rats were housed in-

dividually in ventilated cages placed on an activity platform equipped with force transducers producing 

an electric signal proportional to the intensity of the work produced on the floor by the rat activity (more 

details in [12]). For gas analysis, the cages (four simultaneously) were ventilated at 1300mL/min (for 

P3 L/T15 fed rats) or 1000mL/min (for all other groups) and connected each in turn to the gas analyzers. 

Oxygen consumption and carbon dioxide production were measured in each cage during 2min every 

10min (2min by cage and 2min on room air to correct values for room O2% and CO2%). Among the 2 

days of measurements, the first day was devoted to habituation and the second day to data analysis. 

From O2 and CO2 values, modified Weir formula [13] (to obtain data in Joules.seconds-1, i.e. Watt) was 

used to estimate the Total Metabolic Rate (TMR), as follow: TMR(W) = [16.3*VO2 (mL.min-1) + 

4.7*VCO2 (mL.min-1)]/60. Spontaneous motor activity was calculated as raw activity data cleared from 

background noise and multiplied by a diffusion coefficient (to maximize the correlation between spon-

taneous motor activity and TMR). Cost of activity was determined as the slope of the linear regression 

between spontaneous motor activity and TMR. Resting Metabolic Rate (RMR) was then obtained as 

follow: RMR (W) = TMR (W) – [Activity (Arbitrary Unit (AU))* Cost of activity (AU.W-1)]. Thus, 

Activity Metabolic Rate (AMR) was determined as: AMR(W) = TMR(W)– RMR(W). Finally, to com-

pare groups in taking in account differences in body weight and body composition, TMR, RMR and 

AMR were normalized to the rat Metabolic Active Mass (MAM) (defined as the lean body mass + 20% 

of fat mass). 

Biochemical analysis and mRNA expression measurements 

Plasma FGF-21 were determined using an enzyme linked immunoassay (mouse and rat FGF-21 ELISA, 

BioVendor). For mRNA expression measurements, total RNA were extracted from liver and epididymal 
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adipose tissue (EAT) using Trizol reagent (Invitrogen). After extraction, RNA concentration was meas-

ured using a spectrophotometer at 260nm (Nanodrop). Retro-transcription was performed on 0.4µg of 

RNA using High Capacity cDNA Archive Kit (Applied Biosystems). Then, to measure gene expression, 

real time PCR was perfomed using Power SYBR Green PCR Master Mix (Applied Biosystems) on the 

Step One (Applied Biosystems) on 5ng of cDNA. Finally, gene expression was calculated as 2-ΔCt, 

where ΔCt = Ctgene – Ct18s. To detect any potential contamination, negative controls, without enzyme 

or RNA, were performed. Primer Express was used to design the primer sequences of genes. The se-

quences of the used primers are described in Table S.3.  

Statistical Analysis  

Data are presented as means + Standard Error of the Mean (SEM). Statistical analysis was performed 

using R© version 4.0.2 with R© studio version 1.3.959. Repeated measures models were used to ana-

lyze the evolution of body weight during the experiment. Final models were retained depending of their 

Akaike Information Criterion and Bayesian Information Criterion between four variance estimation 

structure (compound symmetry, heterogeneous compound symmetry, self-regressive and auto-regres-

sive heterogeneous). Post-hoc analysis were done with bonferonni correction. One way anova were per-

formed to test the diet effect on final body weight, food intake, body composition, energy expenditure, 

plasma FGF-21 levels and genes expression. Gausian distribution, homoscedasticity and lack of anormal 

values were the hypothesis of our statistical model, and were visually checked before analysis. To con-

clude on the inter-groups differences, post-hoc analysis were done by tukey-HSD method with bon-

feronni correction. Results of inter-groups are presented by letters. Data that do not share the same letter 

are statically different at the risk α=5%. 

 

Results 

Food intake, body weight, and food efficiency 

LL diets increased daily energy intake (kJ) for the L25 and L100 groups, and LT diets for severe defi-

cient groups (figure 1, table 1). When expressed as relative to the metabolic active mass (MAM), for 

lysine and threonine, severe deficient groups, L/T40 and L/T100 increased relative energy intake. Lysine 

severe deficient groups (L15 and L25) have a significantly reduced BW gain in 3 and 6d respectively 

(Figure 1A). Under lysine diets, no difference was significant between moderately deficient (L40 and 

L60), adequate (L75 and L100) or excessive groups (L170) and the P20 group.  

Threonine severe deficient groups (T15 and T25) have a significantly reduced BW gain in 1d, and the 

lowest moderately deficient group (T40) in 6d (Figure 1B). Threonine excessive group (T170) shown a 

reduced BW gain from 11d, but remains in the range of control groups. Under threonine diets, no dif-

ference was significant between the T60, adequate (T75 and T100) and the P20 group. At the end of the 

experimental period, lysine severe deficient groups were lighter than the P20 group (Figure 1C). For 
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threonine, threonine severe deficient groups and the T40 group were lighter than the P20 group (Figure 

1D). Under lysine and threonine, no other difference was significant. The L15 group had a reduced food 

efficiency; and severe threonine deficient groups showed (reduced to negative values). 

Body composition 

Lysine severe deficient groups have a reduced Lean Body mass (LBM) with a reduced liver, kidney, 

gastrocnemius muscle and carcass weights (Table 2A). Under lysine diets, there was only an increased 

absolute fat mass for L60 and L100 groups. When expressed as % of BW (i.e. adiposity), Lysine severe 

deficient and moderately deficient groups have an increased adiposity. No difference of body composi-

tion was found between L75, L170 groups and the P20 group. Under threonine diets, there was a de-

crease of lean LBM for threonine severe deficient and for the T40 group (Table 2B). Threonine severe 

deficient groups have a decrease and the T60 group have an increase of absolute fat mass. When ex-

pressed as adiposity, only severe deficient diets remain significantly reduced. No difference was found 

between T75, T170 groups and the P20 group for all organs and tissues. 

Energy expenditure  

No effects of lysine was found on resting metabolic rate (RMR) or cost of activity, and, despite a sig-

nificant diet effect, no group was different from the P20 group in term of total metabolic rate (TMR) or 

activity metabolic rate (AMR) (Figure 2A,C,E,G). For threonine diets, T15 and T75 groups have a re-

duced TMR and RMR (Figure 2B,D). Despite a significant diet effect, no group was found significantly 

different from the P20 group for AMR or the cost of activity under threonine diets (Figure 2F,H). 

Expression of genes in liver, adipose tissue, and hypothalamus 

In the liver, under lysine diets, no diet effect was observed for mRNA expression of glycolysis genes 

(GK and L-PK), and glycogenesis genes (GS) (Table 4A). For fatty acid (FA) oxidation, a diet effect 

was observed on ACOX and CPT1a expression (p=0.032), however, no group was significantly differ-

ent from the P20 one. Moreover, no effect was observed on CD36 expression.  For lipogenesis, no diet 

effect was observed for ACC and MTTP expression, but the L15 group had a higher expression of FAS 

(p=0.025). Severe deficient lysine groups had a strong higher expression of FGF21 mRNA (p=5.734e-

05). No significant difference of mRNA expression was observed between moderately low, adequate, or 

excessive groups for all genes.  

Under threonine diets, no diet effect was observed on the liver relative mRNA expression of glycolysis 

genes (GK and L-PK) (Table 4B). The T75 group had a higher expression of glycogenesis gene (GS; 

p=0.006). For FA oxidation, no diet effect was found on CD36 and ACOX. However, the T60 group 

had a higher CPT1a expression (p=0.001). For lipogenesis, no diet effect was found on ACC expression, 

but the T15 had a FAS higher expression (p=0.005). Although a diet effect was observed on MTTP 

(p=0.027), no group was significantly different from the P20 group. Severe deficient threonine groups 
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have a strong higher expression of FGF21 mRNA in the liver (p=0.000). No other difference was found 

significant with the P20 group.  

In the epididymal adipose tissue (EAT), under lysine diets, no diet effect was observed on the relative 

mRNA expression of FA oxidation (CD36) (Table 4A). Despite a significant diet effect, no group was 

found significantly different from the P20 group for lipogenesis genes (ACCa and FAS; p=0.026 and 

p=0.006). For the genes involves in the browning of white adipose tissue, a significant diet effect was 

observed for UCP1, without group different from the P20 one (p=0.044). No diet was observed on the 

expression of UCP3. Moreover, we observed that the L170 had a higher expression of UCP2 in the EAT. 

For threonine, no diet effect was observed on the relative mRNA expression of FA oxidation (CD36) 

and lipogenesis (ACCa and FAS) genes (Table 4B). Furthermore, despite a significant diet effect 

(p=0.005), no group was significantly different from the P20 group for UCP1, and no diet effect was 

found on UCP2 and UCP3.  

In the hypothalamus, despite a significant diet effect (p<0.05), no group was found significantly different 

from the P20 group for the FGF21 mRNA relative expression under lysine diets.  For threonine diets, 

no diet effect was observed on FGF21 expression. 

Plasma FGF-21 

For both lysine and threonine diets, there was a strong increase of the plasma level of FGF-21 only for 

severe deficient groups (Figure 3A,B). For lysine diets, comparatively to the P20 group, the level is 

about 41 and 54 times higher for L15 and L25 respectively, and for threonine diets, the level is about 96 

and 99 times higher for T15 and T25 respectively. There was no effect of an excess, or a moderately 

deficient diet on the plasma level of FGF-21, and that there was no difference between all control groups. 

Discussion  

 The present study investigated in growing rats the consequence of lysine or threonine deficiency, 

the two strictly indispensable amino acids, on food intake, body weight, body composition, energy ex-

penditure and metabolism, and FGF-21 expression and plasma level. 

In the present study, a severe EAA (either lysine or threonine) deficiency cause a decrease of body 

weight gain. However, this reduction of body weight gain is not due to a reduced food intake as, relative 

to their body weight, deficient rats have an increased food and energy intake. Rats submitted to severe 

deficiency of either lysine or threonine showed increased relative food and energy intake but lower BW 

gain, as previously observed for lysine on gilt [7]. In contrast, threonine deficiency induced both lower 

food intake and lower BW gain in chicks [8,9], and lower BW gain in Pekin Ducks [10]. Moreover, as 

previously observed for piglets [14], for only marginally lysine or threonine deficiency no modification 

of either food intake or BW gain was observed in rat in the present study. These results confirm that 

deficiency in one EAA induces an appetite for protein or for the corresponding EAA through a reward 
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driven [15], and the specific appetite for the deficient EAA was supported by the observation that an 

intragastric lysine load during lysine restriction was reported to stimulate dopaminergic system in rats 

[16].  

However, even when the EAA deficiency induces a higher food intake, this does not allow to compen-

sate for the lower BW gain, and this is also associated to a lower food efficiency, as previously observed 

for lysine deficiency in chick [8], and for threonine deficiency in Pekin ducks [10] and in rats [6]. EAA 

deficiency induce a decrease of metabolic active mass, due a lower lean body mass. However, lysine 

and threonine severe deficiency acts differently on fat mass. Indeed, there is a decrease of fat mass and 

adiposity under very low threonine diets, whereas there is no difference of fat mass, and so an increased 

adiposity, under very low lysine diets. Interestingly, both lysine and threonine deficiency induced re-

duced lean body mass, but adiposity that was increased by lysine was decreased by threonine deficiency. 

It has been reported that lysine deficiency induced a reduced breath muscle growth on chick [8], and did 

not modify fat to lean ratio on gilt [7], and that threonine deficiency decreased the relative weight of 

breast muscle and abdominal fat, without changing the relative weight of thigh muscle, and increase 

liver total lipid, triglycerides and cholesterol, on Pekin Ducks [10].  

These changes of body composition did not lead to modifications of energy expenditure. Indeed, lysine 

deficiency did modify energy expenditure, whereas threonine deficiency induced a decrease of total 

metabolic rate and resting metabolic rate, without affecting activity metabolic rate and the cost of activ-

ity. Lysine and threonine deficiency showed no or minor change of the components of energy expendi-

ture (TMR, RMR, AMR and cost of activity) and this is in line with other results reporting  no effect of 

lysine deficiency on energy expenditure [6]. For threonine deficiency, compared to the control group 

both AMR and cost of activity were not different, but TMR and RMR were reduced while an increase 

of TMR was previously observed [6]. However, the latter study was conducted at temperature below the 

thermoneutrality reported to increase RMR by non-shivering thermogenesis, and to change the activity 

pattern [18, 19]. In contrast, the present study was conducted near the thermoneutrality of rats and it can 

be concluded that threonine deficiency reduce TMR and RMR near thermoneutrality but as it lower 

resistance to cold temperature TMR and RMR when animals are kept at lower temperature.  

In accordance with the absence or minor change in energy expenditure, in white adipose tissue (WAT; 

here EAT), EAA deficiency did not induced difference in the expression of genes involved in different 

metabolic pathways. The lack of difference of mRNA expression in EAT for UCP1, specific to the BAT 

[20], UCP3 mainly specific to skeletal muscle [21], and UCP2 with an ubiquitous expression [21], indi-

cate no stimulation of the browning of WAT. In addition, there was also no difference in mRNA ex-

pression in the liver of genes involved in glycogenolysis, glycolysis, and glycogenogenesis pathways, 

indicating that glucose metabolism and liver glucose storage were not altered by EAA deficiency. No 
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difference was observed in lipid oxidation, but despite no diet effect on ACC and MTTP, EAA defi-

ciency induced a higher expression of FAS in the liver, as previously reported under low protein diets 

[5]. Thus, the higher energy intake induced by EAA deficiency is not oxidized but lead to a higher liver 

fatty-acid synthesis, in agreement with the observed higher adiposity induced by lysine deficiency. 

A main result is that EAA deficiency alone induces an important increase of liver mRNA expression 

and plasma levels of FGF-21. This result agrees with the idea that the increased plasma FGF-21 induced 

by a low protein or amino acid diet [1, 5] can be reproduced by a deficiency in only one EAA, lysine 

and threonine. It was previously observed that intraperitoneal threonine or tryptophan but not histidine 

or phenylalanine, were effective to reverse the increase of plasma FGF-21 [6] and the present study 

showed that lysine and threonine deficiency are involved as signal for the expression and release of 

FGF21 by the liver. In contrast, in the hypothalamus, lysine and threonine deficiency did not modify 

FGf21 mRNA expression, as previously observed for a low protein diet [5]. It has been proposed that 

the impact of protein restriction on feeding behavior could be mediated by the hepatic FGF-21 signal to 

the brain through FGF21 receptors (FGFR) and β-Klotho (KLB) [2] and this pathway could be also 

involved in the increase in food intake induced by EAA deficiency. 

 The present study focused on lysine and threonine deficiency, which are the two limiting EAA 

in cereal and further studies should investigate other EAA, such as methionine, the main limiting amino 

acids of legume, or tryptophan, that is limiting in corn. In the present study, threonine deficiency dis-

played a more pronounced impact that could originate from its implication in intestine morphology. For 

instance, threonine has an essential role in mucins, the glycoproteins of mucus covering and protecting 

the gut epithelium, accounting for 29% of mucins amino acid composition [22]. Although the conse-

quence of threonine deficiency on gut morphology remains debated as no change were reported on 

weight length of the small intestine, and mucosal morphology in the proximal and distal jejunum, while 

an increase in the paracellular permeability and structural and functional alterations were observed in 

piglets [14].  
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Figure 1. Effect of lysine or threonine deficiency on body weight gain, final body weight and energy intake. 1. Evolution of body weight under LL diets. 2. Final 

body weight for LL diet. 3. Daily energy intake for LL diets. 4. Evolution of body weight under LT diets. 5. Final body weight for the LT diets. 6.  Daily energy 

intake for LT diets. Data that do not share the same letter are different at the p<0.05. Values are expressed as means + SEM  
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Table 1. Absolute and relative values of energy and food intake. 1. For LL diets. 2. For LT diets. Values are expressed as means + SEM. Data that do not share 

the same letter are different at the p<0.05. Bold values are those significantly different from the P20 group.  

 

Diet L15 L 25 L40 L60 L75 P20 L100 L170 Diet Effect 
Cumulated food intake (g) 285.38±10.92b 367.40±4.00a 

 

333.33±5.46ab 
 

341.80±6.29ab 
 

331.67±11.18ab 305.03±5.68b 
 

361.09±11.04a  332.53±10.03ab  <0.001 

Daily food intake (g/100g MAM) 14.19±0.42a 
 

13.70±0.22a 
 

9.82±0.27bc 
 

9.09±0.20cd 
 

8.98±0.21cd 
 

8.31±0.19d 
 

10.30±0.20b 
 

8.74±0.23cd 
 

<0.001 

 

Daily energy intake (kJ) 244.09±9.34c 
 

314.45±3.43a 
 

285.29±4.68ab 292.74±5.38ab 
 

284.06±9.58ab 261.42±4.86bc 
 

308.84±9.44a 
 

285.00±8.60ab <0.001 

 

Daily energy intake 
 (kJ/100g MAM) 

206.39±5.96a 
 

199.38±3.28a 
 

142.85±3.96bc 
 

132.37±2.95cd 
 

130.72±3.04cd 
 

121.12±2.78d 
 

149.83±2.97b 
 

127.40±3.37cd 
 

<0.001 

Food efficiency 
 (kJ/kJ) 

0.03±0.01c 
 

0.09±0.01b 
 

0.13±0.01ab 
 

0.13±0.01ab 
 

0.12±0.01ab 
 

0.10±0.01ab 
 

0.12±0.01ab 
 

0.14±0.01a 
 

<0.001 

 

Diet T15 T 25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 Diet Effect 
Cumulated food intake (g) 172.92±9.97d 

 

207.85±9.40d 
 

335.35±7.59abc  346.69±13.24ab 333.19±9.26abc 306.79±5.84bc 
 

349.61±11.26a 
 

295.37±7.52c 
 

<0.001 
 

Daily food intake (g/100g MAM) 12.87±0.82a 
 

12.47±0.43a 
 

11.78±0.32ab 
 

9.25±0.35cd 
 

9.12±0.15cd 
 

8.40±0.10d 
 

10.35±0.17bc 
 

8.22±0.14d 
 

<0.001 
 

Daily energy intake (kJ) 147.89±8.53c 
 

177.90±8.04c 
 

289.02±6.50ab 
 

296.93±11.34a 285.37±7.93ab 
 

262.93±5.00ab 
 

299.02±9.63a 
 

253.15±6.45b 
 

<0.001 
 

Daily energy intake  
(kJ/100g MAM) 

187.25±12.00a 181.47±6.19a 171.36±4.67ab 
 

134.68±5.02cd 
 

132.84±2.12cd 
 

122.45±1.46d 
 

150.52±2.42bc 
 

119.69±2.03d 
 

<0.001 

Food efficiency 
 (kJ/kJ) 

-0.10±0.01c 
 

-0.04±0.01bc 
 

0.08±0.01ab 
 

0.13±0.01a 
 

0.16±0.01a 
 

0.15±0.01a 
 

0.12±0.00a 
 

0.14±0.01a 
 

<0.001 
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Table 2.  Absolute and relative values of body composition. 1. For the LL diets. 2. For the LT diets. Values are expressed as means + SEM. Data 

that do not share the same letter are different at the p<0.05. Bold values are those significantly different from the P20 group.  

 

Diet L15 L25 L40 L60 L75 P20 L100 170 Diet Effect 
Initial body weight (g) 62.34±0.82 61.73±1.09 61.73±1.09 61.00±0.89 63.61±0.69 63.33±0.94 62.64±1.14 62.51±0.70 0.5888 

Final Body weight (g) 128.64±3.36d  174.24±3.05c 217.63±6.03b 240.88±6.70a 232.13±3.65ab 228.79±5.90ab 223.96±7.00ab 240.74±3.77a < 0.001 

MAM (g) 70.46±2.03d 96.34±1.43c 126.53±3.17b 138.88±3.76ab 138.18±1.81ab 135.93±4.02ab  130.65±3.69ab  142.22±2.34a <0.001 

Fat mass (g) 13.02±0.72c 20.40±1.22ab 21.39±1.56ab 23.73±1.30a 18.98±1.67abc 15.45±1.15bc 22.10±2.29a 21.22±1.40ab <0.001 

Adiposity (%) 10.09±0.40b 11.66±0.55bc 9.78±0.54bc 9.86±0.47bc 8.13±0.64ab 6.42±0.42a 9.76±0.80bc 8.83±0.60ab <0.001 

Lean body mass (g) 67.86±1.91d 92.26±1.30c 122.25±2.96b 134.13±3.66ab 134.39±1.65ab 132.84±3.90ab 126.25±3.33ab 137.97±2.44a <0.001 

Liver (g) 3.90±0.15c 7.11±0.37c 7.11±037b 8.88±0.43ab 8.73±0.27a 8.34±0.28ab 7.76±0.40ab 9.04±0.30a <0.001 

Kidney (g) 1.10±0.04d 1.38±0.03cd 1.67±0.06ac 1.78±0.06a 1.74±0.04ab 1.76±0.07ab 1.46±0.14bc 1.80±0.04a <0.001 

Gastrocnemius muscle (g) 1.18±0.04c 1.52±0.04b 2.00±0.04a 2.08±0.09a 2.08±0.05a 2.09±0.07a 2.17±0.14a 2.19±0.06a <0.001 

Carcass (g) 44.8±1.19d 59.48±0.91c 77.09±1.64b 83.35±2.40ab 84.5±1.18ab 84.44±2.84ab 78.6±1.62b 86.71±1.79a <0.001 

Epididymal fat (g) 1.76±0.12c 2.67±0.22bc 3.36±0.34ab 3.90±2.29a 3.01±2.88ab 2.65±0.20bc 3.25±0.37ab 3.70±0.26ab <0.001 

Mesenteric fat (g) 1.97±0.14c 2.94±0.19ab 3.21±0.17ab 3.84±0.22a 3.04±0.26ab 2.65±0.09bc 3.36±0.31ab 3.33±0.24ab <0.001 

Retroperitoneal fat (g) 1.88±0.16d 3.35±0.20abc 3.71±0.30abc 4.56±0.38a 3.10±0.43bcd 2.31±0.17cd 4.15±0.50ab 3.66±0.28ac <0.001 

Subcutaneous fat (g) 7.41±0.41b 11.44±0.77a 11.10±0.85ab 11.43±0.78a 9.81±1.07ab 7.84±0.90ab 11.34±1.24a 10.53±0.72ab <0.001 

Brown adipose tissue (g) 0.43±0.03 0.53±0.04 0.52±0.04 0.53±0.03 0.44±0.03 0.44±0.03 0.50±0.06 0.43±0.03 NS 
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Diet T15 T25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 Diet Effect 
Initial body weight (g) 62.71±1.79 62.44±1.67 62.74±1.68 63.31±1.72 61.21±1.56 64.95±1.23 60.59±1.69 63.77±2.28 NS 

Final Body weight (g) 81.63±1.68d 102.14±2.16d 180.89±4.12c 241.79±3.69a 233.59±55.46ab  230.96±5.91ab 215.61±7.32b    227.25±7.13ab <0.001 

MAM (g) 44.29±1.13d 57.67±1.27d 106.86±2.08c 141.28±3.21a 137.71±2.83ab 137.87±4.06ab 126.01±4.61b 135.19±4.67ab <0.001 

Fat mass (g) 2.94±0.26d 5.16±0.43d 16.48±0.75c 26.47±1.45a 23.43±1.76ab 19.89±1.82bc 21.05±1.60abc  19.21±1.92bc <0.001 

Adiposity (%) 3.60±0.31c 5.00±0.35c 8.94±0.34ab 10.94±0.57a 10.0±0.63ab 8.58±0.70ab 9.69±0.44ab 8.29±0.70b <0.001 

Lean body mass (g) 43.70±1.24d 56.78±1.40d 103.63±2.62c 136.01±3.77a 133.07±3.34ab 134.11±4.26ab 121.96±4.85b 131.35±4.83ab <0.001 

Liver (g) 2.77±0.10d 3.07±0.08d 6.11±0.31c 8.47±0.20ab 7.91±0.25ab 8.75±0.35a 7.33±0.36bc 8.12±0.37ab <0.001 

Kidney (g) 0.74±0.01c 0.88±0.02c 1.41±0.03b 1.70±0.04a 1.69±0.05a 1.78±0.06a 1.65±0.05a 1.72±0.05a <0.001 

Gastrocnemius muscle (g) 0.84±0.02c 1.07±0.02c 1.78±0.05b 2.23±0.08a 2.19±0.09a 2.28±0.09a 2.13±0.16ab 2.23±0.08a <0.001 

Carcass (g) 29.43±0.71c 38.42±0.86c 68.31±1.26b 84.85±2.12a 82.25±1.95a  84.31±2.41a 77.16±2.88a 83.37±2.71a <0.001 

Epididymal fat (g) 0.31±0.19c  0.54±0.05c 2.31±0.29b 4.27±0.35a 3.84±0.26a 3.28±0.45ab 3.26±0.40ab 3.04±0.35ab <0.001 

Mesenteric fat (g) 0.44±0.05d 0.76±0.06d 2.46±0.14c 4.06±0.34a 3.80±0.27ab 3.31±0.35bc 3.25±0.23bc 3.41±0.37bc <0.001 

Retroperitoneal fat (g) 0.16±0.04c 0.39±0.07c 2.06±0.15b 4.62±0.31a 4.08±0.38a 3.44±0.49ab 3.61±0.46a 3.17±0.43ab <0.001 

Subcutaneous fat (g) 2.03±0.19c 3.60±0.28c 9.35±0.59b 12.98±0.68a 11.70±1.11ab 9.86±0.70ab 10.92±0.66ab 9.59±0.94b <0.001 

Brown adipose tissue (g) 0.18±0.02b 0.27±0.03b 0.50±0.04a 0.55±0.05a 0.51±0.06a 0.47±0.03a 0.54±0.06a 0.48±0.03a <0.001 
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Figure 2. Total metabolic rate (TMR), resting metabolic rate (RMR), activity metabolic rate (AMR) and cost of activity, as obtained by indirect 

calorimetry. 1. Under lysine diets. 2. Under threonine diets Values are expressed as means + SEM. Data that do not share the same letter are different 

at the p<0.05.  
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Figure 3. Effect of lysine or threonine deficiency on plasma FGF-21 levels 1. Plasma FGF-21 levels for the lysine diets. 2. Plasma FGF-21 levels 

for the threonine diets. Values are expressed as means + SEM. Data that do not share the same letter are different at the p<0.05. 
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Table 3. Relative expression of mRNA as determined by RT-qPCR. 1. For the LL diets. 2. For the LT diets. Values are expressed as means + SEM. 

Data that do not share the same letter are different at the p<0.05. Bolt values are those significantly different from the P20 group.  

 Diet L15 L25 L40 L60 L75 P20 L100 L170 Diet Effect 
 

 

 

 

Liver 

GK 0.95±0.34 0.89±0.31 0.87±0.31 0.60±0.21 0.70±0.26 1.00±0.35 0.58±0.20 0.90±0.32 NS 

L-PK 1.26±0.45 1.24±0.44 0.94±0.33 1.03±0.37 1.14±0.43 1.00±0.35 1.16±0.41 0.83±0.31 NS 

GS 0.85±0.30 0.70±0.25 0.85±0.30 0.73±0.26 0.75±0.28 1.00±0.35 0.87±0.31 0.85±0.30 NS 

CD36 1.09±0.39 0.60±0.21 0.73±0.26 0.62±0.22 0.77±0.31 1.00±0.35 0.68±0.24 0.72±0.27 NS 

CPT1a 1.62±0.57a 0.85±0.30ab 0.98±0.35ab 0.67±0.24b 0.64±0.24b 1.00±0.35ab 0.74±0.26b 1.13±0.40ab <0.05 

ACOX 1.28±0.45a 0.65±0.23b 0.75±0.26ab 0.68±0.24a 0.75±0.28ab 1.00±0.35ab 0.79±0.28ab 1.25±0.44ab <0.05 

ACC 1.55±0.55 1.03±0.37 0.89±0.32 0.92±0.32 0.91±0.34 1.00±0.35 1.09±0.38 1.07±0.41 NS 

FAS 3.50±1.24a 2.09±0.74ab 1.78±0.63ab 1.71±0.61ab 1.78±0.67ab 1.00±0.35b 1.96±0.69ab 1.85±0.70ab <0.05 

MTTP 1.35±0.48 0.98±0.35 0.90±0.32 0.84±0.30 0.89±0.34 1.00±0.35 0.90±0.32 1.39±0.49 NS 

FGF21 10.82±4.09a 10.58±3.74a 1.11±0.39b 0.67±0.24b 1.59±0.30b 1.00±0.35b 0.98±0.35b 0.87±0.31b <0.001 

EAT 

ACC 1.11±0.39ab 1.20±0.43ab 0.90±0.32ab 1.02±0.36ab 0.54±0.19b 1.00±0.35ab 0.80±0.28ab 1.32±0.47a <0.05 

FAS 1.35±0.48ab 1.48±0.52ab 0.90±0.32ab 1.18±0.42ab 0.74±0.26b 1.00±0.35ab 0.95±0.34ab 1.48±0.52a <0.01 

UCP1 4.63±1.64 3.14±1.11 0.76±0.27 1.25±0.44 1.19±0.48 1.00±0.35 1.22±0.46 3.09±1.09 <0.05 

UCP2 0.98±0.35b 1.16±0.41ab 1.22±0.43ab 1.00±0.35b 0.76±0.27b 1.00±0.35b 1.06±0.38ab 1.63±0.57a <0.01 

UCP3 1.23±0.44 0.99±0.35 0.85±0.30 1.06±0.37 0.80±0.28 1.00±0.35 0.94±0.33 1.35±0.48 NS 

Hypothalamus FGF21 1.62±0.29ab 0.82±0.16ab 0.86±0.14ab 0.51±0.20a 1.13±0.48ab 1.00±0.28ab 1.88±0.37b 1.25±0.19ab <0.05 
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 Diet T15 T25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 Diet Effect 

 

Liver 

GK 0.37±0.13 0.90±0.32 1.24±0.44 1.42±0.54 1.28±0.45 1.00±0.35 1.43±0.50 1.09±0.41 NS 

L-PK 0.96±0.34 0.90±0.32 1.67±0.59 1.70±0.64 1.21±0.43 1.00±0.35 1.47±0.52 0.98±0.37 NS 

GS 1.07±0.38b 1.48±0.41b 1.99±0.70ab 2.19±0.77ab 2.76±0.97a 1.00±0.35b 2.05±0.73ab 1.05±0.53ab <0.01 

CD36 1.81±0.64 1.28±0.45 0.96±0.34 1.54±0.58 1.68±0.59 1.00±0.35 0.49±0.53 0.96±0.36 NS 

CPT1a 1.03±0.36b 1.10±0.39b 1.75±0.62ab 2.52±0.89a 2.19±0.77ab 1.00±0.35b 1.57±0.55ab 1.10±0.39b <0.01 

ACOX 1.06±0.37 0.78±0.28 1.00±0.35 1.60±0.61 1.49±0.53 1.00±0.35 1.19±0.42 1.28±0.48 NS 

ACC 1.28±0.45 1.05±0.37 1.24±0.44 1.77±0.67 1.32±0.47 1.00±0.35 1.70±0.60 1.02±0.39 NS 

FAS 3.01±1.06a 2.15±0.76ab 2.29±0.81ab 1.98±0.75ab 1.31±0.46ab 1.00±0.35b 2.20±0.78ab 0.99±0.37b <0.001 

MTTP 1.01±0.36ab 0.86±0.30b 0.98±0.35ab 1.42±0.50a 1.15±0.41ab 1.00±0.35ab 1.17±0.41ab 0.99±0.35ab <0.05 

FGF21 17.23±6.09ab 21.86±8.26a 13.81±4.88abc 1.80±0.68bc 5.37±1.90bc 1.00±0.35c 4.36±1.54bc 1.31±0.49bc <0.001 

EAT 

ACC 0.76±0.27 1.41±0.50 0.55±0.19 0.60±0.23 0.40±0.15 1.00±0.35 0.55±0.20 0.97±0.40 NS 

FAS 0.64±0.23 0.94±0.33 0.66±0.23 0.67±0.25 0.44±0.18 1.00±0.35 0.62±0.22 0.95±0.39 NS 

UCP1 5.33±1.89a 5.81±2.37a 3.20±1.13ab 0.75±0.28ab 1.36±0.55ab 1.00±0.35ab 0.62±0.22b 3.22±1.32ab <0.01 

UCP2 1.22±0.43 1.28±0.45 0.68±0.24 0.86±0.35 0.72±0.27 1.00±0.35 0.76±0.27 0.91±0.37 NS 

UCP3 0.34±0.12 0.99±0.35 0.70±0.25 0.56±0.21 0.41±0.15 1.00±0.35 0.54±0.19 0.54±0.22 NS 

Hypothalamus FGF21 0.88±0.22 1.08±0.20 0.85±0.15 1.27±0.28 1.25±0.29 1.00±0.23 1.45±0.44 1.33±0.29 NS 
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Supplemental Table.1. Composition of the experimental diets. 1. Composition of LL diets. 2. 

Composition of LT diets. 

1. 

 L15 L25 L40 L60 L75 P20 L100 L170 

Amino acid content (g/kg) 

Histidine 3.28 3.28 3.28 3.28 3.28 3.28 3,28 3.28 
Isoleucine 6.26 6.26 6.26 6.26 6.26 6.26 6,26 6.26 
Leucine 13.56 13.56 13.56 13.56 13.56 13.56 13,56 13.56 
Lysine 1.52 2.51 4.03 6.07 7.59 10.13 10,13 17.33 

Threonine 6.11 6.11 6.11 6.11 6.11 6.11 6,11 6.11 
Tryptophan 2.98 2.98 2.98 2.98 2.98 2.98 2,98 2.98 

Valine 7.90 7.90 7.90 7.90 7.90 7.90 7,90 7.90 
Arginine 5.22 5.22 5.22 5.22 5.22 5.22 5,22 5.22 

Methionine 3.43 3.43 3.43 3.43 3.43 3.43 3,43 3.43 
Phenylalanine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 

Alanine 4.77 4.77 4.77 4.77 4.77 4.77 4,77 4.77 
Aspartic acid 10.28 10.28 10.28 10.28 10.28 10.28 10,28 10.28 

Cysteine 1.34 1.34 1.34 1.34 1.34 1.34 1,34 1.34 
Glutamic acid 27.27 27.27 27.27 27.27 27.27 27.27 27,27 27.27 

Glycine 2.38 2.38 2.38 2.38 2.38 2.38 2,38 2.38 
Proline 12.52 12.52 12.52 12.52 12.52 12.52 12,52 12.52 
Serine 7.45 7.45 7.45 7.45 7.45 7.45 7,45 7.45 

Tyrosine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 

Weight content (g/kg) 

Milk proteins 29 48 77 116 145 193.5 29 193.5 
Starch 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 

Sucrose 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 
Soy Oil 40 40 40 40 40 40 40 40 
Minerals 35 35 35 35 35 35 35 35 
Vitamins 10 10 10 10 10 10 10 10 
Cellulose 50 50 50 50 50 50 50 50 
Choline 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 

Energy content (%) 

Protein 19.8 19.8 19.8 19.9 19.9 20 19.8 20.2 
Carbohydrate 69.1 69 68.9 68.8 68.8 68.5 69.1 68.2 

Fat 10.1 10.2 10.2 10.3 10.3 10.4 10.1 10.5 
Energy  

density (kJ/g) 
15 14.95 14.87 14.77 14.77 14.57 15 14.45 
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2. Supplemental Table 2 

 T15 T25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 

Amino acid content (g/kg) 

Histidine 3.28 3.28 3.28 3.28 3.28 3.28 3,28 3.28 
Isoleucine 6.26 6.26 6.26 6.26 6.26 6.26 6,26 6.26 
Leucine 13.56 13.56 13.56 13.56 13.56 13.56 13,56 13.56 
Lysine 10.13 10.13 10.13 10.13 10.13 10.13 10,13 10.13 

Threonine 0.92 1.52 2.43 3.66 4.58 6.11 6,11 15.31 
Tryptophan 2.98 2.98 2.98 2.98 2.98 2.98 2,98 2.98 

Valine 7.90 7.90 7.90 7.90 7.90 7.90 7,90 7.90 
Arginine 5.22 5.22 5.22 5.22 5.22 5.22 5,22 5.22 

Methionine 3.43 3.43 3.43 3.43 3.43 3.43 3,43 3.43 
Phenylalanine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 

Alanine 4.77 4.77 4.77 4.77 4.77 4.77 4,77 4.77 
Aspartic acid 10.28 10.28 10.28 10.28 10.28 10.28 10,28 10.28 

Cysteine 1.34 1.34 1.34 1.34 1.34 1.34 1,34 1.34 
Glutamic acid 27.27 27.27 27.27 27.27 27.27 27.27 27,27 27.27 

Glycine 2.38 2.38 2.38 2.38 2.38 2.38 2,38 2.38 
Proline 12.52 12.52 12.52 12.52 12.52 12.52 12,52 12.52 
Serine 7.45 7.45 7.45 7.45 7.45 7.45 7,45 7.45 

Tyrosine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 

Weight content (g/kg) 

Milk proteins 29 48 77 116 145 193.5 29 193.5 
Starch 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 

Sucrose 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 
Soy Oil 40 40 40 40 40 40 40 40 
Minerals 35 35 35 35 35 35 35 35 
Vitamins 10 10 10 10 10 10 10 10 
Cellulose 50 50 50 50 50 50 50 50 
Choline 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 

Energy content (%) 

Protein 20.2 20.3 20.5 20.7 20.9 20 20.2 20 
Carbohydrate 68.3 68.2 68.1 67.9 67.7 68.5 68.3 68.5 

Fat 10.4 10.4 10.4 10.3 10.3 10.4 10.4 10.4 
Energy  

density (kJ/g) 
14.60 14.62 14.65 14.70 14.73 14.57 14.60 14.57 
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Supplemental Table 3. Primers sequences used for mRNA expression measurement in liver 

and EAT. 

Protein Genes Full-length name Forward primer 
(5’ to 3’) 

Reverse primer 
(3’ to 5’) 

 18S Ribosomal RNA ACGGAAGGGCACCACCAGGAG GCACCACCACCCACGGAAACG  

Liver 

GK GK Glucokinase CCCTGAGTGGCTTACAGTTC ACGGATGTGGAGTGTTGAAGC 

L-PK L-PK Puryvate kinase CTGGAACACCTCTGCCTTCTG CACAATTTCCACCTCCGACTC 

GS GS Glycogen synthase TGCTGGGTCGCTACCTATGTG TCTGCCTCTCGCCTGCTT 

CD36 Cd36 Cluster of differenciation 36 CATGATTAATGGCACAGATGCA GCAAATGTCAGAGGAAAAGAACCT 

Cpt1a Cpt1a Carnitine palmitoyl transferase 1a TCTCTGGATGCGGTAGAAAAGG CTCTATATCCCTGTTCCGATTCGT 

ACOX ACOX Acyl CoA oxydase AAGAGTTCATTCTCAACAGCCC CTTGGACAGACTCTGAGCTGC 

ACCb ACCb Acetyl-Coa carboxylase b GGGCTCCCTGGATGACAAC GCTCTTCCGGGAGGAGTTCT 

FAS Fasn Fatty acid synthase TGCTCCCAGCTGCAGGC GCCCGGTAGCTCTGGGTGTA 

MTTP MTTP Microsomal triglyceride transfert 
protein 

AGGGTGGTCTAGCCATTGACA CAGCCACCCGATTTTTCACT 

FGF21 Fgf21 Fibroblast growth factor 21 CCTGGAGCTCAAAGCCTTGA AAACTGCAGGCCTCAGGATC 

EAT 

CD36 Cd36 Cluster of differenciation 36 CATGATTAATGGCACAGATGCA GCAAATGTCAGAGGAAAAGAACCT 

ACCa ACCa Acetyl-Coa carboxylase a TGGTGCAGAGGTACCGAAGTG CGTAGTGGCCGTTCTGAAACT 
 

FAS Fasn Fatty acid synthase TGCTCCCAGCTGCAGGC GCCCGGTAGCTCTGGGTGTA   

UCP1 Ucp1 Mitochondrial uncoupling protein 

1 
CGTACCAAGCTGTGCGATGT GACCCGAGTCGCAGAAAAGA 

UCP2 Ucp2 Mitochondrial uncoupling protein 

2 
TGAAAGCCAACCTCATGACAGA CAATGACGGTGGTGCAGAAG 

UCP3 Ucp3 Mitochondrial uncoupling protein 

3 
GGGATCCTGGAACGTGATGA TGGAGATTCCCGCAGTACCT 
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2.4.3. Résultats complémentaires: effet de la déficience en acides aminés indispensables (ly-

sine et thréonine) sur le métabolisme protéique chez le rat en croissance 

2.4.3.1. Méthodes 

Les rats sont issus du protocole expérimental décrit précédemment (Article 2). Afin de mesurer la syn-

thèse protéique, les 64 rats de l’étude 1 (lysine) et les 64 rats de l’étude 2 (thréonine) ont été nourris 

avec un repas calibré de leur propre régime test (58.2 kJ) : L/T15, L/T25, L/T40, L/T60, L/T75, P20, 

L/T100 et L/T170. 1h30 après la distribution du repas, une injection de valine-13C a été réalisée au 

niveau de la queue. Trente minutes plus tard, les rats ont été euthanasiés, le foie et le muscle gastrocné-

mien ont été prélevés. Des analyses de spectrométrie de masse ont permis d’étudier les vitesses de syn-

thèse protéique, FSR et ASR. De plus, des analyses d’expression de gènes impliqués dans le métabo-

lisme protéique ont été réalisées par qPCR, ainsi que des dosages d’AA dans la veine porte et la veine 

cave réalisés par UPLC. 

2.4.3.2. Résultats principaux 

Les résultats de l’Article 2 p.94, montrent qu’une déficience sévère en lysine et thréonine (L/T15 et 

L/T25) et modérée (L/T40) entraine une diminution du gain de poids corporel dû à une diminution de la 

masse maigre (Tableau 2, p.109-110). Le poids du foie, des reins, du muscle et de la carcasse sont 

diminués. De plus, la déficience en lysine ou thréonine ne modifie pas le FSR dans le foie. Mais une 

restriction sévère (L15, T15 et T25) diminue le FSR dans le muscle (Figure 1, p.119). Lorsque le taux 

de synthèse protéique est exprimé par tissu, l’ASR est diminué par une restriction sévère en lysine et 

thréonine dans le foie et dans le muscle. L’ASR dans le muscle est également impacté par des déficiences 

plus modérées (T40, T60 et T75). 

Nous avons évalué les effets de l’apport en AAI sur des marqueurs des différentes voies de la protéolyse, 

ULK1, marqueurs de l’autophagie ; l’ubiquitine, marqueur de la voie ubiquitine-protéasome ; calpaïne 

2, marqueur de la voie des calpaïnes ; et caspase 3, marqueur de la voie des caspases (Tableau 1, p.120; 

Tableau 2, p.121). Dans le foie, la déficience en lysine et en thréonine ne modifie pas l’expression des 

ARNm d’ULK1, de l’ubiquitine, de la calpaïne 2 et de la caspase 3, par rapport au contrôle P20. Dans 

le muscle, une déficience sévère en lysine (L15) induit l’augmentation de l’expression des ARNm de 

l’ubiquitine, d’ULK1 et de la calpaïne 2, contrairement à la déficience en thréonine qui n’induit aucun 

effet sur l’expression de ces gènes. Puis, nous avons évalués l’effet de la déficience en lysine et thréonine 

sur l’initiation de la traduction via l’état d’activation de la voie GCN2 et mTOR. Une déficience sévère 

en lysine et en thréonine (L15 et T15) augmente l’expression des ARNm de 4E-BP1 par rapport aux rats 

P20 dans le foie et le muscle. Ces résultats doivent être confirmés par la mesure de l’état de phosphory-

lation des protéines par western blot. Dans le foie et dans le muscle, une déficience sévère en lysine 

induit une augmentaion des ARNm des cibles de GCN2 (eIF2α, ATF4, CHOP et TRB3). Une déficience 
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sévère en thréonine induit une augmentaion des ARNm de TRB3 dans le foie et dans le muscle, ainsi 

qu’une augmentation des ARNm de CHOP dans le muscle. 

Les dosages plasmatiques d’AA indiquent que la déficience en lysine dans les régimes entraine une 

diminution de sa concentration dans la veine porte et la veine cave (Tableau 3, p.122). Le régime L170 

augmente la concentration plasmatique de lysine dans la veine porte et la veine cave, par rapport au 

groupe contrôle P20. Cependant, aucune différence n’est observée dans l’ensemble des AAI et AA non 

indispensables.De façon étonnante, la concentration de la thréonine dans la veine porte est diminuée 

chez les rats T15 par rapport aux rats T60 et T75, mais aucune différence n’est observée par rapport au 

groupe contrôle, P20. Dans la veine cave, on observe une augmentation de la concentration de la thréo-

nine chez les rats T40 par rapport au T170. Dans la veine porte et la veine cave, l’ensemble des AAI et 

non indispensables diminuent proportionnellement selon la déficience d’apport en thréonine dans le ré-

gime.  

La protéosynthèse et la protéolyse ne sont pas modifiés lorsque l’apport en lysine ou en thréonine est en 

excès (L/T170). 

 

Figure 1. Taux fractionnaire de synthèse protéique (FSR) et taux de synthèse absolue (ASR) dans 

le foie et le muscle gastrocnémien en réponse à différents niveaux de lysine et thréonine dans le 

régime. 

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n = 8 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la 

même lettre sont différentes avec p<0.05. 
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Tableau 1. Expression relative des ARNm de gènes impliqués dans la protéosynthèse et la protéolyse dans le foie 

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n = 8 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la même lettre sont différentes avec p<0.05.  

 

Ré-

gime 

 
L15 L25 L40 L60 L75 P20 L100 L170 

Effet 

régime 

 eIF2α 1.26 ± 0.22a 0.74 ±0.04b 0.70 ± 0.12b 0.66 ± 0.04b 0.73 ± 0.05b 1.00 ±0.11ab 0.75 ±0.04b 1.23 ±0.45ab <0.001 

 ATF4 1.65 ± 0.35a 0.93 ±0.10b 0.83 ± 0.16b 0.56 ± 0.06b 0.74 ± 0.05b 0.73 ± 0.05b 1.00 ± 0.19b 0.93 ± 0.27b <0.001 

 CHOP 3.55 ± 0.71a 1.74 ± 0.26b 0.82 ± 0.16c 0.72 ± 0.04c 0.72 ± 0.04c 0.96 ± 0.17c 1.00 ± 0.14c 2.14 ± 1.08b <0.001 

 TRB3 15.11 ± 5.00a 7.32 ± 1.67ab 1.05 ±0.86b 0.74 ± 0.04b 0.68 ± 0.08b 1.00 ± 0.27b 2.73 ± 1.18b 2.48 ± 0.56b <0.001 

 4E-BP1 1.71 ± 0.36a 1.12 ± 0.11ab 0.78 ± 0.18b 0.70 ± 0.06b 0.92 ± 0.07b 1.00 ± 0.14b 0.94 ± 0.15b 1.25 ± 0.48b <0.01 

Caspase3 0.85 ± 0.12 0.68 ±0.03 0.68 ± 0.11 0.61 ± 0.10 0.76 ±0.06 1.00 ± 0.11 0.82 ± 0.26 2.87 ± 0.14 NS 

 Calpaïn2 1.63 ± 0.29a 0.79 ± 0.13b 0.79 ± 0.12b 0.80 ± 0.05b 0.81 ± 0.08b 1.00 ± 0.10ab 0.91 ± 0.24b 2.64 ± 0.10ab <0.01 

 Ub 0.94 ± 0.18 0.69 ± 0.08 0.69 ± 0.12 0.61 ± 0.08 0.45 ± 0.05 1.00 ± 0.16 0.68 ± 0.14 1.67 ± 1.04 NS 

 ULK1 1.42 ± 0.23 0.86 ± 0.05 0.70 ± 0.10 0.85 ± 0.08 0.78 ± 0.06 1.00 ± 0.10 0.87 ± 0.07 1.23 ± 0.36 NS 

           

Ré-

gime 

 
T15 T25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 

Effet 

régime 

 eIF2α 1.34 ± 0.26 1.03 ± 0.13 0.90 ± 0.05 1.17 ± 0.26 1.45 ± 0.27 1.00 ± 0.16 0.96 ± 0.14 1.08 ± 0.12 NS 

 ATF4 2.37±0.42 1.77±0.48 1.32±0.35 1.30±0.29 1.42±0.51 1.00±0.21 1.16±0.27 2.20±0.66 NS 

 CHOP 2.47±0.91 1.66±0.33 1.56±0.26 1.03±0.23 1.64±0.21 1.00±0.17 2.11±1.07 1.04±0.09 NS 

 TRB3 38.62±10.92a 25.81±4.75ab 19.33±6.22ab 2.49±0.88b 2.58±0.28b 1.00±0.21b 9.03±5.38b 6.87±4.78b <0.001 

 4E-BP1 1.99 ± 0.19a 1.58 ± 0.12ab 1.58 ± 0.14ab 1.47 ± 0.15ab 1.68 ± 0.17ab 1.00 ± 0.14b 1.55 ± 0.18ab 1.00 ± 0.10b <0.001 

Caspase3 0.56 ± 0.07b 0.57 ± 0.06b 0.90 ± 0.12ab 1.43 ± 0.22a 1.19 ± 0.23ab 1.00 ± 0.13ab 1.20 ± 0.18ab 0.86 ± 0.14ab <0.01 

 Calpaïn2 1.36 ± 0.16 1.26 ± 0.18 1.43 ± 0.14 1.94 ± 0.33 2.01 ± 0.17 1.00 ± 0.15 1.84 ± 0.37 1.24 ± 0.17 <0.05 

 Ub 1.28 ± 0.17 1.05 ± 0.13 1.24 ± 0.19 1.77 ± 0.31 1.32 ± 0.14 1.00 ± 0.11 1.70 ± 0.37 1.02 ± 0.16 NS 

 ULK1 1.09 ± 0.12 0.73 ± 0.09 1.04 ± 0.10 1.46 ± 0.25 1.11 ± 0.13 1.00 ± 0.10 1.08 ± 0.19 1.01 ± 0.11 NS 
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Tableau 2. Expression relative des ARNm de gènes impliqués dans la protéosynthèse et la protéolyse dans le muscle 

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n = 8 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la même lettre sont différentes avec p<0.05.  

 

Ré-

gime 

 
L15 L25 L40 L60 L75 P20 L100 L170 

Effet 

régime 

 eIF2α 2.27 ± 0.28a 1.37 ± 0.11b 1.45 ± 0.26ab 1.34 ± 0.13b 1.04 ± 0.14b 1.00 ± 0.11b 1.48 ± 0.14ab 1.43 ± 0.21ab <0.001 

 CHOP 3.46 ± 0.42a 2.15 ± 0.28b 1.75 ± 0.29bc 1.46 ± 0.16bc 1.27 ± 0.16bc 1.00 ± 0.08c 1.61 ± 0.11bc 1.28 ± 0.13bc <0.001 

 TRB3 21.76±7.90a 6.75±2.52b 1.09±0.11b 0.87±0.16b 0.93±0.21b 1.00±0.27b 1.36±0.16b 0.78±0.09b <0.001 

 4E-BP1 2.36 ± 0.39a 1.22 ± 0.11b 1.41 ± 0.25b 1.05 ± 0.07b 0.86 ± 0.08b 1.00 ± 0.09b 1.23 ± 0.26b 1.10 ± 0.12b <0.001 

Caspase3 0.95 ± 0.12 0.94 ± 0.06 1.09 ± 0.14 1.09 ± 0.11 0.94 ± 0.14 1.00 ± 0.13 1.19 ± 0.18 1.01 ± 0.09 NS 

 Calpaïn2 1.89 ± 0.25a 1.25 ± 0.10ab 1.51 ± 0.24ab 1.42 ± 0.20ab 1.02 ± 0.15ab 1.00 ± 0.10b 1.48 ± 0.21ab 1.34 ± 0.19ab <0.05 

 Ub 2.47 ± 0.33a 1.14 ± 0.06b 1.48 ± 0.22b 1.25 ± 0.13b 0.87 ± 0.09b 1.00 ± 0.09b 1.44 ± 0.19b 1.28 ± 0.12b <0.001 

 ULK1 1.82 ± 0.33a 0.96 ± 0.09b 1.43 ± 0.20ab 1.17 ± 0.12ab 0.87 ± 0.11b 1.00 ± 0.09b 1.36 ± 0.23ab 1.16 ± 0.09ab <0.01 

 
Ré-

gime 

 
T15 T25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 

Effet 

régime 

 eIF2α 1.39±0.13ac 1.41±0.19c 0.91±0.09abc 0.84 ± 0.07ab 0.82±0.06ab 1.00±0.13abc 1.13±0.11abc 0.91±0.17abc <0.01 

 ATF4 0.65±0.10 0.94±0.25 2.01±1.07 1.34±0.29 1.91±0.51 1.00±0.16 1.99±0.24 0.93±0.13 NS 

 CHOP 1.61 ± 0.19ab 2.23 ± 0.52a 1.11 ± 0.10ab 1.01 ± 0.10b 1.04 ± 0.10ab 1.00 ± 0.11b 1.26 ±0.23ab 1.17 ± 0.37ab <0.05 

 TRB3 1.80±0.47 1.07±0.27 1.45±0.33 1.28±0.20 1.47±0.27 1.00±0.22 1.62±0.34 0.55±0.12 NS 

 4E-BP1 1.91 ± 0.36a 1.30 ± 0.14ab 0.80 ± 0.10b 0.75 ± 0.08b 0.93 ± 0.12b 1.00 ± 0.10b 0.94 ± 0.10b 0.87 ± 0.14b <0.001 

Caspase3 0.62 ± 0.10 0.61 ± 0.11 0.62 ± 0.08 0.52 ± 0.06 0.71 ± 0.13 1.00 ± 0.16 0.86 ± 0.08 0.62 ± 0.11 NS 

 Calpaïn2 0.90 ± 0.11 0.83 ± 0.11 0.84 ± 0.09 0.85 ± 0.06 0.86 ± 0.06 1.00 ± 0.16 0.97 ± 0.08 0.77 ± 0.12 NS 

 Ub 1.36 ±0.12a 1.26 ±0.17ab 0.78 ±0.08ab 0.69 ± 0.06b 0.66 ± 0.07b 1.00 ± 0.15ab 1.12 ±0.16ab 0.82 ±0.17ab <0.001 

 ULK1 1.05 ± 0.17 0.94 ± 0.14 0.76 ± 0.09 0.67 ± 0.05 0.80 ± 0.07 1.00 ± 0.26 0.92 ± 0.08 1.03 ± 0.38 NS 
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1. 

2. 

Tableau 3. Concentration en acides aminés (pmol/μl) dans la veine porte et la veine cave, (1) selon l’apport en lysine, (2) selon l’apport en thréonine. 

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n = 8 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la même lettre sont différentes avec p<0.05.  

Régime L15 L25 L40 L60 L75 P20 L100 L170 
Effet 

régime 

Lysine  39.7 ± 11.5a 40.7 ± 2.4a 171.0 ± 46.1ab 297.4 ± 16.0bc 390.1 ± 18.0c 415.9 ± 63.5c 351.6 ± 20.6c 642.5 ± 40.7d <0.001 

AAI 3371 ± 194 2921 ± 164 2622 ± 151 2909 ± 158 2793 ± 147 2678 ± 138 2957 ± 157 2974 ± 148 NS 

AA non indis-

pensables 

3534 ± 109 3582 ± 113 2829 ± 83 2708 ± 81 2694 ± 84 2558 ± 76 2643 ± 84 2339 ± 73 NS 

Total AA 6905 ± 105a 6504 ± 94ab 5452 ± 80ab 5618 ± 84ab 5487 ± 79ab 5236 ± 73ab 5600 ± 87ab 5313 ± 60b <0.01 

Lysine  27.5 ± 5.2a 33.4 ± 2.4a 159.0 ± 34.6ab 268.2 ± 14.6bc 363.1 ± 18.7c 396.1 ± 32.7c 303.3 ± 21.8c 565.6 ± 33.3d <0.001 

AAI 3122 ± 182 2687 ± 155 2784 ± 163 2825 ± 156 2809 ± 151 2425 ± 127 2117 ± 147 2725 ± 137 NS 

AA non indis-

pensables 

3288 ± 105 3027 ± 96 2965 ± 90 2603 ± 81 2649 ± 91 2262 ± 74 2461 ± 82 2211 ± 74 NS 

Total AA 6411 ± 99 5715 ± 86 5750 ± 86 5429 ± 83 5459 ± 83 4687 ± 69 5179 ± 81 4937 ± 56 NS 

 

Régime T15 T25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 
Effet ré-

gime 

Thréonine  808 ± 44a 990 ± 41ab 1054 ± 78ab 1153 ± 53b 1152 ± 87b 963 ± 47ab 843 ± 35ab 850 ± 45ab <0.001 

AAI 2673 ± 111a 2980 ± 136a 3579 ± 173ab 4432 ± 212b 4814 ± 208b 4656 ± 224b 3518 ± 160ab 3921 ± 182ab <0.001 

AA non indis-

pensables 

1685 ± 46a 1781 ± 54a 2249 ± 64ab 2490 ± 60bc 2630 ± 66bc 2974 ± 80c 2514 ± 78bc 3128 ± 115c <0.001 

Total AA 4358 ± 157a 4762 ± 190a 5828 ± 237ab 6923 ± 272b 7445 ± 274b 7630 ± 304b 6033 ± 239b 7050 ± 297ab <0.001 

Thréonine  854 ± 59ab 994 ± 35ab 1116 ± 69a 1081 ± 69ab 1147 ± 112a 913 ± 42ab 815 ± 48ab 779 ± 49b <0.01 

AAI 3621 ± 115a 3749 ± 161a 4617 ± 218ab 5617 ± 265b 5549 ± 267b 5703 ± 285b 3919 ± 200ab 4436 ± 218ab <0.001 

AA non indis-

pensables 

2206 ± 82a 2490 ± 88a 2969 ± 97ab 3357 ± 104b 3503 ± 105b 3918 ± 115b 3259 ± 110ab 3774 ± 142b <0.001 

Total AA 7180 ± 247ad 6240± 249acd 7587 ± 316abcd 8974 ± 369bcd 9052 ± 373bcd 9621 ± 400c 7179 ± 310dcd 8210 ± 361bcd <0.001 
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2.4.3.3. Discussion 

La déficience sévère en lysine et en thréonine induit une diminution du taux de synthèse protéique dans 

le foie. De plus, le taux de synthèse protéique au niveau du muscle est impacté par une déficience mo-

dérée en thréonine. L’analyse de la voie GCN2 dans le foie et dans le muscle montre que la déficience 

sévère en lysine et thréonine augmente l’expression de gènes cibles de GCN2 : eIF2α, ATF4, CHOP et 

TRB3 en cas de déficience sévère en lysine, et CHOP et TRB3 en cas de déficience sévère en thréonine. 

La voie GCN2 semble être activée en cas de déficiences en un AAI ayant pour rôle de bloquer l’étape 

d’initiation de la traduction de la synthèse protéique  

La protéolyse n’est pas modifiée par une déficience en lysine et en thréonine dans le foie. Etonnement, 

la thréonine, ayant un impact plus marqué que la lysine sur le taux de synthèse protéique dans le muscle, 

ne présente aucune modification de l’expression des gènes de la protéolyse, contrairement à la lysine, 

dont une déficience sévère augmente les gènes de la protéolyse. Les résultats de la protéolyse dans le 

foie et les dosages des AA plasmatiques suggèrent qu’en réponse à une déficience en lysine, il n’y a pas 

d’induction du catabolisme des protéines hépatiques, ce qui ne permet pas de compenser la déficience 

de l’apport alimentaire. La diminution de la concentration en lysine observée dans la veine porte se 

traduit par une diminution dans la veine cave. Une déficience d’apport en thréonine entraine une dimi-

nution de l’ensemble des AAI dans la veine porte. La thréonine est un AA qui compose les mucines, des 

glycoprotéines du mucus intestinal [276]. Ces protéines permettent de faciliter la digestion. En cas de 

déficience en thréonine, l’impact sur le mucus diminue la digestion des protéines alimentaires, ayant 

pour conséquence une diminution des AAI qui arrive au niveau de la veine porte. Nos résultats indiquent 

que la protéolyse n’est pas activée au niveau du foie lors d’une restriction en thréonine ne permettant 

pas d’augmenter la concentration en AAI dans la veine cave chez les rats soumis à une déficience sévère.  

Ces résultats montrent que la déficience sévère en un seul AAI suffit à diminuer le taux de synthèse 

protéique dans le foie et dans le muscle. Cependant, il ne semble pas y avoir d’effets sur la protéolyse, 

ce qui suggère que la diminution de la synthèse protéique est le principal mécanisme impliqué dans la 

diminution de la masse maigre. La déficience en un seul AAI ne permet pas de reproduire les effets de 

la déficience sévère en protéines et montrent qu’il y a des effets spécifiques de la déficience en lysine et 

en thréonine. 

2.5. Recherches de biomarqueurs du besoin en protéines et acides 

aminés indispensables 

2.5.1. Contexte et objectifs 

La qualité et la quantité de l’apport protéique est une préoccupation majeure dans le contexte actuel du 

fait des transitions démographiques, économiques et nutritionnelles mondiales. Les apports alimentaires 
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doivent permettre de couvrir les besoins en protéines et en neuf AAI, dont deux sont strictement indis-

pensables, la lysine et la thréonine. Dans les pays en voie de développement, le risque de déficience en 

AAI et particulièrement en lysine est important. En effet, dans ces pays les sources protéiques provien-

nent principalement des céréales, or les protéines de céréales présentent des déficiences en certains AAI. 

La consommation de régimes déficients en AAI a un impact majeur sur la santé de l’individu. En effet, 

la synthèse des protéines corporelles dépend essentiellement d’un apport équilibré en AAI. Une protéine 

ne pourra être synthétisée seulement si tous les AA qui la composent sont disponibles en quantité suffi-

sante. Il est donc important que le besoin en AAI soit couvert par l’alimentation, ou qu’en cas de défi-

cience en AAI cela puisse être rapidement détecté. 

Un certain nombre de travaux ce sont intéressés à cette question du besoin en protéines et en AAI et 

différentes méthodes ont été développées pour le mesurer : la méthode du bilan azoté, la méthode fac-

torielle, la méthode du bilan du traceur ainsi que les méthodes utilisant la perfusion d’isotopes stables. 

Cependant, ces méthodes sont lourdes et invasives et les valeurs des besoins diffèrent fortement selon 

la méthode utilisée. Il est donc nécessaire de développer des approches plus précises et non invasives 

qui permettent de mesurer facilement et rapidement l’état de suffisance/déficience en AAI. L'émergence 

de nouvelles technologies et des sciences "omiques", telle que la métabolomique, semblent prometteuses 

pour développer une nouvelle méthode de mesure des besoins en AAI. 

L’objectif de ces études est de déterminer des biomarqueurs du besoin en AAI dans le plasma et les 

urines, en utilisant un modèle de rats en croissance soumis à un régime déficient en protéines/AAI durant 

3 semaines.  

 

2.5.2. Article 3. Identification de biomarqueurs du besoin en protéines et AA 

2.5.2.1. Méthodes 

Les rats sont issus de l’expérimentation 1 (Article 1). 36 rats en croissance ont été nourris durant 3 

semaines avec un régime expérimental contenant différents niveaux d’apport en protéines : 3% (P3), 5% 

(P5), 8% (P8), 12% (P12), 15% (P15), ou 20% (P20) de protéines. Lors de la 3ème semaine d’expérimen-

tation, les rats ont été placés en cages métaboliques afin de collecter les urines sur 24h. A la fin de 

l’expérimentation, le sang au niveau de la veine porte et de la veine cave ont été prélevés. Le profil du 

métabolome a été analysé dans les urines, la veine cave et la veine porte grâce à des analyses LC-MS. 

Les données de spectres de masse obtenues pour les échantillons d’urine, de veine porte et de veine 

cave, ont permis d’obtenir 3 matrices. Chaque matrice a été prétraitée. Les données ont été normalisées 

avec la méthode PQN et centrées-réduites avec Pareto. Une fois, les données prétraitées, deux méthodes 

d’analyses multivariées ont été appliquées : un modèle quantitatif, la régression PLS et un modèle qua-

litatif, ICDA. Enfin, pour chaque métabolite discriminant identifié par PLS ou ICDA, l’effet des régimes 

a été testé par ANOVA à un facteur. 
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2.5.2.2. Résultats principaux et conclusion 

Les deux méthodes d’analyses multivariées, PLS et ICDA, nous ont permis d’identifier des métabolites 

discriminants entre les différents groupes de régimes. La variation du niveau d’apport en protéines a une 

influence sur le métabolome. La déficience en protéines entraîne une diminution des AAI et une aug-

mentation de certains AA non indispensables (ornithine, serine) dans les plasmas, ainsi qu’une augmen-

tation des systèmes enzymatiques du catabolisme de certains AA induisant la production de métabolites 

de dégradation dans les plasmas et les urines (indoxyl-sulfate, nicotinamide, carnitine, cadaverine, pipe-

colate). La restriction protéique entraîne également une modification du cycle entérohépatique des 

acides biliaires avec une diminution des acides biliaires dans la veine porte, ainsi qu’une augmentation 

des intermédiaires du cycle de Krebs et des monosaccharides dans les plasmas et les urines. La compa-

raison des profils métabolomiques des plasmas et des urines indique que la majorité des molécules re-

trouvées dans le plasma se retrouve aussi dans les urines.  

Ces résultats indiquent que des métabolites sont spécifiques de l’état de déficience et de suffisance en 

AAI. Certains types de biomarqueurs comme les métabolites de dégradation des AA semblent être des 

candidats intéressants et spécifiques du besoin en protéines/AAI. Ainsi, il semblerait qu’en analysant 

ces métabolites dans les fluides biologiques il soit possible de déterminer le statut en AAI. De plus, les 

urines semblent suffisantes pour déterminer des biomarqueurs de ce besoin. La collecte d’urine est une 

méthode simple à mettre en œuvre et non invasive qui pourrait facilement être utilisée afin de mesurer 

le besoin en AAI dans des populations fragiles (enfants, personnes âgées), ou dans des pays en voie de 

développement où les cas de malnutritions sont nombreux. 

2.5.2.3. Manuscrit : « Identification of biomarkers of protein and amino acid defi-

ciency 

  



126 

 

 

 

 

 

Identification of biomarkers of protein and amino acid deficiency 

 
 

Joanna Moro1, Nadezda Khodorova, Daniel Tomé, Claire Gaudichon, Catherine Tardivel, 

Jean-Charles Martin2, Dalila Azzout-Marniche1*and Delphine Jouan-Rimbaud Bouveresse1 

 

1UMR PNCA, AgroParisTech, INRA, Université Paris-Saclay, Paris, 75005, France 

2 Aix Marseille Univ, INSERM, INRA, C2VN, Marseille, France. 

 

Corresponding author: 

Dalila Azzout-Marniche, 

UMR PNCA, AgroParisTech 

16 rue Claude Bernard 

F-75005 Paris, France 

Telephone 33-1-44087244 

Fax: 33-1-44081858 

E-mail: dalila.azzout_marniche@agroparistech.fr 

 

 

Financial support statement: 

Supported by the UMR Nutrition Physiology and Ingestive Behavior 

AlimH department of Institut National de Recherche pour l’Agriculture, l’Alimentation et 

l’Environnement 

 

 

Declarations of interest: none 

 

Author disclosures: 

JM, DA-M, J-CM, and DJRB have no conflicts of interest. 

 

Author contributions: 

The authors responsibilities were as follows—JM, DA-M, J-CM, and DJRB: conducted the 

research; JM, DA-M, and DJRB: interpreted the data; JM, DA-M and DJRB: wrote the manu-

script; JM and DA-M designed the study; JM and DJRB had primary responsibility for the fi-

nal content; and all authors: read and approved the final manuscript. 

 

mailto:dalila.azzout_marniche@agroparistech.fr


127 

 

Abstract 

 

Aim: Dietary intakes must be sufficient to cover protein and essential amino acid (EAA) re-

quirements. Different methods have been developed to measure them: nitrogen balance method, 

factorial method, or AA tracer studies. However, these methods are invasive and imprecise. 

FAO recommends the development of new methods to measure EAA requirement using, in 

particular, metabolomics. The aim of this study is to determine protein/EAA requirement in 

plasma and urine of growing rats. 

 

Materials and methods: 36 weanling rats were fed with diets containing 3%, 5%, 8%, 12%, 

15% and 20% protein during 3 weeks. During experimentation, urine was collected using met-

abolic cages, and blood of portal vein and vena was taken at the end of experiment. Metabo-

lomics analyses were performed using LC-MS, and data were analyzed with multivariate anal-

ysis model: PLS and ICDA. Each discriminant metabolite identified by PLS or ICDA was tested 

by one-way ANOVA to evaluate the diet effect.  

 

Results: The two multivariate analysis methods, PLS and ICDA, allowed us to identify dis-

criminating metabolites between different diet groups. Protein deficiency leads to a decrease in 

EAA and an increase in some non-essential AA in plasma, as well as an increase in the AA 

catabolism enzyme systems inducing the production of breakdown metabolites in plasma and 

urine. Protein restriction also leads to a modification of the enterohepatic cycle of bile acids 

with a decrease in bile acids in the portal vein, as well as an increase in Krebs cycle intermedi-

ates and monosaccharides in plasma and urine. Most molecules are found in both plasma and 

urine. 

 

Conclusion: These results indicate that metabolites are specific for the state of EAA deficiency 

and sufficiency. Some types of biomarkers such as AA degradation metabolites appear to be 

interesting and specific candidates for protein/EAA requirement. Moreover, it would appear 

that by analyzing these metabolites in urine it is possible to determine EAA status.  
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1. Introduction 

 

The quality and the quantity of protein intake has become a particularly sensitive issue in the 

context of current debates on both the increase in the world population, the problem of under-

nutrition in populations of children worldwide, and the need to a rebalancing between animal 

and vegetable food sources. Food proteins provide the amino acids (AA) necessary for the syn-

thesis of proteins and various nitrogenous molecules in the body. Proteins are major structural 

constituents of tissues having a role in structure, transport, an immune role or even an enzyme, 

hormone, transporter or receptor role. In healthy adult humans, the body protein compartment 

is estimated to be 15% of the individual's weight. Every day there is a renewal of the protein 

pool by proteolysis and proteosynthesis estimated at 250-300g per day (2% on average). The 

maintenance of tissues and the many physiological functions of adults and the support of growth 

in young, require the maintenance of a balanced body free AA pool, renewed by food intake 

and body proteolysis. Indeed, protein deficiency induce a large decrease in lee index, a growth 

index.  

In humans, 20 AA are said to be "proteinogenic". Among these 20 AA, 9 are considered essen-

tial (EAA), their carbon skeleton not or poorly being synthesized by the body and must therefore 

be provided by food. Protein synthesis depends critically on a balanced intake of dietary AAs, 

and in particular in EAA, a protein can only be synthesized if all the AAs which compose it are 

available in sufficient quantity. The ability to supply EAAs at a level sufficient to cover nutri-

tional needs, which therefore requires precise data on the needs in each EAA. Therefore, FAO 

recommended to consider AA as individual nutrients (FAO 2011). However, until now, the 

determination of protein and amino-acid requirement remain a major goal of nutrition. 

Different work has focused on the development of a method to measure EAA requirements. 

First, proteins (by AA) are the main nitrogen-contained compounds in the diet and the body. 

Thus, the body need can be seen as the nitrogen retention of the intakes and the needs were 

assessed using nitrogen balance method (. FAO, WHO, UNU, 1985). This method consists in 

making the difference between nitrogen inputs and losses (urinary, faecal, and others) (Rand 

and Young, 1999; Young and Marchini, 1990). However, this method presents some limits to 

determine EAA requirements because of the underestimation of losses and overestimation of 

intake and a low number of subjects in each study (Kurpad and Thomas, 2011). Alternative 

methods have therefore been proposed, using isotopic tracers. The first one is the direct AA 

oxidation, based on the labelling of the carbon-13 test AA that is perfused on the subject and 

on the measure of oxidative losses in the form of CO2 during fasting state and fed state (Young 
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et al., 1989). The second one is the indicator AA oxidation method, measuring the oxidation of 

indicator AA, usually phenylalanine, depending on the level of intake of EAA studied (Pen-

charz and Ball, 2003; Young et al., 1989).  

However, these different methods provide a wide range of EAA requirement values. Data of 

EAA requirement obtained with isotopic methods are superior to data determined with nitrogen 

balance (WHO/FAO/UNU, 1985). According to EAA, the results obtained are more or less 

divergent. In the case of lysine, the requirement estimated with the indicator AA oxidation 

method is almost four times higher than that estimated with the nitrogen balance (45 mg/kg/d 

vs 12 mg/kg/d) (WHO/FAO/UNU, 2007). This wide range of needs estimation does not allow 

for the determination of inter-individual variability and therefore to define nutritional recom-

mendations. In order to clarify this requirement, FAO has established different characteristics 

to develop new methods. These characteristics are as follows: methods directly applicable to 

humans, in different physio-pathological conditions, applicable to each EAA, minimally inva-

sive and with a reasonable cost (FAO/WHO/UNU, 2013). The emergence of new technologies 

and “omics” sciences, as metabolomics, seem to hold promise for developing a new method of 

measuring the requirement for AA. 

The aim of this study was to determine biomarkers in plasma and urine of EAA and protein 

sufficiency using a model of growing rats fed with low protein/AA diet during three weeks,. 

The hypothesis was that AA deficiency will induce an increase in the enzymatic systems of 

catabolism of other AA inducing the production of degradation metabolites in biological fluids 

that can disappeared when the protein intake reached the requirement and thus these metabolites 

can be used as a biomarkers. 

 

2. Material and methods 

2.1 Animals 

The study was approved by the Regional Animal Care and Ethical Committee and the Minister 

of Research and conformed to the European legislation on the use of laboratory animals (regis-

tration number: APAFIS#13436-2017122616504600). 

Thirty-six male Wistar Han rats (HsdHan®: WIST, Envigo, France), aged of 3 weeks, weighing 

50-55 g on arrival, were housed individually in the light and temperature-controlled animal 

facility of AgroParisTech (12-hour light/12-hour dark cycle, lights on from 00:00 to 12:00, 

22°C). Rats were fed with a standard rat chow diet (Régime croquettes from Safe, 16.10% of 
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protein) during one week of adaptation before being switched to their experimental diet for 

three weeks.  

2.2 Pellet preparation 

Food pellets were prepared in the laboratory using powder manufactured at the “Atelier de 

préparation des aliments” (UPAE, INRA, Jouy en Josas, France). Powder and water were mixed 

to form a dough to prevent powder crumbling and to measure food intake. This dough was cut 

into pellets and left to dry for 3 days before being given to the rats. During these 3 days, the 

progressive loss of water was calculated to adjust the dry weight of the pellets. 

2.3 Experimental design 

After one week of adaptation to the laboratory conditions, the thirty-six rats were divided into 

six groups (n = 6/group) and where assigned one of the 6 isocaloric diets containing respectively 

3, 5, 8, 12, 15 or 20% milk protein, noted P3, P5, P8, P12, P15 and P20 with P stands for protein 

(Table 1). Each day during 3 weeks, a calibrated meal of 4g (58.2 kJ) was given at 12:00 am 

(onset of the night period). This calibrated meal is given to train the rats to rapidly ingest a small 

amount of food. Ad libitum access to food and water was given between 12:30 am and 9:00 am 

the next day. Food intake and body weight were measured daily during three weeks. In the 3rd 

week, each rat was placed during 48h in metabolic cage (24h of adaptation and 24h of meas-

urement) to collect urine for metabolomics analysis. 

At the end of the study, at 11:00, the rats were fed with 4-gram pellet (58.2 kJ) of their test-diet, 

to standardize the energy intake, and two hours later, they were anesthetized with Isoflurane. 

Blood was taken from the portal vein and from the vena cava. The blood samples were collected 

on heparin, centrifuged (4°C, 3000 rpm, 10 min) and plasma was stored at -80°C until metabo-

lomics analysis. Thereafter, body composition was analyzed by dissection and weighing of the 

main tissues and organs. 

2.4 Urine sampling 

During 24h of measurement, rats were housed individually in metabolic cages. These metabolic 

cages have a perforated bottom for the collection and separation of urine and feces. Feces and 

urine pass through a collection funnel and are both separated and collected in two different 

tubes. The cages are equipped with feeding bowls and bottles, and the rats were fed ad libitum 

with their respective diets. 

 



131 

 

2.5 Metabolomics sample preparation and liquid-Chromatography Mass Spectrometry (LC-

MS) analysis of urine and plasma 

Plasma and urine samples were analyzed by LC-HRMS on two different columns: C18 and 

HILIC. The acquisitions were made in positive and negative mode in order to be as exhaustive 

as possible. Four result matrices were therefore obtained before being compiled. The following 

workflow was applied to all samples:   

On C18 column, samples were analyzed during 16 minutes gradient with solvent A and B, H2O 

and 0.1% formic acid; and acetonitrile and 0.1% formic acid, respectively. 

On HILIC column, samples were analyzed during 27 minutes gradient with solvent A and B, 

16 mM ammonium formate; and acetonitrile and 0.1% formic acid, respectively. 

All samples were analyzed in FullScan and some were also analyzed in MS/MS to facilitate the 

annotation of compounds. A pool of all samples was injected every 5 samples to correct instru-

mental variation during the assay sequence. 

Data extraction were made by XCMS from raw data acquired in FullScan. Data were cleaned 

with visual verification of EIC (Extracted Ion Chromatogram) and variables present in the 

benches and of poorly integrated or very noisy peaks were removed. Data were normalized to 

pools injected every 5 samples with Van Der Kloet normalization using R scripts. Variables 

with coefficients of variation greater than 30% in the pools were removed. Finally, the selected 

variables were matched with the internal database of the laboratory.  

2.6 LC-MS data processing and analysis 

The collected data were separated into three data sets, containing the Mass Spectra of (1) the 

urine samples (Urine data set), (2) the portal vein samples (VP data set) and (3) the vena cava 

data set (VC data set), and 3 matrices, of respective dimensions 36 × 245, 36 × 141, and 36 × 

141 were obtained. They were first pretreated, before applying multivariate analysis methods. 

2.6.1 Data pretreatment 

The Mass Spectra were first pretreated with the Probabilistic Quotient Normalisation method 

(PQN) (Dieterle et al., 2006), using the median signal as a reference vector. PQN is a normali-

zation method enabling to reduce uncontrolled variations due to instrumental factors in the sig-

nals. Pareto scaling (van den Berg et al., 2006) was then applied to the normalized data. Pareto 

scaling is a pretreatment method where the intensity of each centered m/z variable is divided 

by the square root of its standard deviation, what enables to give more weight to small-intensity 

variables which are potentially significant. Multivariate analysis methods were then applied to 

the pretreated data. 
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2.6.2 Development of a multivariate model 

The chemometrical data analysis carried out in metabolomics is usually based on qualitative 

models, i.e., one wants to check whether the presence or absence of a nutriment, for example, 

has an influence on the metabolome. This can be analyzed either by unsupervised methods, 

such as Principal Components Analysis (PCA) (Wold et al., 1987), or by supervised methods, 

such as Partial Least Squares for Discriminant Analysis (PLS-DA) (Ballabio and Consonni, 

2013). However, a range of ingested protein concentration being available in the present study, 

it was found interesting to check whether a pertinent quantitative model between the mass spec-

tra and the corresponding concentrations could be obtained. Therefore, both a quantitative and 

a qualitative models were calculated. The quantitative model used in this study was Partial Least 

Squares (PLS) regression (Geladi and Kowalski, 1986). As to the qualitative model, a novel 

method was developed recently, which consists of a supervised version of Independent Com-

ponent Analysis (ICA) (Jouan-Rimbaud Bouveresse and Rutledge, 2016), called Independent 

Component-Discriminant Analysis (ICDA) (Habchi et al., 2017). It has been shown to perform 

at least as well as PLS-DA, but has the additional advantage of simplifying interpretation of the 

obtained factors, and was hence used in this study. 

2.6.2.1 PLS 

PLS is a multivariate quantitative analysis, which relates one vector, denoted as y (here, the 

concentration of ingested proteins) to a matrix denoted as X (here the mass spectra) by calcu-

lating the parameters of a linear model. The idea underlying the use of a quantitative method in 

this metabolomic study is as follows: one wants to check whether a low-protein diet has an 

impact on the metabolome. Since different concentrations of proteins are available, this influ-

ence, if it exists, is likely to be dependent on the amount of ingested proteins. This can be 

checked by applying a quantitative model such as PLS. The calculation of a PLS model implies 

the determination of new variables, called Latent Variables (LVs), which are linear combina-

tions of the original variables (the pretreated m/z), having several interesting properties: 1) they 

are orthogonal, and 2) they are sorted in decreasing amount of covariance between X and y. 

Therefore, the first A LVs contain systematic variation due to information relating the two ma-

trices, and are important for the model, while the latter LVs are related to random variation due 

to noise, and should not be included in the model. One important factor in the construction of a 

PLS model is the determination of the number A of LVs to include in the model. In the present 

study, due to the relatively small number of analyzed samples, this was achieved by cross-
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validation. Once the optimal number of LVs is obtained, the final model can be constructed. 

The regression coefficients can then be used as indicators of the original variables importance. 

2.6.2.2 ICDA 

ICDA is a method deriving from Independent Components Analysis (ICA). In order to apply 

ICA, one has to assume that the experimental data are equal to a linear combination of pure 

component signals. With only the experimental data at hand, ICA aims at finding both the pure 

sources as well as the proportions of these sources in each of the experimental signals. The pure 

components are obtained in a so-called "Signal matrix" (equivalent to the Loadings matrix in 

PCA), while the proportions are obtained in a "Proportions matrix" (equivalent to the Scores 

matrix in PCA). The ICDA method combines the power of ICA to obtain pure interpretable 

component with the inclusion of information about the samples in the model in order to orient 

the ICs towards discrimination. This method has been successfully used in a number of studies 

(Habchi et al., 2017; Khodorova et al., 2019). Here it has been applied by splitting the samples 

into 3 groups: 1) very low protein concentrations (3 and 5%); 2) low protein concentration (8 

and 12 %); and 3) normal protein concentration (15 and 20%). The use of three groups rather 

than 6 groups (one per concentration) has been made after a careful data inspection, where it 

could be seen that 3 groups were likely to yield a better discrimination than 6 groups. A sche-

matic presentation of ICDA is presented in Figure xx. 

 

Figure 1 – Schematic representation of ICDA. X is the matrix of mass spectra; Y is the group 

information matrix (there are as many columns as groups, and for each group, there is a 0 

value if the corresponding sample does not belong to this group, and a 1 if it does). 
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In the first step, the X and Y matrices are concatenated, and an ICA model is calculated on the 

obtained matrix. As explained earlier, ICA yields two matrices, namely a Proportion matrix and 

a Signal matrix: A signals are calculated (on the columns of the Signal matrix). Investigation of 

the Proportions on each IC can help detecting those ICs which are discriminating one group 

versus the others. The starting matrix being a concatenation of two matrices, the Signal matrix 

can also be considered as the concatenation of two "sub-signal" matrices SigX and SigY. In-

vestigation of the variables with high intensities (in absolute value) on a discriminating IC in 

SigX helps detecting the important original (m/Z) variables. Investigation of the variables with 

a high intensity in SigY helps to find out which group is discriminated by the corresponding 

IC, what can also be seen on the Proportions plots. Yet these proportions have been calculated 

by using both the information from X and from Y, and it is highly probable that the information 

in Y enhances the observed discrimination. Therefore, in step 2, new proportions are calculated, 

by projecting the X matrix only on the SigX signals, i.e., by using only the information from 

the mass spectra. The new proportions obtained are more realistic; they can be plotted, and if a 

discrimination can still be observed, it means that there is information in the (urine or plasma) 

samples which is related to the amount of ingested proteins. 

2.6.4 Analysis by univariate ANOVA model for discriminant metabolites 

Statistically, LC-HRMS matrix were analyzed, firstly, with multivariate methods such as ICDA 

and PLS, in order to determine a set of discriminant molecules. In order to determine if some 

biomarkers could signify AA deficiency on their own, we performed a second univariate statis-

tical test, an ANOVA. This test was used on each discriminant molecules find with multivariate 

methods to see if there is a difference between groups, and if this molecules could act as a 

marker of AA deficiency. 

For each discriminant metabolites identified by PLS or ICDA, the effects of the diets were 

tested by one-way ANOVA using R® software. Pairwise comparisons were performed with 

Post hoc Bonferonni tests for multiple comparisons. Differences were considered significant at 

P <0.05. 

 

3. Results 

Plasma (portal vein and vena cava) and urine samples were analyzed using LC-HRMS, and the 

MS data obtained were pretreated and analyzed using PLS and ICDA method. 
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3.1. Urinary and plasma biomarkers obtained with PLS method 

In urine, portal vein and vena cava samples, the six protein groups (P3, P5, P8, P12, P15 and 

P20) were separated along LV1 (Fig. 1). The S-Plot and QQ-plot were used to select the most 

relevant variables for the separation of groups. The selection of discriminant variables was 

based on correlations and covariance in the S-plots, and contributions to the LV which are 

greater than +/- 1, 2 and 3 standard deviation of all the contributions to each component in the 

QQ-plots.  

For urine samples, PLS method revealed that fourty-two features were associated with the con-

sumed diets. After using an ANOVA test, twenty-four molecules were considered to have dif-

ferent intensities according to group membership. The details on each feature are reported in 

Table 2. Among these molecules, eleven had their intensities decrease when the percentage of 

protein in the diet increased (which means that these biomarkers are less present when the pro-

tein intake increases), namely 3-methyl-2-oxovalerate, 4-methyl-2-oxovaleric acid, azelate, 

creatine, D-mannose, D-raffinose, galactose, phosphoric acid, pyridoxine, raffinose and suc-

cinic acid; while twelve others compounds had their intensities increase when percentage of 

protein increased, namely anthranilate, cadaverine, hoogentisic acid, isovaleroylglycine, 

kynurenic acid, L-gulonolactone, n-methyl-2-pyridone-5carboxamide, pipecolate, uracil, xan-

thurenate indoxyl sulfate and putrescine). One other compound was group specific, namely 

pantothenate. This indicate that its concentration is not linear and does not depend on the per-

centage of protein. This molecule is decreased from P5 to P20, but P3 is not different from P12, 

P15 and P20. 

For plasma portal vein samples, nineteen discriminant molecules were observed between 

groups. After ANOVA test, sixteen variables were significantly different between groups. 

Among these molecules, eight decreased in intensity when percentage of protein intake in-

creased, namely betaine, fucose, lysoPC (18:0), l-carnitine, l-histidine, l-serine, malate and o-

acetyl-carnitine, while eight increased in intensity when protein in diet increased, namely L-

methionine, L-phenylalanine, L-threonine, L-tyrosine, n-methyl-2-pyridone-5-carboxamide, 

taurocholic acid, taurocholic acid sodium salt hydrate and tryptophan. 

For plasma vena cava, twenty-two discriminant molecules were observed between groups. Fif-

teen molecules were statistically significant after ANOVA test. Eight molecules decreased in 

intensity when protein intake increased, namely 2-hydroxyisocaproic acid, betaine, fucose, 

lysoPC (18:0), l-histidine, l-ornithine, l-serine and malate. On the contrary, seven other mole-

cules increased in intensity when protein intake increased, i.e. 3-isopropylmalic acid, l-lysine, 

l-methionine, l-phenylalanine, l-threonine, l-tyrosine, n-methyl-2-pyridone-5-carboxamide. 



136 

 

3.2 Urinary and plasma biomarkers obtained with ICDA method 

In urine, plasma portal vein and vena cava, 3 different diet groups (very low protein, 3 and 5%; 

low protein, 8 and 12%, and normal protein diet, 15 and 20%) were separated along IC1 and 

IC2 (Fig. 2), after source signal extraction by ICDA based on 3 groups, from the data obtained 

by LC-HRMS. Similarly to what was done after PLS modelling, the S-Plot and QQ-plot were 

used to select the most relevant variables for the separation of groups. The selection of discri-

minant variables was based on correlations and covariance on S-plots, and on contributions to 

the IC which are greater than +/- 1, 2 and 3 standard deviation of all the contributions to each 

component in QQ-plots. 

For urine samples, ICDA method revealed that fifty-four features were associated with the con-

sumed diets. After ANOVA test, a total of thirty-five variables were considered statistically 

different between groups. The detailed on each feature is reported in Table 2. Among these 

variables, sixteen metabolites, namely, 4-pyridoxate, anthranilate, cadaverine, homogentisic 

acid, indoxyl sulfate, isovaleoylglycine, kynurenic acid, l-gulonolactone, l-leucine, n-

acetylputrescine, n-methyl-2-pyridone-5-carboxamide, pipecolate, putrescine, spermidine, ura-

cil and xanthurenate were up-regulated when the percentage of protein increased. Eighteen me-

tabolites, namely, 3-methyl-2-oxovalerate, 4-methyl-2-oxovaleric acid, alpha d-glucose, 

azelate, d-mannose, d-raffinose, galactitol, galactose, iso-maltose, l-carnitine, pantothenate, 

phosphoric acid, proline-leucine, pyridoxine, raffinose, succinic acid, sucrose and creatine, 

were down regulated when protein in the diet increased. One metabolite, tyramine, was group 

specific, decreased in P3, P5, increased in P8, P12 and again declined in P15, P20. 

For plasma portal vein, thirty variables were found significant between groups with ICDA anal-

ysis. After ANOVA test, twenty-two variables were discriminant. Eleven metabolites increased 

in intensity when the percentage of protein in the diet increased, as indoxyl sulfate, l-lysine, l-

methionine, l-phenylalanine, l-threonine, l-tyrosine, n-methyl-2-pyridone-5-carboxamide, tau-

rocholic acid, taurocholic acid sodium salt hydrate, tryptophan and l-valine. Eleven other me-

tabolites decreased in intensity when the protein in the diet decreased, as betaine, fucose, 

lysoPC (18:0), l-carnitine, l-histidine, l-serine, o-acetyl-carnitine, pyroglutamate, l-ornithine, l-

arginine and citrulline. 

Finally, for plasma vena cava, thirty-four variables were revealed by ICDA. After ANOVA, 

nineteen molecules remained statically different between groups. On the one hand, nine varia-

bles increased in intensity when the percentage of protein in the diet increased, namely, l-leu-

cine, l-lysine, l-methionine, l-phenylalanine, l-threonine, l-tyrosine, n-acetylserotonin, n-me-

thyl-2-pyridone-5-carboxamide, and tryptophan. On the other hand, ten variables decreased in 
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intensity when the protein in the diet decreased, namely betaine, fucose, lysoPC (16:0), lysoPC 

(18:0), l-arginine, l-glutamine, l-histidine, l-ornithine, l-serine, and malate. 

 

4. Discussion 

This study addressed the consequences of three weeks of protein restriction on plasma and 24-

hour urine markers of protein deficiency. These metabolomics analyses revealed that protein 

restriction caused observable perturbation to the plasma and urinary metabolic profiles of rats. 

In response to a protein deficient diet, several adaptive mechanisms were set up. 

Plasma and urine metabolomics analysis revealed an impact on AA metabolism. First of all, 

low protein diet (3% and 5% of protein) induced a decrease in the concentrations of most EAA 

in portal vein (L-lysine, L-methionine, L-phenylalanine, L-threonine, tryptophan and L-valine), 

in vena cava (L-leucine, L-lysine, L-methionine, L-phenylalanine, L-threonine) and L-leucine 

in urine. Portal vein being the reflection of food intake, the low protein diet led to a decrease in 

EAA (Horiuchi et al., 2017; Qiu et al., 2016). The same profile was found in vena cava. In 

contrary to the other EAA, L-histidine is increased in portal vein and vena cava under protein 

restriction which is consistent with the findings reported by Torres and its colleagues (Torres 

et al., 1999). They have shown that serum histidine concentration was inversely proportional to 

the protein content of the diet. They have highlighted that there is a low activity of histidase, 

enzyme that catalyzes the deamination of L-histidine to trans-urocanic acid, under low protein 

diet (Torres et al., 1998). This increase in histidine could be also due to an increase in protein 

catabolism with a higher degradation of proteins containing high concentration of histidine 

(Mercer et al., 1989). The elevated creatine in restricted rat’s urine suggested an increase in 

muscle breakdown. The protein intake does not cover protein needs, thus muscle protein were 

mobilized. Others proteinogenic AA, L-ornithine and L-serine, were increased in plasma under 

protein restriction which can be explained by the increase in protein catabolism. A similar in-

crease in serine plasmatic was found in rats fed protein or amino acid restriction diet (Adibi et 

al., 1973; Kalhan et al., 2011; Nagao et al., 2009). Kalhan and its colleagues have shown that 

the increase in serine concentration was due to an increase in de novo synthesis with an increase 

in enzymes involved in serine biosynthesis in liver (Kalhan et al., 2011). Serine is a precursor 

of several molecules as AA, lipids or ceramides whose demand could be increased in case of 

protein restriction. 

Our results have shown that protein restriction diets induced an increase in the enzymatic sys-

tems of catabolism of certain AA inducing the production of degradation metabolites found in 



138 

 

plasma and urine. Notably, tryptophan pathway was impacted by protein restriction. Indoxyl 

sulfate, produced from tryptophan by intestinal bacteria (Watanabe et al., 2017) were decreased 

in portal vein and urine, and n-acetyl-serotonine were decreased in vena cava. It has been al-

ready reported that plasma and urine indoxyl sulfate was decreased in response to threonine 

deficient diet in the case of caloric restriction (Green et al., 2019). Tryptophan metabolism is 

connected to nicotinamide metabolism that is impacted by protein deficiency. Kimura et al., 

and Shibata et al., have reported that excretion of nicotinamide metabolites, as N-methyl-2-

pyridone-5-carboxamide (2-Py), in plasma and urine has been modified by protein status (Ki-

mura et al., 2006; Shibata et al., 1991). Shibata and al. have shown that rats fed with inadequate 

AA diets reveal an increase in N-methylnicotinamide (MNA) and a decrease in urinary 2-Py 

and 4-Py (N-methyl-4-pyridone-3-carboxamide). In our case, MNA and 4-Py were not found 

in plasma nor urine. The decrease of 2-Py and 4-Py seems to be the result of a decrease in the 

activity of 2-Py-forming and 4-Py forming MNA oxidase. The excretion ratio of (2-Py + 4-

Py)/MNA has been used as a marker of amino acid adequacy in rats (Shibata et al., 1991). Thus, 

the modification of 2-Py in our study will more likely reflects the protein deficiency.  

Lysine degradation pathway was also impacted by protein deficient diet. L-carnitine and o-

acetyl-l-carnitine hydrochloride was inversely correlated to protein deficiency. While, other 

metabolites as cadaverine and pipecolate were decreased when protein decrease in the diet.  

In addition to the impact of protein restriction on AA metabolism, enterohepatic cycle of bile 

acids was modified by protein deficiency. Betaine was decreased when protein increase in the 

diet in portal vein and vena cava. Moreover, conjugated bile acids such as taurocholic acid and 

taurocholic acid sodium salt hydrate were decreased in portal vein when protein decrease in the 

diet. Some studies were interested in the effects of protein on plasma bile acids. An intervention 

study on 10 volunteers has shown that high-fat, high-protein diet increases plasma concentra-

tion of some bile acids (deoxycholic acid, chenodeoxycholic acid and cholic acid), compared 

to control and high-fat, low-protein diet (Bortolotti et al., 2009). However, another study on 16 

healthy human subject fed with a diet composed with carbohydrates, or proteins, or lipids with 

equal total caloric content, has reported an increase in plasma total bile acid levels only after a 

diet composed with lipid compared to carbohydrate or protein diet (Morton et al., 2014).  

Krebs cycle intermediates are increased with low protein diet, as malate in plasma and succinic 

acid in urine. Other studies based on the effect of protein-energy malnourished rats have shown 

that there is a decrease in Krebs cycle intermediate. This difference is probably due to the en-

ergy deficiency (Bollard et al., 2005; Wu et al., 2010). 
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The last group of markers found in urine correspond to monosaccharides. In our study, protein 

deficiency is made at the expense of carbohydrates. Low protein diet was high in carbohydrates 

compared to normal protein diet. This increase in carbohydrates in the low protein diet resulted 

in an increase in carbohydrates in the urine, where different monosaccharides were found, as 

glucose, raffinose, galactose, sucrose, mannose and isomaltose.  

The metabolomic profile of portal vein is very close to that of the vena cava. The same EAA, 

Krebs cycle intermediate and metabolic products of nicotinamide adenine dinucleotide degra-

dation were found in the portal and vena cava plasma. Only certain AA degradation metabolites 

differ between portal vein and vena cava. The comparison of metabolomics profile between 

plasma and urine indicate that most of the metabolites present in the plasma were found in urine. 

Thus the urinary metabolome seems sufficient to determine biomarkers of AA sufficiency. 

Moreover, the FAO recommends the use of a non-invasive method to measure AA requirement. 

Urine collection would thus be a simple to implement and non-invasive method that could be 

easily used to measure requirement in fragile populations (children, elderly) or in developing 

countries where malnutrition is significant. 

In summary, this study has shown that AA deficient diets have an important impact on the 

metabolism of growing rats. Metabolomics analysis provides different biomarkers that could 

be used to determine protein and AA deficiency. These metabolites could be interesting candi-

dates. Further research will be necessary to validate these markers, and it would be interesting 

to study whether some biomarkers may be specific for the deficiency of a certain type of AA. 
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Table 1. Macronutrient composition of diets. Diets were produced by the “Atelier de prépara-

tion des aliments”, UPAE, INRA, Jouy en Josas, France. (P stands for Protein) 

 

 P3 P5 P8 P12 P15 P20 

Weight content (g/kg)       

Milk proteins 29 48 77 116 145 193.5 

Corn Starch 
717.

9 
701.5 676.6 643.1 

618.1 576.4 

Sucrose 
115.

8 
113.2 109.1 103.6 

99.6 92.8 

Soy Oil 40 40 40 40 40 40 

Minerals 35 35 35 35 35 35 

Vitamins 10 10 10 10 10 10 

Cellulose 50 50 50 50 50 50 

Choline 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 

Energy content (%)       

Protein 3 5 8 12 15 20 

Carbohydrate 86.6 84.6 81.6 77.6 74.6 69.5 

Fat 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 

Energy density (kJ/g) 
14.5

4 
14.55 14.55 14.56 14.56 14.57 
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Figure 1. PLS Analysis for the data obtained by LC-MS characterizing the discrimination of 

the predefined groups to discriminate protein content diet based on IC1 and IC2 in urine (A), 

portal vein (B) and vena cava (C).  

A. 

 
B. 

  
C. 
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Figure 2. Independent Components-Discriminate Analysis proportions plot calculated after 

source signal extraction for the data obtained by LC-MS characterizing the discrimination of 

the predefined groups to discriminate protein content diet based on IC1 and IC2 in urine (A), 

portal vein (B) and vena cava (C).  

A. 

 

B.  

 

C. 
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1. 

Figure 3A. Urine (1), portal vein (2) and vena cava (3) metabolites obtained with PLS.  

Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n = 6 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la même lettre sont différentes avec p<0.05.  
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Figure 3B. Urine (1), vena cava (2) and portal vein (3) metabolites obtained with ICDA.  
Les données sont présentées en moyenne ± SEM (n = 6 per group). a, b, c, d Les données qui ne présentent pas la même lettre sont différentes avec p<0.05.  
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2.5.3. Article 4. Le pipecolate et la taurine signe, respectivement, la déficience en lysine et 

thréonine 

Notre précédente étude a montré que certains métabolites pouvaient indiquer la déficience en pro-

téines/AAI. L’objectif de cette étude est d’analyser si ces métabolites peuvent être spécifiques de la 

déficience en un seul AAI, et ainsi signer la déficience en lysine et en thréonine. 

2.5.3.1. Méthodes 

Trois expérimentations chez le rat en croissance ont été réalisées. Dans la première (expérimentation 1), 

les rats ont été nourris avec un régime à base de gluten supplémenté en lysine ou thréonine. Les régimes 

donnés étaient les suivants : L30, régime déficient à 70% en lysine et supplémenté en thréonine ; T53, 

régime déficient à 47% en thréonine et supplémenté en lysine ; LT100, régime supplémenté en lysine et 

thréonine ; PLT, régime contrôle composés de protéines totales de lait qui est une protéine de référence, 

équilibrée en tous les AAI. Pour la deuxième et troisième expérimentation (expérimentation 2a et 2b), 

les rats ont été nourris avec des régimes à différentes teneur en lysine et thréonine durant trois semaines. 

Pour rappel, les régimes couvrent 15% (L/T15), 25% (L/T25), 40% (L/T40), 60% (L/T60), 75% 

(L/T75), 100% (P20) ou 170% (L/T170) du besoin en lysine ou thréonine.  

Pour ces trois expérimentations, les rats ont été placés en cages métaboliques afin de collecter les urines 

sur 24h lors de la 3ème semaine d’étude. A la fin de l’expérimentation, le sang au niveau de la veine porte 

et de la veine cave a été prélevé. Pour l’expérimentation 1, le profil de métabolome a été analysé dans 

les urines par métabolomique non-ciblée. Pour les expérimentations 2a et 2b, les analyses de métabolo-

miques ont été réalisées dans l’urine, la veine porte et la veine cave en utilisant la métabolomique ciblée. 

L’ensemble de ces analyses ont été faites par LC-MS. Comme dans la précédente étude de métabolo-

mique (Article 3), les données de spectres de masse obtenues pour les échantillons ont permis d’obtenir 

une matrice par fluide biologique analysé (urine, veine porte, veine cave). Chaque matrice a été prétrai-

tée avec les méthodes PQN et Pareto. Puis des analyses multivariées ont été réalisées. L’expérimentation 

1 a été analysé par PLS, et les expérimentations 2a et 2b par ICDA. Enfin, pour chaque métabolite 

discriminant identifié par ICDA ou PLS, l’effet des régimes a été testé par ANOVA à un facteur. Les 

méthodes ICDA (expérimentation 1) et PLS (expérimentation 2a et 2b) ont permis d’identifier des mo-

lécules discriminantes entre les différents groupes de régimes. La qualité des protéines ingérées, et par 

conséquent la déficience en AAI, influence le métabolome. 

2.5.3.2. Résultats principaux et conclusion 

L’expérimentation 1 nous a permis d’identifier des biomarqueurs spécifiques de la déficience en AAI. 

Le pipecolate, la 3-methyladenine et l’hydroxyprolil-proline sont spécifiques de la déficience en lysine, 

alors que la taurine et l’acide carboxylique-6-methoxy-pyridine-3 sont spécifiques de la déficience en 

thréonine. Les analyses métabolomiques des expérimentations 2a et 2b, indiquent que la majorité des 
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métabolites trouvés dans les plasmas (veine porte et veine cave) sont des AA et des métabolites de 

dégradation des AA, que l’on retrouve également dans les urines.  

La déficience en lysine entraine une diminution des AA, et une augmentation des monosaccharides dans 

les urines. Des métabolites de dégradation des AA, notamment du métabolisme de la lysine ont égale-

ment été observés. Un métabolite commun a été identifié dans l’expérimentation 1 (discriminant pour 

le régime déficient en lysine L30) et 2a, le pipecolate qui est un métabolite de dégradation de la lysine. 

Ce résultat suggère que ce métabolite est spécifique de la déficience en lysine.  

La déficience en thréonine entraine également une augmentation des monosaccharides et des intermé-

diaires du cycle de Krebs, ainsi qu’une diminution des AA et des métabolites associés. Parmi ces méta-

bolites, l’un d’entre eux a été préalablement identifié dans l’expérimentation 1 (discriminant pour le 

régime déficient en thréonine T53), la taurine. Ce résultat suggère que la taurine serait spécifique d’une 

déficience en thréonine.  

De plus, nos résultats indiquent qu’un excès de thréonine dans le régime (T170) ne modifie pas le niveau 

de taurine par rapport au groupe contrôle, P20. Néanmoins, l’excès de lysine (L170) sur le pipecolate 

n’est pas très clair. En effet, le groupe L170 présente d’importantes variations sur le niveau de ce méta-

bolite qui peuvent être causé par la dilution des urines qui est hétérogène entre les échantillons. 

Ces trois expérimentations indiquent que des analyses de métabolomiques permettent de discriminer des 

métabolites pouvant signifier la déficience en un AAI. Nos résultats suggèrent que le pipecolate pourrait 

signer une déficience en lysine, et la taurine, une déficience en thréonine. Grâce au dosage de ces deux 

biomarqueurs dans l’urine, il serait alors possible de déterminer un état de déficience en ces AAI. 

2.5.3.3. Manuscrit : « Pipecolate and taurine sign lysine and threonine deficiency, 

respectively » 
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Abstract 

Aim: Protein intakes must cover the nine EAA requirement, including two strictly essential, 

lysine and threonine. In developing countries, the risk in EAA deficiency and particularly lysine 

is elevated, due to the consumption of poor-quality protein. However, it is important that EAA 

requirement be covered by diet for the maintenance of good health. Thus, it is necessary to 

know precisely EAA requirement and to be able to detect easily and EAA deficiency. This is 

why a new approach using metabolomics has been developed. The purpose of this study was to 

analyze whether metabolites can be specific for a EAA deficiency, lysine and threonine. 

Methods: Three experiments on growing rats were performed. In experiment 1, growing rats 

were fed with gluten diet, deficient in lysine (L30), in threonine (T53), or supplemented in 

lysine and threonine (LT100), and with a control group with milk protein, PLT. In experiment 

2a and 2b, growing rats were fed with diets containing different level of lysine or threonine: 

L/T15, L/T25, L/T40, L/T60, L/T75, P20, L/T100 and L/T170. All rats were placed in meta-

bolic cages in order to collected urine, and blood of portal vein and vena was taken at the end 

of the experiment 2a and 2b. Samples of experiment 1 were analyzed by untargeted metabo-

lomics, and samples of experiment 2a and 2b by targeted metabolomics. All of these analyses 

were performed using LC-MS, and data were analyzed with multivariate analysis model: PLS 

and ICDA. Each discriminant metabolite identified by PLS or ICDA was tested by one-way 

ANOVA to evaluate the diet effect.  

 

Results: ICDA and PLS methods allowed the identification of discriminating molecules be-

tween the different diet groups in the three experiments. The quality of the ingested proteins, 

and consequently the EAA deficiency, influences the metabolome. A common metabolites was 

identified in experiment 1 and 2a, the pipecolate, suggesting that this metabolites could be spe-

cific for lysine deficiency. And another metabolites, probably specific of threonine deficiency, 

was found in experiment 1 and 2b, the taurine. 

 

Conclusion: These results indicate that metabolomics is a good approach to distinguish specific 

metabolites from lysine and threonine deficiency, which could be used to detect malnutrition 

in EAA.  

By assaying these two biomarkers in urine, it would be possible to detect whether an individual 

has an EAA deficiency, and to determine which AA is deficient. 
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Introduction 

Amino acid (AA) requirement remained a controversial issue in nutrition over the time. In hu-

man, twenty AA are “proteinogenic”, and are used in the composition of proteins. From these 

twenty AA, nine were considered as essential AA (EAA), which means that there is no de novo 

synthesis by the organism, or that they are synthesized at an insufficient speed to cover the 

requirement and must therefore be provided by the diet (Boutry et al., 2008; Reeds, 2000; Rose, 

1957). Among these EAA, two are considered strictly essential, because they do not participate 

to transamination reactions, namely lysine and threonine. 

In developing countries, there is a risk of deficiency in some EAA. In these countries, the pro-

tein sources are mainly derived from cereals. In Africa, for example, the diet is mainly based 

on the consumption of cereals, vegetables, roots and tubers (Schönfeldt and Gibson Hall, 2012). 

In India, the majority of the population is vegetarian. Their main source of protein is found in 

cereals such as rice, wheat and millet (Pellett, 1996). However, these cereals contain protein 

with poor quality, deficient in some EAA. Lysine is the first limiting AA in human because it 

is deficient in cereal (Tomé and Bos, 2007), with a content of 2.6g/100g protein in wheat versus 

7.6 g/100g protein in milk. 

A protein can only be synthesized if all its AA are available in sufficient quantity (Harris et al., 

1943). If one of the EAA is deficient in the diet, the proteosynthesis will be limited to the level 

of the limiting EAA. It is important that all EAA are brought in sufficient quantities, in order 

to maintain an adequate protein turnover. Thus, it is necessary to know precisely what the re-

quirement in these EAA is. 

Different methods were developed to measure AA requirement. The need for each EAA was 

first defined from a nitrogen balance and more recently, methods using the infusion of stable 

isotopes have been developed. (Young et al., 1989). The method of direct AA oxidation  

measures the oxidation of the test AA, for example 13C-lysine, and the method of indicator AA 

oxidation  measures the oxidation of an indicator AA, often 13C-phenylalanine, depending on 

the supply of the amino acid under study (Pencharz and Ball, 2003). 

However, these methods are complicated, required invasive protocols, and the obtained require-

ment values show significant differences according to method used. For example for lysine, 

estimated requirement with nitrogen balance is evaluated at 12 mg/kg/d, while it is around 40 

mg/kg/d with the method of indicator AA oxidation (AFSSA, 2007; FAO/WHO/UNU, 2007). 

There is therefore a urgent need to develop more precise and non-invasive approaches 

(FAO/WHO/UNU, 2007). The emergence of new technologies and "omics" sciences, such as 



159 

 

metabolomics, seem promising for developing a new method of measuring AA needs. Metab-

olome profiles in biological fluids have already been successfully used as early biomarkers of 

individual metabolic sensitivity and metabolic dysfunction (Fedry et al., 2016), and also to de-

termine nutrient requirement such as choline (Fischer et al., 2007, 2010). 

The aim of this study was to investigate the effect of protein quality on plasma and urinary 

metabolome and to determine biomarkers of lysine and threonine deficiency and sufficiency in 

urine using a model of growing rats fed with lysine or threonine deficient diet during three 

weeks. The hypothesis was that AA deficiency will induce an increase in the enzymatic systems 

of catabolism of other AA inducing the production of degradation metabolites in biological 

fluids that can disappear when the AA intake reaches the requirement, and thus these metabo-

lites can be used as a biomarkers. We performed three experiments.  

In the first one, gluten was given as a protein source, supplemented with lysine or threonine in 

order to investigate first the effect of only one EAA on urinary metabolome using untargeted 

metabolomics and second to determine the specificity of biomarkers identified. Given that the 

level of EAA deficiency cannot be control when the given protein source is gluten, we used in 

the experiment 2a and 2b, a dietary model where the amount of EAA deficiency (lysine or 

threonine) was determined by the protein level in the diet, and all we supplemented the diet 

with all other amino acids except the test EAA, i.e. lysine or threonine, to the level of the control 

diet. In these two last experiments, plasma and urinary metabolome were determined by target 

metabolomics.  

 

 2. Material and methods 

2.1 Animals 

Three experiments have been performed. The experiment 1, 2a and 2b have been performed in 

Wistar Han growing rats (HsdHan®:WIST, Envigo, France), weighing 75-100 g in experiment 

1, and 50-60g in experiment 2a and 2b, housed in individual clear plexiglas cage and maintained 

in a temperature-controlled room (22°C) with a 12-hour light/12-hour dark cycle (lights on from 

00:00 to 12:00). These studies was approved by the Regional Animal Care and Ethical Com-

mittee and conformed to the European legislation on the use of laboratory animals (registration 

number: APAFIS#13436-2017122616504600). For these 3 experiments, rats were fed with a 

standard diet for one week before a switch to their experimental diet. During experimental pe-

riod, a calibrated meal of 4g (58.2 kJ) was given between 12:00 and 12:30 every day, and then, 

they had ad libitum access to food between 12:30 and 9:00 the next day. The calibrated meal 

was given to accustom the rats to quickly consume a small amount of food. Food intake and 
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body weight were measured daily during three weeks. In the 3rd week, each rat was placed 

during 48h in metabolic cage (24h of adaptation and 24h of measurement) to collect urine for 

metabolomics analysis. 

Experiment 1:  

Twenty-four growing rats were divided into 4 groups (n = 6 rats/group). These 4 groups were 

assigned for 3 weeks one of the 4 isocaloric experimental diets described in table 1a.  Diets are 

composed with two different protein sources: gluten or milk protein. Gluten is an AA imbal-

anced protein, especially in lysine and threonine. Gluten induced 70% lysine deficiency (i.e. 

cover 30% of lysine requirement), and 47% threonine deficiency (i.e. cover 53% of threonine 

requirement). Three diets were made with gluten: L30 diet, deficient in lysine but supplemented 

in threonine to cover 100% of its requirement; T53 diet, deficient in threonine but supplemented 

in lysine to cover 100% of its requirement; and LT100: supplemented in lysine and threonine 

to cover 100% of their requirement. The diet composed with milk protein, PLT, balanced in all 

AA, is the control diet.   

Experiment 2a:  

Sixty-four growing rats were divided into 8 groups (n=8/group). They were fed for 3 weeks 

isocaloric lysine deficient diets. Diets are composed with different levels of lysine, 15, 25, 40, 

60, 75, 100 or 170% of the theoretical lysine requirement necessary for growing rats, (85% to 

0% of deficiency), described in table 1b. The amount of Lysine deficiency was determined by 

the protein level in the diet, and all other amino acids except the test lysine were supplemented 

to the level of the theoretical requirement necessary for growing rats.  

Experiment 2b:  

The same experiment as experiment 2a was realized with threonine. Diets are composed with 

different levels of threonine, 15, 25, 40, 60, 75, 100 or 170% of the theoretical threonine re-

quirement necessary for growing rats, (85% to 0% of deficiency), described in table 1c. The 

amount of threonine deficiency was determined by the protein level in the diet, and all other 

amino acids except the test threonine were supplemented to the level of the theoretical require-

ment necessary for growing rats. 

2.2 Urine and plasma sampling 

During 24h of measurement, rats were housed individually in metabolic cages. These metabolic 

cages have a perforated bottom for the collection and separation of urine and feces. Feces and 

urine pass through a collection funnel and are both separated and collected in two different 
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tubes. The cages are equipped with feeding bowls and bottles, and the rats were fed ad libitum 

with their respective diets. 

In experiment 2a and 2b, at the end of the study, at 11:00, the rats were fed with 4-gram pellet 

(58.2 kJ) of their test-diet, to standardize the energy intake, and two hours later, they were 

anesthetized with Isoflurane. Blood was taken from the portal vein and from the vena cava. The 

blood samples were collected on heparin, centrifuged (4°C, 3000 rpm, 10 min) and plasma was 

stored at -80°C until metabolomics analysis. 

2.3. Metabolomics sample preparation and liquid-chromatography mass spectrometry (LC-MS) 

analysis of urine 

Untargeted metabolomic: Urine sample preparation: fifteen micro-litres of each thawed 24h-

urine sample were diluted with 985 μl of milliQ water/acetonitrile (90/10, v/v). UPLC-HRMS 

analysis was performed on an Acquity H-Class system coupled to a Q-TOF Synapt G2 Si in-

strument (Waters Corporation, Milford, MA) in positive electrospray ionization mode (ESI+) 

using Acquity CSH C18 column (2.1 × 100 mm; 1.7 µm bead size; Waters). The column tem-

perature was 40°C and the eluents A and B were 0.01% formic acid in water and 0.01% formic 

acid in acetonitrile, respectively. The gradient was run at 0.5 mL/min and consisted of an iso-

cratic elution for 1 min of 2% B, followed by an increase of B at a linear rate to 88% at 12 min, 

then a re-equilibration for 1 min with 2% B and maintenance at 2% B until 17 min.  

Raw data from Synapt G2 Si were pre-processed using MarkerLynx (MassLynx V4.1, Waters) 

to obtain a list of detected features characterized by m/z and retention time (Rt).  

Target metabolomic: Plasma and urine samples were analyzed by LC-HRMS on two different 

columns: C18 and HILIC. The acquisitions were made in positive and negative mode in order 

to be as exhaustive as possible. Four result matrices were therefore obtained before being com-

piled. The following workflow was applied to all samples:   

On C18 column, samples were analyzed during 16 minutes gradient with solvent A and B, H2O 

and 0.1% formic acid; and acetonitrile and 0.1% formic acid, respectively. 

On HILIC column, samples were analyzed during 27 minutes gradient with solvent A and B, 

16 mM ammonium formate; and acetonitrile and 0.1% formic acid, respectively. 

All samples were analyzed in FullScan and some were also analyzed in MS/MS to facilitate the 

annotation of compounds. A pool of all samples was injected every 5 samples to correct instru-

mental variation during the assay sequence. 

Data extraction were made by XCMS from raw data acquired in FullScan. Data were cleaned 

with visual verification of EIC (Extracted Ion Chromatogram) and variables present in the 
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benches and of poorly integrated or very noisy peaks were removed. Data were normalized to 

pools injected every 5 samples with Van Der Kloet normalization using R scripts. Variables 

with coefficients of variation greater than 30% in the pools were removed. Finally, the selected 

variables were matched with the internal database of the laboratory.  

2.4 LC-MS data processing and analysis 

Experiment 1:  

The mass spectra measured on urine, plasma from the vena cava and Plasma from the portal 

vein had first been pretreated (normalization with Probability Quotient Normalisation (PQN) 

(Dieterle et al., 2006) followed by Pareto-scaling (van den Berg et al., 2006), and Independent 

Component Discriminant Analysis (ICDA) (Habchi et al., 2017; Khodorova et al., 2019), which 

is a supervised discrimination method (for detail see Moro et al, accompanied paper). 

For experiments 2a and 2b, additionally to ICDA, we use a quantitative PLS model relating the 

pretreated mass spectra to the Protein concentration. From the loadings calculated in each 

model, m/z variables, corresponding to biomarkers indicating protein deficiency, had been de-

tected.  

The results showed that similar biomarkers could be found by both chemometric methods. 

Hence it was decided in this study to apply only PLS models to relate the lysine (respectively 

threonine) concentration to the pretreated mass spectra. The chemometric procedure applied 

has been described in [ref. Joanna LP]. Note that in experiments 2a and 2b, the models were 

built with the 6 groups L15, L25, L40, L60, L75 and L100 (respectively T15, T25, T40, T60, 

T75 and T100). The samples in the "extrapolated groups" L100 and L170 (respectively T100 

and T170) (excess of lysine with respect to protein) were projected onto the PLS model space, 

and their predicted value of Lysine (respectively Threonine) concentration was compared to the 

experimental value, to see whether they follow the same model as the "regular" groups. 

For each discriminant metabolites identified by PLS or ICDA, the effects of the diets were 

tested by one-way ANOVA using R® software. Pairwise comparisons were performed with 

Post hoc Bonferonni tests for multiple comparisons. Differences were considered significant at 

P <0.05. 

 

3. Results 

Urine samples were analyzed using LC-HRMS, and the MS data obtained were pretreated and 

analyzed using ICDA method for experiment 1 and PLS method for experiment 2a and 2b. 



163 

 

3.1. Urinary markers of gluten intake (experiment 1) 

In order to determine biomarkers for gluten and lysine or threonine deficiency, we performed 

untargeted metabolomics. Four different diet groups (L30, T53, LT100 and PLT) were sepa-

rated along IC2 (Figure 1A.). 

After using an ANOVA test, twelve molecules were considered to have different intensities 

according to group membership: 2-(2-Ethyl-4,5-dihydro-1H-imidazol-1-yl)ethan-1-ol is in-

creased when AA, lysine or threonine, were deficient in the diet; 2,4-Dimethyl-2-[(piperidine-

1-carbothioyl)sulfanyl] pentanoic acid is decreased in rats under PLT diet; 6-methylpyridine-

3-carboxamide, imidazolepropionic acid, 4-phenoxybenzene sulfonic acid and L-alanine-L-ala-

nyl were increased when lysine is deficient in the diet; 3-Methyladenine, Hydroxyprolil-proline 

and methyl proline were decreased in lysine deficient diet; methylhypoxanthine and 6-methoxy-

pyridine-3-carboxylic acid were increased while taurine was decreased in threonine deficient 

diet (Figure 2A) 

3.2. Urinary and plasma biomarkers for lysine deficiency (experiment 2a) 

In urine, portal vein and vena cava samples were projected on the scores plots of the PLS model 

constructed with only 6 groups. The eight groups (L15, L25, L40, L60, L75, P20, L100, L170) 

were separated along LV1 (Figure 1B). The QQ-plot were used to select the most relevant var-

iables for the separation of groups. The selection of discriminant variables was based on corre-

lations and covariance in the S-plots, and contributions to the LV which are greater than +/- 1, 

2 and 3 standard deviation of all the contributions to each component in the QQ-plots. 

In urine, PLS method revealed that fourty-nine features were associated with the consumed 

diets. After using an ANOVA test, thirty-five molecules were considered to have different in-

tensities according to group membership. The details on each feature are reported in Figure 2B. 

Among these molecules, nineteen had their intensities decrease when the percentage of lysine 

in the diet increased (which means that these biomarkers are less present when the lysine intake 

increases), namely 1-methylnicotinamide, anthranilate, galactitol, gluconate, glutamate, L-glu-

tamic acid, iso-maltose, L-alanine, L-arginine, L-carnitine, L-histidine, L-methionine, L-threo-

3-phenylserine, L-tyrosine, L-valine, phosphoric acid, proline, sucrose and tryptophan; while 

sixteen others compounds had their intensities increase when percentage of lysine increased, 

namely 2-isopropylmalic acid, 4-pyridoxate, cadaverine, dehydroascorbate, iso-citrate, L-

gulonolactone, L-leucine, L-lysine, N.N.N. trimethyllysine, nicotinic acid, N-methyl-2-pyri-

done-5carboxamide, norvaline, oxoglutarate, N-alpha-acetyllysine, pipecolate, and uracil 
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(which means that increasing the lysine intake contributes to synthesize more of these bi-

omarkers). 

In portal vein, PLS method revealed that twenty seven features were associated with the con-

sumed diets. After using an ANOVA test, eighteen molecules were considered to have different 

intensities according to group membership. Cholate, cytosine, L-methionine, N.N.N-trimethyl-

lysine, N-methyl-2-pyridone-5-carboxamide and pipecolate were increased when lysine was 

increased in the diet. In contrary, 4-Methyl-2-oxovaleric acid, L-carnitine, L-histidine, L-leu-

cine, L-serine, L-htreonine, L-tyrosine, N-acetylserotonin, o-acetyl-l-carnitine_hydrochloride 

and tryptophan were decreased when lysine was increased in the diet. 

In vena cava, PLS method revealed that twenty nine molecules were discriminant between 

groups. After using an ANOVA test, nineteen molecules were considered to have different in-

tensities according to group membership. Some of them increase when lysine was increased in 

the diet: betaine, cytosine, L-lysine, L-methionine, mannose, N.N.N-trimethyllysine, nicotina-

mide, N-methyl-2-pyridone-5-carboxamide and pipecolate. While, other were decreased when 

lysine was increased in the diet: 2-hydroxybutyrate, gluconate, L-carnitine, L-histidine, L-leu-

cine, L-serine, L-threonine, o-acetyl-l-carnitine_hydrochloride, succinic acid and tryptophan.  

3.2. Urinary and plasma biomarkers for threonine deficiency (experiment 2b) 

In urine, portal vein and vena cava, the eight groups (T15, T25, T40, T60, T75, P20, T100, 

T170) were separated along LV1 (Figure 1C). The QQ-plot were used to select the most rele-

vant variables for the separation of groups.  

In urine, PLS method revealed that twenty-six features were associated with the consumed di-

ets. After using an ANOVA test, all molecules were considered to have different intensities 

according to group membership. The details on each feature are reported in Figure 2C. 

Among these molecules, fourteen had their intensities decrease when the percentage of threo-

nine in the diet increased, namely aspartate, beta-alanine, galactose, L-tyrosine, lactose, L-car-

nitine, L-glutamic acid, L-phenylalanine, palatinose, pyridine-2-aldoxime metochloride, su-

crose, taurine, trehalose, and urate; while twelve others compounds had their intensities increase 

when percentage of threonine increased, namely 2-oxoadipate, 2-oxobutanoic acid, carnosine, 

cis-aconitate, citrate, dehydroascorbate, glutarate, isovaleroylglycine, dimethyl oxalate, 

methylmalonic acid, N-mehtyl-2-pyridone-5-carboxamide, oxoglutarate. 

In portal vein, PLS method revealed that sixteen molcules were associated with the diet. After 

using an ANOVA test, twelve were discriminant between diets. In the case where threonine 
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was increased in the diet, some molecules were increased as D-Erythrose, glycocholate, cyto-

sine, N-acetylglycine, L-methionine, and homoserine. While others molecules were decreased 

when threonine was increased in the diet, DL-2-Hydroxyvaleric acid sodium salt hydrate, gly-

cochenodeoxycholic acid, L-beta-homoisoleucine hydrochloride, L-Threo-3-Phenylserine, 2-

Hydroxy 3-methylbutyric acid and L-arginine.  

 

4. Discussion 

This study addressed the consequences of three weeks of essential amino acid (EAA) re-

striction, lysine or threonine, on 24-hour urine markers of EAA deficiency. To this end, three 

different experiments were performed. Quantitative metabolite analysis of biological fluids, as 

urine or plasma, allows on the one hand to identify metabolites associated with the EAA re-

striction that may eventually serve as biomarkers of EAA sufficiency/deficiency, and on the 

other hand, the profile obtained may provide information on the impact of EAA restriction on 

the organism. In the present study, these metabolomics analyses revealed that single EAA re-

striction caused observable perturbation to urinary and plasma metabolic profiles of rats. 

First of all, a pilot study where growing rats were fed gluten lysine deficient diet (L30), gluten 

threonine deficient diet (T53), gluten control group with 100% lysine and threonine requirement 

(LT100), and a second control group with milk protein (PLT) was performed. In this study, 

using non-targeted metabolomics we identify biomarkers specific of AA deficiency. Pipecolate, 

3-methyladenine and hydroxyprolil-proline were decreased under lysine deficient group com-

pared to threonine deficient group and control, and taurine and 6-methoxy-pyridine-3-carbox-

ylic acid were decreased and increased, respectively, under threonine deficient group compared 

to the 3 other group. We also identified a gluten specific biomarker, 2,4-Dimethyl-2-[(piperi-

dine-1-carbothioyl)sulfanyl]pentanoic acid, that is increased under LT100, L30 and T53 group. 

In experiment 2a and 2b, young growing rats were fed with diets differing in their percentage 

of lysine or threonine, including very low lysine/threonine diet (L/T15, L/T25), moderately low 

(L/T40, L/T60), adequate (L/T75, P20, L/T100), or above the requirement (L/T170) (National 

Research Council (US) Subcommittee on Laboratory Animal Nutrition, 1995). Metabolomics 

analyses on portal vein, vena cava and urine revealed that the majority of metabolites found in 

plasma are AA and AA degradation metabolites, which are also found in urine.  

Severe lysine deficiency have an impact on protein or other AA metabolism showing decreased 

levels of L-histidine, L-methionine, L-valine, tryptophan and proline, and increase level of L-

leucine as compared to the control group. It has been shown that in the case of an AA deficient 

diet, this deficient AA is spared and its elimination in urine is reduced (Dunstan et al., 2017). 
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These metabolomics analyses revealed also an impact on lysine metabolism pathway. Indeed, 

trimethyllysine and alpha-acetyllysine, were decreased when lysine decreased in the diet. Tri-

methyllysine is a precursor of carnitine explaining that carnitine is decreased when lysine level 

decrease in the diet (Lehman et al., 1987). Studies have also shown that rats fed with a high 

lysine diet present a higher concentrations of trimethyllysine in skeletal muscle and in plasma 

compared to control rats (Davis et al., 1993). Three others metabolites from AA metabolism 

were found to predict lysine deficiency, L-threo-3-phenylserine, anthranilate, and pipecolate. 

L-threo-3-phenylserine and anthranilate increase in severe lysine deficient diet. Other metabo-

lites found in urine were iso-maltose and galactitol, a disaccharide and a monosaccharide de-

rivative, respectively. They were increase in L15 compared to control group, P20. We hypoth-

esize that under severe lysine restriction diet, others AA that cannot participate in proteosyn-

thesis due to the low level of lysine, and participate to other synthesis pathway as neoglucogen-

esis inducing an increase in glucose synthesis (Carbone et al., 2019; Dunstan et al., 2017). 

The pipecolate is the only metabolite identified in experiment 1 and 2a which suggest that it 

signed specifically lysine deficiency. When L170 was exclude from statistical analysis because 

of it’s very large variation in this group, we observed that it is a lower in pipecolate under severe 

lysine deficient diet (L15 and T15) compared to P20 group. 

For the effect of threonine deficiency, as in lysine deficient diet, some monosaccharides were 

found in urine under deficient threonine diet, sucrose and trehalose. Some AA and related me-

tabolites have a modification of their intensities according threonine level in the diet: L-phe-

nylalanine and taurine decrease in urine when threonine decrease in the diet, while L-carnitine 

is increased under T15 and differ significantly from the other groups. An impact of Krebs cycle 

is also observed under threonine deficient diet. In urine, some intermediates, as oxoglutarate 

and citrate, are increased proportionally to threonine level in the diet. Some studies on EAA 

deficient diet have already shown that there is a decrease in Krebs cycle intermediate (Bollard 

et al., 2005; Wu et al., 2010). Urate, salts of uric acid, were increased in severe and moderate 

threonine deficient diet (T15, T25 and T40) and decreased from T60 to P20. It is a degradation 

product of purine, a metabolite present in protein diet, that is regularly detected in urine (Kim 

et al., 2009). Food intake is increased under threonine deficient diet, what could explained an 

increase in urate compared to control group. Some other metabolites were decreased under 

threonine deficient diet, such as dehydroascorbate, 2-oxoadibate,  2-oxobutanoic acid,  N-me-

thyl-2-pyridone-5-carboxamide and mehtylmalonic acid, and one is increased in severe and 

moderate threonine deficient diet (T15, T25 and T40), namely pyridine-2-aldoxime metochlo-

ride. Among these metabolites, taurine is the only one that was also identified in the experiment 
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1, which suggest that it is a good candidate to sign the threonine deficiency. Our precedent 

studies (Moro and al., ) and some others have shown that low protein diet, deficient in all EAA, 

decrease some bile acids in plasma (Bortolotti et al., 2009; Morton et al., 2014). The impact of 

threonine deficiency on taurine could indicate a modification of enterohepatic cycle of bile ac-

ids under threonine deficient diet. However, rather than threonine, taurine is synthesized from 

methionine and cysteine (Lakshmanan et al., 1976; Rana and Sanders, 1986). Thus, it remained 

to clarify the relationship between threonine metabolism and taurine. Moreover, inverse varia-

tions were observed between the two experiments in our studies, an increase in experiment 1 

and a decrease in experiment 2b. Additional experimentations were necessary to confirm the 

relationship between urinary taurine and the amount of threonine in the diet.  

In summary, in our three experiments, with non-targeted metabolomics (experiment 1) and tar-

geted metabolomics approach (experiment 2a and 2b) two biomarkers were identified:  pipeco-

late and taurine. 

Pipecolate is decreased under low lysine diet (experiment 1 and 2a), but not under low threonine 

diet. Moreover, a previous work of our team on protein restriction biomarkers (Moro and al.,) 

have also found that pipecolate is decreased under low protein diet in urine. These results seems 

indicate that pipecolate is specific of lysine deficiency. Pipecolate is a metabolite of lysine deg-

radation pathway. The decrease in lysine in the diet induced a decrease in its degradation ex-

plaining its lower concentration under severe lysine deficient diet. 

Taurine is the second biomarker found in three experiment of protein/AA deficiency. Interest-

ingly, taurine does not present the same variation between these two experiments but it is dis-

criminating between the groups and allows differences in the threonine deficient diets of the 

control diets. Taurine is not found in lysine deficient diet (experiment 2a) that seems indicate 

that it is specific of threonine deficiency.  

In our previous work on protein restriction biomarkers (Moro and al.), taurine is not found in 

urine. However, bile salts as taurocholic acid that results from the conjugation of cholic acid 

with taurine, is found in portal vein under low protein diet. AA promoted taurocholic acid pro-

duction (Hawkins et al., 1949) that explain the decrease in taurocholic acid under low pro-

tein/AA diet. An important step for bile production is it’s conjugation with amino acids, taurine 

or glycine, that occurs in the liver. In rats  and human, there are glycine and taurine bile acids 

conjugates and rats excrete mostly taurine conjugates (Vessey, 1978). Interestingly, a hypocho-

lesterolemia effect wheat gluten with an increase excretion of bile acids was reported in rats. 

However, the supplementation of wheat gluten with lysine or threonine did not reverse this 
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effect. Gut bacteria are also involved in biotransformation of bile salts during their enterohe-

patic circulation. The hydrolysis of conjugated bile acids release free bile acids and glycine or 

taurine (Ridlon et al., 2016). Indeed, these data suggest that there is a relation between threo-

nine, taurine and bile synthesis. However, further studies are needed to clarify this metabolic 

pathway. We hypothesized that during threonine deficiency, taurine could be more used to syn-

thesized taurocholic acid and the variation in urine of taurine or taurine salt depend of microbi-

ota profile.  

To conclude, we identified two specific biomarkers for EAA deficiency: pipecolate for lysine 

and taurine for threonine. Additional experiments are needed to clarify the effect of threonine 

on taurine excretion in urine. Thanks to these two biomarkers, which can predict the state of 

sufficiency in lysine or threonine, the measurement of the concentration of these two molecules 

in the urine would make it possible to know the AA status of an individual, and thus to detect 

a possible state of deficiency. 
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Table 1a. Composition of gluten diet 

 L30 T53 LT100 PLT 

Amino acid content 

(g/kg) 

    

Cysteine 4.9 4.9 4.9 4.9 

Methionine 4.9 4.9 4.9 4.9 

Threonine 6.2 3.29 6.2 6.19 

Lysine 2.76 9.2 9.2 11.13 

Alanine 9.74 6.22 3.3 4.39 

Tryptophan 2 2 2 2 

Isoleucine 6.2 6.2 6.2 7.13 

Leucine 10.7 10.7 10.7 12.95 

Histidine 2.8 2.8 2.8 3.72 

Valine 7.4 7.4 7.4 8.62 

Weight content (g/kg)     

Protein     

Gluten 194.55 194.55 194.55 - 

Milk protein - - - 193.47 

Starch 555.98 555.98 555.98 564.64 

Sucrose 90.51 90.51 90.51 91.92 

Soy oil 40 40 40 40 

Minerals 35 35 35 35 

Vitamin 10 10 10 10 

Cellulose 50 50 50 50 

Choline 2.3 2.3 2.3 2.3 
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1b. Composition of lysine-deficient diet 

 

  

 L15 L25 L40 L60 L75 P20 L100 L170 

Amino acid content (g/kg)         

Histidine 3.28 3.28 3.28 3.28 3.28 3,28 3.28 3.28 

Isoleucine 6.26 6.26 6.26 6.26 6.26 6,26 6.26 6.26 

Leucine 13.56 13.56 13.56 13.56 13.56 13,56 13.56 13.56 

Lysine 1.52 2.51 4.03 6.07 7.59 10,13 10.13 17.33 

Threonine 6.11 6.11 6.11 6.11 6.11 6,11 6.11 6.11 

Tryptophan 2.98 2.98 2.98 2.98 2.98 2,98 2.98 2.98 

Valine 7.90 7.90 7.90 7.90 7.90 7,90 7.90 7.90 

Arginine 5.22 5.22 5.22 5.22 5.22 5,22 5.22 5.22 

Methionine 3.43 3.43 3.43 3.43 3.43 3,43 3.43 3.43 

Phenylalanine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 6.56 

Alanine 4.77 4.77 4.77 4.77 4.77 4,77 4.77 4.77 

Aspartic acid 10.28 10.28 10.28 10.28 10.28 10,28 10.28 10.28 

Cysteine 1.34 1.34 1.34 1.34 1.34 1,34 1.34 1.34 

Glutamic acid 27.27 27.27 27.27 27.27 27.27 27,27 27.27 27.27 

Glycine 2.38 2.38 2.38 2.38 2.38 2,38 2.38 2.38 

Proline 12.52 12.52 12.52 12.52 12.52 12,52 12.52 12.52 

Serine 7.45 7.45 7.45 7.45 7.45 7,45 7.45 7.45 

Tyrosine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 6.56 

Weight content (g/kg)         

Milk proteins 29 48 77 116 145 193.5 29 193.5 

Starch 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 

Sucrose 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 

Soy Oil 40 40 40 40 40 40 40 40 

Minerals 35 35 35 35 35 35 35 35 

Vitamins 10 10 10 10 10 10 10 10 

cellulose 50 50 50 50 50 50 50 50 

choline 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 

Energy content (%)         

Protein 19.8 19.8 19.8 19.9 19.9 20 19.8 20.2 

Carbohydrate 69.1 69 68.9 68.8 68.8 68.5 69.1 68.2 

Fat 10.1 10.2 10.2 10.3 10.3 10.4 10.1 10.5 

Energy density (kJ/g) 15 14.95 14.87 14.77 14.77 14.57 
15 14.45 
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1c. Composition of threonine-deficient diet 

 T15 T25 T40 T60 T75 P20 T100 T170 

Amino acid content (g/kg)         

Histidine 3.28 3.28 3.28 3.28 3.28 3,28 3.28 3.28 

Isoleucine 6.26 6.26 6.26 6.26 6.26 6,26 6.26 6.26 

Leucine 13.56 13.56 13.56 13.56 13.56 13,56 13.56 13.56 

Lysine 10.13 10.13 10.13 10.13 10.13 10,13 10.13 10.13 

Threonine 0.92 1.52 2.43 3.66 4.58 6,11 6.11 15.31 

Tryptophan 2.98 2.98 2.98 2.98 2.98 2,98 2.98 2.98 

Valine 7.90 7.90 7.90 7.90 7.90 7,90 7.90 7.90 

Arginine 5.22 5.22 5.22 5.22 5.22 5,22 5.22 5.22 

Methionine 3.43 3.43 3.43 3.43 3.43 3,43 3.43 3.43 

Phenylalanine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 6.56 

Alanine 4.77 4.77 4.77 4.77 4.77 4,77 4.77 4.77 

Aspartic acid 10.28 10.28 10.28 10.28 10.28 10,28 10.28 10.28 

Cysteine 1.34 1.34 1.34 1.34 1.34 1,34 1.34 1.34 

Glutamic acid 27.27 27.27 27.27 27.27 27.27 27,27 27.27 27.27 

Glycine 2.38 2.38 2.38 2.38 2.38 2,38 2.38 2.38 

Proline 12.52 12.52 12.52 12.52 12.52 12,52 12.52 12.52 

Serine 7.45 7.45 7.45 7.45 7.45 7,45 7.45 7.45 

Tyrosine 6.56 6.56 6.56 6.56 6.56 6,56 6.56 6.56 

Weight content (g/kg)         

Milk proteins 29 48 77 116 145 193.5 29 193.5 

Starch 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 576.4 

Sucrose 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 92.8 

Soy Oil 40 40 40 40 40 40 40 40 

Minerals 35 35 35 35 35 35 35 35 

Vitamins 10 10 10 10 10 10 10 10 

cellulose 50 50 50 50 50 50 50 50 

choline 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 2.3 

Energy content (%)         

Protein 20.2 20.3 20.5 20.7 20.9 20 20.2 20 

Carbohydrate 68.3 68.2 68.1 67.9 67.7 68.5 68.3 68.5 

Fat 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 9.3 

Energy density (kJ/g) 14.60 14.62 14.65 14.70 14.73 14.57 14.60 14.57 
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Vena cava 

Portal vein 

Figure 1. (A) ICDA analysis for the data obtained by LC-MS characterizing the discrimination of the 

predefined groups to discriminate diet based on IC1, IC2 and IC3 in urine of experiment 1. (B) PLS 

Analysis for the data obtained by LC-MS characterizing the discrimination of the predefined groups to 

discriminate lysine content diet based on LV1 in urine, portal vein and vena cava. (C) PLS Analysis for 

the data obtained by LC-MS characterizing the discrimination of the predefined groups to discriminate 

threonine content diet based on LV1 in urine, portal vein and vena cava.  
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Figure 2A. Urine metabolites from gluten diet (experiment 1) 
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Figure 2B. Urine metabolites from lysine deficient diet (experiment 2a).  
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Figure 2C. Urine metabolites from threonine deficient diet (experiment 2b) 
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3. Chapitre III.Discussion générale et conclusion 

 

Ce travail de thèse avait pour objectif d’évaluer les effets d’une déficience en protéines et en AAI, lysine 

et thréonine, sur le métabolisme énergétique et protéique, et d’identifier des biomarqueurs de la défi-

cience en protéines et AAI (lysine et thréonine) à l’aide d’analyses métabolomiques dans différents 

fluides biologiques tels que l’urine et le plasma.  

La discussion de nos résultats se fera en quatre parties. Premièrement, nous aborderons les effets de la 

quantité et de la qualité de l’apport protéique sur le métabolisme énergétique en discutant les effets sur 

la prise alimentaire, la composition corporelle, la dépense énergétique et sa régulation via FGF21.  Dans 

un second temps, nous discuterons de l’effet de la quantité et de la qualité de l’apport protéique sur le 

métabolisme protéique en abordant la régulation de la synthèse protéique et des gènes impliqués dans 

le métabolisme protéique. Puis, nous discuterons du besoin en protéines, en lysine et en thréonine. Enfin, 

nous finirons par discuter des biomarqueurs que nous avons identifiés pouvant signer un état de défi-

cience en protéines, lysine ou thréonine.  

3.1. Effet de la quantité et de la qualité de l’apport protéique sur 

le métabolisme énergétique 

Le premier objectif de cette thèse était d’analyser les conséquences de la déficience en protéines et en 

AAI, lysine et thréonine, sur le métabolisme énergétique chez des rats en croissance (Article 1 p.63 et 

Article 2 p.95) (Tableau 5). 

La diminution de la quantité et de la qualité de l’apport protéique induit une diminution du gain de poids 

corporel. En accord avec la littérature, une déficience sévère en protéines (P3 et P5) ainsi qu’une défi-

cience modérée (P8) induit une diminution du poids corporel principalement dû à une diminution de la 

masse maigre en comparaison aux rats P12, P15 et P20 [160,167,169]. En plus de la quantité de l’apport 

protéique, la qualité des protéines joue également un rôle dans le gain de poids corporel. Nos résultats 

indiquent qu’une déficience sévère en un AAI, lysine ou thréonine (L/T15 et L/T25), est suffisante pour 

entrainer la même diminution de gain de poids corporel qu’une déficience en protéines [277–280]. De 

plus, contrairement à la lysine, une déficience modérée en thréonine (T40) entraine aussi une diminution 

du gain de poids corporel.  
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Tableau 5. Effets de la déficience sévère et modérée en protéines, lysine, ou thréonine sur le mé-

tabolisme énergétique, par rapport au groupe contrôle, P20 

DET : dépense énergétique totale ; DER : dépense énergétique de repos ; DEA : dépense énergétique d’activité.           

Diminution par rapport au groupe P20,    augmentation par rapport au groupe P20, = pas de différence par rapport 

au P20. 

Déficience sévère 
Protéines 

P3 et P5 

Lysine 

L15 et L25 

Thréonine 

T15 et T25 

Poids    

Prise alimentaire relative    

Masse maigre    

Masse grasse  =  

Dépense énergétique 

DET        en P5 

DER    = 

DEA 

DET = 

DER = 

DEA = 

DET      en T15 

DER      en T15 

DEA = 

FGF21 

Foie  

Plasma 

Hypothalamus  

Foie  

Plasma  

Hypothalamus = 

Foie  

Plasma  

Hypothalamus = 

Déficience modérée P8 et P12 L40 et L60 T40 et T60 

Poids    en P8 =    en T40 

Prise alimentaire relative     en L40    en T40 

Masse maigre  =    en T40 

Masse grasse =    en L60    en T60 

Dépense énergétique 

DET = 

DER = 

DEA = 

DET = 

DER = 

DEA = 

DET = 

DER = 

DEA = 

FGF21 

Foie = 

Plasma 

Hypothalamus = 

Foie = 

Plasma = 

Hypothalamus = 

Foie = 

Plasma = 

Hypothalamus = 

 

Un certain nombre de travaux ont montré qu’une déficience modérée en protéines (5 à 10%) est associée 

à une hyperphagie [174,178–180], alors qu’une restriction sévère (moins de 5% de protéines), entraine 

un phénomène d’aversion avec une prise alimentaire réduite [181] La déficience sévère en un seul AAI 

est suffisante pour reproduire cet effet d’aversion [185]. Nos résultats indiquent une diminution de la 

quantité d’énergie ingérée chez les rats nourris avec un régime P3, T15 et T25. Cependant, lorsque la 

prise alimentaire est rapportée au poids du rat, nous observons une augmentation de l’apport énergétique 

chez les rats P3, P5, L/T15 et L/T25. 
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Cette augmentation de l’apport énergétique n’induit pas d’augmentation de la masse grasse chez les rats 

soumis à une déficience sévère en protéines, lysine ou thréonine. Chez les rats soumis à un régime faible 

en protéines, cela s’explique par une modification du métabolisme énergétique [160,188,192,262,281]. 

Les rats P5 présentent une augmentation de la dépense énergétique totale, principalement due à une 

augmentation de la dépense d’activité. Cet effet sur la dépense d’activité a déjà été préalablement ob-

servée chez des souris avec des régimes faibles en protéines [170]. Ce processus induit une augmentation 

de la dépense énergétique, compensant en partie l’augmentation de l’apport énergétique et évitant une 

augmentation de masse grasse. Néanmoins, lorsque la restriction protéique est trop sévère, en dessous 

de 5% de protéines, la dépense énergétique totale n’est pas augmentée. Une déficience en un AAI n’aug-

mente pas la masse grasse malgré une augmentation de la prise alimentaire relative. Cependant, nous 

n’observons pas d’augmentation de la dépense énergétique. De plus, nos résultats indiquent qu’une dé-

ficience sévère en thréonine (T15) induit une diminution de la dépense énergétique totale et de la dé-

pense énergétique de repos par rapport aux P20. Contrairement à ces résultats, d’autres études ont rap-

portés que la déficience en méthionine [202,204] ou en thréonine [203] augmente la dépense énergétique 

totale.  

Cependant, dans ces études, les rats sont placés à 22-24°C, or la thermoneutralité des rats se situe à 

environ 26°C, ce qui pourrait ainsi expliquer que l’augmentation de la dépense énergétique observée est 

due à l’augmentation de la thermogénèse non frissonnante. Dans notre étude, les rats étant placés à 25°C, 

il n’y a pas d’augmentation de la thermogénèse non frissonnante. Blais et al., ont montré que des chez 

des souris nourris avec un régime à 6% de protéines, la thermogénèse non frissonnante n’est pas aug-

mentée lorsque les souris sont placées à thermoneutralité (30°C), mais que la dépense énergétique de 

repos est augmentée par la thermogénèse non-frissonnante lorsqu’elles sont à 22°C [170]. Il serait ainsi 

intéressant de mesurer la dépense énergétique à 22°C et à 30°C en cas de déficience en un AAI afin 

d’analyser l’effet sur la dépense énergétique de repos et la thermogénèse non frissonnante.  

Les effets d’une déficience en protéines sur le poids, la prise alimentaire et la dépense énergétique sem-

blent médiés par FGF21 [261]. Dans nos études, la déficience en protéines, tout comme la déficience en 

lysine ou en thréonine, induit une augmentation de l’expression de Fgf21 hépatique et de sa sécrétion 

au niveau plasmatique. Les résultats d’expression de gènes indiquent que la diminution d’un ou plusieurs 

AAI dans le régime active la voie GCN2 et augmente le niveau d’ATF4. Fgf21 ayant une séquence 

AARE au niveau de son promoteur, ATF4 se fixe sur cette séquence et stimule sa transcription [258]. 

L’augmentation de la synthèse de FGF21 dans le foie, et donc l’augmentation de sa sécrétion au niveau 

plasmatique, contrôle les adaptations métaboliques périphériques dont la diminution du gain de poids 

corporel et l’augmentation de la dépense énergétique que l’on observe en cas de déficience en protéines. 

D’autres mécanismes peuvent expliquer cette augmentation de dépense énergétique en cas de déficience 

en protéines. Zapata et al. ont notamment rapporté une implication du système nerveux sympathique 
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(SNS) dans l’augmentation de la dépense énergétique. Ils ont observé que cette augmentation était as-

sociée à une stimulation de la voie de signalisation β-adrénergique en cas de déficience en protéines. Ils 

ont aussi montré que l’administration d’un antagoniste des récepteurs β-adrénergique diminue la dé-

pense énergétique chez des rats soumis à des régimes déficients en protéines. Cependant, il reste à dé-

terminer comment le système sympathique peut réguler la dépense énergétique, et s’il y a ou non un lien 

avec la synthèse et la sécrétion de FGF21. Il serait intéressant d’analyser l’impact de régimes faibles en 

protéines sur la dépense énergétique en cas d’inhibition du SNS. 

Malgré l’augmentation de FGF21 dans le foie et le plasma lors d’une restriction sévère en lysine ou en 

thréonine (L/T15, L/T25), la dépense énergétique n’est pas augmentée. Les travaux de Solon-Biet et 

Laeger [108,259] indiquent que l’effet d’une restriction protéique sur l’augmentation de FGF21 dans le 

foie est d’autant plus marquée lorsqu’elle est associée à un apport élevé en glucides. Dans nos études, 

la concentration plasmatique de FGF21 est deux fois plus élevée en cas de déficience en protéines que 

de déficience en un AAI. Les régimes déficients en protéines sont associés à une augmentation de la part 

des glucides, ce qui n'est pas le cas des régimes déficients en lysine ou thréonine, pouvant expliquer 

l’augmentation moins importante de FGF21. Cette moindre augmentation de FGF21 peut également 

être une explication au fait que la dépense énergétique n’est pas augmentée en cas de déficience en un 

AAI (lysine ou thréonine).  

En parallèle, une déficience sévère en protéines (P3) entraine une diminution de l’expression de Fgf21 

dans l’hypothalamus, qui n’est pas observée lorsqu’un seul AAI est déficient dans le régime. Il a été 

montré qu’une injection intracérébroventriculaire (ICV) de FGF21 diminue fortement la prise alimen-

taire chez la souris [282], et qu’une ICV de FGF21 chez des souris habituées à un régime faible en 

protéines induit une préférence pour un régime à plus haute teneur en protéines [261]. De plus, Geller 

et al., ont rapporté que FGF21 était synthétisé par les tanycytes dans l’hypothalamus [283]. Nous émet-

tons alors l’hypothèse que la diminution de la synthèse de FGF21 au niveau de l’hypothalamus induit 

une inhibition de la satiété et est responsable de l’augmentation de la prise alimentaire. De plus, l’ex-

pression des peptides orexigènes, Agrp et NPY, n’est pas modifiée en cas de déficience en protéines, ce 

qui semble confirmer l’hypothèse qu’Fgf21 hypothalamique puisse contrôler la prise alimentaire.  

Cependant, une déficience sévère en lysine ou thréonine n’induit pas de diminution de l’expression de 

Fgf21 hypothalamique, malgré une augmentation de la prise alimentaire. Etant donné que dans ce cas, 

seul l’apport en AAI est modifié et qu’il n’y a pas de modification de teneur en glucides dans le régime, 

ces résultats suggèrent que la synthèse de FGF21 au niveau de l’hypothalamus, serait médiée par le ratio 

protéines/glucides.  
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Points clés : 

- La déficience en un AAI entraine une diminution du gain de poids corporel, une augmentation de la 

prise alimentaire, et une augmentation de FGF21 hépatique et plasmatique, au même titre qu’une défi-

cience en protéines.  

- La déficience en un AAI ne reproduit pas les effets d’une déficience en protéines sur le métabolisme 

énergétique. 

- La déficience en protéines entraine une diminution de l’expression de Fgf21 dans l’hypothalamus qui 

semble être responsable de l’augmentation de la prise alimentaire, contrairement à une déficience en un 

AAI qui induit une augmentation de prise alimentaire sans modifier l’expression de Fgf21 hypothala-

mique. 

- Dans l’hypothalamus, l’impact de FGF21 sur la prise alimentaire semble être médié par une modifica-

tion du ratio protéines/glucides.  

 

3.2. Effet de la quantité et de la qualité de l’apport protéique sur 

le métabolisme protéique 

Le second objectif de cette thèse était d’évaluer l’impact de la déficience en protéines et en AAI, lysine 

et thréonine, sur le métabolisme protéique chez des rats en croissance (2.3.3.résultats complémentaires). 

Dès lors qu’un AAI est déficient dans le régime, les répercussions sur le poids corporel sont importantes. 

La déficience en protéines, lysine ou thréonine entraine une forte diminution de la masse maigre, due à 

une diminution du poids du foie, des reins, des muscles et de la carcasse. Comme nous l’avons vu en 

introduction, la diminution de la masse maigre en réponse à un régime déficient en protéines ou AAI 

peut être la conséquence d’un ralentissement du renouvellement protéique.  

Nos résultats indiquent que deux heures après l’ingestion d’un repas calibré, un régime sévèrement dé-

ficient en protéines, en lysine ou en thréonine diminue la synthèse protéique dans le foie et dans le 

muscle, mesurée par la mesure de l’incorporation de valine 13C dans les protéines nouvellement synthé-

tisées en 30 min. Malgré une diminution de la vitesse de synthèse protéique, l’analyse des voies de 

régulation impliquées dans la synthèse protéique montre que les ARNm codant 4EBP-1 sont augmentés 

et suggèrent ainsi que la voie mTOR est activée en cas de restriction sévère en protéines, lysine ou 

thréonine dans le foie et dans le muscle. Cependant, l’activation des voies de signalisation étant régulée 

principalement par des mécanismes de phosphorylation, ces résultats sont en attente de confirmation par 

des western blot. En outre, l’étude de la voie GCN2 dans le foie et dans le muscle, montre que la défi-

cience en protéines, en lysine et en thréonine augmente l’expression des cibles de GCN2: eIF2α, ATF4, 

CHOP et TRB3 en cas de déficience sévère en protéines et en lysine, et CHOP et TRB3 en cas de 
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déficience sévère en thréonine. Ainsi, la voie GCN2 semble être activée en cas de déficiences en pro-

téines et en un AAI ayant pour rôle de bloquer l’étape d’initiation de la traduction de la synthèse pro-

téique. Ces résultats confirment que la synthèse protéique est diminuée dans les situations de déficience 

en protéines, en lysine et en thréonine. 

Tableau 6. Effets de la déficience sévère et modérée en protéines, lysine, ou thréonine sur le mé-

tabolisme protéique, par rapport au groupe contrôle, P20. 

Diminution par rapport au groupe P20,    augmentation par rapport au groupe P20, = pas de différence par rapport 

au P20. 

Déficience sévère 
Protéines 

P3 et P5 

Lysine 

L15 et L25 

Thréonine 

T15 et T25 

Poids    

Masse maigre    

Synthèse protéique 
Foie   

Muscle   

Foie   

Muscle 

Foie  

Muscle   

Protéolyse 
Foie  

Muscle     en P3 

Foie = 

Muscle     en P3L15 

Foie = 

Muscle = 

AAI 
Veine porte  =  

Veine cave = =  

AA 
Veine porte = =  

Veine cave  =  

Déficience modérée P8 et P12 L40 et L60 T40 et T60 

Poids      en P8 =  

Masse maigre      en P8 =  

Synthèse protéique 
Foie = 

Muscle = 

Foie = 

Muscle = 

Foie = 

Muscle  

Protéolyse 
Foie = 

Muscle = 

Foie = 

Muscle = 

Foie = 

Muscle = 

AAI 
Veine porte  = = 

Veine cave = = = 

AA 
Veine porte = =     en L40 

Veine cave = = = 
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L’étude des différentes voies de la protéolyse, telles que la voie ubiquitine-protéasome, l’autophagie, 

les calpaïnes et les caspases, indique une augmentation de la protéolyse dans le foie en cas de restriction 

sévère en protéines. Ces résultats sont accord avec les travaux de Henagan et Wykes qui ont montré une 

diminution de la synthèse protéique et une augmentation de la protéolyse hépatique en réponse à un 

régime faible en protéines [218,222]. Néanmoins, la déficience en lysine ou thréonine n’a pas d’impact 

sur la protéolyse hépatique. De plus, seule une déficience sévère en lysine (L15) entraine une augmen-

tation de la protéolyse musculaire avec une augmentation de l’expression des ARNm codant l’ubiqui-

tine, ULK1 et la calpaïne 2. 

L’ensemble de nos résultats indiquent que la diminution de l’ensemble des AAI dans le régime active 

le catabolisme hépatique conduisant à une augmentation des AAI dans la circulation générale afin de 

répondre aux besoins métaboliques des différents organes, et contrebalancer la déficience en AAI du 

régime. Ainsi, si la concentration de l’ensemble des AAI est diminuée dans la veine porte, il n’y a plus 

d’effet dans la veine cave de la déficience d’apport en protéines et à l’inverse les AA non indispensables 

sont augmentés. Cependant, lorsqu’un seul AAI est déficient, le processus de catabolisme hépatique ne 

semble pas augmenté. Le dosage des AA plasmatiques dans la veine porte et la veine cave montre que 

la déficience en lysine entraine une diminution de sa concentration plasmatique mais n’a pas d’effets 

sur la concentration globale des AAI dans la veine porte. Dans la veine cave, les mêmes résultats ont été 

obtenus avec une diminution de la concentration en lysine sans modification de la concentration des 

autres AAI. Ces résultats confirment que la protéolyse hépatique n’est pas impliquée dans l’approvi-

sionnement en lysine de l’organisme, quand l’apport alimentaire est déficient en cet AAI. Contrairement 

à la déficience en thréonine, qui entraine une diminution de l’ensemble des AAI dans la veine porte et 

dans la veine cave mais sans modification de la concentration en thréonine. Cela peut être expliqué par 

le rôle de la thréonine dans la physiologie intestinale. En effet, la thréonine participe à la synthèse des 

glycoprotéines du mucus, les mucines, qui ont pour rôle de recouvrir et protéger l’épithélium intestinal 

[284]. Hamard et al. ont rapporté que la déficience en thréonine est responsable d’une augmentation de 

la perméabilité para cellulaire et cause des altérations structurelles et fonctionnelles au niveau de l’in-

testin [232]. Nous pouvons ainsi supposer que les régimes déficients en thréonine diminuent la digestion 

des protéines alimentaires ayant pour conséquence une diminution des AAI qui arrivent au niveau de la 

veine porte. Nous avons montré que la protéolyse hépatique n’était pas augmentée lorsqu’un seul AAI 

était déficient dans le régime, ce qui entraine alors une diminution des AAI dans la veine cave chez les 

rats soumis à un régime déficient en thréonine.  

Un excès en AA, lysine ou thréonine (L/T170) n’induit pas de modification du poids corporel, de la 

synthèse protéique ou de la protéolyse. De plus, l’ajout d’AA libres dans les groupes L/T100 n’impact 

pas non plus le métabolisme protéique 
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Points clés : 

- La déficience en un AAI reproduit les effets d’une déficience en protéines sur la synthèse protéique.  

- La déficience sévère en un AAI n’est pas suffisante pour induire une augmentation de la protéolyse 

comme le fait une déficience en protéines.  

- La déficience en lysine entraine une augmentation de la protéolyse seulement au niveau du muscle.  

- La déficience en thréonine n’a pas d’effet sur la protéolyse.  

 

 

3.3. Besoin en protéines et acides aminés indispensables du rat en 

croissance 

Nos résultats indiquent qu’un apport protéique de 8% (P8) diminue le gain de poids corporel mais n’a 

pas d’effet sur les autres paramètres étudiés du métabolisme protéique et énergétique. Lorsque l’apport 

en protéines est supérieur à 12% (P12), l’ensemble de ces paramètres ne sont plus impactés. Ces résultats 

sont surprenants puisque selon le NRC, 1995,  le besoin en protéines des rats en croissance est estimé à 

15 % [274], et les recommandations d’apport sont de 20% selon l’AIN [275]. Nos résultats suggèrent 

donc que le besoin en protéines pour le rat en croissance serait plus proche de 12%. Cette valeur du 

besoin avait été préalablement estimée par le NRC, 1978 [285]. Cependant, ils ont montré que cet apport 

était suffisant lorsque la protéine avait une bonne digestibilité. Mais dans le cas contraire, un apport de 

12% n’était pas suffisant pour couvrir l’ensemble des besoins métaboliques. Ainsi, la valeur de 15% a 

été considéré comme optimale afin de garantir la couverture du besoin. 

Concernant le besoin en AAI, il est estimé à 9.2 g/kg pour la lysine et 6.2 g/kg pour la thréonine. Nos 

résultats montrent qu’un apport de 40% de ce besoin en lysine est suffisant pour ne pas modifier le 

métabolisme protéique et énergétique. Pour la thréonine, un apport de 40% de ce besoin diminue le 

poids, la masse maigre et la synthèse protéique musculaire, mais lorsque l’apport atteint 60% du besoin, 

les effets sur la composition corporelle sont annulés. Ainsi, d’après nos résultats, le besoin serait couvert 

avec un apport minimum de 40 % du besoin en lysine (3.68 g/kg), et de 60% du besoin en thréonine 

(3.72 g/kg). 

3.4. Biomarqueurs de la déficience en acides aminés indispen-

sables, lysine et thréonine 

Enfin, le dernier objectif de cette thèse était d’identifier des biomarqueurs du besoin en AAI, lysine et 

thréonine, à l’aide d’analyses métabolomiques dans différents fluides biologiques tels que l’urine, et le 
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plasma de la veine porte et de la veine cave. Les deux méthodes d’analyses multivariées utilisées, PLS 

et ICDA, ont permis d’identifier des molécules discriminantes entre les différents groupes de régimes 

dans les trois fluides biologiques analysés : urine, veine porte et veine cave. 

Dans une première étude, nous avons utilisé une protéine naturellement déficiente en lysine et en thréo-

nine, le gluten. Les analyses de métabolomiques non-ciblées sur ces échantillons d’urine nous ont permis 

d’identifier des métabolites spécifiques de la déficience en lysine et en thréonine : le pipecolate et la 

taurine. Le pipecolate est diminué en réponse à un régime déficient en lysine, et la taurine est diminué 

en cas de déficience en thréonine. Dans le but d’approfondir ces résultats, trois autres expérimentations 

ont été menées afin d’étudier les effets des différents niveaux d’apports en protéines (3% à 20%), en 

lysine ou en thréonine (15% à 170%) afin d’identifier le profil des biomarqueurs en fonction des diffé-

rents niveaux d’apport. 

Des analyses de métabolomiques ciblées ont porté sur les métabolites de l’urine, de la veine porte et de 

la veine cave. Parmi les métabolites observés, nous avons retrouvés les candidats préalablement identi-

fiés, le pipecolate et la taurine. Le pipecolate est capable de discriminer les différents groupes d’apport 

en lysine. Une déficience en lysine induisant une diminution de sa concentration dans les urines. Il est 

également diminué dans les urines en cas de déficience en protéines. En revanche, il ne discrimine pas 

les groupes de régimes déficients en thréonine. Ces résultats suggèrent que ce biomarqueur, qui est un 

métabolite issu de la dégradation de la lysine (Figure 19), est spécifique d’une déficience en lysine. 

Ainsi, lorsque le niveau de lysine diminue dans les régimes, son niveau diminue également. De façon 

intéressante, lorsque le niveau d’apport en lysine dépasse le besoin, le pipecolate semble augmenter 

mais la variabilité dans le groupe L170 est trop importante pour l’estimer. Pour les analyses métabolo-

miques, l’urine de 24 h a été collectée en cages métaboliques et le facteur de dilution n’a pas été pris en 

compte dans notre étude. Il serait intéressant de refaire l’expérimentation en prenant en compte la dilu-

tion des urines pour étudier la variation du pipecolate lorsque la lysine est en excès, afin d’évaluer si ce 

marqueur de la déficience peut également être un marqueur de l’excès de lysine. 

Concernant la thréonine, nous avons observé que la taurine était un métabolite discriminant entre les 

différents groupes d’apports. Elle est présente dans les urines de rats soumis à un régime déficient en 

thréonine. En cas de déficience en lysine, la taurine n’est pas présente dans les urines. Il semblerait donc 

qu’elle soit spécifique d’une déficience en thréonine (Figure 20). Cependant, elle est diminuée dans le 

régime à base de gluten déficient en thréonine (T53) et augmentée en cas de déficience sévère (T15 et 

T25) et modérée (T40) en thréonine dans les régimes à base de protéines de lait. Bassat et al. ont rapporté 

que chez des rats, l’effet hypocholestérolémiant du gluten augmente le turnover du cholestérol avec une 

augmentation de sa biosynthèse et de son excrétion sous forme de cholestérol et d’acides biliaires [287], 

ce qui peut alors influencer la concentration en taurine dans le régime à base de gluten. Lorsque l’apport 

en protéines est faible, la taurine est retrouvée, mais sous forme d’acide taurocholique dans les plasmas. 



197 

 

 

Figure 19. Voie de dégradation de la lysine [286] 

Les cases indiquées en vert sont les voies métaboliques actives chez l’homme. La lysine et le pipecolate sont 

encadrés dans ce schéma métabolique en rouge. Le lien métabolique est indiqué en rouge.  

 

Par ailleurs, une étude a montré que le microbiote était impliqué dans la biotransformation des acides 

biliaires. Il joue un rôle dans l’hydrolyse des acides biliaires conjugués en acides biliaires et taurine ou 

glycine [288]. Il semble donc qu’il y ait un lien entre la thréonine, la taurine et les acides biliaires. Les 

données de la littérature mettent en évidence que ce sont plutôt les AA soufrés qui seraient liés à la 

production de taurine. De façon intéressante, les voies métaboliques des AA soufrés sont liées à la thréo-

nine (Figure 20). Ainsi, la production de taurine est dépendante de la présence de ces AA. Le gluten, 

régime déficient en thréonine (T53), qui diminue la taurine, contient deux fois plus d’AA soufrés que la 

protéine de lait, ce qui pourrait expliquer les différences de production de taurine observée dans nos 

études. Ce lien entre thréonine et taurine reste à préciser et ses niveaux de variations en cas de déficience 

en thréonine restent à approfondir.  
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Figure 20. Métabolisme de la thréonine et de la taurine [286] 

Les cases indiquées en vert sont les voies métaboliques actives chez l’homme. La thréonine et la taurine sont 

encadrés dans ce schéma métabolique en rouge. Le lien métabolique est indiqué en rouge.  

 

 

L’un des objectifs de cette thèse était d’identifier des biomarqueurs de la déficience en AAI, lysine et 

thréonine. Les analyses de métabolomique nous ont ainsi permis d’identifier deux candidats potentiels, 

le pipecolate et la taurine. Le pipecolate semble signer une déficience en lysine, et la taurine, une défi-

cience en thréonine. Des travaux supplémentaires restent nécessaires pour valider ces marqueurs. L’ob-

jectif final étant de mettre au point un dosage urinaire de ces marqueurs pour évaluer le statut en AAI 

d’un individu afin de faciliter la prise en charge de la malnutrition. Le dosage urinaire a l’avantage d’être 

réalisé facilement et de façon non-invasive. Une grande partie des cas de malnutritions se trouvant dans 
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les pays en voie de développement, ce serait un avantage majeur pour déterminer rapidement l’état nu-

tritionnel d’un individu. De plus, il serait facilement réalisable sur des populations fragiles telles que les 

enfants ou les personnes âgées. 

 

3.5. Conclusion 

Ces travaux de thèse ont permis de mieux caractériser l’impact d’une déficience en protéines sur le 

métabolisme énergétique et protéique, et d’évaluer les conséquences d’une déficience en un AAI, lysine 

et thréonine, chez le rat en croissance. Nous avons montré qu’une déficience en protéines induit une 

augmentation de la dépense énergétique due à une augmentation énergétique du cout de l’activité. Il 

semble que l’augmentation de la dépense énergétique soit contrôlée par la sécrétion de FGF21 hépatique 

et plasmatique. En revanche, l’augmentation de la prise alimentaire induite par une restriction protéique 

semble être contrôlée par FGF21 hypothalamique. Une déficience en un AAI, lysine ou thréonine, est 

suffisante pour induire une augmentation de la prise alimentaire et une augmentation de la synthèse et 

de la sécrétion plasmatique de FGF21. Cependant, elle n’est pas suffisante pour augmenter la dépense 

énergétique. De plus, dans l’hypothalamus, l’expression de Fgf21 n’est pas modulée par l’apport en 

AAI. Ces résultats supposent que l’implication de FGF21 dans la dépense énergétique et la prise ali-

mentaire nécessite une augmentation des glucides en plus de la diminution des protéines dans le régime. 

A ce jour, les méthodes utilisées pour déterminer le besoin en AAI sont de mise en œuvre complexe car 

elles requièrent des protocoles invasifs et couteux, et les résultats obtenus selon les différentes méthodes 

présentent d’importantes variations. C’est pourquoi  la FAO a recommandé de développer des approches 

plus précises et non invasives [28]. Les résultats de nos articles 3 et 4 montrent que l’analyse des méta-

bolites urinaires et plasmatiques permet de détecter une déficience en AAI. En analysant les niveaux de 

pipecolate et de taurine, il semble possible de déterminer un état de déficience en ces AAI. De plus, la 

majorité des métabolites retrouvés dans les échantillons plasmatiques sont similaires à ceux retrouvés 

dans les urines. Ainsi, le prélèvement d’urine, qui est non-invasif et facilement réalisable, pourrait être 

une nouvelle méthode pour mesurer le besoin en AAI. Afin de confirmer ces deux biomarqueurs, il 

serait intéressant d’analyser le profil métabolomique des urines après une supplémentation en AAI chez 

des rats dans le but de voir si ces métabolites sont diminués. En plus de la lysine et de la thréonine, il 

serait intéressant de rechercher des biomarqueurs des autres AAI, comme par exemple la méthionine, 

qui est un AAI déficient dans les légumineuses. Enfin, après ces études précliniques chez l’animal, 

l’analyse de ces biomarqueurs devra être validée chez l’homme, et notamment chez les enfants qui ont 

un apport alimentaire déficient en AAI. 
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Titre : Impact de la déficience en acides aminés indispensables sur le métabolisme protéique et énergétique, 

et identification de signatures métaboliques 
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Résumé : La disponibilité de sources de protéines 

pour l’alimentation humaine est une préoccupation 

majeure du fait des transitions démographiques, 

économiques et nutritionnelles mondiales. Les ap-

ports en protéines doivent couvrir les besoins en neuf 

acides aminés considérés comme indispensables 

(AAI). Il est important que leur besoin soit couvert 

pour éviter des situations de déséquilibre du méta-

bolisme protéique et énergétique. Différentes études 

ont été développées afin de déterminer ce besoin : 

bilan azoté, méthode factorielle, et méthodes utili-

sant les isotopes stables. Cependant, ces méthodes 

sont lourdes et invasives et les valeurs de besoins ob-

tenues présentent des différences importantes. Il est 

donc nécessaire de développer des approches plus 

précises et non invasives, telle que la métabolo-

mique, recommandée par la FAO.  

Les objectifs de cette thèse sont d’évaluer l’impact 

de la déficience en protéines et en AAI (lysine et 

thréonine) sur le métabolisme protéique et énergé-

tique et d’identifier des marqueurs de la déficience 

de ces deux acides aminés chez le rat en croissance. 

Des niveaux sévères de déficience (85% ; 75%) en 

protéines et en lysine et thréonine diminuent le 

poids et la masse maigre et augmentent la prise 

alimentaire. Ces effets sont associés à une diminu-

tion de la synthèse protéique. et à une augmenta-

tion du métabolisme énergétique pour les faibles 

apports en protéines. Ces effets semblent médiés 

par FGF21. Les analyses de métabolomiques dans 

les urines révèlent que des variations du pipecolate 

et de la taurine signent respectivement une défi-

cience en lysine et en thréonine. 

 

 

Title: Impact of indispensable amino acid deficiency on protein and energy metabolism, and identification of 

metabolic signatures 

Keywords : Protein, amino acids, requirement, protein metabolism, energy metabolism 

Abstract: The availability of protein sources for hu-

man nutrition is a major concern due to global de-

mographics, economics, and nutritional transitions. 

Protein intakes must cover the need for nine indis-

pensable amino acids (IAA). It is important that this 

need is met to avoid situations of protein and energy 

metabolism imbalance. Various studies have been 

developed to determine this need: nitrogen balance, 

the factorial method, and methods using stable iso-

topes. However, these methods are difficult and in-

vasive, and the obtained values of needs present sig-

nificant differences. It is therefore necessary to de-

velop more precise and non-invasive approaches, 

such as metabolomics, as recommended by the FAO. 

 

The objectives of this thesis are to assess the 

impact of protein and IAA (lysine and threonine) 

deficiency on protein and energy metabolism and 

to identify markers of deficiency for these two 

amino acids in the growing rat. Severe levels of 

deficiency (85%; 75%) in protein and lysine and 

threonine decrease weight and lean mass and 

increase food intake. These effects are associated 

with a decrease in protein synthesis and an increase 

in energy metabolism in low protein diets. These 

effects seems to be mediated by FGF21. Analyses 

of metabolomics in urine show that variations in 

pipecolate and taurine indicate lysine and 

threonine deficiencies, respectively. 

 

 


