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Résumé 

Certains types de glucides et de lipides sont capables de modifier la prise alimentaire 

et l'adiposité chez les rongeurs. À long terme, une alimentation riche en graisses et en 

fructose peut augmenter la prise alimentaire et provoquer une stéatose hépatique chez les 

mammifères. De tels régimes combinés avec du sirop de maïs à haute teneur en fructose 

(HFCS) dans l'eau pourraient entrainer un phénotype similaire chez les canards destinés à 

la production de foie gras. 

Les buts de ces deux études étaient donc dans un premier temps, d’évaluer les effets 

à court terme d’un régime alimentaire riche en graisse et en fructose chez le canard mulard 

et dans un second temps, d’évaluer l’impact à long terme de ce type régime combiné à de 

l’eau de boisson sucrée. 

Pour les deux études, 48 canards mulards mâles ont été bloqués en fonction de leur 

poids et répartis au hasard dans différents groupes suivant un dispositif en blocs complets. 

Pour la première étude, ils ont été répartis dans deux groupes : Témoin (C); régime riche 

en gras et en fructose (FF). 12 canards supplémentaires du même lot ont été euthanasiés 

le jour 0 pour les mesures de base. Après 14 jours, le sang ainsi que le foie d’une partie des 

animaux ont été aléatoirement collectés (n=12/groupe). Pour la seconde étude qui a duré 

92 jours, les canards ont été répartis dans quatre traitements (n=12 par groupe) : régime 

témoin (C) ; régime de contrôle et eau sucrée (CSW); régime riche en graisses, riche en 

fructose (FF) ou régime riche en matières grasses, riche en fructose et eau sucrée (FFSW). 

Le HFCS-55 a été mélangé avec de l'eau du robinet (13% v/p) et fourni ad libitum aux 

groupes CSW et FFSW.  

À court terme, nous avons pu constater une consommation énergétique plus faible 

pour les canards témoin ce qui suggère une altération potentielle des signaux de satiété. 

Cependant, à long terme, l’alimentation ainsi que l’eau de boisson sucrée a altéré 

négativement la consommation. Contrairement à nos attentes, ces types de régimes ont 

donc eu impact limité sur les canards mulards.  

Mots clés : Canards, Fructose, Stéatose hépatique 
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Abstract 

Different types of dietary carbohydrate and lipids are known to alter feed intake and 

adiposity in rodents. Long-term feeding of high-fat, high-fructose diets has been shown to 

alter feed intake and cause fatty liver in mammals. Such diets in combination with the 

addition of high fructose corn syrup (HFCS) in the drinking water may result in a similar 

phenotype in ducks destined for the production of foie gras. 

The aims of these studies were therefore firstly to assess the short-term effects of a 

diet rich in fat and fructose in mulard ducks and secondly to assess the long-term impact of 

this type of diet combined with sugar water. 

Despite its higher energy content, feed intake was not reduced by the FF diet, 

suggesting a potential alteration of satiety signals, which may impact body liver and weight 

under longer-term interventions in ducks destined to produce foie gras. However, HFCS in 

the drinking water reduced voluntary feed intake, whereas overall, FF and C had similar feed 

intake. In contrast to rodent and human studies, FF diets failed to induce hyperphagia and 

liver steatosis. In the absence of overfeeding, the long-term feeding of high-fructose, high-

fat diets, does not promote fatty liver.  

Key words: Ducks, Fructose, Liver steatosis 
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Glossaire 

Accouvage Éclosion des œufs provoquée et contrôlée en couveuses 

artificielles. 

Ad libitum À volonté. 

Adipocytes Cellules du tissu adipeux, spécialiste du stockage des 

graisses 

Apolipoprotéine Lipoprotéine synthétisée par le foie et les intestins. 

Autophagie Dégradation du cytoplasme de la cellule par ses propres 

lysosomes. 

Cirrhose État de dégénérescence hépatique, mort du foie, greffe 

d’organe ou mort de l’individu. 

Cycle de novo Le cycle de novo est une voie métabolique permettant la 

synthèse de lipides à partir de substrats glucidiques. 

Fibrose Augmentation anormale de la quantité de tissus 

conjonctifs dans un organe.  

Gamma GT C’est une aminoacyltransférase qui catalyse la réaction : -

peptide + acide aminé peptide + 5-L-glutamyl-acide aminé.  

Hélice de Lynen Voie métabolique de dégradation des molécules d'acides 

gras. 

Isocalorique Identique en termes de calories 

Lipases Enzymes digestives intestinales. 

Lipogenèse Phénomène de stockage des graisses dans l’organisme. 

Lipolyse Phénomène de destruction des graisses dans l’organisme, 

opposé à la lipogenèse. 
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Néoglucogenèse Aussi appelée gluconéogenèse, correspond à la synthèse 

du glucose à partir de composés non glucidiques 

Phospholipides Lipide contenant de l'acide phosphorique, constituant 

important des cellules vivantes animales et végétales. 

Portomicrons Complexe de protéines, triglycérides et cholestérol 

(équivalents aux chylomicrons des mammifères). 

Stéatose hépatique Le foie devient gras du fait d’un excès de graisse dans les 

tissus. 

Transaminases Enzyme qui catalyse un type de réaction entre un acide 

aminé et un acide α-cétonique. 

Triglycérides Complexe formé d’un glycérol et de trois acides gras 
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Avant-Propos 

 

Ce mémoire comporte une introduction générale, quatre chapitres et une conclusion 

générale. L’introduction est organisée comme suit : mise en contexte, hypothèses et 

objectifs. Le premier chapitre est quant à lui composé de la revue bibliographique, celle-ci 

porte sur la production conventionnelle de foie gras, le mécanisme de foie ainsi que son 

métabolisme énergétique. La fréquence d’alimentation, les microbiotes et les alternatives à 

la production actuelle sont aussi évoqués. Le chapitre deux est rédigé sous forme d’article 

scientifique et montre l’effet d’un traitement alimentaire à base de fructose sur une courte 

période sur les performances des canards mulards.  Tout comme le chapitre précédent, le 

troisième chapitre est rédigé sous forme d’article scientifique est traite des effets d’un 

traitement alimentaire de longue durée à base de fructose additionnée ou non d’eau sucrée 

sur les performances des canards mulards.  Le dernier chapitre est composé de la 

conclusion générale et apporte des éléments nouveaux pour comprendre les résultats. Pour 

finir, une conclusion générale vient clore ce mémoire. 
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La production de foie gras est une pratique initialement détectée sur les oies il y a 

4500 ans en Égypte (Pingel et al., 2012). Cette technique est encore utilisée de nos jours 

notamment dans le Sud-Ouest de la France, mais aussi au Canada. Les animaux sont 

alimentés de force avec une diète composée essentiellement d’eau et de maïs de manière 

qu’ils accumulent le plus de graisse possible dans le foie. L’aptitude à la stéatose hépatique 

est naturelle chez les oies et les canards et est non pathologique réversible (Hermier et al., 

1999). Le foie leur permet l’accumulation de grandes réserves d’énergie, nécessaires lors 

de leur migration. Ainsi, chez les palmipèdes, le foie est le site principal de la lipogenèse de 

novo (Leveille et al., 1975). L’environnement (période de l’année, température, 

photopériode) est donc un des facteurs principaux régissant la stéatose hépatique. 

Effectivement, selon (Guy et al., 2013) dès que la température baisse et que la durée du 

jour diminue, le métabolisme des oiseaux migrateurs change. Il induit l’accumulation des 

lipides dans les tissus notamment du foie afin de préparer les animaux à la migration.  

Actuellement, la production mondiale de foie gras est essentiellement faite à l’aide 

de canards Mulard issus du croisement femelle canard Pékin et mâle canard de Barbarie 

(figure 1).  

 

Figure 1: Obtention d'un canard Mulard par croisement (selon rougie.ca) 

En élevage, les animaux sont gavés à l’âge de 12 semaines durant 14 jours. Afin 

d’obtenir le foie gras, les éleveurs gavent les canards avec une ration à base de maïs (de 

300g en début de gavage à 600-700g en fin de période). Selon Hermier et al. (1994), à la 

fin de cette période, le poids du foie peut représenter jusqu’à 10% du poids total de l’animal. 

L’Europe produit à elle seule environ 90% de la production mondiale de foie gras 

suivi par la Chine, les États-Unis et le Canada (Eurofoiegras, 2019). En 2014, la production 

mondiale de foie gras atteignait 25 600 tonnes dont près des trois quarts de la production 

totale étaient produits en France avec 19 242 tonnes (Itavi, 2017). Le Québec produit à lui 
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seul la totalité des canards gavés du Canada (Québec, 2020). Comme nous pouvons le voir 

sur la figure 2 ci-dessous, les États-Unis, le Canada et le Mexique représentaient 1,7% de 

la production mondiale en 2014.  

 

Figure 2 : Répartition de la production mondiale de foie gras en 2014 (selon Itavi, 2018) 

Cependant, la production de foie gras est controversée à travers le monde à cause 

du gavage effectué sur les animaux (oies, canards). De ce fait, elle a même été interdite 

dans certains pays ou états par exemple en la Californie pour les États-Unis (Forth, 2018). 

On assiste à une montée du végétarianisme, du véganisme (Asano and Biermann, 2019) et 

à la diffusion d’une multitude d’images-chocs contre la production animale notamment dans 

les pays développés. Les éleveurs sont sans cesse critiqués et sollicités pour améliorer les 

conditions animales. Face à ce contexte, l’élaboration de méthodes alternatives au gavage 

pour la production de foie gras s’avère obligatoire pour maintenir la production de cet aliment 

de luxe à long terme.  

Le but de ce projet était donc d’étudier les effets du régime alimentaire sur les 

performances et le métabolisme des canards Mulard afin d’évaluer leur potentiel pour 

remplacer le gavage traditionnel. Pour ce faire, cette étude a évalué l’effet de la composition 

chimique des diètes des canards Mulard. En effet, les diètes étudiées étaient riches en 

fructose et en lipides avec très peu de choline afin d’amplifier le phénomène de la stéatose 

hépatique et de diminuer la sensation de satiété des animaux. Comme démontré chez la 

souris, on s’attendait à ce que ce type de diète engendre une augmentation de la prise 

alimentaire et par conséquent une accumulation de lipides dans le foie (Martinez-Lopez et 

al., 2017). 
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Les diètes étudiées étaient donc composées d’une grande quantité de fructose (plus 

de 40%). En effet, contrairement au glucose, le fructose ne semble pas stimuler la sécrétion 

d’insuline par les cellules pancréatiques (Rodin, 1991). Or, l’insuline est certainement un 

des éléments clés de la chaîne de réaction aboutissant à la synthèse et à la sécrétion de 

leptine entrainant la sensation de satiété (Woods et al., 1979; Schwartz and Morton, 2002; 

Harrold et al., 2012). En outre, le fait d’utiliser du fructose et du glucose dans la ration 

(expérience 1 et 2) et dans l’eau (expérience 2) devait nous permettre d’augmenter la prise 

alimentaire des canards par inhibition de la ghréline (Schwartz and Morton, 2002) grâce à 

la stimulation de l’insuline et de la leptine. Par conséquent, ces régimes alimentaires 

devaient déclencher un « auto-gavage » chez les animaux.  

L’étude comporte en ce sens, deux objectifs principaux étudiés à l’aide de deux 

phases expérimentales :  

• Évaluer l’impact de la composition en macronutriments (fructose, glucose et lipides) 

de la diète sur la consommation, le microbiote intestinal et l’accumulation des lipides 

dans le foie chez les canards. 

• Évaluer l'impact de l'augmentation des lipides alimentaires et de la supplémentation 

en fructose de l'eau de boisson sur l'accumulation de graisse dans le foie et la 

consommation d'aliments.  
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 Le foie gras, processus de production 

I. Le canard Mulard 

Les canards Mulard sont des palmipèdes qui comme les oies cendrées sauvages 

(Anser anser) disposent de la faculté d’accumuler des graisses dans le foie afin de subvenir 

à leurs besoins énergétiques durant la migration (Cornelius et al., 2013; Guy et al., 2013). 

Ils équivalent à 90% de la production française de foie gras qui elle-même représentait 75% 

de la production mondiale en 2015. 

Contrairement à l’oie, le canard possède un jabot beaucoup plus développé, ce qui 

lui permet d’ingérer une plus grande quantité de nourriture. Leur gésier est cependant moins 

musclé. Il peut développer des pressions de 180 mm de mercure contre 275 pour l’oie 

(Sturkie, 1986). Cette différence influence donc la fréquence d’administration (2 repas par 

jour pour le canard contre 3 pour l’oie selon (Blum et al., 1970) ainsi que la quantité de 

nourriture qui va leur être proposée à chaque prise.  

Chez les monogastriques, l’absorption des glucides dépend de leur nature par des 

enzymes et/ou de la microflore bactérienne. Par exemple, l’assimilation de l’amidon contenu 

dans le maïs a principalement lieu dans l’intestin grêle à l’aide de l’α-amylase pancréatique 

et d’autres enzymes glycolytiques (Champ, 1985). Pour ce qui est des glucides pariétaux, 

l’absorption a essentiellement lieu dans le caecum et le colon où ils sont fermentés en acides 

gras volatiles et en gaz par la flore microbienne anaérobie (Champ, 1985; Vasaï et al., 

2014). 

Les lipides alimentaires sont également absorbés au niveau de l’intestin grêle des 

volailles où ils ont été assemblés sous forme de portomicrons (équivalent à de plus gros 

chylomicrons chez les mammifères) avant d’être libérés dans la circulation porte. À par la 

suite, les portomicrons vont en partie être captés par le foie puis envoyés dans la circulation 

générale. Une partie des lipides qu’ils transportaient, notamment les acides gras 

polyinsaturés essentiels (tel que l’acide linoléique (C18 :2 n-6)) qui constituent environ 53% 

des acides gras totaux du maïs vont être utilisés par le foie (Baeza et al., 2013). 
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II. Le processus et les conditions d’élevage 

Les conditions d’élevage pour la production de foie gras sont similaires dans toutes 

les exploitations. L’entreprise Rougié qui nous a fourni les animaux pour l’expérience, située 

à Saint Hélène de Bagot (Québec), reçoit les œufs fécondés de race Mulard au stade de 28 

jours. Après accouvage des œufs, les canetons ont accès durant 12 semaines à l’eau et la 

nourriture à volonté. Durant les semaines 0 à 4, les bâtiments sont chauffés à 25°C puis la 

température diminue jusqu’à atteindre 15°C lors de la phase de gavage. En raison de leur 

dimorphisme sexuel, seuls les canards mâles sont gavés. Leur foie est plus gros que celui 

des femelles. De plus, en France selon l’arrêté du 23 février 1996 (Paquot épouse Negny, 

2002) le foie de canard ne peut provenir que de mâles. 

Après la phase d’élevage et de croissance, on assiste à une période dite de 

prégavage où les canards sont alimentés de façon restreinte dans le temps afin de 

développer l’élasticité du jabot, ainsi que de stimuler les fonctions digestives qui seront 

nécessaires durant la période de gavage.  

En phase de prégavage, le canard consomme progressivement de 220 à 400g de 

nourriture par jour. À la suite de cette phase, la dernière étape est celle du gavage durant 

10 à 12 jours. Ensuite, le canard est placé dans des cages par groupe de 3 individus et est 

gavé toutes les 12 heures au maïs à l’aide d’une gaveuse. Les bâtiments y sont ventilés (10 

à 15°C pour les canards Mulard) et éclairés (8h de lumière par jour). En période de gavage, 

le canard reçoit une ration plafonnée entre 400g et 500g par repas soit en moyenne 10,7 kg 

de maïs/canard Mulard durant l’ensemble de la période (Salichon et al., 1994). 

III. La composition de la diète 

L’alimentation du canard pour la production de foie gras est essentiellement à base 

de maïs. En période de croissance et de prégavage, le maïs est fourni sous forme de 

granulés. Pour ce qui est du gavage, le maïs est gonflé dans de l’eau chaude avec un peu 

d’huile pour lubrifier l’œsophage. On peut y ajouter du vinaigre pour désinfecter l’œsophage 

en cas de lésions (Vincent Hattry, éleveur à Aubiet dans le Gers, France). Des formules à 

base de maïs, de mélasses issues de céréales, de tourteau de soja ou encore de farine de 

luzerne peuvent être utilisées (Babile et al., 1980). 

Cependant, le maïs est la céréale la plus utilisée du fait de son pourcentage 

d’assimilation dans l’organisme (100% chez les volailles) contrairement à l’orge (50%) ou 
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encore au millet (65%). Le maïs est composé à 72% d’amidon, 10% de protéines et 4,3% 

de lipides (Saulnier, 2012). 

Dans le maïs, la principale source de carbones de la ration provient des glucides 

présents majoritairement sous forme d’amidon. Ils sont nécessaires à l’apparition de la 

stéatose hépatique.  

Cependant, ce régime est assez pauvre en protéines (10%). En effet, le ratio 

énergie/protéine est très élevé et favorise ainsi la synthèse de lipides chez les oiseaux 

(Baéza et al., 2013). Or, une des fonctions du foie est de maintenir l’homéostasie glucidique 

(Baéza et al. 2013). Pour cela, le foie va donc convertir le glucose en excès en acide gras 

(Browning and Horton, 2004) et donc favoriser la stéatose hépatique. 

Enfin, le maïs est une céréale contenant peu de choline, d’acide folique, de 

méthionine et pas de vitamine B12. Or, il a été démontré que, chez les rats soumis à des 

diètes carencées à l’un ou plusieurs de ces composés présentaient des stéatoses 

hépatiques (Baéza et al., 2013). Chez les canards, une carence en choline pourrait 

également engendrer la stéatose hépatique (Gabarrou et al. 1996). La carence en plusieurs 

de ces composés limite l’export des VLDL et favorise l’accumulation des lipides dans le foie. 

Il s’avère donc que l’utilisation de maïs pour la production de foie gras est idéale pour ce 

type de production. 

IV. Critères de qualités du foie gras 

La composition du foie gras ne diffère pas significativement selon l’espèce de canard 

gavée (tableau 1). Cependant, nous pouvons remarquer que la composition en lipides, en 

eau, en protéine et en cendre est significativement différente (P < 0,01) entre l’oie et le 

canard. 
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Tableau 1 : Composition (%) du foie gras en fonction de l’espèce, source : Salichon et al., 1994 

Espèces Lipides ** Eau ** Protéines * Cendres * 
Autres3 

Oie 54,6a ± 4,3 32,7a ± 3,1 8,3a ± 0,9 0,7a ± 0,1 3,7 

Canard mulard 60,5b ± 4,4 28,5b ± 3,4 6,9b ± 1 0,6b ± 0,1 3,5 

Canard de Barbarie 62,6b ± 1,8 27,4b ± 1,8 6,4b ± 0,6 0,5b ± 0,1 3,1 

1 Valeurs moyennes ± écarts types (n = 9). 2 Les valeurs qui sont suivies de la même lettre 

ne sont pas significativement différentes (* P < 0,01 ; ** P < 0,001). 3 Obtenus par différence, nature 

indéterminée. 

On considère qu’un foie gras est composé à 60% de lipides, 30% d’eau, 7% de 

protéines, 0,6% de minéraux (cendres) et enfin 3 à 4% d’autres constituants. 

Un foie de canard maigre, c’est-à-dire sans gavage, contient peu de lipides qui sont 

essentiellement des phospholipides (Salichon et al., 1994). Avant gavage, les lipides du foie 

sont composés de 60-65% de phospholipides, 30% de triglycérides et 6% de cholestérol 

(Salichon et al., 1968). 

Cependant, le processus de gavage modifie la composition du foie des canards. En 

effet, on observe une augmentation de la masse lipidique aux dépens de l’eau et des 

protéines ainsi qu’une faible teneur en minéraux (cendres). Concernant la composition 

lipidique du foie « gras », le gavage engendre une diminution considérable du pourcentage 

de phospholipides et une augmentation du pourcentage de triglycérides. Effectivement, en 

fin de gavage, les lipides du foie sont composés de 10% de phospholipides, de près de 90% 

de triglycérides et de 2% de cholestérol (Salichon et al., 1968). Ces modifications sont dues 

à l’apport important de lipides et de glucides par l’alimentation forcée qui engendre une 

saturation des capacités à déposer des triglycérides dans les tissus adipeux et donc, un 

dépôt important dans le foie (Babilé, 1989). 

Pour être considéré comme gras, le foie d’un canard doit peser plus de 300 

grammes.  
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Outre son poids, son aspect, sa consistance et son odeur sont des paramètres 

importants selon Paquot épouse Negny (2002) : 

• Aspect : Le foie doit être coloré de manière uniforme d’une couleur blanche 

rosée à jaune dépendamment du type de maïs donné dans la ration (maïs 

blanc ou jaune). Le foie ne doit pas présenter de tâches, de pétéchies, ni de 

vaisseaux apparents ou de foyers hémorragiques qui reflèteraient une 

mauvaise saignée. De plus, l’organe doit paraitre lisse et homogène. 

• Consistance : Le foie doit être ferme, onctueux et souple au toucher. Il doit 

être en capacité de garder l’empreinte du doigt. En effet, si le foie est mou, 

cela traduit une dégénérescence graisseuse, ce qui n’est pas souhaité. Au 

contraire, s’il est dur, cela est synonyme de cirrhose. La surface doit 

également être sèche. 

• Odeur : L’odeur ne doit pas être trop prononcée. Elle doit être « normale ».  

Selon ces critères, les foies peuvent être classés dans différentes catégories (cf. 

tableau 2, selon Paquot 2002) : 
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Tableau 2 : Critères de classification du foie gras selon les normes de qualité établies (SICA 
Saint-Sever) 

Qualité Poids Apparence Texture Odeur 

Extra A 
Min. 

400gr 

Paroi extérieure lisse, 

couleur blanche rosée 

uniforme, absence de 

taches rougeâtres ou 

sanguines, de défauts 

apparents. 

Ferme, mais souple 

au toucher (les foies 

caoutchouteux, mous 

et durs sont exclus). 

P
a

s
 d

’
o

d
e

u
r 

p
ro

n
o

n
c
é

e
 

Extra B 

 

 

 

 

Min. 

300gr* 

 

Même critère que 

l’extra A mais couleur 

moins uniforme, 

présence de tâches 

rougeâtres ou 

sanguines peu 

prononcées. 

2ème 

catégorie 

Tous les foies normalement engraissés, mais ne 

répondant pas aux critères énoncés ci-dessus à 

l’exception des foies de « volailles ». 

Volaille Foies non engraissés 

*Plan européen, 11 octobre 1995 
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La stéatose hépatique 

La stéatose hépatique est une maladie réversible et évolutive liée à l’accumulation 

de lipides dans le foie. C’est cette pathologie que nous observons chez les canards à foie 

gras en fin de gavage. Cette maladie métabolique présente différents stades : stéatose 

simple (accumulation de lipides), stéatose avec inflammation non spécifique, stéatohépatite 

(stéatose avec lésions hépatiques), cirrhose (présence de fibrose) et enfin à 

l’hépatocarcinome (Brunt and Tiniakos, 2002; Collantes et al., 2004). 

a. Simple 

La stéatose hépatique est une accumulation de lipides dans le foie. Un régime trop 

riche en sucres et en graisses entraine un excès d’acides gras libres et de ce fait, une 

accumulation d’adipocytes constitués de triglycérides, d’acide gras et de cholestérol dans 

le foie (Ratziu et al., 2005). La stéatose hépatique simple induit une insulinorésistance du 

fait que l’insuline produite en continu tente de diminuer en vain la concentration de sucres 

dans les tissus. Effectivement, l’insuline promeut l’absorption du glucose en circulation par 

les tissus. Il s’agit d’une hormone à activité anabolique. La stéatose induite chez les 

palmipèdes est intense puisque chez l’oie, le poids du foie peut être multiplié par 10 en 15 

jours, passant de 100 g à 1 kg représentant ainsi jusqu’à 10% du poids corporel (Hermier 

et al., 1999). La réversibilité de la stéatose hépatique chez les palmipèdes gavés a été 

démontrée pour prouver l'origine non pathologique de cet état physiologique particulier. 

Contrairement à la stéatose d’origine pathologique, la stéatose chez les palmipèdes n’induit 

pas de lésions histologiques (Blum et al., 1970: 19). En effet, il y a une quasi-disparition de 

la stéatose hépatique, lorsqu’un animal gavé durant 2 semaines dispose ensuite d’un libre 

accès à la ration de base (Bengone-Ndong, 1996).  

b. Non alcoolique 

La stéatose hépatite non alcoolique ou encore appelée NASH (NonAlcoholic 

SteatoHepatitis) est une aggravation d’une stéatose hépatique simple (Ratziu et al., 2005). 

Elle est caractérisée par une stéatose, des anomalies hépatiques (augmentation du taux de 

transaminases ou de Gamma GT (GGT)) dans le sang, une inflammation du foie 

accompagnée d’une nécrose hépatocellulaire (Figure 3). 

Cette pathologie survient chez des patients n’ayant pas de maladie alcoolique du 

foie. Une des causes majeures de cette maladie est l’insulino-résistance. En effet, les 
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patients en surpoids, notamment ceux ayant déjà une stéatose hépatique, produisent une 

forte quantité d’insuline dans le sang dans le but de faire diminuer le taux de sucre en 

circulation. Or, les cellules hépatiques s’épuisent dans le temps, la sensibilité à l’insuline 

diminue soit sa concentration dans le sang aussi ce qui augmente le taux de sucre en 

circulation. Le patient développe un diabète de type 2. Le fait d’être en hyperinsulinémie 

trouble le métabolisme des triglycérides intrahépatiques. En effet, les hépatocytes 

produisent des leptines responsables de la satiété; or dans le cas d’un métabolisme troublé, 

la leptine n’agira plus et le patient mangera toujours plus (Heek et al., 1997). La 

stéatohépatite non alcoolique est réversible et asymptotique comme la stéatose hépatique 

simple. 

 

 

Figure 3: Progression de la stéatose hépatique (Source : adaptée de :BFMTV) 

c. La cirrhose 

La cirrhose est une maladie du foie découlant de toute maladie hépatique chronique 

(ex : stéatohépatite non alcoolique). Elle constitue la phase extrême d’aggravation de 

stéatose hépatique et est un phénomène irréversible qui peut entrainer la mort de l’organe 

et par la suite de l’individu. Les individus ayant une cirrhose hépatique sont sujets à des 

complications telles que le développement de carcinome hépatocellulaire. 
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Dans le cas d’une cirrhose hépatique, les cellules endommagées sont remplacées 

par des tissus conjonctifs appelés tissus cicatriciels on assiste alors à la fibrose. Les cellules 

hépatiques défaillantes sont remplacées petit à petit par du tissu conjonctif ce qui aboutit à 

la dégénérescence de l’organe (Bernard et al., 2008). Il est difficile de détecter la cirrhose 

hépatique du fait que le patient n’a aucun symptôme, il est donc important de suivre les 

patients à risque (diabétiques, prédispositions génétiques, etc.). 

 

Effets du régime alimentaire et de la stratégie alimentaire sur le 

métabolisme énergétique 

I. La fréquence d’alimentation 

Chez le mammifère, la restriction du temps d’accès à la nourriture a des effets sur le 

métabolisme basal, de sorte que les dépenses énergétiques augmentent avec la restriction 

(Martinez-Lopez et al., 2017).  

L'accès ad libitum à un régime alimentaire riche en graisses provoque chez les 

souris : l'obésité, la résistance à l'insuline, la stéatose hépatique, l'hypercholestérolémie et 

la dyslipidémie (Wang and Liao, 2012). En revanche, l’accès ad libitum au régime 

alimentaire riche en fructose n’entraine pas d’augmentation marquée de l’adiposité, mais 

conduit à une intolérance au glucose et à une stéatose hépatique (Tetri et al., 2008; Mellor 

et al., 2011; Samuel, 2011). En d’autres termes, un régime riche en fructose favorise 

l’accumulation des graisses dans le foie.  

Avec leur expérimentation menée chez la souris Martinez-Lopez et al., (2017) ont 

aussi démontré qu’avec un régime isocalorique, l’apport de nourriture deux fois par jour 

induisait plusieurs voies métaboliques favorables à la perte de poids ainsi qu’à la prévention 

du diabète. Cette expérience consistait à nourrir deux lots de souris avec un régime 

isocalorique selon deux stratégies alimentaires (ad libitum VS 2X : 2 repas de 2h par jour). 

Chez la souris, une différence significative a été observée entre les souris alimentées selon 

le régime 2X (deux fois par jour) et celles alimentées avec le régime ad libitum. Les souris 

alimentées avec le régime ad libitum ont eu significativement un poids plus élevé que les 

autres (Martinez-Lopez et al., 2017).  
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De plus, cette étude démontre que le régime 2X engendre une augmentation de 

l’oxydation des lipides dans le foie entrainant une diminution de la lipogenèse et donc, une 

diminution de lipides dans le foie en comparaison au régime ad libitum. Le régime 2X 

entraine la diminution de la néoglucogenèse dans le foie diminuant ainsi, le taux de glucose 

dans le foie et dans le sang (Martinez-Lopez et al., 2017). 

Les facteurs expliquant la prise de poids avec un régime administré à volonté 

seraient la quantité d’énergie ingérée quotidiennement ainsi que le métabolisme basal. 

Cependant, étant donné que les régimes étaient isocaloriques l’hypothèse suivante a été 

émise : la modification du métabolisme basal, comme démontré serait responsable de la 

différence sans pour autant que la prise alimentaire selon le traitement, soit significativement 

différente.  

II. La composition biochimique de la diète 

Les rations que l’on a testées étaient constituées en majeure partie de glucides 

(fructose) et de lipides (acide palmitique, acide oléique et linoléique), ce qui diffère de la 

ration traditionnelle composée en majeure partie d’amidon (maïs). Dans la seconde étude, 

le taux de protéine était également élevé (14%). 

• Les glucides  

Lors de la production conventionnelle de foies gras, la principale source de glucide 

provient de l’amidon contenu en grande quantité dans le maïs (72% d’amidon, 10% de 

protéine et 4,3% de lipide selon Saulnier (2012).  

L’amidon est un homopolymère d’amylose et d’amylopectine. C’est un sucre 

complexe constitué de D-glucose reliés par des liaisons d’amylopectine (Figure 4). Il est 

hydrolysé par des amylases présentes dans la salive et les sucs pancréatiques en dextrine, 

maltose et glucose. Enfin, les dextrines et le maltose sont hydrolysés en glucose sous 

l’action de l’isomaltase et de la maltase. 
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Figure 4 : Structure de l'amidon (universelle) 

Le glucose est un sucre simple nommé ose (Figure 5) stocké dans les organismes 

sous forme de glycogène. Il constitue la première source de carbone pour la production 

d’ATP soit d’énergie indispensable au bon fonctionnement du métabolisme. La 

consommation et par conséquent la consommation de glucose sont régulées par un grand 

nombre d’hormones (leptine et ghréline notamment). 

 

Figure 5 : Structure chimique du glucose 

Afin de stimuler l’hyperphagie des palmipèdes, les rations « hypercaloriques » ont 

contenu une grande quantité de fructose qui est un isomère du glucose contenu dans 

l’amidon de maïs. Il s’agit d’un sucre simple appartenant à la famille des cétoses. 

Contrairement au glucose, il possède un groupement cétone en position 2 et non un 

groupement aldéhyde en position 1 (voir figure 6). Comparée au glucose, son utilisation 

entrainerait une résistance à certaines hormones de satiété et stimulerait la synthèse de 

novo et donc l’augmentation du stockage de lipides dans les tissus.  

 

Figure 6 Structure chimique du fructose 
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En effet, le fructose possède le pouvoir de ralentir la sécrétion d’insuline, ce qui 

engendre une diminution de la production de leptine chez les mammifères (Woods et al., 

1979; Rodin, 1991). Or la leptine est considérée comme l’hormone de la satiété, c’est-à-dire 

qu’elle permet de diminuer les sensations de faim et d’appétit (Halford et al., 1998). En ce 

sens, une ration composée de fructose devrait favoriser la prise alimentaire, ce qui n’est pas 

le cas d’une ration composée de glucose. L’augmentation de l’ingestion d’aliment devrait 

permettre l’assimilation de plus de calories et donc une plus grande accumulation de 

graisse, ce qui devrait engendrer une stéatose hépatique du foie plus importante.  

• Les lipides 

Comme mentionné plus haut, le maïs contient 4,3% de lipides (Saulnier, 2012) dont 

l’acide linoléique (C18 :2 n-6) qui représente environ 53% des acides gras totaux de la 

céréale (Baeza et al., 2013). 

Comme nous pouvons le voir dans le tableau 3 ci-dessous, le maïs est composé de 

57,1% d’acide gras polyinsaturés couramment nommés oméga 3 et 6. L’acide linoléique 

(oméga 6) et l’acide alpha linolénique (oméga 3) ne peuvent pas être synthétisés par 

l’organisme et doivent être apportés par l’alimentation. Ils sont dits essentiels.  

Les acides gras polyinsaturés sont des constituants des membranes cellulaires alors 

que les polyinsaturés dits essentiels permettent la régulation des gènes, dont ceux 

impliqués dans le métabolisme lipidique (Guesnet et al., 2005). 

Pour toutes les raisons mentionnées plus bas, les rations « hyper-caloriques » que 

nous avons mises au point contenaient beaucoup d’acides gras palmitiques, oléiques et 

linoléiques. 

L’acide palmitique (16 :0) est un acide gras saturé. Selon Guesnet et al. (2005), il 

démontre un effet hypercholestérolémiant. C’est-à-dire qu’il favorise l’augmentation du 

cholestérol dans le sang.  Or, le cholestérol compose 6% des lipides du foie  (Salichon et 

al., 1968). En d’autres termes, l’acide palmitique favorise la stéatose hépatique. 
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L’acide oléique (18 :1 ω9) quant à lui est un acide gras mono-insaturé. Or, ce type 

d’acide gras est utilisé comme source d’énergie par l’organisme. Il peut également être 

estérifié dans tous les types de lipides et en particulier dans les triglycérides de dépôt (tissu 

adipeux). L’acide oléique estérifie aussi le cholestérol (Legrand, 2007).  

L’acide linoléique (18 :2 ω6) et l’acide alpha linolénique (18 :3 ω3) sont des acides 

gras essentiels c’est-à-dire qu’ils ne peuvent pas être synthétisés par l’organisme et doivent 

être apportés par l’alimentation. Ils sont issus de l’acide oléique par une suite de réactions 

d’élongation et de désaturation (Legrand, 2007). Ces acides gras polyinsaturés sont des 

constituants des membranes cellulaires et les polyinsaturés essentiels ont un rôle dans la 

Tableau 3: Composition en acides gras du maïs (Dubois et al., 2007) 
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régulation des gènes tel que ceux impliqués dans le métabolisme lipidique (Guesnet et al., 

2005). 

• La choline 

La choline est impliquée dans le métabolisme lipidique. Elle permet l’exportation des 

triglycérides du foie vers les tissus périphériques. Il s’agit d’un précurseur des VLDL. Selon  

Sauvant et al., (2002), la choline est très présente dans l’alimentation (jusqu’à 7g/kg) bien 

que le maïs utilisé pour le gavage en contienne peu (0,4 à 0,6g/kg). L’utilisation d’un aliment 

contenant peu de choline tel que le maïs dans la ration des palmipèdes à foie gras limite 

l’exportation des triglycérides vers les tissus périphériques et favorise donc l’engraissement 

du foie (Baeza et al., 2013; Denis et al., 2019). 

Dans l’ensemble des rations utilisées, il y a donc eu très peu de choline de manière 

à favoriser le stockage des graisses dans le foie et pas dans les tissus périphériques.  

• Les protéines 

Les protéines sont des macromolécules d’origine biologique qui sont essentielles 

aux fonctionnements des êtres vivants. Elles sont composées de divers acides aminés et 

jouent un rôle : structural, hormonal, enzymatique et moteur.  

En grandes quantités dans les rations alimentaires, les protéines augmentent plus 

intensément la sensation de satiété par rapport aux glucides et aux lipides (Long et al., 

2000). Elles possèderaient l’effet de satiété le plus fort par rapport aux autres 

macronutriments (Jahan Mihan, 2017).  La vitesse de digestion des protéines varie en 

fonction de leur source et de leurs propriétés physicochimiques (Gilbert et al., 2011). Par 

exemple, chez les humains, les protéines provenant des poissons se digèrent plus 

lentement que celles issues de bœufs ou de volailles (Jahan-Mihan et al., 2011). Chez les 

animaux obèses, les régimes riches en protéines ont induiraient une diminution de la prise 

alimentaire ainsi qu’une plus grande perte de poids (Bong et al., 2010; Kim et al., 2012).  

En ce qui concerne les protéines végétales, peu d’études ont été faites pour les 

comparer aux protéines animales, mais il semblerait qu’il n’y est pas de différence (Douglas 

et al., 2015). 
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III. Effets sur les hormones liées à la régulation de la prise alimentaire et au 

métabolisme énergétique 

Comme dit précédemment, la stéatose hépatique est d’origine alimentaire et résulte 

de divers mécanismes. Une forte activité lipogénique combinée à une faible exportation des 

lipides hépatiques néosynthétisés ainsi qu’une faible rétention des lipides circulant par les 

tissus périphériques favorise le retour vers le foie (Baeza et al., 2013). 

• La leptine et la ghréline, hormones directement liées à la prise alimentaire 

La ghréline et la leptine sont deux hormones antagonistes directement liées à la prise 

alimentaire. La ghréline stimule l’appétit et donc la prise alimentaire. Sa teneur diminue lors 

de la prise alimentaire et augmente en état de jeûne. La leptine est quant à elle une hormone 

peptidique impliquée dans la régulation des réserves graisseuses de l’organisme. 

Également surnommée hormone de satiété, c’est une cytokine produite par les adipocytes 

présents dans la circulation sanguine. Elle augmente la sensation de satiété au cours des 

repas (Cassy et al., 2001). Chez le poulet, c’est en 1998 que le gène codant pour cette 

hormone a été mis en évidence (Taouis et al., 1998). 

Chez le poulet, la leptine s’exprime plus dans les tissus adipeux et particulièrement 

dans le foie. Cette expression génique dans les cellules hépatiques est en lien avec la 

lipogenèse des volailles (Leveille et al., 1975). En clair, selon Boden (1996), la prise 

alimentaire induit l’augmentation du taux de leptine dans le sang alors que l’état de jeûne le 

fait diminuer.  

De plus, selon Teff et al. (2004) une alimentation chronique en fructose comme dans 

ces études induit une résistance à la leptine. Ce type d’alimentation engendre donc à un 

dérèglement alimentaire. Chez le rat, la perturbation engendrée par cette leptino-résistance 

ajoutée à un régime riche en graisse favorise la prise de poids et le taux d’adiposités (Teff 

et al., 2004). En choisissant un tel régime pour nos canards (Fructoses + graisses) nous 

nous attendons à induire un phénomène similaire et donc la stéatose hépatique permettant 

la production de foie gras.  

• Insuline et glucagon, hormones indirectement liées à la prise alimentaire 

L’insuline et le glucagon sont deux hormones indirectement liées à la prise 

alimentaire dite clés du métabolisme du glucose et donc de la production d’énergie sous 
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forme d’ATP. Dans le cas d’une glycémie élevée (post-repas), l’insuline a pour but de 

diminuer le taux de glucose circulant dans le sang en induisant principalement son stockage 

dans le foie et les muscles squelettiques sous forme de glycogène. C’est la voie de la 

glycogénogenèse.  

Dans le cas inverse, c'est-à-dire en baisse de glycémie, lorsque le corps a besoin 

d’énergie, le glucagon va dans un premier temps agir sur le foie en transformant le 

glycogène en glucose. Dans un second temps, le glucose va être libéré dans la circulation 

sanguine. Il s’agit de la glycogénolyse. Cette hormone a donc pour rôle d’augmenter le taux 

de sucre dans le sang. Pour se faire, il va augmenter la concentration d’AMPc et induire la 

phosphorylation du glycogène synthase. En présence de substrat est phosphorylé, son 

action est inactivée. On a donc un arrêt du stockage sous forme de glycogène.  

• Gènes de régulation et facteurs de transcription 

L’insuline active le facteur de transcription SREBP (Sterol Regulatory Element-

Binding Protein) dont notamment l’une de ses trois isoformes SREBP-1c (proteine-1c) 

contenues dans le foie (Tian et al., 2018). SREBP-1c active la synthèse des acides gras, 

des triglycérides et du cholestérol dans l’ensemble des organes (Horton et al., 2002). Par 

conséquent, leur hyperactivation peut provoquer la stéatose hépatique, la cirrhose voir une 

insuffisance hépatique (Moon et al., 2012).  

Le glucose active le facteur de transcription « Carbohydrate Response Element 

Binding Protein » (ChREBP) qui active la glycolyse et la synthèse d’acides gras (Linden et 

al., 2018).  

Les SREBP-2 quant à eux, activent les LXR (récepteurs nucléaires des oxystérols) 

du foie par le biais de ligands. Les LXR vont eux aussi venir activer les SREBP-1c et 

ChREBP (Linden et al., 2018). En outre, selon Linden et al. (2018), la lipogenèse dépend 

de l’action de : SREBP-1c, ChREBP et LXR (voir figure 7) 
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Figure 7 : Induction de la lipogenèse du foie par SREBP-1c, ChREBP et LXR adaptée de 
Linden et al. (2018). 

Ce schéma illustre l'action synergique de l'insuline et du fructose / glucose dans la promotion 
de la lipogenèse hépatique. L'insuline active la transcription de l'ARNm de SREBP-1c ainsi que le 
traitement protéolytique de la protéine SREBP-1c, tandis que le fructose / glucose active le ChREBP 
par de multiples mécanismes. L'activation médiée par l'insuline de la transcription SREBP-1c agit par 
le biais de LXR et SREBP eux-mêmes. Bien que le LXR régule la lipogenèse principalement en 
augmentant l'ARNm de SREBP-1c, il peut également activer directement les promoteurs de Chrebp 
et certains gènes lipogéniques. SREBP-2, qui régule les gènes de biosynthèse du cholestérol, 
contrôle la production de ligands de stérols endogènes nécessaires au LXR pour activer la 
transcription des gènes SREBP1c, ChREBP et lipogéniques. ChREBP régule également directement 
l'expression de SREBP-1c et, au moins dans certaines conditions, SREBP-1c peut également réguler 
ChREBP. Ensemble, SREBP-1c, LXR et ChREBP sont nécessaires pour une induction maximale de 
la lipogenèse hépatique postprandiale 

 

Chez les canards en fin de gavage Hérault et al. (2010) ont démontré qu’une 

surexpression des gènes DGAT2 (catalyse la dernière étape de la synthèse des 

triglycérides), SCD (catalyse l'étape de limitation de vitesse dans la formation d'acides gras 

mono-insaturés), ChREBP, FAS (acide gras synthase) et SREBP-1 impactaient 

positivement la lipogenèse ainsi qu’une sous expression des gènes codants pour l’apo-B 

(synthèse des VLDL) et pour CPT-1 (oxydation des lipides). Ces expressions géniques sont 

donc synonymes d’une augmentation de la synthèse des acides gras et des triglycérides, 

de diminution des VLDL formés et de l’oxydation des acides gras favorisant l’accumulation 

des lipides dans le foie. 

Cependant, l’expression de PPAR- γ (facteur de transcription activé par SREBP-1c) 

n’est pas amplifiée (Hérault et al., 2010). Or, elle est accrue chez les rongeurs présentant 

une insulinorésistance et une stéatose hépatique (Browning and Horton, 2004). 
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Un apport insuffisant en donneur méthyle conduit à l’augmentation de 

l’homocystéine dans le foie ce qui permet la surexpression de SREBP-1 et donc favorise la 

lipogenèse soit la stéatose hépatique (Roblin et al., 2007). 

Métabolismes énergétiques du foie 

Chez les oiseaux, la lipogenèse de novo s’effectue essentiellement dans le foie 

(Leveille et al., 1975). La synthèse des acides gras dépend de la disponibilité de précurseurs 

glucidiques alimentaires. On assiste donc à une forte stimulation en période de gavage, car 

le maïs, riche en amidon, est distribué en quantité élevée durant cette période (de 300g en 

début de gavage à 700g selon Baéza et al. 2013). 

D’après Saez et al. (2008), si l’on tient compte des teneurs en amidon (≈70%) et en 

lipide (≈4%) du maïs et de la capacité de conversion de l’acide linoléique et du glucose en 

lipide neutre, on peut estimer que 90% des triglycérides stockés dans le foie proviennent 

des glucides alimentaires.  

I. Les glucides 

À son arrivée dans la cellule, le glucose, la plus petite sous unité métabolisable, 

entre dans la glycolyse. La glycolyse comprend une succession d’étapes enzymatiques 

aboutissant à deux molécules de pyruvate ainsi que deux molécules d’ATP à partir d’une 

molécule de glucose. À ce moment-là, le pyruvate traverse la paroi mitochondriale (passage 

du cytoplasme à la mitochondrie) pour être transformé en acétyl-CoA sous l’action de la 

pyruvate déshydrogénase. Ensuite, l’acétyl-CoA est entrainé dans le cycle de Krebs. Celui-

ci engendre un enchaînement de réactions aboutissant à la production d’énergie sous forme 

d’ATP, de CO2 et de NADH qui sera utilisé pour produire de l’énergie au niveau de la chaîne 

respiratoire (Awde, 2014).  

En outre, les cellules hépatiques ont la capacité d’utiliser le glucose pour la synthèse 

des acides gras de novo (Awde, 2014). Chez les oiseaux, le foie est le principal site de la 

lipogenèse de novo (Leveille et al., 1975). En effet, cette aptitude est plus importante chez 

les oiseaux que chez la plupart des mammifères dont le principal site de la lipogenèse de 

novo se trouve dans les adipocytes (Hanson and Ballard, 1967; Mourot and Kouba, 1999). 

Par exemple, chez le canard 75% du glucose entrant dans les hépatocytes est transformé 

en acides gras (Evans, 1972). 
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Dans la Figure 8, nous pouvons voir la différence métabolique par rapport au 

traitement du fructose et du glucose. En effet, la formation d’acide gras à partir de substrats 

glucidiques tel que le fructose est aussi possible. Le fructose est catabolisé plus vite que le 

glucose, par conséquent celui-ci constitue un macronutriment intéressant à incorporer dans 

les rations. Enfin, l’action du glucose combinée au fructose permet de saturer les voies du 

catabolisme glucidique et ainsi, de dévier le métabolisme vers la synthèse lipidique. Enfin, 

la totalité des lipides secrétés par le foie n’est pas entièrement déposée dans les tissus 

périphériques et une fraction retourne au foie accentuant ainsi le développement de la 

stéatose hépatique (Baeza et al., 2013). 

 

Figure 8 : Métabolisme du fructose en comparaison à celui du glucose 

 

 

II. Lipides 

Le catabolisme des lipides correspond au phénomène d’absorption des acides gras 

qui sont catabolisés sous forme de triglycérides.  
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Dans un premier temps, les lipides hépatiques (triglycérides, phospholipides et 

cholestérol) sont assemblés sous forme de lipoprotéines et s’associent de préférence à 

l’apolipoprotéine B (pour former des VLDL : Very Low Density Lipoproteins) ou à 

l’apoprotéine A-I (pour former les HDL : High Density Lipoproteins) afin de pouvoir être 

exportés dans la circulation sanguine à l’aide de portomicrons. Les VLDL sont ensuite 

hydrolysés pour permettre leur captage par les tissus périphériques adipeux ou musculaires 

(Baeza et al., 2013). Au bout des capillaires sanguins, on assiste à une dégradation des 

triglycérides en acides gras et glycérol par la lipoprotéine-lipase. Ce qui leur permet d’entrer 

dans les myocytes et les adipocytes.  

Chez les oiseaux, c’est au niveau des hépatocytes que se produit l’essentiel de la 

lipogenèse (Saadoun and Leclercq, 1987). Dans la cellule, les acides gras et le glycérol 

peuvent être utilisés de manière différente : soit la cellule a besoin d’énergie, il y a donc 

oxydation pour la récupérer, soit la cellule n’a pas besoin d’énergie et il y a reformation de 

triglycérides et stockage à long terme dans les adipocytes ainsi que dans le foie ce qui 

accentue la stéatose hépatique (Baeza et al., 2013). 

Dans le cas où la cellule a besoin d’énergie, le glycérol arrive en grande quantité au 

niveau du foie par la veine porte où il sera catabolisé comme présenté. Le bilan du 

catabolisme du glycérol (substrat glucidique) donne 2 NADH, H+, 2 ATP et un pyruvate. 

Pour les acides gras, leur oxydation va permettre de produire de l’Acétyl-CoA et ainsi de 

récupérer de l’énergie. Il est important de noter que l’énergie récupérée par la cellule 

dépendra de la longueur de la chaîne de l’acide gras. Une première étape du catabolisme 

des acides gras consiste en la phase d’activation du substrat par la thiokinase dans le 

cytosol. Une fois l’Acyl CoA obtenu, celui-ci est transporté dans la mitochondrie par le biais 

d’un transporteur spécifique qui est la carnitine. Ensuite, l’Acyl coA (acide gras activé) entre 

dans la voie de la bêta oxydation (ou Hélice de Lynen). Chaque tour d’hélice libère une 

molécule d’acétyl-CoA qui est envoyée dans le cycle de Krebs, ou bien renvoyée vers la 

formation de triglycérides. 

Comme dit précédemment, dans le cas où la cellule n’a pas besoin d’énergie, les 

triglycérides sont stockés dans les adipocytes. Or, les canards en gavage ont des 

caractéristiques génétiques spécialement sélectionnées pour favoriser l’accumulation de 

lipides dans les hépatocytes plutôt que dans les adipocytes. Chez les oiseaux, la lipogenèse 

est très limitée dans les tissus adipeux (Leveille et al., 1975) ce qui favorise le retour des 
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lipides vers le foie qui lui, au contraire, dispose d’une aptitude à la lipogenèse très 

importante. Cette particularité rend donc des palmipèdes plus disposés à la formation de 

foie « gras ». 

Le microbiote intestinal 

D’après Larbier et Leclercq (1992), le tube digestif des oiseaux se décompose en 

plusieurs segments allant du bec au cloaque : jabot, proventricule, gésier, pancréas, intestin 

grêle (duodénum, jéjunum, iléon), caeca et rectum. Chaque segment est particulier en 

raison de son rôle et de la composition de la flore microbienne. 

Concernant ce projet, nous allons nous intéresser plus particulièrement à l’intestin 

grêle qui permet de terminer la digestion des glucides (duodénum) et l’absorption des 

nutriments (jéjunum et iléon) ainsi qu’aux caeca qui sont impliqués dans la formation des 

acides gras volatiles (AGV). Les résultats sont en cours d’analyse et nous ne les 

présenterons donc pas dans les articles. 

Chez les canards, des études en microbiologie ont montré que les différents 

segments du système digestif disposaient d’activités microbiennes différentes. Ce sont le 

jabot, l’intestin grêle (duodénum, jéjunum, iléon) et les caeca qui sont les plus riches en 

micro-organismes, car ils proposent des conditions plus adéquates (pH, etc.) à leur 

développement (Vasai, 2013). On peut tout de même différencier deux zones distinctes : la 

première comportant des bactéries anaérobies facultatives allant du jabot à la fin de l’iléon 

et la seconde contenant seulement des bactéries anaérobies strictes au niveau des caeca 

(Vasai, 2013). La réalisation de banques de clones a permis de faire ressortir deux phylums 

de bactéries différentes : Firmicutes et Bacteroidetes quelle que soit la zone étudiée (Zhu 

et al., 2002; Lu et al., 2003). 

• Dans l’iléon (Figure 9 , ci-dessous) : Chez les poulets, on observe 108 à 109 bactéries 

par gramme de contenu (Wise and Siragusa, 2007). L’iléon dispose d’une plus 

grande diversité bactérienne par rapport au duodénum et au jéjunum. Selon Vasai 

(2013), l’iléon des canards Mulard a pour classes dominantes les Clostridia 

(60,57%), Bacilli (8,63%), Bacteroidia (14,14%) et  Gammaproteobacteria (10,73%). 

• Dans les caeca (figure 9, ci-dessous) : Selon Engberg et al. (2004), l’environnement 

bactérien le plus riche du système digestif des poulets se retrouve dans les caeca 

(de 108 à 1010 bactéries par gramme de contenu). La flore y est anaérobique stricte 
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et, selon Vasai (2013), a pour phyla dominants chez les canards, plus 

particulièrement les Mulard, les Firmicutes (33,94%) et les Bacteroidetes (57,03%). 

Au niveau des classes, les Bacteroidia représentent la majorité des Bacteroidetes et 

les Clostridia la majorité des Firmicutes.  

 

L’alimentation est un facteur déterminant pour le développement de la flore 

microbienne du tractus digestif (Hammons et al., 2010; Karasov et al., 2011). 

Lors du gavage, les canards sont nourris avec une alimentation riche en amidon 

(maïs) donnée en grande quantité, ce qui impacte le microbiote (Vasai, 2013). L’iléon est la 

partie du tractus digestif la plus influencée par ce changement alimentaire. Chez le Mulard, 

ce sont les Gammaproteobacteria (+40%) qui augmentent à mi-gavage et de façon 

transitoire. En fin de gavage, nous trouvons 60% de Bacilli et 30% de Clostridia. À contrario, 

peu de changement au niveau de la flore est observé au niveau des caeca. Le ratio 

Firmicutes/Bacteroidetes a tendance à augmenter chez les hommes obèses et à diminuer 

lors d’une perte de poids (Ley et al., 2006). L’augmentation de ce ratio semble donc liée au 

gavage des animaux.  

Les alternatives actuelles au gavage traditionnel 

Aujourd’hui, il n’existe pas encore d’alternative pour remplacer de manière aussi 

efficace le gavage traditionnel des palmipèdes.  Certaines recherches ont été effectuées en 

ce sens, mais la durée d’élevage des animaux pour obtenir un foie gras est très longue. 

Selon l’étude de Guy et al., (2013), l’induction naturelle à la stéatose hépatique chez les 

Caecum 
Iléon 

Figure 9 : Iléon et caecum de canards Mulard (photo personnelle) 
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oies Anser Anser pour permettre la production de foie gras d’oie d’une moyenne de 800 

grammes a pris 12 semaines. Or, en élevage traditionnel la période de gavage dure 

seulement 2 semaines. En définitive, si les éleveurs utilisaient le comportement naturel des 

animaux à l’aide de la photopériode, cela alors prendrait six fois plus de temps et le coût de 

production serait beaucoup plus élevé. Les foies seraient donc commercialisés à des tarifs 

extrêmement élevés et peu accessibles aux consommateurs. Par ailleurs le même type de 

technique est déjà utilisé de manière marginale notamment par un producteur espagnol et 

un producteur québécois sur l’ile d’Orléans. Par exemple, le prix d’un foie gras sans gavage 

chez le producteur espagnol est de 905,6€ le kilo (selon Le monde,2013 alors que le prix 

moyen au 1er août 2019 (FranceFgrimer, 2020) était de 32€ le kilo pour les foies classés 

extra. 

Tableau 4 Composition du Faux Gras de Gaïa 

Composition (%) 

Lipides 
dont acides gras saturés 

22 
18,2 

Glucides 

dont sucres 

9,5 

0,5 

Protéines 4,5 

Fibres alimentaires 3,4 

Sel 3,4 

 

Enfin, il est également possible de trouver sur le marché un produit biologique végétal de 

remplacement au foie gras nommé « Faux Gras » produit par une entreprise belge. Sa 

valeur énergétique est inférieure à celle du foie gras traditionnel (respectivement 261kcal vs 

462kcal pour 100g). Le faux gras de Gaïa est composé de : levure alimentaire, eau, huile 

de coco, amidon de pomme de terre, pulpe de tomates, champagne (2 %), huile de 
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tournesol, protéine de tournesol, sel marin, truffe (1 %), coriandre, cannelle et clou de girofle. 

Il est composé de 22% de lipides dont 18,2% saturés (tableau 4). 

Cependant, pour le moment aucune étude n’a encore permis de trouver un 

compromis au gavage permettant de produire cet aliment de façon plus éthique avec une 

durée équivalente au gavage actuel de manière à ce que cela n’impacte pas trop le 

portefeuille des consommateurs.  
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Résumé 

Certains types de glucides et de lipides sont capables de modifier la prise alimentaire 

et l'adiposité chez les rongeurs. Ce type de régime alimentaire a donc été testé sur 48 

canards Mulards mâles. La prise alimentaire et le poids des animaux ont été mesurés tous 

les 3 jours et à chaque semaine, respectivement.  Après 14 jours, une partie des animaux 

a été aléatoirement sélectionnée pour les mesures du foie et de plasma (n=12/groupe). 

L’énergie ingérée tout comme la concentration lipidique des foies était plus élevée pour le 

groupe disposant du régime riche en fructose et en lipides. Ces résultats suggèrent une 

altération potentielle des signaux de satiété. Ce phénomène pourrait avoir un impact sur le 

poids corporel du foie dans le cadre d’un traitement plus long chez les canards destinés à 

la production de foie gras. 

Mots clés : Canards, Fructose, Stéatose hépatique, Court terme 
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Abstract 

The type of dietary carbohydrate and lipid is known to alter feed intake and adiposity 

in rodents. Replacing dietary starch from corn with dietary fructose and saturated lipids may 

result in a similar phenotype in the duck. 48 male mule ducks of (90 d of age, 4.13 ± 0.34kg 

of BW) were blocked by weight and randomly allocated to either 1) Control diet (C; 2.6% 

fatty acids, 1.8% fructose, and 72% starch) or 2) high-fat, high-fructose diet (FF; 9.7% fatty 

acids, 42.5% fructose, 27% starch) in a complete randomized block design (n=24 per group). 

12 additional ducks from the same cohort were euthanized on d 0 for baseline measures. 

Intake was measured every 3 days and animals weighed every week.  A subsample from 

each group (n=12 per group) was randomly selected and euthanized for liver, plasma and 

carcass analyses. Data were analyzed using a mixed model including the random effect of 

duck within block and the fixed effects of treatment, time and their interaction when 

appropriate. Energy intake was higher in FF on d 3 (P = 0.001) and tended to be higher on 

d 10 (P = 0.09). Body weight and fat content were not different between treatments and 

averaged 4.1 ± 0.07 kg and 26.2 ± 1.42 %, respectively. Liver weight was 24% higher in C 

than in FF on d 14 (P = 0.02), but lipid concentration was 30 % higher in FF (P = 0.02). 

Livers were less red on d 14 for the FF than for the C group (7.59 and 8.89 a* values, 

respectively; P < 0.001). Other color measures (L* and b*) were not altered by treatment. 

Despite its higher energy content, feed intake was not reduced by the FF diet, suggesting a 

potential alteration of satiety signals, which may impact body and liver weight under longer-

term interventions in ducks destined to foie gras production. 

 

Key words : Duck, Fructose, Liver steatosis 
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Introduction 

Foie gras is a delicacy liver product characterized by its high fat content, with an 

average composition of 60% lipids, 30% water, and 7% protein (Salichon et al., 1994). On 

the contrary, a so-called “lean” liver contains around 5% lipids (Hermier et al., 1999).  

Conventional foie gras production involves the gavage (esophageal force-feeding) 

of ducks and geese for a period of 14 days (Blum et al., 1970). The diet is mainly made up 

of water and corn, which allows birds to accumulate as much fat as possible in their liver. In 

the post-prandial state, insulin stimulates storage of glucose in the liver in the form of 

glycogen. The liver can also convert excess glucose into fatty acids (Browning and Horton, 

2004).  In hyperglycemia, insulin activates the transcription factors SREBP (Sterol 

Regulatory Element-Binding Protein) including SREBP-1-c contained in hepatocytes, which 

triggers the synthesis of fatty acids, triglycerides and cholesterol (Horton et al., 2002). 

Consequently, their hyperactivation of insulin signaling can promote the development of fatty 

liver (Moon et al., 2012).  

In addition, corn is a cereal containing little choline, folic acid, methionine and no 

vitamin B12. In mice, diets deficient in one or more of these compounds promote fatty liver 

by limiting the export of VLDL (Very Low Density Lipoprotein) from the liver (Baeza et al., 

2013). In agreement, the high-starch (75% starch), low-protein diet (10%) given during 

gavage promotes lipid synthesis in birds (Baeza et al., 2013). Importantly, high-energy, low-

protein diets are known to induce fatty liver in laying hens (Rozenboim et al., 2016), whereas 

high protein diets have been shown to reduce hepatic steatosis and body weight in mice 

(Garcia Caraballo et al., 2017), which may be related to the strong satiety effects of protein 

(Brennan et al., 2011).  

Dietary starch is digested in the intestine into glucose, which stimulates insulin 

secretion and satiety upon absorption. Unlike glucose, fructose does not stimulate the 

secretion of insulin from pancreatic cells (Rodin, 1991). Importantly, insulin is certainly one 

of the key elements in the reaction chain leading to the synthesis and secretion of leptin, an 

adipokine responsible for the feeling of satiety (Woods et al., 1979; Schwartz and Morton, 

2002; Harrold et al., 2012). In addition, it has been proposed that a high-fructose diet induces 

leptin resistance, resulting in increased feed intake (Teff et al., 2004; Lustig, 2010). In rats, 

the leptin resistance favored by this type of diet, added to a diet rich in fat, promotes weight 

gain and contributes to the obesity phenotype (Teff et al., 2004). Indeed, impaired satiety 
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leads to higher levels in feed intake and consequently, to a higher flux of nutrients to be 

retained in body stores (Pereira-Lancha et al., 2010). Importantly, although isocaloric 

exchange of fructose for other carbohydrates does not induce changes in liver lipid content 

of healthy subjects (Chiu et al., 2014), short-term overfeeding of fructose was shown to 

induce dyslipidemia and insulin resistance in human subjects (Lê et al., 2009).  

High-fat diets have also been shown to increase liver lipid accumulation 

(Westerbacka et al., 2005; van Herpen et al., 2011). In addition, feeding of essential fatty 

acids, such as linoleic acid (18 :2 ω6), can promote the upregulation of genes involved in 

lipid metabolism (Guesnet et al., 2005). Although dietary fats contribute to the satiety 

response (Brennan et al., 2011), it is expected that those effects may be countered by the 

aforementioned impact of fructose. Indeed, short-term feeding of high-fat, high-fructose diets 

increased both feed intake and accumulation of liver lipids (Calvo-Ochoa et al., 2014; 

Sobrecases et al., 2010; Pierce et al., 2016). Fat and fructose both increase 

intrahepatocellular lipids in human subjects; however, when given in combination, these 

nutrients additively reduce lipid export from the liver in VLDL (Sobrecases et al., 2010).  

Although the study of liver lipid accumulation has mostly been carried out in humans 

and rodents, the fatty liver phenotype shares several commonalities across mammals and 

birds (Leclercq et al., 1998). We anticipate a similar phenotype can be achieved in the duck 

through dietary manipulations capable of increasing feed intake by the aforementioned 

mechanisms, while providing substrates for hepatic lipogenesis (e.g. dietary fructose and 

fatty acids), may promote fatty liver in ducks, thus providing a possible alternative to force-

feeding of animals in foie gras production. 

We hypothesized that a high-fat, high-fructose diet would result in feed intake 

dysregulation and thus, in the development of hepatic steatosis. Therefore, the main 

objective of the present study was to assess the impact of a high-fructose, high-fat diet on 

feed intake and the concentration of lipids in the liver in mule ducks. 

Materials and methods 

I. Experimental design and sampling 

All animal procedures were approved by the Animal Care and Use of Canada and 

Laval University. Twelve animals were slaughtered at the beginning and were considered 
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as the reference group before the experimental stimulation. Forty-eight other male mule 

ducks (Anas platyrhynchos × Cairina moschata) of 90-days of age (4.13 ± 0.34 kg of BW) 

in individual cages were used for the study. Following a 5-day acclimation, ducks were 

randomly assigned (n=24 ducks/group) to control (C) group (2.6% fatty acid, 1.8% fructose, 

72% starch) and high-fat, high-fructose (FF) group (9.1% fat, 42.5% fructose, 27% starch). 

A subsample from each group (n=12 per group) was randomly selected and euthanized for 

liver, plasma and carcass analyses. Water and feed were freely available. BW was taken 

weekly. Feed intake was measured on days 0, 3, 6, 10, 14, 16, 19, 22, 27. For the totality of 

this essay, the duration of daylight was 12 hours, and the room temperature was 15°C. 

The same procedure was applied at each slaughter. The animals were fasted twelve 

hours before slaughter. Blood samples were collected from the wing vein using 5 mL EDTA 

tubes after a 12h fast (pre-prandial samples) and 1h20 after feeding. Blood glucose 

concentration was measured by a hand-held glucometer (Contour Next One, Ascensia 

Diabetes Care, Parsippany, NJ). Collected blood was then centrifuged at 3000 x g for 10 

min at 4°C and resulting plasma was stored at -20°C.  

All birds were stunned with a non-perforating pistol and slaughtered by 

exsanguination. The carcass was eviscerated and the liver, the caecum and the ileum were 

carefully removed. Livers was weighed and its color was measured immediately with the 

chromatic CIE lab coordinates system (L*, a*, b*) according to Nozière et al. (2006) with a 

Minolta CR-300 (Konica Minolta Sensing Inc., Osaka, Japon). The carcasses were stored 

at -20 ° C and then passed through a dual energy X-ray scanner (DEXA) to determine their 

protein, lipid and mineral contents.  

II. Chemical and biochemical analyses 

Feeds were analyzed for DM, CP, NDF, starch, and FA concentration and profile 

(Table 1). After determining the dry matter content (oven at 100 ° C for 16 hours; AOAC 

International, 2005; method no: 930.15), the feed samples were reduced to ash at 600 ° C 

for 12 h using a muffle oven. Nitrogen concentration was determined on a Thermo-Fisher 

EA 1110 CHNS elemental analyzer (Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA) and 

multiplied by 6.25 to obtain CP. Determination of NDF was carried out using the Ankom 

A200 filter bag technique (Ankom Technology, Macedon, NY) according to Van Soest et al. 

(1991) using a heat-stable amylase and sodium sulfite. Metabolizable energy density of diets 

was calculated according to NRC (1994). 
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Liver FA concentration and profile were determined by GC-FID after direct 

methylation (Sukhija and Palmquist, 1988). Briefly, FA were acid methylated and extracted 

in hexane. Methyl esters were quantified by GC-FID according to (Rico et al., 2014). 

Plasma samples were analyzed for NEFA with an enzymatic colorimetric method 

(NEFAs; Wako HR series NEFA-HR (2) Kit, FUJIFILM Wako Diagnostics USA). Intraassay 

variation was 28.8% and interassay variation was 5.4%. 

III. Statistical analyses 

Repeated measures data (body weight and feed intake) were analyzed using the 

MIXED procedure of SAS (version 9.4; SAS Institute Inc., Cary, NY) according to the 

following model:  

Yijkl = μ + Bi + Aj(i) + Dk + Tl + Bi × Tl + Dk × Tl + eijkl   

where Yijkl = μ = overall mean, Bi = fixed effect of the ith block (i.e., pair of animals; 

n = 24, Aj(i) = random effect of jth animal within the ith block (i.e., error or residual term), Dk 

= fixed effect of the kth day, Tl = fixed effect of the lth treatment, Bi × Tl = ith block and lth 

treatment, Dk × Tl = kth day and lth treatment, and eijkl = residual error. A reduced model 

without interactions was used when found not significant.  

The model for one-time measures (liver weight, trichromatic coordinates, NEFA and 

glucose plasma, carcass fat and FA liver), was:  

Yijkl = μ + Bi + Aj(i) + Tk + Bi × Tk + eijk  

where Yijk = μ = overall mean, Bi = fixed effect of the ith block (i.e., group of 4 

animals; n = 24, Aj(i) = random effect of jth animal within the ith block (i.e., error or residual 

term), Tk = fixed effect of the lth treatment, Bi × Tk = ith block and lth treatment and eijk = 

residual error. A reduced model without interactions was used when found not significant.  

Data with Studentized residual values > 3.0 or < -3.0 were considered outliers and 

removed from the analysis. Statistical significance was declared at P ≤ 0.05 and trends at 

0.05 < P ≤ 0.10. All results are expressed as LSM ± SEM, unless otherwise indicated. 
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Results 

I. Effects of diets on feed intake, body weight and carcass composition 

Feed intake varied over time (P < 0.001, figure 1A), and although it tended to be 

higher in control than in FF on d 3 (P < 0.09, figure 1A), it was not different between diet 

groups overall.  However, FF ducks ingested 29.6% more energy than the control group on 

d 6 (P < 0.001, figure 1B) and tended to ingest 15% more energy on d 9 (P = 0.09). For body 

weight, no difference was observed between groups averaging 4.06 kg and 4.09 kg ± 0.08 

for the FF and C groups, respectively.  

No difference was detected for the proportions of lean mass, fat, and minerals and 

averaged 71.4% ± 1.4, 26.2 % ± 1.42, and 2.4% ± 0.06, respectively (all P > 0.30; Figure 2). 

II. Effect of diets on liver weight, adiposity and color 

After 14 days, the liver weight was different between treatments. The FF ducks had 

a smaller liver than Control (56.94 ± 3.26 vs 75.10 ±3.26; P < 0.001, figure 3A). Indeed, the 

liver weight before the experiment (D0: 57,3 ± 9,18, figure 3A) was similar to FF values. In 

addition, the lipids content in the liver was 30% higher in the FF ducks compared with control 

(4.38 ± 0.28% vs 3.39 ± 0.28%; P < 0.001, figure 3B).  

No difference was detected for concentration of fatty acids in the liver (Figure 4). 

Long chain fatty acids (< 16C) were the most represented (77% ± 0,98 on average).  

As the lipids content in the livers, the redness coloration (a*) was different between 

groups, but no differences were detected for lightness (L*) and yellowness (b*; Figure 5), 

however, livers from control animals exhibited higher values in the red scale (P < 0.001). 

III. Effects of diets on plasmatic concentrations of NEFA and glucose 

The concentrations of NEFA decreased following the meal (P < 0.0001, Figure 6A), 

and tended to be higher in FF than control (P = 0.10; Figure 6A). 

No interaction between treatment and time was detected (P = 0.67). At pre-prandial, 

the glucose concentration in plasma was similar in Control and FF and averaged 126.9 ± 

5.4. After the meal, the glucose was numerically higher, but not significantly different (P = 
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0.27) and remained similar between treatments (130.6 ± 5.4 and 133.6 ± 5.44, respectively 

figure 6B). 

Discussion and conclusion 

The present study aimed to test the short-term effects of high-fructose, high-fat diets 

in mule ducks fed ad libitum while controlling possible confounding factors such as 

environmental temperature and daylight length, both of which can affect intake and adiposity 

in web-footed animals (Guy et al., 2013). Although time-restricted feeding is traditionally 

used in duck foie gras production to induce higher feeding rates and thus, to help prepare 

the crop for the gavage phase, previous tests by our group revealed no significant advantage 

in terms of feed intake and liver size (Rico et al., 2020). Therefore, in the present experiment, 

ad libitum feeding was expected to maximize the possible effect of dietary nutrients on liver 

lipid accumulation. A high-fructose, high-fat diet (FF) was used in order to validate previous 

observations in mammals showing increased liver lipid concentrations and intake 

dysregulation (Pierce et al., 2016). The control diet was designed to emulate the composition 

of corn-based diets used in traditionally foie gras production, and thus was high in starch 

(72% of DM) and low in fat and protein (2.6% FA, and 7.2% of DM, respectively). In absence 

of gavage, the high-starch, low-fat diet used herein, can be considered a negative control, 

as no effects are expected on feed intake or liver lipid content. The FF diet was formulated 

to be high in carbohydrates (42.5% fructose and 29% starch), high in fat (9.7% FA of DM, 

from palmitic acid and safflower oil), and low in protein (9.4% of DM).  The marginally lower 

protein content of the FF diet could have had a positive impact on feed intake, favoring 

control, as it has been shown in human subjects (Westerterp-Plantenga et al., 2012). 

Indeed, low protein diets are known to promote higher intake because of lower satiety effects 

(Paddon-Jones et al., 2008). However, this potential effect is confounded by design with the 

differences in carbohydrate composition and lipid content between the diets. In addition, the 

protein source used in the control diet was soybean, whereas corn gluten feed was used in 

the FF diet to reduce the dietary supply of choline (NRC, 1994), and thus, to maximize the 

potential steatosis effects of this diet by limiting hepatic VLDL export liver (Mason, 1998). 

In this study, feed intake was unaffected by treatment, but it changed with time, and 

was lower in FF on d 3, a response which is likely due to a lag in adaptation to the sensory 

characteristics of this diet. Palatability or preference differences between our experimental 

diets were not specifically tested, and thus, it is not known whether this could have played 
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a role on feed intake regulation. In effect, Takayama et al. (2018) reported that geese did 

not discriminate between solutions varying in sucrose content (from 0.02 to 20% w/v), a 

response which could be similar in ducks; however, it is known that birds respond differently 

to sugar feeding depending on the species (Roura et al., 2013).  

Dysregulation of feed intake seems to be the single most important factor in order to 

successfully induce fatty liver. Indeed, overfeeding ducks by gavage of  a high-fructose diet 

favored liver steatosis by means of increased hepatic lipogenesis over a 14-d period (Davail 

et al., 2005). Similarly, in humans, overfeeding beyond energy requirements results in liver 

steatosis, regardless of whether the excess calories have been provided either as fat, sugar, 

or both (Parry and Hodson, 2017). Despite the potential of the hypercaloric FF diet to 

generate liver steatosis, the lack of a major increase in feed intake likely precluded animals 

form developing fatty liver. Intake dysregulation may be possible under these types of diets 

in longer-term interventions.  Indeed, long-term intake of high-fructose, and high-fat diets 

perturb leptin regulation of feed intake and causes liver steatosis in rodents (Rodin, 1991; 

Pierce et al., 2016; Shapiro et al., 2008). Leptin plays a central role in regulating feed intake 

(Halford et al., 1998; Shapiro et al., 2008), and a lack of major differences in feed and energy 

intake suggests little to no dysregulation via leptin occurred; however, this remains 

speculative, as it was not determined in the present study. Others have shown insulin 

resistance is provoked by a chronic high-fructose diet (Teff et al., 2004; Shapiro et al., 2008) 

and its negative impact on satiety increases over time. It is likely that the effects of the FF 

diet on feed intake require longer exposure periods than those tested in the present 

experiment. Our data suggest that the duration of our study (2 weeks) may not have been 

sufficient to observe such effects.  Moreover, the response of ducks to high-fructose, high-

fat diets could be different from rats or humans. 

Under the conditions of our experiment, the high-fructose, high-fat diet fed ad libitum 

for 14 d failed to induce major changes in liver mass and lipid concentrations. Importantly, 

a group of 12 animals from the same breeding cohort (i.e same age and rearing conditions 

previous to test) were kept at the foie gras farm, where they received the gavage treatment 

for 14 d and developed fatty liver (65.1% ±3.22 of lipids in liver). This suggests, the animals 

used in our study had the potential to develop fatty liver, and thus, lack of treatment effects 

are likely due to the inability of the FF diet to induce overfeeding.  Although studies using 

similar diets have not been performed in ducks, geese can develop spontaneous 

overfeeding and fatty liver under long-term ad libitum feeding conditions using corn-based 
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diets, although variation in liver lipid content is high (Guy et al., 2013). However, the FF liver 

weight was similar to pre-experimental values. It is therefore likely that these types of 

hypercaloric, low choline diets could have a greater potential to naturally induce fatty liver in 

geese.  

Liver composition under traditional gavage conditions differs between geese and 

mule ducks (Salichon et al., 1994). In mule ducks, foie gras is mainly composed of long 

chain fatty acids (> 16C, 66% ± 3.4 and 16C, 33% ± 3.3 on average) (Salichon et al., 1994). 

However, long-chain fatty acids concentrations were moderately higher in our experiment, 

although were not affected by treatment. Indeed, both diets (FF and C) were composed in 

majority by long chain fatty acids.  

Liver color is often well correlated to changes in liver lipid content (Guy et al., 2013; 

Navarro-Villa et al., 2019).  However, no clear relationships were observed between color 

measures and liver lipid content or liver weights in our experiment.  Redness (a* values) of 

the liver was lower in FF ducks, which had smaller liver, but with a higher lipid concentration 

similar to Guy et al. (2013). However, no differences were observed in liver yellowness (b* 

values) or lightness (*L values).  

Lastly, the metabolic effects of dietary nutrients are often associated with weight gain 

and hepatic steatosis, with markers such as glucose and NEFA used to identify trajectories 

of metabolic disease (Oh et al., 2016). The variation of NEFA plasma tended to corroborate 

previous studies, as NEFA were higher in the pre-prandial period and decrease after the 

meal (Tavernier et al., 2018). However, NEFA concentrations were high compared to 

previous studies (Tavernier et al., 2017; Tavernier et al., 2018). The tendency for a higher 

NEFA concentration in ducks fed the high-fructose, high-fat diet suggests a potential 

difference in insulin action (Oh et al., 2016), although lack of effect of treatment on glucose 

concentrations does not support this hypothesis.  Hyperinsulinemia has been observed 

under high-fat, high-fructose diets, and in association with higher adiposity and weight gain 

(Rodin, 1991; Teff et al., 2004). Insulin concentrations or sensitivity were not determined in 

the present experiment. However, adiposity of the carcass was around 26% in both 

treatment groups, which was around half of that observed in the gavage cohort (47.6 ±3.2% 

fats). 

In conclusion, Ad libitum, short-term feeding of high-fructose, high-lipid diets do not 

appear to effectively induce fatty liver disease in Mule ducks. It is likely that lack of major 
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effects on liver and carcass adiposity are due to absence of overfeeding induction. Despite 

its higher energy content, feed intake was not reduced by the FF diet, suggesting a potential 

alteration of satiety signals. The long-term effect of chronic exposure to this type of diet 

remains unknown and warrants further investigation. 
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Table 1 Ingredient and chemical composition of experimental duck diets: control and High-
fat, High-fructose (FF) 

Item Control FF 

Ingredient (%DM)   
     Ground corn 79.50 19.50 

     Corn gluten - 10.00 

     Ground wheat 7.50 5.50 

     Cristalline fructose1 - 42.00 

     Binding agent2 0.50 0.50 

     Mineral and vitamin premix3 12.50 12.50 

     Palmitic acid4 - 5.00 

     Safflower oil - 5.00 

Chemical composition (% of dry matter)   
     Dry matter  89.60 90.82 

     Crude protein 7.18 9.45 

     Starch 71.12 28.6 

     Fructose 1.75 42.5 

     Neutral detergent fiber 15.80 3.73 

     Total Fatty acids 2.63 9.68 

     Ash 5.5 5.1 

     Energy (Mcal of ME/kg DM)5 3.764 4.250 

Fatty acid (g/100 of fatty acids)   
     16:0 12.1 52.4 

     18:1 cis-9 26.9 31.2 

     18:2 cis-9, cis-12 56.0 13.3 
1CornSweet® Crystalline Fructose, 99.9% Fructose, Archer Daniels Midland Company, Decatur, IL 
2Lignosol AR, LignoTech USA, Inc., Rothschild, Wisconsin 
3Ground corn used as carrier. Contained (DM basis): 6.8% Ca, 2.8% P, 2.4% Mg, 1.3% Na, 1% K, 55 mg/kg Zn, 55mg/kg 

Mn, 35mg/kg Fe, 4.5mg/kg Cu, 32 kIU/ kg vitamin A, 7.2 kIU/ kg vitamin D3, 80 IU/kg vitamin E, 12 mg/kg vitamin K, 12 mg/kg vitamin 
B2, 24 mg/kg, vitamin B6, 80 mg/kg vitamin B12, 440 mg/kg vitamin B3, 88 mg/kg vitamin B5. 

4As free fatty acids. Contained 85% 16:0. JeFo Nutrition Inc, Sainte Hyacinthe, QC.  

5Metabolizable energy for birds (NRC, 1994). 
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Figure 1: Effects of diets differing in energy density on feed intake (Panel A) and energy 
intake (Panel B). 1)  Control diet (C; 2.6% fatty acids 71% starch); 2) high-fat, high-fructose diet (FF; 
9.7% fatty acids, 43% fructose, 27% starch). 

 

Figure 2: Effects of diets differing in energy density on carcass composition. 1) Control diet 
(C; 2.6% fatty acids 71% starch); 2) high-fat, high-fructose diet (FF; 9.7% fatty acids, 43% fructose, 
27% starch).  

 

 

Figure 3:  Effects of diets differing in energy density on liver (Panel A : liver weight (g); Panel 
B : Hepatic lipid content (%).  1) Control diet (C; 2.6% fatty acids 71% starch); 2) high-fat, high-
fructose diet (FF; 9.7% fatty acids, 43% fructose, 27% starch). 
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Figure 4: Effects of diets differing in energy density on main fatty acid (FA) groups in the liver 
of ducks (Panel A: de novo synthesized FA; Panel B: mixed origin FA; Panel C: preformed FA). 1) 
Control diet (C; 2.6% fatty acids 71% starch); 2) high-fat, high-fructose diet (FF; 9.7% fatty acids, 43% 
fructose, 27% starch). 
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Figure 5:  Effects of diets differing in energy density on trichromatic coordinates of livers. 1) 
Control diet (C; 2.6% fatty acids 71% starch); 2) high-fat, high-fructose diet (FF; 9.7% fatty acids, 43% 
fructose, 27% starch). L * determines intensity in the white-black color scale (+ = lighter, - = darker). 
a* determines the intensity in the green-red color scale (+ = more red, - = more green). b * determines 
intensity in the yellow-blue colorimetric scale (+ = more yellow, - = more blue). 

 

 

Figure 6:  Effects of diets differing in energy density on plasma NEFA and glucose 
concentration pre-prandial (0) and post-prandial (1h20) (Panel A: NEFA concentration; Panel B: 
glucose concentration). 1) Control diet (C; 2.6% fatty acids 71% starch); 2) high-fat, high-fructose diet 
(FF; 9.7% fatty acids, 43% fructose, 27% starch).  
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Résumé 

À long terme, les régimes alimentaires riches en graisses et en fructose modifient la 

prise alimentaire et provoque une stéatose hépatique chez les rongeurs. Additionné d’eau 

supplémentée en HFCS-55 elles peuvent entrainer un phénotype similaire chez les canards. 

Au total, 48 canards Mulards ont été bloqués en poids et répartis au hasard dans 1) régime 

témoin (C); 2) témoin et eau sucrée (CSW); 3) régime riche en graisses, riche en fructose 

(FF) ou 4) régime riche en matières grasses, riche en fructose et eau sucrée (FFSW). Après 

92 jours, leur foie a été collecté. Les animaux ont été pesés chaque semaine et la prise 

alimentaire mesurée tous les 5 jours. Les aliments à base de fructose ainsi que l’eau 

supplémentée ont diminué la prise alimentaire. Aucune différence n’a été constaté pour le 

poids et la concentration lipidique des foies. Ce type de régime à volonté ne semble donc 

pas favoriser la stéatose hépatique chez les canards.  

Mots clés : Canards, Fructose, HFCS, Stéatose hépatique, Long-terme 
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Abstract 

Long-term feeding of high-fat, high-fructose diets has been shown to alter 

feed intake and cause fatty liver in rodents. Such diets in combination with the 

addition of high fructose corn syrup (HFCS) in the drinking water may result in a 

similar phenotype in ducks used for foie gras production. Forty-eight male mule 

ducks (66 d of age, 4.16 kg ± 0.37 of BW) housed in individual cages were blocked 

by weight and randomly allocated (n=12 per group) to 1) Control diet (C; 75% starch); 

2) Control diet and sugar-rich water (CSW); 3) high-fat, high-fructose diet (FF; 12% 

fatty acids, 42% fructose, 26% starch) or 4) high-fat, high-fructose diet and sugar-

rich water (FFSW) during 92 d. Animals were weighed weekly and feed intake 

measured every 5 d. 55% HFCS was mixed with tap water (13% w/v) and provided 

ad libitum to the CSW and FFSW groups. Livers were harvested on d 92.  Liver color 

was evaluated using a chromameter to determine variation in the green-red (a*), 

white-black (L*), and yellow-blue (b*) scales. Data were analyzed using a mixed 

model including the random effect of duck within blocks and the fixed effects of 

treatment, time and their interaction when appropriate. There was a treatment x time 

interaction (P < 0.05) for feed intake as CSW and FFSW exhibited lower values 

relative to C and FF (32% reduction on average from d 5 to 90; P < 0.05). A treatment 

x time interaction was observed for body weight with higher values for C compared 

to all other treatments form d 7 to 90 (P < 0.05). Liver weight was not affected by 

treatment and averaged 63.5 ± 3.2 g. However, livers were more yellow in FFSW 

than in CSW (b scale; P < 0.05), and not different between F, FFSW and C. Long-

term feeding of high-fat, high-fructose diets did not reduce feed intake overall, 

however, provision of HFCS rapidly reduces feed intake, regardless of basal diet 

composition. Under the conditions of the present trial, high-fat, high-fructose diets 

seem to have a limited potential in foie gras production using Mule ducks. 

Key words: Duck, Fructose, Liver steatosis 
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Introduction 

Foie gras is a delicacy liver product characterized by its high fat content 

(approximately 60% by weight), and it is mainly produced by gavage (esophageal force-

feeding) of ducks and geese for a period of 14 days using high-starch diets based on corn 

(Blum et al., 1970). Advantageously, relative to mammals, these birds have a unique 

capacity to accumulate very high levels of hepatic lipids (Pullen et al., 1990). However, 

although the study of liver lipid accumulation has mostly been carried out in humans and 

rodents, the fatty liver phenotype shares several commonalities across mammals and birds 

(Leclerq et al., 1998), and dietary interventions shown to induce fatty liver in mammals are 

expected to have similar effects in ducks.  

Despite being a simple sugar of equivalent mass to glucose (derived from dietary 

starch), the metabolic effects of fructose are markedly different. Relative to glucose, fructose 

does not induce pancreatic insulin secretion (Rodin, 1991), and it reduces circulating leptin 

concentrations (Woods et al., 1979; Rodin, 1991), which in turn may decrease in the feeling 

of satiety (Woods et al., 1979; Schwartz and Morton, 2002; Harrold et al., 2012). In 

agreement, experiments in humans and rodents demonstrate that fructose consumption can 

promote increased energy intake and weight gain by promoting dysregulation of the 

appetite-controlling signals from ghrelin and leptin (Huang et al., 2004; Teff et al., 2004; 

Stanhope et al., 2009). The inhibition of satiety results in higher feed intake and, therefore, 

greater lipid accumulation across tissues, including the liver (Huang et al., 2004; Teff et al., 

2004; Stanhope et al., 2009). 

Beyond its effects on satiety, fructose is metabolized differently from glucose as it is 

mainly utilized in the liver, where it can enter the glycolysis pathway and serve as a substrate 

for lipogenesis (Lustig, 2010; Tappy and Lê, 2010). Furthermore, when administered in 

excess (i.e. as gavage) to ducks, fructose is more steatotic than glucose (Davail et al., 2005). 

In contrast to mammals (Sobrecases et al., 2010), fructose does not markedly increase liver 

VLDL secretion in ducks, which favors the accumulation of lipids in the liver (Davail et al., 

2005). Furthermore, some evidence suggests that adding high-fructose corn syrup (HFCS-

55; 55% fructose, 45% glucose) to drinking water can cause hepatic steatosis in rodents 

(Figlewicz et al., 2009; Ko et al., 2017; Mock et al., 2017). Such a means of administration 

could then be a promising way to increase fructose intake and induce fatty liver in ducks.  
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On the other hand, dietary long-chain fatty acids influx to the liver will provide a lipidic 

substrate, which depending on export capacity and oxidation, can accumulate in the liver 

(Geng et al., 2016; Pierce et al., 2016). Therefore, it could be expected that a combination 

of both, increased dietary fructose and lipids, would simultaneously increase hepatic lipid 

accumulation from de novo (i.e. liver synthesized) and preformed (i.e. from circulation) 

sources. It has also been shown in rats, that diets rich in both  fructose and lipids can cause 

fatty liver (Calvo-Ochoa et al., 2014; Pierce et al., 2016). However, although short-term 

feeding (14-days) of this type of diet did not induce fatty liver in ducks (Chapter 2), long-term 

effects of high-fructose, high-fat diets on feeding intake regulation and liver lipid 

concentrations in ducks are currently not known. A long-term (i.e. 12-week) dietary 

intervention comparing the effects of starch or sucrose in combination with oleic or palmitic 

acid showed that a combination of sucrose and palmitic acid was the most effective in 

inducing hepatic steatosis in mice (Pierce et al., 2016).  

We hypothesize that long-term ad libitum feeding of a high-fructose, high-palmitic 

acid diet in combination with HCFS-55 in the drinking water will result in increased feed 

intake and hepatic lipid concentrations in ducks. 

The objective of this study was to evaluate the impact of a high-fructose, high-palmitic 

acid diet and of HFCS-55 in the drinking water on feed intake regulation, body weight and 

liver accumulation of lipids using mule ducks. 

 

Materials and Methods 

I. Experimental design and sampling 

All animal procedures were approved by the Animal Care and Use of Canada and 

Laval University. Forty-eight male mule ducks (Anas platyrhynchos × Cairina moschata) of 

66-days of age (4.16 kg ± 0.37 of BW) in individual cages were used for the study. Following 

a 12-day acclimation, ducks were blocked by body weight and randomly assigned to 

treatment (n=12 ducks/group) to 1) Control diet (C; 75% starch); 2) Control diet and sugar-

rich water (CSW); 3) high-fat, high-fructose diet (FF; 12% fat, 42% fructose, 26% starch) or 

4) high-fat, high-fructose diet and sugar-rich water (FFSW) during 92 d. Water was mixed 

with IsoClear® 55% High Fructose Corn Syrup (Cargil Inc., Minneapolis, MN;  55% fructose, 
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42% dextrose, 2% maltose, 2% other saccharides)  for a final concentration of 13% HFCS 

(w/v). The sugar-rich water was provided ad libitum to the CSW and FFSW groups daily, 

except once per week, when regular water was provided to allow animals to clean their 

feathers. Water and feed were freely available. BW was taken weekly. Feed intake was 

measured on days 0, 5, 10, 15, 20, 25, 30, 35, 45, 50, 56, 62, 65, 70, 75, 80, 89. For the 

totality of this essay, the photoperiod was 12 hours, and ambient temperature was kept at 

15°C. 

Given the cleanliness of ducks in the sugar-rich groups could have been affected, 

the condition of the feathers was scored subjectively using a 5-point scale, by assessing 

plumage color, stickiness and coverage of the back, breast, rump, belly, and wings: 1 

(normal, white and non-sticky feathers), 2 (some change in coloration), 3 (yellow tone and 

slight stickiness), 4 (dark brown and sticky feathers), 5 (lack of feather coverage, skin visible, 

very sticky).   

The animals were fasted twelve hours before slaughter. Blood samples were 

collected using 5 mL EDTA tubes from the wing vein after a 12h fast (pre-prandial samples) 

and 1h20 after feeding. Collected blood was then centrifuged at 3000 x g for 10 min at 4°C 

and resulting plasma was stored at -20°C.  

All birds were stunned with a non-perforating pistol and slaughtered by 

exsanguination. The carcass was eviscerated and the liver, the caecum and the ileum were 

carefully removed. Livers was weighed and its color was measured immediately with the 

chromatic CIE lab coordinates system (L*, a*, b*) according to Nozière et al. (2006) with 

Minolta CR-300 (Konica Minolta Sensing Inc., Osaka, Japon).  

II. Chemical and biochemical analyses 

Feeds were analyzed for DM, CP, NDF, starch, and FA concentration and profiles 

(Table 1). After determining the dry matter content (oven at 100 ° C for 16 hours; AOAC 

International, 2005; method no: 930.15) the feed samples were reduced to ash at 600 ° C 

for 12 h using a muffle oven. Nitrogen concentration was determined on a Thermo-Fisher 

EA 1110 CHNS elemental analyzer (Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA) and 

multiplied by 6.25 to obtain CP. Determination of NDF was carried out using the Ankom 

A200 filter bag technique (Ankom Technology, Macedon, NY) according to Van Soest et al. 
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(1991) using a heat-stable amylase and sodium sulfite. Metabolizable energy density of diets 

was calculated according to NRC (1994). 

Liver FA concentration and profiles were determined by GC-FID after direct 

methylation (Sukhija and Palmquist, 1988). Briefly, FA were acid methylated and extracted 

in hexane. Methyl esters were quantified by GC-FID according to Rico et al. (2014). 

Plasma samples were analyzed for NEFA with an enzymatic colorimetric method 

(NEFAs; Wako HR series NEFA-HR (2) Kit, FUJIFILM Wako Diagnostics USA). Intraassay 

variation was 14.2% and interassay variation was 5.4%. 

III. Statistical analyses 

Repeated measures data (body weight, feed intake) were analyzed using the MIXED 

procedure of SAS (version 9.4; SAS Institute Inc., Cary, NY) according to the following 

model:  

Yijkl = μ + Bi + Aj(i) + Dk + Tl + Bi × Tl + Dk × Tl + eijkl   

where Yijkl = μ = overall mean, Bi = fixed effect of the ith block (i.e., pair of  animals; 

n = 24, Aj(i) = random effect of jth animal within the ith block (i.e., error or residual  term), 

Dk = fixed effect of the kth day, Tl = fixed effect of the lth treatment, Bi × Tl = ith block and 

lth treatment, Dk × Tl = kth day and lth treatment, and eijkl = residual error. A reduced model 

without interactions was used when found not significant.  

The model for one-time measures (liver weight, trichromatic coordinates, NEFA 

plasma, carcass fat and FA liver), was:  

Yijkl = μ + Bi + Aj(i) + Tk + Bi × Tk + eijk  

where Yijk = μ = overall mean, Bi = fixed effect of the ith block (i.e., group of 4 

animals; n = 24), Aj(i) = random effect of jth animal within the ith block (i.e., error or residual 

term), Tk = fixed effect of the lth treatment, Bi × Tk = ith block and lth treatment and eijk = 

residual error. A reduced model without interactions was used when found not significant.  

Data with Studentized residual values > 3.0 or < -3.0 were considered outliers and 

removed from the analysis. Statistical significance was declared at P ≤ 0.05 and trends at 

0.05 < P ≤ 0.10. All results are expressed as LSM ± SEM, unless otherwise indicated. 
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Results 

I. Effects of treatments on plumage cleanliness, feed intake and body weight  

The cleanliness and overall status of the plumage were not affected by diet, but was 

significantly reduced by supplementation with HFCS-55 in the drinking water (P < 0.01, 

figure 1). Feed intake was influenced by dietary treatment, type of drink and time (Figure 2). 

Overall, the C group exhibited higher feed intake than FF (P <0.05), however, this was 

dependent on time (Diet x time P < 0.001), as the FF group progressively reduced its feed 

intake. Regardless of diet, consumption was lower with HFCS water supplementation (SW 

groups; P < 0.001).   

There was a significant diet x time interaction for body weight, as both FF groups 

were lighter than Control, and CSW slightly increase over time (P < 0.05; Figure 3). 

Additionally, drink type independently affected body weight, as both HFCS groups exhibited 

lower values overall during the 13 weeks period, 4.60, 4.37, 4.24, and 4.22 kg ± 0.06 for the 

C, CSW, FF, and FFSW, respectively). No difference between weights of ducks in the FFSW 

and FF treatments was observed at any time point.   

II. Effects of treatments on liver weight, lipid content, fatty acid composition and 

color  

After 13 weeks, the liver weight and the lipid concentration were not different 

between groups (53.54 ± 10.68 g and 5.32 ± 0.60%, Figure 4). On average, the 

concentration of lipids the control diet groups tended to be higher than in the FF groups 

(5.76 vs 4.88 ± 0.06%, P = 0.10).  

The overall fatty acid profile of the liver was also affected by dietary treatments 

(Figure 5). There was a diet x drink interaction for liver de novo synthesized FA (FA< 16C; 

Figure 5a), as addition of HFCS-55 resulted in no difference between the control diet groups, 

but it increased this FA group by 37% in FFSW relative to FFA (P < 0.05). A diet effect was 

detected for mixed origin FA (16C FA), as they were increased by 9% in the FF diet groups 

relative to the control diet groups (Figure 5b). In contrast, the concentration of preformed FA 

(FA > 16C) in the liver was reduced in the FF diet groups relative to control by 4% (P < 

0.001; Figure 5c).  
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As for the lipid color of the liver, a difference between diets was detected for b* values 

(yellowness), as it was higher in the FF diet groups (P < 0.05; Figure 6). In contrast, L* 

(lightness) and a* (redness) values were not affected diet or drink type.  

III. Effect on plasma non-esterified fatty acid 

There was no significant three-way interaction for plasma NEFA (P > 0.80, figure 7). 

A tendency for a diet x time interaction was detected, however, the reduction in NEFA 

caused by feeding, was similar between the FF and the control diet groups (P =0.07; 64% 

and 63%, respectively). In agreement, there was a significant effect of time (P < 0.001). 

Supplementation of HFCS-55 in the drinking water reduced NEFA concentrations by 25% 

(Drink P < 0.001). 

Discussion and conclusion 

This experiment was conceived to test the long-term effects of high-fructose, high-

fat diets and of supplemental sugar-rich water in Mule ducks fed Ad libitum, while controlling 

for possible confounding factors, such as environmental temperature and daylight length, 

both of which can affect intake and adiposity in web-footed animals (Guy et al., 2013). The 

high-fat, high-fructose diet contained 42.5% pure fructose, which replaced dietary starch in 

the control diet, based on previous studies showing higher potential of steatosis 

development (Davail et al., 2005). Palmitic acid (16:0) was selected as the main source of 

supplemental fat, since it has been shown to be more effective in inducing hepatic steatosis 

compared with other lipids, such as oleic acid (18:1 cis-9; Pierce et al., 2016). Diets were 

formulated to be isonitrogenous, thus removing variation due to protein satiety effects, which 

have also been shown to influence the incidence of fatty liver (Garcia Caraballo et al., 2017; 

Navarro-Villa et al., 2019). 

In mule ducks, 14-days overfeeding high-fructose diets by gavage induced a more 

pronounced liver steatosis compared to overfeeding of a starch-based diet (Davail et al., 

2005). In contrast, strategies able to induce liver steatosis by ad libitum feeding further rely 

on dysregulation of feed intake signals. As shown in chapter two, short-term (14-d) ad libitum 

feeding of high-fat, high-fructose diets had no major impact on feed intake and liver lipid 

content of ducks. However, metabolizable energy intake was moderately increased (Figure 

1b; Chapter 2), suggesting potential in longer-term interventions to induce the fatty liver 

phenotype using similar diets, as it has been shown in rodents (Pierce et al., 2016). Indeed, 



67 
 

such observations were the basis for our current working hypothesis that in contrast to short-

term feeding, chronic exposure to these types of diets would result in dysregulation of intake 

and thus increased body weight, liver weight and liver lipid accumulation. This effect was 

expected to be mediate by reduced satiety through leptin resistance, and by increased 

hunger from higher ghrelin concentrations, as shown in previous experiments in mammals 

(Teff et al., 2004; Stanhope et al., 2009; Lustig, 2010).  

Ad libitum access to a diet rich in fats causes in mice: obesity, insulin resistance, 

fatty liver, hypercholesterolemia and dyslipidemia (Wang and Liao, 2012). On the other 

hand, ad libitum access to a diet rich in fructose does not lead to a large increase in adiposity, 

but leads to an intolerance to glucose coincident with hyperglycemia and steatosis (Tetri et 

al., 2008; Mellor et al., 2011; Samuel, 2011). Importantly, it has been previously shown that 

fatty liver development is dependent on overfeeding beyond requirements (Lê et al., 2009; 

Parry and Hodson, 2017). Although fructose may be more steatotic than glucose (Lustig, 

2010; DiNicolantonio et al., 2018) the effects of carbon sources for lipogenesis may be 

overridden by overfeeding, where steatosis can be induced regardless of the source of 

excess calories, be it glucose, fructose or fat (Ngo Sock et al., 2010; Lecoultre et al., 2013; 

Parry and Hodson, 2017). In the present experiment HFCS-55 decreased feed intake, 

despite long exposure periods, an effect that was observed rapidly and was maintained 

throughout the experiment, which in contrast to previous studies in mammals, where 

fructose decreases satiety leading to voluntary increase in feed intake (Woods et al., 1979; 

Schwartz and Morton, 2002; Harrold et al., 2012). In agreement, with our observations, Mock 

et al. (2017) reported that rats drinking water enriched with HFCS-55 or sucrose consumed 

reduced their feed intake relative to those provided regular water. Such feed intake 

depression effects seemed to have been limited to fructose provision in the drinking water, 

as overall, the C and FF groups had similar levels of feed intake. Whether the sugar-rich 

water caused feed intake reductions through hormonal regulation of hunger or satiety 

signals, such as ghrelin, insulin and leptin, is unknown in the present experiment, but such 

an effect of fructose has been previously reported (Rodin, 1991; Teff et al., 2004) However, 

it is likely that the glucose contained in HFCS-55 could have contributed to feed intake 

reduction through an insulin response as an anorexigenic signal in the brain (Mock et al., 

2017). In support of an insulin response to glucose contained in HFCS, both fasting and 

post-prandial plasma NEFA were decreased in the sugar-rich water groups, but were similar 

to previous reports in Mule ducks (Tavernier et al., 2017). Importantly, the overall effect of 
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HFCS-55 addition on energy balance is unknown, the significant reduction in body weight in 

both sugar-rich water groups suggests, energy ingestion from this source was insufficient 

for growth. Unexpectedly, although the Control and FF groups receiving regular water 

exhibited similar levels of feed intake throughout the experiment, body weight was 

consistently lower in the FF group. This is particularly surprising since the energy density of 

the FF diet was significantly higher than control (4,280 vs. 3,649 Mcal of ME/kg DM, 

respectively), and suggests energy expenditure may have been increased by this high-

fructose, high-fat diet, however, possible reasons for such increase remain unclear.   

De novo lipogenesis (i.e. lipid synthesis from non-lipid precursors) has been 

proposed as a possible mechanism by which fructose feeding may enhance liver lipid 

accumulation (Schwarz et al., 2015; DiNicolantonio et al., 2018). Indeed, bypassing the main 

rate-limiting step of glycolysis (phosphofructokinase), fructose can increase de novo 

lipogenesis through higher flux of a lipogenic substrate (Lustig, 2010) and additionally by 

activating sterol response element-binding protein 1-c (SREBP-1c), a master regulator of 

lipogenic genes such as acetyl-CoA carboxylase and fatty acid synthase (DiNicolantonio et 

al., 2018; Zhu et al., 2019). In addition, fructose feeding has also been shown to upregulate 

other transcription factors able to upregulate lipogenesis, such as carbohydrate response 

element-binding protein (ChREBP) in rats (Rodríguez‐Calvo et al., 2009). In our experiment, 

the supplementation of sugar-rich water seemed to have an additive effect with the FF diet, 

as liver de novo synthesized FA was increased by this treatment combination. Stanhope et 

al. (2009) previously reported that fructose-sweetened drinks increased visceral adiposity in 

humans, whereas glucose-sweetening did not. Our results are also in contrast with studies 

in rodents, where despite reductions in feed intake induced by fructose-rich beverages, 

significant intrahepatic accumulation of lipids was reported (Jürgens et al., 2005; Mock et 

al., 2017). 

Previously, Stanley et al., (2016) showed that a combination of fructose and palmitic 

acid was more effective for steatosis induction than other carbohydrate-lipid combinations. 

Thus, palmitic acid (16:0) was selected in the present study as the main source of 

supplemental lipids in the FF diet. It is likely that the observed increase in hepatic 

concentrations of 16C FA in the FF diet groups is due to increased dietary supply. Therefore, 

the increase in the proportions of de novo and 16C FA was likely associated with substrate 

provision from the FF diet, although it did not result in increased liver lipid accumulation, 

likely because of the lack of overfeeding induction. 
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Lastly, liver color is often well correlated to changes in liver lipid content (Guy et al., 

2013; Navarro-Villa et al., 2019). At the end of the experimental period, the yellowness (b*) 

of liver was higher in FF ducks, similar to Guy et al. (2013), but no differences were observed 

for redness (a*) and lightness (L*) unlike in their studies. This difference could be explained 

by the diet composition. Indeed, FF diet had a large quantity of carotenoids, from corn gluten 

and ground corn (Scott and Eldridge, 2005), which likely were transferred to the liver and 

given it a yellower liver (Spada et al., 2016). 

Under the conditions the present study, long-term feeding of high-fat, high-fructose 

diets failed to increase overfeeding and to induce liver steatosis. Satiety effects may have 

played a role in the observed reductions of feed intake by HFCS supplementation in the 

drinking water. However discrepancies relative to rodent studies may be related to the 

effects of these interventions on feed intake regulation signals, such as insulin, leptin and 

ghrelin, which warrants further investigation. 
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Table 5 Ingredient and chemical composition of experimental duck diets: control (C), High-
fat, high-fructose (FF). 

Item C FF 

Ingredient (%DM)   
     Soy bean Meal 9.50 - 

     Ground corn 70.00 13.43 

     Corn gluten - 16.35 

     Ground wheat 7.50 7.38 

     Cristalline fructose1 - 39.74 

     Binding agent2 0.50 0.50 

     Mineral and vitamin premix3 12.50 13.13 

     Palmitic acid4  - 9.46 

Chemical composition (% of dry matter)   

     Dry matter  88.76 90.74 

     Crude protein 12.59 13.67 

     Starch   

     Fructose   

     Neutral detergent fiber 9.90 3.98 

     Total Fatty acids 2.74 9.57 

     Ash 5.7 5.2 

     Energy (Mcal of ME/kg DM)5 3,649 4,280 
1CornSweet® Crystalline Fructose, 99.9% Fructose, Archer Daniels Midland Company, Decatur, IL 
2Lignosol AR, LignoTech USA, Inc., Rothschild, Wisconsin 
3Ground corn used as carrier. Contained (DM basis): 6.8% Ca, 2.8% P, 2.4% Mg, 1.3% Na, 1% K, 

55 mg/kg Zn, 55mg/kg Mn, 35mg/kg Fe, 4.5mg/kg Cu, 32 kIU/ kg vitamin A, 7.2 kIU/ kg vitamin D3, 80 IU/kg 
vitamin E, 12 mg/kg vitamin K, 12 mg/kg vitamin B2, 24 mg/kg, vitamin B6, 80 mg/kg vitamin B12, 440 mg/kg 
vitamin B3, 88 mg/kg vitamin B5. 

4As free fatty acids. Contained 85% 16:0. JeFo Nutrition Inc, Sainte Hyacinthe, QC.  

5Metabolizable energy for birds (NRC, 1994). 
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Figure 1.  Effect of supplementation of high-fructose corn syrup (HFCS-55) in the drinking water for 
13 weeks on feather cleanliness scores of Mule ducks. Subjective scores are on a 1- to 5-point scale 
and assessed plumage color, stickiness and coverage of the back, breast, rump, belly, and wings (1: 
Normal; 5: visible deteriorated plumage). 
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Figure 2.  Effects of diets differing in energy density and of the supplementation of high-
fructose corn syrup (HFCS) in the drinking water on feed intake of Mule ducks.  Control diet (C; 2.7% 
fatty acids  75% starch); 2) Control diet and sugar-rich water (CSW; 13% HFCS w/v ); 3) high-fat, 
high-fructose diet (FF; 9.6% fatty acids, 42% fructose, 26% starch) or 4) high-fat, high-fructose diet 
and sugar-rich water (FFSW).  

 

 

Figure 3.  Effects of diets differing in energy density and of the supplementation of high-
fructose corn syrup (HFCS) in the drinking water on body weight of Mule ducks.  Control diet (C; 2.7% 
fatty acids  75% starch); 2) Control diet and sugar-rich water (CSW; 13% HFCS w/v ); 3) high-fat, 
high-fructose diet (FF; 9.6% fatty acids, 42% fructose, 26% starch) or 4) high-fat, high-fructose diet 
and sugar-rich water (FFSW).  
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Figure 4.  Effects of diets differing in energy density and of the supplementation of high-fructose corn 
syrup (HFCS) in the drinking water on liver weight (Panel A; g) and lipid content (Panel B; % total 
lipids) of Mule ducks.  Control diet (C; 2.7% fatty acids 75% starch); 2) Control diet and sugar-rich 
water (CSW; 13% HFCS w/v ); 3) high-fat, high-fructose diet (FF; 9.6% fatty acids, 42% fructose, 
26% starch) or 4) high-fat, high-fructose diet and sugar-rich water (FFSW). 
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Figure 5.  Effects of diets differing in energy density and of the supplementation of high-
fructose corn syrup (HFCS) in the drinking water on main fatty acid (FA) groups in the liver of Mule 
ducks (Panel A: de novo synthesized FA; Panel B: mixed origin FA; Panel C: preformed FA).  Control 
diet (C; 2.7% fatty acids, 75% starch); 2) Control diet and sugar-rich water (CSW; 13% HFCS w/v ); 
3) high-fat, high-fructose diet (FF; 9.6% fatty acids, 42% fructose, 26% starch) or 4) high-fat, high-
fructose diet and sugar water (FFSW).  
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Figure 6 Effects of diets differing in energy density and of the supplementation of high-
fructose corn syrup (HFCS) in the drinking water on main fatty acid (FA) groups in the trichromatic 
liver coordinates of Mule ducks. Control diet (C; 2.7% fatty acids, 75% starch); 2) Control diet and 
sugar-rich water (CSW; 13% HFCS w/v ); 3) high-fat, high-fructose diet (FF; 9.6% fatty acids, 42% 
fructose, 26% starch) or 4) high-fat, high-fructose diet and sugar-rich water (FFSW).  L * determines 
intensity in the white-black color scale (+ = lighter, - = darker). a* determines the intensity in the green-
red color scale (+= more red, - = more green). b * determines intensity in the yellow-blue colorimetric 
scale (+ = more yellow, - = more blue). 

 

Figure 7 Effects of diets differing in energy density and of the supplementation of high-
fructose corn syrup (HFCS) in the drinking water on main fatty acid (FA) groups in the plasma NEFA 
concentration of ducks on pre-prandial (0) and post-prandial(1h20).  Control diet (C; 2.7% fatty acids, 
75% starch); 2) Control diet and sugar-rich water (CSW; 13% HFCS w/v ); 3) high-fat, high-fructose 
diet (FF; 9.6% fatty acids, 42% fructose, 26% starch) or 4) high-fat, high-fructose diet and sugar-rich 
water (FFSW).  
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CONCLUSION GÉNÉRALE  
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La production de foie gras est aujourd’hui de plus en plus controversée à cause du 

gavage forcé des animaux. Cependant, cette pratique existe depuis des millénaires et fait 

aujourd’hui partie de notre patrimoine (Farrell, 2004) . Enfin, il est bon de rappeler que le 

déclenchement de la stéatose hépatique est un phénomène naturel est réversible qui a lieu 

chez les palmipèdes au moment de la migration. En effet, cela leur permet de stocker 

l’énergie nécessaire pour la réalisation de leur périple. Chez les rongeurs et les humains, le 

fructose est connu pour engendrer une hyperinsulinémie qui provoque une résistance à 

l’hormone de la satiété et donc favorise l’hyperphagie ainsi que la stéatose hépatique 

(Woods et al., 1979; Rodin, 1991; Halford et al., 1998). D’autre part, les lipides alimentaires 

favorisent le stockage des graisses dans le foie et les tissus (Geng et al., 2016; Pierce et 

al., 2016). En sens, le but de ces études était de déterminer pour la première fois l’impact 

d’un régime alimentaire chronique (à court et long terme) en fructose et en lipides sur la 

prise alimentaire et le foie chez les canards Mulards. Pour l’étude la plus longue, l’impact 

du fructose dans l’eau de boisson a également été analysé.   

Dans la première étude qui s’est déroulée pendant deux semaines, les canards 

nourris à volonté avec le régime riche en fructose et en lipides ont ingéré plus d’énergie que 

les canards témoins. Cependant, l’ingestion n’a pas semblé suffisante pour déclencher une 

stéatose hépatique. Dans le groupe fructose, le poids des foies était plus faible que chez 

les contrôles, mais ils étaient moins rouges et leur concentration en lipides était plus élevée. 

Enfin, les NEFA avaient tendance à être plus élevés chez le groupe soumis au régime FF 

ce qui pourrait s’expliquer par l’insulino-résistance provoquée par le régime alimentaire riche 

en fructose et en lipides. En outre, cette étude a permis de montrer que sur une plus longue 

période ce type de régime pourrait éventuellement amener au déclenchement de la stéatose 

hépatique chez les canards Mulards. 

Pour la deuxième étude qui s’est déroulée sur une plus longue période (13 

semaines), le même type de régime alimentaire a été utilisé. La moitié de chaque groupe 

était abreuvé avec l’eau supplémentée en HFCS-55. Contrairement à la première étude, 

une baisse significative de la consommation a été observée pour les canards disposant du 

régime riche en fructose et en lipides comparer à ceux ayant la nourriture témoin. De plus, 

ce phénomène a été amplifié par la consommation d’eau supplémentée. Il a également été 

observé que les animaux (tous groupes confondus) consommaient en général moins que 

dans la première étude. Ce phénomène pourrait s’expliquer par la plus grande quantité de 

protéine présente dans la ration et par le jeune âge des animaux utilisés. La prise alimentaire 
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étant plus faible qu’espérée et n’ayant pas augmenté durant l’expérience, aucune stéatose 

hépatique n’a été observée sur les animaux. Le poids des était plus faible pour le régime à 

haute teneur en fructose et en lipides (supplémentée ou non) ce qui montre que le fructose 

n’a pas provoqué l’hyperinsulinémie, de résistance à la leptine et donc d’hyperphagie. En 

ce qui concerne le poids ou la concentration lipidique des foies, aucune différence entre les 

traitements n’a été constatée.  

Ce travail de maitrise a donc permis de voir que les canards Mulards ne réagissent 

pas exactement comme les humains ou les rongeurs vis-à-vis du fructose bien que le 

phénotype de leur foie soit ressemblant et qu’ils répondent positivement lors gavage à base 

de fructose. Il est nécessaire de réussir à inhiber la sensation de satiété pour envisager de 

produire du foie gras de canards Mulard avec un régime alimentaire riche en fructose et en 

graisse. Afin de mieux comprendre le mécanisme du foie de canard, il serait donc 

intéressant de diminuer le taux protéique des rations ainsi que de voir le potentiel in vitro 

des foies vis-à-vis du manque de choline ou des différents types de lipides. 
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