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ABSTRACT OF THE DISSERTATION 

A Functional Analysis of Enterocyte Fatty Acid‐Binding Proteins 

by William Stacy Lagakos 

Dissertation Director: 

Judith Storch 

 

Intestinal‐ and liver‐ fatty acid‐binding proteins (IFABP and LFABP, respectively) are 

expressed at high levels in mammalian small intestinal enterocytes and bind the major products 

of dietary triacylglycerol (TG) digestion. The precise role of FABPs in processing these diet‐

derived lipids is unknown. We investigated the acute metabolism of fatty acids and 

monoacylglycerol in fasted WT and FABP‐/‐ in small intestinal mucosa in vivo. Two minutes after 

intraduodenal administration of [14C]oleate or [3H]monoolein, mucosal radioactivity was 

recovered primarily in TG.  Recovery of [14C]oleate in TG relative to phospholipids (PL) was 

significantly reduced in IFABP‐/‐ mice.  No changes were found in the expression of lipid synthetic 

genes, suggesting a non‐transcriptional, trafficking defect.  Recovery of [14C]oleate in lipid 

fractions was unaffected by LFABP ablation, although significantly less was oxidized.  Oxidative 

capacity was unchanged in LFABP‐/‐ intestinal mucosa homogenates, suggesting LFABP may 

target fatty acids toward catabolic fates.  Incorporation of [3H]monoolein into TG relative to PL 

was markedly reduced in LFABP‐/‐ despite no changes in the expression of lipid synthetic genes.  

While those results suggest a trafficking defect, reports on the binding of monoacylglycerol by 

LFABP are mixed.  Therefore, the monoacylglycerol ‐binding capability of liver cytosol from wild‐

type and LFABP‐/‐ mice was assessed by gel filtration chromatography.  The [14C]oleate 

associated with ~14kDa proteins was absent in LFABP‐/‐ liver cytosol.  Interestingly, 

ii 
 



[3H]monoolein was present in the ~14kDa fractions from WT but not LFABP‐/‐ cytosol.  

Immunoblotting confirmed the presence of LFABP in the ~14kDa fractions from WT, but not 

LFABP‐/‐.  These results suggest that LFABP is a monoacylglycerol‐binding protein in a 

physiological setting.   

The systemic effects of enterocyte FABP deletion were examined by comparing body 

composition via dual energy X‐ray absorptiometry and energy metabolism via indirect 

calorimetry.  During food deprivation, IFABP‐/‐ mice lost more fat mass and, accordingly, had a 

lower respiratory quotient than WT.  LFABP‐/‐ mice lost less fat‐free mass and maintained a 

higher level of energy expenditure relative to WT.  These findings suggest that ablation of 

enterocyte FABPs manifest specific cellular effects in their native tissues due to lipid trafficking 

defects, as well as systemic effects. 
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INTRODUCTION 

Fat is a major source of energy in the diet and provides the essential fatty acids, linoleic 

acid and linolenic acid. Upon consumption, dietary fat, which is primarily in the form of 

triacylglycerol, is digested into its constituent fatty acids and monoacylglycerols in the 

gastrointestinal tract.  These products are absorbed into the intestinal epithelial cells where 

they are re‐synthesized into triacylglycerols, packaged into chylomicrons, and secreted into the 

lymphatic circulation for delivery to peripheral tissues.  The intestine has the capacity to 

assimilate almost all of the dietary lipids that it receives, >95% under normal physiological 

conditions. In fact, certain mammals can eat up to 50g fat per kilogram of body weight and still 

absorb 97% of it, losing no more than if they were consuming only 5g/kg, which is remarkable 

considering the average human diet consists of much less, ~1.5g/kg (Petit et al., 2007). 

  Dietary fat is acted on by a series of lipases throughout the gastrointestinal tract, gastric 

lipase, pancreatic lipase, and bile‐salt activated lipase.  Gastric lipase and pancreatic lipase 

hydrolyze triacylglycerol’s sn‐1 and sn‐3 fatty acids only.  Even though one of the lipases, bile‐

salt activated lipase, has the capacity to hydrolyze sn‐2‐monoacylglycerol (Wang et al., 1983), 

physiological sampling has shown that the major end products of dietary fat digestion are fatty 

acids and sn‐2‐monoacylglycerol (Hofmann and Borgstroem, 1964) (Figure 1).  These end 

products are solubilized by bile salts in the proximal small intestinal lumen and absorbed as 

monomers by the absorptive epithelium of the small intestine (Murota and Storch, 2005; 

Verkade and Tso, 2001). 
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Figure 1‐1 

 

 

 

 

 

Triacylglycerol 

 

 

 

 

 

 

 

Free fatty acids            sn‐2‐monoacylglycerol 

 

Figure 1‐1. Dietary fat digestion. Dietary fat is largely triacylglycerol, which is comprised of 

three fatty acids esterified to a glycerol.  During digestion in the gastrointestinal tract, 

triacylglycerols are hydrolyzed to fatty acids and sn‐2‐monoacylglycerol. 
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INTESTINAL LIPID METABOLISM 

The intestine is unique in its mode of triacylglycerol synthesis.  Most tissues synthesize 

triacylglycerols via the GPAT pathway (Figure 2) which begins with acylation of glycerol‐3‐

phosphate to form lysophosphatidic acid, catalyzed by glycerol‐3‐phosphate O‐acyltransferase 

(GPAT, EC 2.3.1.15).  The fatty acid substrates in this and the subsequent reactions are first 

“activated” in an ATP‐dependent reaction catalyzed by acyl‐CoA synthetase (ACS, EC 6.2.1.3) to 

form fatty acyl‐CoA.  Lysophosphatidic acid is then acylated to phosphatidic acid and 

dephosphorylated to diacylglycerol by 2‐acylglycerol‐3‐phosphate O‐acyltransferase (LPAT, EC 

2.3.1.52) and phosphatidate phosphatase (PAP, EC 3.1.3.4), respectively. Finally, diacylglycerol is 

acylated by diacylglycerol O‐acyltransferase (DGAT, EC 2.3.1.20) to form triacylglycerol, or 

directed toward phospholipid synthesis.  Although the intestine also has the GPAT pathway, 

>80% of intestinal triacylglycerol synthesis occurs via the monoacylglycerol acyltransferase 

(MGAT) pathway (Bugaut et al., 1984).  The MGAT pathway only forms triacylglycerol and 

consists of the sequential acylation of monoacylglycerol by 2‐acylglycerol O‐acyltransferase 

(MGAT, EC 2.3.1.22) and DGAT.  

Inevitably, fatty acids and monoacylglycerol must traverse the cytosol from their point 

of entry at the cell’s apex (or at the basolateral surface), to the intracellular organelles where 

they are metabolized. As these molecules are hydrophobic and thus not highly soluble in the 

aqueous matrix of the cytoplasm, it is generally thought that a binding/transport protein(s) is 

required to enable efficient processing of these diet‐derived substrates.  Fatty acid‐binding 

proteins are major candidates. The available evidence for a role of FABPs in intestinal lipid 

assimilation is discussed below.  A major focus of my research is to understand the role of 

enterocyte FABPs in intestinal lipid metabolism at the cell and molecular levels.   
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Figure 1‐2 

 

C. MGAT PathwayB. GPAT Pathway

   ACS 

 

    GPAT 

 ACS 

    

     LPAT 

    DGAT 

       

 PAP 

 MGAT 

  DGAT 

A. Fatty acid activation

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

Figure 1‐2. Triacylglycerol synthesis. A) Fatty acid activation by ACS is necessary for the 

subsequent acylation reactions.  B) Schematic of the GPAT pathway.  C) Schematic of the MGAT 

pathway.  ACS, acyl‐CoA synthetase; GPAT, glycerol‐3‐phosphate acyltransferase; LPAT, 

lysophosphatidate acyltransferase; PAP, phosphatidate phosphohydrolase; MGAT, 

monoacylglycerol acyltransferase; DGAT, diacylglycerol acyltransferase. 
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 “COMPARTMENTATION” OF INTESTINAL LIPID METABOLISM  

   The intestine obtains lipids from two distinct sources: “endogenous” from the 

mesenteric artery, which are presented to the basolateral surface of the enterocyte; and 

“dietary,” delivered directly from the small intestinal lumen to the enterocyte’s apical surface  

(Figure 3). Interestingly, evidence suggests that the manner in which lipids are presented to the 

enterocytes strongly dictates their fate; thus it is said the intestine exhibits “compartmental” 

lipid metabolism.  In pioneering work by Gangl and Ockner (1975), rats were given radiolabeled 

fatty acids intraduodenally or intravenously and astounding compartmentation within the 

intestinal mucosa was observed: endogenous (intravenous) fatty acids were primarily oxidized 

or targeted to phospholipid synthesis while dietary (intraduodenal) fatty acids were synthesized 

into triacylglycerol, resulting in a considerably greater TG/PL ratio for dietary fatty acids. This 

was later confirmed in humans (Gangl et al., 1978). Previously, Hyun and coworkers (1967) gave 

rats an intragastric radiolabeled fatty acid emulsion and followed the dispersion of radioactivity 

in the portal vein and lymph simultaneously. They observed that dietary (intragastric) fatty acids 

entered the lymph as triacylglycerol, or portal vein as free fatty acids. The information from 

these two findings suggests that dietary free fatty acids are converted into triacylglycerols 

within enterocytes and are subsequently secreted into the lymph.  
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Figure 1‐3 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1‐3. Lipid metabolism in enterocytes. One enterocyte is shown, with the substrates fatty 

acids (FA) and monoacylglycerol (MG) entering at the the apical surface (from the 

gastrointestinal [GI] lumen) or basolateral surface (from the bloodstream). Lumenal lipids are 

primarily incorporated into triacylglycerols/chylomicrons via the MGAT pathway (2‐MG 

pathway).  Bloodstream‐derived lipids are primarily used for phosphlipid synthesis or oxidation.  

Adapted from Porter et al., 2007. 
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  Further evidence for metabolic compartmentation was obtained from cell culture 

studies. Using apical administration to mimic dietary fatty acids and basolateral administration 

to mimic endogenous fatty acids, Trotter and Storch (1991) confirmed this “compartmentation” 

phenomenon in cultured Caco‐2 cells, a model for intestinal absorptive cells. Compared with 

basolateral administration, apical delivery of palmitic acid consistently favored incorporation 

into triacylglycerols over phospholipids, resulting in a greater TG/PL ratio.  These studies were 

extended when Ho et al. (2002) demonstrated that in Caco‐2 cells, apically administered lipids 

resulting in the greatest TG/PL ratio were monoolein > oleic acid > palmitic acid; and that the 

TG/PL ratio was lower when any of these lipids were administered to the basolateral surface. 

Taken together, the in vivo and in vitro studies clearly demonstrate that upon absorption, 

intestinal enterocytes direct fatty acids and monoacylglycerol to distinct intracellular metabolic 

fates depending on their sites of uptake. Recently, it has been demonstrated that 

compartmentation of monoacylglycerol also occurs in rat and mouse intestinal mucosa (Storch 

et al., 2008). 

Compartmentation of intestinal lipid metabolism also extends into secreted 

lipoproteins.  Mansbach et al., (1992) utilized an intraduodenal steady state infusion of 

unlabeled triolein accompanied by a [3H]oleate intravenous infusion, and analyzed mucosal and 

lymphatic lipids. The specific activity of chylomicron triacylglycerols was significantly lower than 

that of mucosal triacylglycerols, suggesting mucosal triacylglycerols derived from plasma 

[3H]oleate were selected against for incorporation into chylomicrons.  This observation implies 

the presence of two functionally distinct triacylglycerol pools within the enterocyte. Nevin et al. 

(1995) subsequently demonstrated that the intestine directs fatty acids into two functionally 

and physically distinct triacylglycerol pools, one used for chylomicron synthesis and the other for 

storage. In these experiments, various intraduodenal lipid infusions designed to alter the 
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efficiency of triacylglycerol secretion into the lymph were administered to rats.  Low 

triacylglycerol infusion rates into bile‐diverted rats yielded the lowest output of lipid into the 

lymph and high triacylglycerol infusion rates with phosphatidylcholine yielded the greatest 

output of lipid into the lymph. The protocol which produced the least amount of triacylglycerol 

secreted into the lymph resulted in the greatest amount of administered lipids recovered in a 

lipase‐accessible triacylglycerol storage pool, which was previously shown to be selected against 

as a source of chylomicron triacylglycerol. However, the condition with the greatest amount of 

lipid secreted into the lymph produced the exact opposite: <6% of the administered lipid was 

recovered in the triacylglycerol storage pool. Thus in conditions that favored triacylglycerol 

secretion into the lymph, absorbed lipids were directed away from the storage pool and into the 

pre‐chylomicron triacylglycerol pool, further suggesting a functional divergence of the two 

intestinal triacylglycerol pools (Nevin et al., 1995). 

The postprandial development of triacylglycerol storage in lipid droplets in mouse 

intestine was recently demonstrated, visually, by coherent anti‐Stokes Raman scattering (Zhu et 

al., 2009).  In these studies, enterocyte cytosolic lipid droplets were shown to vary in size and 

abundance in direct proportion to the amount of dietary fat being consumed.  Interestingly, 

some of these lipid droplets exceeded 10m in diameter, which is approximately 10‐fold greater 

than chylomicrons; possibly suggesting that lipid from this triacylglycerol storage pool is 

hydrolyzed before being incorporated into chylomicrons.  Earlier findings from Robertson and 

coworkers (2002) showed that, in humans, five hours after fat ingestion, consuming a glucose 

beverage stimulated intestinal triacylglycerol secretion in the form of chylomicrons (Robertson 

et al., 2002).  Consuming plain water had no effect.  Moreover, jejunal biopsies from those who 

consumed the glucose solution contained significantly less lipids than biopsies from the water 
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only group.  Collectively, these results might indicate that at least a portion of chylomicron 

triacylglycerols are derived from an enterocyte cytosolic lipid storage pool. 

  In addition to the anabolic fate of fatty acids in triacylglycerol and phospholipid 

synthesis, the enterocyte also displays a unique fuel requirement, relying largely on glutamine 

for ATP production (Watford et al., 1979; Windmueller and Spaeth, 1977). This literature is 

relevant for two reasons: 1) As our studies have shown, LFABP is a candidate to regulate fatty 

acid oxidation (Chapter 3); and 2) the experimental model used by Windmueller and Spaeth 

confirms the results of Gangl and Ockner using a completely different methodologic approach. 

Utilizing an externalized intestinal segment with an intact arterial supply and complete venous 

drainage, Windmueller and Spaeth (1978) showed that the intestine clears approximately 1% of 

the total mesenteric arterial free fatty acid flux. Of this, approximately 42% is oxidized, 25% 

incorporated into neutral lipids and 33% incorporated into phospholipids. Endogenous fatty 

acids accounted for less than 3% of the total CO2 released from the intestine, while the most 

quantitatively important contributors were ketone bodies (50%) and glutamine (35%). These 

results, obtained for endogenous fatty acid metabolism by the intestine, were virtually identical 

to those of Gangl and Ockner’s (1975) experiments in an intact rat, when the intestine absorbed 

approximately 1% of circulating fatty acids, of which 42% were oxidized, 30% incorporated into 

neutral lipids and 28% in phospholipids. Taken together, the current view of intestinal lipid 

metabolism includes the presence of differential metabolic pathways and divergent trafficking 

patterns for lipid substrates.   

The divergent binding of fatty acids to enterocyte FABPs depending on their site of 

administration (discussed below; Alpers et al., 2000) and the translocation of enterocyte FABPs 

upon fat feeding (Trevaksis et al., 2007) suggest that enterocyte FABPs may be involved 

intestinal lipid trafficking. 
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Figure 1‐4 
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Figure 1‐4. Graphical representation of the compartmentation observed in intestinal 
lipid metabolism.  A) Percent of palmitic acid incorporated into triacylglycerols (blue 
bars) and  oxidized (open bars) in rat small intestinal mucosa two minutes after apical 
(lumenal) or basolateral (i.v.) administration (adapted from Gangl and Ockner, 1975). B) 
Fate of oleic acid in mouse small intestine two minutes after apical (red bars) or 
basolateral (open bars) administration (adapted from Storch et al., 2008).     
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FATTY ACID BINDING PROTEINS 

  Fatty acid binding proteins (FABPs) are 14‐15kDa proteins that have been well‐

conserved throughout evolution, appearing in species as diverse as Drosophila melanogaster, 

Caenorhabditis elegans, dust mites, and desert locusts, but are absent in plants and fungi 

(Esteves et al., 2006).  Although nucleotide sequence varies many‐fold, FABP family members 

share a common protein tertiary structure: a β‐barrel comprised of two antiparallel five‐

stranded β‐pleated sheets connected by two short ‐helical domains (Figure 5).  Most 

mammalian tissues express relatively high levels of one or more FABP.  For example, liver 

expresses LFABP exclusively, while the intestine expresses both LFABP and IFABP (Ockner et al., 

1982); IFABP expression is restricted to the intestine. FABPs are expressed at high levels 

particularly in tissues with high lipid flux or metabolism such as cardiac muscle, liver, intestine, 

and adipose. The dissociation constants of fatty acids for various FABPs are within in their 

physiological intracellular concentration range (Richieri et al., 1994; Knudson et al., 1999; Glatz 

et al., 1984), and binding to FABP highly increases their aqueous solubility. These observations 

have led to the suggestion that FABPs are involved in intracellular metabolism and/or 

translocation of fatty acids. 

  Nine mammalian FABPs have been identified thus far, and the characterization of mice 

genetically lacking one or more FABP has provided insights into their physiological functions in 

vivo (Table 1). 
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Table 1‐1 

  

FABP 
type 

Gene  Expression  Phenotype of KO mice 

Defective hepatic1 and intestinal 
fatty acid oxidation2 

Impaired intestinal 
monoacylglycerol metabolism2 LFABP  Fabp1  liver, small intestine, kidney 

Blunted loss of fat‐free mass 
when fasted2 

Impaired intestinal fatty acid 
metabolism3 

IFABP  Fabp2  small intestine 
Accelerated loss of fat mass when 
fasted3 

HFABP  Fabp3 

cardiac and skeletal muscle, 
brain, mammary, kidney, 
adrenals, ovaries, testis, 
placenta, lung, stomach 

Defective muscle fatty acid 
oxidation compensated by 
increased glucose utilization1 

Protected against diet‐induced 
atherosclerosis1 

Modest decreases in plasma 
glucose and insulin1 

AFABP  Fabp4  adipocyte, macrophages 
Double KO with KFABP shows 

strong protection against insulin 

resistance and hepatosteatosis1 

Defective transepidermal water 
loss1 

No effect on AFABP expression1 
KFABP  Fabp5 

epidermis adipocyte, 
macrophages, mammary, 
tongue, testis, liver, lung, 
brain, heart and skeletal 
muscle, retina, kidney 

Double KO with AFABP shows 
strong protection against insulin 
resistance and hepatosteatosis1 

IBABP  Fabp6  distal intestine    

BFABP  Fabp7  central nervous system 
Increased anxiety and fear 
memory1 

MFABP  Fabp8  peripheral nerve myelin    

TFABP  Fabp9  testis    

 
Table 1‐1. Members of the FABP family.  See text for details.  Adapted from Storch and Corsico 
(2008).  HFABP, heart FABP; AFABP, adipocyte FABP; KFABP, keratinocyte FABP; IBABP, ileal bile 
acid‐binding protein; BFABP, brain FABP; MFABP, myelin FABP; TFABP, testis FABP. 1Storch and 
Corsico (2008); 2Chapter 3; 3Chapter 2. 
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Figure 1‐5 

 

 

 

 

 

 

muscle FABP (homo sapiens)                                             muscle FABP (bos taurus) 

 

 

 

 

 

 

 

     brain FABP (homo sapiens)                                             intestinal FABP (rattus norvegicus) 

Figure 1‐5.  Tertiary structure of FABPs from human, cow, and rat. Note the similar orientation 

of the clamshell‐like β‐barrel (yellow) and ‐helical domains (red) independent of species or 

FABP type (Lomize et al., 2006). 
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ENTEROCYTE FATTY ACID‐BINDING PROTEINS 

  As mentioned above, the intestine expresses two FABP types: intestinal‐ and liver‐ FABP.  

LFABP binds long chain fatty acids, lysopholipids, monoacylglycerol, and in a molar ratio of 

2FA:1FABP (1:1 for other lipids) (Storch and Thumser, 2000). IFABP binds both saturated and 

unsaturated fatty acids with similar affinity, and although IFABP and LFABP bind saturated fatty 

acids with similar affinity, LFABP binds unsaturated fatty acids with greater affinity. For example, 

the dissociation constants for stearic acid (18:0) and linolenic acid (18:3n3) binding to IFABP are 

6nM and 380nM, respectively, while for LFABP they are 9nM and 69nM, respectively (Richieri et 

al., 1994). 

  What is the significance of a single cell type having high expression of two related 

proteins? Evolution rarely displays complete functional redundancies, suggesting that these two 

proteins have divergent roles in intestinal lipid metabolism.  The lack of complete overlap in 

substrate specificity may provide some clues as to their roles, although additional evidence was 

provided by Hsu and Storch (1996).  In a series of in vitro studies using purified FABPs and model 

membranes, the rate of fatty acid transfer from IFABP to acceptor vesicles was found to be 

much faster than from LFABP, and was not affected by ionic strength of the buffer, but was 

sensitive to the composition and concentration of acceptor vesicles.  It was concluded that fatty 

acid transfer from IFABP occurs via a collisional mechanism, whereas transfer from LFABP was 

dependent on fatty acid solubility in the aqueous phase, in other words, it occurs by a 

diffusional mechanism.  Moreover, fatty acids are transferred both to and from FABPs and as 

seen in Figure 6, Hodson and coworkers (1997) have demonstrated by NMR spectroscopy that 

IFABP exhibits marked backbone variability in the apo‐ relative to holo form.  Therefore it is 

possible that since IFABP fatty acid transfer is mediated collisionally, perhaps apo‐IFABP 

interacts differently, or with a different type of membrane than holo‐IFABP, which would imply 
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that IFABP may be involved in fatty acid targeting to specific membranes.  Moreover, IFABP’s ‐

helical domain was found to be critical for its collisional transfer mechanism, and further studies 

demonstrated the importance of electrostatic and hydrophobic interactions in determining the 

fatty acid transfer rate (Corsico et al., 1998; Corsico et al., 2005).  On the other hand, LFABP’s 

diffusional mechanism could mean that it acts primarily as a buffer for excess fatty acids, a 

notion that would be indirectly supported by its upregulation by dietary fat (Drozdowski et al., 

2004).  Alternatively, LFABP may be involved in targeted delivery of long chain fatty acids to 

particular proteins.  Indeed, as discussed below, evidence for a role for hepatic LFABP in fatty 

acid uptake, oxidation, and incorporation into TG, obtained in studies of the LFABP‐null mouse 

(Davidson et al., 2003; Erol et al., 2003), suggests a more specific role; however it remains 

possible that the changes are caused by alterations in the cytosolic free fatty acid 

concentrations brought about by the absence of LFABP.   

  Luxon and Milliano (1999) provided direct support for a role of FABP in intestinal lipid 

transport in a physiological setting. By using fluorescence recovery after photobleaching, they 

observed that intracellular diffusion of a non‐metabolizable fluorescent fatty acid analog (NBD‐

stearate) was higher in the jejunum than in the duodenum and ileum, and directly proportional 

to the local FABP concentration. This relationship seems to be very specific for FABP because it 

remains true in various unrelated conditions where FABP concentration is known to be altered, 

such as in female versus male hepatocytes, and clofibrate‐treated versus control hepatocytes 

(Luxon et al., 1996). Furthermore, when hepatocytes were incubated with bromopalmitate, an 

inhibitor of fatty acid‐binding to FABP, NBD‐stearate diffusion decreased while the amount 

recovered in membrane fractions increased proportionately. These studies in liver and intestinal 

cells strongly suggest that IFABP and/or LFABP is involved in the transport of fatty acids after 

their entry into the cell. 
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Figure 1‐6 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1‐6. NMR solution structure of apo‐ and holo‐IFABP.  20 superimposed backbone 

structures of apo‐IFABP and oleate‐bound holo‐IFABP. Note the increased backbone variability 

in apo‐IFABP (Hodson et al., 1997). 
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EVIDENCE FOR A ROLE OF LFABP IN INTESTINAL LIPID METABOLISM 

There are correlations between LFABP and intestinal lipid metabolism that collectively 

point toward a physiological relationship. LFABP mRNA levels are the highest in the part of the 

intestine that is exposed to and absorbs the most dietary fat (Agellon et al., 2002).   Upon 

initiation of a high fat diet, intestinal LFABP is rapidly upregulated greater than 2.5‐fold, and 

remains elevated commensurate with the dietary fat content (Petit et al., 2007).  Interestingly, 

in the study by Petit and coworkers (2007), high fat diet‐fed mice exhibited normal intestinal 

triacylglycerol secretion, relative to chow‐fed mice, after an oral lipid bolus.  Thus, it is possible 

that during a high fat diet, elevated intestinal LFABP expression helps to maintain normal 

lipemia despite increased fat intake.   

As mentioned above, LFABP binds fatty acids with high affinity.  The digestive products 

present in the post‐prandial intestinal lumen should contain approximately half as much 

monoacylglycerol as fatty acids; monoacylglycerol is a major end product of dietary 

triacylglycerol digestion.  There is controversy, however, about the ability of LFABP to bind 

monoacylglycerol in a physiologically relevant manner.  A study by Thumser and coworkers 

showed that monoacylglycerol was unable to displace a fluorescent short chain fatty acid analog 

from LFABP, and they concluded that LFABP had no appreciable binding affinity for 

monoacylglycerol (Thumer et al., 1996).  However, Storch and coworkers, using a different 

experimental approach, showed that LFABP did bind monoacylglycerol, albeit with 10‐fold less 

affinity than fatty acids (Storch et al., 1993; unpublished findings).  Importantly, the steady‐state 

solution structure for an LFABP‐monoacylglycerol complex has been recently solved via NMR 

spectroscopy (unpublished findings), further supporting the idea that LFABP does indeed bind 

monoacylglycerol.  It is thus not unreasonable to suppose from these studies, collectively, that 

LFABP is involved in intestinal monoacylglycerol, as well as fatty acid, metabolism.  A portion of 
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my dissertation research was to determine the monoacylglycerol‐binding capability of LFABP in 

a physiological setting, namely liver cytosol. 

 

LFABP‐/‐ MOUSE 

Research on LFABP‐null mice has primarily focused on the liver‐specific effects of LFABP 

deletion.  More specifically, it was shown that LFABP‐/‐ hepatocytes exhibit impaired fatty acid 

uptake, oxidation, and incorporation into triacylglycerols (Davidson et al., 2003; Newberry et al., 

2003; Erol et al., 2003).  A portion of my studies were to determine the intestinal and systemic 

effects of LFABP gene deletion in mice. 

 

EVIDENCE FOR A ROLE OF IFABP IN INTESTINAL LIPID METABOLISM 

IFABP expression first appears at parturition and is increased by a high fat diet (Gordon 

et al., 1985; Ockner and Manning, 1974).  As mentioned above, IFABP expression is restricted to 

the intestine, where it is co‐expressed with liver fatty acid‐binding protein (LFABP).  Alpers et al. 

(2000) utilized an intestinal explant and FABP type‐specific antibodies to determine the amount 

of added radioactive fatty acids that would be bound by IFABP and LFABP after apical versus 

basolateral administration.  Although more fatty acids bound to LFABP regardless of 

administration site, slightly more fatty acids bound to IFABP during apical administration than 

with basolateral administration, suggesting a relative “apical” localization of IFABP.  This is in 

accord with our observation (Chapter 2) that IFABP ablation affected apical but not 

basolaterally‐derived fatty acid metabolism.  High fat feeding increases both IFABP and LFABP 

content in rat intestine (Drozdowski et al., 2004) and significantly increased FA‐binding to IFABP 

but not LFABP (Alpers et al., 2000).  If the intestine contains a pre‐chylomicron triacylglycerol 

pool and separate storage/pre‐VLDL triacylglycerol pool, as suggested by Nevin et al. (1995) and 
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Tso et al. (1984), these findings might imply that IFABP sequesters fatty acids for the secretory 

pre‐chylomicron TG pool.  Moreover, we found that IFABP ablation reduces the incorporation of 

diet‐derived fatty acids into triacylglycerol relative to phospholipids.  Taken together, these 

findings support a role for IFABP in intestinal lipid metabolism, however the precise mechanisms 

of its involvement are not yet clear.  

 

IFABP POLYMORPHISM AT CODON 54 

  There is a polymorphism in the gene coding for IFABP which results in a substitution of 

threonine for alanine at codon 54.  Estimates for the frequency of the threonine‐coding allele, 

I(A54T), vary somewhat with different populations, and have been reported as 0.28‐0.34 

(Gomez et al., 2007; Yamada et al., 1997).  I(A54T) has been associated with postprandial and 

fasting lipemia in human populations, suggesting both direct (postprandial) and indirect (fasting) 

effects on plasma triacylglycerol levels (Agren et al., 1998; Georgopoulos et al., 2000; Dworatzek 

et al., 2004).  The IFABP mutant I(A54T) has a two‐fold greater affinity for long‐chain fatty acids 

than the wild‐type form (Baier et al., 1995; Storch et al., 2002) and increased triacylglycerol 

secretion was observed when I(A54T) was overexpressed in Caco‐2 cells, relative to an I(T54A) 

overexpressing line (Baier et al., 1996). Similar results were found in human fetal intestinal 

explants: possession of at least one threonine‐encoding allele was associated with increased 

secretion of nascent triacylglycerol, increased apolipoprotein B synthesis, and increased 

chylomicron but not VLDL secretion (Levy et al., 2001). Interestingly, the IFABP polymorphism 

A54T was found to be associated with resistance to alcoholic cirrhosis (Salguero et al., 2005), 

suggesting an indirect role for IFABP in mediating specific hepatic effects.   
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IFABP‐/‐ MOUSE 

Mice lacking IFABP were generated by Vassileva et al. (2000).  Male IFABP‐/‐ were 

heavier than WT on a chow diet, and this difference was slightly attenuated by a high fat diet.  

Female IFABP‐/‐, on the other hand, were no heavier on chow and gained less weight on a high 

fat diet.  Agellon and coworkers  later demonstrated that after a high fat diet enriched with beef 

tallow or safflower, male but not female IFABP‐/‐ weighed more than WT and developed fatty 

livers (Agellon et al. 2007), further suggesting a gender‐specific role of IFABP in energy 

partitioning.  Moreover, and in direct contrast to LFABP‐/‐, IFABP‐/‐ are hyperinsulinemic and 

hypertriglyceridemic (Vassileva et al., 2000).  Interestingly, IFABP‐/‐ and I(A54T) seem to have 

opposite effects on the liver.  And although their effects on plasma lipids appear similar, as will 

be shown below, IFABP‐ablation does not change the lipemic response to a large oral lipid load.   

Most of the research on the function of IFABP has centered on its in vitro binding 

characteristics and regulation of expression by dietary fat. Therefore, parts of my studies were 

focused on determining the lipid metabolic and systemic effects of IFABP gene deletion in mice.   
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SPECIFIC AIMS 

SPECIFIC AIM 1: To examine the role of IFABP in intestinal lipid metabolism and energy 

homeostasis.  Intestinal lipid composition, lipid metabolism, and secretion were analyzed in WT 

and IFABP‐/‐ mice, and the cause of the differences in acute fatty acid metabolism was further 

explored to determine if IFABP functioned as a fatty acid trafficking protein in vivo.  The 

systemic effects of IFABP ablation were assessed by measuring energy expenditure, respiratory 

quotient, and body composition in fed and fasted WT and IFABP‐/‐ mice.  

 

SPECIFIC AIM 2:  To examine the role of LFABP in intestinal lipid metabolism and energy 

homeostasis.  Intestinal lipid composition, lipid metabolism, and secretion were analyzed in WT 

and LFABP‐/‐ mice, and causes of the differences in fatty acid oxidation and monoacylglycerol 

metabolism were further explored to determine their mechanism.  The systemic effects of 

LFABP ablation were assessed by measuring energy expenditure, respiratory quotient, and body 

composition in fed and fasted WT and LFABP‐/‐ mice. 

 

SPECIFIC AIM 3:  To determine whether LFABP is a monoacylglycerol‐binding protein in liver. 

Monoacylglycerol metabolism was altered in LFABP‐/‐ intestinal mucosa and enzyme levels were 

unchanged.  Reports on the ability of LFABP to bind monoacylglycerol have been mixed, 

therefore, this issue was addressed using cytosol preparations and gel filtration 

chromatography. 
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Chapter 2. 

 

Differential partitioning of fatty acids in enterocytes from 

intestinal fatty acid‐binding protein‐null (IFABP‐/‐) mice 
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ABSTRACT 

  Intestinal fatty acid‐binding protein (IFABP) is expressed at high levels in the mammalian 

small intestine and binds the major product of dietary triacylglycerol digestion, fatty acids. The 

precise role of IFABP in processing these diet‐derived lipids is unknown. IFABP‐null mice appear 

to grow normally and absorb dietary fat similar to their wild‐type (WT) counterparts. We 

investigated the acute metabolism of fatty acids in fasted WT and IFABP‐/‐ small intestinal 

mucosa in vivo. Two minutes after intraduodenal administration of [14C]oleate, mucosal [14C] 

was recovered primarily in triacylglycerols, with no difference between WT and IFABP‐/‐.  

However, recovery of [14C]oleate in the phospholipid fraction was significantly greater in IFABP‐/‐ 

mice (p<0.01), resulting in a reduced TG/PL ratio.  No changes were found in the expression of 

LFABP or lipid synthetic genes, suggesting the results may be due to a non‐transcriptional, 

trafficking function of IFABP.  Appearance of triacylglycerols and [14C] in plasma after an oral 

gavage of [14C]oleate in olive oil was unaffected by IFABP ablation, supporting the hypothesis 

that newly synthesized phospholipids are not a major source of chylomicron phospholipids. 

Food deprivation increased [14C]oleate oxidation in WT and IFABP‐/‐ mucosa similarly.  The 

expression of genes involved in intestinal fatty acid oxidation were also unchanged by IFABP 

ablation.  Overall, given the absence of transcriptional changes, the effects of IFABP ablation on 

metabolism suggest it may be involved in fatty acid trafficking into complex lipids, perhaps 

directing fatty acids toward triacylglycerol rather than phospholipid synthesis. 
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INTRODUCTION 

INTESTINAL FATTY ACID‐BINDING PROTEIN 

IFABP is a member of the 14‐15kDa intracellular fatty acid binding protein family and is 

expressed at high levels in the absorptive epithelium of the intestine.  IFABP expression first 

appears at parturition and is increased by a high fat diet (Gordon et al., 1984; Ockner and 

Manning, 1974).  Utilizing a series of florescence resonance energy transfer assays, Storch and 

coworkers demonstrated that IFABP obtains and transfers long chain fatty acids by directly 

interacting with phospholipid membranes (Thumser and Storch, 2000; Hsu and Storch, 1996).  

Moreover, IFABP’s ‐helical domain was found to be critical for its collisional transfer 

mechanism, and further studies demonstrated the importance of electrostatic and hydrophobic 

interactions in determining the fatty acid transfer rate (Corsico et al., 1998; Corsico et al., 2005).   

As mentioned above, IFABP expression is restricted to the intestine, where it is co‐

expressed with liver fatty acid‐binding protein (LFABP).  IFABP binds both saturated and 

unsaturated fatty acids with similar affinity, and although IFABP and LFABP bind saturated fatty 

acids with similar affinity, LFABP binds unsaturated fatty acids with greater affinity. For example, 

the dissociation constants for stearic acid (18:0) and linolenic acid (18:3n3) binding to IFABP are 

6nM and 380nM, respectively, while for LFABP they are 9nM and 69nM, respectively (Richieri et 

al., 1994).  Due to this highly specific interaction, it is likely that long chain fatty acids are the 

major physiological ligand for IFABP. 

Alpers et al. (2000) utilized an intestinal explant and FABP type‐specific antibodies to 

determine the amount of added radioactive fatty acids that would be bound by IFABP and 

LFABP after apical versus basolateral administration.  Although more fatty acids bound to LFABP 

regardless of administration site, slightly more fatty acids bound to IFABP during apical 

administration than with basolateral administration suggesting a relative “apical” localization of 
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IFABP.  High fat feeding increases both IFABP and LFABP content in rat intestine (Drozdowski et 

al., 2004) and significantly increased FA‐binding to IFABP but not LFABP (Alpers et al., 2000).  If 

the intestine contains a pre‐chylomicron triacylglycerol pool and separate storage/pre‐VLDL 

triacylglycerol pool, as suggested by Nevin et al. (1995) and Tso et al. (1984), these findings 

might imply that IFABP sequesters fatty acids for the secretory pre‐chylomicron TG pool.  

Moreover, as will be shown below, IFABP ablation reduces the incorporation of fatty acids into 

triacylglycerol relative to phospholipids (Lagakos et al., unpublished observations).  Also, when 

wild‐type IFABP was overexpressed in Caco‐2 cells, a dose‐dependent decrease in incorporation 

of palmitic acid into complex lipids was observed (Darimont et al., 2000). Taken together, these 

findings provide support for a role for IFABP in intestinal lipid metabolism, however the precise 

mechanisms of its involvement are not yet clear.  

 

IFABP POLYMORPHISM AT CODON 54 

  There is a polymorphism in the gene coding for IFABP which results in a substitution of 

threonine for alanine at codon 54.  Estimates for the frequency of the threonine‐coding allele, 

I(A54T), varies slightly among different populations, in the range of 0.28‐0.34 (Gomez et al., 

2007; Yamada et al., 1997).  I(A54T) has been associated with postprandial and fasting lipemia in 

human populations, implying both direct (postprandial) and indirect (fasting) effects on plasma 

triacylglycerol levels (Agren et al., 1998; Georgopoulos et al., 2000; Dworatzek et al., 2004).  The 

IFABP mutant I(A54T) has a two‐fold greater affinity for long‐chain fatty acids than the wild‐type 

form (Baier et al., 1995; Storch et al., 2002) and increased triacylglycerol secretion was observed 

when I(A54T) was overexpressed in Caco‐2 cells relative to an I(T54A) overexpressing line (Baier 

et al., 1996). Similar results were found in a human fetal intestinal explant: I(A54T) was 

associated with increased secretion of nascent triacylglycerol, increased apolipoprotein B 
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synthesis, and increased chylomicron but not VLDL secretion (Levy et al., 2001). Interestingly, 

the IFABP polymorphism A54T was found to be associated with resistance to alcoholic cirrhosis 

(Salguero et al., 2005), suggesting an indirect role for IFABP in mediating specific hepatic effects.   

 

IFABP‐/‐ MOUSE 

Mice lacking IFABP were generated by Vassileva et al. (2000).  Male IFABP‐/‐ were 

heavier than WT on a chow diet, and this difference was slightly attenuated by a high fat diet.  

Female IFABP‐/‐, on the other hand, were no heavier on chow and gained less weight on a high 

fat diet.  Agellon and coworkers  later demonstrated that after a high fat diet enriched with beef 

tallow or safflower, male but not female IFABP‐/‐ weighed more than WT and developed fatty 

livers (Agellon et al., 2007), further suggesting a gender‐specific role of IFABP in energy 

partitioning.  Moreover, and in contrast to LFABP‐/‐, IFABP‐/‐ were found to be mildly 

hyperinsulinemic and hypertriglyceridemic (Vassileva et al., 2000).  Interestingly, IFABP‐/‐ and 

I(A54T) seem to have opposite effects on the liver.  And although their effects on plasma lipids 

are appear similar, IFABP‐ablation does not change the lipemic response to a large oral lipid load 

(Figure 2‐11).   

Most of the research on IFABP’s function has centered on the in vitro binding 

characteristics, regulation of expression by dietary fat, and hepatic effects of gene ablation. 

Therefore, the focus of this portion of my research is to explore the role of IFABP in intestinal 

lipid metabolism and energy homeostasis by comparing IFABP‐null and wild‐type mice. 
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MATERIALS AND METHODS 

a. Materials 

Oleic acid and sn‐2‐monoolein were obtained from NuChek Prep, Inc. (Elysian, MN).  

[3H]oleic acid ([9,10‐3H]oleic acid, 26.3 Ci/mmol) and [14C]oleic acid ([1‐14C]oleic acid, 54 

mCi/mmol) were obtained from Perkin Elmer‐New England Nuclear (Stelton, CT).  [3H]monoolein 

(sn‐2‐[9,10 3H]monoolein, 40–60 Ci/mmol) was from American Radiochemical (St. Louis, MO).  

Authentic neutral lipid and PL standards were purchased from Doosan Serdary Research 

Laboratories (Toronto, Canada) and Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL), respectively.  Sodium 

taurocholate (TC) was purchased from Calbiochem (La Jolla, CA), and FA‐free BSA was obtained 

from Sigma Aldrich (St. Louis, MO).  TLC plates (Silica Gel G, 250 µm, 150Å) were obtained from 

Whatman (South Plainfield, NJ).  Rabbit antibodies to purified rat LFABP and IFABP were 

generated by Affinity Bioreagents (Golden, CO).  All other materials were reagent grade or 

better. 

  b.   Animals 

IFABP‐/‐ mice on a C57BL/6J background were created by Vassileva and coworkers 

(Vassileva et al., 2000).  They were back‐crossed with C57BL/6J mice 6 times and were therefore 

considered to be >98% congenic.  The IFABP‐/‐ mice were provided to us by L.B. Agellon.  Wild‐

type mice from Jackson Laboratories (Bar Harbor, ME) were used as controls.  Mice were used at 

3‐4 months of age and 25‐30g body weight.  Experiments were performed in the fasted state, 

typically between 8 AM and 11 AM when food was removed 48 hours earlier.  Animals were 

maintained on a 12 hour light and dark cycle and fed Purina standard rodent chow (60% 

carbohydrate, 12% fat, 28% protein by kcal). 

c.    Preparation of lipids for bloodstream administration 
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Stock solutions were prepared by drying (per mouse) 7.5µCi [14C]oleate (140nmol)  

under a nitrogen stream, then adding 0.5% (final volume) ethanol, and 150uL of a solution 

containing 0.1M NaCl and mouse serum (1:1). 

d.    Preparation of lipids for intraduodenal administration 

Stock solutions were prepared by drying (per mouse) 1.5µCi [14C]oleate (28nmol) under 

a nitrogen stream, then adding 150uL of 10mM sodium taurocholate in 0.1M NaCl. 

a. Surgical procedures 

The mice were weighed and anesthetized with ketamine/xylazine/ace promazine (80/ 

100/150mg/kg, intraperitoneal, respectively).  For intravenous administration, the jugular vein 

was exposed and cannulated, and a 28‐gauge needle with the injection solution was secured in 

place by surgical string.  For intraduodenal administration, a small section of the intestine was 

exposed and a small incision was made with microsurgical scissors within 1cm of the pylorus.  A 

blunt‐tip 18‐gauge needle was passed into the intestine via the incision and secured in place by 

surgical string.  Next, for both methods of delivery, two minutes after the injection, the intestine 

was removed and measured lengthwise, rinsed with 60mL ice‐cold 0.1M NaCl, opened 

longitudinally and mucosa scraped with glass microscope slides into tubes in dry ice.   

b. Immunoblotting 

Mucosa was harvested as described above and homogenized in 20 volumes of PBS pH 

7.4 with 0.5% (v/v) protease inhibitors (Sigma 8340) on ice with a Potter‐Elvejhem homogenizer.  

Protein concentration was determined by the Bradford assay (Bradford, 1976). 50µg of total cell 

protein was loaded onto 12% polyacrylamide gels and separated by SDS‐PAGE. The proteins 

were transferred onto polyvinylidene difluoride membranes using a semi‐dry transfer system 

(BioRad) for 1 h at 20V. The membranes were incubated in a 5% nonfat dry milk or 2% gelatin 

blocking solution overnight at 4°C and then probed with primary antibody for 1h. After thorough 
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washing, blots were then incubated with anti‐rabbit, ‐chicken, or ‐mouse IgG‐horseradish 

peroxidase conjugate, as necesssary, for 1h and then developed by chemiluminescence (ECL 

reagent, GE Healthcare, Piscataway, NJ).  Protein expression was quantified densitometrically 

with ImageJ software (NIH). 

c. Lipid extraction and metabolite analysis 

The mucosal samples were diluted with 20 volumes of PBS pH 7.4 per gram (wet weight) 

with 0.5% (v/v) protease inhibitors (Sigma 8340), homogenized by 20 strokes with a Potter‐

Elvejhem homogenizer on ice, and stored at ‐80°C for lipid extraction within two days.  The 

homogenate was diluted to a protein concentration of 1mg/mL and 1mL was used for lipid 

extraction.  Lipids were extracted using chloroform‐methanol (2:1; v/v) by the method of Folch, 

Lees, and Sloane‐Stanley (1957).  The organic lipid layer was dried under a nitrogen stream, re‐

suspended in chloroform/methanol (2:1) and spotted onto Silica gel‐G TLC plates along with 

standards of known mass. The TLC plate was developed in a nonpolar solvent system consisting 

of hexanes, diethyl ether, and acetic acid (70:30:1 v/v).  For experiments where 14C was used, 

radioactivity was visualized by exposure to phosphorimager plates and analyzed by the Storm 

840 Phosphorimager.  When 3H was used, the lipid spots were visualized by exposure to iodine 

vapors, and scraped into scintillation vials containing 5mL scintillation fluid.  The scintillation 

vials were vortexed and allowed to settle overnight before analysis in a scintillation counter. 

d. Mucosal lipid composition 

To determine mucosal lipid composition, the intestinal mucosa was harvested as 

described above, however the intestine was divided equally into two segments (proximal and 

distal) prior to scraping the mucosa. Thin‐layer chromatography of extracted lipids and known 

amounts of standards was performed as described above and the iodine‐stained TLC plates 
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were scanned by a Hewlitt‐Packard Scanner.  Absolute values for the masses of individual lipid 

subclasses were obtained by a densitometric analysis using ImageJ software.   

e. Fatty acid oxidation 

Fatty acid oxidation was measured by the method of Ontko and Jackson (1964) with 

minor modifications.  In brief, 1mL of 1mg/mL sample homogenate was incubated in a 15mL test 

tube with a smaller 0.5mL Eppendorf tube containing tissue paper soaked in 1M benzethonium 

hydroxide to capture released 14CO2.  1mL of 7% PCA was added to the homogenate to release 

14CO2 and selectively solubilize [
14C]acid‐soluble metabolites by reducing the solubility of 

remaining [14C]oleate. The tube was capped quickly and incubated overnight at 37°C with 

shaking.  The radioactivity of the tissue paper and a sample from the 3000 x g supernatant of the 

acidified homogenate was analyzed by scintillation counting.  The sum of the radioactivity 

contained in the supernatant and in the tissue paper was divided by the total amount of 

radioactivity contained in 1mg of the sample homogenate to determine the percent of fatty 

acids oxidized.  

f. Quantitative RT‐PCR for mRNA expression analysis 

The protocol for mRNA acquisition and analysis was adapted from Chon et al. (2008).  

Briefly, tissues were homogenized in 4M guanidinium thiocyanate, 25mM sodium citrate, 0.1M 

‐mercaptoethanol using several strokes of a Polytron. Total RNA was further purified by phenol 

extraction and the RNeasy clean up kit (Qiagen, Valencia, CA) along with DNase treatment to 

minimize genomic DNA contamination. Reverse transcription was performed using 1µg of RNA, 

random primers, an RNase inhibitor, and reverse transcriptase (Promega Madison, WI) in a total 

volume of 25 µl. Primer sequences were retrieved from Primer Bank (Harvard Medical School 

QPCR primer data base, table 2‐1). The efficiency of PCR amplification was analyzed for all 

primers to confirm similar amplification efficiency. Real time PCR reactions were performed in 
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triplicate using an Applied Biosystems 7300 instrument. Each reaction contained 80ng cDNA, 

250nM of each primer, and 12.5µl of SYBR Green Master Mix (Applied Biosystems, Foster City, 

CA) in a total volume of 25 µl. Relative quantification of mRNA expression was calculated using 

the comparative Ct method normalized to ‐actin.  

g. Body weight  

Mice were as described in Animals.  Body weight was measured weekly on a continuous 

basis over the course of 4‐6 months after birth. 

h. Food intake 

For the measurement of food intake, mice were individually housed in wire‐mesh 

bottomed metabolic cages and a known amount of food was given to each mouse.  The ‘crumbs’ 

were collected regularly and the remaining food was weighed weekly.  The crumb weight was 

subtracted from the gross food intake, and the difference divided by 7 to give the average daily 

food consumption.  This was performed for 1‐2 weeks per mouse and weekly results were 

averaged.  Week‐to‐week measurements were consistent. 

i. Fecal composition 

Two days worth of feces were collected at various time points during the feeding study 

for analysis of fecal weight and lipid composition.  The feces were dried and weighed, then 1mg 

(dry weight) was dissolved in 10mL water overnight and 1mL was used for lipid extraction as 

described above.   

j. Body Composition 

Body composition was analyzed by dual energy x‐ray absorptiometry (DEXA, PIXImus; 

GE‐Lunar Corp., Madison, WI) in fed mice and after 48h food deprivation.  Total fat, lean, and 

bone mineral mass were evaluated excluding the head and tail.  Mice were anesthetized with 
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ketamine/xylazine/ace promazine (80/ 100/150mg/kg, intraperitoneal, respectively) for the 

procedure. 

k. Energy expenditure  

Energy expenditure was assessed by the University of Cincinnati’s Mouse Metabolic 

Phenotyping Center.  Mice were placed in an indirect calorimetry chamber 3 hours prior to the 

dark phase (3pm) and oxygen consumption and carbon dioxide production were measured for 

24 hours.  The data obtained from 6am to 3pm the following day were averaged and represent 

“fed” values.  At 3pm on day 2, food was removed and measurements continued for 18 hours.  

The data obtained from 6am to 9am the following day (15‐18 hours after food was removed) 

were averaged and represent “fasted” values.  Metabolic rate data are expressed as kcal/hr and 

kcal/hr/kg body weight, and gas exchange data are expressed as mL/kg/min. 

l. Oral fat tolerance test 

An oral fat tolerance test was performed as described in Newberry et al. (2006).  Briefly, 

10µCi of [14C]oleate and [3H]monoolein were dried under a nitrogen stream.  500µL of olive oil 

was added and the solution was vortexed vigorously.  The olive oil bolus was administered via 

oro‐gastric gavage to conscious, overnight fasted mice.  30 minutes prior to the gavage, 

Tyloxapol was injected (500mg/kg i.p.) to block peripheral lipoprotein clearance.  50µL of blood 

was taken from the saphenous veins immediately prior to, and at 1, 2, and 4hrs post‐gavage. 

m. Statistical methods 

Statistical comparisons were performed using independent two‐sided t‐tests, or ANOVA. 

Differences were considered significant if the p‐value was less than 0.05. 
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Table 2‐1 

qPCR primer sequences 

forward 5'-GGC TGT ATT CCC CTC CAT CG-3' 
-ACTIN 

reverse 5'-CCA GTT GGT AAC AAT GCC ATG T-3' 
forward 5'-TGG GAG CGC AGG TTA CAG A-3' 

MGAT2 
reverse 5'-CAG GTG GCA TAC AGG ACA GA-3' 
forward 5'-TAT CCA AAG AGA TGA GTC ACC CA-3' ER GPAT 

(GPAT3) reverse 5'-CAC AAT GGC TTC CAA CCC CTT-3' 
forward 5'- CTG CTT GCC TAC CTG AAG ACC-3' MT GPAT 

(GPAT1) reverse 5'- GAT ACG GCG GTA TAG GTG CTT-3' 
forward 5'-TGT TCA CGT CAG ACA GTG GTT-3' 

DGAT1 
reverse 5'-CCA CCA GGA TGC CAT ACT TGA T-3' 
forward 5'-TTC CTG GCA TAA GGC CCT ATT-3' 

DGAT2 
reverse 5'-AGT CTA TGG TGT CTC GGT TGA C-3' 
forward 5'-CAG AGA GGC CCA CCT ACT TTT-3' 

MGL 
reverse 5'-ATG CGC CCC AAG GTC ATA TTT-3' 
forward 5'-TCG GCG AAC TAT TCG GCT G-3' 

PPAR 
reverse 5'-GCA CTT GTG AAA ACG GCA GT-3' 
forward 5'-GGG CAC CTT CAC GGT TCT G-3' 

CB1 
reverse 5'-GTG GAA GTC AAC AAA GCT GTA GA-3' 
forward 5’-TCC AGA GGT CAG TCA ACA TGA-3’  

 ACADL 
reverse 5’-CCT GGT CAA TTT TTC GAG AGT CC-3’ 
forward 5’-GCA CCC CGA CAT AGA GAG C-3’ 

 ACOX1 
reverse 5’-TAA ACT CCG GGT AAC TGT GGA-3’  
forward 5’-TCA ACG TGT TCC TCA AGT CGC-3’  

 CCOX 
reverse 5’-AGG GTA TGG TTA CCG TCT CCC-3’  
forward 5’-GGT ACT TTG CTT GCT TGA TGA GA-3’  

 NADH De 
reverse 5’-TGG GAA GAT ATA CGG CTG AGG-3’  
forward 5’-AAT TTG CCA TTT ACC GAT GGG A-3’ 

SUCCDE 
reverse 5’-CTC CTG GGA CTC ATC CTT CTT-3’ 

 

 

 

 

Table 2‐1. qPCR primer sequences.  MGAT (monoacylglycerol acyltransferase‐2), ER GPAT 
(endoplasmic reticulum glycerol‐3‐phosphate‐3), MT GPAT (mitochondrial GPAT‐1), DGAT 

(diacylglycerol acyltransferase), MGL (monoacylglycerol lipase), PPAR (peroxisome proliferator 

activated receptor‐), CB1 (cannabinoid receptor‐1), ACADL (long chain acyl‐CoA 
dehydrogenase), ACOX1 (acyl‐CoA oxidase‐1), CCOX (cytochrome C oxidase), NADH De (nicotine 
adenine dinucleotide dehydrogenase), SUCCDE (succinate dehydrogenase). 
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RESULTS 

LFABP EXPRESSION IS NOT UPREGULATED IN IFABP‐/‐ SMALL INTESTINAL MUCOSA 

Due to the overlapping ligand specificity and similar intracellular localization, it was 

possible that ablation of one of the enterocyte FABPs would result in compensatory 

upregulation of the other one. However, as shown in Figure 1, LFABP protein levels were 

unchanged IFABP‐null mice relative to WT (23.1 ± 1.6 vs. 21.7 ± 3.9 g/mg, in  WT and IFABP‐/‐, 

respectively, NS). 

  

INTESTINAL LIPID COMPOSITION  

Lipid composition of the proximal and distal intestinal mucosa in the fasted mouse 

intestine was analyzed by lipid extraction and separation by TLC, and the lipid spots were 

visualized and quantified with iodine staining as described in Materials and Methods.  There 

were no gross alterations in the total lipid mass of the proximal (655.0 ± 95.5 µg/mg vs. 460.7 ± 

102.5 µg/mg in WT and IFABP‐/‐, respectively, NS) or distal (714.6 ± 55.2 µg/mg vs. 720.2 ± 

63.7µg/mg in WT and IFABP‐/‐, respectively, NS) intestinal mucosa per mg protein.  However, 

some changes were found in individual lipid subclasses.  As seen in Figure 2‐2a, proximal 

intestinal mucosa from IFABP‐null mice contains less cholesterol relative to WT (12.9% ± 2.9% 

vs. 26.2% ± 2.1% of total lipids, p<0.05), and more phospholipids (72.5% ± 5.1% vs. 53.8% ± 2.4% 

of total lipids, p<0.05).  A similar pattern is observed in the distal mucosa (cholesterol: 17% ± 

0.4% vs. 8% ± 1.2% in WT and IFABP‐/‐, respectively, p<0.01; phospholipids: 65%± 3.5% vs. 52% ± 

1.3% in WT and IFABP‐/‐, respectively, NS) (Figure 2‐2b).   

When the lipid composition data are expressed as mass per mg mucosa protein the 

decreases in monoacylglycerol and cholesterol were also seen, however the phospholipid mass 

was not significantly different (Figure 2‐3). 
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Figure 2‐1 
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Figure 2‐1. LFABP expression in the intestinal mucosa.  (A) Representative immunoblot of 

tissue homogenates of samples from 2 WT animals and 2 IFABP‐/‐ animals. Lanes 1‐8: 5g and 
10g of tissue homogenate protein from each mucosal sample.  Lanes 1‐4: Wild‐type.  Lanes 5‐

8: IFABP‐/‐. (B) Immunoblot of intestinal mucosa for IFABP.  Lanes 1‐2: Wild‐type.  Lanes 3‐4: 

IFABP‐/‐. Lanes 5‐6: LFABP‐/‐ . Lane 7: purified IFABP.  Lane 8: purified LFABP.  (C) LFABP 

expression in intestinal mucosa homogenates. Results are means ± standard deviation, n=4 per 

group. 
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Figure 2‐2 
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Figure 2‐2. Lipid composition of the intestinal mucosa in 48 hour fasted male mice.  Mucosa 
was harvested, lipids extracted, and quantified as described in Materials and Methods.  Data are 
expressed as a percent of the total lipid mass. (A) Lipid composition of the proximal intestine 
mucosa. (B) Lipid composition of the distal intestine mucosa.  Results are means ± SE, n=4‐6 per 
group, *p<0.05 vs. WT. 
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Figure 2‐3 
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Figure 2‐3. Absolute mass of individual lipid classes in the intestinal mucosa of 48 hour fasted 
male mice.  Lipids were extracted as described in Materials and Methods, separated by TLC 
along with standards of known mass, and then iodine stained and scanned for densitometric 
analysis.  (A) Lipids of the proximal intestine mucosa.  (B) Lipids of the distal intestine mucosa.  
Results are means  ± SE, n=4‐6 per group, **p<0.01 vs. WT. 
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IN VIVO FATTY ACID METABOLISM 

The acute trafficking of fatty acid was monitored by analyzing the fate of [14C] in the 

intestinal mucosa harvested 2 minutes after bolus administration of [14C]oleate.  The differential 

metabolism of dietary vs. endogenous‐derived lipids was assessed by administering the bolus 

either intraduodenally, to mimic dietary presentation of the lipids to the apical surface of 

enterocytes, or by jugular vein cannula, to mimic bloodstream‐delivery to the basolateral 

surface of enterocytes.  These experiments were performed in 3‐4 month old, 48hr starved male 

mice. 

As previously shown in fed mice and rats, after intraduodenal administration of 

[14C]oleate to fasted WT mice, mucosal [14C] recovery was predominantly in triacylglycerols 

(55.6% ± 2.6%) or free fatty acids (20.9% ± 1.7%) (Table 2‐3).  Recovery of [14C]oleate in 

phospholipids was 7.5% ± 1.1%.  The TG/PL ratio, which represents the two major anabolic end 

points for fatty acids in the intestinal mucosa, was 8.9 ± 1.3 (Figure 2‐4). 

The anabolic fates of bloodstream‐derived fatty acids in intestinal enterocytes show a 

markedly different pattern of assimilation compared to dietary‐derived fatty acids.  For 

example, recovery of [14C]oleate in triacylglycerols was reduced by 58% (p<0.01).  

Correspondingly, incorporation into phospholipids was doubled (p<0.01) (Table 2‐3).  The 

resultant TG/PL ratio was reduced approximately 80% for bloodstream compared to dietary 

derived lipid substrates (8.9 ± 1.3 vs. 1.8 ± 0.2, p<0.01) (Figure 2‐4).  Moreover, [14C]oleate 

recovery was increased in cholesteryl ester (p<0.05), diacylglycerols, & monoacylglycerols 

(p<0.01)for bloodstream‐delivery relative to dietary, in accord with previous findings for WT 

mice (Storch et al., 2008). 
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REDUCED INCORPORATION OF DIETARY‐DERIVED FATTY ACIDS INTO TRIACYLGLYCEROL 

RELATIVE TO PHOSPHOLIPIDS IN THE SMALL INTESTINAL MUCOSA OF IFABP‐NULL MICE 

Two minutes after the intraduodenal administration of [14C]oleate, [14C] recovery in free 

fatty acids, monoacylglycerols, diacylglycerols, and cholesteryl esters was unaffected by IFABP 

ablation.  There was a moderately reduced [14C] recovery in triacylglycerols (55.6% ± 2.6% vs. 

48.0% ± 2.3% in WT and IFABP‐/‐, respectively, NS) and a significantly increased recovery in the 

phospholipid fraction (7.5% ± 1.1% vs. 14.1% ± 2.5% in WT and IFABP‐/‐, respectively, p<0.05) 

(Table 2‐3), resulting in a 54% reduction in the TG/PL ratio in the IFABP‐/‐ mice (p<0.05, Figure 2‐

4). 

To further probe these findings and determine if they are regulated by feeding status, 

this experiment was repeated directly comparing fed and 48 hour fasted WT and IFABP‐/‐ mice.  

In agreement with previous results for WT mice (Storch et al., 2008), being in the fed state 

induced a ~32% decrease in the TG/PL ratio in both groups, driven primarily by increased 

incorporation of [14C]oleate into phospholipids (Table 2‐4).  Thus the significantly reduced TG/PL 

in IFABP‐null mice was maintained in the fed state, however, IFABP genotype had no effect on 

the response to fasting vs. feeding. 

 

NO EFFECT OF IFABP ABLATION ON THE INCORPORATION OF BLOODSTREAM‐DERIVED FATTY 

ACIDS INTO FAT‐SOLUBLE METABOLITES IN THE SMALL INTESTINAL MUCOSA  

  Incorporation of bloodstream‐derived [14C]oleate into complex lipids was largely 

unaffected by IFABP‐ablation (Table 2‐3) and the TG/PL ratio was unchanged (Figure 2‐4).  Thus, 

IFABP ablation appears to affect the metabolic fate of diet‐derived but not bloodstream‐derived 

fatty acid. 
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Table 2‐3 

 

Bloodstream‐derived [1‐14C]oleic acid    Dietary‐derived [1‐14C]oleic acid 

  WT  IFABP‐/‐      WT  IFABP‐/‐ 

PL  14.0% ± 1.4%  19.5% ± 4.3%    PL  7.5% ± 1.1%‡  14.1% ±  2.5%* 

MG  6.7% ± 0.9%  6.9% ± 1.5%    MG 2.7% ± 0.7%‡  2.6% ±  0.2%‡ 

DG  11.3% ± 0.9%  9.3% ± 0.5%    DG  7.4% ± 0.5%‡  8.6% ±  0.4% 

FA  30.0% ± 4.2%  26.6% ± 4.8%    FA  20.9% ± 1.7%†  21.4% ±  2.1% 

TG  26.4% ± 3.9%  31.7% ± 2.3%    TG  55.6% ± 2.6%‡  48.0% ±  2.3%‡ 

CE  11.7% ± 2.3%  5.9% ± 2.0%    CE  5.4% ± 0.9%†  5.4% ±  1.5% 

 
 
Table 2‐3. Metabolism of bloodstream‐derived and dietary‐derived [14C]oleate in the small 
intestinal mucosa of 48h fasted mice. Incorporation of [14C]oleate into fat‐soluble metabolites 
in the small intestinal mucosa 2 minutes after administration as described in Materials and 
Methods.  Results are means ± SE, n=4‐7 for bloodstream delivery and 7‐10 for dietary delivery, 
‡p<0.01, †p<0.05 vs. bloodstream‐derived FA, *p<0.05 vs. WT. 
 
 
 
 
 
 

Table 2‐4 
 

Dietary‐derived [1‐14C]oleic acid 

  WT  IFABP‐/‐ 

PL  10.9% ± 1.6%  17.9% ± 3.3% 

MG  4.4% ± 1.3%  3.0% ± 0.0% 

DG  8.2% ± 1.2%  8.5% ± 0.5% 

FA  19.0% ± 3.2%  19.1% ± 3.2% 

TG  50.1% ± 4.2%  43.5% ± 1.1% 

CE  6.7% ± 2.1%  8.1% ± 1.3% 

TG/PL  4.9 ± 0.8  2.7 ± 0.4* 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Table 2‐4. Metabolism of dietary‐derived [14C]oleate in the small intestinal mucosa of fed 
mice. Incorporation of [14C]oleate into fat‐soluble metabolites in the small intestinal mucosa 2 
minutes after intraduodenal administration as described in Materials and Methods.  Results are 
means ± standard deviation, n=4 per group, *p<0.05 vs. WT. 
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Figure 2‐4 
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Figure 2‐4. Effect of IFABP ablation on the metabolic compartmentation of [14C]oleate in 
mouse small intestine.  Incorporation of [14C]oleate into triacylglycerol relative to phospholipid 
(TG/PL) 2 minutes after delivery to either the basolateral (bloodstream‐derived) or apical 
(dietary‐derived) surface of the intestine in 48 hour fasted mice as described in Materials and 
Methods.  Results are means ± SE, n=4‐7 for bloodstream delivery and 7‐10 for dietary delivery, 
‡p<0.01, †p<0.05 vs. bloodstream‐derived FA, *p<0.05 vs. WT. 
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NO EFFECT OF IFABP‐ABLATION ON THE EXPRESSION OF LIPID METABOLISM GENES IN THE 

SMALL INTESTINAL MUCOSA 

To determine if any of the observed changes could have been caused by altered gene 

expression, or conversely, to ensure that a potential defect in fatty acid trafficking was not being 

masked by secondary alterations in gene expression, the mRNA levels of enzymes involved in 

fatty acid metabolism were analyzed by qPCR.  As seen in Figure 2‐5, no changes were observed 

in any of the genes tested. 

 

NO EFFECT OF IFABP ABLATION ON SMALL INTESTINAL FATTY ACID OXIDATION 

Fasting more than doubled intestinal fatty acid oxidation regardless of whether the 

substrate, [14C]oleate, was delivered to the apical or basolateral surface of the enterocyte 

(p<0.01, Figure 2‐6).  As expected (Gangl and Ockner, 1975), significantly more bloodstream‐

derived fatty acids were oxidized relative to dietary fatty acids (p<0.01).  Intestinal fatty acid 

oxidation was completely intact in IFABP‐/‐ mice (Figure 2‐6). Similarly, expression levels of the 

genes involved in fatty acid oxidation were unaffected by IFABP ablation (Figure 2‐7). 
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Figure 2‐5 
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Figure 2‐5. Expression of lipid metabolism genes in the small intestinal mucosa.  Relative gene 
expression was determined by qPCR.  Reaction conditions and primers are described in 
Materials and Methods and Table 2‐1.  Results are means ± SEM, n=3‐4 per group.  Glycerol‐3‐
phosphate acyltransferase‐3 (erGPAT), mitochondrial glycerol‐3‐phosphate acyltransferase 
(mtGPAT), monoacylglycerol acyltransferase‐2 (MGAT), diacylglycerol acyltransferase‐1 
(DGAT1), diacylglycerol acyltransferase‐2 (DGAT2), monoacylglycerol lipase (MGL). 
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Figure 2‐6 
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Figure 2‐6. Oxidation of bloodstream‐derived and dietary‐derived [14C]oleate in the small 
intestinal mucosa. Recovery of [14C] from [14C]oleate in [14C]acid‐soluble metabolites and 14CO2 
in the small intestinal mucosa 2 minutes after administration as described in Materials and 
Methods.  (A) Oxidation of bloodstream‐derived fatty acid.  (B) Oxidation of dietary –derived 
fatty acid.  Results are means ± SE.  Fasted animals: n=4‐7 for bloodstream delivery and 7‐10 for 
dietary delivery; fed animals: n=4 per group. ‡p<0.01 vs. fed. 
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Figure 2‐7 
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Figure 2‐7. Expression levels of genes involved in mitochondrial ‐oxidation, peroxisomal fatty 
acid oxidation, and electron transport in the small intestinal mucosa.  Relative gene expression 
was determined by qPCR.  Reaction conditions and primer sequences are described in Materials 
and Methods and Table 2‐1. Results are means ± SEM, n=3‐4 per group. Peroxisome proliferator 

receptor‐(PPARa), long‐chain acyl‐CoA dehydrogenase‐1 (Acad1), carnitine 
palmitoyltransferase‐2 (CPT2), acyl‐CoA oxidase‐1 (Acox2), cytochrome C oxidase‐1 (Ccox1), 
NADH dehydrogenase (NADHDe), succinate dehydrogenase (SuccDe). 
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BODY WEIGHT 

As shown in Figure 2‐8, the body weight of male IFABP‐/‐ mice did not differ from WT at 

any age from birth until five months. 

 

BODY COMPOSITION   

IFABP mice weighing 29.1 ± 0.7g had a similar body composition as WT mice in the fed 

state (Table 2‐5). Moreover, as visualized by DEXA body scans and shown in Figure 2‐9, IFABP‐/‐ 

mice appear similar to WT regardless of feeding status.  Absolute fat mass was unaffected by 

IFABP ablation in the fed state (6.9 ± 0.7g vs. 5.5 ± 0.7g, p=0.208).  After 48h food deprivation, 

both groups of mice lost approximately 5g of total mass, or 17‐18% of their initial body weight.  

However, although the absolute amount of fat mass lost by IFABP mice was approximately 

similar to WT (1.5 ± 0.4g vs. 1.8 ± 0.1g in WT and IFABP‐/‐ mice, respectively, NS), IFABP‐null mice 

lost significantly more fat mass (WT: 6.9g 5.3g = ‐22%; IFABP‐/‐: 5.5g 3.7g = ‐35%, p<0.05). 

As seen in Table 2‐6, bone mineral density in WT mice was 0.0522 ± 0.001g/cm2 and this 

was not affected by genotype or feeding status.  Similarly, total bone mineral content in WT 

mice was 0.417 ± 0.009g and 0.4261 ± 0.0122 in IFABP‐/‐, NS. 

 

INTESTINE LENGTH 

  In WT mice, the total length of the intestine, from the pyloric sphincter to the cecum, 

was 39.9 ± 0.7cm (1.6 ± 0.1cm/g BW).  This was unaffected by IFABP ablation (38.8 ± 0.07cm, 1.8 

± 0.1cm/g BW). 
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Figure 2‐8 
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Figure 2‐8.  Body weight of IFABP‐/‐ and WT mice.  Before weaning, the mean body weight 
includes both male and female pups.  After weaning, only values for males are shown.  Upon 
weaning, mice were housed 3‐4 per cage and weighed weekly.  Results are means ± SE, n=12‐15 
per group. 
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Table 2‐5 

 

 

 

  WT  IFABP‐/‐ 

Fed BW (g)  31.1 ± 0.9  29.1 ± 0.7 

Fasted BW (g)  25.3 ± 1.0  22.6 ± 0.9 

 (%)  ‐18.8% ± 1.9%  ‐22.7% ± 2.0% 

 

   

 

 

  WT  IFABP‐/‐ 

Fed fat mass (g)  6.9 ± 0.7  5.5 ± 0.7 

Fasted fat mass (g)  5.3 ± 0.7  3.7 ± 0.7 

 (%)  ‐21.9% ± 5.6%  ‐35.2% ± 3.0%* 

 

 

 

 

 

 

 

 
Table 2‐5. Effect of IFABP ablation on body weight (a) and fat (b) in the fed and fasted state.  
Measurements were assessed by DEXA (Lunar PIXIMUS) in the fed state and 48h after food 
deprivation, as described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=11‐17 per group, 
*p<0.05 vs. WT. 
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Figure 2‐9 
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Figure 2‐9. DEXA scan of WT and IFABP‐/‐ before (fed) and after (fasted) 48 hours of food 
deprivation.  Mice were anesthetized and subject to DEXA scanning with the GE Lunar PIXIMUS 
as described in Materials and Methods. Representative DEXA scans of WT and IFABP‐/‐ animals in 
the fed and fasted states. (A) WT scanned just after feeding. (B) Same mouse pictured in (A) 
after 48 hours of food deprivation. (C) IFABP‐/‐ scanned just after feeding. (D) Same mouse 
pictured in (C) after 48 hours of food deprivation. N=11‐17 per group.            
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Table 2‐6 

 

 

 

 

 

  FED  FASTED 

  WT  IFABP‐/‐  WT  IFABP‐/‐ 

BMD 
(g/cm2) 

0.0523 ± 0.0008  0.0538 ± 0.0008  0.0535 ± 0.0007  0.0538 ± 0.0008 

BMC  
(g) 

0.4174 ± 0.0087  0.4261 ± 0.0122  0.4383 ± 0.0092  0.4423 ± 0.0105 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Table 2‐6. Bone mineral density (BMD) and bone mineral content (BMC) in fed and fasted WT 
and IFABP‐/‐ mice.  Assessed by dual energy X‐ray absorptiometry as described in Materials and 
Methods. 
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FOOD INTAKE 

To more thoroughly assess energy metabolism, 10‐15 mice of each genotype were 

caged individually to measure food intake.  WT mice on a standard chow diet consumed 2.3 ± 

0.1 grams, or 11.4 ± 0.4 kcal per day.  IFABP‐/‐ mice under identical conditions consumed 2.2 ± 

0.1 grams, or 10.9 ± 0.7 kcal per day (NS).  

 

FECAL COMPOSITION 

Feces were collected to analyze gross fat absorption. Feces were collected every other 

day for 4‐8 days, were dried and weighed, and the dry weight was divided by 4‐8 to determine 

daily fecal output.  The excrement amounted to 0.77 ± 0.06 grams in WT mice and 0.62 ± 0.06 

grams in IFABP‐/‐ mice (NS).  As seen in Table 2‐7, the total lipid mass was 8.7 ± 1.6 µg/mg feces 

in WT mice, and the lipid composition was mainly phospholipids (2.9 ±  0.8 µg/mg feces, or 

31.2% ± 2.7% of the total lipids), cholesterol (1.6 ± 0.3 µg/mg feces, or 18.3% ± 1.0%), fatty acids 

(1.7 ± 0.2 µg/mg feces, or 20.0% ± 2.1%), and cholesteryl esters (1.7 ± 0.4 µg/mg feces, or 18.3% 

± 2.5%).  Ablation of IFABP did not significantly alter any of these parameters. 
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Table 2‐7 

 

 

 

 

 

Fecal lipid (g/mg) 
  WT  IFABP‐/‐ 

PL  2.9 ± 0.8  2.9 ± 0.6 

MG  0.2 ± 0.1  0.2 ± 0.1 

Chol  1.6 ± 0.3  1.7 ± 0.2 

DG  0.2 ± 0.0  0.3 ± 0.1 

FA  1.7 ± 0.2  1.8 ± 0.3 

TG  0.5 ± 0.0  0.5 ± 0.1 

CE  1.7 ± 0.4  1.5 ± 0.2 

Total lipid 8.7 ± 1.6  7.8 ± 1.5 
 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
Table 2‐7. Amount and composition of fecal fat is unaffected by IFABP ablation.  Feces were 
collected every other day for 4‐8 days, dried, weighed, and the dry weight was divided by 4‐8 to 
determine daily fecal output.  Lipids were extracted by the method of Folch and lipid subclasses 
were separated by TLC with standards of known mass, and stained with iodine for densitometric 

quantification, as described in Materials and Methods.  Data are expressed as g lipid/mg feces 
(dry weight). Results are means ± SE, n=7‐8 per group. 
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RESPIRATORY QUOTIENT 

In WT mice, the average VO2 was 76.1 ± 1.6mL/kg/min in the fed state and significantly 

lower in the fasted state (51.0 ±1.4mL/kg/min, p<0.05, Table2‐8). VCO2 was 68.4 ± 1.4mL/kg/min 

in the fed state and significantly lower in the fasted state (38.9 ± 1.5mL/kg/min, p<0.01).  The 

absolute values for VO2 and VCO2 in fed and fasted IFABP
‐/‐ mice were not significantly different 

from WT.    As seen in Figure 2‐10a, the RQ increased during the dark period, reflecting the 

consumption of the standard high‐carbohydrate rodent chow.  As expected, the average 

respiratory quotient was significantly reduced upon food deprivation (p<0.01 for WT and IFABP‐

/‐), reflecting a greater reliance on fat oxidation to meet energy requirements (Figure 2‐10b).  

This reduction was slightly greater in IFABP‐/‐ (‐0.14 ± 0.01 vs. ‐0.19 ± 0.03 in WT and IFABP‐/‐, 

respectively, NS). 

 

METABOLIC RATE 

In WT mice, the average metabolic rate was 22.5 ± 0.5kcal/hr/kg (0.66 ± 0.02kcal/hr) in 

the fed state and significantly lower when fasting (14.8 ± 0.4kcal/hr/kg [0.42 ± 0.01kcal/hr], 

p<0.01) (Table 2‐9).   Energy expenditure was elevated when the mice were feeding (Figure 2‐

10a, dark period) as compared to when they were fasting (Figure 2‐10a, light period, and Figure 

2‐10b).  None of these variables were altered by IFABP ablation. 
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Table 2‐8 
 
 
 

Respiratory Quotient 

    WT  IFABP‐/‐ 

Fed  VO2 (mL/kg/min)  76.1 ± 1.6  72.0 ± 2.3 

  VCO2 (mL/kg/min)  68.4 ± 1.4  68.2 ± 3.8 

  RQ  0.90 ± 0.02  0.94 ± 0.03 

Fasted  VO2 (mL/kg/min)  51.0 ± 1.4†  47.3 ± 2.1‡ 

  VCO2 (mL/kg/min)  38.9 ± 1.5‡  35.5 ± 1.0‡ 

  RQ  0.76 ± 0.01‡ 0.75 ± 0.02‡ 

  VO2 (mL/kg/min)  25.1 ± 1.8  24.7 ± 3.3 

 VCO2 (mL/kg/min)  29.6 ± 0.8  32.8 ± 4.0 

  RQ  0.14 ± 0.01  0.19 ± 0.03 

 
 
 
Table 2‐8. Respiratory quotient is normal in 3‐4 month old male IFABP‐/‐ mice.  Mice were 
placed in an indirect calorimeter and gas exchange was measured to calculate the respiratory 
quotient as described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=5‐6 per group, 
‡p<0.01, †p<0.05 vs. fed. 
 
 
 
 

 
Table 2‐9 
 

Metabolic Rate 

    WT  IFABP‐/‐ 

Fed  kcal/hr/kg  22.5 ± 0.5  21.4 ± 0.7 

  kcal/hr  0.66 ± 0.02  0.67 ± 0.03 

Fasted  kcal/hr/kg  14.8 ± 0.4‡  13.7 ± 0.6‡ 

  kcal/hr  0.42 ± 0.01‡  0.42 ± 0.02‡ 

  kcal/hr/kg  7.7 ± 0.5  7.7 ± 1.0 

  kcal/hr  0.24 ± 0.02  0.25 ± 0.03 

 
 
 
Table 2‐9. Metabolic rate is normal in 3‐4 month old male IFABP‐/‐ mice.  Mice were placed in 
an indirect calorimeter and gas exchange was measured to calculate the metabolic rate as 
described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=5‐6 per group, ‡p<0.01 vs. fed. 
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Figure 2‐10 
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Figure 2‐10. 24 hour Respiratory quotient.  RQ was measured as described in Materials and 
Methods. N=5‐6 per group. 
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Figure 2‐11 
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Figure 2‐11. 24 hour Metabolic rate. Metabolic rate was measured as described in Materials 
and Methods.  (A) 24 hour metabolic rate in mice with ad libitum access to Purina Rodent Chow.  
(B) 24 hour metabolic rate in fasting mice.  N=5‐6 per group.  
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ORAL FAT‐TOLERANCE TEST 

   To assess the intestinal processing of a large lipid load, an oral fat tolerance test (OFTT) 

was performed.  An intraperitoneal injection of tyloxapol was employed to block peripheral 

lipoprotein clearance, thus the increase in plasma triacylglycerols after the gavage reflects 

specifically intestinal triacylglycerol secretion.  After an orogastric gavage of 500L olive oil 

containing [14C]oleic acid and [3H]monoolein, plasma triacylglycerols rose steadily both groups 

(Figure 2‐12).  This observation confirms the finding that the acute synthesis of triacylglycerols is 

normal in IFABP‐null intestine.  Moreover, plasma [14C] and [3H] from [14C]oleate and 

[3H]monoolein, respectively, also increased similarly in both groups during the time range 

studied (Figure 2‐13).   
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Figure 2‐12 
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Figure 2‐12. No effect of IFABP ablation on intestinal triacylglycerol secretion. Fasting, 
conscious mice were administered an intraperitoneal injection of tyloxapol and then given 

500L olive oil, [14C]oleate,, and [3H]monoolein by oro‐gastric gavage as described in Materials 
and Methods.  Blood was drawn prior to the gavage and at various time points thereafter.  
Results are means ± SEM, n=4‐5 per group. 
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Figure 2‐13. No effect of IFABP ablation on intestinal triacylglycerol secretion. Plasma 
radioactivity during the oral fat‐tolerance test described in Figure 2‐11.  (A) Plasma [14C] from 
the [14C]oleate present in the oral lipid bolus.  (B) Plasma  [3H] from the [3H]monoolein present 
in the oral lipid bolus. Results are means ± SEM, n=4‐5 per group. 
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DISCUSSION 

FABP EXPRESSION 

Due to their partial overlap in tissue expression patterns and ligand specificities, 

upregulation of LFABP in the intestine of IFABP‐null mice would not have been unexpected.  

However, in accord with Vassileva et al. (FASEB 2000), this was not the case.  The same group 

(Agellon et al., 2006) later showed a 50% increase in LFABP abundance in the IFABP‐/‐ intestine, 

however these studies were performed with 7‐9 month old mice, as opposed to 5‐6 by 

Vassileva, or 3‐4 in the current study.  Although the mere presence of LFABP could still 

metabolically compensate for the loss of IFABP, the observation that it was not upregulated 

supports the existence of a functional distinction between the two enterocyte FABPs. 

 

MUCOSAL LIPID COMPOSITION 

Lipid composition of the intestinal mucosa was analyzed to determine the chronic 

effects of IFABP ablation on the intestinal mucosa.  Overall, there were no major changes in the 

lipid composition of the intestinal mucosa in the IFABP‐null animals.  IFABP ablation reduced the 

monoacylglycerol content in the entire intestine.  It should be noted that the contribution of 

monoacylglycerols to intestinal lipids is quantitatively very small (2‐3%). Monoacylglycerol is not 

a physiological ligand for IFABP, and LFABP levels are unchanged in IFABP‐/‐ enterocytes, so this 

probably does not represent a reduction in intestinal monoacylglycerol‐binding capacity.  

Furthermore, the most quantitatively important source for intestinal monoacylglycerols is 

dietary fat and these mucosal samples came from fasted mice.  Monoacylglycerol lipase and 

monoacylglycerol acyltransferase mRNA levels were unchanged.  Thus, the direct cause of the 

decrease in monoacylglycerol content is unknown.   
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  Cholesterol mass was reduced in the intestinal mucosa of IFABP‐null mice.  IFABP‐

overexpressing HIEC‐6 cells exhibited reduced cholesterol uptake, which paralleled and was 

likely secondary to decreased expression of cholesterol transporters NPC1L1 and CD36, and 

increased SR‐B1 (Montoudis et al., 2008).  These findings are in contrast to those presented 

here, although the two models differ in at least one important aspect. HIEC‐6 cells normally 

express very low levels of IFABP, so even with a 90‐fold increase the levels are still 50‐fold less 

than that in WT mice.  Moreover, Montoudis et al. did not quantify cholesterol mass, so it is 

possible that despite the effects on cholesterol uptake and gene expression, the amount of 

cellular cholesterol may have been increased bringing the effects of IFABP‐overexpression into 

agreement with those of IFABP ablation. 

 

INTESTINAL FATTY ACID METABOLISM IN VIVO 

IFABP ablation did not alter the incorporation of bloodstream‐derived [14C]oleate into 

complex lipids.  However when presented with [14C]oleate intraduodenally, to mimic dietary 

delivery to the apical surface of the enterocyte, there was a marked reduction in its 

incorporation in triacylglycerols relative to phospholipids.  This was due to a modest reduction 

in incorporation in triacylglycerols and a significant increase in phospholipids.  Notably, 

expression of the genes involved in complex lipid synthesis was unchanged. Thus, it is possible 

that IFABP directs fatty acids away from incorporation in phospholipids by trafficking them 

toward triacylglycerol synthesis.  This would only apply to newly arrived dietary fatty acids as 

the absolute phospholipid mass (per mg protein) was not significantly increased, triacylglycerol 

mass was unchanged, and bloodstream‐derived fatty metabolism was normal in IFABP‐null 

mice.  This is in accord with the findings of Alpers (2000), who showed that IFABP bound to 

more apically‐administered fatty acids than basolaterally‐administered fatty acids.  Darimont et 
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al. (2000) compared acute fatty acid metabolism in control Caco‐2 cells (an enterocyte‐like cell 

model) and those engineered to overexpress IFABP, which, due to the low endogenous IFABP 

expression in control cells, is analogous to IFABP‐/‐ and WT.  They found no major effect on the 

acute (15min) incorporation of [14C]palmitate into triacylglycerols or phospholipids.  The discord 

between those findings and the results presented here (incorporation of palmitate into 

phospholipids was not lower in the IFABP‐overexpressing cell line) may have been due to: many 

known differences between Caco‐2 cells and enterocytes (e.g., Caco‐2 cells lack the MGAT 

pathway [Trotter and Storch, 1993)]; the longer incubation time (15min vs. 2min); the substrate 

used (palmitate vs. oleate); or that LFABP was increased ~50% in IFABP‐overexpressing cells.  

Moreover, studies on IFABP‐overexpressing cell lines frequently give mixed results.  For 

example: IFABP‐expressing fibroblasts exhibited increased oleate incorporation into 

triacylglycerols and elevated cellular triacylglycerol mass (Prows et al., 1996); however, an 

IFABP‐expressing clone of hBRIE 380 cells (rat intestinal cells) assimilated oleate similar to 

control cells (Holehouse et al., 1998). Therefore, in the mouse knockout model, and in accord 

with the relatively apical localization of IFABP (Alpers et al., 2000), IFABP ablation appears to 

have a very specific effect on the trafficking of newly arrived fatty acids that are presented to 

the apical surface of enterocytes.  More importantly, this phenotype is not observed in LFABP‐

null mice and thus represents a functional distinction between the two enterocyte FABPs. 

 

INTESTINAL FATTY ACID OXIDATION 

  IFABP‐ablation had no effect on the oxidation of dietary or bloodstream‐derived fatty 

acids.  Similarly, the peroxisomal, mitochondrial, and electron transport genes involved in fatty 

acid oxidation were unchanged.  Fatty acid oxidation is markedly impaired in LFABP‐null mice 
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yet completely intact in IFABP‐/‐, which represents another functional difference between the 

two enterocyte fatty acid binding proteins.   

 

ENERGY METABOLISM 

Reports on the effect of IFABP ablation on growth, body weight, and the response to 

dietary fat have been inconsistent.  In the current studies, male IFABP‐null mice weighed the 

same as WT mice from birth to at least 5 months of age when fed a chow diet upon weaning.  In 

2000, Vassileva et al. (2000 FASEB) reported that: 1) male IFABP‐null mice are heavier than WT; 

2) this phenotype appears at least as early as 6 weeks of age; and 3) the difference in body 

weight is modestly attenuated by 10 weeks of feeding a high saturated fat, high cholesterol diet.  

These effects were restricted to males, and females actually gained less weight after the dietary 

treatment.   Later the same group (Agellon et al., 2007) fed an older cohort (30‐40wks vs. 15‐

25wks) high fat diets enriched with either saturated or polyunsaturated fats for 2 weeks.  The 

PUFA diet increased bodyweight in IFABP‐null mice relative to WT.  All mice fed the SFA diet 

gained less weight than those on the PUFA.  IFABP ablation enhanced weight gain on either diet 

although somewhat less so on the SFA diet.  Given that the results from the earlier report show 

that the IFABP‐null mice would have already been significantly heavier by the time they started 

the dietary treatment (at 30‐40 weeks of age), these results are difficult to interpret.  Moreover, 

the cause for discord between these findings and those in the current report is unknown, 

however it should be noted that relative to other genetic mouse models of obesity, the initial 

difference in body weight reported by Vassileva is minute (~2g).  Thus, taken together, the 

results suggest that IFABP ablation has a minimal, if any, effect on body weight. 
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FOOD INTAKE 

Consistent with the bodyweight phenotype, food intake was unaffected by IFABP 

ablation and to date there are no other reports of food intake in IFABP‐null mice.  Similarly, 

IFABP‐null mice accumulate as much fat and fat‐free mass as their WT counterparts.  

Interestingly, however, after 48 hours of food deprivation IFABP‐null mice lost significantly more 

fat mass (~22% vs. ~35% of initial fat mass in WT and IFABP‐null mice, respectively).  Although 

the proximal cause for this is yet to be identified, it is assumed to be indirect because IFABP is 

not expressed in adipose tissue.  Since fat mass is not a major component of bodyweight in 

mice, and variability is high, total body weight was not significantly reduced in IFABP‐null mice 

after 48 hours of food deprivation relative to WT mice.  This finding points to a subtle yet 

potentially vital role of IFABP in systemic energy metabolism.  Exhaustion of fat mass during 

starvation is incompatible with life.   

Indirect calorimetry provides a detailed measure of total energy expenditure and 

relative fuel utilization (respiratory quotient [RQ]; 0.7 reflects reliance on fat oxidation; 1.0 

reflects carbohydrate oxidation).  Consistent with the absence of a body weight phenotype, 

IFABP‐ablation did not affect total energy expenditure in the fed state or after overnight fasting.  

The proportion of fats and carbohydrates oxidized was also not statistically significantly affected 

by IFABP‐ablation in either metabolic state (fed and fasted).  A lower RQ in overnight fasted 

IFABP‐null mice would not have been surprising because by 48 hours of food deprivation, they 

have lost more fat mass than WT mice.  The fasting‐induced decrease in RQ was slightly greater 

in IFABP‐/‐ mice, although the difference was not statistically significant.  It is possible that 

overnight fasted IFABP‐null mice rely on fat only slightly more than WT, in accord with the RQ 

results, but IFABP‐null mice lose more fat mass than WT during a more prolonged period of food 

deprivation (i.e., when fat oxidation is greater), in accord with the DEXA results.  In other words, 
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the genotype effect on respiratory quotient may have been undetectable after overnight 

fasting, but would become apparent by 48 hours of food deprivation.  Assessing the kinetics of 

the reduction in fat mass during food deprivation by serial DEXA measurements would help to 

clarify this. Another possibility, and probably the most likely, is that the difference between WT 

and IFABP‐null mice in the absolute amount of fat mass lost is not quantitatively large enough to 

affect RQ.  In other words, although indirect calorimetry clearly detected the expected large 

reduction in RQ induced by overnight fasting (0.9 to 0.8 in the fed and fasting states, 

respectively) it may lack the sensitivity to detect smaller differences, like those expected 

between WT and IFABP‐null mice.  In either case, as with the potential relationship between the 

IFABP polymorphism A54T and energy balance, this area deserves further exploration.  

 

PLASMA TRIACYLGLYCEROLS AND ORAL FAT‐TOLERANCE TEST 

IFABP‐ablation had no effect on fasting plasma triacylglycerols.  Previous reports on this 

have been mixed.  Vassileva et al. (FASEB 2000) reported elevated triacylglycerols in fasted 

IFABP‐null mice, and then later reported no difference (Agellon et al., BBA 2007).  Fasting 

plasma triacylglycerols are increased in certain populations of IFABP (A54T) homozygotes 

(healthy people, Salguero et al., 2005; Type II diabetics, Georgopoulos et al., 2000), but not 

others (healthy subjects, Agren et al., 1998) suggesting a potential role for IFABP in mediating 

lipemia.  If one exists, it is likely indirect as fasting plasma triacylglycerols are mainly non‐

intestinal and IFABP expression is restricted to the intestine. 

The oral fat‐tolerance test provides a global estimate of fat absorptive capacity and, 

unlike fasting plasma triacylglycerols, reflects specifically intestinal triacylglycerol secretion.  A 

large lipid bolus (spiked with [14C]oleate and [3H]monoolein) is administered by oro‐gastric 

gavage to fasted, conscious animals, and blood is drawn at various time points to determine the 
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plasma triacylglycerol response.  Tyloxapol is injected intraperitoneally to inhibit peripheral 

lipoprotein clearance; therefore the plasma triacylglycerol response reflects intestinal secretion.  

Theoretically, a defect in the G3P‐TG synthesis pathway would selectively reduce the 

appearance of [14C] relative to [3H], whereas a defective MGAT pathway would reduce both [14C] 

and [3H]. IFABP‐ablation had no effect on the appearance of triacylglycerols, [14C] (from 

[14C]oleate), and [3H] (from [3H]monoolein) in plasma after an oral lipid load.  This was not 

completely unexpected because the reduced incorporation of [14C]oleate in triacylglycerols 

relative to phospholipids in IFABP‐null mice was caused primarily by increased incorporation 

into newly synthesized phospholipids, which are selected against for incorporation into 

chylomicrons and intestinal secretion after a fat load (Scow et al., 1967; Mansbach, 1977).   

Dworatzek and coworkers (2004) reported no influence of the IFABP A54T 

polymorphism on plasma triacylglycerols after an oral fat load. However, as mentioned above, 

reports on these patients have been inconsistent; e.g. Agren (1998) found increased plasma 

triacylglycerols after an oral fat load in A54T homozygotes.  These comparisons are important 

because the A54T mutation increases ligand (FA) binding affinity and enhances triacylglycerol 

secretion in Caco‐2 cells, and hypertriglyceridemia is an established risk factor for mortality.  

Moreover, these findings collectively point to a specific relationship between intestinal lipid 

metabolism and IFABP (WT, A54T, IFABPko, etc) although the precise mechanism in vivo remains 

unknown. 

 

CONCLUSIONS 

If the major function of enterocyte FABP’s involves their shared fatty acid‐binding 

capacity, then the presence of high levels of LFABP would explain why intestinal lipid steady 

state composition and acute synthesis are relatively intact in IFABP‐/‐ enterocytes.  Both proteins 
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likely share certain functions in vivo (similar to many other aspects of fat digestion and 

metabolism), which would account for the lack of quantitatively important defects in intestinal 

lipid metabolism (e.g., reduced absorption).  In the present study, we have identified a function 

for IFABP that is divergent from that of LFABP.  The TG/PL from dietary [14C]oleate is significantly 

reduced in IFABP‐/‐ (but not LFABP‐/‐).  In particular, IFABP ablation substantially reduces the 

incorporation of diet‐derived fatty acids into triacylglycerol relative to phospholipids in the small 

intestine, and this is primarily driven by an increased incorporation into phospholipids.  No 

changes were found in the expression of lipid metabolism enzymes in IFABP‐/‐ intestinal mucosa.  

Collectively, these findings suggest that IFABP functions by physically transporting fatty acids 

from the apical portion of the enterocyte away from phospholipid synthesis and possibly toward 

triacylglycerol synthesis.  Although this supports the hypothesis that IFABP functions as an 

intracellular fatty acid‐trafficking protein, precisely which lipid substrates are acylated by IFABP‐

bound fatty acid (e.g., glycerol‐3‐phosphate, lysophosphatidic acid, phosphatidic acid‐derived 

diacylglycerol, monoacylglycerol‐derived diacylglycerol, etc.), and their end product (e.g., 

triacylglycerol for storage, chylomicron triacylglycerol, etc.) are still unclear.   
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Chapter 3. 

 

Liver fatty acid‐binding protein (LFABP) ablation alters 

the anabolic and catabolic metabolism of lipids in the 

small intestine 
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Abstract 

   The goal of this research is to examine the role of liver fatty acid‐binding protein (LFABP) 

in intestinal lipid metabolism.  The intestinal epithelia express two distinct FABPs, intestinal‐ and 

liver‐FABP, with partially overlapping substrate specificity and cellular localization.  We found 

that LFABP ablation in the mouse does not markedly affect mucosal lipid composition, nor does 

IFABP expression increase secondary to LFABP knockout.   LFABP binds both long‐chain fatty 

acids and monoacylglycerol in vitro.   Interestingly, while intestinal fatty acid metabolism was 

unchanged in LFABP‐/‐ , incorporation of monoolein into triacylglycerol relative to phospholipids 

was markedly reduced compared to WT.  Intestinal fatty acid oxidation in LFABP‐/‐ was 

indistinguishable from WT in the fed state but the fasting‐induced increase in fatty acid 

oxidation was significantly impaired in LFABP‐null mice, by ~33%.  Thus, these studies indicate 

that LFABP plays a key role in determining both the anabolic and catabolic fates of dietary and 

bloodstream‐derived lipids in the intestinal enterocyte. 
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INTRODUCTION 

LIVER FATTY ACID‐BINDING PROTEIN 

  Liver fatty acid‐binding protein (LFABP) is a small (14.2kDa) cytoplasmic lipid binding 

protein with high affinity for fatty acids, lysophospholipids, bile salts, and various other 

hydrophobic compounds (Wilkinson and Wilton, 1987; Storch et al., 1989; Storch and Thumser, 

2000). LFABP is expressed at high levels in intestinal enterocytes, where it is co‐expressed with 

IFABP, and in hepatocytes.  LFABP expression begins at birth and is increased after weaning 

(Gordon et al., 1984).  LFABP binds both saturated and unsaturated fatty acids in the nM‐M 

range (Richieri et al., 1994; Richieri et al., 2000).  Utilizing a florescence resonance energy 

transfer assay, Storch and coworkers demonstrated that LFABP facilitates the transfer of long 

chain fatty acids to membranes by a diffusional mechanism (Thumser and Storch, 2000; Hsu and 

Storch, 1996).        

As early as 1976, LFABP was proposed to play a role in intestinal lipid metabolism.  Using 

everted intestinal sacs, Ockner and Manning (1976) demonstrated that oleate oxidation and 

incorporation into triacylglycerol was markedly diminished when an inhibitor of fatty acid 

binding to FABP (α‐bromopalmitate or flavaspidic acid) was included in the assay.  Interestingly, 

neither oleate uptake, nor microsomal MGAT and DGAT activities were diminished suggesting 

that the only deficient step in the process was transfer of the fatty acid from its site of 

absorption to the endoplasmic reticulum where TG synthesis occurs.  In our present results with 

the LFABP‐/‐ mice, [14C]oleate incorporation into TG in enterocytes was not affected.  In the livers 

of these mice, on the other hand, oleate incorporation into TG and total TG mass was found to 

be decreased (Newberry et al., 2003).  It is possible that the inhibitors used by Ockner and 

Manning prevent FA binding to IFABP also, such that total FABP activity was similar to that in the 

livers of LFABP‐/‐ mice. 
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  Mansbach and coworkers have established an in vitro method to isolate endoplasmic 

reticulum‐to‐Golgi trafficking in enterocytes (Kumar and Mansbach, 1996). This technique 

facilitated isolation and characterization of a “pre‐chylomicron transport vesicle” (PCTV) which 

unidirectionally transports nascent “prechylomicrons” from the endoplasmic reticulum to the 

Golgi. The PCTV has many proteins associated with it, including vesicular proteins of the trans‐

Golgi and endoplasmic reticulum‐Golgi intermediate compartment, as well as LFABP. 

Importantly, using this system it was demonstrated that lack of LFABP, either by 

immunoprecipitation or by using intestinal cytosol isolated from LFABP knockout mice, 

suppresses the incorporation of nascent triacylglycerol from the endoplasmic reticulum into 

PCTVs, suggesting the importance of LFABP in PCTV synthesis (Neeli et al., 2007).  

 

LFABP‐/‐ LIVER PHENOTYPE 

In the fed state, LFABPKO mice are virtually indistinguishable from WT with the 

exception of slightly lower plasma insulin levels (Newberry et al., 2003 JBC). Davidson et al. 

(2003) observed a 75% decrease in hepatic TG accumulation and 80% reduced ketosis in 48h 

fasted LFABP‐null mice compared to WT.  Erol and coworkers (2004) showed that these fasting‐

induced phenotypes begin to appear as early as 18 hours after food removal. More recent 

studies in LFABP‐/‐ mice have demonstrated subtle defects in hepatic branched‐chain fatty acid 

(Atshaves et al., 2005), cholesterol (Martin et al., 2003), and bile acid metabolism (Martin et al., 

2005). The most quantitatively important findings from LFABP‐null mice thus far are suppression 

in liver fatty acid uptake, oxidation, and incorporation into triacylglycerol. 
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LFABP AND PPAR

Peroxisome proliferator‐activated receptor ‐ (PPAR) is a nuclear transcription factor 

with a ligand specificity and tissue expression overlapping with LFABP (Braissant et al., 1996).  

More specifically, both proteins are expressed in the liver and intestine, and both bind long 

chain fatty acids with high affinity.  Thus it is possible that LFABP is involved in the actions of 

PPAR.  Early studies with immunofluorescence demonstrated that LFABP colocalizes with 

PPAR in the nucleus and enhances the nuclear distribution of long chain fatty acids (Wolfrum 

et al., 2001; Huang et al., 2004).  Moreover, LFABP and PPAR bind with relatively high affinity 

and co‐immunoprecipitate from liver homogenates (Hostetler et al., 2009).   In hepatocytes 

isolated from LFABP‐null mice, it was recently reported that a reduced expression of PPAR 

target genes was found (Mcintosh et al., 2009).  However, these latter results are in striking 

contrast to earlier findings.  Erol et al. (2004) directly compared the expression of PPAR target 

genes in livers from LFABP‐/‐ mice and PPAR‐/‐ mice and convincingly demonstrated that in both 

the fed and fasted states, PPAR‐target genes are not dysregulated in LFABP‐/‐ livers.  A similar 

conclusion was obtained by Newberry et al. (2006).  Moreover, we found no alterations in the 

expression of PPAR target genes in the small intestinal mucosa of fasted LFABP‐/‐ mice.  The 

reasons for these apparently discrepant findings are not known. 

 

CONTROVERSIAL BODY WEIGHT PHENOTYPE OF LFABP‐/‐ MICE 

Erol and coworkers (2004) demonstrated that the body weight of LFABP‐null mice was 

unaffected on chow and after 4 weeks of a high saturated fat (55% kcal from fat) diet (0.006% 

w/w cholesterol), and neither of these regimens altered plasma glucose, triacylglycerols, or free 

fatty acids relative to wild‐type.  In contrast to these results, Newberry et al. (2006) showed that 

when feeding a 0.15% w/w cholesterol , high saturated fat (42% kcal from fat) diet, 3 month old 
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female LFABP‐null mice gain less weight than wild‐type mice.  This was later repeated by the 

same group (Newberry et al., 2008), who found that female LFABP‐null mice gain significantly 

less body weight on a high fat diet (41% kcal) enriched in saturated fats, but no difference in 

bodyweight was found with unsaturated fats.   

Martin et al. (2009) showed that, while consuming a low‐fat chow diet (14% kcal from 

fat), older LFABP‐null mice weigh more than WT.  In this study, LFABP‐null mice gained an 

additional ~4g specifically during months 6‐9 which remained until the end of the study (at 18 

months).  Food intake was unchanged.  Thus, it appears that LFABP genotype does not influence 

bodyweight on a standard low‐fat diet in animals younger than 6 months old (Martin et al., 

2009; this report, Figure 3‐10), but appears to affect older animals or younger animals on a high 

fat diet.  These variable findings await clarification. 

It is possible that some of the inconsistencies in body weight data for the LFABP‐ablated 

mice is due to different responsiveness to dietary fat type, however these results, too, are 

inconclusive.  Newberry et al. have consistently demonstrated markedly reduced body weight 

gain in female LFABP‐/‐ mice fed a high saturated fat diet (2006; 2008); however this contrasts 

with the findings of Erol et al. (2004) who showed no effect in either males or females under 

similar conditions.  This may be due to the higher fat content used in the study by Erol (55% vs 

41%), but that is counterintuitive.  While Newberry’s feeding regimen was much longer (20 

weeks vs. 5 weeks), body weight was already significantly reduced by 5wks, when Erol reported 

no change.  The diet used by Erol contained hydrogenated vegetable oil whereas Newberry’s 

used beef tallow.  Thus differences in the molecular composition of the dietary fats used, e.g., 

the presence of trans‐fats in the former, may have contributed to the disagreement between 

the findings of Erol and Newberry.  
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Martin et al. (2005) demonstrated that feeding 1.25% w/w cholesterol on a purified low‐

fat (12% kcal from fat) diet does not alter body weight in 2‐3 month old male LFABP‐/‐ mice 

relative to WT (5 week dietary treatment, started when mice were 8 weeks old).  Moreover, 

food intake was unchanged relative to wild type, and body composition was not altered by 

genotype or diet.    In contrast to these findings, Newberry (2008) employed diets consisting of 

1.25% and 2.0% w/w cholesterol, and showed that body weight gain was modestly reduced in 

LFABP‐/‐ relative to WT, although this may have been confounded by lower starting body weights 

of the LFABP‐/‐ mice in Newberry’s study, or that female mice were used.   However, the recent 

findings of Newberry et al. (2008; 2009) do stand in contrast with those of a later study by 

Martin et al. (2006), who reported significantly increased weight gain in cholesterol‐fed female 

LFABP‐/‐ mice relative to WT.  Age and length of treatment was similar in the two studies, as was 

the 1.25% w/w cholesterol diet.  The findings of Newberry’s 1.25% w/w cholesterol diet study 

were not statistically significant at the 5‐week mark (corresponding to the conclusion of Martin’s 

dietary treatment, with no genotype‐dependent effect observed for body weight gain) or at the 

end of the feeding study (12 weeks).   

Newberry included a 2.0% w/w cholesterol dietary treatment in both studies (2008; 

2009), and although this magnified the genotype effect on body weight in the 2009 study, the 

background diet was different (purified diet + 1.25% w/w cholesterol vs. standard chow + 2.0% 

w/w cholesterol) and this group of LFABP‐/‐ mice started out with lower body weights than the 

WT; therefore it is improper to use these two diets to assess cholesterol dose‐responsiveness.   

Moreover, the genotype effect on body weight gain actually appeared to be slightly greater on 

the 1.25% w/w cholesterol diet in the 2008 study, further complicating the interpretations of 

the results. 
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  In conclusion, although there might be an interaction between LFABP genotype and 

dietary fat, there are many inconsistent results in the literature; more thorough studies 

including strict nutritional controls are necessary before a definitive conclusion can be drawn.   

 

BILE ACID METABOLISM IN LFABP‐/‐ MICE 

LFABP binds bile salts in vitro (Takikawa and Kaplowitz, 1986; Thumser and Wilton, 

1996) and two papers have been published examining the effect of a lithogenic diet on LFABP‐

null mice.  Both groups used similar diets and male mice of a similar age, but as with the studies 

on dietary fat composition, these papers present equally equivocal results.  For example, Xie et 

al. (2009) showed reduced body weight, lower hepatic triacylglycerols, and elevated serum bile 

acids in LFABP‐null mice on the lithogenic diet, whereas Martin (2005) found no change in body 

weight (and body composition), hepatic triacylglycerols, and significantly reduced serum bile 

acids. There were subtle differences in the experimental methodology which may account for 

some of these contradictory findings.  Treatment lasted 5 weeks in Martin’s study and slightly 

less in Xie’s (2‐4 weeks).  Prior to harvesting the livers for lipid analysis, Xie’s mice were fasted 

for 4 hours whereas Martin’s were fasted for 12 hours.  This may be of particular importance 

because feeding status is known to have marked effects on hepatic triacylglycerols in LFABP‐null 

mice (Newberry et al., 2003), although the more prolonged starvation (12 hours vs. 4 hours) 

would have been predicted to result in a greater reduction in hepatic triacylglycerols of LFABP‐

null relative to wild‐type mice, the opposite of what is presented by these two papers.  Both 

papers do agree, however, on the mild increase in serum total cholesterol in lithogenic diet‐fed 

LFABP‐null mice (an effect not seen in chow‐fed or 48 hour starved LFABP‐null animals 

[Newberry et al., 2003]).   
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LFABP‐null mice demonstrated mildly reduced rates of VLDL cholesterol secretion from 

the liver after 2 weeks of a lithogenic diet (Xie et al., 2009).  Because a similar reduction in VLDL 

triacylglycerol secretion was observed in 48h starved LFABP‐null mice (Newberry et al., 2003), 

this may be a genotype effect, not a genotype‐diet interaction.  

Xie et al. (2009) also showed that chow‐fed LFABP‐null mice have reduced cholesterol 

absorption & increased fecal bile acid excretion (relative to WT), whereas a lithogenic diet 

nullifies the effect on cholesterol absorption and actually decreases fecal bile acid excretion.  

This confirms findings from the same group (Newberry et al., 2008) where they demonstrated a 

defect in cholesterol absorption that was corrected by cholesterol feeding in LFABP‐null mice. 

In sum, the most consistent and quantitatively important effects of LFABP‐ablation on 

liver physiology are: reduced fatty acid oxidation/ketogenesis, and impaired triacylglycerol 

synthesis and accumulation.  Conflicting results from the diet studies mentioned above preclude 

drawing any meaningful conclusions about genotype‐nutrient interactions. 

 

The majority of research on LFABP’s function in vivo has focused on its role in hepatic 

lipid metabolism.  Therefore, the focus of this portion of my research is on the function of LFABP 

in intestinal lipid metabolism.  For all the studies, 3‐4 month old male chow‐fed LFABP‐/‐ mice 

were compared to wild‐type C57BL6 mice.  
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MATERIALS AND METHODS 

a. Materials 

Oleic acid and sn‐2‐monoolein were obtained from NuChek Prep, Inc. (Elysian, MN). 

[3H]oleic acid ([9,10‐3H]oleic acid, 26.3 Ci/mmol) and [14C]oleic acid ([1‐14C]oleic acid, 54 

mCi/mmol) were obtained from Perkin Elmer‐New England Nuclear (Stelton, CT).  [3H]monoolein 

(sn‐2‐[9,10‐ 3H]monoolein, 40–60 Ci/mmol) was from American Radiochemical (St. Louis, MO).  

Authentic neutral lipid and phospholipid standards were purchased from Doosan Serdary 

Research Laboratories (Toronto, Canada) and Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL), respectively. 

Sodium taurocholate was purchased from Calbiochem (La Jolla, CA), and FA‐free BSA was 

obtained from Sigma Aldrich (St. Louis, MO).  TLC plates (Silica Gel G, 250 µm, 150 Å) were 

obtained from Whatman (South Plainfield, NJ).  Rabbit antibodies to purified rat LFABP and 

IFABP were generated by Affinity Bioreagents (Golden, CO).  All other materials were reagent 

grade or better. 

b. Animals 

LFABP‐/‐ mice on a C57BL/6J background were generated by Martin and coworkers 

(Martin et al., 2003), and heterozygous males were generously provided to us by B. Binas.  The 

mice were back‐crossed with C57BL/6J mice from Jackson Laboratories (Bar Harbor, ME) for six 

generations to create LFABP‐/‐ mice and WT littermates to serve as controls.  Some experiments 

included mice that had been back‐crossed a seventh time; results from these experiments were 

consistent with the previous ones.  Mice were used at 3‐4 months of age and 25‐30g body 

weight.  Experiments were performed in the fasted state, typically between 8 AM and 11 AM 

when food had been removed 48 hours earlier. Animals were housed 3‐4 per cage, maintained 

on a 12 hour light/dark cycle, and allowed ad libitum access to standard Purina rodent chow.   
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c. PCR genotyping 

Genotyping was performed as described by Martin et al. (2003).  In brief, a 0.5cm tail 

biopsy was incubated overnight at 37°C in lysis buffer (0.3M sodium acetate, 10mM Tris‐HCl 

pH7.9, 1mM EDTA, 1% SDS, 0.2mg/mL proteinase K).  The following morning, the crude tail 

lysate was cooled on ice and the precipitate was pelleted by centrifugation in a pre‐cooled 

microfuge at maximum speed.  100L of the clear supernatant was heated for 15 minutes at 

95°C to obtain a heat‐inactivated cleared tail lysate.  PCR was performed with primers to amplify 

123 base pairs of exon 2 of the WT allele (5'‐caagggggtgtcagaaatcgtgc and 5'‐

ccagtcatggtctccagttcgca), primers to amplify 227 base pairs of a sequence specific to the 

knockout (neomycin resistance marker:  5'‐aagagcttggcggcgaatgg and 5'‐tggccatttgtggctgtgctc), 

10X PCR buffer (SIGMA‐buffer for REDTaq), dNTPs, REDTaq‐polymerase (SIGMA), and the heat‐

inactivated cleared tail lysate in a final volume of 25L.  10L of the PCR reaction product was 

loaded directly onto a 2% agarose gel and separate electrophoretically (Figure 3‐1).   

d. Preparation of lipids for bloodstream administration 

Stock solutions were prepared by drying (per mouse) 7.5µCi of either [14C]oleate 

(140nmol) or [3H]monoolein (125nmol) under a nitrogen stream, then adding 0.5% (final 

volume) ethanol, and 150uL of a solution containing 0.1M NaCl and mouse serum (1:1). 

e. Preparation of lipids for intraduodenal administration 

Stock solutions were prepared by drying (per mouse) 1.5µCi of either [14C]oleate 

(28nmol) or [3H]monoolein (25nmol) under a nitrogen stream, then adding 150uL of 10mM 

sodium taurocholate in 0.1M NaCl. 

f. Animals and surgical procedures 

For the experiments which required fasting, each mouse was individually housed at the 

time of food removal.  On the day of the experiment, the mice were weighed and anesthetized 
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with ketamine/xylazine/ace promazine (80/ 100/150mg/kg, intraperitoneal, respectively).  For 

intravenous administration of lipids, the jugular vein was exposed and cannulated, and a 28‐

gauge needle with the injection solution was secured in place by surgical string.  For 

intraduodenal administration, a small section of the intestine was exposed and a small incision 

was made with microsurgical scissors within 1cm of the pylorus.  A blunt‐tip 18‐gauge needle 

was passed into the intestine via the incision and secured in place by surgical string.  Next, for 

both methods of delivery, two minutes after the injection, the intestine was removed and 

measured lengthwise, rinsed with 60mL ice‐cold 0.1M NaCl, opened longitudinally and mucosa 

scraped with glass microscope slides into tubes in dry ice.   

g. Immunoblotting 

Mucosa was harvested as described above and homogenized in 20 volumes of PBS pH 

7.4 with 0.5% (v/v) protease inhibitors (Sigma 8340) on ice with a Potter‐Elvejhem homogenizer.  

Where indicated, a total membrane fraction was obtained by ultracentrifugation (100,000 x g, 1 

hour at 4°C). Protein concentration was determined by the Bradford assay (Bradford, 1976 

Annals of Biochem). 50µg of total cell protein or 10µg of membrane protein were loaded onto 

12% polyacrylamide gels and separated by SDS‐PAGE. The proteins were transferred onto 

polyvinylidene difluoride membranes using a semi‐dry transfer system (BioRad) for 1 hour at 

20V. The membranes were incubated in a 5% nonfat dry milk or 2% gelatin blocking solution 

overnight at 4 °C and then probed with primary antibody for 1 hour. After thorough washing, 

blots were then incubated with anti‐rabbit, ‐chicken, or ‐mouse IgG‐horseradish peroxidase 

conjugate, as necessary, for 1 hour and then developed by chemiluminescence (ECL reagent, GE 

Healthcare, Piscataway, NJ).  Protein expression was quantified by densitometric analysis with 

ImageJ software (NIH). 
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The mucosal samples were diluted with 20mL of PBS pH 7.4 per gram (wet weight) and 

homogenized by 20 strokes with a Potter‐Elvejhem homogenizer on ice and stored at ‐80°C lipid 

extraction (by the method of Folch et al., 1957) within two days.  The homogenate was diluted 

to a protein concentration of 1mg/mL and 1mL was used for lipid extraction.  Lipids were 

extracted twice with 10mL chloroform/methanol (2:1) and the aqueous phase discarded.  The 

organic lipid layer was dried under a nitrogen stream, re‐suspended in chloroform/methanol 

(2:1) and spotted onto Silica gel‐G TLC plates along with standards of known mass. The TLC plate 

was developed in a nonpolar solvent system consisting of hexanes, diethyl ether, and acetic acid 

(70:30:1).  For experiments where 14C was used, radioactivity was visualized by exposure to 

phosphorimager plates and analyzed by the Storm 840 Phosphorimager.  When 3H was used, the 

lipid spots were visualized by exposure to iodine vapors, and scraped into scintillation vials 

containing 5mL scintillation fluid.  The scintillation vials were vortexed and allowed to settle 

overnight before analysis in a scintillation counter. 

h. Mucosal lipid composition 

To determine mucosal lipid composition, the intestinal mucosa was harvested as 

described above, however the intestine was divided equally into two segments (proximal and 

distal) prior to scraping the mucosa. Thin‐layer chromatography was performed as described 

above and the iodine‐stained TLC plates were scanned by a Hewlitt‐Packard Scanner.  Absolute 

values for the masses of individual lipid subclasses were obtained by densitometric analysis 

using ImageJ software.   

i. Fatty acid oxidation 

Fatty acid oxidation was measured by the method of Ontko and Jackson (1964) with 

minor modifications.  In brief, 1mL of 1mg/mL sample homogenate was incubated in a 15mL test 

tube with a smaller 0.5mL Eppendorf tube containing tissue paper soaked in 1M benzethonium 
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hydroxide to capture released 14CO2.  1mL of 7% PCA was added to the homogenate to release 

[14C]acid‐soluble metabolites and to insolubilize any remaining [14C]fatty acid. The tube was 

capped quickly and incubated overnight at 37°C with shaking.  The radioactivity of the tissue 

paper and a sample from the 3000 x g supernatant of the acidified homogenate was analyzed by 

scintillation counting.  The sum of the radioactivity contained in the supernatant and in the 

tissue paper was divided by the total amount of radioactivity contained in 1mg of the sample 

homogenate to determine the percent of fatty acids oxidized.  

j. Quantitative RT‐PCR for mRNA expression analysis 

The protocol for mRNA acquisition and analysis was adapted from Chon et al. (2008).  

Briefly, tissues were homogenized in 4M guanidinium thiocyanate, 25mM sodium citrate, 0.1M 

‐mercaptoethanol using several strokes of a Polytron. Total RNA was further purified by phenol 

extraction and the RNeasy clean up kit (Qiagen, Valencia, CA) along with DNase treatment to 

minimize genomic DNA contamination.  Reverse transcription was performed using 1µg of RNA, 

random primers, an RNase inhibitor, and reverse transcriptase (Promega Madison, WI) in a total 

volume of 25µl.  Primer sequences were retrieved from Primer Bank (Harvard Medical School 

QPCR primer data base) and are shown in Table 3‐1.  The efficiency of PCR amplification was 

analyzed for all primers to confirm similar amplification efficiency. Real time PCR reactions were 

performed in triplicate using an Applied Biosystems 7300 instrument.  Each reaction contained 

80ng cDNA, 250nM of each primer, and 12.5µl of SYBR Green Master Mix (Applied Biosystems, 

Foster City, CA) in a total volume of 25µl.  Relative quantification of mRNA expression was 

calculated using the comparative Ct method normalized to ‐actin.  

k. Body weight  
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Mice were housed 3‐4 per cage, maintained on a 12h light‐dark cycle, and fed ad libitum 

standard rodent chow.  Body weight was measured weekly on a continuous basis over the 

course of 4‐6 months after birth. 

l. Food intake 

For the measurement of food intake, mice were individually housed in wire‐mesh 

bottomed metabolic cages and a known amount of food was given to each mouse.  The ‘crumbs’ 

were collected regularly and the remaining food was weighed weekly.  The crumb weight was 

subtracted from the gross food intake, and the difference divided by 7 to obtain the average 

daily food consumption.  This was repeated for 1‐2 weeks per mouse and weekly results were 

averaged.  Week‐to‐week measurements were consistent. 

m. Fecal composition 

Two days worth of feces were collected at various time points while the mice were 

individually housed for analysis of fecal weight and lipid composition.  The feces were dried and 

weighed, then 1mg (dry weight) was dissolved in water overnight and lipid extracted and 

analyzed as described above.   

n. Body Composition 

Body composition was analyzed by dual energy x‐ray absorptiometry (DEXA, PIXImus; 

GE‐Lunar Corp., Madison, WI) in fed mice and after 48h food deprivation.  Total fat, fat‐free, and 

bone mineral mass were evaluated excluding the head and tail.  The instrument was regularly 

calibrated.  Mice were anesthetized with ketamine/xylazine/ace promazine (80/ 100/150mg/kg, 

intraperitoneal, respectively) for the procedure. 

o. Energy expenditure / RQ 

Energy expenditure was assessed by the University of Cincinnati’s Mouse Metabolic 

Phenotyping Center.  Mice were placed in an indirect calorimetry chamber 3 hours prior to the 
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dark phase (3pm) and oxygen consumption and carbon dioxide production were measured for 

24 hours.  The data obtained from 6am to 3pm the following day were averaged and represent 

“fed” values.  At 3pm on day 2, food was removed and measurements continued for 18 hours.  

The data obtained from 6am to 9am the following day (15‐18 hours after food was removed) 

were averaged and represent “fasted” values.  Metabolic rate data are expressed as kcal/hr and 

kcal/hr/kg body weight, and gas exchange data are expressed as mL/kg/min. 

p. Oral fat tolerance test 

An oral fat tolerance test was performed as described in Newberry et al. (2006).  Briefly, 

10µCi of [14C]oleate and [3H]monoolein were dried under a nitrogen stream.  500µL of olive oil 

was added and the solution was vortexed vigorously.  The olive oil bolus was administered via 

oro‐gastric gavage to conscious, overnight fasted mice.  30 minutes prior to the gavage, 

Tyloxapol was injected (500mg/kg intraperitoneal) to block peripheral lipoprotein clearance.  

50µL of blood was taken from the saphenous veins immediately prior to, and at 1, 2, and 4 

hours post‐gavage. 

q. Statistical methods 

Statistical comparisons were performed using independent two‐sided t‐tests, or ANOVA. 

Differences were considered significant if the p‐value was less than 0.05. 
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Figure 3‐1 
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Figure 3‐1.  Verification of genotype by PCR.  PCR was performed as described in Experimental 
Procedures.  Shown are three representative images of the PCR products of heterozygous (+/‐),     
homozygous (‐/‐), and wild‐type (+/+) mice. 
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Table 3‐1 

 

qPCR primer sequences 

forward 5'-GGC TGT ATT CCC CTC CAT CG-3' 
-ACTIN 

reverse 5'-CCA GTT GGT AAC AAT GCC ATG T-3' 
forward 5'-TGG GAG CGC AGG TTA CAG A-3' 

MGAT2 
reverse 5'-CAG GTG GCA TAC AGG ACA GA-3' 
forward 5'-TAT CCA AAG AGA TGA GTC ACC CA-3' ER GPAT 

(GPAT3) reverse 5'-CAC AAT GGC TTC CAA CCC CTT-3' 
forward 5'- CTG CTT GCC TAC CTG AAG ACC-3' MT GPAT 

(GPAT1) reverse 5'- GAT ACG GCG GTA TAG GTG CTT-3' 
forward 5'-TGT TCA CGT CAG ACA GTG GTT-3' 

DGAT1 
reverse 5'-CCA CCA GGA TGC CAT ACT TGA T-3' 
forward 5'-TTC CTG GCA TAA GGC CCT ATT-3' 

DGAT2 
reverse 5'-AGT CTA TGG TGT CTC GGT TGA C-3' 
forward 5'-CAG AGA GGC CCA CCT ACT TTT-3' 

MGL 
reverse 5'-ATG CGC CCC AAG GTC ATA TTT-3' 
forward 5'-TCG GCG AAC TAT TCG GCT G-3' 

PPAR 
reverse 5'-GCA CTT GTG AAA ACG GCA GT-3' 
forward 5'-GGG CAC CTT CAC GGT TCT G-3' 

CB1 
reverse 5'-GTG GAA GTC AAC AAA GCT GTA GA-3' 
forward 5’-TCC AGA GGT CAG TCA ACA TGA-3’  

 ACADL 
reverse 5’-CCT GGT CAA TTT TTC GAG AGT CC-3’ 
forward 5’-GCA CCC CGA CAT AGA GAG C-3’ 

 ACOX1 
reverse 5’-TAA ACT CCG GGT AAC TGT GGA-3’  
forward 5’-TCA ACG TGT TCC TCA AGT CGC-3’  

 CCOX 
reverse 5’-AGG GTA TGG TTA CCG TCT CCC-3’  
forward 5’-GGT ACT TTG CTT GCT TGA TGA GA-3’  

 NADH De 
reverse 5’-TGG GAA GAT ATA CGG CTG AGG-3’  
forward 5’-AAT TTG CCA TTT ACC GAT GGG A-3’ 

SUCCDE 
reverse 5’-CTC CTG GGA CTC ATC CTT CTT-3’ 

 

 
 
 
 
 
Table 3‐1. qPCR primer sequences.  MGAT (monoacylglycerol acyltransferase‐2), ER GPAT 
(endoplasmic reticulum glycerol‐3‐phosphate‐3), MT GPAT (mitochondrial GPAT‐1), DGAT 

(diacylglycerol acyltransferase), MGL (monoacylglycerol lipase), PPAR (peroxisome proliferator 

activated receptor‐), CB1 (cannabinoid receptor‐1), ACADL (long chain acyl‐CoA 
dehydrogenase), ACOX1 (acyl‐CoA oxidase‐1), CCOX (cytochrome C oxidase), NADH De (nicotine 
adenine dinucleotide dehydrogenase), SUCCDE (succinate dehydrogenase). 
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RESULTS  

IFABP PROTEIN EXPRESSION 

  Due to the overlapping ligand specificity and similar intracellular localization, it was 

possible that ablation of one enterocyte FABP would result in compensatory upregulation of the 

other. However, the results showed that IFABP expression is unchanged in 3‐4 month old fasted 

LFABP‐null mice (Figure 3‐2).   

 

INTESTINAL LIPID COMPOSITION  

  Lipid composition of the proximal and distal intestinal mucosa in the fasted mouse 

intestine was analyzed by lipid extraction and separation by TLC, and the lipid spots were 

visualized and quantified with iodine staining and densitometry.  As seen in Figure 3‐3a, the 

major lipid components of the proximal mucosa were phospholipids, cholesterol, and 

triacylglycerols representing ~54%, 26%, and 10% of the total lipids, respectively.  A similar 

pattern was observed in the distal mucosa (Figure 3‐3b).   

LFABP‐ablation caused a significant reduction in cholesterol (177.2 ± 38.2 vs. 94.9 ± 13.8µg/mg, 

p<0.05), free fatty acids (45.2 ± 5.8 vs. 22.9 ± 2.3 µg/mg, p<0.01), and monoacylglycerols (19.8 ± 

3.4 vs. 5.8 ± 0.6µg/mg, p<0.01) in the proximal but not distal mucosa.   

 

 

INTESTINE LENGTH 

  In WT mice, the total length of the intestine, from the pyloric sphincter to the cecum, 

was 39.9 ± 0.7cm (1.6 ± 0.1cm/g BW).  This was unaffected by LFABP ablation (40.1 ± 1.0cm, 1.5 

± 0.1cm/g BW). 
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Figure 3‐2 
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Figure 3‐2. IFABP expression in the intestinal mucosa.  (A) Representative immunoblot of tissue 

homogenates of samples from 2 WT animals and 2 LFABP‐/‐ animals. Lanes 1‐8: 5g and 10g of 
tissue homogenate protein from each mucosal sample.  Lanes 1‐4: Wild‐type.  Lanes 5‐8:   

LFABP‐/‐ . (B) IFABP expression in intestinal mucosa homogenates. Results are means ± standard 

deviation, n=4 per group. 
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Figure 3‐3 
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Figure 3‐3. Absolute mass of individual lipid classes in the intestinal mucosa of 48h fasted 
male mice.  Lipids were extracted as described in Materials and Methods, separated by TLC 
along with standards of known mass, and then iodine stained and scanned for densitometric 
analysis.  (A) Lipids of the proximal intestine mucosa.  (B) Lipids of the distal intestine mucosa.  

Total lipid mass was 655.0 ± 95.5g/mg for WT, and 740 ± 90.0g/mg for LFABP‐/‐ in the 

proximal mucosa, and 714.6 ± 55.2g/mg for WT and 704.9 ± 111.7g/mg for LFABP‐/‐ in the 
distal mucosa.  Results are means ± SE, n=4‐6 per group, **p<0.01 vs. WT. 
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IN VIVO FA/MG METABOLISM 

The acute metabolism of fatty acid and monoacylglycerol was monitored by analyzing 

the recovery of [14C] or [3H] in intestinal mucosa harvested 2 minutes after bolus administration 

of [14C]oleate or [3H]monoolein, respectively.  We monitored the metabolism of dietary vs. 

endogenous‐derived lipids by administering the bolus intraduodenally, to mimic dietary 

presentation of the lipids to the apical surface of enterocytes, or by jugular vein cannula, to 

mimic bloodstream‐delivery to the basolateral enterocyte surface.  Since the presence of a meal 

in the gut could impact the uptake and metabolism of lipids by intestinal enterocytes, all 

experiments were performed in fasted mice.   

 

METABOLISM OF DIET‐DERIVED FA AND MG IN THE INTESTINAL MUCOSA OF WT MICE 

After intraduodenal administration of [14C]oleate, mucosal [14C] recovery was 

predominantly in triacylglycerols (55.6% ± 2.6%) or free fatty acids (20.9% ± 1.7%) (Figure 3‐4b). 

Similarly, after administration of [3H]monoolein, mucosal [3H] was recovered mainly in TG 

(65.7% ± 4.2%) and free fatty acids (16.0% ± 2.9%) (Figure 3‐5b).  Recovery in phospholipids was 

significantly lower for [3H]monoolein than for [14C]oleate (2.6% ± 0.2% vs. 7.5% ± 1.1%, p<0.01).  

The TG/PL ratio, which represents the two major anabolic end points for fatty acids and 

monoacylglycerols, was 3‐fold greater for monoolein than for oleate (26.4 ± 2.3 vs. 8.9 ± 1.3, 

p<0.01). 

 

METABOLISM OF BLOODSTREAM‐DERIVED FA AND MG IN THE INTESTINE OF WT MICE 

Compared to gastrointestinal tract administration, the anabolic fates of bloodstream‐

derived [14C]‐oleate and [3H]‐monoolein in intestinal enterocytes show a markedly different 

pattern of assimilation.  Recovery in triacylglycerols was reduced by 58% for [14C]oleate (p<0.01) 
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and by 33% for [3H]monoolein compared with dietary delivery (Figures 3‐4a and 3‐5a).  

Correspondingly, incorporation into phospholipids doubled for bloodstream‐derived [14C]oleate 

and increased five‐fold for [3H]monoolein, relative to diet‐derived lipids.  The resultant TG/PL 

ratio was thus reduced approximately 90% for bloodstream compared to dietary derived lipid 

substrates (8.9 ± 1.3 vs. 1.8 ± 0.2 and 26.4 ± 2.3 vs. 3.1 ± 0.4 for [14C]oleate and [3H]monoolein, 

respectively; p<0.01 for all comparisons) (Figure 3‐6).  Moreover, [14C]oleate recovery was 

increased in cholesteryl ester, diacylglycerols, & monoacylglycerols for bloodstream‐delivery 

relative to dietary, whereas none of these were significantly changed for [3H]monoolein 

recovery (Figures 3‐4  and 3‐5).    
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Figure 3‐4 
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Figure 3‐4. Metabolism of bloodstream‐derived and dietary‐derived [14C]oleate in the small 
intestinal mucosa of 48h fasted mice. Incorporation of [14C]oleate into fat‐soluble metabolites 
in the small intestinal mucosa 2 minutes after bloodstream (A) or dietary (B) administration as 
described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=10 (WT) or 5 (LFABP‐/‐) for 
bloodstream delivery and n=7 for dietary delivery in both WT and LFABP‐/‐, ‡p<o.o1, †p<0.05 vs. 
bloodstream‐derived FA. 
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EFFECT OF LFABP‐ABLATION ON FA AND MG METABOLISM IN THE SMALL INTESTINE 

Incorporation of [14C]oleate, delivered either by dietary or bloodstream administration, 

into complex lipids was largely unaffected by LFABP‐ablation.  In contrast, compared to WT, 

recovery of mucosal [3H] from intraduodenally‐administered [3H]monoolein was significantly 

increased in phospholipids (2.6% ± 0.2% vs. 3.6% ± 0.1%, for WT and LFABP‐/‐, respectively, 

p<0.01), monoacylglycerols (3.1% ± 0.5% vs. 5.5% ± 0.8%, p<0.05), and diacylglycerols (9.1% ± 

1.1% vs. 13.9% ± 1.8%, p<0.05). The recovery of [3H]monoolein in triacylglycerols was modestly 

reduced in LFABP‐/‐ (65.7% 4.2% vs. 57.4% ± 3.1%, for WT and LFABP‐/‐, respectively, NS) (Figure 

3‐5b).  This resulted in a significant reduction in the TG/PL ratio (26.4 ± 2.3 vs. 15.9 ± 0.5, for WT 

and LFABP‐/‐, respectively; p<0.01) (Figure 3‐6b).  In contrast to dietary‐derived lipids, the acute 

processing of bloodstream‐derived [14C]oleate and [3H]monoolein was essentially unaffected in 

LFABP‐/‐ intestinal mucosa.  Only one difference was found, with recovery of bloodstream‐

derived [3H]monoolein in the free fatty acid fraction significantly increased in LFABP‐null mice 

(19.0% ± 1.4% vs. 27.8% ± 0.9%, for WT and LFABP‐/‐, respectively, p<0.01) (Figure 3‐5a). 
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Figure 3‐5 
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Figure 3‐5. Metabolism of bloodstream‐derived and dietary‐derived [3H]monoolein in the 
small intestinal mucosa of 48h fasted mice. Incorporation of [14C]oleate into fat‐soluble 
metabolites in the small intestinal mucosa 2 minutes after dietary (A) or bloodstream (B) 
administration as described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=5‐7, **p<0.01, 
*p<0.05 vs. WT; ‡p<0.01 vs. dietary‐derived. 
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NO EFFECT OF LFABP‐ABLATION ON THE EXPRESSION OF LIPID SYNTHETIC GENES IN THE 

INTESTINAL MUCOSA 

  To determine if any of the observed changes in the acute metabolism of fatty acids and 

monoacylglycerol were due to alterations in the expression of lipid synthetic genes in the LFABP‐

null animal, qPCR and immunoblotting were performed.  The RNA levels of endoplasmic 

reticulum glycerol‐3‐phosphate acyltransferase (erGPAT), mitochondrial glycerol‐3‐phosphate 

acyltransferase (mtGPAT), monoacylglycerol acyltransferase‐2 (MGAT2), diacylglycerol 

acyltransferase‐1 (DGAT1), diacylglycerol acyltransferase‐2 (DGAT2), and monoacylglycerol 

lipase (MGL) were analyzed by qPCR (Figure 3‐7a).  MGAT2 was also analyzed at the protein 

level by immunoblotting (Figure 3‐7b).  There were no significant differences found in any of the 

genes tested. 
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Figure 3‐6 

 

bloodstream dietary

T
G

/P
L

0

5

10

15

20

25

30

WT 
LFABP-/-

  A                                [14C]oleate 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

bloodstream dietary

T
G

/P
L

0

5

10

15

20

25

30

WT
LFABP-/-

**

  B                                        [3H]monoolein 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 3‐6. Partitioning of oleate and monoolein in the intestinal mucosa. Incorporation of 
[14C]oleate (A) and [3H]monoolein (B) into triacylglycerol relative to phospholipids 2 minutes 
after bloodstream or dietary administration as described in Materials and Methods.  Results are 
means ± SE, n=5‐7, **p<0.01 vs. WT. 
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Figure 3‐7 
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Figure 3‐7. Expression of lipid metabolism genes in the small intestinal mucosa.  (A) Relative 
gene expression was determined by qPCR.  Reaction conditions and primers are described in 
Materials and Methods and Table 3‐1, n=3‐4 per group. (B) Representative immunoblot of 
intestinal mucosa membrane fractions for MGAT2 as described in Materials and Methods, n=3‐4 
per group 
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IMPAIRED OXIDATION OF BLOODSTREAM‐DERIVED FATTY ACIDS IN LFABP‐/‐ INTESTINAL 

MUCOSA 

The aforementioned studies focused on the anabolic fates of oleate in the intestinal 

mucosa; fatty acid oxidation was also measured by quantifying the appearance of 14CO2 and 
14C‐

labeled acid‐soluble metabolites of [14C]oleate in the same experiments.  In the intestinal 

enterocytes of fed animals, 12.1% ± 1.3% of the [14C]oleate was oxidized within 2 minutes of 

bolus administration of the label into the jugular vein of fed mice (Figure 3‐8a).  Food 

deprivation significantly increased the oxidation of bloodstream‐derived [14C]oleate to 31.2% ± 

1.6% (p<0.01).  Interestingly, this was significantly lower in LFABP‐/‐ where only 20.6% ± 1.2% of 

the [14C]oleate was oxidized (p<0.01).  Thus, the food deprivation significantly increased 

intestinal fatty acid oxidation in LFABP‐/‐ mice, suggesting an intact fasting response, however 

the increase was blunted compared to WT mice.  

 

IMPAIRED OXIDATION OF DIET‐DERIVED FATTY ACIDS IN LFABP‐/‐ INTESTINAL MUCOSA 

Intraduodenal administration of [14C ]oleate resulted in a significantly lower recovery in 

14C‐labeled acid soluble products and 14CO2 compared to intravenous administration (12.1% ± 

1.3% vs. 5.1% ± 0.6%, for diet‐ and bloodstream‐derived fatty acids, respectively, p<0.01) (Figure 

3‐8). Similar to oxidation of bloodstream‐derived fatty acids in the fed state, oxidation of dietary 

fatty acids was not affected by ablation of LFABP.  Food deprivation more than doubled 

oxidation of dietary fatty acids in WT mice, to 12.2% ± 1.3% (p<0.01).  This increase was also 

impaired in LFABP‐/‐ (7.5% ± 0.6%, p<0.01) intestinal mucosa.   

 

 

 



99 
 

Figure 3‐8 

 

fed 18h 48h

%
 o

xi
di

ze
d

0%

5%

10%

15%

20%

25%

30%

35%

WT
LFABP-/-

*
**

  A                                                  bloodstream‐derived [14C]oleate 

 

 

 

 

 

 

 

 

fed 18h 48h

%
 o

xi
di

ze
d

0%

5%

10%

15%

20%

25%

30%

35%

WT 
LFABP-/-

**

  B                                                        dietary‐derived [14C]oleate 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
Figure 3‐8. Oxidation of [14C]oleate intestinal mucosa.  Oxidative metabolites of [14C]oleate 2 
minutes after bloodstream (A) or dietary (B) administration as described in Materials and 
Methods.  Results are means ± SE, n=5‐10, **p<0.01, *p<0.05 vs. WT.   
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 FATTY ACID OXIDATION DEFECT IN LFABP‐/‐ MICE IS NOT DUE TO ALTERED OXIDATIVE CAPACITY 

To distinguish a global reduction in oxidative capacity from a trafficking defect, fatty acid 

oxidative capacity was assessed by two methods.  First, mRNA expression of key fatty acid 

oxidative enzymes were assessed by qPCR.  None of the genes tested involved in mitochondrial 

‐oxidation (acyl‐CoA dehydrogenase‐1, carnitine palmitoyltransferase‐2), peroxisomal fatty 

acid oxidation (acyl‐CoA oxidase‐1), electron transport (cytochrome C oxidase, NADH 

dehydrogenase, succinate dehydrogenase), or peroxisome proliferator‐activated receptor‐ 

were altered by LFABP ablation (Figure 3‐9a).  Next, fatty acid oxidation was analyzed in mucosa 

homogenates in vitro with [1‐14C]oleic acid bound to  albumin as the substrate.  The use of a 

homogenate and albumin circumvent any trafficking defect that might be imposed by LFABP 

ablation and tests oxidative capacity directly.  In accord with the hypothesized trafficking 

function of LFABP, oxidative capacity was unaffected in homogenates derived from LFABP‐/‐ 

intestinal mucosa (Figure 3‐9b). 
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Figure 3‐9 
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Figure 3‐9. Oxidative capacity is not affected by LFABP ablation.  (A) qPCR analysis of fatty acid 
oxidation enzymes in the small intestinal mucosa.  Results are means ± SE, n=3‐4. (B) Fatty acid 
oxidation in homogenates from small intestinal mucosa of 48 hour fasted male mice as 
described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=3‐4. 
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BODY WEIGHT 

At no point between birth and at least 5 months of age did the body weight of LFABP‐/‐ 

mice differ from WT (Figure 3‐10).   

 

BODY COMPOSITION 

In the fed state, WT mice weighing 31.1 ± 1g were comprised of 24.2 ± 0.5g fat‐free 

mass (78.1% ± 1.8% of total body weight) and 6.9 ± 0.7g fat mass (21.8% ± 1.8% of total body 

weight) (Table 3‐3).  After 48 hours of food deprivation, bodyweight decreased by 18.9% ± 1.9% 

to 25.3 ± 1.0g (p<0.01).  Fat‐free mass was reduced by 4.3 ± 0.2g (17.8% ± 1.0%) to 19.9 ± 0.5g 

(p<0.01) and fat mass reduced by 1.5 ± 0.4g (21.9% ± 5.6%) to 5.3 ± 0.7g (p<0.01).  Thus during 

starvation mice lose relatively similar fat and fat‐free mass (~20% of the initial amount) but 

significantly more fat‐free mass on an absolute basis.  As seen in Table 3‐4, LFABP‐/‐ mice 

weighed 29.9 ± 1.2g and had modestly reduced fat‐free mass in the fed state (22.7 ± 0.5g, 

p<0.05), although it was similar on a percentage basis (76.5% ± 2.5%, NS).  Upon food 

deprivation, LFABP‐/‐ mice lost a similar amount of body weight (4.0 ± 0.9g), but less fat‐free 

mass than their WT counterparts (2.7 ± 0.5g, p<0.05).  
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Figure 3‐10 
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Figure 3‐10. Growth of LFABP‐/‐ and WT mice.  Before weaning, the mean body weight includes 
both male and female pups.  After weaning, only values for male mice are shown. Upon 
weaning, mice were housed 3‐4 per cage and weighed weekly.  Results are means ± SE, n=12‐15 
per group. 
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Table 3‐2 

 

 

 

    WT 
    fed  fasted  

BW (g) 31.1 ± 0.9  25.3 ± 1.0  5.8 ± 0.6 

FFM (g) 24.2 ± 0.5  19.9 ± 0.5  4.3 ± 0.2 

fat (g)   6.9 ± 0.7    5.3 ± 0.7  1.5 ± 0.4 

% fat  22.2%  20.9%   

 

 

 
 
 
 
 
 
 

 

LFABP‐/‐ 

  fed  fasted  

BW (g) 29.9 ± 1.2  25.9 ± 1.4  4.0 ± 0.9 

FFM (g) 22.7 ± 0.5  20.0 ± 0.6  2.7 ± 0.5* 

fat (g)   7.2 ± 1.0    5.9 ± 0.9  1.3 ± 0.7 

% fat  23.4%  21.9%   

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Table 3‐2. Effect of LFABP ablation on body composition in the fed and fasted state.  Body 
weight and composition as assessed by DEXA (Lunar PIXIMUS) in the fed state and after 48 
hours of food deprivation, as described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=7‐
8 per group, *p<0.05 vs. WT. 
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FOOD INTAKE 

WT mice weighing 30.6 ± 0.7g fed a standard chow diet consumed 2.3 ± 0.1g/day (11.4 ± 

0.3 kcal/day).  LFABP‐/‐ mice weighing 28.7 ± 1.1g consumed 2.5 ± 0.1g/day (12.3kcal/day) (NS).   

 

FECAL WEIGHT AND LIPID COMPOSITION 

As a gross measurement of fat absorption, fecal lipid content and composition were 

measured.  Total daily excrement amounted to 0.77 ± 0.06 grams in WT mice and 0.72 ± 0.09 

grams in LFABP‐/‐ mice (NS).  The total lipid mass was 8.7 ± 1.6µg/mg feces in WT mice, and as 

seen in Figure 3‐11, the lipid composition was mainly phospholipids (2.9 ±  0.8 µg/mg feces, or 

31.2% ± 2.7% of the lipids), cholesterol (1.6 ± 0.3µg/mg feces, 18.3% ± 1.0%), fatty acids (1.7 ± 

0.2µg/mg feces, 20.0% ± 2.1%), and cholesteryl esters (1.7 ± 0.4µg/mg feces, 18.3% ± 2.5%).  

Ablation of LFABP did not alter any of these parameters, suggesting that lipid absorption was 

largely unaffected. 

 

RESPIRATORY QUOTIENT 

In WT mice, VO2 was 76.1 ± 1.6mL/kg/min in the fed state and 51.0 ±1.4mL/kg/min 

when fasting. VCO2 was 68.4 ± 1.4mL/kg/min in the fed state and 38.9 ±1.5mL/kg/min when 

fasting (Table 3‐4).  As expected, the respiratory quotient was reduced from 0.90 ± 0.02 to 0.76 

± 0.01 upon food deprivation, reflecting a greater reliance on fat oxidation to meet energy 

requirements (Table 3‐4, Figure 3‐12).  In WT mice, total metabolic rate was 22.5 ± 0.5kcal/hr/kg 

(0.66 ± 0.02kcal/hr) in the fed state and 14.8 ± 0.4kcal/hr/kg (0.42 ± 0.01kcal/hr) when fasting 

(Figure 3‐13).  As seen in Table 3‐4, fasting VO2 and metabolic rate were significantly increased in 

LFABP‐null mice (p<0.05). 
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Figure 3‐11 
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Figure 3‐11.  Fecal fat is unaffected by LFABP ablation.  Feces were collected every other day 
for 4‐8 days, dried, weighed, and the dry weight was divided by 4‐8 to determine daily fecal 
output.  Lipids were extracted by the method of Folch and lipid subclasses were separated by 
TLC with standards of known mass, and stained with iodine for densitometric quantification as 
described in Materials and Methods.  Data are expressed as % of total fecal lipid mass. Results 
are means ± SE, n=7‐8 per group. 
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Table 3‐3 

 

VO2, VCO2, and RQ under fed and fasting conditions 

  WT LFABP-/- 

Fed VO2 (mL/kg/min) 76.1 ± 1.6 72.5± 3.7 

 VCO2 (mL/kg/min) 68.4 ± 1.4 65.0± 3.5 

 RQ 0.90 ± 0.02 0.90± 0.01 

Fasted VO2 (mL/kg/min) 51.0 ± 1.4† 55.3± 1.3* 

 VCO2 (mL/kg/min) 38.9 ± 1.5‡ 42.1± 0.8‡ 

 RQ 0.76 ± 0.01‡ 0.76± 0.02‡

 VO2 (mL/kg/min) 25.1 ± 1.8 17.2± 2.5* 

 VCO2 (mL/kg/min) 29.6 ± 0.8 22.9± 3.2 

 RQ 0.14 ± 0.01 0.13± 0.02 

 
 
Table 3‐3. Respiratory quotient is normal in 3‐4 month old male LFABP‐/‐ mice.  Mice were 
placed in an indirect calorimeter and gas exchange was measured to calculate the respiratory 
quotient as described in Materials and Methods.  Results are means ± SE, n=5‐6 per group, 
*p<0.05 vs. WT, ‡ p<0.01, †p<0.05 vs. fed. 
 

 

Table 3‐4 

 

Metabolic rate under fed and fasting conditions 

      WT      LFABP-/- 

Fed kcal/hr/kg 22.5±0.5 21.3 ± 1.1 

 kcal/hr 0.66±0.02 0.64 ± 0.02 

Fasted kcal/hr/kg 14.8±0.4‡ 16.0 ± 0.3‡ 

 kcal/hr 0.42±0.01‡ 0.47 ± 0.01‡* 

 kcal/hr/kg 7.7±0.5 5.4 ± 0.7* 

 kcal/hr 0.24±0.02 0.18 ± 0.02* 

 
 
Table 3‐4. Metabolic rate is normal in 3‐4 month old male LFABP‐/‐ mice.  Mice were placed in 
an indirect calorimeter and gas exchange was measured to calculate the metabolic rate as 
described in Materials and Methods. Results are means ± SE, n=5‐6 per group, *p<0.05 vs. WT, ‡ 
p<0.01, †p<0.05 vs. fed. 
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Figure 3‐12 
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Figure 3‐12. 24h Respiratory quotient.  RQ was measured in 10 minute intervals over the course 
of 24 hours in fed (A) and fasting (B) mice as described in Materials and Methods. N=5‐6 per 
group. 
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Figure 3‐13 
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Figure 3‐13. Metabolic rate is normal in fed and fasting LFABP‐/‐ mice. Metabolic rate was 
measured as described in Materials and Methods.  (A) 24 hour metabolic rate in mice with ad 
libitum access to Purina Rodent Chow.  (B) 24 hour metabolic rate in fasting mice.  N=5‐6 per 
group.  
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ORAL FAT‐TOLERANCE TEST 

  To assess the intestinal processing of a large lipid load, an oral fat tolerance test (OFTT) 

was performed.  An intraperitoneal injection of tylapoxal was employed to block peripheral 

triacylglycerol clearance, thus the increase in plasma triacylglycerols after an oral dose reflects 

specifically intestinal triacylglycerol secretion.  Fasting plasma triacylglycerols were 79.6 ± 

19.0mg/dL in WT mice and this was unchanged in LFABP‐/‐ (70.6 ± 15.2mg/dL, NS).  After an 

orogastric gavage of 500L olive oil containing [14C]oleate and [3H]monoolein (t=0), plasma 

triacylglycerols rose steadily in WT and LFABP‐null mice (Figure 3‐14). Plasma [14C] and [3H] 

radioactivity reflect the net absorption of intestinal lipid digestion end products, bulk 

triacylglycerol re‐synthesis, and intestinal secretion.   As seen in Figure 3‐15, plasma 

radioactivities were slightly lower in LFABP‐ablated mice, however differences were not 

statistically significant.  This is in accord with the finding that two minutes after an 

intraduodenal injection of [14C]oleate or [3H]monoolein, intestinal triacylglycerol synthesis 

proceeds normally in LFABP‐/‐ mice. 
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Figure 3‐14 
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Figure 3‐14. No effect of LFABP ablation on intestinal triacylglycerol secretion. Fasting, 
conscious mice were administered an intraperitoneal injection of tyloxapol and then given 

500L olive oil, [14C]oleate, and [3H]monoolein by oro‐gastric gavage as described in Materials 
and Methods.  Blood was drawn prior to the gavage and at various time points thereafter.  
Results are means ± SEM, n=4‐5 per group. 
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Figure 3‐15 
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Figure 3‐15. No effect of LFABP ablation on intestinal triacylglycerol secretion. Plasma 
radioactivity during the oral fat‐tolerance test described in Figure 3‐13.  (A) Plasma [14C] from 
the [14C]oleate present in the oral lipid bolus.  (B) Plasma  [3H] from the [3H]monoolein present 
in the oral lipid bolus. Results are means ± SEM, n=4‐5 per group. 
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DISCUSSION 

FABP EXPRESSION 

  Expression of IFABP was not upregulated in the intestinal mucosa of LFABP‐/‐ mice, in 

agreement with previous findings (Newberry et al., 2003).  Reciprocal results were observed in 

IFABP‐/‐ mice (Chapter 2). The fact that each of the enterocyte FABPs possesses independent 

regulatory mechanisms indirectly supports the hypothesis that the enterocyte FABPs possess 

divergent functions in vivo.  This hypothesis is further suggested by the broader ligand specificity 

of LFABP, and the different in vitro transfer mechanisms of IFABP and LFABP.  Further, the 

appearance of [3H]triacylglycerols in pre‐chylomicron transport vesicles in vitro was much 

greater when [3H]triolein‐loaded endoplasmic reticulum was incubated with LFABP than with 

IFABP (Neeli et al., 2007).     

 

MUCOSAL LIPID COMPOSITION 

  LFABP‐ablation had no major affect on the proximal or distal intestine mucosal lipid 

composition, although small decreases in monoacylglycerols, fatty acids, and cholesterol were 

observed.  LFABP is relatively enriched in the proximal intestine, so if LFABP influenced mucosal 

lipid composition, a greater genotype effect may have been expected in the proximal rather 

than distal intestinal.  Indeed, this was the case.  Given the relatively high affinity of LFABP for 

fatty acids and monoacylglycerols, and in accord with the findings presented in Chapter 4, these 

reductions may reflect reduced intracellular binding capacity.    

  LFABP is highly abundant in enterocyte cytosol and transfers fatty acids to and from 

membranes by a diffusional mechanism.  These aspects have led to the suggestion that LFABP 

may function, in part, as a cellular buffer for free fatty acids, which can be toxic at high levels.  

The mucosal samples in these studies were obtained from animals deprived of food for 48 
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hours, clearly not a time associated with high intestinal lipid levels.  Newberry et al. (2006) 

showed that 4 hours after an oral lipid bolus, the triacylglycerol content was in fact increased in 

the proximal quarter of the intestine in two separate groups of female LFABP‐null mice relative 

to WT (12‐14 week old mice on a standard chow diet; and 20 week old mice that were fed a 

high‐fat Western diet for 8 weeks).  Although the cellular free fatty acid buffer theory would 

have predicted elevated free fatty acids in LFABP‐/‐ under these conditions, they were not 

reported.  Moreover, elevated triacylglycerols in LFABP‐/‐ intestine suggest an enhanced capacity 

to store fatty acids.  It may also reflect a reduced capacity for secretion, in keeping with the role 

of LFABP in PCTV formation (Neeli et al., 2007). 

 

FA/MG METABOLISM IN VIVO 

  We examined the metabolic fate of apical (diet‐derived) and basolateral (bloodstream‐

derived) fatty acids and monoacylglycerol in the intestinal mucosa of WT and LFABP‐/‐ mice.  

LFABP‐ablation did not affect the partitioning of oleate into triacylglycerols or phospholipids 

regardless of its mode of presentation to the enterocyte (apical vs. basolateral). 

  The intestine has two major lipid synthetic pathways.  Fatty acids and monoacylglycerol 

are substrates for the MGAT pathway, and the product is triacylglycerols.  Fatty acids are also a 

substrate for the G3P pathway, and the products are triacylglycerols and phospholipids.  The 

incorporation of a substrate into triacylglycerol relative to phospholipids (“TG/PL”) reflects, in 

part, its partitioning into these pathways.  Similar to what was seen in fed mice and rats (Gangl 

and Ockner, 1975; Storch et al., 2008), in intestinal mucosa from 48 hour starved mice: i) diet‐

derived (apical) lipid substrates favor incorporation into triacylglycerol relative to phospholipids, 

with monoolein showing a greater TG/PL than oleate (26.4 vs. 8.9 , p<0.01); ii) bloodstream‐

derived (basolateral) lipid substrates also favor incorporation into triacylglycerol relative to 
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phospholipids, albeit to a 90% lesser extent than apical substrates (p<0.01), and 

monoacylglycerol still demonstrated a stronger propensity than fatty acid for incorporation into 

triacylglycerol relative to phospholipid (3.1  vs. 1.8, p<0.05).    It is interesting to note that 

although the absolute TG/PL values for fatty acid and monoacylglycerol differ approximately 2‐

fold, the effect of compartmentation is maintained remarkably within 2% for both of the these 

lipid substrates; the TG/PL ratio for basolateral compared to apical delivery is reduced 87% for 

fatty acids and 89% for monoacylglycerol relative to apical substrate. 

 

MONOACYLGLYCEROL METABOLISM IS ALTERED IN LFABP‐/‐ SMALL INTESTINAL MUCOSA 

  Although LFABP‐ablation did not have a major effect on the steady state intestinal lipid 

composition, we did observe effects of LFABP ablation on the acute synthesis of several lipid 

products.  Examination of lipid soluble metabolites showed that two minutes after an 

intraduodenal delivery of [14C]‐oleate to LFABP‐null mice, mucosal [14C] was recovered primarily 

in triacylglycerols, with no difference from WT.  In contrast, after intraduodenal delivery of sn‐2‐

[9,10‐3H]monoolein, mucosal [3H] recovery in phospholipids and diacylglycerol were significantly 

increased, with a concomitant reduction in TG in the LFABP‐/‐ mice. [3H] recovery was also 

increased in the MG fraction. The resulting TG/PL ratio was thus markedly reduced in LFABP‐/‐ 

mice.  Although a specific trafficking defect was our main hypothesis, it was also possible that 

expression of one or more lipid metabolic enzymes were altered.  However, a qPCR analysis of 

genes involved in complex lipid synthesis (erGPAT, mtGPAT, MGAT2, DGAT1, and DGAT2) was 

performed and showed no significant genotype‐induced alterations, supporting a trafficking 

function for LFABP.  Similarly, increased [3H]monoolein recovery in the monoacylglycerol 

fraction was not due to decreased expression of monoacylglycerol lipase, suggesting slower 
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assimilation of newly arrived monoacylglycerol.  Again, we hypothesize that this is due to 

defective monoacylglycerol trafficking in the LFABP‐/‐ mouse intestinal cell. 

  These results suggest that LFABP is involved in the transport of MG away from 

phospholipid synthesis (as per the increased recovery of [3H]monoolein in diacylglycerols [an 

intermediate in the synthesis of phospholipids from monoacylglycerol] and phospholipids in 

LFABP‐/‐) and possibly toward triacylglycerol synthesis.  The observation that no effects were 

found on the incorporation of fatty acids into complex lipids in LFABP‐/‐ mice may be due to the 

high expression of IFABP in the intestine, which binds fatty acids but not monoacylglycerol. 

 

FATTY ACID OXIDATION IS IMPAIRED IN LFABP‐/‐ 

  Although fatty acid oxidation is neither an important source of energy for enterocytes 

(3.4% of mucosal CO2 production, Windmueller and Spaeth, 1978), nor a quantitatively 

important component of total body energy expenditure (<0.1%), it is a regulated process.  As 

expected, food deprivation significantly increased oxidation of [14C]oleate to CO2 and water‐

soluble metabolites in WT intestine.   In LFABP‐/‐ intestine, however, this was markedly 

attenuated. Interestingly, genes involved in mitochondrial ‐oxidation, peroxisomal fatty acid 

oxidation, electron transport, and PPAR were unchanged relative to wild‐type, suggesting a 

non‐transcriptional effect of LFABP ablation.  Moreover, LCFA oxidative capacity was unchanged 

in LFABP‐/‐ intestinal mucosa homogenates in vitro in an experiment utilizing albumin to bypass 

the theoretical trafficking defect incurred by LFABP ablation.  Erol and colleagues (2003) 

observed a similar phenotype in LFABP‐/‐ livers, whereby palmitate oxidation was reduced in 

intact hepatocytes but not liver homogenates, and fatty acid oxidation genes were unchanged.   

Collectively, these results strongly imply that LFABP is involved in trafficking long‐chain fatty 

acids toward oxidative pathways.    
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WHOLE BODY PHENOTYPE 

  In accord with previous findings, LFABP‐/‐ mice on a chow diet grow normally and 

maintain a body weight similar to wild‐type mice (e.g., Newberry et al., 2003).  Food intake and 

fecal lipids were also comparable to WT, suggesting LFABP is not necessary for gross lipid 

absorption.   

  LFABP ablation does not alter body composition when the mice are fed a variety of diets 

(e.g., Atshaves et al., 2005; Martin et al., 2005).  Nevertheless, LFABP‐/‐ mice experience a 

marked defect in hepatic and intestinal fat oxidation when fasted (Erol et al., 2003; Figure 3‐8).  

Therefore, body composition was assessed before and after 48 hours of food deprivation.  

Although LFABP‐null mice had comparable fat‐free mass (FFM) in the fed state (78% vs. 77% of 

total body weight in WT and LFABP‐/‐, respectively), they lost significantly less FFM during 48h 

food deprivation (‐4.3g vs. ‐2.7g, p<0.05) suggesting LFABP somehow hastens fasting‐induced 

lean tissue degradation.   Accordingly, the metabolic rate of LFABP‐/‐ mice did not decrease as 

much as WT after 24 hours of fasting (‐7.7 vs. ‐5.4kcal/hr/kg, for WT and LFABP‐/‐, respectively, 

p<0.05).  LFABP is involved in hepatic fatty acid oxidation during starvation, which provides 

energy for the liver to convert skeletal muscle‐derived amino acids into glucose.  Thus, it is 

possible that in LFABP‐null mice, decreased hepatic fatty acid oxidation could result in less fuel 

for gluconeogenesis, thus reducing the use of skeletal muscle amino acids.  It was found, 

however, that plasma glucose levels were maintained in 18 and 48 hour starved LFABP‐null mice 

(Erol etlal., 2004; Davidson et al., 2003).  Moreover, enhanced lipolysis could have compensated 

for the reduced proteolysis, but we found that fat mass was not significantly reduced in LFABP‐/‐ 

compared to WT.  Thus, the mechanism of apparent FFM preservation in fasting LFABP‐/‐ mice is 

uncertain. 



118 
 

  Indirect calorimetry is a sensitive method to measure energy [heat] production and 

respiratory gas exchange ratio (RER).  The latter is particularly relevant as it is determined by the 

relative contributions of fat and carbohydrate to total oxidation.  LFABP ablation had no effect 

on RER in fed and overnight‐fasted mice.  Reduced intestinal fatty acid oxidation did not affect 

RER, as expected, because RER is a global measurement and therefore more affected by tissues 

that use the most energy (e.g., skeletal muscle).  These results are also in accord with the 

presence of similar fat mass in fed and 48h fasted WT and LFABP‐null mice.   

 

ORAL FAT TOLERANCE TEST 

  The oral fat‐tolerance test can be used to assess the net process of lipid digestion and 

absorption, and intestinal metabolism and secretion.  A large lipid bolus spiked with 

[3H]monoolein and [14C]oleate is administered via oro‐gastric gavage, and plasma samples are 

taken at various time points for analysis.  Appearance of triacylglycerols in the plasma reflects: 

intestinal triacylglycerol hydrolysis; absorption of the resultant monoacylglycerol and fatty acids, 

their resynthesis into triacylglycerol within the enterocyte; and the packaging and secretion of 

chylomicrons.  [3H]monoolein was included because it is assimilated primarily by the MGAT 

pathway (Lehner and Kuksis, 1996; Oxley et al., 2006), and also to determine if the lack of 

LFABP’s monoacylglycerol‐binding capacity had a physiologically relevant impact on the 

assimilation of monoacylglycerol after an oral lipid bolus.    

  We found that LFABP‐null mice exhibited a tendency toward reduced lipemic response 

during the oral fat‐tolerance test, although the difference was not statistically significant.  Diet‐

derived triacylglycerols and endogenous, or pre‐formed, phospholipids are incorporated into 

chylomicrons (Scow et al., 1967; Mansbach, 1977). LFABP ablation had no effect on the acute 

synthesis of triacylglycerols in intestinal cells but increased the recovery of [3H]monoolein in 
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phospholipids.  Thus, LFABP ablation would not be expected to affect plasma [14C] (from 

[14C]oleate), [3H] (from [3H]monoolein), or triacylglycerols.  Newberry et al. (2006) found that 

LFABP‐null mice exhibited significantly reduced intestinal triacylglycerol secretion in a similar 

experiment to the present.  However, the mice used in that study were female, and LFABP‐null 

mice exhibit gender dimorphism in lipid metabolism (e.g., Erol et al., 2003; Atshaves et al., 

2005), possibly accounting for the varying extent of the effect. 

  Neeli et al. (2007) demonstrated that budding of pre‐chylomicron transport vesicles was 

markedly impaired (‐40%) in a cell‐free preparation derived from the intestinal cells of LFABP‐

null mice.  This was found to be due specifically to an absence of LFABP.  Pre‐chylomicron 

transport vesicles are thought to be the precursor of chylomicrons, so defective PCTV synthesis 

should result in reduced chylomicronemia following an oral fat bolus.  The preparation utilized 

by Neeli includes a 30‐minute incubation of enterocytes with [3H]oleate, isolation of the ER, and 

a 30‐minute budding assay whereby ~12‐15% of ER‐derived [3H]triolein is incorporated into 

PCTVs.  The PCTV generated in the absence of LFABP contained less triacylglycerol, were slightly 

larger, and were unable to fuse with the Golgi (Neeli et al., 2007).  In the present studies, we 

found that intestinal triacylglycerol synthesis two minutes after administration of a tracer dose 

of [14C]oleate or [3H]monoolein to fasted mice was unaffected in LFABP‐/‐ mice, and that the 

plasma appearance of triacylglycerol, [14C], and [3H] one, two and four hours after an oral fat 

load, was little changed, although we noticed a trend toward decreased appearance of 

radiolabeled lipids in LFABP‐null mice.  The reduced chylomicronemia observed by Newberry et 

al. (2006) was not quantitatively recapitulated in our studies, however such an effect is in accord 

with the postulated role of LFABP in PCTV generation.  Neeli et al. used male mouse cytosol, 

thus a gender dimorphism may not explain our observed normal OFTT in LFABP‐null mice.  It is 

likely that the TG synthesis results and the PCTV generation results are reflecting differing 
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aspects in the complex process of intestinal lipid assimilation.  Although the budding of PCTVs is 

believed to precede the appearance of plasma chylomicrons, it is only one component of the 

process.  Virtually none of the [3H]triolein from LFABP‐/‐ PCTVs was recovered in the Golgi (Neeli 

et al., 2007), which is the step that theoretically occurs between PCTV budding and chylomicron 

secretion, thus the LFABP‐null mice could have been expected to have no chylomicrons in their 

bloodstream, however, TG definitely made it to the plasma compartment, as seen in our results 

and in those of Newberry.  It is likely that the entirety of intestinal lipid assimilation is not 

adequately assessed by measuring TG synthesis, PCTV budding activity, or any single step.  

Redundancy is seen at numerous steps in dietary fat absorption.  For example, multiple enzymes 

contribute to the hydrolysis of dietary triacylglycerols within the gut (e.g.,  gastric lipase, bile‐

salt activated lipase, pancreatic lipase), there are two pathways responsible for incorporating 

the end products of fat digestion (fatty acids and monoacylglycerol) back into triacylglycerols 

within the enterocytes (MGAT and G3Ppathways), two distinct fatty acid‐binding proteins are 

expressed at very high levels in the intestinal absorptive epithelium (i.e. IFABP and LFABP), etc.  

Thus, the modest effect of LFABP ablation in the overall process in intestinal lipid absorption, 

metabolism, and secretion, is in keeping with the remarkably multifaceted capability of the 

intestine to assimilate dietary fat. 

 

CONCLUSIONS 

  In conclusion, this report presents two novel functions for LFABP in intestinal lipid 

metabolism.  1) The fasting‐induced increase in intestinal fatty acid oxidation was blunted in 

LFABP‐/‐, and neither the expression of oxidative enzymes nor the oxidative capacity of mucosal 

homogenates were altered suggesting that LFABP physically transports fatty acids toward 

catabolic pathways.  2) The incorporation of monoacylglycerol into triacylglycerols relative to 
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phospholipids was markedly reduced in LFABP‐/‐, with no changes in the expression of lipid 

synthetic genes.  Along with the demonstration that LFABP binds monoacylglycerol (Chapter 4), 

the results collectively suggest that LFABP binds and transports monoacylglycerol toward lipid 

synthetic pathways.  These findings support the hypothesis that LFABP’s function in vivo is 

trafficking lipid substrates toward specific metabolic fates.  The enzymes in the MGAT or G3P 

pathways that accept monoacylglycerol from, or provide a monoacylglycerol‐derived precursor 

(e.g., a fatty acid, lysophospholipid, etc.) to LFABP still need to be elucidated, to further clarify 

the precise function of LFABP in intestinal monoacylglycerol metabolism, at the molecular level. 
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Chapter 4. 

 

LFABP is a cytosolic monoacylglycerol‐binding protein 
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ABSTRACT 

Liver fatty acid‐binding protein (LFABP) is expressed in the liver and intestine and has 

high affinity for a variety of hydrophobic ligands in vitro.  Monoacylglycerol (MG) metabolism is 

perturbed in mice null for LFABP, and this does not appear to be due to changes in gene 

expression.  While these results suggest a trafficking defect, the binding of MG by LFABP is not 

certain, with variable reports in the literature.  Therefore, we examined the MG‐binding 

capability of liver cytosol from wild‐type (WT) and LFABP‐null (LFABP‐/‐) mice.  Liver cytosol was 

incubated with [14C]oleate and [3H]monoolein and fractionated by gel filtration chromatography.  

The ~66kDa fractions retained a large amount of [14C]oleate and [3H]monoolein, most likely due 

to the presence of albumin which was confirmed by immunoblotting.   As expected, the 

[14C]oleate associated with the ~14kDa fractions was absent in LFABP‐/‐ liver cytosol.  

Interestingly, [3H]monoolein was present in the ~14kDa fractions from WT but not LFABP‐/‐ 

cytosol.  Immunoblotting confirmed the presence of LFABP in the ~14kDa fractions from WT, but 

not LFABP‐/‐.  These results suggest that LFABP is an MG‐binding protein in a physiological 

setting.  Along with other results from the laboratory using purified LFABP, these studies 

demonstrate that LFABP is an MG‐binding protein and is likely to function as such in intestinal 

and liver cytosol. 
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INTRODUCTION 

MONOACYLGLYCEROL 

Due to the hydrophobic nature of monoacylglycerol (MG), insolubility should markedly 

hinder its movement through the aqueous cytosol.  However, we know that MG must traverse 

the cytosol because:  1) MG penetrates the plasma membrane into cells intact; 2) MG is acylated 

to diacylglycerol by monoacylglycerol acyltransferase in the endoplasmic reticulum; and 3) the 

plasma membrane and the endoplasmic reticulum are spatially separated.  It is currently unclear 

how intracellular MG solubility and transport are achieved.   

 

ALBUMIN BINDS MG 

In 1969, Arvidsson first reported a binding interaction between albumin and MG 

(Arvidsson and Belfrage, 1969).  [3H]MG/hexane was mixed with albumin/water or water alone 

and allowed to equilibrate, then the radioactivity present in the two aqueous phases was 

compared.  Considerably more [3H]MG  was retained in the albumin/water solution than with 

water alone and it was estimated that albumin had 7 binding sites for MG.  Later, Thumser and 

coworkers (1998) confirmed the MG‐binding capacity of albumin using a fluorescence‐

quenching assay, although they estimated only 2‐3 binding sites.  These studies also estimated 

the dissociation constant of MG to be ~2.5.  Lastly, Duff et al. (2000) utilized [13C]nuclear 

magnetic resonance to show that albumin has 3‐5 MG‐binding sites and preferred the sn‐2 

isomer.  Although these studies clearly demonstrate albumin binding to MG, this is more 

physiologically relevant in blood plasma where MG arises via hydrolysis of circulating lipoprotein 

TG.  Moreover, albumin is a secreted protein and not present in all cell types where MG binding 

and transport is suspected to occur. Therefore, albumin is not a likely candidate for an 

intracellular MG‐binding protein. 
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LFABP AND MG 

In 1996, Thumser and coworkers reported no appreciable binding affinity of MG for 

LFABP using a DAUDA‐displacement assay.  DAUDA is a short chain fatty acid analogue which 

fluoresces upon exposure to a hydrophobic environment (e.g., inside the binding cavity of 

LFABP).  Oleate, a high‐affinity ligand of LFABP, caused a great reduction in DAUDA fluorescence 

of when added to an LFABP/DAUDA complex reflecting the displacement of DAUDA by oleate in 

the binding cavity of LFABP.  MG caused little reduction in fluorescence intensity leading the 

authors to conclude that LFABP had no appreciable binding affinity for MG.  However, that may 

have been due to a methodological issue rather than a property of LFABP.  The critical micellar 

concentration (CMC) of a molecule is the concentration above which micelles form and the 

monomer concentration no longer increases.  Monomers, not micelles, are candidates to 

displace DAUDA from LFABP.  The concentrations of MG used by Thumser may have exceeded 

its CMC (Ho and Storch, 2001).  Oleate’s higher solubility (and thus higher CMC) and greater 

displacement of DAUDA from LFABP is in accord with this line of reasoning, although it could 

also simply reflect a higher affinity of LFABP for oleate than MG. 

In 1993, Storch reported LFABP, but not IFABP, bound monoolein using an entirely 

different experimental paradigm.  Anthracene is a fluorophore whose fluorescence intensity 

increases in a hydrophobic environment, and anthroyloxy fatty acids have been used as long 

chain fluorescent fatty acid analogs.  The fluorescence intensity of solutions containing 

anthroyloxy‐oleate (AOFA) with LFABP or IFABP increased with increasing concentrations of 

AOFA.  Addition of unlabeled oleate quenched the fluorescence, suggesting competitive binding 

and similar binding properties of oleate and AOFA.  Fluorescence intensity of a solution 

containing anthroyloxy‐monoolein (AOMG) with LFABP, but not IFABP, increased with increasing 

concentrations of AOMG and was quenched by unlabeled monoolein.  Moreover, both 
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enterocyte FABPs possess intrinsic fluorescent amino acid residues (tryptophan in IFABP and 

tyrosine in LFABP) whose fluorescence is quenched by anthracene.  Increasing concentrations of 

AOMG caused dose‐dependent quenching of the intrinsic fluorescence of LFABP but not IFABP.  

Addition of unlabeled monoolein de‐quenched the intrinsic fluorescence of solutions containing 

LFABP with AOMG, further indicating the ability of LFABP to bind monoolein.   

Although the possibility of micellar monoolein is still present, these studies (Storch, 

1993) are fundamentally less sensitive to the problem it presents.  In other words, micellar 

monoolein would be unavailable to displace DAUDA from LFABP, but could not falsely displace 

AOMG from LFABP (i.e., something must have been bound as a monomer because AOMG was 

displaced).  On the other hand, other work in the lab has indicated that the affinity of LFABP for 

monoolein is about one tenth that of oleate (unpublished findings), so it is also possible that 

monoolein was unable to effectively compete with DAUDA in Thumser’s studies.   

The solution structures of apo‐ and oleate‐bound holo‐LFABP were determined by NMR 

spectroscopy (He et al., 2007).  The results identified the conformational fluctuations LFABP 

undergoes upon ligand binding, including adjustments in the ‐helices of the portal region that 

are thought to facilitate ligand entry/exit by diffusion.  The amino acid residues shifted upon 

ligand binding were also identified.  Importantly, in recent studies the structure of monoolein‐

bound holo‐LFABP was determined by NMR spectroscopy and the amino acid residues shifted in 

holo MG‐bound LFABP relative to apo‐LFABP are similar to those shifted by oleate (unpublished 

findings), further suggesting a specific binding interaction between LFABP and MG. 

The focus of this portion of my research is to determine the MG‐binding capability of 

LFABP in a physiological context.  Liver cytosol was used because hepatocytes lack other FABP 

types, and this study was designed to investigate LFABP specifically.  Moreover, the cytosol 
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preparations from liver homogenates contain albumin which functions as an intrinsic positive 

control for MG‐ and oleate‐binding. 
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MATERIALS AND METHODS 

a. Materials 

 [14C]oleic acid ([1‐14C]oleic acid, 54 mCi/mmol) was obtained from Perkin Elmer‐New 

England Nuclear (Stelton, CT).  [3H]monoolein (sn‐2‐[9,10 3H]monoolein, 40–60 Ci/mmol) was 

from American Radiochemical (St. Louis, MO).  Antibodies to human albumin were obtained 

from Sigma‐Aldrich (St. Louis, MO).  Rabbit antibodies to purified rat LFABP and IFABP were 

generated by Affinity Bioreagents (Golden, CO).  All other materials were reagent grade or 

better.   

b. Animals and tissue harvest 

Liver tissue was harvested from 48 hour fasted male mice and homogenized with a 

Potter‐Elvehjem homogenizer in PBS pH 7.4 with 0.5% protease inhibitor cocktail (Sigma 8340) 

on ice.  The homogenate was centrifuged at 600g for 10 minutes at 4°C and the supernatant was 

further centrifuged at 105,000g for 90 minutes at 4°C to acquire a cytosol fraction.  Protein 

concentration was determined by the Bradford method (Bradford, 1976).   

c. Cytosolic FA and MG binding 

Cytosolic lipid binding capability was assessed as described by Martin et al. (2003).  In 

brief, a 1.5 x 30cm Superdex G75 column was equilibrated with PBS and calibrated with a 

molecular mass kit (Sigma, St. Louis, MO) including aprotinin (6.5kDa), cytochrome c (12. 4kDa), 

carbonic anhydrase (29kDa), and albumin (66kDa).  10mg of cytosol protein in 250L PBS was 

incubated with 5Ci [14C]oleate and 5Ci [3H]monoolein for 10 minutes at 25°C and loaded onto 

the column.  Fractions were eluted with PBS at 1mL/min and protein concentration of the eluent 

was monitored continuously by spectrophotometry (abs 280nm).  2mL fractions were collected 

and frozen at ‐4°C for analysis.  10L aliquots were used for scintillation counting and 50L for 

immunoblotting. 
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d. Immunoblotting 

50L of a fraction or 50µg of cytosol protein was loaded onto 12% polyacrylamide gels 

and separated by SDS‐PAGE.  The proteins were transferred onto polyvinylidene difluoride 

membranes using a semi‐dry transfer system (BioRad) for 1 hour at 20V.  The membranes were 

incubated in a 5% nonfat dry milk blocking solution (for LFABP immunoblots) or 2% gelatin (for 

albumin immunoblots) overnight at 4 °C and then probed with the appropriate primary antibody 

for 1 hour.  After 3 five‐minute rinses with wash buffer (0.05M Tris‐HCl, 0.15M NaCl, 0.1% 

Tween‐20, pH 7.6), membranes were incubated with secondary antibody for 1 hour and then 

visualized by chemiluminescence (ECL reagent, GE Healthcare, Piscataway, NJ).  
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RESULTS 

Protein standards of known molecular weight were loaded onto the column and 

chromatographed in order to determine the range of elution volumes that encompassed the 

relevant range of molecular weights.  As seen in Figure 4‐1, albumin (66kDa), carbonic 

anhydrase (29kDa), cytochrome c (12.4kDa), and aprotinin (6.5kDa) eluted at 36mL, 40mL, 

52mL, and 56mL respectively.  A standard curve was generated by plotting the log of the 

standard proteins’ molecular weights against their respective elution volumes.  Proteins were 

monitored by recording the optical density at 280nm.  A representative chromatogram of WT 

liver cytosol is shown in Figure 4‐1.  The bulk of cytosolic proteins eluted in the peak centered 

36mL, reflecting a high concentration of one or more ~66kDa proteins.  Since our protein of 

interest (LFABP, 14.2kDa) eluted at ~50mL, and this column does not effectively resolve proteins 

smaller than 3kDa (~55mL), only fractions obtained between 25mL (void volume) and 55mL 

were included in subsequent analyses.   
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Figure 4‐1  
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Figure 4‐1.  Representative chromatogram of WT liver cytosol (hollow symbols, OD280) plotted 

against elution volume (mL).  The molecular weight markers are shown as solid triangles (from 

left to right: 66kDa, 29kDa, 12.4kDa, and 6.5kDa). 
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REDUCED FA BINDING IN LFABP‐/‐ LIVER CYTOSOL 

The elution profile of [14C]oleate is shown in Figure 4‐2.  A large quantity of [14C]oleate 

eluted around 32‐36mL, roughly corresponding to the region with the greatest optical density at 

280nm (i.e., highest protein concentration).  Although there was considerable variability in the 

shape of the [14C]oleate peak, it was clearly distinguishable in each experiment.  Immunoblotting 

demonstrated the presence of albumin in fractions 32‐36, in agreement with the 66kDa 

molecular weight standard (Figure 4‐2b).     

 [14C]oleate also eluted in another distinct set of fractions at approximately 50mL 

(~14kDa) (Figure 4‐2a).  This peak was absent in the corresponding fractions from LFABP‐/‐ 

cytosol (Figure 4‐2).  Immunoblotting confirmed the presence of LFABP in these fractions from 

WT but not LFABP‐/‐ (Figure 4‐2).  These results are in agreement with the work of Martin et al. 

(2003), and indicate that LFABP is the major binding protein for oleate in liver cytosol.  It is 

worth noting that fatty acid binding to albumin is very high in the liver cytosolic fraction as well, 

but in the intact hepatocyte albumin is present in the secretory vesicle system, not as a cytosolic 

protein. 
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Figure 4‐2 
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Figure 4‐2.  [14C]Oleate retention by WT and LFABP‐/‐ liver cytosol.  Representative 

chromatogram of 10mg WT and LFABP‐/‐ cytosol (OD280, hollow symbols) and [14C]oleate 

radioactivity (dpm, solid symbols) plotted against elution volume (mL). The molecular weight 

markers are shown as solid triangles (from left to right: 66kDa, 29kDa, and 12.4kDa).  50L of 
fraction volume was probed for albumin and LFABP; representative immunoblots are shown 

below each chromatogram. The fractions are labeled by their elution volumes and the last lane 

in each immunoblot is the appropriate positive control (+, 4g albumin or 80g WT liver 

cytosol).  MW, molecular weight marker. 
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MG BINDING IN WT AND LFABP‐/‐ LIVER CYTOSOL 

After the column was calibrated with molecular weight standards and validated by 

measuring [14C]oleate‐binding capacity of WT and LFABP‐/‐  liver cytosol, the ability of LFABP to 

bind [3H]monoolein was tested.  As shown in Figure 4‐3, a large amount of [3H]monoolein eluted 

in the fractions containing albumin (32‐36mL), in accord with albumin’s high affinity for 

monoolein.  Similar to what was seen for [14C]oleate, a second distinct [3H]monoolein peak was 

observed in the 14kDa region in liver cytosol from WT but not LFABP‐/‐ (Figures 4‐3).  These 

results indicate that LFABP is the major intracellular binding protein for monoacylglycerol.  

Although these data show monoacylglycerol binding to albumin, this is probably irrelevant in 

vivo because, as mentioned above, albumin is not a cytosolic protein.  
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Figure 4‐3 
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Figure 4‐3.  [3H]Monoolein retention by WT and LFABP‐/‐ liver cytosol.  Representative 

chromatogram of 10mg WT and LFABP‐/‐ cytosol (OD280, black circles) and [3H]monoolein 

radioactivity (dpm, red squares) plotted against elution volume (mL). The molecular weight 

markers are shown as solid triangles (from left to right: 66kDa, 29kDa, and 12.4kDa).  50L of 
fraction volume was probed for albumin and LFABP; representative immunoblots are shown 

below each chromatogram. The fractions are labeled by their elution volumes and, where 

indicated, the last lane in each immunoblot is the appropriate positive control (+, 4g albumin 

or 80g WT liver cytosol).  MW, molecular weight marker. 
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DISCUSSION AND CONCLUSIONS 

In light of recent evidence implicating LFABP in monoacylglycerol‐metabolism (Chapter 

3) and the conflicting reports of monoacylglycerol ‐binding by LFABP, we set out to determine if 

LFABP would bind monoacylglycerol in a physiological context.  As demonstrated by Martin and 

coworkers (2003), fatty acid binding in liver cytosol is comprised of two distinct compartments: 

a high molecular weight region around 66kDa and a low molecular weight region around 14kDa.  

Due to their presence in each respective compartment and their high affinity for fatty acids, 

albumin is most likely responsible for sequestering fatty acids in the former and LFABP in the 

latter.  This is supported by the abolished fatty acid‐binding capacity by 14kDa proteins in LFABP‐

/‐ liver cytosol.  The present report demonstrates a similar phenomenon with monoacylglycerol, 

whereby 14kDa protein‐containing fractions retain [3H]monoolein in fractions from WT but not 

LFABP‐/‐ liver cytosol.  

This study clarifies two important points regarding LFABP and monoacylglycerol.  First, 

reports on the ability of LFABP to bind monoacylglycerol are conflicting.  Second, there are no 

major candidates for an intracellular monoacylglycerol ‐binding protein.  The current findings 

strongly suggest that LFABP does, in fact, bind monoacylglycerol, supporting the earlier findings 

of Storch (1993).  Even though LFABP and albumin were found to bind monoacylglycerol in these 

experiments, they probably do not compete for monoacylglycerol in vivo because albumin is a 

secreted protein found primarily in the vasculature; intracellularly, it is present inside protein 

secretory vesicles.  Thus, these findings suggest that LFABP may be the major intracellular 

monoacylglycerol ‐binding protein in the liver, intestine, and kidney.   

If LFABP is the monoacylglycerol‐binding protein in its native tissues, then what binds 

monoacylglycerol in other tissues where monoacylglycerol metabolism occurs?  

Monoacylglycerol acyltransferase and monoacylglycerol lipase are expressed in a variety of 



137 
 

tissues including adipose, brain, and testis (Kupiecki, 1966; Jamdar and Cao, 1992; Karlsson et 

al., 1997) and LFABP is not expressed in any these tissues.  Determining the necessity and 

identity of the monoacylglycerol‐binding protein(s) in these tissues would provide interesting 

and important information regarding monoacylglycerol metabolism.   

In conclusion, we have identified LFABP as the major intracellular monoacylglycerol‐

binding protein in liver cytosol.  Since there are no other candidates for a cytosolic 

monoacylglycerol‐binding protein, it is likely that LFABP performs this function in the intestine 

also. 
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What is the significance of a single cell type having high expression of two related 

proteins? Evolution rarely displays complete functional redundancies, suggesting that these two 

proteins have divergent roles in intestinal lipid metabolism.  The findings presented herein 

suggest that, indeed, the enterocyte FABPs are not complete functional redundancies.  Along 

with the cellular effects on lipid metabolism, deletion of either enterocyte FABP manifested 

unique downstream systemic effects. 

IFABP interacts with dietary‐derived fatty acids and appears to target them toward 

triacylglycerol synthesis.  LFABP directs fatty acids, independent of their site of cellular entry, 

toward catabolic fates, and targets dietary‐derived monoacylglycerol toward triacylglycerol 

synthesis (Figure 1).  These findings clearly point to a physiologic role for enterocyte FABPs, 

however the precise metabolic pathways involved are still unclear.  Given that both MGAT and 

G3P triacylglycerol synthetic pathways function in the intestine and both can produce 

triacylglycerol and phospholipids, at present it is not clear if the enterocyte FABPs facilitate the 

G3P or MGAT pathway‐derived triacylglycerol synthesis.   

To prove that an enterocyte FABP favors one mode of triacylglycerol synthesis over 

another requires evidence supporting one mechanism and evidence against the other.  In the 

case of enterocyte FABPs, this is particularly difficult because the two pathways are not 

exclusive and redundancy occurs at many levels of intestinal lipid metabolism. If LFABP performs 

the same functions in the intestine and liver, as the oxidation data in particular would imply, 

then it is possible that LFABP might favor the G3P pathway.  Consider:  1) LFABP targets fatty 

acids toward oxidation, and both fatty acid oxidation and the G3P pathway occur at the 

mitochondria (mitochondrial glycerol‐3‐phosphate acyltransferase, an enzyme in the G3P 

pathway); 2) hepatic VLDL secretion is reduced in LFABP‐/‐ mice‐‐ this may occur at the level of 

pre‐VLDL transport vesicles; and 3) the G3P pathway of triacylglycerol synthesis is characteristic 
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of the liver, not intestine.  Collectively, this line of logic would support an LFABP‐G3P pathway 

link.  However, non‐mitochondrial fatty acid oxidation and glycerol‐3‐phosphate acyltransferase 

activity are possible, and there are plausible arguments supporting an LFABP‐MGAT pathway 

link: 1) LFABP binds monoacylglycerol; 2) LFABP is expressed at high levels in the intestine; 3) 

the liver is unlikely to encounter nearly as much monoacylglycerol as the postprandial intestine; 

and 4) monoacylglycerol is not a substrate for the G3P pathway.  The phospholipid content of 

the intestinal mucosa was modestly increased in LFABP‐/‐.  If these phospholipids, along with 

dietary/biliary phospholipids, are utilized for chylomicron biogenesis, then it is possible that 

LFABP provides pre‐formed, or endogenous phospholipids for chylomicrons, and directs diet‐

derived monoacylglycerols toward chylomicron triacylglycerols, in support of the PCTV‐LFABP 

findings of Neeli et al., 2007.  It is certainly possible that LFABP could play a role in both the G3P 

and MGAT pathways.  At present, however, the precise mechanism of LFABP in intestinal lipid 

synthesis remains unclear. 

Similar difficulties are encountered when trying to determine the precise role for IFABP.  

IFABP may divert fatty acids from phospholipid synthetic pathways and target them toward 

triacylglycerol synthesis.  The coincidence of IFABP, the MGAT pathway, and chylomicrons in the 

intestine suggest IFABP may utilize the MGAT pathway to facilitate the synthesis of 

triacylglycerols destined for chylomicrons.  The ileum expresses IFABP at lower levels than the 

duodenum and jejunum, which corresponds with the reduced chylomicron secretory capacity of 

the distal intestine.  However, this would imply that incorporation into phospholipids is a 

“default” pathway for fatty acids; membrane phospholipids perform an essential function 

therefore their synthesis is not likely a “default” pathway.  Thus, the precise mechanism by 

which IFABP acts to alter intestinal lipid metabolism is also unclear. 
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Figure 5‐1 
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Figure 5‐1. Potential trafficking routes for enterocyte FABP‐bound lipids.  This scheme is 
suggested based on the results of the present studies.  One enterocyte is pictured, with IFABP 
targeting dietary fatty acids toward triacylglycerols and LFABP targeting dietary 
monoacylglycerol toward triacylglycerols and bloodstream‐derived fatty acids toward oxidation.  
Not shown is the targeting of dietary fatty acids toward oxidation by LFABP.  (Modified from 
Porter et al., 2007) 
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Questions still remain regarding intestinal triacylglycerol synthesis.  For example, do the 

fatty acids that acylate each position of the triacylglycerol molecule come from the same 

precursor pool, as pictured in Figure 2?  Or, conversely, does each fatty acid molecule have a 

distinct source as pictured in Figure 3?  Of course, these figures are oversimplified; neither 

depicts a scenario with multiple pools of fatty acids, diacylglycerols, and triacylglycerols, or 

single pools of all three.   
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Figure 5‐2 
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Figure 5‐2. One precursor pool of fatty acids to acylate each position of the triacylglycerol.  
This image depicts one pool of fatty acids to supply both the MGAT pathway and the G3P 
pathway.  Note separate pools of diacylglycerols and triacylglycerols synthesized from each 
pathway (Adapted from Phan and Tso, 2001).   
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Figure 3 

 

 

 

 

   

 

 

 

 

 

 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5‐3.  Multiple precursor pools of fatty acids supplying each position of the 
triacylglycerol molecule.  Note multiple pools of fatty acids but one pool of diacylglycerols and 
triacylglycerols (from Yen et al., 2002).  G‐3‐P, glycerol‐3‐phosphate; LysoPA, sn‐1‐
lysophosphatidic acid; FA‐CoA, fatty acyl‐CoA; MGAT, monoacylglycerol acyltransferase; DGAT, 
diacylglycerol acyltransferase; PC, phosphatidylcholine; PE, phosphatidylethanolamine. 
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Much progress has been made toward understanding the functions of fatty acid‐binding 

proteins (FABP) by studying genetically modified mice.  Interestingly, given their high level of 

expression and the critical role lipids play in almost all aspects of human biology, all of the FABP 

knockouts created to date are viable.  In general, FABP‐ablation presents two distinct 

phenotypes: 1) specific cellular impairments in the native tissue of the deleted FABP; 2) modest 

changes in metabolite flux through the affected organ which causes downstream systemic 

effects.   

 

SYSTEMIC IMPACT OF FABP DELETION: EXAMPLES FROM OTHER FABP TYPES 

  Adipocyte fatty acid‐binding protein (AFABP) is expressed in adipose tissue and 

macrophages, and mice null for AFABP were found to be modestly resistant to high‐fat diet‐

induced hyperglycemia (Shaughnessy et al., 2000).  Interestingly, unlike the co‐expressed 

enterocyte FABPs, deletion of AFABP caused a dramatic upregulation in keratinocyte FABP 

(KFABP) in adipocytes, but not macrophages, suggesting that, in accord with their similar ligand 

transfer mechanisms (Shaughnessy et al., 2000), these two FABPs may have similar functions.  

Indeed, KFABP‐/‐/AFABP‐/‐ mice, which express no adipocyte FABPs, were found to be resistant to 

obesity and insulin resistance (Maeda et al., 2005), suggesting that KFABP upregulation in 

AFABP‐/‐ adipocytes may have been functionally compensating to maintain the total cellular 

FABP concentration.  These remarkable effects have prompted interest in AFABP inhibition as a 

therapeutic intervention. 

  Other FABP knockout models have, thus far, been shown to have cell‐specific rather 

than downstream/systemic effects.  For example, heart FABP is expressed in cardiac myocytes 

and its genetic deletion relatively clearly demonstrated its cellular role.  Fatty acids are the 

primary fuel for heart muscle contractions, and HFABP ablation switched the heart from fat to 
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glucose utilization, causing exercise intolerance and cardiac hypertrophy (Binas et al., 1999).  

Similar to what was observed in LFABP‐/‐ hepatocytes (Newberry et al., 2003), and our own 

findings in LFABP‐/‐ intestine, this was found to be a trafficking defect, affecting both 

cardiomyocyte fatty acid uptake and oxidation (Murphy et al., 2004; Schaap et al., 1999).  Given 

the detrimental role of cardiac hypertrophy in hypertensive disorders, these findings should be 

further explored to determine if modulating HFABP could dissociate cardiac hypertrophy from 

hypertension in susceptible individuals. 

Brain FABP is expressed in the developing and mature brain and has a high affinity for 

docosahexanoic acid (DHA), a fatty acid important in brain development and function (Xu et al., 

1996).  Interestingly, polymorphisms in BFABP were found to be correlated with certain 

schizophrenic behaviors (Watanabe et al., 2007).  Although mice null for BFABP appear 

phenotypically normal, they exhibit enhanced anxiety and fear memory, and have reduced brain 

DHA content (Owada et al., 2006).  Thus, BFABP may function as a biological link between the 

mind and body. 

 

SYSTEMIC EFFECTS OF LFABP DELETION 

  Although LFABP null mice appear normal they exhibit some very interesting phenotypic 

responses to food deprivation relative to WT:  1) reduced ketosis despite euglycemia; 2) 

attenuated metabolic rate depression; and 3) reduced loss of fat‐free mass.  The blunted 

decrease in metabolic rate in fasting LFABP‐/‐ mice is likely related to their reduced loss of fat‐

free mass.  However, skeletal muscle proteolysis provides a major substrate for gluconeogenesis 

during fasting, and ketogenesis provides the ATP, yet LFABP‐/‐ maintained normal blood glucose 

relative to WT.  How these three responses occur is unclear.  The differences from WT were too 

small to impact overall body weight.  Nevertheless, the results were obtained using two entirely 
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different paradigms suggesting this is probably a physiologically meaningful observation‐ in 

other words, metabolic rate was measured in fed and 24 hour fasted mice by indirect 

calorimetry, and body composition was measured in fed and 48 hour fasted mice by dual X‐ray 

absorptiometry.  Given that the LFABP‐/‐ mice defended their fat‐free mass and otherwise 

appear healthy, future studies could be designed to address the possibility of targeting LFABP 

activity as a treatment for sarcopenia and skeletal muscle wasting disorders.   

 

NON‐INTESTINAL EFFECTS OF IFABP DELETION 

  Similar to LFABP‐/‐ mice, IFABP‐/‐ mice appear phenotypically normal but exhibit an 

interesting response to fasting.  IFABP‐/‐ mice lost more fat mass than WT during food 

deprivation and, accordingly, had a larger reduction in their respiratory quotient (i.e., greater 

oxidation of fat relative to glucose).  Although increased intestinal fatty acid oxidation would not 

likely be able to account for this difference due to its minimal contribution to total O2 

consumption, it was, in any case, not increased in IFABP‐/‐ relative to WT.  This suggests a non‐

intestinal (systemic/downstream) effect of IFABP gene deletion.  Exhaustion of fat mass in 

incompatible with survival, although accelerating fat loss is the primary goal of obesity 

treatments.  Future research is warranted regarding how deletion of IFABP, an intestine‐specific 

protein, from an organ that does not rely on fat oxidation to meet its energetic demands and is 

greatly compromised during food deprivation, accentuates fat loss. 

  As seen in Chapter 2, IFABP seems to target dietary fatty acids away from phospholipid 

synthesis.  Liver and intestine are the two major sources of plasma HDL, and accumulating 

phospholipids is an important step in HDL formation (Brunham et al., 2006; Singaraja et al., 

2006).  IFABP‐/‐ mice may be a good model to determine if IFABP is involved with intestinal HDL 
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genesis.  A detailed analysis of total and intestine‐derived lipoproteins in IFABP‐/‐ mice would 

help to clarify this. 

 

In conclusion, we provided evidence to support the previously hypothesized divergent 

functions of the two enterocyte FABPs in intestinal lipid metabolism, and systemic 

consequences of their deletion.  IFABP targets dietary‐derived fatty acids away from 

phospholipid synthesis and possibly toward incorporation into triacylglycerols, and IFABP‐null 

mice retain less fat mass during food deprivation relative to WT.  LFABP binds dietary‐derived 

monoacylglycerol and traffics it toward triacylglycerol synthesis, transports fatty acids to 

oxidative endpoints, and LFABP‐null mice retain more fat‐free mass during food deprivation 

relative to WT.  Plans for future studies that will further elucidate the functions of the 

enterocyte FABPs include: exploring FABP‐protein interactions, which could provide insight into 

which pathways enterocyte FABPs are active in, or it could provide completely novel 

information.  Further, because of the differential binding affinities of enterocyte FABPs for 

saturated vs. unsaturated fatty acids, the impact of high fat diets enriched in fats of varying 

degrees of saturation (e.g., high tristearin vs. high trilinolenin) should be assessed in WT, IFABP‐/‐ 

and LFABP‐/‐ mice. 
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