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Résumé

Actuellement, la lutte contre les strongles digestifs est essentiellement basée sur

l’utilisation de traitements anthelminthiques. Cependant, leur utilisation massive a conduit à

l’apparition d’isolats résistants. L’optimisation des stratégies de lutte nécessite une meilleure

connaissance des mécanismes moléculaires impliqués dans l’acquisition de la résistance. Dans

ce contexte, nous avons cherché à identifier le récepteur au lévamisole, une des molécules

anthelminthiques les plus utilisée en élevage. Nous avons mis en évidence l’existence d’une

forme tronquée d’une des sous-unités du récepteur au lévamisole chez certains isolats

résistants des 3 principales espèces de strongles digestifs : Haemonchus contortus,

Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus colubriformis. Le rôle de cette forme tronquée

dans la fonctionnalité du récepteur a été testé en reconstituant le récepteur au lévamisole

d’H. contortus en œufs de xénope. Ainsi, nous avons montré que la forme tronquée perturbe

le fonctionnement normal du récepteur. Ce résultat constitue la première validation

fonctionnelle d’un mécanisme moléculaire de résistance au lévamisole chez un nématode

parasite.

Mots clés : Nématode, lévamisole, résistance, anthelminthiques, récepteur à l’acétylcholine.



Abstract

The control of gastrointestinal strongyles is largely based on the use of anthelmintic

treatments. However, the widespread use of these treatments has led to the emergence of

resistant isolates. The optimization of control strategies requires a better understanding of the

molecular mechanisms involved in the acquisition of resistance. In the present study, we have

identified the receptor of levamisole, an anthelmintic molecule widely used in livestock. We

demonstrated the existence of a truncated form of subunits in some resistant isolates in the 3

main species of gastrointestinal nematodes: Haemonchus contortus, Teladorsagia

circumcincta and Trichostrongylus colubriformis. The role of this truncated form in the

receptor functionality was tested by reconstituting the receptor of levamisole of H. contortus

in Xenopus oocytes. Thus, we showed that the truncated form disrupts the normal function of

the receptor. Here we provide the first functional evidence for a molecular mechanism

involved in levamisole resistance in a parasitic nematode.

Keywords : nematode, levamisole, anthelmintic, resistance, acetylcholine receptor.
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La France comporte aujourd’hui environ 60 000 élevages ovins et 5 300 caprins répartis

principalement dans quatre régions : l’Auvergne, le Midi-Pyrénées, le Poitou-Charentes et la

région Provence-Alpes-Côte-D’azur. En 2008, la France a produit 11% de la viande ovine

européenne derrière l’Espagne (21%) et le Royaume-Uni (33%) avec un cheptel de 7,8

millions d’animaux. La filière caprine quant à elle est composée de 1,3 millions de têtes pour

une production annuelle de 574 millions de litres de lait et de 20 000 tonnes de fromages. La

France est également le second consommateur européen de viande ovine avec une

consommation annuelle estimée à 3,7 Kg de viande par habitant. Les dépenses liées aux

problèmes de santé au sein d’un élevage représentent de 7 à 12 % des coûts de production

(jusqu'à 30 % pour un élevage de type biologique). Parmi les agents pathogènes portant

atteinte à la santé du bétail, les nématodes parasites et plus particulièrement les strongles

parasites du tractus digestif sont présents dans la quasi-totalité des fermes ovines et caprines

en France. Trois espèces sont rencontrées majoritairement chez les petits ruminants de rente :

Haemonchus contortus, Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus colubriformis. Ces

espèces engendrent des déficits économiques importants liés aux coûts des traitements ainsi

qu’aux pertes de production (viande, laine, lait) et à la mort des animaux les plus faibles.

Même si de nombreuses méthodes de lutte alternative sont en cours de développement

actuellement, le principal moyen d’éliminer ces nématodes parasites dans les élevages est

basé sur l’utilisation de molécules chimiques aux propriétés anthelminthiques. Il existe trois

grandes familles d’anthelminthiques disponibles sur le marché : les benzimidazoles, les

lactones macrocycliques et les imidazothiazoles. L’utilisation fréquente de ces molécules a

inévitablement entraîné l’apparition de résistances au sein des populations de strongles

digestifs rendant les traitements inefficaces. L’étude des mécanismes à l’origine de ces

résistances représente donc un enjeu important dans l’optimisation de la lutte contre ces

nématodes. Si les mécanismes moléculaires à l’origine de la résistance aux benzimidazoles

ont été clairement identifiés, ceux impliqués dans la résistance aux imidazothiazoles et aux

lactones macrocycliques restent encore largement méconnus.

Dans la famille des imidazothiazoles, le lévamisole est la molécule la plus utilisée en

élevage aujourd’hui. Ce composé a pour cible un sous-type de récepteur à l’acétylcholine. Ces

récepteurs sont présents dans de nombreux organismes pluricellulaires et leur structure ainsi

que leur fonction ont été très conservées au cours de l’évolution. Il en existe de nombreux

sous-types qui possèdent des propriétés pharmacologiques variées. La divergence génétique

entre les nématodes et les mammifères a permis l’utilisation de composés anthelminthiques
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comme le lévamisole possédant une affinité hautement supérieure pour les récepteurs de

nématodes que pour celui de leur hôte. Chez les nématodes, le lévamisole est un agoniste d’un

sous-type de récepteur à l’acétylcholine : le récepteur au lévamisole (L-AChR). L’activation

prolongée des L-AChRs de nématodes provoque la paralysie des parasites qui se retrouvent

ainsi éliminés de l’organisme de l’hôte au cours du transit digestif.

La compréhension du ou des mécanismes à l’origine de la résistance au lévamisole

nécessite une bonne connaissance de sa cible et de son mode d’action. Mon travail de thèse

s’est orienté vers la recherche et la caractérisation de gènes potentiellement impliqués dans la

résistance au lévamisole par deux approches complémentaires réalisées chez trois espèces de

strongles digestifs Haemonchus contortus, Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus

colubriformis. Les trois principaux axes de recherche abordés dans ce travail étaient :

1- La recherche des gènes potentiellement impliqués dans la résistance au lévamisole

chez les strongles digestifs H. contortus, T. circumcincta et T. colubriformis.

2- L’identification de la composition en sous-unités du récepteur cible du lévamisole

chez les strongles digestifs.

3- La validation fonctionnelle de l’implication du polymorphisme observé sur des

sous-unités du récepteur dans la résistance au lévamisole.

Dans la partie bibliographique je reviendrai sur les généralités concernant les nématodes,

puis plus précisément sur les strongles digestifs. Je poursuivrai par une description des

principales familles d’anthelminthiques utilisées aujourd’hui ainsi que sur les travaux actuels

concernant leurs mécanismes de résistance associés. Puis je terminerai sur l’état des

connaissances sur les récepteurs à l’acétylcholine (cible du lévamisole).
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Figure 1 : Structure générale d’un nématode (Caenorhabditis elegans). Photographie d’un

adulte hermaphrodite avec ses œufs (A). Schéma d’un adulte hermaphrodite (B)

(http://www.wormatlas.org/hermaphrodite/introduction/Introframeset.html).
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I) Les nématodes

Le mot nématode vient du grec nêma qui signifie fil et de eidos qui signifie apparence.

Cette simple description suffit à définir un phylum entier (Nematoda) comprenant plus de

20 000 espèces décrites et dont les estimations actuelles révèlent qu’il pourrait en contenir

plusieurs millions (Blaxter et al., 1998, Hugot et al., 2001).

Les nématodes se développent dans une grande diversité d’habitats et possèdent un

potentiel adaptatif important vis-à-vis de leur milieu de vie. Certaines espèces évoluent

librement dans le milieu extérieur, d’autres ont besoin d’infester un hôte (animal ou végétal)

au cours de leur développement pour survivre.

I.1) Organisation générale des nématodes

Malgré des modes de vie et des tailles différentes, la morphologie générale des nématodes

est très conservée entre les différentes espèces connues. La structure classique d’un nématode

se traduit par une forme cylindrique avec une extrémité plus effilée au niveau de la queue et

plus large au niveau de la tête (Figure 1). Ces animaux sont des vers ronds non segmentés à

symétrie bilatérale. Ils possèdent une cuticule de collagène à la fois solide et flexible leur

permettant des mouvements tout en les protégeant du milieu extérieur. La forme générale du

nématode est maintenue par un hydrosquelette et un système d’excrétion / sécrétion qui

permettent une osmorégulation essentielle pour le maintien de l’intégrité structurale du ver.

Les nématodes n’ont pas de système circulatoire ou respiratoire, la respiration s’effectue grâce

à des pores présents au niveau de la cuticule.

L’appareil digestif des nématodes est composé de trois parties : le stomodeum, l’intestin et

le proctodeum. Le stomodeum correspond à la bouche, la cavité buccale et le pharynx. Cette

partie du nématode joue un rôle dans la nutrition et est très variable selon les espèces. Par

exemple chez les nématodes phytoparasites, un organe supplémentaire, le stylet, permet de

prélever le contenu des cellules de l’hôte. L’intestin comprend de nombreuses cellules qui

servent à capter les nutriments et le proctodeum comporte un rectum et se termine par un

anus.
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Chez les nématodes il y a plusieurs types de reproduction :

 La reproduction sexuée dans laquelle les sexes sont séparés avec en général un

dimorphisme sexuel apparent comme par exemple chez le strongle digestif Haemonchus

contortus.

 L’hermaphrodisme dans laquelle la reproduction s’effectue soit entre deux individus

(1 mâle et 1 hermaphrodite) soit au sein d’un même individu hermaphrodite. Ce type de

reproduction est rencontré, par exemple, chez le nématode modèle Caenorhabditis elegans.

 Enfin d’autres espèces se reproduisent par parthénogénèse c'est-à-dire qu’il n’y a pas

de fécondation ni d’échange de gènes, c’est le cas du notamment du nématode phytoparasite

Meloidogyne incognita.

Le système nerveux des nématodes est assez rudimentaire, il est formé d’un collier

œsophagien et de nerfs qui suivent les lignes dorsales, ventrales et latérales jusqu’aux

extrémités du corps. Le système nerveux des nématodes est composé de 2 parties : un large

système nerveux somatique et un petit système nerveux œsophagien. Il est composé de

nombreux neurones interconnectés entre eux. Il sert notamment au mécanisme de pompage au

niveau du pharynx qui permet aux nématodes de se nourrir ou pour la locomotion.

I.2) Systématique des nématodes

Les nématodes sont des métazoaires triploblastiques appartenant à l’embranchement des

némathelminthes. Classiquement, ils sont rangés dans le groupe des pseudo-cœlomates, bien

qu’une théorie alternative récente tend à classer les nématodes dans le groupe des Ecdysozoa :

regroupant ainsi les nématodes et les arthropodes (Adoutte et al., 1999, Dopazo & Dopazo,

2005).

A l’heure actuelle la classification des nématodes est basée sur la morphologie et le mode

de vie des différentes espèces (Dorris et al., 1999). Le phylum est divisé en deux classes : les

Adenophorea (prédominance marine) qui comportent principalement des espèces libres de

nématodes marins, d’eau douce ou de sols. La seconde classe, les Secernenta (prédominance

terrestre) comporte de nombreuses espèces de nématodes parasites d’animaux ou de plantes

ainsi que des nématodes libres (Blaxter et al., 1998).



Figure 2 : Phylogénie du phylum Nematoda. Cette phylogénie est basée sur la séquence

complète de la petite sous unité 18S de l’ARN ribosomal (Mitreva et al., 2005).
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Cette classification historique est néanmoins remise en cause aujourd’hui par les

techniques de biologie moléculaire. Une classification des nématodes a été réalisée à l’aide de

la séquence de la petite sous-unité (SSU) 18S du ribosome de chaque espèce (Blaxter et al.,

1998). Les données obtenues à partir de cette séquence ont permis de comparer au niveau

moléculaire des nématodes parasites de plantes, d’animaux ou libres (Figure 2). De cette

étude, cinq groupes (clades) se sont différenciés, composés de nématodes ayant des caractères

morphologiques et des modes de vie différents (libre ou parasite) (Blaxter et al., 1998). Le

clade V (Rhabditina) est composé de deux familles : les Rhabditoidea qui regroupent des

genres de nématodes libres tel que Caenorhabditis spp., et les Strongyloidea qui regroupent

des parasites de vertébrés tels que Necator americanus pour l’Homme ou encore Haemonchus

contortus, Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus colubriformis, nématodes parasitant

les animaux de rente faisant l’objet de cette thèse.

I.3) Les différents modes de vie des nématodes

I.3.1) Les nématodes libres

Les espèces de nématodes libres représentent environ la moitié des espèces de nématodes

décrites à ce jour (Blaxter, 1998). Ces espèces sont généralement de petite taille (soit environ

1 mm à l’état adulte) et se retrouvent dans les milieux aquatiques divers tels que les sédiments

des océans ou encore le sol, à raison de plusieurs millions d’individus par mètre carré

(Blaxter, 1998). Ce sont des espèces majoritairement bactériophages qui jouent un rôle

important dans le fonctionnement des écosystèmes en contribuant à la décomposition des

végétaux et la gestion de la flore microbienne (Mesel et al., 2004, Steel et al., 2010). Des

espèces libres, comme C. elegans, se nourrissent de bactéries et sont facilement cultivables en

laboratoire ce qui en fait des modèles de prédilection pour de nombreuses études cellulaires et

génétiques.

I.3.2) Les nématodes parasites de plantes

Les nématodes parasites de plantes ou phytoparasites possèdent une large gamme d’hôtes :

plantes céréalières, maraîchères, fleurs ou encore les arbres fruitiers. Ils provoquent des pertes

agronomiques estimées à environ 100 milliards d’euros dans le monde (Sasser & Freckman,

1987, Haq et al., 2004). En raison de leur petite taille (de 0,5 mm à 1,5 mm), ils sont souvent

passés inaperçus dans le rôle qu’ils jouaient sur certaines pathologies de plantes. Certains de

ces nématodes s’attaquent aux parties aériennes de la plante (Ditylenchus spp.,



Tableau I : Estimation de la morbidité et de la mortalité dues aux nématodes humains les plus

courants dans le monde (Crompton, 1999)

Nématode
Prévalence de
l’infestation
(en millions)

Morbidité
(nombre de cas en

millions)

Mortalité
(nombre de décès

en milliers)
Ascaris lumbricoides 1450 350 60

Ancylostoma duodenale

Necator americanus
1300 150 65

Trichuris trichiura 1050 220 10
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Aphelenchoides spp.), d’autres espèces plus majoritaires s’attaquent à la partie racinaire

(Pratylenchus spp., Globodera spp., Meloidogyne spp.). En raison de leur résistance aux

conditions environnementales et de leur mode de vie souterrain, il est très difficile de lutter

contre ces nématodes et de maîtriser les dégâts qu’ils occasionnent. L’utilisation de produits

chimiques de synthèse comme moyen de lutte est aujourd’hui interdit en raison de leur

toxicité pour les sols et pour les utilisateurs. L’utilisation de plantes résistantes est à ce jour

l’alternative la plus utilisée (Lilley et al., 2005).

I.3.3) Les nématodes parasites d’animaux

Les nématodes parasites d’animaux possèdent également un large spectre d’hôtes qui

s’étend des invertébrés pour 1/3 d’entre eux (arthropodes, mollusques) aux vertébrés pour les

2/3 restants (oiseaux, mammifères) (Hugot et al., 2001). Leur taille varie en fonction de l’hôte

infesté et s’étend de moins d’1 mm jusqu'à 8 mètres pour Placentonema gigantisma :

nématode parasite de la baleine. L’infestation par des nématodes parasites est souvent

associée à des symptômes tels que l’anémie, la perte d’appétit, la perte de poids, diarrhée, etc.

Chez les animaux de rente ces nématodes induisent donc d’importantes pertes économiques

pour les élevages.

L’Homme n’est pas épargné par ce type d’agent pathogène, en effet on estime que dans le

monde plus de 2 milliards de personnes sont infestées dont 300 millions avec une morbidité

importante et il y a environ 155 000 décès par an dus aux helminthiases (Crompton, 1999)

(Tableau I). Près d’un milliard de personnes à travers le monde est infesté par Ascaris

lumbricoides et 600 millions de Sud Américains par les espèces hématophages telles que

Ancylostoma duodenale et Necator americanus. La transmission de nématodes parasites chez

l’Homme peut résulter, en fonction de l’espèce, d’une contamination par de l’eau souillée, par

les piqûres d’insectes qui servent de vecteurs (comme pour la filaire Brugia malayi) ou encore

par l’ingestion de nourriture contaminée (Trichinella spiralis) (Blaxter, 1998).



Tableau II : Principaux strongles digestifs ovins en France d’après (Cabaret, 2004)

Espèces Organes cibles Distribution dans les

fermes françaises
Pathogénicité

Chabertia ovina Gros intestin Fréquent Moyenne à forte

Cooperia spp. Intestin grêle Irrégulière Faible

Haemonchus contortus Caillette Irrégulière Moyenne à forte

Marshallagia marshalli Caillette Rare Moyenne à forte

Nematodirus spp. Intestin grêle Fréquent (jeune) Moyenne à forte

Oesophagostomum venulosum Gros intestin Fréquent Faible

Ostertagia Ostertagi Caillette Si présence de bovins Faible à moyenne

Strongyloides papillosus Intestin grêle Assez fréquent Faible à moyenne

Teladorsagia circumcincta Caillette Toutes Faible à moyenne

Trichostrongylus axei Caillette Irrégulière Moyenne

Trichostrongylus colubriformis Intestin grêle Toutes Faible à moyenne

Trichostrongylus vitrinus Caillette /intestin grêle Irrégulière Moyenne

Trichuris spp. Gros intestin Presque toutes Faible

Tableau III : Caractéristiques des 3 principaux genres de parasites du tractus digestif chez les

ovins et caprins.

Genres Description Organes infestés Cycle de vie Symptômes

Haemonchus
♂ : 10-20 mm
♀ : 18-30 mm

Caillette
Libre : 4-6 jours
Prépatente : 3
semaines

Anémie
Œdèmes
Affaiblissement
Perte de poids

Teladorsagia
♂ : 6-9 mm
♀ : 8-12 mm

Caillette
Libre : 4-6 jours
Prépatente : 3
semaines

Œdèmes
Affaiblissement
Perte de poids
Diarrhée

Trichostrongylus
♂ : 4-5,5 mm
♀ : 5-7 mm

Intestin grêle
Caillette

Libre : 3-4 jours
Prépatente : 2-3
semaines

Œdèmes
Affaiblissement
Perte de poids
Diarrhée
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II) Les strongles digestifs

Le phylum Nematoda regroupe donc un nombre impressionnant d’espèces de nématodes

avec un panel de morphologies et de modes de vie très varié. Dans les élevages de ruminants,

les strongles digestifs font partie des pathogènes les plus fréquemment rencontrés car présents

dans la quasi-totalité des élevages (Tableau II).

II.1) Généralité sur les strongles gastro-intestinaux

Les strongles digestifs sont des parasites d’animaux vertébrés qui infestent et se

développent dans l’appareil digestif de leurs hôtes. Les espèces d’intérêt agronomique sont

cosmopolites avec cependant une prédominance de certaines d’entre elles en fonction du

climat. En zones tempérées, les deux strongles les plus fréquemment rencontrés dans les

élevages de petits ruminants sont Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus

colubriformis. En zone tropicale Haemonchus contortus est une espèce très présente et très

pathogène (O'Connor et al., 2006).

II.2) Espèces de strongles d’intérêt agronomique

Le phénomène d’infestation des animaux de rente par des nématodes parasites et

notamment des strongles digestifs est un problème à l’échelle mondiale. Il s’agit dans la

plupart des cas d’infestations multi-spécifiques. Dans le cadre de ma thèse le modèle d’étude

utilisé a été H. contortus, nématode parasite d’animaux le plus étudié bien que sa présence

dans nos zones tempérées soit sporadique. Au cours de ce travail je me suis également

intéressé à deux espèces de strongles que l’on retrouve dans presque toutes les fermes

d’élevage français et dans de nombreux autres pays : T. circumcincta et T. colubriformis. Les

caractéristiques principales de ces trois genres sont présentées dans le tableau III.

II.2.1) Haemonchus contortus

H. contortus est un parasite principalement retrouvé dans les zones climatiques tropicales

(l’Afrique, l’Amérique centrale et le sud-est asiatique) et subtropicale (l’Australie et

l’Amérique du sud). Cependant cette espèce est également présente dans les pays européens

(Waller et al., 2004a, Eysker et al., 2005). L’embryonnement des œufs se fait à une

température optimale comprise entre 20 et 30°C ce qui fait que dans les pays européens (à



Figure 3 : Morphologie d’Haemonchus contortus (représentation schématique d’un mâle en A

et d’une femelle en B) d’après (Neveu-Lemaire, 1936).

Figure 4 : Morphologie de Teladorsagia circumcinta d’après (Neveu-Lemaire, 1936)
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température hivernale froide) la mortalité est forte à ce stade de développement. Cette espèce

possède une forte capacité à entrer en hypobiose c'est-à-dire à arrêter son développement au

stade L4 durant la période hivernale ce qui lui permet de survivre en région tempérée (Barger

& Le Jambre, 1988). De plus les femelles sont très prolifiques avec une ponte moyenne de

5000 à 10000 œufs par jour et par femelle (Coyne et al., 1991) pour pallier au problème de

forte mortalité à ce stade œuf. Les sexes sont séparés avec un dimorphisme sexuel : les mâles

sont plus petits que les femelles (Figure 3).

H. contortus est un parasite qui a pour organe cible la caillette des petits ruminants (ovins

et caprins) et qui mesure entre un et trois centimètres à l’âge adulte. C’est une espèce très

pathogène du fait de son caractère hématophage. Les parasites absorbent le sang au niveau des

vaisseaux capillaires de la muqueuse digestive, ce qui représente un volume d’environ 50 µl

de sang par nématode et par jour (Clark et al., 1962). Il provoque chez l’hôte infesté des

troubles digestifs qui peuvent donner lieu à de la diarrhée et une perte de poids. Certains

symptômes sont plus insidieux comme la perte au niveau de la production de lait, l’altération

des capacités de reproduction (Poppi et al., 1990), ou encore l’anémie qui peut entrainer la

mortalité de 45 % des jeunes agneaux infestés (Vlassoff & McKenna, 1994).

En raison de son pouvoir pathogène, H. contortus est l’espèce la plus étudiée. Elle est

fréquemment retrouvée dans de nombreux élevages à travers le monde. Cette espèce sert de

modèle d’étude pour les strongles digestifs.

II.2.2) Teladorsagia circumcincta

T. circumcincta est un parasite surtout retrouvé dans les zones tempérées où il est

responsable d’importantes pertes économiques dans les élevages (Fox, 1997). En France la

quasi-totalité des élevages ovins et caprins est infestée par cette espèce (Chartier & Reche,

1992, Cabaret, 2004). Contrairement à H. contortus qui est très prolifique, chaque femelle

pond une centaine d’œufs par jour. La durée complète de son cycle (hors phénomène

d’hypobiose) est de 17 jours. Les adultes colonisent la lumière de la caillette, collés à la

muqueuse près des secrétions de mucus où le pH est proche de 7 (Scott et al., 2000). Les

sexes sont séparés et les mâles sont plus petits que les femelles (Figure 4).

C’est un nématode histophage, c'est-à-dire qu’il se nourrit des tissus de l’hôte. Les

symptômes associés sont la perte d’appétit, ainsi qu’une diarrhée profuse qui entraîne une

déshydratation de l’animal et la perte de poids.



Figure 5 : Morphologie de Trichostrongylus colubriformis A : Bourse caudale du mâle adulte,

B : spicules, C : cavité buccale, D : Vulve de la femelle, E : Extrémité caudale effilée de la

femelle d’après (Barth & Visser, 1991)

Figure 6 : Cycle biologique des strongles digestifs chez les ovins.
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II.2.3) Trichostrongylus colubriformis

T. colubriformis est un nématode qui se retrouve dans la portion proximale de l’intestin

grêle des petits ruminants. Toutefois il existe des cas d’infestation humaine (Sato et al., 2011,

Wall et al., 2011). Chez les ruminants cette espèce est retrouvée partout dans le monde,

comme les deux autres strongles cités précédemment. Il possède un cycle monoxène qui dure

environ 20 jours. Cette espèce peut survivre à des températures plus basses que H. contortus

ce qui fait qu’elle est moins encline à entrer en hypobiose. Les adultes sont difficilement

visibles à l’œil nu du fait de leur faible diamètre et de leur longueur inférieure à 7 mm. Cette

espèce est chymivore c'est-à-dire qu’elle se nourrit du chyme intestinal. La fécondité de

T. colubriformis n’est pas aussi importante que celle d’H. contortus et le nombre d’œufs

excrétés par femelle est rarement supérieur à 100. La morphologie générale de ce nématode

est présentée figure 5.

Les infestations d’ovins et de caprins par T. colubriformis sont souvent asymptomatiques.

Lors d’importantes infestations les symptômes sont des diarrhées avec un amaigrissement de

l’animal. Quelques cas de mortalité sont rencontrés lors d’infestations sévères.

II.3) Cycle biologique

Le cycle biologique des strongles digestifs est composé de deux phases : la première est

libre où le ver se développe dans le milieu extérieur et la seconde est parasitaire où celui-ci a

besoin d’un hôte pour se développer. Le cycle chez les trichostrongles est monoxène c'est-à-

dire qu’il ne possède aucun hôte intermédiaire (Figure 6).

 La phase libre :

La phase libre ou exogène commence par la libération des œufs par les vers adultes dans

le milieu extérieur (prairies, pâturages, etc.) via les fèces de l’hôte. Lorsque les conditions

extérieures sont favorables (conditions de température et taux d’humidité de l’air), ces œufs

s’embryonnent et éclosent en libérant une larve 1 (L1). En à peine un à deux jours ces larves

muent pour aboutir en L2. Ces deux premiers stades larvaires se nourrissent de micro-

organismes présents dans les matières fécales, ils sont très peu résistants aux conditions

environnementales ce qui implique un fort taux de mortalité à ces stades. La larve L2 subit

ensuite une mue en larve L3 qui est la larve infestante, cette mue est incomplète car la larve

conserve son exuvie qui joue le rôle de gaine protectrice. Cette L3 possède aussi des réserves

lipidiques qui lui permettent de survivre pendant plusieurs mois dans le milieu extérieur. La



Contexte bibliographique

15

durée de passage du stade œuf en L3 dépend des conditions extérieures mais en conditions

optimales cette évolution se fait en 8 à 10 jours.

 La phase parasitaire :

Cette phase commence lorsque l’hôte ingère les larves infestantes L3 présentes dans le

milieu extérieur lors du pâturage. Les larves perdent leur gaine protectrice ce qui marque la

transition de la période libre à la période parasitaire. Cette perte de gaine se fait dans l’organe

qui précède celui où va s’installer le parasite (Hertzberg et al., 2002). Les larves dégainées

vont ensuite pénétrer la muqueuse et muer en larve de stade 4 (L4). Ces L4 évoluent soit en

stade 5 juvénile ou, chez certaines espèces, elles vont s’enkyster dans la muqueuse digestive

et retarder leur développement (phénomène d’hypobiose larvaire en hiver). Au cours du stade

5 les vers atteignent leur maturité sexuelle et sont adultes. Il faut environ trois semaines entre

l’ingestion des larves L3 et l’apparition des premiers œufs dans les matières fécales de l’hôte

(hors hypobiose), cette période correspond à la période prépatente.

II.4) Moyens de luttes contre les strongles digestifs

Aujourd’hui l’infestation des élevages d’ovins et de caprins par une ou plusieurs espèces

de strongles digestifs est un problème à l’échelle mondiale. En France il n’existe pas ou peu

de fermes exemptes de nématodes parasites (Cabaret, 2004). Les pertes économiques

engendrées par ces infestations ont une conséquence majeure sur la rentabilité des élevages.

La lutte contre ces strongles est donc une priorité pour les éleveurs. Il existe actuellement

plusieurs axes de lutte contre ces strongles digestifs :

 Lutter contre la source de contamination par des méthodes alternatives comme la

gestion raisonnée des pâturages ou l’emploi de micro-organismes nématophages ou

nématicides.

 Augmenter la résistance de l’hôte vis-à-vis de ces nématodes avec des procédés

comme la sélection de races génétiquement résistantes ou la vaccination.

 L’utilisation de molécules chimiques de synthèse de types anthelminthiques pour

éliminer les strongles déjà présents.
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II.4.1) Lutte contre la source de contamination

 La gestion des pâturages est une solution qui a pour but d’éviter que les animaux se

contaminent en se nourrissant sur des prairies infestées de larves (Cabaret et al., 2002). Pour

cela il faut que les animaux pâturent sur un terrain « propre », c'est-à-dire sur une parcelle

exempte de larves infestantes ou n’en contenant qu’un très faible nombre. Pour obtenir une

parcelle saine plusieurs méthodes sont possibles : une stratégie de type préventive où l’on met

sur une parcelle déjà propre des animaux pas ou très peu parasités associée à un traitement

anthelminthique afin de limiter la présence de L3 sur ces parcelles. Une méthode dite

d’évasion ou l’on change les animaux de parcelle tous les ans afin d’éviter les contaminations

d’une année sur l’autre. Une rotation des animaux sur une même parcelle permettra également

d’éviter le problème de contamination, en effet les strongles ont une spécificité d’hôte et les

larves infestantes issues d’une espèce de nématode de mouton ne pourront pas infester un

bovin par exemple. Cependant il existe des espèces de nématodes ayant un spectre d’hôtes

très large qui peuvent infester de nombreuses espèces de rente, c’est le cas de

Trichostrongylus axei qui infeste la caillette des bovins, ovins, caprins et l’estomac des

porcins et équins.

 La lutte contre les stades infestants des strongles digestifs peut également se faire par

des méthodes agricoles de types mécaniques comme la pratique d’un labour entre les pâtures

afin d’éliminer les larves présentes sur la parcelle. L’utilisation de composés chimiques est un

procédé plus épisodique et controversé comme par exemple l’épandage de cyanamide

calcique (puissant composé à propriétés herbicide, fongicide, nématicide, etc.).

 Une autre alternative pour lutter contre la contamination des petits ruminants au

niveau du pâturage est le contrôle biologique. C'est-à-dire utiliser des agents vivants (que ce

soit des bactéries ou des champignons) afin d’éliminer les larves présentes dans les pâtures.

En effet des études réalisées avec le champignon nématophage Duddingtonia flagrans ont

montré que celui-ci avait la capacité de réduire le nombre de larves infestantes sur les pâtures

et donc de réduire les infections sévères chez les animaux (Waller et al., 2004b). De plus ce

champignon ne semble pas avoir d’effet délétère envers les nématodes libres (Knox et al.,

2002). Les spores de D. flagrans ingérées par voie orale par les animaux réduit de près de

80% le nombre de larves retrouvées dans les fèces (Larsen et al., 1998). D. flagrans n’est pas

le seul champignon à avoir des propriétés nématicides Monacrosporium eudermatum,
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Arthrobotrys oligospora ont également montré une réduction des larves d’H. contortus de

plus de 90% (Mendoza-De Gives & Vazquez-Prats, 1994).

Certaines bactéries produisent des cristaux protéiques toxiques pour les nématodes

(Feitelson et al., 1992). Ces cristaux sont efficaces contre les trois espèces majeures de

strongles (H. contortus, T. circumcincta, T. colubriformis) (Kotze et al., 2005). Cette toxine

inhibe à la fois le développement des larves et tue les nématodes adultes. Les résultats

observés montrent qu’elle est aussi efficace que les traitements anthelminthiques actuels.

Récemment des expériences ont montré que des isolats de Caenorhabditis elegans résistants

aux benzimidazoles et au lévamisole restent sensibles à l’effet de ces cristaux ce qui en fait

une excellente alternative aux traitements anthelminthiques dans le cas de multirésistances

(Hu et al., 2010).

II.4.2) Augmentation de la résistance de l’hôte

Plusieurs procédés sont possibles afin d’augmenter la résistance de l’hôte face aux

strongles. La sélection de races génétiquement résistantes aux strongles, la vaccination ou

l’apport de compléments alimentaires peuvent jouer un rôle sur la sensibilité de l’hôte vis-à-

vis du parasite.

 La sélection de races génétiquement résistantes aux infestations par les strongles est

apparue en Australie et Nouvelle-Zélande. La résistance de l’animal est estimée par des

examens coproscopiques et est héritable (Stear et al., 1999). Cependant cette sélection

nécessite de nombreuses années de croisements de races avant d’être effective. La race

obtenue doit également avoir des critères compatibles avec les élevages (poids, production de

lait, etc.). De plus il existe des isolats capables de contourner cette résistance génétique de

l'hôte, c'est-à-dire de s'installer et de se développer.

 La vaccination est une mesure prophylaxique qui consiste à introduire un antigène

destiné à stimuler le système immunitaire afin d’induire une protection et de limiter le niveau

d’infestation des animaux. Le premier vaccin anti nématodes testé a été fabriqué à partir de

larves de Dictyocaulus viviparus irradiées. Des essais similaires ont été réalisés chez les

strongles digestifs H. contortus et T. colubriformis avec des résultats non concluants en

conditions naturelles d’infestation et une réponse de l’hôte âge dépendant (pour revue (Smith,

1999)). Il existe trois grandes catégories d’antigènes testés à l’heure actuelle comme antigènes

potentiels : l’homogénat total de vers, les antigènes naturels et les antigènes « cachés ».
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 La vaccination par un homogénat de vers consiste à injecter des antigènes de faible

poids moléculaire à des ovins. Ce type de vaccination a été testé avec H. contortus et a montré

qu’elle était efficace avec une réduction de 99,9% d’œufs dans les fèces et de 97,6% de

parasites dans la caillette. Le problème avec ce type de vaccination est que la variabilité est

grande entre les animaux testés et que 25% des ovins vaccinés ne sont pas protégés contre le

nématode (Schallig & Van Leeuwen, 1997).

Les antigènes naturels sont en fait ceux que l’hôte rencontre durant une infestation

classique, ils sont généralement issus des produits d’excrétion-sécrétion. Ils ont donc

l’avantage d’être potentiellement exposés au système immunitaire de l’hôte. Des essais ont été

réalisés chez H. contortus avec deux protéines de 15 et 24 kDa (ES15 et ES24), isolées des

produits d’excrétion-sécrétion et produites sous formes recombinantes (Schallig et al.,

1997b). Cette étude a montré une réduction du nombre de vers et de l’excrétion des œufs au

niveau des fèces de 70 % (Schallig et al., 1997a). Cependant la protection induite par ces deux

antigènes est en fait âge dépendante car pour les ovins de trois mois, aucune réduction de la

charge parasitaire n’a été observée (Vervelde et al., 2002). Dans certaines autres études une

fraction entière des produits d’excrétion sécrétion est utilisée avec des réductions de

l’excrétion d’œufs dans les selles et d’installation des larves de près de 50% (Bakker et al.,

2004). Des expériences similaires ont été réalisées avec T. colubriformis chez le cobaye avec

des antigènes allant de 11 kDa à 94 kDa avec des protections rarement supérieures à 50%

(O'Donnell et al., 1989, Dopheide et al., 1991).

En opposition aux antigènes naturels c'est-à-dire ceux qui sont susceptibles d’être

en contact avec le système immunitaire de l’hôte, il existe des antigènes dit « cachés » c'est-à-

dire non reconnus par l’hôte après infestation. Cette méthode n’est viable que sur les

nématodes parasites hématophages, comme H. contortus, qui en ingérant le sang de leur hôte

exposent leur surface intestinale aux immunoglobulines et donc à des anticorps

spécifiquement dirigés contre ses propres constituants (Knox et al., 2003). Les principaux

antigènes cachés rencontrés à ce jour sont des enzymes impliquées dans la digestion du sang.

Les anticorps inhibent l’action des enzymes, il n’y a donc plus d’absorption des nutriments ce

qui conduit à l’élimination des vers. Ce type de vaccin n’est donc pas à but prophylaxique

mais thérapeutique puisque celui-ci n’empêche pas les larves de s’installer dans l’hôte.

Plusieurs glycoprotéines intestinales sont étudiées, parmi elle la protéine H11 est la plus

prometteuse. C’est une glycoprotéine membranaire de 110 kDa qui est exprimée par les
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microvillosités intestinales durant les stades parasitaires. La vaccination avec cette protéine

diminue l’excrétion d’œufs dans les matières fécales de plus de 90% et le nombre de vers

présents dans la caillette de plus de 80% (Smith et al., 1993). Les protéines utilisées lors de

cette étude proviennent d’extraction de vers, la production de cette protéine par des systèmes

hétérologues ne donne pas les mêmes taux de protection ce qui constitue un problème majeur

et une limite à cette technique (Murray et al., 2007).

 L’infestation des ovins par des nématodes induit un déficit alimentaire notamment au

niveau protéique (Bown et al., 1991). Des études ont montré que la supplémentation en

protéines améliore la résistance des animaux aux infestations et favorise l’acquisition de

l’immunité protectrice (Coop & Holmes, 1996, Etter et al., 2000).



Tableau IV : Principaux anthelminthiques utilisés en médecine vétérinaire en France (source : Dictionnaire des médicaments vétérinaires, 15ème

édition, 2009)

Familles Molécule(s) Spectre d'utilisation Nom déposé Cible pharmacologique Spectre d'activité

Albendazole Bovin, Ovin, Caprin Valbazen® Nématodes gastro-intestinaux

Fendendazole Bovin, Ovin, Caprin, Porcin, Equin,
Chien Panacur® Strongles pulmonairesBenzimidazoles

Oxfendazole Bovin, Ovin, Caprin, Chien Synanthic® Cestodes

Pro-benzimidazoles Nétobimin Bovin, Ovin Hapadex®

β-tubuline

Douves (Albendazole &
Nétobimin)

Profender®

Cyclooctadepsipeptides Emodepside Chat
(+Praziquantel)

Récepteur à la secrétine Nématodes gastro-intestinaux

Dérivés
aminoacétonitrile Monepantel Ovin Zolvix®

Récepteur nicotinique à
l'acétylcholine sous type
DEG3

Nématodes gastro-intestinaux

Dérivés de la
Pyrazinoisoquinileine Praziquantel Ovin, Equin, Chien, Chat Cestocur®

Perméabilité des
membranes aux ions
calcium

Cestodes

Imidazothiazoles Levamisole Bovin, Ovin, Caprin, Porcin,
Aviaire, Chat, Chien Némisol® Récepteur nicotinique à

l'acétylcholine
Nématodes gastro-intestinaux
Strongles pulmonaires

Doramectine Bovin, Ovin, Porcin Dectomax® Nématodes gastro-intestinaux
Ivermectine Bovin, Ovin, Porcin, Equin Ivomec® Strongles pulmonairesLactone macrocyclique
Moxidectine Bovin, Ovin, Equin, Chat, Chien Cydectine®

Canaux chlore
Ectoparasites

Piperazine Piperazine Bovin, Porcin, Equin, Aviaire, Chat,
Chien Soluverm® Récepteur GABA Ascaris

Closantel Bovin, Ovin Flukiver® TrématodesSalicylanides
Nitroxinil Bovin, Ovin, Chien Dovenix® Membrane mitochondriale

Nématodes hématophages
Pyrantel Equin, Chat, Chien Strongid® Nématodes gastro-intestinaux

Dolpac®

(+Pyrantel
Tétrahydropyrimidines Oxantel Chien

+Praziquantel)

Récepteur nicotinique à
l'acétylcholine Trichures
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III) Les anthelminthiques & mécanismes de résistance

associés

Les stratégies alternatives de lutte contre les strongles digestifs sont donc pour la majorité

en cours d’étude ou de développement et donc ne sont pas appliquées concrètement

aujourd’hui dans les élevages. L’utilisation de molécules aux propriétés anthelminthiques

reste à l’heure actuelle le moyen de lutte contre les nématodes parasites le plus utilisé.

Cependant l’apparition de résistances à ce type de composés dans de nombreux élevages

compromet l’utilisation de certains traitements nématicides. L’identification de nouveaux

composés et la compréhension des mécanismes de résistance est importante pour raisonner

l’utilisation de ces molécules et éviter la sélection d’isolats résistants.

III.1) Historique, définition & présentation générale

Un anthelminthique est un composé naturel ou chimique de synthèse qui a une action

paralysante ou létale sur les helminthes afin de débarrasser un organisme d’une infestation

parasitaire. Les anthelminthiques sont utilisés aussi bien chez l’Homme, les animaux

domestiques compagnons ou les animaux de rente. Un anthelminthique idéal doit être

multivalent (efficace sur plusieurs espèces de parasites), non-toxique pour l’hôte, rapidement

éliminé par l’hôte (notamment pour les animaux de rente), facile d’utilisation (pour les

éleveurs) et bon marché. En 1999, les antiparasitaires représentaient 13% du budget d’un

élevage (Witty, 1999).

La découverte du premier anthelminthique : la phénothiazine date de 1883, il servait à la

fois d’insecticide et d’anthelminthique. Les premières utilisations de ce composé dans un

cadre vétérinaire ont été rapportés en 1939 contre des parasites de ruminants et de chevaux

(Gordon, 1939, Lanusse & Prichard, 1993). Cette molécule avait un faible spectre d’activité,

de plus son coût de production et donc de vente était élevé ; elle pouvait aussi être toxique

selon ses conditions de fabrication ou de stockage. Avec l’apparition de nématodes résistants

(Drudge et al., 1957), cette molécule fut remplacée progressivement par des molécules moins

onéreuses et plus efficaces. Il existe plusieurs familles d’anthelminthiques classées selon leur

nature chimique et leur mode d’action (Tableau IV).



Figure 7 : Structure chimique des benzimidazoles. A : structure chimique du benzimidazole :

albendazole. B : structure chimique d’un pro-benzimidazoles : nétobimin.
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Toutes ces familles de molécules ne sont pas utilisées à la même fréquence. Il existe trois

grands groupes qui sont principalement utilisés dans la lutte contre les strongles digestifs dans

les élevages : les benzimidazoles, les lactones macrocycliques et les agonistes cholinergiques

(imidazothiazoles et tétrahydropyrimidines). Cependant aujourd’hui l’apparition de

résistances à ces trois types de molécules est fréquente, de nouvelles classes

d’anthelminthiques comme les dérivés d’aminoacétonitriles prennent donc de l’importance.

D’après l’organisation mondiale de la santé (OMS) la résistance peut se définir par « la

capacité, acquise génétiquement, d’individus d’une population à résister à des doses

d’antiparasitaires normalement létales pour la majorité des individus de cette espèce ». La

capacité de résistance d’un individu est due à la modification de son matériel génétique.

III.2) Les benzimidazoles

III.2.1) Présentation

En 1963, le thiabendazole est la première molécule possédant un noyau benzène introduite

sur le marché. Cette molécule possède des propriétés antifongiques ainsi que des propriétés

anthelminthiques à large spectre d’activité (Conway, 1964). Rapidement de nombreux

composés dérivant de la même structure chimique sont arrivés : la parbendazole (1968), le

mébendazole (1972), l’albendazole (1976), etc. La structure générale d’un benzimidazole est

un double cycle composé d’un noyau benzène fusionné avec un hétérocycle. La substitution

des groupements en positions R1 et R2 permet d’obtenir les différentes molécules utilisées en

thérapeutique (Townsend & Wise, 1990).

Ce sont les anthelminthiques les plus utilisés actuellement du fait de leur faible coût de

production et de leur indice thérapeutique élevé. Le groupe des benzimidazoles est divisé en

deux parties :

 Les benzimidazoles classiques sont composés de nombreuses molécules possédant

toutes un noyau benzénique, elles sont actives sous leur forme première et sont administrées

uniquement par voie orale (Figure 7A).

 Les pro-benzimidazoles constituent un groupe de prodrogue c'est-à-dire que la

molécule ne devient active qu’après métabolisation par l’organisme de l’animal (Figure 7B).

Ces molécules présentent une meilleure solubilité dans l’eau et une absorption plus

importante. De plus, elles ont l’avantage d’être moins toxiques pour l’hôte (Horton, 1990).



Figure 8 : Mode d’action d’une molécule de benzimidazole (d’après (Prichard, 2001))
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III.2.2) Mode d’action des benzimidazoles

La cible pharmacologique des benzimidazoles est la β-tubuline, une protéine de 50 kDa

qui s’associe avec l’α-tubuline pour former les microtubules. Ces microtubules sont des

constituants essentiels du cytosquelette de la cellule et jouent de nombreux rôles dans

l’architecture de la cellule ou encore la formation des fuseaux mitotiques. L’action des

benzimidazoles empêche l’association de l’α-tubuline et de la β-tubuline ce qui provoque une

dépolarisation des microtubules au niveau du cytoplasme des cellules intestinales ou

tégumentaires du nématode (Van den Bossche & De Nollin, 1973, Van den Bossche et al.,

1982) (Figure 8).

Dans la cellule, ces molécules entrent en compétition avec la colchicine (protéine

impliquée dans la mitose), et provoquent des dysfonctionnements cellulaires tels que

l’inhibition de la sécrétion des protéines, la perte de la captation du glucose et l’épuisement du

glycogène (Lacey, 1990, Beugnet et al., 1996) pour revue (Martin, 1997). Ces composés ne

sont pas toxiques pour les mammifères car les benzimidazoles présentent une affinité de 250

fois à 400 plus importante pour la β-tubuline des nématodes que celle des mammifères.

III.2.3) Mécanismes de résistance aux benzimidazoles

La première notification de résistance aux benzimidazoles date de 1968 pour Haemonchus

contortus et 1970 pour Trichostrongylus colubriformis (Smeal et al., 1968, Hotson et al.,

1970). La résistance est apparue peu de temps après la mise sur le marché du composé (de 3 à

5 ans). Ce phénomène de résistance est très répandu et retrouvé en Europe : (Britt, 1982,

Bauer et al., 1986 ) ; en Afrique (Van Wyk et al., 1999) ; en Amérique du sud (Waller et al.,

1996).

La vitesse ainsi que la fréquence d’apparition de la résistance suggèrent un mécanisme de

résistance assez simple. La β-tubuline chez les nématodes possède deux isotypes I et II codés

par deux gènes différents. Des études réalisées chez H. contortus ont montré une corrélation

entre le phénotype de résistance et la diminution de la fréquence de différents allèles des deux

isotypes du gène de la β-tubuline (Kwa et al., 1993, Beech et al., 1994). D’autres expériences

ont mis en évidence la présence de polymorphismes nucléotidiques dans la séquence du gène

associés au phénotype de résistance. Ces mutations entraîneraient une perte d’affinité de la

molécule pour la protéine cible mutée.
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Trois grandes mutations ont été identifiées sur un ou sur les deux isotypes du gène de la β-

tubuline en position 167, 198 et 200 mais d’autres polymorphismes potentiellement impliqués

dans la résistance ont été découverts (de Lourdes Mottier & Prichard, 2008). La mutation la

plus étudiée est la substitution d’une phénylalanine par une tyrosine en position 200 (F200Y)

de l’isotype I ou II du gène chez plusieurs espèces de Trichostrongles : H. contortus (Kwa et

al., 1994), Teladorsagia circumcincta (Elard et al., 1996), T. colubriformis (Silvestre &

Humbert, 2002), Trichostrongylus axei (Palcy et al., 2010). De la même façon que pour la

mutation 200 une seconde substitution d’une phénylalanine par une tyrosine ou une histidine

à été décrite en position 167 (F167Y) chez les espèces H. contortus et T. circumcincta

(Silvestre & Cabaret, 2002). Plus récemment une troisième mutation dans l’isotype I,

observée en Afrique du sud et en Australie, semble contribuer à la résistance aux

benzimidazoles chez H. contortus, il s’agit d’une substitution d’un résidu glutamate en

alanine en position 198 (E198A) (Ghisi et al., 2007, Von Samson-Himmelstjerna et al.,

2007). Cette dernière mutation à également été retrouvée chez un isolat d’H. contortus

résistant aux benzimidazoles sélectionné in vitro (Rufener et al., 2009a). Toutes ces

substitutions d’acides aminés résultent d’une mutation point au niveau de la séquence

nucléotidique.

Une étude réalisée chez H. contortus à mis en évidence un autre mécanisme potentiel de

résistance aux benzimidazoles. Le phénotype de résistance serait lié à l’expression d’une P-

glycoprotéine, pompe d’efflux, qui transporterait de manière non spécifique la molécule en

dehors de la cellule empêchant ainsi son action sur la β-tubuline du nématode (Blackhall et

al., 2008).

III.3) Les lactones macrocycliques

III.3.1) Présentation

Il existe deux grands groupes dans les lactones macrocycliques : les avermectines et les

milbemycines. Les molécules composant ces deux classes possèdent des activités

anthelminthiques, insecticides ainsi que anti-acariens. C’est la seule classe utilisée comme

traitement antiparasitaire aujourd’hui qui est active contre les ectoparasites (tiques et

acariens). Les avermectines et les milbemycines ont pour la première fois été isolé de la

fermentation d’un petit champignon du sol respectivement Streptomyces avermitilis et



O

O

O

O
O

O

O

O O

O

O

O

O

O

H

H

H H

H

H

H

H

H

H

H

H

H

H
H

H

HH

H

H

H

H

H

H

H

A B
O

O

O

O
O

O

O

O O

O

O

O

O

O

H

H

H H

H

H

H

H

H

H

H

H

H

H
H

H

HH

H

H

H

H

H

H

H

A B

Figure 9 : Structure chimique des lactones macrocycliques. A : structure d’une avermectine :

l’ivermectine. B : structure d’une milbemycine : moxidectine.
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Streptomyces cyonogriseus. Les composés naturels ainsi obtenus sont chimiquement modifiés

afin d’obtenir des principes actifs plus efficaces.

L’ivermectine est le premier composé dérivé de cette famille à être commercialisé au

début des années 80 (Campbell et al., 1983) (Figure 9A). Cette molécule est celle qui possède

le plus large spectre d’hôte. Puis d’autres molécules ont suivi comme :

 L’abamectine : plus efficace sur les nématodes mais moins sur les arthropodes.

 La doramectine : possédant le même spectre d’action que l’ivermectine mais avec

une demi-vie tissulaire plus longue.

 L’éprinomectine : se retrouvant en faible concentration dans le lait et donc

utilisable chez les femelles laitières.

Le nombre de molécules commercialisées du groupe des milbemycines est plus restreint

puisque à l’heure actuelle, en France, une seule molécule est utilisée : la moxidectine depuis

1995 (Figure 9B). Cette molécule a un large spectre d’action et n’est pas toxique pour

certaines races de chien comme peuvent l’être les avermectines.

III.3.2) Mode d’action des lactones macrocycliques

Les effets de ces composés sur le nématode sont une paralysie du pharynx (Geary et al.,

1993, Brownlee et al., 1997, Pemberton et al., 2001 ) et des muscles du corps (Kass et al.,

1980). La cible et donc le mode d’action des lactones macrocycliques sont très controversés,

il semble en effet que ces composés agissent sur plusieurs cibles. Néanmoins les avermectines

/ milbemycines ont le même mode d’action (Conder et al., 1993, Shoop et al., 1995 ).

 Au début de l’étude du mode d’action des avermectines, le récepteur à l’acide γ-

amino butyrique (GABA) était un bon candidat en tant que cible pharmacologique car il joue

un rôle directe dans la locomotion du nématode (McIntire et al., 1993). Cependant les doses

nécessaires pour bloquer le récepteur GABA in vitro était trop importantes par rapport à celle

administrées in vivo, ce qui indique que le récepteur GABA n’est pas la cible principale de la

molécule (Martin & Pennington, 1989, Schaeffer & Haines, 1989).

D’autres études ont montré que les avermectines ont des cibles un peu plus particulières

comme le canal chlore histamine dépendant (Zheng et al., 2002), le récepteur à la glycine

(Shan et al., 2001) ou encore les récepteurs P2X4 (Khakh et al., 1999). L’expression du



Figure 10 : Schéma d’un récepteur au glutamate d’après (Raymond & Sattelle, 2002) Les 5

sous-unités de ce récepteur sont représenté en orange, le ligand par des cercles bleus et les

ions chlorure sont représentés par Cl-.
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récepteur nicotinique à l’acétylcholine α7 humain ou du poulet en systèmes hétérologues

(œufs de xénope ou en cellules K-28) montrent que l’ivermectine améliore le courant induit

par l’acétylcholine sur ces deux récepteurs (Krause et al., 1998).

 Les lactones macrocycliques peuvent interagir avec de nombreux récepteurs présents

chez les parasites. Cependant ces molécules montrent une affinité beaucoup plus important

pour les canaux chlorure glutamate dépendants (GluCl-R) (Figure 10) que pour les autres

cibles potentielles citées précédemment (McCavera et al., 2009). Chez le nématode modèle

Caenorhabditis elegans, des études ont montré que ce récepteur est un pentamère composé de

deux sous-unités différentes : GluCl-α et GluCl-β (Cully et al., 1994). Les lactones

macrocycliques agissent sur le GluCl-R comme cible première ce qui entraîne deux effets

chez le nématode : l’arrêt du mécanisme de pompage au niveau du pharynx et une paralysie

locomotrice (pour revue (Wolstenholme & Rogers, 2005)).

Chez C. elegans deux gènes avr-15 et glc-2 codant respectivement pour des sous-unités α

et β du GluCl-R sont exprimés dans les cellules du pharynx du nématode (Dent et al., 1997,

Laughton et al., 1997). Les lactones macrocycliques activent les récepteurs GluCl présents ce

qui provoque une dépolarisation du muscle dû à une forte concentration en ions chlorures et à

un arrêt de l’action de pompage au niveau du pharynx. Chez H. contortus il a été montré que

seule la sous-unité α est retrouvée au niveau du pharynx (Forrester et al., 1999, Portillo et al.,

2003). Le rôle de la sous-unité GluCl-β du récepteur reste encore méconnu (Delany et al.,

1998).

Le second effet de paralysie observé au niveau de la locomotion est un effet indirect des

lactones macrocycliques puisqu’elle nécessite une concentration cent fois supérieure de

principe actif que pour la paralysie du pharynx (Geary et al., 1993). Deux types de

motoneurones (excitateur ou inhibiteur) sont retrouvés sur les cordes dorsales ou ventrales du

nématode. Lors d’une locomotion normale les muscles dorsaux sont contractés alors que les

ventraux sont relâchés et vice versa ce qui permet de créer le mouvement. La présence de

récepteurs GluCl sur ces motoneurones empêche ce phénomène de locomotion en cas

traitement (Portillo et al., 2003). Chez C. elegans les gènes avr-14 et glc-1 sont directement

impliqués dans ce processus (Dent et al., 2000).
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III.3.3) Mécanismes de résistance aux lactones macrocycliques

Les lactones macrocycliques appartiennent à une famille d’anthelminthiques à large

spectre d’action, très utilisés à l’heure actuelle que ce soit en médecine vétérinaire ou

humaine. Cependant comme pour les benzimidazoles, des populations de nématodes

résistantes à ce type de molécules sont apparues à travers le monde aussi bien dans

l’hémisphère sud (Carmichael et al., 1987, Gopal et al., 1999, Cezar et al., 2010) que dans

l’hémisphère nord (Jackson et al., 1992, Maingi et al., 1996).

La résistance aux lactones macrocycliques semble être aussi complexe que son mode

d’action. En effet des études montrent qu’il existe plusieurs phénotypes associés à la

résistance ce qui suggère que plusieurs mécanismes sont impliqués (Gill et al., 1998). Chez

C. elegans des nématodes fortement résistants aux lactones macrocycliques possèdent des

mutations dans trois gènes (avr-14, avr-15 & glc-1) correspondant à des sous-unités du

récepteur GluCl (Dent et al., 2000). Chez le nématode parasite H. contortus, 2 mutations

présentes sur 2 gènes différents ont été identifiées comme potentiellement impliquées dans la

résistance aux lactones macrocycliques : la substitution d’une alanine par une valine en

position 169 (A169V) sur le gène glc-5 qui code une sous-unité du récepteur GluCl, ainsi que

la substitution d’une lysine par une arginine an position 169 (K169R) sur le gène lgc-37 qui

code une sous-unité du récepteur GABA (Beech et al., 2010a). Cependant aucune expérience

de validation fonctionnelle n’a été réalisée afin de confirmer ou d’infirmer l’implication de

ces polymorphismes dans le phénotype de résistance.

Chez les nématodes parasites, la résistance aux lactones macrocycliques a aussi été reliée

à l’augmentation de l’expression d’une pompe d’efflux de type P-glycoprotéine (Pgp). Ces

Pgp sont de grosses protéines d’environ 140 kDa comprenant douze domaines

transmembranaires, elles permettent de détoxifier les cellules en effluant les composés

toxiques à l’extérieur de la cellule. Ce mécanisme est dit aspécifique car ces Pgp peuvent

effluer un grand nombre de composés ayant les mêmes propriétés chimiques. Chez

H. contortus il semble que la Pgp-A soit responsable de l’efflux des lactones macrocycliques

(Blackhall et al., 1998, Xu et al., 1998). Cependant cette résistance peut être inversée par

l’utilisation d’inhibiteur de Pgp tel que le Verapamil® (Molento & Prichard, 1999).



Figure 11 : Structure chimique d’un dérivé aminoacétonitrile : le monepantel.
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III.4) Les dérivés d’aminoacétonitrile

III.4.1) Présentation

Pendant longtemps le traitement des vers parasites dans les élevages d’ovins et de caprins

s’est résumé à l’utilisation de trois grandes familles d’anthelminthiques : les benzimidazoles,

les lactones macrocycliques et les agonistes cholinergiques. L’apparition de résistances à ces

différentes familles s’est développée au fur et à mesure de leur utilisation. Certains isolats

montraient des résistances à plusieurs familles en même temps (Kaplan, 2004, Sargison et al.,

2010). Il était donc nécessaire d’avoir accès à de nouvelles molécules avec un mode d’action

et une cible pharmacologique différents.

En 2008, la société Novartis a mis sur le marché un dérivé d’aminoacétonitrile (Amino

Acetonitrile Derivates : AAD), le monepantel, efficaces contre des souches de nématodes

résistantes aux autres molécules (Kaminsky et al., 2008, Hosking et al., 2010) (Figure 11).

III.4.2) Mode d’action des dérivés d’aminoacétonitrile

Chez C. elegans, les AADs ciblent un récepteur à l’acétylcholine (AChR) de sous-type

DEG-3. Chez C. elegans, la famille des sous-unités DEG-3 comporte plusieurs gènes tels que

des-2, acr-20 et acr-23 (Jones et al., 2007). Ce sous-type particulier de récepteur n’est pas

présent chez les mammifères ce qui en fait une cible très intéressante pour les

anthelminthiques car non toxiques pour l’hôte. Les molécules issues des AADs possèdent une

fonction cholinergique : elles se fixent sur le récepteur avec un délai plus important que

l’agoniste naturel et provoque par une entrée d’ions une contraction musculaire permanente et

une paralysie du nématode au niveau des muscles du corps laissant la tête et la queue mobile.

III.4.3) Mécanismes de résistance des dérivés d’aminoacétonitrile

Des études réalisées sur des souches de H. contortus résistantes aux AADs obtenues in vitro

ont montré que trois gènes sont potentiellement impliqués dans la résistance à ce composé

(Rufener et al., 2009b). Il s’agit de trois gènes codant des sous-unités d’AChR Hco-des-2,

Hco-deg-3 et Hco-mpt1-1 (MonePanTeL), l’expression de ces trois sous-unités est diminuée

chez une souche résistante par rapport à la souche sensible. De plus, ces études ont montré

que deux de ces gènes (Hco-des-2 et Hco-mptl-1) sont affectés par des phénomènes

d’épissage alternatif provoquant des pertes d’exons et en général l’apparition d’un codon stop



A B

Figure 12 : Structure chimique des agonistes cholinergiques. A : structure des

imidazothiazoles : le lévamisole. B : structure d’un tétrahydropyrimidine : le pyrantel.
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prématuré. Les protéines tronquées pourraient perturber l’assemblage ou le fonctionnement du

récepteur.

Chez C. elegans, des expériences de reconstitution de récepteur en œufs de xénope ont

montré que les deux sous-unités DES-2 et DEG-3 forment un hétéropentamère perméable aux

ions calcium et sensible à la choline (Treinin et al., 1998, Yassin et al., 2001). Chez

H. contortus un récepteur composé des deux sous-unités DES-2 et DEG-3 a été reconstitué

récemment. Ce récepteur est, comme chez C. elegans, sensible à la choline et l’ajout de

monepantel retarde le phénomène de désensibilisation du récepteur (Rufener et al., 2010a).

A l’heure actuelle la composition du récepteur sensible au monepantel reste méconnue.

Une étude montre que chez de nombreuses espèces de nématode, acr-23 est une sous-unité

importante pour la sensibilité du récepteur aux AADs (Rufener et al., 2010b). Chez le strongle

digestif H. contortus sensible au monepantel, le plus proche homologue d’acr-23 est le gène

Hco-mptl-1. Celui-ci semble jouer un rôle important dans la sensibilité aux monepantel

(Rufener et al., 2009b). Le rôle de chaque gène identifié dans la composition du récepteur au

monepantel reste à déterminer.

III.5) Les agonistes cholinergiques

III.5.1) Présentation

Les agonistes cholinergiques désignent les composés ou familles de composés qui

reproduisent l’effet de l’acétylcholine. Les imidazothiazoles et les tétrahydropyrimidines sont

les deux familles qui composent ce groupe. Bien que leurs structures chimiques soient

différentes, ces deux familles sont généralement associées car elles possèdent le même mode

d’action et ciblent les mêmes types de récepteurs (Harrow & Gration, 1985, Atchison et al.,

1992). Il existe peu de molécules issues de ces familles utilisées actuellement sur le marché :

le lévamisole / tétramisole pour les imidazothiazoles et les pyrantel / morantel pour le

tétrahydropyrimidines (Figure 12).

L’utilisation du lévamisole et du tétramisole comme molécules anthelminthiques en

médecine vétérinaire remonte au milieu des années 60 (Guilhon, 1966, Turton, 1969). C’est à

cette même période que sont apparus le pyrantel et le morantel (Cornwell, 1966, Cornwell &

Jones, 1970). Ces composés sont utilisés à l’heure actuelle aussi bien en médecine vétérinaire

qu’en médecine humaine. Dans un cadre vétérinaire le lévamisole et le pyrantel sont utilisés
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pour leur propriétés anthelminthiques dans les élevages (bovins, ovins, caprins, porcins,

équins) ainsi que pour les animaux domestiques (chien, chat). En médecine humaine ces

composés sont utilisés comme anthelminthiques (Montresor et al., 2002). Le lévamisole peut

également être utilisé comme immunostimulateur dans le traitement de certain cancers (Sajid

et al., 2006).

III.5.2) Mode d’action des agonistes cholinergiques

Ces deux familles de molécules possèdent une cible pharmacologique proche. Ces

composés agissent comme acétylcholinomimétiques c'est-à-dire qu’ils miment l’effet de

l’acétylcholine sur les récepteurs cholinergiques de type nicotinique. Ils ciblent un sous-type

d’AChR qui se trouve dans les cellules musculaires du nématode (Aubry et al., 1970, Coles et

al., 1975). Chez C. elegans, il a été montré que le récepteur sensible au lévamisole est

composé de cinq sous-unités différentes UNC-38, UNC-29, LEV-1, UNC-63 et LEV-8

(Fleming et al., 1997, Culetto et al., 2004, Towers et al., 2005).

Aux doses thérapeutiques, le lévamisole et le pyrantel activent spécifiquement les AChRs

des nématodes. Cette spécificité est liée à des différences d’acides aminés présents au niveau

de la séquence des sous-unités du récepteur des nématodes et des mammifères. Ces

différences jouent un rôle important au niveau de l’affinité de ces composés pour leur cible.

En effet, des études réalisées sur le récepteur de souris exprimé en cellules HEK293 ont

montré que le remplacement d’une glycine (G) par un glutamate (E) en position 153, sur la

sous-unité α du récepteur, augmente l’affinité du lévamisole pour ce récepteur (Rayes et al.,

2004). Pour le pyrantel / morantel une augmentation de l’affinité à été observée d’une part

avec la même mutation que le lévamisole (G153E) ainsi que le remplacement d’une glutamine

(Q) par une glycine en position 57 sur un récepteur α7 (Bartos et al., 2006, Bartos et al.,

2009). Les auteurs suggèrent que transposer au nématode modèle C. elegans, la G57

nécessaire à l’action des tétrahydropyrimidines se trouverait sur la sous-unité UNC-38 et le

E153 se trouverait sur la sous-unité UNC-63 du récepteur (pour revue voir (Martin &

Robertson, 2007)).

Chez le nématode, lorsque le récepteur à l’acétylcholine sensible au lévamisole est activé,

l’arrivée d’un potentiel d’action au niveau d’une jonction neuromusculaire provoque une

libération d’acétylcholine qui se fixe sur les AChRs situés sur la membrane post-synaptique

provoquant l’ouverture des canaux nicotiniques et l’entrée de cations. Ce flux entrant de

charges positives entraîne l’initiation d’un potentiel d’action musculaire qui se répand dans
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toute la fibre et entraîne l’ouverture des canaux calciques. La cascade biochimique impliquant

notamment les protéines contractiles des myofibrilles aboutit à une contraction musculaire

(Aceves et al., 1970).

Des études réalisées chez le nématode parasite du porc Ascaris suum ont montré que la

fixation du pyrantel provoque une dépolarisation de la membrane 100 fois plus importante

comparée à l’acétylcholine. Ainsi qu’une augmentation de la perméabilité par ouverture non

sélective des canaux aux ions sodium et potassium avec un temps d’ouverture augmenté

variant entre 0,5ms et 2,5ms. Cette entrée de charge positive en plus grande quantité et

pendant un temps plus important provoque une contraction permanente des muscles du

nématode appelée également hypercontraction. Le nématode ainsi paralysé est incapable

d’effectuer le moindre mouvement (pour revue (Martin, 1997, Martin et al., 1997)). Ce mode

d’action a été confirmé par la suite sur le nématode modèle C. elegans (Lewis et al., 1980b) et

sur H. contortus (Sangster et al., 1991).

III.5.3) Mécanismes de résistance aux agonistes cholinergiques

Le premier rapport de résistance aux agonistes cholinergiques chez les strongles digestifs

date de 1979 (Sangster et al., 1979). Les premières études mécanistiques de la résistance au

lévamisole ont été réalisées chez l’espèce modèle C. elegans. En effet, des études de criblage

de mutants résistants au lévamisole ont identifié 11 gènes impliqués dans le phénotype de

résistance (Lewis et al., 1980a, Lewis et al., 1987a). Ces gènes sont impliqués directement

dans la composition du récepteur et sa formation, mais également dans son fonctionnement, sa

régulation et sa bonne localisation au niveau de la jonction neuromusculaire.

Chez les nématodes parasites, les mécanismes de résistance au lévamisole et au pyrantel

ont été étudiés principalement au niveau électrophysiologique et pharmacologique. Le but de

ces études est de caractériser les récepteurs sensibles au lévamisole des nématodes parasites

afin de comprendre les mécanismes associés au phénotype de résistance retrouvé chez

certains individus.

Chez le nématode parasite du porc Oesophagostomum dentatum, plusieurs sous-types

d’AChRs avec des propriétés pharmacologiques différentes ont été identifiés. Quatre

récepteurs ont été découverts et nommés dans un premier temps G25, G35, G40 et G45 en

fonction de leur conductance (Robertson et al., 1999). Chez A. suum trois récepteurs ont été

caractérisés : le sous-type N (sensible à la nicotine) et le sous-type L (sensible au lévamisole
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et au pyrantel) et le sous-type B (sensible au béphénium) correspondant respectivement aux

récepteurs G25, G35 et G45 (Robertson et al., 2002, Trailovic et al., 2005). Chez les isolats

d’O. dentatum résistants au lévamisole testés, un de ces sous-types de AChR est manquant

(Robertson et al., 1999). L’étude de la résistance au pyrantel chez O. dentatum, révèle que les

isolats résistants présentent une diminution de deux de ces sous-types mais pas d’absence

comme dans le cas du lévamisole (Robertson et al., 2000). Chez les strongles digestifs la

résistance semble être associée avec une réduction de l’affinité du lévamisole pour sa cible ou

à une diminution du nombre de L-AChRs présents à la surface des cellules (Sangster et al.,

1988, Sangster et al., 1998). Chez H. contortus, une perte d’affinité de la molécule

anthelminthique pour sa cible a également été observée (Sangster et al., 1998).

Chez le nématode du chien Ancylostoma caninum, des expériences de PCR quantitative

ont mis en évidence la baisse significative de l’expression de trois gènes codant pour des

sous-unités potentielles du L-AChR : Aca-unc-29, Aca-unc-38 et Aca-unc-63 chez un isolat

très résistant par rapport à un isolat faiblement résistant (Kopp et al., 2009).

En ce qui concerne la composition des L-AChRs de différentes espèces parasites, très peu

de sous-unités ont été identifiées et à l’heure actuelle, seul un récepteur sensible au lévamisole

a été reconstitué in vitro chez le nématode parasite Ascaris suum (Williamson et al., 2009).
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IV) Les récepteurs à l’acétylcholine

Les récepteurs à l’acétylcholine sont la cible de nombreux composés anthelminthiques

dont le lévamisole. Ces récepteurs ont une structure très conservée entre organismes. Après

une introduction rappelant l’historique de la découverte et de l’étude de ces récepteurs, nous

parlerons de la structure générale de ces récepteurs et des sous-unités qui le composent ainsi

que des connaissances actuelles de ces récepteurs chez le nématode modèle Caenorhabditis

elegans.

IV.1) Historique

En 1844, Claude Bernard découvre que le curare à la propriété de paralyser des lapins

sans les tuer. Au début du XXème siècle, Langley réalise des études sur les muscles de

grenouille et montre que l’ajout de nicotine provoque une contraction du muscle et que le

curare bloque cet effet (Langley, 1907). De ces expériences Langley établit l’hypothèse de

l’existence de récepteur « transmetteur ». Plus tard, Dale identifie l’acétylcholine comme

neurotransmetteur naturel et distingue deux familles de récepteurs cholinergique (AChR) : le

récepteur muscarinique de type métabotrope et le récepteur nicotinique de type ionotrope

(pour revue (Bennett, 2000)). Dans les années 1930-40, l’étude des récepteurs cholinergiques

prend un essor avec la découverte du poisson torpille (Torpedo spp.) qui possède un organe

électrique composé d’un nombre important de ces récepteurs (environ 40% des protéines de

cet organe).

Avec la découverte de l’ α-bungarotoxine, issue de venin de serpent, dans les années 70,

l’étude de ces récepteurs au niveau biochimique prend un nouvel essor (Changeux et al.,

1970). Cette toxine possède une très haute affinité et sélectivité pour les AChRs et se fixe de

manière covalente inhibant leur activité et provoquant des paralysies (Fertuck & Salpeter,

1974, Barnard et al., 1977). Avec l’utilisation de colonnes présentant une affinité pour l’ α-

bungarotoxine, il a été possible de purifier les protéines membranaires post synaptique et d’en

étudier la fonctionnalité (Cohen et al., 1972). Dans les années suivantes l’analyse moléculaire

des AChRs débute par le clonage des premières sous-unités de ces récepteurs (Noda et al.,

1982, Noda et al., 1983), puis l’expression des sous-unités d’AChR recombinantes en

bactéries (Escherichia coli) ou levures (Saccharomyces cerevisae) (Fujita et al., 1986,



Tableau V : Récepteurs canaux à boucle cystéine. La première sous unité clonée de chaque

récepteur est indiquée en référence.

Récepteur Ligand Perméabilité Organisme Référence

nAChR Acétylcholine Cationique Verbébrés ; invertébrés (Noda et al., 1982)

GABAR GABA Anionique Verbébrés ; invertébrés (Schofield et al., 1987)

EXP-1 GABA Cationique Invertébrés (Beg & Jorgensen, 2003)

GlyR Glycine Anionique Verbébrés ; invertébrés (Grenningloh et al., 1987)

5-HT3R Sérotonine Cationique Verbébrés ; invertébrés (Maricq et al., 1991)

MOD-1 Sérotonine Anionique Invertébrés (Ranganathan et al., 2000)

ZAC Zn2+ Cationique Verbébrés (Davies et al., 2003)

GluCl Glutamate Anionique Invertébrés (Cully et al., 1994)

HisCl-1 Histamine Anionique Invertébrés (Gisselmann et al., 2002)

Figure 13 : Structure générale d’une sous unité d’un récepteur à l’acétylcholine. Les deux

cystéines présentes chez les sous unités des récepteurs à « cys loop » sont identifiées en rouge

et le pont disulfure associé en pointillé. Les deux cystéines vicinales spécifiques des sous

unités α sont représentées en jaune.
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Gershoni, 1987) et enfin l’expression d’un récepteur fonctionnel en système hétérologue

(cellules COS et œuf de Xenopus laevis) (Mishina et al., 1984).

IV.2) Présentation générale

IV.2.1) Les récepteurs canaux activés par des ligands

Les AChRs font partis de la superfamille des récepteurs canaux ioniques activés par des

ligands (Ligand-Gated Ion Channels, LGIC) et à la famille des récepteurs canaux à boucle

cystéine (Sine & Engel, 2006). Cette famille regroupe des récepteurs avec des propriétés

différentes qui fixent des ligands différents de type anionique ou cationique (Tableau V).

IV.2.2) Structure générale des récepteurs à l’acétylcholine

Les AChRs sont des récepteurs membranaires avec en leur centre un canal cationique. Ils

jouent un rôle dans la transmission de l’influx nerveux au niveau des synapses, des neurones

et des muscles (Changeux & Edelstein, 2005). Ces récepteurs sont des pentamères c'est-à-dire

qu’ils sont composés de 5 sous-unités qui peuvent être identiques (homopentamère) ou

différentes (hétéropentamère). La composition du récepteur en fonction de ses sous-unités

constitue des sous-types d’AChRs qui possèdent des propriétés pharmacologiques différentes.

IV.2.2.a) Structure d’une sous-unité des récepteurs à l’acétylcholine

Une sous-unité d’AChR est une protéine avec une structure très conservée. C’est une

protéine de 500 à 800 acides aminés dont le poids moléculaire est compris entre 50 kDa et

90 kDa. Cette protéine comporte un peptide signal de sécrétion qui lui permet d’être

correctement adressée au sein de la cellule. Elle comporte également quatre régions

hydrophobes qui sont des domaines transmembranaires (TM1-4) et qui permettent à la

protéine d’être enchâssée dans la membrane plasmique de la cellule. Une grande région

extracellulaire (contenant la boucle à cystéine) interagit avec le milieu extérieur et participe

notamment à la fixation du ligand. Enfin elle est constituée d’une boucle intracellulaire entre

le TM3 et le TM4 qui participe à la régulation du récepteur par des mécanismes de

phosphorylation / déphosphorylation (Hopfield et al., 1988). Chaque sous-unité possède

également dans sa partie N-terminale une boucle de treize acides aminés entre 2 résidus

cystéine qui forment un pont disulfure (cys-loop) (Karlin, 2002). Chez les sous-unités dites α,

il existe également deux cystéines consécutives nommées vicinales (Kao & Karlin, 1986). La

structure générale d’une sous-unité d’un AChR est présenté en figure 13.



Tableau VI : Différentes classes de sous-unités de récepteur à l’acétylcholine des organismes

modèles. La première sous-unité clonée de chaque organisme est indiquée en référence.

Organisme Classe de sous-unités
Nombre total

de sous-unités
Références

Vertébrés

Torpedo spp.
α1-α10, β1-β4, γ, δ, ε 17

(Noda et al., 1982, Sumikawa et

al., 1982)

Insecte

D. melanogaster
Dα1-Dα7, Dβ1-Dβ3 10 (Hermans-Borgmeyer et al., 1986)

Nématode

C. elegans
22 α et 7 non-α 29 (Squire et al., 1995)

Figure 14 : Structure générale d’un récepteur à l’acétylcholine (d’après (Jones & Sattelle,

2010)). L’acétylcholine (ACh) se fixe entre une sous unité α et une non-α pour provoquer

l’entrée de cations dans la cellule.
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Il existe plusieurs types de sous-unités d’AChR en fonction de l’organisme étudié. Les

organismes chez lesquels ces récepteurs et donc les sous-unités qui les composent sont les

plus connues sont les vertébrés (Homme, souris, poisson torpille), les insectes

particulièrement la drosophile (Drosophila melanogaster) et chez le nématode modèle

C. elegans. Chez les vertébrés il existe 17 sous-unités différentes réparties en 5 classes : α, β,

γ, δ et ε (Millar & Gotti, 2009). Chez la drosophile 10 sous-unités ont été identifiées et

divisées en deux classes : α et β (Millar & Denholm, 2007). Le nématode C. elegans possède

le plus grand nombre de sous-unités différentes identifiées chez un organisme modèle avec 29

sous-unités classées en 2 groupes : α et non-α (Jones et al., 2007) (Tableau VI).

IV.2.2.b) Structure des récepteurs à l’acétylcholine

La structure conformationnelle des AChRs est étudiée à l’heure actuelle par des

techniques de microscopie électronique qui a permis de les observer avec une résolution de

4 Å (Unwin, 2005). Cette étude à permis de confirmer la structure pentamérique des AChRs

(Figure 14). La composition en sous-unités du AChR détermine ses propriétés fonctionnelles

et pharmacologiques. Les cinq sous-unités s’assemblent et forment en leur centre un canal

ionique perméable aux cations tel que K+, Na+ et Ca2+. Il existe une forte homologie entre les

sous-unités au sein d’une même espèce et entre espèces (88% de similarité au niveau

protéique entre la sous-unité α4 de l’Homme et celle du rat). Les hétéropentamères possèdent

au minimum deux sous-unités α. Le site de liaison à l’acétylcholine (ligand naturel de ce

récepteur) ou site agoniste se trouve dans la partie N-teminale à l’interface entre une sous-

unité α et une sous-unité complémentaire (β, γ, δ, ε, Dβ ou non-α suivant l’espèce).

IV.2.3) Fonctionnement des récepteurs à l’acétylcholine

Les AChRs sont des récepteurs canaux retrouvés au niveau de la jonction cellulaire, et

plus précisément dans les synapses cholinergiques. Ils permettent la transmission de l’influx

nerveux entre deux cellules excitables. L’arrivée d’un potentiel d’action sur la cellule

provoque une dépolarisation de la membrane et l’ouverture des canaux calciques qui

provoque la libération d’acétylcholine dans la fente synaptique. La liaison de l’acétylcholine

sur le AChR provoque l’ouverture du canal ionique et l’entrée de Na+ dans la cellule, ce qui

provoque la dépolarisation de la membrane et la transmission de l’influx nerveux. Il y a

environ 106 à 107 ions qui traversent le canal à chaque seconde (Changeux et al., 1984). Les

molécules d’acétylcholine sont hydrolysées par l’acétylcholinestérase (AChE) en choline et

acétate. La choline est transportée dans la pré-synapse où elle est retransformée en



Figure 15 : Fonctionnement d’une synapse cholinergique. Lors de l’arrivée d’un potentiel

d’action, l’acétylcholine est relâchée dans la fente synaptique où elle se fixe sur les récepteurs

à l’acétylcholine. Elle est dégradée en choline par l’acétylcholine estérase (AChE) et retourne

dans la région présynaptique où elle est transformée en acétylcholine par la choline

acétyltransférase (ChAT).
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acétylcholine par la choline acétyltransférase (ChAT) (Figure 15). Au cours de cette

transmission d’influx nerveux, les AChRs existent sous plusieurs conformations : un état de

repos (R) où le récepteur est inactif, un état actif (A) où le canal ionique est ouvert, un état

intermédiaire (I) lorsqu’il passe de l’un à l’autre et enfin un état dit désensibilisé (D) c'est-à-

dire que l’agoniste ACh n’a plus d’effet sur le récepteur. Seul l’état actif permet le passage

des ions, les trois autres sont dit inactifs ou insensibles.

IV.2.4) Maladies, addictions et cibles pharmaceutiques des

récepteurs à l’acétylcholine

Les AChRs ont un rôle important dans l’organisme et leur implication dans de

nombreuses pathologies a été très étudiée chez l’Homme (Kalamida et al., 2007). En effet, un

lien a été montré entre le fonctionnement des AChRs et certaines maladies comme la maladie

d’Alzheimer, de Parkinson, la schizophrénie, l’autisme, l’épilepsie ou encore l’hyperactivité.

Toutes ces pathologies sont liées à un dysfonctionnement de ces récepteurs ou à une quantité

de récepteurs présents anormale (Albuquerque et al., 2009). Ils peuvent être également

associés à des phénomènes d’addiction notamment à la nicotine et à l’alcool.

Les AChRs sont des récepteurs canaux qui ont la propriété de fixer des ligands ou

agonistes, cette propriété leur donne un rôle de cible pharmacologique et pharmaceutique.

Certains traitements contre la douleur (analgésiques), contre la mort cellulaire

(neuroprotection) ou contre l’addiction à l’alcool et la nicotine ciblent ce type de récepteurs

(Cleo et al., 2009).

Les AChRs possèdent de nombreux sous-types (en relation avec leur composition en sous-

unités) qui ont des propriétés pharmacologiques différentes c'est-à-dire qu’ils ont plus ou

moins d’affinité pour des ligands spécifiques. La divergence dans le règne Animal au cours de

l’évolution a fait apparaître des sous-types d’AChR spécifiques de certains phylums. Ces

différences pharmacologiques ont été exploitées afin de trouver des molécules spécifiques de

certaines espèces d’animaux. Ainsi de nombreuses molécules insecticides (imidaclopride,

thiamethoxam, etc.) et antiparasitaires (lévamisole, pyrantel, monepantel, etc.) sont des

agonistes d’AChR qui provoquent une ouverture du canal ionique plus longue et aboutit à la

paralysie et / ou la mort de l’animal.
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IV.2.5) Récepteur à l’acétylcholine et épissage alternatif

 Certains événements d’épissage alternatif permettent de générer de la variabilité au

sein des sous-unités d’AChR. En effet, chez le moustique Anopheles gambiae le gène

Agamαβ9 peut coder deux isoformes protéiques. La nature des isoformes obtenues est

surprenante car il s’agit d’une sous-unité α pour la première et β pour la seconde (Jones et al.,

2009).

 Les phénomènes d’épissages alternatifs permettent de modifier les caractéristiques de

la sous-unité et donc du récepteur. La sous-unité α7 des vertébrés a la capacité de s’assembler

en homopentamère (Seguela et al., 1993). Chez le rat, des études ont montré qu’il existe deux

isoformes de cette sous-unité exprimées dans différents tissus de l’animal. L’isoforme 2

provient d’un ARNm qui a subi un événement d’épissage alternatif de type cassette exon

c'est-à-dire qu’un nouvel exon de 87 paires de bases est incorporé dans l’ARNm sans

décalage du cadre de lecture. Les propriétés pharmacologiques et physicochimiques obtenues

sont sensiblement différentes du récepteur α7 classique avec une affinité augmentée pour l’α-

bungarotoxine et l’acétylcholine (Severance et al., 2004). Chez la drosophile, il a été montré

que la sous-unité Dα4 possède deux exons 4 alternatifs (4 et 4’). Ces 2 exons comportent les

résidus cystéine formant la « cys-loop » qui joue un rôle dans l’assemblage du récepteur

(Green & Wanamaker, 1997). Cette étude a montré que l’isoforme protéique avec l’exon

alternatif 4’ s’incorpore moins bien que l’isoforme avec l’exon 4 (Lansdell & Millar, 2000).

La sous-unité α6 subit elle aussi de l’épissage alternatif avec deux exons 8 alternatifs. Cet

épissage donne lieu à une modification du domaine transmembranaire 2 ce qui a une influence

sur le récepteur final (Grauso et al., 2002, Jin et al., 2007) (pour revue (Sattelle et al., 2005).

Chez le papillon Bombyx mori, la sous-unité α8 subit un épissage alternatif avec deux exons 7

qui introduit des variations entre les domaines transmembranaires 2 et 3 (Shao et al., 2007).

 Dans certains cas, la modification de la sous-unité est telle que le récepteur obtenu

est non fonctionnel ou sérieusement modifié. Chez la souris, un ARNm épissé de la sous-unité

α7 donne une protéine tronquée après le domaine transmembranaire 3. Cette isoforme

faiblement exprimée dans le cerveau de la souris joue un rôle de dominant négatif lorsque

celle-ci est exprimée en même temps que la sous-unité α7 pleine longueur in vitro (Saragoza

et al., 2003). Cette forme tronquée s’incorpore au récepteur qui devient non fonctionnel. Chez

l’abeille Apis mellifera, la sous-unité α3 subit des modifications dans sa boucle intracellulaire

qui possède 2 sites de phosphorylation supplémentaires (Jones et al., 2006). Les sites de



Tableau VII : Détail des sous-unités identifiées chez C. elegans. Le ou les récepteurs associés ont été ajoutés lorsque ceux-ci ont été caractérisés.

Les références citées correspondent à la description de la sous unités ou à sa caractérisation dans un récepteur.

Groupe Sous-unité Type Récepteur Références
UNC-38 α L-AChR, ACR-2R (Fleming et al., 1997, Jospin et al., 2009)
ACR-6 α - (Mongan et al., 1998)UNC-38

UNC-63 α L-AChR, ACR-2R (Culetto et al., 2004, Jospin et al., 2009)
ACR-14 non-α - (Mongan et al., 1998)

ACR-7, ACR-10, ACR-11, ACR-15 α - (Mongan et al., 1998)
EAT-2 non-α EAT-2R (McKay et al., 2004)

ACR-19, ACR-21 α - (Mongan et al., 2002)
ACR-16 α ACR-16R (=N-AChR) (Ballivet et al., 1996)
ACR-9 non-α - (Mongan et al., 1998)

ACR-16

ACR-25 α - (Jones et al., 2007)
ACR-2 non-α ACR-2R (Squire et al., 1995, Jospin et al., 2009)
ACR-3 non-α ACR-2R (Baylis et al., 1997, Jospin et al., 2009)

LEV-1 (ACR-1) non-α L-AChR (Fleming et al., 1997)
UNC-29

UNC-29 non-α L-AChR (Fleming et al., 1997)
ACR-5 α - (Winnier et al., 1999)

DES-2 (ACR-4) α DEG-3/DES-2R (Treinin et al., 1998)
ACR-17, ACR-18, ACR-20 α - (Mongan et al., 2002)

ACR-23 α MPTL-R(?) (Mongan et al., 2002, Kaminsky et al., 2008)
ACR-24 α - (Jones et al., 2007)

DEG-3

DEG-3 α DEG-3/DES-2R (Treinin et al., 1998)
ACR-8 α L-AChR (?) (Gottschalk et al., 2005)
ACR-12 α ACR-2R, L-AChR (?) (Gottschalk et al., 2005, Jospin et al., 2009)ACR-8

LEV-8 (ACR-13) α L-AChR (Towers et al., 2005)
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phosphorylation participent à la régulation et l’agrégation du récepteur, il est envisageable que

l’incorporation de cet isoforme dans le récepteur altère son fonctionnement.

IV.3) Les récepteurs à l’acétylcholine du nématode

Caenorhabditis elegans

L’étude du système nerveux et par conséquent des AChRs chez le nématode libre

C. elegans, permet de travailler sur un modèle avec un système nerveux simple et dont chaque

cellule est identifiée et localisée précisément dans l’animal. De plus, la résistance à certains

nématicides tels que le lévamisole provoque un phénotype invalidant mais non létal pour ce

ver qui peut continuer à se nourrir et se reproduire sans avoir recours à la locomotion. Enfin,

C. elegans possède deux fois plus de sous-unités d’AChR que les vertébrés et trois fois plus

que les insectes. Cette diversité de sous-unités ainsi que leur possibilité d’assemblage en sous-

type de récepteurs en font un modèle d’étude intéressant (Gally & Bessereau, 2003).

IV.3.1) Les récepteurs à l’acétylcholine identifiés

Chez C. elegans, 29 sous-unités ont été identifiées (Tableau VII), elles ont été classées en

cinq groupes : les groupes UNC-29, ACR-8, UNC-38, ACR-16 et DEG-3 (Mongan et al.,

1998, Jones & Sattelle, 2004). Ces cinq groupes sont composés de 3 à 11 sous-unités en

fonction de leur proximité génétique, ils peuvent être composés de sous-unités α, non-α ou

des deux types. Elles sont nommées pour la majorité par acr pour « AcetylCholine Receptor »

de 1 à 25 sans acr-22 qui à été reclassé plus tard dans une autre famille de sous-unité.

Certaines ont un nom associé à un phénotype : unc (UNCoordinated), des (DEgeneration

Suppressor), deg (DEGeneration of certain neurons), lev (LEVamisole resistant) et eat

(EATing : abnormal pharyngal pumping). L’association en récepteur de la majorité de ces

sous-unités n’est pour l’heure pas connue et très peu de récepteurs ont été caractérisés à ce

jour. Seul cinq récepteurs ont été identifiés au niveau de leur composition en sous-unités et au

niveau pharmacologique.

 En 1998, Treinin et al reconstitue le récepteur DEG-3/DES-2 (DEG-3/DES-2R) de

C. elegans. Ce récepteur est composé de sous-unités issues de deux gènes : des-2 et deg-3

organisés en opéron. Ces deux sous-unités α d’AChR s’assemblent en pentamère pour former

un récepteur ionotrope fonctionnel. En complément des deux sous-unités, l’assemblage de ce

récepteur nécessite la présence d’une protéine accessoire : RIC-3 (Resistance to Inhibitors of

Cholinesterase 3 homolog) (Halevi et al., 2002). Cette protéine transmembranaire chaperonne
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agit sur le repliement conformationel du récepteur au niveau du réticulum endoplasmique

(Millar, 2008). Le récepteur DEG3/DES2 est présent dans les neurones au niveau de la queue

et de la tête du nématode, il possède la propriété pharmacologique d’avoir plus d’affinité pour

la choline que pour l’acétylcholine (Yassin et al., 2001).

 Certains AChRs sont composés de cinq sous-unités α identiques. C’est le cas du

récepteur ACR-16 (ACR-16R ou N-AChR) qui a été caractérisé chez C. elegans. La sous-

unité ACR-16 possède 61% de similarité avec la sous-unité α7 des vertébrés qui elle aussi

possède la capacité de s’assembler en homopentamère. Le N-AChR est sensible à

l’acétylcholine et à la nicotine et insensible à de nombreux agonistes tels que le α-

bungarotoxine (Ballivet et al., 1996). Des tests d’affinité réalisés avec différentes molécules

anthelminthiques ont montré que N-AChR est insensible au lévamisole, aux

tétrahydropyrimidines (pyrantel, oxantel, morantel) et à l’ivermectine (Raymond et al., 2000).

Ce récepteur nécessite également comme le DEG-3/DES-2R la présence de la protéine

chaperonne RIC-3 pour sa maturation (Cohen Ben-Ami et al., 2009). Des études tendent à

démontrer que le N-AChR est complémentaire d’un autre sous-type de récepteur nicotinique à

l’acétylcholine : le L-AChR. En effet ces deux récepteurs sont retrouvés aux mêmes endroits

au niveau du nématode : les cellules musculaires. De plus l’altération d’un de ces deux

récepteurs provoque un phénotype de locomotion altéré alors que le dysfonctionnement des

deux provoque une paralysie totale du nématode (Touroutine et al., 2005).

 Le récepteur EAT-2 est localisé dans la partie antérieure de C. elegans et à été

associé à un phénotype de défaut de fonctionnement du pharynx. A l’heure actuelle, seule la

sous-unité EAT-2 est connue dans ce récepteur qui est mal connu au niveau de sa composition

en sous-unités et de ses caractéristiques pharmacologiques. Ce récepteur est localisé au niveau

du pharynx et il interagit avec une petite protéine de 71 acide aminés, EAT-18, de fonction

inconnue (McKay et al., 2004).

 Le récepteur ACR-2 (ACR-2R) est impliqué dans la balance entre la contraction et le

relâchement musculaire permettant ainsi au nématode de se déplacer. Ce récepteur est

constitué de trois sous-unités α (UNC-38, UNC-63 et ACR-12) et de deux sous-unités non-α

(ACR-2 et ACR-3). Ce récepteur a été reconstitué en œufs de xénope et est sensible à

l’acétylcholine, faiblement sensible à la nicotine et insensible à des composés comme le

lévamisole ou la choline (Jospin et al., 2009).



Tableau VIII : Détail des gènes identifiés chez les mutants résistants au lévamisole de

C. elegans. D’après (Lewis et al., 1980b, Jones et al., 2005)

Phénotype Gène Protéine Référence
lev-1 sous unité non-α de nAChR (Fleming et al., 1997)

unc-29 sous unité non-α de nAChR (Fleming et al., 1997)
unc-38 sous unité α de nAChR (Fleming et al., 1997)
unc-63 sous unité α de nAChR (Culetto et al., 2004)
unc-74 thiorédoxine (Lewis et al., 1987a)

Extrêmement résistant
"uncoordinated"

unc-50 protéine transmembranaire golgienne (Eimer et al., 2007)
lev-8 sous unité α de nAChR (Towers et al., 2005)
lev-9 protéine extracellulaire (Gendrel et al., 2009)

Partiellement résistant
"pseudo wild type"

lev-10 protéine transmembranaire (Gally et al., 2004)
unc-22 protéine myofilamentaire (Benian et al., 1993)Partiellement résistant

"Twitcher" lev-11 tropomyosine (Kagawa et al., 1997)
"Uncoordinated" anormal unc-68 récepteur à la ryanodine (Maryon et al., 1996)
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IV.3.2) Le récepteur au lévamisole

Le lévamisole est un composé qui mime l’action de l’acétylcholine. En 1975, le mode

d’action du lévamisole est élucidé. Ce composé agit sur les récepteurs nicotiniques à

l’acétylcholine situés au niveau des cellules musculaires du nématode (Coles et al., 1975).

Dans les années 1980 Lewis et al. découvrent que des mutants du nématode C. elegans

résistants au lévamisole ont un déficit en AChRs et plus précisément au niveau de la jonction

neuromusculaire (Lewis et al., 1980a, Lewis et al., 1980b).

 Afin de découvrir quels gènes sont impliqués dans le récepteur au lévamisole (L-

AChR) chez C. elegans, des études ont été effectuées sur des mutants résistants au lévamisole

avec un phénotype de résistance extrême ou partiel. Ces expériences ont permis d’identifier

quels gènes étaient inactivés chez les isolats résistants. Dans ce premier crible, douze gènes

impliqués dans la résistance au lévamisole ont été identifiés (Lewis et al., 1987a, Lewis et al.,

1987b) (Tableau VIII).

Cinq de ces gènes codent des sous-unités d’AChR, deux sont des sous-unités non-α : lev-1

et unc-29, et trois sont des sous-unités α : unc-38, unc-63 et lev-8. Le L-AChR est donc

composé de cinq sous-unités différentes avec des rôles plus ou moins importants puisque les

sous-unités unc-29, unc-63 et unc-38 sont considérées comme essentielles au récepteur alors

que lev-1 et lev-8 ne le sont pas (Qian et al., 2008). Ce dernier résultat implique que le

lévamisole pourrait se fixer sur plusieurs sous-types de récepteurs avec une affinité plus ou

moins importante et des effets sur ces récepteurs sensiblement différents.

D’autres gènes étudiés sont indirectement responsables de la résistance au lévamisole chez

ces mutants, ce sont en général des gènes qui ont un rôle dans la locomotion du nématode.

C’est le cas des protéines UNC-22 et LEV-11 qui interviennent directement dans la

contraction musculaire du nématode (Benian et al., 1993, Kagawa et al., 1997). UNC-68, joue

un rôle dans l’homéostasie du Ca2+ intracellulaire, ce récepteur est présent à la surface du

réticulum sarcoplasmique (compartiment cellulaire contenant des ions Ca2+). Il sert lors d’une

contraction à augmenter la concentration de calcium intracellulaire et ainsi d’augmenter

l’effet de contraction. En effet lorsque le L-AChR est activé une entrée de cations s’effectue

dans la cellule (Ca2+ et Na+), les ions calcium se fixent sur le récepteur à la ryanodine ce qui

libère des ions Ca2+ du réticulum sarcoplasmique vers le cytoplasme et amplifie la contraction

(Puttachary et al., 2010, Robertson et al., 2010).



Figure 16 : Représentation schématique des différentes protéines interagissant avec le récepteur au lévamisole
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Les quatre autres gènes codent des protéines accessoires c'est-à-dire des protéines qui

participent à la mise en place et au bon fonctionnement du récepteur. Ainsi les gènes lev-9 et

lev-10 codent des protéines qui jouent un rôle dans l’agrégation du récepteur au niveau de la

jonction neuromusculaire (Gally et al., 2004, Gendrel et al., 2009). La protéine UNC-50 est

une protéine transmembranaire localisée dans l’appareil de golgi qui joue un rôle dans la

régulation du transport du L-AChR à l’intérieur de la cellule (Eimer et al., 2007). UNC-74 est

une thiorédoxine proche de la protéine humaine TMX3 (Haugstetter et al., 2005). Cette

protéine semble être localisée dans le réticulum endoplasmique et participe au repliement

conformationel des sous-unités du récepteur.

Ainsi le gène ric-3, a été découvert lors de l’étude de la résistance aux inhibiteurs de la

cholinestérase (Nguyen et al., 1995). Ce gène est essentiel à de nombreux récepteurs à

l’acétylcholine (Halevi et al., 2002, Halevi et al., 2003). ric-3 code une protéine

transmembranaire chaperonne située dans la membrane du réticulum endoplasmique qui

participe comme UNC-74 à donner aux sous-unités du L-AChR une conformation

fonctionnelle. Un schéma récapitulatif des 12 protéines identifiées par Lewis et al est présenté

figure 16.

Les récepteurs à l’acétylcholine sensibles au lévamisole des nématodes sont la cible de

composés anthelminthiques comme le lévamisole. L’augmentation d’isolats résistants au

lévamisole dans les élevages mondiaux de petits ruminants accroît l’intérêt de caractériser ce

récepteur chez de nombreuses espèces de nématodes.

Récemment la reconstitution in vitro en œufs de xénope a permis de déterminer que 8

gènes sont indispensables pour reconstituer le récepteur au lévamisole en système

hétérologue. Parmi ces gènes figurent les 5 sous-unités (unc-38, unc-63, unc-29, lev-1 & lev-

8) et 3 gènes codant pour des protéines accessoires (ric-3, unc-50 & unc-74) (Boulin et al.,

2008). Ce dernier résultat, offre des perspectives très prometteuses en tant qu’outil de

reconstitution de récepteur de nématode in vitro, et va permettre de disposer d’un moyen de

validation fonctionnel afin d’étudier les polymorphismes observés lors des comparaisons

d’isolats sensibles ou résistants au lévamisole.
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V) Objectifs de la thèse

Au début de ce travail de thèse, seules des données électrophysiologiques et

pharmacologiques étaient disponibles chez les strongles digestifs montrant que la résistance

au lévamisole serait due à une réduction de l’affinité du lévamisole pour sa cible et / ou une

diminution du nombre de récepteurs présents à la surface des cellules. Les données

moléculaires concernant les mécanismes de résistance au lévamisole chez H. contortus étaient

inexistantes. Seuls les homologues de la sous-unité UNC-38 avaient été identifiés chez les 3

espèces de parasites étudiées au laboratoire (Wiley et al., 1996, Hoekstra et al., 1997b,

Walker et al., 2001) et aucun polymorphisme n’a été associé à un phénotype de résistance

(Hoekstra et al., 1997b, Wiley et al., 1997).

Dans ce contexte, l’objectif de nos travaux de thèse était d’étudier au niveau moléculaire

le mécanisme de résistance au lévamisole chez le nématode parasite Haemonchus contortus

dans un premier temps puis d’étendre les résultats obtenus aux deux autres espèces de

strongles d’intérêts : Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus colubriformis.

L’étude de la résistance au lévamisole chez les nématodes parasites au niveau moléculaire

s’est effectuée selon les trois grands axes :

1) Identifier et caractériser chez les espèces d’intérêt agronomique (H. contortus,

T. circumcincta et T. colubriformis) des homologues des gènes du nématode modèle

Caenorhabditis elegans codant les sous-unités du récepteur au lévamisole.

2) Identifier des gènes potentiellement impliqués dans la résistance au lévamisole chez

H. contortus par une technique de comparaison de transcriptomes de nématodes sensibles

versus résistants au lévamisole par une technique de cDNA-AFLP. Cette approche sans a

priori ayant pour but de compléter les données obtenues par la stratégie gènes-candidats

décrite précédemment.

3) Valider les polymorphismes observés sur certains gènes identifiés au cours de ces 2

approches à l’aide d’un outil de validation fonctionnelle : l’œuf de xénope.
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Introduction de l’article 1

Le lévamisole est un agoniste cholinergique qui a pour cible un récepteur à

l’acétylcholine. Ce composé provoque chez le nématode une paralysie due à la contraction

permanente de ses muscles. Cependant, dans certains élevages des isolats de nématodes

parasites deviennent résistants à cette molécule rendant le traitement inefficace. Chez le

nématode modèle Caenorhabditis elegans, le criblage de mutants résistants au lévamisole a

permis d’identifier 11 gènes conférant la résistance à ce composé. Parmi ces gènes, 5 codent

des sous-unités d’un récepteur à l’acétylcholine sensible au lévamisole (L-AChR) : 3 sous-

unités α (unc-38, unc-63 & lev-8) et 2 sous-unités non-α (unc-29 & lev-1).

Chez le nématode parasite Haemonchus contortus, seul le gène hca-1 correspondant à

l’homologue d’unc-38 a été décrit. La recherche de polymorphismes entre isolats sensibles et

résistants au lévamisole sur cette sous-unité n’avait pas permis de déceler de différences

associées à la résistance (Hoekstra et al., 1997b). Pour les 2 autres espèces de strongles

étudiées au laboratoire, Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus colubriformis, seules

des séquences partielles codant les homologues d’UNC-38 ont été identifiées (Wiley et al.,

1996, Walker et al., 2001).

Dans le but d’étudier la résistance chez les 3 espèces de strongles digestifs H. contortus,

T. circumcincta et T. colubriformis, nous avons cherché à cloner les homologues des sous-

unités UNC-29, UNC-38, UNC-63 LEV-1 et LEV-8 identifiées chez C. elegans. Cette

recherche a été effectuée chez des isolats des 3 espèces de strongle disponibles au laboratoire.

Pour chaque espèce, 3 isolats sensibles et 2 isolats résistants au lévamisole ont été utilisés

pour identifier et comparer les séquences nucléotidiques des sous-unités.

L’ensemble des résultats est présenté dans l’article suivant :

Neveu C, Charvet CL, Fauvin A, Cortet J, Beech RN & Cabaret J (2010). Genetic

diversity of levamisole receptor subunits in parasitic nematode species and abbreviated

transcripts associated with resistance. Pharmacogenetics and Genomics, 20, 414-425.
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Résultats / Discussion de l’article 1

Bien que Caenorhabditis elegans soit un nématode libre, il est phylogénétiquement très

proche des espèces de strongles d’intérêt pour les animaux de rente. L’étude des gènes

impliqués dans la résistance au lévamisole chez Haemonchus contortus, Teladorsagia

circumcincta et Trichostrongylus colubriformis à partir des gènes déjà identifiés chez

C. elegans semble donc pertinente. Au cours de cette étude nous avons cherché à identifier les

homologues des sous-unités LEV-1, LEV-8, UNC-29, UNC-38 et UNC-63 du récepteur au

lévamisole (L-AChR) de C. elegans chez les 3 espèces de strongles digestifs H. contortus,

T. circumcincta et T. colubriformis. L’objectif était de corréler un éventuel polymorphisme

nucléotidique retrouvé chez certains de nos isolats résistants à la résistance au lévamisole.

Cette étude nous a permis d’identifier et de décrire 20 homologues des sous-unités de

C. elegans chez nos 3 espèces confondues. Elle a également permis de déceler des différences

majeures entre le nématode modèle et les strongles digestifs.

1) Chez C. elegans, il a été démontré que certaines sous-unités sont indispensables au

récepteur au lévamisole (UNC-29, UNC-38 & UNC-63) et d’autres non (LEV-1 & LEV-8)

(Qian et al., 2008). Les résultats obtenus chez les trichostrongles tendent à confirmer cette

hypothèse puisque malgré de nombreuses tentatives, aucun homologue du gène lev-8 n’a été

identifié. Les études moléculaires de la résistance au lévamisole réalisées chez d’autres

espèces de nématodes parasites (Ascaris suum, Ancylostoma caninum, Oesophagostomum

dentatum) ainsi que la recherche dans les banques de données (Brugia malayi, Trichinella

spiralis) semblent indiquer que ce phénomène est général chez les nématodes parasites

(Williamson et al., 2007). De plus, l’homologue correspondant au gène lev-1 ne possède pas

de peptide signal de sécrétion et ce chez les 3 espèces étudiées. Etant donné que le peptide

signal de sécrétion d’une protéine participe à son bon adressage dans la cellule, le rôle de la

protéine issue des gènes lev-1 des trichostrongles reste à déterminer.

2) Un autre résultat important est la mise en évidence de 4 paralogues du gène unc-29

chez H. contortus et T. circumcincta ainsi que 3 chez T. colubriformis. Ces paralogues sont

probablement issus d’événement de duplication et présentent 86% à 91% de similarité entre

leurs séquences protéiques au sein d’une même espèce. Les fonctions in vivo de ces différents

paralogues sont inconnues et leurs éventuelles implications dans le récepteur au lévamisole

chez ces espèces seront étudiées au laboratoire.
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3) La découverte d’une forme tronquée de l’ADNc du gène unc-63 chez un isolat

résistant de chaque espèce de strongles digestifs laisse envisager que cette forme pourrait

jouer un rôle dans le phénotype de résistance au lévamisole chez ces isolats. Ces formes

tronquées sont co-exprimées avec les formes complètes des messagers. Cependant il est

possible que les protéines issues de ces formes tronquées, ne possédant pas toutes les

caractéristiques structurales des sous-unités, entrent en compétition avec la forme pleine

longueur pour s’incorporer au récepteur final. La sous-unité UNC-63 a été décrite comme

essentielle pour le récepteur au lévamisole chez le nématode C. elegans, elle joue donc un rôle

important dans le mode d’action de cette molécule. Il est envisageable que la présence de ces

récepteurs non fonctionnels réduise l’action du lévamisole sur le nématode et permettent à

certains individus de résister à l’action de ce composé.

Pour les autres isolats résistants n’exprimant pas la forme tronquée d’UNC-63, le

mécanisme à l’origine de l’apparition de la résistance demeure à ce jour inconnu. L’étude des

séquences nucléotidiques des sous-unités UNC-38, LEV-1 et des paralogues d’UNC-29 n’a

pas révélé de polymorphisme associé à la résistance au lévamisole chez les isolats testés.

Cependant chez C. elegans, d’autres protéines ont été associées à des phénotypes de

résistance (UNC-50, LEV-9, LEV-10 & UNC-74) (Lewis et al., 1987a). Il existe également

de nombreux gènes impliqués dans la cascade de fonctionnement du lévamisole comme, des

protéines accessoires qui participent à la mise en place du récepteur (RIC-3, NRA-2, OIG-4,

etc.) ou à sa régulation (TAX-6, SOC-1, TPA-1) (Gottschalk et al., 2005, Almedom et al.,

2009, Rapti et al., 2011). Ces gènes, qu’ils soient impliqués ou non dans un phénotype de

résistance au lévamisole chez C. elegans, peuvent également être des candidats. Des

modifications au niveau de ces gènes pourraient être à l’origine de la résistance au lévamisole

chez ces isolats.
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Introduction de l’article 2 et 3

Dans le but d’identifier des gènes impliqués dans la résistance au lévamisole chez

H. contortus, une étude transcriptomique globale par analyse différentielle des transcrits

d’isolats sensibles et résistants au lévamisole a été réalisée. Cette comparaison a été effectuée

par la technique de cDNA-AFLP (Bachem et al., 1996, Money et al., 1996). Cette technique a

déjà été utilisé dans de nombreuses études comme pour identifier des gènes impliqués dans la

pathogénicité des nématodes phytoparasites (Qin et al., 2000), ou encore pour détecter des

gènes responsables de la résistance aux insecticides chez le papillon Helicoverpa armigera

(Wee et al., 2008).

Le cDNA-AFLP (Amplified Fragment Lenght Polymorphism à partir d’ADNc) est une

technique qui permet de comparer le transcriptome de plusieurs isolats de la même espèce,

proches génétiquement, afin d’identifier des séquences codantes exprimées de manière

différentielle. Cette technique consiste à digérer les ADNc avec 2 enzymes de restriction, les

fragments obtenus sont amplifiés par PCR puis séparés par électrophorèse. Les profils de

migration des différents isolats testés permettent de déceler les fragments différentiellement

exprimés.

Dans le cadre de cette étude, la technique de cDNA-AFLP a été effectuée sur

Haemonchus contortus : l’espèce de strongle digestif la plus pathogène. Quatre populations

isolées indépendamment dans des élevages de provenances géographiques diverses ont été

utilisées : 2 isolats sensibles au lévamisole (Moredun et Zaire) provenant respectivement

d’Ecosse et de la république démocratique du Congo. Et 2 isolats résistants au lévamisole

(Kokstad et Cedara), isolés indépendamment de deux élevages d’Afrique du Sud.

L’ensemble des résultats est présenté dans les 2 articles suivants :

Neveu C, Charvet C, Fauvin A, Cortet J, Castagnone-Sereno P, Cabaret J (2007).

Identification of levamisole resistance markers in the parasitic nematode Haemonchus

contortus using a cDNA-AFLP approach. Parasitology, 134, 1105-1110.

Fauvin A., Charvet C., Issouf M., Cortet J., Cabaret J. & Neveu C (2010). cDNA-AFLP

analysis in levamisole-resistant Haemonchus contortus reveals alternative splicing in a

nicotinic acetylcholine receptor subunit. Molecular and Biochemical Parasitology, 170, 105-

107.
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Tableau IX : Description des différents TDFs identifiés au cours de l’approche de cDNA-AFLP

TDF Taille (pb) Phénotype BLAST X Espèce E-value
% de

similarité
protéique

HA1 288 R Putative protein hc42.3 Haemonchus contortus 5 e-29 85
HA7 299 R Pas d'homologie / / /
HA10 480 R Intestinal prolyl carboxypeptidase 1 Haemonchus contortus 5 e-46 70
HA17 310 R Pas d'homologie / / /
HAX 304 R Nicotinic acetylcholine receptor 8 Haemonchus contortus 3 e-28 100
HT1 250 R CBR-CLC-1 (Claudin Like in Caenorhabditis) Caenorhabditis briggsae 2 e-08 77
HT2 143 R Pas d'homologie / / /
HT15 272 R Translocation protein 1 Loa loa 1 e-09 100
HT23 243 R Pas d'homologie / / /
HC1 336 R VAB-10A (Variable ABnormal morphology) Caenorhabditis elegans 3 e-40 86
HG7 550 R NIM-2 Haemonchus contortus 3 e-92 98

HA4 385 S CRE-TWK-24 (TWiK family of potassium channels) Caenorhabditis remanei 2 e-32 90
HA5 144 S Pas d'homologie / / /
HA6 145 S Pas d'homologie / / /
HA8 256 S Hypothetical protein LOAG_02464 Loa loa 1 e-06 94

HA11 567 S Hypothetical protein CRE_00693 Caenorhabditis remanei 1 e-31 58
HA12 497 S DHC-1 (Dynein Heavy Chain) Caenorhabditis elegans 4 e -76 93
HA13 283 S Hypothetical protein CBG02349 Caenorhabditis briggsae 6 e -34 99

HT3 512 S CRE-RPL-7A (Ribosomal Protein, Large subunit) Caenorhabditis remanei 3 e -54 91

HT4 536 S Microsomal aminopeptidase Haemonchus contortus 2 e-85 98
HT7 129 S Pas d'homologie / / /
HT8 393 S CBR-TTR-33 (TransThyretin-Related family domain) Caenorhabditis briggsae 8 e-15 57

HT9 390 S Hypothetical protein CBG_16611 Caenorhabditis briggsae 5 e-28 76

HT19 811 S Cathepsin B-like cysteine protease GCP7 Haemonchus contortus 1 e-156 100

HC8 270 S CRE-XRN-1 (eXoRiboNuclease) Caenorhabditis remanei 4 e -35 90
HC10 228 S CBR-UBQ-1 (UBiQuitin) Caenorhabditis briggsae 6 e-26 100
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Résultats / Discussion des articles 2 et 3

Les analyses transcriptomiques comparatives d’isolats résistants versus sensibles au

lévamisole a permis d’identifier approximativement 17 280 fragments de transcrits (TDFs)

parmi lesquels 26 présentent un profil d’expression différent entre les 2 isolats résistants au

lévamisole et les 2 isolats sensibles. Onze sont spécifiquement exprimés chez les 2 isolats

résistants au lévamisole et 15 chez les 2 isolats sensibles. Pour chaque candidat le TDF à été

séquencé et l’expression différentielle de ces TDFs identifiée en cDNA-AFLP a été vérifiée

par des expériences de PCR semi-quantitative. Le nom, la taille ainsi que la meilleure

homologie en BLASTX de chaque TDF sont récapitulés tableau IX.

Parmi les 26 TDFs isolés, 2 ont montré un profil d’expression différentiel similaire entre

le cDNA-AFLP et les PCR semi-quantitative de contrôle :

1) Le premier TDF : HA17 a été retrouvé exprimé spécifiquement chez les 2 isolats

résistants. L’expression différentielle de ce marqueur de résistance au lévamisole potentiel a

été validée sur 4 nouveaux isolats. Une souche résistante au lévamisole sélectionnée

artificiellement en laboratoire à partir d’une souche sensible du Zimbabwe (RHS6) (Hoekstra

et al., 1997a) et sur 3 souches sensibles : Brésil, Bordaicoborda et Herian provenant

respectivement de la ville de Fortaleza au Brésil et de 2 élevages du pays basque pour les 2

dernières.

Ce TDF ne présente aucune homologie avec les séquences nucléotidiques ou protéiques

répertoriées dans les bases de données. Ce résultat peut signifier que le gène ha17 est

spécifique à l’espèce H. contortus ou bien que le TDF correspond à une partie de l’ADNc non

retrouvée chez les autres espèces (parties non codantes ou non conservées du gène). L’ADNc

complet du gène ha17 n’a pour l’heure pas été entièrement cloné. Etant donné qu’aucun cadre

de lecture ouvert n’est présent au sein de la séquence de 310 paires de bases du TDF, il est

possible que ce TDF corresponde à la fin de l’ADNc et donc au 3’UTR de la séquence. La

séquence 3’ UTR d’un gène étant une séquence qui participe à la régulation du gène, elle est

très variable entre espèces même si le gène est quand à lui très conservé. Les données

disponibles actuellement sur le génome d’H. contortus ne nous permettent pas de progresser

sur ce point.

La séquence complète du gène ha17 et donc l’ADNc et la fonction de la protéine

correspondante restent donc à déterminer.
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2) Le profil d’expression du second TDF HAX a été testé sur 3 isolats résistants au

lévamisole (Kokstad, Cedara & RHS6) ainsi que sur 3 isolats sensibles (Zaire, Brésil &

Moredun). Ces expériences montrent bien l’expression d’HAX uniquement chez les isolats

résistant au lévamisole. HAX présentait des homologies avec la sous-unité d’AChR ACR-8 de

Caenorhabditis elegans. Ce résultat est particulièrement intéressant car la cible du lévamisole

est un sous-type particulier d’AChR. Cependant chez C. elegans la composition du récepteur

au lévamisole à été clairement identifiée et décrite comme formée de 5 sous-unités

différentes. La sous-unité ACR-8 ne participe pas à la constitution du L-AChR et des études

montrent qu’elle participerait à un récepteur insensible au lévamisole (Touroutine et al.,

2005). Néanmoins, des études plus récentes ont montré que la sous-unité ACR-8 peut

interagir avec la sous-unité UNC-29 qui elle a été décrite comme essentielle au récepteur au

lévamisole chez ce nématode (Gottschalk et al., 2005).

Suite à l’identification de ce TDF, le clonage et l’analyse de la forme pleine longueur

d’Hco-acr-8 chez les différents isolats testés en cDNA-AFLP n’a pas permis de mettre en

évidence de polymorphisme associé à la résistance au lévamisole, que ce soit au niveau de la

séquence nucléotidique ou au niveau de l’expression de la forme pleine longueur.

L’ADNc complet du gène correspondant au TDF HAX correspond à une isoforme du

gène Hco-acr-8. Cette isoforme (nommée Hco-acr-8b selon la nomenclature décrite dans

(Beech et al., 2010b)) correspond aux 2 premiers exons du gène Hco-acr-8, ainsi qu’à une

partie d’environ 350 paires de bases correspondant à une portion de l’intron 2. Ce phénomène

d’épissage alternatif fait apparaitre un codon stop et un site de polyadénylation alternatif. Le

rôle de cette protéine dans un éventuel mécanisme de résistance au lévamisole reste à

déterminer.

Dans le but de savoir si le transcrit du gène Hco-acr-8b est traduit en protéine des études

de western blot complémentaires seront nécessaires. En effet la production par les cellules de

formes aberrantes d’ARNm est un phénomène courant et la majorité des ADNc qui possèdent

un codon stop prématuré est dégradée par un mécanisme de régulation cellulaire appelé NMD

(Nonsense Mediated mRNA Decay).

La recherche de gènes potentiellement impliqués dans la résistance au lévamisole par une

technique de cDNA-AFLP nous a donc permis d’identifier 2 ARNm spécifiquement exprimés

chez nos isolats résistants au lévamisole et absents chez nos isolats sensibles. La validation de
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cette différence d’expression à l’aide d’isolats supplémentaires confirme l’intérêt de ces 2

candidats en tant que marqueurs de résistance. Cependant l’implication potentielle de ces 2

gènes dans un éventuel mécanisme de résistance au lévamisole reste encore à étudier.
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Introduction de l’article 4

En 1982, des études montrent que l’œuf de xénope est un système performant pour

l’expression et les études d’électrophysiologie de récepteurs canaux (Miledi et al., 1982). Ce

système d’expression permet notamment d’analyser les propriétés pharmacologiques et

physicochimiques d’un récepteur, il peut également permettre d’étudier in vitro l’effet de

mutations ou la présence de formes tronquées sur le fonctionnement du récepteur (pour revue

(Bianchi & Driscoll, 2006)). En 2008, Thomas Boulin réalise la première expression

fonctionnelle du L-AChR de Caenorhabditis elegans en œufs de xénope (Boulin et al., 2008).

Ce travail a ouvert la voie pour la reconstitution du récepteur au lévamisole chez d’autres

nématodes et notamment les espèces parasites.

Les résultats issus des approches gènes-candidats et transcriptomique nous ont permis de

cloner les homologues des sous-unités du L-AChR de C. elegans chez le strongle digestif

Haemonchus contortus et de détecter une sous-unité d’AChR non associée avec le L-AChR

de C. elegans. Ces résultats permettent de reconstituer in vitro le L-AChR d’un strongle

digestif (H. contortus) avec pour objectif d’identifier les sous-unités qui participent au L-

AChR, ainsi que d’étudier d’un point de vue mécanistique l’implication potentielle de la

forme tronquée Hco-unc-63b dans le phénotype de résistance au lévamisole.

Chez C. elegans la reconstitution du récepteur nécessite la présence de trois protéines

accessoires nécessaires pour exprimer le L-AChR (RIC-3, UNC-50 & UNC-74). Nous avons

recherché les homologues de ces protéines accessoires afin de tester leur implication

potentielle dans l’expression in vitro du L-AChR d’H. contortus.

L’ensemble des résultats est présenté dans l’article suivant :

Fauvin A, Boulin T, Charvet CL, Cortet J, Cabaret J, Bessereau JL & Neveu C (2011).

Functional reconstitution of Haemonchus contortus acetylcholine receptors in Xenopus

oocytes provides mechanistic insights into levamisole resistance. British Journal of

Pharmacology (10.1111/j.1476-5381.2011.01420.x).



Article 4

75

Functional Reconstitution of Haemonchus contortus Acetylcholine

Receptors in Xenopus Oocytes Provides Mechanistic Insights into
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SUMMARY

BACKGROUND AND PURPOSE

The cholinergic agonist levamisole is widely used to treat parasitic nematode infestations.

This anthelmintic drug paralyses worms by activating a class of levamisole-sensitive

acetylcholine receptors (L-AChRs) expressed in nematode muscle cells. However, levamisole

efficacy has been compromised by the emergence of drug resistant parasites, especially in

gastrointestinal nematodes such as Haemonchus contortus. We report here the first functional

reconstitution and pharmacological characterization of H. contortus L-AChRs in a

heterologous expression system.

EXPERIMENTAL APPROACH

In the free-living nematode Caenorhabditis elegans, five AChR subunit and three ancillary

protein genes are necessary in vivo and in vitro to synthesize L-AChRs. We have cloned the

H. contortus orthologs of these genes and expressed them in Xenopus oocytes. We

reconstituted two types of H. contortus L-AChRs with distinct pharmacologies by combining

different receptor subunits.

KEY RESULTS

We show that the Hco-ACR-8 subunit plays a pivotal role in the selective sensitivity to

levamisole. Similar to C. elegans L-AChRs, expression of H. contortus receptors requires the

ancillary proteins Hco-RIC-3, Hco-UNC-50 and Hco-UNC-74. Using this experimental

system we could demonstrate that a truncated Hco-UNC-63 L-AChR subunit, which was

specifically detected in a levamisole-resistant H. contortus isolate but not in levamisole-

sensitive strains, hampers the normal function of L-AChRs when co-expressed with its full-

length counterpart.
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CONCLUSIONS AND IMPLICATIONS

We provide the first functional evidence for a putative molecular mechanism involved in

levamisole resistance in any parasitic nematode. This expression system will provide a means

to analyze molecular polymorphisms associated with drug resistance at the

electrophysiological level.

Keywords

Recombinant receptor expression, acetylcholine receptor, nematode, anthelminthic drug, drug

resistance, Haemonchus contortus.
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Introduction

Gastrointestinal parasite infections are of major importance for human health and animal

welfare. In the absence of effective vaccination strategies, control of parasitic helminths relies

mainly on the use of broad spectrum anthelmintics such as levamisole (Lev), benzimidazoles

(BZ) and avermectins (AVM). Intensive use of these drugs has inevitably led to the selection

of resistant parasites. For example, the haematophagous parasite Haemonchus contortus

(barber pole worm) is one of the most prevalent and pathogenic trichostrongylid species

affecting small ruminants and threatening productivity and profitability in sheep and goat

farming worldwide (Kaplan, 2004; Waller et al., 2005). H. contortus populations resistant to

these three classes of anthelminthics and even combinations of drugs have been reported

around the world (Kaplan, 2004). However, the rate of resistance selection for levamisole

appears to be slower in H. contortus in comparison with BZ and AVM. Therefore levamisole

remains a useful tool to control BZ and AVM resistant parasites populations (Tyrrell et al.,

2010).

Levamisole and other cholinergic agonists such as pyrantel and oxantel activate

AChRs expressed in nematode body-wall muscles (Aceves et al., 1970; Aubry et al., 1970;

Colquhoun et al., 1991; Harrow et al., 1985; Martin et al., 2004). Exposure to these drugs

causes spastic paralysis of the worms, which are either killed as for the free-living nematode

Caenorhabditis elegans or expelled from the host organism in the case of H. contortus. The

molecular composition of levamisole-sensitive AChRs (L-AChRs) was first deciphered in

C. elegans using the powerful genetic tools available in this model organism (Lewis et al.,

1987; Lewis et al., 1980). Forward genetic screens for levamisole-resistant mutants in

C. elegans identified the five genes encoding the five subunits of L-AChRs. They include

three α-subunits (UNC-63, UNC-38, LEV-8) and two non-α-subunits (UNC-29, LEV-1)

(Boulin et al., 2008; Culetto et al., 2004; Fleming et al., 1997; Towers et al., 2005). In
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addition, mutation of three additional genes, ric-3, unc-74 and unc-50, causes a complete loss

of L-AChR expression in muscle cells. RIC-3 is a small transmembrane protein thought to act

as a chaperone promoting AChR folding in the endoplasmic reticulum (Millar, 2008). It is

involved in the assembly or maturation of at least four distinct AChRs in C. elegans,

including levamisole- and nicotine-sensitive AChRs in muscle (Halevi et al., 2002; Halevi, et

al., 2003). unc-74 encodes a thioredoxin closely related to the human TMX3 protein

(Haugstetter et al., 2005). It is likely required for the proper folding of L-AChR subunits

although its function has not been characterized in detail so far. unc-50 encodes a

transmembrane protein mostly localized to the Golgi apparatus. In unc-50 mutants, L-AChRs,

but no other ionotropic receptors, are targeted to lysosomes for degradation, suggesting a

specific role for this protein in the regulation of L-AChR trafficking (Eimer et al., 2007).

These three genes have been widely conserved through evolution from nematodes to humans.

In the absence of an efficient expression system for nematode L-AChRs, the

biophysical and pharmacological characterization of these receptors has relied for almost four

decades on in vivo electrophysiological analysis, conducted initially in Ascaris suum and

Oesophagostomum dentatum (Qian et al., 2006; Robertson et al., 1999) and subsequently in

C. elegans (Qian et al., 2008; Richmond et al., 1999). Recently, we have obtained robust

expression of C. elegans L-AChRs in Xenopus oocytes by providing cRNAs not only

encoding the five L-AChR subunits but also the three ancillary proteins RIC-3, UNC-50 and

UNC-74 (Boulin et al., 2008). Interestingly, the sole expression of the A. suum orthologs of

unc-29 and unc-38 in Xenopus oocytes was sufficient to reconstitute AChRs with varying

sensitivity to levamisole and nicotine depending on the relative expression levels of the two

subunits (Williamson et al., 2009). Since A. suum is evolutionary distant from C. elegans,

these results suggested that the molecular composition of L- and N-AChRs could vary among
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nematodes, although the potential contribution of additional subunits in the formation of

AChRs and the role of ancillary proteins for AChR expression was not explored in this study.

H. contortus and C. elegans belong to the same phylogenetic group (clade V), which

also includes the human parasites Ancylostoma ceylanicum and Necator americanus (Mitreva

et al., 2004). The precise molecular mechanisms involved in levamisole resistance are still

poorly understood in trichostrongylid nematodes, but L-AChR subunit genes are obvious

candidates based on results obtained in C. elegans. The orthologs of unc-29, unc-63, unc-38

and lev-1 have been cloned in H. contortus and other parasitic trichostrongylid species such as

Teladorsagia circumcincta and Trichostrongylus colubriformis (Hoekstra et al., 1997; Neveu

et al., 2010; Walker et al., 2001; Wiley et al., 1996). No clear ortholog of the C. elegans

LEV-8 L-AChR subunit has been found (Neveu et al., 2010; Williamson et al., 2007) but a

transcriptomic study carried out in H. contortus has recently identified another AChR subunit,

Hco-ACR-8, as a candidate gene implicated in levamisole resistance (Fauvin et al., 2010).

Hco-ACR-8 is most closely related to the C. elegans LEV-8 and ACR-8 receptor subunits. A

comprehensive analysis performed on the laboratory-selected RHS6 levamisole-resistant

isolate identified a truncated isoform of Hco-unc-63 (Hco-unc-63b), which was co-expressed

with the full-length Hco-unc-63a transcript (Neveu et al., 2010). Truncated unc-63 transcripts

were also identified in levamisole-resistant field isolates of the trichostrongylid species

T. circumcincta and T. colubriformis, suggesting a possible link between variants of the unc-

63 locus and levamisole resistance phenotypes (Neveu et al., 2010). Yet, this hypothesis could

not be tested because of the lack of an heterologous expression system.

In the present study, we demonstrate that two levamisole-sensitive AChRs of

H. contortus can be functionally reconstituted in Xenopus oocytes by co-expressing receptor

subunits and conserved ancillary factors. We use this novel expression system to characterize

these L-AChRs. Finally, we show that a truncated AChR subunit found in levamisole-
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resistant isolates has a dominant-negative effect on the expression of wild-type H. contortus

receptors in Xenopus oocytes. This result suggests a novel mechanism by which levamisole

resistance can be obtained in trichostrongylid parasites. It further indicates the capability of

this novel expression system to test the functional relevance of polymorphisms associated

with resistance to levamisole in wild isolates.
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Methods

Ethics statement

All animals used for parasite production were handled in strict accordance with guidelines of

good animal practice defined by the Center France-Limousin ethical committee (France).

Sheep studies were performed under experimental agreement 6623 approved by the

Veterinary Services (Direction des Services vétérinaires) from Indre et Loire (France).

Accession numbers

The accession numbers for protein and cDNA sequences mentioned in this article are:

C. elegans: ACR-2 NM_076727, ACR-3 NM_076728, ACR-8 - JF416644, ACR-12

NM_077861, LEV-1 NP_502534, LEV-8 NP_509932, RIC-3 NP_501299, UNC-29

NP_492399, UNC-38 NP_491472, UNC-50 NP_499279, UNC-63 NP_491533 and UNC-74

NP_491361; H. contortus: Hco-acr-8 EU006785, Hco-lev-1 GU060987, Hco-ric-3.1

HQ116823, Hco-ric-3.2 HQ116824, Hco-unc-29.1 GU060980, Hco-unc-38 GU060984, Hco-

unc-50 HQ116822, Hco-unc-63a GU060985, Hco-unc-63b GU060986, Hco-unc-74

HQ116821; T. circumcincta: Tci-acr-8 HQ215517; T. colubriformis: Tco-acr-8 HQ215518.

Nematodes isolates

Experiments with H. contortus were performed on the levamisole-susceptible ISE (Roos et

al., 2004) and the levamisole-resistant RHS6 isolates (Hoekstra et al., 1997). Adult nematodes

(males and females) were collected 30 days after infection from the abomasal mucosa of

sheep infected with 10,000 infective larvae (L3s). The T. circumcincta and T. colubriformis

studies were carried out on the levamisole-susceptible TciSO and TcoSO isolates respectively

(Neveu et al., 2010). For these species, sheep were experimentally infected with 5000

infective larvae (L3s) and adult nematodes (males) were collected from the abomasum
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(T. circumcincta) or the small intestine (T. colubriformis) 30 days after infection. The

levamisole susceptibility or resistance status of all isolates used in this study has been

confirmed previously (Neveu et al., 2010).

Molecular biology

Total RNA was prepared from ten adult males from H. contortus ISE and RHS6 isolates, and

from 50 adult males of T. circumcincta (TciSO) or T. colubriformis (TcoSO). Frozen worms

were homogenised in Trizol reagent (Invitrogen) and total RNA was isolated according to the

manufacturer’s recommendations. RNA pellets were dissolved in 25 µl of RNA secure

resuspension solution (Ambion) and DNase-treated using the TURBO DNA-free kit

(Ambion). RNA concentrations were measured using a nanodrop spectrophotometer (Thermo

Scientific). First strand cDNA synthesis was performed on 3 µg of total RNA using the oligo

(dT) RACER primer and superscript III reverse transcriptase (Invitrogen). Full-length cDNA

sequences homologous to Cel-acr-8, Cel-ric-3, Cel-unc-50 and Cel-unc-74 were identified in

H. contortus (ISE) using first strand cDNA as a template. 3’ cDNA ends were identified by 3’

RACE PCR using the GeneRacer kit (Invitrogen) with primers based on partial genomic

sequences available in the H. contortus genome sequence database (www.sanger.ac.uk/cgi-

bin/blast/submitblast/h_contortus). The 5’ end of each cDNA was amplified by using the

nematode spliced-leader sequence SL1 (ggtttaattacccaagtttgag). Amplification products were

cloned in pGEMt-easy vector (Promega) and fully sequenced. Full-length cDNA sequences

homologous to Hco- and Cel-acr-8 were identified in T. circumcincta (TciSO) and

T. colubriformis (TcoSO) using similar cloning strategies. 3’-RACE and SL1-PCR

experiments were carried out using degenerate primers based on an alignment of H. contortus

and C. elegans acr-8 cDNA sequences. The full length cDNAs coding for Hco-acr-8, Hco-

lev-1, Hco-ric-3.1, Hco-ric-3.2, Hco-unc-29.1, Hco-unc-38, Hco-unc-50, Hco-unc-63a and
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Hco-unc-74 were amplified by PCR using first strand cDNA from the H. contortus ISE

isolate, whereas Hco-unc-63b was amplified using cDNA from the RHS6 isolate. Next,

amplification products were gel purified, and digested with XhoI and ApaI (HindIII and ApaI

for Hco-unc-29.1) and cloned into the pTB207 expression vector (Boulin et al., 2008). Each

construct was validated by sequencing. Finally, cRNA was synthetized in vitro from

linearized plasmid DNA templates using the mMessage mMachine T7 transcription kit

(Ambion). Lithium chloride-precipitated cRNA was resuspended in RNAse-free water and

stored at -80 °C. All primer sequences are reported in Supplementary Table S1 and S2.

Sequence analysis

Database searches were performed with the BLAST Network Service (NCBI), using the

tBLASTn or BLASTX algorithms (Altschul et al., 1997). Signal peptide predictions were

carried out using the the SignalP 3.0 server (Bendtsen et al., 2004) and membrane-spanning

regions were predicted using TMpred. Coiled-coil motifs were predicted using the coiled-coil

prediction program (www.russell.embl.de/cgi-bin/coils-svr.pl) and conserved protein domains

were predicted using SMART (Schultz et al., 1998). Phylogenetic analyses were performed

on full-length cDNA sequences as follow: the nucleotide sequences were first translated and

amino acid sequences aligned using MUSCLE (Edgar, 2004). The corresponding nucleotide

alignment was obtained by concatenating codons using the REVTRANS server. The

alignment was analyzed using the pipelines available on the phylogeny.fr and the alignment

refinement was performed using Gblocks (Castresana, 2000). The Maximum-likelihood (ML)

tree was estimated using PhyML taking into account the best-fitting nucleotide substitution

model (General Time Reversible) using the Datamonkey server. The statistical support of the

inferred tree was evaluated by non-parametric bootstrap analysis with one thousand

pseudoreplicates.

http://www.russell.embl.de/cgi-bin/coils-svr.pl
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Reagents

Acetylcholine chloride (ACh), BAPTA-AM, Dihydro-β-erythroidine hydrobromide (DHβE),

1,1-Dimethyl-4-phenylpiperazinium iodide (DMPP), (-)-tetramisole hydrochloride

(levamisole, Lev), (-)-nicotine hydrogen tartrate (Nic), pyrantel citrate (Pyr), (+)-

Tubocurarine chloride hydrate (dTC) were purchased from Sigma-Aldrich.

Electrophysiological studies in Xenopus laevis oocytes

Xenopus laevis oocytes were prepared, injected, voltage-clamped, and superfused as described

previously (Paoletti et al., 1995) except that gentamycin was omitted from the conservation

medium because prolonged treatments with this antibiotic can inhibit AChRs expressed in

Xenopus oocytes (Amici et al., 2005). For each oocyte, ~36 nL of a cRNA injection mix

containing 50 ng/µL of each cRNA species were injected into the animal pole. Oocytes were

recorded two to three days after injection. Unless otherwise noted, the standard external

solution had the following composition (in mM): 100 NaCl, 2.5 KCl, 1 CaCl2 and 5 HEPES;

pH 7.3 (NaOH). In some experiments (dose-response experiments, agonist and antagonist

pharmacology) the calcium chelator BAPTA was loaded into oocytes to prevent activation of

endogenous calcium-activated chloride conductances. BAPTA-AM (Sigma) was diluted in

Barth medium (100 µM final concentration) and oocytes were incubated for ~4 h in 200 µL

BAPTA-AM solution at 19°C. Data were collected and analyzed using Clampex 9.2 and

Clampfit 9.2 (Axon Instruments). Data were fitted using KaleidaGraph 4.0 (Synergy

Software). Error bars represent one standard deviation. Dose-response curves were

established as described previously (Boulin et al., 2008).
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Results

The trichostrongylid ACR-8 subunit might be distantly related to C. elegans LEV-8

Based on genetic, biochemical and electrophysiological data (Boulin et al., 2008; Gottschalk

et al., 2005; Lewis et al., 1987; Richmond et al., 1999), C. elegans levamisole-sensitive

AChR are composed of five receptor subunits (Cel-lev-1, Cel-lev-8, Cel-unc-29, Cel-unc-38

and Ce-unc-63). Clearly identifiable orthologs for four of these subunits have been found in

the trichostrongylids H. contortus, T. circumcincta and T. colubriformis. Trichostrongylid L-

AChR subunits are highly similar to their C. elegans counterparts, with a few notable

differences. First, while C. elegans has only a single locus encoding a UNC-29 subunit,

H. contortus has four paralogs named Hco-unc-29.1, Hco-unc-29.2, Hco-unc-29.3, Hco-unc-

29.4 (Neveu et al., 2010). Of these four subunits, Hco-UNC-29.1 is the most similar to UNC-

29 (79 % identity, 88 % amino-acid similarity). Second, no signal peptide is readily

identifiable in any trichostrongylid LEV-1 subunit (Neveu et al., 2010). Third, no clear

homolog of Cel-lev-8 has been found so far using bioinformatic or experimental approaches.

The closest homolog of Cel-lev-8 in trichostrongylids is the AChR subunit ACR-8.

Using a PCR-based strategy, we have cloned the full-length acr-8 cDNA sequences from

three levamisole-sensitive trichostrongylid nematodes (H. contortus ISE isolate,

T. circumcincta TciSO isolate, T. colubriformis TcoSO isolate). The acr-8 orthologs

identified in H. contortus, T. circumcincta and T. colubriformis, have been designated Hco-

acr-8, Tc—acr-8 and Tco-acr-8, respectively, following recent nomenclature recommendation

(Beech et al., 2010). The trichostrongylid ACR-8 sequences contain the typical features of an

AChR subunit. All three subunits possess a YxxCC motif in loop C of the ACh-binding site

defining them as α subunits (Figure 1B). Even though trichostrongylid ACR-8 sequences are

mostly similar to Cel-ACR-8 (percentage identities ranging from 68 to 69 %), they also share

common amino-acid signatures with the Cel-LEV-8 sequence, which are absent in Cel-ACR-
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8 (residues labeled in red in Figure 1B). Interestingly, these conserved amino-acids are mostly

located between the cys-loop and the first transmembrane region, which corresponds to the

agonist binding site region of AChR subunits. In C. elegans UNC-29 can interact with the

ACR-8 subunit in addition to the L-AChR subunits previously known to contribute to

levamisole receptors (Gottschalk et al., 2005). Although acr-8 mutants are not resistant to

levamisole, ACR-8 could replace another subunit in the C. elegans L-AChR (Almedom et al.,

2009). Taken together these results suggested that Hco-ACR-8 could be involved in the

H. contortus L-AChR subunit composition in the absence of a trichostrongylid LEV-8

homolog.

Ancillary factors required for L-AChR expression in C. elegans are conserved in

H. contortus

We previously demonstrated that three ancillary proteins encoded by ric-3, unc-50 and unc-74

are required for the robust expression of C. elegans L-AChRs in Xenopus oocytes (Boulin et

al., 2008). We hypothesized that these ancillary proteins could also be necessary for

heterologous expression of H. contortus L-AChRs.

After identifying likely candidates by performing BLAST searches on the H. contortus

genome, we isolated the corresponding full-length cDNA sequences for Hco-unc-50, Hco-

unc-74 and two ric-3 orthologs Hco-ric-3.1 and Hco-ric-3.2. The H. contortus and C. elegans

orthologs share typical sequence features (Table 1 and Supplementary Figure S1). Hco-UNC-

50 harbours a UNC-50 domain and five predicted transmembrane regions that are

characteristic of Cel-UNC-50 (Eimer et al., 2007). Hco-UNC-74 contains a predicted signal

peptide, a thioredoxin domain and a predicted transmembrane region in its C terminal part.

The two H. contortus RIC-3 proteins have two transmembrane regions and C-terminal coiled-

coil motifs. They only differ by seven amino-acid substitutions that do not affect
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transmembrane region and coiled-coil motif predictions. The corresponding genes mapped

unambiguously to two distinct supercontigs (0006784 and 0043984) suggesting a recent

duplication of the gene in H. contortus. Interestingly, partial coding sequences sharing

significant similarity with each of the C. elegans and H. contortus ancillary factors can be

easily identified in Brugia malayi and Ascaris suum genomic databanks (Supplementary

Figure S1). This suggests that ancillary proteins are conserved among nematodes distantly

related to C. elegans.

Reconstitution of H. contortus levamisole-sensitive AChRs in Xenopus laevis oocytes

Our strategy to express H. contortus L-AChRs was based on the previous reconstitution of

C. elegans L-AChRs in (Boulin et al., 2008; Jospin et al., 2009). We coinjected in vitro

transcribed cRNAs of the four AChR subunits Hco-acr-8, Hco-unc-29.1, Hco-unc-38 and

Hco-unc-63a with cRNAs encoding three conserved ancillary factors Hco-ric-3.1, Hco-unc-

50 and Hco-unc-74 (Figure 2). This combination of cRNAs led to the robust expression of

levamisole-sensitive AChRs two to three days after injection. Application of 100 µM

acetylcholine or 100 µM levamisole elicited rapidly increasing currents in the µA range with

little to no desensitization (Figure 3A). Addition of the Hco-lev-1 subunit did not result in any

detectable change in expression suggesting that this subunit is not required for the functional

expression of the receptor (data not shown). This result is consistent with the absence of

predicted signal peptides in any of the trichostrongylid lev-1 orthologs, suggesting that these

subunits cannot be properly inserted in the membrane (Neveu et al., 2010). Hco-LEV-1 was

therefore omitted from subsequent expression experiments.

To determine which receptor genes can be combined to produce functional receptors,

we removed receptor subunits either individually or in combination. Removal of the

Hco-acr-8 gene reduced expression by 93 ± 1.6 % (Figure 2). Despite this strong reduction,
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expression was reliable and allowed the characterization of a second H. contortus receptor

(Figure 3B). The combination of Hco-unc-29.1, -38, -63a and Hco-acr-8 resulting in the

expression of the first potential H. contortus L-AChR will be henceforth referred to as Hco-L-

AChR1 whereas the combination of Hco-unc-29.1, -38 and -63a will be referred to as Hco-L-

AChR2. Hco-ACR-8 is an alpha-type AChR subunit and could theoretically assemble as a

homopentamer, possibly explaining the observed difference between Hco-L-AChR1 and Hco-

L-AChR2 injections. To test this hypothesis we injected Hco-ACR-8 with the three ancillary

factors. While parallel expression of Hco-L-AChR1 was robust, we observed no currents for

Hco-ACR-8 alone (n=11) demonstrating that Hco-ACR-8 does not assemble into

homopentamers in our experimental conditions. Therefore, Hco-L-AChR1 and Hco-L-AChR2

differ most likely by the inclusion of Hco-ACR-8 in Hco-L-AChR1. Next, we removed Hco-

unc-29.1, Hco-unc-38 or Hco-unc-63a from the Hco-L-AChR1 injection mix. In the case of

Hco-unc-29.1 or Hco-unc-63a, no current was observed indicating that these two subunits are

essential elements of the Hco-L-AChR1 (Figure 2 and 4B). In the case of Hco-unc-38, we

could find very rare instances where a few oocytes showed very small currents (250 times

smaller than control currents on average). Since in Ascaris suum AChRs were obtained by the

co-expression of the two AChR subunits Asu-UNC-29 and Asu-UNC-38 alone (Williamson

et al., 2009), we coinjected Hco-unc-29.1 in combination with Hco-unc-38 or Hco-unc-63a

(in addition to the three ancillary factors). These combinations never yielded any detectable

current (Figure 2), indicating that results obtained in Ascaris are not transposable to

H. contortus.

Finally, we investigated the requirement for Hco-ric-3.1, Hco-unc-50 and Hco-unc-74.

Injection of the Hco-L-AChR1 or Hco-L-AChR2 receptor subunits without the three ancillary

factors never yielded any detectable currents (Figure 2). This clearly demonstrates the strict
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requirement of these factors for expression of H. contortus L-AChR in Xenopus oocytes, as it

was previously reported for C. elegans L-AChRs (Boulin et al., 2008).

Pharmacology of H. contortus levamisole-sensitive AChRs

Pharmacological profiles of Hco-L-AChR1 and Hco-L-AChR2 were established using

cholinergic agonists (ACh, Nic, DMPP) and anthelminthic agents (Lev, Pyr). Both receptors

have strikingly different pharmacological profiles. While Hco-L-AChR1 strongly responds to

levamisole (148.8 ± 7.6% of ACh response), Hco-L-AChR2 response was much weaker

(32.7 ± 4.2% of ACh response) (Figure 3). In contrast, pyrantel responses were larger in Hco-

L-AChR2 (152.1 ± 13.3%) than Hco-L-AChR1 (8.1 ± 1.4%). DMPP activated both receptors

(Hco-L-AChR1: 48.5 ± 1.7%; Hco-L-AChR2: 134.6 ± 13.4%). But similarly to pyrantel,

response to DMPP differed qualitatively in Hco-L-AChR2. While continuous application of

pyrantel and DMPP on Hco-L-AChR1 yielded a rapidly activating response that quickly

reached a plateau value (Figure 3A), continuous application of pyrantel and DMPP on Hco-L-

AChR2 resulted in a rapidly decaying response (Figure 3B). In addition, a post-wash rebound

could be seen in Hco-L-AChR2 but not in Hco-L-AChR1. These differences could be due to

reversible channel block by pyrantel and DMPP. Alternatively, pyrantel and DMPP could

promote the desensitized state of Hco-L-AChR2. Finally, while Hco-L-AChR1 failed to

respond significantly to nicotine (2.0 ± 0.3 %), Hco-L-AChR2 responded robustly to nicotine

application (62.2 ± 2.5 %), suggesting that at least one nicotine binding site is created when

only the three receptor subunits Hco-unc-29.1, Hco-unc-38 and Hco-unc-63a are co-

expressed.

Next, we compared the relative sensitivities of Hco-L-AChR1 and Hco-L-AChR2 to

acetylcholine and levamisole by establishing full dose-response curves (Figure 3C, 3D). We

find that Hco-L-AChR1 has a significantly higher affinity for acetylcholine and levamisole
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than Hco-L-AChR2. EC50 for ACh was 5.8 ± 0.5 µM (n=5) for Hco-L-AChR1 compared to

19.2 ± 0.7 µM (n=7) for Hco-L-AChR2. EC50 for Lev was 6.08 ± 0.3 µM (n=5) for Hco-L-

AChR1 compared to 48.4 ± 0.9 µM (n=4) for Hco-L-AChR2. In contrast, cooperativity was

more pronounced in the case of Hco-L-AChR2 as measured by the increase in Hill coefficient

values (Hco-L-AChR1: ACh nH = 1.16 ± 0.08 and Lev nH = 1.15 ± 0.04; Hco-L-AChR2:

ACh nH = 1.42 ± 0.06 and Lev nH: 1.52 ± 0.03).

These results demonstrate that two H. contortus levamisole-sensitive AChRs with very

different pharmacology can be assembled in Xenopus oocytes depending on the set of

receptors subunits that are provided. Given that no in vivo data is available in H. contortus

regarding the spatial and temporal expression patterns of these receptor subunits, it is not

possible at this stage to state whether both of these receptors are expressed in vivo and

whether they could correspond to the multiple types of levamisole-sensitive acetylcholine

receptors that have been described in the muscles of other parasitic nematodes (Robertson et

al., 1999).

The competitive antagonist DHβE blocks nicotine-sensitive Hco-L-AChR2 but not

nicotine-insensitive Hco-L-AChR1

In the presence of 100 µM acetylcholine, both Hco-L-AChR1 and Hco-L-AChR2 are

efficiently blocked by the application of 100 µM of the canonical cholinergic antagonist

d-Tubocurarine (dTC) (97.0 ± 1.9% and 96.6 ± 1.7%, respectively) (Figure 3E, 3F, 3H).

However, the two receptors respond very differently to the competitive nicotinic antagonist

dihydro-β-erythroidine (DHβE). Consistent with their differential response to nicotine, DHβE

blocked ACh-activated currents in the nicotine-sensitive Hco-L-AChR2 very efficiently, but

did not antagonise ACh-evoked currents in the nicotine-insensitive Hco-L-AChR1

(64.7 ± 7.6% and 2.9 ± 1.7% respectively). This further suggests that a typical nicotine



Article 4

92

binding site must be formed in H. contortus L-AChR when Hco-acr-8 is absent. This

pharmacology is also reminiscent of what was observed in C. elegans where L-AChRs are not

activated by nicotine and insensitive to DHβE while N-AChRs are activated by nicotine and

blocked by DHβE, both in vivo (Richmond et al., 1999) and in vitro (Boulin et al., 2008).

A truncated form of Hco-UNC-63 antagonises H. contortus L-AChR expression in

Xenopus oocytes

The molecular mechanisms and the genes involved in levamisole resistance are still largely

unknown in parasitic nematodes. The unc-63 locus has emerged as a possible candidate since

transcripts corresponding to truncated forms of unc-63 mRNAs (unc-63b) were specifically

identified in levamisole-resistant isolates of three trichostrongylid species (H. contortus,

T. circumcincta and T. colubriformis) (Neveu et al., 2010). Intriguingly, these isolates also

expressed full-length unc-63 transcripts (unc-63a) in addition to the truncated mRNAs. The

truncated Hco-unc-63b transcript identified in the H. contortus RHS6 isolate encodes a

predicted protein of 343 amino acids including a signal peptide, the entire N-terminal

extracellular domain, two transmembrane domains (TM1 and TM2) and 26 residues resulting

from translation of the 3’ UTR (Neveu et al., 2010) (Figure 4A). Since co-expression of

mammalian AChR subunits truncated after the M2 domain with wild-type subunits resulted in

a decrease of surface receptors and associated receptor currents (Sumikawa et al., 1994;

Verrall et al., 1992), the truncated Hco-UNC-63b forms might act as a dominant-negative on

L-AChR expression.

To test this hypothesis, we injected increasing amounts of Hco-unc-63b cRNA with a

fixed amount of wild-type L-AChR subunit cRNAs (Figure 4B). In agreement with the

dominant-negative hypothesis, we observed a dose-dependent effect of Hco-UNC-63b on L-

AChR currents. Injection of Hco-unc-63b RNA and Hco-L-AChR1 RNAs at a 2:1 ratio led to



Article 4

93

a reduction in average current down to 36.5 ± 4.1 % of control (average of three independent

experiments). When Hco-unc-63b RNA was injected at a 10:1 ratio, average current further

decreased to 19.5 ± 2.2 % of control (Figure 4B). This significant reduction in expression was

likely not due to the saturation of the expression machinery since the total amount of injected

RNA in the 10:1 ratio experiment was equivalent to the amount of cRNA injected to express

Hco-L-AChR1 in other experiments. We also verified that Hco-UNC-63b does not allow the

formation of a functional receptor when Hco-unc-63a is omitted.

Taken together, these results suggest that co-expression of the truncated Hco-unc-63b

form with wild-type Hco-unc-63 subunits could inhibit the expression levels of the

H. contortus levamisole-sensitive AChR and therefore could induce a levamisole-resistance

phenotype in parasites expressing this mutant form.
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Discussion and conclusion

We demonstrate here that two distinct H. contortus levamisole-sensitive acetylcholine

receptors can be functionally reconstituted in Xenopus oocytes by providing different sets of

receptor subunits. In addition, robust expression requires the presence of three conserved

ancillary factors, similarly to what has been reported in the non-parasitic nematode C. elegans

(Boulin et al., 2008). This experimental system provides a unique means to describe the

pharmacological and biophysical properties of H. contortus L-AChRs and to analyse the

functional impact of sequence polymorphisms detected in levamisole-resistant nematodes.

Functional conservation of L-AChRs between C. elegans and H. contortus

One of the striking features of C. elegans is the number of AChR subunits encoded in the

genome, at least 29 (Jones et al., 2007), as compared to 17 in vertebrates. Despite its small

number of neurons C. elegans is the species potentially expressing the most diverse repertoire

of AChRs. Genomic studies suggest that many of these subunits are absent in parasitic

nematodes including B. malayi and A. suum (Williamson et al., 2007). Specifically, the lev-1

and lev-8 subunits, which are essential for L-AChR expression in C. elegans, were not found

in these parasites, and L- and N-AChRs of these parasites can be reconstituted by expressing

only different ratios of unc-29 and unc-38 without the need of accessory proteins (Williamson

et al., 2009). Such discrepancies might have reflected divergence caused by different life

styles between parasitic and free living nematodes. Our current results rather suggest that it

reflects the phylogenetic distance between C. elegans (clade V) and B. malayi and A. suum

(clade III), since robust expression of L-AChR from H. contortus (clade V) requires 4

different AChR subunits and 3 ancillary proteins, similar to what we observed previously in

C. elegans.
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Interestingly, trichostrongylid orthologs of lev-1 were readily identified but a sequence

coding for a signal peptide could never be identified by inspection of genomic sequences or in

cloned mRNAs. Consistently, injection of the Hco-lev-1 cRNA did not change Hco-L-AChR1

expression and levamisole sensitivity, suggesting that it was indeed not incorporated into the

receptor. The absence of deleterious variation in the coding sequence suggests, however, that

lev-1 remained under positive selection pressure. Whether complex genetic processing of the

mRNA, such as trans-splicing between two mRNAs (Fischer et al., 2008), occurs at specific

developmental stages or in some specific cells to introduce a signal peptide into Hco-LEV-1

cannot be ruled out.

lev-8 could not be found in H. contortus, but functional L-AChR reconstitution

indicates that ACR-8, the closest homolog of LEV-8 in C. elegans, is assembled in the

receptor and plays a pivotal role in drug sensitivity. Two points might be meaningful. First,

biochemical data in C. elegans suggest that ACR-8 might associate with other subunits found

in muscle L-AChR (Gottschalk et al., 2005). Second, the similarity between Hco- and Cel-

ACR-8 is widely spread over the length of the primary amino-acid sequence, except for some

motifs which are LEV-8 signatures in C. elegans (Figure 1B). Most notably, the principal

ligand site defined by a YxxCC motif is identical for trichostrongylid ACR-8 and C. elegans

LEV-8 (YPGCC vs. YAGCC for Cel-ACR-8). It is tempting to hypothesize that the

conservation of these particular residues could be associated with their specific agonist-

binding properties. It raises the possibility that lev-8 and acr-8 arose from a duplication that

occurred after the divergence between strongyloidea and rhabditoidea.

Ancillary factors encoded by ric-3, unc-50 and unc-74 homologs are required for the

expression of H. contortus L-AChRs in Xenopus oocytes, similarly to what was previously

reported for C. elegans L-AChRs (Boulin et al., 2008). Although orthologs of these three

genes are present in the Xenopus genome, they cannot functionally replace their C. elegans or
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H. contortus counterparts. They could be expressed at insufficient levels in unfertilized

oocytes or their sequence might have diverged enough that they can not functionally replace

their nematode counterparts. Recent work suggests that it is not the case for all parasitic

levamisole receptors. Ascaris suum UNC-29 and UNC-38 can assemble into functional

levamisole- and pyrantel-sensitive receptors in Xenopus oocytes in the absence of additional

A. suum factors (Williamson et al., 2009). However, this required the use of significantly

greater amounts of receptor subunit RNA (25 ng of each subunit instead of 1.8 ng in this

study) suggesting less efficient assembly or trafficking of the receptor, even though we can

not exclude that observed differences could reflect L-AChR specific properties. A

bioinformatic analysis of available genome and EST data from A. suum clearly identified

partial sequences homologous to the three ancillary factors (Supplementary Figure S1).

Whether these factors could be used to enhance the efficiency of A. suum L-AChR expression

remains to be investigated.

Diversity of levamisole-sensitive receptors in nematodes

L-AChRs have been studied at the single channel level in C. elegans, A. suum and

O. dentatum. These studies have highlighted some major differences between C. elegans and

parasitic nematode L-AChR. For instance, three and four conductances ranging from 18 to 53

pS have been described for levamisole-activated channels in A. suum and O. dentatum

respectively (Qian et al., 2006; Robertson et al., 1999) while only one conductance level

(around 30 pS) was found in the C. elegans muscle (Qian et al., 2008; Rayes et al., 2007).

Consistently, genetic evidence suggests that only a single L-AChR is expressed in C. elegans

muscle (Richmond et al., 1999). In addition, C. elegans muscle cells express a second class of

AChRs, the N-AChR, with strikingly different biophysical and pharmacological properties.

N-AChRs desensitize extremely rapidly upon prolonged exposure to agonists. They are
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activated by nicotine, blocked by DHβE and insensitive to levamisole. These differences are

explained by the molecular composition of N-AChRs, which are homomers of the ACR-16

subunit, a subunit closely related to the α7 subunit in mammals. By contrast, the origin of the

diversity of parasitic AChRs is not understood at the genetic level.

Different levamisole-sensitive receptors could either contain different receptor

subunits or the same subunits could be combined with different stoichiometries. In vitro

experiment with A. suum levamisole receptors have suggested that different subunit

stoichiometries could explain differences in pharmacology (Williamson et al., 2009). We

show here for H. contortus that two L-AChRs with very different pharmacological properties

can be formed when the Hco-ACR-8 receptor subunit is present or absent. Strikingly, Hco-L-

AChR1, which contain Hco-ACR-8, are very sensitive to levamisole, weakly responsive to

pyrantel and insensitive to nicotine and DHβE. Hco-L-AChR2, in which ACR-8 was

removed, are less responsive to levamisole, more sensitive to pyrantel and respond to nicotine

and DHβE. Injecting Hco-ACR-8 with only two other receptor subunits never yielded any

currents. We could therefore conclude that Hco-ACR-8 does not entirely replace another

receptor subunit but rather that it must be included in the receptor in exchange for one or two

other subunits. Indeed, the Hco-L-AChR2 receptor is formed when only Hco-UNC-29, Hco-

UNC-38 and Hco-UNC-63a are co-injected. This allows for only two stoichiometries since

each subunit is essential: either 3:1:1 or 2:2:1. When Hco-ACR-8 is added to form Hco-L-

AChR1, the new subunit composition must be either (Hco-ACR-8)1: 2:1:1 or (Hco-ACR-

8)2:1:1:1. Therefore, inclusion of Hco-ACR-8 will modify both the receptor's subunit

composition and stoichiometry.

Our oocyte expression system allows for the first time to explore the possible subunit

compositions of H. contortus acetylcholine receptors. Ideally, single channel experiments

would be required to determine which receptor subtypes correspond to conductances in vivo,
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potentially mirroring the three and four subtypes identified in A. suum and O. dentatum

respectively. In addition, multiple paralogs exist for some of the subunits and it remains

possible that specifc combinations account for the diversity of conductances observed in

parasitic nematode. However definitive assignment of specific subunit combinations to an in

vivo conductance would require genetic experiments which are not yet feasible in these

parasitic nematodes.

Mechanisms of levamisole resistance in trichostrongylid nematodes

In addition to the pharmacological characterization of H. contortus L-AChRs, we propose

here the first mechanistic model explaining levamisole-resistance in certain isolates of

trichostrongylid parasites. We had recently reported that truncated forms of the L-AChR

subunit UNC-63 are co-expressed with their full-length counterparts in levamisole-resistant

isolates of three trichostrongylid nematodes (H. contortus RHS6, T. circumcincta TciNZ and

T. colubriformis TcoGA) (Neveu et al., 2010). We hypothesized that truncated receptor

subunits could have a dominant-negative effect on L-AChR function by competing with wild-

type subunits during receptor assembly. This hypothesis was consistent with previous data

obtained in mammalian muscle AChR where co-expression of truncated and full-length

receptor subunits resulted in the alteration of receptor function or expression (Sumikawa et

al., 1994; Verrall et al., 1992). We demonstrate that when co-expressed with Hco-L-AChR1

receptors in Xenopus oocytes, the truncated Hco-UNC-63b subunit has a strong dose-

dependent dominant-negative effect on receptor expression.

Such a resistance mechanism, involving the down-regulation rather than complete loss

of L-AChR expression might be more compatible with the parasitic lifestyle of H. contortus.

Indeed, complete loss of L-AChRs in C. elegans null mutants of the unc-63 receptor subunit
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is accompanied by a strong uncoordinated movement phenotype. Since parasites are required

to move efficiently to remain infective, the complete loss of L-AChRs might represent a

strong selective disadvantage. Accordingly, levamisole binding experiments performed on

wild-type and levamisole-resistant isolates identified changes in binding characteristics or in

the expression level of levamisole-sensitive AChR rather than the absence of L-AChRs

(Moreno-Guzman et al., 1998; Sangster et al., 1988; Sangster et al., 1998). More generally,

levamisole resistant parasites may be less well coordinated than wild-type nematodes and this

loss of general fitness may make selection for levamisole resistance slower to develop and

less stable than other types of anthelminthic resistance, in the absence of continuing

anthelmintic selection pressure. In the future, our oocyte expression system will provide a

means to test the functional relevance of polymorphisms linked to levamisole resistance and

to characterize the sensitivity of wild-type and mutated receptors to known and forthcoming

anthelminthic compounds.



Article 4

100

ACKNOWLEDGEMENTS

We would like to thank Laetitia Mony, Shixin Ye, Shujia Zhu and David Stroebel for

reagents, and Pierre Paoletti for feedback and helpful comments. We also thank Alexandra

Blanchard-Letort for help with phylogenetic analyses. The H. contortus ISE and RHS6

isolates were kindly provided by Franck Jackson and Fred Boorgsteed respectively. Aymeric

Fauvin is a grateful recipient of a PhD grant from “Région Centre” and Animal Health Division

of INRA. This work was supported by the Institut National de la Santé et de la Recherche

Médicale and by a grant from the Fondation pour la Recherche Médicale "Equipe FRM".

Statement of conflicts of interest

The authors state no conflict of interest.



Article 4

101

REFERENCES

Aceves, J, Erlij, D, Martinez-Maranon, R (1970) The mechanism of the paralysing action of

tetramisole on Ascaris somatic muscle. Br J Pharmacol 38(3): 602-607.

Almedom, RB, Liewald, JF, Hernando, G, Schultheis, C, Rayes, D, Pan, J, Schedletzky, T,

Hutter, H, Bouzat, C, Gottschalk, A (2009) An ER-resident membrane protein complex

regulates nicotinic acetylcholine receptor subunit composition at the synapse. EMBO J

28(17): 2636-2649.

Altschul, SF, Madden, TL, Schaffer, AA, Zhang, J, Zhang, Z, Miller, W, Lipman, DJ (1997)

Gapped BLAST and PSI-BLAST: a new generation of protein database search programs.

Nucleic Acids Res 25(17): 3389-3402.

Amici, M, Eusebi, F, Miledi, R (2005) Effects of the antibiotic gentamicin on nicotinic

acetylcholine receptors. Neuropharmacology 49(5): 627-637.

Aubry, ML, Cowell, P, Davey, MJ, Shevde, S (1970) Aspects of the pharmacology of a new

anthelmintic: pyrantel. Br J Pharmacol 38(2): 332-344.

Beech, RN, Wolstenholme, AJ, Neveu, C, Dent, JA (2010) Nematode parasite genes: what's

in a name? Trends Parasitol 26(7): 334-340.

Bendtsen, JD, Nielsen, H, von Heijne, G, Brunak, S (2004) Improved prediction of signal

peptides: SignalP 3.0. J Mol Biol 340(4): 783-795.

Boulin, T, Gielen, M, Richmond, JE, Williams, DC, Paoletti, P, Bessereau, JL (2008) Eight

genes are required for functional reconstitution of the Caenorhabditis elegans levamisole-

sensitive acetylcholine receptor. Proc Natl Acad Sci U S A 105(47): 18590-18595.

Castresana, J (2000) Selection of conserved blocks from multiple alignments for their use in

phylogenetic analysis. Mol Biol Evol 17(4): 540-552.



Article 4

102

Colquhoun L, Holden-Dye L, Walker RJ (1991). The pharmacology of cholinoceptors on the

somatic muscle cells of the parasitic nematode Ascaris suum. J Exp Biol 158: 509-530.

Culetto, E, Baylis, HA, Richmond, JE, Jones, AK, Fleming, JT, Squire, MD, Lewis, JA,

Sattelle, DB (2004) The Caenorhabditis elegans unc-63 gene encodes a levamisole-sensitive

nicotinic acetylcholine receptor alpha subunit. J Biol Chem 279(41): 42476-42483.

Edgar, RC (2004) MUSCLE: multiple sequence alignment with high accuracy and high

throughput. Nucleic Acids Res 32(5): 1792-1797.

Eimer, S, Gottschalk, A, Hengartner, M, Horvitz, HR, Richmond, J, Schafer, WR, Bessereau,

JL (2007) Regulation of nicotinic receptor trafficking by the transmembrane Golgi protein

UNC-50. EMBO J 26(20): 4313-4323.

Fauvin, A, Charvet, C, Issouf, M, Cortet, J, Cabaret, J, Neveu, C (2010) cDNA-AFLP

analysis in levamisole-resistant Haemonchus contortus reveals alternative splicing in a

nicotinic acetylcholine receptor subunit. Mol Biochem Parasitol 170(2): 105-107.

Fischer, SE, Butler, MD, Pan, Q, Ruvkun, G (2008) Trans-splicing in C. elegans generates the

negative RNAi regulator ERI-6/7. Nature 455(7212): 491-496.

Fleming, JT, Squire, MD, Barnes, TM, Tornoe, C, Matsuda, K, Ahnn, J, Fire, A, Sulston, JE,

Barnard, EA, Sattelle, DB, Lewis, JA (1997) Caenorhabditis elegans levamisole resistance

genes lev-1, unc-29, and unc-38 encode functional nicotinic acetylcholine receptor subunits. J

Neurosci 17(15): 5843-5857.

Gottschalk, A, Almedom, RB, Schedletzky, T, Anderson, SD, Yates, JR, 3rd, Schafer, WR

(2005) Identification and characterization of novel nicotinic receptor-associated proteins in

Caenorhabditis elegans. EMBO J 24(14): 2566-2578.

Halevi, S, McKay, J, Palfreyman, M, Yassin, L, Eshel, M, Jorgensen, E, Treinin, M (2002)

The C. elegans ric-3 gene is required for maturation of nicotinic acetylcholine receptors.

Embo J 21(5): 1012-1020.



Article 4

103

Halevi, S, Yassin, L, Eshel, M, Sala, F, Sala, S, Criado, M, Treinin, M (2003) Conservation

within the RIC-3 gene family. Effectors of mammalian nicotinic acetylcholine receptor

expression. J Biol Chem 278(36): 34411-34417.

Harrow ID, Gration AF (1985). Mode of action of the anthelmintics morantel, pyrantel and

levamisole on muscle cell membrane of the nematode Ascaris suum. Pestic Sci 16: 662-672.

Haugstetter, J, Blicher, T, Ellgaard, L (2005) Identification and characterization of a novel

thioredoxin-related transmembrane protein of the endoplasmic reticulum. J Biol Chem 280(9):

8371-8380.

Hoekstra, R, Visser, A, Wiley, LJ, Weiss, AS, Sangster, NC, Roos, MH (1997)

Characterization of an acetylcholine receptor gene of Haemonchus contortus in relation to

levamisole resistance. Mol Biochem Parasitol 84(2): 179-187.

Jones, AK, Davis, P, Hodgkin, J, Sattelle, DB (2007) The nicotinic acetylcholine receptor

gene family of the nematode Caenorhabditis elegans: an update on nomenclature. Invert

Neurosci 7(2): 129-131.

Jospin, M, Qi, YB, Stawicki, TM, Boulin, T, Schuske, KR, Horvitz, HR, Bessereau, JL,

Jorgensen, EM, Jin, Y (2009) A neuronal acetylcholine receptor regulates the balance of

muscle excitation and inhibition in Caenorhabditis elegans. PLoS Biol 7(12): e1000265.

Kaplan, RM (2004) Drug resistance in nematodes of veterinary importance: a status report.

Trends Parasitol 20(10): 477-481.

Lewis, JA, Elmer, JS, Skimming, J, McLafferty, S, Fleming, J, McGee, T (1987) Cholinergic

receptor mutants of the nematode Caenorhabditis elegans. J Neurosci 7(10): 3059-3071.

Lewis, JA, Wu, CH, Berg, H, Levine, JH (1980) The genetics of levamisole resistance in the

nematode Caenorhabditis elegans. Genetics 95(4): 905-928.



Article 4

104

Martin RJ, Clark CL, Trailovic SM, Robertson AP (2004). Oxantel is an N-type (methyridine

and nicotine) agonist not an L-type (levamisole and pyrantel) agonist: classification of

cholinergic anthelmintics in Ascaris. Int J Parasitol 34(9): 1083-1090.

Millar, NS (2008) RIC-3: a nicotinic acetylcholine receptor chaperone. Br J Pharmacol 153

Suppl 1: S177-183.

Mitreva, M, McCarter, JP, Martin, J, Dante, M, Wylie, T, Chiapelli, B, Pape, D, Clifton, SW,

Nutman, TB, Waterston, RH (2004) Comparative genomics of gene expression in the parasitic

and free-living nematodes Strongyloides stercoralis and Caenorhabditis elegans. Genome Res

14(2): 209-220.

Moreno-Guzman, MJ, Coles, GC, Jimenez-Gonzalez, A, Criado-Fornelio, A, Ros-Moreno,

RM, Rodriguez-Caabeiro, F (1998) Levamisole binding sites in Haemonchus contortus. Int J

Parasitol 28(3): 413-418.

Neveu, C, Charvet, CL, Fauvin, A, Cortet, J, Beech, RN, Cabaret, J (2010) Genetic diversity

of levamisole receptor subunits in parasitic nematode species and abbreviated transcripts

associated with resistance. Pharmacogenet Genomics 20(7): 414-425.

Paoletti, P, Neyton, J, Ascher, P (1995) Glycine-independent and subunit-specific potentiation

of NMDA responses by extracellular Mg2+. Neuron 15(5): 1109-1120.

Qian, H, Martin, RJ, Robertson, AP (2006) Pharmacology of N-, L-, and B-subtypes of

nematode nAChR resolved at the single-channel level in Ascaris suum. FASEB J 20(14):

2606-2608.

Qian, H, Robertson, AP, Powell-Coffman, JA, Martin, RJ (2008) Levamisole resistance

resolved at the single-channel level in Caenorhabditis elegans. Faseb J.

Rayes, D, Flamini, M, Hernando, G, Bouzat, C (2007) Activation of single nicotinic receptor

channels from Caenorhabditis elegans muscle. Mol Pharmacol 71(5): 1407-1415.



Article 4

105

Richmond, JE, Jorgensen, EM (1999) One GABA and two acetylcholine receptors function at

the C. elegans neuromuscular junction. Nat Neurosci 2(9): 791-797.

Robertson, AP, Bjorn, HE, Martin, RJ (1999) Resistance to levamisole resolved at the single-

channel level. FASEB J 13(6): 749-760.

Roos, MH, Otsen, M, Hoekstra, R, Veenstra, JG, Lenstra, JA (2004) Genetic analysis of

inbreeding of two strains of the parasitic nematode Haemonchus contortus. Int J Parasitol

34(1): 109-115.

Sangster, NC, Riley, FL, Collins, GH (1988) Investigation of the mechanism of levamisole

resistance trichostrongylid nematodes of sheep. Int J Parasitol 18(6): 813-818.

Sangster, NC, Riley, FL, Wiley, LJ (1998) Binding of [3H]m-aminolevamisole to receptors in

levamisole-susceptible and -resistant Haemonchus contortus. Int J Parasitol 28(5): 707-717.

Schultz, J, Milpetz, F, Bork, P, Ponting, CP (1998) SMART, a simple modular architecture

research tool: identification of signaling domains. Proc Natl Acad Sci U S A 95(11): 5857-

5864.

Sumikawa, K, Nishizaki, T (1994) The amino acid residues 1-128 in the alpha subunit of the

nicotinic acetylcholine receptor contain assembly signals. Brain Res Mol Brain Res 25(3-4):

257-264.

Towers, PR, Edwards, B, Richmond, JE, Sattelle, DB (2005) The Caenorhabditis elegans lev-

8 gene encodes a novel type of nicotinic acetylcholine receptor alpha subunit. J Neurochem

93(1): 1-9.

Tyrrell, KL, LeJambre, LF (2010) Overcoming macrocyclic lactone resistance in

Haemonchus contortus with pulse dosing of levamisole. Vet Parasitol 168(3-4): 278-283.

Verrall, S, Hall, ZW (1992) The N-terminal domains of acetylcholine receptor subunits

contain recognition signals for the initial steps of receptor assembly. Cell 68(1): 23-31.



Article 4

106

Walker, J, Hoekstra, R, Roos, MH, Wiley, LJ, Weiss, AS, Sangster, NC, Tait, A (2001)

Cloning and structural analysis of partial acetylcholine receptor subunit genes from the

parasitic nematode Teladorsagia circumcincta. Vet Parasitol 97(4): 329-335.

Waller, PJ, Chandrawathani, P (2005) Haemonchus contortus: parasite problem No. 1 from

tropics - Polar Circle. Problems and prospects for control based on epidemiology. Trop

Biomed 22(2): 131-137.

Wiley, LJ, Weiss, AS, Sangster, NC, Li, Q (1996) Cloning and sequence analysis of the

candidate nicotinic acetylcholine receptor alpha subunit gene tar-1 from Trichostrongylus

colubriformis. Gene 182(1-2): 97-100.

Williamson, SM, Robertson, AP, Brown, L, Williams, T, Woods, DJ, Martin, RJ, Sattelle,

DB, Wolstenholme, AJ (2009) The nicotinic acetylcholine receptors of the parasitic nematode

Ascaris suum: formation of two distinct drug targets by varying the relative expression levels

of two subunits. PLoS Pathog 5(7): e1000517.

Williamson, SM, Walsh, TK, Wolstenholme, AJ (2007) The cys-loop ligand-gated ion

channel gene family of Brugia malayi and Trichinella spiralis: a comparison with

Caenorhabditis elegans. Invert Neurosci 7(4): 219-226.



Article 4

107

Table 1. Comparison of H. contortus ancillary factor with their C. elegans orthologs.

Gene name Accession

number

Full-length

cDNA size

(bp)

Protein

sequence

length (aa)

C. elegans ortholog

(e value)

% amino acid

identity /

similarity

Hco-ric-3.1 HQ116823 1465 365 Cel-RIC-3 (3e-54) 56/70

Hco-ric-3.2 HQ116824 1468 365 Cel-RIC-3 (5e-54) 56/70

Hco-unc-50 HQ116822 1350 298 Cel-UNC-50 (5e-112) 73/84

Hco-unc-74 HQ116821 1574 445 Cel-UNC-74 (2e-123) 51/70
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FIGURE LEGENDS

Figure 1. Phylogeny of L-AChR subunits in C. elegans and trichostrongylid nematodes.

(A) Tree construction was performed on full-length cDNA sequences. Numbers at each node

indicate bootstrap values corresponding to 1000 replicates. The scale bar represents

nucleotide substitutions per site. The C. elegans acr-16 N-AChR subunit gene was used as an

outgroup. The three letter prefixes in AChR subunit gene names Cel, Hco, Tci and Tco refer

to C. elegans, H. contortus, T. circumcincta and T. colubriformis respectively. The five

C. elegans AChR subunits required for the functional expression of the levamisole-sensitive

AChR in Xenopus oocytes are labeled in red. (B) LEV-8 and ACR-8 sequences were aligned

using the MUSCLE algorithm (Edgar, 2004) and further processed using GeneDoc. Predicted

signal peptide sequences are shaded in grey. Amino acids conserved between Cel-LEV-8 and

trichostrongylid ACR-8 sequences – but not C. elegans ACR-8 – are highlighted in red. The

cys-loop, the four transmembrane regions (TM1–TM4) and the primary agonist binding site

are noted above the sequence.
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Figure 2. Four receptor subunits and three ancillary factors are required for efficient

expression of Hco-L-AChR1.

Coinjection of four receptor subunits (black squares) and three ancillary factors (grey squares)

yields the strongest currents (average 540 nA (n=24) with 500 µM ACh). Removal of the

Hco-acr-8 subunit from the injection mix reduced average currents by 93 ± 1.6 % (n=28). No

other combination yielded any measurable currents, except in very rare instances when Hco-

unc-38 was removed. In particular, coinjection of four Hco-L-AChR1 subunits alone is not

sufficient for expression highlighting the crucial role of the three ancillary factors Hco-RIC-

3.1, Hco-UNC-50, and Hco-UNC-74. Currents were measured once the steady state was

reached. Numbers above bars indicate the number of oocytes recorded for each condition.
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Figure 3. Pharmacology of H. contortus levamisole-sensitive AChR

(A) Hco-L-AChR1 and (B) Hco-L-AChR2 were challenged with a series of cholinergic

agonists (ACh, DMPP, Nic) and anthelminthic agents (Lev, Pyr). (C) and (D) ACh (black

circles) and Lev (black squares) dose-response curves for Hco-L-AChR1 and Hco-L-AChR2

respectively. The values indicated by open square and open circles were excluded from the fit.

(E) and (F) Differential response of Hco-L-AChR to cholinergic antagonists. Currents elicited

by 100 µM ACh can be efficiently blocked by 100 µM dTC in Hco-L-AChR1 (97 ± 1.9%)

and Hco-L-AChR2 (97 ± 1.7%). In contrast, the competitive antagonist DHβE only blocks

ACh-induced currents in Hco-L-AChR2 (65 ± 7.6%) but not in Hco-L-AChR1 (2.9 ± 1.7%)

consistently with the specific sensitivity of Hco-L-AChR2 to nicotine. (G) Relative efficacy

of cholinergic agonists. Black bars correspond to Hco-L-AChR1, grey bars to Hco-L-AChR2.

All values are normalized to the current elicited by application of 100 µM ACh. Hco-L-

AChR1: Lev 148.8 ± 7.6%; Pyr 8.1 ± 1.4%; Nic 2.0 ± 0.3%; DMPP 48.5 ± 1.7%. Hco-L-

AChR2: Lev 32.7 ± 4.2%; Pyr 152.1 ± 13.3%; Nic 62.2 ± 2.5%; DMPP 134.6 ± 13.4%.

Numbers above bars indicate the number of oocytes recorded for each condition. (H) Relative

efficacies of cholinergic antagonists. Black bars correspond to Hco-L-AChR1, grey bars

correspond to Hco-L-AChR2. In (A), (B), (E) and (F) black horizontal bars indicate when

agonists and antagonists are applied. All concentrations are indicated in µM. All oocytes were

treated with 100 µM BAPTA-AM for four hours prior to recording. All recordings were made

with 1 mM external CaCl2.
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Figure 4. Dominant-negative effect of a truncated form of Hco-UNC-63 on Hco-L-

AChR1 currents.

(A) Schematic representation of Hco-UNC-63a and Hco-UNC-63b. The Hco-UNC-63b

truncated protein retains a signal peptide, the entire N-terminal extracellular domain, two

transmembrane domains (TM1 and TM2) and has an additional 26 C-terminal residues

resulting from the translation of 3’ UTR sequences. (B) Expression of Hco-UNC-63b in the

context of Hco-L-AChR1 decreases receptor expression by 36.5 ± 4.1 % (2:1 ratio) and

19.5 ± 2.2 % (10:1 ratio). Hco-UNC-63a is an essential component of Hco-L-AChR1 and

Hco-UNC-63b can not substitute for wild-type Hco-UNC-63a to form functional receptors.

"+" and "-" indicate when a component has been added or not. In each case Hco-acr-8, Hco-

unc-29.1, Hco-unc-38, Hco-ric-3.1, Hco-unc-50 and Hco-unc-74 were coinjected with either

one or both Hco-unc-63 cRNA variants. "2:1" and "10:1" indicate the relative ratio of

truncated to wild-type Hco-unc-63 used. Each wild-type cRNA was injected at 25 ng/µL (vs.

50 ng/µL in all other experiments). Average currents for Hco-L-AChR1 were 161 ± 144 nA.

Currents were recorded two days after injection.
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Supplementary Figure S1. Conservation of RIC-3, UNC-50 and UNC-74 ancillary

factors in A. suum, B. malayi, C. elegans and H. contortus.

Protein alignments were constructed using the MUSCLE algorithm and were further

processed using GeneDoc. Consensus regions are shaded in blue. A) RIC-3 homologs. The

seven amino acids which differ between Hco-RIC-3.1and Hco-RIC-3.2 are labeled in cyan.

Domain annotations correspond to C. elegans RIC-3. The two transmembrane domains and

the three coiled-coildomains are noted above the sequence. The Brugia malayi alignment is

based on two partial sequences: kb29b08.y1 and XP_001898706.1. The names of the partial

RIC-3 sequences from A. suum are indicated below the sequence. B) UNC-50 homologs.

Domain annotations correspond to C. elegans UNC-50. The five transmembrane domains are

noted above the sequence. The Brugia malayi alignment is based on XP_1895364.1. The

names of the partial sequences from A. suum used for the alignment are indicated below the

sequence. C) UNC-74 homologs. Domain annotations correspond to C. elegans UNC-74. The

C-terminal transmembrane domain and the thioredoxin domain are noted above the sequence.

The Brugia malayi alignment is based on XP_001901171.1. ED247067 was the only partial

sequences from A. suum retrieved during our bioinformatic analysis.
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Figure 17 : Combinaisons possibles d’assemblage des sous-unités du L-AChR1. La sous-unité

Hco-UNC-29.1 est représentée en jaune, Hco-UNC-38 en rouge, Hco-UNC63a en bleue et

Hco-ACR-8 en verte.
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Résultats / Discussion de l’article 4

Chez le nématode modèle Caenorhabditis elegans la reconstitution du récepteur au

lévamisole (L-AChR) fonctionnel nécessite 5 sous-unités différentes (LEV-1, LEV-8, UNC-

29, UNC-38 & UNC-63) et 3 protéines accessoires (RIC-3, UNC-50 & UNC-74). La

reconstitution de ce récepteur chez le nématode parasite Haemonchus contortus a révélé des

différences remarquables avec celui de C. elegans.

 La reconstitution de 2 récepteurs sensibles au lévamisole :

 Le L-AChR1 constitué des sous-unités Hco-UNC-38, Hco-UNC-63a, Hco-

UNC-29.1 et Hco-ACR-8 qui est sensible à l’acétylcholine et au lévamisole (Figure

17).

 Le L-AChR2 qui lui est constitué des sous-unités Hco-UNC-38, Hco-UNC-

63a, Hco-UNC-29.1, est sensible à l’acétylcholine, le pyrantel et la nicotine (Figure

18).

 La sous-unité Hco-lev-1 de H. contortus ne possède pas de peptide signal de

sécrétion. Il est donc probable que la sous-unité Hco-LEV-1 ne possédant pas cette séquence

ne soit pas adressée correctement et donc non incorporée au récepteur final. La reconstitution

du récepteur in vitro confirme cette hypothèse puisque l’ajout ou non de l’ARNc de la sous

unité LEV-1 ne change pas les propriétés du récepteur. A l’inverse chez C. elegans, lorsque la

sous-unité LEV-1 est supprimée, le récepteur devient non fonctionnel.

 Au court de la comparaison de transcriptome d’isolats d’H. contortus sensibles et

résistants au lévamisole, un fragment montrant une forte homologie avec la sous-unité acr-8

d’AChR était spécifiquement exprimée chez les isolats résistant testés. Chez C. elegans le

gène acr-8 est proche de lev-8 mais ne semble pas participer au L-AChR. Chez H. contortus,

la forme pleine longueur du gène Hco-acr-8 présente des signatures communes avec la sous-

unité LEV-8 de C. elegans. Nous avons émis l’hypothèse de l’implication d’Hco-ACR-8 dans

le récepteur au lévamisole d’H. contortus. La mise en évidence du rôle majeur de la sous-

unité Hco-ACR-8 dans la sensibilité au lévamisole confirme donc clairement cette hypothèse.



Figure 18 : Combinaisons possibles d’assemblage des sous-unités du L-AChR2. La sous-unité

Hco-UNC-29.1 est représentée en jaune, Hco-UNC-38 en rouge, Hco-UNC63a en bleue.
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Dans le cadre de ce travail nous avons démontré que :

 Les homologues des 3 protéines accessoires nécessaires à l’expression du L-

AChR de C. elegans sont également nécessaires à l’expression du récepteur chez

H. contortus.

  La co-expression de la forme pleine longueur et de la forme tronquée d’UNC-

63 diminue fortement l’expression du récepteur. Ce mécanisme pourrait donc être à

l’origine de la résistance au lévamisole chez l’isolat RHS6.

En conclusion, nos travaux de reconstitution de L-AChRs d’H. contortus en système

hétérologue (œufs de xénope) constitue la première validation fonctionnelle d’un mécanisme

moléculaire de résistance au lévamisole chez un nématode parasite.
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Dans le cadre de ce travail de thèse, nous avons identifié les sous-unités du récepteur au

lévamisole (L-AChR) chez 3 espèces de strongles digestifs : Haemonchus contortus,

Teladorsagia circumcincta et Trichostrongylus colubriformis. La complémentarité des

approches gènes-candidats et transcriptomique (cDNA-AFLP) a permis de reconstituer, en

œufs de xénope, 2 L-AChRs chez H. contortus : l’un préférentiellement sensible au

lévamisole et l’autre au pyrantel. Dans cette partie, nous présenterons et discuterons des

perspectives concernant la poursuite de l’étude sur les mécanismes de résistance au

lévamisole chez les strongles digestifs.

1) La résistance au lévamisole

1.1) la recherche sans a priori

Les expériences de cDNA-AFLP nous ont permis de détecter deux marqueurs de

résistance robuste (ha17 & Hco-acr-8b). Cependant, les autres candidats étudiés se sont

révélés être des faux positifs dû vraisemblablement à du polymorphisme populationnel. Des

études ont montré que le nématode parasite H. contortus possède une forte hétérogénéité au

niveau de son génome entre les différents isolats existants (Grant, 1994). Dans ce contexte,

l’introgression des gènes de résistances chez un isolat sensible permettrait de palier à ce

problème de variabilité intrapopulationelle. Ce procédé, qui a pour but de diminuer la

variabilité génétique entre 2 isolats, consiste à croiser sur plusieurs générations un isolat

sensible et un isolat résistant au lévamisole avec un excès de vers issus de l’isolat sensible

tout en maintenant la pression de sélection par des traitements au lévamisole. Ce processus a

déjà été réalisé chez H. contortus, montrant une diminution de la variabilité génétique entre

l’isolat obtenu et l’isolat de départ (Otsen et al., 2001, Roos et al., 2004). La comparaison du

transcriptome de ces 2 isolats en cDNA-AFLP permettrait de réduire cette variabilité

intrapopulationnelle naturelle et donc le nombre de faux positifs détectés.

1.2) Les autres gènes impliqués dans la résistance au lévamisole

Au cours de ce travail, nous nous sommes intéressés aux gènes nécessaires à la

reconstitution du L-AChR d’H. contortus en système hétérologue c'est-à-dire les sous-unités

potentielles du L-AChR et les 3 protéines accessoires essentielles pour son expression in vitro

(RIC-3, UNC-50, UNC-74). Cependant les études réalisées chez C. elegans, ont permis

d’identifier d’autres gènes pouvant jouer un rôle dans le phénotype de résistance au

lévamisole, comme les gènes lev-9 et lev-10 qui jouent un rôle dans l’agrégation du récepteur
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au niveau de la jonction neuromusculaire (Lewis et al., 1987a). La recherche d’homologues

de ces autres gènes, puis de polymorphisme entre isolats sensibles et résistants au lévamisole

chez nos nématodes parasites permettrait peut-être de détecter d’autres gènes impliqués dans

le phénotype de résistance au lévamisole chez nos nématodes parasites.

1.3) Rôle des formes tronquées

Au cours de nos études des formes tronquées des transcrits des gènes codant les sous-

unités UNC-63 et ACR-8 du L-AChR ont été identifiées chez des isolats résistants au

lévamisole. Les reconstitutions de récepteur in vitro ont montré que, pour UNC-63, ces

formes peuvent jouer un rôle de dominant négatif sur l’expression du récepteur en œufs de

xénope. L’expression de L-AChRs à la fonctionnalité altérée in vivo pourrait expliquer le

phénotype de résistance observé chez ces isolats.

La forme tronquée de la sous-unité Hco-ACR-8 est plus courte que celle d’Hco-UNC-63

et ne possède pas de domaine transmembranaire. Des études réalisées sur des récepteurs de

Torpedo sp. ont montré que la présence de la partie N-terminale de la protéine ainsi que d’au

moins un domaine transmembranaire est indispensable pour avoir l’effet dominant négatif sur

le récepteur final (Sumikawa & Nishizaki, 1994). L’implication éventuelle de cette forme

tronquée d’Hco-ACR-8 dans un mécanisme de résistance reste donc à élucider. Chez

C. elegans, la production de formes tronquées d’un ARN donné avec un cadre ouvert de

lecture court serait rapidement dégradée par la voie cellulaire NMD, permettrait de réguler

négativement l’expression d’un gène (Zahler, 2005).

1.4) Stœchiométrie des sous-unités du L-AChR

Classiquement, les nAChRs sont composés de 5 sous-unités assemblées en pentamère.

Chez H. contortus, nos études ont montré que le récepteur au lévamisole nécessite la

combinaison de 4 sous-unités différentes et 3 pour le récepteur au pyrantel. Il est donc fort

probable que chez H. contortus, une des sous-unités soit présente au moins 2 fois au sein du

même récepteur. Il serait intéressant d’étudier quels sont les interactions entre les différentes

sous-unités, ainsi que la place occupée par chacune d’elle dans le récepteur. De nouveaux

moyens d’étude permettant de visualiser l’interaction entre 2 protéines sont disponibles

(Duolink®) et permettraient de déterminer quelles sous-unités interagissent ensemble.

Ces informations pourraient également être exploitées dans le cadre de la recherche du site

de fixation des différents ligands d’un récepteur. En effet, le site de fixation d’une molécule se
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trouve à l’interface de 2 sous-unités contiguës. De plus, la sous-unité Hco-ACR-8 semble

jouer un rôle important au niveau du site de fixation du lévamisole sur le récepteur. En effet,

l'utilisation du système d'expression en œufs de xénope a permis de reconstituer 2 récepteurs

différents : le premier préférentiellement sensible au lévamisole (L-AChR1) et le second au

pyrantel (L-AChR2). La différence entre ces 2 récepteurs est la présence de la sous-unité Hco-

ACR-8 dans le L-AChR1 alors que celle-ci est absente dans le L-AChR2. La sous-unité Hco-

ACR-8 semble donc favoriser la fixation du lévamisole sur le L-AChR1. Afin de déterminer

avec précision le site de fixation du lévamisole, des expériences de mutagénèse dirigée

pourront être réalisées sur la partie correspondant au domaine extracellulaire de la sous-unité.

Chez C. elegans, le motif YPGCC présent sur LEV-8 semble jouer un rôle dans la fixation du

lévamisole (Towers et al., 2006). Ce motif est également retrouvé sur les homologues de la

sous unité ACR-8 chez nos 3 espèces parasites. Des expériences de mutagénèse dirigée sur ce

motif de la sous-unité Hco-ACR-8, puis l’incorporation de cette sous-unité dans le L-AChR1

peut nous permettre de tester si l’affinité du récepteur pour le lévamisole est modifiée.

2) La fonction de la sous-unité Hco-ACR-8

Chez C. elegans, bien que les sous-unités LEV-8 et ACR-8 soient relativement conservées

au niveau de leurs séquences protéiques, leur fonction semble être différente. En effet, la

sous-unité LEV-8 participe au L-AChR et la sous-unité ACR-8 pourrait être incorporée dans

un récepteur insensible au lévamisole (Touroutine et al., 2005, Towers et al., 2005). Chez les

nématodes parasites, les recherches dans les banques de données ainsi que les expériences de

biologie moléculaire n’ont pas permis de mettre en évidence d’homologue pour la sous-unité

LEV-8 (Williamson et al., 2007). Cependant l’homologue de la sous-unité ACR-8, chez les

espèces parasites étudiées au laboratoire, possède des motifs protéiques spécifiquement

retrouvés sur Cel-LEV-8. Cette constatation a été confirmée à partir de recherches

bioinformatiques dans les banques de données partielles disponibles sur des espèces de

nématodes parasites telles que: Ancylostoma caninum (clade V), Globodera pallida (clade

IV), Heterodera schachtii (clade IV), Oesophagostomum dentatum (clade V), Brugia malayi

(clade III), Loa loa (clade III) et Trichinella spiralis (clade I).

La reconstitution du L-AChR d’H. contortus en œufs de xénope a permis de montrer que

la sous-unité Hco-ACR-8 est essentielle pour former ce récepteur in vitro. Il semble donc que

la sous-unité Hco-ACR-8 d’H. contortus possède des propriétés similaires à la sous-unité

LEV-8 de C. elegans. Dans ce contexte, des reconstitutions de récepteurs chimères peuvent
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être réalisées en œufs de xénope. En effet, la co-expression des sous-unités UNC-38, UNC-

63, UNC-29, LEV-1 de C. elegans avec la sous-unité Hco-ACR-8 d’H. contortus pourrait

permettre de savoir si Hco-ACR-8 peut remplacer Cel-LEV-8 in vitro.

Afin de tester cette hypothèse également in vivo, des expériences de complémentation

fonctionnelle avec Hco-ACR-8 pourront être réalisées chez C. elegans. Ce type d’expérience

a déjà été réalisé pour le gène de la β-tubuline ou une protéase de type Cathepsine L

d’H. contortus (Kwa et al., 1995, Britton & Murray, 2002).

3) La reconstitution de récepteur en œufs de xénope

3.1) Poursuite de la caractérisation du L-AChR d’Haemonchus contortus

Dans ce travail, nous avons pu exprimer in vitro 2 L-AChRs du nématode parasite

H. contortus. Cependant lors de la recherche des gènes codant des sous-unités susceptibles

d’être incorporées au L-AChR, des divergences ont été mises en évidence par rapport au

nématode modèle C. elegans.

 Chez les 3 espèces étudiées au laboratoire (H. contortus, T. circumcincta et

T. colubriformis), le gène lev-1 code une protéine ne possédant pas de peptide signal de

sécrétion. Ce peptide est essentiel à la protéine qui sans lui a une faible probabilité de se

retrouver incorporée au récepteur final. Chez C. elegans la sous-unité LEV-1 est nécessaire à

la reconstitution du L-AChR in vitro. Des expériences de co-localisation de la sous-unité Hco-

LEV-1 et de Hco-ACR-8 à l’aide d’anticorps permettraient de vérifier l’incorporation de la

sous-unité Hco-LEV-1 dans le L-AChR in vivo.

 Le nombre de copies du gène unc-29 a été multiplié par 4 entre les nématodes

C. elegans et H. contortus. Les séquences de ces 4 paralogues sont très conservées avec un

minimum de 88% de similarité (séquence protéique), entre les 2 paralogues les plus éloignés.

Des différences sont observées notamment le domaine extracellulaire de la sous-unité qui

participe aux sites de fixation des différentes molécules. La reconstitution du L-AChR en

testant les différentes copies du gène unc-29 permettra de déterminer si elles changent la

pharmacologie du récepteur.

3.2) Le L-AChR des parasites

Une phylogénie des nématodes basée sur la séquence de la petite sous-unité 18S du

ribosome a permis de classer la diversité des espèces de nématodes en 5 clades. Notre étude



Discussion / Perspectives

129

constitue la première reconstitution de L-AChRs chez un nématode parasite du clade V. Pour

poursuivre ce travail, l’étude de la composition en sous-unités du L-AChR chez d’autres

espèces de nématodes parasites est prévue. La reconstitution dans un premier temps des

récepteurs de T. colubriformis et T. circumcincta devrait être facilement réalisable puisque

nous disposons déjà des homologues des gènes utilisés chez H. contortus. De plus, ces

espèces étant de la même famille (Strongyloidea) et donc très proches, il est probable que les

données obtenues chez H. contortus soit transposables à ces deux espèces de strongles. De

même, la reconstitution du L-AChR d’un nématode parasite du porc, appartenant également

au clade V, est en cours au laboratoire chez le nématode Oesophagostomum dentatum.

Le récepteur au lévamisole du parasite Ascaris suum (clade III) a récemment été

reconstitué en œufs de xénope. Cette reconstitution in vitro a nécessité la co-expression de

seulement 2 sous-unités : Asu-UNC-29 et Asu-UNC-38. La modulation de la quantité de

chaque sous-unité permet de modifier les propriétés pharmacologiques du récepteur obtenu

(Williamson et al., 2009). Cette reconstitution a été réalisée sans les homologues des

protéines accessoires RIC-3, UNC-50, UNC-74 nécessitant d’importantes concentrations

d’ARNc injecté dans l’œuf de xénope. La découverte dans les banques de données d’A. suum

d’orthologues pour les sous-unités UNC-63 et ACR-8 et des protéines accessoires interpelle

sur la composition du récepteur in vivo. Des essais de reconstitution du L-AChR d’A. suum à

l’aide de toutes les protéines identifiées chez cette espèce pourront être réalisés afin de tester

leurs fonctions.

3.3) Etude des récepteurs de parasites

L’expression de récepteurs de parasites en système hétérologue, comme en œufs de

xénope, est un outil puissant pour l’étude in vitro de la fonctionnalité ainsi que des propriétés

pharmacologiques d’un sous-type de récepteur donné. Cet outil offre clairement des

perspectives pour la recherche de nouvelles molécules anthelminthiques.

La majorité des 29 sous-unités identifiées chez C. elegans n’a pas d’implication connue

dans un récepteur donné. Chez nos strongles digestifs, la recherche d’homologues de ces

sous-unités a montré que certaines d’entre elles sont dupliquées. De plus, chez H. contortus,

d’autres sous-unités d’AChR ont été découvertes qui ne présentent pas d’homologie

significative avec celle identifiée chez C. elegans. Il existe donc une variété de sous-unité de

nAChR encore plus importante chez le nématode parasite H. contortus que chez le nématode

libre C. elegans. Cela se traduit certainement par la présence de récepteurs spécifiques des
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nématodes parasites. Un anthelminthique qui cible uniquement les nématodes parasites sans

avoir d’effet négatif sur les nématodes libres du le sol est très important. Dans certains cas, les

molécules anthelminthiques sont excrétées par les animaux traités et se retrouvent dans le sol.

Ces molécules peuvent avoir un impact négatif sur l’écosystème, c’est le cas par exemple de

la plupart des molécules de la famille des lactones macrocycliques (Lumaret & Errouissi,

2002).

Aujourd’hui, le nématode C. elegans est en général utilisé pour cribler les molécules

anthelminthiques (Simpkin & Coles, 1981). Cependant nos résultats concernant la

reconstitution de L-AChR chez le nématode parasite H. contortus ont montré que les

récepteurs des deux espèces possédaient des propriétés pharmacologiques différentes. Dans ce

contexte, le développement de l’outil d’expression de récepteurs de nématodes parasites en

œufs de xénope offre une alternative à l’utilisation de l’espèce C. elegans.
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Annexe 1 Résumé de la communication orale présentée à la WAAVP 2009 (Calgary)

LEVAMISOLE resistance in gastrointestinal nematodes investigated at the molecular

level.

FAUVIN, A., CHARVET, C., CORTET, J., BOULIN, T., CABARET, J. and NEVEU, C

French National Institue for Agricultural Research  ( INRA ) UR1282,

Infectiologie Animale et Santé Publique Centre de recherche de Tours,

NOUZILLY, 37380, France

Levamisole is a broad-spectrum anthelmintic drug widely used to control parasitic nematodes

in livestock. However, the high efficacy of levamisole against the gastrointestinal nematodes

in sheep and goats has been compromised by the development of resistance in field

populations. Levamisole acts as an agonist of the nicotinic acetylcholine receptor (nAChR)

that is an important determinant of signal transmission at the neuromuscular junction. In the

free-living nematode Caenorhabditis elegans, the levamisole-sensitive nAChR is composed

of five multi-transmembrane spanning subunits encoded by unc-29, lev-1, unc-63, unc-38 and

lev-8 genes and mutants lacking one of those genes are resistant to levamisole. Based on

C. elegans molecular data, we have identified and sequenced unc-29, lev-1, unc-63 and unc-

38 orthologs isolated from the trichostrongylid nematodes Haemonchus contortus,

Teladorsagia circumcincta and Trichostrongylus colubriformis that are causing major

economic losses to sheep industry throughout the world. Phylogenetic relationship analyses of

the nAChR subunit family indicated high evolutionary conservation among nematode species.

To investigate molecular mechanisms involved in levamisole resistance, gene sequences and

mRNA transcription levels were compared between levamisole resistant and susceptible

H. contortus. Interestingly, expression of alternatively spliced mRNAs was specifically

detected in resistant isolates and their functional relevance in levamisole resistance is in

progress.



Annexe 2

151

Annexe 2 Communication affichée présentée à EMOP X 2008 (Paris)



Annexe 3

152

Annexe 3 : Article publié dans le bulletin de l’académie vétérinaire de France



Annexe 3

153



Annexe 3

154



Annexe 3

155



Annexe 3

156



Annexe 3

157



158

Aymeric FAUVIN
MÉCANISMES MOLÉCULAIRES IMPLIQUÉS

DANS LA RÉSISTANCE AU LÉVAMISOLE
CHEZ LES STRONGLES DIGESTIFS

Résumé

Actuellement, la lutte contre les strongles digestifs est essentiellement basée sur l’utilisation de traitements

anthelminthiques. Cependant, leur utilisation massive a conduit à l’apparition d’isolats résistants.

L’optimisation des stratégies de lutte nécessite une meilleure connaissance des mécanismes moléculaires

impliqués dans l’acquisition de la résistance. Dans ce contexte, nous avons cherché à identifier le récepteur au

lévamisole, une des molécules anthelminthiques les plus utilisée en élevage. Nous avons mis en évidence

l’existence d’une forme tronquée d’une des sous-unités du récepteur au lévamisole chez certains isolats

résistants des 3 principales espèces de strongles digestifs : Haemonchus contortus, Teladorsagia circumcincta et

Trichostrongylus colubriformis. Le rôle de cette forme tronquée dans la fonctionnalité du récepteur a été testé

en reconstituant le récepteur au lévamisole d’H. contortus en œufs de xénope. Ainsi, nous avons montré que la

forme tronquée perturbe le fonctionnement normal du récepteur. Ce résultat constitue la première validation

fonctionnelle d’un mécanisme moléculaire de résistance au lévamisole chez un nématode parasite.

Mots clés : Nématode, lévamisole, résistance, anthelminthiques, récepteur à l’acétylcholine.

Abstract

The control of gastrointestinal strongyles is largely based on the use of anthelmintic treatments. However,

the widespread use of these treatments has led to the emergence of resistant isolates. The optimization of control

strategies requires a better understanding of the molecular mechanisms involved in the acquisition of resistance.

In the present study, we have identified the receptor of levamisole, an anthelmintic molecule widely used in

livestock. We demonstrated the existence of a truncated form of subunits in some resistant isolates in the 3 main

species of gastrointestinal nematodes: Haemonchus contortus, Teladorsagia circumcincta and Trichostrongylus

colubriformis. The role of this truncated form in the receptor functionality was tested by reconstituting the

receptor of levamisole of H. contortus in Xenopus oocytes. Thus, we showed that the truncated form disrupts

the normal function of the receptor. Here we provide the first functional evidence for a molecular mechanism

involved in levamisole resistance in a parasitic nematode.

Keywords : Nematode, levamisole, anthelmintic, resistance, acetylcholine receptor.
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