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Introduction générale 

I. Le moustique 

Le plus vieux fossile de moustique (Culicidés) a été retrouvé en Birmanie et date du 

Crétacé moyen (environ 100 millions d’années) (Borkent et Grimaldi, 2004). Les 

moustiques appartiennent à l’ordre des diptères, caractérisés par une seule paire 

d’ailes qui assure la fonction de vol. Le moustique se développe dans deux milieux 

radicalement différents en fonction du stade de vie : aérien au stade adulte et 

aquatique aux stades larvaire et nymphal (Clements, 1992). Il existe plus de 3500 

espèces réparties en 111 genres dont les trois genres principaux sont Aedes, Culex 

et Anopheles. Outre les nuisances occasionnées, le moustique est vecteur de 

nombreuses maladies responsables de millions de morts chaque année.  

A. Maladies transmises par les moustiques du genre Aedes 

Parmi les moustiques, Aedes aegypti  et A. albopictus sont les vecteurs de la dengue 

(DENV), du chikungunya (CHIKV) et de la fièvre jaune (Tableau 1). L’augmentation 

du nombre et de l’amplitude des épidémies de DENV et de CHIKV couplée à 

l’expansion de la zone de répartition d’Aedes albopictus font de ces deux maladies, 

classées comme « maladies tropicales négligées », une source de préoccupation 

sanitaire mondiale (Morrison, 2014; Rougeron et al., 2015). Le virus entre dans le 

moustique femelle lors d’un repas sanguin sur une personne infectée par le virus. 

Après plusieurs jours d’infection le virus peut se multiplier et atteindre les glandes 

salivaires du moustique. Au cours d’un nouveau repas de sang la femelle injecte de 

la salive contenant des anticoagulants, des anesthésiques et le virus provoquant sa 

transmission chez des personnes saines (Ribeiro et Francischetti, 2003). 
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Tableau 1. Principales maladies transmises par A. aegypti. La nature du pathogène, sa prévalence et 
les traitements sont indiquées. 

Maladie Pathogène Prévalence Traitement Référence 

Fièvre jaune Virus  200000 cas par an et 
30000 décès 

Vaccin efficace, pas de 
traitement spécifique OMS 

Dengue Virus 50-100 millions de cas 
par an 25000 décès 

première mise sur le marché du 
vaccin programmé en 2016, pas 

de traitement spécifique 
OMS 

Chikungunya Virus  
pas de données 

précises augmentation 
des cas depuis 2005 

Vaccin en préparation, pas de 
traitement spécifique OMS 

 

Pour mieux comprendre les étapes de l’infection de cellules du moustique par un 

virus, prenons l’exemple de la DENV. La DENV est un arbovirus à ARN positif simple 

brin appartenant à la famille des Flaviviridae. Il existe quatre sérotypes distincts 

transmissibles à l’homme : DENV-1, 2, 3 et 4. L’étape d’infection commence par 

l’attachement du virus à un récepteur présent à la surface des cellules cibles 

intestinales. Plusieurs récepteurs ont été identifiés selon les sérotypes en utilisant 

des cellules modèles ou des tissus prélevés sur A. aegypti (Cruz-Oliveira et al., 

2014). Après fixation du virus, le génome viral peut pénétrer directement dans la 

cellule par translocation (en empruntant des canaux ioniques pour pénétrer dans la 

cellule) médié par une protéine de la capside virale via la protéine C. Le virus peut 

aussi pénétrer entièrement (génome et capside) en détournant les mécanismes 

d’endocytose qui servent normalement à faire entrer des macromolécules 

indispensables au fonctionnement de la cellule. L’acidification du pH dans 

l’endosome va changer la conformation d’une protéine de la capside virale (protéine 

E). La protéine E peut ainsi perturber la membrane de l’endosome et provoquer la 

fusion de la membrane de l’endosome et du virus (hémifusion). Le génome viral est 

ensuite libéré via des pores ou par translocation (protéine C). Le génome ainsi libéré 

dans le cytoplasme va être traduit en utilisant la machinerie cellulaire. Le génome 

peut être ensuite répliqué, et les nouvelles copies d’ARN incorporées dans le virion. 

L’assemblage du virion se fait dans le réticulum endoplasmique puis il est ensuite 

transporté dans l’appareil de Golgi puis sécrété pour infecter de nouvelles cellules 

(Mukhopadhyay et al., 2005). Le génome viral peut aussi être disséminé aux cellules 

voisines par translocation. Ce n’est qu’une fois que les virions infectent les cellules 



Introduction générale 

10 
 

présentes dans les glandes salivaires que le virus pourra être transmis à l’homme : 

ici encore des récepteurs spécifiques ont été identifiés mais leur fonction est encore 

inconnue (Cao-Lormeau, 2009). Pour se défendre face aux différentes maladies 

transmises par le moustique, l’homme a développé plusieurs stratégies, incluant 

l’utilisation d’insecticides. 

B. La lutte contre le moustique 

L’utilisation d’insecticides est actuellement le moyen le plus efficace pour lutter contre 

le moustique et endiguer les épidémies et les maladies qu’ils transmettent. 

L’utilisation du DDT (insecticide chimique) a commencé à partir de la seconde guerre 

mondiale, notamment pour lutter contre la DENV et la malaria. Néanmoins, les 

premiers cas de résistance au DDT chez le moustique ont été rapportés peu de 

temps après le début de son utilisation (Hemingway et Ranson, 2000). De nouveaux 

insecticides chimiques ont été développés pour contourner ces résistances. Les 

insecticides chimiques ciblent la transmission de l’influx nerveux au niveau 

synaptique, soit en bloquant l’acétylcholinestérase (organophosphorés, carbamates) 

soit en perturbant les canaux à sodium voltage-dépendant (organochlorés, 

pyréthroïdes). Leur utilisation massive a entrainé une adaptation rapide des 

moustiques conduisant à de fortes résistances observées en population naturelle 

(Hemingway et Ranson, 2000). De plus, ces molécules persistent longtemps dans 

l’environnement de par leur nature chimique très stable et ont un impact sur 

l’ensemble de la chaine trophique. 

La prise de conscience des enjeux environnementaux liés à l’utilisation d’insecticides 

a conduit au développement de nouveaux insecticides dits biologiques. L’utilisation 

des toxines produites par les bactéries Bacillus sphaericus (Bs) et Bacillus 

thuringiensis subsp. israelensis (Bti) dans la lutte contre les moustiques a commencé 

dans les années 80, notamment en France et au Canada. Néanmoins l’utilisation de 

Bs a conduit à de forts niveaux de résistance en population naturelle et il est 

actuellement autorisé en démoustication uniquement en combinaison avec le Bti 

(Nielsen-Leroux et al., 2002; Regis et al., 2001). Aujourd’hui le Bti est le seul larvicide 

autorisé et commercialisé en France pour la lutte antimoustique et son utilisation est 

grandissante à travers le monde. Connaissant la capacité d’adaptation des 

moustiques, la caractérisation du mode d’action du Bti et de son comportement dans 
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l’environnement est essentielle afin d’anticiper l’apparition de résistance en 

population naturelle.  

II. Bacillus thuringiensis (Bt) 

Bacillus thuringiensis est une bactérie sporulante Gram positive appartenant à la 

famille des Bacillaceae et au groupe cereus. Elle se distingue des autres bactéries 

du groupe par sa capacité à produire lors de la sporulation des inclusions cristallines 

toxiques pour les larves d’insectes. Elle fût découverte pour la première fois au 

Japon en 1901 dans des cadavres de chenilles de papillons Bombyx mori par 

Shigetane Ishiwata (Aizawa, 2001). C’est seulement en 1951 que la toxicité de la 

bactérie est attribuée à l’inclusion cristalline parasporale (Bulla et al., 1980). Le Bt 

contient 82 sous-espèces. Cette classification est basée sur les propriétés chimiques 

et la composition de l’antigène du flagelle H mais ne tient pas compte des profils de 

toxicité (Lecadet et al., 1999; Xu et Côté, 2008). 

A. Le Bt une bactérie entomopathogène 

1. Les facteurs de virulences 

Bacillus thruringiensis est une bactérie ubiquitaire, les différentes sous-espèces de Bt 

sont couramment retrouvées dans une grande diversité d’environnements et d’hôtes 

(sol, eau, plantes, insectes morts, etc.) à travers le monde. Le Bt peut se développer 

sous une forme végétative dans des milieux riches en nutriments et en carbone en 

absence de son hôte, mais sa multiplication est moindre en comparaison de celle 

opérée dans des cadavres d’insectes (Argôlo-Filho et Loguercio, 2013). Cette 

bactérie est donc classée comme entomopathogène et développe un arsenal de 

mécanismes participant à sa virulence (Figure 1) (Raymond et al., 2010). Parmi ces 

facteurs de virulence, les toxines Cry et Cyt sont responsables de l’essentiel de la 

toxicité et sont donc largement utilisées pour lutter contre les insectes ravageurs ou 

vecteurs de maladies. 
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Figure 1 : Interactions entre le Bt et sa cible après ingestion et pénétration dans l’hémolymphe. La 
figure représente une coupe transversale d’une chenille et les différentes barrières et facteurs 
immunitaires rencontrés par le Bt. Du centre vers l’extérieur de la larve : la membrane péritrophique 
est représentée par une ligne (bleu), les cellules épithéliales sont représentées en orange, 
l’hémolymphe se trouve entre la barrière intestinale et la cuticule de l’insecte (ligne verte). Le cristal 
protéique est représenté par un losange (rose), les spores par un ovale (jaune), les formes 
végétatives de Bt par un rectangle (rouge) et les bactéries intestinales de l’insecte par un rond (bleu). 
Traduit et simplifié de (Raymond et al., 2010). 

2. Les toxines Cry 

Les différentes sous-espèces de Bacillus thuringiensis produisent une grande 

diversité de toxines Cry. À ce jour, on dénombre 770 protéines séquencées 

(Crickmore et al., 2014). La diversité de ces toxines est liée à une grande plasticité 

génétique du Bt. La plupart des gènes codant pour ces toxines sont localisés dans 

des plasmides conjugatifs qui contiennent des éléments d’insertion qui facilitent la 

mobilité des gènes Cry entre plasmides (Schnepf et al., 1998). Le transfert de ces 

plasmides par conjugaison entre différentes sous-espèces favorise la diversité 

génétique (Thomas et al., 2001). 
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Les toxines Cry furent classées en premier lieu en fonction de leur activité insecticide 

(CryI toxique contre les coléoptères, CryII contre les lépidoptères et diptères, etc.) 

(Höfte et Whiteley, 1989). Aujourd’hui, la nomenclature est basée sur l’identité des 

séquences protéiques entre toxines (Crickmore et al., 1998). Ainsi, trois rangs sont 

utilisés, le premier chiffre différencie les toxines avec moins de 45% d’identité (Cry1, 

Cry2…), la première lettre (majuscule) indique une identité comprise entre 45 et 78% 

(Cry4A, Cry4B…) et la seconde lettre (minuscule) indique une identité comprise entre 

78 et 95% (Cry11Ba, Cry11Bb…). Bien que leur pourcentage d’identité ne reflète pas 

toujours la toxicité spécifique pour un ordre d’insecte, cette classification permet 

d’orienter le test de nouvelles toxines pour déterminer leur activité insecticide. 

Les toxines Cry partagent une homologie de leur structure tridimensionnelle et sont 

composées de trois domaines principaux : un domaine à hélices alpha (domaine 1) 

et deux domaines à feuillets beta (domaine 2 et 3) (Bravo et al., 2011). Le domaine 1 

participe à la formation d’un pore par l’insertion de certaines hélices alpha dans la 

membrane des cellules. Les domaines 2 et 3 sont responsables de la fixation au 

récepteur membranaire et de la spécificité des toxines Cry contre les différents 

ordres d’insectes (Palma et al., 2014) (Figure 2). 
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Figure 2 : Principales toxines Cry actives contre les différents ordres d’insectes (Coléoptères, 
Diptères, Hyménoptères, Hémiptères, Lépidoptères) et contre les Nématodes et la structure 
tridimensionnelle de la toxine Cry4Ba active contre les Diptères. Le domaine 1 (hélices alpha) est 
coloré en bleu, le domaine 2 (feuillets bêta) est coloré en vert et le domaine 3 (feuillets bêta) est coloré 
en violet. Adapté de (Boonserm et al., 2005; Palma et al., 2014). 

B. Bacillus thuringiensis subsp. israelensis  

1. Description 

Plusieurs souches de Bt (subsp. israelensis, jegathesan, medellin et morrisoni) ont 

montré une forte activité larvicide contre les moustiques. Parmi elles, Bacillus 

thuringiensis subsp. israelensis est la plus toxique, en particulier contre A. aegypti 

(Ragni et al., 1996). Cette bactérie a été isolée pour la première fois en Israël en 

1976 dans un étang présentant une forte mortalité de larves de moustiques 

(Goldberg et Margalit, 1977). Lors de la sporulation, le Bti produit une spore et un 

cristal qui contient quatre toxines principales (Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et Cyt1Aa) 

codées par les gènes du même nom contenu dans le plasmide pBtoxis (Berry et al., 

2002) (Figure 3). Des gènes codants pour Cry10Aa, Cyt2Ba et Cyt1Ca ont aussi été 

décrits mais ces toxines sont peu ou pas produites (Ben-Dov, 2014).  
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Figure 3 : Bacillus thuringiensis subsp. israelensis en phase de sporulation (gauche) et cristal de Bti 
(droite). Sp, spore ; IC, inclusion cristalline. Repris de (Tetreau, 2012) adapté de (Federici et al., 
2003). 

2. Mode d’action des toxines Cry 

Le mode d’action des toxines Cry du Bti est encore mal connu. La compréhension du 

mode d’action des toxines Cry1, actives contre les lépidoptères a néanmoins fait 

l’objet de nombreuses études (Bravo et al., 2011). Comme les toxines Cry possèdent 

une structure tridimensionnelle similaire, il semble donc que les mécanismes d’action 

soient partagés entre ces toxines (de Maagd et al., 2001). Dans cette partie, nous 

allons donc faire un état des connaissances sur les toxines Cry du Bti en nous 

appuyant sur le mode d’action décrit chez les lépidoptères comprenant sept étapes 

(Figure 4). 

 

Figure 4 : Mode d’action simplifié des toxines Cry chez une larve d’insecte. Les chiffres romans 
indiquent les différentes étapes du mode d’action. Les toxines sont représentées en vert et les spores 
en bleu. Repris de (Tetreau, 2012) adapté de (Bravo et al., 2007). 
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a) Etapes I : ingestion 

Le Bti est épandu dans les gîtes larvaires sous forme de poudre, granules ou liquide. 

Le choix de la formulation dépend de l’environnement à traiter, de l’espèce à 

contrôler et de la persistance de toxicité visée par l’applicateur. Les formulations ne 

contenant pas de spores étant moins toxiques, les cristaux et spores sont 

généralement épandus conjointement dans l’environnement et ingérés par les larves 

de moustiques (Becker, 2002). 

b) Etape II et III : solubilisation et activation 

Après ingestion par la larve, le cristal protéique se solubilise dans l’intestin alcalin 

(allant de 7.6 dans les cæca gastriques jusqu’à 11 dans la partie antérieure de 

l’intestin moyen) des larves de moustiques par cassure des ponts disulfures et des 

liaisons hydrogènes qui assurent sa stabilité (Gill et al., 1992; Okech et al., 2008). 

Les protoxines alors solubilisées doivent être clivées par des protéases pour être 

actives. Les protéases impliquées dans l’activation des protoxines sont généralement 

des protéases à sérine plus spécifiquement des trypsines et chymotrypsines (Oppert, 

1999). L’activation de Cry4Aa (135 kDa) et Cry4Ba (130 kDa) in vitro et in vivo  

génère deux fragments d’environ 45 et 20 kDa (Beltrão et Silva-Filha, 2007; 

Yamagiwa et al., 1999). En revanche, celle de Cry11Aa, plus petite (72 kDa), donne 

deux fragments de 30 et 38 kDa (Yamagiwa et al., 2004).  

c) Etape IV fixation au(x) récepteur(s) 

Les trois toxines Cry se fixent aux membranes à bordure en brosse des cellules de 

l’intestin moyen chez Anopeles gambiae et sur les microvillosités des cellules de 

l’intestin moyen chez d’A. aegypti (Beltrão et Silva-Filha, 2007; Ravoahangimalala et 

Charles, 1995). Plus précisément, les radeaux lipidiques, régions membranaires 

enrichies en protéines possédant une partie transmembranaire (ancre GPI : glycosyl-

phophatidylinositol), ont un rôle central dans la toxicité de Cry1C sur des cellules de 

lépidoptères sensibles à Cry1C (Sf9) (Avisar et al., 2005). Chez A. aegypti, Cry4Ba a 

été montrée comme principalement associée aux radeaux lipidiques (Bayyareddy et 

al., 2012).  
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Pour déterminer quels récepteurs interagissent avec les toxines Cry, plusieurs 

techniques sont utilisées. La première approche consiste à extraire les protéines 

contenues dans les cellules en brosse de l’intestin, à les séparer sur gel d’acrylamide 

et à déterminer quelle(s) protéine(s) fixe(nt) la toxine Cry d’intérêt (Bayyareddy et al., 

2009). Aussi, la modification génétique de bactéries exprimant une protéine 

spécifique permet de déterminer si la protéine candidate peut servir de récepteur à la 

toxine Cry (Chen et al., 2009a). Par ces méthodes, on obtient une liste de protéines 

capables de fixer la toxine. Néanmoins, il est nécessaire de vérifier que ces protéines 

sont des récepteurs fonctionnels (capables d’induire de la toxicité in vivo). Deux 

modèles sont utilisés : 

 - Des cellules d’insectes insensibles à la toxine Cry d’intérêt modifiées 

génétiquement pour exprimer le récepteur à tester (Dechklar et al., 2011). Si les 

cellules modifiées deviennent sensibles à la toxine alors on considère la protéine 

comme un récepteur fonctionnel.  

 - Des larves d’insectes sensibles à la toxine Cry d’intérêt dans lesquelles on 

éteint l’expression de la protéine à tester par la méthode d’ARN interférant (principe 

détaillé pages 110-111, Chapitre 3), (Saengwiman et al., 2011). Si les larves sont 

plus tolérantes à la toxine, alors on considère que la protéine est un récepteur 

fonctionnel. 

Une même toxine Cry peut se fixer à plusieurs récepteurs différents et plusieurs 

toxines peuvent partager le même récepteur (Ferré et van Rie, 2002). Les 

cadhérines, les phosphatases alcalines (ALP) et N-aminopeptidases (APN) sont les 

principaux récepteurs aux toxines Cry chez les lépidoptères (Bravo et al., 2011). Ces 

trois types de protéines sont ancrées dans la membrane par une ancre GPI (ALP, 

APN) ou un domaine transmembranaire (cadhérines).  

(1) Les cadhérines 

Les cadhérines, glycoprotéines présentes à la surface des cellules, ont un rôle dans 

la jonction cellulaire (Ivanov et al., 2001). Elles ont été identifiées comme récepteur 

et montrées comme impliquées dans la toxicité des toxines Cry chez Manduca sexta, 

B. mori, Heliothis virescens, Helicoverpa armigera, Pectinophora gossypiella et 

Ostrinia nubilalis (Flannagan et al., 2005; Morin et al., 2003; Nagamatsu et al., 1999; 
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Vadlamudi et al., 1995; Xu et al., 2005). L’expression d’une cadhérine d’A. aegypti 

(AAEL018140) dans une bactérie (Escherichia coli) a permis de montrer que cette 

cadhérine fixe avec une grande affinité la toxine Cry11Aa (Chen et al., 2009a). Une 

lignée cellulaire (c6/36) de moustiques (A. albopictus) n’exprimant pas naturellement 

la cadhérine a également été transformée pour exprimer la cadhérine (Lee et al., 

2015). Ces cellules ont montré une augmentation de leur sensibilité à Cry4Aa et 

Cry11Aa. Néanmoins les niveaux de toxicité étant modérés (37% de cellules mortes), 

d’autres récepteurs pourraient être nécessaires pour obtenir une toxicité maximale. 

De plus, après inhibition de l’expression de cette cadhérine chez des larves 

sensibles, une tolérance accrue a été observée seulement pour Cry11Aa. Ce résultat 

montre que cette cadhérine est un récepteur fonctionnel de Cry11Aa mais pas de 

Cry4Aa et Cry4Ba. En revanche, chez An. gambiae la toxine Cry4Ba a montré une 

forte affinité à une cadhérine (AgCad-1) (Hua et al., 2008) et la capacité d’induire de 

la cytotoxicité après fixation à une autre cadhérine (Bt-R3) (Ibrahim et al., 2013). 

L’inhibition d’une cadhérine chez An. gambiae conduit également à une tolérance 

accrue à la toxine Cry11Ba (Bt subp. jegathesan) (Zhang et al., 2015).  

(2) Les N-aminopeptidases (APNs) 

Les aminopeptidases sont des métalloprotéases, clivant la région N-terminale des 

protéines, qui ont un rôle important dans la digestion des aliments par la larve 

(Taylor, 1993). Chez les insectes, les APNs sont des protéines membranaires 

localisées dans les radeaux lipidiques et ont été décrites comme récepteurs aux 

toxines Cry1 chez les lépidoptères (Pigott et Ellar, 2007). Elles ont été indiquées 

comme récepteurs à la toxine Cry11Ba (Btj) chez A. aegypti, An. quadrimaculatus et 

An. gambiae (Abdullah et al., 2006; Likitvivatanavong et al., 2011a; Zhang et al., 

2008). Chez A. aegypti, une APN a été décrite comme récepteur à Cry11Aa et trois 

autres ont montré qu’une fois inhibées, les larves présentaient une meilleure 

tolérance à Cry4Ba (Saengwiman et al., 2011; Chen et al., 2009b; Chen et al., 2013). 

Le rôle de deux APNs dans la toxicité a été confirmé sur des cellules de lépidoptères 

(Sf9) transformées pour exprimer des APNs, induisant leur sensibilité à Cry4Ba 

(Aroonkesorn et al., 2015). 
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(3) Les  phosphatases alcalines 

Les phosphatases alcalines, impliquées dans le clivage des liaisons phosphates, ont 

été décrites comme récepteurs aux toxines Cry1 chez les lépidoptères (Guo et al., 

2015a; Jurat-Fuentes et al., 2011). Chez A. aegypti et An. gambiae, les ALPs ont été 

décrites comme récepteurs fonctionnels aux toxines Cry4Ba, Cry11Aa (Bti), et 

Cry11Ba (Btj) (Hua et al., 2009; Jiménez et al., 2012; Dechklar et al., 2011; 

Fernandez et al., 2006; Fernandez et al., 2009).  

(4) Autres récepteurs 

D’autres récepteurs potentiels ont été décrits comme fixant les toxines Cry4Ba, tels 

que des V-ATPases, l’actine ou des glycosidases (Bayyareddy et al., 2009). Une 

alpha-amylase a été décrite comme fixant Cry4Ba et Cry11Aa chez An. albimanus 

(Fernandez-Luna et al., 2010). Aussi, chez An. gambiae une alpha-amylase et une 

alpha glucosidase apparaissent comme récepteurs fonctionnels de Cry11Ba (Zhang 

et al., 2013). Le manque d’étude de la toxine Cry4Aa ne nous permet pas d’identifier 

de potentiels récepteurs. 

(5) Implication des récepteurs dans la mort 

cellulaire : les modèles  

Deux modèles ont été développés pour décrire la fixation des toxines Cry1 aux 

récepteurs membranaires des lépidoptères. Le premier modèle, dit « pore-forming », 

est élaboré à partir des travaux de Knowles et Ellar (1987). Il implique la fixation à au 

moins deux récepteurs consécutifs (ALP/APN et cadhérine). Dans sa dernière 

version (Figure 5-a), les toxines se fixent selon un modèle « ping-pong », d’abord à 

une ALP/APN puis à une cadhérine où les toxines s’oligomérisent, pour revenir sur 

une ALP/APN avant de s’insérer dans la membrane pour former un pore provoquant 

la mort cellulaire (Pardo-López et al., 2013). Le deuxième modèle, dit « cascade 

signal », propose que la fixation de la toxine à une cadhérine induise des 

mécanismes de mort cellulaire (Zhang et al., 2006) (Figure 5-b). Ces modèles sont 

néanmoins soumis à de vives critiques et leur réalité biologique est encore à 

déterminer (Vachon et al., 2012). 
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Figure 5 : Modèles de fixation des toxines Cry aux récepteurs de la membrane épithéliale d’insectes. 
(a) Le modèle « pore-forming » et (b) le modèle « cascade signal » adapté de : (Pardo-López et al., 
2013; Zhang et al., 2006).  

Concernant les toxines Cry du Bti, aucun modèle n’a été proposé à ce jour mais on 

sait que plusieurs récepteurs (ALPs, APN, et cadhérine) sont impliqués dans la mort 

cellulaire, ce qui va dans le sens du modèle « pore-forming ». Aussi, l’implication de 

l’activation de la voie de signalisation MAPK (mitogen-activated protein kinase) dans 

la défense cellulaire contre la toxine Cry11Aa chez A. aegypti a été démontrée 

(Cancino-Rodezno et al., 2010). Plusieurs voies de signalisation cellulaire sont 

activées en réponse à des toxines Cry mais leur contribution dans la défense ou la 

toxicité des toxines reste largement inconnue (Vachon et al., 2012). 

d) Etapes V à VII de l’oligomérisation et l’infection 

L’absence d’oligomérisation peut affecter la toxicité des toxines Cry (Jiménez-Juárez 

et al., 2007). Pour Cry11Aa, une mutation dans l’hélice alpha-3 impliquée dans 

l’oligomérisation affecte sa toxicité envers A. aegypti (Muñoz-Garay et al., 2009) . La 

structure en trimère de Cry4Ba et Cry4Aa semble pouvoir se former en solution 

aqueuse, ce qui pourrait faciliter leur insertion dans la membrane (Boonserm et al., 

2005; Likitvivatanavong et al., 2006; Taveecharoenkool et al., 2010) 

Une fois l’oligomère inséré dans la membrane, il va y avoir mort de la cellule due au 

choc osmotique provoquant une déstabilisation de la membrane (Pardo-López et al., 

2013). Cela permet aux spores de Bti de passer dans l’hémolymphe de l’insecte, 

milieu extrêmement riche dans lequel elles vont pouvoir germer et proliférer 

(Broderick et al., 2006). 
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3. Les toxines Cyt 

Les toxines Cyt sont composées de feuillets bêta entourés d’hélices alpha et ne 

partagent pas d’homologie de séquence avec les toxines de la famille Cry (Cohen et 

al., 2011) (Figure 6). Bien que le mode d’action des toxines Cry et Cyt diffère, les 

toxines Cry et Cyt sont ingérées par la larve sous forme de cristal et doivent être 

activées par les protéases intestinales. La protoxine (environ 30 kDa) est trois fois 

moins toxique que la forme activée (22-25 kDa) (Yahyaee et al., 1995). La toxine 

Cyt1Aa se fixe chez An. gambiae sur les membranes à bordures en brosse des 

cellules intestinales et aux cæcea gastriques sans la participation de récepteurs 

spécifiques (Ravoahangimalala et Charles, 1995). La spécificité de la toxicité de 

Cyt1Aa pour les diptères pourrait provenir de sa forte capacité à se fixer aux acides 

gras insaturés qui composent les membranes des cellules épithéliales des diptères 

(Cantón et al., 2014; Gill et al., 1987). Néanmoins, il a été montré que toutes les 

étapes d’activation, fixation, et d’oligomérisation de Cyt1Aa pouvaient se faire chez 

M. sexta (lépidoptère) sans induire de toxicité (Cantón et al., 2014). Il est proposé 

que la plus faible fixation de Cyt1Aa, dû à une plus faible proportion des acides gras 

insaturés dans les cellules épithéliales de M. sexta, ne soit pas suffisante pour 

induire de la toxicité (Cantón et al., 2014). 

 

Figure 6 : Structure tridimensionnelle de la toxine Cyt1Aa. Les feuillets bêta sont indiqués par « β » 
suivi du numéro du feuillet et les hélices alpha sont indiquées  par « α » suivi du numéro de l’hélice. 
Repris de (Cohen et al., 2011). 

Deux modèles ont été proposés pour expliquer la toxicité des toxines Cyt. Le premier 

est un modèle « pore-forming » dans lequel les toxines se fixent sur les acides gras 
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insaturés, s’oligomérisent et forment un pore entrainant le gonflement cellulaire et sa 

mort (Rodriguez-Almazan et al., 2010). Le deuxième modèle, dit modèle 

« détergent », propose que la toxine Cyt se fixe à la membrane sans s’y insérer ce 

qui provoque une déstructuration des lipides induisant l’éclatement de la cellule 

(Butko et al., 1997). Ces deux modèles peuvent coexister selon les doses et le temps 

d’exposition ; la perforation pourrait intervenir à faible concentration avec un court 

temps d’exposition alors que la déstructuration de la membrane nécessiterait une 

plus forte concentration et/ou un temps d’exposition plus long (Butko, 2003). 

4. Synergie entre les toxines du Bti 

Le pouvoir insecticide et la haute spécificité du Bti contre les moustiques sont 

attribués aux interactions complexes entre ses quatre toxines principales (Bravo et 

al., 2007). La toxine Cyt est faiblement toxique seule comparée aux toxines Cry mais 

son ajout augmente considérablement la toxicité des toxines Cry ; on parle alors de 

synergie (Wirth et al., 2003). Il a été montré que la fixation de la toxine Cyt1Aa 

facilitait la fixation des toxines Cry11Aa et Cry4Ba aux cellules épithéliales (Elleuch 

et al., 2015; Pérez et al., 2005). Comme la toxine Cyt1Aa se fixe de manière non 

spécifique à la membrane intestinale, elle pourrait agir comme un récepteur pour les 

autres toxines (Elleuch et al., 2015; Pérez et al., 2005). Il a aussi été montré qu’une 

mutation de la toxine Cyt1Aa, affectant son oligomérisation, son insertion dans la 

membrane et son activité insecticide, peut quand même favoriser l’oligomérisation de 

Cry11Aa (Perez et al., 2007). Ces différents résultats expliquent la forte capacité de 

Cyt1Aa à synergiser l’activité des toxines Cry du Bti.  

III. La résistance au Bt  

La résistance aux insecticides se définit comme la capacité des individus à survivre à 

des doses létales pour les individus sensibles de la même espèce. Pour mesurer la 

résistance, des bioessais standardisés sont réalisés selon les procédures de l’OMS. 

Des lots de 20 larves sont placés dans 50 mL d’eau et exposés à 6 doses 

d’insecticide tuant de 5% à 95% des insectes. Chaque dose est testée sur trois lots 

de 20 larves (triplicats). Les résultats nous permettent de calculer la LC50 (dose létale 

pour 50% de la population). On peut alors calculer un rapport entre la LC50 de la 
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population testée et celle de la population sensible et obtenir des ratios de résistance 

(RR).  

A. La sélection de la résistance 

1. Les allèles de résistances présents avant ou après traitement ? 

Lorsqu’une nouvelle mutation apparaît dans une population, elle est soumise à la 

sélection naturelle. Elle peut être avantageuse et sélectionnée dans la population 

(sélection directionnelle), être délétère et contre-sélectionnée induisant son 

élimination de la population (sélection purificatrice) ou alors être neutre (aucun 

impact sur la fitness de l’individu, i.e. sur le nombre de descendants viables et fertiles 

qu’il produira à la génération suivante). Dans le cas d’une mutation neutre, elle peut 

être maintenue dans la population en faible proportion car elle n’apporte ni avantage 

ni désavantage pour l’individu. Elle va donc participer au polymorphisme génétique 

de la population.   

L’apparition de nouvelles mutations est positivement corrélée à plusieurs facteurs : la 

taille de la population, la durée du cycle de vie de l’espèce et le taux de mutation de 

l’espèce. Les bactéries par exemple ayant un cycle de vie court, un taux de mutation 

fort et une grande taille de population développent rapidement de forts niveaux de 

résistances aux antibiotiques (Sánchez, 2015). Dans le cas de la résistance aux 

insecticides, deux modèles sont proposés pour expliquer leur apparition au niveau 

moléculaire (Ffrench-Constant, 2007).  

Une nouvelle mutation peut apparaître après l’introduction de l’insecticide. Les 

individus sont initialement hétérozygotes sur le locus. Dans le cas d’une mutation 

dominante conférant une résistance à un insecticide, les individus mutants vont 

survivre en présence de l’insecticide et la mutation va s’implanter dans la population. 

Ces mutations sont souvent délétères en l’absence de pression insecticide car la 

fonction de la protéine mutée est généralement affectée, induisant une fitness réduite 

chez les individus résistants (Raymond et al., 2001). A l’inverse, si la mutation est 

récessive, seuls les individus homozygotes vont résister impliquant une plus faible 

probabilité d’implantation de la mutation.  
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Un polymorphisme déjà présent dans la population avant l’introduction de 

l’insecticide peut aussi participer à la résistance (Barrett et Schluter, 2008). Ces 

mutations neutres ou faiblement délétères sont maintenues en faible proportion dans 

la population grâce à un équilibre entre mutation, sélection et dérive génétique 

(Przeworski et al., 2005; Hermisson et Pennings, 2005). De telles mutations connues 

pour induire de la résistance à Cry1Ac et Cry3Aa, respectivement chez H. virescens 

et Chrysomela tremulae, ont été retrouvées en faible proportion dans des 

populations naturelles non traitées au Bt (Gould et al., 1997; Wenes et al., 2006). 

Néanmoins, chez C. tremulae, la mutation semble affecter la fitness des individus 

résistants car en l’absence de pression de sélection, sa fréquence diminue. En 

revanche, le traitement insecticide va favoriser la fixation de l’allèle résistant par 

sélection directionnelle. La vitesse de fixation de la résistance est proportionnelle à la 

fréquence initiale de la mutation et à la pression de sélection exercée par 

l’insecticide. Par exemple, chez Lucilia cuprina, l’évolution rapide de la résistance au 

malathion est probablement due à la forte fréquence initiale (19%) de l’allèle de 

résistance (Hartley et al., 2006). 

2. La sélection de la résistance en laboratoire  

Les doses d’insecticide épandues dans l’environnement sont choisies pour induire la 

mortalité de la totalité des individus dans la zone traitée. Au contraire, la sélection de 

la résistance en laboratoire, dont le but est de détecter les mécanismes impliqués 

dans la résistance tout en évitant l’effet de la dérive génétique lié à de faibles 

effectifs, est effectuée en induisant environ 70% de mortalité dans la population 

(Figure 7). Les populations naturelles traitées vont donc être soumises à une forte 

pression de sélection qui va favoriser l’implantation d’allèles rares permettant de forts 

niveaux de résistance (monogénique) (McKenzie et Batterham, 1998, 1994; Roush et 

McKenzie, 1987). De plus, contrairement aux populations de laboratoire, la taille des 

populations naturelles est virtuellement infinie, ce qui va maximiser les chances 

d’apparition de nouvelles mutations. Si la pression insecticide est constante et 

homogène, l’implantation de ces allèles va se faire rapidement. On retrouve donc 

chez les populations naturelles de moustiques résistants aux insecticides chimiques 

un nombre restreint d’allèles à effets majeurs (Hemingway et al., 2004). Au contraire, 

la pression de sélection étant plus faible en laboratoire, elle va favoriser la sélection 

de plusieurs allèles ayant des effets modérés sur la résistance mais cumulatifs 
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(polygénique). La sélection d’un allèle de résistance majeur va donc prendre plus de 

temps et sera accompagnée de plusieurs autres allèles permettant de mieux tolérer 

l’insecticide. 

 

Figure 7 : Schématisation de la différence de sélection exercée en laboratoire et sur le terrain. La 
courbe représente la proportion de la population tolérante à l’insecticide en fonction de la 
concentration d’insecticide. (a) À la première génération de traitement à l’insecticide, la concentration 
d’insecticide (Y) utilisée en laboratoire permet la survie des individus les plus tolérants (partie rouge 
de la courbe : 10 à 30%) sélectionnant plusieurs allèles permettant de mieux tolérer l’insecticide. (b) 
Pour tuer la même proportion d’individus à la génération suivante  il faudra appliquer une 
concentration d’insecticide légèrement plus forte (Y’). La concentration d’insecticide (X) utilisée sur le 
terrain est faite pour tuer 100% de la population (a) seule une faible proportion des individus ayant des 
allèles rares de résistances peuvent survivre. Au traitement suivant (b) la concentration d’insecticide 
appliquée sur le terrain (X) n’aura pas changé. Une plus grande proportion de la population va 
survivre (partie rouge de la courbe) car le traitement précédant a sélectionné des allèles de 
résistances rares qui confèrent une forte résistance. Adapté de (Ffrench-Constant et al., 2004). 

3. Etudier la résistance 

L’identification de mécanismes de résistance passe généralement par la 

comparaison d’une population d’insectes résistants à une population d’insectes 

sensibles. La comparaison de ces populations peut se faire au niveau génomique, 

transcriptomique, protéomique et enzymologique.  

Les scans génomiques permettent d’identifier des régions qui subissent l’effet de la 

sélection naturelle. Lorsqu’une région est soumise à la sélection naturelle, 

notamment une sélection directionnelle favorisant un allèle particulier, on va observer 

une baisse de la variabilité nucléotidique dans ce gène mais également dans les 

régions flanquantes de ce gène. C’est ce qu’on appelle un balayage sélectif. 

L’utilisation de marqueurs génétiques (séquence polymorphe d’ADN facilement 

détectable) répartis sur l’ensemble du génome permet de repérer une signature de 

sélection. Si le marqueur génétique présente un polymorphisme plus faible dans la 
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souche résistante par rapport aux autres marqueurs non soumis à la sélection 

naturelle (neutres) alors ce marqueur est dit « outlier ». L’approche QTL (Quantitative 

Trait Loci) est une autre méthode permettant d’étudier le degré d’association entre 

des marqueurs moléculaires (e.g. des SNPs : single nucleotide polymorphisms) 

répartis sur l’ensemble du génome et un trait phénotypique quantitatif associé (e.g. 

temps mis par la larve pour mourir à une dose d’insecticide) (Gahan et al., 2001). 

Cette approche permet de générer une cartographie physique de l’emplacement des 

marqueurs et de relier directement chaque génotype au phénotype de résistance. 

L’étude du transcriptome permet d’identifier si un gène est sur-transcrit ou sous-

transcrit dans la souche résistante. On quantifie alors l’expression d’un gène en 

dénombrant le nombre de copies d’ARN messagers (ARNm) présents dans 

l’organisme au moment de l’extraction d’ARN. Les méthodes de transcriptomique 

comprennent généralement une étape de rétro-transcription de l’ARNm pour obtenir 

les brins d’ADN complémentaires plus stables. On peut ainsi étudier l’expression 

d’un gène en particulier par RT-qPCR (Reverse Transcription and real-time 

quantitative polymerase chain reaction) ou alors l’ensemble des transcrits de 

l’organisme grâce aux technologies de séquençage à haut débit. Par exemple, la 

technique de séquençage (RNA-seq) dite de « seconde génération » est 

particulièrement adaptée à l’étude de la résistance car elle donne accès à la 

quantification de l’expression de chaque gène transcrit et aussi à la séquence 

nucléotidique des exons du gène. On peut ainsi quantifier la sur- et sous-

transcription des gènes et la présence de mutations plus fréquentes dans la souche 

résistante. 

Au contraire de la transcriptomique, l’étude du protéome permet de mettre en 

évidence des modifications post-traductionnelles subies par les protéines qui 

peuvent changer leur abondance. L’utilisation de gels en 2-dimensions permet après 

extraction des protéines de les faire migrer selon leur taille et leur point isoélectrique 

(pH pour lequel la charge de la protéine est nulle). Il est ainsi possible d’identifier les 

spots (protéines) différentiellement abondants entre les souches de les identifier à 

l’aide de la spectrophotométrie de masse. 

Pour valider les données obtenues par ces différentes méthodes, on peut utiliser des 

techniques d’enzymologie. Par exemple, si ces techniques ont révélé une plus forte 
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abondance (ARNm, protéines) des protéases à sérines ou un outlier sur un gène 

codant pour une protéase à sérine chez la souche résistante, après extraction des 

protéines on mesurera l’activité de cette classe de protéines à l’aide d’un substrat 

spécifique.  

B. Les mécanismes de résistance au Bt 

Au moins 27 espèces différentes ont développé des mécanismes de résistance au Bt 

en laboratoire (Siegwart et al., 2015). Des mécanismes de résistances ont été décrits 

chez les lépidoptères, les coléoptères et les nématodes (Bravo et Soberón, 2008; 

Heckel et al., 2007). Les mécanismes de résistances identifiés chez les lépidoptères 

permettent une bonne synthèse de la diversité des mécanismes développés par les 

insectes (Figure 8).  

 

Figure 8 : Mécanismes de résistance développés par les lépidoptères. Adapté de (Pardo-López et al., 
2013) 

La résistance peut être expliquée par une modification au niveau de l’étape 

d’activation des protoxines. La diminution de l’activité des protéases à sérine, 

responsables de l’activation des toxines, induit une diminution de l’activation de la 

toxine Cry1Ac en partie responsable de la résistance chez Plodia interpunctella 

(Oppert et al., 1997; Herrero et al., 2001). Plus récemment, l’implication d’une 



Introduction générale 

28 
 

trypsine dans la résistance d’une souche d’He. armigera a été validée par ARN 

interférant ; son inhibition entraine une réduction de la sensibilité des larves 

sensibles de plus de moitié (Liu et al., 2014). Il a été aussi montré que la sous-

expression d’une sérine protéase impliquée dans l’activation de Cry1Ac chez He. 

armigera induisait un défaut de clivage des 28 acides aminés de la partie N-terminale 

de la toxine (Rajagopal et al., 2009). La précision du clivage des protoxines étant 

essentiel à leur toxicité (Bravo et al., 2002), il a été proposé que ce défaut de clivage 

soit responsable de la résistance modérée (72 fois) à cette toxine. Enfin, les 

enzymes digestives peuvent induire une résistance en dégradant les toxines après 

leur activation, tel qu’il a été démontré chez H. virescens (Forcada et al., 1996). 

La résistance peut aussi être expliquée par la production accrue de protéines 

empêchant la toxine de se fixer. Ainsi la sur-expression d’estérases intestinales, 

capables de séquestrer la toxine, induirait une résistance chez He. armigera 

(Gunning et al., 2005). De même, une production accrue de protéines coagulantes 

(hexamerines), capables de s’agréger autour de pathogènes et de toxines, a été 

décrit chez des larves de He. armigera résistantes à Cry1Ac (Ma et al., 2005). 

La modification des récepteurs membranaires est le mécanisme le plus étudié car il 

permet d’atteindre des niveaux de résistance très élevés (Bravo et Soberón, 2008). 

Des altérations de 4 classes de récepteurs majeurs (cadhérines, ALPs, APNs et ABC 

transporteurs) ont été décrites chez de nombreuses espèces (Figure 8). Ainsi, des 

mutations non synonymes dans des cadhérines (Fabrick et al., 2014), APNs (Zhang 

et al., 2009) et ABC transporteurs (Xiao et al., 2014) ont été décrites comme 

affectant la fixation des toxines Cry chez plusieurs espèces. Aussi, la diminution de 

l’expression de cadhérines (Jin et al., 2014), d’APNs (Herrero et al., 2005), d’ALPs 

(Jurat-Fuentes et Adang, 2006) et d’ABC transporteurs (Guo et al., 2015b) a été 

décrite comme impliquée dans la résistance aux toxines Cry.  

On remarque néanmoins qu’une espèce peut présenter plusieurs mécanismes de 

résistance pour résister à une toxine Cry et qu’un seul mécanisme ne suffit 

généralement pas pour expliquer la totalité de la résistance. Par exemple la souche 

YHD2 d’H. virescens (résistante 10000 fois à Cry1Ac) présente une diminution de 

son activité protéolytique (Karumbaiah et al., 2007), une diminution de l’expression 

de l’activité des phosphatases alcalines (Jurat-Fuentes et Adang, 2004) et une 
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mutation dans une cadhérine (expliquant 40 à 80% de la résistance) (Gahan et al., 

2001). 

C. La résistance au Bti 

Un seul cas de résistance au Bti a été observé dans une population naturelle de 

Culex pipiens. La résistance était de plus de 30 fois en comparaison avec la souche 

(S-Lab) de laboratoire et de 6 fois en comparaison avec une autre souche de terrain 

(Paul et al., 2005). Néanmoins, aucun autre cas de résistance en population 

naturelle n’a été détecté à ce jour. De plus, la sélection au Bti, pendant 20 à 30 

générations de souches d’A. aegypti, C. pipiens et C. quinquefasciatus en laboratoire 

n’a permis d’obtenir que des faibles niveaux de résistances (2-6 fois) (Georghiou et 

Wirth, 1997; Goldman et al., 1986; Mittal et al., 2005; Paris et al., 2011b; Saleh et al., 

2003; Wirth et al., 1998).  

La sélection de C. quinquefasciatus à Cry11Aa pendant 28 générations a permis 

d’obtenir une résistance de plus de 1000 fois à Cry11Aa et une résistance croisée 

avec Cry11Ba (environ 10 fois) (Wirth et al., 1998). Néanmoins, la sélection avec 

Cyt1Aa et Cry11Aa ne permet d’obtenir que des niveaux de résistance faibles 

(environ 5 fois) à Cry11Aa et à la combinaison des deux toxines, soulignant ainsi 

l’effet de Cyt dans le retardement du développement de la résistance aux toxines Cry 

du Bti (Wirth et al., 2005). Les mécanismes de résistance des différentes souches 

sélectionnées de C. quinquefasciatus n’ont jamais été décrits, ne permettant pas 

d’identifier des candidats potentiels chez A. aegypti. En revanche, une souche d’A. 

aegypti (SSC11) a été sélectionnée à Cry11Aa pendant 27 générations. Elle 

présente une résistance de 124 fois à Cry11Aa et une résistance croisée à Cry4Aa et 

Cry4Ba (66 et 13 fois, respectivement) (Lee et al., 2014). Son transcriptome a été 

étudié, à l’aide de RNA-seq révélant la sous-trasncription de 2 ALPs, 2 APNs et 2 

ABC transporteurs. 

Au laboratoire, la souche d’A. aegypti LiTOX a été sélectionnée pendant 30 

générations avec une litière végétale composée de feuilles en décomposition 

présentant une forte toxicité contre les larves de moustiques (David et al., 2000). La 

toxicité de cette litière végétale est attribuée à la rémanence du Bti dans un gîte à 

moustiques plusieurs mois après un traitement au Bti (Tilquin et al., 2008). La souche 

LiTOX présentait entre la génération 18 et 30 une augmentation de la résistance à 
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Cry4Aa (de 30 à 68 fois) et au Bti (de 2 à 3.5 fois) quand la résistance aux toxines 

Cry4Ba et Cry11Aa n’évoluait pas (environ 10 fois) (Tetreau et al., 2012b; Paris et 

al., 2011b). Cette souche a fait l’objet de plusieurs études en utilisant des approches 

de génomique, transcriptomique, protéomique et enzymologique (Figure 9). 

Une approche par « scan génomique » (DarT : Diversity Array Technology) a été 

utilisée. Elle a permis d’identifier deux « outliers », l’un proche d’un gène codant pour 

une métalloprotéase et l’autre proche d’un gène codant pour une cadhérine (Bonin et 

al., 2009).  

Des approches de transcriptomique ont aussi été utilisées, d’abord sur larves 

entières, telles que la méthode de DGETP (Digital Gene expression Tag profiling), 

(Paris et al., 2012) et de RNA-seq (Després et al., 2014), puis sur les intestins de 

larves avec des puces à ADN (microarrays) (Tetreau et al., 2012b). Lors de ma 

thèse, j’ai analysé des données provenant de l’approche RNA-seq (Després et al., 

2014), (Annexe 1). Ces différentes techniques nous ont permis d’identifier des 

mutations et/ou des altérations de l’expression de plusieurs classes de gènes 

potentiellement impliquées dans la fixation des toxines Cry du Bti (cadhérine, APNs, 

ALPs, alpha amylases et glycosides hydrolases). On a aussi observé une sous-

expression des gènes impliqués dans la détoxication et dans l’immunité indiquant 

une possible réallocation d’énergie entre ces gènes et les gènes impliqués dans la 

résistance au Bti. Enfin, nous avons observé des modifications des gènes impliqués 

dans la digestion avec une diminution des métalloprotéases et une variation de 

l’expression des sérines protéases. 

Une approche de protéomique a également été utilisée, identifiant la différence 

d’abondance de certains récepteurs potentiels (APNs, ALPs et V-ATPases) aux 

toxines Cry du Bti (Tetreau et al., 2012b). La sous-expression des V-ATPases 

pourrait participer à l’acidification du pH intestinal (Okech et al., 2008; Onken et 

Moffett, 2009). Or, comme le pH affecte la solubilisation du cristal (Lacey, 2007), la 

conformation des toxines (Venugopal et al., 1992), l’activité des enzymes digestives 

(Karumbaiah et al., 2007) et la formation de pores dans la membrane intestinale 

(Fortier et al., 2005), la sous-expression de ces protéines membranaires pourrait 

aussi participer à la résistance. 
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Enfin lors de mon master 2 (encadré par Guillaume Tetreau et Laurence Després), 

j’ai utilisé une approche d’enzymologie pour identifier le rôle des protéases dans la 

résistance en caractérisant l’activité protéolytique des enzymes intestinales de la 

souche LiTOX et la cinétique d’activation des toxines Cry par ces enzymes. Ce 

travail a mis en évidence une activité protéolytique des protéases à sérine plus forte 

chez la souche résistante et leur potentielle implication dans la dégradation de la 

forme activée de la toxine Cry4Aa. Nous avons aussi confirmé une baisse de 

l’activité des métalloprotéases en corrélation avec une diminution de l’expression de 

plusieurs gènes codants pour des métalloprotéases en transcriptomique 

(microarrays). Ce travail de master a été valorisé par deux articles publiés (Tetreau 

et al., 2012b), dont un lors de ma première année de thèse (Tetreau et al., 2013b), 

(Annexe 2). 

Tous les résultats obtenus à partir de ces approches sur la souche LiTOX pointent 

des différences avec la souche sensible et des mécanismes potentiellement 

impliqués dans différentes étapes du mode d’action du Bti, suggérant que la 

résistance est multigénique (Figure 9). 

 

Figure 9 : Mode d’action des toxines Cry ainsi que l’implication potentielle des principaux gènes et 
protéines/enzymes sur les différentes étapes de l’intoxication aux toxines Cry. Les flèches vers le haut 
représentent une augmentation d’expression/abondance et celles vers le bas une diminution. Les 
résultats obtenus en enzymologie sont représentés en orange, en protéomique en bleu et en 
transcriptomique en violet. Les astérisques (*) verts représentent une diminution de la diversité 
génétique (résultats obtenus en génomique) et les dièse (#) violets représentent des mutations non 
synonymes (résultats obtenus en RNA-seq). 
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IV. Contexte et objectif de la thèse  

Nous avons démontré que la toxicité du Bti (formulé ou non) était fortement réduite 

après seulement 3 heures de contact avec de la matière organique présente dans 

les litières végétales échantillonnées dans les gîtes à moustiques (Tetreau et al., 

2012c) (Annexe 3). Cette baisse d’efficacité du bioinsecticide est attribuée à une 

forte réduction de la biodisponibilité de la toxine Cyt. Aussi, il a été démontré 

qu’après contact avec de la litière, les toxines du Bti présentaient des profils de 

persistance très différents (Tetreau et al., 2012a). Ainsi, les toxines Cry11Aa et 

Cyt1Aa ont un temps de demi-vie allant de 24 à 86 heures quand les toxines Cry4Aa 

et Cry4Ba ont un temps de demi-vie allant de 140 heures à plus de 22 jours. La litière 

toxique, utilisée pour sélectionner la souche LiTOX confirme cet effet en milieu 

naturel, les proportions de Cry4Aa+Cry4Ba, Cry11Aa et Cyt1Aa passent 

respectivement de 2%, 12% et 86% dans le Bti à 60%, 25% et 15% dans la litière 

toxique. L’altération de la biodisponibilité de Cyt en contact avec de la matière 

organique ainsi que son changement de proportion dans les litières pourrait faciliter 

l’apparition de résistance aux toxines Cry sur le terrain. En effet, la souche LiTOX est 

la preuve que le Bti peut, sous une forme persistante environnementale, entrainer 

une résistance jusqu’à 70 fois aux toxines séparées. 

Nous avons vu que la résistance de la souche LiTOX est multigénique, ce qui peut 

s’expliquer par la variété des toxines présentes dans le Bti et par la complexité de 

leur mécanisme d’action. Il est donc difficile d’établir une liste courte des gènes 

candidats responsables de la résistance de la souche LiTOX. Comme la résistance 

de la souche LiTOX au Bti est faible (3 fois) mais qu’elle peut aller jusqu’à 70 fois à 

Cry4Aa, il est nécessaire d’étudier la résistance aux toxines Cry du Bti séparément 

pour pouvoir détecter une résistance naissante dans les populations naturelles. La 

sélection de trois souches à chaque toxine Cry du Bti (Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa) a 

été initiée dans le cadre de la thèse de Guillaume Tetreau.  

Mon travail de thèse s’articule autour de trois axes structurés en trois chapitres 

(Figure 10). 

Axe 1 : Caractérisation de la résistance constitutive des souches. Les bases 

moléculaires de la résistance à chaque toxine Cry n’étant pas connues, il est 
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nécessaire de les caractériser chez nos différentes souches. La technique de RNA-

seq a été utilisée pour analyser le transcriptome de chaque souche. De plus, les 

résistances croisées entre les toxines Cry du Bti ont été recherchées. Enfin, le Bti 

étant constitué aussi d’une toxine Cyt ayant un fort effet synergique, il est nécessaire 

de mieux comprendre son effet sur les mécanismes sélectionnés pour résister aux 

toxines Cry. Pour ce faire, une sélection au Bti a été initiée pendant ma thèse 

permettant de comparer les mécanismes de résistances sélectionnés au Bti avec 

ceux sélectionnées par chaque toxine. 

Axe 2 : Part de l’induction dans la résistance. L’induction de mécanismes de 

résistance pour limiter les coûts associés à une expression constitutive est un 

mécanisme connu (Després et al., 2007). Néanmoins, ils n’ont jamais été décrits 

dans la résistance à des toxines Cry chez les insectes. Pour identifier les gènes 

induits en réponse au Bti, nous avons exposé la souche sensible (Bora) au Bti puis 

nous avons analysé l’impact de cette exposition sur l’expression des gènes à l’aide 

du RNA-seq. Nous avons ensuite cherché à mettre en évidence l’implication de 

l’induction de certains gènes dans la résistance des différentes souches. 

Axe 3 : Caractérisation de l’immunité des souches avec ou sans exposition au Bti. 

L’implication de la réponse immunitaire dans la résistance / tolérance aux toxines Cry 

est aussi soupçonnée (Grizanova et al., 2014; Hwang et Kim, 2011). La 

caractérisation de différentes réponses immunitaires larvaires chez les souches 

résistantes et la souche sensible exposées ou non au Bti a été effectuée. Nous 

avons également caractérisé l’effet de la résistance et de l’exposition au Bti sur 

l’immunité des adultes. Enfin, nous avons recherché si la résistance et/ou l’exposition 

au Bti au stade larvaire induisait un changement de potentiel de transmission de 

deux maladies majeures transmises par A. aegypti (DENV et CHIKV).  



Introduction générale 

34 
 

  

Figure 10 : Résumé du plan de thèse ainsi que des différentes souches et de la génération utilisée 
pour réaliser les expérimentations. Les souches LR (4A, 4B et 11) proviennent dans mélange de la 
souche LiTOX (génération 13) et de la souche senisble (Bora), elles ont ensuite été sélectionnées à 
chaque toxine Cry. Ces souches (génération 18) ont ensuite été mélangées avec la souche senisble 
pour obtenir une souche composite (LR3) sélectionnée au Bti (LR3Bti) au mix des toxines Cry 
(LR3ToX) et non sectionnée pendant 5 générations (LR3NS). L’étude de la résistance des souches 
LR4A, 4B, 11 (génération 22) et de LR3Bti, 3ToX et 3NS (génération 5) est présentée dans le chapitre 
1 (article 1). L’étude de la régulation de la transcription à l’aide du RNA-seq sur les souches LR4A, 4B 
et 11 (génération 29) et sur LR3Bti (génération 10) est présentée dans le chapitre 1 (article 2). L’étude 
de la régulation de la transcription de la souche sensible exposée au Bti a permis d’identifier des 
gènes impliqués dans la réponse  aux toxines chez les différentes souches sélectionnées : LR4A, 4B 
et 11 (génération 33) et LR3Bti (génération 14), les résultats sont présentés dans le chapitre 2 (article 
3). Les étudex de traits immunitaires et de la sensibilité aux virus de la DENV et du CHIKV chez 
souches résistantes (LR4A, génération 33 et LR3Bti, génération 14) en comparaison de la souche 
sensible sont présenté »es dans le chapitre 3. 
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Chapitre 1 : Caractérisation de la 
résistance constitutive des souches 

I. Contexte de l’étude 

Plusieurs facteurs peuvent jouer sur la probabilité d’apparition et l’évolution de 

résistance aux toxines de Bt en population naturelle.  

Certaines toxines Cry peuvent partager des récepteurs membranaires entrainant des 

phénomènes de résistances croisées entre les toxines. Ainsi, une souche d’H. 

virescens et deux de Pe. gossypiella, résistantes à Cry1Ac, ont montré une 

résistance croisée à Cry1Aa et Cry1Ab (entre 500 et 10.000 fois), due à un récepteur 

commun aux trois toxines (Gould et al., 1995; Tabashnik et al., 2002, 2000). 

Cependant, ce phénomène peut fortement varier selon les toxines, les espèces, voire 

même les souches sélectionnées pour une même espèce (Ferré et al., 1995; Griffitts 

et Aroian, 2005). Etant donné que le Bti perd rapidement sa toxicité en présence de 

litière végétale du fait de la forte baisse de la biodisponibilité de Cyt1Aa et que la 

rémanence de la toxicité du Bti dans les litières végétales montre une diminution 

drastique de la proportion en toxine Cyt1Aa, il est possible que la pression insecticide 

du Bti soit exercée en majorité par les toxines Cry. Si le mode d’action des toxines 

Cry du Bti est similaire et que la sélection à une toxine Cry du Bti entraine de forts 

niveaux de résistances croisées aux autres toxines Cry alors la sélection de 

résistance en population naturelle peut être facilitée. Il a été montré chez C. 

quinquefasciatus que la sélection au mélange de Cry4Aa et Cry4Ba entrainait une 

résistance de 117 fois à Cry4Aa et Cry4Ba mais également une résistance croisée 

de 156 fois à Cry11Aa (Wirth et al., 2010). Le genre Culex n’étant pas sensible à 

Cry4Ba (Delécluse et al., 1993), ce résultat suggère une forte résistance croisée 

entre Cry4Aa et Cry11Aa. La souche SSC11 d’A. aegypti, résistante 124 fois à 

Cry11Aa présente aussi une forte résistance croisée à Cry4Aa (66 fois) mais une 

faible résistance croisée à Cry4Ba (13 fois) (Lee et al., 2014). Dans ce chapitre 

(articles 1 et 2), nous avons caractérisé la résistance croisée de trois souches 

sélectionnées respectivement à Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa. 
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La résistance aux toxines Cry du Bt est également connue pour altérer la fitness des 

insectes sélectionnés en laboratoire ou échantillonnés sur le terrain (Gassmann et 

al., 2009). Les traits d’histoire de vie les plus touchés sont le temps de 

développement, la survie, la fécondité et la viabilité des œufs. Chez la souche LiTOX 

résistante au Bti, des coûts ont été détectés à tous les stades de vie du moustique 

(œuf, larve, adulte) comprenant un temps de développement larvaire plus long, une 

plus faible fécondité des femelles et une moins bonne conservation des œufs (Paris 

et al., 2011a). Aussi, la résistance au Bti n’étant pas fixée, les coûts sur la fitness 

entrainent une diminution drastique de la résistance en seulement 5 générations 

sans sélection au Bti. Ces données sont nécessaires pour adapter la stratégie de 

gestion des populations lorsqu’une résistance apparaît sur le terrain. En effet, si on 

sait que la résistance est coûteuse en termes de fitness, alors l’arrêt des traitements 

va favoriser les individus les plus sensibles et en quelques générations le traitement 

peut redevenir efficace. Dans cette étude (article 2), nous avons mesuré plusieurs 

traits d’histoire de vie ainsi que l’évolution de la résistance lorsque la pression de 

sélection est relâchée sur les souches résistantes aux toxines séparées et au Bti. 

Dans le cas du Bti, l’absence de résistance en population naturelle est attribuée à 

l’interaction complexe entre ses quatre toxines principales (Bravo et al., 2007). 

Néanmoins, nous avons vu que la rémanence du Bti en milieu naturel montre une 

forte diminution de la proportion de la toxine Cyt, qui augmente normalement l’activité 

toxique des toxines Cry par synergie. Cette rémanence différentielle des toxines peut 

entrainer une résistance modérée au Bti mais une forte résistance aux toxines Cry 

testées individuellement (Paris et al., 2011b). L’apparition de résistance aux toxines 

Cry du Bti en population naturelle pourrait donc être masquée par une faible 

résistance au Bti. Il est donc nécessaire de mieux caractériser la résistance aux 

toxines Cry pour identifier des gènes candidats à la résistance à chaque toxine et 

pouvoir identifier une résistance précoce sur le terrain, avant qu’elle n’impacte 

l’efficacité des traitements insecticides. Dans cette étude (article 2) nous avons 

caractérisé les gènes potentiellement impliqués dans la résistance aux toxines Cry à 

l’aide de RNA-seq. 

La toxine Cyt1Aa est connue pour retarder l’évolution de la résistance à Cry11Aa 

chez C. quinquefasciatus quand la souche est sélectionnée avec une combinaison 

de Cyt1Aa et de toxine(s) Cry (Wirth et al., 2005). Néanmoins, on ne sait pas si son 
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activité synergique peut prévenir l’évolution de la résistance chez des moustiques 

déjà résistants aux toxines Cry. La souche LR3Bti provenant d’un mélange des 

souches sélectionnées à une toxine Cry, puis sélectionnée au Bti, nous a permis de 

répondre à cette question. De plus, la toxine Cyt1Aa pourrait s’insérer spontanément 

dans la membrane épithéliale et semble agir comme un « récepteur » pour les autres 

toxines Cry du Bti (Elleuch et al., 2015; Pérez et al., 2005). Selon cette hypothèse, 

l’altération des récepteurs naturellement présents chez les individus sensibles ne 

devrait pas être un mécanisme responsable de la résistance aux toxines Cry. Nous 

avons donc étudié les mécanismes de résistances potentiels de cette souche à l’aide 

de RNA-seq (article 2). 

II. Article 1 

Renaud Stalinski, Guillaume Tetreau, Thierry Gaude, Laurence Després 

Pre-selecting resistance against individual Bti Cry toxins facilitates the development 

of resistance to the Bti toxins cocktail. 

Journal of Invertebrate Pathology 119 (2014) 50–53 

Contribution : J’ai conçu le plan expérimental et réalisé les bioessais. J’ai rédigé 

l’article. 

Cet article montre qu’il y a de la résistance croisée entre toutes les toxines Cry chez 

les souches sélectionnées à une toxine Cry suggérant qu’elles partagent des 

mécanismes de résistance communs. Néanmoins, on retrouve une résistance 

croisée plus forte entre Cry4Ba et Cry11Aa qu’entre Cry4Aa et les autres toxines Cry 

suggérant que LR4B et LR11 partagent plus de mécanismes de résistance qu’avec 

LR4A. 

Le mélange des trois souches sélectionnées à une toxine a donné une souche 

composite appelée LR3. La souche LR3 a été sélectionnée avec un mélange des 

trois toxines Cry (LR3Tox), au Bti (LR3Bti) ou non sélectionnée pendant 5 

générations. Une augmentation similaire et significative de la résistance de LR3Tox 

et LR3Bti au mix de toxines Cry est observée. Ces résultats suggèrent que 

lorsqu’une résistance aux toxines séparées est présélectionnée, la résistance aux 
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toxines Cry continue d’augmenter indépendamment de la présence de Cyt dans le 

mélange de toxines utilisé pour la sélection. 
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III. Article 2 

Contribution : J’ai conçu le plan expérimental, réalisé toutes les manipulations 

présentées dans cet article avec l’aide de Frédéric Laporte et analysé les données. 

J’ai supervisé la mesure des coûts de la résistance (dans le cadre du stage de 

master 1 de Delphine Corvet-Biron).   

A. Matériel et méthodes 

1. Production des toxines 

Une souche de Bti ne produisant pas de cristaux (souche 4Q2-81) a été transformée, 

à l’institut Pasteur (Delécluse et al., 1993), à l’aide des plasmides pHT606, pHT618 

et pWF53 pour produire les toxines Cry4Aa, Cry4Ba, et Cry11Aa, respectivement. 

Ces souches nous ont été données par Pr Federici. Les bactéries sont conservées 

dans du milieu LB (Lysogeny Broth) glycérolé à -80°C. Pour produire les toxines, les 

bactéries sont étalées sur du milieu solide Nutrient Agar (0,5% peptone ; 0,3% extrait 

de viande/extrait de levure ; 1,5% agar ; 0,5% NaCl, pH 6,8 ; Sigma Aldrich). Après 7 

à 10 jours d’incubation dans une étuve à 30°C, les bactéries vont sporuler et produire 

le cristal protéique. Les cristaux/spores sont récupérés en raclant le milieu à l’aide de 

grattoirs et resuspendus dans de l’eau distillée. Ils sont lavés deux fois avec de l’eau 

distillée et récupérés en centrifugeant à 16.000g pendant 15 min puis resuspendus 

dans de l’eau distillée. Les toxines sont conservées ainsi à -20°C jusqu’à leur 

utilisation. 

2. Mesure de la résistance  

Cinq souches ont été utilisées dans cette étude : Bora sensible au Bti, LR4A, LR4B 

et LR11 sélectionnées respectivement à Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa pendant 29 

générations et LR3Bti sélectionnée au Bti pendant 10 générations. L’élevage et la 

sélection des souches résistantes ainsi que la quantification de la résistance de 

chaque souche à chaque toxine Cry et au Bti ont été faits comme décrit dans l’article 

précédent (page 39, Chapitre 1).  
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3. Analyse RNA-seq 

Pour chaque souche, trois réplicats biologiques constitués d’ARN de 40 larves de 

stade 4 précoce ont été extraits avec un kit d’extraction “absolutely RNA” miniprep Kit 

(Agilent) en suivant les instructions du fabricant (Figure 11-1). La qualité et la 

quantité d’ARN ont été contrôlées à l’aide d’un Bioanalyzer (Agilent 2100). Les ARNs 

ont été envoyés à « Beckman Coulter Genomics » pour la préparation des librairies 

d’ADN complémentaires à l’aide du kit Illumina TruSEQ RNA-Seq kit (Illumina) et le 

séquençage sur un Illumina HiSEQ 2000, générant des millions de courtes lectures 

(reads) de 100 paires de bases (Figure 11-2). 
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Figure 11 : Protocole illustré de l’approche transcriptomique réalisée sur les larves de moustiques 

Un indice de qualité est attribué à chaque base par le séquenceur correspondant à la 

confiance du logiciel pour la validité du séquençage à cette base : un indice de 30 

correspond à une bonne confiance. Les lectures ont donc été filtrées sur leur qualité 

à l’aide du logiciel Trimmomatic 0.33 avec les paramètres suivants : Leading et 
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Trailing 30 (coupe les bases ayant une qualité inférieure à 30 dans la partie 5’ et 3’ 

de la lecture) ; Slidingwindow 10 : 30 (chaque fenêtre de 10 bases doit avoir une 

moyenne de qualité de 30) et Min_length 80 (les lectures de taille inférieure à 80 

paires de bases sont retirées) (Bolger et al., 2014) (Figure 11-3). Les lectures ont 

ensuite été alignées sur le génome d’A. aegypti (http://aegypti.vectorbase.org)  avec 

l’algorithme Tophat 2.1.12 (https://ccb.jhu.edu/software/tophat) en utilisant les 

paramètres par défaut (autorisant jusqu’à 3 bases par lecture qui ne correspondent 

pas au génome de référence) (Figure 11-4). Les fichiers alignés sur le génome 

(Bam) ont été chargés dans Genspring NGS Version 12.5 (Agilent). Les lectures ont 

été filtrées sur la qualité de l’alignement (qualité d’alignement >250 et seul le premier 

alignement de chaque lecture est gardé). La couverture normalisée des lectures sur 

chaque gène a été calculée en utilisant les RPKM (lectures par kilobase par million 

de lectures), ce qui a permis de réannoter le génome pour chaque transcrit connu et 

de trouver des nouveaux transcrits en utilisant les paramètres par défaut (Figure 11-

5) (Després et al., 2014). Les gènes retenus pour l’analyse ont un RPKM supérieur à 

0.5 (~30 lectures par kilobase) pour au moins une souche. Les gènes ont été classés 

dans 10 catégories différentes ; les gènes candidats à la résistance au Bti, (Bti 

candidat) basée sur la bibliographie  (Lee et al., 2015; Likitvivatanavong et al., 

2011b; Zhang et al., 2013) incluant 88 récepteurs potentiels (12 cadhérines,  13 

ALPs, 39 APNs, 14 alpha amylase et 10 glycosides hydrolases) et 105 protéases à 

sérines ; Détoxication ; Autre enzyme ; Cuticule ; Immunité ; Hormone et signal de 

neurotransmission ; Facteur de transcription ;  Intra et extra cellulaire échange/ 

protéine chaperonne ; Fonction non connue ; Nouveau gène. 

Le ratio de transcription entre les souches résistantes et la souche sensible pour 

chaque gène est calculé : RPKM souche résistante / RPKM souche sensible. La 

différence d’expression pour chaque souche résistante est testée avec un test non 

paramétrique de wilcoxon (p-valeur<0.05) réalisé avec le logiciel R 3.2.1 (R, 2007). 

Seuls les gènes ayant un ratio d’expression supérieur à 2 fois (dans les deux sens) 

et une p-valeur inférieure à 0.05 sont considérés comme différentiellement exprimés.  

Les fréquences alléliques à chaque position ont été quantifiées pour détecter du 

polymorphisme (SNP : polymorphisme d’un seul nucléotide) entre les différentes 

souches (Figure 11-6). Les SNPs ayant au moins 15 lectures dans chaque réplicat et 

chaque souche ont été conservés pour l’analyse. Deux méthodes ont été utilisées 
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pour détecter les SNPs « outliers ». Les SNPs ayant une différence de fréquence de 

40% avec la souche sensible sont considérés comme différentiellement représentés. 

Pour détecter des SNPs « outliers », l’utilisation du logiciel bayescan est 

particulièrement adaptée dans notre cas car toutes les populations proviennent de la 

même population source. Ce logiciel compare la valeur de Fst (indice de 

différenciation génétique) sur chaque SNP et indique si le SNP est sous sélection 

directionnelle dans au moins une des souches (Foll et Gaggiotti, 2008). L’effet 

génique des SNPs est obtenu en comparant la localisation du SNP avec le génome 

de référence et est défini comme 5’UTR, 3’UTR, synonyme, non synonyme ou autres 

(intronique ou intergénique). 

Les gènes différentiellement sur- ou sous-transcrits et ceux comportant des SNPs 

différentiellement représentés sont associés à des catégories et des termes GO 

(Gene Ontology). L’enrichissement du nombre de gènes dans ces catégories et dans 

ces termes GO est testé en utilisant le test exact de Fisher. 

4. Modélisation des protéines 

Les protéines potentiellement impliquées dans la résistance au Bti ayant des 

mutations non synonymes ont été modélisées à l’aide du logiciel SWISS-MODEL 

(http://swissmodel.expasy.org/). Les modèles ainsi générés ont été ouverts dans le 

logiciel chimera 1.10 pour identifier la localisation (surface ou interne à la protéine) 

des acides aminés affectés par les mutations non synonymes (Pettersen et al., 

2004). 

5. Validation des SNPs  

Pour valider les SNPs détectés en RNA-seq sur les lots de larves, nous avons 

effectué un séquenceçage individuel génomique (Sanger) de 10-20 larves (Tableau 

5). Les larves individualisées ont été broyées dans un tampon contenant 2% de 

CTAB (Cetyl trimethylammonium bromide) puis l’ADN a été extrait par une méthode 

classique (phénol/chloroforme). Selon la ou les souches dans lesquelles un SNP 

d’intérêt a été trouvé, différentes conditions ont été testées (Tableau 5). Les amorces 

de deux ALPs (AAEL003286+AAEL003317 et AAEL003905), deux APNs 

(AAEL007201 et AAEL007204), et une alpha-amylase (AAEL013241) ont été 

http://swissmodel.expasy.org/
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générées en se basant sur le génome d’A. aegypti en utilisant le logiciel primer 

design tool (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/) (Tableau 2). 

Tableau 2 : Séquences des amorces utilisées pour la validation des SNPs 

Gène N° vector base séquence Amorce  
forward (5'-3')  

séquence Amorce  
reverse (5'-3')  

taille 
 (pb) 

ALP AAEL003286+ 
AAEL003317 AGAGAGGTGTCAGTCGATCC  TGGATCACATCCGTCTTTCATA  741 

ALP AAEL003905 AGTCGTTTCTATTCCGAGAAGG AAAGACCGATGGTTCCGTAG 1035 

APN AAEL007204 GGTCCTGTTTGCTTTTGTAATCTC TAGGGTAACTGCTGGAGTACAATC 731 

APN AAEL007201 CATTACTTCCGAAGACTCTACTACA CTTCGATACACTTAACACAAACGTA 1293 

Alpha -amylase AAEL013241 CTTCAATCCTCCTTGTGAAATCTAC ATTGATATGAATGGCCAAGACAC 1030 

 

L’amplification d’ADN a été faite dans un volume final de 25 µL avec 2mM de MgCl2, 

0.1mM de chaque dNTP, 0.2µM de chaque amorce, 2µg de BSA (albumine de sérum 

bovin), 0.6U d’AmpliTaq Gold DNA polymerase (Applied Biosystems, Foster City, 

CA, USA) et 50ng d’ADN. Le programme de PCR commence par l’étape de 

dénaturation, 10 min à 95°C; 40 cycles de dénaturation à 95°C pendant 30 sec, 

fixation des amorces à 56°C pendant 30 sec et élongation pendant 2 min à 72 °C 

puis une étape d’extension finale à 72°C pendant 10 min. Les séquences obtenues 

de « Beckman Coulter Genomics » ont été alignées en utilisant le logiciel Bioedit 

(Hall, 1999). Le logiciel DNASP 5.1 a été utilisé pour phaser chaque haplotype (n=2) 

ainsi que pour analyser la diversité génétique de chaque souche (diversité 

nucléotidique, la diversité haplotypique, et le nombre moyen de nucléotides différents 

dans chaque souche (Librado et Rozas, 2009)). La déviation de l’équilibre de 

neutralité a été testé en appliquant le test de D de Tajima (Tajima, 1989) et le D* et 

F* de Fu et Li (Fu et Li, 1993). Un test significatif pour un gène dans une des 

souches sélectionnées indique que ce gène est sous sélection (Paris et al., 2013) 

6. Extraction des enzymes de la lumière intestinale 

Pour chaque souche, trois réplicats biologiques ont été réalisés. Les intestins 

moyens de 10 larves ont été extraits sur glace puis déposés ensemble dans 50 μL 

d’eau distillée, homogénéisés 30 sec à l’aide d’un vortex puis centrifugés à 12.000g 

pendant 10 min à 4°C. La concentration en protéines est calculée à l’aide d’un test 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/
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de Bradford en utilisant une gamme de BSA comme standard (Bradford, 1976). Les 

extraits enzymatiques ont été conservés à -20°C jusqu’à leur utilisation. 

7. Activation des protoxines Cry par les protéases intestinales 

Les protoxines sont solubilisées et purifiées en centrifugeant la suspension 

cristal/spore à 16.000g pendant 15 min puis en les resuspendant dans du tampon 

Na2CO3 (50 mM) + DTT (Dithiothréitol, 10 mM), pH 9,5. La suspension est ensuite 

placée 1h à 60°C. Après une centrifugation à 10.000g pendant 10 min, le 

surnageant, contenant les toxines solubilisées, est récupéré dans un tampon TU 

(40mM acide phosphorique, 40mM acide acétique et 40mM acide borique) ajusté à 

pH 9 avec de la soude (NaOH). Les protoxines sont incubées à 37°C pendant 1, 3, 5, 

10, 30, 60 et 180 min avec 0,5 μg de protéines totales extraites de la lumière 

intestinale des larves. Un témoin positif consistant en une digestion de 3h à 37°C des 

protoxines avec de la trypsine bovine (Sigma Aldrich) est également réalisé. La 

réaction enzymatique est stoppée par l’ajout d’une mixture contenant du bleu de 

dépôt (Laemmli Sample Buffer) et du DTT ainsi que par un chauffage de l’échantillon 

à 95°C pendant 5 min. Les échantillons sont ensuite mis à migrer dans un gel 

d’acrylamide à 10% pendant 1h30 à 140V (Figure 12). Les gels sont colorés avec du 

bleu de Coomasie puis numérisés. L’intensité des bandes d’activation est analysée 

avec le logiciel ImageJ (Girish et Vijayalakshmi, 2004). Le pourcentage d’activation 

est calculé en divisant l’intensité des bandes d’activation obtenue à chaque temps de 

digestion par l’intensité de la bande d’activation du témoin positif (Figure 12). Pour 

chaque temps, les différences d’activation entre la souche sensible et les souches 

résistantes à une toxine (e.g. activation de Cry4Aa par Bora comparée à l’activation 

de Cry4Aa par LR4A…) sont comparées à l’aide d’un test de Wilcoxon réalisé avec 

le logiciel R 3.2.1 (R, 2007). 
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Figure 12 : Protocole d’analyse de la capacité d’activation de la protoxine Cry4Ba du Bti par les 
protéases intestinales. Les protoxines sont incubées 1, 3, 5, 10, 30, 60, 180 min avec les extraits 
enzymatiques. Des témoins sans enzyme (T0) et un témoin positif activé avec de la trypsine bovine 
(T+) sont également réalisés. On observe ainsi une rapide disparition de la protoxine et une apparition 
progressive des toxines activées. Les différentes bandes de dégradations observées sont indiquées 
par une étoile (*). La protoxine (PT), les différentes bandes d’activation intermédiaires et la toxine 
activée (TA) sont séparées en SDS-PAGE. Les profils de migrations de chaque temps de digestion 
sont analysés à l’aide du logiciel ImageJ (ici T0, 10, 60 min et T+) et l’intensité des pics correspondant 
à la toxine activée est mesurée. Le pourcentage d’activation est calculé en divisant l’intensité des 
bandes par l’intensité de la bande du témoin positif. Repris de (Tetreau, 2012) 
 

8. Mesure des coûts de la résistance 

La mesure des coûts de la résistance a été réalisée dans le cadre du stage de 

master 1 de Delphine Corvet-Biron. Les résultats de la souche LR11 ne sont pas 

présentés car nous avons observé une forte mortalité inexpliquée dans cette souche. 

Sur la génération 24 des souches LR4A et LR4B, un bioessai a été réalisé pour 

évaluer la résistance initiale et après 5 générations sans sélection. Cette mesure 

nous permet d’évaluer le maintien de la résistance sans pression de sélection. Les 

œufs de la souche LR4A, LR4B, LR11 à la génération 24 et des œufs de la souche 

Bora ont été conservés pendant 4 mois pour évaluer les taux d’éclosion. Ils ont 

ensuite été comparés à l’aide d’un test de Wilcoxon réalisé avec le logiciel R 3.2.1 

(R, 2007). Aussi, le temps de développement depuis l’éclosion des œufs jusqu’à 

l’émergence des adultes (en différenciant les mâles des femelles) a été mesuré à la 

génération 29 des souches LR4A, LR4B et à la génération 10 de la souche LR3Bti. 

Les temps de développement sont comparés à celui de la souche sensible à l’aide 

d’un test de survie (test de Kaplan-Meyer). 
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B. Résultats et discussion 

Dans cette partie, je vais décrire les principaux résultats obtenus en transcriptomique 

sur un gène ou sur une catégorie particulière de gènes. Pour chacun, je décrirai leur 

implication potentielle dans la résistance des différentes souches. Etant donné le 

caractère descriptif de l’approche par RNA-seq, toutes ces interprétations sont 

forcément spéculatives et les hypothèses correspondantes nécessitent d’être 

validées par des approches fonctionnelles. 

1. Analyse globale 

Dans cette partie, je vais décrire les niveaux de résistances de chacune des souches 

sélectionnées ainsi que le rôle potentiel des modifications (transcription ou SNP), qui 

affecte différentiellement certaines classes (catégorie et terme GO) de gènes, dans 

la résistance.  

a) Résistances aux toxines Cry et au Bti 

 

Figure 13 : (a) Évolution du ratio de résistance (RR50) de la souche LR4A, LR4B et LR11, 
sélectionnée respectivement à Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa, à leur toxine de sélection au cours des 
générations (2 à 29). (b) Ratios de résistances (RR50 et RR90) de la souche LR4A, LR4B, LR11 et 
LR3Bti à la génération 29. 

Les trois souches résistantes sélectionnées à une toxine Cry présentent des niveaux 

de résistance importants à leur toxine, supérieur à 10.000 fois pour LR4A à Cry4Aa, 

329 fois pour LR4B à Cry4Ba et 83 fois pour LR11 à Cry11Aa. L’évolution de la 
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résistance est exponentielle pour les souches résistantes à une toxine bien que la 

résistance à Cry11Aa soit moins forte. Ces résultats de résistance sont cohérents 

avec la toxicité connue pour chaque toxine chez A. aegypti (Ben-Dov, 2014), Cry4Aa 

étant la moins toxique, le niveau de résistance atteint est le plus important alors que 

pour Cry11Aa, toxine la plus toxique, le niveau de résistance est le plus faible. Les 

trois souches présentent des résistances croisées avec les autres toxines du Bti ; 

LR4A est faiblement résistantes aux autres toxines (inférieur à 10 fois) alors que 

LR4B est résistante 48 fois à Cry4Aa et 24 fois à Cry11Aa. LR11 est cross-résistante 

19 fois à Cry4Aa et 32 fois à Cry4Ba. Ces résultats diffèrent sensiblement de ceux 

obtenus sur la souche SSC11 d’A. aegypti sélectionnée à Cry11Aa (résistante 124 

fois) qui présente une plus faible résistance croisée à Cry4Ba (13 fois) qu’à Cry4Aa 

(66 fois), (Lee et al., 2015). Tous ces résultats indiquent que la résistance à chaque 

toxine induit des mécanismes de résistance spécifiques à la toxine avec laquelle la 

souche est sélectionnée mais aussi des mécanismes communs permettant de 

résister aux autres toxines Cry du Bti. Aussi, en accord avec les résultats présentés 

dans l’article 1, il semble que la souche LR4A développe des mécanismes très 

spécifiques à Cry4Aa car ils n’induisent que des niveaux de résistance modérés aux 

autres toxines Cry. En revanche, la résistance de LR4B et LR11 à la génération 29 

induit aussi une résistance croisée à Cry4Aa, ce qui n’avait pas été observé dans 

l’article 1 (génération 22). 

Après 5 générations de sélections supplémentaires la souche LR3Bti présente 

toujours des niveaux de résistance similaires (entre 8 et 13 fois). Les niveaux de 

résistances n’ont donc pas évolué, ce qui est cohérent avec le fait que la toxine Cyt 

retarde l’évolution de la résistance (Wirth et al., 2000; Wirth et al., 2005). De plus, les 

niveaux de résistances au Bti de toutes les souches sélectionnées restent faibles 

(entre 1.2 et 1.8 fois), en accord avec le fait que la toxine Cyt restaure la toxicité des 

toxines sur des larves résistantes par synergie, vraisemblablement en se substituant 

aux récepteurs des toxines Cry (Wirth et al., 1997). 

b) Analyse du transcriptome par RNA-seq : alignement sur le 

génome et  réannotation  

Un total de 710.261.087 séquences de 100 paires de bases a été obtenu, avec une 

moyenne de 47 millions de lectures par réplicat. Le filtre sur la qualité des bases a 
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permis d’éliminer 14.6% des lectures. Les 71.6% des lectures qui se sont alignées 

sur le génome ont été utilisées pour l’analyse. Le filtre sur la qualité des bases ayant 

été stringent, le filtre sur la qualité de l’alignement n’a pas eu d’effet. Un total de 

12.587 gènes présentant une couverture >0.5 RPKM dans tous les réplicats d’au 

moins une souche ont été conservés pour l’analyse. Ces gènes incluent 3665 

(29.1%) gènes ayant une structure différente (introns/exons) de celle du génome de 

référence et 460 nouveaux gènes (3.7%).  

c) Transcription différentielle des gènes 

 

Figure 14 : (a) Analyse de transcription différentielle des gènes : nombre et proportion des gènes 
significativement sur- et sous-transcrits et avec une différence d’expression de +/-2 (FC) dans chaque 
souche résistante et au total comparé à la souche sensible. (b) Diagramme de Venn représentant le 
nombre de gènes sur- et sous-transcrits spécifiques et en commun dans chaque souche résistante et 
les termes GO associées à chaque case du diagramme (flèches noires).  
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Parmi tous les gènes détectés, 1140 gènes (9.1%) sont différentiellement transcrits 

(Figure 14-a) dans au moins une souche résistante en comparaison de la souche 

sensible. On observe que la proportion de gènes sur- ou sous-transcrits est 

sensiblement la même pour chaque souche. Le nombre de gènes différentiellement 

transcrits varie en fonction des niveaux de résistance, ainsi la souche LR4A 

résistante plus de 10.000 fois à Cry4Aa présente le plus grand nombre de gènes 

différentiellement transcrits (796) alors que la souche LR3Bti faiblement résistante à 

chaque toxine Cry et au Bti présente seulement 274 gènes différentiellement 

transcrits. La Figure 14-b nous permet de voir le nombre de gènes différentiellement 

transcrits spécifiques à chaque souche et en commun entre toutes les combinaisons 

de souches. L’étude des termes GO dans les différents « compartiments » du 

diagramme de Venn nous montre une sur-représentation de certains termes GO 

seulement dans les gènes sur-transcrits.  

On note une sur-représentation des gènes impliqués dans la conformation de l’ADN 

(10 gènes codants pour des histones) commun entre LR4B et LR3Bti. Ces gènes 

apparaissent aussi sur-transcrits dans les souches LR4A et LR11, mais de façon non 

significative dû à une trop grande variabilité de leurs expressions (données non 

montrées). Les histones sont impliqués dans la compaction de l’ADN mais aussi 

dans la médiation de la fixation des complexes protéiques impliqués dans la 

transcription et l’épissage des transcrits (Kolasinska-Zwierz et al., 2009; Luco et al., 

2010; Nègre et al., 2011). Chez  A. aegypti, il a été suggéré que leur modification 

pouvait affecter la sensibilité aux pathogènes en modifiant la régulation des gènes 

impliqués dans le développement, la reproduction et l’immunité (Sharakhov et 

Sharakhova, 2015). La sur-transcription des histones, potentiellement impliqués dans 

la régulation de plusieurs gènes simultanément, pourrait donc jouer un rôle dans la 

résistance. Néanmoins, au vu de la diversité du rôle des histones il serait nécessaire 

d’étudier plus précisément le rôle de ces gènes chez  A. aegypti.  
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Figure 15 : Proportion de chaque catégorie parmi tous les gènes détectés (12587) et proportion de 
chaque catégorie parmi les gènes sur- et sous-transcrits dans chaque souche résistante comparée à 
la souche sensible Les gènes sont catégorisés en 10 catégories : Bti candidat (Bti) ; Cuticule (Cut) ; 
Détoxication (Detox); Hormone et signal de neurotransmission (HSN) ; Immunité (Imu) ; Intra et extra 
cellulaire échange/ protéine chaperonne (IECE/PC) ; Autres enzymes (Autres) ; Structure (Stru) ; 
Facteur de transcription (FT) ; Fonction non connue (NC) ; Nouveau gène (NG). L’enrichissement de 
ces catégories est comparé à tous les transcrits détectés en utilisant un test exact de Fisher. Le 
pourcentage des catégories significativement (p-valeur < 0.05) enrichies est indiqué. 
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De plus, le terme GO associé aux gènes cuticulaires apparaît sur-représenté chez 

toutes les souches résistantes (Figure 14-b). Ce résultat est confirmé par une 

augmentation significative de la proportion de gènes appartenant à la catégorie 

« cuticule » chez toutes les souches résistantes (Figure 15, test exact de Fischer 

<0.05). La cuticule est un exosquelette constitué de chitine qui sert de support 

physique et protège les insectes de la dessiccation et des infections. La cuticule est 

divisée en deux catégories, la cuticule dite « rigide », généralement sclérifiée et dure 

et la cuticule dite « souple », plus flexible permettant la locomotion (Iconomidou et 

al., 2005). La chitine est toujours associée à des protéines liées à la chitine, certaines 

de ces protéines jouent un rôle important dans le métabolisme de la cuticule et la 

préservation de sa structure (Jasrapuria et al., 2010). On retrouve aussi de la chitine 

dans la membrane péritrophique qui sépare le contenu intestinal des cellules 

épithéliales (Terra, 2001). Pour infecter l’insecte, le Bt doit passer à travers cette 

membrane et il est proposé que la production de chitinases par le Bt perfore la 

membrane pour faciliter le passage des bactéries et des spores (Liu et al., 2009). 

Une altération des gènes liés à la chitine pourrait donc affecter cette étape. 

Néanmoins, la totalité des gènes affectés sont des protéines liées à la chitine 

possédant un motif RR1 ou RR2 (Rebbers-Riddiford), qui sont généralement peu ou 

pas exprimés dans l’intestin des insectes (Dittmer et al., 2015). Pour aller plus loin, 

nous avons recherché dans la séquence protéique des gènes à la fonction non 

connue, des domaines de fixation à la chitine de type peritrophine-A (domaine 

ChBD2). Les gènes possédant ce type de domaine sont connus pour être exprimés 

dans l’intestin et/ou dans d’autres organes sécrétant de la chitine (Jasrapuria et al., 

2010). Nous avons détecté cinq gènes contenant un domaine à peritrophine-A dont 

un sur-transcrit chez toutes les souches résistantes, trois sur-transcrits uniquement 

dans les souches sélectionnées à une toxine et un sous-transcrit chez LR4A et 

LR4B. Une meilleure compréhension du rôle de ces protéines pourrait nous aider à 

proposer un rôle de la modification de leur expression dans la résistance au Bti.  

La catégorie des nouveaux gènes apparaît sur-représentée dans les gènes sur- et 

sous-transcrits chez toutes les souches résistantes (Figure 15, test exact de Fischer 

<0.05). Une recherche de la correspondance de leur séquence d’ARN sur les bases 

de données génomiques (NCBI) n’ayant rien donné, il est difficile de conclure sur le 

rôle de ces différences de transcription dans la résistance. 
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Enfin, nous observons une sur-représentation des gènes correspondant à la 

catégorie « détoxication » dans les gènes sous-transcrits chez la souche LR3Bti. Il a 

été proposé chez la souche LiTOX que la sous-transcription de ces gènes pouvait 

être due, en l’absence de pression de sélection exercée par un insecticide chimique, 

à une réallocation d’énergie permettant la compensation de l’energie allouée aux 

mécanismes de résistance au Bti (Després et al., 2014; Tetreau et al., 2012b). De 

plus, au cours de ma thèse, nous avons montré que l’exposition des larves aux UV-A 

induisait la sur-transcription d’enzymes de détoxication et une augmentation de leur 

activité (Tetreau et al., 2013a) (Annexe 4). Nous avons également montré que les 

larves exposées aux UV-A étaient moins tolérantes au Bti. La sur-transcription 

corrélée avec une augmentation de l’activité de détoxication se traduit donc par une 

moindre tolérance au Bti indiquant d’une part qu’elles ne semblent pas impliquées 

dans la résistance au Bti et d’autre part que leur coût de production affecte la 

tolérance de l’insecte au Bti. 

d) Analyses et détection des SNPs  

Un total de 142226 SNPs a été trouvé avec une couverture supérieure à 15 dans 

chacun des réplicats de l’analyse. Ces SNPs sont présents sur 6753 gènes (53% des 

gènes exprimés) et sont distribués sur plus de 76% (1253/1636) des supercontigs 

annotés dans le génome d’A. aegypti. Un total de 1914 gènes est affecté par 7110 

SNPs et 461 gènes sont affectés par 670 SNPs non synonymes (mutation qui 

change un acide aminé de la séquence protéique). Une faible correspondance a été 

trouvée entre les gènes différentiellement transcrits dans les souches résistantes et 

les gènes affectés par des SNPs différentiels (112 gènes). Ce résultat est attendu en 

RNA-seq car cette méthode ne couvre pas les régions régulatrices souvent 

localisées à l’extérieur du transcrit dans lesquelles des mutations sont susceptibles 

d’affecter l’expression des gènes plutôt que la séquence génique.  

LR4A est la souche présentant le plus de gènes affectés par des SNPs différentiels 

(1307 gènes dont 322 affectés par des mutations non synonymes) alors que LR3Bti 

est la souche qui en présente le moins (394 gènes dont 72 affectés par des 

mutations non synonymes) (Figure 16-a). Nous observons que 226 gènes (dont 37 

affectés par des mutations non synonymes) sont affectés par au moins un SNP dans 

chaque souche. Dans ces gènes affectés par des SNPs, la catégorie « autre 
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enzyme » est sur-représentée dans toutes les souches résistantes. Cette sur-

représentation indique que le métabolisme de toutes les souches sélectionnées est 

profondément affecté par l’exposition aux toxines Cry du Bti ou au Bti au cours des 

générations. Les catégories « immunité » et « Intra et extra cellulaire échange/ 

protéine chaperonne » sont sur-représentées uniquement dans les souches 

sélectionnées à une toxine (Figure 16-b). Le rôle du système immunitaire dans la 

résistance/tolérance au Bt étant soupçonné, il est nécessaire de mieux caractériser 

les traits immunitaires des souches résistantes (Grizanova et al., 2014; Hwang et 

Kim, 2011) (développé dans le Chapitre 3). Aussi, la catégorie « cuticule » est sur-

représentée dans la souche LR4A. Cette souche est la seule à avoir cette catégorie 

sur-représentée dans les gènes sur- et sous-transcrits (Figure 15) et on retrouve 

8.9% de gènes associés à la cuticule dans les gènes affectés à la fois par des SNPs 

et par des modifications de leur transcription. Il se peut que la forte sélection sur 

l’expression de ces gènes affecte aussi la diversité génomique des transcrits. On 

note aussi une sur-représentation des gènes de la catégorie « détoxication » 

uniquement chez LR11. Même si les enzymes de détoxication ne sont pas 

impliquées dans la résistance au Bti, il n’est pas exclu que certains produits de 

dégradation d’une toxine particulière (e.g. Cry11Aa) soient mieux pris en charge par 

certaines formes d’enzymes de détoxication. 
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Figure 16 : (a) Diagramme de Venn représentant le nombre de gènes affectés par des mutations 
différentielles (plus de 40% de différence avec la souche sensible) spécifiques ou communes entre les 
souches résistantes. Les nombres entre parenthèses représentent le nombre de gènes affectés par 
au moins une mutation non synonyme. (b) Proportion de chaque catégorie parmi tous les gènes 
détectés (12587) et proportion de chaque catégorie parmi les gènes présentant un ou plusieurs SNPs 
différentiel dans chaque souche résistante comparée à la souche sensible Les gènes sont catégorisés 
en 10 catégories : Bti candidat (Bti) ; Cuticule (Cut) ; Détoxication (Detox); Hormone et signal de 
neurotransmission (HSN) ; Immunité (Imu) ; Intra et extra cellulaire échange/ protéine chaperonne 
(IECE/PC) ; Autres enzymes (Autres) ; Structure (Stru) ; Facteur de transcription (FT) ; Fonction non 
connue (NC) ; Nouveau gène (NG). L’enrichissement de ces catégories est comparé à tous les 
transcrits détectés en utilisant un test exact de Fisher. Le pourcentage des catégories 
significativement (p-valeur < 0.05) enrichies est indiqué. 
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2. Analyse spécifique 

Comme nous l’avons vu précédemment (pages 27-28, Introduction), deux 

mécanismes de résistance principaux sont développés par les insectes pour résister 

à des toxines Cry du Bt. Dans cette partie, nous avons cherché si une modification 

de l’activité des protéases et/ou de la transcription ou de la séquence protéique des 

potentiels récepteurs aux toxines Cry pouvait expliquer la résistance des souches.  
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a) Implication des protéases dans la résistance 

 

Figure 17 : (a) Représentation de la différence de transcription des gènes identifiés comme protéases 
à sérine dans chaque souche résistante. Un dièse (#) représente une protéine retrouvée dans les 
radeaux lipidiques (Bayyareddy et al., 2012). Une différence d’expression de +/-2 fois et un test de 
Wilcoxon significatif (p-valeur<0.05) est représenté par une étoile (*). Pourcentage d’activation des 
protoxines de Cry4Aa (b), Cry4Ba (c) par les extraits enzymatiques de LR4A respectivement, en 
fonction du temps. (d) Pourcentage de protoxine de Cry11Aa restante après activation par les extraits 
enzymatiques de LR11. Les souches résistantes sont représentées par des carrés (vert, violet et 
rouge respectivement pour LR4A, LR4B et LR11) et la souche sensible est représentée par des 
losanges noirs. Erreur : erreur standard. 
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Dans cette étude, nous observons que le terme GO associé aux protéases à sérine 

est sur-représenté dans les gènes sur-transcrits chez LR4B associé avec la sur-

représentation de ces gènes dans la catégorie « Bti candidat » (Figure 14-b et Figure 

15). De plus, on observe que 9 protéases à sérine et 4 trypsines sont sur-transcrites 

et que 3 protéases à sérine et 4 trypsines sont sous-transcrites dans au moins une 

souche résistante (Figure 17-A). On remarque aussi que seulement 1 protéase à 

sérine est sur-transcrite dans la souche LR3Bti. Pour étudier le rôle potentiel de la 

différence d’expression des protéases dans la résistance des souches sélectionnées 

à une toxine, nous avons étudié la cinétique d’activation de chaque souche à sa 

toxine. Aucune différence significative entre la capacité d’activation des toxines par 

les souches résistantes et par la souche sensible n’a été détectée (Figure 17-B, C, 

D). Néanmoins, il a été démontré que la précision du clivage des toxines Cry était 

essentielle pour leur toxicité, le non clivage de 28 acides aminés des protoxines 

Cry1Ac ayant entrainé une résistance chez He. armigera (Rajagopal et al., 2009). 

Dans notre cas, la résolution des gels ne permet pas de voir une différence aussi 

faible de la taille des toxines activées liée à une potentielle dégradation post-

activation. Pour confirmer l’absence d’implication des protéases dans la résistance, il 

serait nécessaire de déterminer la séquence des toxines activées par la souche 

sensible et les souches résistantes. 

b) Implication des récepteurs dans la résistance 

Les modifications de la transcription ou de la séquence protéique des récepteurs 

peuvent entrainer de forts niveaux de résistances (Bravo et Soberón, 2008). On peut 

observer que le nombre de mutations non synonymes dans la catégorie « Bti 

candidat » est significativement augmenté (test exact de Fisher < 0.05) pour toutes 

les souches résistantes à une toxine, suggérant que la modification des récepteurs 

pourrait jouer un rôle dans la résistance aux toxines séparées (Tableau 3). 
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Tableau 3 : Nombre et répartition des SNPs dans tous les gènes affectés par des SNPs différentiels 
et dans les gènes de la catégorie « Bti candidat » de chaque souche résistante. L’enrichissement est 
effectué par un test exact de Fisher, les valeurs significatives sont représentées par une étoile (*). 

 LR4A  LR4B  LR11  LR3Bti 

 Total Bti 
 candidats  Total Bti 

 candidats  Total Bti 
 candidats  Total Bti 

 candidats 

Nombre de gènes  1307 26  962 18  1029 17  394 11 

Nombre SNPs (%) 4872 (100) 86 (100)  2877 (100) 53 (100)  3200 (100) 66 (100)  1182 (100) 31 (100) 

Synonymes (%) 2247 (46.1) 65 (75.6)*  1290 (44.8) 41 (77.4)*  1530 (47.8) 45 (68.2)*  530 (44.8) 24 (77.4)* 

Non synonymes (%) 457 (9.4) 17 (19.8)*  255 (8.9) 10 (18.9)*  333 (10.4) 16 (24.2)*  104 (8.8) 6 (19.4) 

5'-UTR (%) 217 (4.5) 3 (3.5)  132 (4.6) 1 (1.9)  124 (3.9) 1 (1.5)  68 (5.8) 1 (3.2) 

3'UTR (%) 763 (15.7) 1 (1.2)  490 (17) 1 (1.9)  519 (16.2) 4 (6.1)  169 (14.3) 0 (0) 

Autres (%) 1188 (24.4) 0 (0)  710 (24.7) 0 (0)  694 (21.7) 0 (0)  311 (26.3) 0 (0) 

 

 

Figure 18 : Représentation de l’expression des gènes décrits comme potentiel récepteur aux toxines 
Cry. Un dièse (#) représente une protéine retrouvée dans les radeaux lipidiques (Bayyareddy et al., 
2012). Une différence d’expression de +/-2 fois et un test de wilcoxon significatif (p-valeur<0.05) est 
représenté par une étoile (*). La valeur du ratio d’expression par rapport à Bora est indiquée quand le 
test est significatif mais la valeur n’est pas supérieure à 2 ou inférieur à -2.  

(1) Les ALPs (phosphatases alcalines) 

Plusieurs ALPs ont été déjà décrites comme des récepteurs potentiels ou avérés 

pour les toxines Cry4Ba et Cry11Aa (Bayyareddy et al., 2009; Fernandez et al., 

2006; Fernandez et al., 2009; Dechklar et al., 2011; Jiménez et al., 2012). Parmi les 
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5 ALPs décrites (AAEL000931, AAEL003298, AAEL003313, AAEL009077 et 

AAEL015070) comme pouvant interagir avec Cry4Ba et/ou Cry11Aa, aucune ne 

présente de sous-transcription ou de SNPs différentiels entre les souches résistantes 

et la souche sensible. Au contraire, AAEL015070, une ALP décrite comme récepteur 

fonctionnel à Cry4Ba (Dechklar et al., 2011), est significativement 2.74 et 2.30 fois 

sur-transcrite respectivement chez LR4A et LR4B (Figure 18). De plus, nous 

observons la sur-représentation du terme GO associé à l’activité phosphatase 

alcaline dans les gènes sur-transcrits associée avec l’augmentation des gènes de la 

catégorie « Bti candidat » chez LR4A (Figure 14-b et Figure 15). La sur-transcription 

de 6 ALPs chez LR4A est surprenante sachant que chez 3 souches résistantes de 

lépidoptères, la sous-expression des ALPs, bien que non directement impliquée dans 

la résistance, a été retrouvée et proposée comme marqueur de la résistance aux 

toxines Cry (Jurat-Fuentes et al., 2011).  

Néanmoins, une ALP (AAEL003286+AAE003317, annoté comme deux ALPs dans le 

génome de référence mais démontré comme étant une ALP unique (pages 81-82, 

Chapitre 2) montre deux SNPs non synonymes chez la souche LR4A (Tableau 5). La 

fréquence de ces mutations n’a pas été confirmée par le séquençage mais tous les 

tests de neutralité montrent que le gène est significativement sous sélection 

directionnelle chez LR4A (Tableau 6). Ce gène a été retrouvé chez la souche LiTOX 

(résistante 72 fois à Cry4Aa) fortement sous-transcrit (-7.57 fois) et pourrait donc être 

relié à la résistance à Cry4Aa (Després et al., 2014).  

Enfin, le gène AAEL003905 présente 5 mutations non synonymes présentes dans au 

moins une souche résistante (Tableau 5). Le séquençage a confirmé la différence de 

fréquence de deux mutations dans les souches résistantes et au moins un test de 

neutralité est significatif dans chaque souche montrant que ce gène est sous 

sélection directionnelle (Tableau 6). De plus, le séquençage de ce gène chez larves 

de la souche Bora les plus tolérantes à Cry4Ba, Cry11Aa et au Bti, montre qu’au 

moins un test de neutralité est significatif. Aussi, les deux mutations recherchées 

sont en moyenne 10% plus fréquentes que dans l’ensemble de la souche Bora. Ces 

résultats indiquent que ce gène pourrait être sous sélection après seulement une 

génération de sélection et que les différentes combinaisons de mutations pourraient 

permettre de mieux tolérer chaque toxine Cry du Bti. 
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Aucune mutation dans les ALPs n’a été décrite à ce jour comme responsable de la 

résistance aux toxines Cry chez les insectes mais ce mécanisme est commun dans 

la résistance liée à d’autres récepteurs (Pardo-López et al., 2013). La résistance aux 

toxines Cry liée à une sous-expression des ALPs (Guo et al., 2015a; Jurat-Fuentes 

et Adang, 2004) est avérée chez les lépidoptères et soupçonnée chez la souche 

SSC11 d’A. aegypti (Lee et al., 2014). Des expériences supplémentaires sont 

nécessaires pour valider le rôle de ces mutations dans la résistance. 

(2) Glycosides hydrolases et alpha-amylases 

Certaines glycosides hydrolases (Agm3) et alpha-amylases (Agamy1 ; Aaamy1) ont 

été décrites comme récepteurs à Cry4Ba et Cry11Aa chez An. albimanus et comme 

récepteur à Cry11Ba chez An. gambiae (Fernandez-Luna et al., 2010; Zhang et al., 

2013). Dans cette étude, nous observons la sur-transcription de 2 alpha-amylases 

(AAEL013421 et AAEL003434) respectivement chez LR4A et LR11 et la sous-

transcription de 3 glycosides hydrolases (AAEL009237 ; AAEL0015573 ; 

AAEL015020 ; 2 chez LR4A, 3 chez LR4B et 1 chez LR11) (Figure 18). Ces trois 

glycosides hydrolases ont été également trouvées sous-transcrites chez la souche 

LiTOX et pourraient jouer un rôle dans la résistance aux toxines Cry du Bti (Després 

et al., 2014). On retrouve aussi des mutations non synonymes dans 4 alpha-

amylases et 2 glycosides hydrolases (Tableau 4). Parmi les alpha-amylases, 3 

(AAEL010532, AAEL010540 et AAEL0010537) partagent une identité supérieure à 

40% avec Aaamy 1, connue pour fixer Cry4Ba et Cry11Aa (Fernandez-Luna et al., 

2010). Les mutations pourraient changer l’affinité des récepteurs pour les toxines et 

ainsi participer à la résistance. On retrouve un SNP non synonyme dans une alpha-

amylase et dans une glycoside hydrolase seulement chez LR11 (AAEL013421 et 

AAEL009243) (Tableau 4). Le séquençage de AAEL013421 a permis de confirmer 

les fréquences du SNP chez LR11 et qu’il y a sélection directionnelle sur ce gène 

pour LR11 (pval<0.05 ; F* de Fu et Li) (Tableau 5). Ces mutations pourraient réduire 

l’affinité de Cry11Aa et participer à la résistance. Néanmoins, les autres altérations 

(SNPs ou expression différentielle) des glycosides hydrolases et alpha-amylases 

sont partagées par les souches résistantes à une toxine mais pas par LR3Bti. Les 

niveaux de résistances de chaque souche à sa toxine de sélection étant forts, il est 

peu probable que l’altération commune de ces protéines explique une grande part de 

la résistance spécifique de chaque souche à sa toxine de sélection.  
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Tableau 4 : Mutations non synonymes dans des récepteurs potentiels aux toxines Cry, avec dans l’ordre la fonction du gène, son identifiant (vector base) et 
entre parenthèses le numéro de la mutation en correspondance avec le Tableau 6, sa présence dans les radeaux lipidiques (Li Ra ; * : présent, 0 : absent), le 
nombre d’outlier dans le gène (out), la base de référence et la base variante, la fréquence de chaque SNP (l’écart type) et le nombre de lectures à cette 
position (lec) pour chaque souche, la position dans la protéine, le changement d’acide aminé et si l’acide aminé est à la surface de la protéine (+). Les valeurs 
en rouge indiquent une différence de fréquence supérieure à 40% (entre chaque réplicats deux à deux) entre la souche sensible et la souche résistante. 

      Bora  LR4A LR4B LR11 LR3Bti    

Récepteur Gene ID  
Li 
Ra out ref Var %  lec %  lec %  lec %  lec %  lec pos aa PS 

ALP3 
AAEL003286+ 
AAEL003317 

(1) 
* 1 T C 78.9(+/-1.1) 261 22.2(+/-2.6) 506 61.9(+/-5.6) 410 81.2(+/-0.8) 462 84.3(+/-1) 507 207 N->D 

 

 

AAEL003286+ 
AAEL003317 

(2) 
* 1 T A 72.9(+/-1.8) 117 17.4(+/-1) 230 75.9(+/-0.4) 200 83.1(+/-4.2) 299 69.3(+/-1.8) 186 8 I->F + 

ALP5 AAEL003905 0 8 G A 9(+/-1.4) 129 86.9(+/-2.6) 244 40.3(+/-7.8) 93 34.4(+/-4.7) 110 55.9(+/-1.7) 108 551 S->F  
 AAEL003905 0 8 G T 32.1(+/-2.5) 318 100(+/-0) 649 100(+/-0) 181 100(+/-0) 152 99.5(+/-0.3) 256 359 Q->K + 

 AAEL003905 0 8 C A 66.3(+/-1.9) 357 0(+/-0) 1322 0.8(+/-0.4) 354 0(+/-0) 301 0(+/-0) 471 319 G->V + 

 
AAEL003905 

(1) 0 8 A C 83.4(+/-8.4) 101 6.1(+/-1.1) 994 25.1(+/-5.4) 251 64.8(+/-1.7) 132 9.6(+/-1.2) 268 110 F->V - 

 
AAEL003905 

(2) 
0 8 A T 89.2(+/-6.7) 204 7.7(+/-1.3) 1149 22(+/-2.9) 349 68(+/-3.6) 260 25.2(+/-2.9) 372 59 S->T 

 

APN5  
AAEL007204 

(1) * 6 G C 23(+/-4.5) 283 100(+/-0) 280 43.6(+/-1.4) 259 67.7(+/-1.1) 222 58.5(+/-5.9) 306 72 E->D  

 
AAEL007204 

(2) * 6 C T 3.4(+/-6.4) 172 69.5(+/-2.9) 71 38.3(+/-5.6) 93 42.5(+/-0.9) 95 40.4(+/-7.7) 128 95 H->Y + 

APN5  AAEL003666 0 0 A T 12.6(+/-0.8) 335 45(+/-1.8) 335 43.8(+/-6.3) 312 71.1(+/-1.8) 333 45(+/-2.6) 387 25 D->E - 
APN2 AAEL005821 * 2 A G 33.3(+/-4.5) 135 8.3(+/-0.8) 354 100(+/-0) 56 36.4(+/-1.6) 141 64.1(+/-2.5) 106 254 K->R + 

APN7 AAEL007201 
(1) * 4 A G 14(+/-3.2) 335 100(+/-0) 62 52.5(+/-12) 52 48.3(+/-8.4) 64 66.7(+/-19.2) 101 740 N->S - 

Alpha-amylase AAEL013421 
(1) 

0 1 C G 28.7(+/-2.3) 1580 56.3(+/-3.9) 4797 40.2(+/-3.6) 2716 90.7(+/-2.7) 2188 33.4(+/-5) 2956 210 A->G + 

Alpha-amylase AAEL010532 * 6 G T 44.4(+/-1) 2745 92.6(+/-1.4) 3541 98.9(+/-0.3) 3170 99(+/-0.4) 3612 75.8(+/-0.2) 3394 13 L->F  
Alpha-amylase AAEL010537 * 1 T C 16.4(+/-0.8) 903 36(+/-2.1) 916 27.8(+/-5.2) 960 66(+/-0.8) 756 42.2(+/-2.1) 944 571 V->A 

 
 

AAEL010537 * 1 G A 36(+/-2.3) 659 96.8(+/-1.3) 481 99.2(+/-0.4) 494 82(+/-3.9) 636 86.4(+/-2.5) 629 150 V->I 
 

Alpha-amylase AAEL010540 * 1 A T 43.6(+/-1.2) 1275 0.1(+/-0) 1370 0.3(+/-0.1) 1375 0(+/-0) 1572 7.5(+/-0.9) 1516 586 S->T 
 

 AAEL010540 * 1 G T 47.7(+/-0.7) 1355 0(+/-0) 1473 0.5(+/-0.3) 1320 0.1(+/-0) 1530 6.7(+/-0.3) 1564 374 D->E + 
Glucoside hydrolase AAEL009243 0 14 T G 97.4(+/-3.6) 887 0(+/-0) 1231 3.6(+/-1.6) 3035 15.8(+/-4.7) 2587 1.2(+/-1.4) 60 209 D->E + 

 AAEL009243 0 14 A T 3.7(+/-1) 1005 0(+/-0) 799 29.4(+/-9.3) 499 63.6(+/-3.7) 728 3.1(+/-4.4) 1958 325 R->W + 
Glucoside hydrolase AAEL015021 0 7 G C 0.4(+/-0.6) 883 98.9(+/-0.7) 1047 98.5(+/-0.6) 2330 91(+/-2.8) 2012 82.1(+/-10.2) 263 335 D->H + 
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Tableau 5 : Validation par séquençage génomique des SNPs détectés en RNA-seq dans certains 
récepteurs potentiels. Dans l’ordre, le nom du gène ; la taille du fragment et le nombre d’intron 
amplifié ; la souche testée (les parenthèses indiquent que les individus les plus tolérants à l’insecticide 
indiqué sont testés), N (nombre total d’haplotypes séquencés), la différence de fréquence du SNP (1 
ou 2 en référence au tableau 4) entre Bora et les autres conditions ; Hap (le nombre d’haplotypes 
différents) ; π (la diversité nucléotidique) ; k (nombre moyen de nucléotides différents dans la 
souche) ; résultats des tests de neutralité (*<0.05 ; **<0.01 ; ***<0.001). 

Gene taille Nb 
Int 

Souches N SNP 
(1) 

SNP 
(2) 

Hap Π k tajima's D  
test 

fu&li's D 
test 

fu&li's F 
test 

AAEL003286+ 
AAEL003317 

704 1 

Bora 22     2 0.003 2.424 -1.32 1.51* 0.78 

Bora (Cry4Aa) 24 0.0 0.0 3 0.009 6.406 1.19 1.58* 1.7* 

LR4A (Cry4Aa) 24 4.9 20.8 2 0.002 1.250 -2.43** -3.94* -4.07* 

AAEL003905 271 0 

Bora 30     6 0.018 5.343 1.71 0.69 1.18 

Bora (Cry4Aa) 20 1.7 5.0 6 0.020 6.000 0.69 0.98 1.04 

Bora (Cry4Ba) 24 3.3 10.8 6 0.019 5.674 1.80 1.51* 1.86* 

Bora (Cry11Aa) 20 10.3 30.0 3 0.012 3.505 1.87 1.34 1.73* 

Bora (Bti) 20 3.3 10.0 4 0.015 4.653 0.66 1.5* 1.46 

LR4A (Cry4Aa) 16 90.4 53.8 2 0.004 1.125 -2.15** -2.93* -3.12* 

LR4B (Cry4Ba) 14 25.2 1.7 6 0.022 6.538 1.57 1.51* 1.75* 

LR11 (Cry11Aa) 16 3.3 40.0 4 0.011 3.267 -0.06 1.44* 1.18 

LR3Bti (Bti) 16 40.4 16.3 4 0.022 6.717 1.90 1.51* 1.86* 

AAEL007204 692 2 

Bora 24   7 0.015 10.043 0.79 0.91 1.02 

Bora (Cry4Aa) 24 4.2 0.0 9 0.014 9.663 0.23 -0.27 0.13 

LR4A (Cry4Aa) 24 54.2 (fixé) 50.0 5 0.008 5.833 2.34 * 1.49 * 2.04 * 

LR4B (Cry4Aa) 22 22.3 23.5 13 0.015 10.329 1.70 1.21 1.58 

AAEL007201 939 2 

Bora 22     13 0.021 19.788 2.1* 1.48* 1.95* 

Bora (Cry4Aa) 22 0.0 
 

11 0.022 20.524 1.73 0.93 1.38 

LR4A (Cry4Aa) 24 31.8 (Fixé) 
 

7 0.009 8.391 3.02*** 1.56* 2.34* 

LR4B (Cry4Aa) 24 31.8 (Fixé) 
 

5 0.007 6.453 1.80 1.58* 1.9* 

AAEL013241 895 0 

Bora 18     6 0.009 7.399 -1.11 -0.65 -0.91 

Bora (Cry11Aa) 24 12.5 
 

9 0.013 10.467 0.70 1.15 1.18 

LR11 (Cry11Aa) 24 75.0 
 

10 0.015 12.547 1.76 1.32 1.7* 

LR4B (Cry11Aa) 22 51.5   15 0.017 13.896 1.17 0.64 0.94 

 

(3) Les APNs (N-aminopeptidases) 

Certaines APNs ont été décrites comme fixant la toxine Cry11Aa (AAEL008155, 

AAEL012774, AAEL012776, AAEL012778) (Chen et al., 2009b; Chen et al., 2013) et 

comme récepteurs fonctionnels à Cry4Ba (AAEL005808, AAEL012778 et 

AAEL012783) (Aroonkesorn et al., 2015; Saengwiman et al., 2011). Parmi les APNs 

décrites, aucune ne présente de modification de leur expression ou de SNPs non 

synonymes. Néanmoins, seulement chez LR11, on retrouve la sous-transcription de 

deux APNs (AAEL008158 : -1.88 fois et AAEL008162 : -1.78 fois ; Figure 18) en 

commun avec la souche SSC11 (respectivement -2.33 fois et -2.26 fois) (Lee et al., 

2014). La sous-transcription de ces APNs pourrait donc jouer un rôle dans la 
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résistance à Cry11Aa. De plus, une mutation non synonyme dans le gène 

AAEL003666 chez LR11 pourrait aussi participer à la résistance à Cry11Aa  

(Tableau 4).  

L’APN (AAEL005821) présente également une mutation fixée uniquement chez 

LR4B. La modélisation de la protéine indique que la mutation affecte un acide aminé 

de surface qui pourrait participer à l’interaction entre le récepteur et Cry4Ba.  

Chez LR4A, deux APNs (AAEL007201 et AAEL007204) présentent des mutations 

non synonymes (Tableau 4). Pour AAEL007201, le séquençage confirme que la 

mutation est fixée et que le gène est sous sélection directionnelle chez LR4A (3 tests 

de neutralité significatifs ; Tableau 5). De plus, chez les individus de LR4B les plus 

résistants à Cry4Aa, la mutation est aussi fixée (Tableau 5). Cette mutation était déjà 

présente chez la souche LiTOX essentiellement résistante à Cry4Aa (Després et al., 

2014). Cette APN apparaît donc comme un bon candidat à la résistance à Cry4Aa. 

Pour AAEL007204, le séquençage confirme que la fréquence des SNPs est plus 

importante chez LR4A et que le gène est sous sélection directionnelle (3 tests de 

neutralité significatifs ; Tableau 5). Ces mutations étant aussi présentes chez la 

souche LiTOX, ce gène pourrait participer à la résistance à Cry4Aa (Després et al., 

2014).  

Les différences observées (SNPs et expression différentielle) des APNs apparaissent 

plus spécifiques à chaque souche résistante à une toxine ce qui en fait de bons 

candidats pour expliquer en partie la résistance à chaque toxine. De plus, la souche 

LR3Bti n’ayant pas de forts niveaux de résistances aux toxines séparées ne présente 

pas de différence (SNPs ou expression différentielle) sur les APNs, suggérant que 

ces modifications sont impliquées dans la résistance aux toxines séparées. 
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3. Coûts de la résistance 

Tableau 6 : Synthèse des traits d’histoire de vies étudiés, les valeurs en rouge indiquent une valeur 
significativement différente de la souche sensible (p-valeur<0.05). Lorsque la différence est 
significative, l’augmentation ou la diminution relative du trait mesuré est indiquée entre parenthèses. 

 
Bora LR4A LR4B LR11 LR3Bti 

Evolution résistance (RR50) 
 sans pression de sélection 

(5 générations) 

/  
de 172 à 55 

fois 
(- 68%) 

de 30 à 19 
fois 

(-36%) 
/  /  

Taux d'éclosion (n=300) (%) 
 (4 mois) 

66.0 63.6 49.4 
(-25%) 64.3 76.2 

(+15%) 

Temps de développement  
Moyen des mâles (n=150) 

 (heures) 

194 203 194 /  210 
(+8%) 

Temps de développement  
Moyen des femelles (n=150) 

(heures) 

236 255 
(+8%) 

249 
(+5%) /  270 

(+13%) 

 

Toutes les modifications observées chez les souches résistantes par rapport à la 

souche sensible peuvent un avoir un coût sur la fitness. Une étude synthétique 

basée sur 77 articles scientifiques traitant de l’étude des coûts liés à la résistance 

aux toxines du Bt sur 17 espèces différentes, a montré que des coûts étaient 

observés dans 62% des cas (Gassmann et al., 2009). Dans cette étude, nous 

observons que toutes les souches résistantes testées présentent un temps de 

développement des femelles en phase aquatique (larves et nymphes) plus long (en 

moyenne 22 h en plus) que la souche sensible (Tableau 6). La viabilité des œufs 

après 4 mois de conservation de la souche LR4B est 25% moins bonne que la 

souche sensible. La résistance de la souche LR4A et LR4B à la génération 23 est 

respectivement de 172 fois à Cry4Aa et 30 fois à Cry4Ba. La résistance n’étant pas 

fixée à cette génération, les coûts sur la fitness entrainent une diminution drastique 

de la résistance en seulement 5 générations sans sélection. Ces résultats indiquent 

que la résistance au Bti ainsi qu’aux toxines Cry du Bti est coûteuse. De plus, les 

coûts testés en laboratoire sont souvent sous-estimés à cause d’un élevage en 

conditions optimales (pas de prédateurs, nourriture abondante…), (Gassmann et al., 

2009). Pour compléter cette étude, il faudrait évaluer la durée de vie des adultes et le 

nombre de descendants par femelle pour confirmer l’altération de la fitness des 
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individus à tous les stades de vie. Pour limiter l’apparition de résistance en 

population naturelle, la connaissance des coûts à la résistance peut par exemple 

permettre d’adopter une stratégie « haute-dose-refuge » (Tabashnik, 2008). Cette 

stratégie est basée sur le fait que les individus sensibles plus compétitifs en absence 

d’insecticide peuvent migrer vers les zones traitées et se reproduire permettant ainsi 

de « diluer » la résistance et d’en ralentir l’implantation.  

C. Conclusion 

Lors de cette étude, nous avons pu voir que les souches résistantes aux toxines 

séparées partagent des mécanismes communs mais ont aussi des mécanismes de 

résistance spécifiques pour atteindre de forts niveaux de résistance à chaque toxine. 

La résistance semble s’expliquer par diverses modifications dans chaque souche 

suggérant que la résistance est multigénique et spécifique à chaque toxine. Les 

protéases ne semblent pas impliquées dans la résistance aux toxines Cry du Bti. La 

modification de l’expression des récepteurs potentiels n’apparaît pas comme un 

mécanisme de résistance aux toxines Cry (excepté pour LR11 avec deux APNs sous 

transcrites). Il semble que la forte sélection exercée sur les potentiels récepteurs 

conduit à la sélection de mutations pouvant expliquer la résistance aux toxines Cry. 

Ainsi, des modifications de la séquence protéique des ALPs et des APNs 

apparaissent comme de bons candidats de la résistance spécifique à chaque toxine. 

Néanmoins, tous ces résultats restent spéculatifs et nécessitent d’être validés par 

des approches de validations fonctionnelles. 

Nous avons vu dans cette étude qu’avec 5 générations de sélections au Bti 

supplémentaires, les niveaux de résistances aux toxines séparées ainsi qu’au Bti ont 

peu évolué, confirmant le rôle de Cyt1Aa dans le retardement de l’évolution de la 

résistance (Wirth et al., 2005). En outre, on remarque que très peu de modifications 

(SNPs ou altération de l’expression) des récepteurs potentiels sont partagées avec 

les souches résistantes à une toxine Cry. Etant donné que la toxine Cyt1Aa peut 

servir de récepteur non spécifique aux toxines Cry (Elleuch et al., 2015; Pérez et al., 

2005), la sélection de la modification des récepteurs n’est apparemment pas 

avantageuse pour mieux résister au Bti. Même si l’évolution de la résistance au mix 

de toxines semblait faciliter le développement de résistance au Bti dans les 

premières générations par la pré-sélection de la résistance aux toxines Cry (Article 
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1), il semble que le rôle de la pré-sélection soit fortement atténué par la présence de 

Cyt après plusieurs générations. Les niveaux de résistance des souches 

sélectionnées à une toxine étant plus forts, il faudrait mélanger à nouveau ces 

souches et les sélectionner au Bti pour voir si des mécanismes quasiment fixés 

peuvent faciliter le développement de résistance au Bti  

Le fait que les souches résistantes à une toxine Cry développent une résistance plus 

forte à leur toxine de sélection (de 80 fois pour LR11 à plus de 10.000 fois pour 

LR4A) qu’aux autres toxines (de 5.5 fois pour LR4A à Cry11Aa jusqu’à 48 fois pour 

LR4B à Cry4Aa) indique que les toxines Cry ont des mécanismes d’action 

spécifiques. Les différentes toxines Cry exercent donc des pressions de sélection 

multiples rendant plus difficiles l’apparition de résistance au Bti. De plus, la difficulté 

d’obtenir de forts niveaux de résistance au Bti pour chaque souche sélectionnée aux 

toxines Cry séparément et au Bti nous indique que le Bti est un insecticide au mode 

d’action complexe rendant difficile l’apparition de résistance en population naturelle. 

La mesure de certains traits d’histoire de vie confirme le coût de la résistance au Bti 

et aux toxines séparées. S’il y a apparition de résistance en population naturelle, la 

fitness plus élevée chez les individus sensibles que chez les individus résistants en 

l’absence d’insecticide pourrait permettre de faire baisser la résistance après 

quelques générations sans traitement.  
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Chapitre 2 : Part de l’induction dans 
la résistance 

I. Contexte de l’étude  

Plusieurs mécanismes ont été décrits en réponse à une intoxication par des toxines 

Cry et/ou par des sous-espèces de Bt chez les insectes sensibles aux toxines et au 

Bt. Parmi eux, l’induction de la réponse immunitaire a été proposée comme jouant un 

rôle dans la défense contre une infection au Bt chez les lépidoptères, les coléoptères 

et les nématodes (Contreras et al., 2015; Grizanova et al., 2014; Treitz et al., 2015; 

Yang et al., 2015). Aussi, l’implication de l’activation de la voie de signalisation MAPK 

(mitogen-activated protein kinase) dans la défense cellulaire contre les toxines Cry a 

été démontrée chez Caenorhabditis elegans, M. sexta, et A. aegypti (Cancino-

Rodezno et al., 2010; Huffman et al., 2004). Chez une souche sensible de Plutella 

xylostella, il a été démontré que l’induction de cette voie de signalisation après 

exposition à Cry1Ac permet une meilleure tolérance à la toxine en régulant 

l’expression d’ABC transporteurs et d’une ALP impliqués dans la fixation de la toxine 

(Guo et al., 2015a). Aussi, après exposition aux toxines Cry, plusieurs insectes ont 

montré une variation dans l’expression de plusieurs classes de gènes (cadhérines, 

ALPs, APNs et ABC transporteurs) potentiellement impliqués dans la fixation des 

toxines (Lei et al., 2014; Yao et al., 2014; Nanoth Vellichirammal et al., 2015; van 

Munster et al., 2007). Il a été suggéré chez Choristoneura fumiferana exposé à 

Cry1Ab et O. nubilalis exposé à Cry1F que la sous-transcription d’APNs pouvait être 

un mécanisme inductible et spécifique de défense de l’organisme pour limiter la 

fixation des toxines (Nanoth Vellichirammal et al., 2015; van Munster et al., 2007). 

Les mécanismes inductibles, très documentés chez les insectes phytophages, 

permettent notamment de réduire les coûts de métabolisation des composés 

secondaires des plantes (Després et al., 2007). Concernant les insecticides 

chimiques, plusieurs études ont montré une induction d’enzymes de détoxication (P-

450), en réponse à l’exposition aux insecticides, plus fortes chez les insectes 

résistants que chez les insectes sensibles à l’insecticide (Baek et al., 2010; Liu et al., 

2011; Markussen et Kristensen, 2010). La sur-expression constitutive des P-450 
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pourrait produire des dérivés réactifs de l’oxygène et ainsi induire un stress oxydatif, 

provoquant l’endommagement des tissus. L’induction de ces enzymes en présence 

de l’insecticide permet donc de minimiser les coûts associés à la résistance en 

l’absence d’insecticide (Zangar et al., 2004). Dans le cas de la résistance au Bt, les 

travaux décrivent majoritairement des modifications de l’expression constitutives (non 

induites) des protéines impliquées dans la fixation des toxines Cry. Une seule étude 

à ce jour a comparé la réponse transcriptomique à l’exposition à Cry1F d’une souche 

d’O. nubilalis sensible et d’une souche résistante à Cry1F. Les résultats montrent 

que l’exposition de la souche sensible induit la transcription différentielle de plus de 

1500 gènes alors qu’elle n’en induit que 109 chez la souche résistante. Parmi les 

gènes sous-transcrits chez la souche sensible, une APN et un ABC transporteur 

potentiellement impliqués dans la fixation de Cry1F ne sont pas retrouvés sous-

transcrits chez la souche résistante. Il a été suggéré que la dose d’exposition utilisée, 

étant la même pour les deux souches, ne permet pas d’infliger des dommages aux 

cellules expliquant la faible réponse de la souche résistante. Pour analyser le rôle de 

l’induction dans la résistance au Bti et aux toxines Cry, nous avons choisi d’exposer 

la souche sensible au Bti pour identifier des gènes dont la transcription est modifiée. 

Ensuite, nous avons mesuré la réponse de ces gènes suite à l’exposition des 

souches résistantes pour comparer leur réponse à l’induction avec la souche 

sensible (Article 3). 
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II. Article 3 

Renaud Stalinski, Frédéric Laporte, Laurence Després, Guillaume Tetreau 

Alkaline phosphatases are involved in the defense response of Aedes aegypti larvae 

to intoxication with Bacillus thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins. 

Article soumis à Environmental Microbiology  

Contribution : J’ai conçu le plan expérimental, réalisé les manipulations présentées 

dans cet article et analysé les données. J’ai rédigé l’article. 

Dans cette étude, nous avons étudié pour la première fois le transcriptome d’une 

souche sensible en réponse à une exposition au Bti. Parmi les gènes 

différentiellement transcrits, nous avons noté la sous-transcription de 4 ALPs et la 

sur-transcription de 2 ALPs. Pour déterminer l’implication potentielle de l’induction 

des ALPs dans la résistance des souches LR4A, LR4B, LR11 et LR3Bti 

(respectivement sélectionnées à Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et au Bti), nous avons 

mesuré le niveau de transcription de 11 ALPs (85% des ALPs qui s’expriment chez 

les larves de la souche sensible au stade 4) par RT-qPCR. Nous avons mesuré 

l’expression constitutive (souches non exposées aux toxines) de ces ALPs et la 

réponse de chaque souche à l’exposition à sa toxine de sélection (e.g. LR4A à 

Cry4Aa). 

Nous avons observé deux groupes d’ALPs basé sur leur profil d’induction. Les ALPs 

du premier groupe sont plus fortement sous-transcrites chez les souches résistantes 

à une toxine que chez la souche sensible et la souche sélectionnée au Bti après 

exposition aux toxines Cry ou au Bti. Les ALPs du deuxième groupe sont plus 

fortement sur-transcrites chez la souche sensible et la souche sélectionnée au Bti 

que chez les souches résistantes à une toxine Cry après exposition aux toxines Cry 

ou au Bti. Nous avons montré que la forte induction de la sous-transcription de 

certaines ALPs chez les souches résistantes à une toxine pouvait participer à la 

résistance. Enfin, la différence de réponse observée entre les souches sélectionnées 

à une toxine et la souche sélectionnée au Bti pourrait être due au mode d’action 

particulier de la toxine Cyt. 
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Alkaline phosphatases are involved in the response of
Aedes aegypti larvae to intoxication with Bacillus
thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins
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Grenoble, France.

Summary

Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) is a
natural pathogen of dipterans widely used as a bio-
logical insecticide for mosquito control. To character-
ize the response of mosquitoes to intoxication with
Bti, the transcriptome profile of Bti-exposed suscep-
tible Aedes aegypti larvae was analysed using
ILLUMINA RNA-seq. Gene expression of 11 alkaline
phosphatases (ALPs) was further investigated by real
time quantitative polymerase chain reaction and ALP
activity was measured in the susceptible strain and in
four strains resistant to a single Bti Cry toxin or to Bti.
These strains were unexposed or exposed to their
toxin of selection. Although all resistant strains con-
stitutively exhibited a higher level of transcription of
ALP genes than the susceptible strain, they showed a
lower total ALP activity. The intoxication with different
individual Cry toxins triggered a global pattern of ALP
gene under-transcription in all the one-toxin-resistant
strains but involving different specific sets of ALPs in
each resistant phenotype. Most of the ALPs involved
are not known Cry-binding proteins. RNA interference

experiment demonstrated that reducing ALP expres-
sion conferred increased the survival of larvae
exposed to Cry4Aa, confirming the involvement of
ALP in Cry4Aa toxicity.

Introduction

Mosquitoes are vectors of many severe human diseases
such as dengue, yellow fever or malaria, which are
causing millions of deaths every year (Tomori, 2004;
Enayati and Hemingway, 2010). The reduction of tropical
disease outbreaks through mosquito control has long
relied on the use of chemical insecticides, but recent
alternatives have been developed, including the widely
used larvicide Bacillus thuringiensis subsp. israelensis
(Bti; Lacey, 2007; Iturbe-Ormaetxe et al., 2011; Alphey,
2014).

Bti is a biological insecticide increasingly used world-
wide for mosquito control due to its high specificity to
mosquitoes and black flies and to its low impact on the
environment. Its toxicity is conferred by four main toxins,
Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa and Cyt1Aa, which are pro-
duced as a composite crystal during the sporulation of the
bacterium Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Lacey,
2007). Cry toxins are highly toxic to mosquito larvae upon
ingestion through a pore-forming mode of action by binding
to protein receptors present at the surface of the gut cells
membrane (Bravo et al., 2007; Vachon et al., 2012). Four
major receptors have been described in mosquitoes
to date: cadherins, glycosylphosphatidylinositol (GPI)-
anchored aminopeptidases N (APNs), GPI-anchored alka-
line phosphatases (ALPs) and an a-amylase (Chen et al.,
2009; Fernandez-Luna et al., 2010; Likitvivatanavong
et al., 2011; Lee et al., 2015). They are mostly located into
membrane microdomains called lipid rafts that are
enriched in GPI-anchored proteins, glycosphingolipids and
sterols (Rietveld et al., 1999; Lingwood and Simons,
2010). Although these proteins have been characterized
as receptors in many different insect species for a large
range of Bt Cry toxins, their role in the Bt toxins’ mode of
action is still largely misunderstood (Vachon et al., 2012).

Resistance to Bt Cry toxins has been found in several
lepidopteran and coleopteran pests in agricultural and
forestry settings (Tabashnik et al., 2013; Gassmann et al.,
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the gut lumen of exposed larvae. Finally, it validates the involvement
of an ALP in Bti Cry4Aa toxicity.
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2014). Nevertheless, field resistance to Bti in mosquitoes
has never been confirmed to date (Tetreau et al., 2013).
This is attributed to the number of toxins produced by Bti
and to the presence of Cyt toxin, which is known to impede
Cry resistance development and to restore Cry toxicity in
Cry-resistant mosquito larvae (Georghiou and Wirth, 1997;
Wirth et al., 2005; Soberon et al., 2013). Several strains of
Aedes aegypti, Culex quinquefasciatus and C. pipiens
have been selected with Bti in laboratory to further study
the mechanism of action of Bti toxins (Goldman et al.,
1986; Georghiou and Wirth, 1997; Saleh et al., 2003; Mittal
et al., 2005; Paris et al., 2011). Although only low levels of
resistance to Bti (two- to fourfold) were reached, the level of
resistance to each individual Bti Cry toxin was always
much higher (up to 70-fold) (Paris et al., 2011; Tetreau
et al., 2012a). When selected with a single Bti Cry toxin,
mosquitoes developed a high level of resistance to their
toxin of selection and some levels of cross-resistance to
other Cry toxins but always a low level to Bti (Georghiou
and Wirth, 1997; Lee et al., 2014; Stalinski et al., 2014).
This suggests that mosquito resistance to different Bti Cry
toxins involves both specific and shared mechanisms of
resistance (Stalinski et al., 2014).

Little is known about the molecular mechanisms
involved in the defence response of mosquito larvae when
they are challenged with Bti. Only the impact of intoxication
with sublethal doses of Cry11Aa toxin on susceptible mos-
quito larvae has been investigated to date, revealing a
potential role of protein folding and trans-regulatory
expression pathways (Cancino-Rodezno et al., 2010;
2012; Bedoya-Perez et al., 2013). Similar experiments
performed on susceptible Cry1A-intoxicated lepidopterans
and Cry3A-intoxicated coleopterans highlighted the influ-
ence of various mechanisms, including metabolic
enzymes, stress-related proteins and trans-regulatory
expression pathways (Meunier et al., 2006; van Munster
et al., 2007; Oppert et al., 2012; Yao et al., 2012; Contreras
et al., 2015; Guo et al., 2015). To our knowledge, the
impact of larval intoxication with Cry4Aa and Cry4Ba toxins
has never been investigated to date. Moreover, the induc-
ible response of resistant insects to a challenge with Bti
and with individual Bti Cry toxins is yet to be elucidated.

In the present study, we first investigated the response
of a laboratory-susceptible strain of A. aegypti (Bora-Bora
strain) to intoxication with a sublethal dose of Bti by using
high throughput RNA-seq analysis. The transcription of
ALP genes was strongly affected by a Bti challenge. The
transcription level of 11 ALP genes was further investi-
gated by real time quantitative polymerase chain reaction
(RT-qPCR) on five strains of A. aegypti: one susceptible
strain (Bora-Bora), three strains resistant to a single Bti
Cry toxin (LR4A, LR4B and LR11 resistant to Cry4Aa,
Cry4Ba and Cry11Aa respectively) and one Bti-selected
strain (LR3Bti). The constitutive (unexposed larvae) and

the inducible (larvae exposed to their toxin of selection)
ALP gene expression and activity patterns were investi-
gated in these strains to provide insights into the role of
ALPs in the response to a Bti Cry toxin challenge. Finally,
the involvement of an ALP in the defence response was
validated by RNA interference.

Results

RNA-seq analysis suggests a role for lipid rafts and
ALPs in the mosquito response to a Bti Cry
toxins challenge

The transcriptomes of susceptible A. aegypti larvae
exposed or not to Bti were compared by high throughput
Illumina RNA sequencing analysis (RNA-seq). A total of
302 469 666 short reads (100 bp) were sequenced and
filtered based on sequence quality (84.5% left; Table S1).
Approximately 71% of the reads sequenced were mapped
to the A. aegypti genome (Table S1). Among the 12 285
transcripts selected for the analysis (coverage >
0.5 RPKM, reads per kilobase per million mapped reads, in
at least one condition) (Table S2), 439 (3.6%) were differ-
entially transcribed (more than twofold over- or under-
transcription and P < 0.05; Table S3), with a similar number
of genes over- (232) and under-transcribed (207) (Fig. 1).
Among the genes over-transcribed, the ‘Intra or
extracellular trafficking/chaperonins’ category was over-
represented in Bti-exposed as compared with unexposed
susceptible larvae (Fig. 1), including four hexamerin
2-Beta 14- to 33-fold overexpressed, two of which are
located in lipid rafts (Table S2). More generally, genes
located in lipid rafts were over-represented in
over-transcribed genes, including two ALPs 3.6- to
3.9-fold over-transcribed (AAEL011175 and AAEL015070;
Table S2). Among the genes under-transcribed, the
‘Bti candidate’ and ‘Detoxification’ categories were
over-represented (Fig. 1). Among the Bti-candidate
genes (genes encoding enzymes potentially involved
in protoxin activation or putative toxin receptors),
four ALPs (AAEL003286+AAEL003317, AAEL003905,
AAEL003297, AAEL003289) were under-transcribed
(a2.94- to a5.03-fold), together with one a-amylase
(AAEL008451; a2.92-fold), one serine-type endopep-
tidase (AAEL008206; a3.93-fold) and one trypsin
(AAEL002273; a5.93-fold). The transcription level of APN
and cadherin genes was not affected by Bti exposure. The
differential transcription (either ‘up’ or ‘down’) of nearly all
ALP genes upon Bti intoxication in the susceptible Bora-
Bora strain prompted us to examine the transcription level
of ALP genes in the susceptible strain exposed to each Bti
Cry toxin and to Bti, and in each of the four resistant strains
unexposed and exposed to their toxin of selection
(Fig. S4).
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High levels of resistance to Bti Cry toxins

The three strains of A. aegypti selected for 33 generations
with 1 of the 3 Bti Cry toxins exhibiting high levels of
resistance to their selection toxin, that is, 1018-fold resist-
ance to Cry4Aa in LR4A, 226-fold resistance to Cry4Ba in
LR4B and 70-fold resistance to Cry11Aa in LR11 as com-
pared with the susceptible parent Bora-Bora strain
(Table 1, Table S5). Selected strains always exhibited a
higher level of resistance to their toxin of selection than to
the two other Bti Cry toxins. The three strains had different
cross-resistance patterns; LR4A showed little cross-
resistance (less than fourfold cross-resistance to Cry4Ba
and Cry11Aa), whereas LR4B and LR11 had higher level
of cross-resistance (14- to 35-fold) to the two other Bti Cry
toxins (Table 1). The composite LR3Bti strain, which was
initially composed of 30% of each LR strain +10% of

susceptible strain and was then selected for 14 genera-
tions with Bti, exhibited relatively low levels of resistance
to Bti Cry toxins (5- to 14-fold) and to Bti (1.4-fold). All
strains shared similar low level of resistance to Bti (1.2- to
1.7-fold; Table 1).

ALP gene resequencing reveals a misannotation of the
A. aegypti genome

A PCR using two primers for the amplification of an over-
lapping region between the two ALP genes AAEL003286
and AAEL003317 predicted in Vectorbase revealed that
they formed a unique gene encoding a single protein that
will be called AAEL003286+AAEL003317 in the present
article (Fig. S6). It contained one typical ALP catalytic
domain (alkPPc; cd00016) and showed high cDNA and
protein sequence similarity with AAEL003297 and

Fig. 1. Biological functions (A) of all transcribed genes detected and (B) of genes over-transcribed and (C) under-transcribed in susceptible
larvae exposed to Bti as compared with unexposed larvae. (D) The number of genes located in the lipid rafts is indicated for each category
(total, over- and under-transcribed) together with the total number of genes detected for each category. Statistically significant changes in the
proportion of each category of gene in the differentially transcribed conditions as compared with the one among all transcribed genes are
indicated by an asterisk (P < 0.05, Fisher exact test).

Table 1. Resistance ratios for the four resistant strains to the three Bti Cry toxins and to Bti as compared with the susceptible strain.

RR50a RR90a

Cry4Aa Cry4Ba Cry11Aa Bti Cry4Aa Cry4Ba Cry11Aa Bti

LR4A 1,018.2 2.7 3.4 1.2 91,871.7 34.1 4.1 1.6
LR4B 33.8 225.9 13.5 1.6 3,332.8 4,225.9 49.4 1.8
LR11 18.2 35.6 69.7 1.7 336.9 197.6 471.1 3.2
LR3Bti 13.8 7.6 5.4 1.4 315.2 14.2 5.8 2.0

For each strain, the resistance ratio to its selection toxin is indicated in bold.
a. Resistance ratios (RR50 and RR90) are calculated by dividing the lethal concentration for 50% (LC50) or 90% (LC90) of individuals from the
resistant strain by the LC50 or LC90 of the susceptible strain.
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AAEL003298 (Fig. 2A). A similar distance was observed
between AAEL003289 and AAEL003313. All these five
ALP genes were grouped together in the same 5 Mb long
region of the supercontig1.83 (Fig. 2B). The highest
sequence similarity was observed between AAEL011175
and AAEL015070 (Fig. 2A), which were located on two
different supercontigs (1.548 and 1.1446 respectively).

Over-transcription of ALP genes in unexposed
resistant larvae

The transcription of 11 ALPs significantly differentially
transcribed in RNA-seq analysis and/or known as Cry
toxins-binding proteins was assessed by RT-qPCR. The
ALPs tested tended to be over-transcribed in the unex-
posed resistant strains as compared with the unexposed
susceptible strain, except for AAEL013330, which was the
only significantly under-transcribed gene in LR4B (Figs 3,
Fig. S4). As compared to the susceptible strain, LR3Bti,
LR4A, LR4B and LR11 exhibited higher transcription level
for 8, 8, 5 and 7 ALP genes respectively (Fig. 3).
AAEL003289, AAEL009077 and AAEL015070 had high
transcription level in all the four resistant strains (Fig. 3).

The strains resistant to one toxin exhibit specific
patterns of ALP gene expression in response to
exposure to their selection toxin

To evaluate the specific response of each resistant
strain when exposed to its selection toxin, the transcrip-

tion level of each ALP gene in the exposed strain was
divided by its level in unexposed larvae from the same
strain (Fig. S4). Based on their expression profiles, the
exposed strains were categorized in two distinct clus-
ters: one grouping the strains resistant to a single Bti
Cry toxin (LR4A, LR4B and LR11) and another one
grouping the LR3Bti-resistant strain and all the exposure
conditions of the susceptible Bora-Bora strain (Fig. 4).
The hierarchical clustering of the ALP genes also con-
trasted two main groups. The first cluster (cluster A) was
composed of six genes (AAEL003298, AAEL003286+
AAEL003317, AAEL003905, AAEL003297, AAEL003313
and AAEL003289) generally downregulated and signifi-
cantly under-transcribed in at least one strain resistant
to one toxin. Five out of the six ALPs from this cluster
are located on the same supercontig in the A. aegypti
genome (Fig. 2B). The other gene cluster (cluster B)
was grouping three ALPs (AAEL009077, AAEL011175
and AAEL015070) significantly over-transcribed only in
the exposed susceptible and LR3Bti strains, except for
AAEL015070, which was also significantly over-
transcribed in LR4A and LR4B (Fig. 4). Two genes were
not assigned to cluster A or B: AAEL013330 was
downregulated only in exposed susceptible larvae, and
AAEL000931 was downregulated in exposed one-toxin-
resistant strains but upregulated upon Bti exposure
(Bora-Bora and LR3Bti strains). A good correspondence
was observed between the clustering of the ALP genes
based on their expression profile upon induction by Bti
Cry toxins and the phylogenetic analysis of ALPs based

Fig. 2. A. Pairwise distance between cDNA (lower left) and protein (upper right) sequences of the eleven ALPs studied using the maximum
composite likelihood model (Tamura et al., 2004). Highly similar sequences (<0.5) are highlighted in bold and boxed. B. Graphical
representation of the cluster of five ALP genes (six Vectorbase accession number) located on the supercontig1.83 from the A. aegypti
genome. An arrow indicates the location and the orientation of the gene.
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on their protein sequences (Fig. 4): more similar ALPs
tend to be similarly induced by Bti toxins.

The magnitude of response to a Bti toxin challenge
associated with each resistance phenotype was calcu-
lated as the level of expression in each exposed resistant
strain as compared with the level in the susceptible strain
exposed to the same toxin (Fig. S4). When exposed to Bti,
the Bti-selected strain (LR3Bti) exhibited a significantly
higher level of gene transcription for 7 out of the 11 ALP
genes tested than the Bti-exposed susceptible strain
(Table 2). In contrast, the level of expression of several
under-transcribed ALP genes from cluster A in the strains
resistant to one toxin was lower than in the susceptible
strain exposed to the same toxin. One of the most strongly
repressed gene was AAEL003286+AAEL003317 in LR4A
upon Cry4Aa exposure (Table 2). Only AAEL009077 had
a higher transcription level in all the exposed resistant
strains as compared with the exposed susceptible strain;
AAEL013330, AAEL011175 and AAEL015070 exhibited
higher level of expression in Cry4Aa-exposed LR4A and
Bti-exposed LR3Bti than in the exposed susceptible
strain, whereas it was lower in LR4B and LR11 exposed to
their selection toxin (Table 2).

Resistance to one toxin affects ALP activity in the gut
and gut lumen

The total ALP activity and activity in the gut lumen were
not significantly affected by Bti or Cry toxin exposure in
the susceptible strain (Fig. 5). Although ALP genes were
constitutively over-transcribed in all one-toxin-resistant
strains, as compared with constitutive transcription levels

in the susceptible strain (Fig. 3), global ALP activity was
lower (32–39% decreased ALP activity in all strains but
LR11 with a non-significant 10% decrease) (Fig. 5A),
whereas ALP constitutive activity in the gut lumen was
significantly higher in LR4A (+29%) and lower in LR4B
(a44%) (Fig. 5B). The exposure to their selection toxin
induced a significant decrease of total ALP activity only in
LR11 strain (a21%) (Fig. 5A) and of the ALP activity in the
gut lumen in LR4A (a75%), LR4B (a43%) and LR11
(a38%) (Fig. 5B). The activity of gut APNs, another cat-
egory of GPI-anchored potential Bt-receptors located in
lipid rafts, was not significantly different in any of the
conditions tested (Wilcoxon test, P > 0.05; Fig. S7).

Silencing of an ALP reveals its role in resistance
against Bti Cry4Aa toxin

Considering that resistance to Cry4Aa has the highest
level reached in the resistant strains studied and that
AAEL003286+AAEL003317 is one of the most strongly
repressed gene in LR4A upon Cry4Aa exposure, its role in
resistance to Cry4Aa toxin was investigated by feeding
susceptible larvae with chitosan-encapsulated dsRNA
targeting this gene. The silencing of AAEL003286+
AAEL003317 in susceptible larvae induced a significant
14-fold transcription decrease as compared with the two
controls (Fig. 6). This under-transcription was associated
with a significant 11% decreased mortality after 24 h of
exposure to Cry4Aa (from 48% to 37%) (Fig. 6). However,
this mortality in AAEL003286+AAEL003317-silenced
Bora-Bora larvae was still much higher than the mortality of
the LR4A (2%), LR4B (18%), LR11 (11%) and LR3Bti

Fig. 3. Transcription level of the 11 ALP genes in unexposed LR3Bti (white), LR4A (light grey), LR4B (dark grey) and LR11 (black) relative to
unexposed susceptible Bora-Bora strain. Statistical difference is indicated by an asterisk above the bar (P < 0.05, Wilcoxon test, n = 3). Error:
standard error.
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(16%) larvae exposed to the same Cry4Aa dose (retrieved
from bioassays data, data not shown).

Discussion

Intoxication of susceptible A. aegypti larvae with the
bioinsecticide Bti induced the differential transcription of
genes from three main categories, as shown by RNA-seq
analysis. Genes involved in the intra- and extracellular
trafficking were generally upregulated, whereas Bti-

candidate genes (putative toxin activators and receptors)
and genes encoding detoxification enzymes were
downregulated in Bti-exposed mosquitoes.

Lower constitutive transcription level of detoxification
enzyme genes was reported in another Bti-selected
A. aegypti strain (LiTOX strain) as compared with its sus-
ceptible parent strain (Bora-Bora strain) and was puta-
tively associated to an energy re-allocation mechanism,
involving a trade-off between detoxification enzyme activi-
ties and response to Bti selection (Tetreau et al., 2012a;

Fig. 4. Effect of Bti or Cry toxin exposure on the transcription level of 11 ALP genes. Exposure effect is calculated as the ratio between the
ALP transcription level in the exposed strain (e.g. LR4A exposed to Cry4Aa) and the one in the same strain unexposed (e.g. LR4A
unexposed). The colours range from blue (under-expression) to yellow (over-expression). Significant differential gene expression between
exposed and unexposed condition in the same strain is indicated by an asterisk (P < 0.05, Wilcoxon test, n = 3). The strains and the genes
are organized following a hierarchical clustering using a Pearson uncentred correlation (average linkage). The phylogenetic tree on the right
has been generated by using the neighbour-joining method. Bootstrap values (2000 replicates) are indicated at each node. The
correspondence between the gene clustering and the phylogenetic tree is indicated by dotted lines.
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Despres et al., 2014a). Our present study shows that
decreased transcription of detoxification genes is not only
a long-term result of Bti selection, but also a short-term
response of mosquito larvae to Bti exposure. In line with

this, UV-exposed mosquitoes (Bora-Bora strain) exhibited
higher levels of detoxification activities and were more
susceptible to Bti toxins (Tetreau et al., 2014), suggesting
a metabolic compensation between detoxifying activity
and susceptibility to Bti.

Among the over-transcribed genes involved in the intra-
and extracellular trafficking, four hexamerins were identi-
fied. An increased production of hexamerins was
observed in Helicoverpa armigera larvae exposed to sub-
lethal doses of Cry1Ac, resulting in an aggregation reac-
tion with the toxin supposedly to inactivate it (Ma et al.,
2005). In the mosquito C. quinquefasciatus, hexamerins
have been associated with resistance to Bacillus
sphaericus, but their role in response to Bti toxins is yet to
be understood (Poopathi et al., 2014). Genes located in
lipid rafts were over-transcribed after Bti exposure.
Among many other functions, lipid rafts were shown to be
preferential insertion sites for many bacterial toxins,
including Bti Cry toxins (Bayyareddy et al., 2012). Expo-
sure to Bti toxins may trigger lipid raft turnover through
upregulation of the genes encoding lipid raft proteins.
Among the 13 Bti-candidate genes differentially tran-
scribed upon Bti exposure, 6 were ALPs. Most of them are

Table 2. Magnitude of induction of ALP gene transcription associ-
ated with resistance.

LR3Bti LR4A LR4B LR11

AAEL003298 1.23 a1.11 1.10 a1.28
AAEL003286+AAEL003317 2.76 a4.52 a2.36 1.21
AAEL003905 1.15 a2.58 a1.40 a1.61
AAEL003297 2.09 a1.27 1.24 a2.11
AAEL003313 1.51 a1.15 1.34 a1.07
AAEL003289 2.54 a1.40 a1.13 a7.01
AAEL000931 2.17 a4.93 a2.29 a1.04
AAEL013330 2.38 3.80 a1.59 2.47
AAEL009077 1.05 2.04 2.07 1.92
AAEL011175 3.41 2.59 a3.18 a1.64
AAEL015070 1.33 1.56 a1.90 a1.78

A negative value indicates a lower level of ALP gene transcription in
the resistant strain than that in the susceptible strain exposed to the
same toxin, whereas a positive value indicates a higher level of
induction. Statistically significant increased and decreased inducible
transcription associated with resistance is indicated in bold (Wilcoxon,
P < 0.05, n = 3).

Fig. 5. (A) total ALP activity (gut + lumen)
and (B) ALP activity in the gut lumen of the
susceptible Bora (hatched) and resistant
strains LR3Bti (white), LR4A (light grey),
LR4B (dark grey) and LR11 (black) exposed
to Bti, to one of the three Cry toxins and/or
not exposed (NE). A significant difference
(P < 0.05) between exposed and unexposed
individuals from the same strain is indicated
by an asterisk between the bars. A significant
difference between an unexposed resistant
strain and the unexposed susceptible strain
(Bora) is indicated by a number sign above
the bar. Error: standard error.
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located into lipid rafts in which Bt toxins are known to
preferentially bind and form pores (Bayyareddy et al.,
2012; Vachon et al., 2012). Considering that ALPs have
been described as potential Cry toxin receptors in
lepidopterans and dipterans (Fernandez et al., 2006;
Jurat-Fuentes and Adang, 2007; Jimenez et al., 2012),
we decided to focus on 11 ALPs differentially expressed in
the RNAseq analysis and/or described as toxin-binding
proteins.

Although resistance to Bti and to each toxin was asso-
ciated to a constitutive increased transcription of almost
all ALP genes in whole larvae, this was associated with a
decrease of total activity of ALPs in the gut. Given that
ALPs are mainly expressed in the midgut of insects (Terra
and Ferreira, 1994), this lack of correspondence between
ALP transcription level and total ALP activity is surprising
and suggests either that ALP alleles selected in resistant
strains produce less efficient enzymes, or that post-
transcriptional mechanisms suppressing ALP activity are
at play in these strains. Interestingly, a lack of correspond-

ence between ALP transcription level and protein quantity
in brush border membrane of the midgut was previously
reported in another Bti-resistant A. aegypti strain (LiTOX
strain): over-transcribed ALPs were either not identified
as differentially expressed (AAEL000931, AAEL009077
and AAEL015070) or identified as under-expressed
(AAEL03313) by a Differential In Gel Electrophoresis
(DIGE) approach, suggesting that the lower ALP protein
abundance in the epithelium membrane might be due to
post-translational events (Tetreau et al., 2012a). An
increased ALP expression was also found in Cry1Ab-
resistant Ostrinia nubilalis (Khajuria et al., 2009; Oppert
et al., 2012), but a decreased ALP expression was found
in another Cry11Aa-resistant A. aegypti strain (Lee et al.,
2014). Both a low ALP transcription level and ALP activity
were associated to Cry1A resistance in several independ-
ent field and laboratory Bt-resistant lepidopteran strains
(Jurat-Fuentes et al., 2011). The lack of a consistent link
between ALP transcription level and ALP activity observed
among the few investigated Bt-resistant insects suggests
that alteration of the ALP involved in Bt resistance (e.g.
toxin-binding site) may or may not impact the enzymatic
activity of the protein. Exposure to Bti and to Bti toxins
reduced total ALP transcription in resistant mosquitoes to
reach a transcription level similar to the one observed in
unexposed susceptible individuals but with a lower ALP
activity. In contrast, an increased ALP transcription was
found in Tenebrio molitor challenged with Cry3Aa
(Khajuria et al., 2009; Oppert et al., 2012). Altogether, this
suggests that the ALPs expressed in the A. aegypti-re-
sistant strains are less active than in the susceptible strain
and that the ALP over-expression observed could be the
consequence of a metabolic compensation to maintain
ALP activity to a viable level. Systematic sequencing of
catalytic domains of ALPs from each resistant strain will
allow identifying potential non-synonymous mutations that
could affect their activity.

An alternative hypothesis regarding the role of GPI-
anchored receptors in Bt resistance has been proposed to
explain the increased expression but lower levels of ALP
observed in the gut of Bt-resistant Helicoverpa zea cater-
pillars: the ALPs produced in the midgut cells are secreted
in the gut lumen to ‘sequester’ the Bt toxin and reduce
toxin binding, participating in resistance (Caccia et al.,
2012). Interestingly, we observed in LR4A unexposed
larvae a significant decrease of total ALP activity together
with an increase of ALP activity in the gut lumen, which
could indicate the existence of such mechanism of ALP
shedding in the gut lumen in this Cry4A-resistant mos-
quito strain. However, exposure of LR4A to Cry4Aa
induced a strong decrease of ALP activity in the gut
lumen. If ALP shedding was an inducible resistance
process to toxin exposure, one would expect that expo-
sure to Cry4Aa would trigger an increase of their activity in

Fig. 6. (A) Expression of AAEL003286+AAEL003317 ALP gene
and (B) percentage of mortality of larvae exposed 24 h to Cry4Aa.
Bioassays were performed on larvae from the susceptible
Bora-Bora strain untreated (control, white) or fed with chitosan-
encapsulated LacZ dsRNA (grey) or with chitosan-encapsulated
dsRNA targeting the AAEL003286+AAEL003317 ALP gene (black).
Significance was tested by a Wilcoxon test (*P < 0.05; n = 3) for
ALP gene expression and by an ANOVA (#P < 0.05; n = 11) for
larval mortality. Error: standard error.

8 R. Stalinski, F. Laporte, L. Després and G. Tetreau

a 2015 Society for Applied Microbiology and John Wiley & Sons Ltd, Environmental Microbiology



Part de l’induction dans la résistance 

83 
 

the gut lumen, as it was observed in Lymantria dispar
larvae exposed to Cry1 and Cry2 toxins (Valaitis, 2008)
and in Spodoptera exigua larvae exposed to Cry1Ca toxin
(Herrero et al., 2005). Therefore, either this mechanism is
constitutive, in which the ALPs already present in the gut
lumen are in sufficient quantity for efficiently sequestrating
the ingested toxin, which results in a reduced ALP activity,
or other mechanisms are at play. Another possible expla-
nation for the decrease of global ALP activity observed
upon toxin exposure in the three one-toxin-resistant
strains is that ALPs secreted in the gut lumen are impor-
tant for toxin oligomerization and/or toxin insertion in the
midgut. This mechanism of ‘Bt-boost’, which describes the
ability of toxin receptors to increase the efficacy of toxins
when collectively ingested, has already been described
with cadherins synergizing Cry toxicity in lepidopteran and
mosquito larvae (Chen et al., 2007; Park et al., 2009) but
also recently with ALPs in Cry1Ac-exposed H. armigera
larvae (Chen et al., 2015). Therefore, an inducible
decrease of the expression of several ALP genes upon
toxin exposure could reduce ALP quantity and activity in
the gut lumen resulting in a reduced toxicity of ingested
toxin to resistant larvae. Experiments of co-ingestion of
toxins and purified ALPs must be performed to further
validate/infirm this hypothesis in resistant larvae.

When exposed to their selection toxin, the three strains
resistant to one toxin (LR4A, LR4B and LR11) exhibited
patterns of ALP expression very different from the
exposed susceptible individuals, and they formed a
clearly distinct group in the hierarchical clustering analy-
sis. Although they shared similar global patterns of ALP
downregulation, they differed in the specific ALP genes
involved. This suggests that all Bti Cry toxins alter the
expression of ALP genes but that the genes affected are
different depending on the toxin. Interestingly, not only
one specific ALP has been identified as differentially
induced, but this is rather a different set of three to six ALP
genes that characterize the response to intoxication in
each resistant phenotype. This can explain the different
levels of resistance observed in the different strains and
the asymmetrical cross-resistance patterns observed
between Cry4Aa and the other Bti Cry toxins. Indeed,
LR4A is highly resistant to Cry4Aa but very little cross-
resistant to Cry4Ba and Cry11Aa, suggesting that the
mechanisms of Cry4Aa resistance evolved in this strain,
and potentially the set of ALP genes involved, are very
specific. The resistance to Cry4Ba provides high level of
cross-resistance to Cry4Aa and to a lesser extent to
Cry11Aa, which suggests that some of the genes of
Cry4Ba resistance, potentially ALPs, can effectively
reduce Cry4Aa and Cry11Aa toxicity to larvae but that
they are not the primary selected Cry4Aa- and Cry11Aa-
resistance genes in LR4A and LR11 strains respectively.
These results suggest that resistance to individual Bti Cry

toxins is not monogenic but multigenic and that different
sets of resistance genes can be selected in different lin-
eages: even in laboratory strains with a common genetic
background (the susceptible Bora-Bora strain) but differ-
ent selection pressures (each individual Bti Cry toxin), a
given resistance phenotype (e.g. resistance to Cry4Aa)
can be reached by different evolutionary pathways. This is
supported by the RNA interference experiment, which
showed that AAEL003286+AAEL003317 ALP gene was
only partially involved in the resistance evolved against
Cry4Aa in LR4A. Indeed, although its silencing in the
susceptible strain conferred a higher tolerance to Cry4Aa,
demonstrating its role in Cry4Aa toxicity, the susceptibility
of silenced larvae to Cry4Aa was higher than that
observed in LR4A or even in LR4B larvae exposed to
Cry4Aa. This particular ALP may act in concert with other
proteins, including other ALPs or APNs, to reach the level
of Cry4Aa resistance observed in LR4A and in LR4B.

Several ALPs have been described to bind Bti Cry4Ba
and Cry11Aa toxins in A. aegypti, including AAEL000931
and AAEL009077 for Cry4Ba and Cry11Aa, and
AAEL003298, AAEL003313 and AAEL015070 for
Cry4Ba (Fernandez et al., 2006; Bayyareddy et al., 2009;
Fernández et al., 2009; Dechklar et al., 2011;
Likitvivatanavong et al., 2011). Receptors to Cry4Aa have
not been characterized yet, but Cry4Aa is known to share
some binding proteins with Cry4Ba and Cry11Aa (Moreira
Beltrao and Neves Lobo Silva-Filha, 2007). Unexpectedly,
several of these putative Bti toxin receptors were either not
differentially transcribed or over-transcribed upon expo-
sure to Bti and to Cry toxins in the present study. For
example, AAEL009077 was shown to be a functional
receptor for Cry4Ba and Cry11Aa by RNA interference in
A. aegypti larvae (Jimenez et al., 2012), but it was over-
transcribed in the susceptible strain exposed to Bti and to
Cry toxins in the present study. On another hand,
AAEL03298 and AAEL003313 were downregulated in
Bora-Bora and in LR11 exposed to Cry11Aa, as expected
for a Bti-toxin receptor. Interestingly, several ALPs that
were shown to have low affinities with Cry4Ba and Cry11Aa
were also found to be downregulated upon Bti and/or Bti
toxin exposure, and to differ in their constitutive expression
between the different selected strains. However, the Cry4A
toxin has been much less studied than other Cry toxins for
its binding affinities with putative receptors, and these
ALPs might be receptors for Cry4Aa. Furthermore, higher
binding affinity does not correlate with higher toxicity
(Moreira Beltrao and Neves Lobo Silva-Filha, 2007). Con-
sistent with our results, the altered constitutive expression
of non-toxin-binding ALPs has also been evidenced in
another Cry11Aa-resistant A. aegypti strain (Lee et al.,
2014). The specific toxin-binding affinity and the precise
role of each ALPs in the Bti mode of action and in induced
response to toxin intoxication require further investigation.
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The Bti-selected strain (LR3Bti) exposed to Bti exhib-
ited a similar pattern of ALP gene induction as the sus-
ceptible strain exposed to Bti and to Cry toxins. Although
it was selected with Bti from a pool of one-toxin-resistant
and -susceptible individuals (Stalinski et al., 2014), the
LR3Bti strain does not seem to have conserved the selec-
tive advantage of the molecular mechanisms associated
with individual Cry toxins resistance. The levels of resist-
ance did not evolved much even after 14 generations of
selection with Bti (Stalinski et al., 2014). This may be due
to the presence of the Cyt toxin and could explain the low
level of resistance observed to Bti and to Bti Cry toxins in
this strain, considering that Cyt toxin is known to delay
resistance evolution and to restore Cry toxicity to resistant
larvae by synergism with Bti Cry toxins (Georghiou and
Wirth, 1997; Wirth et al., 2005; Soberon et al., 2013).

The clustering of the ALP genes based on their induc-
tion profiles and the one based on their protein sequences
were highly similar. This means that the phylogenetically
closer, the more similar their regulation of expression. We
also pinpointed that the five ALP genes with highly similar
sequences and patterns of induction (cluster A) were
located on the same supercontig and that they were sig-
nificantly under-transcribed in toxin-exposed strains
resistant to one toxin. Therefore, the expression of the
different ALPs present in this region of the genome seems
to be regulated by a limited number of regulatory ele-
ments, which could explain the patterns observed. Unfor-
tunately, the analysis of a 1 Kb long sequence in the
5aUTR region of each of these ALP genes did not retrieve
any motif that could be linked to ALP regulation (data not
shown). Alternatively, an epigenetic modification of this
genomic region, such as the opening of the chromatin by
acetylation, could explain the higher flexibility in the
modulation of the expression of these ALP genes in the
resistant strains (Swaminathan et al., 2012). Moreover,
trans-regulatory systems, such as the mitogen-activated
protein kinase signalling pathway, have recently been
implicated in ALP trans-regulation in Cry1Ac-resistant
insects (Guo et al., 2015) and could be involved in mos-
quito larval defence against Cry toxins intoxication
(Cancino-Rodezno et al., 2010). Characterizing the
epigenome and trans-regulatory pathways of the resistant
strains and correlating them with the expression patterns
obtained in the present study will help understanding the
complex regulation of ALPs expression and its conse-
quence on the resistance phenotypes (Vandegehuchte
and Janssen, 2014).

Altogether, these results revealed that one-toxin-
resistant mosquitoes respond to a Cry toxin challenge by
a complex multigenic process involving different sets of
ALP genes, among which most have not been described
as Cry-binding proteins. They show that the ALP gene
induction profile of Bti-selected insects is closer to the

susceptible than to the one-toxin-resistant individuals,
probably due to the presence of Cyt toxin in the toxin
mixture used for selection of LR3Bti. This highlights that
the high expression regulation capacity of ALPs makes
them important proteins in the rapid and specific response
to a Bti toxin challenge. Further investigation of their exact
role in the resistance phenotypes, of the molecular basis
of the regulation of their expression (e.g. regulatory ele-
ments, epigenetic processes) and of the other proteins
that may act in concert with them (e.g. APNs), will allow
deciphering the complex mechanisms of resistance
developed against Bti Cry toxins in mosquitoes.

Experimental procedure

Production of Bti and individual Bti Cry toxins

We used a crystal negative strain of Bacillus thuringiensis
subsp. israelensis (4Q2-81) transformed with the plasmids
pHT606, pHT618 or pWF53 to produce Bti Cry toxins sepa-
rately (Delecluse et al., 1993; Park et al., 2001). Spore and
crystal suspensions were produced and quantified as previ-
ously described (Tetreau et al., 2012a). To avoid any formu-
lation effect, Bti was produced following the same protocol as
individual Cry toxins by using commercial Bti (Vectobac WG)
as the inoculum as previously described (Tetreau et al.,
2012b).

Mosquito strains

Five strains of A. aegypti were used in the present study. The
A. aegypti laboratory Bora-Bora strain, susceptible to all
insecticides, was used for selection using Cry4Aa, Cry4Ba
and Cry11Aa toxins during 33 generations to obtain the
LR4A, LR4B and LR11 strains respectively (Stalinski et al.,
2014). A composite strain (LR3) was created by mixing
together an equal amount of adults from each LR strain (30%
each) at the generation 18 and 10% of adults from the sus-
ceptible Bora-Bora strain. This composite strain was then
selected during 14 generations with unformulated Bti to
obtain the LR3Bti strain (Stalinski et al., 2014). Mosquito
breeding and selection were performed in standard insectary
conditions (27°C, 14/10 h light/dark period, 80% relative
humidity) as previously described (Tetreau et al., 2012a). The
levels of resistance of all strains to each of the three Cry
toxins and to Bti were measured by a bioassay. Larvae from
each strain were exposed to six concentrations of a product
for 24 h to obtain 5–95% mortality. Bioassays were performed
according to the standard bioassay procedure described by
the World Health Organization (WHO, 2005). Lethal dose for
50% (LD50) and 90% (LD90) individuals were calculated using
a probit statistical model with the module ‘dose’ of XLSTAT
v.2013 (Addinsoft). Resistance ratios (RR50 and RR90) were
calculated by dividing LD50 and LD90 of the strain tested by
LD50 and LD90 of the reference Bora-Bora strain.

RNA-seq analysis

Larvae from the Bora-Bora strain were either not exposed or
exposed to unformulated Bti to obtain 30% of mortality
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(195.3 ag mla1 of spore/crystal suspension). For each condi-
tion, total RNA was extracted from three biological replicates,
consisting of 40 larvae (alive), using ‘absolutely RNA’ miniprep
Kit (Agilent) following manufacturer’s instructions. RNA quan-
tity and quality were assessed using an Agilent 2100
Bioanalyzer (Agilent). cDNA libraries were prepared from total
RNA using the Illumina TruSEQ RNA-Seq kit (Illumina) and
sequenced on an Illumina HiSEQ 2000 at Beckman Coulter
Genomics facilities. The obtained reads of 100 bp were first
filtered using the software TRIMMOMATIC version 0.33 with the
following parameters: leading: 30; trailing: 30; slidingwidow:
10:30; min_length: 80 (Bolger et al., 2014). The TOPHAT algo-
rithm release 2.1.12 (https://ccb.jhu.edu/software/tophat) was
run with default parameters to align all reads on the A. aegypti
reference genome AAEGL2.2 (available at http://aaegypti
.vectorbase.org) by taking into account both already known
and novel ab initio splice exon–exon junctions (Trapnell et al.,
2009). The aligned reads were then filtered on mapping quality
(alignment score a97 and removal of non-primary multiple
mapped reads) using the software GENESPRING NGS version
12.5 (Agilent). The A. aegypti genome was then re-annotated
based on reads distribution and RPKM were calculated for
each known or new putative transcript using default param-
eters. Transcripts with RPKM > 0.5 in at least one strain were
retained for differential transcription analysis. Differential tran-
scription level was tested for each transcript between each
condition (unexposed vs exposed) using a Mann-Whitney U
test. Genes with P < 0.05 and a twofold over- or under-
transcription were considered differentially transcribed. All the
transcripts were assigned to ten categories based on their
annotation as follows: ‘Bti candidate’, which includes 103
serine proteases potentially involved in Cry toxin activation
and 77 putative toxin receptors (39 APNs, 14 ALPs, 12
a-amylases and 12 cadherins), ‘Other enzymes’, ‘Cuticle’,
‘Immunity’, ‘Hormones and neurotransmitters’, ‘Transcription
factors’, ‘Intra or extracellular trafficking/chaperonin’, ‘Struc-
ture’ and ‘Unknown’. Over-representation of categories in
under- or over-expressed genes was tested using a Fisher
exact test (P-value < 0.05) performed using the software R
version 3.0.1 (R Development Core Team, 2007). In addition,
genes were localized in lipid rafts when the corresponding
protein was previously experimentally identified as belonging
to the lipid rafts according to (Bayyareddy et al., 2012).

ALP re-annotation and phylogenetic analysis

The cDNAprepared from RNAextracted from unexposed Bora
and prepared for RT-qPCR analysis were used to amplify the
region overlapping between AAEL003286 and AAEL003317
by PCR. Forward primer was designed in the last exon (3aend)
of AAEL003286 (5a-GGGGGAGGTCGAAGAGAGTT-3a) and
the reverse primer was designed in the first exon (5aend) of
AAEL003317 (5a-AACAGTTGCAGGAAACCGGA-3a). The
PCR product was sequenced at Beckman Coulter Genomics
facilities. Its sequence was aligned with the cDNAsequence of
the two genes (AAEL003286 and AAEL003317) downloaded
from Vectorbase and used to generate a consensus sequence
of AAEL003286+AAEL003317 cDNA. Conserved features
(catalytic domains and sites) were identified in the consensus
sequence by searching against the Conserved Domains Data-
base (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Structure/cdd/wrpsb.cgi)

(Marchler-Bauer et al., 2011). This consensus sequence was
translated to protein sequence using the EXPASY TRANSLATE
tool (http://web.expasy.org/translate), and it was used in the
phylogenetic analysis together with the 10 otherALPs studied.
Protein sequences were aligned by CLUSTALW and the
phylogenetic tree was generated by using the neighbour-
joining method (Poisson substitution model; uniform substitu-
tion rate; gaps/missing data treatment: complete deletion)
implemented in MEGA 6.06 software (Tamura et al., 2013). A
bootstrap analysis of 2000 replicates was performed to assess
the robustness of the tree branches.

RT-qPCR

To further study the implication of ALPs in the response to Bti
Cry toxins, RT-qPCR targeting 11 ALP genes were performed
on susceptible and resistant larvae unexposed and exposed
to Bti and individual Cry toxins. Larvae from the susceptible
Bora-Bora strain were exposed to Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa
and unformulated Bti, whereas larvae from the resistant
strains (LR3Bti, LR4A, LR4B and LR11) were exposed to the
toxin used for their selection (e.g. Cry4Aa for LR4A). The
exposure dose was chosen to reach 50% of mortality for each
strain. For each condition, total RNA was extracted from three
biological replicates (40 larvae each) using Trizol reagent
according to the manufacturer’s protocol. First-strand cDNA
synthesis was obtained from 2 ag RNA using SUPERSCRIPT III
reverse transcriptase (Invitrogen) and oligo-dT20 primers as
previously described (Tetreau et al., 2012a).

RT-qPCR were performed following the Minimum Informa-
tion for publication of Quantitative real-time PCR Experi-
ments (MIQE) guidelines on an iQ5 system (Bio-Rad) using
the iQ SYBR Green supermix (Bio-Rad) according to manu-
facturer’s instructions (Bustin et al., 2009). Specific primers
were designed for each gene using primer-designing tool
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/) (Table S8).
Specificity of each primer pair was tested by a melt curve
analysis and by a BLAST search against the Vectorbase data-
base. mRNA expression of ALP genes was normalized using
ribosomal protein expression (RPS7 and RPL8) as house-
keeping genes using the aaCt method (Pfaffl, 2001). Statis-
tical significance of differential gene expression between
exposed and unexposed individuals from the same strain
was tested using a Mann–Whitney U test with the software R
version 3.0.1 (R Development Core Team, 2007). Three dif-
ferent comparisons were performed from RT-qPCR data (Fig.
S4). First, the ratio of constitutive ALP gene expression was
calculated by dividing the level of expression in the unex-
posed resistant strain by the one in the unexposed suscep-
tible strain. Second, the induction of ALP gene expression
upon toxin exposure was calculated by dividing the level of
expression in a strain exposed to its toxin of selection by the
same strain unexposed. Finally, the induction of ALP gene
expression associated with resistance was calculated by
dividing the level of expression in a resistant strain exposed
to its toxin of selection by the level in the susceptible strain
exposed to the same toxin. The induction of ALP gene
expression in exposed larvae (second comparison) was rep-
resented by a heatmap using the software GENE CLUSTER
version 3.0 coupled with TREEVIEW version 1.1.6r4 (http://
bonsai.hgc.jp/amdehoon/software/cluster/software.htm) (de
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Hoon et al., 2004). Hierarchical clustering analysis of the
strains and of the ALP genes based on their expression
profiles was performed (Pearson uncentred correlation;
average linkage).

Activity of ALPs and aminopeptidases

ALP and APN activities were measured using p-nitrophenyl
phosphate (Sigma Aldrich) and L-leucine-p-nitroanilide
(Sigma Aldrich) as substrates respectively (Tetreau et al.,
2012a; Lee et al., 2014). Five freshly prepared gut extracts
were ground with ALP buffer (100 mM Tris/HCl, pH 9.5,
100 mM NaCl, 5 mM MgCl2, 1.25 mM p-nitrophenyl phos-
phate) or with APN buffer (20 mM Tricine, pH 8.0, 0.4%
methanol, 0.005% bovine serum albumine (BSA), 0.18 mM
L-leucine-p-nitroanilide) in a final volume of 200 aL. ALP
activity was also monitored in the gut lumen; five freshly
extracted guts were added to ALP buffer, homogenized using
a vortex for 30 sec and centrifuged at 12 000 g for 10 min at
4°C. The supernatant, containing the secreted proteins from
the gut lumen, was used for measuring ALP activity. Protein
concentration was quantified by a Bradford assay using BSA
as the standard. Reaction mixtures were incubated at 30°C
and absorbance was measured every 10 sec during 10 min
at 405 nm. Proteolytic activities were expressed in nanomole
of product per minute per milligram of total protein (nanokatal,
nkat). Statistical difference between strains and exposure
condition was tested by a Wilcoxon test (n = 6) performed
using the software R version 3.0.1 (R Development Core
Team, 2007).

RNA interference (RNAi) assay

The cDNA prepared from RNA extracted from unexposed
susceptible larvae and prepared for RT-qPCR analysis were
used to amplify the selected ALP gene (AAEL003286+
AAEL003317). This ALP was chosen because it was dramati-
cally under-transcribed in LR4A upon exposure to Cry4Aa
(Fig. 4, Table 2) and because it was constitutively under-
transcribed in the LiTOX strain, an A. aegypti Bti-selected
strain exhibiting high level of resistance to Cry4Aa (Despres
et al., 2014b). The PCR was performed using specific oligo-
nucleotides flanked with T7 promoter that were designed using
E-RNAi tool (5a-T7- GTGTAGCCGAGTGTCCCATT -3aand
5a-T7- TTCAGAGGTTCAGAAGTCCAGA -3a) (Horn and
Boutros, 2010). As a control, DNA from bacteria containing a
plasmid with LacZ gene was extracted using plasmid DNA
miniprep kit (Invitrogen) and amplified by PCR using two T7
flanked primers designed as described above (5a-T7-
AGAATCCGACGGGTTGTTACT -3aand 5a-T7-AGACACCAC
GCTCATCGATAATTT -3a). The PCR products (ALP gene and
LacZ control) were purified using the PCR clean-up kit
(Invitrogen). In vitro transcription of PCR products was per-
formed with T7 RNA polymerase using HiScribe RNAi tran-
scription kit (New England Biolabs) as reported by the
manufacturer to obtain dsRNA. dsRNA was then purified by
precipitation with isopropanol and re-suspended in deionized
water.

Silencing of the ALP AAEL003286+AAEL003317 gene was
performed using the chitosan/dsRNA nanoparticle-mediated
RNA interference method described by Zhang and colleagues

(2015) with some modifications. Briefly, chitosan/dsRNA
nanoparticules were prepared by mixing together 32 ag of
dsRNA (or no dsRNA for the negative control) dissolved in
50 mM of sodium sulfate buffer with 100 mM sodium acetate
buffer containing 0.02% of chitosan. After a centrifugation at
13 000 g for 10 min, the pellet containing the nanoparticules
was mixed with 6 mg of food and 30 aL of pre-melted agarose
(2%). Once eggs hatched, 50 larval neonates from the sus-
ceptible Bora-Bora strain were fed each day with a quarter of
the mixture containing AAEL003286+AAEL003317 dsRNA,
LacZ dsRNA (dsRNA control) or no dsRNA (negative control)
for a total of 3 days. Three biological replicates were per-
formed for each condition, and for each, total RNA was
extracted from a pool of 40 larvae as previously described.
The level of AAEL003286+AAEL003317 gene expression
was measured by RT-qPCR (Table S8). To ensure that
AAEL003286+AAEL003317 was specifically inhibited, the
level of expression of three other ALPs phylogenetically close
to AAEL003286+AAEL003317 (AAEL003298, AAEL003313
and AAEL003905) was also measured and showed no sig-
nificant effect of AAEL003286+AAEL003317 dsRNA on their
expression (Fig. S9). Significant differences in gene expres-
sion were tested by a Wilcoxon test (n = 3) with the software
R version 3.0.1 (R Development Core Team, 2007). To evalu-
ate the effect of dsRNA ingestion on larval tolerance to
Cry4Aa a ‘diagnostic dose’ bioassay was performed consist-
ing in using one concentration of Cry4Aa (n = 11) chosen to
obtain 50% of mortality in the control. Significant differences in
larval mortality was tested by an ANOVA performed using the
software R version 3.0.1 (R Development Core Team, 2007).
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Table S1. Sequencing, filtering and read mapping statistics.
Table S2. List of all the 12 285 transcripts detected by RNA-
seq with RPKM > 0.5 in at least one condition. For each
gene, the accession number, P-value, expression level
changes, Vectorbase annotation and category are indicated.
An additional column indicates genes located in the lipid rafts
according to (Bayyareddy et al., 2012).
Table S3. List of the 439 genes significantly (P < 0.05) more
than twofold differentially transcribed in the Bora strain
exposed to Bti as compared with the unexposed Bora strain.

Genes are classified according to their putative function using
10 functional categories. For each transcript, accession
number, P-value, expression level changes, Vectorbase
annotation and supercontig are indicated.
Fig. S4. Schematic representation of the three comparisons
performed from RT-qPCR data. We sequentially compared
the constitutive expression of ALP genes between unexposed
resistant and susceptible larvae (F3 – Fig. 3 in the article;
blue), the induction of ALP gene expression upon toxin expo-
sure within each strain (F4 – Fig. 4 in the article; green) and
the magnitude of induction of ALP gene expression associ-
ated with the resistance phenotype (T2 – Table 2 in the
article; orange).
Table S5. LD50 and LD90 of the susceptible Bora-Bora and
the four resistant strains to the three Bti Cry toxins and to Bti.
Fig. S6. Alignment of cDNA sequences of AAEL003286 and
AAEL003317, as downloaded from Vectorbase on 10 July
2015, and of the amplicon obtained from the amplification of
a region overlapping the two genes. The consensus
sequence of the composite AAEL003286+AAEL003317 gene
is provided (full cDNA). Mismatches between the 3apart of
the AAEL003286 cDNA and the 5apart of the AAEL003317
are indicated as red nucleotides in the AAEL003286 cDNA
sequence. SNPs in the amplicon, amplified from the
A. aegypti Bora-Bora strain, as compared with the two cDNA
sequences from Vectorbase, which are from the A. aegypti
Liverpool strain, are indicated as blue nucleotides. The loca-
tion of the alkaline phosphatase catalytic domain (alkPPc;
cd00016) is indicated by two green arrows, the presence of
insertions in comparison with the reference catalytic domain
(cd00016) is indicated by a green line and the location of the
active sites by green boxes in the consensus sequence (full
cDNA).
Fig. S7. APN activity in the gut of the susceptible Bora
(hatched) and resistant strains LR3Bti (white), LR4A (light
grey), LR4B (dark grey) and LR11 (black) exposed to Bti, to
one of the three Cry toxins and/or not exposed (NE). No
significant difference was found between all conditions
(Wilcoxon test, P > 0.05, n = 5). Error: standard error.
Table S8. Primer pairs used for RT-qPCR analyses. For
each primer pair, sequence, corresponding gene name and
accession number, product length, Tm and optimal annealing
temperature used in PCR program are indicated. PCR effi-
ciency and different parameters of the calibration curves (R2,
slope and y-intercept) are also indicated according to the
MIQE guidelines (Bustin et al., 2009). Specificity of each
primer pair was first assessed by a BLAST analysis against
A. aegypti genome and then verified by performing a melt
curve analysis. A ‘YES’ is indicated when the Tm of the PCR
product was correct and when the primer pair matched to a
unique position in the A. aegypti genome.
Fig. S9. Expression of three ALP genes: (A) AAEL003298,
(B) AAEL003313 and (C) AAEL003905. RT-qPCR were per-
formed on larvae from the susceptible Bora-Bora strain
untreated (control, white) or fed with chitosan-encapsulated
LacZ dsRNA (grey) or with chitosan-encapsulated dsRNA
targeting the AAEL003286+AAEL003317 ALP gene (black).
No significant differences in ALP gene expression was
observed (Wilcoxon test, P > 0.05; n = 3). Error: standard
error.
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Chapitre 3 : Rôle de l’immunité dans 
la résistance au Bti et impact de la 
résistance sur la capacité vectorielle 

I. Le système immunitaire des insectes 

Le système immunitaire représente l’ensemble des mécanismes de défense de 

l'organisme pour lutter contre toute intrusion étrangère. Il existe deux types de 

défenses immunitaires: les défenses innées et acquises. Il a longtemps été considéré 

que les défenses des invertébrés étaient seulement innées et que l’immunité acquise 

(basée sur la capacité à reconnaitre un pathogène déjà rencontré) était la marque 

des organismes plus évolués (Hoffmann, 2003). Or, plusieurs études chez différents 

insectes ont montré qu’une pré-exposition à un pathogène induit une protection lors 

d’une seconde exposition (Moreau et al., 2012; Rodrigues et al., 2010). Ce 

phénomène de défense peut aussi être spécifique du pathogène rencontré la 

première fois (Roth et al., 2009; Sadd et Schmid-Hempel, 2006). Aussi, il a été 

montré que cette augmentation de tolérance à certains pathogènes pouvait être 

transmise à la descendance (López et al., 2014; Moreau et al., 2012), ce phénomène 

est appelé priming trans-générationnel d’immunité (TGIP). Bien que les invertébrés 

ne possèdent pas de « mémoire » basée, comme chez les vertébrés, sur des 

immunoglobulines, les études indiquent que les invertébrés possèdent une défense 

immunitaire acquise. Néanmoins, les mécanismes moléculaires mis en jeu sont 

encore mal compris (López et al., 2014; Moreau et al., 2012). 

Les insectes sont soumis à divers types d’infections dans la nature (champignons, 

bactéries, parasites et virus) qui peuvent être localisées sur l’ensemble de l’insecte 

(surface externe de l’insecte, intestin, système respiratoire, etc.). Dans cette étude, 

nous nous sommes focalisés sur la réponse immunitaire innée des insectes face à 

une infection bactérienne et virale par ingestion (Figure 19).  
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Figure 19 : Réponse immunitaire des insectes en particulier A. aegypti. AMP : peptides 
antimicrobiens ; ROS : espèces réactives de l’oxygène ; PRP : Protéine de reconnaissance des 
pathogènes 

 

A. Barrières contre l’infection 

Les insectes possèdent une variété de caractères morphologiques qui agissent 

comme barrière à l’infection des pathogènes (Lundgren et Jurat-Fuentes, 2012). 

Dans l’intestin, la première barrière rencontrée est la membrane péritrophique. La 

membrane péritrophique est une membrane semi-perméable non cellulaire qui 

recouvre la lumière intestinale et qui agit comme une barrière contre les abrasions 

physiques de la nourriture et l’invasion des bactéries et virus (Lehane, 1997). Les 

pathogènes peuvent envahir l’insecte via l’intestin (1) car ils sont assez petit pour 

passer à travers la membrane (e.g. certains virus), ou (2) car ils libèrent des 

composés chimiques ou protéiques qui tuent les cellules qui produisent la membrane 

(e.g. toxines de Bt) ou la dégradent chimiquement (Lundgren et Jurat-Fuentes, 

2012). Une fois cette première barrière contournée les pathogènes rencontrent alors 

les cellules épithéliales qui produisent une grande variété de peptides antimicrobiens 

(AMPs) et dérivés réactifs de l’oxygène (ROS) actifs contre les pathogènes (Buchon 

et al., 2014). Enfin, la dernière barrière est la lame basale. C’est une membrane non 

cellulaire localisée à la base des cellules épithéliales. Cette barrière est 

particulièrement restrictive pour les infections virales. Pour contourner cette barrière, 

les virus peuvent exprimer des gènes induisant le recyclage de cette lame ou encore 

produire des molécules (caspase ou fibroblaste) pour la dégrader (Passarelli, 2011). 
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B. Distinguer le soi du non soi 

La première étape dans la réponse immunitaire contre les pathogènes est de 

distinguer le soi du non soi (e.g. pathogène ou matériel abiotique) et du soi altéré 

(cellules mortes ou infectées) (Kanost et al., 2004; Yu et al., 2002). Pour cela, le 

système immunitaire tire avantage des molécules associées ou présentes sur les 

pathogènes (PAMPs) (Hoffmann, 1995). Ces molécules, qui peuvent être spécifiques 

de certaines classes de pathogènes (bactéries Gram positives ou négatives, virus, 

etc.) sont ensuite reconnues par des récepteurs (PRPs : protéines de 

reconnaissance des pathogènes) (Buchon et al., 2014; Strand, 2008) ou par des 

hémocytes (Figure 19) (Carton et al., 2008; Rodrigues et al., 2010).  

 

C. La réponse humorale  

Les peptides solubles et les lysozymes constituent la principale arme que les 

insectes développent durant la réponse immunitaire humorale face aux pathogènes. 

Ces peptides antimicrobiens (AMPs) sont impliqués dans les réponses locales et 

systémiques des insectes (Blair, 2011). L’importance des AMPs dans la réponse 

immunitaire est reflétée par le nombre de gènes codants pour ces protéines dans le 

génome des insectes (Tanaka et al., 2008). Au moins 3000 AMPs ont été identifiés 

dans le vivant et ces peptides sont classés selon leur spécificité pour une classe de 

pathogènes (champignons, bactéries, parasites et virus) (Bahar et Ren, 2013). 

La première réponse humorale rencontrée par les pathogènes ingérés est localisée 

dans les cellules intestinales. Lors d’une infection, les cellules épithéliales produisent 

des AMPs et des ROS qui combattent l’infection localement (Buchon et al., 2014). 

Ces réponses au niveau de l’intestin pourraient aussi permettre de conserver un 

équilibre dans le nombre de bactéries (non pathogènes) constituant la flore 

intestinale (Engel et Moran, 2013). Lorsque les pathogènes passent les barrières 

physiologiques de l’intestin, ils sont alors confrontés à une induction des AMPs 

produits dans les tissus adipeux et dans une moindre mesure dans des hémocytes 

circulant dans l’hémolymphe (Govind, 2008; Hoffmann, 1995; Lavine et Strand, 2002; 

Strand, 2008). Ces AMPs vont être sécrétés dans l’hémolymphe pour bloquer le 

développement des pathogènes (Hoffmann, 2003). 
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La production des AMPs est initiée par la reconnaissance des PAMPs (molécules 

associées à des groupes de pathogènes) par les PRPs. Plusieurs voies de 

signalisation sont impliquées dans cette réponse. Chez la drosophile, la voie de 

signalisation Toll est mobilisée dans les tissus adipeux et les hémocytes en réponse 

aux bactéries Gram positives et aux champignons quand la voie de signalisation Imd 

est mobilisée dans les cellules épithéliales, les tissus adipeux et les hémocytes, en 

réponse aux bactéries Gram négatives (Buchon et al., 2014; Govind, 2008). D’autres 

voies de signalisation comme les voies Jak-STAT et JNK peuvent aussi initier la 

défense immunitaire humorale (Brennan et Anderson, 2004).  

 

D. La réponse cellulaire 

La défense cellulaire implique plusieurs types d’hémocytes, chez A. aegypti on en 

dénombre trois types (Castillo et al., 2006) :  

 - Les prohémocytes, non différenciés, sont des cellules souches. Chez la 

drosophile, plusieurs gènes (Srp et Pvf2) ont été décrits comme initiant la production 

et la prolifération des prohémocytes (Carton et al., 2008; Strand, 2008). De même, 

plusieurs voies de signalisation (Toll, Jak/Stat, Kun kinase et Ras-mitogen) ont été 

montrées comme impliquées dans la prolifération et la différenciation des hémocytes 

(Carton et al., 2008; Strand, 2008). 

 - Les granulocytes, qui représentent environ 90% des hémocytes chez le 

moustique, ont une activité phagocytaire (Castillo et al., 2006). Durant la 

phagocytose, le pathogène est internalisé dans le phagosome de la cellule qui 

produit des dérivés réactifs de l’oxygène (ROS) et du nitrogène (RNS) qui sont 

toxiques pour le pathogène (Lavine et Strand, 2002). Ils peuvent aussi participer à la 

réponse humorale par la production d’AMPs (Govind, 2008) et à la nodulation 

(Brennan et Anderson, 2004) qui correspond à l’agrégation des hémocytes qui 

permettent le piégeage du pathogène (Lavine et Strand, 2002).  

 - Les œnocytes sont impliqués dans la production de phenoloxidases qui 

permettent la mélanisation (Lavine et Strand, 2002). La mélanisation est une série de 

réactions chimiques qui produit des pigments noirs autour du pathogène induisant 

son encapsulation et son asphyxie (Hillyer et Christensen, 2005).  



Le rôle de l’immunité dans la résistance 

94 
 

II. Implication de l’immunité dans la défense contre Bt et les toxines 

Cry 

Les toxines Cry produites par les différentes sous-espèces de Bt se fixent aux 

cellules épithéliales induisant la mort cellulaire par la formation de pores ou par une 

voie de signalisation de mort cellulaire (Bravo et al., 2011). La mort des cellules 

épithéliales peut alors compromettre l’intégrité de la membrane épithéliale et 

permettre aux bactéries d’infecter l’hémolymphe. À l’origine, le Bt était vu comme un 

pathogène provoquant la septicémie pour tuer les insectes, mais la mort peut être 

également provoquée chez les insectes se nourrissant seulement avec les toxines 

(Bravo et al., 2005). Il a été montré que l’élimination de la flore intestinale chez 

certaines espèces de lépidoptères par traitement antibiotique entrainait une 

diminution ou l’absence de toxicité d’une sous-espèce de Bt (Broderick et al., 2006; 

Broderick et al., 2009). Ces résultats suggèrent que la flore intestinale joue un rôle 

dans la toxicité du Bt. Néanmoins, d’autres travaux indiquent que cet effet est 

attribuable à l’exposition aux antibiotiques qui atténue la toxicité du Bt plus qu’à 

l’absence de bactéries de la flore intestinale (Frankenhuyzen et al., 2010; Raymond 

et al., 2010, 2009). La mortalité causée par le Bt semble causée principalement par 

la forte mortalité cellulaire provoquée par les toxines Cry et/ou par la septicémie due 

à l’invasion des différentes sous-espèces de Bt (Bravo et al., 2011). Pour répondre 

contre les attaques provoquées par les sous-espèces de Bt et les toxines Cry 

produites, il semble que les insectes mettent en jeu la réponse immunitaire humorale 

et cellulaire (Grizanova et al., 2014). 

A. La réparation de la membrane épithéliale 

La réparation de la membrane épithéliale après une blessure (comme le provoquent 

les toxines Cry par exemple) induit la réponse immunitaire humorale et cellulaire 

chez la drosophile (Figure 20) (Krautz et al., 2014). Le signal de la blessure attire les 

hémocytes (granulocytes et œnocytes), mais le mécanisme par lequel les hémocytes 

sont attirés est encore peu connu (Figure 20-1) (Rowley et Ratcliffe, 1978). La 

dégranulation (libération des molécules antimicrobiennes depuis des vésicules de 

sécrétion appelées granules) des granulocytes initie la formation d’un caillot « doux » 

de coagulation. Ensuite, l’éclatement des œnocytes libère les phenoloxidases (Figure 

20-2 et 3) (Galko et Krasnow, 2004). Les œnocytes et les granulocytes dégranulés 
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sont incorporés au caillot de coagulation et mélanisés par les phenoloxidases pour 

former le caillot « dur » (Figure 20-3)  (Galko et Krasnow, 2004). La membrane est 

ensuite reconstituée par la production de nouvelles cellules épithéliales entrainant la 

perte du caillot « dur » de coagulation (Figure 20-4), (Rowley et Ratcliffe, 1978). Il a 

aussi été démontré qu’une augmentation de la prolifération des cellules souches 

dans les tissus épithéliaux pouvait permettre de réparer les dommages causés par 

les toxines Cry (Buchon et al., 2010). Ainsi, pour éviter l’altération de la membrane 

épithéliale, une augmentation de la régénération des cellules intestinales chez une 

souche d’H. virescens, résistante à Cry1Ac, a été observée (Castagnola, 2011). Ce 

mécanisme pourrait contribuer à la résistance aux toxines Cry chez les insectes 

(Castagnola, 2011).  

 

Figure 20 : Différentes étapes de la réparation d’une blessure. Figure reprise de (Engel et Moran, 
2013)). 

B. L’activation de la réponse immunitaire 

Le rôle du système immunitaire dans la tolérance au Bt, a été mis en évidence par 

l’ajout d’immunosuppresseurs qui rendait les lépidoptères Spodoptera exigua et Pl. 

xylostella plus sensibles au Bt (Kwon et Kim, 2008, 2007). Aussi, l’inhibition d’un 

AMP (gloverine) ayant une activité spécifique contre les bactéries Gram positives 

provoque une sensibilité accrue au Bt chez S. exigua (Hwang et Kim, 2011). 

Plusieurs études, ont mis en évidence une augmentation de la transcription des 
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gènes codants pour des AMPs ou de leur activité après exposition à une toxine Cry 

ou à un mix de spores et toxines chez plusieurs espèces de lépidoptères et de 

coléoptères (Behrens et al., 2014; Bel et al., 2013; Crava et al., 2015; Grizanova et 

al., 2014; Hernández-Martínez et al., 2010; Rodríguez-Cabrera et al., 2008; Yao et 

al., 2014). Ces résultats montrent que la transcription des AMPs peut être induite 

uniquement avec les toxines Cry, suggérant que la réponse immunitaire est initiée 

par l’infection de l’ensemble de l’organisme par des bactéries de la flore microbienne 

intestinale provoquée par les dommages causés par les toxines (Crava et al., 2015). 

Concernant les phenoloxidases, on ne retrouve pas de réponse universelle chez les 

insectes face à une exposition aux toxines du Bt ou un mix de spores et de toxines. 

Plusieurs études montrent une activité phénoloxidase inchangée ou diminuée chez 

respectivement S. exigua et Trichoplusia ni après exposition (Crava et al., 2015; 

Ericsson et al., 2009) quand d’autres études montrent une augmentation de l’activité 

chez P. interpunctella et Galleria mellonella (Valadez-Lira et al., 2012; Grizanova et 

al., 2014). Cette réponse pourrait donc être différente selon les espèces. Aussi, une 

étude montre une activité plus importante chez P. interpunctella exposée au Biobit 

(mix de toxines Cry1A et Cry2A) au stade 2 lorsqu’aucune réponse n’est observée au 

stade 4. Cette réponse pourrait donc aussi être différente selon le stade larvaire 

(Valadez-Lira et al., 2012). Enfin, une corrélation a été observée entre la tolérance 

au Bt chez Ephestia kuehniella et son activité phénoloxidase (Rahman et al., 2004). 

De plus, les larves sélectionnées avec le Bt montrent une activité constitutive des 

phénoloxidases plus importante que les larves sensibles, suggérant une implication 

des phénoloxidases dans la résistance au Bt chez cette espèce (Rahman et al., 

2004). 

L’exposition aux toxines Cry ou au mix de spores et toxines induit une diminution du 

nombre d’hémocytes chez plusieurs espèces de lépidoptères et une espèce de 

coléoptère (Broderick et al., 2010; El-Aziz et Awad, 2010; Ericsson et al., 2009; 

Grizanova et al., 2014; Manachini et al., 2011). Chez G. mellonella, une diminution 

du nombre d’hémocytes circulant dans l’hémolymphe après 3 jours d’exposition au Bt 

(dose tuant 15% de la population) a été observée alors que la proportion 

d’hémocytes ayant phagocyté augmentait après 3 jours d’exposition (Grizanova et 

al., 2014).  
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III. Implication de l’immunité dans la défense contre les arbovirus 

chez Aedes 

Les arbovirus sont des pathogènes intracellulaires qui exploitent la machinerie 

cellulaire de l’hôte pour se répliquer (Sim et al., 2014). Plusieurs mécanismes de 

défense contre les infections par les arbovirus ont été décrits chez le moustique (Sim 

et al., 2014). 

A. Le rôle des voies de signalisation 

La voie de signalisation Toll a été montrée comme ayant un rôle dans la défense 

contre les arbovirus (Sim et al., 2014). En effet, la voie de signalisation Toll contrôle 

la réplication de la dengue (DENV) dans l’intestin des insectes dans les trois jours 

post-infection. Cette voie de signalisation est active contre tous sérotypes de la 

DENV (Xi et al., 2008). L’activation de l’expression de cécropines et défensines 

(AMPs) par cette voie de signalisation permettrait de limiter la réplication du virus 

(Pan et al., 2012). Le rôle de la voie de signalisation Imd est plus controversé, 

l’inhibition de l’expression du gène caspar par RNAi, provoquant l’activation de cette 

voie de signalisation, n’ayant pas d’effets sur la charge virale observée dans l’intestin 

(Xi et al., 2008). En revanche l’inhibition de cette voie de signalisation chez une 

souche d’A. aegypti moins sensible au virus de la DENV augmente la charge virale 

de l’insecte dans l’intestin (Sim et al., 2013).  

Les voies de signalisation de l’ARN interférant (RNAi) ne sont pas stimulées en 

réponse à des infections virales : elles semblent utiliser les enzymes exprimées 

constitutivement dans le cytoplasme (Luplertlop et al., 2011). Les mécanismes de 

RNAi semblent être la principale défense contre les infections d’arbovirus (Blair, 

2011). Ils ont été impliqués dans la défense contre la DENV et le CHIKV chez A. 

aegypti (Hess et al., 2011; Morazzani et al., 2012; Scott et al., 2010). Plusieurs 

mécanismes de RNAi existent mais le siRNA (petit ARN interférents) est celui qui est 

le mieux caractérisé (Figure 21). Ce mécanisme est initié lorsque les doubles brins 

d’ARN (dsRNA) provenant du virus sont reconnus et clivés en siRNA par une 

enzyme (Dicer-2). Celle-ci clive l'ARN double brin toutes les 21 à 25 paires de bases. 

Dicer transfère alors les siRNA à un gros complexe multiprotéique, le complexe RISC 

(RNA-induced silencing complex). Un des brins du siRNA, dit passager, est éliminé 

tandis que l'autre, dit guide, dirige le complexe RISC vers les ARNm possédant une 
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séquence complémentaire au brin guide. Si la complémentarité entre le sIRNA et 

l'ARNm cible est parfaite, le complexe RISC clive l'ARNm cible qui est alors dégradé 

et n'est donc plus traduit en protéine. 

 

Figure 21 : résumé des étapes du RNAi. Schéma repris et modifié de (Goic et al., 2013). 

IV. Contexte de l’étude  

Nous avons observé avec l’étude du transcriptome (par RNA-seq) d’une souche 

sélectionnée au Bti (LiTOX) et de trois souches sélectionnées à trois classes 

d’insecticides chimiques (pyrethroide, néonicotinoide et carbamate) une sur-

représentation des gènes impliqués dans la réponse immunitaire parmi les gènes 

sous-transcrits (Article 4). Nous avons proposé que la baisse de l’immunité d’A. 

aegypti puisse être un ajustement permettant de compenser les coûts métaboliques 

liés à la résistance aux insecticides. Une telle diminution de l’immunité a également 

été observée chez une souche de T. ni résistante au Btk (mix de toxines Cry1A et 

Cry2A) (Ericsson et al., 2009). Parmi les gènes sous-transcrits chez la souche 

LiTOX, on trouve une majorité d’AMPs (défensines et cécropines) impliquées dans la 

réponse contre les bactéries Gram positives ou Gram négatives (Hoffmann, 1995). 

Ce résultat est surprenant, sachant que les différentes souches d’insectes sensibles, 

exposées aux toxines ou au mix de spores et toxines, présentent généralement une 

augmentation de la transcription ou de l’activité des AMPs (Behrens et al., 2014; Bel 

et al., 2013; Crava et al., 2015; Grizanova et al., 2014; Hernández-Martínez et al., 

2010; Rodríguez-Cabrera et al., 2008; Yao et al., 2014). Le but de cette étude est 
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donc de comparer certains acteurs de la réponse immunitaire (AMPs, 

phenoloxidase…) des souches sélectionnées à Cry4Aa (LR4A) et au Bti (LR3Bti) 

avec la souche sensible. Considérant que la réponse immunitaire est fortement 

induite par des pathogènes et que les souches résistantes et sensible semblent avoir 

des réponses différentes à l’exposition aux Bti (Chapitre 2), nous avons caractérisé la 

réponse immunitaire induite et constitutive chez ces souches pour évaluer leur rôle 

dans la tolérance et la résistance. 

Plus récemment, il a été montré que l’exposition aux insecticides chimiques chez An. 

gambiae réduisait la prévalence (nombre de cas de maladie dans la population) de 

Plasmodium falciparum (parasite qui cause le paludisme) (Alout et al., 2013). En 

revanche, il semble que la résistance aux insecticides chimiques provoquée par des 

mutations de cible Ace1 et kdr chez An. gambiae augmente la prévalence de P. 

falciparum (Alout et al., 2014). Aucune étude n’a été effectuée sur l’effet de 

l’exposition des larves au Bti et sur les effets de la résistance aux toxines du Bti sur 

la compétence vectorielle d’A. aegypti. Dans cette étude, nous avons étudié les 

effets de la résistance et de l’exposition au Bti. 

V. Article 4 

Laurence Després, Renaud Stalinski, Frédéric Faucon, Vincent Navratil, Alain 
Viari, Margot Paris, Guillaume Tetreau, Rodolphe Poupardin, Muhammad Asam 
Riaz, Aurélie Bonin, Stéphane Reynaud, Jean-Philippe David  

Chemical and biological insecticides select distinct gene expression patterns in 

Aedes aegypti mosquito. 

Biology letters 10(12) (2014) 

Contribution : Dans cette étude j’ai participé à l’analyse des données RNA-seq et 

réalisé les bioessais. 
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Worldwide evolution of mosquito resistance to chemical insecticides rep-
resents a major challenge for public health, and the future of vector control 
largely relies on the development of biological insecticides that can be used 
in combination with chemicals (integrated management), with the expectation 
that populations already resistant to chemicals will not become readily resist-
ant to biological insecticides. However, little is known about the metabolic 
pathways affected by selection with chemical or biological insecticides. Here 
we show that Aedes aegypti, a laboratory mosquito strain selected with a bio-
logical insecticide (Bacillus thuringiensis israelensis, Bti) evolved increased 
transcription of many genes coding for endopeptidases while most genes 
coding for detoxification enzymes were under-expressed. By contrast, in 
strains selected with chemicals, genes encoding detoxification enzymes were 
mostly over-expressed. In all the resistant strains, genes involved in immune 
response were under-transcribed, suggesting that basal immunity might be 
a general adjustment variable to compensate metabolic costs caused by insec-
ticide selection. Bioassays generally showed no evidence for an increased 
susceptibility of selected strains towards the other insecticide type, and all 
chemical-resistant strains were as susceptible to Bti as the unselected parent 
strain, which is a good premise for sustainable integrated management of 
mosquito populations resistant to chemicals.

1. Introduction
The massive use of chemical insecticides against mosquitoes has led to the evolution 
and spread of resistance to all known families of chemical insecticides. Nowadays, 
mosquito control is progressively shifting from a chemical-only to an integrated 
control strategy, involving the combination of biological insecticides against 
larvae and chemical insecticides mostly against adults [1]. The sustainability of 
such strategy relies on the supposedly different mechanisms underlying resistance 
to chemical and to biological insecticides, and on the premise that mosquitoes 
will not be able to simultaneously evolve resistance to both insecticides (cross-
resistance). The rationale of using a combination of biological and chemical 
insecticides is that genes and metabolic pathways involved in the adaptive response 
to chemicals differ from those involved in response to a biological insecticide. In the 
present report, we tested this assumption by selecting a laboratory strain of the 
yellow fever mosquito Aedes aegypti with a biological insecticide or with one of 
three chemical insecticides for several generations (electronic supplementary

& 2014 The Author(s) Published by the Royal Society. All rights reserved.
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Figure 1. (a) Number of genes down (red) or up (green) differentially transcribed in each insecticide-selected strain, and (b) between-group analysis (BGA) based 
on log2 transcription ratios (as compared to the average between the two Bora-Bora replicates) for each library. Simultaneous plots of the gene (large dots) and 
library (small dots) points on the first two axes of the BGA. Library points associated to the same strain are joined by line and labelled accordingly. Genes differ-

entially expressed (up or down) in LiTOX strain are in green, genes differentially expressed in at least one of the chemical-selected strain are in red. Genes not 
differentially expressed are in grey.

material, table S1), and we compared their transcriptomic pro-
files. To our knowledge, this is the first time that the difference 
between adaptation to chemical and biological insecticides 
has been investigated at the whole transcriptome level. Our 
approach is innovative as it gives a global view of how distinct 
functional groups of genes are affected by different challenges. 
We further tested cross-resistance profiles by exposing two 
chemical-resistant strains to Bacillus thuringiensis israelensis 
(Bti), and three strains resistant to Bti-toxins to permethrin, 
propoxur and imidacloprid.

2. Material and methods
Seven A. aegypti strains were selected from the parent Bora-Bora 
strain susceptible to all insecticides. Three strains (Perm-R, 
Imida-R and Propo-R) were selected with three insecticides, each 
representative of one main class of insecticide currently in use: per-
methrin (pyrethroid), imidacloprid (neonicotinoid), propoxur 
(carbamate) [2], and four strains (LiTOX, LR4A, LR4B, LR11) 
were selected, respectively, using field-collected leaf litters contain-
ing persistent Bti, and with the three main toxins produced by Bti: 
Cry4Aa, Cry4Ba and Cry11Aa [3,4] (electronic supplementary 
material, table S1). Each line was selected independently from the 
susceptible Bora-Bora strain [2– 4], resulting in three replicates for  
the chemical-resistant lines and four replicates for the Bt-resistant 
lines, all sharing a common genetic background and bred in the 
same standard insectarium conditions. Although all significant, 
the resistance ratios obtained after 11– 26 generations of selection 
were moderate, especially for chemical-selected strains, which 
suggests metabolic resistance rather than target-site resistance. 
For RNAseq, five strains were analysed: the parent Bora-Bora 
strain, the three chemical-selected strains and the LiTOX strain. 
For each strain, total RNA was extracted from 180 pooled larvae, 
and two distinct cDNA libraries were constructed and sequenced. 
The TopHat program was applied to align the short reads (unique 
mapping) to AaegL2.1 reference genome. HTSeq software was

used to compute the number of reads overlapping Vectorbase 
gene features, and genes with more than 20 reads in at least one 
library were retained for further analysis. The Bioconductor pack-
age DESeq was used to normalize read count and test for  
differential expression between strains (false discovery rate ,
0.01). For each resistant strain and each differential expression 
state, significantly enriched gene ontology (GO) terms were deter-
mined using a hypergeometric test with a (one-tailed) p , 0.005. To 
test for cross-resistance between insecticides, bioassays were per-
formed on third instar larvae using Bti on Perm-R and Imida-R 
strains, and using permethrin, propoxur and imidacloprid on 
LR4A, LR4B and LR11 strains. Bioassays have been performed 
on pools of 20 larvae in 50 ml tap water (WHO protocol), using 
a diagnostic dose determined empirically for each insecticide in 
order to kill half of the susceptible reference strain. For each insec-
ticide, a strain effect was tested on the number of dead larvae after
24 h (18 replicates per strain, Kruskal –Wallis test) followed by 
Mann – Whitney pairwise comparisons with Bonferroni correction 
for multiple tests.

3. Results and discussion
A total of 12 116 of the 15 784 A. aegypti genes were detected  
(76.8%), among which 1196 were differently transcribed in at 
least one selected strain (electronic supplementary material, 
table S2). The LiTOX strain exhibited the most specific response 
(figure 1a) and was clearly separated from the chemical-
selected strains (figure 1b), indicating that biological and 
chemical insecticides select for altered transcription of different 
sets of genes. Our aim in this paper was not to go down to the 
precise gene involved in each resistance type, but to evaluate 
differences in the overall pattern of expression of the main 
metabolic pathways selected with biological versus chemical 
insecticides. Selecting with Bti resulted in an overall increased 
expression of genes involved in endopeptidase activity while 
genes involved in detoxification were mostly under-transcribed
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(table 1; electronic supplementary material, table S3). By con-
trast, in chemically selected strains, detoxification enzymes
were mostly over-expressed, with no alteration of endopepti-
dase gene transcription (figure 2). The increased expression
of detoxification enzymes in mosquitoes resistant to chemicals
has been validated by biochemical tests in the Imida-R
laboratory strain [5] and also on organophosphate- and pyre-
throid-resistant field populations [6]. The toxins produced by

Bti are large proteins, while chemical insecticides are small
lipophilic molecules, and their degradation involves different
metabolic pathways. Bacillus thuringiensis toxins are degraded
by endopeptidases [7,8], whilechemical insecticidesareusually
metabolized by detoxification enzymes such as cytochrome
P450 monooxygenases, esterases, glutathione S-transferases
and glucosyl-transferases [5,9]. The finding of increased tran-
scription for many genes coding for endopeptidases in the

Table 1. Summary of GOterms enriched in lists of genes significantly downregulated or upregulated in each selected strain. Formatting for GOterms
corresponds to immunity process (italics), detoxification process (bold), chitin/cuticle metabolism (bold italics) and endopeptidase activity (underline). See
electronicsupplementary material, tableS3for moredetails.

strain insecticide (family) downregulated upregulated

Perm-R Permethrin (pyrethroid) structural constituent of cuticle;
innateimmuneresponse;
defenseresponsetobacterium

alkaline phosphatase activity

Imida-R Imidacloprid (neonicotinoid) innateimmuneresponse;
defenseresponsetobacterium

chitin binding and metabolicprocess;
structural constituent of cuticle;
haeme binding;
oxidoreductase activity

Propo-R Propoxur (carbamate) innateimmuneresponse;
defenseresponsetobacterium

structural constituent of cuticle;
monooxygenase activity;
haeme binding;
electron carrier activity;
oxidation reduction

LiTOX Bti (bacterio-insecticide) monooxygenase activity;
oxydation reduction;
haeme binding

structural constituent of cuticle;
chitin binding and metabolicprocess;
serine-typeendopeptidaseactivity

detoxification enzymes
Bti Imida Perm Propo

immunity
Bti Imida Perm Propo

endopeptidases

Bti

log2-fold change

–3 0 3

Imida Perm Propo

Figure 2. Representation of genes significantly differentially transcribed in at least one selected strain for three biological categories of genes: ‘Detoxification
enzymes’, ‘Immunity’ and ‘Endopeptidases’. The colour scale correspondsto log2 transcription ratio as compared to the susceptible strain. Significant values in
electronicsupplementary material, tableS2.
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Table 2. Fold change of differently transcribed immune ge nes in selected strains compared with control.

normalized read counts per strain fold change compared with controla

Vectorbase ID name description Bora-Bora LiTOX Imida-R Perm-R Propo-R LiTOX Imida-R Perm-R Propo-R

humoral response

anti-microbial peptides

AAEL000611 CECE Cecropin 114.3 43.3 8.3 13.2 14.1 - 2.6 - 13.8 - 8.7 - 8.1

AAEL000621 CECN Cecropin 79.9 37.6 20.5 17.2 14.5 - 2.1 - 3.9 - 4.6 - 5.5

AAEL000627 CECA Cecropin 20.88 3.23 0.00 0.00 0.44 - 6.5 - Inf - Inf - 47.5

AAEL004223 CECB Cecropin 37.5 3.6 51.5 39.3 31.2 - 10.4 1.4 1.0 - 1.2

AAEL015515 CECG Cecropin 19.5 2.3 0.5 2.2 1.5 - 8.7 - 41.3 - 8.8 - 13.4

AAEL003857 DEFD Defensin 280.9 85.0 15.4 92.4 16.7 - 3.3 - 18.3 - 3.0 - 16.8

AAEL003841 DEFA Defensin 138.4 34.4 22.9 51.0 23.6 - 4.0 - 6.1 - 2.7 - 5.9

AAEL004522 GAM1 Gambicin 45.0 12.9 16.8 58.9 27.3 - 3.5 - 2.7 1.3 - 1.7

AAEL018349 Cecropin 20.9 7.8 1.8 9.9 1.0 - 2.7 - 11.8 - 2.1 - 20.5

toll pathway

AAEL007613 TOLL1A Toll-like receptor 238.2 329.2 477.4 322.0 278.8 1.4 2.0 1.4 1.2

AAEL007619 TOLL5A Toll-like receptor 2515.8 1075.2 1319.7 1782.5 1856.1 - 2.3 - 1.9 2 1.4 - 1.4 

cellular response

recognition

AAEL014755 tep2 1275.2 454.5 1041.7 1321.2 1188.8 - 2.8 - 1.2 1.0 - 1.1 

melanization

AAEL013499 PPO2 Prophenoloxydase 1005.5 1507.6 1914.5 1041.7 1257.2 1.5 1.9 1.0 1.3

AAEL015116 Prophenoloxydase 289.7 52.2 446.0 649.0 402.3 - 5.5 1.5 2.2 1.4

a
Values in bold character: FDR 0.01; - Inf: no reads were detected in the selected strain.
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LiTOX strain is in line with a previous work showing a global 
increase in proteolytic activities in the midgut of LiTOX larvae 
[10]. The fact that most detoxification enzymes were under-
transcribed in the LiTOX strain, together with an increase in 
endopeptidase activity, suggests that there might be metabolic 
costs to constitutively produce these two types of enzymes 
simultaneously. In agreement with a resource-based metabolic 
trade-off associated with Bti resistance, high fitness costs 
were measured in the LiTOX strain in all life-stages (longer 
developmental time, lower fecundity and egg survival [11]).

Our data also revealed an under-transcription of genes 
related to immunity in all selected strains (table 2; figure 2). 
Immune response was shown to involve both physiological 
and evolutionary costs [12], and the under-transcription of 
immune genes in chemical-resistant strains could reflect a re-
investment from immunity toward detoxification pathways in 
the absence of bacterial challenge in laboratory conditions. 
More surprisingly, we observed the same trend in the LiTOX 
strain, which was exposed in each generation to a Gram-
positive bacterium. Bacillus thuringiensis toxins and spores are 
ingested by insect larvae, but it is not clear whether the action 
of toxins alone (disruption of the gut epithelium) is sufficient 
for mortality to occur, or if germination of spores in larval 
haemolymph is required [13]. In our dataset, two prophenolox-
ydases (PPO, involved in melanization) and four genes coding 
for anti-microbial peptides were significantly under-transcribed 
in the LiTOX strain (table 2), and none were over-transcribed. In 
line with this, the basal immunity of a Bt-resistant cabbage 
looper line was shown to be lower than its susceptible counter-
part [14], and we also observed a lower basal immunity in 
strains selected with Bti-toxins as compared with the susceptible 
strain (data not shown). This suggests that the depressed immu-
nity observed in Bt-resistant insects is explained by the high cost 
of expression of immune genes.

The under-expression of genes involved in detoxifying 
activities observed in the LiTOX strain suggested that Bt-
resistant strains might be more susceptible to chemical insecti-
cides than the control strain. However, bioassays revealed that 
the strains selected with Bti-toxins show a mixed picture with 
respect to insecticide susceptibility. Although strains resistant 
to Bti-toxins were generally as susceptible as the reference 
strain to chemicals, one strain exhibited an increased suscepti-
bility to one chemical (LR4B to propoxur), while two others 
had an increased tolerance to two chemicals (LR4A and LR11 
to permethrin ( pyrethroid) and LR4A to imidacloprid; electronic 
supplementary material, figure S1). Cross-resistance between 
the pyrethroid deltamethrin and B. thuringiensis Cry1Ac toxin 
was reported in the diamondback moth (Plutella xylostella), 
suggesting a common resistance mechanism to these two insec-
ticides [15]. The toxicity of Cry1Ac and deltamethrin against the 
respective resistant lines was significantly increased by an inhibi-
tor of insect esterases, but such synergism was not observed in

the unselected line, suggesting that selected and induced 5
responses to insecticide exposure rely on different mechanisms. 
A recent study revealed that UV-exposed mosquitoes (Bora-Bora 
strain) exhibited higher levels of detoxification activities and 
were more tolerant to chemical insecticides, but more suscep-
tible to Bti-toxins [16], suggesting an immediate metabolic 
compensation between detoxifying activity and Bti resistance 
in the susceptible strain. However, in this study, Bti-selected 
strains were not more susceptible to chemical insecticides than 
the control strain, again suggesting that long-term evolutionary 
compensation and short-term metabolic response to insecticide 
exposure can involve distinct mechanisms. This might partly 
explain the variability of outcomes observed with each combi-
nation of selected strain and chemicals. Furthermore, a fraction 
of detoxification enzymes usually contribute to a given chemical 
degradation [2,5], while others have endogenous functions 
potentially interacting with Bti-toxins tolerance. In addition, 
other protein families are probably involved in resistance to 
chemicals such as transporters, cuticle proteins and receptors 
[2] and may have been impacted by Bti selection. All the chemi-
cal-selected strains were as susceptible as the parent strain to Bti 
(electronic supplementary material, figure S1). This is in line 
with a lack of resistance (but no higher susceptibility) to Bti 
observed in field populations of A. aegypti highly resistant to 
chemical insecticides [17]. Furthermore, our result can be 
extended to a broader range of mosquito species and bioinsecti-
cides as under-transcription of detoxification enzymes together 
with lack of cross-resistance were observed in pyrethroid-
resistant Anopheles strains infected with Beauvaria bassiana, an 
entomopathogenic fungus producing a cocktail of toxins [18]. 
This is a good premise for the use of biological agents against 
chemical-resistant field mosquito populations. Because we 
have generated only one selected line per insecticide, we 
cannot determine whether or not the transcriptional patterns 
observed reflect inherent random variation or the variation 
caused by our selection regimes, although they are consistent 
with data obtained from other laboratories [6,9,14,15,18]. To 
better understand the interplay between immunity, basal 
and induced detoxification activities, and response to a bio-
logical agent, future work should explore the immune and 
resistance status of target mosquito populations together with 
induced responses prior to introduction of a new bioinsecticide 
in integrated vector management.

Data accessibility. RNAseq data are available at EBI/SRA/A r rayExpress
(accession number E-MTAB-1635).
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VI. Etude 1: Rôle de la réponse immunitaire dans la résistance et 

réponse immunitaire après exposition au Bti 

Les résultats présentés dans cette étude sont en partie issus de deux stages 

effectués par Marie Collet (stagiaire de Master 2 à l’ENS) et Lucie Contamin 

(Stagiaire de M1 BEE). 

A. Matériel et méthodes  

1. Souches de moustiques  

Trois souches ont été utilisées dans cette étude. La souche sensible (Bora) et les 

souches sélectionnées à Cry4Aa (LR4A) à la génération 29 et au Bti (LR3Bti) à la 

génération 10. Tous les niveaux de résistance des souches ont été présentés 

précédemment (pages 50-51, Chapitre 1). LR4A est résistante plus de 10.000 fois à 

Cry4Aa et 1.8 fois au Bti, alors que LR3Bti est résistante entre 8 et 14 fois aux 

toxines séparées du Bti (Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa) et 1.4 fois au Bti. 

1. Mortalité en fonction du temps 

Un lot de 100 larves de la souche sensible est exposé au Bti pour obtenir 50% de 

mortalité (LC50) en 24 h. Le nombre de larves mortes est mesuré à 1.25, 3, 6, 8, 27, 

30, 48 et 51 h nous permettant de calculer le pourcentage de mortalité en fonction du 

temps. Dans les premières 24 h, les larves mortes sont retirées pour éviter un effet 

du recyclage du Bti. Après 24 h les larves sont individualisées dans des gobelets (10 

mL d’eau du robinet) pour stopper l’exposition au Bti et éviter une exposition au Bti 

due à un recyclage dans une autre larve. 

2. Elevage et extraction de l’hémolymphe  

Les moustiques sont élevés en condition standardisées, 27°C (+/-1°C), haute 

humidité et un cycle jour/nuit de 14h/10h. Les larves ont été élevées en conditions 

standardisées, avec 1000 œufs par bac contenant 2,5 litres d’eau du robinet, 1 

gramme de nourriture pendant 4 jours. 100 larves de stade 3 sont ensuite placées 

dans des cristallisoirs contenant 30mg de nourriture. Les larves sont exposées au Bti 

(toxines et spores) avec une dose (65.1 µg.mL-1 de spores cristaux pour Bora et 97.7 

µg.mL-1 pour LR4A et LR3Bti) permettant d’atteindre la LC20 dans chacune des 
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souches. Les larves « contrôle » sont élevées dans les mêmes conditions sans ajout 

de Bti. Après 24 h d’exposition, les larves de stade 4 sont rincées à l’eau puis 

utilisées pour les expérimentations. La récupération de l’hémolymphe se fait en 

perforant la cuticule de la larve à l’aide d’une aiguille. 10 larves ainsi blessées sont 

placées dans un tube puis centrifugées brièvement. L’hémolymphe est ensuite 

récupéré par lavage du culot avec 10 µL de milieu Schneider (Sigma Aldrich, milieu 

pour culture de cellules d’insectes). 

3. Comptage des hémocytes 

L’hémolymphe provenant de 20 larves exposées ou non au Bti est collectée, 3 

réplicas biologiques sont effectués par condition (chaque souche exposée ou non au 

Bti). Les 20 µL d’hémolymphe sont ensuite mélangés à 7.5 µL de bleu de trypan afin 

de colorer les cellules. La solution est ensuite placée sur une cellule de Malassez 

pour effectuer le comptage des hémocytes. Les différences de nombre d’hémocytes 

sont testées à l’aide d’un test de Mann-Whitney réalisé avec le logiciel R 3.2.1 (R, 

2007). 

4. Activité des phénoloxidases  

L’hémolymphe provenant de 10 larves exposées ou non au Bti est collectée, 5 

réplicas biologiques sont effectués par condition. L’hémolymphe collectée est 

conservée à -20°C avant son utilisation pour conserver l’intégrité des protéines. Pour 

s’affranchir de l’activité des hémocytes, l’hémolymphe est resuspendue dans 30 µL 

de milieu Schneider et centrifugée à 5000 g à 4°C pendant 5 min. 25 µL de chaque 

échantillon est supplémenté de à 135 µL d’H2O et 20 µL de L-Dopa (3,4-dihydroxy-L-

phenylanaline : substrat des phénoloxidases) à 15 mM. L’absorbance est ensuite 

mesurée toute les 10 sec à 490 nm à 30°C (Varioskan, Flash Multimode Reader, 

Thermo Scinetific). La quantité totale de protéines dans les échantillons 

d’hémolymphe est déterminée par la méthode de Bradford (Bradford, 1976), en 

utilisant la BSA comme standard. L’activité phénoloxidase est exprimée en nombre 

de nmol de produit formé par min par µg de protéines (nanoKatal-nKat). Les 

différences d’activités sont testées à l’aide d’un test de Mann-Whitney réalisé avec le 

logiciel R 3.2.1 (R, 2007). 
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5. Activité des lysozymes  

L’hémolymphe provenant de 5 larves exposées ou non au Bti est collectée. 10 

réplicas biologiques sont effectués par condition. L’hémolymphe est resupendue 

dans 10 µL de milieu Schneider et centrifugée à 5000g à 4°C pendant 5 min pour 

éliminer les hémocytes. L’activité antibactérienne est déterminée par une zone 

d’inhibition comme décrit par (Wojda et al., 2004). Les boîtes de Petri, utilisées pour 

mesurer l’activité lysozyme des échantillons d’hémolymphe, contiennent de l’agarose 

à 1.5% à osmolarité physiologique (NaCl 0.9%) mélangé avec 4mg.mL-1 de poudre 

de Micrococcus luteus (bactérie Gram positive). Des trous de 1mm de diamètre sont 

faits dans l’agar dans lesquels on ajoute 5 µL de l’échantillon. Les boites sont 

incubées à 28°C pendant 18 h. L’activité lysozyme est déterminée en mesurant la 

zone de digestion des peptidoglycanes de M. luteus. L’activité lysozyme est 

quantifiée avec une courbe standard réalisée avec de l’EWL (lysozyme d’œuf de 

poule, Sigma Aldrich), comme décrit par (Mohrig et Messner, 1968) et exprimé en 

EWL équivalent (mg.mL-1). Les différences d’activité sont testées à l’aide d’un test de 

Mann-Whitney réalisé avec le logiciel R 3.2.1 (R, 2007). 

6. Mesure de la prolifération bactérienne 

Les larves de stade 3 larves sont exposées au Bti (toxines et spores) pendant 24 h 

avec une dose (151.9 µg.mL-1 de spores cristaux pour Bora et 216.2 µg.mL-1 pour 

LR4A et LR3Bti) permettant d’atteindre la LC50 dans chacune des souches. Après 24 

h, 15 larves de stade 4 exposées au Bti et 5 larves témoins non exposées au Bti, par 

souche, sont broyées dans 200 µL de PBS (tampon phosphate). Le broyat ainsi 

récupéré, est ensuite divisé en deux pour effectuer sur l’un des deux échantillons un 

choc thermique (60 min à 80°C) permettant de tuer toutes les bactéries végétatives 

(Bti et bactéries intestinales). Les échantillons sont ensuite étalés sur boîte de Petri 

(contenant du nutrient agar; Sigma Aldrich) puis les boîtes sont placées à 30°C 

pendant 24 h. Le comptage des bactéries est effectué en distinguant deux catégories 

(bactérie de la flore intestinale et Bti) et en distinguant les bactéries végétatives des 

spores (résistantes au choc thermique). Les différences de nombre de bactéries de 

chaque catégorie et condition entre la souche sensible et les souches résistantes 

sont testées à l’aide d’un test de Mann-Whitney réalisé avec le logiciel R 3.2.1 (R, 

2007). 
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B. Résultats 

1. Mortalité en fonction du temps 

L’évolution de la mortalité se décompose en trois grandes phases sur la durée de 

l’expérience (51h) (Figure 22). Une augmentation exponentielle de la mortalité est 

observée lors de la première phase entraînant la mort d’environ la moitié des larves 

au bout de 8h (Figure 22-1). La deuxième phase est caractérisée par un arrêt de la 

mortalité pendant 22h, suivie de la troisième et dernière phase durant laquelle une 

mortalité résiduelle est observée, augmentant la mortalité de 14% durant les 21 

dernières heures. 

 

Figure 22 : Évolution de la mortalité des larves (n=100) de la souche Bora en fonction du temps après 
une exposition au Bti. 

2. Comptage des hémocytes 

Le nombre moyen d’hémocytes circulant dans chaque larve est de 1631 (+/-157). 

Aucune différence significative n’a été trouvée dans le nombre d’hémocytes circulant 

dans l’hémolymphe entre les souches sensibles et résistantes et pour chaque 

souche entre les individus exposés ou non exposés (Figure 23). 
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Figure 23 : Nombre d’hémocytes circulant dans l’hémolymphe par larve dans les souches Bora (n=3), 
LR4A (n=3), et LR3Bti (n=3) exposées (LC20) ou non au Bti. Les résultats représentent la moyenne de 
trois réplicas biologiques et les erreurs standards associées. 

3. Activité des phénoloxidases 

Une diminution significative (2.4 fois) de l’activité constitutive (larves non exposées) 

des phénoloxidases entre les souches résistantes et la souche sensible est 

observée. L’activité phénoloxidase est également significativement réduite de 2.18 

fois après exposition de la souche sensible au Bti alors que l’exposition des souches 

résistantes n’induit pas de modification de leur activité phénoloxidase (Figure 24).  

 

Figure 24 : Activité des phénoloxidases dans l’hémolymphe dans les souches Bora (n=5), LR4A 
(n=5), et LR3Bti (n=5) exposées (LC20) ou non au Bti. Les résultats représentent la moyenne de cinq 
réplicas biologiques et les erreurs standards associées. La significativité des différences d’activité 
entre conditions a été testé par un test de wilcoxon. Des lettres différentes au-dessus des 
histogrammes indiquent une différence significative.  
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4. Activité lysozyme 

L’activité lysozyme est significativement plus importante (+12-20%) chez les souches 

résistantes que chez la souche sensible. L’activité lysozyme est également 

significativement augmentée (+11%) après exposition de larves sensibles au Bti 

(Figure 25). Cependant, comme pour l’activité phénoloxidase, aucun effet significatif 

de l’exposition n’est observé chez les souches résistantes (Figure 24).  

 

Figure 25 : Activité lysozyme dans l’hémolymphe dans les souches Bora (n=10), LR4A (n=10), et 
LR3Bti (n=10) exposées (LC20) ou non au Bti. Les résultats représentent la moyenne de dix réplicas 
biologiques et les erreurs standards associées. La significativité des différences d’activité entre 
conditions a été testé par un test de wilcoxon. Des lettres différentes au-dessus des histogrammes 
indiquent une différence significative. 

5. Prolifération bactérienne 

Les bactéries présentes dans l’intestin des larves ont été identifiées, dénombrées et 

classées en deux catégories :Bti et bactéries de la flore intestinale. Aucune 

différence d’abondance des bactéries de la flore intestinale n’a été trouvé entre les 

larves sensibles et les larves résistantes exposées au Bti, avec un nombre moyen de 

2936 (+/-258) bactéries par larve (Figure 26-a). L’application du choc thermique, 

permettant de ne conserver que les spores des bactéries sporulantes, n’a révélé la 

présence d’aucune spore ce qui suggère que les bactéries de la flore intestinale ne 

sont pas sporulantes. Après exposition, un nombre significativement 3.4 à 4.3 fois 

plus important de bactéries Bti a été identifié chez les larves sensibles (680 

bactéries/larve) par rapport aux larves résistantes des souches LR4A (157 

bactéries/larve) et LR3Bti (192 bactéries/larves) (Figure 26-b). L’application du choc 
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thermique a révélé un nombre de spores de Bti inférieur à 10 par larve chez toutes 

les souches, montrant que les bactéries de Bti comptées dans les larves sont 

majoritairement des bactéries végétatives.  

 

Figure 26 : Prolifération bactérienne après une exposition au Bti (LC50), effectuée sur 15 larves de 
chaque souche ; (a) nombre de bactéries de la flore intestinale par larve et (b) nombre de Bti par 
larve. Les valeurs ont été testées par un test de Wilcoxon (p-valeur <0.05, * ; <0.01, **). 

C. Discussion 

On observe plusieurs phases dans la cinétique de mortalité au Bti chez la souche 

sensible. Une première phase de mortalité après seulement 8 heures d’exposition au 

Bti. La mortalité observée durant cette phase est attribuée à l’activité des toxines 

affectant l’intégrité de l’intestin, mais ne semble pas due à un développement 

bactérien (Broderick et al., 2010). Les larves survivantes durant cette phase 

pourraient donc être celles qui présentent le moins de dommages intestinaux liés aux 

toxines. Lors de la deuxième phase, on remarque que la mortalité n’augmente pas 

pendant 20 heures pour ensuite augmenter à nouveau de 14% (phase 3). Les larves 

n’étant plus exposées au Bti après 24 heures, la mortalité résiduelle pourrait 

s’expliquer par une infection bactérienne provoquant la septicémie. Ainsi, les larves 

survivantes pourraient avoir un système immunitaire plus efficace pour tolérer 

l’infection. Selon ces hypothèses les larves sélectionnées aux Bti ou aux toxines 

séparées pourraient être celles qui présentent le moins de dommages intestinaux et 

celles qui présentent une immunité permettant de survivre à l’infection suite à 

l’exposition. 

Pour déterminer quels mécanismes peuvent intervenir dans la meilleure tolérance à 

l’infection, nous avons mesuré certains traits immunitaires chez une souche sensible 

et deux souches sélectionnées respectivement au Bti et à Cry4Aa. Ces souches ont 
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été exposées ou non au Bti. A notre connaissance, c’est la première fois que le rôle 

de l’immunité dans la réponse à l’exposition au Bti et dans la résistance est évalué 

chez les larves de moustiques.  

Le nombre d’hémocytes circulant dans l’hémolymphe n’est pas affecté par 

l’exposition au Bti chez aucune des souches étudiées. Ce résultat est en 

contradiction avec la littérature qui montre généralement une diminution du nombre 

total d’hémocytes après une exposition à différentes sous-espèces de Bt chez trois 

espèces de lépidoptères et une espèce de coléoptère (Broderick et al., 2010; 

Ericsson et al., 2009; Grizanova et al., 2014; Manachini et al., 2011). Néanmoins, 

chez Agrotis ipsilon exposé au Bt, il a été montré une diminution des prohémocytes 

mais une augmentation des quatre autres types d’hémocytes présents chez cette 

espèce, dont les granulocytes (El-Aziz et Awad, 2010). Enfin chez Rhynchophorus 

ferrugineus exposé au Bt, une diminution du nombre total d’hémocytes est associée 

principalement à la diminution du nombre de plasmocytes alors qu’aucun impact sur 

la quantité de granuclocytes n’a été observé (Broderick et al., 2010; Ericsson et al., 

2009; Grizanova et al., 2014; Manachini et al., 2011). Les granulocytes représentent 

90% des hémocytes chez les larves d’A. aegypti et les plasmocytes ne sont pas 

présents (Castillo et al., 2006) pouvant expliquer l’absence d’effet de l’exposition au 

Bti sur le nombre d’hémocytes circulants. Les granulocytes participent à la 

phagocytose et il a été montré chez G. mellonella une augmentation de la proportion 

d’hémocytes ayant une activité phagocytaire après exposition au Bt (Broderick et al., 

2010; Ericsson et al., 2009; Grizanova et al., 2014; Manachini et al., 2011). Pour 

évaluer le rôle des granulocytes dans la réponse à l’infection au Bti, nous avons 

essayé de mesurer l’activité phagocytaire en cytométrie de flux mais suite à des 

soucis techniques les résultats ne sont pas exploitables. La mesure d’activité 

phagocytaire devra être réitérée ultérieurement. 

L’activité des phénoloxidases est un marqueur de la mélanisation qui participe à la 

défense contre les pathogènes et à la réparation des blessures dans la cuticule 

externe de l’insecte et dans l’intestin (Krautz et al., 2014). Le rôle des 

phénoloxidases dans la réponse à une intoxication par des sous-espèces de Bt n’est 

pas clair, certaines publications rapportent une augmentation de l’activité (Crava et 

al., 2015; Ericsson et al., 2009)  quand d’autres rapportent une baisse de l’activité 

après exposition au Bt (Valadez-Lira et al., 2012; Grizanova et al., 2014). 
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Néanmoins, deux publications ont rapporté une hausse de l’activité phénoloxidase 

constitutive chez deux souches d’He. armigera et d’Ep. kuehniella résistantes au Bt 

(Ma et al., 2005; Rahman et al., 2004). Dans cette étude, une baisse de l’activité des 

phénoloxidases a été observée uniquement chez la souche sensible pour atteindre le 

niveau d’activité trouvé chez les souches résistantes, qu’elles soient exposées ou 

non. Ces résultats suggèrent que la mélanisation n’a pas un rôle prépondérant dans 

la réponse à une intoxication au Bti et dans la résistance sélectionnée au Bti. Cette 

baisse d’activité phénoloxidase chez les souches résistantes et chez la souche 

sensible après exposition au Bt peut être due à une réallocation d’énergie au profit 

d’autres voies immunitaires comme il a été suggéré chez Bombus terrestris (Mallon 

et al., 2003). 

Les lysozymes sont des composants importants de la réponse immunitaire chez les 

moustiques (Gao et Fallon, 2000). Les lysozymes clivent les peptidoglycanes 

constituant la paroi des bactéries et sont particulièrement actifs contre les bactéries 

Gram positives, dont Bt, dont la paroi est constituée à 90% de peptidoglycanes. 

L’activation de la transcription des gènes codants pour des lysozymes et 

l’augmentation de l’activité lysozyme a été rapportée chez au moins trois espèces de 

lépidoptères exposées au Bt (Crava et al., 2015; Freitak et al., 2007; Grizanova et al., 

2014). Les lysozymes peuvent être sécrétés directement dans l’intestin ou dans 

l’hémolymphe en réponse à une infection (Ursic Bedoya et al., 2005). Une 

augmentation de l’activité lysozyme a été observée chez la souche sensible exposée 

au Bti. Les souches résistantes présentent également de hauts niveaux d’activité 

lysozyme de manière constitutive. Cela suggère que les lysozymes sont impliqués 

dans la réponse à une intoxication au Bti chez le moustique.  

Une prolifération bactérienne dans l’hémolymphe 24 heures après exposition au Bt 

chez Lymantria dispar dispar a été observée (Broderick et al., 2010). Afin de mesurer 

l’effet de la résistance sur la prolifération bactérienne, nous avons réalisé un 

comptage du nombre des bactéries présentes dans les larves après une exposition 

au Bti. Nous avons observé que la souche sensible au Bti présente 3 à 4 fois plus de 

bactéries Bti que les souches résistantes. En revanche, le nombre de bactéries de la 

flore intestinale ne diffère pas entre les différentes souches. Plusieurs hypothèses 

peuvent expliquer ce résultat ; 1. Les communautés bactériennes des souches 

résistantes et de la souche sensible sont différentes. Certaines bactéries pourraient 
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être plus compétitives face à un développement du Bti, néanmoins, aucune 

différence dans la diversité des bactéries cultivables chez les différentes souches n’a 

été observée (données non montrées). 2. Un changement dans la composition de la 

membrane péritrophique, suggéré par la transcription différentielle de nombreux 

gènes codants pour des protéines liées à la chitine observée chez les différentes 

souches résistantes (page 56, Chapitre 2). Néanmoins, il est surprenant que seule 

l’infection par le Bti soit limitée. 3. Une augmentation de la réponse immunitaire 

permettant spécifiquement de limiter l’infection des souches résistantes par le Bti. 

Dans cette étude, nous n’avons testé que l’activité des lysozymes. Or, il a été montré 

qu’un nombre important de ces peptides sont fortement sur-transcrits après une 

exposition au Bt chez plusieurs espèces (Behrens et al., 2014; Bel et al., 2013; Crava 

et al., 2015; Grizanova et al., 2014; Hernández-Martínez et al., 2010; Rodríguez-

Cabrera et al., 2008; Yao et al., 2014). Les AMPs étant spécifiques de certaines 

classes de pathogènes ou certaines classes de bactéries (Gram positives ou Gram 

négatives) (Lundgren et Jurat-Fuentes, 2012). Il est possible que les souches 

résistantes produisent une plus grande quantité d’AMPs spécifiques de bactéries de 

type Bti que la souche sensible. De plus, certains AMPs ont été décrits comme 

pouvant avoir une activité synergique avec les lysozymes pour éliminer les bactéries 

(Chalk et al., 1994). L’activité lysozyme étant constitutivement plus importante chez 

les souches résistantes une augmentation de l’activité de certains AMPs pourrait 

complémenter cette réponse. Il serait donc intéressant de mesurer la transcription de 

différents AMPs pour déterminer ceux qui pourraient être impliqués dans la meilleure 

tolérance au Bti.  
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VII. Etude 2 : Impact de la résistance et de l’exposition au Bti sur la 

compétence vectorielle 

Ce travail a été réalisé en collaboration avec Louis Lambrechts de l’institut Pasteur 

de Paris. J’ai participé à la conception de l’expérimentation, je suis allé effectuer 

l’élevage des moustiques à l’institut Pasteur et j’ai participé à la préparation des 

expérimentations faites dans le laboratoire de haute sécurité (P3) pour l’infection des 

adultes. 

A. Matériels et méthodes 

1. Elevage des moustiques 

Trois souches ont été utilisées dans cette étude. La souche sensible (Bora) et les 

souches sélectionnées à Cry4Aa (LR4A) à la génération 33 et au Bti (LR3Bti) à la 

génération 15. Tous les niveaux de résistance de ces souches ont été présentés 

précédemment (page 81, Chapitre 2). Les souches LR4A et LR3Bti présentant un 

retard de développement larvaire (pages 69-70, Chapitre 1), les œufs ont été mis à 

éclore en eau 24 h avant la souche sensible. Les larves ont été élevées en conditions 

standardisées, avec 200 larves par bac contenant 1,5 litres d’H2O déionisée et une 

quantité de nourriture (Tetra fish) standardisée pendant 4 jours. 100 larves de stade 

3 sont ensuite placées dans des cristallisoirs contenant 30mg de nourriture. Les 

larves sont exposées au Bti (toxines et spores) avec une dose permettant d’atteindre 

la LC50. Les larves « contrôle » sont élevées dans les mêmes conditions sans ajout 

de Bti. Après 24 h, les larves de stade 4 sont remises dans les bacs, par lot de 200, 

contenant 1.5 litres d’eau déionisée. Les nymphes sont récupérées aux jours 7, 8 et 

9. Les adultes sont élevées dans des cages avec accès permanent à du sucrose en 

solution (10%). Le repas infectieux est réalisé 5 à 8 jours après émergences des 

femelles (jour 15 après éclosion des œufs). Les différentes étapes de cette 

expérimentation sont résumées dans la Figure 27. 
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Figure 27 : Résumé des étapes d’élevage, d’infection et d’évaluation de l’infection des moustiques   

2. Infection des femelles  

Nous avons utilisé le sérotype 1 de DENV (provenant de Thaïlande) et le virus du 

CHIKV (provenant de la Réunion) pour réaliser l’infection. Pour obtenir un titre 

(quantité) de virus suffisant, une culture de cellules d’A. albopictus (C6/36) est 

réalisée. La culture cellulaire est inoculée avec le virus et incubée à 28°C avec 5% 

de CO2. La moitié du milieu de culture cellulaire est remplacée par du milieu frais 7 

jours après l’infection. 11 à 12 jours après infection, les virus en suspension sont 

récupérés et ajoutés au sang prélevé sur des lapins 24 h auparavant. Le titre 

exprimé en FFU (nombre de particules virales par unité de volume) est obtenu en 

utilisant des anticorps spécifiques et couplés à une molécule fluorescente. Le 

comptage est réalisé sous microscope à fluorescence en dénombrant les spots 

fluorescents. Les femelles sont préalablement privées pendant 24 h de nourriture et 

sont placées dans des gorgeurs par lots de 40 à 60 femelles. Le repas de sang 

infectieux est donné pendant 30 min à l’aide du système « hemotek, membrane 

feeding system ». Le FFU de chaque virus est de 5.105 virus.mL-1 Les femelles 

complétement gorgées sont endormies à l’aide de CO2 pour être placées dans de 

nouvelles cages puis élevées comme décrit précédemment.  
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3. Compétence vectorielle 

La compétence vectorielle de chaque femelle est testée 7 jours après l’infection pour 

la DENV et 10 jours après l’infection pour le CHIKV. Le test de la compétence 

vectorielle se fait en deux étapes : 

 - Les virus étant des virus à ARN, l’ARN présent dans le thorax et l’abdomen 

des femelles est extrait puis retrotranscrit en ADNc. Une PCR ciblant le génome des 

virus permet ensuite de déterminer si les tissus sont infectés ou non. Un couple 

d’amorce est utilisé pour mesurer la présence de l’ARN de chaque virus (DENV, 5'-

GGAAGGAGAAGGACTCCACA-3' et 5'-ATCCTTGTATCCCATCCGGCT-3' ; CHIKV, 

5'-AAGCTYCGCGTCCTTTACCAAG-3’ et 5'-CCAAATTGTCCYGGTCTTCCT-3’). 

Une amplification correspond à une femelle infectée alors que l’absence 

d’amplification correspond à une femelle saine. Les différences de proportion de 

femelles infectées entre chaque souche et chaque condition sont comparées à l’aide 

d’un test exact de Fisher réalisé avec le logiciel R 3.2.1 (R, 2007). Les intervalles de 

confiance (95%) des proportions sont calculés par la méthode de Newcombe (1998). 

 - Si la femelle est identifiée comme infectée, alors sa tête est utilisée pour 

quantifier le titre viral. Pour transmettre le virus, les glandes salivaires des femelles 

doivent être infectées. Tester l’infection et le titre viral au niveau de la tête est donc 

indispensable pour évaluer la transmission vectorielle potentielle. Le titrage viral dans 

les têtes est effectué comme précédemment décrit. Les différences de proportion de 

femelles infectées au niveau des glandes salivaires entre chaque souche et chaque 

condition sont comparées à l’aide d’un test exact de Fisher réalisé avec le logiciel R 

3.2.1 (R, 2007). Les intervalles de confiance (95%) des proportions sont calculés par 

la méthode de Newcombe (1998). 

4. Persistance du Bti au stade adulte 

Pour mesurer la persistance du Bti au stade adulte, les larves ont été traitées comme 

décrit précédemment (pages 124-125, Chapitre 3). Les larves survivantes ont été 

élevées jusqu’à émergence des adultes. Les adultes mâles et femelles ont été 

élevés en conditions standardisées pendant 4 à 8 jours puis la préparation des 

échantillons et le comptage bactérien ont été réalisés comme décrit précédemment 

(pages 124-125, Chapitre 3). 
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B. Résultats 

1. Proportion de femelles infectées  

L’infection au CHIKV a été testée sur un total de 191 femelles. Pour chaque souche 

et chaque traitement (exposées ou non exposées), 31 à 32 femelles ont été testées 

avec une moyenne de 84,8% de femelles infectées (Figure 28). Aucune différence 

significative de la proportion de femelles infectées n’est observée entre les 

différentes souches non exposées au Bti. Seule la souche LR3Bti présente une 

augmentation significative du nombre de femelles infectées de 15.6% après 

exposition au Bti.  

L’infection à la DENV a été testée sur un total de 185 femelles. Pour chaque souche 

et chaque traitement (exposé ou non exposée), 26 à 32 femelles ont été testées 

avec une moyenne de 65.6% de femelles infectées (Figure 28). Les souches non 

exposées ne présentent aucune différence significative de proportion des femelles 

infectées. L’exposition au Bti n’a pas d’effet sur la proportion de femelles infectées 

chez la souche sensible. En revanche, l’exposition au Bti des souches résistantes 

LR4A et LR3Bti entraine une augmentation significative de la proportion de femelles 

infectées de respectivement 21.5% et 37.5%.  

 

Figure 28 : Proportion de femelles infectées dans chaque souche avec ou sans exposition au Bti pour 
les deux virus. Les proportions sont comparées à l’aide d’un test exact de Fischer (*, p-valeur<0.05 ; 
**, p-valeur<0.01 et ***, p-valeur<0.001). Les barres d’erreurs représentent les intervalles de confiance 
à 95%. 
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2. Proportion de femelles vectrices 

Les têtes de toutes les femelles ayant une infection positive dans le thorax et 

l’abdomen sont utilisées. Chez la souche sensible, l’exposition au Bti entraine une 

augmentation significative de la proportion des femelles potentiellement vectrices du 

CHIKV parmi les femelles infectées, passant de 23% à 48% (Figure 29). Concernant 

la DENV, on observe une augmentation significative de la proportion de femelles 

potentiellement vectrices chez les femelles infectées de la souche LR3Bti passant de 

27% sans exposition à 68% avec exposition au Bti. 

 

Figure 29 : Proportion de femelles potentiellement vectrices dans chaque souche avec ou sans 
exposition au Bti pour les deux virus. Les proportions sont comparées à l’aide d’un test exact de 
Fischer (*, p-valeur<0.05 ; **, p-valeur<0.01 et ***, p-valeur<0.001). Les barres d’erreurs représentent 
les intervalles de confiance à 95%. 

3. Persistance du Bti au stade adulte 

Un total de 5 femelles et 13 mâles exposés au Bti au stade larvaire a été testé. Parmi 

ces individus, les bactéries de Bti sont absentes suggérant que l’infection ne perdure 

pas après l’émergence des adultes. 

C. Discussion 

Dans cette étude, nous avons étudié l’impact de la résistance aux toxines Cry du Bti 

et l’impact de l’exposition larvaire au Bti sur l’infection virale à la DENV et au CHIKV 

chez A. aegypti. La diversité génétique des populations naturelles de moustiques et 

des pathogènes peut rendre l’étude de la compétence vectorielle difficile à cause de 

l’interaction qui existe entre les génotypes des vecteurs et des pathogènes 

(Lambrechts et al., 2005). Dans cette étude, nous avons l’avantage que les souches 
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résistantes aux Bti ou aux toxines du Bti sont issues de la sélection de la souche 

sensible. Les différentes souches utilisées partagent donc un fond génétique 

commun. Les différences de compétence vectorielle sont donc probablement reliées 

à la sélection des allèles permettant une meilleure résistance au Bti ou aux toxines 

du Bti (Alout et al., 2013). 

Récemment, il a été montré qu’une souche d’An. gambiae résistante aux insecticides 

chimiques était plus sensible à une infection par P. falciparum. Il semble que les 

mutations kdr et ace-1, responsables de la résistance à certains insecticides 

chimiques, induisent une sensibilité accrue des souches résistantes à tous les stades 

de développement du parasite (Alout et al., 2013). Dans cette étude, nous n’avons 

mis en évidence aucun changement constitutif de compétences vectorielles entre les 

souches résistantes et la souche sensible. Ce résultat suggère que toutes les 

modifications constitutives observées chez les souches résistantes au stade larvaire 

(e.g. changement de l’activité phénoloxydase, transcription différentielle des gènes, 

etc.) n’ont pas d’effet sur la compétence vectorielle des adultes. Ainsi, contrairement 

à la résistance aux insecticides chimiques, les allèles conférant la résistance au Bti et 

aux toxines du Bti ne modifient pas la compétence vectorielle des souches 

résistantes. 

L’effet de l’exposition aux insecticides sur la compétence vectorielle des moustiques 

a été peu étudié. Récemment, il a été montré que l’exposition au DDT ou au 

bendiocarbe de deux souches résistantes (mutation kdr ou ace-1) d’An. gambiae 

réduisait la sensibilité à l’infection de P. falciparum (Alout et al., 2014). Il a été 

suggéré que l’insecticide pouvait agir directement sur le parasite et ainsi réduire sa 

capacité d’infection. L’impact de l’exposition larvaire au Bti n’avait encore jamais été 

encore étudié. Nous avons observé dans cette étude un effet de l’exposition au Bti 

sur l’infection des femelles et leur compétence vectorielle potentielle qui s’exprime 

différemment selon les combinaisons virus-génotypes et selon le stade d’infection 

virale. 

Chez le moustique, différents facteurs biotiques et abiotiques rencontrés au stade 

larvaire, comme la densité larvaire et la qualité/quantité de la nourriture, peuvent 

directement affecter la taille du corps, les réserves nutritives, la production d’œufs et 

la longévité des femelles (Alto et al., 2008a; Couret et al., 2014; Barrera, 1996; 
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Reiskind et Loubinos, 2009). De plus, des études ont montré que des facteurs de 

stress, tels que le surpeuplement larvaire, provoquent une diminution de la taille des 

femelles qui peut augmenter la compétence vectorielle des femelles aux arbovirus 

(Alto et al., 2008a, 2008b, 2005). L’exposition au Bt chez les insectes est connue 

pour induire des symptômes comme l’arrêt de la nutrition, la perte de poids et un 

développement plus long (Bravo et al., 2005). Dans notre étude, l’exposition au Bti 

se fait entre la fin du stade 3 larvaire et le début du stade 4. Le quatrième stade 

larvaire est particulièrement important pour acquérir les réserves nécessaires à la 

métamorphose et à la survie des femelles dans les premiers jours après émergence 

(Telang et al., 2007). L’exposition au Bti pourrait donc avoir un effet sur les réserves 

accumulées par les larves et affecter la tolérance des adultes aux arbovirus. 

Néanmoins, cela n’explique pas les différences d’infection observées entre les 

souches résistantes et la souche sensible. 

Nous avons observé que la réponse à l’exposition au Bti chez la souche sensible 

induisait l’expression différentielle de plus de 400 gènes (pages 79-80, Chapitre 2). 

En outre, l’exposition au Bti ou à ses toxines induit des réponses différentes pour 

plusieurs traits, dont la transcription des ALPs (pages 83-85, Chapitre 2) et l’activité 

des phénoloxidases et des lysozymes (pages 123-124, Chapitre 3). La sélection de 

résistance au Bti ou aux toxines séparées semble donc induire une réponse 

spécifique à l’exposition au Bti. Il a été montré que si les larves d’A. aegypti sont 

exposées à E. coli, les adultes présentent une meilleure survie lors d’une seconde 

infection que ceux dont les larves n’ont pas été exposées (Moreno-García et al., 

2015). Ces résultats montrent qu’une infection durant le stade larvaire peut modifier 

la réponse à une seconde infection au stade adulte. Etant donné que les souches 

résistantes et sensible ne réagissent pas de la même façon à une exposition au Bti 

au stade larvaire, ces différences pourraient persister au stade adulte et expliquer les 

différences d’infection entre les différentes souches. 

Notre étude montre pour la première fois qu’une exposition à un insecticide au stade 

larvaire peut affecter la capacité vectorielle des moustiques au stade adulte. 

Toutefois, il est difficile de déterminer ce qui est responsable de ce changement. En 

effet, une altération de la voie de signalisation Toll chez l’adulte, induisant une sous-

expression de certaines AMPs (cécropines et défensines), pourrait expliquer une 

sensibilité accrue à la DENV (Xi et al., 2008). Aussi, au vu de la complexité du mode 
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d’infection de la DENV chez le moustique (Cruz-Oliveira et al., 2014) (page 9-10, 

Introduction), d’autres facteurs tels qu’une expression différentielle des récepteurs au 

virus sur la membrane des cellules épithéliales pourrait aussi expliquer la sensibilité 

accrue chez les femelles résistantes au Bti et à ses toxines Cry (Mercado-Curiel et 

al., 2008). Enfin, il a été démontré que la composition du microbiote intestinal peut 

moduler la compétence vectorielle des adultes pour les arbovirus (Hegde et al., 

2015). Nous avons montré que le Bti ne persiste pas, après exposition des larves, au 

stade adulte. Ce résultat est en accord avec une autre publication démontrant qu’E. 

coli ne persiste pas non plus au stade adulte (Moreno-García et al., 2015). La 

persistance du Bti au stade adulte ne peut donc pas expliquer les différences de 

compétences vectorielles observées. Néanmoins, il serait intéressant de vérifier que 

l’exposition au Bti au stade larvaire n’affecte pas différentiellement le microbiote des 

souches au stade adulte. Pour cela, il est possible de dénombrer les bactéries 

cultivables présentes dans le microbiote des adultes et de les comparer entre les 

différentes souches. 
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Discussion générale et perspectives  

Le moustique, à l’origine de nuisances et de maladies, est un fardeau économique et 

sanitaire pour les sociétés humaines. L’utilisation d’insecticides chimiques fait partie 

des nombreuses stratégies mises en œuvre pour lutter contre cet insecte. Ces 

insecticides sont très rémanents dans l’environnement, peu spécifiques des insectes 

ciblés et ont conduit à l’apparition de nombreux cas de résistance à travers le monde. 

Dans ce contexte, le Bti (Bacillus thuringiensis subsp. israelensis), plus respectueux 

de l’environnement, est de plus en plus utilisé à travers le monde. Dans certains pays 

comme la France il est le seul larvicide autorisé et commercialisé pour la lutte anti-

moustique au stade larvaire. Dans cette situation de quasi-monopole et connaissant 

la capacité des moustiques à s’adapter rapidement à de fortes pressions de 

sélection, il est nécessaire de mieux comprendre son mode d’action et les 

mécanismes de résistances développés par les insectes.  

L’objectif de ma thèse a été d’améliorer nos connaissances sur le mode d’action du 

Bti et des différentes toxines qui le composent. Pour y parvenir, j’ai utilisé plusieurs 

méthodes de transcriptomique, de génomique et de quantification de l’activité de 

certaines enzymes sur des souches d’A. aegypti sélectionnées en laboratoire et 

résistantes à chacune des toxines du Bti. Le but étant d’identifier des gènes 

candidats à la résistance pour mieux prévenir l’apparition de résistance en population 

naturelle. 

I. Caractérisation de la résistance 

Pour étudier les mécanismes de la résistance aux toxines Cry et au Bti, nous avons 

utilisé une approche permettant de quantifier les différences de transcription 

constitutive ainsi que les différences de fréquences alléliques de tous les gènes 

exprimés chez les larves des différentes souches. Ensuite nous avons exposé au Bti 

les larves sensibles au Bti pour analyser l’induction de la transcription des gènes. 

Cette expérience nous a permis d’observer une forte réponse des gènes 

correspondants à des phosphatases alcalines (ALPs) et d’évaluer leur induction 

après exposition chez les souches résistantes. Enfin nous avons comparé le statut 

immunitaire des différentes souches et leur réponse à l’exposition au Bti. 
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A. La méthode RNA-seq 

L’étude de la transcription des gènes à l’aide de la méthode RNA-seq présente 

plusieurs avantages. Cette méthode permet de couvrir la majorité des gènes 

exprimés chez l’organisme étudié et d’évaluer l’abondance des transcrits de chaque 

gène. Ainsi, il est possible de comparer l’abondance des transcrits d’un gène entre 

deux souches différentes et d’évaluer la différence de transcription. De plus, à la 

différence des méthodes de transcriptomiques plus anciennes (microarrays, DGETP, 

etc.), cette méthode permet d’avoir accès aux polymorphismes présents dans la 

population et ainsi d’estimer la fréquence de chaque allèle. Cette méthode, devenant 

de plus en plus abordable, apporte donc une importante quantité d’informations 

permettant de caractériser par exemple les mécanismes potentiels impliqués dans la 

résistance aux insecticides. Néanmoins elle présente aussi quelques défauts, tels 

que la sur-estimation de la fréquence d’allèles présents sur le génome de référence 

(Stevenson et al., 2013). En effet, lors de l’alignement des lectures sur le génome de 

référence, nous avons autorisé un maximum de trois bases qui ne correspondent pas 

au génome de référence pour éviter les faux alignements. Ceci peut entrainer, 

lorsque plusieurs bases proches sont différentes du génome, l’élimination de la 

lecture localisée sur ces bases. Ainsi, la proportion des lectures les plus fidèles au 

génome de référence ainsi que les allèles correspondant au génome de référence 

vont être surestimés au détriment d’allèles plus rares ou spécifiques de la souche 

étudiée. Bien que les fréquences alléliques obtenues en RNA-seq soient 

globalement proches de celles obtenues en validation par séquençage d’ADN, cet 

effet pourrait expliquer les différences de fréquences alléliques que nous avons 

observées. D’autres facteurs comme l’expression aléatoire d’un seul allèle sur les 

deux versions présentes dans le génome pourrait aussi expliquer ces différences 

(Gimelbrant et al., 2007). 

Enfin, une dernière limitation de ces méthodes qui n’est pas inhérente au RNA-seq, 

est la qualité de l’annotation de génome de référence. Le génome de référence d’A. 

aegypti a été annoté automatiquement et plus de 44% des gènes sont annotés en 

tant que « protéines hypothétiques ». Il est donc impossible de conclure sur le rôle 

potentiel d’une grande partie des gènes contenant des modifications de séquences 

ou de transcription. 
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B. Quels mécanismes mis en jeu ? 

Les deux mécanismes majeurs identifiés pour résister aux toxines Cry produits par 

les différentes sous-espèces de Bt sont : (1) la modification des enzymes digestives 

pouvant altérer la vitesse d’activation des toxines, dégrader les toxines ou entrainer 

une différence dans la taille de la toxine réduisant sa toxicité, ou (2) la sous-

expression ou la modification des récepteurs aux toxines Cry entrainant une 

diminution de la fixation des toxines. Les différentes approches utilisées dans cette 

thèse suggèrent que la résistance sélectionnée aux trois toxines Cry implique 

principalement les récepteurs membranaires.  

1. Implication des récepteurs 

a) Des récepteurs communs ? 

Les récepteurs potentiellement impliqués présentent soit une diminution constitutive 

(chez une souche résistante par rapport à une souche sensible) ou induite (chez des 

individus exposés au Bti par rapport à des individus non exposés) de leur expression, 

soit des mutations non synonymes de leur séquence génomique. Les différentes 

souches résistantes présentent des résistances croisées aux toxines Cry du Bti ce 

qui suggère que des modifications communes de certains récepteurs pourraient 

participer à ces résistances. Ainsi, nous avons vu que l’ALP AAEL003905 est sous 

sélection directionnelle chez toutes les souches résistantes et présente différentes 

combinaisons de mutations non synonymes selon la souche résistante. De plus, une 

baisse de la diversité nucléotidique chez les individus sensibles (souche Bora) les 

plus tolérants à Cry4Ba, Cry11Aa et au Bti a été observée, suggérant que ce gène 

est sous sélection dès la première génération de traitement insecticide. Tout comme 

la sous-expression globale des ALPs chez plusieurs souches de lépidoptères 

résistantes au Bt apparait comme un bon marqueur de la résistance (Jurat-Fuentes 

et al., 2011), ce gène pourrait être un bon indicateur d’une pression de sélection 

exercée par le Bti et/ou ses toxines. De même, des mutations non synonymes 

présentes dans 2 glycosides hydrolases (AAEL009243 et AAEL015021) et 3 alpha-

amylases (AAEL010537, AAEL010537 et AAEL010540) apparaissent dans toutes 

les souches résistantes. La modification de ces gènes pourrait également participer à 

la résistance aux différentes toxines Cry. Enfin, la sous-transcripiton de trois 
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glycosides hydrolases (AAEL009237, AAEL015573 et AAEL015020) dans les 

souches résistantes à une toxine pourrait aussi participer à la résistance (Després et 

al., 2014; Tetreau et al., 2012b). 

b) Des récepteurs spécifiques ? 

Chaque souche résistante à une toxine présente un niveau de résistance à sa toxine 

de sélection supérieure à la résistance aux autres toxines. Ce résultat suggère que 

chaque souche a développé, en plus des mécanismes de résistance permettant un 

certain niveau de résistance croisée aux autres toxines, des mécanismes de 

résistance toxine-spécifiques.  

(1) La résistance à Cry4Aa 

Le mécanisme d’action de la toxine Cry4Aa et les récepteurs potentiels à Cry4Aa 

sont très peu connus. Seulement une étude rapporte que les différentes toxines Cry 

du Bti pourraient partager des récepteurs communs (de Barros Moreira Beltrão et 

Silva-Filha, 2007). La souche résistante à Cry4Aa (LR4A) est celle qui présente le 

plus fort niveau de résistance parmi les souches étudiées (> 10.000 fois). L’ALP 

AAEL003286+AAEL003317 a été initialement identifiées comme candidate à la 

résistance chez la souche LiTOX, principalement résistante à Cry4Aa (72 fois), car 

ce gène présentait une forte sous-transcription constitutive (-7.6 fois) (Després et al., 

2014). Dans l’article 3 (Chapitre 2), nous avons vu que ce gène était fortement sous 

exprimé chez la souche LR4A en réponse à une exposition à Cry4Aa (-4.5 fois en 

comparaison avec la souche sensible exposée à Cry4Aa). L’inhibition de la 

transcription de l’ALP AAEL003286+AAEL003317, par la méthode de RNAi, a permis 

d’induire une hausse de 11% de la tolérance des larves à Cry4Aa. Ce résultat 

suggère que ce gène participe au mode d’action de Cry4Aa, mais cette 

augmentation de la tolérance n’explique pas les forts niveaux de résistances à 

Cry4Aa. La résistance à Cry4Aa semble donc être mutligénique. 

Les APNs AAEL007204 et AAEL007201 présentaient des mutations non synonymes 

chez la souche LiTOX, principalement résistante à Cry4Aa (72 fois) (Després et al., 

2014). Nous avons retrouvé 3 mutations (dont 2 fixées) chez la souche LR4A parmi 

les 4 trouvées dans la souche LiTOX. Le séquençage a permis de confirmer que ces 

gènes sont fortement sous sélection directionnelle chez la souche LR4A et que les 
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individus les plus résistants à Cry4Aa de la souche LR4B possèdent une mutation 

dans le gène AAEL007201 qui est fixée. Ces deux gènes apparaissent donc 

également comme de bons candidats à la résistance à Cry4Aa. 

(2) La résistance à Cry4Ba 

Le mode d’action de Cry4Ba est encore peu connu, néanmoins deux études ont 

validé, par la méthode de RNAi, le rôle de 3 APNs et une ALP dans la toxicité de 

Cry4Ba (Jiménez et al., 2012; Saengwiman et al., 2011). La souche LR4B ne 

présente aucune modification de la transcription et/ou de la séquence génétique de 

ces gènes. La souche LR4B présentant de forts niveaux de résistances croisées 

avec les autres toxines Cry du Bti, il est difficile de séparer les mécanismes de 

résistance spécifiques de ceux impliqués dans la résistance croisée. Néanmoins, 

L’APN AAEL005821 présente une mutation non synonyme fixée uniquement chez 

LR4B. Cette mutation affecte un acide aminé présent à la surface de la protéine. De 

plus, ce gène présentait déjà trois mutations non synonymes chez la souche LiTOX 

différentes de celle trouvée dans la souche LR4B (Després et al., 2014). Cette 

mutation spécifique de LR4B pourrait donc réduire l’affinité de Cry4Ba à ce récepteur 

potentiel et contribuer à la résistance. Aussi, parmi les glycosides hydrolases sous-

transcrites chez les souches résistantes à une toxine, une (AAEL015020) présente 

une forte sous-transcription chez LR4B (-6.2 fois) et dans une moindre mesure chez 

LR4A (-2.5 fois). Cette glycoside hydrolase pourrait donc également participer à la 

résistance spécifique à Cry4Ba.  

(3) La résistance à Cry11Aa 

Deux souches d’A. aegypti ont été sélectionnées à Cry11Aa : LR11 lors de ma thèse 

au LECA et SSC11 par le Pr S.S. Gill à l’Université de Californie, Riverside. 

Néanmoins, la méthode de sélection diffère entre ces deux souches. Les mâles 

adultes de la souche SSC11 ont été nourris avec du sucre contenant du 

méthanesulfonate d’éthyle, agent mutagène permettant de générer aléatoirement 

des mutations dans le génome (Lee et al., 2014) alors que les adultes de la souche 

LR11 n’ont été nourris qu’avec du sucre. Chez LR11, on s’attend donc à avoir une 

sélection sur la diversité génétique initialement présente dans la population alors que 

chez la souche SSC11 la sélection peut être faite sur des mutations générées 
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artificiellement. Cette différence de méthode de sélection peut expliquer pourquoi sur 

les 223 gènes détectés comme différentiellement transcrits (+/-2 fois de différence de 

transcription avec la souche sensible et p-valeur < 0.05) chez la souche SSC11 

seulement 16 gènes sont aussi détectés (+/- 1.5 fois de différence de transcription 

avec la souche sensible et p-valeur < 0.05) chez la souche LR11. Néanmoins, parmi 

les gènes sous-transcrits chez les deux souches, on note la présence de 2 ABC 

transporteurs (AAEL012700 et AAEL013883) et 2 APNs (AAEL008158 et 

AAEL008162). Ces protéines étant de potentiels récepteurs aux toxines Cry, il est 

probable que leur sous-transcription soit impliquée dans la résistance à Cry11Aa 

(Lee et al., 2014). Néanmoins, les niveaux de résistances de ces deux souches étant 

modérés (environ 100 fois), les mécanismes de résistance ne semblent donc pas 

être fixé et/ou ne permettent pas d’atteindre de forts niveaux de résistance. 

Chez la souche SSC11 ils n’ont pas étudié les différences de fréquences alléliques 

entre la souche résistante et la souche sensible. Il est donc impossible de vérifier si 

les mutations ou les gènes trouvées sous sélection chez LR11 sont les mêmes que 

chez SSC11. 

c) Conclusion sur l’implication des récepteurs 

Comme chez les lépidoptères et les coléoptères (Pardo-López et al., 2013), la 

modification des récepteurs apparait donc comme le mécanisme de résistance 

principal pour résister aux toxines Cry du Bti. Dans mes travaux de thèse, nous 

avons vu que les récepteurs peuvent présenter des mutations non synonymes, 

modifiant la séquence protéique, ce qui pourrait réduire leur affinité pour les toxines. 

Aussi les récepteurs peuvent être sous-transcrits de façon constitutive par rapport à 

la souche sensible ou de façon induite en réponse à une exposition au Bti ou aux 

toxines Cry du Bti, réduisant ainsi la fixation des toxines aux cellules épithéliales. 

Néanmoins, pour déterminer leur implication dans la résistance plusieurs approches 

de validation fonctionnelle peuvent être envisagées (page 149-153, Discussion 

générale et perspectives). Aussi, nos résultats montrent que chaque souche 

résistante présente plusieurs modifications de récepteurs potentiels pouvant 

expliquer la résistance. Ces résultats soulèvent la question suivante : la résistance à 

une toxine est-elle multigénique ? Dans le cas de LR4A, nous avons vu que 

l’inhibition de l’expression d’une ALP induit une meilleure tolérance (-11% de 
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mortalité) à Cry4Aa mais ne suffit pas à expliquer la totalité phénotype de résistance, 

suggérant que la résistance est multigénique. En ce qui concerne Cry4Ba et 

Cry11Aa, plusieurs études ont montré que l’inhibition de certains récepteurs entraine 

une meilleure tolérance à ces toxines (Jiménez et al., 2012; Lee et al., 2015; 

Saengwiman et al., 2011). Néanmoins cette augmentation de tolérance reste 

modérée (20 à 80% de mortalité en moins) suggérant que plusieurs récepteurs sont 

impliqués dans le mode d’action de chaque toxine. Il est aussi possible que la 

combinaison de modifications dans plusieurs récepteurs ait un effet synergique 

expliquant les forts niveaux de résistance. Pour tester cette hypothèse il serait 

nécessaire d’évaluer par des méthodes de validation telle que le RNAi si l’inhibition 

conjointe de deux gènes entraîne une plus forte tolérance que l’addition de l’effet de 

l’inhibition de chaque gène. 

La souche LR3Bti ne présente pas d’évolution de la résistance aux toxines Cry après 

9 générations de sélections supplémentaires depuis la génération 5. Ce résultat 

semble s’expliquer par le fait que la sélection au Bti ne semble pas sélectionner de 

modifications des récepteurs potentiels spécifiques à chaque toxine Cry. La 

modification des récepteurs, mécanisme le plus répandu pour résister à une toxine 

individuellement, n’est probablement pas le plus approprié pour résister à un cocktail 

de toxines dont l’une peut servir de récepteurs aux trois autres toxines (Elleuch et al., 

2015; Pérez et al., 2005). Cette hypothèse est confortée par le fait que les souches 

sélectionnées à une toxine Cry sont faiblement résistantes au Bti (inférieur à 2 fois), 

confirmant que la toxine Cyt restaure la toxicité des toxines Cry chez des souches 

résistantes (Wirth et al., 1997).  

La résistance modérée de la souche LR3Bti aux différentes toxines Cry pourrait 

s’expliquer par les modifications des récepteurs communes aux différentes souches 

sélectionnées. Néanmoins, il est difficile de déterminer si ces mutations sont 

sélectionnées pour mieux tolérer au Bti. En effet, la souche LR3Bti étant un mélange 

des différentes souches résistantes à une toxine, il est difficile de savoir si la 

présence de ces mutations est due à la forte proportion initiale de ces mutations chez 

toutes les souches résistantes à une toxine. Outre ces mutations communes, la 

résistance de la souche LR3Bti pourrait être attribuée à d’autres mécanismes 

partagés par les différentes souches. 
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2. Une modification des gènes cuticulaires ? 

Toutes les souches résistantes ont montré une sur-transcription des gènes associés 

à la chitine, constituant de la cuticule. L’épaississement de la cuticule est un 

mécanisme de résistance connu contre les insecticides chimiques chez de nombreux 

insectes dont le moustique (Wood et al., 2010). Le Bti agissant par ingestion, il est 

peu probable que l’épaississement de la cuticule externe joue un rôle dans la 

diminution de la pénétration du Bti et de ce fait dans la résistance. Cependant, on 

retrouve aussi de la chitine dans la membrane péritrophique qui sépare le contenu 

intestinal des cellules épithéliales (Terra, 2001). Cette membrane agit comme une 

barrière contre les agents pathogènes (Lehane, 1997) et la chitine est nécessaire 

pour maintenir cette fonction (Kelkenberg et al., 2015). Pour infecter l’insecte, le Bt 

doit passer cette membrane et il est proposé que la production de chitinases par la 

bactérie provoque des perforations dans la membrane pour faciliter le passage des 

bactéries et des spores (Liu et al., 2009). Une modification de la composition de la 

membrane péritrophique pourrait la rendre moins sensible aux chitinases produites 

par le Bt et ainsi limiter la colonisation de la larve par la bactérie, tel qu’observé chez 

les souches résistantes. En effet, il a été suggéré qu’une protéine associée à la 

cuticule possédant un domaine de fixation de type pérotrophine-A pouvait protéger la 

chaine de chitine de la dégradation des chitinases en se fixant aux extrémités de la 

chaine (Wijffels et al., 2001). De plus, la sur-production de protéines cuticulaires 

pourrait entrainer l’imperméabilisation de la membrane, rendant l’insertion des 

toxines plus difficiles. Pour identifier les gènes potentiellement impliqués dans ce 

mécanisme, nous avons recherché des protéines associées à la chitine contenant un 

domaine à péritrophine-A, dont certaines sont connues pour être exprimées dans 

l’intestin (Jasrapuria et al., 2010). A contrario, les gènes codants pour des protéines 

associées à la cuticule contenant des motifs de fixation RR ne sont pas connus pour 

être exprimés dans l’intestin des larves d’insectes (Dittmer et al., 2015). Cependant, 

aucune étude n’est disponible sur la spécificité de l’expression tissulaire des gènes 

associés à ces protéines chez les larves de moustiques. Nous avons donc croisé les 

données d’expression des gènes sur-transcrits en RNA-seq avec celles obtenues par 

microarrays à partir d’intestins de larves (Tetreau et al., 2012b), (Tableau 7). Parmi 

ces gènes, les deux gènes AAEL004798 et AAEL002492 sont constitutivement sur-

transcrits chez toutes les souches résistantes (entre 1.53 fois et 7.62 fois) et sont 
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induites chez la souche sensible après exposition au Bti. Ces deux gènes sont donc 

particulièrement intéressants à valider pour confirmer ou infirmer notre hypothèse. En 

premier lieu, on pourrait essayer de déterminer l’influence des chitinases dans la 

toxicité du Bti. Pour ce faire, il faudrait purifier les cristaux protéiques contenant les 

toxines afin de les séparer des spores et exposer les larves aux cristaux avec ou 

sans chitinases exogènes. Aussi l’inhibition par la méthode de RNAi de certaines 

protéines associées à la chitine pourrait déterminer le rôle de chacune de ces 

protéines dans la tolérance au Bti. 

Tableau 7 : Gènes cuticulaires retrouvés sur-transcrits chez au moins une souche résistante, 
exprimés dans les intestins de larves et/ou contenant un domaine à péritrophine-A. 

Identifiant Fonction Bora exposée 
 au Bti LR4A LR4B LR11 LR3Bti 

AAEL015364 Protéine associée à la chitine (RR) -1.43 2.14 1.48 -1.00 1.39 
AAEL004776 Protéine associée à la chitine (RR) -1.06 3.65 2.04 2.03 2.18 
AAEL004764 Protéine associée à la chitine (RR) 1.16 2.19 1.42 1.95 1.91 
AAEL007192 Protéine associée à la chitine (RR) 1.50 2.31 1.67 1.75 2.01 
AAEL002110 Protéine associée à la chitine (RR) 1.53 2.13 1.53 1.66 2.02 
AAEL003239 Protéine associée à la chitine (RR) 2.73 2.29 1.74 -1.28 1.11 

AAEL004798 Protéine associée à la chitine 
(péritrophine-A) 4.89 2.49 2.93 2.90 1.53 

AAEL002492 Protéine associée à la chitine 
(péritrophine-A) 7.60 7.62 5.20 5.83 4.41 

 

3. Une modification de l’immunité ? 

La réponse immunitaire face à une infection au Bt chez différentes espèces mobilise 

la réponse humorale et cellulaire (Behrens et al., 2014; Bel et al., 2013; Crava et al., 

2015; Grizanova et al., 2014; Hernández-Martínez et al., 2010; Rodríguez-Cabrera et 

al., 2008; Yao et al., 2014). Plusieurs études ont suggéré que l’immunité pouvait être 

responsable d’une partie de la résistance au Bt chez les insectes (Ma et al., 2005; 

Rahman et al., 2004).. Dans cette thèse, nous avons observé des modifications des 

activités phénoloxidases et lysozymes ainsi que de la prolifération du Bti dans les 

souches résistantes. Une modification de l’immunité est donc associée au phénotype 

de résistance. Cependant, il est difficile de déterminer si l’immunité joue un rôle 

prépondérant dans les mécanismes de résistance au Bti et à ses toxines ou si c’est 

une conséquence des coûts sur la fitness liés à cette résistance. Pour aller plus loin, 

il faudrait étudier la différence de réponse des gènes immunitaires de type AMP entre 
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la souche sensible et les souches résistantes. Après identification des gènes qui 

répondent fortement à l’exposition au Bti chez les souches résistantes, il faudrait 

produire et purifier ces AMPs et tester leur activité sur le Bti et les différentes 

bactéries de la flore intestinale. Ce type d’expérience est néanmoins lourd à réaliser. 

Enfin, il est prévu de tester l’activité phagocytaire des différentes souches pour 

déterminer le rôle potentiel des phagocytes dans la résistance au Bti. 

4. Autres modifications 

L’étude du protéome d’une souche sensible, exposée à Cry11Aa a révélé la 

modification de l’expression de plusieurs protéines (Cancino-Rodezno et al., 2012). 

Parmi ces protéines, une protéine de choc thermique (hsp90) AAEL011704 a été 

trouvée sous-exprimée après exposition à Cry11Aa. De plus, son inhibition par ARN 

interférant induit une augmentation de la tolérance de plus de 4 fois. Chez nos 

souches résistantes, ce gène est sous-transcrit 1.5 fois chez toutes les souches. 

Cette protéine semble avoir un rôle important dans la stabilisation du signal anti-

apoptotique et dans la biogénèse de certains récepteurs membranaires (Taipale et 

al., 2010). La diminution de l’expression de cette hsp pourrait donc permettre 

d’induire plus rapidement la mort cellulaire en présence de toxines pour pouvoir 

remplacer les cellules affectées et/ou altérer l’assemblage des récepteurs 

membranaires aux toxines Cry (Cancino-Rodezno et al., 2012). 

Parmi les gènes aux fonctions inconnues, deux gènes AAEL013584 et AAEL010435 

sont fortement sur-transcrits (de 2.3 à 8.5 fois) constitutivement chez toutes nos 

souches résistantes par rapport à la souche sensible. La sur-transcription de ces 

gènes a aussi été trouvée chez la souche LiTOX sur larves entières ou sur intestins 

(Després et al., 2014; Tetreau et al., 2012b), de plus ces gènes sont fortement 

induits chez la souche sensible exposée au Bti. Ces gènes codent pour des 

protéines présentant une forte homologie pour des protéines G12 d’A. aegypti (77% 

d’identité de séquence protéique) (Tetreau, 2012). Ces protéines régulent de 

nombreuses fonctions dans les cellules, telles que les échanges Na+/H+, la synthèse 

d’ADN ou la prolifération des cellules (Riobo et Manning, 2005; Vega-Cabrera et al., 

2014). Les protéines G12 peuvent également interagir avec le domaine 

cytoplasmique des cadhérines et entrainer un relargage de β-catenines, induisant 

une perte importante de la fonction de jonction cellulaire des cadhérines (Meigs et 
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al., 2002). Les cadhérines ont été montrées comme ayant un rôle dans la toxicité de 

Cry11Aa chez A. aegypti et de Cry4Ba chez An. gambiae (Ibrahim et al., 2013; Hua 

et al., 2008; Lee et al., 2015). De même que chez la souche SSC11 sélectionnée à 

Cry11Aa (Lee et al., 2014), nous n’avons trouvé aucune modification de l’expression 

ou de la séquence des cadhérines dans nos souches résistantes. Ainsi, l’implication 

des cadhérines dans la résistance pourrait passer par une voie détournée via les 

protéines G12. La surexpression de ces protéines pourrait entrainer une baisse du 

nombre de cadhérines fonctionnelles à la surface de la cellule, diminuant la 

possibilité de fixation des toxines Cry. 

5. Conclusion 

Les différentes approches utilisées durant cette thèse ont permis de mettre en 

évidence une résistance qui semble multigénique à chaque toxine Cry et au Bti. La 

résistance développée au laboratoire par les souches sélectionnées apparait donc 

complexe combinant des mécanismes de résistance spécifiques et généralistes 

(Figure 30). Parmi ces mécanismes, la modification des récepteurs semble être le 

mécanisme de résistance principal pour résister aux toxines mais n’apparait pas 

avoir un rôle dans la résistance au Bti (Figure 30-b, c). Ainsi, d’autres mécanismes 

plus géneraux tels qu’une modification de la composition de la membrane 

péritrophique (Figure 30-d) ou une défense immunitaire plus spécifique de l’infection 

par du Bt pourraient également permettre une meilleure tolérance au Bti (Figure 30-

e). Enfin, les hypothèses concernant les récepteurs impliqués ou les différentes voies 

qui peuvent être impliquées dans la résistance restent spéculatives et nécessitent 

d’être validées par des expériences complémentaires. 
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Figure 30 : (a) Représentation du mode d’action des toxines Cry, de la prolifération du Bti dans 
l’hémolymphe et des mécanismes de résistance potentiels. (b) Les récepteurs peuvent être sous-
exprimés ou leur séquence protéique changée, induisant une plus faible fixation des toxines. (c) 
L’exposition des souches résistantes à leur toxine de sélection entraine une induction de deux 
groupes d’ALPs (flèches vertes et violettes) différentes par rapport à la souche sensible, pouvant 
contribuer à la résistance. (d) La modification de la membrane péritrophique peut altérer la fixation des 
toxines aux cellules épithéliales et/ou la rendre moins sensibles aux chitinases produites par le Bti. (e) 
Les souches résistantes peuvent avoir une modification des facteurs immunitaires permettant une 
meilleure tolérance à l’infection par le Bti. 
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C. Quelles perspectives ? 

1. Une approche protéomique 

Durant cette thèse, nous avons identifié plusieurs récepteurs potentiels aux toxines 

Cry. Pour compléter la liste de gènes candidats identifiés par la méthode de RNA-

seq, la technique de « ligand blot » est très adaptée. En effet, à la différence des 

données obtenues en transcriptomique, cette technique permet de prendre en 

compte les modifications post-traductionnelles des protéines. 

 

Figure 31 : Principe de la technique de « ligand blot ». Les protéines migrent en fonction de leur taille 
et de leur point isoélectrique (étape 1). Les points bleus représentent les protéines ayant migré dans 
le gel. Les toxines Cry se fixent à leur récepteur (étape 2) puis sont détectées par des anticorps anti-
Cry (étape 3) couplés à une protéine permettant leur détection. Les points noirs représentent les 
protéines révélées par la technique de ligand blot. Figure reprise de (Tetreau, 2012). 

Pour cela, il faut extraire les intestins et les broyer dans un tampon contenant des 

inhibiteurs des protéases pour éviter la dégradation des protéines d’intérêt. Après 

broyage, une technique de précipitation du broyat par les ions magnésium permet de 

former spontanément des vésicules de membranes intestinales (BBMV pour Brush 

Border Membrane Vesicle). Cette technique permet d’isoler les protéines de la 

membrane des cellules intestinales de toutes les protéines cytoplasmiques qui n’ont 

que peu d’intérêt dans la recherche des récepteurs protéiques aux toxines Cry. Les 

protéines contenues dans les BBMVs sont ensuite purifiées et utilisées pour réaliser 

un gel en 2-dimensions permettant de séparer les protéines selon leur taille et leur 

point isoélectrique (Figure 31, étape 1). Pour chaque souche testée, il faut réaliser 
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plusieurs gels, l’un est destiné à être coloré pour révéler l’intégralité des protéines 

présentes dans les BBMV et les autres (3 à 4 réplicats) sont destinés à un transfert 

des protéines sur une membrane. Cette membrane va être mise en présence des 

toxines qui vont ainsi pouvoir se fixer sur les récepteurs (Figure 31, étape 2). Une 

fois les toxines fixées, la membrane est mise en présence d’anticorps spécifiques 

(couplés à une protéine fluorescente par exemple) des toxines Cry qui vont révéler la 

fixation des toxines (Figure 31, étapes 3 et 4). Il faut alors comparer les gels 

provenant des souches résistantes avec ceux provenant de la souche sensible. 

Ainsi, il est possible d’identifier les récepteurs absents ou qui ne fixent plus les 

toxines dans les souches résistantes. Dès lors, nous pouvons exciser la protéine 

d’intérêt sur le gel en 2-dimensions non transféré et identifier la protéine par 

spectrométrie de masse. Pour valider spécifiquement l’implication des ALPs dans la 

fixation des toxines Cry et dans la résistance, il est possible de réaliser la même 

expérience en purifiant au préalable les ALPs par immunoprécipitations à l’aide 

d’anticorps anti-ALPs. Cette technique n’est néanmoins pas présente au LECA, mais 

nous collaborons avec le laboratoire de Pr. Michael Adang (Université de Georgia 

Etats-Unis) qui réalise ce genre d’expérience en routine et possède les anticorps 

nécessaires à la réalisation de cette manipulation. 

2. Les techniques de validation 

a) Le RNAi  

Lors de ma thèse, j’ai utilisé la technique d’ARN interférant pour valider l’implication 

de certaines protéines dans la toxicité des toxines Cry. Ces protéines étant 

exprimées dans l’intestin, nous avons choisi d’utiliser une méthode non invasive 

d’ingestion par les larves de dsRNA spécifique de certains gènes. À ce jour, trois 

méthodes pour inhiber l’expression des gènes par RNAi ont été développées : 

 - La première méthode consiste à nourrir pendant 16 heures des larves de 

stade 1 avec le dsRNA encapsulé dans un agent de transfection (e.g. effectene, 

QIAGEN), qui va faciliter la pénétration du dsRNA dans les cellules. Cette méthode a 

été utilisée à plusieurs reprises avec succès pour valider l’implication de récepteurs 

et autres protéines dans le mode d’action des toxines Cry chez A. aegypti (Cancino-



Discussion générale et perspectives 

138 
 

Rodezno et al., 2012; Jiménez et al., 2012). L’agent de transfection étant très 

onéreux d’autres techniques plus abordables ont été utilisées durant ma thèse. 

 - La deuxième méthode consiste à faire éclore les œufs directement dans un 

petit volume contenant le dsRNA à différentes concentrations. Cette méthode 

présente l’avantage de réhydrater les œufs directement dans une solution contenant 

le dsRNA facilitant sa pénétration dans les cellules mais suppose que l’effet du 

dsRNA va perdurer tout le long des stades larvaires. Cette technique a été utilisée 

avec succès pour inhiber l’expression d’un transporteur de la méthionine essentielle 

pour le développement du moustique (Meleshkevitch et al., 2013). J’ai utilisé cette 

méthode durant ma thèse pour valider l’implication de 4 gènes (une ALP, 

AAEL003317+AAEL003286 ; une protéine G12, AAEL010435 ; une métalloprotéase, 

AAEL007938 et une glycoside hydrolase, AAEL015573) identifiés comme candidats 

potentiels à la résistance chez la souche LiTOX. Après mesure de l’expression des 

gènes, je n’ai pas obtenu une inhibition significative et reproductible de leur 

expression. En revanche, j’ai pu observer un phénotype de développement plus lent 

chez les larves exposées au dsRNA spécifique du gène de la glycoside hydrolase 

AAEL015573. Cette technique semble donc fonctionner pour certains gènes 

néanmoins, pour pouvoir tester l’effet de l’inhibition d’un gène sur le phénotype de 

tolérance, il est nécessaire que les larves soient de même stade. Le développement 

plus lent des larves après inhibition du gène AAEL015573 ne nous permettait pas 

d’avoir des larves témoins du même stade.  

 - La dernière technique, utilise la capacité du chitosane à former des 

nanoparticules avec l’ARN, permettant ainsi aux larves de les ingérer (Zhang et al., 

2015). Les nanoparticules sont mélangées à de la nourriture (levure et paillettes pour 

poisson) puis données aux larves du premier au dernier stade larvaire. Cette 

méthode a été utilisée avec succès chez An. gambiae et A. aegypti pour inhiber 

respectivement une chitine synthase et un facteur de transcription (Zhang et al., 

2015). J’ai utilisé cette méthode durant ma thèse pour valider l’implication de 6 gènes 

(deux ALPs, AAEL003317+AAEL003286 et AAEL003905 ; deux APNs, AAEL008158 

et AAEL007204 ; une alpha amylase, AAEL010532 et une glycoside hydrolase, 

AAEL015020) identifiés comme candidats potentiels à la résistance chez les souches 

sélectionnées à une toxine. Parmi ces gènes, seul AAEL003317+AAEL003286 a 

donné des résultats montrant une inhibition significative et reproductible de son 
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expression. Récemment, il a été observé qu’utiliser des nanoparticules de carbone à 

la place de la chitosane pouvait améliorer l’inhibition de l’expression de certains 

gènes (Das et al., 2015). 

Nos résultats sont en accord avec le fait que l’efficacité de l’inhibition de l’expression 

de gènes par RNAi est très variable selon le gène testé, le mode d’administration du 

dsRNA et l’espèce étudiée. En effet, sur les 9 gènes testés, seulement un présente 

une inhibition significative et reproductible. Pour améliorer cette technique de 

validation fonctionnelle, plusieurs facteurs peuvent être pris en compte. Lors de cette 

thèse, j’ai utilisé un seul dsRNA par gène de taille variant de 150 à 800 paires de 

bases. Or, on sait que la taille du dsRNA peut influencer l’efficacité de l’inhibition 

différemment selon l’insecte et le gène testé (Bolognesi et al., 2012). Il a aussi été 

montré chez A. aegypti une meilleure efficacité du dsRNA ciblant la partie 3’ d’un 

gène que ceux ciblant la partie centrale ou 5’ (Pridgeon et al., 2008). Pour chaque 

gène d’intérêt il est donc nécessaire de tester plusieurs séquences de dsRNA afin de 

maximiser les chances de réussite. Aussi, les doses de dsRNA nécessaires pour 

inhiber l’expression de chaque gène peuvent être différentes selon l’abondance du 

transcrit et la stabilité de son expression dans le temps (Scott et al., 2013). Il est 

donc nécessaire de tester une gamme de doses plus large pour augmenter les 

chances de réussite.  

En conclusion, la technique utilisant les nanoparticules de chitosane-dsRNA apparait 

opérationnelle pour tester l’implication d’un gène dans la résistance au Bti ou aux 

toxines Cry. Néanmoins, chaque gène doit être considéré comme un cas 

indépendant des autres gènes et la méthode doit être recalibrée sur chaque gène. Il 

est nécessaire de tester les conditions optimales (concentrations, temps d’exposition, 

différentes tailles de dsRNA) pour obtenir une inhibition efficace et reproductible pour 

chaque gène. 

b) L’expression en système hétérologue  

Pour aller plus loin dans la caractérisation des récepteurs membranaires, les 

différentes protéines peuvent être produites dans des lignées cellulaires d’insectes 

ou chez des bactéries. Cette approche a été utilisée pour valider l’implication d’une 

ALP (AAEL009077) dans la toxicité de Cry4Ba chez A. aegypti. Cette ALP a été 

produite dans des cellules d’insectes (sf9) provoquant de la mortalité cellulaire 
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(Dechklar et al., 2011). Elle a ensuite été produite chez E. coli démontrant que même 

sans glycosylation, l’ALP conservait son activité et sa forte affinité pour Cry4Ba 

(Thammasittirong et al., 2011). Dans notre étude, nous avons vu que l’ALP 

AAEL003905 est sous sélection directionnelle chez toutes les souches résistantes et 

montre plusieurs combinaisons de mutations non synonymes selon la souche. Une 

collaboration avec Eve De Rosny (Université Grenoble-Alpes) a été initiée afin de 

produire cette ALP chez E. coli. En premier lieu, l’affinité de cette ALP pour les 

toxines Cry va être testée. Si une ou plusieurs toxines se fixent, alors l’ALP avec les 

différentes combinaisons de mutations va être produite pour évaluer si ces mutations 

ont un effet sur l’affinité des toxines. 

c) Transgénèse chez le moustique 

L’objectif de cette approche est de modifier le génome du moustique, en particulier 

un gène afin d’étudier sa fonction. Parmi les moyens disponibles, les techniques 

dites d’édition du génome (TALEN, ZFN et CRISPR-Cas9) sont en plein essor et 

permettent une grande diversité de modifications du génome. Je vais focaliser cette 

partie sur la technique CRISPR-Cas car elle est la plus simple et la moins couteuse à 

mettre en place (Doudna et Charpentier, 2014). Le système CRISPR-Cas9 est 

naturellement présent chez les bactéries. Il leur confère une immunité adaptative 

contre les virus et les plasmides. Cas9 (protéine associée à CRISPR) est une 

protéine qui, lorsqu’elle est associée à un brin d’ARN, va se fixer à l’ADN 

complémentaire de ce brin et couper la double hélice d’ADN. La fonction de cette 

protéine est utilisée pour cibler un gène d’intérêt dans le génome d’autres 

organismes (Doudna et Charpentier, 2014). Pour ce faire, il faut produire la protéine 

Cas9 et un guide d’ARN simple brin (sgARN) spécifique en sa partie 5’ (17 à 20 

paires de bases) du gène ciblé et qui se fixe à la protéine Cas9 en sa partie 3’ 

(Figure 32). Le sgARN et Cas9 sont ensuite injectés dans l’embryon pour atteindre 

les cellules souches. Une fois le complexe protéine-ARN fixé au brin d’ADN 

complémentaire, Cas9 va cliver les deux brins d’ADN (Figure 32). Ces ruptures 

peuvent conduire à l’inactivation du gène à travers: 1. la réparation cellulaire par 

jonction d’extrémités non homologues conduisant à des insertions ou des délétions 

ou 2. la réparation cellulaire par recombinaison homologue conduisant à 

l'introduction de gènes hétérologues (exogène ou endogène) (Figure 32) (Basu et al., 

2015; Dong et al., 2015; Kistler et al., 2015). Cette technique appliquée à notre 
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problématique pourrait permettre de remplacer le RNAi pour étudier l’effet de la perte 

de fonction d’une protéine d’intérêt (récepteurs, protéines cuticulaires ou peptides 

antimicrobiens) sur le phénotype de résistance. Cette technique a déjà été utilisée 

avec succès chez A. aegypti (Basu et al., 2015; Dong et al., 2015; Kistler et al., 

2015). Néanmoins, cette approche nécessitant une accréditation pour manipuler des 

moustiques génétiquement modifiés, elle ne pourra donc être envisagée que dans le 

cadre d’une collaboration avec d’autres laboratoires de recherche habilités.  

 

Figure 32 : Représentation des différentes étapes de la technique CRISPR-Cas9. Le sgRNA et la 
protéine Cas9 sont injectés dans l’embryon. La protéine Cas9 couplée au sgRNA vont reconnaitre et 
cliver le gène cible, à noter que pour obtenir un clivage il faut être proche d’un site PAM (contenant 
trois nucléotides : NGG). La rupture de l’ADN va activer la machinerie de réparation cellulaire qui soit 
réparé l’ADN par jonction non homologue ou par recombinaison homologue avec un fragment d’ADN 
exogène ou endogène. Figure adaptée de (Basu et al., 2015; Dong et al., 2015; Kistler et al., 2015). 

II. Comment détecter la résistance en population naturelle 

A. L’utilisation des bioessais 

Pour mettre en évidence l’apparition de résistances aux insecticides sur le terrain, 

l’approche la plus utilisée consiste à réaliser des bioessais sur des individus 

échantillonnés dans les populations naturelles (Sivasupramaniam et al., 2007). La 

résistance au Bti a été recherchée dans des populations naturelles de nombreux 

pays (Araújo et al., 2013; Kamgang et al., 2011; Lee et Zairi, 2006; Liu et al., 2004; 
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Loke et al., 2010; Rocha et al., 2015; Wirth et al., 2001) mais une seule étude a 

conclu à une résistance de plus de 30 fois chez une population de C. pipiens dans 

l’État de New York (Paul et al., 2005). Néanmoins, cette étude est critiquable, 

notamment à cause du choix de la souche de référence. La souche de référence est 

une souche prélevée en Californie en 1950 (Georghiou et al., 1966) et élevée 

pendant plus de 50 ans en conditions standardisés de laboratoire. La forte distance 

géographique entre la souche de référence et la population testée ainsi que l’élevage 

de la population de référence en condition de laboratoire suggèrent que ces souches 

ne partagent pas un fond génétique commun. Les résultats obtenus peuvent ne 

refléter qu’une différence de tolérance naturelle entre les deux populations et non 

une réelle résistance sectionnée sur le terrain. 

1. Détecter une résistance cryptique au Bti  

Pour pouvoir vérifier si l’augmentation de la tolérance au Bti dans les populations 

naturelles est due à une sélection de la résistance, il est nécessaire de pouvoir 

détecter plus finement l’apparition de résistance. Nous avons vu que la souche 

LiTOX présentait une faible résistance au Bti mais une résistance beaucoup plus 

importante aux toxines Cry testées individuellement. La résistance aux toxines 

séparées est donc détectable avant que la résistance au Bti ne soit suffisamment 

importante pour être détectée par des bioessais. Dans ce contexte, nous avons testé 

(initié lors de mon stage de master 1) des populations de moustiques de la région 

Rhône-Alpes à l’aide des toxines individuelles du Bti afin de détecter une éventuelle 

adaptation des moustiques au Bti (Annexe 5) (Tetreau et al., 2013c). Parmi les trois 

espèces testées (A. rusticus, A. vexans et A. sticticus), une population d’A. sticticus 

présentait une tolérance plus importante à Cry4Aa (3.5 fois) et à Cry11Aa (8.0 fois) 

par rapport aux deux autres populations mais aucune augmentation de la tolérance 

au Bti. Ces trois populations étant traitées au Bti, ce résultat peut indiquer une 

résistance cryptique au Bti. Néanmoins, ces bioessais ont été réalisés directement 

sur les les larves prélevées sur le terrain. Or, les facteurs environnementaux tels que 

la température (Asano, 2004), les xénobiotiques (Riaz et al., 2009) ou encore 

l’exposition au UVs (Tetreau et al., 2013a) peuvent également affecter la sensibilité 

des larves. Pour pallier ce problème, chez certaines espèces il est possible de 

collecter les larves sur le terrain (génération 0) puis de les laisser se reproduire et 

élever leur descendance en conditions standardisées (génération 1) avant de 
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procéder aux bioessais. Dans le cas des espèces trouvées sur la région Rhône-

Alpes, cette solution n’était pas applicable car ces espèces nécessitent beaucoup 

d’espace pour se reproduire (Carron, 2007). 

2. Un outil pertinent pour détecter la résistance ? 

Dans le cadre de ma thèse, j’ai utilisé ce test pour évaluer la tolérance au Bti et aux 

toxines séparées en population naturelle de trois espèces vectrices de maladies (A. 

aegypti, A. albopictus et C. quinquefasciatus). Pour ce faire, nous avons collaboré 

avec Jean-Sébastien Dehecq de l’ARS (agence régionale pour la santé) de l’océan 

Indien. J’y ai ainsi effectué une mission de trois semaines pour évaluer la tolérance 

des populations d’A. albopictus et de C. quinquefasciatus au Bti et aux toxines 

séparées sur l’île de la Réunion. Nous avons également collaboré avec Florence 

Fouque et Daniella Goindin (dans le cadre de sa thèse) de l’institut Pasteur de 

Guadeloupe pour tester des souches d’A. aegypti. Les trois populations provenant de 

la Guadeloupe ne présentant aucune différence de tolérance au Bti et aux toxines 

séparées, les résultats ne sont donc pas présentés. 

 

Figure 33 : Mesure de la tolérance au Bti et aux toxines séparées du Bti. (a) Mortalité calculée à 24h 
pour les populations naturelles d’A. albopictus provenant de l’île de la réunion exposées à des doses 
de toxines Cry4Aa (59.9 ng.µl-1), Cry4Ba (36.6 ng.µl-1), Cry11Aa (54.2 ng.µl-1) et au Bti commercial 
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Vectobac WG (0.7 µg.mL-1). Les différences ont été testées à l’aide d’un test de Wilcoxon (p-
valeur<0.05, *). Les populations traitées sont indiquées en rouge et la population non traitée est 
indiquée en vert. (b) LC50 calculées à 24h pour les populations de C. quinquefasciatus exposées à 
des concentrations croissantes de Cry4Aa, Cry11Aa et au Bti commercial Vectobac WG. Les 
différences sont significatives lorsque les intervalles de confiance à 95% calculés à l’aide du logiciel 
probit sont non-chevauchants, *. Les populations traitées sont indiquées en rouge et la population de 
laboratoire non traitée est indiquée en vert. 

Tous les résultats présentés dans cette partie ont été obtenus en utilisant des œufs 

provenant d’une génération d’élevage en laboratoire pour A. albopictus ou des œufs 

prélevés directement sur le terrain pour C. quinquefasciatus. Cette approche permet 

d’élever les larves en conditions standardisées et de s’affranchir des effets potentiels 

de l’environnement. On observe que deux populations d’A. albopictus (Saint-Denis et 

Saint-Paul) présentent une tolérance significativement plus importante aux toxines 

séparées et au Bti par rapport à la population non traitée (Plaine des palmistes) 

(Figure 33–a). La mortalité de ces deux populations baisse de 14-23% pour les 

toxines Cry et de 28-56% pour le Bti. Concernant C. quinquefasciatus, on observe 

une augmentation significative de la tolérance au Bti par rapport à la souche de 

laboratoire S-Lab de 2.1 et 3.8 fois pour respectivement la population provenant de 

Saint-Paul et Sainte-Marie (Figure 33-b). Nos données concordent avec l’article de 

Paul et al (2005) : la souche de laboratoire apparait plus sensible au Bti que les 

populations naturelles. Néanmoins, nos rapports de résistance sont 10 fois plus 

faibles que ceux trouvés dans leurs données, ce qui suggère une adaptation locale 

de leurs populations au Bti. Aussi, on ne remarque aucune différence de tolérance à 

la toxine Cry11Aa quand l’augmentation de la tolérance à la toxine Cry4Aa (1.7 et 

2.9 fois pour respectivement Saint-Paul et Sainte-Marie), bien que non 

significativement différente de la souche de laboratoire, présente une amplitude 

similaire à celle observée pour le Bti.  

L’ensemble de ces résultats nous indique qu’une meilleure tolérance au Bti pour les 

deux espèces étudiées est associée à une meilleure tolérance aux toxines séparées 

du Bti. Néanmoins, on remarque que les tolérances au Bti sont, contrairement à ce 

qui était observé chez la souche LiTOX, toujours légèrement plus importante que 

celles observées aux toxines séparées. Deux interprétations sont possibles pour 

expliquer ces résultats : 

 - Les variations de tolérance de ces populations ne sont pas le reflet d’une 

sélection exercée par le Bti mais une variation de tolérance naturelle entre les 
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populations. Dans ce cas, il est toujours possible que l’adaptation des moustiques au 

Bti soit reflétée par une forte augmentation de la résistance aux toxines séparées. Il 

serait donc nécessaire de continuer à mesurer la résistance au Bti et aux toxines 

séparées sur le terrain. Dans le cas où une résistance aux toxines séparées est 

détectée sur le terrain, après validation des gènes candidats à la résistance aux 

toxines Cry obtenus durant cette thèse, on pourrait alors cibler ces gènes pour 

identifier les mécanismes de résistances impliqués. Pour identifier leur implication, 

plusieurs méthodes sont envisageables : une mesure de l’expression des gènes par 

RTqPCR, la recherche des gènes sous sélection et des mutations responsables de 

la résistance par séquençage. Étant donné que les techniques de validation (RNAi, 

expression en système hétérologue, etc.) sont longues à effectuer pour chaque 

gène, il est aussi possible de chercher les principales mutations identifiées durant 

cette thèse (sans validation préalable) dans les populations naturelles. Ceci peut 

permettre de réduire la liste de gènes candidats à la résistance tout en étant proche 

des mécanismes potentiellement sélectionnés en population naturelle. Des 

techniques de génotypage de type Illumina Golden Gate, permettent ainsi de 

détecter plus de 1500 SNPs en même temps à partir d’ADN. Ce type d’approche a 

été appliqué avec succès sur les populations naturelles de Martinique (Paris et al., 

2013). 

 - L’hypothèse émise à partir d’une souche d’A. aegypti de laboratoire n’est pas 

extrapolable à d’autres espèces et à d’autres écosystèmes. Plusieurs résultats 

peuvent soutenir cette hypothèse. Le Bti perd de la toxicité en 3 heures seulement 

après contact avec de la litière végétale. Cette perte de toxicité est attribuée à une 

forte baisse de la biodisponibilité de la toxine Cyt (Tetreau et al., 2012c). Ces 

résultats ont été confirmés par une baisse de la proportion de la toxine Cyt dans la 

litière végétale utilisée pour sélectionner la souche LiTOX (Tetreau et al., 2012a). La 

toxicité de cette litière végétale, échantillonnée plusieurs mois après un traitement au 

Bti, est attribuée à une remise en culture des spores de Bti suivie d’une production 

de nouveaux cristaux (Tetreau et al., 2012a). Le fait que la souche LiTOX présente 

une résistante modérée au Bti mais une forte résistance aux toxines séparées et que 

le Bti perd rapidement de la toxicité à cause de la perte de la biodisponibilité de la 

toxine Cyt nous a amené à penser que la pression de sélection exercée par le Bti 

pouvait être principalement exercée par les toxines Cry. On pourrait donc détecter 
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une résistance cryptique au Bti par l’intermédiaire d’une forte augmentation de la 

résistance aux toxines Cry. Néanmoins, plusieurs facteurs peuvent modérer la 

validité de cette hypothèse sur le terrain. Le premier facteur est opérationnel : les 

doses de Bti épandue sur le terrain atteignent régulièrement jusqu’à 20 fois la dose 

permettant de tuer 95% de la population (Lee et Zairi, 2006). Sachant que le Bti est 

constitué à 80% de toxine Cyt et que le Bti provoque la mort des larves très 

rapidement (entre 3 et 8 heures) après épandage il est probable que les moustiques 

soient exposés à de fortes concentrations en toxine Cyt. Le deuxième facteur est 

comportemental : le Bti peut persister voire même se recycler plusieurs mois après 

traitement mais ces événements semblent rares (Duchet et al., 2014) et aucun autre 

cas de litières toxiques n’a été rapporté à ce jour. Ceci limite la possibilité des 

moustiques à être exposés à une litière toxique contenant essentiellement des 

toxines Cry. Dans ce cas, la pression de sélection exercée par le Bti en population 

naturelle se ferait sur toutes les toxines qui composent le Bti, incluant la toxine Cyt. 

La souche LR3Bti se rapprocherait donc le plus d’une sélection exercée par le Bti en 

population naturelle. Or, on observe sur cette souche que la résistance aux toxines 

Cry n’augmente pas malgré 9 générations de sélections supplémentaires et qu’il n’y 

a pas de modification (expression ou SNPs) dans les gènes potentiellement 

impliqués dans la résistance spécifique aux toxines Cry. Ceci pourrait également 

expliquer pourquoi les niveaux de tolérance des populations naturelles ne sont pas 

plus forts aux toxines Cry du Bti qu’au Bti. 

B. Une autre voie pour étudier et détecter la résistance au Bti 

1. Le choix de l’espèce  

Les différentes espèces de moustiques possèdent une grande diversité d’habitats 

larvaires. Parmi les espèces vectrices des principales maladies humaines (C. pipiens 

et C. quinquefasciatus, virus du Nil occidental ; A. albopictus et A. aegypti, DENV, 

CHIKV et Fièvre jaune ; An. gambiae, paludisme), on retrouve des gîtes larvaires 

généralement à proximité des habitations humaines. Les larves d’A. albopictus et A. 

aegypti vont se trouver dans des gîtes artificiels (pot de fleurs, gouttières, pneus, 

etc.), généralement peu ensoleillés, contenant un faible volume d’eau claire non 

polluée. Les larves d’An. gambiae se retrouvent aussi dans des eaux claires mais 

dans des gites plus naturels (flaques, marécages, petites mares, rizières, etc.) 
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généralement exposés au soleil. La diversité d’habitats de ces espèces rend plus 

difficile l’identification des gîtes et leur traitement par les gestionnaires 

(communication de l’ARS). Contrairement aux autres genres, les Culex se retrouvent 

souvent dans des eaux stagnantes fortement polluées (fosses septiques, égouts à 

ciel ouvert et bassins de lagunage, etc.). Leurs habitats sont donc plus faciles à 

localiser et sont traités au Bti en routine, ce qui pourrait faciliter l’apparition de 

résistance (communication de l’ARS). De plus, ces espèces présentent de 

nombreuses générations par an, car elles sont surtout dépendantes des rejets 

d’eaux humains constituant les eaux stagnantes, ce qui peut aussi favoriser 

l’apparition de résistance. Enfin, C. quinquefaciatus et C. pipiens sont les seules 

espèces à avoir présenté une résistance en population naturelle à Bacillus 

sphaericus (Rao et al., 1995; Yuan et al., 2000) et une résistance au Bti est 

soupçonnée (Paul et al., 2005). Les espèces de Culex apparaissent donc comme les 

premières à pouvoir s’adapter au Bti (Paul et al., 2005). 

2. La méthode pour étudier la résistance 

Comme nous l’avons vu dans l’introduction (pages 24-25), la pression de sélection 

exercée en laboratoire est plus faible (tuant 70% de la population) que la pression 

exercée sur le terrain (99-100% de mortalité). En effet, le Bti est épandu directement 

dans le gîte larvaire ce qui limite la possibilité des larves d’échapper au traitement 

insecticide. Pour étudier la résistance au Bti, je propose donc de récupérer des 

larves de C. quinquefaciatus provenant de différents endroits du monde pour établir 

une métapopulation disposant d’une diversité génétique importante. Pour mimer 

l’effet du Bti sur le terrain, il faudrait alors appliquer une concentration de Bti proche 

des doses opérationnelles et récupérer le peu de larves survivantes à ces doses afin 

de les faire se reproduire pour obtenir la génération suivante. Cette opération de 

sélection devra être appliquée plusieurs fois pour fixer la résistance. Ceci permettra 

de sélectionner des gènes qui ont un effet majeur dans la résistance au Bti. Les 

effets d’une sélection aussi forte sur une population fixeront forcément aussi des 

allèles non reliés à la résistance mais lié à la perte de la diversité génétique. En 

parallèle, il est nécessaire de construire une lignée iso-femelle (croisement sur 

plusieurs générations de frères et sœurs pour obtenir une lignée consanguine) à 

partir d’une souche sensible non exposée à l’insecticide. Une reproduction entre la 

population résistante et la population consanguine suivie d’une exposition au Bti sur 
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plusieurs générations permettra d’éliminer les allèles non reliés à la résistance et 

d’obtenir une souche résistante au Bti isogénique d’une souche sensible. Enfin, des 

approches sans a priori, telles que le RNA-seq, permettront d’identifier les gènes ou 

allèles reliés à la résistance au Bti.  

III. Conclusion générale 

Le Bti représente une excellente alternative aux insecticides chimiques de par sa 

grande spécificité et l’absence de résistance connue en population naturelle. Le Bti, 

composé de plusieurs toxines agissant en synergie couplé à une bactérie virulente, 

possède un mode d’action complexe. La complexité du Bti en fait un insecticide au 

mode d’action encore peu connu. Les résultats obtenus lors de cette thèse 

permettent de proposer des récepteurs potentiels à chaque toxine Cry et des 

mécanismes potentiellement partagés pour résister au Bti ainsi qu’à ses toxines. Il 

apparaît aussi que les mécanismes de résistance développés pour résister à une 

toxine Cry ainsi qu’au cocktail de toxines sont probablement mutligéniques. Pour 

valider l’implication des récepteurs et des autres mécanismes dans la résistance, il 

est nécessaire d’utiliser des approches de validation fonctionnelle. La complexité du 

mode d’action du Bti ainsi que la diversité des gènes/mécanismes qui semblent 

impliqués dans la résistance au Bti et à ses toxines séparément explique l’absence 

de résistance en population naturelle. Les résultats présentés durant cette thèse 

suggèrent aussi que la résistance au Bti ou à ses toxines est coûteuse en terme de 

fitness, ce qui peut également participer à l’absence de sélection de résistance en 

population naturelle. Tous ces paramètres sont encourageants pour l’utilisation à 

long terme du Bti dans la lutte anti-moustique. 

Enfin, basée sur des observations de terrain cette thèse propose une autre approche 

pour étudier la résistance au Bti. En effet, il faudrait voir le Bti comme un « tout » 

couplant des toxines agissant en synergie à une bactérie capable de proliférer dans 

les insectes infectés. Le choix de l’espèce ainsi que la stratégie de sélection de la 

résistance apparaissent important pour identifier les mécanismes permettant de 

résister au Bti. Dans le cadre d’une utilisation croissante du Bti à travers le monde, il 

est nécessaire d’acquérir ces connaissances pour pouvoir prévoir l’apparition de 

résistance en population naturelle. De plus, nous avons mis en évidence que la 
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résistance pouvait accroître la capacité vectorielle des moustiques multipliant les 

risques pour la santé humaine. 
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Abstract

Background: Despite the intensive use of Bacillus thuringiensis israelensis (Bti) toxins for mosquito control, little is
known about the long term effect of exposure to this cocktail of toxins on target mosquito populations. In contrast
to the many cases of resistance to Bacillus thuringiensis Cry toxins observed in other insects, there is no evidence so
far for Bti resistance evolution in field mosquito populations. High fitness costs measured in a Bti selected mosquito
laboratory strain suggest that evolving resistance to Bti is costly. The aim of the present study was to identify
transcription level and polymorphism variations associated with resistance to Bti toxins in the dengue vector Aedes
aegypti. We used RNA sequencing (RNA-seq) for comparing a laboratory-selected strain showing elevated resistance
to Bti toxins and its parental non-selected susceptible strain. As the resistant strain displayed two marked larval
development phenotypes (slow and normal), each phenotype was analyzed separately in order to evidence
potential links between resistance mechanisms and mosquito life-history traits.
Results: A total of 12,458 genes were detected of which 844 were differentially transcribed between the resistant
and susceptible strains. Polymorphism analysis revealed a total of 68,541 SNPs of which 12,571 SNPs exhibited more
than 40%frequency difference between the resistant and susceptible strains, affecting 2,953 genes. Bti resistance is
associated with changes in the transcription level of enzymes involved in detoxification and chitin metabolism.
Among previously described Bti-toxin receptors, four alkaline phosphatases (ALPs) were differentially transcribed
between resistant and susceptible larvae, and non-synonymous changes affected the protein sequence of one
cadherin, six aminopeptidases (APNs) and four a-amylases. Other putative Cry receptors located in lipid rafts, such
as flotillin and glycoside hydrolases, were under-transcribed and/or contained non-synonymous substitutions.
Finally, immunity-related genes showed contrasted transcription and polymorphisms patterns between the two
developmental resistant phenotypes, suggesting the existence of trade-offs between Bti-resistance, life-history traits
and immunity.
Conclusions: The present study is the first to analyze the whole transcriptome of Bti-resistant mosquitoes by
RNA-seq, shedding light on the importance of studying both transcription levels and sequence polymorphism
variations to get a comprehensive view of insecticide resistance.
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Background
Biological control strategies involving Bacillus thuringiensis
israelensis (Bti) are increasingly used as alternatives to che-
micals in order to limit the spreading of mosquito-borne
pathogens transmission and nuisance. During sporulation,
Bti produces a composite crystalline inclusion composed of
four main toxins: Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa and Cyt1Aa.
Upon larval ingestion, the crystalline inclusions dissolve in
the alkaline pH of the insect’s gut, releasing Cry and Cyt
protoxins that will be processed to active toxins by insect
gut proteases [1]. Cyt and Cry toxins are known to act in
synergy to kill mosquito larvae, but the precise mechanisms
of their interaction are not fully understood [2,3]. Other
Bacillus thuringiensis subspecies produce Cry toxins that
are specific to their target organism, and most research has
been done on Cry toxins mode of action in various insects
(mostly in lepidopterans and coleopterans, but also in dip-
terans) and nematodes [4,5]. The selectivity of Cry toxins is
mainly due to the interaction with specific receptors
present at the surface of midgut epithelium cells of the
larva. The activated Cry toxins bind to specific protein re-
ceptors, insert into themembraneand form pores, resulting
in midgut disruption, bacterial infection and death of the
insect. In the recent years, several models have been pro-
posed to describe the precise mode of action of Bt Cry
toxins (reviewed in [6,7]). The binding of Cry toxins can in-
volve interaction with multiple specific receptors, including
cadherin-like proteins but also aminopeptidases N (APNs)
and alkaline phosphatases (ALPs) which are mostly located
in lipid rafts (reviewed in [8]). In mosquitoes, besides cad-
herins, APNs and ALPs, a-amylases were also shown to
bind to Cry4Ba and Cry11Aa toxins [9]. As compared to
what is known about the mode of action of Bt Cry toxins in
lepidopterans and coleopterans, the understanding of Bti
mode of action in mosquito lies far behind, mainly due to
the lack of Bti-resistant mosquito populations to dissect the
mechanisms of resistance. Indeed, the cocktail of toxins
produced by Bti, and especially the presence of Cyt toxin,
appear to hinder the evolution of resistance to Bti both in
the laboratory and in the field [2]. However, recent works
conducted in our group revealed that Cyt1Aa toxin was
strongly affected by the organic matter found in most mos-
quito breeding sites, inducing a decreased efficacy and a
low-level persistence of Cyt toxins as compared to Cry
toxins [10,11]. This ultimately led to the modification of
toxins proportions in field-persistent Bti (Cry toxins be-
came the most abundant toxins while it is Cyt toxin in
commercial Bti), as shown in leaf litters containing persist-
ent Bti sampled in mosquito breeding sites several months
after a treatment [11]. This field-collected Bti was used to
select a laboratory strain for 22 generations, resistant to Bti
toxins (LiTOX strain [12]). Two phenotypes were observed
in the LiTOX strain: larvae with a normal development
time (5 days as the parental Bora-Bora strain) named

LiTOX_N, and larvae with a slow development (about
10 days) named LiTOX_S. As compared to the susceptible
parental Bora-Bora strain, LiTOX_N exhibited resistance
ratio (RR50) of 30.2-fold, 13.7-fold and 6.3-fold for Cry4Aa,
Cry4Ba and Cry11Aa respectively. LiTOX_S exhibited the
same resistance ratio asLiTOX_N for Cry4Baand Cry11Aa
but was not resistant to Cry4Aa [12]. In addition to an al-
tered development, the resistant LiTOX strain exhibited
lower female fecundity and lower egg survival, suggesting
that Bti resistance is associated with high fitness costs [13].
In the present study, we used the LiTOX strain to under-
take a whole transcriptome analysis by RNA-seq of the two
developmental phenotypes LiTOX_S and LiTOX_N versus
the susceptible parental strain aiming at dissecting the mo-
lecular pathways to resistance to Bti Cry toxinsat the whole
organism level, and at understanding the trade-offs under-
lying Cry-toxin resistance and life history traits. Transcrip-
tion level and polymorphism variations associated with
each resistance phenotype were identified in regards of
known and new putative mechanisms involved in Bti toxins
resistance and the way they might interfere with mosquito
life history traits isdiscussed.

Results
Mapping and re-annotation results
A total of 197,175,220 short reads (75 bp) were sequenced,
with an averageof 33 million readsper sample. An average
mapping rate of ~83%(164.66 million mapped reads) was
reached. After filtering on basequality (150.86 million reads
left) and on mapping quality, 129.32 million reads were
retained for further analysis (Additional file 1: Table S1). A
total of 12,942 transcripts showed a coverage >0.5
Reads Per Kilobase exon Model (RPKM) in at least one
strain, including 2,717 transcripts showing a different
structure as compared to genome annotation (21.8%) and
484 novel transcription events (NTEs) (3.7%) predicted
based on spliced reads and distance from known tran-
scripts (close or far, respectively). NTEs were not consid-
ered in further analyses. Because only 6,996 detected
transcripts were functionally annotated in VectorBase (gen-
ome version AaegL2.1, vectorbase.org) we performed a
Blast2GO analysis of all predicted peptides annotated as
‘conserved hypothetical protein’ or ‘hypothetical protein’ in
Vectorbase against the protein database Swissprot (Blastp,
E-value<10a3, annotation cut-off = 55, GO weight = 5).
This allowed re-annotation of 2,608 transcripts (Additional
file 2: Table S2). We also re-annotated known mosquito
Bti-toxin receptors based on bibliography [14,15], ending
up with about 77%of annotated transcripts in our dataset,
including 80 putative Cry receptors (15 a-amylases, 14
ALPs, 12 cadherins and 39 APNs), and 40 trypsins/chymo-
trypsins potentially involved in Cry protoxin activation, and
thereafter called ‘Bti candidates’. All the other transcripts
were assigned to nine categories based on their annotation

Després et al. BMCGenomics 2014, 15:926 Page 2 of 13
http://www.biomedcentral.com/1471-2164/15/926



Annexe 1 

171 
 

 

as follows: ‘Detoxification’,‘Other enzymes’,‘Cuticle’,‘Immun-
ity’, ‘Hormones and neurotransmitters signaling’, ‘Transcrip-
tion factors’, ‘Intra or extracellular trafficking/chaperonins’,
‘Structure’ and ‘Unknown’.

Differential expression
Among all detected genes, 844 (6.8%) were differentially
transcribed (Table 1) in at least one LiTOX phenotype
as compared to the parental susceptible strain, including
12 candidate genes (Additional file 3: Table S3). The two
LiTOX phenotypes shared 266 differentially transcribed
genes as compared to the susceptible (191 and 75 genes
under and over-transcribed, respectively, Figure 1), and 84
genes were over-transcribed in LiTOX_N and under-
transcribed in LiTOX_S. Among genes under-transcribed
in both phenotypes, GO terms associated with detoxifica-
tion process were over-represented, while those associated
with cuticle/chitin metabolism were over-represented in
genes over-transcribed (Figure 1, Additional file 4:
Table S4). In genes specifically under-transcribed in
LiTOX_N, GO terms associated with immunity and ALP
activity were over-represented. In LiTOX_S, GO terms as-
sociated with lipid metabolism were over-represented
among the under-transcribed genes and those associated
with proteolytic activity were over-represented in over-
transcribed genes. Among candidate genes, some specific
proteases such as the chymotrypsin AAEL015105 or the
trypsin AAEL006376, potentially involved in Cry protoxin
activation, were under-transcribed in both LiTOX pheno-
types (Figure 2). Among genes differentially transcribed be-
tween the two LiTOX phenotypes, one serine protease
(AAEL010139) was below the detection threshold in
LiTOX_N (0.2 RPKM, as compared to 7.4 and 8.2 RPKM
in Bora-Bora and LiTOX_S strains respectively), and five
putative Cry receptors were differentially transcribed: one
a-amylase (AAEL010540) and four ALPs (AAEL003286,
AAEL003309, AAEL009077 and AAEL000931). Genes in-
volved in immunity showed contrasted expression pat-
terns in the two LiTOX phenotypes: several genes

involved in the melanization process (prophenoloxidases)
were under-transcribed in both LiTOX phenotypes,
three defensins (antimicrobial peptides) were under-
transcribed only in LiTOX_N, and several genes in-
volved in the Toll pathway (e.g., spaetzle-like cytokine)
were over-transcribed in LiTOX_N and under-transcribed
in LiTOX_S. Finally, genes involved in cuticle/chitin me-
tabolism were mostly over-transcribed in LiTOX_N and
under-transcribed in LiTOX_S. Conserved domain search
(CDS) revealed that all but four were chitin-binding pro-
teins containing the typical Rebers & Riddiford (RR) con-
sensus motif [16]. Based on phylogenetic analysis and
sequences alignment, 26 (59%) contained the diagnostic
motif GFxAxV (degenerated in three of them) of RR-2 cu-
ticle proteins while 18 (41%) were RR-1 cuticle proteins
[17,18] (Figure 3).

SNPs detection and analysis
A total of 166,943 SNPs were called, of which 68,541 had
a total coverage a30 and affected 6,511 genes distributed
over ~67% (1106/1636) of the Ae. aegypti supercontigs
that have annotated genes, including 66 candidate genes
(50 receptors and 16 trypsins/chymotrypsins). A total of
2,953 genes were affected by 12,571 differential SNPs
(more than 40% allelic frequency difference between the
susceptible and resistant strains). Little overlap was found
between genes differentially transcribed in selected strains
and those affected by differential SNPs: only 76 differen-
tially expressed genes were affected by non-synonymous
differential SNP (Additional file 3: Table S3). This was ex-
pected as RNAseq data are restricted to transcripts and
did not cover regulatory regions often located outside
transcript boundaries. While in genes differentially tran-
scribed, three categories of genes were over-represented
(‘chitin/cuticle’, ‘detoxification’ and ‘immunity’), two other
categories of genes (‘intra/extra cellular trafficking’ and
‘enzymes’) were over-represented in genes affected by dif-
ferential SNPs between the resistant and susceptible
strains (Figure 4). Thirty two candidates (25 putative toxin

Table 1 Different ial transcript ion analysis overview: Number (and proport ion) of transcripts significant ly over or
under-transcribed in each LiTOX phenotype and altogether (LiTOX-N or LiTOX-S) as compared to the control parental strain

LiTOX-N LiTOX-S Any strains
Transcripts % Transcripts % Transcripts %

AC* test Pvalue and FC> =2 564 4.4% 745 5.8% 923 7.1%

Over transcribed 274 2.1% 166 1.3% 356 2.8%

Known transcripts 248 1.9% 150 1.2% 323 2.5%

Novel transcription event 26 0.2% 16 0.1% 33 0.3%

Under transcribed 290 2.2% 579 4.5% 661 5.1%

Known transcripts 269 2.1% 528 4.1% 605 4.7%

Novel transcription event 21 0.2% 51 0.4% 56 0.4%
*Audic-Clavery test.
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receptors and 7 trypsins) were affected by a total of 508
SNPs from which 133 (26.3%) were differential SNPs;
although this is not significantly different from the propor-
tion of differential SNPs in all other genes affected, non-
synonymous mutations were significantly more abundant
in candidates than in any other affected genes (Fisher exact
test, p = 10a4; Figure 5). Among the putative Cry receptors,
one cadherin, 12 aminopeptidases and 8 a-amylases were
affected by differential SNPs (Additional file 5: Table S5).
This included 27 non-synonymous SNPs affecting the

protein sequence of 1 cadherin, 8 APNs and 4 a-amylases
(Table 2). There was little difference in sequence between
the two resistant phenotypes, with only 330 differential
SNPs (including 14 non-synonymous changes) affecting
130 genes, none of them being candidate genes (Additional
file 6: TableS6).

Discussion
Two main mechanisms of resistance to Cry toxins have
been described in insects so far: altered protoxin activation

Figure 1 Genes differentially expressed in LiTOX phenotypes. For each Venn diagram section, the numbers of genes differentially expressed
in each LiTOX phenotype as compared to the susceptible strain are indicated, together with the function(s) of these genes based on the list of
GO terms significantly enriched (see Additional file 4: Table S4).

Figure 2 Representation of genes significantly differentially transcribed in at least one LiTOX phenotype as compared to the
susceptible strain for five functions: ‘Candidates’, ‘Lipid raft’, ‘Immunity’, ‘Cuticle’ and ‘Detoxification’. The color scale corresponds to log2
transcription ratio as compared to the susceptible strain. Significant values in Additional file 3: Table S3.
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by gut proteases, and modification in transcription level
and/or protein sequence of Cry receptors resulting in
lower or failure in toxin binding [19-21]. The study of
resistance to Cry toxins in insects has mostly been
based on the study of a few candidate proteins first

identified in lepidopterans, either toxin receptors or
proteases, using proteomic approaches (2D-DIGE, lig-
and blotting, etc.). As compared to other Bacillus thur-
ingiensis subspecies that typically produce a single Cry
toxin, Bti produces a mixture of four different toxins,

Figure 3 Phylogenetic analysis and sequence alignment of R&R consensus domain from the 44 differentially transcribed genes
encoding chitin-binding proteins. Representatives from the two RRsub-groups from other insect species were added to support the
tree (Anophelesgambiae: AnGCP2a-RR2, AAC05656; Bombyx mori: Bm-LCP17-RR1, FAA00504; BmLCP22-RR1, NP_001036828; BMEDG84A-RR2,
BAA33195; BMWCP1A-RR2, BAB32475; Drosophila melanogaster: Dm-LCP1-RR1, NP_476619; Dm-EDG78-RR1, NP_524198; Dm-Gart-RR1, NP_476673;
DMCcp84Aa-RR2, AAD19803;DMEDG84-RR2,P27780; Manduca sexta:MsLCP14-RR1,AAA29319;MsLCP14.6-RR1, Q94984;Tenebrio molitor:TM-LCP-A1A-RR2,
P80681;TMACP20-RR2,P26967.Bootstrap values(2000 replicates) are shown on each branch of the tree. Symbolsbelow the aligned amino acids indicate
identity (*), or high conservation (:). Identical and highly conserved amino acidsare highlighted in dark grey and light grey, respectively.The GFxAxVmotif,
diagnostic of the RR-2 sub-group, ishighlighted by abox.
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and resistance to Bti is likely to involve multiple dis-
tinct mechanisms, which may affect the physiology
and metabolism of resistant insects. Altered metabol-
ism in Bti resistant mosquitoes was revealed by fitness
costs expressed at any mosquito life-stage (larval

development time, fecundity, egg survival) [13]. These
costs can result from pleiotropic effects of resistant al-
leles on life-history traits (direct cost) or more indir-
ectly from resource reallocation between different
metabolic pathways.

Figure 4 Biological functions of a) all detected genes (12,458), b) of genes differentially transcribed (844 genes) and c) of genes
affected by differential SNPs between the LiTOX and the susceptible strains (2,953 genes). Genes were categorized into 10 categories:
Categories were defined as follow: ‘Candidate’, ‘Detoxification’, ‘Other enzymes’, ‘Cuticle’, ‘Immunity’, ‘Hormones and neurotransmitters signaling’,
‘Transcription factors’, ‘Intra or extracellular trafficking/chaperonins’, ‘Structure’ and ‘Unknown’. Enrichment of these categories compared to all
detected transcripts was then computed using a one-side Fisher’s exact test followed by Benjamini and Hochberg multiple test correction.
Categories showing a corrected Pvalue <0.05 are indicated with a star.

Figure 5 Distribution of the effects of differential SNPs a) in the 32 candidate genes containing differential SNPs and b) in all 2,953
genes containing differential SNPs. SNPeffects were categorized into ‘non-synonymous’, ‘synonymous’, ‘3’UTR’, 5’UTR’, or ‘other’.
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Table 2 Non-synonymous changes in putative Cry toxin receptors, with their frequency and coverage in the susceptible and resistant phenotypes
Bora LiTOX_N LiTOX_S

Receptor Gene ID Reference Variant % Coverage % Coverage % Coverage Position cDNA Amino acid position Amino acid change Toxin1

APN1 AAEL009108 C A 4.1 145 55.1 98 51.9 106 2539 847 A- > S

APN2 AAEL003227 C T 26.6 30 63.6 11 88.9 9 2240 747 T- > I

APN2 AAEL005808 C A 30.4 46 73.3 45 91.4 70 2289 763 M- > I Cry4Ba [40]

AAEL005808 C T 31.4 51 85.7 91 95.5 110 2725 909 V- > I Cry4Ba [40]

AAEL005808 C T 15.5 103 77.7 130 75.7 107 1762 588 A- > T Cry4Ba [40]

AAEL005808 T G 14.5 117 84.7 111 89.4 132 1145 382 E- > A Cry4Ba [40]

APN2 AAEL005821 A G 5.5 255 50.0 82 63.3 150 1660 554 T- > A

AAEL005821 T C 5.0 260 56.1 98 65.0 183 1646 549 M- > T

AAEL005821 G A 10.1 179 71.6 88 78.5 158 1459 487 D- > N

APN4 AAEL007204 C T 20.2 263 67.4 307 70.7 314 167 56 T- > M

AAEL007204 G C 40.0 190 93.2 294 95.8 239 216 72 E- > D

AAEL007204 C T 33.8 142 93.9 197 92.7 220 283 95 H- > Y

APN4 AAEL012774 C T 43.4 459 88.3 677 86.9 540 311 99 G- > R Cry11Aa [46]

APN5 AAEL002696 A G 23.1 65 56.3 48 64.6 65 472 158 K- > E

AAEL002696 G A 57.7 71 100.0 66 100.0 59 2380 794 V- > M

AAEL002696 C A 17.8 90 66.7 42 60.4 48 2432 811 A- > E

AAEL002696 G A 12.3 57 70.5 44 70.0 50 746 249 R- > K

APN5 AAEL003666 A G 24.6 126 63.9 72 70.8 106 1814 605 V- > A

AAEL003666 C A 16.9 83 64.9 74 73.0 89 595 199 A- > S

APN7 AAEL007201 A G 25.2 163 76.1 46 96.4 28 2219 740 N- > S

Cadherin AAEL018140 T A 12.1 33 43.9 57 58.7 63 790 160 H- > L Cry11Aa [15]

a-amylase AAEL000642 A T 24.5 49 67.9 56 47.0 66 1424 468 T- > S

a-amylase AAEL007673 C T 18.0 589 51.3 493 75.0 559 47 16 S- > N

a-amylase AAEL010537 AA TT 12.2 395 49.7 447 55.4 482 1706 564 I- > F

AAEL010537 A G 15.6 825 53.0 1078 58.7 1368 1324 437 K- > R

AAEL010537 C T 16.0 268 60.5 248 64.3 412 18 2 R- > W

AAEL010537 C T 21.7 1154 76.1 804 83.0 833 1552 513 A- > V

a-amylase AAEL014710 G A 9.9 81 60.0 35 56.5 23 992 331 A- > V
1Toxin shown to bind this receptor in the literature.
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Global changes in gene expression and metabolic
trade-offs
The two LiTOX phenotypes share common global tran-
scriptional responses: an over-transcription of genes in-
volved in proteolytic activity, cell cytokinesis and wound
healing, and an under-transcription of enzymes classic-
ally involved in the detoxification of chemicals such as
chemical insecticides, plants allelochemicals and pollut-
ants (cytochrome P450 monooxygenases, esterases, glu-
tathion S-transferases, UDP-glycosyltransferases, etc.).
Conversely, Bti toxins are large proteins and their deg-
radation requires a proteolytic processing rather than
the activity of detoxification enzymes. Therefore, in the
absence of chemical selection pressure, the under-
transcription of these enzymes might represent a meta-
bolic trade-off in the LiTOX strain to compensate the
increased expression of enzymes involved in protein
degradation [22]. The over-transcription of several pro-
teases (endopeptidases, serine proteases) is in accord-
ance with an observed increase in proteolytic activities
of midgut enzymes of LiTOX larvae [23]. This increased
proteolytic activity in Bti resistant larvae could reflect a
higher ability to degrade toxins. Despite this global
trend, particular proteases such as the metalloprotein-
ases AAEL011547, AAEL011550 and AAEL014514, and the
chymotrypsin AAEL015105 or the trypsin AAEL006376,
which are putatively involved in Cry protoxin activation,
were under-transcribed in both LiTOX phenotypes. The
lack of metalloproteinase activity in the LiTOX strain was
evidenced by the analysis of enzymatic activities in the
midgut of larvae using various specific enzyme inhibitors
[22]. Down-regulation of specific proteases might result in
a lower and/or improper toxin activation which could also
confer resistance. In lepidopterans, analysis of proteinase
activities from gut extracts have shown the lack of trypsin-
like and of chymotrypsin-like activity in Bt-resistant
strains [20]. Furthermore, the role of proteases in resist-
ance to Bt toxin Cry1Ca1 was demonstrated in the cater-
pillar Spodoptera frugiperda where a serine-protease gene
under-transcribed in the midgut of intoxicated larvae was
further shown by RNAi-mediated knockdown to be in-
volved in both reduced protoxin activation in the midgut
and reduced susceptibility of caterpillars to toxins in bio-
assays [24].

Lipid rafts and Bti-toxins trafficking through the gut
membrane
Lipid rafts are membrane domains enriched in glycosyl-
phosphatidylinositol (GPI)-anchored proteins that have
been implicated in transmembrane protein trafficking and
were shown to play a role as portals of entry for many
pathogens including viruses, bacteria and their toxins
[25,26]. Several studies suggested that lipid rafts might
play a central role in Bt-toxins toxicity. For example, the

presence of lipid rafts was shown to be essential for the
toxicity of Cry1C on Sf9 Lepidoptera cells [27]. However,
the specific proteins associated with this mechanism have
not been identified yet. A flotillin, a protein found in lipid
rafts and described as a toxin transporter [28], was under-
transcribed in both LiTOX phenotypes. Flotillin was
shown to co-localize with Cry4Ba toxin in Aedes aegypti
larval gut brush border membranes [25], and further in-
vestigation of its Cry-binding ability will contribute to
characterize its role in Bti toxin resistance. Four glycoside-
hydrolases were under-transcribed in both LiTOX pheno-
types. Although never described as Cry toxin receptors,
glycoside-hydrolases were shown to be associated with
lipid rafts in the gut membrane of Aedes larvae [25]. Lipid
rafts appear to play a central role in pore-forming toxins
insertion in the gut membrane by functioning as platforms
to recruit GPI-anchored proteins including APNs, ALPs,
and glycoside-hydrolases. The role of some GPI-anchored
proteins (flotillin and glycoside-hydrolases) largely present
in lipid rafts of Aedes larvae guts has been so far underex-
plored in studies aiming at understanding Cry toxins tox-
icity in insects, and the present study pinpoints them as
new potential candidates in Aedes.

Differences between the two LiTOX phenotypes
Several gene families were differentially transcribed be-
tween the two developmental phenotypes: genes involved
in cuticle/chitin metabolism, prophenoloxidases, and genes
coding for enzymes involved in lipid metabolism.

In our dataset, the category of cuticle/chitin proteins
contained the highest number of genes differentially tran-
scribed (Figures2 and 4b, Additional file3: TableS3). Cuticle
is an exoskeleton constituted of chitin that provides phys-
ical support and protects the insects from physical injur-
ies, desiccation and infections. Cuticle is typically divided
into hard cuticle, generally sclerotized and mechanically
stiff, and soft cuticle, a more flexible region that allows
locomotion and appendix movements [29]. Chitin is al-
ways associated with chitin-binding proteins; although
their exact function is to be investigated, it has been hy-
pothesized that they could play important roles in cuticle
metabolism and structure preservation [30]. Nearly all the
genes identified as differentially transcribed in this cat-
egory contained the R&R chitin-binding motif and were
associated with the soft cuticle (RR-1 cuticle proteins) or
with the hard cuticle (RR-2) [17]. The global under-
transcription of these genes in the LiTOX_S could partly
explain the slow development of this cohort, considering
that a low chitin metabolism is believed to slow-down the
molting process and increase the development duration.
Nevertheless, it is intriguing why only genes encoding
R&R-containing proteins were found differentially tran-
scribed while genes encoding other chitin-binding pro-
teins with peritrophin-A chitin-binding domains (ChtBD2
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domain) and chitin metabolism enzymes (such as chiti-
nases) were not differentially expressed. Also, it is challen-
ging to know if this pattern is a side-effect consequence of
the resistance phenotype or if it is part of the mechanisms
of resistance developed by the insects against Cry toxins.
A better understanding of the role of such proteins in the
cuticle metabolism is mandatory to help deciphering their
potential involvement in resistance phenotypes in insects.

Prophenoloxidases are involved in the melanization
process, and as such they have a dual role: they contrib-
ute to cuticle formation (and larval development), and
they participate in the immune response against patho-
gens by their encapsulation [31]. In Ae. aegypti, both
defensins and phenoloxidases were shown to participate to
immune response against bacterial challenge [32]. In our
dataset, prophenoloxidases were under-transcribed in both
LiTOX phenotypes, while defensins were under-transcribed
only in LiTOX_N (Figure 2, Additional file 3: Table S3).
Furthermore, a correlation was observed between age at
pupation (development speed) and mosquito's ability to
melanize Sephadex beads (immuno-capacity), suggesting
that an increased immunity is costly and results in a slower
development [33]. The two developmental phenotypes ob-
served in the resistant mosquito strain LiTOX might be the
result of a trade-off between immunity and development.

When focusing on candidate genes, only few differ-
ences in transcription level and no significant difference
in polymorphism were observed between the two LiTOX
phenotypes (e.g. between LiTOX_N and LiTOX_S). The
serine protease AAEL010139 was not expressed in
LiTOX_N, the Cry4Aa-resistant cohort. Among the pu-
tative Cry-toxin receptors, four alkaline phosphatases
(ALPs) were differentially transcribed between the two
LiTOX phenotypes: ALP AAEL003286 was specifically
under-transcribed in LiTOX_N, which may be linked to
the high Cry4Aa resistance of this phenotype. Three
other ALP were specifically under- (AAEL003309 and
AAEL009077) or over-transcribed (AAEL000931) in
LiTOX_S. Cry4Aa mode of action and mechanisms of
resistance are the least investigated and understood
among the Bti toxins. Functionally validating the involve-
ment of these few candidate genes could help lifting the
veil on the specific mechanisms associated with Cry4Aa
resistance and provide a better understanding of the pat-
terns of cross-resistance between Bti Cry toxins.

Polymorphisms rather than expression changes are found
in putative Bti-toxins receptors
Among the 80 putative Cry receptors detected in larvae,
only 5 were differentially transcribed in the LiTOX strain
as compared to the susceptible strain. Among these, the
a-amylase AAEL010540 was under-transcribed in both
LiTOX phenotypes sharing resistance to Cry4Ba and
Cry11Aa. In An. albimanus, an a-amylase (aamy1) has

been described as a Bti toxin receptor, binding both
Cry4Ba and Cry11Aa [9]. Although this requires func-
tional validation, this suggests that the Ae. aegypti a-
amylase AAEL010540 (48% identity with aamy1) could
bind Cry toxins. No cadherin or APN that were previously
associated with Cry resistance in insects [34-37] or
showed to bind Bti Cry toxins in mosquitoes [38-40] were
differentially transcribed in the LiTOX strain, suggesting
that if they are involved in Bti resistance in LiTOX, this is
not related to an altered expression but rather to changes
in protein sequence affecting their affinity for Cry toxins.
Indeed, one cadherin, eight APNs and four a-amylases
displayed differential SNPs leading to non-synonymous
changes between the resistant and susceptible strains.

Cadherin
CAD-like proteins have been the most intensively studied
putative Cry toxin receptor molecules in lepidopteran and
coleopteran larvae [41-43]. It has been proposed that they
act as the first receptors of Cry toxins, binding toxin
monomers and facilitating further processing required for
the pre-pore oligomer formation [44]. Although twelve
CAD-like proteins were detected in our dataset, none was
differentially transcribed, and only one (AAEL018140)
contained several differential SNPs (Table 2). This cad-
herin was previously shown by proteomic approaches to
act as a Cry11Aa toxin receptor [15]. It contains a N-
terminal signal peptide, 11 cadherin repeats (CR1 to
CR11), a membrane-proximal region (MPR) and a trans-
membrane domain. The only differential non-synonymous
SNP distinguishing Bti-resistant and susceptible strains
(H160L) is located in the N-terminal region preceding
the first cadherin repeat (CR1), while overlay assays
and immune-blotting localized Cry11Aa and Cry4Aa
toxin-binding regions in CR8-CR11 [15]. More gener-
ally, Cry-toxin binding sites were usually described in
the membrane-proximal region of insect cadherins,
not in the N-terminal extracellular region [8]. How-
ever, amino-acid substitution at any location can dra-
matically change the secondary structure of a protein;
for instance, the three cadherin alleles conferring re-
sistance to Bt in the pink bollworm Ectinophora gossy-
piel la are not located within the Cry1Aa binding site
but upstream [45]. In this case, the deletion of several
amino-acids upstream the toxin binding site was
shown to alter the full-length cadherin and impede
toxin binding. In the H160L mutation observed at rela-
tively high frequency in the LiTOX strain (49-58%), a
polar and positively charged amino acid (Histidine) is
replaced by a non-charged hydrophobic amino acid
(Leucine), which can result in a change in the spatial
arrangement of the cadherin in the cell membrane.
Further functional studies and in-sil ico protein model-
ling could allow investigating whether this change
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affects cadherin conformation and Cry toxin binding affin-
ity. Altogether, our results suggest that cadherin might not
have a central role in resistance to Bti in mosquitoes.

APNs and a-amylases
APNs and a-amylases are digestive enzymes that play a
key role in larval nutrition and development, being in-
volved in protein and glucose metabolism, respectively.
APNs have been extensively studied as putative Cry toxin
receptors in many insectsand were classified into 8 classes
based on their sequence identity [8,14]. APNs from several
classes were reported to bind with more or less affinity
to the different Cry toxins in various insects, including
AeAPN1 in Aedes and APN2 in Anopheles [14], but their
precise role in Bti toxicity remains to be elucidated. Out of
the 31 APNs detected in Ae. aegypti larvae, 12 contained
differential SNPs, and non-synonymous differential changes
affected the sequence of 8 of them (Table 2). In the
APN2 AAEL005808 recently shown to be a functional
receptor of Cry4Ba toxin [40], 4 non-synonymous changes
were nearly fixed in the LiTOX strain (both phenotypes),
suggesting ongoing selective sweep on this gene. One
non-synonymous change affected the sequence of the
APN1 AAEL012778 previously shown to bind Cry11Aa
[46]. Although not usually cited as a Cry-toxin receptor,
an a-amylase was recently shown to bind Cry4Ba and
Cry11Aa in Anopheles [9]. Our dataset pinpoints five a-
amylases potentially involved in Aedes resistance to Bti
toxins: one a-amylase was under-transcribed only in
LiTOX_N (resistant to all Cry toxins), and four other a-
amylases presented sequence changes in both cohorts of
the resistant LiTOX strain as compared to the susceptible
strain. Because of their key role in insect nutrition, altered
expression of these digestive enzymes as a resistance
mechanism is likely to be costly in terms of larval develop-
ment, and this might explain why the observed changes in
these enzymes are mostly amino-acid changes rather than
changes in expression levels. Indeed, change in the protein
sequence might dramatically alter toxin binding site while
having small effects on digestive efficiency. Further studies
on the differential abilities of these a-amylases to bind Bti
Cry toxins and to act as functional toxin receptors are re-
quired to determine their role in Bti toxicity. Also, mo-
lecular modelling of APN is necessary to identify the
oligosaccharide that are involved in the binding of Cry
toxins to verify if the SNPs described in this study can
alter the Cry-APN interaction and partly explain the re-
sistance phenotype observed [47].

Conclusions
The present study is the first to analyze the whole tran-
scriptome of Bti-resistant larvae by deep sequencing,
allowing studying change in gene expression level and
sequence polymorphisms using the same dataset. It

reveals dramatic modifications in the transcriptional
profiles selected in resistant larvae, with a global tran-
scriptional increase of genes coding for proteases and
chitin-binding proteins, and a decrease in transcription
of genes involved in detoxification and immunity.
Whether these modifications are directly involved in Bti-
toxin processing or more indirectly through complex
metabolic compensations selected to limit the cost of re-
sistance remains to be functionally investigated. Regard-
ing candidate Bti-toxin receptors, our dataset relativizes
the role of cadherin in resistance to Bti in mosquitoes,
and highlights the importance of studying changes in
the sequence rather than in transcription levels of APN
and ALP, but also of other proteins involved in protein
trafficking through the cell membrane such as flotillins
and glucoside hydrolases.

Methods
Strains and Sample preparation
The Ae. aegypti laboratory strain Bora-Bora susceptible to
all insecticides was selected using field-collected leaf-litter
containing Bti toxins (LiTOX strain) as described in [12].
At each generation, an average of 6,000 larvae was ex-
posed to toxic leaf litter in order to obtain a mortality rate
of 70%, so that about 1,800 adults constituted the next
generation, limiting bottleneck effects in the LiTOX strain.
Mosquito strainswere reared in standard insectarium con-
ditions (27°C, 14 h/10 h light/dark period, 80%relative hu-
midity). The average generation turnover was 45 days and
selection was carried out over 18 generations. Larvae were
bred in the insectarium till they reached early 4th instar.
LiTOX_S larvae were allowed to develop for 5 days more
than other larvae. For each of the three phenotype (Bora-
Bora, LiTOX_N and LiTOX_S) total mRNA was extracted
from three pools of 60 4th-stage larvae (reared in different
batches and originating from different egg-laying female
pools) at the same time of the day, using the RNAqueous-
4PCR kit (Applied Biosystems/Ambion, Austin, TX, USA),
according to the manufacturer’s instructions. RNA quan-
tity and quality was checked using bioanalyzer, and RNA
from the 3 biological replicates was pooled in equal pro-
portion to obtain one representative total RNA sample per
phenotype (each made from 180 individuals). For each of
the three phenotypes, two distinct cDNA libraries were
prepared from the same pool of total mRNA and sent at
the National Genotyping Center (Genoscope, France) and
sequenced individually on the Illumina Genome Analyser
II system (GAII) to assess technical variations.

Short read mapping and assembly on the
reference genome
The Tophat algorithm (release 2.0.9, http:/ /ccb.jhu.edu/
software/tophat) was applied with defaults parameters to
align all the reads onto the Aedes aegypti reference
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genome AaegL2.1 (http://ccb.jhu.edu/software/tophat) by
taking into account, both already known (aano-novel-juncs)
and novel ab initio spliceexon-exon junctions [48].

Estimation of transcripts’ relative abundance and
differential expression (DE) analysis
Bam files were then loaded into Genespring NGS
Version 12 (Agilent) software. Reads were filtered on
base quality (mean base quality >30 and <10 N per
reads) and on mapping quality (alignment score> =97
and Mapping quality > = 250 and remove non-primary
multiply mapped reads). Ae. aegypti genome was then
re-annotated based on reads distribution and RPKM
calculated for each known or new putative transcript
using default parameters (min exon length percentile
10, min intro length percentile 10, max intron length
percentile 90, min exon RPKM percentile 50, min gene
RPKM percentile 50, min gene length percentile 10,
min exon RPKM with respect to host gene percentage
75, minimum number of reads in exon 10). For each
strain, RPKM correlation between technical replicates
was calculated. As r2 were >0.9 for all strains (accept-
able technical variation, see Additional file 7: Figure S1),
technical replicates were pooled for further analyses, in
order to reach a high coverage per transcript and per
SNP position. Transcripts with >0.5 RPKM in at least
one strain were retained for differential transcription
analysis. Differential transcription level was tested for
each transcript between each resistant phenotype
(LiTOX_N and LiTOX_S) and the parental strain Bora-
Bora using an Audic Clavery test designed to compare
two cDNA libraries [49]. This Bayesian method is based
on the assumption that under the null hypothesis, read
counts of the same gene in two libraries come from the
same but unknown Poisson distribution. The posterior
probability is obtained by Bayesian averaging (infinite
mixture) of all possible Poisson distributions with mix-
ing proportions equal to the posteriors under the flat
prior. This probability is further adjusted for multiple test-
ing (Benjamini and Hochberg correction). Despite this
popular method has been validated by the statistician
community [50], we recommend sequencing biological
replicates rather than pooling them prior sequencing in
future RNAseq analyses, as sequencing costs are now ac-
ceptable and the later approach allows a more robust
identification of genes affected by variations across condi-
tions. Transcripts showing an adjusted P- value <10a15

and a fold change a2 fold in either direction were consid-
ered differentially transcribed.

GO term analysis
The annotation terms from the GO ontology were re-
trieved from the VectorBase-UniprotKB links. For each
resistant phenotype and each differential expression state

(i.e. up or down regulated as compared to the Bora-Bora
strain), GO terms significantly over-represented were de-
termined using a corrected P-value threshold of 0.05.

SNP detection and analysis
Detection of polymorphisms was performed based on
the 129.32 million reads passing quality filters with the
following parameters: confidence score threshold =100,
coverage >20 reads, base quality cut off =5, ignore loca-
tions within or next to homopolymer stretches >10 nu-
cleotides. Among all detected polymorphism variations,
only SNP substitutions were considered for differential
polymorphism analyses. SNP allele frequencies were
then computed between each LiTOX phenotype and the
susceptible strain. In a previous study on the LiTOX
strain, we have validated the reliability of mRNA sequen-
cing pooled data for inferring population allelic fre-
quencies on 269 SNP: the correlation between allelic
frequencies obtained from pooled mRNA sequencing
(180 pooled larvae) and individual genotypes (N = 28 in-
dividuals) obtained using a DNA Illumina GoldenGate
array was highly significant (P <0.001, r =0.85) [51].
Allele frequencies were considered as differential between
a LiTOX phenotype and the susceptible strain (hereafter
named as differential SNPs) if the following conditions
were fulfilled: total read coverage at SNP position a30 and
allelic frequency difference between both strains a40% in
either direction. Genic effects of SNPs were computed by
comparing SNP locations with reference genome annota-
tion, and were defined as 5’UTR, synonymous, non-
synonymous, 3’UTR and other (intronic or intergenic- i.e.
close but not within gene boundaries).

Phylogenetic analysis and sequence alignment of R&R
consensus domain from the differentially transcribed
genes encoding chitin-binding proteins
Phylogenetic analysis (neighbor joining) was performed
using MEGA 6.06 software on the chitin-binding do-
mains identified using the CDSsearch software (https:/ /
www.ncbi.nlm.nih.gov/Structure/cdd/wrpsb.cgi). Repre-
sentatives from the two RR sub-groups from other insect
species were added to support the tree (Anopheles gam-
biae: AnGCP2a-RR2, AAC05656; Bombyx mori: Bm-
LCP17-RR1, FAA00504; BmLCP22-RR1, NP_001036828;
BMEDG84A-RR2, BAA33195; BMWCP1A-RR2, BAB32
475; Drosophila melanogaster: Dm-LCP1-RR1, NP_4766
19; Dm-EDG78-RR1, NP_524198; Dm-Gart-RR1, NP_4
76673; DMCcp84Aa-RR2, AAD19803; DMEDG84-RR2,
P27780; Manduca sexta: MsLCP14-RR1, AAA29319;
MsLCP14.6-RR1, Q94984; Tenebrio molitor: TM-LCP-
A1A-RR2, P80681; TMACP20-RR2, P26967). Alignments
were performed using the ClustalW software from PBIL
Expasy tool (http://npsa-pbil.ibcp.fr/cgi-bin/npsa_auto-
mat.pl?page=/NPSA/npsa_clustalw.html).
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ThebioinsecticideBacillusthuringiensisvar. israelensis(Bti) is
increasinglyused worldwidefor mosquitocontrol. Although noestablished
resistancetoBti hasbeen described in thefield so far, a resistant Aedes
aegypti strain (LiTOX strain) wasselected in thelaboratoryusing
field-collected leaf litter containing Bti toxins. Thisselected strain exhibits
a moderateresistancelevel toBti, but a high resistancelevel to individual
Cry toxins. AsBti containsfour different toxins, generalist resistance
mechanismsaffecting mosquito tolerancetodifferent toxinswereexpected
in theresistant strain. In thepresent work, weshow that theresistant strain
exhibitsan increaseof variousgut proteolyticactivitiesincluding trypsins,
leucine-aminopeptidases, and carboxypeptidaseA activities. Theseelevated
proteolyticactivitiesresulted in a faster activation of Cry4Aa protoxins
whileCry4Ba or Cry11Aa werenot affected. Theseresultssuggest that
changesin proteolyticactivitiesmaycontributetoBti resistancein
mosquitoestogether with other mechanisms. C 2012 WileyPeriodicals, Inc.
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The authorsdeclare that no confl ict of interest exists.
Guillaume Tetreau and Renaud Stalinski contributed equally to thiswork.
Correspondence to: Guillaume Tetreau, Laboratoire d’Ecologie Alpine—Université de Grenoble 1, 2233 rue
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INTRODUCTION

Mosquitoes are vectors of severe human diseases such as dengue, yellow fever, malaria,
or chikungunya. Mosquito control is a key component for preventing and controlling
these diseases (Tomori, 2004; Kyle and Harris, 2008). Used for decades because of their
high efficiency and low cost, chemical insecticides are being less used because of their
low specificity and resistance spreading at a high rate worldwide (Tantely et al., 2010;
Marcombe et al., 2011). In this context, the bioinsecticide Bacillus thuringiensisvar. israe-
lensis(Bti) representsan efficient and safe alternative to chemical insecticidesbecause of
its low persistence in the environment, its high specificity to dipterans and the absence
of strong resistance levels reported in the field (Lacey, 2007; Bravo et al., 2011). During
sporulation, the bacterium Bti produces a crystal highly toxic for mosquito larvae. This
composite crystal is made of four main toxins: Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa, and Cyt1Aa
(Lacey, 2007). After being ingested by mosquito larvae, the crystal is dissolved into the
alkaline pH of the gut. Solubilized Cry protoxinsare then activated by gut enzymes, bind
to specific membrane receptors and insert into the gut membrane leading to the death
of mosquito larvae (Vachon et al., 2012).

Recently, several studies showed that Bti used for mosqui to control can persist and
even proliferate in theenvironment under specificconditions(deMelo-Santoset al., 2009;
Shaheen et al., 2010). In the French Rhône-Alpesregion, decaying leaf litterswere shown
to exhibit a high mosquitocidal activity due to persistent Bti toxins several months after
treatment (Tilquin et al., 2008; Tetreau et al., 2012a). The selection of an Aedes aegypti
strain with this field-persistent Bti during 30 generations resulted in a strain (LiTOX
strain) moderately resistant to Bti (3.5-fold) but highly resistant to individual Cry toxins
(69-fold, 9-fold and 9-fold for Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa toxins, respectively) (Tetreau
et al., 2012b) .

Resistance mechanisms developed by lepidopteran and coleopteran larvae exposed
to other Bacillus thuringiensis (Bt) subspecies are well characterized (Jurat-Fuentes and
Adang, 2006; Heckel et al., 2007). In these insects, larvae are usually exposed to only
one Cry toxin and high resistance levels can be reached (over 1000-fold) by the selec-
tion of particular mutations in various membrane receptors such as cadherins, alkaline
phosphatases, or N-aminopeptidases (Griffi tts and Aroian, 2005; Zhao et al., 2010; Jurat-
Fuentes et al., 2011). As these resistance mechanisms are often specific to one Bt toxin,
multiple mutations in different genes would be necessary to reach similar levels of resis-
tance to all Bti toxins in mosqui toes. Considering the moderate resistance level of the
LiTOX strain to the whole Bti toxins mixture, generalist resistance mechanisms acting
on multiple toxinssuch aschangesin protoxinsactivation or toxin degradation could be
expected.

Activation of protoxinsto active toxinsisakeystep in the mode of action of Cry toxins
(Bravo et al., 2007). Indeed, changes in proteolytic activities were involved in several
cases of resistance (Oppert et al., 1997). Three main resistance mechanisms involving
proteases were described so far: (1) lower protease expression levels and/ or activity
slowing down protoxinsactivation (Oppert et al., 1994, 1996; Huang et al., 1999; Li et al.,
2004; Karumbaiah et al., 2007); (2) incorrect activation of protoxins leading to a lower
toxicity (Rajagopal et al., 2009), and (3) overproduction of particular proteasesleading to
ahigher degradation of activated toxins(Forcadaet al., 1996). To investigate thepotential
role of proteases in the resistance of the LiTOX strain to Bti toxins, we measured the
total gut proteolytic activity. Activitiesof trypsinsand chymotrypsinswere also compared
between the susceptible and resistant strains as they were previously involved in several
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casesof resistance to Cry toxins in Lepidoptera (Oppert et al., 1994, 1996, 1997; Candas
et al., 2003; Karumbaiah et al., 2007). The activity of leucine aminopeptidases were also
compared asa previousgenomic approach associated one member of thisenzyme family
to the resistance in the LiTOX strain (Bonin et al., 2009). As previous work suggested
the involvement of metallo-proteases in the resistance of the LiTOX strain (Tetreau
et al., 2012b), activities of carboxypeptidases A and B were also investigated. Finally,
total enzyme content of gut extractswere compared between the susceptible and LiTOX
strainsbyperformingzymograms. Altogether, our resultsreveal that changesin proteolytic
activities in the LiTOX strain have an impact on Cry4Aa processing while other toxins
are not affected, suggesting that other mechanisms are contributing to the resistance
phenotype in thisstrain.

MATERIAL AND METHODS

MosquitoStrains

The Ae. aegypti laboratory strain Bora-Bora, susceptible to all insecticides, wasselected with
field-collected leaf litter containing Bti spores and toxins for 30 generations to obtain
the LiTOX strain. At each generation, 6000 third instar larvae were exposed to toxic
leaf litter to obtain about 70% larval mortality 48 h after exposure (Paris et al., 2011).
Both resistant and susceptible strainswere reared in standard insectary conditions(27◦ C,
14/ 10 h light/ dark period, 80% relative humidity) . Larvae were reared in tap water in
standardized conditionsasdescribed in (Pariset al., 2011).

Preparation of Gut Extracts

For each strain, three biological replicates of midgut soluble protein extracts were pre-
pared. For each biological replicate, 20 early 4th-instar larvae were chilled in ice. Midguts
were carefully dissected, submerged in 50-aL distilled water, homogenized using a vortex
for 30 sec and centrifuged at 12,000 g for 10 min at 4◦ C (Tetreau et al., 2012b). Super-
natants from larvae of the same biological replicate were pooled. Protein concentration
wasquantified byBradford assaywith BSA asstandard (Bradford, 1976) and aliquotswere
conserved at a 20◦ C until use.

Total ProteaseActivity

Total protease activities of gut extracts were compared between the susceptible and re-
sistant strains at various pH ranging from 4 to 13 using azocasein (Sigma Aldrich) as
substrate asdescribed in (Hosseininaveh et al., 2007). A universal buffer consisting in 40
mM acetic acid, 40 mM phosphoric acid, and 40 mM boric acid was used in all activities
measurement to determine the optimal pH (Elpidina et al., 2001). For each biological
replicate, three technical replicateswere performed and absorbance wasmeasured at 440
nm. For each pH, statistical difference between the two strains was tested by a Wilcoxon
test ( N = 3). All statistical analyseswere performed with R 2.8.1 software (R Development
Core Team, 2007).
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SpecificProteaseActivities

Trypsin, chymotrypsin, and leucine aminopeptidase activitieswere measured at pH rang-
ing from 4 to 12 using, respectively, BApNA (Na-benzoyl-L-arginine-p-nitroanilide; Sigma
Aldrich) , SAAPFpNA (N-succinyl-alanine-alanine-proline-phenylalanine-p-nitroanilide;
Sigma Aldrich) , and leucine p-nitroanilide (Sigma Aldrich) as specific substrates. Car-
boxypeptidases A and B activities were measured at pH ranging from 8 to 11 using, re-
spectively, FAPP (N-(3-[ 2-furyl] acryloyl) -phenylalaline-phenylalaline; Sigma Aldrich) and
FAAK (N-(3-[ 2-furyl] acryloyl) -alanine-lysine; Sigma Aldrich) as substrates. For each pH,
each of the three technical replicate consisted in 150 aL of universal buffer at the desired
pH, 30 aL of gut extract (containing 10 ag of total proteins) and 20 aL of the substrate
at a final concentration of 10 mM. Reaction mixtures were incubated at 30◦ C and ab-
sorbance was measured every 5 sec during 10 min at 400 nm (for BApNA, SAAPFpNA,
and leucine p-nitroanilide) or 330 nm (for FAPP and FAAK). Proteolytic activities were
expressed in nmol of product per minute per mg of total protein (nanokatal, nkat) . For
each substrate and each pH, statistical difference between the two strainswas tested by a
Wilcoxon test asdescribed above.

ComparativeAnalysisof CryProtoxinsProcessingbyGut Enzymes

Production of individual Bti Cry toxins. Each Bti Cry toxin was produced separately us-
ing a crystal negative strain of Bacillus thuringiensis var. israelensis (4Q2–81) transformed
with the plasmidspHT606, pHT618, or pWF53 producing, respectively, Cry4Aa, Cry4Ba,
and Cry11Aa toxins obtained from the Pasteur Institute (Paris, France) or from Prof.
B. Federici (University of Riverside, USA). Bacteria were grown on Nutrient Agar solid
medium (Sigma Aldrich) supplemented with erythromycin (25 ag.mLa 1) . After 7 days
at 30◦ C, spores and crystals were recovered using cell scrapers (BD Falcon) and puri-
fied as previously described (Tetreau et al., 2012b). Crystals were solubilized using an
alkaline buffer (pH 10.8) containing Na2CO3 (50 mM) and DTT (10 mM) and were
incubated at 60◦ C for 1 h. After a centrifugation at 10,000 g for 10 min, solubilized pro-
toxins present in the supernatant were purified using an ion-exchange column HiPrep
16/ 10 DEAE FF (Amersham Biosciences) , desalted and resuspended into the universal
buffer at pH 9 using the HiPrep 26/ 10 Desalting column (Amersham Biosciences) . Pro-
tein concentration was quantified by Bradford assay with BSA as standard (Bradford,
1976) .

Comparativeanalysisof Cry protoxinsprocessing without inhibitors. To determine whether the
differences in proteolytic activities observed between susceptible and resistant strains af-
fect the activation kinetics of Bti Cry toxins, the proportions of activated toxins were
measured at different digestion time. Reaction mixtures consisted in 14 aL of Cry pro-
toxins with 2 aL of gut extracts (0.5 ag of total proteins) incubated at 37◦ C during 1,
3, 5, 10, 30, 60, and 180 min. Reactionswere stopped by adding 2 aL of Protein Loading
Buffer (Fermentas) and by heating at 95◦ C during 5 min. A positive control was also
performed by activating Cry protoxins with 1 mg/ mL of bovine trypsin (Sigma Aldrich)
at 37◦ C for 3 h. All assayswere comigrated on SDS-PAGE and revealed by coomassie blue
staining. The size of the different digested bands was determined by comparing with
the Unstained Protein Ladder (Fermentas) . Intensity of each band was estimated using
Imagej software v.1.41o (Girish and Vijayalakshmi, 2004). For each digestion time, per-
centage of total activation was calculated by dividing the intensity of the activated band
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( i.e. band at 49, 49, and 36 kDa, respectively, for Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa toxins)
by the intensity of the activated band in the positive control. For each digestion time,
differencesbetween the two strainswere tested by a Wilcoxon test asdescribed above.

Comparative analysis of Cry protoxins processing with inhibitors. As Cry4Aa showed altered
activation kinetics between the two strains, we further determined the role of different
protease familiesby using specific inhibitors. Cry4Aa assayswere performed asdescribed
in Comparative analysisof Cryprotoxinsprocessing with inhibitorswith addition of PMSF
(phenylmethylsulfonylfluoride; 30 mM) or EDTA (ethylenediaminetetraacetic acid; 1
mM) for the inhibition of serine proteasesor metallo-proteases, respectively. Gut extracts
(0.5 ag of total proteins) were treated 15 min at room temperature with inhibitorsbefore
assays. For processing with EDTA, analysis was performed as described in Section 2.5.2.
For processing with PMSF, as this serine protease inhibitor induced a strong decreased
activation of Cry4Aa protoxins to toxins, the 49 KDa activated band of Cry4Aa was de-
tectable only after 180 min of digestion; so comparative analysisof Cry4Aa processing by
gut enzymesin presence of PMSF wasonly per formed at 180 min of digestion. Difference
in the percentage of activated toxin between the two strains after 180 min of digestion
with PMSF wastested by a Wilcoxon test asdescribed above.

ComparativeZymograms

Zymograms were performed for comparing gut proteases between the two strains
and characterizing their nature by using four specific protease inhibitors: PMSF (30
mM), TLCK (tosyl-L-lysine chloromethyl ketone; 1.5 mM), TPCK (tosyl-L-phenylalanine
chloromethyl ketone; 1.5 mM), and EDTA (1 mM) inhibiting most of serine proteases,
trypsins, chymotrypsins, and metallo-proteases, respectively. Gut extracts (5 ag total pro-
teins) were treated for 15 min at room temperature with inhibitorsprior assays. All assays
were co-run on native SDS-PAGE for 6 h 30 at 90 V at 4◦ C to preserve the 3D-structure of
enzymes and their activity. Gels were then washed with distilled water and left overnight
at 4◦ C in Tris-HCl buffer (50 mM, pH 8) containing 2% casein. The day after, digestion of
casein wasperformed at 25◦ C during 1 h 30, the gel wasstained with coomassie blue and
band intensitieswere estimated using Imagej software v.1.41o (Girish and Vijayalakshmi,
2004).

RESULTS

ProteaseActivitiesof Gut Extracts

Total gut azocaseinolytic activities were significantly increased by 16 to 43% for 6 of the
10 pH values tested in the LiTOX strain compared to the susceptible strain (Fig. 1) .
Gut extract trypsin activities were significantly increased (+ 23% across pH 7–12) for
alkaline pH values (Fig. 2A). Chymotrypsin activities were moderately but significantly
increased in the LiTOX strain (+ 12%) for pH values 6, 8, and 12 (Fig. 2B). Leucine
aminopeptidase activities were significantly increased in the LiTOX strain (+ 34%) for
pH values from 4 to 12 (Fig. 2C). The high increase observed at pH 4 is due to very low
activities. CarboxypeptidasesA activity wassignificantly increased (+ 28%) in the LiTOX
strain at pH 8 (Fig. 2D) while carboxypeptidases B activity showed a global increase at
alkaline pH values(mean + 42%) (Fig. 2E).
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Figure 1. Total azocaseinolytic activity for the LiTOX and susceptible strains. For each pH from 4 to 13, ratio
LiTOX over Bora-Bora, and optical densitiesat 440 nm for the LiTOX (black diamond) and susceptible (gray
square) strainsare indicated. Valuesare indicated asmean OD ± standard error from three biological replicates
per pH., NS: nonsignificant differences; * , P value < 0.05 (Wilcoxon test) .

Figure 2. Specific protease activities for the LiTOX and susceptible strains. For each pH, trypsin (A), chy-
motrypsin (B), leucine aminopeptidase (C) , carboxypeptidases A (D) and B (E) activities ( in nkat) for the
LiTOX (black diamond) and susceptible (gray square) strainsare indicated. Valuesare indicated asmean activ-
ity ± standard error from three biological replicatesper pH. The ratio LiTOX over Bora-Bora and the statistical
test per formed on the proteolytic activitiesbetween the two strains (Wilcoxon test) are also indicated for each
pH. NS, nonsignificant differences; * , P value < 0.05 (Wilcoxon test) .
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Kineticsof CryToxinsActivation byGut Extracts

Cry4Ba and Cry11Aa protoxins were not differentially activated by gut extracts from the
LiTOX or from the susceptible strain (Fig. 3A and 3B), while the proportion of activated
Cry4Aa toxins was significantly higher in the LiTOX strain after 5, 30, and 60 min of
digestion, with a maximum of 15% increased activation after 60 min (Fig. 3C). When
EDTA was added, the proportion of activated Cry4Aa toxins was still significantly higher
in the LiTOX strain but with a maximum of 8% increase after 60 min (Fig. 3D). After 180
min of digestion with PMSF, Cry4Aa was better activated (+ 17%) by gut enzymes from
the LiTOX strain compared to the susceptible strain (Fig. 3E).

ComparativeZymogramsof Gut Extracts

Electrophoretic zymograms allowed the separation of six different protein bands with
caseinolytic activities in the gut extracts of both LiTOX and susceptible strains (E1–E6,
Fig. 4) . E1 and E2 bandswerepartially inhibited byPMSF(about 50 and 80%, respectively)
indicating that these bandsare composed of at least two enzymesfamiliesand only partly
of serine proteases (Fig. 4) . E3 was inhibited by both PMSF and TPCK, indicating that
this band is composed of trypsin-like serine proteases (Fig. 4) . None of the inhibitors
tested affected E4 band, indicating that thisband isneither composed of serine proteases
nor a metallo-proteases (Fig. 4) . E5 band was fully inhibited by PMSF indicating that it
is composed of serine proteases (Fig. 4) . Inhibition rates obtained with other inhibitors
were too variable to conclude on the nature of enzymes (Supporting Information, Fig.
S1 and Fig. S2). E6 band was always represented in the susceptible strain, whatever the
inhibitor used, but when EDTA wasadded, activity wasdecreased by about 20% (Fig. 4) .
By contrast, E6 was fully inhibited by EDTA in the LiTOX strain, suggesting that E6 is
exclusively constituted of EDTA-inhibited metallo-proteases in the LiTOX strain but may
include other enzymes in the susceptible strain.

DISCUSSION

Because Bti is a combination of several toxins acting in synergy, resistance of mosquito
larvae is likely to result from generalist mechanisms such as those affecting protoxins
activation. Protoxins activation can be slowed down by decreased protease activity (Li
et al., 2004, Karumbaiah et al., 2007). Indeed, one of the four Bt-resistant strains of
Ostrinia nubilalis tested showed 50%-decreased trypsin activity inducing a 20 to 30% de-
crease in Cry1Ab protoxin activation (Huang et al., 1999; Li et al., 2004). The slower
processing of Cry1Ac and Cry2Aa protoxins by gut extracts from two Bt-resistant strains
of Heliothisvirescens (CXC and YHD2-B) was due to a loss of chymotrypsin-like (CXC) or
trypsin-like (YHD2-B) proteinase activities (Karumbaiah et al., 2007). Unexpectedly, we
found that all proteolytic activities were globally increased in the LiTOX strain, with the
highest increase observed for the metallo-proteases leucine-aminopeptidases (34%) and
carboxypeptidasesB (42%). Thisincreased proteolytic activityhad a specific effect on the
processing of Cry4Aa protoxins. Cry4Aa protoxins were faster activated by gut extracts
from the LiTOX than by extracts from the susceptible strain, even in the presence of in-
hibitors. Such difference between the two strainswasreduced by EDTA and PMSF. These
resultssuggest that proteasesnoninhibited byEDTA (i.e. mainlyserineproteases) areonly
partly responsible for the better processing of Cry4Aa and that proteasesnoninhibited by
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Figure 3. Time processing of Bti Cry protoxins by gut extracts. The percentage of activation of Cry4Ba (A) ,
Cry11Aa(B) Cry4Aa(C), Cry4Aawith EDTA (D), and Cry4Aawith PMSF(E) for theLiTOX (black) and suscepti-
ble (gray) strainsare indicated. Nonlinear regressionswereperformed using the function [ pr1 * X1/ (pr2+ X1)]
using XLSTAT version 2011.4.04 (Addinsoft) . As PMSF induced a strong decreased activation of Cry4Aa pro-
toxins to toxins, the 49 KDa activated band wasvisible only after 180 min of digestion; so, only valuesafter 180
min of Cry4Aa digestion in presence of PMSF are indicated (E). Values are indicated as activation percentage
± standard error from three biological replicatesper digestion duration. Statistical differences(Pvalue < 0.05,
Wilcoxon test) between the two strains for all the digestion duration are indicated by a star. For each toxin,
one out of the three SDS-PAGE of the susceptible Bora-Bora (B) and the LiTOX (L) strains are shown. Pro-
teins markers (M), toxin sampled before gut extract was added (T0) and the trypsin-activated toxin (T+ ) are
indicated. For each toxin, the protoxin (PT) and the activated toxin (AT) are also indicated.
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Figure 4. Effect of inhibitors on the bands detected by zymogram analyses. The graphic at the left side
represents the band intensity along the gel measured for gut extract of the fi rst biological replicate of LiTOX
strain using Imagej software. The zymogram of this gut extract without inhibitor ( I) or with PMSF (II) , TLCK
(III) , TPCK (IV) , or EDTA (V) is shown. The six different bands identified on the zymograms are indicated,
from E1 to E6. The table at the right side summarizes the results obtained from the zymograms of each of the
three biological replicates from each strain (Fig. S1 and S2) . For both strains, results of inhibition with PMSF,
TLCK, TPCK, and EDTA are indicated. When bandswere only partially inhibited, the percentage of inhibition
is indicated. I, inhibited; NI, not inhibited. Differencesbetween the two strainsare indicated in bold.

PMSF ( i.e. notablymetallo-proteases) are mainly involved. Increased serine-proteasesand
metallo-proteases activities seem to have a direct impact on Cry4Aa processing but not
on Cry4Ba and Cry11Aa. This indicatesthat protease activity modifications in the LiTOX
strain specifically affect the processing of Cry4Aa, the toxin for which the LiTOX strain
exhibits the highest level of resistance (69-fold, (Tetreau et al., 2012b)) .

It has already been demonstrated that the precision of the protoxin cleavage is es-
sential for the insecticidal activity of Cry toxins, as the noncleavage of 28 amino acids
of Cry1Ac protoxins was responsible for a 72-fold resistance in H. armigera (Rajagopal et
al., 2009). Moreover, a higher degradation of Cry1Ab toxins induced a resistance in H.
virescens (Forcada et al., 1999). The faster processing of Cry4Aa observed in the LiTOX
strain may be the consequence of a faster degradation rather than a faster activation,
given that gel resolution did not allow detecting slight modificationsof Cry4Aa toxin size
between the two strains. It has also been demonstrated that trypsin-activated toxins can
differ from toxins activated with midgut juices because of structural modifications lead-
ing to altered toxicity for the larvae (Haider et al., 1986; Knowleset al., 1986; Lightwood
et al., 2000) .

Zymogramsshowed that gut extractscontained at least six different protease families.
Only the E6 band differed between the two strains. Our results suggest that at least two
different protease typesconstitute thisband in the susceptible strain while onlyone major
protease type waspresent in the LiTOX strain. Further characterization of these proteases
is needed to know if the loss of one particular protease enzyme/ isoform in the LiTOX
strain ispartly responsible for resistance to Cry4Aa.

In a previous study, four genes encoding metallo-proteases were found under-
transcribed in midguts of LiTOX larvae compared with susceptible larvae (Tetreau
et al., 2012b). In the present article, a global increase of all proteolytic activities, in-
cluding metallo-proteases, was observed in the LiTOX strain. These discrepancies can
be due to the inability of EDTA to inhibit some metallo-proteases families, such as

Archivesof Insect Biochemistryand Physiology



Annexe 2 

192 
 

 

80 r Archivesof Insect Biochemistry and Physiology, February 2013

leucine-aminopeptidases (Matsui et al., 2006; Song et al., 2008) and carboxypeptidases
( Igic et al., 2003; Alonso-del-Rivero et al., 2009). Moreover, activities of other metallo-
proteases, such as matrix metallo-proteases, have to be measured to determine whether
they have decreased activities in the LiTOX strain that could help explaining the differ-
ential inhibition by EDTA of the total proteolytic activity in the LiTOX compared to the
susceptible strain (Tetreau et al., 2012b).

In this work, we focused on the role of proteases in the constitutive resistance of
the LiTOX strain. However, resistance to Bti toxinsmay also be inducible (LiTOX larvae
may differentially express gut enzymes only when exposed to Bti) . Such mechanism was
evidenced in various Bt-resistant insects. For example, in Spodoptera frugiperda larvae, 24
h after ingestion of sublethal doses of Cry1Ca1, a gene encoding a trypsin-like protease
was inhibited inducing a lower processing of the toxin leading to Cry1Ca1-resistance
(Rodriguez-Cabrera et al., 2010). Same experiments have to be per formed on larvae
exposed to sublethal dosesof Bti and of individual Cry toxinsto highlight such inducible
mechanism of resistance.

The LiTOX strain was selected using field-persistent Bti in mixture with leaf litter.
The presence of dietary plant particlesisknown to strongly modulate proteasesactivities,
notably due to the presence of plant protease inhibitors (Erlandson et al., 2010; Hivrale
et al., 2011). Indeed, LiTOX larvae were probably exposed to various plant compounds
such as tannins, which are known to inhibit protease activities (Xu and Qin, 1994). To
conserve their digestive capabilities, it can be hypothesized that an increase of protease
activitieswasselected in resistant larvae (Brioschi et al., 2007).

Cry4Aa was the only Bti protoxin affected by increased proteases activities. There-
fore, this work provides evidence that resistance by proteases modifications could be a
toxin-specific mechanism contrary to the commonly admitted hypothesis of a generalist
mechanism acting on alargepanel of toxins. AsCry4Baand Cry11Aaprotoxinsprocessing
are not affected by these protease changes, the LiTOX strain appears to have developed
various complementary resistance mechanisms to deal with multiple Bti toxins (Bonin
et al., 2009; Parisand Despres, 2012; Tetreau et al., 2012b).

CONCLUSION

The LiTOX strain showsa moderate resistance to whole Bti mixture but a high resistance
to Cry4Aa. Only the activation of Cry4Aa protoxinswasaffected by increased proteolytic
activities. Onemetallo-proteasenoninhibited byEDTA appearsto be lacking in theLiTOX
strain. Further characterization of this metallo-protease is needed to confi rm its role in
resistance. Our results suggest that multiple distinct resistance mechanisms are acting
together in this resistant strain and that protease may not play a major role in the re-
sistance phenotype. Altogether, these findings open the way for deciphering resistance
mechanismsthat could be developed by mosquito larvae in the field.

ACKNOWLEDGMENTS

The authors would like to thank B. Federici for providing recombinant Bt strains and
V. Hosseininaveh for his constructive advice and comments. This work was founded by
the French National Research Agency (ANR, project ANR-08-CES-006–01 DIBBECO).

Archivesof Insect Biochemistryand Physiology



Annexe 2 

193 
 

 

Proteolytic Activity and Bti Resistance in Mosquitoes r 81

Guillaume Tetreau was supported by the French Ministry of Research. Renaud Stalinski
wassupported by the French Rhône-Alpesregion.
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Decreased Toxicity of Bacillus thuringiensis subsp. israelensis to
Mosquito Larvae after Contact with Leaf Litter

Guillaume Tetreau, Renaud Stalinski, Dylann Kersusan, Sylvie Veyrenc, Jean-Philippe David, Stéphane Reynaud, 
and Laurence Després
Laboratoire d’Ecologie Alpine, LECA-UMR 5553, Université de Grenoble, Grenoble, France

Bacillus thuringiensis subsp. israelensis is a bacterium producing crystals containing Cry and Cyt proteins, which are toxic for 
mosquito larvae. Nothing is known about the interaction between crystal toxins and decaying leaf litter, which is a major compo-
nent of several mosquito breeding sites and represents an important food source. In the present work, we investigated the behav-
ior of B. thuringiensis subsp. israelensis toxic crystals sprayed on leaf litter. In the presence of leaf litter, a 60% decrease in the 
amount of Cyt toxin detectable by immunology (enzyme-linked immunosorbent assays [ELISAs]) was observed, while the re-
spective proportions of Cry toxins were not affected. The toxicity of Cry toxins toward Aedes aegypti larvae was not affected by 
leaf litter, while the synergistic effect of Cyt toxins on all B. thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins was decreased byabout
20% when mixed with leaf litter. The toxicity of two commercial B. thuringiensis subsp. israelensis strains (VectoBac WG and 
VectoBac 12AS) and a laboratory-produced B. thuringiensis subsp. israelensis strain decreased byabout 70% when mixed with 
leaf litter. Taken together, these results suggest that Cyt toxins interact with leaf litter, resulting in a decreased toxicity of B. thu-
ringiensis subsp. israelensis in litter-rich environments and thereby dramatically reducing the efficiency of mosquitocidal 
treatments.

he bioinsecticide Bacillus thuringiensis subsp. israelensis is in-
creasingly used worldwide for mosquito control as an envi-

ronmentally safe alternative to chemicals. Its toxicity to mosquito 
larvae is due to a composite crystal produced during the sporula-
tion of the bacterium Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (23). 
This toxic crystal contains four major toxins (Cry4Aa, Cry4Ba, 
Cry11Aa, and Cyt1Aa) assembled in three different inclusion 
types held together by a lamellar envelope (13). Cry toxins are able 
to spontaneously form spherical (Cry4Aa and Cry4Ba) or rhom-
boidal (Cry11Aa) crystals, while the crystallization of Cyt toxins 
requires the presence of accessory proteins (35). Commercial B. 
thuringiensis subsp. israelensis formulations are mixtures of cells, 
spores, and parasporal crystals that are sprayed in mosquito 
breeding sites. After ingestion by mosquito larvae, crystals are sol-
ubilized in the alkaline pH of the gut and soluble toxins are acti-
vated bygut enzymes. Cry toxins then bind to specific membrane 
receptors, oligomerize, and perforate the intestinal membrane, 
leading to larval death, while Cyt toxins do not need receptors to
perforate the membrane (4, 5).

Despite an intensive use of B. thuringiensis subsp. israelensis for 
years, no firm case of resistance has been described in the field (23,
25). This is imputed to Cyt toxins, which are known to synergize 
Cry toxin activity, leading to drastically decreased resistance de-
velopment (4, 46). Cyt toxins are also able to synergize and over-
come resistance to other insecticides, such as Bacillus sphaericus, 
in Culex quinquefasciatus (43, 47). Developments of new insecti-
cides aim to combine toxins from B. thuringiensis subsp. israelen-
sis, B. sphaericus, and B. thuringiensis subsp. jegathesan to obtain 
more-toxic bioinsecticides (11, 28). Cyt toxins are key proteins in 
these recombinants, promising to enable a long-term use of these 
new insecticides by decreasing the possibility of resistance devel-
opment in field mosquito populations (12, 28). Even if the precise 
mechanism of synergism remains mostly unknown, it has been 
suggested that Cyt toxins enhance Cry toxin oligomerization and 
fixation to the intestinal membrane, notably by acting as a “recep-

tor” after its nonspecific insertion into the intestinal membrane
(7, 31, 32).

B. thuringiensis subsp. israelensis is often said to have low per-
sistence in the field because of a rapid decrease of toxicity and of 
the amount of spores recovered a few weeks after spraying (17,
18). This lack of residual activity is due mainly to the low stability 
of B. thuringiensis subsp. israelensis toxins under field conditions, 
notably in organic enriched habitats and when exposed to UV 
light, heat, changes in pH, or bacterial degradation (21, 23). Re-
cently, an increasing number of studies have shown that B. thu-
ringiensis subsp. israelensis can persist and even proliferate in the 
field (10, 36, 38). In the laboratory, the selection of Aedes aegypti 
larvae with field-persistent B. thuringiensis subsp. israelensis pres-
ent in decaying leaf litter induced multiple resistances to B. thu-
ringiensis subsp. israelensis Cry toxins, suggesting a differential 
persistence of the toxins (29). To our knowledge, there is no study 
on the behavior of B. thuringiensis subsp. israelensis toxins in leaf 
litter, which is one of the main constituents of several mosquito 
breeding sites and mosquitos’ main food source. Some publica-
tions showed that activated B. thuringiensis subsp. israelensis tox-
ins can rapidly be adsorbed on clay (in a few hours), which in-
creases their persistence and conserves their toxicity to mosquito 
larvae (16, 24). The persistence in soil of Cry toxins produced by 
other B. thuringiensis strains active against lepidopteran and cole-
opteran larvae is also well documented, with the B. thuringiensis 
Cry toxins exhibiting the same pattern of rapid adsorption as the
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B. thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins (19, 20). Nevertheless, 
all these studies have been performed on solubilized and activated 
toxins. In contrast, B. thuringiensis subsp. israelensis, and also 
some formulations of other B. thuringiensis subspecies, are 
sprayed in the field as a mixture of crystals and spores. To our 
knowledge, only one study has evaluated the persistence of crystal 
Cry toxins sprayed with commercial B. thuringiensis subsp. 
kurstaki, which is used to protect cork oak stands in Sardinia (It-
aly): the toxin can persist up to 28 months after being sprayed into 
soils (40). Nothing is known about the behavior in the field of the 
four main B. thuringiensis subsp. israelensis toxins in their crystal 
forms.

Here we characterized the behavior of individual and compos-
ite B. thuringiensis subsp. israelensis toxin crystals in water alone 
and in contact with leaf litter during 7 days. We show that the Cyt 
toxin amount detectable rapidly decreases (by 60%) when in con-
tact with leaf litter and that its synergistic effect on each individual 
Cry toxin also decreases (by about 20%). Furthermore, B. thurin-
giensis subsp. israelensis composite crystals show a decrease in tox-
icity by about 70% when in contact with leaf litter. All these results 
shed light on differential B. thuringiensis subsp. israelensis toxin 
persistence in the field and suggest that B. thuringiensis subsp. 
israelensis treatment efficiency is strongly related to environmen-
tal characteristics of the mosquito breeding sites.

MATERIALS AND METHODS
Mosquito strains. An Aedes aegypti Bora-Bora laboratory strain, sus-
ceptible to all insecticides, was used for the bioassays. Larvae were 
reared in tap water and fed with standard amounts of larval food in 
standard insectary conditions (27°C, 14-h-light/10-h-dark periods,
80% relative humidity).

Bacterial strains and toxin production. Protoxins were produced 
separately using a crystal-negative strain of Bacillus thuringiensis subsp. 
israelensis (4Q2-81) transformed with the plasmids pHT606, pHT618, 
pWF53, and pWF45 for Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa, and Cyt1Aa, respec-
tively (9, 30, 48). These strains were obtained from the Pasteur Institute 
(Paris, France) or from B. Federici (University of California, Riverside). 
Spores and crystal suspensions were produced as previously described 
(29) and conserved in water at 20°C until use. Toxins were quantified on 
SDS-PAGE using bovine serum albumin (BSA) as a standard. The inten-
sity of each band was estimated, and toxin concentrations were calculated 
using ImageJ software v.1.41o (15). The same protocol was used to pro-
duce wild-type B. thuringiensis subsp. israelensis inclusion bodies after 
having isolated spores from the commercial B. thuringiensis subsp. israel-
ensis VectoBac WG strain in order to remove the commercial formulation 
effect.

B. thuringiensis subsp. israelensis extraction and detection by 
ELISA. Crystal toxins were solubilized using an alkaline buffer (pH 10.8) 
containing Na2CO3 (50 mM) and dithiothreitol (DTT) (10 mM) and 
were incubated at 60°C for 1 h. Solubilized toxins were then purified using 
the ion-exchange column HiPrep 16/10 DEAE FF (Amersham Biosci-
ences) and desalted using the HiPrep 26/10 desalting column (Amersham
Biosciences). Toxins were lyophilized and conserved at 20°C until use. 
Before use, lyophilized toxins were resuspended into distilled water and 
toxin concentrations were determined by a Bradford assay using BSA as a 
standard (3). Two aliquots were then used in duplicate as standards for 
each enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) at concentrations 
ranging from 2 to 500 ng/ml.

Leaf litters were collected in mosquito breeding sites never treated 
with B. thuringiensis subsp. israelensis in the French Rhône-Alpes region. 
They were constituted of leaves mainly of Quercus sp. and some of Alnus 
glutinosa, and their pH was nearly neutral (6.8). The litters were contam-
inated with commercial B. thuringiensis subsp. israelensis (VectoBac WG,

3,500 international toxic units [ITU] · mg 1) and left to dry overnight at 
room temperature in order to be able to powder them, a necessary step for 
subsequent reproducible toxin extraction. B. thuringiensis subsp. israelen-
sis toxins were then extracted using the extraction procedure described in 
French patent no. FR1160365. This extraction procedure is highly repro-
ducible for each toxin (see Fig. S1 in the supplemental material) and for a 
large range of concentrations, suggesting that the extraction procedure in 
itself has no impact on the integrity of the toxins. The detection of toxins 
was performed by sandwich ELISAs using anti-Cry4 (Cry4Aa and 
Cry4Ba), anti-Cry11 (Cry11Aa), and anti-Cyt (Cyt1Aa) antibodies as de-
scribed in reference 27, with slight modifications. Goat anti-mouse anti-
bodies conjugated with horseradish peroxidase (CliniSciences) were used 
to detect anti-toxin antibodies. One hundred microliters of Ultra-TMB 
(3,3=,5,5=-tetramethylbenzidine) (Thermo Scientific) was added, and the 
reaction was stopped by adding sulfuric acid 2N (H2SO4) after 3 min 
(Cry4) or 5 min (Cry11 and Cyt) of the reaction. Optical densities were 
measured at 450 nm.

To calculate the amounts of the toxins that bound to the litter, their 
initial proportions in commercial B. thuringiensis subsp. israelensis were 
estimated by solubilizing commercial B. thuringiensis subsp. israelensis 
with the same alkaline buffer as the one described above and using it on 
the same ELISA. The proportion of each toxin in the commercial B. thu-
ringiensis subsp. israelensis strain was also determined by SDS-PAGE by 
measuring the intensity of each band using ImageJ software v.1.41o (15). 
The intensity of bands stained with Coomassie blue is proportional to the 
size of the molecule. To have unbiased intensity values per toxin, we 
divided the intensities measured on the gel by the sizes of the correspond-
ing toxins, i.e., 130 kDa for Cry4Aa and Cry4Ba, 70 kDa for Cry11Aa, and
28 kDa for Cyt1Aa (23), before calculating the proportion of each toxin 
among Cry toxins and among all B. thuringiensis subsp. israelensis toxins. 
As the Cry4Aa and Cry4Ba toxins have very similar molecular masses, they 
cannot be easily distinguished on the gels and were grouped together for 
proportion estimations.

Effect of litter on Cry toxins and B. thuringiensis subsp. israelensis 
toxicity to mosquito larvae. Concentrations of crystal Cry4Aa, Cry4Ba, 
and Cry11Aa were chosen in order to obtain about 70% larval mortality 
after 24 h (5.20, 3.13, and 0.97 g/ml, respectively). Bioassays were per-
formed for nine replicates on 20 third-instar larvae in 50 ml of tap water in 
plastic cups according to the standard bioassay procedure described by the 
World Health Organization (41). For each Cry toxin, either the toxin was 
added to a plastic cup already containing 50 mg of noncontaminated 
powdered litter (Fig. 1A, unbound toxin) or 50 mg of powdered litter 
contaminated as previously described (left to dry 3 h and powdered; 
bound toxin) was added (Fig. 1B). The same protocol was used for two 
commercial B. thuringiensis subsp. israelensis mixtures: the dry-powder-
formulated VectoBac WG strain (319 ng of formulated product per ml) 
and the liquid-formulated VectoBac 12AS strain (6.4 10 4 l/ml). To 
test for the effect of the insecticide formulation, we also tested a nonfor-
mulated B. thuringiensis subsp. israelensis strain produced in the labora-
tory using spores isolated from VectoBac (1.7 ng/ml) as previously de-
scribed (29). Larval mortality was monitored after 24 h. The effect of 
treatment (contaminated versus noncontaminated) on larval mortality 
was tested by a linear model performed with R 2.8.1 software (33).

Effect of litter on the Cyt synergistic effect on Cry toxins. Taken 
separately, Cyt toxins are only a little toxic for mosquitoes, but they are 
powerful synergists of Cry toxicity. The most convenient way to measure 
the impact of litter on Cyt1Aa bioavailability was to measure
Cyt1Aa’s synergistic effect on Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa instead of
its direct toxicity to mosquito larvae. The concentration of each Cry
toxin was chosen in order to have less than 10% larval mortality after 24
h (585.74,
47.01, and 22.75 ng/ml for Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa, respectively). 
The concentration of Cyt toxin added to each Cry toxin was chosen in 
order to obtain about 70% mortality after 24 h (4.23 ng/ml for synergy 
with Cry4Aa and 21.15 ng/ml for synergy with Cry4Ba and Cry11Aa). 
Bioassays were performed for nine replicates on 20 larvae in 50 ml of tap
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FIG 1 Illustration of the experimental design for the measurement of the effect of leaf litter on the bioavailability of Cry toxins and B. thuringiensis subsp. 
israelensis (Bti) (A and B) and Cyt toxins (C and D). First protocol: Cry toxins added directly into plastic cups containing noncontaminated powdered leaf litter 
(A) are compared to Cry-contaminated powdered leaf litter (B) in a bioassay (20 larvae per cup, 9 replicates, mortality monitored after 24 h). The same protocol 
was followed for commercial and laboratory-produced B. thuringiensis subsp. israelensis formulations. Second protocol: Cyt and Cry toxins added directly into 
plastic cups containing noncontaminated leaf litter (C) are compared with Cry toxins added in plastic cups containing Cyt-contaminated leaf litter (D) in a 
bioassay. The statistical differences between the two conditions (contaminated versus noncontaminated) for each toxin (represented in the same dotted square) 
were tested after 24 h of larval exposure using a linear model (Cry toxins) or a generalized linear model (B. thuringiensis subsp. israelensis and Cyt toxins).

water in plastic cups. In this test, the Cyt1Aa toxin was added first either 
directly into a plastic cup containing 50 mg of noncontaminated pow-
dered litter (Fig. 1C) or bound to 50 mg of litter that was contaminated 3 
h, 1 day, 2 days, or 7 days before the bioassay and powdered (Fig. 1D). 
Larval mortality was monitored after 24 h. The effect of treatment (con-
taminated versus noncontaminated) on larval mortality was tested by a 
linear model followed by multiple pairwise comparisons of means 
(Tukey’s honestly significant difference test) performed on R 2.8.1 soft-
ware (33).

Effect of the time on toxin stability and toxicity without litter. To 
test whether B. thuringiensis subsp. israelensis toxins progressively solubi-
lize, degrade, and/or lose their toxicity for mosquito larvae without being 
in contact with leaf litters, we left aliquots of Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa, 
and Cyt1Aa toxins for 7 days at room temperature or at 20°C. The 
toxicity of the Cry toxins and the synergism of the Cyt1Aa toxin were 
measured in the presence of litter in a plastic cup as previously described 
(Fig. 1A and C). Partial solubilization and/or degradation were estimated 
by centrifuging toxins at 16,000 g for 15 min and analyzing the content

of the supernatant with SDS-PAGE (presence of bands corresponding to 
protoxins and/or degraded toxins) and in ELISAs.

RESULTS

Quantification by SDS-PAGE indicated that the Cyt1Aa toxin rep-
resents about 80% of the total amount of toxins present in the 
commercial B. thuringiensis subsp. israelensis formulation (Table
1). Among Cry toxins, about 85% were Cry11Aa and 15% were 
Cry4Aa and Cry4Ba toxins. Quantification of toxins in the com-
mercial B. thuringiensis subsp. israelensis strain by ELISAs showed 
nearly the same proportions of toxins (Table 1). ELISAs showed 
that the proportion of Cyt toxins after B. thuringiensis subsp. is-
raelensis extraction from leaf litters decreased by about 60% com-
pared to that in the commercial B. thuringiensis subsp. israelensis 
formulation, while the proportions of Cry4Aa/Cry4Ba and 
Cry11Aa among Cry toxins remained unchanged (Table 1).

TABLE 1 Proportions of each toxin among all the toxins or among Cry toxins in a B. thuringiensis subsp. israelensis formulation in contact or not in 
contact with littera

B. thuringiensis subsp. israelensis

Proportion (%) of each toxin:

Among all toxins Among Cry toxins

state and test
Cry4Aa and Cry4Ba Cry11Aa Cyt1Aa Cry4Aa and Cry4Ba Cry11Aa

Solubilized; SDS-PAGE 2.9 15.5 81.6 15.7 84.3
Solubilized; ELISA 1.0 8.1 90.9 11.1 88.9
Extracted; ELISA 12.6 61.7 26.7 17.2 82.8
a The proportion of each toxin was determined by SDS-PAGE or by ELISAs using solubilized commercial B. thuringiensis subsp. israelensis or after toxin extraction from leaf litter.
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FIG 2 Percentages of larval mortality after exposure to Cry4Aa (white), 
Cry4Ba (gray), or Cry11Aa (black) mixed or not mixed with leaf litter. Values 
are the mean percentages and the standard errors from nine replicates per 
treatment. Nonsignificant differences between bound and unbound toxins for 
each Cry toxin are indicated as “NS” between the two bars.

Toxicity of Cry toxins to mosquito larvae (Fig. 1, condition A 
versus condition B) was not affected by their contact with leaf 
litter (Fig. 2). Our results clearly indicate the synergistic effect of 
Cyt on Cry toxins. We observed 73%, 61%, and 57% increased 
larval mortalities, respectively, for Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa 
when Cyt was added in bioassays. In contrast, when Cyt was put in 
contact with leaf litter (Fig. 1, condition D versus condition C), 
significant decreases of the synergistic effects on Cry4Ba and 
Cry11Aa for all the exposure durations and on Cry4Aa for 1 and 7 
days of exposure were observed (Fig. 3A, B, and C). We observed 
mean decreases of 20.28%, 22.22%, and 17.18% in the synergistic 
effect of Cyt1Aa on Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa, respectively. 
Toxicities of the two commercial B. thuringiensis subsp. israelensis 
strains, VectoBac WG and VectoBac 12AS, and the laboratory-
produced B. thuringiensis subsp. israelensis strain were signifi-
cantly reduced by 76%, 78%, and 70%, respectively, when mixed

FIG 3 (A to C) Percentages of larval mortality after exposure to Cry4Aa (A), Cry4Ba (B), or Cry11Aa (C) toxins without Cyt1Aa (Cry Lit) or with Cyt1Aa and 
not mixed (Cry Cyt Lit) or mixed with leaf litter for 3 h, 1 day, 2 days, or 7 days. (D to F) Percentages of larval mortality after exposure to commercial B. 
thuringiensis subsp. israelensis VectoBac WG (D), VectoBac 12AS (E), or a B. thuringiensis subsp. israelensis formulation produced in nutrient agar (F) not mixed 
( Lit) or mixed with leaf litter for 3 h, 1 day, 2 days, or 7 days. Values are the mean percentages and standard errors from nine replicates per treatment. Significant 
differences (P 0.05) between treatments (contaminated versus noncontaminated) are indicated by different letters above the bars.
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with leaf litters (Fig. 1, condition A versus condition B, and Fig.
3D, E, and F). For all the bioassays performed, the duration of 
toxin exposure to leaf litter did not significantly affect larval tox-
icity (Fig. 3). Moreover, larval toxicity was unchanged when tox-
ins were left in water at room temperature for 7 days (see Fig. S2 in 
the supplemental material), and neither solubilization nor degra-
dation was detected by both SDS-PAGE and ELISAs.

DISCUSSION
Cyt toxins are known to enhance Cry toxin activity and to delay 
the development of B. thuringiensis subsp. israelensis resistance in 
mosquitoes (4, 46). B. thuringiensis subsp. israelensis contact with 
leaf litter induced an important decrease in Cyt1Aa toxin bioavail-
ability (60%), whereas the Cry4 and Cry11Aa toxins remained 
unaffected. Cyt toxins seem to have strong and irreversible inter-
actions with litter, limiting desorption during the extraction step. 
Such an interaction has already been described for solubilized and 
activated Cry1Aa toxin in contact with different soils, with the 
amount of extractable B. thuringiensis toxin declining rapidly dur-
ing the first 2 weeks of contact (19). Nevertheless, the context 
described in our study is far from this example, as we focused on 
leaf litters and on B. thuringiensis subsp. israelensis toxins in their 
crystal form. Further investigations are needed to understand how 
Cyt toxins can interact so strongly with litters in their crystal form. 
These results also show that B. thuringiensis subsp. israelensis must 
be considered a combination of inclusions with different behav-
iors in the field and not a cohesive inert crystal.

Bioassays showed that Cry contact with leaf litters did not in-
duce any alteration of their toxicity to A. aegypti larvae. Cry toxins 
are easily extractable and immunologically detectable when mixed 
with leaf litter, and they conserve their insecticidal properties for 
mosquito larvae.

In contact with leaf litter, the synergistic effect of Cyt on B. 
thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins decreased by about 20%, 
regardless of the contact duration. Cyt toxins seem to bind very 
quickly to leaf litter, as the 20% loss in synergy occurred after only
3 h of exposure. There is a discrepancy between the proportion of 
unextractable Cyt toxin from leaf litter (60%) and the decrease of 
its synergistic effect on Cry toxins (20%). Some mechanisms can 
be hypothesized to try to explain this phenomenon.

(i) This discrepancy may be due to the high synergy power of 
Cyt toxins, as only small amounts of Cyt toxin are needed to ex-
ponentially increase Cry toxicity to mosquito larvae. Therefore, 
the small proportion of still-extractable and bioavailable Cyt tox-
ins may be sufficient to induce 80% of the total synergistic effect. 
Indeed, it was observed that Cyt toxins are able to synergize other 
toxins over a large range of toxin ratios (47). Furthermore, Cyt 
toxin activity may be enhanced by litter components ingested by 
larvae together with protoxins, as tannic acids have already been 
described to enhance the toxicity of B. thuringiensis subsp. kurstaki 
for Trichoplusia ni (14). However, the impact of tannic acids is not 
clear, as they were shown to inhibit the toxicity of B.
thuringiensis subsp. aizawai for Spodoptera litura (22).

(ii) A part of the Cyt toxins linked to the litter may still be able 
to synergize Cry toxins. It has been demonstrated that solubilized 
Cry toxins bound to soil can conserve their toxicity (16, 24), but it 
is still unknown whether Cyt toxins have the same behavior.

(iii) Cyt toxins may be degraded more rapidly than Cry toxins 
by microbes present in the leaf litter. Indeed, B. thuringiensis 
subsp. israelensis is known to be susceptible to microbial degrada-

tion (23). However, microbial degradation is expected to increase 
with exposure time. The fact that we did not observe an effect of 
exposure time either on the proportion of Cyt detected or on its 
synergistic effect on Cry toxins rules out the role of microbial 
degradation in differential B. thuringiensis subsp. israelensis toxin 
effects when mixed with leaf litter.

(iv) Bound Cyt toxins may experience three-dimensional (3D) 
conformational modifications, inducing a reduction of its syner-
gistic activity and/or a reduction of its immunological detectabil-
ity by ELISA. It has been shown that Cry toxins bound to the soil 
(37) or to leaf litter (present study) conserve their entire antige-
nicity and insecticidal activity. However, Cyt toxins have very dif-
ferent 3D conformations than Cry toxins and may interact differ-
ently with the heterogenic sorbent surface of the leaf litter, 
explaining why they partly lose their immunological detectability 
and synergistic effects (26). Even if the toxin extraction protocol
coupled with ELISAs showed good efficiency and reproducibility 
for all toxins (see Fig. S1 in the supplemental material), it cannot 
be excluded that the drying and powdering steps may differently 
affect the toxins’ stability, especially for the Cyt1Aa toxin, as pro-
portions of Cry toxins remained the same as in SDS-PAGE.

(v) Contrary to Cry toxins that need receptors to perforate the 
intestinal membrane (23), Cyt toxins can directly insert into the 
membrane of epithelial cells due to their tertiary structure (5). 
This ability might also facilitate the binding of Cyt to litter, al-
though plant epithelial cells have a structure that is very different 
from that of animal cells, with a rigid cell wall not composed of 
lipids a priori not favoring Cyt insertion. Since the synergistic 
effect of the Cyt1Aa protein on Cry toxins seems to be its role as a 
Cry “receptor,” the interaction of Cyt proteins with litter might 
therefore inactivate this receptor role.

In contact with leaf litter, the toxicity of B. thuringiensis subsp. 
israelensis decreased by about 70%, regardless of the contact du-
ration. No effect of the commercial formulations was evidenced, 
as the decreased toxicities were nearly the same for the two com-
mercial B. thuringiensis subsp. israelensis formulations and for the 
laboratory-produced B. thuringiensis subsp. israelensis formula-
tion. The strongly decreased toxicity of the composite B. thurin-
giensis subsp. israelensis crystal in contact with leaf litter can be 
explained by two potential nonexclusive mechanisms. (i) B. thu-
ringiensis subsp. israelensis crystals contain a lamellar envelope, 
which maintains together the different inclusion types (13), that is 
typically absent from individual Cry and Cyt toxin productions. 
This envelope may interact strongly with leaf litter particles, lead-
ing to a major decrease in bioavailability of all the toxins. (ii) As 
Cyt toxins lost about 20% of their synergistic effect on all B. thu-
ringiensis subsp. israelensis Cry toxins because of contact with leaf 
litter, the important decreased bioavailability of the Cyt toxin may 
affect all Cry toxins contained in the B. thuringiensis subsp. israel-
ensis formulation. Therefore, the observed effect might simply be 
due to the cumulative effect of the decreased synergy of Cyt1Aa 
with each Cry toxin, leading to a severe loss of B. thuringiensis 
subsp. israelensis toxicity.

Cyt toxins bound to leaf litter lost about 20% of their synergis-
tic effect on all B. thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins. This 
might explain why the selection of an A. aegypti laboratory strain 
using decaying leaf litters containing field-persistent B. thurin-
giensis subsp. israelensis gave rise after 18 generations to a mos-
quito strain exhibiting consistent levels of resistance to separate B. 
thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins (6 to 30 resistance ratios)
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but only a moderate resistance to the full commercial B. thurin-
giensis subsp. israelensis mixture (29). It was demonstrated that 
even in the presence of Cyt toxins, resistance to Cry toxins and Bin 
toxins can evolve in selected mosquito strains (42, 44–46). There-
fore, the decreased bioavailability of Cyt toxins because of contact 
with leaf litter may have facilitated the development of Cry resis-
tance in the case of the A. aegypti LiTOX strain. In the field, a 
long-term exposure of larvae to an altered mixture of persistent 
Cry toxins with low levels of synergistic Cyt toxins may more easily 
lead to the evolution of resistance to Cry toxins and, at term, to B. 
thuringiensis subsp. israelensis. As increasing numbers of recom-
binant B. thuringiensis strains containing Cyt toxins are devel-
oped, our results suggest that their efficiency, essentially based on 
Cyt synergism, might prove to be much lower in the field than in 
laboratory conditions. These findings have to be taken into ac-
count to manage resistance evolution in mosquito breeding sites 
treated with B. thuringiensis subsp. israelensis and to evaluate the 
efficiency of B. thuringiensis subsp. israelensis and new B. thurin-
giensis subsp. israelensis-based insecticides in the field.

Numerous studies have evaluated B. thuringiensis subsp. israel-
ensis residual activity in many different conditions, including riv-
ers, lotic zones, benthic zones (1, 2, 39), saltmarshes (8), and water 
tanks and containers (6, 34). It was shown that this residual activ-
ity ranged from a few days to several months, and many environ-
mental factors (e.g., UV light, temperature, etc.) were shown to 
have an impact on B. thuringiensis subsp. israelensis residual activ-
ity (21, 23), but so far, nothing is known about their action on each 
B. thuringiensis subsp. israelensis toxin. To our knowledge, this is 
the first time one major component of several mosquito breeding 
sites is shown to have a differential impact on Cyt and Cry toxins, 
leading to a dramatic loss of B. thuringiensis subsp. israelensis tox-
icity. The present work opens new ways to better understand how 
multiple toxins in their crystal form can interact with leaf litter 
and why B. thuringiensis subsp. israelensis quickly loses its toxicity 
for mosquito larvae in the field. As leaf litters are not present in all 
the mosquito breeding sites, the same experiments have to be 
performed with clays to see if this phenomenon is specific to leaf 
litter or if it can be generalized to other components of mosquito 
breeding sites. These findings must be taken into account for an 
integrated use of B. thuringiensis subsp. israelensis for mosquito-
cidal treatments and for adapting the treatment strategies to the 
composition of the treated areas.
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M os qu itoes are vectors of m ajor hum a n diseases, s uc h as m alaria , dengue or ye llow fever. B ecause no  
efficie nt trea tm e nts or vaccines are available for m o s t of these d iseases, control m eas ures re ly m a in ly on  
reducing m os quito popula tions by th e u s e of insec tic ides. N um erous bio tic and a biotic fac tors a re kno w n  
to m odu la te the e ffi ca cy of insectic ides use d in m osquito c ontrol. M osquito bree ding sites vary from  
ope ne d to high ve getation c overe d areas lea ding to a large ultra viole t g radie nt e xpos ure . This ecological 
feature m ay affect the general physiology of the insec t, inc luding the resistance sta tus against insec tic ides. 
In th e c on te x t of th e ir con tras te d b re ed ing s ite s , w e asse ssed th e im pa c t of low -e nerge tic ultra viole t  
expos ure on m osquito sensitivity to biologica l and c hem ical insec tic ide s.

We show that se vera l m os qu ito detoxification e nz ym e activities (c ytoc hrom e P 450, gluta thione S-
transfera ses, esterases) w ere increase d upon low -e nergy UV-A exposure . A dditionally, five specific genes 
enc oding detoxification e nz ym es (CYP6BB2, CYP6Z7, CYP6Z8, GSTD4, a n d GSTE2) pre viously show n to be  
involved in resistance  to chem ical insec tic ides w ere found over-transcribed in UV-A e xpose d m os quitoes, 
reveale d by RT-qPCR e xperim ents. M ore im portantly, toxicologica l bioa ssays revealed tha t U V -exposed 
m os quitoes w ere m ore tolerant to four m ain c hem ical insec tic ide c lasses (DDT, im idacloprid, p e rm e th rin , 
tem e phos), w hereas the bioins ectic ide Bacillus thuringiensis subsp. israe lensis (Bti) appeared m ore toxic. 

The p re sen t a rtic le p rov ides  th e fi rs t exp e rim e n ta l ev id ence of th e cap ac ity of low -e nergy UV-A to  
increase m os quito tolera nce to m ajor c he m ical insec tic ides. This is a ls o th e fi rs t tim e th a t a m eta bolic  
resistance to c he m ical insectic ides is lin ke d to a h ig he r susce p tib ility to a bioinsectic ide. These resu lts  
s up p o rt th e u se of Bti as a n efficie nt a l te rna tive to c he m ical ins ec tic ide s w he n a m eta bo lic resista nce to
che m ica ls has bee n de velope d by m os quitoes.
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1. In tro d u c tio n

M osquitoes are considered as the mos t dangerous animals  
w orld w ide due to their capacity to transm it m a jo r hu m a n diseas es, 
such as m alaria, dengue or yellow fever (Gubler, 1998; Ross, 1901; 
Tomori, 2004). They re p re se nt a heavy sanitary and econo m ic b ur-
den, especially in highly-im pacted developing countries . Because 
of th e lack of cost-effective and long -lasting drug treatm ents  or
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vaccines for m ost m osqu ito -b orne diseases, contro l m easures his-
toric ally and currently target vecto r pop ulations th rou gh the use 
of highly efficient chem ical insectic ides (H em ingw ay et al., 2006; 
K illeen et al., 2002). N evertheless, chem ical usage has de trim e n-
tal side effects , such as h igh environ m e ntal persis tence and lo w  
m osquito specificity by their toxicity to non-target insect species 
(D ia bate et al., 2002). M oreover, m osquito populations show full 
resis tance to all chemical insectic ide classes used in vector contro l, 
threa tenin g the long-term efficacy of chem ical-based control in te r-
ventions (Enayati and H em ingway, 2010; H em ingway and Ranson,
2000). The increasing aw areness for the ne e d of a m o re inte g rated  
stra teg y to contro l m osquito populations has led to the de v el-
op m en t of alternative stra tegies, includin g the use of genetically  
engineered m osquitoes (de V aldez et al., 2011; Scott e t al., 2002) 
or entom opathogenic m icroorganism s, such as the insect re p ro-
ductive parasite W olbachia (Iturbe-O rm aetxe et al., 2011), toxic  
fungal species (B lanford et al., 2005 ; Scho lte et al., 2005 ), re si-
dent m osquito m icrobial sym bionts (Cirim otich et al., 2011) or th e  
b ioinsectic ide Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) (Goldberg

01 6 6-4 4 5X /$ – s ee  f ron t m atter a 2 01 3 E ls ev ier B.V. All rig h ts rese rv ed .
h ttp ://d x.d o i.org /1 0 .10 1 6 /j.aq u ato x .2 0 1 3 .0 7 .0 0 4
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and M argalit, 1977). Technical drawbacks and high costs com bin ed 
w ith low er efficacy com pared to chem icals have strongly delayed 
the w ides p rea d use of bioinsectic ides as a lon g-te rm alte rnative 
to chemicals. Biological insectic ides in trins ically  target distinct 
aspects of the m osq uito physiology w hen co m pare d to chem i-
cal insecticides; for instance, chem icals used in curren t contro l 
progra m s are neurotrop ic agents blocking synaptic tran s m ission 
in the insect central nervous system (Soderlund, 2008), w he re as 
Bti, the m ajo r bioinsectic ide used w orld w ide, directly disrupts th e  
in tes tinal gut (V achon et al., 2012). Therefore , Bti m ay rep resent a  
prom ising alternative to chemicals by sustain ing its toxicity to w a rd  
m osquito populations highly resistant to chem icals . Although this  
hypothesis has been largely accepted and relayed by the scien-
tific com m unity (Bravo et al., 2011; Lacey e t al., 2001; Roh et a l.,
2007 ; Schnep f et al., 1998), to our know ledge it has never be en 
experim entally validated.

N u m erous biotic and abiotic factors w ere show n to affect th e  
efficacy of insectic ides on m osquito populations, such as te m -
pe ra tu re (C hristia nse n e t al., 2004; S iban da et al., 2 0 1 1 ), w a ter 
pH (M itta l e t al., 1995), a ltered nycthe m e ral rhyth m (Yang et a l.,
2010), presence of orga nic m atte r (T etreau et al., 2012b) or w a ter 
pollu tio n (Pou pard in et al., 2008; Riaz e t al., 2009). A la rge p a rt 
of th e m os qu ito  life cycle consists of four aquatic larval stages, 
w hich live in h ighly contrasted natural or m an-m ade breeding  
sites , such as agricu ltural fields or highly urbanized sites . Suitable  
m osquito breeding sites could vary w idely in te rm of light exposu re  
fro m large opened areas w ith m aximal exposure to sh a de d w a ter 
pools w ith high vegetation coverage in forestry settings. M ajor dis -
ease vectors , such as the malaria vector Anopheles gambiae, th e  
dengue vector tiger m osquito Aedes albopictus, the yello w fever 
m osquito Aedes aegypti or Culex quinquefasciatus trans m itting W est 
Nile v irus and fi laria l worm s, show distinct preferences in th eir  
breed ing sites; An. gambiae breeding sites are often described as 
c lean shallow w ater pounds, w hereas Aedes and Culex m osquito es 
are more opportunistic, underly ing the invasive features of the tig er 
m osquito for instance through European m ainland (Benedict e t a l.,
2007). W ith such contrasted breeding sites , m osquito larvae can 
be exposed to an im p o rtan t UV gradient, fro m  w ood land ponds 
and se w ers, to large open areas of s ta gn an t w ater or uncovered 
containers . To date , the re is no re p o rt on the effect of UV light on 
the insectic ide susceptibili ty of m osquitoes, despite a huge liter-
a tu re on the im pa ct of UV on insect oxidative stress responses, 
general physiology and populations (Ballare et al., 2001; Ingram ,
1992; M azza et al., 2002; W ang et al., 2001). Using the yellow  
fever m osquito vector Ae. aegypti as a versatile m odel species for 
breed ing site type, the present article repo rts an opposite effect of 
low -energy UV-A light on the m osquito susceptib ility to five m ajor 
chem ical insectic ide classes (nam ely the organochlorine DDT, th e  
organ op hos pha te te me ph os, the pyre th ro id perm e th rin , the c ar-
ba m ate propo xu r and the neon icotino id im idaclop rid ) and to th e  
b io insectic ide Bti. This contras tin g pattern of tolerance was linked 
to an increase of all detoxification enzyme activ ities and a mRNA 
over-expression of several candidate genes previously associated 
w ith insectic ide resistance. All the resu lts are discussed with rega rd  
to m osqu ito contro l stra te gies a nd resistance m ana ge m ent.

2. M etho ds

2.1. Mosquito strain and experimental design

A laboratory Ae. aegypti strain Bora–Bora susceptib le to all insec-
tic ides has been used. After egg hatching, larvae were reared in  
tap w a te r an d fed w ith s tan dardized a m o u nt of larval food (hay
pelle ts ) a t a te m p e ra ture of 27 ◦C w ith 80% of relative h u m idity
and a 15/9 h light/dark period. Three different conditions of UV

exposure w ere perform ed; larvae w e re not exposed to UV (“UV 0”) 
or exposed 2 h (“UV 2”) or 15 h (“UV 15”) every day during 4 days  
(from egg hatching to 3rd instar larval stage) to UV-A ( = 365 nm ) 
a t 70 W /m 2 (V ilbert-Lourmat 115.L 15 W lam p), which re prese nts  
a very low UV-index of 1.14 (calculated according to the stan d a rd -
ized ISO/CIE procedure; correction factor for 365 nm : 0.000407). In  
our settings, a 2 h daily exposure m ay represent a daily noon m ax-
im al exposure in an otherw ise shaded breed ing site, w he reas 15 h  
daily exposure represents open areas w ith lon g-lasting expos ure  
w ith no coverag e on the m os quito b reed ing site .

2.2. Effect of UV on cell and tissue mortality.

To m o nitor the effect of UV on m osquito cell m ortality , living 
larvae fro m the th ree cond itions w e re incu bated for 3 h in a solu-
tio n of 40 g mla 1 of propid iu m iodu re (PI). Thereafter larvae we re
p u t in w ate r for 1 h. A positive contro l of cell m o rta lity test w as 
perform ed by incubating larvae w ith 70% ethan ol for 5 min. Larvae 
w ere then observed using a stereo zoom m icroscope (SZX16, Olym-
pus) under norm al light (“Visible”) and epifluorescence (excita tio n:
450–490 nm and em ission a 520 n m (“PI”) or both (“M erge”).

2.3. Enzyme activities and ROS measurement

800 fresh larvae per condition (2 h-, 15 h-exposure and con-
trol) w ere ho m ogenized by a glass-teflon hom ogenizer on ice (10  
strokes) in 0.05 M phosphate buffer (pH 7.2) contain ing 0.5 mM  
DTT, 2 mM EDTA and 0.8 mM PMSF. The h o m o g e n a te w as th e n
centrifuged at 10 ,000 a g for 20 m in a t 4 ◦C and the resulting s u pe r-
natant was u ltracentrifuged  at 100,000 a g for 1 h a t 4 ◦C. The
pelle t (m icroso m al fractio n) w as resuspended into 500 L 0.05 M
phosphate buffe r and used for cytochrom e P450 m onooxygenases  
activ ities m easure m en t. The supernatant (cytosolic fraction ) w as 
used for all o ther enzym e activ ity m easurem ents. Three replicates 
w e re pe rform ed for each condition .

P450 activ ities w ere m easured by using 7-ethox yresorufin  
(EROD, Sigma) as su bstra te as described in Reynaud et al. (2002) 
w ith m odifications for m icro -plate m easu re m ents. The activ ity
w as assayed at 30 ◦C in a m ediu m contain ing 20 g m icrosom al
proteins, G lucose -6-Phosphate (G6P) (5 mM), NADPH (0.1 mM), 
G6P dehydrogenase (1 U mLa 1 ), 7-etho xyresorufin (5 M), and
phosphate buffer (50 mM Na2 PO4 ; pH 7.4) in a final volume of
200 L. Fluorescence (excita tion 537 nm ; e m ission 583 nm ) w as 
recorded every 30 s durin g 40 m in in a Varioskan Flash M ultim ode  
Reader (m ultip la te reader; Therm o Scien tific). Glutath ione-S-
trans ferase (GST) activ ities w ere m easured by using 1-chloro-
2 ,4-din itrobe nzene (CDNB, Sigma) as su bstra te as described in  
Riaz e t al. (2009) w ith slight m odifications. The reaction m ix-
tu re c o ntained 20 g protein fro m the cytosolic fraction, 1.3 mM  
reduced glutathione (Sigm a) and 1 mM CDNB in 0.1 M phos ph ate  
buffer; pH 6.9. The absorbance of the rea ctio n so lu tio n at 340 n m  
w as m easure d afte r 1 m in. Esterase activ ities w ere m easured by 
using -naphthyl acetate and -naphthyl aceta te as su bs tra tes  
(Sigma) (Van Asperen, 1962) as described in (Poupardin et al.,
2008). Catalases activ ities w ere m easu red spectrop hoto m e trica lly  
a t 240 n m during 60 s, using 200 L proteins fro m the cyto -
solic fraction in 1.6 mL buffer and 10 mM H2 O2 , as described in  
(Dubovskii et al., 2010). The activity of catalase (H2 O2 decom posi-
tion) w as expressed in mol mina 1 using the ex tinc tion coefficie nt
of 0.0394 mMa 1 cma 1 for hydrogen peroxide.

The a m o un t of reactive oxygen species (ROS) was m eas ure d  
by reduc tio n of the red ox dye nitrob lue tetraz oliu m (NBT) (Sigma, 
France) as described in Rey naud et al. (2001) w ith m odifications.
Tw enty larvae w ere added to 1 mL of a 1 mg La 1 NBT solution for
2 h in th e d ark a t ro o m te m perature . Larvae w e re w ashed tw ice in  
e thanol, air drie d and the form azan pro duced w as then dissolv ed
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in 50 L KOH (2 M) and 75 L DMSO. The turquoise-blue colored
solut ion w as read at 630 nm.

The effect of UV-exposure on each enzyme act ivity w as tested
by a Wilcoxon test (N = 3) performed on R 2.15.2 softw are (R
Development Core Team, 2007).

2.4. mRNA expression of candidate genes by real-t ime
quantitat ive PCR (RT-qPCR)

mRNA w as ext racted from 50 larvae from each condit ion in t r ip-
l icate using RNAqueousa -4PCR kit (Ambion), t reated w ith DNAse
I (Ambion) fol low ing manufacturer’s instruct ions, and reverse
t ranscr ibed using a SuperScript III (Invit rogen) reverse t ranscr ip-
tase and ol igo-dT20 primers (Invit rogen) as described in (Tet reau
et al., 2012a). RT-qPCR w as performed on an iQ5 system (Bio-Rad)
using an iQ SYBR Green superm ix (BioRad) fol low ing manufac-
turer ’s instruct ions. Tw elve candidate genes, already implicated
in resistance to chemical insect icides or in oxidat ive stress, w ere
tested. Specifi c primers w ere designed for each gene using Bea-
con Designer v.5.10 softw are (Premier Biosoft Internat ional). The
primer pair for HSP90 w as designed in the highly conserved region
betw een all the HSP90 genes described in the Ae. aegypti genome
(AAEL011704, AAEL011708, AAEL014843 and AAEL014845). Speci-
fi city of each primer pair w as fi rst assessed by BLAST analysis
against Ae. aegypti genome and then verifi ed by perform ing a melt
curve analysis. All the informat ion relat ive to the primer used and
the effi ciency of the qPCR experiment are indicated in the Table 1,
according to the MIQEguidelines (Bust in et al., 2009). Genes encod-
ing r ibosomal proteins RPL8 and RPS7 (housekeeping genes) w ere
used for normalizat ion of mRNA expression of the studied genes
taking into account PCR effi ciency using CT method, calculated
using the iQ5 softw are (Bio-Rad) (Pfaffl , 2001). Only genes show ing
more than 1.5-fold over-t ranscr ipt ion w ere considered induced.

2.5. Bioassay

Bioassay experiment w as performed under normal l ight on
4-days old larvae (third instar). Diagnost ic concentrat ions w ere
chosen in order to obtain about 50%of larval mortal i ty in the control
(“UV 0”). 78 g mLa 1, 500 g La 1, 300 g La 1, 2.5 g La 1, 500 g La 1

and 6 g La 1 w ere used for Bti, DDT, im idacloprid, permethrin,
propoxur and temephos, respect ively. Larval mortal i ty w as moni-
tored after 24 h of exposure to the insect icide. Ten repl icates w ere
performed for each insect icide and each condit ion. The effect of UV-
exposure on larval mortal i ty w as tested by a one-w ay analysis of
variance (ANOVA) performed on R2.15.2 softw are (RDevelopment
Core Team, 2007).

3. Resul t s

3.1. Impact of UV-exposure on cell and tissue mortality

The exposure of Ae. aegypti larvae to low -energy UV-A for 2 or
15 h daily [from egg hatching to 3rd instar stage (4days)] did not
t r igger any not iceable cel l mortal i ty, regardless of the durat ion of
the exposure (Fig. 1).

3.2. Larval enzyme activit ies are enhanced upon UV exposure

We studied the impact of UV exposure on w ell-know n detox-
ifi cat ion enzymes involved in insect icide metabol izat ion, such as
cytochrome P450, the glutathione-S-t ransferase (GST) and esterase
act ivit ies. A signifi cant increase (1.6–2.3-fold) of al l detoxifi ca-
t ion enzyme act ivit ies w as observed w hen larvae w ere exposed to
UV, even after a dai ly 2 h UV-exposure (p = 2.7 a 10a 2, 4.4 a 10a 2,
8.5 a 10a 3 and 7.3 a 10a 3 for alpha-esterases, beta-esterases, GST

and cytochrome P450 act ivi t ies, respect ively (Fig. 2A–D). Oxidat ive
st ress response act ivi t ies w ere also invest igated; catalase act ivi t ies
w ere signifi cant ly increased (2.1-fold) in dai ly 15 h UV-exposed lar-
vae (p = 4.95 a 10a 2), but not after 2 h exposure (p = 0.20) (Fig. 2E).
No change in the react ive oxygen species (ROS) product ion w as
observed regardless of the exposure condit ion (p = 0.67) (Fig. 2F).

3.3. UV exposure up-regulates mRNA expression of genes
putat ively involved in insecticide resistance

Enhanced detoxifi cat ion act ivit ies through UV exposure
prompted us to examine the t ranscr ipt ion of genes previously
found up-regulated in mosquito strains resistant to chem icals as
w ell as several other genes involved in cellular st ress response.
The t ranscript ion of a subset of 12 genes w as assessed by
RT-qPCR in 2 and 15 h UV-exposed larvae compared to non-
exposed samples. Fifteen hours of dai ly UV-exposure induced
1.9, 1.9 and 1.6-fold over-expression of the cytochrome P450
encoding genes CYP6BB2 (AAEL014893), CYP6Z7 (AAEL009130)
and CYP6Z8 (AAEL009131), respect ively, and a 1.9 and 1.6-fold
over-expression of the glutathione-S-t ransferase encoding genes,
GSTD4 (AAEL001054) and GSTE2 (AAEL007951) respect ively, rel-
at ive to non-exposed controls (Fig. 3). UV-exposure did not alter
the expression of CYP6N9 (AAEL009121), of genes encoding tw o
esterases Est 15578 (AAEL015578) and CCEae3o (AAEL011944)
and of the st ress responsive genes encoding heat shock pro-
teins HSP70 (AAEL004148, AAEL006531, AAEL010948) and HSP90
(AAEL011704, AAEL011708, AAEL014843, AAEL014845).

3.4. UV-induced contrasting patterns of tolerance to chemical vs
biological insecticides

The suscept ibi l i ty to six different insect icides w as assessed
betw een UV-A exposed larvae and non-exposed ones. Whereas lar-
val suscept ibi l i ty to the carbamate propoxur w as not affected by
UV exposure at any t ime period, a signifi cant posit ive effect on lar-
val tolerance to DDT(p = 6.6 a 10a 3) and permethr in (p = 2.0 a 10a 2)
w as observed in 2 h daily UV-exposed larvae (Fig. 4). The tolerance
phenotype w as further emphasized in 15 h dai ly-exposed larvae
w ith 18%, 22%, 23.5%and 28.5%tolerance increase to im idacloprid
(p = 5.0 a 10a 3), DDT (p = 2.5 a 10a 4), temephos (p = 6.0 a 10a 3) and
permethrin (p = 5.0 a 10a 5) respect ively. By cont rast , a signifi cant
13.5%increased suscept ibi l i ty to Bti in 15 h UV-exposed larvae w as
not iced (p = 4.8 a 10a 2).

4. Discussion

In the present art icle, w e describe strong detoxifi cat ion
responses associated w ith increased tolerance to chem ical insec-
t icides in mosquito larvae exposed to low energy UV-A light . These
results w ere very surpr ising taking into account the avai lable l i t -
erature demonst rat ing the strong negat ive synergist ic effect of UV
and pest icides on organisms, higher than the simple summat ion
of the independent effects of these st ressors (Beketov et al., 2011).
The admit ted explanat ion for thissynergist ic effect is that UV radia-
t ion could increase the organisms’ sensit ivity to pest icides (Beketov
et al., 2011; Liess et al., 2001). Generally, nonchemical st ressors
reducing individual fi tness and causing mortal i ty also do increase
sensit ivity to toxicants (Heugens et al., 2001). In our study, the
biological responses observed may be global non-specifi c physio-
logical responses to UV stress,amongst w hich insect icide metabol ic
processes may be involved. The factor, w hich may explain the dif-
ference betw een our study and previous li terature, is the fact that
UV stress w as appl ied prior the insect icide exposure lim it ing the
synergist ic effect and allow ing the induct ion of metabolic detoxi-
fi cat ion processes before insect icide penet rat ion. Indeed, the main
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T ab le 1
Pr im er p a irs u s ed for RT-qPCR an alys es . For each p r im er  p a ir , s eq u en ce , co rres p o n d in g g en e n am e an d acces s io n n u m b er , p ro d u c t len g th , Tm an d o p tim al a n n e a lin g tem p er a tu re u s ed in PCR p ro g ram are in d ica t ed . PCR effic ien cy  
an d d iffe ren t p a r am ete rs of th e ca lib r a tio n cu rv es (R2 , s lo p e an d y - in te rcep t) a re a ls o in d ica ted acco rd in g to th e MIQE g u id e lin es (B u s tin e t al., 20 09) . A h ig h sp ecifi c ity is in d ica ted as “YES” w h en th e p r im er p a ir m atch ed to a  
u n iq u e p o s itio n in th e Aedes aeg y p ti g en o m e and w h en PCR p ro d u c t Tm w as correc t.

G en e n am e D es cr ip tio n  V ecto rb as e access  
n u m b e r

S eq u en ce fo rw ard pr im er (5 – 3 ) S eq u en ce rev erse pr im er (5 – 3 ) A nn ea lin g 
te m p er a tu r e  
(◦C)

C alibra tion curv es  Sp ecifi c ity
(m eltcurve&  
BLAST)

PCR 
Efficiency

R2 S lope y- in t e rc e p t

CYP6BB2 C y to chro m e P4 50 AAEL014893 GTTGTCAGTGAAACCCTACGGAAG CGGAGTGTACGGCGAGTTGG 59 .0 106.50% 0.9 87 a 3 .17 5 16 .46 6 Yes
CYP6N9 C y to chro m e P4 50 AAEL009121 GCAGGATAAGGCACGGAAAG CTGGAACGGTGTAGTCTTGG 58 .0 96.30% 0.9 90 a 3 .41 5 14 .22 5 Yes
CYP6Z7 C y to chro m e P4 50 AAEL009130 CGATTTGTTCAGTCACGATTC TGTAGAGTCTTGCGGGAAG 53 .0 88.30% 0.9 89 a 3 .64 0 17 .23 5 Yes
CYP6Z8 C y to chro m e P4 50 AAEL009131 ACCATTACGCCCATTCTG AGGTTGTGATCCCATTGC 53 .0 93.40% 0.9 90 a 3 .49 2 15 .75 8 Yes
Est 1 5 5 7 8 A lpha es t e ra se AAEL015578 TGCGTGCTCTGTTCAATATCATC TTGCCACTTCCGTTCCATCC 58 .0 99.80% 0.9 97 a 3 .32 6 15 .00 1 Yes
CCEae3o C arb ox y/cho lin e

a lp h a es t e ra se
AAEL011944 CGAGTTGTGGGCGAAGTATC TCCGAACGACATTATGGCTTTG 59 .0 104.00% 0.9 61 a 3 .22 9 25 .75 1 Yes

GSTD4 G lu ta th io n -S -
tran s fe ras e

AAEL001054 ATGGGCACGGAGGAAAATCG AAAGTAGCACAAATCCAGCAAGC 59 .0 105.40% 0.9 84 a 3 .20 0 11 .60 3 Yes

GSTE2 G lu ta th io n -S -
tran s fe ras e

AAEL007951 GCGGATTTCAGTTGCGTTTCG ACCTGCTCGGCTCCACTTC 59 .0 103.00% 0.9 98 a 3 .25 1 11 .23 0 Yes

HSP 4 1 48 H ea ts h o ck p rote in
(HSP70)

AAEL004148 CGGAAGAGGAGAAGGAGAAGG GCAAGCCGCTCGATTACTG 55 .0 90.00% 0.9 98 a 3 .58 7 14 .03 0 Yes

HSP 6 5 31 H ea ts h o ck p rote in
(HSP70)

AAEL006531 ACTCTTCAGGCGTGTTGG CTGTCATTGGATCGGAATTGG 53 .0 102.60% 0.9 93 a 3 .26 1 10 .10 1 Yes

HSP 1 0 94 8 H ea ts h o ck p rote in
(HSP70)

AAEL010948 GGCACAGACGACGAACAAGG CTTCAGCACCCGCAGATTCAC 55 .0 94.90% 0.9 97 a 3 .45 2 15 .40 4 Yes

HSP90 H ea ts h o ck p rote in s
(HSP90)

AAEL011704
AAEL011708

CGGTATCGGAATGACCAAGG CCAGATAGGACGAGTAGAAACC 53 .0 99.10% 0.9 99 a 3 .34 5 15 .11 5 Yes

AAEL014843
AAEL014845

RPL8 R ib oso m al p r o te in AAEL000987 CTGAAGGGAACCGTCAAGCAA TCGGCGGCAATGAACAACT 55 .5 101.40% 0.9 97 a 3 .28 8 8.5 61 Yes
RPS7 R ib oso m al p r o te in AAEL009496 GTTGGAGATGAACTCGGACCTG GCCTTCTTGCTGTTGAACTCG 55 .5 99.80% 0.9 86 a 3 .32 7 13 .99 8 Yes
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Fig. 1. Effect of UV on cell an d tissue m orta lity . Th e effect of UV on m osq uito ce ll m or ta lity in living larvae fro m th e three con ditio ns (n ot exp osed (“UV 0”) or ex po s ed  2 h (“U V
2 h”) or 1 5 h (“UV 1 5 h”) to UV). A p os itiv e co n tro l of g u t ce ll m o r ta lity w as p erfo rm ed by in cu b a tin g la rv ae w ith 70% eth a n o l for 5 m in . L arv ae o bs erv ed us in g a ste reo zo o m  
m icros co p e (SZX16, Olympus) under norm al light (“Visible”), ep ifl uo res cen ce (ex c itatio n : 4 5 0 – 49 0 n m an d em iss io n a 520 nm (“IP”) or bo th (“M erg e”) a re s h o w n . In ten s e
red s p o ts in d ic a te s ta in in g of n u cle i in d ead ce lls by IP.

effect of UV on living cells is the ge ne ra tion  of strong oxidative 
stress , u ltim ately leading to cell apoptosis in exposed organism s  
(D ahm s and Lee, 2010; M oh an et al., 2003). More specifically, UV 
light is also know n to ind uce the prod uction of reactive oxygen 
species (ROS) such as superoxide anion and hydrogen peroxide; 
th es e ROS are chemically reac tive m olecu les able to in te rfe re w ith  
DNA, lip ids or proteins (D ahm s and Lee, 2010; M ohan et al., 2003). 
Superoxide an ion is rapidly converted by superoxide dism uta se 
in to hydrogen peroxide, itse lf transform ed into water by catalase  
or glutath ione-peroxidase activities (Fukai and Ushio-Fukai, 2011). 
High dose and/or inadequate re m oval of ROS, especially supero x-
ide anion, results in oxidative stress involved in m any cellu lar toxic 
processes, in cluding cell death (D ah m s and Lee, 2010; Fukai and  
Ushio-Fukai, 2011; M ohan et al., 2003). N evertheless, we did n ot  
detect cellu lar m ortality in any larval tissues exam ined, regardle ss 
of th e d u ra tio n of UV exposure. Furtherm o re, consistent w ith th e  
low im pact of UV-A exposure, ROS production in UV-exposed larvae 
w as not induced, w hile catalases, w hich m ediate the catabolization  
of hydrogen peroxide, w ere significantly m o re active in 15 h daily  
exposure of UV light.

In additio n to a lack of increased ROS production , heat shock pro -
te ins (HSP) w ere n ot ind uced by UV-exposure. HSP are key p roteins

involved in th e m a in tena nc e of protein folding when organism s  
are exposed to h e at or o ther stresses, such as UV (Roberts et a l.,
2010; Sang e t al., 2012; Zhao and Jones, 2012 ). Nu m erous studies
sh o w ed th at HSP can be induced by UV exposure (Kim e t al., 2011; 
Y a mashita et al., 2012), even in insects exposed to lo w -ene rgetic  
UV-A (Sang et al., 2012). However, we did n ot de tec t tra nsc rip -
tional up-re gulatio n of HSP genes in exposed sam ples. Altogether, 
our res ults d e m o nstrate tha t UV-A used for la rva l irrad iatio n had  
a very low im pact on m osquitoes , inducing a null/low oxidative  
stress prom p tly scavenged by oxidative stress enzy m es preventing  
cell toxicity and p otentia l m ortality .

N evertheless, UV exposure of m os qu ito larv ae in duce d an  
increase in cytochrom e P450, g lu tath io ne -S-tra nsferas e  and  
esterase activ ities , w hich m ight be linked to the increased larval 
to lerance to all the chem ical insectic ides tested , except propox ur. 
The unaffected larval susceptib ility to the carba m a te pro po x ur 
is c o nsis te nt w ith the a pp a re nt lack of cross -m e tabolic resis-
tance rep orted so far betw een pro pox ur and other insectic id es 
(Cho uaib ou e t al., 2008 ; H idaya ti e t al., 2011; Kam gang et a l.,
201 1; Pe rer a et al., 2008). Indeed, insect resis tance to carba m ates 
is m ainly due to an alte ration of the ta rg et site or of specific 
enzymes, such as m alath ion carboxylesterase (B isset et al., 2006;
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Fig. 2. Effect of UV o n en zy m e ac tiv ities . E n zy m e ac tiv itie s of no n U V -ex pos ed larv ae (“UV 0”) o r ex p o s e d 2 h to UV lig ht (“UV 2”) o r 1 5 h to UV lig ht (“UV 1 5”) ev ery day. 
C y to ch ro m e P4 50 m o no ox y g en ase activities (A), G lu ta th io n e-S - tran s fe ras e (B), -es te r as e (C), -es t e ras e (D) an d c a ta las e (E) activ ities a re  in dicated. Th e qu an tity of reac tiv e
ox y g en s p ec ies (ROS) (F) is a ls o s h o w n . V alu es a re in d ica ted as m ean p ercen ta g e ± s tan d ard erro r . For each en zy m e ac tiv ity m easured , s ig nifi can t d iffe ren ces (p < 0 .05,
W ilcox on tes t) b e tw e en tr e a tm e n ts a r e in d ic a t ed by d if fe ren t le tte rs ab o v e th e b ars .

Pe re ra et al., 2008). Regarding U V -induced tolerance to th e oth e r 
insectic ides, our results are consistent w ith the extensive literatu re  
correla tin g increased detoxificatio n  enzy m e activ ities with resis-
tance to DDT (Lum juan et al., 2005), im idac loprid (Riaz e t al., 2013), 
te m ep hos (M a rco m be et al., 2012; M elo-Santos et al., 201 0) and  
pyrethroids (M arco m be et al., 2012, 2009) in field-collected pop u-
la tions and laboratory stra ins of Ae. aegypti. Indeed, cytochrom e  
P450 are key enzym es involved in the fi rs t s te p of insectic ide degra-
dation through their oxidative activ ities , m etaboliz ing insectic ides 
in to m o re polar m olecules subsequently processed by phase 2 
enzym es (Chiu e t al., 2008 ; M u lle r et al., 2008; Poupardin et al.,
201 0; Ste vens on et al., 2011). GSTs usually pa rtic ipate in th e  
dechlorination or in the conju gation of reduced gluta th ione to th e

insectic ide molecules (Enayati et al., 2005; Ranson and He m ing w ay,
2005), and can also lim it oxidative dam age caused by insecti-
c ides through their peroxidase activ ity (V ontas et al., 2002). Both 
esteras es and GSTs can also contribute to insec tic ide seq uestra -
tio n to reduce toxicity to m osquito larvae (H e m ing w ay, 2000; 
K ostaropoulos et al., 2001). To our knowledge , th is is the fi rs t evi-
dence tha t in duc tion of de to x ifica tio n e nz y m es asso ciate d w ith  
increased tolerance to chemical insec ticides can be observed fol-
lowing m osquito larvae exposure to low -energy ultraviolet.

N u m e rous stu dies dem onstrated  the ability of members of 
the P450 subfam ily CYP6 to m etabolize various chem ical insec-
tic ides responsible for m etabolic resistance in m osquitoes (Chiu 
e t al., 2008; D a vid et al., 2013; M itche ll e t al., 2012; M uller

Fig. 3. Effect of UV o n th e e x p re s s io n of can d id a te g en es . R ea l- tim e q u an tita tiv e PCR an alys is of th e d if fe ren tia l mRNA ex p res s io n of tw e lv e can d id a te g en es in Aedes aegyp ti 
la rv ae ex p o s ed to 2 h (“UV 2”) o r 1 5 h (“UV 15”) of u ltrav io l e t re la t iv e to la rv ae n o n -ex p o s ed to UV (“UV 0”). mRNA ex press ion v alu es of th e  g e n es a r e in d ic a te d a s th e  m e an  
of three bio log ica l rep lica tes for each co n d itio n of U V -exp osu re . E rror : stan d ard erro r . Th e thres ho ld of 1 .5-fo ld o v er -exp ress io n is in d ica ted by a h o r izo n ta l d o tted lin e .
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Fig. 4. Effect of UV on ins ec tic id e to le ran ce . T o le ran ce to Bti, pro p o x u r , im id ac lo p r id , tem ep h o s , DDT an d p erm eth r in of la rv ae ex p os ed d a ily to 2 h UV lig h t (“UV 2”; gray)  
o r 1 5 h UV lig h t (“UV 15 ” ; b lack) rela tiv e to n on U V -exp os ed larv ae (“UV 0”). R e la tiv e to le ran ces w ere ca lcula ted by s u b tr a c tin g th e p er c en tag e of m o rta lit y o b ta in ed w it h  
no n U V -exp osedk uten, B lc-2 IAPs la rv ae to th e p er ce n ta g e of m ortality o bta in ed w ith U V -ex pos ed la rv ae . E rro r: s tan dard error . S ta tis tica l d iffe ren ces fro m UV 0 (o n e-w ay  
ANOVA): *p < 0 .05 ; **p < 0 .01 ; ***p < 0.001 .

e t al., 20 08 ; Stev enso n et al., 2011). More specifically, an over-
transc rip tion of th re e CYP6 genes (CYP6BB2, CYP6Z8 and CYP6Z7) 
w as observed follow ing UV exposure. CYP6BB2 has been previ-
ously show n to be over-transcribed in m osq u ito stra ins res istant 
to im idacloprid and perm ethrin (P oupa rd in et al., 2012; Riaz 
e t al., 2013; Saavedra-Rodriguez et al., 2012), while CYP6Z7 w as 
over-transcribed in an im idaclop rid -resistant Ae. aegypti labora-
tory stra in (Riaz e t al., 2013). CYP6Z8 has b een asso ciate d w ith  
m osquito resistance to several chem ical insectic ides, including 
im idacloprid , te mep hos and the tw o py reth roids perm e th rin and  
delta m eth rin (M arco m b e et al., 2012, 2009; Riaz e t al., 2013; 
Saavedra-Rodriguez et al., 2012). The fluctuations of cytochrom e  
P450 and other rela ted enzym e activities upon UV exposure m ay be 
rela ted to the g en e ration of photopro ducts . As described in m a m -
m als and fish, cy tochromes P450 are strongly induced by agonists  
of aryl hydrocarb on receptors produced by the pho toc on ve rsion  
of light sensitive am ino acids, such as tryptophan (Behrendt et a l.,
2010). Two GST-coding genes (GSTD4 and GSTE2) we re also tra ns -
crip tionally up-regulated upon UV expos ure; GSTD4 was previously  
found over-expressed in m osqu ito  s tra ins resistant to im idaclo-
prid and perm ethrin (Po upa rd in e t al., 2012; Riaz e t al., 2013) 
w hile the over-exp ression of GSTE2 w as observed in tem e pho s-, 
pyrethroid- and D D T -resistant m osquitoes (Lum juan et al., 2005,
2011; M arco m be et al., 2012). M oreover, the implication of GSTE2 
in DDT resistance has been functionally validated by RNA inte rfer-
ence experiments (Lum juan et al., 2011). Altogether, thes e res u lts  
suggest that the increased transcript ion of specific insectic ide res is-
tance genes upon UV exposure m ay lead to an increased toleran ce 
to chem ical insectic ides.

The low er efficacy of chem ical insectic ides in UV-exposed 
com pared to non-exposed m osquito breedin g sites is generally  
a ttr ib uted to the hig h degrada tio n of chem icals w he n e x po se d to  
sunlight (Bu rro ws et al., 2002; Laskow ski, 2002). Of great signifi -
cance, our results sug gest th at th is low efficacy m ay also be partly  
due to the U V -induced higher m etabolic tolerance of m osquito  
larvae to chem icals. Interestingly, in contrast to chem icals , UV light 
had an opposite effect on the susceptib ili ty of m osq uitoes to th e  
b io insectic ide Bti (o ur data) and on the bioinsectic ide itself; indeed, 
sunlight is kno w n to strong ly decrease the persis tence of Bti insec-
tic idal activ ity (Lacey, 2007), w hile the presen t work d e m ons trates  
that UV-exposed m osquitoes are m ore susceptib le to Bti. Therefore,

Bti m ay be m ore efficient in open areas exposed to sunligh t than in  
shaded breeding sites protected fro m UV, b u t for a shorte r period  
of tim e. It m a y therefo re be necessary to take into account such 
U V -dependent contrasting tolerance patterns for adapting che m -
ical and biological insectic ide treatm ents to sunlight exposure of 
m osquito breeding sites to be trea te d .

The U V -induced increase of detoxification enzym e activ ities  
and gene expres sion led to a co n trastin g p atte rn  of toleran ce 
betw een che m ical and biological insec tic ides . T hese resu lts are  
consistent w ith previous w orks reporting an over-transcription of 
CYP6Z7 and/o r CYP6Z8 genes in m os quitoes resistant to chem i-
cal insecticides (D avid et al., 2013; M a rco m be et al., 2012, 2009; 
Riaz e t al., 2013; Saavedra-Rodriguez et al., 2 0 1 2 ), w h e re a s th e  
sam e genes w ere found significantly under-transcribed in a Bti-
res is tan t Ae. aegypti laboratory stra in (Tetreau et al., 2012a). 
D etoxification enzym es are often involved in the degradation of 
small chem ica ls , such as insectic ides, but they unlikely process 
large proteins like Bti toxins. Considering that detoxification activ -
ities rep rese nt an im p ortant energetic cost for in s e c ts a n d th a t  
their expression can be rapidly m odulated by inte rna l or ex ter-
nal facto rs (Po upardin et al., 2008, 2012; Reynaud et al., 20 08), 
the u nd er-ex p ress io n of these enzy m es in the Bti-res is tant strain  
m ay reflect co m pensatory m echan is m s (Tetreau et al., 2012a). It 
is likely that anti-o xidant and detoxification enzym e overprod uc -
tio n in response to oxidative stress or photoproduct production in
exposed larvae m ight have led to a decrease in resource allocations 
to w a rd Bti resis tance m echanism s. To our knowledge, this is th e  
fi rst experim ental evidence that a m etabolic to lerance to chem ical 
insectic ides is conco mitan t to a higher susceptib ility of m osqu ito  
larvae to a biological insecticide. It s u p po rts  the use of Bti as an  
efficient alternative to chemical insec tic ides w hen m osquito po p u-
la tions have developed a m etabolic  resis tance to chem icals in th e  
field.
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Monitoring resistance to Bacillus thuringiensis subsp. israelensis in 
the field by performing bioassays with each Cry toxin separately

Guillaume Tetreau/+ , Renaud Stalinski, Jean-Philippe David, Laurence Després
Laboratoire d’Ecologie Alpine, Unité Mixte de Recherche 5553, Université de Grenoble 1, Grenoble, France

Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) is increasingly used worldwide for mosquito control and is the only 
larvicide used in the French Rhône-Alpes region since decades. The artificial selection of mosquitoes with field-
persistent Bti collected in breeding sites from this region led to a moderate level of resistance to Bti, but to relatively 
high levels of resistance to individual Bti Cry toxins. Based on this observation, we developed a bioassay procedure 
using each Bti Cry toxin separately to detect cryptic Bti-resistance evolving in field mosquito populations. Although 
no resistance to Bti was detected in none of the three mosquito species tested (Aedes rusticus, Aedes sticticus and 
Aedes vexans), an increased tolerance to Cry4Aa (3.5-fold) and Cry11Aa toxins (8-fold) was found in one Ae. sticti-
cus population compared to other populations of the same species, suggesting that resistance to Bti may be arising 
in this population. This study confirms previous works showing a lack of Bti resistance in field mosquito popula-
tions treated for decades with this bioinsecticide. It also provides a first panorama of their susceptibility status to 
individual Bti Cry toxins. In combination with bioassays with Bti, bioassays with separate Cry toxins allow a more 
sensitive monitoring of Bti-resistance in the field.

Key words: Bacillus thuringiensis subsp. israelensis - bioassays - field resistance - Cry toxins - mosquito

Numerous insect species represent major econom-
ic and sanitary issues for human societies as they can 
strongly impact crop cultures or transmit severe human 
diseases such as malaria, leishmaniasis or trypano-
somiasis (Medlock et al. 2012, Savary et al. 2012, van 
Griensven & Diro 2012). The control of pest populations 
is therefore of high importance and relies mainly on the 
use of chemical and biological insecticides (Meissle et al.
2011, van den Berg 2011). The main threat for an efficient 
pest control is the ability of insects to quickly develop 
resistance to nearly all the insecticides used, leading to a 
strong decrease of insecticides efficiency (Tabashnik et 
al. 2008, Rivero et al. 2010). To bypass these resistances 
and adapt the insecticide treatment strategies, detecting 
incipient resistance in treated populations as early as 
possible is required (Carriere et al. 2010).

The most obvious approach to detect resistance in 
the environment is to perform bioassays on field-sam-
pled individuals, which consist in exposing insects to 
increasing amount of insecticide to calculate their rela-
tive tolerance to this insecticide (Sivasupramaniam et 
al. 2007). Such basic approach is often preliminary to

further studies exploring in-depth the molecular bases 
of the resistance (Tabashnik et al. 2006, Marcombe et 
al. 2009). Bioassays have been performed on numerous 
field populations of insects with different chemical in-
secticides (Ocampo et al. 2011, Shin et al. 2011, Silva 
et al. 2011, Springate & Colvin 2012), but also with bio-
logical insecticides such as Bacillus sphaericus (Su & 
Mulla 2004, Silva et al. 2008, Akiner et al. 2009) and 
Bacillus thuringiensis subspecies (Tabashnik et al. 1990, 
Gao et al. 2010, Tabashnik & Carriere 2010, Alcantara et 
al. 2011, Gassmann et al. 2011). B. thuringiensis subsp. 
israelensis (Bti) is increasingly used worldwide for mos-
quito control and investigating potential Bti-resistance 
in the environment is essential to ensure the long term 
use of this insecticide. Resistance to Bti has been ex-
tensively searched in natural populations of mosquitoes 
(Liu et al. 2004, Vasquez et al. 2009, Loke et al. 2010, 
Kamgang et al. 2011) and generally concluded in a lack 
of Bti resistance in field populations even after decades 
of Bti treatments, although a few studies described a de-
creased susceptibility in some populations (Zhang et al.
2004, Paul et al. 2005, Boyer et al. 2007, 2012). Never-
theless, these studies may suffer from technical biases, 
notably on the choice of the reference strain.

Usually, when bioassays are performed, a laboratory 
strain from the same species, susceptible to the insec-
ticide tested, is used as a reference to calculate the re-
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sistance ratio of the strains/populations tested. Although 
this approach is widely used, it is adapted only if the ref-
erence strain has been sampled recently in populations 
geographically close to those tested. If this is not the 
case, results can reflect a basal difference of tolerance 
between the field populations and the reference strain, 
independent from Bti-treatments, rather than a selected 
resistance evolving in the populations treated with Bti
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(Zhang et al. 2004, Paul et al. 2005). Moreover, this ap-
proach is only possible for a restricted number of species, 
as most mosquito species cannot be maintained in labo-
ratory conditions. An alternative solution is to compare 
treated and untreated populations; but even in this case, 
the differences observed can be due to natural tolerance 
differences between populations and not to a selected 
resistance (Boyer et al. 2007, 2012). Therefore when 
mosquitoes cannot be maintained in laboratory, the only 
way of detecting incipient resistance is to apply a highly 
sensitive bioassay approach on field-populations and test 
for the evolution of their tolerance for several years (Jan-
maat & Myers 2003, Tabashnik & Carriere 2010). Strong 
evidence for an evolved resistance in the environment is 
given by an increasing tolerance to the insecticide in the 
same population over generations. Unfortunately, one of 
the main reasons why no firm resistance to Bti was de-
tected in the field yet may be due to the low resolution 
of bioassays performed with Bti, a mixture of four main 
toxins (Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa and Cyt1Aa).

Recent works on Bti-resistance showed that while 
levels of resistance to Bti can be low in a laboratory-se-
lected strain (3.5-fold), resistance to each of the Cry tox-
ins tested separately in bioassays can be much higher (up 
to 60-fold) (Paris et al. 2011, Tetreau et al. 2012b). Here 
we present an improved bioassay method consisting in 
performing distinct bioassays with each of the three Bti 
Cry toxins on field populations of mosquitoes. We ap-
plied this approach to various mosquito populations col-
lected in the French Rhône-Alpes region, where Bti is the 
only larvicide used for mosquito control since 1990. Fur-
thermore, the leaf litters containing field-persistent Bti 
able to select for resistance in mosquitoes in the labora-
tory were sampled in this region, raising concerns about 
possible Bti-resistance evolving in mosquitoes in these 
particular breeding sites (Tilquin et al. 2008, Paris et 
al. 2010, 2011). The variations in susceptibilities of field 
mosquito populations to Bti and Cry toxins are described 
and discussed. Perspectives of further improvement and 
wide application of this tool are also discussed.

MATERIALS AND METHODS

Mosquito sampling and species identification - Mos-
quito larvae were sampled in 17 different breeding sites 
of the French Rhône-Alpes region in close collaboration 
with the Entente Interdépartementale pour la Démousti-
cation (EID) (Fig. 1). Among them, 12 sites were regu-
larly treated with Bti for decades and five had never been 
treated with Bti. Each sampling site is identified by the 
letter “P” followed by a number. Each site can be associ-
ated to different “P” numbers corresponding to different 
sampling dates. As mosquito breeding sites often con-
tained more than one mosquito species, different species 
sampled at the same time in the same site were associ-
ated to the same “P” number.

As numerous different species can share the same 
breeding site, larvae were individually identified before 
bioassays using the identification key provided in Becker 
et al. (2010). Bioassays with different species were per-
formed independently.

Production of individual Bti Cry toxins - A crystal 
negative strain of Bti (4Q2-81) transformed with the 
plasmids pHT606, pHT618 or pWF53 was used for the 
production of Cry4Aa, Cry4Ba or Cry11Aa toxins re-
spectively. These strains were obtained from the Pasteur 
Institute (Paris, France) or from Prof. B Federici (Uni-
versity of California, Riverside, CA, USA). Each toxin 
was produced, purified and quantified as previously de-
scribed (Tetreau et al. 2012b). Toxin suspensions were 
stored at -20ºC until use.

Bioassays procedure and data analyses - To avoid 
any influence of the larval stage on bioassays, larvae 
were maintained in the water from the breeding site 
where they were sampled until the third instar. Consid-
ering that the species studied cannot reproduce in labo-
ratory conditions, we could not perform bioassays on F1 
larvae, but directly used field-collected larvae. In order 
to limit the impact of environmental parameters in the 
sampled sites (e.g. pH of the water, pollutants etc.) on 
bioassay results, field collected larvae were kept in fresh 
water for 24 h before performing the bioassays.

When more than 2,000 larvae of the same species 
were sampled, standard bioassays were conducted by 
exposing larvae to five-seven concentrations of Cry4Aa, 
Cry4Ba, Cry11Aa and commercial Bti (Vectobac WG,
3500 ITU/mg) for 48 h in order to obtain 5-95% mortal-
ity. When 1,000-2,000 larvae were sampled, high sensi-
tive standard bioassays could be performed, but not for 
all the Cry toxins; bioassays with Bti and Cry4Aa were 
performed in priority since Cry4Aa is the main toxin 
persisting in the field after Bti treatment (Tetreau et al.
2012a) and with the highest resistance ratio in the Bti-

Fig. 1: localisation of the 32 mosquito breeding sites visited in the 
French Rhône-Alpes region. The 22 treated (triangles) and the 10 
untreated (circles) sites visited are shown. Sampled sites used for 
bioassays (12 for treated and 5 for untreated sites) are indicated by a 
filled item and by the name of the population in italic (untreated site) 
or not (treated site).
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resistant strain described in Tetreau et al. (2012b). Lethal pared populations of mosquitoes with each other. Then,
concentrations for 50% individuals (LC ) were calcu- we calculated “tolerance ratios” which represent an in-50
lated for each population and each toxin using a probit
statistical model with the module “dose” of XLSTAT
v.2009.4.06 (Addinsoft).

When only a limited number of larvae of the same 
species were sampled, standard bioassays could not be 
performed, as a reduced number of replicates and/or con-
centrations performed would lead to a high variability in

creased or decreased susceptibility of a population rela-
tive to the others.

RESULTS AND DISCUSSION

Limits of performing bioassays on field populations
- Among the 71 natural mosquito populations sampled, 
data from 59 populations (83%) were not analysable due

larval mortality and to a low reliability of the LC val- to insufficient larvae to perform bioassays (69%), to mor-
ues. In this case, a “diagnostic dose” approach was used,
consisting in using one concentration of Cry toxin or Bti 
chosen in order to obtain 60-80% mortality. These doses 
were designed for each species and each toxin from the 
bioassays data from the first population sampled. For 
each toxin and Bti, statistical differences in larval mor-
tality between two populations from the same species 
were measured by a Wilcoxon test performed with R
2.8.1 software (R Development Core Team 2007).

For each toxin tested, four replicates per concentra-
tion was performed on 20 third-instar larvae in 50 mL 
of tap water containing the insecticide according to the 
standard bioassay procedure described by the World 
Health Organization (WHO 2005). For each population 
tested, five negative controls, consisting in 20 larvae ex-
posed to tap water only, were performed. All bioassays 
were performed at 17ºC. For each population, the mean 
larval size was calculated from more than 15 larvae.

Significance of larval size and mortality differences 
between the three species (Aedes rusticus, Aedes sticti-
cus and Aedes vexans) were estimated by performing a 
Wilcoxon test using R 2.8.1 software (R Development 
Core Team 2007).

Considering that the species studied cannot be main-
tained in laboratory, we were unable to compare the tol-
erance levels of the sampled populations to a susceptible 
laboratory strain. Therefore, for each species we com-

tality in controls (11%) or to high rate of pupation dur-
ing bioassays (3%) (Table I). No bioassay data could be 
obtained for Aedes cantans, Aedes cataphylla, Aedes ci-
nereus and Culex pipiens field populations in the present 
study, while sufficient data were obtained for Ae. rusticus, 
Ae. sticticus and Ae. vexans populations (Table I). Among 
the three Ae. rusticus populations tested in bioassays, two 
were sampled in treated sites (P3 and P5) and one in an 
untreated site (P14) while Ae. sticticus (P16, P20 and P52) 
and Ae. vexans (P18, P20, P30, P42 and P44) populations 
were all sampled in treated sites. Only one population of 
Culiseta annulata (P51) was sampled in sufficient amount 
to perform a diagnostic dose approach and showed com-
parable mortality rates as Ae. vexans populations at the 
same doses (data not shown).

The fact that only less than 17% of the populations 
sampled and only four out of the eight species sampled 
gave analysable results highlights the difficulty to find 
sites producing enough calibrated larvae of the same 
species to perform bioassays. This limit is mainly due 
to typical features of the Rhône-Alpes region, consti-
tuted of numerous sites of moderate size largely scat-
tered in woodlands.

Interspecific comparisons - Ae. sticticus and Ae. 
vexans larvae exhibited the same patterns of tolerance 
(Wilcoxon test, p > 0.05) except for Cry4Aa for which

TABLE I
Summary of mosquito breeding sites sampled where at least one of the eight studied species were found

Bioassays Not analysable populations

Species Sampled LC50

Diagnostic 
dose

Low 
sample size

High mortality 
in controls Pupation

Aedes cantans 11 0 0 9 2 0
Aedes cataphylla 5 0 0 5 0 0
Aedes cinereus 3 0 0 1 1 1
Aedes rusticus 15 3 0 12 0 0
Aedes sticticus 14 3 0 8 3 0
Aedes vexans 12 3 2 6 0 1
Culex pipiens 6 0 0 4 2 0
Culiseta annulata 5 0 1 4 0 0

Total 71 9 3 49 8 2

for each species, the number of populations for which bioassays were performed is indicated. The main reason why bioassays
were not performed for the other populations is also indicated. LC : lethal concentrations for 50% individuals.50
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Mean lethal concentrations for 50% individuals (LC
TABLE II

) calculated for all the populations of each species and tolerance ratios50
obtained for each species with individual Cry toxins and commercial Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti)

LC
0

Species
Size
(mm)

Cry4Aa
(ng/mL)

Cry4Ba
(ng/mL)

Cry11Aa
(ng/mL)

Btia

(µg/mL)

Aedes rusticus 10.6 ± 0.8 262.7 ± 88.3 60.9 ± 15.2 106.9 ± 22.2 2.03 ± 1.05
Aedes sticticus 6.3 ± 0.9 14.8 ± 6.8 8.9 ± 0.0 15.7 ± 11.0 0.11 ± 0.028
Aedes vexans 6.2 ± 0.6 67.6 ± 6.4 13.5 ± 0.4 27.1 ± 11.7 0.11 ± 0.009

Tolerance ratios

Ratio sp1/sp2 Size Cry4Aa Cry4Ba Cry11Aa Btia

Ae. rusticus/Ae. sticticus 1.7x 17.8x 6.8x 6.8x 18.5x
Ae. rusticus/Ae.vexans 1.7x 3.9x 4.5x 3.9x 18.5x
Ae. vexans/Ae. sticticus 1.0x 4.6x 1.5x 1.7x 1.0x

a: Vectobac WG. Larval size ratios between species are also indicated.

Ae. vexans larvae were 4.6-fold more tolerant than Ae. 
sticticus larvae (Wilcoxon test, p < 0.05) (Table II). Ae. 
rusticus was significantly 3.9-fold-18.5-fold more toler-
ant than Ae. sticticus and Ae. vexans species when tested 
with Cry toxins and commercial Bti (Wilcoxon test, p <
0.05) (Table II). Ae. sticticus and Ae. vexans had similar 
larval size (6.3 and 6.2 mm; Wilcoxon test, p > 0.05) 
while Ae. rusticus larvae were significantly 70% larger 
than larvae from other species (10.6 mm; Wilcoxon test, 
p < 0.05) (Table II). Correlating larval size with Bti tox-
ins tolerance indicated that the higher tolerance of Ae. 
rusticus larvae compared to the two other species is due 
to the size differences (Supplementary data), linked to 
its particular life cycle containing a long winter larval 
period. This induces a slow larval development and me-
tabolism that could lead to an alteration of feeding be-
haviour, therefore reducing the quantity of Bti ingested 
that could partly explain the lower susceptibility to Bti 
observed for this species. These results are congruent 
with observations made by the local mosquito control 
agency EID that Ae. rusticus requires a higher dose of 
Bti than other Aedes species for efficient control.

Intraspecific comparisons - Among the populations 
analysed, no increased tolerance to Bti was found in Ae. 
rusticus, Ae. sticticus and Ae. vexans (Figs 2-5). This re-
sult is congruent with the observations of the EID who 
reported no decreased efficacy of Bti treatments in the 
treated sites over time and also with previous works con-
ducted in other Bti-treated areas (Liu et al. 2004, Vasquez 
et al. 2009, Loke et al. 2010, Kamgang et al. 2011).

The untreated P14 population of Ae. rusticus was sig-
nificantly 1.77-fold more tolerant than treated P3 and P5 
populations to Cry4Aa, but 1.72-fold less tolerant than 
P5 to Cry11Aa (Fig. 2). No significant differences be-

tween these populations were found when tested with
Cry4Ba and Bti (Fig. 2).

The tolerance of Ae. vexans populations for which 
full bioassays were performed did not show significant 
variations for Cry4Aa, Cry4Ba and Bti while the P44 
population was 2.5-fold more tolerant than the P20 pop-
ulation to Cry11Aa (Fig. 3). P30 and P42 populations, for 
which the diagnostic doses approach was used, did not 
show any significant differential tolerance to Cry4Ba, 
Cry11Aa and Bti (Fig. 4).

Bioassays with individual Cry toxins being more 
sensitive than bioassays with the whole Bti toxins mix-
ture, slight changes in tolerance were observed to Cry4-
Aa and Cry11Aa in the P14 population of Ae. rusticus 
and to Cry11Aa in the P44 population of Ae. vexans.

Fig. 2: lethal concentrations for 50% individuals (LC ) of P03, P05 
and P14 Aedes rusticus populations to Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa 
toxins and commercial Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti). 
Untreated populations are indicated in white and treated populations 
in black. Error: 95% confidence intervals calculated with the probit 
statistical analysis. 1160, 2320 and 2320 larvae were sampled from 
P03, P05 and P14 populations, respectively. Approximate distance be-
tween the sites: P03-P05, 70 km, P03-P14, 58 km and P05-P14, 85 km. 
Asterisks mean p < 0.05. NS: not significant.
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could be detected with classical bioassays with Bti. This 
hypothesis has to be confirmed by monitoring the evo-
lution of the tolerance of the populations tested in this 
study for several years. In combination with bioassays 
with Bti, bioassays with separate Cry toxins allow a 
more sensitive monitoring of the susceptibility of field-
mosquito populations to Bti. Therefore, we believe that 
such approach should be used in further studies looking 
for Bti-resistance in other species from the Rhône-Alpes 
region (e.g. Ae. cantans), from the Mediterranean region 
(e.g. Aedes detritus, Aedes caspius) and should also be 
applied to human pathogens vector species such as Ae. 
aegypti, Aedes albopictus and Cx. pipiens exposed to 
regular Bti treatments.

Bti is widely used for mosquito control. Based on ob-
servations of the resistance phenotype of a Bti-resistant 
laboratory strain, we developed a new tool: bioassays with 
individual Bti Cry toxins. This highly sensitive tool could 
be used in combination with bioassays with Bti in order 
to improve the monitoring of the susceptibility of field-
populations of mosquitoes regularly treated with Bti.
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Résumé 

Le Bti est un bioinsecticide mondialement utilisé dans la lutte contre les moustiques. La toxicité du Bti 
est due à un cristal, constitué de quatre toxines principales, produit par la bactérie Bacillus 
thuringiensis subsp. israelensis. Le Bti représente une bonne alternative aux insecticides chimiques 
car il est peu persistant dans l’environnement et spécifique de l’insecte ciblé. La sélection d’une 
souche de moustique (Aedes aegypti) de laboratoire au Bti a entrainé une résistance modérée au Bti 
(3.5 fois) mais plus élevée aux toxines testées séparément (jusqu’à 60 fois). Ce résultat suggère que 
l’adaptation des moustiques au Bti en populations naturelles peut être corrélée à une résistance 
accrue à chacune des toxines. Pour pouvoir détecter une adaptation au Bti, il est donc nécessaire de 
mieux caractériser la résistance à chaque toxine qui compose le Bti. 

Cette thèse se structure en trois axes. 1. L’analyse du transcriptome par RNA-seq des souches 
résistantes à chaque toxine et au Bti a permis de mettre en évidence plusieurs gènes candidatas 
potentiellement impliqués dans la résistance. La résistance développée au laboratoire est complexe, 
combinant des mécanismes de résistances spécifiques de chaque toxine et généralistes. 2. L’analyse 
du transcriptome d’une souche sensible exposée au Bti a permis d’identifier des gènes impliqués dans 
la réponse à l’intoxication, notamment les phosphatases alcalines. De plus, l’exposition à chaque 
toxine et au Bti induit une modification de l’expression de ces gènes bien plus importante chez les 
souches résistantes que chez la souche sensible. 3. L’implication de la réponse immunitaire dans la 
résistance et dans la réponse à une exposition au Bti est discutée. L’exposition au Bti accroit la 
compétence vectorielle d’A. aegypti pour deux maladies tropicales (Dengue et Chikungunya), 
différemment selon si la souche est sensible ou résistante au Bti. Cette thèse permet de mieux 
comprendre les mécanismes de résistances au Bti et à ses toxines, ces connaissances sont 
nécessaires pour mieux anticiper la résistance sur le terrain. 

Mots-clés : Bacillus thuringiensis subsp. israelensis, Aedes aegypti, résistance, immunité 

Abstract 

Bti is a bioinsecticide used worldwide for mosquito control. Bti toxicity is due to a toxin containing 
crystal, composed of four main toxins, produced by Bacillus thuringiensis subsp. israelensis. Bti 
represents a good alternative to chemical insecticide because it is known to have a low persistence in 
the environment and to be specific to the targeted insect. The selection of a laboratory mosquito 
(Aedes aegypti) strain with a persistent form of Bti lead to moderate resistance (3.5-fold) to Bti but to 
higher resistance (up to 60-fold) to Bti toxins tested separately. This result suggests that the 
adaptation of mosquitoes to Bti in the field may be correlated to a higher resistance to each toxin. To 
be able to detect an adaptation to Bti it is thus necessary to characterise better the resistance against 
each toxin which composes Bti. 

This thesis is organised in three lines of inquiry. 1. The transcritpome analysis of strains resistant to 
each toxin and to Bti using RNA-seq technique enabled to highlight genes and mechanisms potentially 
involved in the resistance. The resistance developed in the laboratory is complex, combining 
generalist and specific mechanisms to resist to each toxin. 2. The transcriptome analysis of a 
susceptible strain exposed to Bti enabled identifying genes involved in the response to the 
intoxication, especially alkaline phosphatases. Furthermore, exposure to Bti and to each toxin results 
in gene expression modification being far higher in resistant strains than in susceptible strain. 3. 
Immunity's part  in the resistance and in the response to Bti exposition is discussed. The Bti exposure 
increases the vector competence of A. aegypti for two tropical diseases (Dengue and Chikungunya) 
differently, depending on the strain being susceptible or resistant to Bti. This thesis enables better 
understanding of resistance mechanisms to Bti and its toxins, this knowledge is necessary for a better 
anticipation of field resistance.  

Keywords: Bacillus thuringiensis subsp. israelensis, Aedes aegypti, resistance, immunity 
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