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Résumé – La plupart des cellules de mammifères ont la capacité d’assembler un ou
plusieurs cils au cours du cycle cellulaire. Les cils immobiles, dont les cils primaires,
participent à de nombreux processus sensoriels, alors que les cils mobiles sont essen-
tiellement impliqués dans le déplacement cellulaire et la mise en mouvement de fluides
extracellulaires. La longue liste de maladies dues à des défauts ciliaires met en exergue
l’importance fonctionnelle de ces structures. Ces ciliopathies sont caractérisées par une
impressionnante diversité de symptômes, et une étiologie génétique souvent complexe.
La connaissance précise de la biologie des cils et flagelles s’avère donc essentielle pour
la compréhension de ces maladies. Ces organites sont remarquablement conservés au
cours de l’évolution eucaryote. Dans cette revue, nous illustrons l’importance de l’uti-
lisation d’organismes modèles appropriés pour l’étude de divers aspects de la biologie
des cils et flagelles : composition moléculaire, mode d’assemblage, mais aussi fonctions
sensorielles et de motilité. Des études pionnières menées sur l’algue verte Chlamy-
domonas ont établi le lien entre les cils et certaines maladies génétiques. De plus,
des organismes multicellulaires tels la souris, le poisson zèbre, le xénope, le nématode
C. elegans ou la drosophile, ainsi que des protistes comme Paramecium, Tetrahymena
et Trypanosoma ou Leishmania offrent chacun des atouts spécifiques pour l’étude de la
biologie du cil. En particulier, des études fonctionnelles menées chez le trypanosome
ont permis de caractériser la fonction de gènes impliqués dans les dyskinésies ciliaires
primitives, une ciliopathie due à un défaut de mobilité des cils.

Mots clés : Cils / flagelles / motilité / trypanosome / ciliopathies

Abstract – The importance of model organisms to study cilia and flagella biology.

Cilia and flagella are ubiquitous organelles that protrude from the surfaces of many
cells, and whose architecture is highly conserved from protists to humans. These
complex organelles, composed of over 500 proteins, can be either immotile or motile.
They are involved in a myriad of biological processes, including sensing (non-motile
cilia) and/or cell motility or movement of extracellular fluids (motile cilia). The ever-
expanding list of human diseases linked to defective cilia illustrates the functional
importance of cilia and flagella. These ciliopathies are characterised by an impressive
diversity of symptoms and an often complex genetic etiology. A precise knowledge
of cilia and flagella biology is thus critical to better understand these pathologies.
However, multi-ciliated cells are terminally differentiated and difficult to manipulate,
and a primary cilium is assembled only when the cell exits from the cell cycle. In this
context the use of model organisms, that relies on the high degree of structural but
also of molecular conservation of these organelles across evolution, is instrumental
to decipher the many facets of cilia and flagella biology. In this review, we highlight
the specific strengths of the main model organisms to investigate the molecular
composition, mode of assembly, sensing and motility mechanisms and functions of
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cilia and flagella. Pioneering studies carried out in the green alga Chlamydomonas
established the link between cilia and several genetic diseases. Moreover, multicellular
organisms such as mouse, zebrafish, Xenopus, C. elegans or Drosophila, and protists
like Paramecium, Tetrahymena and Trypanosoma or Leishmania each bring specific
advantages to the study of cilium biology. For example, the function of genes involved
in primary ciliary dyskinesia (due to defects in ciliary motility) can be efficiently
assessed in trypanosomes.

Key words: Cilia / flagella / motility / trypanosome / ciliopathies

Abréviations :
ARNi, ARN interférence
BBS, syndrome de Bardet-Biedl
BDE, bras de dynéine externe
BDI, bras de dynéine interne
CMF, components of motile flagella
DCP, dyskinésies ciliaires primitives
Dvl, dishevelled
Hh, Hedgehog
IFT, transport intraflagellaire
MDCK, Madin-Darby Canine Kidney Cells
MET, microscopie électronique à transmission
NOMPC, no mechanoreceptor potential C
PCP, planar cell polarity
PFR, paraflagellar rod
TRP, transient receptor potential

Introduction

Les cils et les flagelles sont des organites dont l’ar-
chitecture est très conservée des protistes aux mam-
mifères, et qui sont présents à la surface de nom-
breux types cellulaires. La distinction entre les deux
termes est essentiellement historique, dans la mesure
où ces organites présentent la même architecture.
Leur nombre, longueur et disposition peuvent varier
énormément d’un type cellulaire à un autre (figures 1
et 2). Les cils et les flagelles se forment à partir d’un
corps basal, composé de 9 triplets de microtubules or-
ganisés autour d’une structure en roue de charrette
(cartwheel), qui constitue l’axe central du corps ba-
sal. La structure essentielle des cils et des flagelles est
l’axonème, un cylindre composé de 9 doublets de mi-
crotubules (figures 2 et 3). La plupart des cils mo-
biles ont une structure de type �� 9+2 ��, dans laquelle
l’axonème entoure une paire centrale de microtubules
et présente des appendices impliqués dans le batte-
ment ciliaire (figure 2B). La fonction de ces appen-
dices peut être soit de générer la force nécessaire au
battement, comme le font les bras de dynéine externes
(BDE) ou les bras de dynéine internes, soit de réguler
l’activité motrice du cil, c’est le rôle des ponts radiaires
ou des projections de la paire centrale. À l’inverse, les
cils primaires présentent une structure de type �� 9+0 ��,
ne possèdent pas de bras de dynéines, et ne semblent

Fig. 1. Diversité des cils (flèches) : nombre, longueur
et disposition. Clichés de microscopie électronique à ba-
layage. (A) Épithélium des ventricules d’un cerveau de
souris (âgée de 4 jours). (B) Tubules collecteurs de rein

de souris visualisés après cryofracture. (C) Épithélium
mucociliaire d’épiderme de xénope – incluant une cellule
ciliée, une petite cellule sécrétrice (astérisque) et plusieurs
grandes cellules à mucus – . (D) Cellules de canaux col-
lecteurs de la medulla interne de rein de souris (IMCD).
(E) Cellules de Madin-Darby de rein de chien (MDCK) ;
(F) Paramecium tetraurelia. (G) Forme procyclique de
Trypanosoma brucei. (H) Stade promastigote de Leish-
mania donovani. Cette figure a été initialement publiée
dans Biology of the Cell. Vincensini et al., Biol Cell, 2011,
c© Portland Press Limited. Toutes les images sont origi-
nales, sauf le cliché du xénope, qui est adapté de (Hayes
et al., 2007), avec permission. Barre d’échelle : 1 µm, sauf
pour Paramecium, 10 µm.

pas être motiles (figure 2A). Des cas d’axonèmes aty-
piques ont été décrits : les spermatozöıdes d’insectes
présentent des doublets surnuméraires (structure de
type 12+0, voire 14+0 (Baccetti et al., 1973), alors
que les gamètes mâles de grégarine ont un nombre
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Fig. 2. Ultrastructure de cils primaires et mobiles. Clichés de microscopie électronique à transmission. Coupes transver-
sales. (A) Cil primaire de cellules épithéliales rétiniennes humaines (RPE1). (B) Cil de l’épithélium respiratoire humain.
(C) Organe chordonotal de drosophile – la tête de flèche et la flèche indiquent le corps basal et l’axonème respective-
ment – . (D, E) Pore amphidien de C. elegans – chaque cil contient 9 doublets de microtubules et un nombre variable de
singulets internes. Barre d’échelle : 100 nm (A et B), 200 µm (C, D, E). Cette figure a été initialement publiée dans Bio-
logy of the Cell. Vincensini et al., Biol Cell, 2011, c© Portland Press Limited. L’image de drosophile a été gracieusement
fournie par C. Enjolras et B. Durand (Université de Lyon).

Fig. 3. L’ultrastructure des cils et flagelles est conservée
entre l’Homme et T. brucei. Coupes transversales de cils
respiratoires humains (panneaux A, C et E) et de flagelles
de T. brucei (panneaux B, D et F) visualisées en micro-
scopie électronique à transmission. Ultrastructure ciliaire
normale (A) chez l’Homme et (B) le trypanosome. (C) Ab-
sence des bras de dynéine externes (flèches) chez un patient
atteint de DCP ayant une mutation dans le gène DNAI1 ou
(D) chez le mutant DNAI1RNAi de T. brucei. (E) Absence
des deux bras de dynéine (flèches) chez un patient atteint
de DCP ayant une mutation dans le gène LRRC50. (F)
Absence uniquement des bras de dynéine externes (flèches)
chez le mutant ODA7RNAi de T. brucei. Barre d’échelle :
100 nm. Cette figure a été initialement publiée dans Bio-
logy of the Cell. Vincensini et al., Biol Cell, 2011, c© Port-
land Press Limited : adaptée de Pennarun et al., 1999 ;
Duquesnoy et al., 2009) avec permission.

réduit de doublets de microtubules (par exemple 3+0
chez Diplauxis) (Prensier et al., 1980).

Si les études de microscopie électronique ont révélé
la complexité structurale des cils et flagelles, les

analyses protéomiques en ont révélé la complexité
moléculaire. Réalisées sur des flagelles de type 9+2
purifiés chez diverses espèces, elles ont identifié jus-
qu’à 550 protéines différentes (Pazour et al., 2005 ;
Smith et al., 2005 ; Broadhead et al., 2006). Dans la
mesure où le compartiment flagellaire ne contient pas
de ribosomes, ces protéines sont synthétisées dans le
cytoplasme et doivent être secondairement importées
dans le flagelle. De surcrôıt, les protéines structu-
rales sont incorporées au niveau de l’extrémité dis-
tale de l’axonème en croissance, ce qui signifie que
le site d’assemblage s’éloigne de plus en plus du lieu
de synthèse des protéines. Ce véritable casse-tête a
été résolu par la découverte du transport intraflagel-
laire (ou intraflagellar transport, IFT), qui se réfère
au transport bidirectionnel de particules protéiques
le long de l’axonème, depuis le corps basal vers le
site d’assemblage distal, et vice-versa (Rosenbaum &
Witman, 2002). L’IFT a été observé pour la première
fois dans les flagelles paralysés de l’algue verte Chla-
mydomonas par microscopie en contraste de phase in-
terférentiel (Kozminski et al., 1993) et s’est avéré es-
sentiel pour l’assemblage et la maintenance de presque
tous les flagelles eucaryotes (Hao & Scholey, 2009). Les
protéines impliquées dans la motilité et la construc-
tion des flagelles sont remarquablement conservées au
cours de l’évolution eucaryote. À l’inverse, la mem-
brane des cils et flagelles présente beaucoup plus de va-
riabilité : sa composition et sa fonction figurent parmi
les aspects les moins bien connus de ces organites.

Le temps d’un battement de cils

La fonction la plus manifeste des cils est leur impli-
cation dans la motilité cellulaire. Chez les protistes,
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les flagelles propulsent ou tractent l’organisme dans
son environnement aqueux, une caractéristique que
l’on retrouve chez les gamètes de beaucoup d’espèces.
De nombreuses études menées sur les flagelles des
spermatozöıdes, notamment chez des invertébrés ma-
rins comme l’oursin ou l’ascidie, ont contribué à
la compréhension aussi bien de la structure flagel-
laire que des mécanismes du battement (Gibbons,
1981 ; Inaba, 2003). Chez l’Homme, la progression
des spermatozöıdes dans le tractus génital féminin
et la fécondation de l’ovocyte dépendent du batte-
ment flagellaire. Une autre fonction des cils mobiles
des vertébrés est la mise en mouvement de fluides ex-
tracellulaires, comme le mucus dans le cas des cellules
de l’épithélium respiratoire, ou le fluide cérébrospinal
pour les cellules épendymaires qui tapissent les ven-
tricules du cerveau (figure 1A) (Guirao et al., 2010).
Les cils mobiles de type 9+0 du nœud embryon-
naire génèrent également un flux de liquide extra-
embryonnaire orienté vers la gauche, qui détermine la
mise en place de l’asymétrie gauche-droite de l’orga-
nisme (Nonaka et al., 1998).

Les cils immobiles : longtemps délaissés,
ils ont plus d’une corde à leur arc

On distingue deux catégories de cils immobiles : les cils
primaires et les cils sensoriels des neurones. La quasi-
totalité des types cellulaires chez les mammifères peut
assembler un cil primaire lorsque la cellule entre en
quiescence et quitte le cycle cellulaire (figures 1B, D,
E et 2A). Ce cil est caractérisé par la présence d’un
axonème de type 9+0, et ne semble pas mobile. Ironie
du sort, cet organite a été longtemps considéré comme
un vestige évolutif, et on ne lui attribuait aucune fonc-
tion particulière. Pourtant, au cours de la dernière
décennie, il est apparu que le cil concentre de nom-
breux récepteurs capables de détecter les messagers
biochimiques présents dans le milieu extracellulaire, et
constitue à ce titre une sorte �� d’antenne cellulaire ��.
D’autre part, plusieurs types de neurones possèdent
des cils spécialisés qui présentent souvent des modi-
fications architecturales élaborées et définissent ainsi
au sein de la cellule un microdomaine spécialisé dans
la signalisation. Les neurones ciliés de la rétine ou
de l’épithélium olfactif en constituent les exemples les
plus frappants.

Le cil primaire qui émerge de la surface des cel-
lules est unique, et ne possède aucune des structures
nécessaires au battement (bras de dynéines et paire
centrale de microtubules). Le cil primaire, décrit chez
presque toutes les cellules de mammifères, est une
véritable plate-forme de signalisation. En effet, les cils
sont impliqués dans une large gamme de processus bio-
logiques, allant de la chémo- et mécano-détection au

déroulement de cascades de signalisation essentielles
pour le maintien de l’homéostasie tissulaire (Singla &
Reiter, 2006).

La longue liste de maladies dues à des défauts
moléculaires du cil primaire illustre l’importance
fonctionnelle de cet organite : polykystose rénale,
syndrome de Bardet-Biedl, syndrome de Joubert,
syndrome orofacial digital, syndrome d’Alström ou
de Meckel-Gruber (Fliegauf et al., 2007). Le syn-
drome de Bardet-Biedl (BBS ; MIM209900) est une
ciliopathie autosomale récessive aux manifestations
pléiotropiques, dont la prévalence varie entre 1/160000
en Europe du nord et 1/13500 au Koweit. Les signes
cliniques présentent une grande variabilité, mais six
d’entre eux sont considérés comme caractéristiques de
la maladie : (i) dégénérescence rétinienne ; (ii) obésité ;
(iii) hypogonadisme ; (iv) polydactylie ; (v) dysfonc-
tionnement rénal et (vi) retard mental. À ce jour
14 gènes impliqués dans la maladie ont été identifiés
(BBS1-12, MKS1, NPHP6/CEP290 ). Les protéines
BBS sont essentiellement localisées au corps basal ;
plusieurs d’entre elles appartiennent au BBSome, un
complexe protéique associé à la région péricentriolaire
et à la membrane ciliaire, et qui participe à la cilio-
genèse (pour revue Zaghloul & Katsanis, 2009).

L’une des ciliopathies les plus sévères est certaine-
ment le syndrome de Meckel-Gruber (OMIM 249000),
qui est létale in utero ou peu après la naissance. La
fréquence de cette maladie autosomale récessive varie
entre 1/135000 en Allemagne à 1/9000 en Finlande,
où ce syndrome est particulièrement fréquent en rai-
son d’un effet fondateur. Ce syndrome associe typi-
quement une polydactylie postaxiale, une polykystose
rénale, et des défauts de fermeture du tube neural. À
ce jour, 6 loci ont été identifiés en association avec
le syndrome de Meckel, parmi lesquels 5 gènes ont
été caractérisés : MKS1, MKS3-6. Ces gènes codent
des protéines ciliaires ou centrosomales (pour revue,
Coppieters et al., 2010).

D’une manière générale, les ciliopathies présentent
des signes cliniques très variés qui se recoupent par-
tiellement : formation de kystes rénaux, polydacty-
lie, malformation du cerveau ou du système nerveux,
dégénérescence de la rétine ou obésité en sont quelques
exemples. De plus, des mutations différentes dans un
même gène peuvent conduire à des manifestations cli-
niques différentes. Le lien entre le cil primaire et les
maladies génétiques a été établi par les travaux fonda-
teurs de Pazour et collègues (2000) qui ont montré que
le gène IFT88, essentiel pour la construction du fla-
gelle chez Chlamydomonas, est muté dans une lignée
de souris modèle des polykystoses rénales. La muta-
tion entrâıne la synthèse d’une protéine anormale, ce
qui conduit à un phénotype hypomorphe. Ces travaux
ont été déterminants car ils ont permis la découverte
du rôle essentiel du cil dans le développement de divers
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tissus chez les vertébrés (pour revue Berbari et al.,
2009).

Les quatre sens des cils

La première fonction sensorielle attribuée au cil fut
la mécano-sensibilité, dans le contexte de la physio-
logie du rein. Selon le modèle actuel, le flux d’urine
serait détecté par les cils primaires des cellules de
l’épithelium des tubes collecteurs (figure 1B). La force
du courant fait ployer le cil, ce qui active des ca-
naux ioniques, les polycystines. Ces protéines ancrées
dans la membrane des cils peuvent être activées
expérimentalement soit par l’application d’une force
de cisaillement, soit par l’activation des récepteurs
tyrosine-kinase à la surface de la cellule (Tsiokas,
2009). Une fois activées, les polycystines convertissent
les stimuli extracellulaires en courants ioniques, qui
activent les voies de signalisation du calcium dans la
cellule (Praetorius & Spring, 2001). Ces voies de si-
gnalisation participent au maintien de l’homéostasie
et au développement tissulaire, ici en réponse au flux
tubulaire. La plupart des cas de polykystose autoso-
male dominante sont causés par des mutations dans
les deux gènes qui codent les polycystines, PC1 et
PC2. Dans le modèle murin, l’absence d’une des po-
lycystines, ou leur inhibition par l’ajout d’anticorps
n’a pas d’influence sur la formation du cil lui-même,
mais abroge la voie de signalisation mécano-sensorielle
(Nauli et al., 2003). De surcrôıt, il est probable que
certaines polycystines mutantes identifiées chez des
patients atteints de polykystose rénale envoient des
signaux erronés indiquant l’absence de flux, ce qui en-
trâınerait en compensation la prolifération des cellules
tubulaires et la formation de kystes.

Les cils jouent également un rôle mécano-sensoriel
dans le contexte de la mise en place de l’asymétrie
gauche-droite au cours du développement embryon-
naire. Ce processus met en jeu deux populations de
cils qui exercent des fonctions complémentaires au ni-
veau du nœud embryonnaire. Les cils situés au centre
du nœud expriment la dynéine lrd (left-right dynein),
et possèdent des BDE mais pas de paire centrale. Leur
battement coordonné génère un courant de fluide di-
rigé vers le futur côté gauche de l’embryon. Les cils
situés en périphérie du nœud sont immobiles, et ex-
priment la polycystine-2 qui détecte ce courant puis
génère en réponse un courant calcique asymétrique qui
définit le côté gauche de l’embryon (McGrath et al.,
2003).

Au niveau de la rétine des mammifères, les pho-
torécepteurs détectent la lumière grâce à un cil mo-
difié. Les cellules photoréceptrices sont constituées
d’un segment interne qui contient le noyau et les autres
organites et d’un segment externe composé de disques

membranaires qui contiennent le photorécepteur. Ces
deux régions sont connectées entre elles par un cil mo-
difié de type 9+0. Les photopigments sont synthétisés
dans le corps cellulaire et transportés par IFT jus-
qu’au segment externe, une structure qui se renou-
velle continuellement (Besharse et al., 1977 ; Hollyfield
et al., 1977 ; Besharse & Hollyfield, 1979). En l’absence
d’IFT, le segment externe dégénère, ce qui entrâıne
l’apoptose des cônes et bâtonnets et conduit in fine
à la cécité, un symptôme commun à de nombreuses
ciliopathies (Marszalek et al., 2000).

Le neurone olfactif est une cellule ciliée très
spécialisée, dont la dendrite apicale présente un ren-
flement appelé bouton olfactif. Celui-ci contient des
corps basaux, d’où émergent des cils immobiles qui
baignent dans la couche de mucus tapissant la cavité
nasale. Chez la souris, la perte des protéines BBS1 et
BBS4 entrâıne une forte réduction de la couche ciliaire
des neurones olfactifs ; parallèlement, des protéines de
la cascade olfactive, dont l’adénylate cyclase III, ne
sont plus transportées dans les cils restants (Kulaga
et al., 2004). Ces anomalies structurales et fonction-
nelles des cils expliquent probablement l’anosmie par-
tielle ou complète observée chez les patients atteints
du syndrome de Bardet-Biedl.

Des études récentes menées chez l’Homme sur
les cils des cellules respiratoires ont montré que leur
membrane contient des récepteurs gustatifs impliqués
dans la perception de l’amertume (Shah et al., 2009).
L’interaction de composés amers avec ces récepteurs
entrâıne une augmentation de la concentration in-
tracellulaire en Ca2+ et une accélération du batte-
ment ciliaire. Ainsi, les cils mobiles, de même que
leurs homologues immobiles, contiennent des senseurs
moléculaires qui détectent l’environnement extérieur.
Il est intéressant de souligner que l’augmentation de
la fréquence du battement ciliaire en réponse à la
détection de composés amers toxiques accélère leur
élimination par épuration mucociliaire, ce qui suggère
un couplage entre les fonctions sensorielles et mobiles.
L’association de ces fonctions a pu être déterminante
au cours de l’évolution des eucaryotes inférieurs, étant
donné l’importance de la mobilité pour la nutri-
tion, l’évitement des prédateurs ou la propagation de
l’espèce.

Des organismes modèles pour pénétrer
au cœur des cils et flagelles

Comme nous l’avons mentionné précédemment, les ci-
liopathies sont caractérisées par une impressionnante
diversité de symptômes qui se recoupent souvent.
Alors que des mutations dans des gènes différents
peuvent causer la même maladie, des mutations dans
le même gène peuvent à l’inverse se traduire par
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des manifestations cliniques variées (Salomon et al.,
2009). La variabilité des phénotypes peut dépendre
de l’impact des mutations sur la fonction de la
protéine, du profil d’expression du gène muté et de
la charge mutationnelle de l’ensemble des gènes ci-
liaires (Zaghloul & Katsanis, 2010). Cette complexité
doit être mise en perspective avec la diversité des cils,
qui porte aussi bien sur leur structure que leur fonc-
tion ou leur composition moléculaire. L’étude fonc-
tionnelle de ces gènes peut être envisagée avec des
cellules ou des tissus cultivés in vitro, mais les cel-
lules multiciliées sont fortement différenciées et dif-
ficiles à manipuler, et une cellule n’assemble un cil
primaire que lorsqu’elle sort du cycle cellulaire et
cesse de se diviser. Dans ce contexte, l’utilisation d’or-
ganismes modèles devient cruciale pour élucider les
mécanismes subtils sous-jacents à chaque pathologie.
Les cils et flagelles présentent un degré de conserva-
tion élevé au cours de l’évolution, au niveau struc-
tural et moléculaire. Cela permet de recourir à de
nombreux organismes modèles, dont la diversité reflète
celle des types cellulaires ciliés chez les mammifères.
Dans les sections suivantes, nous illustrons les avan-
tages spécifiques de chacun des organismes modèles
utilisés pour étudier les multiples facettes des cils et
flagelles. De nombreuses découvertes majeures pro-
viennent en effet d’organismes �� simples ��, comme le
nématode C. elegans, l’algue unicellulaire Chlamydo-
monas, les ciliés Paramecium et Tetrahymena, ou le
kinétoplastidé Trypanosoma, qui se prêtent davantage
à l’expérimentation et aux manipulations génétiques
que les modèles vertébrés : souris, poisson zèbre et
xénope.

Une observation précoce chez la souris

Chez la souris, l’absence de cils conduit à un
phénotype létal embryonnaire, ce qui restreint le
champ des études génétiques fonctionnelles. Cepen-
dant, des études de délétion génique, en particulier
avec des mutants conditionnels utilisant le système
cre-lox, ainsi que l’étude du mutant hypomorphe
Tg737 ont conduit à des avancées significatives dans
la compréhension de la biologie ciliaire. De plus, la
souris peut s’accommoder, dans une certaine mesure,
des dysfonctionnements du cil, ce qui permet l’analyse
approfondie de gènes impliqués dans les ciliopathies
chez l’Homme. La souris constitue donc un modèle
intéressant pour l’étude des cils et flagelles, en dépit
de la complexité et de l’échelle de temps requise pour
générer des animaux mutants.

Le cil primaire est nécessaire à la survie et à la seg-
mentation de l’embryon de souris, comme l’a révélé la
première série de mutants de l’IFT chez lesquels la voie
de signalisation Hedgehog (Hh) est inactivée (Huangfu
et al., 2003). Il est maintenant établi que, chez les

vertébrés, certains composants clés de cette voie de
signalisation sont enrichis dans les cils, où leur forte
concentration pourrait favoriser leurs interactions et le
contrôle de leur activation. Chez la drosophile, la voie
Hh est indépendante du cil, bien qu’elle possède de
nombreux composants essentiels en commun avec celle
des mammifères, ce qui illustre l’importance d’intégrer
les données issues de différents organismes. Le cas de la
protéine Cos2 de la drosophile en constitue un exemple
révélateur. Il s’agit d’une protéine clé de la voie Hh,
qui sert de support aux complexes protéiques de signa-
lisation. Chez la souris, la protéine motrice kinésine
KIF7 est le plus proche homologue de Cos2. Au repos,
la protéine s’accumule à la base du cil ; lors de l’activa-
tion de la voie Hh, KIF7 est relocalisée vers l’extrémité
distale du cil selon un processus qui requiert le do-
maine moteur de la protéine (Cheung et al., 2009 ;
Endoh-Yamagami et al., 2009 ; Liem et al., 2009).
KIF7 participerait directement à l’IFT dans le cil, et
cette hypothèse pourrait être mise en relation avec le
fait que l’orthologue de la drosophile possède un do-
maine moteur divergent inactif (Farzan et al., 2008).
Chez les vertébrés, l’IFT pourrait médier la reloca-
lisation dynamique de composants de la voie Hh en
réponse au ligand (Scholey & Anderson, 2006). L’inac-
tivation de la voie Hh se traduit par des manifestations
pléiotropiques, qui reproduisent plusieurs symptômes
caractéristiques des ciliopathies, comme la polydacty-
lie, des malformations craniofaciales et du squelette,
ou l’ataxie (Ruiz i Altaba et al., 2002 ; Brancati et al.,
2009). Après la naissance, la voie Hh continue à par-
ticiper au développement du cerveau via le cil pri-
maire, qui contrôle la formation et la maintenance
des progéniteurs des neurones granulaires de l’hip-
pocampe impliqués dans la neurogenèse chez l’adulte
(Han et al., 2008).

En plus d’apporter une meilleure compréhension
du rôle du cil dans le développement des mammifères,
la souris est également apparue comme un modèle
puissant pour l’étude des ciliopathies humaines (pour
revue, Goetz & Anderson, 2010), en apportant un nou-
vel éclairage sur l’étiologie de ces maladies complexes.
Par exemple, les souris délétées des gènes BBS de-
viennent aveugles par suite de la dégénérescence des
photorécepteurs (Sheffield, 2010), et obèses en raison
de défauts de signalisation dans la voie des leptines
(Wang et al., 2009).

Une observation en profondeur chez le poisson zèbre
et le xénope

Le poisson zèbre et le xénope, dont les embryons
possèdent de nombreuses cellules multiciliées, à la fois
motiles et sensorielles, permettent d’étudier de mul-
tiples facettes de la biologie des cils. Le principal atout
de ces organismes est qu’ils se prêtent aisément à des
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cribles génétiques à grande échelle (par ENU ou muta-
genèse par insertion de rétrovirus), qui ont déjà généré
plusieurs mutants ciliaires d’intérêt. L’extinction de
gènes est aisée grâce à des oligonucléotides antisens
de type morpholino (en prenant soin de réaliser les
contrôles appropriés pour s’assurer de la spécificité
de l’extinction) ; les approches de génétique classique
et inverse sont donc toutes les deux accessibles. Si
l’on ajoute à cela les possibilités d’imagerie in vivo
très performante (Wallingford, 2010a, 2010b, 2010c),
la grenouille et le poisson constituent des modèles
séduisants pour l’étude des cils chez les vertébrés.

La découverte du lien entre la formation des kystes
rénaux et les dysfonctionnements ciliaires (Pazour
et al., 2000) a soudainement révélé l’intérêt du pois-
son zèbre (Danio rerio) pour l’étude des cils, en raison
de la présence de cils dans le pronéphros. Toutefois,
contrairement aux mammifères, ces cils semblent être
mobiles et directement impliqués dans la génération
d’un flux (Kramer-Zucker et al., 2005). Ainsi, la di-
minution de la mobilité ciliaire, par exemple après
l’extinction d’une dynéine axonémale, reproduit les
effets de l’absence de cils (Kramer-Zucker et al.,
2005). Un crible génétique des mutations affectant
le développement du pronéphros a permis d’identifier
15 gènes associés à la formation de kystes au niveau
du tubule pronéphrique (Drummond et al., 1998). Ces
gènes se sont avérés coder des protéines ciliaires, dont
des protéines de l’IFT (Sun et al., 2004 ; Pathak et al.,
2007 ; Omori et al., 2008 ; van Rooijen et al., 2008 ;
Sukumaran & Perkins, 2009). De même que chez les
mammifères, les cils jouent de très nombreux rôles,
et la mutation de ces gènes a des effet pléiotropiques,
dont des défauts de la mise en place de l’asymétrie
gauche-droite, la dégénérescence des photorécepteurs
et l’hydrocéphalie.

Le xénope présente l’avantage d’offrir une pla-
teforme pour étudier in vivo le développement des
cellules multiciliées. En effet, l’épiderme de l’em-
bryon de xénope s’apparente à l’épithélium respira-
toire des mammifères, par la présence à la fois de
cellules ciliées et de cellules sécrétrices de mucus (fi-
gure 1C). Il constitue à ce titre un excellent modèle
in vivo pour l’analyse moléculaire du développement
de l’épithélium mucociliaire et de sa fonction (Hayes
et al., 2007). Les études chez le xénope ont joué un
rôle essentiel dans la démonstration du lien entre la
mise en place de la polarité planaire (Planar Cell Po-
larity) (PCP) et la ciliogenèse, un processus commun
au poisson, à la grenouille, et à la souris (pour re-
vue, Wallingford, 2010b). La protéine cytoplasmique :
Dishevelled (Dvl) apparâıt comme un composant es-
sentiel du contrôle de la polarité planaire des cellules
de l’épiderme (Park et al., 2008). La disruption de Dvl
abolit la polarité planaire des cellules multiciliées : au
sein d’une cellule donnée, l’orientation des corps ba-

saux devient aléatoire, ce qui désorganise le battement
ciliaire et abroge le courant de fluide à la surface de
l’épithélium. De plus, la voie de signalisation PCP
contrôle la polarité des cellules ciliées à l’échelle du
tissu, comme l’ont montré des expériences de trans-
plantation (Mitchell et al., 2009). Toutefois, le lien
entre la voie PCP et la ciliogenèse ne se limite pas
à l’orientation des corps basaux. En effet, certaines
protéines de la voie PCP participent directement à
l’assemblage des cils, comme Dvl, dont l’absence en-
trâıne une réduction du nombre de cils et de leur lon-
gueur (Park et al., 2008). Fritz est un autre effecteur
de la voie PCP, qui agit avec des protéines du cytos-
quelette pour contrôler à la fois le mouvement cellu-
laire et la ciliogenèse chez le xénope. Chez l’Homme,
des mutations du gène Fritz ont été associées aux syn-
dromes de Bardet-Biedl et de Meckel-Gruber (Kim
et al., 2010), ouvrant des perspectives passionnantes
pour l’étude des ciliopathies.

On entend les mouches voler

La drosophile assemble des cils exclusivement dans les
neurones auditifs et mécano-sensoriels (figure 2C). Le
cil est localisé à l’extrémité distale des neurones, à
l’interface entre les stimuli externes et le corps cel-
lulaire, et il est impliqué dans la transduction des
signaux mécaniques et auditifs. Il est intéressant de
constater que les cils sensoriels de type 9+0 sont as-
semblés par IFT, au contraire des longs flagelles des
spermatozöıdes de type 9+2. Les mutants IFT chez la
drosophile ont donc des cils défectueux, mais la sper-
matogenèse n’est pas affectée. Cela s’explique par le
fait que la formation du flagelle a lieu dans le cyto-
plasme d’un syncytium, où 32 à 64 axonèmes sont
assemblés simultanément ; l’adjonction de membranes
permet ensuite aux gamètes de s’individualiser (Han
et al., 2003 ; Sarpal et al., 2003).

Le principal atout de la drosophile pour l’étude
des fonctions ciliaires réside dans la disponibilité de
tests fonctionnels non invasifs. En effet, l’altération
des fonctions ciliaires va de pair avec des défauts
de mécano-sensation, et les études de comportement
basées sur la perception sensorielle permettent d’iden-
tifier des mutants ciliaires. Les tests comportementaux
sont donc des outils de choix pour l’étude fonctionnelle
des cils : plusieurs mutants de l’IFT ont ainsi été iden-
tifiés par le biais de leurs troubles comportementaux
dus à des réponses sensorielles défectueuses (Kernan
et al., 1994 ; Lee et al., 2008). De plus, les études
génétiques bénéficient de nombreuses techniques très
au point, notamment la mutagenèse par insertion de
transposon qui facilite le clonage positionnel, l’expres-
sion de protéines dans leur propre contexte génétique
grâce à l’insertion de transgène dans le locus endogène,
ou encore la possibilité de fusionner des protéines avec
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des épitopes ou la GFP pour les localiser. Ainsi, les
études comportementales couplées à de puissants ou-
tils de génétique contribuent à faire de la drosophile un
modèle privilégié pour l’étude de la transduction des
signaux mécaniques au niveau du cil. Il faut cependant
garder à l’esprit que l’audition chez les mammifères
est basée sur d’autres mécanismes, et ne dépend pas
directement des cils.

Le gène orthologue d’IFT88 a été identifié chez
la mouche à la faveur d’un crible génétique vi-
sant à étudier les troubles du comportement sen-
soriel (Kernan et al., 1994). Les mouches mutantes
présentent de graves défauts de coordination, et les
neurones sensoriels ne répondent pas aux stimulations.
Dans la situation normale, la stimulation auditive ou
mécanique des neurones sensoriels conduit à l’émission
d’un potentiel de récepteur que l’on peut enregistrer,
ce qui constitue un test simple de la fonction ciliaire.
Les canaux ioniques à l’origine de l’émission du po-
tentiel de récepteur sont au cœur du processus de
transduction du signal. Le canal NOMPC (no me-
chanoreceptor potential C ) participe à chacune des
voies de signalisation sensorielle : que la stimula-
tion soit mécanique ou auditive, les mutants nompC
n’émettent aucun potentiel de récepteur. Le gène cor-
respondant code un membre de la superfamille des
canaux de type TRP (transient receptor potential)
(Walker et al., 2000). Leur localisation ciliaire n’a pas
été confirmée chez la drosophile, mais l’orthologue de
C. elegans, TRP-4, est localisé dans les cils de cer-
tains neurones (W. Li et al., 2006), et certains canaux
ioniques de la superfamille des TRP sont transportés
par l’IFT chez C. elegans (Qin et al., 2005). L’ouver-
ture de ces canaux fait probablement intervenir des
contraintes mécaniques, dont les mécanismes précis
constituent le prochain défi pour la compréhension de
la transduction du signal au niveau des cils.

Une pincée de sel avec Cænorhabditis elegans

Le nématode C. elegans est dépourvu de cils mo-
biles (les gamètes se déplacent par reptation), mais
possède des cils sensoriels immobiles à l’apex de 60
des 302 neurones sensoriels décrits chez l’adulte her-
maphrodite (figure 2D et E) (Perkins et al., 1986).
L’architecture de ces cils présente une grande diversité
de structures, avec la présence d’élaborations mem-
branaires aux formes variées (pour revue, Silverman
& Leroux, 2009). Le ver utilise ces neurones ciliés
pour la détection des sels et d’autres éléments dans
son environnement. Plusieurs collections de mutants
qui ne répondent pas à ces stimuli ont été générés, et
classés en deux catégories : che (chémodétection) ou
osm (détection de l’osmolarité). Il s’est avéré que plu-
sieurs de ces souches résultent de mutations dans des
gènes de l’IFT, qui se traduisent par divers défauts de

construction des cils (Tabish et al., 1995 ; Collet et al.,
1998).

C. elegans apporte le pouvoir de la génétique à
l’étude des processus ciliaires. En plus des collec-
tions de mutants, les outils génétiques d’étiquetage
à la GFP sont aisément mis en œuvre, ce qui per-
met de visualiser l’IFT in vivo dans des souches sau-
vages ou mutantes (Orozco et al., 1999). Ces cils ne
battent pas, et le ver peut être anesthésié pour fa-
ciliter les observations. Plusieurs types de cils sont
présents, à la fois en termes de structure et de fonction
(Perkins et al., 1986), et fournissent un modèle idéal
pour l’étude de la diversité des cils au sein d’un même
organisme (S. Mukhopadhyay et al., 2007). Les tra-
vaux menés chez C. elegans ont largement contribué à
notre connaissance de la machinerie de la ciliogenèse
(dont les moteurs de l’IFT, et les protéines cargo
transportées par les moteurs de l’IFT), ainsi que du
mécanisme de contrôle de l’expression des gènes ci-
liaires, et ont permis d’établir une liste exhaustive de
protéines ciliaires avérées ou potentielles.

Une découverte majeure fut l’identification
du double système de moteurs pour le trans-
port antérograde : il s’agit de la kinésine II
hétérotrimérique et de la kinésine homodimérique
OSM-3 (Signor et al., 1999 ; Snow et al., 2004). Les
deux moteurs coopèrent pour assembler les portions
centrale et distale du cil des neurones sensoriels qui
traversent la cuticule, et qui sont constituées de dou-
blets et de singulets de microtubules respectivement.
Dans le fragment central, la kinésine II et OSM-3
s’associent et fonctionnent de façon redondante. À
la frontière entre le fragment central et le fragment
distal, les moteurs se dissocient, la kinésine II est
recyclée vers la base du cil, et OSM-3 transporte les
particules IFT et leur cargo à l’extrémité distale du
cil à sa propre vitesse, plus rapide. Au moins deux
familles de protéines régulatrices coordonnent ces
voies de transport antérograde. Tout d’abord DYF-1
arrime les particules IFT au moteur de kinésine
OSM-3, tout en activant son activité motrice (Ou
et al., 2005). Ensuite, des orthologues des protéines
BBS stabilisent les sous-complexes A et B des parti-
cules IFT, qui sont liés à la kinésine II et à OSM-3
respectivement (Blacque et al., 2004 ; Ou et al.,
2005 ; Pan et al., 2006). Plusieurs protéines cargos
transportées par la machinerie de l’IFT ont également
été identifiées, tels les canaux OSM-9 et OCR-2
de type TRP, qui participent à diverses réponses
chémo-sensorielles (de Bono et al., 2002). Un autre
cargo potentiel est TUB-1, protéine de C. elegans
homologue de la protéine Tubby des mammifères,
dont les modifications sont associées à l’obésité chez
la souris (Kleyn et al., 1996 ; Noben-Trauth et al.,
1996). Chez C. elegans, cette protéine est requise pour
l’homéostasie de la synthèse des lipides, l’espérance
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de vie, et la chimiotaxie (A. Mukhopadhyay et al.,
2005).

Le transport intraflagellaire est récemment apparu
comme un mécanisme contribuant à la diversité des
cils. En effet, des études ont montré que la répartition
des moteurs de l’IFT est différente dans les cils des
neurones de type AWB, où OSM-3 n’est pas requise
pour construire le segment distal du cil, contrairement
aux cils des neurones des canaux traversant la cuti-
cule. Les moteurs ne remplissent donc pas la même
fonction dans tous les types cellulaires, et il est pro-
bable que cette différence repose sur une activation
différentielle des protéines régulatrices des kinésines.
Ce mécanisme pourrait être à l’origine de la diver-
sité morphologique observée parmi les neurones sen-
soriels de C. elegans, à la fois en termes d’ultrastruc-
ture de l’axonème et de morphologie du segment distal
(Mukhopadhyay et al., 2007). Un autre élément de
régulation de l’architecture des cils des neurones AWB
est l’activation des voies de signalisation sensorielles :
la diminution de leur stimulation entrâıne le raccour-
cissement de l’axonème et l’expansion d’une structure
membranaire (Mukhopadhyay et al., 2008). Ceci sou-
ligne l’importance d’étudier le cil dans sa globalité.

L’assemblage d’un cil requiert la synthèse coor-
donnée de plus de 500 protéines au bon moment et
au bon endroit. Chez Chlamydomonas et les ciliés,
l’ablation des cils ou flagelles est suivie d’une augmen-
tation rapide de l’expression des gènes flagellaires, puis
du réassemblage de l’organite (Guttman & Gorovsky,
1979), ce qui implique l’existence d’un mécanisme
de coordination de l’expression des gènes, probable-
ment au niveau de la transcription. Les premiers
éléments de ce mécanisme ont été décrits chez C. ele-
gans, avec l’identification d’un facteur de transcription
contrôlant l’expression des gènes ciliaires. Swoboda et
collaborateurs (2000) ont démontré que de nombreux
gènes impliqués dans la ciliogenèse sont placés sous
le contrôle du facteur de transcription DAF-19, qui
est de type RFX, et reconnâıt un motif de régulation
spécifique, la X-box, localisée en amont du codon ini-
tiateur. Il a été montré depuis que les facteurs de
transcription de type RFX sont impliqués dans la ci-
liogenèse chez d’autres organismes, dont la drosophile
et la souris (Bonnafe et al., 2004). Un autre facteur
de transcription appelé FOXJ1 contrôle l’expression
de gènes codant des protéines de mobilité chez les
vertébrés (Stubbs et al., 2008 ; Yu et al., 2008).

Ces découvertes ont conduit à des analyses globales
du génome visant à établir une liste de gènes dont
l’expression est sous le contrôle d’une X-box (Blacque
et al., 2005 ; Efimenko et al., 2005), permettant l’iden-
tification de gènes codant de nouvelles protéines de
l’IFT (Blacque et al., 2006 ; Efimenko et al., 2006 ;
Schafer et al., 2006), y compris des protéines qui
n’avaient pas été identifiées dans l’expérience initiale

de purification de particules IFT chez Chlamydo-
monas. En parallèle, des études globales du profil
d’expression ont identifié des gènes dont l’expres-
sion semble restreinte aux cellules ciliées (Blacque
et al., 2005 ; Chen et al., 2006). Ces travaux, couplés
aux études comparatives mentionnées précédemment
(Avidor-Reiss et al., 2004 ; Li et al., 2004), ont per-
mis d’établir une liste exhaustive de protéines ciliaires
avérées ou candidates, qui est accessible dans des
bases de données telles Ciliome (www.ciliome.com) ou
CilDB (http://cildb.cgm.cnrs-gif.fr/) (Arnaiz et al.,
2009), et dont plusieurs revues donnent un aperçu glo-
bal (Fliegauf & Omran, 2006 ; Gherman et al., 2006 ;
Inglis et al., 2006).

Se mettre au vert avec Chlamydomonas reinhardtii

L’algue verte Chlamydomonas possède deux flagelles
d’environ 12 μm de longueur, qui émergent au pôle
apical de la cellule. Les flagelles, dont le batte-
ment s’apparente à des mouvements de brasse, jouent
un rôle important dans la réponse à la lumière et
l’adhérence des gamètes. Les flagelles ne sont pas es-
sentiels au déroulement du cycle cellulaire : ils sont
résorbés pendant la mitose, ce qui permet la migra-
tion des centrioles aux pôles du fuseau. Chlamydo-
monas présente de nombreux avantages pratiques et
techniques pour l’étude du flagelle eucaryote. Tout
d’abord, l’algue se cultive de façon synchrone, et en
grandes quantités. Ensuite, les outils de la génétique
classique ont permis de générer de nombreuses souches
mutantes qui peuvent être croisées entre elles. Fina-
lement l’algue verte Chlamydomonas présente divers
types de nage en réponse à des stimulations lumi-
neuses, ce qui permet de disséquer les voies de contrôle
du battement des flagelles. La composition protéique
des flagelles a fait l’objet d’analyses protéomiques,
dans un premier temps par électrophorèse bidimen-
sionnelle (Dutcher, 1995), et plus récemment par spec-
trométrie de masse globale (Pazour et al., 2005). Ces
études évaluent à plus de 500 le nombre de protéines
flagellaires, ce qui signifie que Chlamydomonas mobi-
lise plus de 3 % de son potentiel codant pour ce seul
organite.

Des travaux pionniers menés sur cette algue verte
ont conduit à la découverte et à la caractérisation
d’un grand nombre de gènes impliqués dans le batte-
ment et la construction du flagelle, dont les dynéines
axonémales (pour revue, Dibella & King, 2001), et les
acteurs de l’IFT, aussi bien les moteurs (Kozminski
et al., 1995 ; Pazour et al., 1998 ; Porter et al., 1999)
que les composants des particules (Piperno & Mead,
1997 ; Cole et al., 1998) (pour revue, Rosenbaum &
Witman, 2002). D’élégantes expériences de biologie
cellulaire ont mis en évidence le rôle essentiel de l’IFT

www.ciliome.com
http://cildb.cgm.cnrs-gif.fr/


14 Société de Biologie de Paris

dans le contrôle de la longueur du flagelle (Marshall
& Rosenbaum, 2001 ; Engel et al., 2009).

Des centaines, des milliers : le pouvoir des nombres

Les ciliés, tels Paramecium et Tetrahymena, appar-
tiennent au groupe des alvéolates et sont des modèles
reconnus de longue date pour l’étude des cils, en parti-
culier de l’assemblage du corps basal et des centrioles.
Les chiffres parlent d’eux-mêmes : Tetrahymena me-
sure 50 μm de long et contient environ 750 corps ba-
saux, alors que la paramécie mesure 120 μm de long
et contient environ 4000 corps basaux d’où émergent
autant de cils mobiles, ancrés sur un réseau cortical de
tubuline (figure 1F). Les corps basaux s’organisent en
rangées, qui définissent un motif d’assemblage strict,
chaque corps basal fils se positionnant antérieurement
au corps basal père. On distingue différentes familles
de cils selon leur longueur, leur âge, leur position-
nement et leur taux de renouvellement (Iftode &
Fleury-Aubusson, 2003). De plus, la duplication des
corps basaux n’est pas strictement couplée au cycle
cellulaire, contrairement à la plupart des centrioles des
mammifères, et l’absence de point de contrôle qua-
lité pour les corps basaux présente un grand avantage
pour l’étude de leur assemblage (pour revue, Pearson
& Winey, 2009). Ce très grand nombre de cils et de
corps basaux présente également un avantage évident
pour les études biochimiques. De surcrôıt, les études
fonctionnelles sont rendues possibles par l’ARN in-
terférence (ARNi), l’étiquetage par la GFP, les knock-
out et knock-in de gènes. Les deux organismes se
prêtent également aux études ultrastructurales, en mi-
croscopie électronique à transmission ou à balayage, et
offrent la possibilité d’observer de multiples cils sur un
même échantillon.

Les ciliés peuvent être déciliés simplement, par
exemple par l’adjonction de dibucäıne au milieu de
culture. Chez Tetrahymena, un protéome du corps
basal contenant 97 protéines a été défini, parmi les-
quelles 24 sont effectivement localisées dans cet orga-
nite, d’après les études de fusion de protéines avec
la GFP et de microscopie électronique à transmis-
sion (MET) (Kilburn et al., 2007). La localisation de
protéines du corps basal dans des domaines discrets
permet de formuler des hypothèses quant à leurs fonc-
tions : les protéines localisées à l’extrémité distale du
corps basal sont probablement requises pour la cilio-
genèse ou l’arrimage à la membrane plasmique, alors
que les protéines de la base du corps basal pourraient
participer aux étapes précoces de l’assemblage ou à
l’interaction du corps basal avec le cortex cellulaire.

L’assemblage du corps basal a pu être décomposé
en une série d’étapes conservées, sur la base
d’observation de clichés de MET (pour revue, Pearson

& Winey, 2009). La première structure de symétrie
d’axe 9 qui émerge lors de la ciliogenèse est la roue
de charrette, qui forme le socle d’où émergent les tri-
plets de microtubules. Des travaux récents ont montré
que la protéine Poc1 est requise pour la stabilité
des corps basaux et la ciliogenèse (Pearson et al.,
2009b). La dynamique d’incorporation des protéines
du corps basal au cours de l’assemblage a pu être
évaluée par des mesures de recouvrement de fluores-
cence après photoblanchiment de différentes protéines
du corps basal fusionnées à la GFP. La dynamique ob-
servée varie selon le composant du corps basal étudié :
échange permanent (Spag6), incorporation limitée à la
période d’assemblage (α-tubuline), ou les deux (cen-
trine et Sas6a) (Pearson et al., 2009a). Des études
menées chez Chlamydomonas ont permis de mieux
comprendre ce processus : la protéine SAS-6, loca-
lisée dans la partie centrale de la roue de charrette,
stabilise la symétrie d’ordre 9 au niveau du centriole
(Nakazawa et al., 2007). Une fois la roue de charrette
correctement assemblée, la protéine Bld10p intervient
dans la nucléation des microtubules à l’apex de cha-
cune des 9 pointes, ce qui conduit à la formation des
neuf triplets de microtubules (Hiraki et al., 2007). De
plus, la roue de charrette du corps basal peut être as-
semblée in vitro à partir d’extraits de corps basaux de
Tetrahymena (Gavin, 1984), une découverte qui ouvre
la voie à de multiples expériences en vue de définir les
protéines requises pour cet assemblage.

Les modifications post-traductionnelles de la tu-
buline ont récemment émergé comme un processus
important pour engendrer diversité et hétérogénéité
parmi les molécules de tubuline. Toutes les modifi-
cations connues ont été initialement décrites chez les
ciliés. L’acétylation, la tyrosination et la phosphoryla-
tion sont toutes conservées, des ciliés aux mammifères,
mais leurs significations fonctionnelles demeurent mal
connues. À l’inverse, la glycylation, identifiée pour la
première fois chez Paramecium (Redeker et al., 1994),
intervient dans de nombreux aspects de la biologie
ciliaire. L’élimination des divers sites de glycylation
de la β-tubuline chez Tetrahymena est soit létale,
soit délétère car elle affecte la croissance, la mobi-
lité, et conduit à des défauts de division cellulaire.
Au niveau du cil lui-même, une réduction du niveau
de glycylation de la tubuline conduit à l’assemblage
de cils courts, dépourvus de paire centrale ; la gly-
cylation est également requise pour maintenir la lon-
gueur des cils précédemment assemblés. Chez les mu-
tants de glycylation, les cellules présentent un nombre
anormalement élevé de microtubules dans le cortex
(Thazhath et al., 2004). La glutamylation est une
autre modification de la tubuline conservée au cours
de l’évolution ; préférentiellement rencontrée dans les
axonèmes (Edde et al., 1990), elle joue un rôle cen-
tral dans la biologie du cil et du corps basal. Chez
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les mammifères, la glutamylation stabilise les triplets
de microtubules des corps basaux (Bobinnec et al.,
1998). Wloga et al. (2008) ont montré que sa disrup-
tion n’altère pas l’assemblage des corps basaux, mais
que la glutamylation intervient dans la maturation du
pro-corps basal, sa stabilisation, et son insertion dans
le cortex. Des travaux récents ont également démontré
que la glutamylation intervient dans le contrôle du
battement ciliaire, en modulant l’activité motrice des
bras de dynéine interne, à la fois chez Tetrahymena
et Chlamydomonas (Kubo et al., 2010 ; Suryavanshi
et al., 2010).

Quand un conflit intergénérationnel
devient une aubaine : le cas des parasites
trypanosomatidés

Trypanosoma et Leishmania sont des parasites
de l’ordre des Kinétoplastidés, caractérisés par la
présence d’une unique mitochondrie dont l’ADN est
condensé en un granule appelé kinétoplaste. Ces or-
ganismes ont fait l’objet de multiples études parce
qu’ils sont les agents responsables de plusieurs mala-
dies graves (voir plus bas), mais ils représentent aussi
des modèles de choix pour l’étude fonctionnelle des fla-
gelles, à la fois par leurs propriétés biologiques uniques
et grâce aux puissants outils disponibles pour des ap-
proches moléculaires et cellulaires. Comme la majo-
rité des protistes, dont Giardia (Nohynkova et al.,
2006), les trypanosomatidés conservent leur ancien
flagelle pendant l’assemblage du nouveau flagelle (fi-
gure 1G), ce qui permet d’étudier dans une même
cellule les processus de construction et de mainte-
nance de cet organite. Cela implique d’ailleurs un
mécanisme de contrôle de l’adressage au cours du
cycle cellulaire, dans la mesure où les protéines doivent
être préférentiellement incorporées au nouveau flagelle
pendant sa synthèse. Le parasite Trypanosoma bru-
cei se développe au cours d’un cycle dixène, où l’hôte
intermédiaire est un mammifère et l’hôte définitif la
mouche tsétsé. Dans la mouche, le parasite subit
d’importantes modifications morphologiques et bio-
chimiques qui lui permettent de s’adapter aux varia-
tions environnementales. Au cours de ce processus de
différentiation, la longueur du flagelle peut varier de
3 à 40 μm (Van Den Abbeele et al., 1999), et il est
important de souligner que ces variations sont phy-
siologiques et contrôlées par la cellule. Chez Leish-
mania, le stade promastigote, qui se développe dans
le phlébotome, possède un long flagelle mobile (fi-
gure 1H), alors que le stade amastigote présent dans
les macrophages de l’hôte vertébré n’a qu’un flagelle
très court (Alexander, 1978 ; Gluenz et al., 2010).
Cette différentiation peut être reproduite in vivo (dans
les deux sens), ce qui fournit un système expérimental

puissant pour étudier le contrôle des mécanismes d’as-
semblage du flagelle au cours du développement. Des
études génétiques ont notamment montré que la lon-
gueur du flagelle est contrôlée par plusieurs protéines,
dont des MAP kinases (Wiese et al., 2003 ; Bengs
et al., 2005 ; Erdmann et al., 2006), des protéines
G (Cuvillier et al., 2000), la kinésine 13 (Blaineau
et al., 2007), ou encore la cofiline ou la myosine XXI
(Tammana et al., 2008 ; Katta et al., 2010). Le fla-
gelle du trypanosome présente un certain nombre de
structures conservées chez les autres espèces, comme
un axonème classique de type 9+2 (avec des bras de
dynéine externes et internes, des ponts radiaires et
des liens de nexine, figure 3B), et l’assemblage par
IFT. Mais il présente également plusieurs particula-
rités étonnantes : (i) il est attaché au corps cellulaire
sur presque toute sa longueur (à l’exception de son
extrémité distale) ; (ii) il possède une fibre paraflagel-
laire (PFR), qui est une structure extra-axonémale ex-
clusivement rencontrée chez les kinétoplastidés et les
euglénöıdes ; (iii) il émerge de la poche flagellaire, une
invagination hautement spécialisée de la membrane
plasmique, qui est aussi le seul lieu d’endocytose et
d’exocytose de la cellule.

Le trypanosome possède également de nombreux
avantages pour les études fonctionnelles. Tout d’abord
il se cultive facilement in vitro, à des densités cel-
lulaires élevées (10 millions de cellules par ml), ce
qui s’avère très utile pour les analyses biochimiques
et protéomiques. Une analyse protéomique a ainsi
été faite sur la fraction squelettique du flagelle,
contenant l’axonème et la PFR, préparée selon une
procédure combinant un traitement avec un détergent
et de fortes concentrations en sel (Broadhead et al.,
2006 ; Hart et al., 2009). Cette analyse a identifé
499 protéines qui constituent le protéome du flagelle
extrait, et la fonction flagellaire de huit d’entre elles a
ensuite été validée par ARNi. Le protéome du flagelle
extrait de T. brucei contient à la fois des composants
conservés et spécifiques au trypanosome (Broadhead
et al., 2006). Néanmoins, ce protéome ne contient au-
cune protéine de la membrane ou de la matrice du
flagelle, et les études à venir devraient donc identi-
fier encore davantage de composants flagellaires. De
plus, les génomes de plusieurs parasites trypanosoma-
tidés ont été séquencés et annotés (Berriman et al.,
2005 ; El-Sayed et al., 2005 ; Ivens et al., 2005 ; Peacock
et al., 2007 ; Jackson et al., 2008, 2010) et l’absence
d’introns facilite grandement l’identification et le clo-
nage de gènes. Ceci ouvre la voie à des analyses de
génomique comparative, une approche qui a déjà per-
mis de découvrir de nouveaux gènes flagellaires (Dawe
et al., 2005 ; Baron et al., 2007b ; Absalon et al.,
2008b ; Adhiambo et al., 2009) et qui a guidé les cher-
cheurs dans leurs investigations (Avidor-Reiss et al.,
2004 ; Briggs et al., 2004). Enfin, les trypanosomes
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offrent de puissants outils de génétique inverse, dont
l’invalidation de gène qui peut être constitutive ou
conditionnelle, l’expression inductible de protéines
étiquetées avec la GFP ou d’autres marqueurs, et l’ex-
tinction inductible par ARNi (Julkowska & Bastin,
2009 ; Oberholzer et al., 2009). L’extinction de gènes
par ARNi est efficace et spécifique ; l’ARN cible est
rapidement dégradé, mais la protéine disparâıt selon
son propre taux de renouvellement. L’émergence pro-
gressive du phénotype peut être visualisée par immu-
nofluorescence ou vidéomicroscopie : on peut obser-
ver la situation normale dans l’ancien flagelle, mais
pas dans le nouveau (Bastin et al., 2000 ; Kohl et al.,
2003 ; Branche et al., 2006 ; Davidge et al., 2006). De
surcrôıt, l’ARNi étant réversible, la réexpression de la
protéine peut être observée sur un fond négatif (Bastin
et al., 2000).

Grâce à ces avantages biologiques et pratiques,
le trypanosome apparâıt comme un excellent modèle
pour l’étude de la biologie du flagelle. Les premiers
travaux utilisant les trypanosomatidés comme modèle
visaient à identifier un signal d’adressage des protéines
au flagelle en exprimant diverses protéines tronquées
(Snapp & Landfear, 1997 ; Bastin et al., 1999 ; Godsel
& Engman, 1999 ; Hill et al., 1999 ; Ersfeld & Gull,
2001 ; Pullen et al., 2004). Plusieurs séquences es-
sentielles au transport des protéines dans le flagelle
ont été identifiées, mais l’absence de signal consen-
sus suggère l’existence de multiples voies d’adressage
des protéines au flagelle (Bloodgood, 2000). Les études
menées ces dernières années s’intéressaient davantage
à la fonction des protéines flagellaires. Cet aspect est
d’un intérêt crucial, dans la mesure où les cribles
génétiques, les analyses de génomique comparative et
de protéomique ont identifié des centaines de protéines
potentiellement flagellaires, dont la validation fonc-
tionnelle s’impose désormais (Gherman et al., 2006 ;
Arnaiz et al., 2009).

Le trypanosome, un modèle pour l’étude
de la fonction de gènes impliqués
dans les dyskinésies ciliaires primitives

Chez l’Homme, les dyskinésies ciliaires primitives
(DCP, MIM 242650) constituent un groupe hétérogène
de ciliopathies causées par des défauts de battement
ciliaire. Leur transmission est typiquement autoso-
male récessive, et leur fréquence est estimée à envi-
ron 1/16000. Les principales manifestations cliniques
des DCP reflètent la distribution des cils mobiles dans
l’organisme, et incluent : (i) des infections respiratoires
chroniques dues à un défaut d’épuration mucociliaire
par les cils respiratoires ; (ii) une hypofertilité mâle
et femelle consécutive à des défauts de battement du
flagelle des spermatozöıdes et des cils de l’oviducte res-
pectivement ; et (iii) des défauts de la mise en place

de l’asymétrie gauche-droite de l’organisme, qui s’ex-
pliquent par la perte de mobilité des cils du nœud
embryonnaire (Nonaka et al., 1998 ; Kennedy et al.,
2007 ; Zariwala et al., 2007). Contrairement à ce qui
est observé chez les modèles murins (Chen et al., 1998 ;
Sapiro et al., 2002 ; Baas et al., 2006), les sujets sont
très rarement hydrocéphales. Le diagnostic des DCP
repose sur l’observation d’anomalies ultrastructurales
de l’axonème en microscopie électronique à transmis-
sion (figure 3). Les patients sont ensuite répartis en
plusieurs catégories en fonction de l’anomalie struc-
turale et des signes cliniques (Tamalet et al., 2001).
À ce jour, 10 gènes impliqués dans les DCP ont été
identifiés, dont 8 sont liés à la fonction des dynéines.
Néanmoins, ces gènes n’expliquent qu’environ 25 %
des cas observés (tableau 1).

Les premières mutations associées aux DCP
ont été identifiées dans le gène DNAI1 (Pennarun
et al., 1999). Les études menées chez Chlamydomonas
démontrant que cette châıne intermédiaire de dynéine
est requise pour la formation des bras de dynéine
externes (Wilkerson et al., 1995) furent le point de
départ de la recherche de mutations chez les patients
humains par une approche gène candidat (Pennarun
et al., 1999). Les travaux de Branche et al. (2006) ont
ensuite apporté la validation de l’utilisation du trypa-
nosome comme modèle pour l’étude des DCP : l’objec-
tif était d’étudier la contribution de plusieurs compo-
sants conservés de l’axonème à l’ultrastructure ainsi
qu’à la mobilité du flagelle, en utilisant une stratégie
d’extinction par ARNi (figure 3C–D). La châıne in-
termédiaire DNAI1 du trypanosome s’est avérée indis-
pensable à la formation du bras de dynéine externe et
au battement du flagelle depuis son extrémité distale
vers sa base. Ces cellules sont alors incapables de nager
vers l’avant, mais conservent leur mobilité rétrograde,
qui est liée au battement du flagelle de sa base vers
son extrémité distale. Ces travaux démontrent ainsi
que la structure mais aussi la fonction de la protéine
sont conservées. De même, l’extinction du gène co-
dant la châıne légère de dynéine 1 (LC1 ), identifié par
génomique comparative chez T. brucei, conduit à la
chute du bras de dynéine externe, et à la perte de
la mobilité antérograde, mais pas rétrograde (Baron
et al., 2007a). Ce phénotype diffère de celui des mu-
tants de protéines de la paire centrale comme PF16
ou PF20 qui sont fortement paralysés (Branche et al.,
2006 ; Ralston et al., 2006).

Les DCP constituent un groupe de maladies ex-
traordinairement complexes : la maladie pourrait être
due à des mutations dans n’importe lequel des gènes
codant des composants impliqués soit dans la mo-
bilité cilaire soit dans sa régulation, sans compter
la possibilité du multi-allélisme. En dépit de l’iden-
tification de mutations dans 10 gènes distincts (ta-
bleau 1), l’ensemble des mutations décrites ne rend



Organismes modèles pour l’étude des cils et des flagelles 17

Tableau 1. Gènes impliqués dans les dyskinésies ciliaires primitives. Les gènes orthologues ont été identifiés par BLAST
réciproque. Ø : pas de gène orthologue identifié. Les numéros d’accession renvoient aux bases de données de Chlamy-
domonas et T. brucei respectivement (http://genome.jgi-psf.org/Chlre4/Chlre4.home.html and http://tritrypdb.org/
tritrypdb/). La plupart des gènes codent des composants de la machinerie de mobilité (dynéines et protéines des ponts
radiaires), alors que LRRC50 et KTU codent des éléments de la machinerie d’assemblage des bras de dynéine.

Anomalies Numéro d’accession

Gène ultrastructurales du Espèce des gènes

cil chez les patients

DCP

DNAI1 BDE C. reinhardtii jgi|Chlre4|129433|estExt gwp 1H.C 180023

(Pennarun et al., 1999) T. brucei Tb11.02.2640

DNAI2 BDE C. reinhardtii jgi|Chlre4|188612|estExt fgenesh2 pg.C 110110

(Loges et al., 2008) T. brucei Tb927.11.01

DNAH5 BDE C. reinhardtii jgi|Chlre4|155136|Chlre2 kg.scaffold 70a000005

(Olbrich et al., 2002) T. brucei Tb927.4.870

DNAH11 Aucune C. reinhardtii jgi|Chlre4|130849|estExt gwp 1H.C 270103

(Bartoloni et al., 2002) T. brucei Tb11.02.0760

RSPH4 Paire centrale* C. reinhardtii jgi|Chlre4|24016|estExt fgenesh1 pm.C 60005

(Castleman et al., 2009) T. brucei Tb11.02.2060

RSPH9 Paire centrale C. reinhardtii jgi|Chlre4|182960|estExt fgenesh2 kg.C 100107

(Castleman et al., 2009) T. brucei Tb11.02.0140

LRRC50 BDE+BDI C. reinhardtii jgi|Chlre4|116664|e gwW.1.325.1

(Duquesnoy et al., 2009 ; T. brucei Tb11.01.5550

Loges et al., 2009)

KTU BDE+BDI C. reinhardtii jgi|Chlre4|175396|fgenesh2 pg.C scaffold 30000074

(Omran et al., 2008) T. brucei Tb927.10.12860

TXNDC3 66 % des cils ont des C. reinhardtii Ø

(Ogawa et al., 1996 ; BDE courts ou absents T. brucei Ø

Padma et al., 2001)

RPGR Complexe : BDE et/ou C. reinhardtii Ø

(Moore et al., 2006) BDI, paire centrale, T. brucei Ø

et/ou liens de

nexine, doublets de

microtubules

périphériques

* les images de MET publiées suggèrent aussi une absence de BDE.

compte de la pathologie que pour environ 25 % des
patients. Les organismes modèles comme le trypano-
some pourraient apporter des contributions significa-
tives à (i) l’évaluation des conséquences fonctionnelles
des mutations identifiées chez les patients atteints de
DCP ou (ii) la définition de gènes candidats qu’il se-
rait pertinent de séquencer chez les patients. En plus
du protéome du cytosquelette flagellaire mentionné
précédemment, Baron et al. (2007b) ont réalisé un
crible in silico en se basant sur les génomes dispo-
nibles pour identifier les gènes conservés chez les or-
ganismes pourvus de cils mobiles mais absents chez
les organismes qui possèdent des cils immobiles ou
n’ont aucun cil. De tels composants ont été baptisés
composants de flagelles mobiles (CMF) : parmi les

50 gènes TbCMF identifiés, l’implication de 41 d’entre
eux dans les processus de mobilité a pu être confirmée
après extinction par ARNi, et les études biochimiques
ont montré que certains des candidats sont effective-
ment associés au flagelle de façon stable et spécifique
(Baron et al., 2007b). Les gènes dont l’inactivation
chez le trypanosome conduit à des anomalies ultra-
structurales identiques à ce qui est observé chez les
patients constituent des gènes candidats de premier
choix.

De récentes analyses fonctionnelles menées chez
le trypanosome ont permis d’éclairer les mécanismes
liés à la pathogénèse des DCP chez des patients
présentant une absence des deux bras de dynéine, in-
ternes et externes. En utilisant une approche gène

http://genome.jgi-psf.org/Chlre4/Chlre4.home.html
http://tritrypdb.org/tritrypdb/
http://tritrypdb.org/tritrypdb/
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Fig. 4. TbODA7 est localisée dans le corps cellulaire et participe à la formation des bras de dynéine externes.
(A) TbODA7 est localisée dans le corps cellulaire. Panneau supérieur, signal GFP dans des cellules exprimant
GFP::TbODA7 ; panneau central, flagelle marqué avec un anticorps dirigé contre PFR2 ; panneau inférieur, marquage au
DAPI superposé à l’image obtenue en contraste de phase. (B) TbDNAI1, un composant des BDE, est toujours synthétisé
dans les cellules TbODA7RNAi induites, mais n’est pas correctement incorporé au flagelle. T, extrait total ; S, fraction
soluble ; C, cytosquelette (fraction résistante au détergent). Les protéines PFR2 et BiP35 sont utilisées comme contrôle de
charge et de fractionnement pour les fractions cytosquelette et soluble respectivement. Figure reproduite de (Vincensini
et al., 2011), avec permission ; adaptée de (Duquesnoy et al., 2009) avec permission.

candidat basée sur des résultats obtenus chez Chla-
mydomonas (Freshour et al., 2007), Duquesnoy et al.
(2009) ont identifié des mutations invalidantes dans
le gène LRRC50/HsODA7 chez 4 patients présentant
une absence des deux bras de dynéine (figure 3E).
Ce gène code une protéine contenant des répétitions
riches en leucine, un motif qui médie des inter-
actions entre protéines. La contribution d’ODA7
à l’architecture et au battement flagellaire a été
étudiée chez T. brucei. Le mutant TbODA7RNAi

présente un phénotype de nage fortement altéré,
avec une motilité antérograde réduite ; les tests de
sédimentation confirment ce phénotype à l’échelle de
la population. Ces observations évoquent les mutants
TbDNAI1RNAi et TbLC1RNAi (Branche et al., 2006 ;
Baron et al., 2007a). Les analyses de microscopie
électronique à transmission ont mis en évidence l’ab-
sence d’un pourcentage significatif de BDE : 53 % des
axonèmes ont perdu au moins un BDE (figure 3F).
Or la protéine de fusion GFP::ODA7 chez T. bru-
cei est exclusivement cytoplasmique (figure 4A). Des
expériences de fractionnement cellulaire ont montré
que l’extinction de TbODA7 par ARNi n’affecte pas
la quantité totale de DNAI1, mais entrâıne la présence
d’une quantité non négligeable de la protéine dans la
fraction soluble (figure 4B). En l’absence d’ODA7, les
composants des bras de dynéine sont donc synthétisés
normalement, mais ils ne peuvent pas être assemblés
et restent dans le cytoplasme. En conclusion, ces
données démontrent que les mutations invalidantes
du gène LRRC50/HsODA7 sont à l’origine des cas

de DCP caractérisés par une absence des bras de
dynéine. Les études fonctionnelles menées chez le try-
panosome ont montré qu’ODA7 est une protéine so-
luble, localisée dans le cytoplasme, où elle est es-
sentielle pour l’assemblage des bras de dynéine. Ces
résultats sont corroborés par les études menées chez
Chlamydomonas, qui ont établi que la fonction de la
protéine est conservée des euglènozoaires aux algues et
à l’Homme (Freshour et al., 2007 ; Duquesnoy et al.,
2009). Une autre protéine impliquée dans ce pro-
cessus a été identifiée avant ODA7 (Omran et al.,
2008), ce qui suggère qu’une machinerie complexe est
nécessaire à la construction des bras de dynéine avant
leur transport dans le compartiment flagellaire, où ils
sont incorporés à l’axonème. Les gènes codant de telles
protéines apparaissent donc comme une nouvelle fa-
mille de gènes candidats pour les DCP. Ce travail
souligne par ailleurs l’intérêt d’associer la recherche
fondamentale et la recherche clinique.

Le trypanosome présente encore un autre avan-
tage : il permet d’évaluer les conséquences fonc-
tionnelles des mutations identifiées chez les patients.
Ces mutations peuvent en effet être transposées chez
le trypanosome, avec deux approches possibles. La
stratégie la plus directe est d’exprimer, chez le try-
panosome, des protéines de trypanosome qui repro-
duisent la mutation trouvée chez les patients, après
avoir remplacé l’allèle sauvage. Cette approche est
facilitée par la très forte efficacité de la recombi-
naison homologue chez le trypanosome, mais elle
est limitée par le statut diplöıde de l’organisme.
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L’autre stratégie consiste à complémenter le gène du
trypanosome préalablement éteint par ARNi par son
orthologue humain. En effet, le transcrit du gène
humain est suffisamment divergent pour échapper à
l’ARNi (Durand-Dubief et al., 2003), mais l’usage du
code est assez proche entre les deux espèces pour per-
mettre l’expression de la protéine (Shi et al., 2006). De
telles études sont extrêmement prometteuses, dans la
mesure où les conséquences fonctionnelles des muta-
tions sont parfois ambiguës : si des codons stop ou
des anomalies d’épissage ont probablement pour effet
d’abroger la fonction de la protéine, les effets de muta-
tions faux-sens ou de petites délétions sont en revanche
plus délicats à évaluer. De plus, le multi-allélisme peut
être étudié aisément chez le trypanosome, grâce à la
possibilité d’éteindre simultanément l’expression de
plusieurs gènes par ARNi (Ralston et al., 2006).

Au contraire de Chlamydomonas, le flagelle du
trypanosome n’est pas dépolymérisé au cours du
cycle cellulaire. Le criblage des banques de données
a montré que presque tous les gènes impliqués dans
l’IFT sont conservés (Briggs et al., 2004 ; Berriman
et al., 2005 ; Kohl & Bastin, 2005 ; Julkowska &
Bastin, 2009). Toutes les protéines de l’IFT étudiées
jusqu’à présent sont localisées au niveau du corps ba-
sal et du flagelle, et dans une certaine mesure dans
le corps cellulaire (Absalon et al., 2008b ; Adhiambo
et al., 2009). Le transport de particules IFT le long de
l’axonème a pu être visualisé par vidéo-microscopie
à la fois dans l’ancien et le nouveau flagelle, ce qui
indique que l’IFT participerait à la fois à la construc-
tion et à la maintenance du flagelle (Absalon et al.,
2008b). Une douzaine de gènes IFT ont été éteints
indépendamment ; leur extinction n’affecte que l’as-
semblage du nouveau flagelle, probablement parce que
les protéines IFT préexistantes ne sont pas ciblées
par l’ARNi, et persistent dans l’ancien flagelle. Al-
ternativement, il est possible que l’IFT n’intervienne
pas dans la maintenance du flagelle après son assem-
blage, mais participe à l’échange de matériel entre
le compartiment flagellaire et le corps cellulaire. La
compréhension du rôle de l’IFT dans la physiologie
de l’ancien et du nouveau flagelle, en particulier chez
des parasites étudiés in vivo dans la mouche tsé-tsé ou
l’hôte mammifère s’annonce passionnante.

Les protistes aussi ont besoin de flagelles

L’étude du flagelle des trypanosomatidés pourrait
également s’avérer pertinente du point de vue de la
parasitologie classique. En effet, le trypanosome est
l’agent causatif de la maladie du sommeil, une maladie
tropicale fatale en l’absence de traitement, alors que
les leishmanies sont responsables des leishmanioses.
Dans les deux cas, il n’existe pas de vaccin, peu de trai-
tements sont disponibles, et les médicaments utilisés

entrainent de nombreux effets secondaires (Kennedy,
2008 ; Maltezou, 2010). Le flagelle du trypanosome
persiste tout au long des cycles parasitaire et cellu-
laire, et il est essentiel à la survie du parasite, à la
fois in vitro et in vivo (Kohl et al., 2003 ; Branche
et al., 2006 ; Broadhead et al., 2006 ; Ralston et al.,
2006 ; Griffiths et al., 2007). Chez Leishmania, le
flagelle est essentiel pour l’infection du phlébotome
(Cuvillier et al., 2003), et le rôle potentiel du petit
flagelle du stade amastigote dans la détection de si-
gnaux ou la formation de la poche flagellaire a été
souligné récemment (Absalon et al., 2008a ; Rotureau
et al., 2009 ; Gluenz et al., 2010). Dans ce contexte,
les protéines spécifiquement parasitaires essentielles à
la survie du parasite, de même que les protéines de
la PFR, une structure unique aux trypanosomatidés
(Branche et al., 2006 ; Griffiths et al., 2007 ; Demonchy
et al., 2009 ; Portman et al., 2009), constituent des
cibles thérapeutiques de choix.

Perspectives : la voie des cils et flagelles

En dépit d’une architecture globalement conservée,
cils et flagelles exercent des fonctions biologiques
variées. Leur caractéristique principale est peut-être
de constituer un compartiment séparé du reste du
corps cellulaire qui permet, grâce au transport in-
traflagellaire, d’y concentrer des protéines et donc
des fonctions spécifiques. L’étude des processus qui
assurent l’adressage de composants ciliaires ou fla-
gellaires – lipides et protéines – à ce compartiment
constitue un des domaines de recherche les plus pro-
metteurs du moment. Dans le modèle actuel, des
vésicules sont adressées directement à la base du cil
(Rosenbaum & Witman, 2002). En accord avec cette
hypothèse, le cil primaire est souvent enchâssé dans
une dépression de la membrane plasmique enrichie en
puits recouverts de clathrine, appelée la �� poche ci-
liaire �� (figure 5) (Molla-Herman et al., 2010 ; Rohatgi
& Snell, 2010). Par analogie avec la poche flagellaire
des trypanosomes, la poche ciliaire pourrait constituer
une plateforme de signalisation pour l’adressage au
cil. Cependant, des données récentes indiquent que la
protéine transmembranaire Smoothened (le récepteur
de Hedgehog) est d’abord adressée à la membrane
plasmique, puis transportée latéralement au cil par
des mécanismes inconnus (Milenkovic et al., 2009), ce
qui suggère qu’il existe différentes voies d’adressage
au cil.

Dans une revue récente, Baldari et Rosenbaum
proposent une hypothèse audacieuse : au delà de la
ciliogenèse, les protéines de l’IFT pourraient partici-
per à l’échange de matériel entre le corps cellulaire
et le flagelle, possiblement par exocytose (Baldari &
Rosenbaum, 2010). Selon leur modèle, les protéines
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Fig. 5. L’ultrastructure des poches ciliaires et flagellaires
est conservée entre les mammifères et T. brucei. Coupes
transversales de la poche ciliaire de cellules RPE1 (A) et
de la poche flagellaire de T. brucei (B), visualisées en mi-
croscopie électronique à transmission. Poche ciliaire de cel-
lule IMCD visible en microscopie électronique à balayage
(C et D). Barre d’échelle : 100 nm. Figure reproduite
de (Vincensini et al., 2011), avec permission ; adaptée de
(Absalon et al., 2008a ; Molla-Herman et al., 2010).

seraient transportées du cytosol au corps basal par
un processus d’exocytose mettant en jeu les protéines
IFT. Encore plus audacieux, les protéines IFT pour-
raient intervenir dans l’exocytose chez les cellules
dépourvues de cils ! En effet, le système du trans-
port intraflagellaire est associé à des processus d’exo-
cytose dans les lymphocytes T lors de la formation
de la synapse immunologique (Finetti et al., 2009).
De plus, le flagelle lui-même pourrait être considéré
comme un compartiment sécrétoire, dans la mesure
où l’on a décrit des vésicules bourgeonnant au ni-
veau de l’extrémité distale. Ceci pourrait s’expliquer

par la présence d’un microenvironnement restreint à
proximité du centrosome, qui a été décrit à diverses
reprises au cours de l’évolution eucaryote (Griffiths
et al., 2010). L’exocytose médiée par le flagelle pour-
rait participer aux interactions entre cellules voisines.
Une conséquence majeure de ce modèle est que les
�� ciliopathies �� liées à un IFT défectueux pourraient
résulter de défauts de l’exocytose, et non pas direc-
tement de l’altération des fonctions ciliaires. La re-
cherche sur les cils et les flagelles s’est développée de
façon exponentielle au cours des 10 dernières années,
et promet de continuer sur sa lancée au fur et à mesure
que les voies d’adressage au flagelle seront élucidées.
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Organismes modèles pour l’étude des cils et des flagelles 21

Baccetti B., Dallai R., Burrini A.G., The spermatozoon
of Arthropoda. 18. The non-motile bifurcated sperm of
Psychodidae flies. J Cell Sci, 1973, 12, 287–311.

Baldari C.T., Rosenbaum J., Intraflagellar transport: it’s
not just for cilia anymore. Curr Opin Cell Biol, 2010,
22, 75–80.

Baron D.M., Kabututu Z.P., Hill K.L., Stuck in reverse:
loss of LC1 in Trypanosoma brucei disrupts outer dy-
nein arms and leads to reverse flagellar beat and back-
ward movement. J Cell Sci, 2007a, 120, 1513–1520.

Baron D.M., Ralston K.S., Kabututu Z.P., Hill K.L.,
Functional genomics in Trypanosoma brucei identifies
evolutionarily conserved components of motile flagella.
J Cell Sci, 2007b, 120, 478–491.

Bartoloni L., Blouin J.L., Pan Y., Gehrig C., Maiti A.K.,
Scamuffa N., Rossier C., Jorissen M., Armengot M.,
Meeks M., Mitchison H.M., Chung E.M., Delozier-
Blanchet C.D., Craigen W.J., Antonarakis S.E.,
Mutations in the DNAH11 (axonemal heavy chain dy-
nein type 11) gene cause one form of situs inversus
totalis and most likely primary ciliary dyskinesia. Proc
Natl Acad Sci USA, 2002, 99, 10282–10286.

Bastin P., MacRae T.H., Francis S.B., Matthews K.R.,
Gull K., Flagellar morphogenesis: protein targeting
and assembly in the paraflagellar rod of trypanosomes.
Mol Cell Biol, 1999, 19, 8191–8200.

Bastin P., Ellis K., Kohl L., Gull K., Flagellum ontogeny
in trypanosomes studied via an inherited and regulated
RNA interference system. J Cell Sci, 2000, 113, 3321–
3328.

Bengs F., Scholz A., Kuhn D., Wiese M., LmxMPK9, a
mitogen-activated protein kinase homologue affects fla-
gellar length in Leishmania mexicana. Mol Microbiol,
2005, 55, 1606–1615.

Berbari N.F., O’Connor A.K., Haycraft C.J., Yoder B.K.,
The primary cilium as a complex signaling center. Curr
Biol, 2009, 19, R526–535.

Berriman M., Ghedin E., Hertz-Fowler C., Blandin G.,
Renauld H., Bartholomeu D.C., Lennard N.J., Caler
E., Hamlin N.E., Haas B., Bohme U., Hannick
L., Aslett M.A., Shallom J., Marcello L., Hou L.,
Wickstead B., Alsmark U.C., Arrowsmith C., Atkin
R.J., Barron A.J., Bringaud F., Brooks K., Carrington
M., Cherevach I., Chillingworth T.J., Churcher C.,
Clark L.N., Corton C.H., Cronin A., Davies R.M.,
Doggett J., Djikeng A., Feldblyum T., Field M.C.,
Fraser A., Goodhead I., Hance Z., Harper D., Harris
B.R., Hauser H., Hostetler J., Ivens A., Jagels K.,
Johnson D., Johnson J., Jones K., Kerhornou A.X.,
Koo H., Larke N., Landfear S., Larkin C., Leech
V., Line A., Lord A., Macleod A., Mooney P.J.,
Moule S., Martin D.M., Morgan G.W., Mungall
K., Norbertczak H., Ormond D., Pai G., Peacock
C.S., Peterson J., Quail M.A., Rabbinowitsch E.,
Rajandream M.A., Reitter C., Salzberg S.L., Sanders
M., Schobel S., Sharp S., Simmonds M., Simpson A.J.,

Tallon L., Turner C.M., Tait A., Tivey A.R., Van
Aken S., Walker D., Wanless D., Wang S., White
B., White O., Whitehead S., Woodward J., Wortman
J., Adams M.D., Embley T.M., Gull K., Ullu E.,
Barry J.D., Fairlamb A.H., Opperdoes F., Barrell B.G.,
Donelson J.E., Hall N., Fraser C.M., Melville S.E., El-
Sayed N.M., The genome of the African trypanosome
Trypanosoma brucei. Science, 2005, 309, 416–422.

Besharse J.C., Hollyfield J.G., Turnover of mouse photore-
ceptor outer segments in constant light and darkness.
Invest Ophthalmol Vis Sci, 1979, 18, 1019–1024.

Besharse J.C., Hollyfield J.G., Rayborn M.E., Turnover of
rod photoreceptor outer segments. II. Membrane addi-
tion and loss in relationship to light. J Cell Biol, 1977,
75, 507–527.

Blacque O.E., Reardon M.J., Li C., McCarthy J., Mahjoub
M.R., Ansley S.J., Badano J.L., Mah A.K., Beales P.L.,
Davidson W.S., Johnsen R.C., Audeh M., Plasterk
R.H., Baillie D.L., Katsanis N., Quarmby L.M., Wicks
S.R., Leroux M.R., Loss of C. elegans BBS-7 and BBS-
8 protein function results in cilia defects and compro-
mised intraflagellar transport. Genes Dev, 2004, 18,
1630–1642.

Blacque O.E., Perens E.A., Boroevich K.A., Inglis P.N.,
Li C., Warner A., Khattra J., Holt R.A., Ou G., Mah
A.K., McKay S.J., Huang P., Swoboda P., Jones S.J.,
Marra M.A., Baillie D.L., Moerman D.G., Shaham S.,
Leroux M.R., Functional genomics of the cilium, a sen-
sory organelle. Curr Biol, 2005, 15, 935–941.

Blacque O.E., Li C., Inglis P.N., Esmail M.A., Ou G., Mah
A.K., Baillie D.L., Scholey J.M., Leroux M.R., The
WD repeat-containing protein IFTA-1 is required for
retrograde intraflagellar transport. Mol Biol Cell, 2006,
17, 5053–5062.

Blaineau C., Tessier M., Dubessay P., Tasse L., Crobu
L., Pages M., Bastien P., A novel microtubule-
depolymerizing kinesin involved in length control of a
eukaryotic flagellum. Curr Biol, 2007, 17, 778–782.

Bloodgood R.A., Protein targeting to flagella of trypano-
somatid protozoa. Cell Biol Int, 2000, 24, 857–862.

Bobinnec Y., Khodjakov A., Mir L.M., Rieder C.L., Edde
B., Bornens M., Centriole disassembly in vivo and its
effect on centrosome structure and function in verte-
brate cells. J Cell Biol, 1998, 143, 1575–1589.

Bonnafe E., Touka M., AitLounis A., Baas D., Barras E.,
Ucla C., Moreau A., Flamant F., Dubruille R., Couble
P., Collignon J., Durand B., Reith W., The transcrip-
tion factor RFX3 directs nodal cilium development and
left-right asymmetry specification. Mol Cell Biol, 2004,
24, 4417–4427.

Brancati F., Iannicelli M., Travaglini L., Mazzotta A.,
Bertini E., Boltshauser E., D’Arrigo S., Emma F.,
Fazzi E., Gallizzi R., Gentile M., Loncarevic D.,
Mejaski-Bosnjak V., Pantaleoni C., Rigoli L., Salpietro
C.D., Signorini S., Stringini G.R., Verloes A., Zabloka
D., Dallapiccola B., Gleeson J.G., Valente E.M.,
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26 Société de Biologie de Paris

Mukhopadhyay S., Lu Y., Shaham S., Sengupta P.,
Sensory signaling-dependent remodeling of olfactory
cilia architecture in C. elegans. Dev Cell, 2008, 14, 762–
774.

Nakazawa Y., Hiraki M., Kamiya R., Hirono M., SAS-6 is a
cartwheel protein that establishes the 9-fold symmetry
of the centriole. Curr Biol, 2007, 17, 2169–2174.

Nauli S.M., Alenghat F.J., Luo Y., Williams E., Vassilev
P., Li X., Elia A.E., Lu W., Brown E.M., Quinn S.J.,
Ingber D.E., Zhou J., Polycystins 1 and 2 mediate me-
chanosensation in the primary cilium of kidney cells.
Nat Genet, 2003, 33, 129–137.

Noben-Trauth K., Naggert J.K., North M.A., Nishina
P.M., A candidate gene for the mouse mutation tubby.
Nature, 1996, 380, 534–538.

Nohynkova E., Tumova P., Kulda J., Cell division of
Giardia intestinalis: flagellar developmental cycle in-
volves transformation and exchange of flagella between
mastigonts of a diplomonad cell. Eukaryot Cell, 2006,
5, 753–761.

Nonaka S., Tanaka Y., Okada Y., Takeda S., Harada A.,
Kanai Y., Kido M., Hirokawa N., Randomization of
left-right asymmetry due to loss of nodal cilia gene-
rating leftward flow of extraembryonic fluid in mice
lacking KIF3B motor protein. Cell, 1998, 95, 829–837.

Oberholzer M., Lopez M.A., Ralston K.S., Hill K.L.,
Approaches for functional analysis of flagellar proteins
in African trypanosomes. Methods Cell Biol, 2009, 93,
21–57.

Ogawa K., Takai H., Ogiwara A., Yokota E., Shimizu T.,
Inaba K., Mohri H., Is outer arm dynein intermediate
chain 1 multifunctional? Mol Biol Cell, 1996, 7, 1895–
1907.

Olbrich H., Haffner K., Kispert A., Volkel A., Volz A.,
Sasmaz G., Reinhardt R., Hennig S., Lehrach H.,
Konietzko N., Zariwala M., Noone P.G., Knowles M.,
Mitchison H.M., Meeks M., Chung E.M., Hildebrandt
F., Sudbrak R., Omran H., Mutations in DNAH5 cause
primary ciliary dyskinesia and randomization of left-
right asymmetry. Nat Genet, 2002, 30, 143–144.

Omori Y., Zhao C., Saras A., Mukhopadhyay S., Kim
W., Furukawa T., Sengupta P., Veraksa A., Malicki
J., Elipsa is an early determinant of ciliogenesis that
links the IFT particle to membrane-associated small
GTPase Rab8. Nat Cell Biol, 2008, 10, 437–444.

Omran H., Kobayashi D., Olbrich H., Tsukahara T., Loges
N.T., Hagiwara H., Zhang Q., Leblond G., O’Toole E.,
Hara C., Mizuno H., Kawano H., Fliegauf M., Yagi
T., Koshida S., Miyawaki A., Zentgraf H., Seithe H.,
Reinhardt R., Watanabe Y., Kamiya R., Mitchell D.R.,
Takeda H., Ktu/PF13 is required for cytoplasmic pre-
assembly of axonemal dyneins. Nature, 2008, 456, 611–
616.

Orozco J.T., Wedaman K.P., Signor D., Brown H., Rose
L., Scholey J.M., Movement of motor and cargo along
cilia. Nature, 1999, 398, 674.

Ou G., Blacque O.E., Snow J.J., Leroux M.R., Scholey
J.M., Functional coordination of intraflagellar trans-
port motors. Nature, 2005, 436, 583–587.

Padma P., Hozumi A., Ogawa K., Inaba K., Molecular clo-
ning and characterization of a thioredoxin/nucleoside
diphosphate kinase related dynein intermediate chain
from the ascidian, Ciona intestinalis. Gene, 2001, 275,
177–183.

Pan X., Ou G., Civelekoglu-Scholey G., Blacque O.E.,
Endres N.F., Tao L., Mogilner A., Leroux M.R., Vale
R.D., Scholey J.M., Mechanism of transport of IFT
particles in C. elegans cilia by the concerted action of
kinesin-II and OSM-3 motors. J Cell Biol, 2006, 174,
1035–1045.

Park T.J., Mitchell B.J., Abitua P.B., Kintner C.,
Wallingford J.B., Dishevelled controls apical docking
and planar polarization of basal bodies in ciliated epi-
thelial cells. Nat Genet, 2008, 40, 871–879.

Pathak N., Obara T., Mangos S., Liu Y., Drummond I.A.,
The zebrafish fleer gene encodes an essential regulator
of cilia tubulin polyglutamylation. Mol Biol Cell, 2007,
18, 4353–4364.

Pazour G.J., Wilkerson C.G., Witman G.B., A dynein light
chain is essential for the retrograde particle movement
of intraflagellar transport (IFT). J Cell Biol, 1998, 141,
979–992.

Pazour G.J., Dickert B.L., Vucica Y., Seeley E.S.,
Rosenbaum J.L., Witman G.B., Cole D.G.,
Chlamydomonas IFT88 and its mouse homologue,
polycystic kidney disease gene tg737, are required for
assembly of cilia and flagella. J Cell Biol, 2000, 151,
709–718.

Pazour G.J., Agrin N., Leszyk J., Witman G.B., Proteomic
analysis of a eukaryotic cilium. J Cell Biol, 2005, 170,
103–113.

Peacock C.S., Seeger K., Harris D., Murphy L., Ruiz J.C.,
Quail M.A., Peters N., Adlem E., Tivey A., Aslett M.,
Kerhornou A., Ivens A., Fraser A., Rajandream M.A.,
Carver T., Norbertczak H., Chillingworth T., Hance
Z., Jagels K., Moule S., Ormond D., Rutter S., Squares
R., Whitehead S., Rabbinowitsch E., Arrowsmith C.,
White B., Thurston S., Bringaud F., Baldauf S.L.,
Faulconbridge A., Jeffares D., Depledge D.P., Oyola
S.O., Hilley J.D., Brito L.O., Tosi L.R., Barrell B.,
Cruz A.K., Mottram J.C., Smith D.F., Berriman M.,
Comparative genomic analysis of three Leishmania
species that cause diverse human disease. Nat Genet,
2007, 39, 839–847.

Pearson C.G., Winey M., Basal body assembly in ciliates:
the power of numbers. Traffic, 2009, 10, 461–471.

Pearson C.G., Giddings T.H., Jr., Winey M., Basal body
components exhibit differential protein dynamics du-
ring nascent basal body assembly. Mol Biol Cell, 2009a,
20, 904–914.

Pearson C.G., Osborn D.P., Giddings T.H., Jr., Beales
P.L., Winey M., Basal body stability and ciliogenesis



Organismes modèles pour l’étude des cils et des flagelles 27

requires the conserved component Poc1. J Cell Biol,
2009b, 187, 905–920.

Pennarun G., Escudier E., Chapelin C., Bridoux A.M.,
Cacheux V., Roger G., Clément A., Goossens M.,
Amselem S., Duriez B., Loss-of-function mutations in
a human gene related to Chlamydomonas reinhardtii
dynein IC78 result in primary ciliary dyskinesia. Am J
Hum Genet, 1999, 65, 1508–1519.

Perkins L.A., Hedgecock E.M., Thomson J.N., Culotti
J.G., Mutant sensory cilia in the nematode
Cœnorhabditis elegans. Dev Biol, 1986, 117, 456–
487.

Piperno G., Mead K., Transport of a novel complex in the
cytoplasmic matrix of Chlamydomonas flagella. Proc
Natl Acad Sci USA, 1997, 94, 4457–4462.

Porter M.E., Bower R., Knott J.A., Byrd P., Dentler W.,
Cytoplasmic dynein heavy chain 1b is required for
flagellar assembly in Chlamydomonas. Mol Biol Cell,
1999, 10, 693–712.

Portman N., Lacomble S., Thomas B., McKean P.G.,
Gull K., Combining RNA interference mutants and
comparative proteomics to identify protein compo-
nents and dependences in a eukaryotic flagellum. J Biol
Chem, 2009, 284, 5610–5619.

Praetorius H.A., Spring K.R., Bending the MDCK cell pri-
mary cilium increases intracellular calcium. J Membr
Biol, 2001, 184, 71–79.

Prensier G., Vivier E., Goldstein S., Schrevel J., Motile
flagellum with a �� 3+0 �� ultrastructure. Science, 1980,
207, 1493–1494.

Pullen T.J., Ginger M.L., Gaskell S.J., Gull K., Protein
targeting of an unusual, evolutionarily conserved ade-
nylate kinase to a eukaryotic flagellum. Mol Biol Cell,
2004, 15, 3257–3265.

Qin H., Burnette D.T., Bae Y.K., Forscher P., Barr M.M.,
Rosenbaum J.L., Intraflagellar transport is required for
the vectorial movement of TRPV channels in the ci-
liary membrane. Curr Biol, 2005, 15, 1695–1699.

Ralston K.S., Lerner A.G., Diener D.R., Hill K.L.,
Flagellar motility contributes to cytokinesis in
Trypanosoma brucei and is modulated by an evolutio-
narily conserved dynein regulatory system. Eukaryot
Cell, 2006, 5, 696–711.

Redeker V., Levilliers N., Schmitter J.M., Le Caer J.P.,
Rossier J., Adoutte A., Bre M.H., Polyglycylation of
tubulin: a posttranslational modification in axonemal
microtubules. Science, 1994, 266, 1688–1691.

Rohatgi R., Snell W.J., The ciliary membrane. Curr Opin
Cell Biol, 2010, 22, 541–546.

Rosenbaum J.L., Witman G.B., Intraflagellar transport.
Nat Rev Mol Cell Biol, 2002, 3, 813–825.

Rotureau B., Morales M.A., Bastin P., Spath G.F., The
flagellum-MAP kinase connection in Trypanosomatids:
a key sensory role in parasite signaling and develop-
ment? Cell Microbiol, 2009, 11, 710–718

Ruiz i Altaba A., Palma V., Dahmane N., Hedgehog-Gli si-
gnalling and the growth of the brain. Nat Rev Neurosci,
2002, 3, 24–33.

Salomon R., Saunier S., Niaudet P., Nephronophthisis.
Pediatr Nephrol, 2009, 24, 2333–2344.

Sapiro R., Kostetskii I., Olds-Clarke P., Gerton G.L.,
Radice G.L., Strauss I.J., Male infertility, impaired
sperm motility, and hydrocephalus in mice deficient
in sperm-associated antigen 6. Mol Cell Biol, 2002, 22,
6298–6305.

Sarpal R., Todi S.V., Sivan-Loukianova E., Shirolikar S.,
Subramanian N., Raff E.C., Erickson J.W., Ray K.,
Eberl D.F., Drosophila KAP interacts with the kine-
sin II motor subunit KLP64D to assemble chordotonal
sensory cilia, but not sperm tails. Curr Biol, 2003, 13,
1687–1696.

Schafer J.C., Winkelbauer M.E., Williams C.L., Haycraft
C.J., Desmond R.A., Yoder B.K., IFTA-2 is a conser-
ved cilia protein involved in pathways regulating lon-
gevity and dauer formation in Cœnorhabditis elegans.
J Cell Sci, 2006, 119, 4088–4100.

Scholey J.M., Anderson K.V., Intraflagellar transport and
cilium-based signaling. Cell, 2006, 125, 439–442.

Shah A.S., Ben-Shahar Y., Moninger T.O., Kline J.N.,
Welsh M.J., Motile cilia of human airway epithelia are
chemosensory. Science, 2009, 325, 1131–1134.

Sheffield V.C., The blind leading the obese: the molecular
pathophysiology of a human obesity syndrome. Trans
Am Clin Climatol Assoc, 2010, 121, 172–181 ; discus-
sion 181–172.

Shi H., Tschudi C., Ullu E., Functional replacement of
Trypanosoma brucei Argonaute by the human slicer
Argonaute2. RNA, 2006, 12, 943–947.

Signor D., Wedaman K.P., Rose L.S., Scholey J.M., Two
heteromeric kinesin complexes in chemosensory neu-
rons and sensory cilia of Cœnorhabditis elegans. Mol
Biol Cell, 1999, 10, 345–360.

Silverman M.A., Leroux M.R., Intraflagellar transport and
the generation of dynamic, structurally and functio-
nally diverse cilia. Trends Cell Biol, 2009, 19, 306–316.

Singla V., Reiter J.F., The primary cilium as the cell’s an-
tenna: signaling at a sensory organelle. Science, 2006,
313, 629–633.

Smith J.C., Northey J.G., Garg J., Pearlman R.E.,
Siu K.W., Robust method for proteome analysis by
MS/MS using an entire translated genome: demons-
tration on the ciliome of Tetrahymena thermophila. J
Proteome Res, 2005, 4, 909–919.

Snapp E.L., Landfear S.M., Cytoskeletal association is im-
portant for differential targeting of glucose transporter
isoforms in Leishmania. J Cell Biol, 1997, 139, 1775–
1783.

Snow J.J., Ou G., Gunnarson A.L., Walker M.R., Zhou
H.M., Brust-Mascher I., Scholey J.M., Two ante-
rograde intraflagellar transport motors cooperate to
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