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1.1 Introduction 
 

Parasitic nematodes threaten human, animal and plant health in essentially all 

parts  of  the world.  Soil‐transmitted  helminths  infect  over  1  billion  people, 

mostly living in the tropics and the subtropics (7‐10). Farmers spend billions 

of dollars on prevention and control of diseases caused by nematodes in their 

livestock  and  crops  (11‐17).  Nematode  infections  can  affect  the  host  both 

directly and indirectly. Directly, an acute infection with filarial nematodes can 

lead  to  blindness  and  chronic  disabling  disfigurations  in  humans  (18,  19), 

while an attack of soybean cyst nematodes can reduce plant yield up to 60% 

(20).  Indirectly, nematode  infections  can  alter  the  immune  competence  of  a 

host for an extended period of time, making it more vulnerable to secondary 

infections by other opportunistic pathogens (21). Bacteremia caused by gram‐

negative  bacilli,  for  example,  is  common  in  humans  infected with parasitic 

roundworms  (22), while  Fusarium  oxysporum wilt  disease  is more  severe  in 

cotton infected with root‐knot nematodes (23).  

It  is  important  to understand how  the  immune  system of plants and 

animals  deals  with  parasitic  diseases  and  how  parasites  overcome  host 

immunity. This understanding is crucial if we want to protect our health and 

that of our livestock and if we want to secure global food supply in the future. 

The molecular mechanisms in host‐parasite interactions have become the last 

frontier  in  the  quest  for  understanding  diseases  and  defense  responses. 

Effectors are broadly defined as proteins and other small molecules produced 

by  pathogenic  organisms  that  alter  host‐cell  structure  and  function.  In 

parasitic nematodes, the effectors determine whether these roundworms can 

or cannot successfully  infect a host  (24‐30). The objective of  this  thesis  is  the 

identification and functional characterization of a group of effector molecules 

known  as  venom  allergen‐like  proteins  (VAPs)  from  plant‐parasitic  cyst 

nematodes. 

 
1.2 Cyst nematodes 
 

Cyst  nematodes  (Box  1)  are  obligatory  endoparasites  that  have  a  relatively 

small host  range when  compared  to  the polyphagous  root‐knot nematodes. 

After death,  fertilized  female cyst nematodes  transform  into a dark‐colored, 

thick‐walled  protective  structures  known  as  cysts.  The  offspring  of  cyst 

nematodes, the infective juveniles, reside dormant in eggs within the confined 

space created by these remnants of a parent female. Root exudates released by 

host  plants  stimulate  hatching  of  the  second  stage  juveniles  (J2s)  from  the 

eggs, which  then break  through  the eggshell and emerge  from  the cyst. The 

environmental  cues  that  lead  to  the  escape  of  the  juveniles  from  the  thick‐

walled  cyst  are not well understood. When  infective  juveniles  reach  a host 

root,  the parasites  invade  it by using  the physical  force of an oral stylet and 
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the biochemical activity of cell wall‐degrading enzymes released through this 

needle‐like  structure.  Next,  endoparasitic  infective  juveniles migrate  some 

time through the cortical cell layers of the root towards the vascular cylinder 

(31‐33).  

After this short migratory phase, the cyst nematode selects a host cell 

to begin the formation of a feeding site within or near the vascular cylinder. 

With its stylet, the nematode punctures the cell wall of this host cell –without 

breaking the plasma membrane– and releases effectors into the apoplast and 

the  cytoplasm  of  the  host  cell.  These  effectors  are  thought  to  initiate  the 

transformation  of  this  host  cell  and  other  adjacent  host  cells  into  a  large 

multicellular feeding site called a syncytium (34). The syncytium appears by 

the  nematode‐induced  partial  dissolution  of  cell  walls  between  the  initial 

syncytial cell and neighboring cells, resulting in a large joint protoplasm with 

high metabolic activity (35). This extraordinary increase in metabolic activity 

results  from  multiple  duplications  of  the  chromosomes  and  subcellular 

organelles  inside  syncytial  cells  caused by  repetitive  endoreduplication and 

an extensive transcriptional reprogramming (36, 37).  

Cyst  nematodes  depend  on  the  syncytium  for  all  the  nutrients  they 

need for their development, growth, and reproduction. The establishment of 

the syncytium is associated with the loss of somatic muscles in the nematode, 

rendering  the nematode  from  that moment onward  immobile. Early  in  their 

development  inside  the  root of a host plant, epigenetic  factors  such as  food 

quality  and  availability determine  the  sex of  the  juveniles  (38). After  a  few 

weeks  of  feeding  on  the  syncytium,  male  cyst  nematodes  regain  their 

mobility, which  allows  them  to  inseminate  adult  females.  Females,  on  the 

contrary, stay sedentary and increase in size as their bodies fill with fertilized 

eggs. The  eggs develop  for approximately  two more weeks, after which  the 

Box	1.	A	brief	note	on	cyst	nematode	parasitism		
	
Plant	 parasitism	 arose	 at	 least	 three	 times	 as	 an	 independent	 evolutionary	
innovation	within	 the	Phylum	Nematoda	 (1).	 The	most	 advanced	 lineage	 of	
plant	 parasites	 includes	 the	 sedentary	 root‐knot	 and	 cyst	 nematodes,	 i.e.	
members	 of	 the	 family	 Heteroderidae	 (2).	 The	 potato	 cyst	 nematode	
Globodera	rostochiensis	 originates	 in	 the	 South	 American	 Andes,	 where	 the	
nematode	 co‐evolved	 with	 potato	 and	 other	 closely	 related	 Solanaceous	
plants	species	(3).	There	are	more	than	ninety	different	Solanaceous	species	
that	can	be	parasitized	by	G.	rostochiensis,	including	food	crops	such	as	potato,	
tomato,	 and	 eggplant	 (4).	 The	 beet	 cyst	 nematode	Heterodera	schachtii	was	
the	first	nematode	discovered	as	a	plant	parasite	in	Europe	by	the	botanist	H.	
Schacht	 causing	a	disease	known	as	 “beet	 fatigue”	 (5).	More	 than	200	plant	
species	 in	 the	 families	 Amaranthaceae	 (sugar	 beets	 and	 spinach)	
and	Brassicaceae	(broccoli,	 cauliflower,	 cabbage,	 radish,	 mustard,	 and	 the	
model	plant	Arabidopsis)	are	hosts	for	H.	schachtii	(6).		
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females die and become cysts. The eggs remain dormant in the cyst until the 

root system of a new host appears in the vicinity of the eggs (39). 

 
1.3 Cyst nematode effectors  
 

Effectors  enable  parasitic  nematodes  to  invade  host  plants, modulate  host 

immune responses, and  initiate and maintain the feeding site (26). Although 

an effector functions to promote the virulence of a nematode,  its recognition 

by  the host  immune  system may  also  trigger  a defense  response  (40). This 

thesis describes  the nematode  effector Gr‐VAP1  from G. rostochiensis  that  is 

important for nematode virulence, but in some plant genotypes also activates 

plant defense responses. 

Most of the current knowledge on the actions and functions of effectors 

comes from studies on bacterial, fungal and oomycete pathogens of the areal 

parts of plants. This is due to the fact that laboratories dedicated to research in 

plant pathology  have mostly  focused  on  fast‐replicating pathogens  causing 

diseases with overt  symptoms  in  the  leaves and  stems. However,  infections 

by  sedentary plant‐parasitic nematodes develop  slowly and are  confined  to 

the root system of plants, and therefore nematode effectors have, figuratively 

speaking ʹremained in the dark for a long timeʹ. Only since the late 1990s have 

the number of functionally characterized nematode effectors and knowledge 

about their functions increased significantly (25‐27).  

Three pharyngeal glands (i.e. one dorsal and two subventral) produce 

the majority of effectors in cyst nematodes (41, 42). The subventral pharyngeal 

glands are most active at the onset of infections and produce, among others, 

effectors  that  facilitate plant  cell wall degradation  i.e.  β‐1,4‐endoglucanases 

(43),  pectate  lyases  (44),  and  expansins  (45).  The  role  of  other  effectors 

produced  in  the subventral pharyngeal glands, such as  the venom allergen‐

like proteins, in parasitism is less well understood. The synthesis of effectors 

in the dorsal pharyngeal gland coincides primarily with feeding site initiation 

and maintenance inside the host plant (46). Perhaps because feeding sites are 

uniquely associated with infections by sedentary plant‐parasitic nematode in 

host plants, many effectors produced in the dorsal pharyngeal gland have no 

similarity  to  effectors  from  other  plant microbes.  To  date,  the  best‐studied 

effectors  from  cyst  nematodes  are  the  CLE  peptides  that  mimic  plant 

CLAVATA‐3/Endosperm  surrounding  region  (CLE)  peptides  involved  in 

shoot meristem differentiation,  root growth,  and vascular development  (47, 

48).  

Besides their involvement in the initiation and maintenance of feeding 

sites,  effectors  from  the dorsal pharyngeal  gland have  also  been  associated 

with  alterations  in host  immune  responses. Heterologous  expression  of  the 

effector  10A06  from H.  schachtii  increases  antioxidant  protection,  interrupts 

salicylic  acid  signaling  in  Arabidopsis  thaliana  and  alters  the  disease 
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susceptibility  of  these  transgenic  plants  (49).  Similarly,  the  expression  in 

plants  of  the H.  schachtii  effector Hs4F01,  a  homologue  of  plant  annexins, 

increases nematode susceptibility by a mechanism  that has  thus  far remains 

unclear  (50).  A  SPRYSEC  effector  from  G.  rostochiensis  physically  interacts 

with SW5F, a coiled‐coil nucleotide‐binding leucine‐rich repeat (CC‐NB‐ARC‐

LRR) protein. Unexpectedly, this  interaction does not elicit a defense‐related 

programmed  cell  death  nor  are  plants  harboring  the  SWF5  resistant  to  G. 

rostochiensis. In fact  this SPRYSEC effector seems  to have  the opposite effect, 

as  it  suppresses programmed cell death and disease  resistance mediated by 

CC‐NB‐ARC‐LRR‐type  of  resistance  proteins  (51).  However,  another 

SPRYSEC  effector  named  RBP‐1  from  G.  pallida  activates  a  defense‐related 

programmed cell death when it is co‐expressed with the nematode resistance 

protein  Gpa2  in  the  leaves  of  Nicotiana  benthamiana  (52).  These  findings 

suggest  that  cyst  nematodes  deliver  effectors  into  host  cells  that  can  both 

activate  and  suppress  defense  responses  mediated  by  cytoplasmic  plant 

immune receptors.  

 
1.4 Venom allergen-like proteins 
 

The  venom  allergen‐like  proteins  (VAPs)  belong  to  the  SCP/TAPS  (Pfam 

accession number PF00188) protein  family. The name SCP/TAPS  is short  for 

the  acronym  SCP/Tpx‐1/Ag‐5/PR‐1/Sc7,  and  refers  to  several  different 

functional  classes  of  proteins  such  as  sperm‐coating  proteins  (SCP), 

mammalian testis‐specific extracellular proteins (Tpx), venom‐allergens from 

wasps  and  ants  (Ag),  and  glioma  and  plant  pathogenesis‐related  (PR) 

proteins. The SCP/TAPS protein family belongs to the cysteine rich secretory 

protein  (CRISP)  superfamily.  Proteins  from  this  superfamily  play  a  role  in 

reproduction,  development,  immunity,  and  several  pathologies  (53,  54). 

However, their exact functions and molecular actions have remained  largely 

elusive thus far.  

Members  of  the  SCP/TAPS  protein  family  are  present  in  parasitic 

nematodes  from  the  orders  Strongylida,  Rhabditida,  Tylenchida,  Spirurida 

and Ascaridida  (Clades V,  IV, and  III within  the phylum Nematoda). Three 

types of SCP/TAPS have been reported for nematodes, including double SCP 

domain, C‐type single SCP domain, and N‐type single SCP domain proteins. 

The  latter  two  types are either similar  to  the carboxyl or amino  terminus of 

the double  SCP domain proteins. N‐  and C‐type  single  and double  sperm‐

coating  domain‐containing  proteins  occur  in  animal‐parasitic  nematodes. 

While only N‐type single sperm‐coating domain proteins have been found in 

plant‐parasitic nematodes (53, 54). 

Although signature sequences for the classification of members of the 

SCP/TAPS  family  have  been  identified,  the  nomenclatures  in  use  for  these 

proteins  vary  within  different  scientific  communities  (53,  55).  The  first 
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SCP/TAPS protein  from animal‐parasitic nematodes was  found  in secretions 

from  the  hookworm  Ancylostoma  caninum  (56),  and  therefore  animal 

parasitologists  coined  the  term Ancylostoma‐secreted  proteins  or  activation‐

associated  proteins  (ASPs),  to  designate  SCP/TAPS  proteins  from  animal‐

parasites. On  the other hand,  in plant nematology,  the most common name 

used  to describe SCP/TAPS  is venom allergen‐like proteins  (VAPs or VALs) 

because  the  first described SCP/TAPS protein of animal origin was  found  in 

snake venoms (53, 54). For the remainder of this thesis all SCP/TAPS proteins 

that have  been  identified  in  the  secretions  of plant‐parasitic nematodes  are 

referred to as venom allergen‐like proteins (or VAPs).  

The  venom  allergen‐like  proteins  are  probably  the  most  abundant 

proteins in excretory‐secretory products of many animal‐parasitic nematodes 

(29). For their relative abundance at the onset of parasitism, venom allergen‐

like  proteins  are  believed  to  be  important  for  the  establishment  and 

persistence of infections by nematodes in animals (57, 58). It has been shown 

that  A.  caninum  neutrophil  inhibitor  factor  (NIF),  an  SCP/TAPS  molecule, 

interferes with  the adhesion of activated neutrophils  to vascular endothelial 

cells  and  reduces  the  release  of  H2O2  from  activated  neutrophils  (59). 

Furthermore,  NIF  blocks  the  binding  of  human  platelet  integrins  to  their 

ligands  (60). The venom allergen‐like protein Na‐ASP2  from  the hookworm 

Necator americanus may act as antagonistic ligand of the complement receptor 

3, which may prevent chemotaxin binding and  therefore may alter  immune 

responses  (61,  62). Ov‐ASP‐1  and  ‐2  from Onchocerca  volvulus  stimulate  an 

angiogenic  response  when  injected  in  mice  corneas  (63).  Although  these 

venom allergen‐like proteins are  linked to  innate  immunity  in animals, their 

exact  functions  in parasitism and  the underlying molecular mechanisms are 

not known. 

In plant parasites, venom allergen‐like proteins have been identified in 

Heterodera glycines  (Hg‐VAP‐1 and  ‐2;  (64)), Meloidogyne  incognita  (Mi‐VAP‐1 

and  Mi‐VAP‐2;  (65,  66)),  Ditylenchus  africanus  (Da‐VAP‐1;  (67)),  and  in 

Bursaphelenchus xylophilus (Bx‐VAP‐1, ‐2, and ‐3; (68)). Genes coding for VAPs 

in  plant‐parasitic  nematodes  are  specifically  up‐regulated  in  infective 

juveniles  during  the  onset  of  parasitism  in  plants.  Although  the  venom 

allergen‐like proteins of plant‐parasitic nematodes are thought to be involved 

in  the  establishment  of  persistent  infections  of  these  nematodes  in  plants, 

there is currently little experimental evidence to support this hypothesis. 

  
1.5 Plant innate immunity  
 

Plants defend themselves against a myriad of pathogens and pests by using a 

complex multilayered  innate  immune  system. Most  attackers  are unable  to 

invade  a  plant  because  of  close  to  impenetrable  constitutive  physical  and 

biochemical barriers. Invaders that manage to breach these barriers encounter 
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extracellular pattern‐recognition  receptors  that  recognize pathogen/microbe‐

associated molecular patterns (PAMPs or MAMPs) (69‐73). A classic example 

of PAMP‐mediated recognition is the perception of bacteria by the cell surface 

receptor FLS2 in A. thaliana that detects a short region of flagellin, which is the 

main component of a flagellum in many plant‐pathogenic bacteria (74, 75). To 

date,  little  is  known  of  highly  conserved  epitopes  on  the  exterior  of 

nematodes that act as PAMPs in plants. However, it has been suggested that 

highly glycosylated proteins  in  the cuticle of plant‐parasitic nematodes may 

be  recognized as PAMPs by  the host  (76). The defense  response  that plants 

mount following the recognition of PAMPs is referred to as PAMP‐triggered 

immunity (PTI).  

Some  pathogens  use  effectors  to  suppress  PTI,  resulting  in  effector‐

triggered  susceptibility.  However,  plants  have  evolved  extracellular  and 

intracellular  immune  receptors,  known  as  resistance  proteins,  with  novel 

recognition  specificities  towards  these  effectors.  These  resistance  proteins 

confer  to  plants  another  layer  of  protection  against  specific  strains  of 

pathogens  carrying matching  effectors  by  a mechanism  known  as  effector‐

triggered immunity (ETI) (69, 70).  

The detection of effectors by plant resistance proteins is captured in the 

classical “gene‐for‐gene” model of recognition specificity that forms the basis 

of  current disease  resistance breeding  in  all major  food  crops  (77). A  small 

number  of  nematode  resistance  genes  have  currently  been  isolated,  all  of 

which  encode  intracellular nucleotide‐binding  leucine‐rich  repeat  (NB‐LRR) 

proteins  (i.e. Mi‐1 (78, 79), Hero A (80, 81), Gpa2 (82), and Gro1‐4 (83)). Gpa2 

and Gro1‐4 confer  resistance  to a narrow  range of pathotypes  from a  single 

nematode  species  (84‐86). Despite  also  being  considered  as  classical major 

resistance  proteins,  the  resistance  proteins Mi‐1  and Hero  A  from  tomato 

plants display broad‐spectrum recognition specificities to multiple unrelated 

invaders.  The  molecular  mechanisms  underlying  the  multiple  recognition 

specificities of Mi‐1 and Hero A are not clear. 

 
1.6 Direct vs. indirect recognition of effectors 
 

The most straightforward mechanism underlying the recognition of effectors 

by  immune  receptors  involves a direct physical  interaction between effector 

and  receptor  molecules.  However,  because  of  many  fruitless  attempts  to 

demonstrate such ligand‐like interactions, it seems that a direct recognition of 

pathogen effectors by resistance proteins might actually be an exception. This 

notion  inspired  the  formulation of  the  ‘guard’ model  to explain  the  specific 

recognition  of  effectors  by  resistance  proteins  via  indirect  physical 

interactions.  In  the  ‘guard’  model,  plant  immune  receptors  monitor  the 

“health”  status of other host molecules  that appear  to  function as virulence 

targets  of  plant  pathogens.  Thus,  in  this model  immune  receptors  react  to 
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disease‐signaling  perturbations  induced  by  pathogen  effectors  in  these 

virulence targets (70, 87). For example, the recognition of the effector Avr2 of 

the fungus Cladosporium fulvum by the extracellular‐LRR resistance protein Cf‐

2 in tomato plants requires an apoplastic papain‐like cysteine protease named 

Rcr3 (i.e. Required for Cladosporium fulvum resistance 3) (88). It is thought that 

Cf‐2  activates  defense  responses  to C.  fulvum when  it  senses Avr2‐induced 

perturbations in Rcr3. Thus, Cf‐2 recognizes the effector Avr2 indirectly via its 

actions on other host molecules.  

 
1.7 Papain-like cysteine proteases in plants 
 

In chapter 3 of this thesis, we demonstrate that a venom allergen‐like protein 

of  a  plant‐parasitic  nematode  physically  associates with  apoplastic  papain‐

like proteases of host plants. Proteases cleave peptide bonds of other proteins 

and play a role in development, signaling cascades, and regulation of defense 

responses (89‐91). Cysteine proteases hydrolyze peptide bonds in proteins by 

using  a  nucleophilic  cysteine  residue  in  their  active  site  (91).  There  are  70 

different  families of  cysteine proteases, divided over 12 different  clans  (92). 

Papain‐like cysteine proteases  (PLCPs) are  relatively small proteins of 23‐30 

kDa that are produced with an N‐terminal signal peptide for secretion and an 

autoinhibitory domain. This autoinhibitory prodomain covers  the active site 

rendering  the protease  inactive until  it  is  cleaved  off  (93). PLCPs  in plants 

have been associated with senescence and defense  (90, 94). The PLCPs Rcr3 

and Pip1  (Phytophthora  inhibited protease 1) are  expressed  in  tomato plants 

upon pathogen attack (95, 96). The PLCP C14 of N. benthamiana, was recently 

shown to play an important role in plant immunity, as an altered expression 

of this protease affected plant susceptibility to P. infestans (97). The question of 

whether PLCPs  also play  a  role  in nematode‐plant  interactions will  also be 

addressed in this thesis.  
 
1.8 Outline of this thesis  
 

A  common  characteristic  of  plant‐  and  animal‐parasitic  nematodes  is  their 

phenomenal  persistence  inside  the  host,  presumably  resulting  from  their 

ability  to  suppress  host  immunity.  However,  the  mechanisms  of 

immunomodulation  by  parasitic  nematodes  in  plants  and  animals  are  not 

well understood. The overall objective of this thesis is to study the role of the 

venom allergen‐like effector proteins (VAPs) from plant‐parasitic nematodes. 

In chapter 2 of this thesis, we review the morphological, molecular and 

physiological adaptations of plant‐parasitic nematodes within  the context of 

plant immunity. In chapter 3, we focus on the identification of host targets of 

venom allergen‐like proteins. We show  that  the venom allergen‐like protein 

Gr‐VAP1 from the potato cyst nematode G. rostochiensis targets among others 
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the papain‐like cysteine protease Rcr3pim and  that  this  interaction activates a 

Cf‐2‐mediated defense response in tomato plants. However, in the absence of 

Cf‐2, Rcr3pim seems to enhance nematode susceptibility. In chapter 4, we used 

plant‐  and  cell‐based  assays  to  investigate  the  virulence  function  of  venom 

allergen‐like  proteins  and  we  show  that  these  effectors  suppress  defense 

responses specifically mediated by extracellular immune receptors. In chapter 

5, we broadened the scope of our research and focused on the role of papain‐

like cysteine proteases, including Rcr3pim, in nematode‐plant interactions. We 

show, with Arabidopsis knockout mutants that papain‐like cysteine proteases 

from  diverse  subfamilies  are  important  in  plant  immune  responses  to  cyst 

nematodes. Finally,  in chapter 6, we further discuss a model of our findings 

and indicate future directions for research on venom allergen‐like proteins. 
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 3.1 Abstract 

 

Plants  lack  the seemingly unlimited receptor diversity of a somatic adaptive 

immune system as found in vertebrates, and rely on only a relatively small set 

of  innate  immune receptors  to resist a myriad of pathogens. Here, we show 

that disease resistant tomato plants use an efficient mechanism to leverage the 

limited  non‐self  recognition  capacity  of  their  innate  immune  system. We 

found  that  the  extracellular  plant  immune  receptor protein Cf‐2  of  the  red 

currant  tomato  (Solanum  pimpinellifolium)  has  acquired  dual  resistance 

specificity  by  sensing  perturbations  in  a  common  virulence  target  of  two 

independently  evolved  effectors  of  a  fungus  and  a  nematode.  The  Cf‐2 

protein, originally  identified as a monospecific  immune receptor  for  the  leaf 

mold fungus Cladosporium fulvum, also mediates disease resistance to the root 

parasitic nematode Globodera rostochiensis pathotype Ro1‐Mierenbos. The Cf‐2‐

mediated dual resistance is triggered by effector‐induced perturbations of the 

apoplastic  Rcr3pim  protein  of  S.  pimpinellifolium.  Binding  of  the  venom 

allergen‐like  effector protein Gr‐VAP1  of G.  rostochiensis  to Rcr3pim perturbs 

the active site of this papain‐like cysteine protease. In the absence of the Cf‐2 

receptor,  Rcr3pim  increases  the  susceptibility  of  tomato  plants  to  G. 

rostochiensis,  thus  showing  its  role as a virulence  target of  these nematodes. 

Furthermore, both nematode infection and transient expression of Gr‐VAP1 in 

tomato  plants  harboring  Cf‐2  and  Rcr3pim  trigger  a  defense‐related 

programmed cell death  in plant cells. Our data demonstrate that monitoring 

host  proteins  targeted  by  multiple  pathogens  broadens  the  spectrum  of 

disease resistances mediated by single plant immune receptors. 

 
3.2 Introduction  
 

Dominant disease resistance genes encode highly specific  immune receptors 

that  offer  plants  protection  against  strains  of  pathogens  carrying matching 

effector genes  (1, 2). This phenomenon was  captured  in  the  classical “gene‐

for‐gene” model  of  recognition  specificity  in  disease  resistance  genes  sixty 

years  ago,  and  still  forms  the  basis  of disease  resistance  breeding  in major 

food crops (3). Plant pathogens secrete effectors into the apoplastic space and 

the cytoplasm of host cells to suppress the cell‐autonomous defense responses 

of  the plant and  to cause disease by  targeting  specific host cell components 

(4).  Plant  immune  receptors  can  activate  effector‐trigged  immunity  upon 

direct  recognition  of  unique  non‐self  signatures  in  these  pathogen‐derived 

effector  molecules  (5‐11).  However,  as  opposed  to  directly  recognizing 

effectors,  most  plant  immune  receptors  are  thought  to  act  as  sensors  of 

disease‐signaling perturbations  in the virulence targets of pathogen effectors 

(2, 12). 
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Unlike most vertebrates, plants lack the seemingly infinite receptor diversity 

of  a  somatic  adaptive  immune  system  to  detect  effectors  of  invasive 

pathogens  (13). The molecular mechanisms by which plants are nonetheless 

able to fend off a myriad of attackers with a limited innate receptor repertoire 

are  largely unknown  (2). Recent  studies  show  that  independently  evolving 

effectors  of different plant pathogens  interact with  common  apoplastic  and 

cytoplasmic host proteins involved in defense‐related signaling networks (14, 

15).  It  is  speculated  that  indirectly  perceiving  pathogen  effectors  via  their 

actions  on  common  virulence  targets  enable  plants  to  leverage  the  limited 

recognition  capacity  of  their  immune  receptor  repertoire  (16,  17). Here we 

show  that  the  plant  immune  receptor  protein  Cf‐2  of  the  currant  tomato 

(Solanum pimpinellifolium) has acquired dual  resistance specificity by sensing 

perturbations in a common virulence target of two different plant pathogens.  

Tomato  cultivars  (Solanum  lycopersicum)  harboring  the  Cf‐2  immune 

receptor originating from currant tomato are resistant to particular strains of 

C.  fulvum  secreting  the effector protein Avr2  (18, 19). The C.  fulvum effector 

Avr2  interacts with  the  extracellular  papain‐like  cysteine  protease  Rcr3  of 

tomato, which  is  required  for Cf‐2‐mediated  fungal  resistance  (18, 19).  It  is 

thought  that specific perturbations of Rcr3 by Avr2 activate Cf‐2  function  in 

immune  signaling  cascades  resulting  in  effector‐triggered  immunity  to  the 

fungus. Tomato cells secrete a range of papain‐like cysteine proteases into the 

apoplast, at least two of which are inhibited by Avr2 (i.e. Rcr3 and PIP1; (20, 

21)). Here, we  report on a novel effector  (hereafter named Gr‐VAP1) of  the 

obligate plant‐parasitic nematode Globodera rostochiensis  that  interacts among 

others with a papain‐like cysteine protease highly similar to Rcr3 and PIP1 in 

a yeast‐two hybrid screen of tomato root cDNA. Gr‐VAP1 belongs to a class 

of  secreted venom allergen‐like proteins  that occur  in all plant and animal‐

parasitic  nematodes  (22)  and  that  share  no  sequence  similarity  with  the 

effector Avr2 of C. fulvum. This prompted us to investigate whether Gr‐VAP1‐

induced  perturbations  of  Rcr3  can  nonetheless  activate  Cf‐2‐mediated 

resistance to G. rostochiensis  in tomato plants. We found that Cf‐2, which has 

been used  for decades  in  tomato  as  a  resistance gene against  the  leaf mold 

fungus C. fulvum  (18), also confers resistance  to  the potato cyst nematode G. 

rostochiensis. 

 
3.3 Results and Discussion 
 
G.  rostochiensis  secretes  a  novel  venom‐allergen  like  protein.  The 

expression of effectors  in  the potato cyst nematode G. rostochiensis  is  turned 

on when the obligate dormant period ends and the nematodes begin to hatch 

from  eggs  in  the  soil.  To  identify  novel  effectors  of  G.  rostochiensis,  we 

conducted a cDNA‐AFLP‐based transcriptome analysis during this transition 

in metabolic  activity  of  the  nematodes  (23). Our  analysis  revealed,  among 
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others,  a  transcript‐derived  fragment  of  176  base  pairs  named NC4, which 

was strongly up‐regulated in infective juveniles (Fig. 1A). Rapid amplification 

of  the  5’‐  and  3’‐ends  of  a  matching  expressed‐sequence  tag  (GenBank 

accession AW506232)  resulted  in  a  full‐length  cDNA  sequence  of  926  base 

pairs, encoding a predicted secreted protein of 21,900 Dalton. The predicted 

protein sequence showed a significant similarity with Secreted Cysteine‐rich 

Protein domains (SCP; GenBank accession CD05380 with E‐value 2e‐28), which 

is found in all members of the CAP (Cysteine‐rich secretory proteins, Antigen 

5, and Pathogenesis‐related 1 proteins) protein superfamily. The NC4 protein 

is most similar to so‐called Venom Allergen‐like Proteins (VAPs) from plant‐ 

and  animal‐parasitic  nematodes  that  collectively  constitute  a monophyletic 

clade within the CAP superfamily (E‐values of 7.6e‐85 and higher in BLASTP). 

In  accordance  with  a  recently  proposed  nomenclature  (22),  we  formally 

designate  the NC4 protein as Nem‐Gro‐SCP/TAPS‐1a, but  for  the  remainder 

of this paper it is referred to as Gr‐VAP1.  

Effectors  of  plant‐parasitic  nematodes  are  produced  in  three  single‐

celled esophageal glands that are connected to a hollow protusible oral stylet. 

To  investigate whether Gr‐VAP1  is expressed  in  the esophageal glands of G. 

rostochiensis,  we  used  whole  mount  in  situ  hybridization  microscopy  on 

infective  juveniles.  Anti‐sense  probes  amplified  from  Gr‐VAP1  cDNA 

uniquely  hybridized  to  the  subventral  esophageal  glands,  which  are 

particularly active during host  invasion and  the  early  stages of  feeding  site 

formation  (Fig.  1B).  The  complementary  sense  probe  showed  no 

hybridization. Effectors produced in the esophageal glands of G. rostochiensis 

are delivered  to  the apoplast and cytoplasm of host cells  through  the stylet. 

To  investigate whether Gr‐VAP1  is secreted by  the nematodes, we analyzed 

collected  stylet  secretions  of  G.  rostochiensis  using  liquid  chromatography‐

mass  spectrometry  (LC‐MS/MS). Two peptides perfectly matching Gr‐VAP1 

(i.e.  SVLACHNNY  and  YSTSAETTAQNWANGCSMAHSSSSSR)  were 

identified in a tryptic digest of secretions released by nematodes incubated for 

24h  in potato  root  exudates.  Furthermore,  the  same  tryptic digest  included 

peptides matching plant cell wall‐modifying proteins previously identified in 

stylet secretions of G. rostochiensis  (Fig. 1C). These plant cell wall‐modifying 

proteins are also produced  in  the subventral esophageal glands  (24‐26), and 

we therefore concluded that Gr‐VAP1 is most likely secreted into the apoplast 

of host cells along with plant cell wall‐modifying proteins. 

 

The G. rostochiensis effector Gr‐VAP1 interacts with the apoplastic cysteine 

protease Rcr3pim of tomato. To identify host targets of Gr‐VAP1, a tomato root 

cDNA  library  (Solanum  lycospersicum  cultivar  GCR161)  was  screened  in  a 

yeast two‐hybrid analysis using Gr‐VAP1 as bait. One of the forty‐two tomato 

cDNA clones interacting with Gr‐VAP1 in yeast (SI Fig. 1A) included a partial 

cDNA  sequence  encoding  a  protein with  high  similarity  to  the  apoplastic 
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Fig.	1.	A	 novel	 secreted	 venom	 allergen‐like	 protein	 of	 G.	rostochiensis.	 (A)	 A	
differential	 display	 of	 the	 transcript‐derived	 fragment	 NC4	 in	 embryos	 and	
second	 stage	 juveniles	 (J2s)	 of	G.	rostochiensis	 at	 different	phases	 of	 dormancy	
and	hatching.	(B)	In	situ	localization	of	transcripts	encoding	the	venom	allergen‐
like	 protein	 (Gr‐VAP1)	 in	 the	 subventral	 esophageal	 gland	 (SvG)	 of	 a	 pre‐
parasitic	 J2	 of	 G.	 rostochiensis	 (Sty,	 stylet;	 M,	 metacorpus;	 bar,	 10	 μm).	 (C)	
Numbers	of	peptides	matching	Gr‐VAP1	and	several	cell	wall‐modifying	proteins	
identified	with	LC‐MS/MS	 in	a	 tryptic	digest	of	 collected	stylet	 secretions	 from	
preparasitic	J2s	of	G.	rostochiensis.  
 

 

papain‐like  cysteine proteases Rcr3 and Pip1  (20, 21). The  specificity of  this 

interaction  was  confirmed  by  introducing  the  plasmid  containing  tomato 

cDNA into yeast cells together with the bait vector containing human lamin C 

or  the  empty  bait  vector  (SI  Fig.  1A).  Possible  autonomous  transcriptional 

activation  of  reporter  genes  by  Gr‐VAP1  in  yeast  was  excluded  by  co‐

transforming  yeast  cells  with  the  bait  vector  harboring  Gr‐VAP1  and  the 

empty prey vector (SI Fig. 1B). 
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The Cf‐2‐mediated fungal resistance in tomato specifically requires binding of 

Avr2  to  the protein encoded by  the S. pimpinellifolium allele of Rcr3  (Rcr3pim; 

(18, 19)). We therefore examined whether affinity‐tagged Gr‐VAP1 also binds 

to recombinant Rcr3pim in an in vitro co‐immunoprecipitation assay (Fig. 2A). 

Rcr3pim‐His‐HA,  but  not  the  affinity‐tagged product  of  the Rcr3  allele  of  S. 

lycopersicum  (Rcr3lyc‐His‐HA;  Fig.  2B),  was  pulled‐down  by  His‐FLAG‐Gr‐

VAP1 on agarose beads. By contrast, affinity‐tagged Avr2  (His‐FLAG‐Avr2) 

pulled‐down  both  Rcr3pim‐His‐HA  (Fig.  2A)  and  Rcr3lyc‐His‐HA  (Fig.  2B). 

Notably,  the  co‐immunoprecipitation  of Avr2  and Rcr3lyc‐His‐HA was  only 

detectable  with  anti‐HA  serum  after  an  extended  exposure  of  the 

	
Fig.	2.	The	G.	rostochiensis	 effector	 Gr‐VAP1	 interacts	 with	 the	 apoplastic	 papain‐like	
cysteine	protease	Rcr3pim	of	tomato.	Co‐immunoprecipitation	of	Rcr3pim	(Rcr3pim‐His‐HA	
(A))	 and	 Rcr3lyc	 (Rcr3lyc‐His‐HA	 in	 (B)),	 with	 and	 without	 prior	 treatment	 with	 the	
protease	inhibitor	E‐64,	by	either	Gr‐VAP1	of	G.	rostochiensis	(His‐FLAG‐Gr‐VAP1),	Avr2	
of	C.	fulvum	(His‐FLAG‐Avr2),	and	a	bacterial	alkaline	phosphatase	(FLAG‐BAP).	Rcr3pim	
and	 Rcr3lyc	 were	 detected	 in	 the	 immunoprecipitate	 (IP)	 with	 anti‐HA	 serum	 using	
different	exposure	times	(t).	(C),	Binding	of	the	fluorescent	DCG‐04	probe	to	the	active	
site	of	Rcr3pim	and	Rcr3lyc	following	treatment	with	Gr‐VAP1	and	Avr2.	Treatments	with	
the	 cystatin,	 apoplastic	 fluids	 from	agroinfiltrations	with	 the	 empty	binary	expression	
vector	(Empty	vector),	and	with	buffer	alone	(Buffer)	were	included	as	controls.	
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western blot, which suggests a weaker  interaction between Avr2 and Rcr3lyc. 

A  similarly  tagged  bacterial  alkaline phosphatase  of Escherichia  coli  (FLAG‐

BAP) did not pull‐down Rcr3pim or Rcr3lyc (Fig. 2A and B), demonstrating that 

the  interaction  between Gr‐VAP1  and Rcr3pim  is  specific. E‐64  is  a protease 

inhibitor  that  irreversibly binds  to  the  active  site of  cysteine proteases  (27). 

Pre‐treatment  of  Rcr3pim with  E‐64  in  a  subset  of  the  samples  reduced  the 

binding  of  Gr‐VAP1  to  Rcr3pim  (Fig.  2A),  indicating  that  this  interaction 

involves the active site of Rcr3pim. To further examine the involvement of the 

active site of Rcr3pim in the interaction with Gr‐VAP1, we used the fluorescent 

cysteine  protease  inhibitor  DCG‐04  for  protease  activity  profiling  on 

apoplastic  fluids  from  agroinfiltrated  Nicotiana  benthamiana  leaves  either 

transiently  expressing  Rcr3pim‐His  or  Rcr3lyc‐His  (Fig.  2C).  Similar  to Avr2, 

pre‐incubating Rcr3pim with Gr‐VAP1 strongly reduced the access of DCG‐04 

to the active site of Rcr3pim. Remarkably, DCG‐04 labeling of the Rcr3lyc, which 

differs only in six amino acid residues from Rcr3pim (18), was reduced by Avr2 

but  not  by  Gr‐VAP1.  We  therefore  concluded  that  Gr‐VAP1  specifically 

interacts with  Rcr3pim,  and  that  this  interaction  perturbs  the  active  site  of 

Rcr3pim.  

 

Both  Cf‐2  and  Rcr3pim  are  required  for  defense‐related  hypersensitive 

response and  resistance  to G.  rostochiensis  in  tomato. The  tomato  cultivar 

MoneyMaker  (Cf‐0/Rcr3lyc),  a  near‐isogenic  line  of MoneyMaker  specifically 

selected for Cf‐2 resistance (Cf‐2/Rcr3pim; (28)), and an EMS mutant of this near‐

isogenic  line  (Cf‐2/rcr3‐3;  (29))  were  challenged  with  G.  rostochochiensis 

pathotype  Ro1‐Mierenbos  to  study  the  effect  of  Cf‐2  and  Rcr3pim  on 

susceptibility to nematodes. To assess the effect of Rcr3pim on the susceptibility 

of  tomato plants  to G. rostochiensis alone, we also  included homozygous Cf‐

0/Rcr3pim and Cf‐0/rcr3‐3 lines that were generated by crossing Cf‐0/Rcr3lyc with 

Cf‐2/Rcr3pim  and  Cf‐2/rcr3‐3,  respectively.  The  presence  of  Cf‐2  and  Rcr3 

transcripts in these tomato genotypes was checked with reverse transcription 

PCR using gene‐specific primers (Fig. 3A). As the Cf‐2/Rcr3lyc genotype shows 

a  constitutive  autoimmunity  phenotype  (18),  it  cannot  be  tested  for 

susceptibility to nematodes. Compared to the susceptible reference genotype 

Cf‐0/Rcr3lyc (30) the number of nematodes in Cf‐2/Rcr3pim plants at three weeks 

post  inoculation was 68 percent  lower (Fig. 3B). The nematode susceptibility 

of  the  genotypes  Cf‐0/rcr3‐3  and  Cf‐2/rcr3‐3 was  similar  to  that  of  the  Cf‐

0/Rcr3lyc  reference plants. We concluded  that  the C. fulvum  immune  receptor 

Cf‐2  also  confers  resistance  to  G.  rostochiensis  in  tomato,  and  that  Cf‐2‐

mediated  resistance  to  G.  rostochiensis  requires  Rcr3pim.  Interestingly,  the 

number of nematodes in tomato plants that lack the Cf‐2 gene but harbor the 

functional Rcr3pim allele (Cf‐0/Rcr3pim; Fig. 3A) was 40 percent higher than that 

in Cf‐0/Rcr3lyc and Cf‐0/rcr3‐3 plants (Fig. 3B), demonstrating that Rcr3pim from 

S. pimpinellifolium is most likely a virulence target of G. rostochiensis.  
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Fig.	3.	Both	 Cf‐2	 and	 Rcr3pim	are	 required	 for	 resistance	 to	 G.	 rostochiensis	 in	
tomato.	(A)	A	reverse	transcription	PCR	of	the	expression	of	Cf‐2,	Rcr3,	and	actin	
in	nematode‐infected	roots	of	five	tomato	genotypes	with	(Cf‐2)	and	without	the	
Cf‐2	gene	 (Cf‐0),	 either	combined	with	 the	Rcr3pim	allele	of	S.	pimpinellifolium,	
the	 Rrc3lyc	 allele	 of	 S.	 lycopersicum,	 or	 the	 Rcr3pim	 null	 mutant	 allele	 rcr3‐3.	
Reactions	 without	 template	 were	 included	 as	 controls	 (H20).	 (B)	 The	 mean	
number	 of	 nematodes	 per	 tomato	 plant	 per	 genotype	 at	 three	 weeks	 post	
inoculation	 (bars	 indicate	 standard	 deviation).	 Different	 characters	 indicate	
statistical	 differences	 as	 determined	 with	 a	 one‐way	 ANOVA	 test	 (P‐values	
<0.001	with	N=10).	 
 

 

Cf‐2‐mediated  resistance  to  C.  fulvum  in  leaves  of  tomato  involves  a  local 

programmed  cell  death,  associated  with  a  hypersensitive  response,  at  the 

infection site of the fungus (31). To investigate whether Cf‐2/Rcr3pim‐mediated 

nematode resistance also involves a local plant cell death at the infection site 

of the nematode, we analyzed the subcellular structure of nematode‐infected 

roots of Cf‐0/Rcr3lyc, Cf‐0/Rcr3pim, and Cf‐2/Rcr3pim tomato plants with light and 
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electron microscopy  (Fig.  4;  SI  Fig.  2).  The  nematode‐infected  roots  of  Cf‐

2/Rcr3pim  tomato  plants  revealed  a  specific  cell  death  response  in  host  cells 

inside most, but not all, of  the  infection sites of G. rostochiensis. From 7 days 

post  invasion onwards,  a progressive  local  cell death was observed  in  cells 

directly  surrounding  the  nematodes  and  in most  of  the  nematode‐induced 

feeding  structures  in Cf‐2/Rcr3pim plants. By contrast,  the nematode  infection 

sites in Cf‐0/Rcr3pim tomato plants, demonstrating increased susceptibility to G. 

rostochiensis, were  structurally  similar  to  those  observed  in  the  susceptible 

reference genotype Cf‐0/Rcr3lyc,  and  showed no  signs  of  cell death. The  cell 

death  response observed  in nematode‐infected Cf‐2/Rcr3pim plants  resembles 

the response previously described for the nematode resistance genes H1 and 

Hero (30, 32).  

 

Fig.	 4.	 Cf‐2/Rcr3pim‐mediated	 nematode	 resistance	 involves	 a	 defense‐related	
local	 cell	 death	 response	 in	 the	 infection	 site	 of	 G.	 rostochiensis	 in	 tomato.	
Infections	with	G.	rostochiensis	 in	 the	 tomato	 genotype	Cf‐2/Rcr3pim,	 but	 not	 in	
the	 genotypes	 Cf‐0/Rcr3lyc	 and	 Cf‐0/Rcr3pim,	 resulted	 in	 a	 local	 cell	 death	
associated	with	a	hypersensitive	response	(HR)	in	the	nematode‐induced	feeding	
structures	in	roots	at	the	7	days	post	inoculation.	The	arrows	in	the	transmission	
electron	 micrographs	 indicate	 the	 typical	 local	 cell	 wall	 dissolution	 and	
subsequent	 fusion	 of	 protoplasts	 of	 tomato	 root	 cells	 incorporated	 into	 the	
feeding	structure	of	G.	rostochiensis.	Scale	bars:	5	μm.	
 

 

The  G.  rostochiensis  effector  Gr‐VAP1  triggers  a  Cf‐2‐  and  Rcr3pim‐

dependent programmed cell death in tomato. To test whether the nematode 

effector Gr‐VAP1 is able to trigger a Cf‐2/Rcr3pim‐dependent programmed cell 

death, we  transiently  expressed Gr‐VAP1 with  its  native  signal peptide  for 

secretion  in  leaves  of  the  tomato  genotypes  Cf‐2/Rcr3pim,  Cf‐2/rcr3‐3,  Cf‐

0/Rcr3pim,  and  Cf‐0/Rcr3lyc  (Fig.  5A).  Just  like  Avr2  of  C.  fulvum,  transiently 

expressed  Gr‐VAP1  only  triggered  a  cell  death  response  in  leaves  of  Cf‐

2/Rcr3pim plants. To further confirm that both Cf‐2 and Rcr3pim are required for 

this  cell  death  response,  Gr‐VAP1  was  transiently  co‐expressed  with  and 

without Rcr3pim  in  leaves of  the  tomato genotypes Cf‐2/rcr3‐3 and Cf‐0/rcr3‐3 

that  lack a  functional Rcr3 gene  (Fig. 5B). Only  the  complementation of Cf‐

2/rcr3‐3 plants with Rcr3pim resulted  in a cell death response to Gr‐VAP1. We 

therefore concluded  that both Cf‐2 and Rcr3pim are required  for  the defense‐
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related  cell death  response  triggered  by  the  nematode  effector Gr‐VAP1  in 

tomato. 

 

Fig.	5.	Gr‐VAP1	triggers	a	Cf‐2‐	and	Rcr3pim‐dependent	defense‐related	cell	death	
response	 in	 tomato.	 (A)	 Agrobacterium	 tumefaciens	 mediated	 transient	
expression	 of	 Gr‐VAP1	 (V),	 Avr2	 (A),	 or	 the	 corresponding	 empty	 binary	
expression	vector	(E)	in	infiltrated	leaves	of	the	tomato	genotypes	Cf‐2/Rcr3pim,	
Cf‐2/rcr3‐3,	 Cf‐0/Rcr3pim,	 and	 Cf‐0/Rcr3lyc.	 (B)	 Transient	 co‐expression	 of	 Gr‐
VAP1	(V)	and	Avr2	(A)	with	the	empty	binary	plant	expression	vector	(E)	or	with	
Rcr3pim	 (R)	 in	 leaves	 of	 the	 tomato	 genotypes	 Cf‐2/rcr3‐3	 and	 Cf‐0/rcr3‐3.	
Pictures	were	taken	5	days	post	infiltration.	
 

 

Dual Cf‐2‐mediated  resistance  requires a  common virulence  target of  two 

unrelated pathogens. Our data demonstrate that Cf‐2 is a dual resistance gene 

that offers  tomato plants protection  against  a  leaf mold  fungus  and  a  root‐

parasitic  nematode.  The  dual  resistance  specificity  of  Cf‐2  results  from 

perturbations  in the apoplastic papain‐like cysteine protease Rcr3pim  induced 

by  two  structurally different  effectors. Recently,  it has been  shown  that  the 

oomycete plant‐pathogen Phytophthora infestans secretes cystatin‐like effectors 

that also  interact with Rcr3pim (15, 33, 34). While  the perturbations of Rcr3pim 

induced  by Gr‐VAP1  of G.  rostochiensis  and  by Avr2  of  C.  fulvum may  be 

structurally  different,  both  trigger  a Cf‐2‐mediated  programmed  cell  death 

and  disease  resistance.  Surprisingly,  the  perturbations  of  Rcr3pim  brought 

about by  the effectors EPIC1 and EPIC2B of P. infestans do not  trigger Cf‐2‐

mediated  defense  responses  (15),  suggesting  that  they  fall  outside  of  the 

activation window  of Cf‐2.  The  constitutive  autoimmune  phenotype  in  Cf‐

2/Rcr3lyc plants (18), which is not observed in Cf‐2 plants lacking a functional 

Rcr3 gene (i.e. Cf‐2/rcr3‐3), further suggests that association with either Rcr3lyc 

or Gr‐VAP‐1/Avr2‐perturbed Rcr3pim,  but  not  the  absence  of Rcr3,  activates 
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Cf‐2. The next step  is  to  investigate whether  the activation of Cf‐2‐mediated 

disease  resistances  indeed  involves  a  physical  association  between  this 

immune receptor and different effector‐Rcr3pim complexes.  

The dual‐specificity of Cf‐2 via a common virulence target of a fungus 

and  an  invertebrate  demonstrates  the  power  of  indirect  recognition  of 

pathogen‐derived molecules  for plants. By  ‘guarding’ critical host molecules 

targeted by multiple and unrelated pathogens, plants can efficiently expand 

the  coverage  of  their  innate  immune  system with  a  relatively  small  set  of 

extracellular and cytoplasmic  immune receptors. The recent  finding  that  the 

Mi‐1.2  gene,  originally  identified  as  a  root‐knot  nematode  resistance  gene, 

confers  resistance  to  at  least  four  different  attackers  by  an  unresolved 

mechanism suggests that multiple resistance specificities of immune receptors 

may contribute significantly to the resistance spectrum of plants (35‐39). The 

relatively  late discoveries of  the multiple  resistance  specificities of Cf‐2 and 

Mi‐1.2, which were  both  introgressed  into  cultivated  tomato  in  the  1940s, 

further  show how  the paradigm of  singular  specificity of disease  resistance 

genes (3) has dominated the screening methods of plant breeders. The notion 

that single immune receptors conferring multiple resistances to taxonomically 

unrelated  pathogens  may  not  be  exceptional,  gives  breeders  a  strong 

incentive to identify and to use common virulence targets as leads to develop 

broad specificity resistance genes.  

 
3.4 Materials and Methods 
 
Identification of Gr‐VAP1 in stylet secretions. A fragment of 176 base pairs 

derived from the Gr‐VAP1 transcript was identified in a cDNA‐AFLP analysis 

of  successive  developmental  stages  of  G.  rostochiensis  pathotype  Ro1 

Mierenbos (23). The transcript‐derived fragment was extended using partially 

overlapping  expressed  sequence  tags  of  G.  rostochiensis  in  non‐redundant 

database  (40).  The  5’‐  and  3’‐ends  of  the  transcript‐derived  fragment was 

cloned  by  using  rapid  amplification  of  cDNA‐ends  (Invitrogen,  Carlsbad, 

USA). The Gr‐VAP1 transcripts were localized in freshly hatched pre‐parasitic 

second  stage  juveniles of G. rostochiensis pathotype Ro1 using whole mount 

mRNA in situ hybrididization (26). Peptides matching the protein sequences 

of Gr‐VAP1 and several cell wall‐modifying proteins were detected with LC‐

MS/MS  in collected stylet secretions of preparasitic second stage  juveniles of 

G. rostochiensis Ro1 (41). Details are given in SI Materials and Methods. 

 

Yeast‐two‐hybrid screening. The Matchmaker System 3 (Clontech, Mountain 

View,  CA,  USA)  was  used  to  screen  a  tomato  root  cDNA  library  (S. 

lycopersicum  cultivar CGR161)  in yeast with Gr‐VAP1 as bait  (42).  cDNA of 

Gr‐VAP1  without  signal  peptide  for  secretion  was  amplified  with  a 

polymerase chain reaction (PCR) using the primers Gr‐VAP1‐Y2HFw and Gr‐
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VAP1‐Y2HRv  (SI  Table  1)  and  subcloned  into  the  EcoRI/BamHI  site  of 

pGBKT7‐BD  for  expression  in  yeast  (Saccharomyces  cerevisiae  strain AH109). 

Details are given in SI Materials and Methods. 

 

Co‐immunoprecipitation  experiments.  Recombinantly  produced  Gr‐VAP1, 

Avr2,  and  BAP  with  a  FLAG  tag  were  incubated  with  anti‐FLAG  serum 

labeled  agarose  beads. The  beads were  subsequently  either  incubated with 

recombinant Rcr3pim‐His‐HA or Rcr3lyc‐His‐HA in duplicates. In one sample of 

each  duplicate  set  the  active  site  of  Rcr3pim‐His‐HA  or  Rcr3lyc‐His‐HA was 

blocked  with  the  competitive  cysteine  protease  inhibitor  E64  first.  The 

fractions of Rcr3pim‐His‐HA and Rcr3lyc‐His‐HA bound to Gr‐VAP1, Avr2, and 

BAP on beads were visualized on western blot with anti‐HA serum. Details 

are given in SI Materials and Methods. 

 

Fluorescent protease activity profiling. Rcr3pim of S. pimpinellifolium and Rcr3lyc 

of S. lycopersicum were transiently overexpressed in the apoplastic fluids of N. 

benthamiana  leaves  following  agroinfiltration.  Apoplastic  fluids  were 

incubated with either Avr2, cystatin  from chicken egg white, and Gr‐VAP1. 

To label the remaining available active sites in Rcr3pim and Rcr3lyc, the proteins 

were  subsequently  incubated  with  fluorescent  DCG‐04‐TMR.  Details  are 

given in SI Materials and Methods. 

 

Microscopy of nematode  infections.  In vitro germinated  seedlings of  three 

tomato  genotypes Cf‐2/Rcr3pim, Cf‐0/Rcr3lyc,  and Cf‐0/Rcr3pim were  challenged 

with  infective  second  stage  juveniles  of  G.  rostochiensis  pathotype  Ro1 

Mierenbos. At  3,  7,  14,  and  21 days post  invasion, nematode‐infected  roots 

were  collected,  fixed,  sectioned,  and  stained  for  transmission  electron 

microscopy. Details are given in SI Materials and Methods. 

 

Effector‐induced  plant  cell  death  response.  Gr‐VAP1  and  Avr2  were 

transiently  expressed  in  the  apoplastic  space  of  tomato  mesophyll  cells 

following agroinfiltration in leaves of tomato genotypes Cf‐2/Rcr3pim, Cf‐2/rcr3‐

3, Cf‐0/Rcr3pim, and Cf‐0/Rcr3lyc. The development of a specific local cell death 

in  the  infiltrated  leaf  area  from  3  to  7  days  post  infiltration was  used  as 

indicator of a defense‐related hypersensitive response. Details are given in SI 

Materials and Methods.  
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3.7 Supporting Information 
 
3.7.1 SI Materials and Methods 
 
Cloning  of  Gr‐VAP1. Messenger  RNA  was  extracted  from  five  stages  of 

Globodera  rostochiensis  pathotype  Ro1  for  a  cDNA‐AFLP  analysis  (1).  The 

primary cDNA  templates synthesized  from  five mRNA pools were digested 

using  the  restriction  enzymes  NcoI  and  TaqI.  Oligonucleotide  primers 

annealing  to  the NcoI  and TaqI  adapter  sequences were used  to  specifically 

amplify transcript‐derived fragments flanked by these restriction enzymes (2). 

Specific  transcript‐derived‐fragments,  including  transcript‐derived  fragment 

NC4, were excised from acrylamide gels. Following reamplification using the 

original primers of the cDNA‐AFLP analysis, NC4 was cloned into the TOPO‐

pCR4 plasmid (Invitrogen, Carlsbad, CA) and sequenced.  Eighteen expressed 

sequence tags of G. rostochiensis partially overlapping the NC4 were identified 

in the non‐redundant database of GenBank with BLASTN.  

To  resolve  the  5ʹ‐  and  3’‐ends of  the  transcript up‐  and downstream of  the 

NC4  fragment,  we  used  the  rapid  amplification  of  cDNA  ends  system 

(Invitrogen). For  the 5’‐end,  first strand cDNA was synthesized using oligo‐

dT  primers  from  1.5 mg  of  total  RNA  isolated  from  0.5  g  of  grinded  G. 

rostochiensis  pre‐parasitic  second  stage  juveniles  using  Trizol  (Invitrogen).  

Nested  PCR  products,  generated  with  the  gene  specific  primer  Gr‐VAP1‐

RaceRv  (SI Table 1) and adaptor primers  from  the GeneRacer  system, were 

cloned into the pGEM‐T vector (Promega, Fitchburg, WI), and sequenced. For 

the  3’‐end,  nested  PCR was  performed with  the  gene  specific  primer  Gr‐

VAP1‐RaceFw  (SI Table  1)  and  adaptor primers  included  in  the GeneRacer 

system  (Invitrogen).  PCR  products  were  cloned  into  the  pGEM‐T  vector 

(Promega),  and  sequenced.  The  resulting  sequences were  assembled  into  a 

full‐length  cDNA  sequence,  hereafter  named Gr‐VAP1  (GenBank  accession 

number AJ536826). 

 

Gr‐VAP1 expression  in G. rostochiensis. Whole mount  in situ hybridization 

was  performed  on  pre‐parasitic  second  stage  juveniles  of  G.  rostochiensis 

pathotype Ro1  to  localize Gr‐VAP1 transcription  in nematodes  (1, 3). Briefly, 

the  NC4  fragment  was  subcloned  into  pCR2.1‐TOPO  vector  (Invitrogen). 

Sense  and  antisense  probes  were  generated  by  asymmetric  PCR  in  the 

presence  of  DIG‐dUTP  (Roche,  Basel,  Switzerland)  using  N+0  and  T+0 

primers (1). The DIG‐labelled probes were purified in a G50 Mini Quick Spin 

DNA  column  (Roche).  Alkaline  phosphatase  activity  was  detected  by  the 

addition of X‐phosphate and NBT (Roche), and hybridization of the probes in 

infective  juveniles  was  examined  with  an  inverted  microscope  (Leica 

Microsystems, Wetzlar, Germany) 
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Identification  of Gr‐VAP1  in G.  rostochiensis  stylet  secretions.  To  collect 

stylet secretions of G. rostochiensis about 100,000  freshly hatched preparasitic 

second juveniles were either incubated for 24 h in 2 ml filter sterile potato root 

diffusates with 4 mM 5‐methoxy‐N,N‐dimethyltryptamine‐hydrogen‐oxalate 

or in tap water (4). Two ml of collected secretions was freeze‐dried, dissolved 

in 50 μl 0.1% (w/v) RapiGest SF Surfactant (Waters, Milford, USA), 5 mM DTT 

(Sigma)  in  0.1 M  ammonium  bicarbonate,  and  incubated  at  60C  for  1  hr. 
Alkylation was  performed  by  incubation with  15 mM  iodoacetamide  (GE 

Healthcare, UK)  for  30 min  at  room  temperature  (in  the  dark).  Proteolytic 

digestion was initiated by adding 1 μl of modified porcine trypsin (0.1 μg/μl; 

Sequence grade modified; Promega) and  incubated overnight at 37°C. After 

adding  trifluoroacetic acid  (Fluka,‐Buchs, GmBH)  to a  final concentration of 

0.5%  (v/v),  samples  were  centrifuged  at  15,000  g  for  10  min.,  and  the 

supernatant was applied to a SupelCleanTM LC‐18 1 ml SPE column (Supelco, 

Bellefonte USA)  equilibrated with  0.1%  TFA.  Bound  peptides were  eluted 

with  84%  acetonitrile  (HPLC  Supra‐gradient,  Biosolve,  Valkenswaard, NL) 

containing  0.1%  formic  acid  (Merck, Darmstadt, Germany), dried down  by 

vacuum  centrifugation,  dissolved  in  40  μl  0.1%  formic  acid  and  further 

analyzed  with  mass  spectrometry.  The  tryptic  peptide  samples  were 

separated  using  a  NanoAcquity    UPLC  system  (Waters  Corporation, 

Manchester, UK) using a BEH C18 column (75 μm x 25 cm, Waters, UK) and a 

65 min linear gradient from 3 to 40% acetonitrile (in 0.1 % formic acid) at 200 

nl/min. The eluting peptides were on‐line  injected  into a Synapt Q‐TOF MS 

instrument  (Waters Corporation)  using  a  nanospray  device  coupled  to  the 

second dimension  column output. The Synapt MS was operated  in positive 

mode with [Glu1] fibrinopeptide B (1 pmol/μl; Sigma) as reference (lock mass) 

and sampled every 30 s. Accurate liquid chromatography‐mass spectrometry 

(LC‐MS) data were collected with  the Synapt operating  in MS/MS mode  for 

data‐dependent  acquisition.  LC‐MS/MS  was  performed  by  peptide 

fragmentation  on  the  three most  intense multiple  charged  ions  that  were 

detected  in  the MS  survey  scan  (0.6  s)  over  a  300‐1400 m/z  range  and  a 

dynamic exclusion window of 60  s with an automatically adjusted  collision 

energy  based  on  the  observed  precursor m/z  and  charge  state.  LC‐MS/MS 

data were processed using ProteinLynx Global Server software (PLGS version 

2.4, Waters  Corporation, Manchester, UK)  and  the  resulting  list  of masses 

containing all  the  fragment  information was analyzed  for matching proteins 

using a custom‐build non‐redundant database including all currently known 

(predicted) proteins of G. rostochiensis. 

 

Yeast‐two‐hybrid screening. The Matchmaker System 3 (Clontech, Mountain 

View,  CA,  USA)  was  used  to  screen  a  tomato  root  cDNA  library  (S. 

lycopersicum cultivar CGR161) in yeast with Gr‐VAP1 as bait (5). cDNA of Gr‐

VAP1 without signal peptide  for secretion was amplified with a polymerase 
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chain  reaction  (PCR)  using  the  primers  Gr‐VAP1‐Y2HFw  and  Gr‐VAP1‐

Y2HRv (SI Table 1) and subcloned  into the EcoRI/BamHI site of pGBKT7‐BD 

for  expression  in  yeast  (Saccharomyces  cerevisiae  strain  AH109).  Yeast  cells 

were  co‐transformed with  the  bait  vector  (pGBKT7‐BD::Gr‐VAP1)  and  the 

tomato root cDNA‐library cloned in pACT2 (5) and plated on high‐stringency 

medium  SD/‐Ade/‐His/‐Leu/‐Trp/X‐‐gal  to  select  for  α‐galactosidase 

activation.  After  three  rounds  on  selective  medium  tomato  root  library 

plasmids  were  isolated  from  α‐galactosidase  positive  yeast  colonies  and 

retransformed  into  yeast  cells  together  with  pGBKT7‐LaminC  to  test  for 

transactivation.  

 

Co‐immunoprecipitation. cDNA of Gr‐VAP1 was PCR‐amplified and cloned 

into pPIC‐9His using SmaI and EcoRI restriction sites  to generate His‐FLAG‐

tagged Gr‐VAP1  for  heterologous  expression  in Pichia pastoris  strain GS115 

(Invitrogen)(6).  Recombinant  His‐FLAG‐Avr2,  Rcr3pim‐His‐HA,  and  Rcr3lyc‐

His‐HA were produced as previously described  (6), while bacterial alkaline 

phosphatase  of  Escherichia  coli  (FLAG‐BAP;  Sigma‐Aldrich,  St.  Louis, MO, 

USA) was used a control. His‐FLAG‐Gr‐VAP1, His‐FLAG‐Avr2, and FLAG‐

BAP were each  incubated with 40 l of ‐FLAG M2 agarose beads  (Sigma‐

Aldrich)  in Co‐IP buffer (50 mM sodium acetate, 10 mM L‐cysteine, pH 5.0). 

Next, the agarose beads were incubated overnight at 4oC with either Rcr3pim‐

His‐HA  or Rcr3lyc‐His‐HA  in duplicates. One  of  each  set  of duplicates was 

pre‐incubated in Co‐IP buffer with 40 M E‐64 (Sigma‐Aldrich) for 30 min at 

room  temperature  to block  the active site  in Rcr3lyc and Rcr3pim. The agarose 

beads were  subsequently washed  three  times  by  incubating  in  1 ml Co‐IP 

buffer  and  centrifugation  at  3,000 g. The bound proteins were  analyzed on 

western blot using ‐HA(6) and ‐FLAG serum (Sigma‐Aldrich). 

 

Fluorescent protease activity profiling. Rcr3pim of S. pimpinellifolium and Rcr3lyc 

of S. lycopersicum were transiently overexpressed in the apoplastic fluids of N. 

benthamiana  leaves  following  agroinfiltration  (7).  Twenty‐five microliters  of 

these  apoplastic  fluids  were  incubated  with  either  100  nM  of  P.  pastoris 

produced Avr2, 100 nM cystatin from chicken egg‐white (Sigma‐Aldrich), and 

300 nM of N. benthamiana produced Gr‐VAP1  in 50 mM sodium acetate  (pH 

5.5) and 100 μM DTT. To label the available active sites in Rcr3pim and Rcr3lyc, 

the  proteins were  subsequently  incubated  for  5h with  1  μM  of  fluorescent 

DCG‐04‐TMR  (8).    Fluorescent  proteins  separated  in  12%  Bis‐Tris  gels 

(Invitrogen)  were  detected  using  a  fluorescent  imager  scanner  (Molecular 

Imager FX, Bio‐Rad). 

 

Nematode  resistance assays on  tomato. The  tomato  (S. lycopercium) cultivar 

MoneyMaker that carries no resistance to C. fulvum ot to G. rostochiensis and is 

homozygous for the Rcr3lyc allele was used as reference genotype for normal 
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susceptibility  to G.  rostochiensis Cf‐0/Rcr3lyc).  The  homozygous  near‐isogenic 

line of MoneyMaker that has been used for characterization of Cf‐2‐mediated 

and  Rcr3pim  dependent  resistance  to  C.  fulvum  (6,  9,  10)  was  used  to  test 

resistance to G. rostochiensis pathotype Ro1‐Mierenbos. This near‐isogenic line 

derives  from a  cross between MoneyMaker and  the  cultivar Vetomold K10, 

which  was  repeatedly  backcrossed  with  MoneyMaker  and  specifically 

selected for Cf‐2 resistance only, carries the Cf‐2 gene and the Rcr3pim allele of 

Solanum  pimpinellifloium  (Cf‐2/Rcr3pim;  (11)).  The  deletion mutant  of  Rcr3pim 

(Cf‐2/rcr3‐3) was made by EMS in this near‐isogenic line Cf‐2/Rcr3pim (10). The 

Cf‐0/Rcr3pim  line was made  by  a  cross  between  Cf‐0/Rcr3lyc  and  Cf‐2/Rcr3pim. 

Similarly, the Cf‐0/rcr3‐3 line was made by crossing Cf‐0/Rcr3lyc and Cf‐2/rcr3‐

3. Two homozygous lines were selected from the F2 generation of each cross 

using  gene‐specific  primers  for  the  absence  of  Cf‐2  and  Rcr3lyc,  and  the 

presence of Rcr3pim and mutant  rcr3‐3 genes. Reverse  transcription PCR was 

used  to confirm  the expression of Cf‐2, Rcr3, and actin  in nematode‐infected 

roots of the tomato genotypes Cf‐2/Rcr3pim, Cf‐0/Rcr3pim, Cf‐0/Rcr3lyc, Cf‐2/rcr3‐3, 

and Cf‐0/rcr3‐3 (12) using primer combinations Cf‐2Fw and Cf‐2Rv  (SI Table 

1), RC1 and RC4  (9), and AC1 and AC2  (9), respectively. The PCR products 

were analysed on agarose gels with ethidium bromide.  

Seeds of Cf‐2/Rcr3pim, Cf‐0/Rcr3pim, Cf‐0/Rcr3lyc, Cf‐2/rcr3‐3, and Cf‐0/rcr3‐3 were 

surface sterilized and grown on Gamborg B5 medium including vitamins and 

minerals  (Duchefa,  Haarlem,  The  Netherlands),  and  2%  sucrose  (pH  6.2). 

After  3 weeks,  each  seedling  was  inoculated  with  200  surface‐sterilized 

freshly‐hatched  second  stage  juveniles  of  G.  rostochiensis  pathotype  Ro1‐

Mierenbos.  After  three  weeks  at  24°C  with  16 h  light,  the  number  of 

nematodes inside the roots were counted using a dissection microscope. The 

means  of  numbers  of  nematodes  per  plant  were  tested  for  significant 

differences in a one‐way ANOVA with 10 replicates (= n) per plant genotype, 

while using a  type‐1 error  level of 0.05. The nematode  infection assays were 

repeated two times.  

 

Light and transmission electron microscopy. Seeds of the tomato genotypes 

Cf‐0/Rcr3lyc,  Cf‐0/Rcr3pim  and  Cf‐2/Rcr3pim were  surface‐sterilized  in  4%  (w/v) 

sodium hypochlorite for 10 min (13). The seeds were subsequently rinsed four 

times  with  sterile  water  and  transferred  into  1.5%  (w/v)  water  agar. 

Germinating  seeds  having  1.0‐1.5  cm  long  roots  were  transferred  to 

Murashige and Skoog medium  supplemented with Gamborg’s B5 vitamins, 

2%  (w/v) sucrose and 0.6%  (w/v) agar and  incubated  for  two weeks at 18°C 

with 16h light. Next, each seedling was inoculated with 200 surface‐sterilized 

freshly‐hatched second stage  juveniles of G. rostochiensis pathotype Ro1. The 

aerial parts of the plants were removed after inoculation and the plates with 

roots were incubated in the dark at 18°C. Samples of roots were collected at 3, 

7,  14  and  21  days  after  root  invasion,  fixed  in  glutaraldehyde  and 
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paraformaldehyde,  and  embedded  in  Epoxy  resin.  Serial  semi‐thin  (3  μm) 

and  ultrathin  (70  nm)  sections  were  examined  under  an  Olympus  AX70 

“Provis”  light  microscope  (Olympus,  Tokyo,  Japan)  and  a  FEI  M268D 

“Morgagni”  transmission  electron  microscope  (Fei,  Hillsboro,  OR,  USA), 

respectively.  

 

Effector‐induced  programmed  cell  death.  Gr‐VAP1  including  the  native 

signal  peptide  for  secretion was  PCR‐amplified  from  a  cDNA  clone  using 

primers  Gr‐VAP1‐GWFw  and  Gr‐VAP1_STOP‐GWRv  (SI  Table  1).  Avr2 

including the signal peptide for secretion of PR1a (Genbank accession X06930) 

was PCR‐amplified from a cDNA clone using the primers PR1aSP‐GWFw and 

Avr2_STOP‐GwRv  (SI  Table  1).  Rcr3pim  including  native  signal  peptide  for 

secretion was PCR‐ amplified from a genomic clone using the primers Rcr3pim‐

GWFw and Rcr3pim_STOP‐GWRv (SI Table 1). After cloning the PCR products 

into pENTR‐D‐TOPO  (Gateway,  Invitrogen),  the constructs were  transferred 

to  the  pSOL2086  destination  vector.  All  constructs  were  introduced  into 

Agrobacterium  tumefaciens  1D1249  and  infiltrated  into  leaves  of  7 week‐old 

plants  of  the  tomato  genotypes  Cf‐2/rcr3pim  and  Cf‐2/Rcr3‐3pim.  The 

agroinfiltrated plants were kept in a growth chamber at 25oC with 16 h light, 

and visually inspected for the cell death symptoms in the infiltrated leaf area 

for 7 days after infiltration. 
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Fig.	 S1.	 The	 effector	 Gr‐VAP1	 of	 G.	 rostochiensis	 specifically	 interacts	 with	 a	
partial	 sequence	 of	 an	 apoplastic	 cysteine	 protease	 of	 tomato	 in	 a	 yeast‐two‐
hybrid	 screen.	 (A)	 α‐Galactosidase	 (Gal4)	 active	 yeast	 colonies	 (blue)	 on	
selective	 medium	 demonstrating	 the	 interaction	 of	 Gr‐VAP1	 with	 the	 partial	
sequence	 of	 cysteine	 protease	 (INT9)	 similar	 to	 Rcr3	 and	 PIP1.	 Co‐
transformations	 of	 yeast	 cells	 with	 INT9	 and	 either	 the	 empty	 bait	 plasmid	
(GAL4‐DNA‐BD)	or	human	Lamin	C	(hLaminC)	were	used	to	test	for	autonomous	
activation	of	Gal4	by	INT9.	(B)	Co‐transformation	of	yeast	cells	with	Gr‐VAP1	and	
the	 empty	 prey	 plasmid	 (GAL4+AD)	 was	 included	 to	 test	 for	 autonomous	
activation	of	GAL4	by	Gr‐VAP1.		
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Fig.	 S2.	 Resistance	 to	 Globodera	 rostochiensis	 in	 Cf‐2/Rcr3pim	 tomato	 plants	
involves	 a	 defense‐related	 plant	 cell	 death	 response	 in	 the	 infection	 site.	
Microscopic	comparison	of	feeding	site	development	in	roots	of	Cf‐0/Rcr3lyc	(A	to	
C),	Cf‐0/Rcr3pim	 (D	 to	F)	and	Cf‐2/Rcr3pim	(G	 to	L)	 tomato	plants.	 Samples	were	
collected	at	3	(A,	B,	D,	E,	G	and	H),	7	(I	 to	L),	14	(C)	and	21	(F)	days	after	root	
invasion.	 Bright	 field	 light	 microscopy	 images	 (A,	 C,	 D,	 F,	 G	 and	 I)	 and	
transmission	electron	microscopy	images	(B,	E,	H	and	J	to	L)	with	the	following	
indicators:	 local	 cell	 wall	 opening	 (arrow),	 selected	 syncytial	 elements	 to	
indicate	which	 cells	 are	 included	 in	 the	 feeding	 structure	 of	 the	 nematode	 (*),	
nematode	(N),	cell	death	(Ne),	phloem	(P),	xylem	(X),	and	vacuole	(V).	Scale	bars:	
20μm	(A,	C,	D,	F,	G	and	I)	and	5	μm	(B,	E,	H	and	J	to	L).	
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Table	S1:	Oligonucleotides	used	for	PCR	

Name  Oligonucleotide sequence (5’‐ to 3’‐end) 

Gr‐VAP1‐RaceRv  CGTTGAGCGGTAGTTGTTGTGGC 

Gr‐VAP1‐RaceFw  GCCACAACAACTACCGCTCAACG 
Gr‐VAP1‐RTFw  GCATTGGGCATTGGAGTC 

Gr‐VAP1‐RTRv  TTTGTAGACGACCTGGTTC 
cAMP‐RTFw  ATCAGCCCATTCAAATCTACG 

cAMP‐RTRv  TTCTTCAGCAAGTCCTTCAAC 
Gr‐VAP1‐Y2HFw  CCGGAATTCCTTTCTGCGTCCAGCC 
Gr‐VAP1‐Y2HRv  CGCGGATCCCCAAAACGCACAGTCCG 

Cf‐2Fw  GATCTCATTGCGATCCGTATA 
Cf‐2Rv  ATAGCCCATCAGAGCTGCTTTCC 
RC1  TGGCTGTTTAGTTACGGCTTG 
RC4  ACGAGCTGTGGATGTCACGTC 

AC1  ATGGCAGACGGTGAGGATATTCA 
AC2  GCCTTTGCAATCCACATCTGTTG 
Gr‐VAP1‐GWFw  CACCATGGCGTTTGCCCCAACAAT 
Gr‐VAP1_STOP‐GWRv  TTATGGCAAAACGCACAGTCCGCTGG 
PR1aSP‐GWFw  CACCATGGGATTTGTTCTCTTTTCA 
Avr2_STOP‐GWRv  TCAACCGCAAAGACCAAAACAGCA 

Rcr3pim‐GWFw  CACCATGGCTATGAAAGTTGATTTG 
Rcr3pim_STOP‐GWRv  CTATGCTATGTTTGGATAAGAAGA 
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4.1 Abstract 
 

Plants  and  animals  utilize  cell‐surface  receptors  to  survey  their  direct 

environment  for molecular  patterns  uniquely  associated with  infections  by 

microbial invaders. Recently, we showed that the venom allergen‐like protein 

Gr‐VAP1 from the plant‐parasitic nematode Globodera rostochiensis targets the 

papain‐like  cysteine  protease  Rcr3pim  that  functions  as  a  cofactor  of  the 

extracellular plant immune receptor Cf‐2 in tomato. However, the presence of 

Rcr3pim  alone  almost  doubles  the  susceptibility  of  tomato  plants  to  G. 

rostochiensis,  suggesting  that  Gr‐VAP1 modulates  the  activity  of  Rcr3pim  to 

enhance  the virulence of  the nematodes. Although secreted venom allergen‐

like  proteins  are  highly  conserved  among  plant‐parasitic  nematodes,  their 

function  in  parasitism  of  host  plants  is  largely  unknown.  Here  we 

demonstrate  that  venom  allergen‐like  proteins  from  plant‐parasitic 

nematodes specifically suppress defense responses mediated by extracellular 

innate immune receptors. Knocking‐down the expression of venom allergen‐

like  proteins  in  G.  rostochiensis  strongly  reduced  the  virulence  of  the 

nematodes. Ectopic expression of different venom allergen‐like proteins from 

plant‐parasitic  nematodes  in  transgenic  Arabidopsis  plants  significantly 

reduced  their  basal  defense  responses  to  nematodes, multiple  other  plant 

pathogens,  and  the  immunogenic  peptide  flg22  from  bacterial  flagella. 

Remarkably,  several  venom  allergen‐like  proteins  from  plant‐parasitic 

nematodes suppressed  the defense‐related programmed cell death activated 

by  multiple  extracellular  plant  immune  receptors  in  leaves  of  Nicotiana 

benthamiana,  suggesting  that  they  target  a  conserved  mechanism  in  the 

activation  of  extracellular  pattern‐recognition  receptors  in  plants.  The 

transcriptome of plants expressing recombinant venom allergen‐like proteins 

revealed profound alterations in the extracellular proteome with a strong bias 

toward  innate  immunity  and  plant  cell  wall  associated  processes.  We 

therefore propose a model  in which venom allergen‐like proteins modulate 

the activation and/or signaling by extracellular immune receptors to suppress 

defense responses  triggered by damage‐associated molecular patterns  in  the 

host.  

 
4.2 Introduction 
 
Plants employ transmembrane proteins, belonging to the receptor‐like kinase 

(RLK)/Pelle  superfamily,  to  detect  extracellular molecular  patterns  that  are 

either directly derived  from microbial  invaders or uniquely associated with 

their actions in the apoplast (1‐10). The recognition of immunogenic microbe‐ 

and  host‐associated  molecular  patterns  by  RLKs  activates  intracellular 

immune signaling pathways that result  in structural and chemical responses 

against  extracellular  invaders.  It  is  thought  that  signals  perceived  by  the 
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extracellular domain of the RLKs induce the conformational activation of the 

cytoplasmic  serine‐threonine  protein  kinase  domain.  This  subsequently 

activates other molecular components in immune signaling pathways further 

downstream of  the  receptor. Several members of  the RLK/Pelle  superfamily 

lack a cytoplasmic kinase domain, while they are nonetheless able to activate 

immune  responses  to pathogens  (e.g. Cf‐proteins  in  tomato). The activity of 

these  so‐called  receptor‐like proteins  (RLPs) most  likely  involves mediation 

by transmembrane RLKs, or other cytoplasmic membrane‐associated kinases, 

that  function  as  co‐factors within multimeric  receptor  complexes.  Genome 

analyses  suggest  that  the  RLK/Pelle  superfamily  has  undergone  an 

extraordinary expansion in land plants, most of which has happened through 

sequence  diversification  in  the  extracellular  domains  that  are  thought  to 

function as recognition modules in plant immune receptors (11).  

Recently, we  have  shown  that  the  extracellular  RLP  Cf‐2  in  tomato 

mediates dual disease resistance by guarding a common virulence target of a 

nematode  and  a  fungus  (12).  Perturbations  of  the  extracellular  papain‐like 

cysteine protease Rcr3pim by two unrelated effectors from the leaf mold fungus 

Cladosporium  fulvum  and  from  the  root  parasitic  nematode  G.  rostochiensis 

activate Cf‐2‐mediated disease resistance. The function of Rcr3pim in tomato or 

any  of  its  close  homologs  in plants  is  not  known. However,  tomato plants 

harboring  Rcr3pim,  but  not  the  receptor  Cf‐2,  are  far  more  susceptible  to 

nematode  infections  than  tomato  plants  lacking  Rcr3pim.  The  Cf‐2/Rcr3pim‐

mediated  nematode  resistance  involves  a  hypersensitive  response  type  of 

programmed  cell  death  in  the  feeding  structure  of G.  rostochiensis.  Like  all 

sedentary plant‐ parasitic nematodes, G. rostochiensis hacks the developmental 

program  of  vascular  parenchyma  cells  of  host  plants  to modify  them  into 

specialized feeding structures. For several weeks, these modified host cells are 

the  sole  source  of  plant  nutrients  for  sedentary  plant‐parasitic  nematodes 

during their development. Plants can effectively halt nematode development 

and  thus  prevent  their  reproduction  by  specifically  targeting  their  defense 

responses on nematode‐induced feeding structures.  

Sedentary plant‐parasitic nematodes deliver effectors into the apoplast 

and  cytoplasm  of  host  cells  to  bring  about  the  elaborate  molecular  and 

structural changes associated with the formation of feeding structures (13‐15). 

In  addition  to  modifying  host  cell  function,  sedentary  plant‐parasitic 

nematodes most likely also use effectors to modulate the immunocompetence 

of  host  cells.  However,  little  is  currently  understood  of  the  molecular 

mechanisms  underlying  the  protection  of  feeding  structures  by  sedentary 

plant‐parasitic nematodes. Recently, we showed that SPRYSEC effectors of G. 

rostochiensis selectively suppress defense‐related programmed cell death and 

disease resistance mediated by cytoplasmic plant  immune receptors  (16). As 

our earlier work with Cf‐2 in tomato demonstrates, sedentary plant‐parasitic 

nematodes  are  also  vulnerable  to  detection  by  extracellular  plant  immune 
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receptors. Sedentary plant‐parasitic nematodes reside in the apoplast of living 

host cells for several weeks, and it is likely that they also secrete effectors into 

the apoplast of host cells  to suppress  the activation of defense  responses by 

extracellular plant immune receptors.  

The nematode protein Gr‐VAP1 that binds to the active site of Rcr3pim 

and thereby activates Cf‐2‐mediated resistance in tomato is a venom allergen‐

like  protein  (VAP).  VAPs  constitute  a  monophyletic  group  within  the 

SCP/TAPS  protein  family  (17).  Secreted  VAPs  are  among  the  very  few 

effectors  that  are  conserved  in  both  animal‐  and  plant‐parasitic  nematodes 

(18).  In  fact,  in  some  animal‐parasitic  nematodes  VAPs  are  the  most 

abundantly secreted proteins during the onset of parasitism, but their role in 

parasitism is largely unknown (19‐23). Likewise, VAPs have been identified in 

all  plant‐parasitic  nematodes  studied  to  date,  but  how  these  proteins 

contribute  to nematode survival and  reproduction  in host plants  is not well 

understood either. Parasitism of animals and plants by nematodes has little in 

common,  except  that  in  both  plants  and  animals,  nematodes  encounter  an 

innate  immune  system  that  is  based  on  extracellular  immune  receptors. 

Earlier  evidence  suggests  that  VAPs  from  animal‐parasitic  hookworms 

interfere with ligand binding to the extracellular domain of human integrins, 

which are transmembrane receptors involved in signal transduction from the 

extracellular matrix  into  the  cell  (24‐27). We  reasoned  that  this may  be  a 

conserved  feature of secreted VAPs  from parasitic nematodes  in both plants 

and animals, and that parasitic nematodes thus use VAPs to interfere with the 

functioning of extracellular receptors in host plants.  

To  test  this  hypothesis,  we  first  knocked‐down  the  expression  of 

venom  allergen‐like  proteins  in  nematodes  to  assess  their  contribution  to 

nematode  virulence  in  host  plants.  Next,  we  analyzed  the  response  of 

transgenic  potato  and  Arabidopsis  thaliana  plants  stably  overexpressing 

nematode  VAPs  to  nematodes,  other  plant  pathogens,  and  a  known 

immunogenic  elicitor  of  the  extracellular  plant  immune  receptor  FLS2. 

Transient overexpression by agroinfiltration in leaves of Nicotiana benthamiana 

was  subsequently used  to  test  if  the  venom  allergen‐like proteins  of plant‐

parasitic nematodes  suppressed  the defense‐related programmed  cell death 

activated by extracellular plant immune receptors. Lastly, RNAseq analysis of 

Arabidopsis plants overexpressing venom allergen‐like proteins provided an 

insight into the changes in the composition of the extracellular proteome that 

may explain the loss of immunocompetence in plant cells.  

 
4.3. Results 
 
The venom allergen‐like protein Gr‐VAP1  is  required  for virulence of G. 

rostochiensis. To first test whether venom allergen‐like proteins are required 

for  virulence  of  sedentary  plant‐parasitic  nematodes,  we  soaked  infective 
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juveniles of G. rostochiensis in double‐stranded RNA, matching 820 base pairs 

of  Gr‐VAP1  transcript  sequence.  Reverse  transcription  PCR  on  nematodes, 

soaked  in  Gr‐VAP1‐specific  dsRNA,  showed  a  significant  reduction  in  Gr‐

VAP1 transcript levels, whereas the control treatment with dsRNA matching 

the NAU gene from Drosophila melanogaster did not alter Gr‐VAP1 expression 

(Fig.  1A).  Next,  susceptible  tomato  plants  (Solanum  lycopersicum,  cultivar 

Moneymaker)  were  challenged  with  the  dsRNA‐treated  nematodes,  and 

monitored for nematode infections. Treatment with Gr‐VAP1‐specific dsRNA 

significantly reduced the number of nematodes on tomato roots compared to 

the treatment with NAU dsRNA (P<0.05; Fig. 1B). We therefore conclude that 

the  venom  allergen‐like  protein  Gr‐VAP1  is  required  for  virulence  of  G. 

rostochiensis on susceptible host plants.   

Fig.	1.	Gr‐VAP1	 is	 required	 for	 virulence	 of	Globodera	rostochiensis	 in	 tomato	
(Solanum	 lycopersicum).	 (A)	 Reverse	 transcription	 PCR	 of	 Gr‐VAP1	 and	 60S	
ribosomal	gene	 (60S	rib.	gene)	 as	 control	 in	pre‐parasitic	 second	 juveniles	 (J2s)	
after	 treatment	 with	 either	 double	 stranded	 RNA	 matching	 the	 Gr‐VAP1	
transcript	or	 transcripts	of	 the	Nautilus	(NAU)	gene	of	Drosophila	melanogaster	
as	 control.	 Numbers	 indicate	 the	 cycles	 in	 the	 PCR.	 (B)	Number	 of	 nematodes	
inside	 roots	 of	 tomato	 plant	 (S.	 lycopersicum)	 after	 a	 challenge	 with	 G.	
rostochiensis	 treated	 with	 either	 double‐stranded	 RNA	 matching	 the	 Gr‐VAP1	
transcript	or	the	transcripts	of	the	NAU	gene	of	D.	melanogaster	as	a	control.	Bars	
indicate	 standard	 errors	 (*	 P<0.05	 in	 Student’s	 t‐test	 with	 N=10).	 	 Two	
independent	experiments	were	performed	and	representative	results	are	shown.	 



Chapter	4	 	 	
	

	98	

Gr‐VAP1  selectively  inhibits  apoplastic  cysteine  proteases  from multiple 

host plants. To  investigate whether Gr‐VAP1  targets apoplastic papain‐like 

cysteine proteases other  than Rcr3pim, we used DCG‐04 activity profiling on 

apoplastic  fluids  of  agroinfiltrated  N.  benthamiana  leaves.  These  expressed 

separately  the  papain‐like  cysteine  proteases  Pip1lyc,  CatBlyc,  C14lyc,  and 

Cyp3lyc  from  tomato  (Solanum  lycopersicum)  and  C14tub  from  potato  (S. 

tuberosum)  (Fig.  2). Gr‐VAP1 did not  reduce DCG‐04  labeling of  any of  the 

other  papain‐like  cysteine  proteases  from  tomato.  However,  Gr‐VAP1 

reduced the DCG‐04 labeling of C14tub (Fig. 2). We therefore conclude that Gr‐

VAP1  selectively disturbs  the  active  sites of multiple apoplastic papain‐like 

cysteine proteases from different host plant species of G. rostochiensis. 

Fig.	2.	Gr‐VAP1	inhibits	a	potato	apoplastic	papain‐like	cysteine	protease.	DCG‐
04	 protease	 activity	 profiling	 on	 apoplastic	 fluids	 of	 agroinfiltrated	 Nicotiana	
benthamiana	 leaves	 expressing	 four	 extracellular	 cysteine	 proteases	 of	 tomato	
(PIP1lyc,	 CatBlyc,	 Cyp3lyc,	 and	 C14lyc)	 and	 one	 apoplastic	 cysteine	 protease	 of	
potato	(C14tub).	The	extracts	were	pre‐incubated	for	30	min	with	either	Gr‐VAP1	
or	 Avr2	 recombinantly	 produced	 in	 agroinfiltrated	 N.	 benthamiana	 leaves.	
Fluorescent	 DCG‐04	 was	 added	 after	 pre‐incubation	 to	 label	 non‐inhibited	
proteases.	 Bound	 DCG‐04	 was	 visualized	 on	 western	 blots	 in	 a	 fluorescence	
scanner.	DCG‐04	profiling	after	pre‐incubations	with	egg	white	cystatin,	extracts	
from	agroinfiltrations	with	the	empty	binary	expression	vector	(EV),	and	without	
inhibitors	were	included	as	controls.		
	
 

Gr‐VAP1  expression  correlates  with  nematode migration  in  host  plants. 

Early parasitic  juveniles and adult males of G. rostochiensis migrate  through 

host  tissues  while  causing  significant  damage  to  host  cells.  By  contrast, 

intermediate juvenile stages and adult females are immobile, and thus induce 

little  damage.  To  determine whether  Gr‐VAP1  in  G.  rostochiensis  correlates 
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with  migration  or  with  sedentarism  in  host  plants,  we  used  reverse 

transcription  PCR  on  nematodes  isolated  from  infected  potato  roots  at 

different time points post invasion (Fig. 3). Gr‐VAP1 was highly expressed in 

infective juveniles just prior to host invasion. Thereafter, the level of Gr‐VAP1 

expression  declined  in  successive  sedentary  parasitic  juvenile  stages  inside 

host  roots  to  total  absence  in  sedentary  adult  females.  However,  the 

expression  of Gr‐VAP1  increased  again  in  juveniles  that  had  differentiated 

into migratory adult males. We therefore conclude that the expression of Gr‐

VAP1  correlates with host  invasion and migration of G. rostochiensis  in host 

plants. 

 

Fig.	3.	Globodera	rostochiensis	venom	allergen‐like	protein	(Gr‐VAP1)	expression	
is	 up‐regulated	 in	 the	 motile	 stages.	 The	 expression	 of	 Gr‐VAP1,	 shown	 by	
semiquantitative	 reverse  transcription  PCR,	 is	 highly	 upregulated	 in	 the	
migratory	 stages	 of	 G.	 rostochiensis	 (J2	 and	 males	 (♂))	 while	 its	 expression	
decreases	 in	 the	 sedentary	 stages	 (J3	 and	 J4)	 and	 is	 absent	 in	 females	 (♀).	
Expression	 of	 Gr‐VAP1	 was	 assessed	 relative	 to	 the	 expression	 of	 the	
constitutively	expressed	CDPK	(cAMP	dependent	protein	kinase)	gene.		
 

 

Ectopically expressed venom allergen‐like proteins  increase  susceptibility 

of host plants  to cyst nematodes. To examine whether Gr‐VAP1 affects  the 

susceptibility of host plants to G. rostochiensis, we generated transgenic potato 

plants  ectopically  overexpressing  Gr‐VAP1  in  the  apoplast.  Two  randomly 

selected independent transgenic lines without any visible anomalies in shoots 

and  roots  were  challenged  with  infective  juveniles  of  G.  rostochiensis.  Six 

weeks after inoculation the number of cysts in plants expressing Gr‐VAP1 was 

significantly higher than in the corresponding empty vector control plant (Fig. 

4A). To confirm  that  the altered nematode  susceptibility  correlates with Gr‐

VAP1 expression, we used a real‐time quantitative reverse transcription PCR 

on  the  two  potato  lines  expressing Gr‐VAP1  (Fig.  4B).  Transgenic  line Gr‐

VAP1‐A,  that  showed  the  highest  nematode  susceptibility,  had  a  7.9‐fold 

higher expression of Gr‐VAP1  than  transgenic  line Gr‐VAP1‐B. We  therefore 

conclude  that  Gr‐VAP1  enhances  the  susceptibility  of  potato  plants  to  G. 

rostochiensis.  

  Arabidopsis thaliana  is a  far better host  to study  the molecular changes 

induced  by  venom  allergen‐like  proteins  in  plants  than  either  potato  or 

tomato. However, as A. thaliana is not a host plant of G. rostochiensis, we first 

cloned  two  homologous  venom  allergen‐like  proteins  from  the  beet  cyst 
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nematode Heterodera  schachtii, which  is  able  to  infect A.  thaliana. These  two 

venom allergen‐like proteins are formally designated as Nem‐Hsc‐SCP/TAPS‐

1a and Nem‐Hsc‐SCP/TAPS‐2A, but for the remainder of this  thesis they are 

referred  to as Hs‐VAP1 and Hs‐VAP2. Hs‐VAP1  is 81.4 percent  identical  to 

Gr‐VAP1, while Hs‐VAP2  shows only 34.8 percent  sequence  identity  to Gr‐

VAP1. In comparison, a previously reported venom allergen‐like protein from 

the  root‐knot nematode M.  incognita (hereafter named Mi‐VAP1)  (28) shows 

33.9%  sequence  identity  to Hs‐VAP2  and  on  average  28.6%  identity  to Gr‐

VAP1 and Hs‐VAP1 (Fig. S1).  

Fig.	 4.	 Potato	 plants	 expressing	 nematode	 Gr‐VAP1	 show	 enhanced	
susceptibility	 to	 the	 nematode	 Globodera	 rostochiensis.	 (A)	 Nematode	
susceptibility	 of	 potato	 plants	 overexpressing	 G.	rostochiensis	VAP1	 (Gr‐VAP1).	
Two	 independent	 transformants	were	used	per	 construct	 (‐A	 and	 ‐B),	 and	 one	
empty	 vector	 (EV)	 as	 control	 plant.	 Three‐week‐old	 potato	 plants	 were	
inoculated	 in	vitro	with	200	infective	 juveniles.	The	total	number	of	nematodes	
was	determined	three	weeks	after	inoculation.	Bars	represent	standard	errors	of	
the	 means.	 Different	 characters	 indicate	 statistical	 differences	 as	 determined	
with	 a	 one‐way	 ANOVA	 test	 (P‐values	 <0.05	 with	 N=10).	 Two	 independent	
experiments	 were	 performed	 and	 representative	 results	 are	 shown.	 (B)	
Increased	 fold	 change	 of	 Gr‐VAP1	 expression	 in	 the	 potato	 transgenic	 plants.	
Quantification	 of	 Gr‐VAP1	gene	 expression	 was	 determined	 by	 qPCR	 in	 three‐	
week‐old	potato	plants.	Gr‐VAP1	fold	change	increase	was	determined	for	three	
biological	replicates	of	each	independent	transformant	(‐A	and	–B).	
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To  test  if  the  venom  allergen‐like  proteins  from  H.  schachtii  also  alter  the 

susceptibility of A. thaliana to cyst nematodes, we generated transgenic plants 

overexpressing Hs‐VAP1, Hs‐VAP2, and Gr‐VAP1 including their native signal 

peptide  for secretion. We challenged  two  independent single  insertion  lines, 

without visible anomalies in shoots and roots, of each construct with infective 

juveniles  of H.  schachtii. Twenty‐eight days  after  inoculation  the number  of 

cysts in plants expressing Hs‐VAP1, Hs‐VAP2, and Gr‐VAP1 was significantly 

higher than in the corresponding transgenic empty vector line or in the wild 

type Col‐0 plants (Fig. 5). We therefore conclude that the venom allergen‐like 

proteins  from  H.  schachtii  alter  the  susceptibility  of  A.  thaliana  to  cyst 

nematodes.  

 

Fig.	 5.	 Arabidopsis	 plants	 expressing	 cyst	 nematode	 VAPs	 show	 enhanced	
susceptibility	to	nematode	infections.	(A)	Nematode	susceptibility	of	Arabidopsis	
plants	 overexpressing	 Heterodera	 schachtii	 VAP1	 and	 VAP2	 (Hs‐VAP1	 and	 Hs‐
VAP2),	 and	 Globodera	 rostochiensis	 VAP1	 (Gr‐VAP1).	 Two	 independent	 single	
transformants	were	used	per	construct	(‐A	and	‐B).	Two	weeks‐old	Arabidopsis	
plants	 were	 inoculated	 in	 vitro	 with	 250	 H.	 schachtii	 infective	 juveniles.	 The	
number	of	nematodes	inside	the	roots	was	determined	28	days	after	inoculation.	
Nematode	numbers	on	the	progenitor	Col‐0	and	empty	vector	(EV)	control	 line	
were	 used	 as	 controls.	 Bars	 represent	 standard	 errors	 of	 the	means.	 Different	
characters	indicate	statistical	differences	as	determined	with	a	one‐way	ANOVA	
test	(P‐values	<0.05	with	N=12).	Two	independent	experiments	were	performed	
and	representative	results	are	shown. 
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Venom allergen‐like proteins enhance the susceptibility of Arabidopsis to 

multiple  unrelated  plant  pathogens.  Next, we  reasoned  that  if  the  VAP‐

enhanced  susceptibility  of  the  Arabidopsis  lines  to  nematodes  involves 

modulation  of  the  innate  immunity,  these  lines  might  also  have  altered 

susceptibility to other unrelated plant pathogens. To test this hypothesis, we 

analyzed  the  transgenic Arabidopsis  lines overexpressing Hs‐VAP1  and Hs‐

VAP2  for  enhanced  susceptibility  towards  Botrytis  cinerea,  Plectosphaerella 

cucumerina, a compatible and an incompatible isolate of Phytophthora brassicae, 

Alternaria brassicicola, and Verticillium dahliae. The overexpression of both Hs‐

VAP1 and Hs‐VAP2 resulted in a significant increase in grey mold symptoms 

caused by the necrotroph B. cinerea IMI169558 in A. thaliana (Fig. 6; Fig. S2A). 

Only  Arabidopsis  plants  overexpressing  Hs‐VAP1  showed  larger  necrotic 

lesions  following  the  inoculation with  the necrotrophic  fungus P. cucumerina 

(Fig. 6; Fig. S2B). By contrast, the hemibiotrophic oomycete P. brassicae (isolate 

CBS686.95) only caused faster developing and larger lesions on transformants 

expressing Hs‐VAP2 (Fig. 6; Fig S3A). Surprisingly, the P. brassicae isolate HH, 

which  is  incompatible  with  A.  thaliana  accession  Col‐0,  was  also  able  to 

colonize  transgenic  A.  thaliana  lines  expressing  Hs‐VAP2  (Fig.  6;  Fig  S3B). 

However,  neither  Hs‐VAP1  nor  Hs‐VAP2  altered  the  susceptibility  of  A. 

thaliana  towards  the  necrotrophic  fungus  A.  brassicicola  or  the  biotrophic 

fungus  V.  dahliae  (data  not  shown). Altogether,  our  data  showed  that Hs‐

VAP1 and Hs‐VAP2, albeit differently, enhance  the disease  susceptibility of 

A. thaliana toward multiple, but not all, plant pathogens. 

Fig.	6.	Arabidopsis	plants	expressing	Heterodera	schachtii	VAPs	are	more	susceptible	to	
fungal	 and	 oomycete	 pathogens.	 Typical	 symptoms	 caused	 by	 Botrytis	 cinerea,	
Plectosphaerella	cucumerina,	and	Phytophthora	brassicae	isolates	CBS686.95	and	HH	on	
four‐week‐old	 transgenic	 plants.	 Leaves	 of	 two	 independent	 (‐A	 and	 ‐B)	 VAPs‐
expressing	 Arabidopsis	 lines	 were	 photographed	 at	 3	 days	 post‐inoculation.	 Disease	
symptoms	 on	 the	 progenitor	 Col‐0	 and	 empty	 vector	 (EV)	 control	 lines,	 and	 mock	
inoculations	were	used	as	controls.		
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Venom  allergen‐like  proteins  reduce  the  response  of Arabidopsis  to  the 

immunogenic  peptide  flg22.  Our  challenge  assays  with  diverse  plant 

pathogens  suggested  that  the venom  allergen‐like proteins  suppress broad‐

spectrum  basal  defense  responses  in  Arabidopsis.  To  further  test  this 

hypothesis we  assessed  the  seedling  growth  of  the  transgenic Arabidopsis 

lines in the continuous presence of the highly conserved peptide flg22, which 

elicits PAMP‐triggered  immunity  in plants.  In both  the wild  type Col‐0 and 

the  transgenic  empty  vector  lines  the  trade‐off  between  plant  defense  and 

plant growth resulted in a strongly reduced seedling growth in the presence 

of flg22. However, in the Arabidopsis lines overexpressing Hs‐VAP1 and Hs‐

VAP2 the seedling growth inhibition by flg22 was largely abrogated (Fig. 7A). 

Furthermore,  the  leaves  of Hs‐VAP1  and Hs‐VAP2  lines  in  the  presence  of 

flg22 remained greener as compared to the leaves of Col‐0 and empty vector 

control line following the treatment with flg22 (Fig. 7B). Flg22 activates plant 

defense  responses  in A.  thaliana via  the  extracellular  immune  receptor FLS2 

(29). Given that the virulence targets of venom allergen‐like proteins are most 

likely  located  in  the  apoplast,  we  conclude  that  these  nematode  effectors 

might suppress the host defense responses activated by extracellular immune 

receptors in A. thaliana.  

Fig.	 7.	 Arabidopsis	 plants	 expressing	 Heterodera	 schachtii	 VAPs	 show	 altered	 flg22	
perception.	 (A)	 Average	 root	 length	 was	 measured	 after	 10	 days	 of	 growing	 A.	
thaliana	seedlings	 in	 the	 presence	 or	 absence	 of	 10	μM	flg22.	 Two	 independent	 single	
Hs‐VAPs	 transformants	were	used	per	 construct	 (‐A	 and	 ‐B).	 Bars	 represent	 standard	
errors	of	 the	means.	Different	characters	 indicate	statistical	differences	as	determined	
with	a	one‐way	ANOVA	test	(P‐values	<0.05	with	N=10).	Two	independent	experiments	
were	 performed	 and	 representative	 results	 are	 shown.	 (B)	 Photograph	 of	 typical	
phenotype	of	plants	expressing	Hs‐VAPs	after	10	days	of	growing	A.	thaliana	seedlings	in	
the	 presence	 of	 10	μM	flg22.	 Col‐0	 and	 empty	 vector	 (EV)	 control	 lines	 were	 used	 as	
controls. 
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Venom  allergen‐like  proteins  suppress  defense  responses  mediated  by 

extracellular plant  immune  receptors. Since  seedling growth  inhibition  is a 

‘late’  response  to  immunogenic  elicitors  in  plants,  the  venom  allergen‐like 

proteins  might  still  alter  this  response  to  flg22  indirectly  through  their 

activities  on  processes  unrelated  to  innate  immunity.  To  test  if  the  venom 

allergen‐like  proteins  also  suppress  the  defense‐related  programmed  cell 

death mediated by  extracellular plant  immune  receptors, we  transiently  co‐

expressed  several  cognate  pairs  of  extracellular  receptors  proteins  and 

elicitors with and without VAPs in leaves of Nicotiana benthamiana (Table S3; 

Fig. 8). Because N. benthamiana  is not  a host plant of G. rostochiensis and H. 

schachtii, we also  included  the homologous venom allergen‐like protein Mi‐

VAP1  from  the  polyphagous  Meloidogyne  incognita  in  these  cell  death 

suppression assays. Both Mi‐VAP1 and Hs‐VAP1 consistently suppressed the 

defense‐related programmed cell death  induced by the Phytophthora infestans 

effector  INF1  in  leaves  of N. benthamiana  (Fig.  8A). Both Mi‐VAP1  and Hs‐

VAP1 also  suppressed  the programmed  cell death  induced by  the  transient 

co‐expression of  the extracellular receptor protein Cf‐4  from  tomato and  the 

effector Avr4  from Cladosporium  fulvum  (Fig.  8B). All  tested VAPs  similarly 

suppressed  the  cell death  induced  by  the  co‐expression  of  the  extracellular 

receptor protein Cf‐9  from  tomato with  the  cognate C.  fulvum effector Avr9 

(Fig. 8C). By contrast, co‐infiltration of  the venom allergen‐like proteins did 

not suppress the cell death triggered by several autoactive mutants or elicitor‐

activated  intracellular  plant  immune  receptors  (i.e.  Gpa2,  Rx1,  Mi1).  We 

therefore conclude that the venom allergen‐like proteins from plant‐parasitic 

nematodes selectively suppress the activation of defense‐related programmed 

cell death mediated by extracellular plant immune receptors.  

 

Venom  allergen‐like proteins  alter  the  immunocompetence  of  plant  cells 

through  their  actions  on  the  extracellular proteome. To better understand 

the molecular mechanisms underlying  the  suppression  of  host defenses  by 

venom  allergen‐like  proteins,  we  analyzed  the  transcriptome  of  three 

biological replicates of Arabidopsis  lines expressing Hs‐VAP1, Hs‐VAP2, and 

the  corresponding  transgenic  empty  vector  control  plants  with  RNAseq. 

Relative  to  the  empty  vector  plants,  1,303  genes were  significantly  down‐

regulated, while 535 genes were significantly up‐regulated in the Arabidopsis 

lines overexpressing either Hs‐VAP1 or Hs‐VAP2 (FDR<0.05) (Fig. 9A and B). 

We  first  queried  the  gene  ontology  (GO;  (30))  and  the  Arabidopsis 

SUBcellular  localization  (SUBA3;  (31))  databases  with  all  differentially 

expressed  genes  to  identify  the  predicted  cellular  locations  of  the  gene 

products.  Almost  50  percent  of  the  differentially  expressed  genes  in  the 

transgenic  Arabidopsis  lines  with  either  Hs‐VAP1  or  Hs‐VAP2  encode  an
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Fig.	 8.	 VAP	 effectors	 suppress	 PRR‐triggered	 immunity.	 Leaves	 of	 Nicotiana	
benthamiana	were	 coinfiltrated	with	Agrobacterium	tumefaciens	 bearing	 the	 (A)	 INF1,	
(B)	 Cf‐4/Avr4,	and	(C)	 Cf‐9/Avr9	genes,	 together	 with	A.	tumefaciens	 bearing	 the	 VAP	
genes	 from	 Globodera	 rostochiensis	 (Gr‐VAP1),	Heterodera	 schachtii	 (Hs‐VAP1	 and	Hs‐
VAP2),	 and	 Meloidogyne	 incognita	 (Mi‐VAP1).	 An	 empty	 vector	 (EV)	 and	 a	 green	
fluorescent	 protein	 (GFP)	 control	 were	 used	 to	 compare	 cell	 death	 suppression.	 All	
constructs	 were	 under	 a	 35S	 CaMV	 promoter.	 The	 suspensions	 of	 the	 bacteria	 were	
infiltrated	in	a	VAP:Receptor/Effector	ratio	of	6:1	for	INF1	and	3:1	for	the	Cf‐4/Avr4	and	
Cf‐9/Avr9	combinations.	Photographs	of	leaves	showing	cell	death	were	taken	4	d	post	
infiltration	for	INF1	and	7	d	post	infiltration	for	Cf‐4/Avr4	and	Cf9/Avr9.	The	number	of	
events	in	which	cell	death	was	suppressed	was	determined	for	12	inoculation	spots	in	5	
replicates.	 Bars	 represent	 standard	 errors	 of	 the	means.	 Different	 characters	 indicate	
statistical	differences	as	determined	with	a	one‐way	ANOVA	test	(P‐values	<0.05)	
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extracellular protein or a protein localized to plasma membrane (Fig. 9C). As 

only  about  3%  of  the  entire  proteome  of  A.  thaliana  is  predicted  to  be 

extracellular or plasma membrane  localized, we conclude that Hs‐VAP1 and 

Hs‐VAP2 have a profound effect on the composition of the extracellular and 

membrane‐localized proteome. 

 

Fig.	 9.	 Arabidopsis	 plants	 expressing	 Heterodera	 schachtii	 VAPs	 show	 altered	
extracellular	proteome	gene	expression.	Global	gene	expression	analysis	determined	by	
RNA‐seq	 on	 two‐week‐old	 Arabidopsis	 plants	 expressing	 the	H.	schachtii	effectors	Hs‐
VAP1	 and	 Hs‐VAP2.	 Venn’s	 diagrams	 depict	 the	 total	 number	 of	 up‐	 (A)	 and	 down‐
regulated	(B)	differentially	expressed	genes	(DEG)	with	a	false	discovery	rate	set	to	0.05	
(FDR	 <0.05)	 for	 the	 two	 genotypes	 compared	 to	 empty	 vector	 control	 plants.	 (C)	 Pie	
charts	 depict	 the	 percentage	 of	 down‐regulated	 DEG,	 in	 both	 Hs‐VAP1	 and	 Hs‐VAP2	
expressing	Arabidopsis	plants,	according	to	their	sub‐cellular	localization.		
 

A	 B

C	
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Next, to resolve specific pathways affected by the overexpression of Hs‐VAP1 

and Hs‐VAP2 in A. thaliana, we subjected all differentially expressed genes to 

a KEGG pathway enrichment analysis (32, 33). As compared to the transgenic 

empty vector control plants, the pathway most altered by both Hs‐VAP1 and 

Hs‐VAP2  is named  ‘plant‐pathogen  interactions’  (KEGG pathway  ath04626; 

Table S4). The vast majority of Arabidopsis genes currently assigned  to  this 

pathway  are  associated with  innate  immunity  to  plant  pathogens  (34). We 

therefore conclude that the overexpression of venom allergen‐like proteins in 

the apoplast of Arabidopsis significantly affects the molecular components in 

pathways involved in innate immunity. 

To  further  identify  specific  expression  patterns,  we  focused  on  the 

most up‐ and down‐regulated genes in the Arabidopsis lines overexpressing 

nematode VAPs relative to the empty vector control lines. Overall, there is a 

strong  similarity  in most up‐ and down‐regulated genes  in  the Arabidopsis 

lines overexpressing Hs‐VAP1 and Hs‐VAP2 (Tables S5 and S6). As expected, 

several  of  the most  up‐  or  down‐regulated  genes  are  involved  in  the  host 

defense responses to plant pathogens and plant cell wall associated processes 

in Arabidopsis. However, the most down‐regulated expression (~30‐fold) was 

observed  in  gene  locus  AT4G21630  in  Hs‐VAP1‐overexpressing  plants. 

AT4G21630 encodes a plant cell wall associated serine protease (i.e. subtilase 

protein family). Albeit far less, ATG4G21630 was also down‐regulated in the 

Arabidopsis  lines overexpressing Hs‐VAP2. By contrast,  the  transcript  levels 

of  three genes were extremely high  in plants either expressing Hs‐VAP1 or 

Hs‐VAP2. Two of these loci (AT1G44608 and AT1G44542) have an unknown 

function,  but  the  product  of  the  third  and  most  up‐regulated  gene 

(AT1G44575; NPQ4)  is  involved  in non‐photochemical quenching of excited 

chlorophyll  (35).  Recently,  it  has  been  shown  that  the  protein  encoded  by 

NPQ4  (i.e.  PsbS)  also  modulates  innate  immune  responses  to  flg22  (36). 

Altogether,  our  findings  point  to  a  breakdown  of  immunocompetence  in 

Arabidopsis overexpressing Hs‐VAP1 and Hs‐VAP2, most  likely  induced by 

major alterations in extracellular proteome.  

 
4.4 Discussion 
 

Secreted  venom  allergen‐like  proteins  are  considered  critical  factors  for 

parasitism of nematodes  in plants and animals since  their  first  identification 

in the hookworm Ancylostoma caninum, fifteen years ago (19). In spite of their 

presence  in essentially all parasitic nematodes studied  to date,  their specific 

expression during the onset of parasitism, and their high relative abundance 

in  nematode  secretions,  the  biological  function  of  venom  allergen‐like 

proteins in host‐parasite interactions has thus far remained elusive. Here, we 

show that venom allergen‐like proteins of plant‐parasitic nematodes suppress 

host defense responses mediated by extracellular innate immune receptors in 
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plants. Our  data  suggests  that  secreted  venom  allergen‐like  proteins  from 

plant‐parasitic  nematodes  most  likely  exploit  a  conserved  common 

mechanism in host innate immunity.  

The molecular mechanisms underlying the activation and suppression 

of  extracellular  immune  receptors  in  plants  are  still  poorly  understood. 

Moreover, little is currently known of the extracellular host targets of venom 

allergen‐like proteins  in  animals  (17, 37). We have  recently  shown  that Gr‐

VAP1  from  the plant‐parasitic  nematode G.  rostochiensis disturbs  the  active 

site  of multiple  extracellular  papain‐like  cysteine  proteases,  at  least  one  of 

which (i.e. Rcr3pim) has a profound effect on the susceptibility of tomato plants 

to  this nematode  species  (12).  It  is  conceivable  that  the venom allergen‐like 

proteins from both plant‐ and animal‐parasitic nematodes share this ability to 

inhibit  extracellular  host  proteases  and  use  it  to  suppress  innate  immune 

responses  of  the  host.  As  multiple  unrelated  plant  pathogens  have 

independently  evolved  effectors  that  commonly  target  extracellular papain‐

like  cysteine  proteases,  it  is  thought  that  they  function  as  key  nodes  in 

immune‐signaling networks that affect a broad range of pathogens in plants. 

However,  concrete  evidence  that  positions  these  extracellular  proteases 

within  immune  signaling pathways  leading  to  basal defenses  in plants has 

thus far not been found.  

The  alterations  in  the  extracellular  proteome  induced  by  the 

overexpression  of  venom  allergen‐like  proteins  in  transgenic  Arabidopsis 

plants  also point  at  an  immunomodulatory  role  for  extracellular proteases. 

One  of  the most up‐regulated  genes  in  the plants  overexpressing Hs‐VAP1 

encodes  a  predicted  extracellular  papain‐like  cysteine  protease  (Table  S5; 

AT2G27420.1).  By  contrast,  the  most  down‐regulated  gene  in  Hs‐VAP1 

overexpressing Arabidopsis plants encodes a plant cell wall associated serine 

protease  of  the  subtilase  protein  family  (Table  S6;  AT1G67626.1).  Further 

investigations  into allelic variants of extracellular proteases differing  in  their 

ability to confer nematode susceptibility in plants (12) is required to shed light 

on a possible mechanistic  link between  these proteases and  innate  immune 

signaling pathways activated by extracellular immune receptors.  

Most  of  the  genes  differentially  regulated  by  the  overexpression  of 

venom allergen‐like proteins in Arabidopsis are typically associated with host 

defenses and plant cell wall‐related processes. A notable exception  to  this  is 

NPQ4, which was the most up‐regulated gene in both Hs‐VAP1 and Hs‐VAP2 

overexpressing plants. NPQ4 encodes  the PsbS subunit of photosystem  II  in 

thylakoid  membranes  of  chloroplasts,  which  is  involved  in  non‐

photochemical  quenching  of  excitation  energy  in  chlorophyll  (35).  PsbS 

dissipates  excess  excitation  energy  that  may  otherwise  lead  to  excessive 

formation  of  reactive  oxygen  species  and  photooxidative  stress  inside 

chloroplasts. However, recent data suggests that PsbS might also constitute a 

link between photosynthesis and host defense  responses  to plant pathogens 
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(36),  and  as  such  it  could  regulate  the  trade‐off  between  abiotic  and  biotic 

stresses in Arabidopsis (38).  

It  is  thought  that  PsbS‐dependent  protection  of  chloroplasts  against 

damage by  reactive  oxygen  species undermines  the  ability  of plant  cells  to 

mount host defense responses that requires the generation of reactive oxygen 

species by chloroplasts, such as defense‐related local programmed cell death 

(36, 39). Our data seems to support this model, as the stable overexpression of 

VAPs in Arabidopsis induced a more than 30‐fold increase in the expression 

of  NPQ4.  This  resulted  in  the  loss  of  host  defenses  to  a  wide  variety 

pathogens, while  transient  overexpression  of  the  same  venom  allergen‐like 

proteins suppress the defense‐related programmed cell death  in  leaves of N. 

benthamiana. The highly up‐regulated expression of NPQ4 might thus prevent 

the  build  up  of  reactive  oxygen  species  in  chloroplast  and  thereby  inhibit 

plant cells to undergo local programmed cell death.  

By  contrast, PsbS‐deficient npq4 mutant Arabidopsis  lines  seem  to be 

both  hypersensitive  to  treatment with  flg22  (36),  the  opposite  of what we 

observed in the transgenic Arabidopsis plant overexpressing venom allergen‐

like proteins. Furthermore, PsbS‐deficient mutants seem  to be  less attractive 

to  herbivorous  insects  (40),  further  suggesting  that  these  plants  have 

constitutively  elevated  levels  of  defenses.  A  PsbS‐centered  model  may 

therefore  offer  a  possible  explanation  for  the  loss  of  host  defenses  to  leaf 

pathogens  and  the  suppression  of  cell  death  that  we  observed  in  plants 

overexpressing venom allergen‐like proteins. However, a prominent role  for 

PsbS  in  determining  defenses  to  parasitic  nematodes  in  chloroplast‐devoid 

roots seems less likely, unless PbsS is also involved in other cellular processes 

in  root  cells.  Expression  data  derived  from  microarray  experiments  have 

shown  that  NPQ4  is  expressed  in  the  root  cortex  and  endodermis  (41), 

suggesting  that  this protein might  indeed have multiple roles. Alternatively, 

the virulence  targets of venom allergen‐like proteins  in plants may  regulate 

multiple  components  of  host  defense  responses,  some  of  which  may  be 

specific for aerial parts of plants while others are common to both roots and 

shoots.  

Although our data show that venom allergen‐like proteins are capable 

of suppressing extracellular  immune  receptors,  the  recognition specificity of 

surface receptors targeted by the venom allergen‐like proteins  in host plants 

is not clear. In plants, the identities of molecular patterns uniquely associated 

with nematode infections and the basal defense responses triggered by these 

elicitors  is  essentially  an  unchartered  area. However,  several  leads  suggest 

that  the  venom  allergen‐like  proteins  in  plants  may  be  involved  in 

suppressing  immune  responses  triggered  by  nematode‐induced  damage  to 

plant  cell  walls.  First,  the  expression  of  venom  allergen‐like  proteins  in 

parasitic  nematodes  is  strictly  correlated with  host  invasion  and migration 

inside  the  host.  Second,  the  venom  allergen‐like  proteins  are  secreted  by 



Chapter	4	 	 	
	

	110	

plant‐parasitic  nematodes  along  with  a  large  repertoire  of  plant  cell  wall 

degrading enzymes  (12). Plants monitor  the  integrity of plant cell wall with 

specific receptor‐like kinases (e.g. WAK1; (42, 43)) and fragments of plant cell 

wall  can  elicit  strong  basal  defense  responses  (44,  45).  Third, many  of  the 

differentially regulated genes in Arabidopsis overexpressing venom allergen‐

like  proteins  are  associated  with  plant  cell  wall‐related  processes.  For 

example,  the  overexpression  of Hs‐VAP1  induces  the  down‐regulation  of  a 

proline‐rich  extensin‐like  receptor  kinase  (PERK11).  PERK11  belongs  to  a 

gene family of fifteen predicted receptor kinases in Arabidopsis (AtPERK) of 

which  the  extracellular  domain  shares  similarity with  cell wall  associated 

proteins  (46).  The  biological  function  of  the  AtPERK  family  members  is 

largely  unknown,  but  the  expression  of  one  family  member  (PERK1)  is 

rapidly  induced  following wounding and  it  is  therefore  thought  to mediate 

early  events  in  defense  responses  to  cell  wall  damage  by  invading  plant 

pathogens  (47). Endoparasitic nematodes  cause  significant damage  to plant 

cell walls during host invasion and subsequent migration inside host tissues, 

and the benefits of a system that suppresses early immune responses to plant 

cell wall‐derived  elicitors  seems  evident  for  these nematodes. We  therefore 

postulate  that venom allergen‐like proteins of plant‐parasitic nematodes act 

as  modulators  of  extracellular  immune  receptors  that  specifically  sense 

damage‐associated molecular patterns in plants.  

 
4.5 Materials and methods 
 
Gr‐VAP1 silencing by RNA interference. Gr‐VAP1 expression was knocked‐

down  by  soaking  nematodes  in  double‐stranded  (ds)  RNA  as  described 

elsewhere (48). Briefly, an 820 bp region was PCR amplified with the primers 

Gr‐VAP1‐RNAiFW  and Gr‐VAP1‐RNAiR  and  the products were used  to  in 

vitro generate double‐stranded  (ds) RNA. The Nautilus gene  (M68897)  from 

Drosophila melanogaster was  used  as  a  soaking  control  as  described  in  the 

Megascript RNAi kit (Ambion, Cambridgeshire, UK). 15,000 nematodes were 

soaked in a 1 mg/ml dsRNA solution (50 mM octopamine, 3 mM spermidine, 

and  0.05%  gelatin).  Control  nematodes  were  soaked  in  solutions  without 

dsRNA. Each  soaking  reaction was performed  in duplo  and  15,000  J2s were 

used  for  reverse  transcription  (RT)‐PCR.  After  dsRNA  soaking,  nematode 

viability  was  examined  under  a  microscope  and  nematodes  were  surface 

sterilized to perform nematode infection assays.  

Solanum lycopersicum cv. Moneymaker seeds were sterilized and grown 

in square plates  (5 seeds per plate) on Gamborg B5 medium. After 2 weeks, 

the  seedlings were  infected with 400  surface‐sterilized nematodes per plate. 

The plants were grown at 24 °C and light/dark cycles of 16 h/8 h. Seven days 

post  inoculation,  the  roots were  stained with  acid  fuchsin, destained using 

acidified glycerol and  the nematodes  inside  the  roots were  counted using a 
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dissection microscope. The results were statistically analyzed in XLSTAT. The 

soaking and infection tests were repeated three times. 

For  semi‐quantitative  RT‐PCR,  total  RNA  was  extracted  using  the 

RNeasy  Mini  kit  (Qiagen,  Hilden,  Germany).  RT‐PCR  was  performed  as 

described in the SuperScriptTM III One‐Step RT‐PCR System (Invitrogen) using 

the  primer  combination Gr‐VAP1‐sRTFw  and Gr‐VAP1‐sRTRv, which was 

designed outside the region targeted by the dsRNA. As a reference gene the 

60S acidic ribosomal protein was PCR amplified with the primers 60S‐RTFw and 

60S‐RTRv. Reaction aliquots were removed after 26 cycles and visualized on 

an ethidium bromide stained 1% agarose gel.  

 

Fluorescent protease  activity profiling.  Fluorescent  activity  based protease 

profiling was used  to  find out whether Gr‐VAP1 could  inhibit host cysteine 

proteases. The cysteine proteases Pip1lyc, CatBlyc, C14lyc, and Cyp3lyc of Solanum 

lycopersicum,  and  C14tub  of  S.  tuberosum were  transiently  overexpressed,  as 

previously  described,  in  the  apoplastic  fluids  of  N.  benthamiana  leaves 

following  agroinfiltration  (49).  Twenty‐five  to  fifty  microliters  of  these 

apoplastic  fluids were  incubated with either 100 nM of P. pastoris produced 

Avr2, 100 nM cystatin  from chicken egg‐white  (Sigma‐Aldrich), and 300 nM 

of N. benthamiana produced Gr‐VAP1 in 50 mM sodium acetate (pH 5.5) and 

100 μM DTT. To label the available active sites in these cysteine proteases, the 

proteins were subsequently incubated for 5h with 1 μM of fluorescent DCG‐

04‐TMR (50). Fluorescent proteins separated in 12% Bis‐Tris gels (Invitrogen) 

were detected using a fluorescent imager scanner (Molecular Imager FX, Bio‐

Rad, Hercules, CA, USA). 

 

Gr‐VAP1  expression  in  G.  rostochiensis.  Semi‐quantitative  reverse 

transcription PCR was used  to study  the expression of Gr‐VAP1 at different 

time points post inoculation. Messenger RNA extraction and cDNA synthesis 

was conducted on parasitic second, third, and fourth stage  juveniles and the 

adult males  and  females  isolated  from  roots  of  susceptible potato  (Solanum 

tuberosum  cultivar  Bintje)  at  13,  19,  23,  27,  and  34  days  post  inoculation 

respectively. Gr‐VAP1 expression  in each sample was examined with a gene 

specific  fragment of 146 base pairs PCR‐amplified  in 26 cycles with primers 

Gr‐VAP1‐RTFw and Gr‐VAP1‐RTRv (Table S1). The constitutively expressed 

cAMP‐dependent  protein  kinase  (Gr‐cAMP;  GenBank  accession  number 

BM343563) was  PCR  amplified with  the  primers  cAMP‐RTFw  and  cAMP‐

RTRv  (Table  S1)  as  a  reference.  We  included  reactions  without  reverse 

transcriptase to test for contaminating genomic DNA of the nematodes, while 

non‐infected  potato  roots  were  included  to  check  for  non‐specific 

amplification of host‐derived cDNA. 
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Potato  transformation. Potato  line V  (genotype 6487‐9) was  transformed as 

described  elsewhere  (16). Briefly, potato  stem pieces were  incubated  for  10 

minutes with a suspension of Agrobacterium tumefaciens strain AGL1 carrying 

Gr‐VAP1  in  the Gateway© vector pMDC32  (51), under  the  control of  a  35S 

promoter.  Transformant  callus  was  selected  on  ZCVK  medium  (MS20 

medium,  8g/l  plant  agar,  1mg/l  zeatin,  100mg/l  kanamycin,  200mg/l 

cefotaxim, 200mg/l vancomycin; pH 5.8). The  introgression of Gr‐VAP1 was 

checked  by  PCR  on  genomic  DNA  extracted  from  plant  leaves  using  the 

DNeasy  Plant  Mini  Kit  (Qiagen).  The  expression  of  the  transgenes  was 

checked  by  qPCR  on  RNA  extracted  using  the  RNeasy  Plant  Mini  Kit 

(Qiagen). 

 

Infection  assays  on  potato  plants. Dried  cysts  of G.  rostochiensis pathotype 

Ro1‐Mierenbos were  soaked  on  a  100‐μm  sieve  in  potato  root  diffusate  to 

collect  hatched  pre‐parasitic  J2s  (52).  Freshly  hatched  pre‐parasitic  second‐

stage juveniles in suspension were purified on a sucrose gradient and surface 

sterilized as previously described (16). The nematodes were resuspended in a 

sterile 0.7% (w/v) solution of Gelrite (Duchefa), and pipetted along the roots 

of 3‐week‐old in vitro‐grown plants. We inoculated ~200 pre‐parasitic J2s per 

potato plant on a plate of 12 cm2. The adult females per plant were counted 6 

to  8 weeks  after  inoculation.  Two  independently  transformed  potato  lines 

were used in these experiments. 

V.  dahliae isolate  JR2  (53)  was  grown  on  4%  potato  dextrose media 

(Duchefa)  at  28°C  for  2  weeks.  Fungal  spores  were  transferred  to  sterile 

deionized water  to a  concentration of 1×106 spores/ml. The  roots of 3‐week‐

old  in vitro‐grown  transgenic potato plants were soaked  in  the  fungal spore 

suspension  for 5 min and  transferred  to pots with soil  in a greenhouse. The 

same  two  independent  transformed  lines,  as  those  used  for G.  rostochiensis 

infections. At 4 weeks post inoculation, pictures were taken, and to determine 

the  fungal biomass  in  infected plants,  stem pieces were cut  from  the potato 

plants just above ground level and flash frozen in liquid nitrogen. Total DNA 

was  extracted  from plant  tissues using DNeasy Plant Mini Kit  (Qiagen). A 

200‐bp  fragment  of  the  ITS  gene  of V.  dahliae was  PCR‐amplified  using 

primers  ITS1‐F  (54)  and  ST‐VE1  (55)  on  DNA  samples  using  FirePol 

polymerase (Solis BioDyne). As an internal control, potato actin was amplified 

from the same templates using primers StActinF and StActinR (56). 

 

Identification  of VAPs  from H.  schachtii. We  queried  expressed  sequence 

tag databases for the presence of venom‐allergen like proteins in the beet cyst 

nematode  H.  schachtii.  Four  cDNA  library  clones,  from  which  matching 

sequence  tags  derived,  were  acquired  from  “The  Washington  University 

Nematode EST Project”(57). Re‐sequencing of  these clones, with  the primers 

M13Fw  and M13Rv,  resulted  in  the  identification  of  two  full‐length  cDNA 
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sequence encoding venom allergen‐like proteins in H. schachtii (Hs‐VAP1 and 

Hs‐VAP2). The cDNA sequences encoding the complete open reading frames 

of Hs‐VAP1  and Hs‐VAP2,  including  signal  peptides, were  PCR  amplified 

with  gene  specific  primers  (Table  S1)  and  TOPO  cloned  into  pENTR™⁄D‐

TOPO® (Invitrogen). By using the Gateway© technology, these cDNAs from 

pENTR™⁄D‐TOPO®  vectors were  subsequently  cloned  into  both  pMDC32 

(51) and pGWB411 (58) vectors. 

 

Arabidopsis  transformation.  Transgenic Arabidopsis thaliana  Col‐0  lines 

expressing H.  schachtii Hs‐VAP1 and Hs‐VAP2 were  generated  in  this  study. 

The sequences encoding each of the mature venom allergen‐like proteins was 

PCR  amplified  using  primers  Hs‐VAP1‐GWFw,  HsVAP1‐GwRv,  HsVAP2‐

GWFw, and HsVAP2‐GwRv and cloned into the pMDC32 (51) vector, which 

contains  the  cauliflower  mosaic  virus  35S  promoter  for  constitutive 

expression.  This  vector  was  introduced  into  A.  tumefaciens strain  GV3101. 

Subsequently, Arabidopsis transformants were  generated using  the  floral dip 

method  (59).  First‐generation  transformants  were  selected  on  50  μg/ml 

kanamycin  after  which  the  plants  were  transferred  to  soil.  Several 

independent homozygous single insertion lines were selected, and T3 and T4 

lines were used for infection assays (see below). The introgression of Hs‐VAP1 

and Hs‐VAP2 was checked by PCR on genomic DNA extracted from seedlings 

using  the DNeasy Plant Mini Kit  (Qiagen). The expression of  the  transgenes 

was  checked by qPCR on RNA  extracted  from  seedlings using  the RNeasy 

Plant Mini Kit (Qiagen). 

 

Infection  assays  on  Arabidopsis  plants.  Transgenic Arabidopsis seeds  and 

wild‐type  controls  (Col‐0) were vapor  sterilized  and planted  in  12‐well  cell 

culture  plates  (Greiner  bio‐one)  containing modified  Knopʹs medium  (60). 

Plants were grown at 24°C under 16‐h‐light/8‐h‐dark conditions. Two‐week‐

old seedlings were inoculated with ~250 surface‐sterilized pre‐parasitic J2s H. 

schachtii nematodes  (61).  Inoculated  plants  were  maintained  under  the 

conditions  described  above.  Two  and  four  weeks  after  inoculation,  the 

number of H. schachtii adult females was counted.  

Inoculation  of Arabidopsis plants  with B.  cinerea, P.  cucumerina, A. 

brassicicola, and P. brassicae, was performed on 4‐week‐old soil‐grown plants, 

as  reported  previously  (62‐64).  Briefly,  for  B.  cinerea, P.  cucumerina, A. 

brassicicola, plants were drop inoculated by placing two 4‐μl drops of conidial 

suspension  (5 × 105 conidia/ml) on each  leaf. Plants were  incubated at 20°C, 

100% RH, and a 16‐h/8‐h  light/dark regime. Inoculation with P. brassicae was 

performed by placing 5‐mm‐diameter plugs of a 2‐week‐old P. brassicae agar 

plate culture onto Arabidopsis leaves. Subsequently, the plants were incubated 

at  16°C,  100%  RH,  and  a  16‐h/8‐h  light/dark  regime.  After  two  days  the 

mycelial  plugs  were  removed  from  plants.  Disease  progression  for  these 



Chapter	4	 	 	
	

	114	

pathogens was  scored at  regular  intervals, and  representative pictures were 

taken at 4 days after inoculation. 

For  inoculation  of Arabidopsis with V.  dahliae,  2‐week‐old  soil‐grown 

plants were  uprooted  and  inoculated  by  dipping  the  roots  for  2 min  in  a 

conidial  suspension  (106 conidia/ml).  After  replanting  in  soil,  plants  were 

incubated at standard greenhouse conditions of a 16‐h/8‐h  light/dark regime 

and  60%  RH.  Disease  progression  was  monitored  until  25  days  after 

inoculation. All infection assays were performed at least 2 times. 

 

Growth  inhibition  assays.  Arabidopsis  growth  inhibition  assays  were 

performed  as  described  elsewhere  (65).  Briefly,  seedlings  were  grown  for 

5 days on Murashige and Skoog (MS) agar plates, supplemented with 1% w/v 

sucrose and 0.8% agar. Subsequently, seedlings were transferred to liquid MS 

medium supplied with 10 μM of the flg22 (QRLSTGSRINSAKDDAAGLQIA) 

synthetic peptide. One seedling was placed on 400 μl of medium  in wells of 

24‐well‐plates. The effect of treatment with the flg22 peptide on the growth of 

transgenic and wild type Arabidopsis (Col‐0) seedlings was analyzed after 7 

days by measuring root length and fresh weight. 

 

RNA‐seq  on  Arabidopsis  plants.  Two‐weeks‐old  transgenic 

Arabidopsis plants, grown under the same conditions as for the infection with 

H. schachtii, were collected, flash‐frozen in liquid nitrogen and total RNA was 

extracted with the Maxwell® 16 LEV simplyRNA purification kit (Promega). 

cDNA  synthesis,  library  preparation  (200‐bp  inserts),  and  Illumina 

sequencing  (90‐bp  paired‐end  reads) was  performed  at  BGI  (Hong‐Kong). 

Reads were mapped  to  the Arabidopsis genome  (tair10) using TopHat  and 

transformed  into a  count per gene per  sample by using  the BEDTools  suite 

(function coverageBed).  

 

Suppression  of  defense  related  programmed  cell  death  in  Nicotiana 

benthamiana.  The  suppression  of  programmed  cell  death  in  leaves  of N. 

benthamiana was  assessed  using  the  venom  allergen‐like  proteins Gr‐VAP1, 

Hs‐VAP1, HsVAP2 and Mi‐VAP1  cloned  into pGWB411  (58). The Mi‐VAP1 

construct  was  synthetized  at  GeneArt®  based  on  the  sequence  accession 

AAD01511.1  at NCBI. All  the  constructs were  transferred  to Agrobacterium 

tumefaciens  GV3101,  and  used  for  agroinfiltration  in  leaves  of  the  N. 

benthamiana. Empty pGWB411 and GFP  constructs were used as  controls  to 

assess  the  non‐specific  suppression  of  programmed  cell  death  by 

agroinfiltration.  The  transient  co‐expression  by  agroinfiltration  of  several 

pairs  of  resistance  genes  and  cognate  elicitors  was  used  to  induce 

programmed cell death  in  leaves of N. benthamiana. Furthermore  transiently 

expressed  mutant  CC‐NB‐LRR  proteins  were  used  to  trigger  an  elicitor‐

independent  programmed  cell  death  by  agroinfiltration  in  N.  benthamiana 
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leaves  (Table S2). A. tumefaciens harboring  the  individual binary vectors was 

grown at 28°C in yeast extract peptone medium with appropriate antibiotics. 

The bacteria were  spun down and  resuspended  in  infiltration medium  (16). 

The bacterial solution was diluted to an optical density at 600 nm (OD600) of 

0.1 to 0.3 and infiltrated in the abaxial side of the leaves using a 1 ml syringe. 

Co‐infiltration  of  different  constructs  was  performed  by  mixing  equal 

volumes of  the bacterial suspensions  to a  final OD600 of 0.3. Agroinfiltrated 

leaves were monitored for up to 7 d for visual assessment of cell death.  
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  4.7 Supporting information 
 
A 

 
B 

Fig.	 S1.	 Venom	 allergen‐like	 proteins	 (VAPs)	 from	 plant	 parasitic	 nematodes	
vary	in	identity.	(A)	Protein	sequence	alignment	of	the	VAPs	from	the	potato	cyst	
nematode	 Globodera	 rostochiensis	 (Gr‐VAP1),	 from	 the	 beet	 cyst	 nematode	
Heterodera	schachtii	(Hs‐VAP1	and	Hs‐VAP2),	and	from	the	root‐knot	nematode	
Meloidogyne	incognita	(Mi‐VAP1).	 (B)	 Identity	matrix	 for	 VAPs	 from	 the	 plant‐
parasitic	 nematodes	 G.	rostochiensis	 (Gr‐VAP1),	H.	schachtii	 (Hs‐VAP1	 and	 Hs‐
VAP2),	and	M.	incognita	(Mi‐VAP1).	Numbers	represent	the	percentage	of	bases	
divided	by	the	residues	that	are	identical	for	any	pair	of	VAPs.	 
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Fig.	 S2.	 VAPs‐producing	 Arabidopsis	 are	 more	 susceptible	 to	 the	 fungal	
pathogens	 Botrytis	 cinerea	 and	 Plectosphaerella	 cucumerina.	 Fungal	
susceptibility	 of	 Arabidopsis	 plants	 overexpressing	 Heterodera	 schachtii	VAP1	
and	 VAP2	 (Hs‐VAP1	 and	 Hs‐VAP2).	 4‐week‐old	 Arabidopsis	 leaves	 were	 drop	
inoculated	 with	 (A)	 B.	 cinerea	and	 (B)	 P.	 cucumerina.	 Two	 independent	 VAP‐
expressing	 transformants	 (‐A	and	 ‐B)	were	 tested.	Empty	vectors	 (EV)	and	 the	
progenitor	 Col‐0	 were	 used	 as	 controls.	 The	 percentage	 of	 diseased	 area	 was	
determined	 3	 days	 post‐inoculation.	 Bars	 represent	 standard	 errors	 of	 the	
means.	Different	characters	indicate	statistical	differences	as	determined	with	a	
one‐way	ANOVA	test	(P‐values	<0.05	with	N=20).	Two	independent	experiments	
were	performed	and	representative	results	are	shown. 
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Fig.	 S3.	 VAPs‐producing	 Arabidopsis	 are	 more	 susceptible	 to	 the	 oomycete	
pathogen	 Phytophthora	 brassicae.	 Disease	 susceptibility	 of	 Arabidopsis	 plants	
overexpressing	Heterodera	schachtii	VAP1	and	VAP2	(Hs‐VAP1	and	Hs‐VAP2).	 4‐
week‐old	Arabidopsis	 leaves	were	 plug	 inoculated	with	 (A)	P.	brassicae	isolate	
CBS686.95	 and	 (B)	 P.	brassicae	 isolate	 HH.	 Two	 independent	 VAP‐expressing	
transformants	 (‐A	and	 ‐B)	were	 tested.	Empty	vectors	 (EV)	and	 the	progenitor	
Col‐0	were	used	as	controls.	The	percentage	of	diseased	area	was	determined	3	
days	 post‐inoculation.	 Bars	 represent	 standard	 errors	 of	 the	 means.	 Different	
characters	indicate	statistical	differences	as	determined	with	a	one‐way	ANOVA	
test	(P‐values	<0.05	with	N=20).	Two	independent	experiments	were	performed	
and	representative	results	are	shown.	
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Table	S1:	Oligonucleotides	used	for	PCR.	

Name  Oligonucleotide sequence (5’‐ to 3’‐end) 

Gr‐VAP1‐RNAiFw  CCCGGGTGCCACAACAACTACCGCTC 

Gr‐VAP1‐RNAiR  TAATACGACTCACTATAGGGGGGTCATTAGTGAATATACCG 
Gr‐VAP1‐sRTFw  TGCCACAACAACTACCGCTC 

Gr‐VAP1‐sRTRv  AAGCCGAAAGAATAATTTATC 
60S‐RTFw  GTGAAATCCGCAAACAACTG 

60S‐RTRv  AGAGCCTGGAAGAACGAC 
Gr‐VAP1‐RTFw  GCATTGGGCATTGGAGTC 
Gr‐VAP1‐RTRv  TTTGTAGACGACCTGGTTC 

cAMP‐RTFw  ATCAGCCCATTCAAATCTACG 
cAMP‐RTRv  TTCTTCAGCAAGTCCTTCAAC 
Gr‐VAP1‐GWFw  CACCATGGCGTTTGCCCCAACAAT 
Gr‐VAP1‐GWRv  TGGCAAAACGCACAGTCCGCTGGT 

qGrVAP1‐Fw  AGCAGTACGGGTTTCAATCG 
qGrVAP1‐Rv  AACCCAAGTCTTCCATGTCG 
Hs‐VAP1‐GWFw  CACCATGCAATATTTTCCATCTAAAT 
HsVAP1‐GwRv  TCATGGCAATACGCACAGTCCGCCGG 
qHsVAP1‐F  ACGAGCATTGAGTCGGTTTC 
qHsVAP1‐R  TGTTTCAGCGCATCAACTTC 

HsVAP2‐GWFw  CACCATGCATTTGATTAAATTAGT 
HsVAP2‐GwRv  TCATTGAGAGCAAAGTCCCGTGGC 
qHsVAP2‐F  GCGAGAATTTGGCAATGAAT 
qHsVAP2‐R  TTTTCCCCGGTCATAATCAG 
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Table	 S2:	 Effectors	 and	 cognate	 resistance	 genes,	 or	 autoactive	 forms	 of	
resistance	 genes	 used	 to	 determine	 the	 immune	 suppressing	 abilities	 of	 Gr‐
VAP1,	Hs‐VAP1,	Hs‐VAP2,	and	MiVAP1.		
 
Effector  R Gene  Pathogen effector origin  R Gene species origin 

NRC1**  Solanum lycopersicum 

Rx1 **  Solanum tuberosum 
RGH10‐H1 
**  Solanum tuberosum 
Gpa2 **  Solanum tuberosum 
G13R45**  Solanum tuberosum 

Inf1*  Phytophthora infestans 
Avr4  Cf4  Cladosporium fulvum  Solanum hirsutum 

Avr9  Cf9  Cladosporium fulvum 
Solanum 
pimpinellifolium 

Avr3a  R3a  Phytophthora infestans  Solanum demissum 
Avr‐blb1  Rpiblb1  Phytophthora infestans  Solanum bulbocastanum 
Avr‐blb2  Rpiblb2  Phytophthora infestans  Solanum bulbocastanum 
CP***  RX  Potato virus X  Solanum tuberosum 

*Effector gives an HR in Nicotiana benthamiana plants and the cognate resistance gene is unknown. 
** Autoactive resistance gene that induces a hypersensitive response in an effector-independent manner. 
*** CP is the coat protein of the Potato virus X. 
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Table	S3.	Top	significantly	enriched	gene	ontology	(GO)	 terms	 in	differentially	
expressed	genes	of	Arabidopsis	plants	transformed	with	the	venom‐allergen	like	
proteins	(Hs‐VAP1	and	Hs‐VAP2)	of	the	beet	cyst	nematode	Heterodera	schachtii,	
when	compared	to	empty	vector	transformed	control	plants.	Calculated	P‐values	
went	through	a	Bonferroni	correction.		
	
Gene Ontology term  P‐value  Transformant 

establishment of localization   6.73E‐20  Hs‐VAP1 

localization   4.46E‐18  Hs‐VAP1 

transport   5.15E‐18  Hs‐VAP1 

ion transport   7.31E‐17  Hs‐VAP1 

response to chemical stimulus   8.54E‐15  Hs‐VAP1 

cation transport   1.23E‐13  Hs‐VAP1 

cellular localization   1.10E‐12  Hs‐VAP1 

establishment of localization in cell   2.79E‐12  Hs‐VAP1 

cellular process   1.19E‐11  Hs‐VAP1 

protein targeting to membrane   3.95E‐11  Hs‐VAP1 

response to chitin   2.49E‐10  Hs‐VAP1 

response to organic substance   5.60E‐10  Hs‐VAP1 

intracellular transport   5.97E‐10  Hs‐VAP1 

metal ion transport   2.47E‐09  Hs‐VAP1 

regulation of innate immune response   2.93E‐09  Hs‐VAP1 

regulation of immune system process   4.27E‐09  Hs‐VAP1 

regulation of immune response   4.36E‐09  Hs‐VAP1 

regulation of plant‐type hypersensitive response   6.58E‐09  Hs‐VAP1 

regulation of cellular response to stress   8.22E‐09  Hs‐VAP1 

establishment of localization   2.71E‐18  Hs‐VAP2 

transport   1.43E‐16  Hs‐VAP2 

localization   2.18E‐16  Hs‐VAP2 

ion transport   4.04E‐15  Hs‐VAP2 

response to chemical stimulus   2.91E‐13  Hs‐VAP2 

cellular process   1.05E‐12  Hs‐VAP2 

cellular localization   1.80E‐12  Hs‐VAP2 

establishment of localization in cell   4.86E‐12  Hs‐VAP2 

cation transport   2.87E‐11  Hs‐VAP2 

protein targeting to membrane   1.86E‐10  Hs‐VAP2 

response to chitin   3.89E‐10  Hs‐VAP2 

intracellular transport   5.96E‐10  Hs‐VAP2 

intracellular signal transduction   3.96E‐09  Hs‐VAP2 

cellular metabolic process   4.24E‐09  Hs‐VAP2 

regulation of innate immune response   6.91E‐09  Hs‐VAP2 

regulation of immune system process   9.90E‐09  Hs‐VAP2 

regulation of immune response   1.01E‐08  Hs‐VAP2 

small molecule metabolic process   1.30E‐08  Hs‐VAP2 

regulation of plant‐type hypersensitive response   1.70E‐08  Hs‐VAP2 

regulation of cellular response to stress  2.09E‐08  Hs‐VAP2 
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Table	S4.	List	of	top	ten	(R)	KEGG	pathway	enrichment	analysis	for	differentially	
expressed	genes	of	Arabidopsis	plants	transformed	with	the	venom‐allergen	like	
proteins	(Hs‐VAP1	and	Hs‐VAP2)	of	the	beet	cyst	nematode	Heterodera	schachtii,	
when	compared	to	empty	vector	transformed	control	plants.	Calculated	P‐values	
derive	from	hypergeometric	tests.		
 

R  Pathway  P‐value  Q‐value  ID  Transformant 

1  Plant‐pathogen interaction  6.71E‐15  8.59E‐13  ko04626  Hs‐VAP1 

2  ABC transporters  8.28E‐07  5.30E‐05  ko02010  Hs‐VAP1 

3  Benzoxazinoid biosynthesis  2.47E‐05  1.06E‐03  ko00402  Hs‐VAP1 

4  Oxidative phosphorylation  7.83E‐05  2.50E‐03  ko00190  Hs‐VAP1 

5  Flavonoid biosynthesis  0.00025486  6.52E‐03  ko00941  Hs‐VAP1 

6  Ribosome  0.000341943  7.29E‐03  ko03010  Hs‐VAP1 

7 

Plant hormone signal 

transduction  0.001087173  1.99E‐02  ko04075  Hs‐VAP1 

8  Phagosome  0.001343317  2.15E‐02  ko04145  Hs‐VAP1 

9 

Amino sugar and nucleotide 

sugar metabolism  0.004166753  4.99E‐02  ko00520  Hs‐VAP1 

10  Photosynthesis  0.004222945  4.99E‐02  ko00195  Hs‐VAP1 

1  Plant‐pathogen interaction  1.79E‐14  2.30E‐12  ko04626  Hs‐VAP2 

2  ABC transporters  3.51E‐07  2.25E‐05  ko02010  Hs‐VAP2 

3  Benzoxazinoid biosynthesis  4.65E‐06  1.98E‐04  ko00402  Hs‐VAP2 

4  Oxidative phosphorylation  7.22E‐05  2.31E‐03  ko00190  Hs‐VAP2 

5  Ribosome  0.00022076  5.65E‐03  ko03010  Hs‐VAP2 

6  Flavonoid biosynthesis  0.000656407  1.40E‐02  ko00941  Hs‐VAP2 

7  Phagosome  0.002065439  3.78E‐02  ko04145  Hs‐VAP2 

8  Photosynthesis  0.004059828  6.50E‐02  ko00195  Hs‐VAP2 

9 

Plant hormone signal 

transduction  0.004794847  6.82E‐02  ko04075  Hs‐VAP2 

10 

Amino sugar and nucleotide 

sugar metabolism  0.005813789  7.44E‐02  ko00520  Hs‐VAP2 
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Table	 S5.	 Gene	 expression	 pattern	 of	 the	 top	 significantly	 differentially	 up‐
regulated	(FDR<0.05)	genes,	in	Arabidopsis	plants	transformed	with	the	venom‐
allergen	 like	 proteins	 (Hs‐VAP1	 and	 Hs‐VAP2)	 of	 the	 beet	 cyst	 nematode	
Heterodera	 schachtii,	 when	 compared	 to	 empty	 vector	 transformed	 control	
plants.	 Gene	 expression	 is	 given	 as	 genewise	 standardized	 log2‐transformed	
counts	per	million	(logFC(Hs‐VAP1	or	Hs‐VAP2/EV)).	
 

GeneID  logFC  P‐value  FDR  Length  Transformant

AT1G44575.1  36.1  1.9179E‐141 2.0076E‐137  1059  VAP1 
AT1G44608.1  33.2  1.2297E‐60  6.43594E‐57  661  VAP1 
AT1G44542.1  32.6  3.0409E‐47  1.06102E‐43  1023  VAP1 
AT1G44575.2  30.9  1.42748E‐20 3.60053E‐18  1520  VAP1 

AT4G19690.1  5.7  5.63033E‐34 7.36693E‐31  734  VAP1 
AT5G48000.1  3.1  1.80855E‐10 1.78594E‐08  1792  VAP1 
AT3G16430.1  2.2  1.09992E‐07 7.6248E‐06  1205  VAP1 
AT2G36260.1  2.1  2.2514E‐09  1.87781E‐07  673  VAP1 

AT5G36270.1  2.0  2.33035E‐05 0.001001764 654  VAP1 
AT2G27420.1  2.0  4.78317E‐06 0.000246034 1309  VAP1 
AT1G44575.1  35.8  1.5741E‐125 1.6443E‐121  1059  VAP2 
AT1G44608.1  33.3  7.93594E‐60 4.14494E‐56  661  VAP2 
AT1G44542.1  32.7  4.47837E‐48 1.87124E‐44  1023  VAP2 
AT1G44575.2  30.7  1.82146E‐18 1.9027E‐15  1520  VAP2 

AT4G19690.1  5.7  5.8572E‐32  1.74812E‐28  734  VAP2 
AT5G48000.1  2.7  3.37794E‐07 4.35629E‐05  1792  VAP2 
AT5G28020.6  2.5  5.14708E‐08 8.672E‐06  1216  VAP2 
AT2G36260.1  2.5  1.35842E‐12 7.6703E‐10  673  VAP2 

AT5G35935.1  2.3  9.60494E‐18 9.1212E‐15  6504  VAP2 
AT5G36270.1  2.2  7.03342E‐06 0.000542222 654  VAP2 
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Table	S6.	 Gene	 expression	pattern	 of	 the	 top	 significantly	 differentially	 down‐
regulated	(FDR<0.05)	genes,	in	Arabidopsis	plants	transformed	with	the	venom‐
allergen	 like	 proteins	 (Hs‐VAP1	 and	 Hs‐VAP2)	 of	 the	 beet	 cyst	 nematode	
Heterodera	 schachtii,	 when	 compared	 to	 empty	 vector	 transformed	 control	
plants.	 Gene	 expression	 is	 given	 as	 genewise	 standardized	 log2‐transformed	
counts	per	million	(logFC(Hs‐VAP1	or	Hs‐VAP2/EV)).		
	
GeneID  logFC  P‐value  FDR  Length  Transformant

AT4G21630.1  ‐32.0  1.75381E‐36 4.07956E‐33 2319  VAP1 
AT3G01345.1  ‐9.5  7.8436E‐215 1.6421E‐210 1612  VAP1 
AT5G49180.1  ‐5.7  3.97036E‐21 1.1707E‐18  1952  VAP1 
AT3G14520.1  ‐4.5  2.74283E‐16 4.41702E‐14 2031  VAP1 

AT2G02490.1  ‐4.2  5.34408E‐19 1.18673E‐16 1244  VAP1 
AT5G20330.1  ‐4.0  1.53528E‐18 3.18228E‐16 1552  VAP1 
AT1G10620.1  ‐4.0  2.14972E‐14 2.92237E‐12 2157  VAP1 
AT2G34870.1  ‐4.0  1.51571E‐48 6.34628E‐45 677  VAP1 
AT2G36325.1  ‐4.0  1.25176E‐11 1.38654E‐09 1144  VAP1 
AT5G20390.1  ‐3.9  1.11178E‐27 7.05308E‐25 1270  VAP1 

AT3G01345.1  ‐8.8  3.3601E‐183 7.0198E‐179 1612  VAP2 
AT2G02490.1  ‐5.7  8.47065E‐22 1.17979E‐18 1244  VAP2 
AT5G24240.1  ‐4.3  5.7319E‐68  3.99169E‐64 2380  VAP2 
AT5G40348.2  ‐4.0  9.87293E‐13 5.75069E‐10 746  VAP2 

AT1G35310.1  ‐3.7  1.92458E‐23 3.09296E‐20 791  VAP2 
AT4G12890.1  ‐3.7  3.43315E‐13 2.24142E‐10 898  VAP2 
AT4G21630.1  ‐3.6  1.34797E‐21 1.76011E‐18 2319  VAP2 
AT2G34870.1  ‐3.4  1.07604E‐36 3.74676E‐33 677  VAP2 
AT4G12960.1  ‐3.1  3.24747E‐27 6.16783E‐24 949  VAP2 
AT1G67626.1  ‐3.1  1.24615E‐09 4.00531E‐07 630  VAP2 
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6.1 Introduction 
 

Parasitic nematodes are a major threat to plant, animal, and human health. A 

common  characteristic  of  plant‐  and  animal‐parasitic  nematodes  is  their 

phenomenal  persistence  inside  the  host,  presumably  resulting  from  their 

ability  to  suppress  host  immunity.  However,  the  mechanisms  of 

immunomodulation  by  parasitic  nematodes  in  plants  and  animals  are  not 

well understood. It is thought that secretions released by parasitic nematodes 

are  instrumental  in  the persistence of  infections  in both plants and animals. 

These  secretions  are  complex mixtures  of molecules, most  of  which  have 

unknown molecular targets  in the host. The composition of the secretions of 

animal‐and  plant‐parasitic  nematodes  has  little  in  common,  except  for  one 

group of proteins that are referred to as venom‐allergen  like proteins (VAPs 

or VALs (1)). In fact, the venom allergen‐like proteins are the most abundant 

proteins  in  secretions  of  animal‐parasitic  nematodes,  and  all plant‐parasitic 

nematodes studied to date produce venom allergen‐like proteins. Due to their 

conservation  in  animal‐  and  plant‐parasitic  nematodes  and  their 

extraordinary  abundance  in  nematode  secretions  during  the  onset  of 

parasitism,  venom  allergen‐like  proteins  are  believed  to  be  crucial  for 

parasitism. However, the exact role of the VAPs  in host‐parasite  interactions 

remains poorly understood. The objective of  this  thesis was  to gain a better 

understanding of the function of VAPs during nematode parasitism. 
	
6.2 The omnipresence of the SCP/TAPS 
 

The  VAPs  form  a  monophyletic  group  within  the  SCP/TAPS‐protein 

superfamily, members of which occur  in many  eukaryotes. All members of 

the  SCP/TAPS  family  possess  at  least  one  cysteine‐rich  SCP  domain.  The 

biological  functions  of most  SCP/TAPS  proteins  are  not  known,  but  their 

expression  and  release  by  eukaryotic  cells  in  association with  stress,  led  to 

their  reputation as stress‐related  factors  in animals and plants. For  instance, 

some  mammalian  genes  coding  for  SCP/TAPS  show  elevated  expression 

levels in sickness, i.e. cancer, nerve damage, pancreatitis, and heart failure (2), 

while others are detected in several cell types of the adaptive immune system 

(e.g. pre‐B‐cells, neutrophils, and eosinophils; (3, 4)). In plants, the SCP/TAPS 

protein  pathogenesis‐related  protein  1  (PR‐1)  is  abundantly  produced  in 

response to pathogen attack and  it  is used as a marker for the salicylic acid‐

mediated stress responses (5). PR‐1 expression also increases in non‐diseased 

plant parts, which implicates its involvement in systemic acquired resistance 

in plants (6, 7).  

Free‐living non‐parasitic nematodes, such as Caenorhabditis elegans, also 

have multiple SCP/TAPS genes, some of which may be involved in the innate 

immune  system  of  the  nematodes. However, many  SCP/TAPS  genes  in  C. 
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elegans seem to be involved in entirely different cellular processes. CeVAP‐1 of 

C.  elegans  encodes  two  isoforms  of  double  SCP‐domain  proteins  with  a 

classical signal peptide  for secretion. Silencing of  this gene results  in altered 

nematode  locomotion  (8). The  lon‐1 gene of C. elegans encodes  a SCP/TAPS 

protein that regulates polyploidization, body size and is a target of TGF‐beta 

signaling (9, 10). The so‐called SCP‐like (scl) genes  in C. elegans may  function 

as  anti‐microbial  factors  for  Microbacterium  nematophilum infection  (11). 

Transcript  levels  of  scl‐2,  scl‐20  and  scl‐27  increase when  the  nematode  is 

challenged by diverse pathogens (11, 12). In contrast, scl‐1 positively regulates 

longevity  and heat,  starvation,  and UV  stress  resistance,  and  its  expression 

appears  to be under  the control of  the DAF‐2/insulin‐like signaling pathway 

(13). The products of scl‐19 and scl‐20 are involved in immunity and may have 

a pro‐apoptotic activity mediated by an increase in the production of reactive 

oxygen  species  (14,  15).  Furthermore,  during  aging  several  scl‐genes  in  C. 

elegans are strongly up‐regulated  (16, 17). From all  these different studies, it 

seems  that  SCP/TAPS  proteins  must  be  important  in  the  regulation  of  a 

common  fundamental  process  that  functionally  connects  development, 

ageing, and immune responses. Such as, for instance, programmed cell death. 

Plant‐  and  animal‐parasitic  nematodes  secrete  VAPs  during  their 

transition from free‐living or dormant  juveniles to  infective  juveniles. In this 

thesis, we show that the potato cyst nematode Globodera rostochiensis secretes 

venom  allergen‐like proteins  along with plant  cell wall degrading  enzymes 

during  the onset of parasitism  (Chapter 3), and  that  the expression of  these 

proteins  is  associated with  host  invasion  and migration  inside  host  plants 

(Chapter 4). In hookworms, VAPs are amongst the most abundantly secreted 

proteins  by  infective  juveniles  (1,  18).  From  the  105  proteins  identified  in 

excretory/secretory  products  of  the  blood‐feeding  stage  of  Ancylostoma 

caninum 28% are VAPs. Furthermore, during the transition of this hookworm 

to parasitic L3 about 60% of the most up‐regulated mRNAs encode VAPs (19). 

Similar observations have been done on L3 stages of  the human hookworm 

Necator  americanus  (20,  21).  Venom  allergen‐like  proteins  are  also  the 

dominant  secretory  proteins  in  infective  juveniles  of  Heligmosomoides 

polygyrus, a parasitic nematode of mice (22). The picture  that arises  from all 

these  observations  is  that  secretion  and/or  expression  of  secreted  venom 

allergen‐like  proteins  by  parasitic  helminths  is  strongly  linked  to  active 

invasion of host tissues (18, 19, 23).  

If VAPs are  indeed specifically  required  for active migration  through 

host  tissues,  it  is  expected  that  they  have  evolved  differently  in migratory 

plant‐parasitic  nematodes  than  in  sedentary  plant‐parasitic  nematodes.  To 

test this hypothesis, we queried the genomes of both the sedentary root‐knot 

nematode  Meloidogyne  incognita  (24)  and  the  migratory  nematode 

Bursaphelencus xylophilus (25) for SCP/TAPS signature sequences (i.e. Interpro 

accessions  IPR14044,  IPR001283,  and PF00188). About  half  of  the predicted 
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proteins with SCP/VAPs signatures had a predicted N‐terminal signal peptide 

for secretion. To  further  investigate  the evolutionary history of VAPs within 

the  B.  xylophilus  and  M.  incognita,  sequence  alignment  of  the  predicted 

secreted  SCP/TAPS  domains  were  analyzed  with  maximum  likelihood 

methods (i.e. PhyML). In the analysis representative metazoan (Homo sapiens 

GliPR, Conus textile TEX31, C. elegans SCL22 and SCL10, N. americanus ASP2, 

and  B.  malayi  VAL1)  and  plant  (N.  tabacum  PR1a,  PR1b,  and  PR1c,  S. 

lycopersicum  P14,  S.  tuberosum  PR1b,  and  Oryza  sativa  PR1a  and  Pr1b) 

SCP/TAPS proteins were  also  included. The derived phylogeny  shows  that 

the VAPs  from B. xylophilus (Fig. 1) are more distantly  related  to each other 

than to some of the VAPs from M. incognita. While most of the VAPs from all 

plant  parasitic  nematodes  analyzed  converged  in  one  major  clade,  there 

seems  to be  two other major  lineages  for  the VAPs present  in B. xylophilus. 

Furthermore,  some  of  the VAPs  from  B.  xylophilus  (i.e.  BUX_s00658.8,  and 

BUX_s00713.380) are more closely related to plant SCP/TAPs proteins than to 

any  nematode  VAP  identified  to  date,  indicating  that  the  VAPs  have 

undergone  an  evolutionary  expansion  in  the  genome  of  B.  xylophilus.  All 

together  our  data  supports  the  hypothesis  that  VAPs  diverged  as  an 

adaptation for active migration of plant parasitic nematodes through the host. 

 
6.3 All for one and one for all 
 

It has been  shown  that  a  limited  set of highly  connected  “cellular hubs”  is 

targeted  by  different  pathogen  effectors  (26)  and  that  pathogens  converge 

onto similar processes, such as the control of cell death and signaling, to cause 

disease  (27).  Host  proteins  targeted  by  multiple  pathogen  effectors  could 

make  ideal  guardees  for  plant  immune  receptors.  The  cysteine  protease 

Rcr3pim, which  is  guarded  by  the  extracellular  receptor‐like  protein Cf‐2  in 

tomato  plants,  is  targeted  by  the  effectors Avr2  from  the  fungal  pathogen 

Cladosporium  fulvum  (28‐30),  EPIC1/2B  from  the  oomycete  plant‐pathogen 

Phytophthora  infestans  (31),  and  Gr‐VAP1  from  the  parasitic  nematode  G. 

rostochiensis  (32).  Therefore,  Rcr3pim  seems  to  function  as  a  “cellular  hub” 

targeted by multiple unrelated pathogens. 

  From an evolutionary perspective, if different pathogens converge on a 

limited set of cellular hubs,  these host proteins might be under  the selective 

pressure  exerted  by  multiple  effectors.  Recent  efforts  to  understand  the 

selection forces shaping the evolution of the Rcr3 locus in Solanaceae, suggest 

that  the different Rcr3 alleles  in  the wild  tomato species Solanum peruvianum 

are  maintained  within  the  gene  pool  (33).  The  mutations  that  occur  in 

Rcr3 cause  frequent  amino  acid  substitutions,  driven  by  the  need  of 

improving  pathogen  recognition  while  preventing  the  auto‐activation  of 

immune  responses  by  extracellular  plant  immune  receptors.  Therefore,
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Fig.	 1.	 Phylogenetic	 analysis	 of	 Bursaphelencus	 xylophilus	 (BUX),	Meloidogyne	
incognita	(Minc	or	Mi),	and	other	representative	eukaryotic	SCP/TAPS	proteins.	
The	phylogenetic	tree	was	inferred	from	a	COBALT	alignment	using	PhyML	and	
rendered	 by	 TreeDyn.	 The	maximum	 allowed	 fraction	 of	mismatched	 bases	 in	
the	 aligned	 region	 between	 any	 pair	 of	 sequences	 is	 0.85.	 The	 non‐metazoan	
protein	 sequences	 include	 plant	 SCP/TAPS	 proteins	 from	 Nicotiana	 tabacum,	
Oryza	sativa,	and	Solanum	lycopersicum.	Metazoan	SCP/TAPS	protein	sequences	
include	proteins	from	the	plant	parasitic	nematodes	Globodera	rostochiensis,	and	
Heterodera	schachtii,	the	human‐parasitic	nematodes	Brugia	malayi,	and	Necator	
americanus	and	the	free‐living	nematode	Caenorhabditis	elegans.		
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persistent  mutations  in  the  gene  pool  are  thought  to  be  the  result  of  1) 

coevolution between allelic variants of pathogen effectors targeting Rcr3 and 

Rcr3  variants  or  2)  coevolution  between  Rcr3  and  other  interacting  host 

molecules. The majority of Rcr3 alleles inhibited by the effector Avr2 from C. 

fulvum  also  activate  a  defense  response  in  tomato  plants  carrying  the  Cf‐2 

resistance  gene.  However,  one  amino  acid  substitution  in  Rcr3  (N195D) 

uncouples  the  inhibition by Avr2 and Cf‐2‐mediated defense  responses  (29, 

33). Likewise, we showed that the Rcr3pim from S. pimpinellifolium is inhibited 

by Gr‐VAP1, while the Rcr3lyc allele of S. lycopersicum, which differs at seven 

amino acid sites when compared  to Rcr3pim, does not  interact with Gr‐VAP1 

(Chapter  3).  Thus,  indeed  pathogen  effectors  could  drive  the  evolution  of 

Rcr3. Alternatively, Cf‐2 or  an unknown host protein  interacting with Rcr3 

may also drive its evolution. 

As cellular hubs can be  targeted by multiple unrelated effectors  from 

entirely different pathogens, monitoring the ‘health’ status of these molecules 

with  immune receptors appears to be an efficient defense strategy for plants 

to deal with multiple pathogens with a limited set of plant immune receptors. 

The strategy of monitoring host molecules to perceive non‐self has been first 

captured  by  animal  scientists  in  a model  called  the  “Danger‐signal model” 

(34) and  later on by plant scientist  in the “Guard hypothesis” (35, 36). In the 

so‐called “danger‐signal” pathway of Drosophila melanogaster, fungi and gram‐

positive bacteria release proteases that can be detected by the serine protease 

Persephone (37‐39). Persephone activation leads to a proteolytic cascade that 

ultimately  cleaves off  the  cytokine  Spätzle,  releasing  a  ligand  that  activates 

the Toll receptor‐mediated responses (40). In plants, perturbations of Rcr3pim 

induced by Gr‐VAP1 of G. rostochiensis  (Chapter  3,  (32))  and by Avr2 of C. 

fulvum  (28),  but  not  by  EPIC1/2B  of  P.  infestans,  trigger  the  receptor‐like 

protein Cf‐2 to activate programmed cell death and disease resistance (41). It 

is not clear why Cf‐2 activation occurs only upon recognition of some, but not 

all,  effectors  targeting  Rcr3pim.  It  would  be  interesting  to  know  if  Cf‐2‐

mediated  disease  resistance  involves  a  physical  association  between  the 

immune  receptor  and  effector‐Rcr3pim  complexes  or  if  there  is  a  third 

component which is cleaved by Rcr3pim in the presence of specific effectors to 

activate Cf‐2 signaling. The dual‐specificities of Toll in insects (37, 39, 42) and 

of  Cf‐2  in  plants  (28,  32)  suggests  a  conservation  of  the  activation  of 

extracellular  innate  immune  receptors  in  different  eukaryotic  organisms. 

Plants  and  insects  lack  the  seemingly  unlimited  receptor  diversity  of  a 

somatic adaptive immune system, as found in vertebrates, and rely on only a 

relatively  small  set  of  innate  immune  receptors  to  resist  a  myriad  of 

pathogens. However, by “guarding” critical proteases plants and  insects use 

an efficient mechanism to leverage the limited nonself recognition capacity of 

their innate immune system in order to limit pathogen attack. 
 



	 	 General	Discussion	
	

	 165

6.4 Tango down 
 

All complex systems follow some simple rules. In the case of pathogens, one 

rule seems to be the need to regulate host immune responses for survival. In 

this thesis, we show that VAPs are required for nematode virulence and that 

they alter basal plant immunity (Chapter 4). Silencing of Gr‐VAP1 resulted in 

a  loss  of  nematode  virulence, while  overexpression  of VAPs  in  potato  and 

Arabidopsis,  altered  their  susceptibility  to  multiple  unrelated  pathogens. 

Several nematode effectors have been shown  to alter host defense responses 

in  plants.  When  overexpressed  in  plants,  the  effector  Mi‐CRT  from 

Meloidogyne  incognita, which  is delivered by nematodes  into  the apoplast of 

host  cells,  enhances  Arabidopsis  susceptibility  to  oomycete  pathogens  and 

alters  the  response  to  the pathogen‐associated molecular pattern  elf18  (43). 

The effector 10A06 of Heterodera schachtii enhances Arabidopsis susceptibility to 

nematodes, bacteria and viruses (44). The effectors 4F01 and 30C02 also of H. 

schachtii enhance Arabidopsis susceptibility to nematodes (45, 46). SPRYSEC19, 

an  effector  of G.  rostochiensis,  enhances  potato  susceptibility  to  nematodes, 

fungi  and  viruses  (47).  Similarly,  the  ectopic  expression  of  the  effector 

GrUBCEP12,  also  of  G.  rostochiensis,  enhances  potato  susceptibility  to 

nematodes. Once processed into the small peptide GrCEP12 it suppresses cell 

death mediated by cytoplasmic resistance proteins  (48). It  is  thus reasonable 

to  assume  that  suppression  of  immunity  by  parasitic  nematodes  is  a 

requirement  for  the  establishment  of permanent nematode‐induced  feeding 

structures.  This  assumption  derives  from  the  fact  that  root‐knot  and  cyst 

nematodes deliver multiple effectors both  in  the apoplast and  cytoplasm of 

host cells to regulate host immune responses.  

In Chapter 4, we showed that nematode VAPs suppress the activation 

of defense responses mediated by  the membrane‐bound receptor‐like kinase 

(RLK)  FLS2  and  by  the  receptor‐like  proteins  (RLP)  Cf‐4  and  Cf‐9.  The 

mechanisms  by  which  plant  pathogens  suppress  extracellular  immune 

receptors  are best  studied  in bacteria‐plant  interactions, where  at  least  four 

different  effectors  from  Pseudomonas  syringae  and  Xanthomonas  campestris 

target RLK complexes after their delivery into host cells (27). For example, the 

bacterial  effector  AvrPto  from  P.  syringae  targets  directly  the  receptor‐like 

kinases  FLS2  and  EFR  in Arabidopsis  to  block  PTI  signaling,  probably  by 

inhibiting the kinase activity (49‐51). Other P. syringae effectors (e.g. HopAI1 

and  HopF2),  target  proteins  involved  in  MAPK  cascades,  which  are 

downstream of RLKs,  in order to  inhibit PTI signaling (52‐54). In contrast  to 

these bacterial effectors, nematode VAPs regulate  the extracellular proteome 

of  host  cells.  By  doing  so,  VAPs  most  likely  suppress  defense  responses 

mediated by extracellular plant  immune receptors. The exact mechanisms of 

activation/deactivation  of  extracellular  plant  immune  receptors  via  other 

extracellular host proteins remain obscure and require further research. 
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Plant and animal parasitic nematodes  target host papain‐like cysteine 

proteases  during  infection.  In Chapter  3  and  4 we  demonstrated  that  Gr‐

VAP1  interacts  with  the  tomato  cysteine  protease  Rcr3pim  and  the  potato 

cysteine protease C14tub. Furthermore, in Chapter 4 we showed that one of the 

most up‐regulated genes  in  the plants overexpressing Hs‐VAP1 encodes  for 

an  extracellular  papain‐like  cysteine  protease  (AT2G27420), while  the most 

down‐regulated gene  in VAPs overexpressing Arabidopsis plants encodes a 

plant  cell  wall  associated  serine  protease  (AT1G67626).  Although  little  is 

known  of  other plant parasitic nematode  effectors  targeting host proteases, 

several studies have demonstrated that cystatins secreted by animal‐parasitic 

nematodes  are  capable  of  modulating  host  innate  immunity  (55,  56).  For 

example,  recombinant  cystatin  from  the  murine  nematode  parasite 

Heligmosomoides polygyrus drives dendritic cell differentiation, phenotype, and 

function (57). The cystatin homolog Bm‐CPI‐2 from the human parasite Brugia 

malayi and Nippocystatin from the rodent parasite Nippostrongylus brasiliensis 

interfere  with  antigen  presentation  and  processing  (58,  59),  while 

Onchocystatin  from  the  human  parasite  Onchocerca  volvulus  inhibits  T‐cell 

proliferation by stimulating the production of the anti‐inflammatory cytokine 

Interleukin‐10  (60).  The  immunomodulatory  properties  of  parasitic‐derived 

protease  inhibitors are evident  in vivo models, where the cystatin Av17 from 

the  rodent  filarial  nematode  Acanthocheilonema  viteae  reduces  allergic  lung 

inflammation  and  colitis  (61).  Although  the  exact  mechanisms  of  how 

pathogens benefit from the modulation of host proteases and how this has an 

effect  on  host  immunity  are  largely  unknown,  in  the  following  section we 

propose a working model in this direction. 

When  trying  to understand  the  immunomodulatory  roles of VAPs  in 

the apoplast of host plants, we studied  in great detail which genes were up‐ 

or  down‐regulated  in  Arabidopsis  plants  overexpressing  nematode  VAPs 

(Chapter  4).  Zooming  into  these  genes,  we  found  that  the  most  down‐

regulated gene  is  a  subtilase  (AT4G21630), which  is  involved  in proteolysis. 

Recently it has also been shown that this subtilase acts as a molecular switch 

in  the  priming  of Arabidopsis  defense  responses  (62).  So VAPs  apparently 

might contribute to reduce the priming of host defenses. Furthermore the top 

10  most  down‐regulated  genes  also  include  cell  wall‐degrading  enzymes 

(AT5G49180)  and  proteins  typically  involved  in  defense  responses,  i.e. 

Pathogenesis  related  (PR)  proteins  (AT5G20330  and  AT5G20390)  and  an 

extracellular  receptor‐like kinase protein  (AT1G10620).  Strikingly,  two of  these 

top 10 most down‐regulated genes are jasmonic acid (JA)‐regulated genes, i.e. 

the  terpenoid cyclase  (AT3G14520)  (63) and  the maternal effect embryo arrest 26 

(AT2G34870)  (64). Among  the  top 10 most up‐regulated genes by VAPs are 

two  transcripts  encoded  by  the  NPQ4  gene  (AT1G44575).  This  gene  is 

involved  in  non‐photochemical  quenching  capacity  (65).  Meaning,  NPQ4 

dissipates  the  excess  of  excitation  energy  in  the  photosystem  and  in  the 
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absence  of  this  protein  there  would  be  an  increase  in  ROS  production. 

Recently it has also been shown that the protein encoded by NPQ4 (i.e. PsbS) 

also modulates innate immune responses to flg22, whereby overexpression of 

NPQ4  results  in  suppression  of  cell  death, most  likely  by  a  reduced  ROS 

production (66). Another interesting observation is a strong trade‐off between 

JA biosynthesis and the expression of NPQ4 (67). The expression of the  iron‐

regulated  transporter  1  (AT4G19690)  is  also  suppressed  by  JA  (68)  and  up‐

regulated by VAPs. Altogether, we conclude  that VAPs  from plant parasitic 

nematodes affect JA‐regulated, plant wall‐associated and protease‐dependent 

immunity mediated by extracellular immune receptors. 
 
6.5 Lights, Camera, Action…Cut! 
 

Papain‐like  cysteine  proteases  (PLCPs)  play  diverse  roles  in  signaling, 

development  and  immunity  in plants  and  animals. These  roles depend not 

only  on  the  conformation  of  the  protease  itself  but  also  on  the  proteolytic 

processing of  the substrate  targets of  these enzymes. The substrates of plant 

PLCPs are largely unknown and therefore their mechanisms of action remain 

poorly understood. In Chapter 3, we showed that Gr‐VAP1 interacts with the 

PLCP Rcr3pim but not with Rcr3lyc. Although  these  two allelic variants differ 

only  at  seven  amino  acid positions,  the presence of one or  the other  in  the 

same  tomato background results  in a remarkable difference  in susceptibility 

to  nematodes.  Tomato  plants  carrying  the  S.  pimpinellifolium  allele  (Rcr3pim) 

were almost  twice as susceptible  to  infections by G. rostochiensis  than plants 

harboring  either  the  corresponding  S.  lycopersicum  allele  (Rcr3lyc)  or  no 

functional Rcr3  (rcr3‐3).  In Chapter  5, we  investigated  the  role of Rcr3pim  in 

cyst nematode  infections and  found  that 28  tomato genes uniquely associate 

with  Rcr3pim  and  are  therefore  accountable  for  a  major  increase  in  the 

susceptibility of tomato plants to G. rostochiensis. From these 28 genes, 17 have 

ascribed  functions.  The  majority  of  these  functions  are  linked  to  plant 

protease‐based  and  jasmonic  acid‐dependent  immune  signaling  pathways 

(Fig. 2).  

  Further  analysis  of  the  genes  differentially  expressed  in  nematode‐

infected  tomato  roots harboring Rcr3pim suggests  that  this PLCP might act as 

an apoplastic regulator in JA‐dependent signaling. More specifically, 11 of the 

17 Rcr3pim‐regulated genes in tomato plants, or their close homologs in other 

plant  species,  have  been  linked  to  JA  signaling  and/or  plant  responses  to 

wounding in different pathosystems. For instance, the expression of defensin‐

like  proteins,  tomato  proteinase  inhibitors  II,  oxoglutarate‐  and  iron‐dependent 

oxygenases,  speckle‐type poxvirus  and  zinc  finger  (POZ)  domain proteins,  gamma 

thionins, chlorophyll A‐ and B‐binding proteins, and the small unit of Rubisco are 

all  regulated  by wounding  and/or  by  the  exogenous  application  of  the  JA 

derivative methyl jasmonate (MeJA) (69‐78). 
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Fig.	2.	A	model	 of	 Rcr3pim‐regulated	 JA‐dependent	 host	 defenses	 in	 nematode‐
infected	 tomato	 roots.	 Rcr3pim	modulates	 innate	 immune	 responses	 involving	
mechanical	wounding,	plant	cell	wall	alterations,	and	jasmonic	acid	(JA)‐induced	
host	 defenses	 in	 nematode‐infected	 tomato	 roots.	 Genes	 are	 shown	 as	 either	
down‐	(red)	or	up‐regulated	(green).	Parentheses	indicate	whether	these	genes	
or	 homologs	 in	 plants	 and/or	 animals	 are	 linked	 to	 JA	 signaling	 (JA),	 immune	
signaling	 cascades	 (I),	 and	 immune	 defenses	 (D).	 A	 short	 description	 of	 the	
model	can	be	found	in	the	text.		
 

 

Similarly,  wounding  and  MeJA  application  repress  the  expression  of  an 

arabinogalactan peptide AGP31 in Arabidopsis, which is a close homolog of the 

down‐regulated arabinogalactan peptide‐14 in nematode‐infected Rcr3pim tomato 

plants (79). Furthermore, the phospholipase A activity of patatin‐like proteins, 

one  of  which  is  down‐regulated  by  Rcr3pim,  might  contribute  to  the 

production of  JA  in Arabidopsis plants by  cleavage of  fatty  acids precursors 

from  lipid  membranes  (80).  It  has  also  been  shown  that  the  exogenous 

application  of  lipid  transfer protein  and  jasmonic  acid  complexes  enhances 

resistance  to Phytophthora parasitica  in  tobacco  (81)  and  to Botrytis  cinerea  in 

grapevines (82). Lastly, Arabidopsis Rubisco activases are down‐regulated both 

in  transcript  and  protein  abundance  by  JA  and  have  been  identified  as 

molecular keys in the induction of leaf senescence by JA (83, 84). All together, 

these data support the hypothesis that Rcr3pim is an apoplastic regulator of JA‐

dependent signaling. 

Besides  regulating  JA‐dependent  signaling,  Rcr3pim  also  seems  to 

regulate  host  immune  signaling  cascades.  Homologues  of  six  Rcr3pim‐
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regulated genes in nematode‐infected tomato roots have been directly linked 

with  immune signaling. The Arabidopsis homolog of the  lipid transfer protein 

PVR3 (i.e. DIR1) has been shown to mediate systemic resistance signaling and 

strongly  bind  to  phospholipids  (85,  86).  Furthermore,  it  has  been 

hypothesized  that  the  DIR1  signals  through  an  uncharacterized  lipid 

transport  mechanism  involving  the  interaction  with  a  putative  receptor 

protein  (86).  Since  very  little  is  known  about  how  DIR1  signals  in  plant 

immunity, we  took  a  look  at  how  lipid  transfer  proteins  signal  in  animal 

systems. In animals, lipid transfer proteins mediate the recognition of, among 

others,  bacterial  cell  wall  lipopolysaccharides  (LPS)  (87,  88).  Only  upon 

incorporation  of  LPS  by  the  lipid  transfer  protein  (LBP),  cluster  of 

differentiation 14 (CD14) binds LPS and dimerize with the toll‐like receptor 4 

(TLR4) and the  immune response receptor MD‐2 to activate a protein kinase 

cascade (i.e. MEKK, MKK, and MPK) (87, 88). Interestingly, a mouse tyrosine 

phosphatase (MKP‐1) is induced in macrophages upon stimulation with LPS 

and  it  is  able  to  inactivate  c‐Jun  N‐terminal  kinases  (JNK), presumably 

preventing  an  excess  in  inflammation  responses  (89,  90).  Although  less  is 

understood in plants, ectopic overexpression of tyrosine phosphatases increases 

host  susceptibility  to  Magnaporthe  griseae  in  rice  and  to  Pseudomonas 

syringae pv. tomato DC3000 in Arabidopsis. Altogether, these data suggest that 

apoplastic  Rrc3pim might  affect  the  immunocompetence  of  tomato  cells,  by 

manipulating key immune signaling components.  

Most likely further downstream in the immune signaling pathways in 

tomato plants, Rcr3pim down‐regulates  the expression of a homologue of  the 

apoptosis  regulator  protein  BCL‐2‐associated  anthanogene  6  of  Arabidopsis 

(AtBAG6). In contrast, a homolog of AtBAG6 is the most up‐regulated gene in 

association with  resistance  to  soybean  cyst  nematodes  in  soybean  cultivars 

harboring the Rhg1 resistance locus (91). The apoptosis regulator protein BCL‐

2‐associated  anthanogene  6  can modulate  Ca2+‐signaling  by  binding  to  the 

Ca2+‐receptor  protein  calmodulin  (92,  93).  Additionally,  the  expression  of 

AtBAG6  in yeast  and  in plants  induces programmed  cell death phenotypes 

(92), while Arabidopsis  knockout mutants  show  enhanced  susceptibility  to 

the  fungal  pathogen  Botrytis  cinerea  (94). Whether  or  not  AtBAG6  is  being 

modulated  by  cyst  nematodes  in  order  to  avoid  the  induction  of  host 

programmed cell death remains  to be  investigated. Since cell death  is better 

understood  in  animals, we  checked  the  role  of BAG proteins  in  relation  to 

apoptosis  and  immune  signaling.  For  example,  the murine  BAG‐6  plays  a 

crucial role in apoptosis and cell proliferation (95). BAG‐6 deficient mice show 

developmental defects  in  lungs, kidneys and brains. These defects associate 

with  the  alteration  of  apoptosis  and  cellular  proliferation  (95).  Besides,  the 

BCL‐2‐associated  anthanogene,  BAG3  expression  in  humans  is  induced  by 

LPS  and  blocked  by  JNK  or  nuclear  factor kappa‐B (NF‐κB)  inhibition  (96), 

meaning  that BAG3 acts downstream of  toll‐like  receptor 4 signaling. These 
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data shows that there seems to be a link between the apoptosis regulator BAG 

proteins and toll‐like receptor perception in animals. Altogether, we conclude 

that  in  nematode‐infected  Rcr3pim  tomato  plants,  the  ability  to  undergo  an 

apoptosis like defense‐related programmed cell death is repressed.  

Rcr3pimalso down‐regulates a putative transcription  factor  that might be 

linked  to  immunity  in  plants  through  its  speckle‐type  poxvirus  and  zinc 

finger  (POZ)  domain.  There  are  80  BTB/POZ  proteins  identified  in  the 

genome  of  Arabidopsis  with  diverse  functions  in  stress  response  and 

development (77, 97). From all of these BTB/POZ proteins, the best studied is 

the Nonexpresser  of PR genes  1  (NPR‐1). NPR‐1  is  a master  regulator  of  a 

type of broad‐spectrum systemic acquired resistance to biotrophic pathogens 

in plants. Furthermore, NPR‐1 plays a central role as a modulator of the cross 

talk between salicylic acid‐  (SA‐) and  JA‐mediated defense  responses  (7, 98‐

100). Therefore  the ability  to  induce  systemic acquired  resistance,  in Rcr3pim 

tomato plants, could also be compromised by cyst nematodes. 

Last  but  not  least,  Rcr3pim  also  regulates  rhomboid  gene  expression. 

Although  in  plants  rhomboids  have  not  been  linked  to  immune  signaling, 

looking at  the animal  literature a very different picture arises.  In Drosophila, 

for  example,  rhomboid‐1  is  a  key  activator  of  the  epidermal  growth  factor 

receptor  (EGF)  pathway  (101,  102).  This  pathway  controls  several 

developmental and  innate  immune  responses  in animals  (103‐108).  In mice, 

the  rhomboid protease Rhbdd3 negatively  regulates TLR3‐triggered natural 

killer cell activation (109), while knockout mutants in the rhomboid protease 

iRhom2  have  a  reduced  TNFα  response  to  LPS  and  showed  increased 

susceptibility  to  the  bacterial  pathogen  Listeria  monocytogenes  (110). 

Altogether,  we  conclude  that  Rcr3pim  regulate  the  activation  of  immune 

receptors by proteolytic  cascades  that  are  still not well understood  in plant 

signaling pathways. 

Rcr3pim also seems to regulate some genes for which others have shown 

to be modulated during plant‐biotic interactions and immune defense. A total 

of seven Rcr3pim‐regulated homolog genes seem  to be  regulated by different 

organisms. Mutants of a close homolog of the Alpha trehalose phosphatase (ATP) 

synthase  γ  subunit  in Arabidopsis  show  high  non‐photochemical  quenching 

(111).  Non‐photochemical  quenching  is  required  for  mounting  a  proper 

immune  response  to  the  immunogenic  peptide  flg22  by  the  plant  Toll‐like 

receptor  FLS2  (66).  A  homolog  of  the  arabinogalactan  peptide‐14,  the 

Arabidopsis  AtAGP17 mutant  is  resistant  to  Agrobacterium  tumefaciens  root 

transformation (112). In Medicago truncatula a root‐specific lipid transfer protein 

is  required  by  the  symbiont  Sinorhizobium meliloti  and  up‐regulated  by  the 

pathogen  Fusarium  semitectum  during  infection  (113).  In  plants,  Rubisco 

consists of a large and a small protein subunit. Silencing of the Rubisco small 

subunit  of  Nicotiana  benthamiana  (NbRbCS)  enhances  local  virulence  of  the 

Tomato mosaic  tobamovirus  (ToMV)  in  susceptible  plants  and  compromised 
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resistance  in ToMV‐resistant plants  (114). Both  fungi and viruses have been 

shown  to down‐regulate chlorophyll a‐b binding proteins during  infection  (115, 

116). Trehalose 6‐phosphate is involved in plant growth, development, defense, 

and  senescence  (117, 118).  In Arabidopsis plants, when  the alpha  trehalose‐

phosphate synthase gene TPS11, which synthesizes trehalose 6‐phosphate, is 

knocked  out,  the  plants  show  an  attenuated  defense  against  green  peach 

aphid  infestations  (119). Although  little  is known about  the role of  filament‐

like plant proteins in plant‐biotic interactions, the closest animal homologs of 

the  filament‐like  proteins  are  involved  in  several  diseases  associated with 

defects in the nuclear envelope and play key roles in nuclear organization and 

function (120‐122). In summary, Rcr3pim modulates several genes, which also 

appear  to  be  regulated  by  diverse  microorganisms  during  plant‐biotic 

interactions. 

VAPs  from  plant‐parasitic  nematodes  affect  jasmonic  acid‐regulated, 

plant  wall‐associated,  and  protease‐dependent  immunity  mediated  by 

extracellular  immune  receptors.  While  the  host  protease  Rcr3pim  regulates 

innate immune responses involving JA‐induced defenses. Coupling these two 

conclusions  together, we can state  that nematode VAPs,  through  interaction 

with  host proteases  in  the  apoplast,  affect  the  host  immune  responses  that 

involve  plant  cell  wall  alterations  and  JA‐induced  defenses  mediated  by 

extracellular receptors. In nematode‐infected tomato roots, VAPs are released 

together with cell‐wall degrading enzymes during nematode migration. Plant 

cell  wall  damage,  associated  with  cyst  nematode  infections,  most  likely 

releases  JA  from membrane phospholipids. Seemingly, VAPs  interfere with 

the modulation of JA responses mediated by plant cysteine proteases. At the 

same  time diverse nematode  effectors  could also modulate  JA biosynthesis, 

e.g.  the  Globodera  pallida  retinol‐  and fatty‐acid‐binding protein  (Gp‐FAR‐1) 

binds  linolenic  and  linoleic acids, which  are  precursors  of  the  JA signaling 

pathway  (123).  The  transport  of  phospholipids  and  fatty  acids  from  the 

apoplast  to  the  cytoplasm and vice versa  can be  influenced by  lipid  transfer 

proteins  (LTPs).  LTPs  might  interact  with  receptor‐like  proteins  e.g.  the 

epidermal growth factor receptor (EGFR) to  initiate a protein kinase cascade 

(i.e.  MEKK,  MKK,  and  MPK).  The  signal  transduction  in  this  cascade  is 

suppressed  by  elevated  level  of  tyrosine  phosphatases  (Tyr_Phos). 

Downstream  of  this  cascade,  several  immune‐related  genes  are  also  being 

regulated in Rcr3pim tomato roots by cyst‐nematodes. These genes include the 

BCL‐2‐associated  anthanogene  6  (BAG6)  and  the  speckle‐type  POZ  protein 

(SPOZ) that can modulate the transcriptional repression immune responses in 

plants.  Furthermore,  in  the  chloroplast,  components  of  the  photosystems  I 

and II (i.e. Rubisco, rubisco activase and Chlorophyll A‐B) are antagonized by 

JA‐dependent  host  defense  responses, which  suggests  a  trade‐off  between 

photosynthetic capacity and JA host defenses.  
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Our  analysis  further  identified genes  of unknown  function  as being up‐  or 

down‐regulated  by  Rcr3pim,  some  of  which  are  predicted  to  encode  small 

secretory proteins. We hypothesize  that one of  these secretory proteins may 

be  further  processed  by  the  Rcr3pim‐mediated  proteolytic  cleavage,  the 

product  of  which  might  be  recognized  by  membrane‐bound  extracellular 

receptor‐like  kinase.  Alternatively  Rcr3pim  may  directly  cleave  a  toll‐like 

receptor kinase to exert its function. Although not well defined in plants, the 

rhomboid‐like protein through its serine‐type endopeptidase activity may be 

involved  in  intramembrane  proteolytic  regulation  of  membrane‐bound 

proteins,  e.g.  lipid  transfer  proteins  and  receptor‐like  proteins.  The  up‐

regulation of  the  rhomboid‐like protein 1 by Rcr3pim  coincides with  the down‐

regulation  of  two  membrane‐bound  serine  protease  inhibitors  (i.e.  PIN2), 

which may directly regulate the serine‐proteolytic activity of rhomboid. 

Besides  the mechanistic pattern of genes regulated by  the presence of 

Rcr3pim or VAPs, which  is  related  to  lipid or  JA  signaling, another  common 

denominator of the pathways regulated by Rcr3 and VAPs is host proteolysis. 

As mentioned before, the expression of VAPs in Arabidopsis plants results in 

the  regulation  of,  among  others,  a  papain‐like  cysteine  protease  (AT2G27420) 

and a plant cell wall associated serine protease (AT1G67626). Furthermore, the 

presence of either allelic variant of the Rcr3 protein in the apoplast of tomato 

plants  strongly  increased  the  expression  of  the  extracellular Cathepsin B‐like 

cysteine  protease  (Gene  Solyc02g076980.2),  while  it  down‐regulated  the 

expression  of  several  cysteine  and  serine  protease  inhibitors.  This  finding 

suggests that Gr‐VAP1 and its protease host targets, like Rcr3, may operate in 

extracellular  signaling pathways  that  involve multiple  apoplastic proteases. 

Our  investigations  of  homozygous  mutant  Arabidopsis  lines  showed  that, 

besides the closest Rcr3 homologs (i.e. PAP1, PAP4, and PAP5), several other 

apoplastic PLCPs affect  the  susceptibility of Arabidopsis  to  infections by H. 

schachtii. Based  on  the  analysis  of  these mutants  alone  it  is  not  possible  to 

conclude  whether  multiple  PLCPs  and  other  type  of  proteases  act  in 

proteolytic cascades to activate immune responses, or whether each protease 

cleaves different  substrates  to  activate host defense.  It  is worth mentioning 

once again that Rcr3pim alone seems to modulate the expression of rhomboid in 

nematode  infected  tomato  plants.  rhomboid  proteins  are  intramembrane 

serine  proteases  that  control  diverse  biological  processes  by  cutting  the 

transmembrane domain of membrane‐anchored proteins (124‐126). There are 

22  rhomboid‐like genes predicted  in  the genome of Arabidopsis,  from which 

only  13  sequences  encode  active  proteases  (127,  128).  The  roles  of  plant 

rhomboids remain largely elusive and experimental evidence on the majority 

of  them  is  lacking. However  the Arabidopsis rhomboid protein AtRBL2 has 

been  shown  to  cleave  the Drosophila ligands Spitz  and Keren. These  ligands 

activate  epidermal  growth  factor  receptors,  demonstrating  that  plant 

rhomboids are able to regulate intramembrane proteolysis to release proteins 
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from  cell membranes  (129).  Therefore, we  propose  that  the  rhomboid‐like 

protein regulated by cyst nematodes in Rcr3pim tomato plants, may directly or 

indirectly regulate the activity of e.g. lipid transfer proteins and extracellular 

receptors proteins. Directly, rhomboid‐like proteins could cleave membrane‐

bound  receptors, while  indirectly  rhomboids‐like  could  cleave membrane‐

bound  ligands  which  activate  extracellular  receptors.  The  contribution  of 

rhomboids  and  other  host  proteases  in  plant  and  animal  defense  against 

parasitic  nematodes  remains  largely  unexplored.  Finding  the  substrates  of 

defense‐related  host  proteases  in  plants  will  be  fundamental  in  our 

understanding on how proteases regulate host immunity.  

  Our  Arabidopsis  mutant  screening  further  showed  that  PCLPs  not 

only  localized  in  the  apoplast,  but  also  those  predicted  to  be  either  in  the 

vacuole or in the endoplasmic reticulum, affect the susceptibility to infections 

by H. schachtii. Some of these PLCPs have been linked to defense responses to 

plant  pathogens  before  (i.e.  AT1G47128  (130),  AT4G39090  (131),  and 

AT1G02300,  AT1G02305,  and  AT4G01610  (132)),  but  the  function  of most 

PLCPs in Arabidopsis is unknown. It is likely that besides their involvement 

in host defense and cell death, PLCPs also regulate developmental processes 

in  plants.  Both  processes may  influence  host  susceptibility  to  infections  by 

cyst  nematodes.  For  instance, mutations  in  CEP2  (AT3G48350)  result  in  a 

major  loss  of  susceptibility  of  Arabidopsis  to  H.  schachtii.  CEP2  promoter 

activity  is especially high  in very young root  tips and  in  the root elongation 

zone of Arabidopsis (133), which is the preferential site of invasion of plants 

by  cyst  nematodes.  Endoplasmic  CEPs  can  break  down  hydroproline‐rich 

proteins  such as plant cell wall‐derived extensins  that  serve as  scaffolds  for 

deposition of carbohydrate polymers in plant cell wall formation (133). Local 

plant  cell  wall  breakdown  and  synthesis  is  a  crucial  process  during  the 

transformation of host cells into feeding cells by cyst nematodes in host plants 

(134‐138). It is therefore conceivable that Arabidopsis CEP knockout mutants 

are  less susceptible  to H. schachtii, because cyst nematodes require  this plant 

PLCP to remodel host cell walls during feeding cell formation. 

  When  I  started  this  thesis  I wanted  to  contribute  to  science by better 

understanding the function of one of the most abundant, but least understood 

proteins  secreted  by  parasitic  nematodes,  the  venom  allergen‐like  proteins 

“VAPs”. After all these years of work and although there is still a long way to 

go  before we  can  fully  understand what  the VAPs  and  the VAPs‐like  are 

doing,  I  can  finalize  this  thesis  by  stating  that:  “Plant‐parasitic  nematode 

VAPs,  as  well  as  some  of  the  VAP‐targeted  host  proteases,  function  to 

modulate  innate  immune  responses  involving mechanical wounding,  plant 

cell wall alterations, and jasmonic acid‐induced defenses in host roots”.  
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Summary 
 

Parasitic nematodes are highly  specialized microscopic worms  that  threaten 

human, animal and plant health in essentially all parts of the world. A shared 

characteristic of plant‐  and  animal‐parasitic nematodes  is  their phenomenal 

capacity  to persist  inside  a  host, presumably  resulting  from  their  ability  to 

suppress  host  immunity.  Nevertheless,  the  mechanisms  of 

immunomodulation  by  parasitic  nematodes  in  plants  and  animals  are  not 

well understood. In recent years, research on effectors secreted by nematodes 

into the host during the infection process has led to the discovery of a diverse 

array  of molecules  that might  affect  the  immunocompetence  of  host  cells. 

Many of these effectors are currently being investigated for the development 

of  vaccines,  the  treatment  of  immune  disorders  in  humans,  and  for  the 

improvement of disease resistance breeding programs for food crops.  

Among the most abundantly secreted effectors by parasitic nematodes 

of  both  animals  and  plants  are  the  so‐called  venom  allergen‐like  proteins 

(VAPs).  The  expression  of  VAPs  in  both  animal‐  and  plant‐parasitic 

nematodes is strongly up‐regulated during the onset of parasitism. Therefore, 

these conserved proteins are thought to be important for the virulence of the 

nematodes  inside  a  host. However,  the  actual  role  and  the  host  targets  of 

VAPs  remain  largely  obscure.  Earlier  work  on  VAPs  of  animal‐parasitic 

nematodes  demonstrated  that  they  might  function  as  modulators  of 

immunity in animals, but conclusive evidence to substantiate this hypothesis 

is still lacking. The aim of this thesis is the functional characterization of VAPs 

of parasitic nematodes, with  a  special  emphasis  on  their  role  in nematode‐

plant interactions. 

To  introduce  the  reader  into  the  context  of  the  topic  of  this  thesis, 

chapters  1  and  2  first  offer  short descriptions  on  cyst  nematodes  and  their 

effectors,  VAPs,  the  plant  innate  immune  system,  direct  vs.  indirect 

recognition of pathogen effectors by plant immune receptors, and papain‐like 

cysteine  proteases  in  plants.  Next,  we  review  in  greater  detail  the 

morphological, molecular  and physiological  adaptations  that plant‐parasitic 

nematodes have evolved to deal with the host defenses that are regulated by 

the plant immune system. At the start of this thesis, not much was known of 

the molecular mechanisms underlying the activation and suppression of plant 

innate immunity by plant‐parasitic nematodes. But, in the past five years this 

research area has changed from an underexplored territory to the main focus 

of  the  research  community.  In  the  approaches  of  their  research  on 

immunomodulatory  effectors  of  parasitic  nematodes,  there  is  a  marked 

difference between animal and plant nematologists. While  the  former group 

focuses its attention primarily on the use of effectors for vaccine and/or drug 

development, the latter tries to understand effector functions with the hope of 

applying  this  fundamental  knowledge  to  improve  natural  nematode 
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resistance  in crops. Since  the main  focus of our research group  is mainly on 

nematode‐plant  interactions  in Solanaceous crops, the objective of this thesis 

was  to better understand  the  function of a venom allergen‐like protein  (Gr‐

VAP1)  from  the potato  cyst nematode Globodera  rostochiensis  in  tomato  and 

potato.  

By first focusing on the identification of the molecular targets of VAPs 

in host plants, we show that Gr‐VAP1 interacts with several immune‐related 

tomato  proteins  (Chapter  3). We  found  that Gr‐VAP1  specifically  interacts 

with Rcr3pim, a papain‐like cysteine protease from the currant tomato Solanum 

pimpinellifolium. It was previously shown that Rcr3pim is required for mounting 

Cf‐2‐mediated resistance against the leaf mold fungus Cladosporium fulvum. In 

chapter  3, we  demonstrate  that  the  Cf‐2  protein,  originally  identified  as  a 

monospecific  extracellular  immune  receptor  for  the  leaf  mold  fungus  C. 

fulvum carrying the avirulence gene Avr2, also mediates disease resistance to 

the  cyst  nematode  G.  rostochiensis  pathotype  Ro1‐Mierenbos.  The  Cf‐2‐

mediated  dual  resistance  is  triggered  by  Avr2‐  and  Gr‐VAP1‐induced 

perturbations of the Rcr3pim. Gr‐VAP1 and Avr2 have no structural similarity, 

but  the binding of both perturbs the active site of Rcr3pim    in  the apoplast of 

tomato cells. Furthermore, both nematode  infection and transient expression 

of Gr‐VAP1 in tomato plants harboring both Cf‐2 and Rcr3pim trigger a defense‐

related  programmed  cell  death  in  plant  cells.  Based  on  our  findings,  we 

concluded  that  monitoring  host  proteins  targeted  by  multiple  pathogens 

broadens  the spectrum of disease resistances mediated by  the  limited  innate 

immune receptor repertoire of plants. 

Although Gr‐VAP1 can trigger a Cf‐2 mediated resistance response in 

tomato plants, its intrinsic function for parasitic nematodes in host plants is to 

promote  their  virulence.  To  study  the  virulence  function  of VAPs  of  plant 

parasitic nematodes, we performed a series of experiments of which the main 

findings  are  summarized  here  (Chapter  4).  First,  knocking‐down  the 

expression of VAPs  in G. rostochiensis strongly  reduced  the virulence of  the 

nematodes  in  tomato plants. Ectopic expression of different VAPs  from cyst 

nematodes  in  the apoplast of Arabidopsis plants  significantly  reduced  their 

basal defense  responses  to nematodes, multiple other plant pathogens,  and 

the immunogenic peptide flg22 from bacterial flagella. Furthermore, transient 

expression  of  VAPs  from  different  plant‐parasitic  nematodes  selectively 

suppressed the defense‐related programmed cell death activated by multiple 

extracellular plant immune receptors in leaves of Nicotiana benthamiana.  These 

findings  suggest  that  the  VAPs  target  a  conserved  mechanism  in  the 

activation  of  host  defense  responses  mediated  by  extracellular  immune 

receptors  in plants. The  transcriptome of plants ectopically expressing VAPs 

further  revealed  profound  alterations  in  the  extracellular  proteome with  a 

strong bias toward innate immunity and plant cell wall associated processes. 

As the VAPs are secreted by plant‐parasitic nematodes along with plant cell 
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wall  degrading  enzymes,  we  conclude  that  VAPs  of  plant‐parasitic 

nematodes  most  likely  modulate  the  protease‐based  activation  and/or 

signaling  by  extracellular  immune  receptors  to  suppress  defense  responses 

triggered by plant cell wall derived damage‐associated molecular patterns.  

Plants and animals utilize cell‐surface receptors  to survey  their direct 

environment  for molecular  patterns  uniquely  associated with  infections  by 

microbial  invaders. When  investigating  the  role of VAPs we  found  that Gr‐

VAP1  targets  the  papain‐like  cysteine  protease  Rcr3pim  that  functions  as  a 

cofactor of  the extracellular plant  immune  receptor Cf‐2  in  tomato  (Chapter 

3). However,  tomato plants  carrying Rcr3pim  in absence of Cf‐2 were almost 

twice  as  susceptible  to  infections  by  G.  rostochiensis  than  plants  harboring 

either the allelic variant Rcr3lyc of S. lycopersicum or no functional Rcr3 (rcr3‐3). 

Since  the  presence  of  Rcr3pim  alone  almost  doubled  the  susceptibility  of 

tomato  plants  to G.  rostochiensis, we  hypothesized  that VAPs modulate  the 

activity  of  Rcr3pim  and  other  papain‐like  cysteine  proteases  to  enhance  the 

virulence of parasitic nematodes (Chapter 5). Through a series of experiments 

we  showed  that  close  homologues  of  Rcr3  and  many  other  papain‐like 

cysteine  proteases  of Arabidopsis  thaliana  indeed  have  a  profound  effect  on 

plant  susceptibility  to  cyst  nematode  infections.  To  understand  the 

underlying mechanism of  the Rcr3pim‐dependent  increase  in susceptibility  to 

G.  rostochiensis  in  tomato,  we  analyzed  the  transcriptome  of  nematode‐

infected roots of  tomato plants harboring Rcr3pim, Rcr3lyc, or  the null mutant 

rcr3‐3 with RNA‐seq. Both allelic Rcr3 variants in tomato had a major impact 

on the expression of extracellular proteins associated with immune signaling 

pathways  and  plant  cell wall‐related  processes  in  nematode‐infected  roots. 

Remarkably,  only  28  tomato  genes were  uniquely  regulated  in  association 

with Rcr3pim, and we  therefore conclude  that  these genes are  responsible  for 

the  enhanced  susceptibility  of  the  tomato  plants  harboring  this  allele.  The 

majority  of  the  genes  expressed  in  association  with  Rcr3pim  are  linked  to 

jasmonic  acid‐dependent  signaling  and  plant  innate  immunity.  Mutant 

Arabidopsis plants  lacking the homologues of the Rcr3pim‐regulated genes  in 

tomato showed reduced susceptibility  to  infections by  the cyst nematode H. 

schachtii, indicating that there is a conserved protease‐activated pathway that 

needs  to  be  regulated  by  cyst  nematodes  for  successful  parasitism.  The 

integration  of  the  biological  processes  commonly  regulated  by  both  Rcr3 

variants and  those uniquely associated with Rcr3pim  led us  to  conclude  that 

the  apoplastic  Rcr3pim  modulates  innate  immune  responses  involving 

mechanical wounding, plant cell wall alterations, and  jasmonic acid‐induced 

host defenses. 

In the final chapter of this thesis (Chapter 6), we integrate our findings 

on the virulence function of VAPs during host invasion in plants and the role 

of  apoplastic  proteases  in  regulating  jasmonic  acid‐mediated  defense 

signaling induced by wounding. First, we present evidence that supports the 
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hypothesis  that  VAPs  diverge  as  an  adaptation  for  active  migration  of 

endoparasitic plant‐parasitic nematodes through host tissues. To finalize this 

thesis,  we  elaborate  a  testable  model  in  which  VAPs  of  plant‐parasitic 

nematodes target extracellular papain‐like cysteine proteases, such as Rcr3pim, 

of  host  plants  to modulate  innate  immune  responses  involving mechanical 

wounding,  plant  cell  wall  alterations,  and  jasmonic  acid‐induced  host 

defenses. 
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