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Depuis l’avènement de l’ère industrielle au 19ème siècle, les avancées technologiques, 

industrielles et agricoles, associées à une croissance démographique galopante, ont entrainé 

une surexploitation des ressources naturelles et la dispersion de polluants sur l’ensemble de la 

planète. Les cycles biogéochimiques des éléments naturels s’en trouvent perturbés, c’est le 

cas du mercure (Hg). Ce métal lourd, toxique, classé polluant prioritaire par l’Union 

Européenne, est naturellement présent dans les différents compartiments de la planète, mais 

les activités anthropiques sont clairement à l’origine de la majorité de sa remobilisation et 

donc de l'augmentation de sa concentration dans l’environnement. Sa forme la plus toxique 

est le méthylmercure (MeHg), dont l'origine est en partie due à l'activité biologique et qui 

passe facilement les barrières biologiques, se bioaccumule dans les organismes et peut se 

bioamplifier le long du réseau trophique. L’exposition et l’assimilation du mercure se fait 

essentiellement par voie trophique (Hall et al., 1998; Harris and Bodaly, 1998). De ce fait, 

l’ichtyofaune représente une source significative de MeHg pour les humains (Mergler et al., 

2007) en raison de la contamination des écosystèmes aquatiques. 

 

Les microorganismes sont responsables en grande partie de la dégradation de la matière 

organique et sont, de par leur versatilité métabolique, des acteurs essentiels des cycles 

biogéochimiques des éléments majeurs (C, N, S, P, etc…). Ils sont également impliqués dans 

la spéciation des métaux et notamment du Hg. Dans les environnements lacustres, il est 

généralement admis que la méthylation du Hg se déroule au niveau des sédiments anoxiques 

(Kranbbenhoft et al., 1998) ou dans la partie anoxique de l’hypolimnion (Eckley et al., 2005). 

De plus, ce processus est principalement attribué aux microorganismes sulfato-réducteurs 

(Compeau and Bartha, 1984, 1985; Gilmour et al., 1992 ; King et al., 2000). Depuis une 

dizaine d’années, plusieurs études ont mis en évidence une importante activité de méthylation 

du Hg au niveau du périphyton associé aux racines de macrophytes aquatiques, ceci 

principalement dans des écosystèmes tropicaux (Guimarães et al., 2000b; Mauro et al. 2001 ; 

Acha et al., 2005). Les Microorganismes Sulfato-Réducteurs (MSR) semblent là aussi 

responsables de la méthylation du Hg dans ces environnements. Il a en effet été observé une 

corrélation entre les taux de méthylation du Hg et les mesures d’activités de sulfato-réduction 

(Guimaraes et al., 1998 ; Mauro et al., 1999; Desrosiers et al., 2006) ou la mise en évidence 

de MSR via des approches moléculaires (Acha et al., 2005, 2011). Les racines aquatiques des 

plantes fournissent un support physique riche en composés organiques pour le développement 

de communautés microbiennes anaérobies. Le biofilm périphytique est un mélange complexe 

de particules inorganiques et organiques détritiques, d’organismes micro et macroscopiques 



  3 
 

représentés par des bactéries, des microalgues, des champignons, des protozoaires, du 

zooplancton, qui, au travers de leur diversité métabolique, vont créer un microenvironnement 

très structuré où des gradients de potentiel d’oxydo-réduction vont pouvoir être observés. Ces 

gradients d’oxydo-réduction vont permettre la croissance de microorganismes aux 

métabolismes variés, notamment des anaérobies (Cypionka et al., 1985; Sigalevitch and 

Cohen, 2000). En effet, des micro-niches anoxiques semblent pouvoir se créer à l’intérieur 

même du biofilm périphytique, la dégradation de la matière organique par les 

microorganismes provoquant une consommation importante d’oxygène et permettant ainsi le 

développement des MSR. Les contaminants comme le Hg peuvent s’adsorber sur le 

périphyton. Le Hg pourra ensuite être méthylé via l’activité bactérienne créant une source 

importante de MeHg pour la chaîne alimentaire (Hecky et al., 1995; McIntyre and 

Beauchamp, 2007). En effet, les plantes aquatiques sont considérées comme une source 

importante de nourriture pour les invertébrés et les poissons herbivores et détritivores (Leite et 

al., 2002).  De plus, les communautés périphytiques ont un turnover élevé (Lamberti et al., 

1996). De ce fait, le MeHg formé au sein du périphyton associé aux  racines de macrophytes  

pourrait être une source non négligeable de Hg transféré au reste de la chaîne alimentaire.  

 

De par leur biodiversité et les milieux relativement originaux qu’ils constituent à l’échelle 

européenne, les écosystèmes aquatiques landais sont des milieux protégés. Ils représentent 

également un intérêt économique pour la région, notamment d’un point de vue touristique. 

Cependant, ils sont soumis depuis le début du 20ème siècle au développement de plantes 

aquatiques envahissantes comme la jussie (Ludwigia peploides), le myriophylle du Brésil 

(Myriophyllum aquaticum) ou encore le lagarosiphon (Lagarosiphon major). La présence de 

ces plantes peut avoir plusieurs conséquences sur le milieu et les activités humaines (Lambert 

et al., 2010). La modification des paramètres environnementaux (augmentation de la 

température de l’eau sous le tapis végétal formé, consommation excessive d’oxygène, 

ralentissement du courant etc…), l’impact sur des espèces autochtones (disparition ou 

régression) ou encore la perturbation des activités humaines (loisirs nautiques, pêche…) en 

constituent des exemples. Un autre impact concerne l’influence que peuvent avoir ces plantes 

aquatiques sur la biogéochimie du Hg et, par extension, sur sa bioaccumulation dans les 

organismes aquatiques. La quantification des potentiels de méthylation du Hg associés aux 

racines de plantes aquatiques et du transfert de ce Hg vers le réseau trophique apparait donc 

essentiel dans de tels écosystèmes pour lesquels des alertes de contamination ont récemment 

été mises en évidence et rendues publiques. 
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C'est de cette réflexion qu'est né le projet DIRECT (DIversité et Risques liés à la 

méthylation du mErcure et son transfert vers la Chaîne Trophique) cofinancé par le 

programme EC2CO (Écosphère Continentale et Côtière) de l'INSU et par le Conseil Général 

des Landes. Les objectifs de cette étude étaient d’évaluer les impacts que peuvent avoir les 

macrophytes aquatiques sur la biogéochimie et la bioaccumulation du Hg dans les 

écosystèmes aquatiques landais ainsi que l’implication des microorganismes sulfato-

réducteurs dans de tels processus. La problématique soulevée par ce projet a nécessité la 

collaboration entre trois équipes de recherche. Les études liées aux communautés bactériennes 

ont été réalisées au sein de l’équipe Environnement et Microbiologie de l’IPREM (UMR 

CNRS 5254). Les analyses de spéciation du Hg se sont déroulées dans l’Équipe de Chimie 

Analytique Bio-Inorganique et Environnement (LCABIE) de l’IPREM. Enfin, l’étude de la 

contamination in situ et l’étude du transfert trophique du Hg par le biais d’expérience en 

microcosmes ont été réalisées avec l’aide de l’équipe Écotoxicologie Aquatique (EA) du 

laboratoire EPOC (UMR CNRS 5805, Bordeaux).  

 

L’ensemble de ce travail s’articule en sept chapitres. Une synthèse bibliographique des 

connaissances actuelles sur le sujet abordé est présentée dans le premier chapitre afin de 

mieux cerner la problématique scientifique. Le second chapitre est consacré à la description 

des expériences mises en place et des méthodes d’analyses choisies pour répondre aux 

questions soulevées. Leurs principes et leurs limites sont ainsi détaillés. Une des premières 

tâches de ce travail de thèse a été d’effectuer un état des lieux des écosystèmes représentatifs 

de l’environnement Landais (lacs, rivières) en termes de contamination au Hg (troisième 

chapitre). Les concentrations en Hg ont été mesurées dans l’eau, les sédiments, les 

organismes aquatiques végétaux et animaux prélevés dans des sites choisis. Les analyses des 

isotopes stables du carbone et de l’azote ont également été effectuées afin de mieux connaître 

la structure des réseaux trophiques de certains de ces sites et d’étudier une possible 

bioamplification du Hg. Au vu de ces résultats, trois sites ont été sélectionnés pour la suite de 

l’étude (le lac de Sanguinet, le lac d’Aureilhan et la rivière Escource) dont le travail est 

présenté dans le quatrième chapitre. Afin de déterminer le compartiment « à risque » 

concernant la formation de MeHg, les potentiels de méthylation et de déméthylation du Hg 

associés à chaque compartiment (eau, sédiment, racines) ont été évalués pour les trois sites 

choisis. Un bilan du MeHg produit à l’échelle des lacs est proposé dans cette partie. Le 

cinquième chapitre est consacré à l’étude de la diversité des Bacteria au sein de la 

rhizosphère aquatique, et plus particulièrement des MSR, la formation de MeHg leur étant 
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principalement attribué. L’étude de la diversité bactérienne périphytique présente sur les 

racines de jussie (clonage du gène de l’ARNr 16S) a été réalisée sur des échantillons 

provenant du lac de Sanguinet. L’isolement de MSR a également été mis en place dans le but 

de compléter la diversité obtenue par clonage et de tester les potentiels de méthylation des 

souches isolées. Afin de permettre une meilleure compréhension des phénomènes de transfert 

des contaminants au sein des réseaux trophiques landais de la plante vers le poisson,  une 

approche en laboratoire a été mise en place dans le cadre de micro-écosystèmes (sixième 

chapitre). Enfin, ce manuscrit est clôturé par une synthèse générale (septième chapitre) où 

l’ensemble des résultats obtenus sont discutés et où les différentes perspectives qu’ouvre ce 

travail sont envisagées. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



  6 
 

 

 
 
 
 
 

 

 

 

CHAPITRE I : 

SYNTHÈSE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



  7 
 

1 Biogéochimie du mercure dans l’environnement 

 

 Spéciation et toxicité du mercure 1.1

1.1.1 Propriétés chimiques générales 

Le mercure, de symbole Hg, est un élément chimique non essentiel appartenant à la famille 

des métaux lourds, avec pour numéro atomique 80 et pour masse atomique moyenne 200,59 

g.mol-1. À l’état liquide, sa masse volumique est de 13,55 g.cm-3, sa température de fusion est 

de -38,9 °C et sa température d’ébullition est de 356,6 °C. Il est présent dans l’environnement 

sous 7 isotopes stables différents (196, 198, 199, 200, 201, 202, 204) d’abondances naturelles 

variables (Figure 1.1). L’isotope 203 du Hg est le seul isotope radioactif à être utiliser en 

laboratoire. 

 

 

Figure 1.1 : Abondance naturelle des isotopes stables du mercure. 
 

Le Hg est le seul métal qui demeure sous forme liquide à température ambiante et qui peut 

être stable sous sa forme gazeuse. Cette dernière propriété associée à un temps de résidence 

important dans le compartiment atmosphérique, de l’ordre de l’année (Lindberg et al., 2007), 

lui permet de diffuser à l’échelle planétaire (Morel et al., 1998 ; Lamborg et al., 2002). Une 

autre particularité du Hg est son ubiquité dans l’environnement. En effet, sa présence est 

constatée dans tous les compartiments (atmosphère, lithosphère, hydrosphère) sous différentes 

formes chimiques : en phase liquide ou gazeuse, sous forme dissoute ou particulaire, 

inorganiques ou organiques (Figure 1.2). 
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Figure 1.2 : Diagramme conceptuel du cycle biogéochimique du mercure dans 
l’environnement (Harris et al., 2007). 
 

Les principales formes chimiques du mercure sont : 

· le mercure élémentaire Hg° (sous forme gazeuse), 

· le mercure inorganique divalent Hg(II) (sous forme gazeuse, dissoute, particulaire 

complexé avec des composés organiques ou inorganiques) 

· et les formes organiques (organo-mercurielles), comme le méthylmercure MeHg (sous 

forme de monomethylmercure CH3Hg+ noté MMHg, ou de diméthylmercure 

Hg(CH3)2 noté DMHg), forme la plus toxique du mercure (Stein et al., 1996).  

 

1.1.2 Toxicité du mercure 

La spéciation chimique du Hg va définir les modalités de son absorption, de son assimilation, 

de sa distribution et de sa toxicité au sein d’un organisme (Clarkson and Magos, 2006). Les 

espèces organo-mercurielles sont les plus toxiques de par leur facilité à traverser les 

membranes biologiques et plus particulièrement le MeHg, qui du fait de sa nature lipophile 
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passe aisément les barrières lipidiques (King et al., 2000). En effet, chez l’homme, l’efficacité 

d’absorption du MeHg est de 95% quelque soit la voie d’exposition, contre 80% pour le Hg° 

inhalé, environ 10 % pour le Hg(II) et seulement 0,01% pour le Hg liquide ingéré. Ceci rend 

le Hg° très toxique sur de longues périodes d’exposition. Bien que passant plus difficilement 

les barrières biologiques, le Hg(II) reste tout de même toxique, mais à de plus fortes 

concentrations. Le MeHg absorbé va être assimilé au niveau de la barrière gastro-intestinale et 

se retrouver dans le sang où il va pouvoir aller vers ses organes cibles (Clarkson et al., 2007), 

principalement les muscles, mais aussi le cerveau. A l’inverse, le Hg(II)  aura tendance à être 

accumulé dans les organes de détoxication (foie et reins ; Wagemann et al., 2000). Le 

mercure va ainsi se retrouver dans la plupart des organes et tissus de l’organisme. Chez 

l’homme, les concentrations en Hg sont principalement évaluées grâce aux cheveux, mais 

peuvent également l’être par les cellules sanguines et l’urine. Une fois absorbé, le Hg peut se lier 

aux molécules de la cellule comme les acides nucléiques, les protéines, les groupements thiols 

et imino-azote d’enzymes essentielles (Leach, 1960 ; Niebor and Richardson, 1980), avec 

pour conséquence la perturbation du fonctionnement cellulaire par modification structurale de 

ses composants (endommagement de l’ADN, inhibition d’activités biologiques, inactivation 

d’enzymes périplasmiques et cytoplasmiques etc…). Les effets d’une intoxication au Hg sont 

très variables en fonction de sa spéciation, de sa concentration, du mode et de la durée 

d’exposition : fatigue, perte de poids, infections, perturbations du système nerveux central et 

de la reproduction, etc…. Par exemple, le MeHg est capable de traverser facilement la 

barrière encéphalique, pouvant provoquer notamment des problèmes psychiatriques, ainsi que 

la barrière placentaire, responsable dans ce cas de fausse-couches et de malformations du 

fœtus (Inskip and Piotrowski, 1985 ; Mergler et al., 2007; Diez, 2009). Cette toxicité est à 

associer à un temps de demi-vie du MeHg relativement long dans les tissus biologiques, dû à 

la capacité des composés mercuriels à se lier avec les groupements thiols des protéines et des 

enzymes de manière durable (Chang et al., 1972). Cette facilité d’absorption est à l’origine du 

phénomène de bioaccumulation du mercure dans l’organisme (Meili, 1997). Dans certain cas, 

un second phénomène, dit de bioamplification du Hg, peut alors apparaître au sein d’un 

réseau trophique (Hobman et al., 2000). Il s’agit d’une bioconcentration du Hg de la base des 

maillons de la chaîne alimentaire vers les maillons supérieurs. Par exemple, dans les milieux 

aquatiques, le facteur de bioconcentration du Hg peut être de 106 entre l’eau et les poissons 

piscivores situés au sommet de la chaîne alimentaire (Boudou and Ribeyre, 1997 ; Porcella, 

1994). Cette bioamplification concerne principalement la forme méthylée du Hg, du fait de 

son importante réactivité avec les barrières biologiques. L’exemple le plus connu date du 
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début du 20ème siècle avec l’usine chimique située dans la baie de Minamata au Japon. Cette 

industrie relarguait du Hg dans l’eau et la population a été sévèrement intoxiquée en 

consommant les poissons de la baie, entraînant de graves problèmes de santé menant jusqu’à 

la mort dans les cas les plus critiques. Encore aujourd’hui, l’endroit reste contaminé par le Hg 

(Bravo et al., 2010). Bien que de nombreuses études aient été faites sur la toxicité du Hg, les 

mécanismes de régulation, de transport, de métabolisation et d’élimination des espèces 

mercurielles chez les organismes supérieurs, tels que les mammifères et notamment l’homme, 

sont encore loin d’être totalement élucidés (Bridges and Zalups, 2010; Clarkson and Magos, 

2006 ; Clarkson et al., 2007). 

 

 Sources de mercure dans l’environnement 1.2

Le mercure est naturellement présent dans les compartiments terrestres à l’état de trace mais 

depuis le début de l’ère industrielle, les quantités de Hg émises dans l’environnement ont 

fortement augmentées du fait d'apports d’origine anthropique provoquant des modifications 

du cycle biogéochimique du métal à l’échelle globale (Selin et al., 2008 ; Gustin et al., 2008 ; 

Lohman et al., 2008). Les activités anthropiques sont ainsi tenues responsables de la 

contamination actuelle de l’environnement par le Hg (Sunderland and Mason, 2007). Les 

études les plus récentes présentent l’atmosphère comme le compartiment où les flux totaux de 

Hg émis sous forme Hg° sont les plus importants (80%), permettant sa distribution sur toute la 

planète (Figure 1.3). Suivant le temps de résidence des espèces mercurielles dans 

l’atmosphère, le Hg peut ensuite se déposer sur la surface terrestre et océanique à travers des 

dépôts secs et humides (Lindberg et al., 2007 ; Selin et al., 2009) où sa spéciation risque 

d’être encore modifiée, déterminant par la suite sa réactivité.         
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Figure 1.3 : Comparaison des flux et réservoirs actuels et préindustriels déterminés par une 
approche numérique (modèle GRIMM, Lamborg et al., 2002). Les réservoirs actuels ne sont 
pas à l’équilibre et leurs taux d’augmentation sont indiqués en % an-1. 
 

1.2.1 Sources naturelles 

Le mercure est naturellement émis lors des éruptions volcaniques, des feux de biomasse, de 

l’érosion des sols, par la végétation et les océans (Fitzgerald and Lamborg, 2003). L’altération 

des roches mères (Guedron et al., 2006) ainsi que les sources géothermales (Nriagu and 

Becker, 2003) sont également des sources de Hg. Les émissions naturelles de Hg se 

produisent principalement par volatilisation dans l’atmosphère à partir des océans (2800 t.an-1 

dont 89% provient de la réémission du Hg préalablement déposé, Strode et al., 2007), des sols 

et de la végétation (2000 t.an-1 dont 75% provient de la réémission du Hg préalablement 

déposé; Selin et al., 2007). Cependant, l’estimation précise des émissions naturelles reste 

compliquée pour deux raisons : la première est que les autres types d’émissions ne sont pas 

bien connues ; et la seconde est liée à la difficulté de différencier les émissions directes des 

réémissions de Hg précédemment déposé (Fitzgerald and Lamborg, 2003; Lindberg et al ., 

2007; Selin et al., 2007). Gustin et al. (2008) estiment ainsi les émissions totales de mercure 

naturel entre 800 et 3000 t.an-1. 
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1.2.2 Sources anthropiques 

Actuellement, les activités humaines seraient à l’origine des 2/3 du mercure présent dans 

l’environnement, participant ainsi à son cycle biogéochimique (Lindberg et al., 2007 ; Figure 

1.4.b). En effet, le nombre d’utilisations possibles de ce métal s’est accru depuis le début de 

l’ère industrielle. Les concentrations en Hg dans l’air et l’eau ont été multipliées par trois 

comparativement à la période préindustrielle (Lamborg et al., 2002). D'après les données 

présentées dans la figure 1.4.a, les plus importants émetteurs de Hg sur la scène internationale 

sont la Chine, les États-Unis et l'Inde.  L’Asie comptabilise environ la moitié des émissions 

totales de Hg d’origine anthropique (Selin, 2009). Les principales sources d'émissions de Hg 

sont le raffinage et la combustion des énergies fossiles  (essentiellement les centrales 

thermiques au charbon, l’exploitation et la combustion de gaz et de pétrole) ainsi que le 

traitement des déchets urbains et agricoles (Barkay et al., 2003). Les principaux minerais du 

Hg sont le calomel (HgCl2) et le cinabre (HgS). Le Hg est exploité depuis plusieurs siècles et 

il intervient encore de nos jours dans la fabrication de divers produits tels que les batteries, les 

lampes basses consommation, les munitions, les pesticides, ainsi que lors de la fabrication de 

papier et de chlore. L’orpaillage reste également une source non négligeable de Hg dans 

l’environnement dû à une recrudescence de cette activité depuis les années 1970, notamment 

dans le bassin amazonien (Guedron, 2009 ; Malm, 1998). Les émissions de Hg dans 

l’environnement liées à cette activité sont estimées à environ 460 t.an-1, correspondant à 10% 

des émissions anthropiques (Lacerda, 1997). 
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Asie occidentale, 

Japon et les deux 

Corées 7 %

Russie 4 %

Europe 9 %

Afrique 5 %

Canada  <1%

Etats -Unis 6 %

Mexique <1 %

Amérique du Sud 

7 %
Australie et 

Océanie 7 %

Inde 9 %

Chine 45 %

Emissions anthropiques mondiales en 2005 ~ 2000 tonnes

 

Figure 1.4 : a/ Estimation des rejets anthropiques de mercure dans le monde en 2005 (PNUE, 
2002, 2008b) et b/ Estimation des contributions des sources naturelles et des sources 
anthropiques (directes et indirectes) aux émissions totales de mercure (USEPA, 2004, tiré de 
Harris et al., 2007). 
 

2 Le mercure dans les environnements aquatiques 

 

 Cycle bioégéochimique du mercure dans les environnements aquatiques 2.1

Le cycle biogéochimique du mercure est fortement influencé par les environnements 

aquatiques. En effet, c’est dans les trois compartiments que sont la colonne d’eau, les 

sédiments et le biota, que vont avoir lieu la majorité des réactions d’oxydations/réductions et 

de méthylation/déméthylation du Hg jouant notamment un rôle déterminant dans la 

biodisponibilité de ce métal vis-à-vis des organismes vivants.  

La compréhension des phénomènes de spéciation du Hg dans l’environnement aquatique, 

c’est-à-dire les mécanismes de transformations, la stabilité et la disponibilité des espèces 

a/ 

b/ 
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mercurielles formées, est indispensable pour appréhender les risques écotoxicologiques 

encourus, en particulier pour l’Homme situé au sommet de la chaîne alimentaire. La 

spéciation des espèces mercurielles dépend de plusieurs facteurs qui peuvent être d’origine 

biologique, physique et chimique.  

 

Figure 1.5 : Cycle biogéochimique du mercure dans les environnements aquatiques. Les 
flèches noires matérialisent les transformations ou l’absorption des composés mercuriels. Les 
flèches grisées représentent les flux entre les différents compartiments de l’environnement. 
Barkey et al., 2003. SRB : sulfate reducing bacteria; merA et merB: gène codant pour les 
protéines MerA et MerB responsables de la résistance au mercure ; Hum: acides humiques. 
 

Le point d’entrée privilégié du mercure dans les environnements aquatiques vient des dépôts 

atmosphériques, le plus souvent sous forme de Hg(II). Dans les systèmes marins et d’eau 

douce, la formation de Hg° volatil à partir de l’oxydation de Hg(II) et la formation de Hg(II) 

par réduction de Hg° sont deux réactions importantes dans la mesure où elle permettent, avec 

le dépôt atmosphérique direct de Hg(II), l’entrée et la sortie du Hg des systèmes aquatiques. 

Ces deux transformations sont principalement dues à la photochimie (Lalonde et al., 2001 ; 

Bergquist and Blum, 2007) mais elles peuvent également avoir une origine microbienne 

(Siciliano et al., 2002). Cette dernière est régulée par plusieurs facteurs dont la quantité de 

matière organique dissoute et les sulfures pour la photo-réduction (Ravichandran, 2004). En 

effet, les principaux ligands des espèces mercurielles dans les environnements anoxiques sont 
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le sulfure et, si celui-ci n’est pas présent, la matière organique dissoute (Benoit et al., 2001c ; 

Ravichandran 2004). 

Une fois dans le milieu aquatique, le Hg peut être retrouvé sous forme dissoute dans la 

colonne d’eau ainsi qu’associé à des particules et des colloïdes d’origine organique ou 

inorganique dans l’eau et les sédiments. Ces complexations vont être déterminantes car elles 

vont jouer directement sur la disponibilité des espèces du Hg pour les transformations de type 

oxydation/ réduction et méthylation/ déméthylation qui peuvent être d’origine abiotique ou 

biotique (Figure 1.5). De manière générale et pour un lac non pollué, la répartition des 

espèces mercurielles se fera comme suit : 1 à 10 % de Hg°, 70 à 90 % de Hg(II) et 1 à 20 %  

de  MeHg (Meili, 1997). La formation de MeHg est majoritairement due à une activité 

microbienne localisée dans les zones anoxiques de la colonne d’eau et des sédiments 

(Fitzerald et al., 2007). Ce phénomène est particulièrement marqué dans les zones de 

transitions redox (Langer et al., 2001) puisque des pics de MeHg ont pu être mesurés dans les 

sédiments de cette zone (Muresan et al., 2007) ainsi que dans la colonne d’eau au niveau de 

l’oxycline (Eckley and Hintelmann, 2006; Lamborg et al., 2008). Le MeHg formé dans les 

milieux aquatiques dulçaquicoles lacustres ou saumâtres estuariens a une durée de vie 

relativement courte de quelques dizaines d’heures (Hintelmann et al., 2000). Les processus de 

méthylation du Hg, mais également de déméthylation, seront plus particulièrement abordés 

dans la suite de cet exposé puisqu’ils vont influencer la bioaccumulation du Hg dans les 

organismes aquatiques.  

 

 Bioaccumulation et bioamplification du mercure dans les organismes 2.2
aquatiques 

Les niveaux de concentrations en mercure varient en fonction des compartiments aquatiques. 

Dans les eaux de surface, les concentrations en Hg sont de l’ordre du ng.L-1 alors qu’elles sont 

en général 1000 fois plus importantes dans les sédiments. En effet, le Hg a tendance à 

s’adsorber sur les particules organiques pour ensuite sédimenter. Les sédiments sont 

considérés comme une source importante de Hg dans les écosystèmes aquatiques (Hines et 

al., 2000). La contamination des organismes peut ainsi se faire : 1/ par un contact direct avec 

le Hg présent dans la colonne d’eau (comme pour le phytoplancton); 2/ par diffusion et/ou 

remise en suspension du Hg contenu dans les sédiments vers la colonne d’eau ou par un 

contact direct avec le sédiment (comme pour les organismes benthiques). Une fois passé dans 

la base du réseau trophique, le Hg, et plus particulièrement le MeHg, va pouvoir se 
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bioaccumuler dans les organismes et être bioamplifié le long du réseau trophique (Watras et 

al., 1998). Ainsi, pour le phytoplancton, des concentrations faibles et non toxiques de 

composés organomercuriels dans la colonne d’eau, peuvent être à l’origine de problèmes de 

contamination de la fin du réseau trophique (Mason et al., 1995 ; Hines et al., 2000).  

 

Les gammes de concentrations en Hg total rencontrées dans les différents compartiments 

aquatiques et les pourcentages de MeHg associés à chacun de ces compartiments sont 

résumées dans la figure 1.6. Cette figure met également en évidence le phénomène de 

bioamplification le long du réseau trophique.   

 

 

Concentration Hg total (ng.L-1 et ng.kg-1 poids frais) 

 
Figure 1.6 : Gamme de concentrations en Hg total et pourcentage de MeHg rencontrés dans 
les différents compartiments des environnements aquatiques (d’après Bridou, 2010). 
 

La voie d’exposition et d’absorption du Hg dans les chaînes alimentaires aquatiques est 

principalement trophique (Hall et al., 1997, 1998 ; Harris and Bodaly, 1998). La 

bioaccumulation du Hg dans les organismes aquatiques est bien sûr d’abord régie par la 

spéciation chimique du Hg présent dans le milieu. Celle-ci est directement liée aux paramètres 

environnementaux (pH, matière organique dissoute, salinité, teneur en O2 dans l’eau etc…). 

Cependant, les spécificités de chaque organisme rentrent également en compte, comme le 
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mode de vie et d’alimentation de l’espèce, les caractéristiques morphométriques de chaque 

individu (âge, poids, taille), le niveau trophique et la longueur de la chaîne alimentaire dans 

l’écosystème considéré (Bayens et al., 2003; Burgess and Hobson, 2006 ; Chasar et al., 2009 ; 

Watras et al., 1998). D’autres paramètres environnementaux peuvent également jouer un rôle 

de manière directe ou indirecte dans la bioaccumulation du Hg. Par exemple, le rapport bassin 

versant / surface d’un lac non pollué peut expliquer des concentrations en Hg chez des 

organismes supérieurs par des apports atmosphériques plus importants (Gantner et al., 2009). 

En effet, les caractéristiques propres de chaque écosystème sont à prendre en compte. Des 

variations spatiales et temporelles des concentrations en Hg ont pu être observées pour un 

même écosystème (Arribère et al., 2010 ; Orihel et al., 2008). Du fait de la multitude de 

paramètres régissant ce phénomène et de leur variabilité dans le temps et l’espace, 

l’accumulation du mercure dans les différents compartiments- biologiques ou non- d’un 

système aquatique est de ce fait parfois difficile à appréhender. Par une approche 

hiérarchique, Ward et al. (2010) résume l’ensemble des facteurs qui influencent la production 

de MeHg et sa bioaccumulation dans les poissons au sein des écosystèmes aquatiques d’eaux 

douces (ici l’exemple d’une rivière, figure 1.7).  
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Figure 1.7 : Schéma conceptuel des facteurs influençant la bioaccumulation du Hg au niveau 
de l’écosystème. Les flèches les plus épaisses représentent  les relations de cause à effet au 
niveau de l’écosystème global. Les facteurs environnementaux et écologiques sont indiqués 
par des encadrés. Les éléments du cycle du Hg sont entourés. Les flèches indiquent les liens 
de cause à effet.  Les flèches situées à l’intérieur des encadrés et des ovales indiquent une 
augmentation (flèche vers le haut) ou une diminution (flèche vers le bas) du facteur ou de 
l’élément concerné. Ward et al., 2010. 

 

La bioamplification est définie comme la corrélation positive observée entre les 

concentrations en Hg des organismes et leur niveau trophique (Burgess and Hobson, 2006 ; 

Watras et al., 1998). Pour évaluer ce dernier paramètre,  les isotopes stables du carbone et de 

l’azote sont utilisés comme traceurs trophiques dans le but de comprendre la structure d’un 

réseau trophique (Jardine et al., 2006). En effet, les variations en isotope 15 de l’azote (noté 

δ15Ν) permettent d’évaluer le niveau trophique d’un organisme puisqu’un accroissement 

constant en δ15Ν d’environ 2– 4‰ est observé entre la proie et le prédateur (Caut et al., 2009; 

Post, 2002). Les variations en isotope 13 du carbone (noté δ13C) donnent quant à elles une 

information sur la source de carbone que consomme l’organisme, car il y a peu de variation de 

δ13C le long de la chaîne trophique (1 ‰ par niveau trophique), la valeur du δ13C est donc 

définie par les producteurs primaires (Post, 2002). Il ne faut cependant pas oublier que les 

caractéristiques de chaque espèce (longévité, forme des réserves énergétiques, métabolisme 
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etc…) définissent également la bioaccumulation du Hg. Par exemple, un organisme de niveau 

trophique inférieur (amphipode) peut être plus contaminé en Hg qu’un organisme avec un 

niveau trophique supérieur au sien (poisson) (George and Batzer, 2008). 

Le facteur de bioconcentration (BCF : concentration en Hg d’un organisme par rapport à la 

colonne d’eau) et le facteur de bioamplification (BMF : concentration en Hg du prédateur par 

rapport à sa proie) sont généralement utilisés afin d’évaluer la contamination d’un réseau 

trophique par le Hg. 

 

 Méthylation et déméthylation du mercure dans les environnements 2.3
aquatiques 

La méthylation du mercure résulte du transfert d’un groupement méthyl vers le mercure 

inorganique divalent Hg(II). Elle peut être d’origine biotique ou abiotique, ce dernier 

phénomène étant moindre comparé au premier. En effet, l’activité bactérienne est 

principalement responsable de la formation de MeHg dans les environnements aquatiques, et 

plus particulièrement les microorganismes sulfato-réducteurs (MSR ; Compeau and Bartha, 

1985) et ferri- reducteurs (Kerin et al., 2006). 

Le processus de déméthylation du Hg peut également avoir deux origines, biotiques ou 

abiotiques qui vont mener à la formation de Hg(II) (déméthylation réductrice) ou de Hg° 

volatil (déméthylation oxydante). Contrairement à la méthylation, l’importance au sein des 

environnements aquatiques de l’un de ces deux processus de déméthylation du Hg reste 

difficile à départager (Whalin et al., 2007), bien que le processus abiotique semble être 

prépondérant dans  la zone photique de la colonne d’eau (Monperrus et al., 2007).  

 

2.3.1 Méthylation et déméthylation d’origine abiotique 

Méthylation abiotique du mercure  

La méthylation abiotique du mercure peut avoir une origine photochimique (réduction 

photochimique) ou chimique (transfert d’un groupement CH3). L’élément le plus connu 

capable de donner un groupement méthyl est certainement la méthylcobalamine (Craig, 1978 ; 

Chen et al., 2007). Ce composé est capable de former du monométhylmercure (MMHg) et du 

diméthylmercure (DMHg) (Rosenkranz et al., 1997). Les autres éléments donneurs d’un 

groupement méthyl sont, entre autres, les dérivés de la vitamine B12, le iodométhane, la 

méthionine S-adénosyle, l’acide acétique, les acides humiques et fulviques (Craig et al., 

1978 ; Barkay et al., 2003; Celo et al., 2006). Bien que certains donneurs de méthyl sont des 
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substances biogènes (issus de processus biologiques), la méthylation est considérée comme 

abiotique. Certains organométaux comme le plomb, l’arsenic ou le sélénium peuvent 

également transférer un méthylcarbanion (CH3-) au Hg(II) par transméthylation (Ebinghaus et 

al., 1996). Le Hg(II) étant très électrophile, le transfert d’un groupement méthyl se fera 

principalement sous forme d’un méthylcarbanion CH3- mais un carbocation CH3
+ ou un 

radical CH3° peut aussi intervenir (Krishnamurthy, 1992).  

 

Déméthylation abiotique du mercure 

Le principal processus responsable de la déméthylation abiotique du mercure dans les 

environnements aquatiques est la photodégradation du MeHg menant à la formation de Hg° 

volatil par les UV (Barkay et al., 2003 ; Marvin-Dipasquale et al., 2000). Dans les eaux de 

surfaces, marines ou lacustres, ce processus est majoritaire (Tseng et al., 2001) et 

principalement responsable des apports en Hg° dans l’écosystème (Fitzgerald et al., 1991 ; 

Mason et al., 1993). La photodégradation du MeHg dépend de plusieurs paramètres comme la 

présence de ligands formant un complexe avec le MeHg, la nature de la matière organique 

dissoute (DOM), l’intensité de la lumière et sa longueur d’onde (Hammerschmidt and 

Fitzgerald, 2006). La déméthylation peut être aussi d’origine chimique (par oxydation, 

hydrolyse, réaction thermique) avec la perte du groupement CH3. 

 

2.3.2 Méthylation et déméthylation d’origine biotique 

Méthylation biotique du mercure  

La formation de MeHg a lieu préférentiellement dans des environnements anoxiques. Elle est 

principalement le résultat d’une activité microbienne intense et plus particulièrement celle des 

microorganismes sulfato-réducteurs (Compeau and Bartha, 1984, 1985, Gilmour et al., 1992, 

King et al., 2000). Dans les environnements pauvres en sulfate, certains MSR sont également 

capable de méthyler le Hg en condition de fermentation (King et al., 2000 ; Bridou et al., 

2011 ; Gilmour et al., 2011). En effet, des études in situ et en laboratoire ont montré que les 

potentiels de méthylation étaient fortement diminués lors de l’ajout d’un inhibiteur de la 

sulfato-réduction, le molybdate (Compeau et Bartha, 1985), et que l’activité de sulfato-

réduction pouvait être reliée aux taux de méthylation (Acha et al., 2005 ; Hines et al., 2006). 

Suivant les conditions environnementales, d’autres groupes fonctionnels comme les 

microorganismes ferri-réducteurs (Fleming et al., 2006, Kerin et al., 2006 ; Schaefer et al., 
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2011) et les méthanogènes (Hamelin et al., 2011) peuvent aussi participer à la méthylation du 

Hg.  

Cependant, le mécanisme de méthylation du Hg par les microorganismes n’est pas encore 

élucidé. Chez certaines MSR, la méthylcobalamine pourrait être le donneur du groupement 

CH3 via l’activité de l’acétyl coenzyme A synthase (Choi and Bartha, 1993 ; Choi et al., 

1994b ; Figure 1.8). D’autres seraient capables de méthyler le Hg en l’absence de cette voie 

de synthèse (Ekstrom et al., 2003). L’entrée du Hg(II) dans la cellule bactérienne se ferait par 

diffusion active ou passive selon sa complexation à l’extérieur de la cellule (Kelly et al., 

2003). Plusieurs études ont mis en évidence que les complexes neutres de Hg(II) associés au 

chlore, au soufre ou à des composés hydroxylés favorisaient la diffusion passive du Hg 

(Barkay et al., 1997 ; Benoit et al., 1999 ; Benoit et al., 2001a-b). D’autres facteurs 

environnementaux favorisent la méthylation bactérienne, qui augmente avec l’acidité du 

milieu, la concentration en matière organique et en sulfate ainsi que des potentiels redox 

électro-négatifs (Macalady et al., 2000). Cependant, si les concentrations en sulfure sont trop 

importantes dans le milieu, le Hg(II) aura tendance à se complexer avec les sulfures formant 

du HgS rendant le Hg(II) non disponible pour la méthylation (Benoit et al., 1999) malgré une 

stimulation de l’activité des MSR (Gilmour et al., 1992).  

D’autres facteurs sont à prendre en compte dans l’évaluation de la capacité d’une souche à 

méthyler le Hg et surtout du potentiel de méthylation qui lui sera associé. En effet, la plupart 

des études relatent des potentiels de méthylation variables en fonction des conditions 

expérimentales (quantité de Hg ajoutée, température et milieu de croissance, etc…) ce qui 

permet de s’interroger sur la justesse de telles comparaisons. Par exemple, les potentiels de 

méthylation de souches testées, appartenant à différents genres bactériens (Desulfobacterium, 

Desulfobacter, Desulfococcus, Desulfovibrio et Desulfobulbus), peuvent être modifiés suivant 

une normalisation au taux de sulfato-réduction ou à l’abondance bactérienne. La phase de 

croissance bactérienne est également un paramètre jouant un rôle dans la méthylation du Hg, 

cette dernière étant plus élevée lors de la phase exponentielle de croissance (King et al., 

2000 ; Ranchou-Peyruse et al., 2009 ; Biswas et al., 2011 ; Bridou et al., 2011).  

D’importantes quantités de Hg(II) additionnées à une culture de Desulfovibrio desulfuricans 

LS provoqueraient une diminution des taux de méthylation (Choi and Bartha, 1993). La 

comparaison des potentiels de méthylation mesurés avec des techniques analytiques 

différentes risque aussi d’induire des biais lors de l'interprétation.  

Les taux variables de méthylation du Hg obtenus entres souches et espèces indiquent que la 

capacité de méthylation dépend de la souche et non de l’espèce (King et al., 2001 ; Ekstrom et 
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al., 2003 ; Bridou et al., 2011 ; Kerin et al., 2006 ; Ranchou-Peyruse et al., 2009). Il devient 

alors compliqué d’identifier les microorganismes responsables de cette activité ; et encore 

plus de comprendre les mécanismes intervenant dans ce processus. En effet, Ranchou-Peyruse 

et al. (2009) ont mis en évidence des capacités de méthylation très variables chez des souches 

des genres Desulfovibrio et Desulfomicrobium, pourtant phylogénétiquement proches. Le seul 

moyen de prouver qu’une souche méthyle le mercure est donc de l’isoler et de tester son 

potentiel de méthylation de manière indépendante. 

Compeau and Bartha, (1985) ont proposé une voie de méthylation enzymatique suite à des 

études réalisées sur la souche Desulfovibrio desulfuricans LS isolée de marais salants (Figure 

1.8). 

 

 

Figure 1.8 : Mécanisme potentiel de méthylation du Hg(II) par le cycle de l’acétyl-CoA 
(d’après Barkay and Wagner-Döbler, 2005 modifié de Choi et al., 1994). THF: 
Tetrahydrofolate; N5,N10-CH2- THF: méthylène tetrahydrofolate; N5-CH3-THF: méthyl 
tetrahydrofolate; HOCH2-CH(NH2)COO-: Serine; SHMT: serine hydroxy-méthyl-transférase. 
 

Ainsi, l’atome C3 de la sérine (Berman et al., 1990) ou du formate via la voie de synthèse de 

l’acétylCoA (Barkay and Wagner-Döbler, 2005 ; Choi et al., 1994a) pourrait fournir le 

groupement méthyle impliquant la participation de la carbone monoxyde deshydrogénase 

(CODH). Ce groupement méthyle serait transféré du méthyltétrahydrofolate (N5-CH3-THF) 

vers la protéine corrinoïde (méthylcobalamine) par une première méthyltransférase, et  

jusqu’au Hg(II) grâce à une seconde méthyltransférase (Choi and Bartha, 1993), toutes deux 

encore inconnues pour le moment. D’autres études ont mis en évidence la probable existence 

d’autres voies de méthylation bactérienne. Ekstrom et al. (2003) n’ont pu observer la relation 

entre la capacité à méthyler le Hg et la présence de l’enzyme CODH que chez les sulfato-
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réducteurs appartenant aux genres Desulfobacter et Desulfococcus, des oxydateurs complets 

de substrats. En effet lors de cette étude, l’ajout d’un inhibiteur de la CODH (le chloroforme) 

lors des incubations a provoqué une inhibition de la méthylation chez les sulfato-réducteurs 

oxydant complétement leurs substrats, à l’inverse  des oxydateurs incomplets pour qui la 

méthylation n’a pas été affectée. Ainsi, la méthylation du Hg par les MSR « oxydatrices 

incomplètes » n’est pas dépendante de la vitamine B12 car la croissance en milieu déficitaire 

en cobalt n’affecte pas les taux de méthylation spécifiques. Au contraire, on ne note pas de 

croissance des « oxydateurs complets » en absence de cobalt (Ekstrom and Morel, 2004). De 

plus, les souches capables d’utiliser l’acétate ont un taux de méthylation trois fois plus élevé 

que celles qui en sont incapables (King et al., 2000). Des co-cultures de bactéries 

méthanogènes et sulfato-réductrices, en milieu limitant en sulfate, méthylent les ions 

mercuriques ce qui suggère un transfert interspécifique d’H2 et d’acétate (Pak and Bartha, 

1998a). D’autres part, certains métalloïdes comme l’arsenic (As) ou le sélenium (Se) peuvent 

être méthylés grâce à des gènes tels que tpm, mmt et arsM codant pour des méthyltransférases 

(Ranjard et al., 2003 et 2004 ; Qin et al., 2006). Un tel mécanisme reste une hypothèse à 

envisager concernant le Hg.  

Plusieurs voies métaboliques semblent donc mener à la méthylation du Hg chez les MSR 

suivant qu’ils soient oxydateurs complets de substrats - par la voie de l’acétylCoA- ou 

oxydateurs incomplets- par des voies non identifiées à ce jour. De plus, le fait qu’un sulfato-

réducteur oxydateur incomplet (Desulfovibrio desulfuricans LS) soit capable de méthyler le 

Hg via la voie de l’acétylCoA met en évidence la nécessité d’approfondir les connaissances 

sur ces mécanismes. 

 

Bien que les MSR soient les microorganismes les plus étudiés actuellement concernant la 

méthylation du Hg, d’autres groupes semblent également capable de méthyler le Hg. 

Récemment, Flemming et al., (2006) ont démontré la capacité d’une souche bactérienne 

appartenant à la famille des Geobacteraceae à méthyler le Hg. Cette souche, Geobacter sp., a 

été isolée de sédiments et est phylogénétiquement proche de MSR méthylant le Hg. Kerin et 

al., (2006) ont également mesuré d’importants potentiels de méthylation chez d’autres 

souches de Geobacteraceae (Geobacter metallireducens GS-15 et Geobacter sulfurreducens 

DSM12127), même si ce processus de méthylation semble être, là aussi, souche- dépendant. 

Enfin, l’étude de Hamelin et al. (2011) sur le périphyton issu de plantes aquatiques dans un 

lac du Québec met en évidence l’implication des méthanogènes dans la méthylation du Hg 

grâce à des expériences utilisant des inhibiteurs métaboliques. Acha et al. (2012) ont pu isoler 
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des souches bactériennes n’appartenant pas aux MSR mais capables de méthyler le Hg à partir 

du même type d’environnement : trois Pleomorphomonas spp. (Alphaproteobacteria, ordre 

rhizobiales, famille des Methylocystaceae) et deux Klebsiella spp (Gammaprotobacteria, 

ordre des enterobactériales, famille des Enterobacteriaceae).  

 

Pour évaluer correctement le risque associé à la formation de MeHg dans l’environnement, le 

processus de méthylation est à relier à son antagoniste, à savoir le processus de 

déméthylation. En effet, les MSR capables de méthyler le mercure sont aussi capables pour la 

plupart de le déméthyler (Bridou et al., 2011 ; Compeau and Bartha, 1984 ; Pak and Bartha, 

1998b). Ce phénomène a également pu être mis en évidence pour les méthanogènes 

(Avramescu et al., 2011). Cette observation rend compte des processus complexes et encore 

inconnus qui régissent ces transformations.  

 

Déméthylation biotique du mercure : oxydante et réductrice  

Il existe deux types de déméthylation biotique, la déméthylation réductrice et la déméthylation 

oxydative. La déméthylation réductrice consiste en la conversion du MeHg en Hg° (volatil) 

via l’expression de gènes de l’opéron mer. La déméthylation oxydative quant à elle implique 

la déméthylation du MeHg en Hg(II), susceptible d’être par la suite re-méthylé.  

 

- Déméthylation oxydative 

La déméthylation oxydative semble être le processus de déméthylation prépondérant dans des 

environnements anoxiques et faiblement contaminés en mercure (Marvin DiPasquale et al., 

2000). Elle serait due à l’activité de MSR du genre Desulfovibrio et également d’Archées 

méthanogènes tel que Methanohalophilus oregonense et Methanobacterium formicicum 

(Oremland et al., 1991 ; Oremland et al., 1995 ; Marvin DiPasquale and Oremland, 1998). 

Elle est cependant peu étudiée en comparaison de la déméthylation réductrice. Ainsi, les MSR 

seraient responsables de la dégradation du MeHg en Hg(II) et en CO2 par un processus 

similaire à l’oxydation de l’acétate, alors que les méthanogènes dégraderaient le MeHg en 

Hg(II), CO2 et CH4 par un procédé similaire à la dégradation de la méthylamine (Marvin 

DiPasquale and Oremland, 1998). La déméthylation oxydative ne semble pas être un 

mécanisme de « détoxication » actif du MeHg, à l’inverse de la déméthylation réductrice 

composé d’un système enzymatique codé par l’opéron mer (Marvin DiPasquale et al., 2000).  
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- Déméthylation réductrice : opéron mer 

La déméthylation réductrice est observée, à l’inverse de la déméthylation oxydative, dans des 

environnements oxiques et fortement contaminés en Hg (Oremland et al, 1991 ; Gray et al., 

2004 ; Hines et al., 2000 ; Schaefer et al., 2004). Elle est effectuée par des bactéries possédant 

l’opéron mer codant, entres autres, pour une enzyme MerB capable de dégrader le MeHg en 

Hg(II) qui va être réduit à son tour à l’intérieur de la cellule bactérienne par l’intermédiaire 

d’une autre enzyme (MerA) avant d’être évacué à l’extérieur de la cellule sous forme de Hg° 

et de CH4 (Barkay et al., 2003 ; Kritee et al., 2009 ; Schaefer et al., 2004). La fréquence des 

gènes mer agit comme un processus de régulation de la contamination au Hg d’un 

environnement. Elle est d’autant plus importante que ce dernier est contaminé. Par ailleurs, 

l’opéron mer est retrouvé chez différentes espèces bactériennes et dans des environnements 

variés. Ces observations suggèrent l’intervention de processus adaptatifs classiques tel que la 

sélection naturelle mais également de transferts horizontaux de gènes (Osborn et al., 1997 ; 

Barkey and Wagner-Dobler, 2005). La diversité d’organisation des gènes associés à l’opéron 

mer est résumée dans la figure 1.9. 

 

 

Figure 1.9 : Diversité de l’opéron mer. Séquences d’opérons mer de bactéries à Gram positive 
(au-dessus de la ligne) et à Gram négative (au-dessous de la ligne). Les flèches indiquent le 
sens de traduction de chaque produit de gène. Les flèches sans couleur matérialisent des ORFs 
(open reading frame ou cadre ouvert de lecture) sans fonction connue (d’après Barkey et al., 
2003).  
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Grâce à des études de génétique et de chimie, l’opéron mer a été identifié comme responsable 
des mécanismes de résistance au MeHg via sa déméthylation (Osborn et al., 1997). Cet 
opéron est constitué de plusieurs gènes codant pour des polypeptides ou des protéines avec 
des fonctions distinctes telles que la catalyse enzymatique (MerA et B), le transport (MerP, T 
et C) et la régulation (MerR et D), figure 1.10. 
 

 

Figure 1.10 : Organisation génomique des opérons mer portés par les transposons Tn21 et 
Tn501 (modifié d’après Barkay et al., 2003). 
 

En absence de Hg(II), MerR se lie à l’opérateur-promoteur mer et réprime l’expression de 

l’opéron mer, dont l’expression est inductible (Osborn et al., 1997). En présence de Hg(II), la 

fixation de MerR à l’opérateur-promoteur mer provoque un changement de conformation, 

causant une distorsion du promoteur mer. Ce changement va permettre la reconnaissance du 

promoteur et la formation d’un complexe de transcription. L’ARNm polycistronique qui sera 

synthétisé à partir du promoteur codera pour les protéines de transport et les réductases. Les 

opérons mer à spectre large sont également régulés par les protéines MerR qui répondent à 

des composés mercuriels inorganiques et organiques. Certaines protéines MerR de spectre 

large diffèrent de celles codées par les déterminants à spectre restreint au niveau du domaine 

C-terminal. Il existe une autre protéine de régulation codée par un gène merD (Hobman et al., 

2000) qui pourrait jouer un rôle dans la répression de l’expression des gènes lorsque la 

concentration en Hg(II) chute après sa réduction en Hg° volatil (Nucifora et al., 1989).  

La présence ou l’absence du gène merB sur l'opéron mer va déterminer la résistance de la 

bactérie au MeHg (Figure 1.11). Ce gène code pour une protéine (lyase organomercurielle) 

qui intervient dans la transformation des composés organiques et inorganiques du Hg, 

conférant une résistance à spectre large à la bactérie qui la possède. A l’inverse, son absence 

ne permet que la réduction du mercure inorganique par merA générant une résistance au 

mercure à spectre restreint.  
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Figure 1.11 : Modèle de la résistance au mercure due aux protéines Mer : réduction de Hg (II) 
et déméthylation réductive (modifié d’après Barkay et al., 2003). Les points noirs représentent 
les résidus cystéine des différentes protéines. 
 

3 Phylogénie et diversité des microorganismes sulfato-réducteurs: 

 

Au vu de l’importance des MSR dans le cycle biogéochimique du mercure au sein des 

environnements aquatiques, et plus particulièrement dans la méthylation du Hg, ainsi que de 

leur rôle majeur dans le cycle du soufre- intimement lié aux cycles du carbone et de l’azote, 

une description plus approfondie de ce groupe est réalisée dans cette partie. 

 

 Diversité phylogénétique 3.1

La sulfato-réduction a été estimée comme responsable de plus de 55 % de la minéralisation de 

la matière organique dans les sédiments marins, ce qui indique l’importance des sulfato-

réducteurs dans le cycle du soufre et du carbone et aussi pourquoi ces microorganismes sont 

autant étudiés (Canfield et al., 2006). Une de leur particularité est leur ubiquité. Ils sont 

capables de coloniser de nombreux environnements comme des sédiments marins (Webster et 

al. , 2006) et d’eaux douces (Sass et al., 1998), des sources hydrothermales (Jeanthon et al., 
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2002), des tapis microbiens hypersalins, (Minz et al., 1999), des lacs d’eau douces avec des 

pH acides (Sen et al., 2001) ou basiques (Knitell et al., 2003) ainsi que des rhizosphères de 

plantes (Hines et al., 2000 ; Bahr et al., 2005). Les MSR sont principalement retrouvés dans 

des environnements anoxiques. Cependant, des études récentes ont montré que certains 

d’entre eux sont capables de survivre dans des conditions oxiques (Canfield and Des Marais, 

1991 ; Jorgensen and Bak, 1991 ; Kjeldsen et al., 2004 ; Mogensen et al., 2005), voire même 

d’être actifs métaboliquement en utilisant l’oxygène (Dilling et al., 1990). Ainsi, 

Desulfovibrio oxyclinae, isolé d’un milieu hypersalin, montre des taux de croissance plus 

élevés en présence d’oxygène (Sigalevich et al., 2000).  

 

Les MSR constituent un groupe physiologiquement complexe définit par des propriétés 

variées. Les caractères majeurs qui différencient les MSR sont la morphologie cellulaire, la 

mobilité, le taux de GC de l’ADN (proportion de bases étant soit une cytosine, soit une 

guanine; exprime aussi le pourcentage de liaisons G-C dans la molécule d'ADN), la présence 

de desulfovirine et de cytochromes, l’optimum de température, l’oxydation complète ou 

incomplète de l’acétate et les donneurs d’électrons (Castro et al., 2000).  

 

Ils regroupent divers procaryotes (Figure 1.12) intervenant dans le cycle du soufre par leur 

capacité à utiliser le sulfate comme accepteur final d’électrons lors de la respiration anaérobie 

pour la dégradation des composés organiques, produisant ainsi du sulfure. Ils peuvent être 

divisés en 4 groupes et 7 sous- groupes phylogénétiques (5 Bacteria et 2 Archaea) basés sur 

l’analyse des séquences de l’ARNr 16S (Castro et al., 2000 ; Muyzer and Stams, 2008):  

- les bactéries gram-négatives mésophiles (Deltaproteobacteria) 

- les bactéries gram-positives sporulées (Clostridia),  

- les bactéries thermophiles : Nitrospirae,Thermodesulfobiaceae,Thermodesulfobacteria 

- les archées thermophiles : Euryarchaeota, Crenarchaeota 
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Figure 1.12 : Arbre phylogénétique basé sur les séquences de l’ARNr 16S décrivant les 
différentes espèces appartenant au groupe des microorganismes sulfato-réducteurs. Le nombre 
inscrit au niveau d’une branche indique le nombre d’espèces différentes appartenant à ce 
groupe (Muyzer and Stams, 2008). 
 

L’importante diversité de MSR rend difficile l’étude de sa diversité par le gène codant pour 

l’ARN16S. L’utilisation de gènes fonctionnels qui codent pour des enzymes jouant un rôle 

majeur dans le processus de sulfato-réduction et présent chez tous les sulfato-réducteurs 

apparait plus adaptée à l’étude de la diversité. C’est le cas des gènes dsrAB (dissimilatory 

sulfite reductase), qui codent pour la bisulfite réductase et interviennent dans la réduction du 

sulfite en sulfure par voie dissimilatrice (Stahl et al., 2002). Ces gènes sont organisés en 
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opérons auxquels sont associés 3 à 5 gènes selon les espèces bactériennes et archées (Figure 

1.13 ; Zverlov et al., 2005). Wagner et al. (1998) ont ainsi dessiné des amorces (dsr1F et 

dsr4F) sur les gènes dsrA et dsrB ciblant une partie de l’ADN codant pour les sous unités α et 

β de la bisulfite réductase.  

 

 

Figure 1.13 : A/ Carte schématique de l’organisation génétique de l’opéron dsr chez 
Desulfobacula toluolica montrant les sites de restriction des endonucléases. dsrA et dsrB : 
gènes codant les sous unités alpha et bêta de la sulfite réductase dissimilatrice ; dsrD : rôle 
présumé dans la régulation de la transcription du gène dsrR ; dsrN : amidase putative ; dapA : 
dihydrodipicolinate synthase ; ?ORF : cadre ouvert de lecture non identifié.  
B/ Organisation génétique des opérons dsr connus chez les procaryotes sulfato- réducteurs et 
chez Bilophila wadsworthia. Les microorganismes capables d’utiliser le sulfate comme 
accepteur d’électrons lors de leur respiration anaérobie sont indiqués en gras. dsrC : sous unité 
gamma de la sulfite réductase dissimilatrice ; fdx : ferredoxine. (d’après Zverlov et al., 2005) 
 

La comparaison des arbres phylogénétiques construits à partir du gène de l’ARNr 16S et des 

gènes de la dsr (dissimilatory sulfite reductase) montre une grande concordance entre ces 

deux résultats (Figure 1.14). Cependant, quelques différences subsistent mettant en évidence 

la possibilité d’un transfert latéral des gènes (Wagner et al., 1998 ; Klein et al., 2001 ; Zverlov 

et al., 2005). Les amorces de la dsr semblent plus spécifiques que celles de l’ARNr 16S 

(Joulian et al., 2001) et permettent leur utilisation pour des études de diversité (Castro et al., 

2000).  
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Figure 1.14 : Comparaison des arbres phylogéniques basés sur les gènes codant pour les gènes 
ARNr 16S et dsrAB. Les doubles flèches indiquent les régions similaires. Les différences sont 
à attribuer à des transferts latéraux des gènes dsrAB entre les microorganismes. Les lignées 
réceptrices ou donneuses des gènes dsrAB sont indiquées par des lettres. Les barres 
représentent 10 % de différences entres les nucléotides (ARNr 16S) ou les amino-acides 
(dsrAB). D’après Canfield et al., 2006 (après modification et simplification de Klein et al., 
2001). 
 

 Diversité physiologique des microorganismes sulfato-réducteurs 3.2

Les MSR sont impliqués dans une grande variété de fonctions essentielles au sein 

d’environnements anoxiques, comme la dégradation de la matière organique, la 

biodégradation de polluants tels que les composés chlorés ainsi que dans la méthylation du 

Hg. Durant les trois dernières décennies, de nombreux sulfato-réducteurs ont été isolés et leur 

capacité à croître sur des substrats très variés a pu ainsi être mise en évidence. En effet, ils 

peuvent utiliser comme donneurs d’électrons les sucres, les acides organiques simples 

(acétate, lactate, pyruvate), les composés carbonés simples comme les alcools (méthanol, 
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méthanethiol, éthanol, propanol), des hydrocarbures aromatiques (toluène, éthylbenzène), des 

alcanes. Les MSR sont divisés en deux principaux groupes (Figure 1.15) : ceux capables de 

dégrader incomplètement les composés organiques menant à la formation d’acétate (groupe I) 

et ceux qui dégradent complétement les composés organiques par oxydation de l’acétate 

menant à la formation de CO2 (groupe II), (Widdel et al., 1988). Le mécanisme le plus courant 

d’oxydation de l’acétate est la voie de l’acétyl-CoA, souvent absent chez les bactéries du 

groupe I (Ekstrom et al., 2003).   

 

 

Figure 1.15 : Mécanismes d’oxydation des substrats d’origine organiques (A et B) ou à partir 
de l’hydrogène (C) menant à la formation d’ATP par les microorganismes sulfato-réducteurs.  
(Canfield et al., 2006).  
 

Le sulfate est le principal accepteur d’électrons que vont utiliser les MSR. Les MSR sont 

capables d’utiliser d’autres composés soufrés oxydés comme accepteur final d’électrons tels 

que le sulfite, le thiosulfate, le soufre élémentaire. D’autres encore sont capables d’utiliser le 
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fumarate, le malate, le nitrate et même l’oxygène (Widdel et al., 1988 ; Widdel and Hansen, 

1992 ; Stackebrandt et al., 1995). Certaines MSR sont aussi capables d’utiliser le malate, le 

pyruvate ou la cystéine par le processus de fermentation.  

 

4 Les environnements lacustres, cas particulier des lacs landais 

 

 Les lacs landais : Valeurs écologiques et socio-économiques  4.1

4.1.1 Richesse écologique des lacs landais 

La chaîne des lacs du littoral aquitain s’est formée il y a 20 000 ans environ, suite à 

des mouvements tectoniques et des variations du niveau de la mer.  L'ensemble des lacs et 

étangs draine un bassin versant d'environ 2 350 km2. Ils sont tous peu profonds (moins de 20 

m) et reliés entre eux, ce qui peut provoquer un déversement d’eau d’un lac vers un autre lors 

d’épisodes de montées des eaux. Certains lacs ont maintenu leur exutoire, appelé « courant », 

où la marée ne pénètre qu'en haute mer (Aureilhan). Leur embouchure se déplace vers le sud 

au gré de la dérive littorale et des apports en sable. Ils sont situés en majorité dans le 

département des landes et constituent un élément important du patrimoine national, 

notamment en ce qui concerne le maintien de la biodiversité de cette région. En effet, 

l’évolution géomorphologique de ces plans d’eau est à l’origine d’écosystèmes particuliers, 

rarement observés sur la façade atlantique de l’Europe. Ces lacs d’eau douce à fond sableux 

ont une forme dissymétrique entre leurs rives Est et Ouest. Sur la rive Ouest, une berge étroite 

cède rapidement la place à une dune fortement boisée de pin maritime. La rive Est est plate et 

herbeuse et peut être immergée constituant un milieu humide de type marais dans certains cas. 

Cette particularité confère à ces lacs, outre un intérêt paysager, une importante biodiversité 

faunistique et floristique. Des cortèges d’espèces, parfois rares à l’échelle régionale ou 

reconnues d’importance patrimoniale européenne, y sont associés. Ces différents types 

d’espaces naturels constituent une mosaïque d’habitats générant une grande diversité 

faunistique de mammifères, d’oiseaux, d'amphibiens, de reptiles, d'insectes et  de peuplements 

piscicoles. En outre, la chaîne des étangs littoraux du Born et du Buch est située sur un axe de 

migration majeur des oiseaux d’eau de l’Europe de l’Ouest (haltes occasionnelles, zones 

principales de halte : bassin d’Arcachon, les barthes de l’Adour, le marais d’Orx). C’est 

également un site d’hivernage pour certaines espèces d’oiseaux d’eau, comme le Canard 

souchet Anas clypeata, la Sarcelle d’été Anas querquedula, tous deux de la famille des 
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Anatidae. Il découle des caractéristiques physiques et pédologiques particulières de certaines 

zones du bassin versant, notamment de la Haute-Lande, un peuplement atypique dit « 

peuplement landais », comportant 5 à 6 espèces : vairon, goujon, lamproie de Planer, brochet, 

anguille. Ce type de peuplement se retrouve sur les affluents des étangs, en amont de la zone 

d’influence des plans d’eau. Les étangs et l’aval de leurs tributaires peuvent être considérés 

comme des zones cyprinicoles où le peuplement typique est composé de gardon, brème, 

tanche et carpe. De grands carnassiers, comme le brochet, sont également présents sur ces 

plans d’eau. 

 
La richesse écologique et paysagère du bassin versant justifie la définition de zones protégées: 

- Zones vertes - SDAGE Adour-Garonne, 

- ZNIEFF (Zone Naturelle d’Intérêt Ecologique Faunistique et Floristique), 

- sites Natura 2000, sites classés et inscrits au patrimoine naturel et paysager, 

- zone de préemption des Espaces Naturels Sensibles des Conseil Généraux des Landes 

et de la Gironde. 

 

Ce vaste système de zones humides a été défini et désigné comme site d’intérêt patrimonial 

par le fait qu’il renferme notamment trois habitats prioritaires à l’échelle européenne : 

· Les aulnaies frênaies riveraines des cours d’eau et des sources, 

· Les landes humides atlantiques tempérées à Bruyère ciliée et Bruyère à quatre angles, 

· Les tourbières hautes actives. 

Le statut particulier de la forêt usagère a permis de limiter l’intensification sylvicole et ainsi 

de favoriser le développement de vieux arbres. Cette forêt est constituée de boisements de 

résineux, feuillus ou  mixtes, de classes d’âges variées, avec un sous-bois diversifié (landes, 

broussailles….). 

 

Cependant, les activités anthropiques (urbaines, agricoles, touristiques et industrielles) 

développées sur les bassins versants de ces lacs contribuent à accroitre le niveau trophique des 

plans d’eau. Les apports en éléments nutritifs (azote et phosphore) peuvent ainsi entraîner un 

développement accru des plantes aquatiques. La régulation des niveaux d’eau des lacs, pour le 

besoin des usages et des aménagements, a tendance à diminuer les zones humides des lacs où 

la plus grande diversité est observée. La combinaison de l’ensemble de ces facteurs rend la 

prolifération de plantes aquatiques envahissantes encore plus problématique, les milieux étant 
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rendu plus fragiles. Ces plantes, présentes depuis maintenant plusieurs décennies, ont une 

forte capacité d’adaptation et de colonisation, entraînant la disparition d’espèces autochtones 

au profit de l’uniformisation de l’écosystème.   

 

4.1.2 Intérêts socio-économiques des lacs landais 

L’attrait touristique et agricole de la région entraîne une augmentation permanente de la 

population sur l’ensemble du bassin versant provoquant une avancée urbaine sur 

l’environnement. 

 

· Forêt et industrie du bois et du papier 

La forêt productive de pins occupe la majeure partie de la surface du bassin versant. Le taux 

de boisement moyen sur l’ensemble des communes est d’environ 80 %. La filière industrielle 

du bois est par conséquent très présente et permet de valoriser une partie de l’exploitation 

forestière. C’est la branche d’activité la plus développée sur le bassin versant et les 

établissements installés sur le périmètre représentent une part importante de l’économie du 

département des Landes : parmi les 8 établissements de l’industrie du bois, 5 font partie des 

100 premières entreprises landaises en termes d’effectifs. Notons que, dans le cadre de cette 

activité, une fertilisation phosphatée est pratiquée pour :  

- augmenter la production de bois ou abaisser l'âge d'exploitation, 

- homogénéiser les boisements, 

- réduire leur phase d'installation et maintenir la fertilité des stations.  

Les apports se font essentiellement au moment de la préparation du sol, avant la plantation, et 

peuvent aussi être réalisés dans un second temps lorsque le peuplement atteint 3 à 5 ans. 

 

· Agriculture et industrie agro-alimentaire : 

Il existe une vingtaine de grands domaines agricoles, auxquels s’ajoutent des petites 

exploitations isolées sur le reste du bassin versant dont les plus étendues sont longtemps 

demeurées axées sur la culture quasi exclusive du maïs. L’agriculture de cette zone s’est 

progressivement diversifiée vers la culture de légumes de plein champ (maïs doux, carottes, 

asperges, pommes de terre). Les domaines agricoles ayant été installés sur les landes 

mésophiles à humides du plateau landais, un déboisement et un drainage des parcelles 

culturales ont dû être effectués au préalable. De plus, compte-tenu de la nature sablonneuse 
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des sols, ces cultures sont irriguées (technique du pivot) et conduites avec des apports 

minéraux (amendement et correction de l’acidité des sols). 

 

· Tourisme : 

L’économie touristique est importante sur la frange Ouest et Nord du périmètre notamment 

sur la communauté de communes de Mimizan et la communauté de communes des Grands 

Lacs. En effet, 90 % de la capacité d’accueil touristique du département des Landes est  

localisée sur la façade littorale. La part du « Pays Landes Nature Côte d’Argent » qui s’étend 

sur le pays de Born et le sud des Landes est de 37 %. L’offre est certes concentrée sur les 

plages littorales mais la zone arrière littorale est également fortement valorisée autour des 

plans d’eau. L’atout touristique de cette zone se fonde sur l’offre diversifiée des activités : 

nautisme, pêche, plages d’eau douce apportant un complément aux plages du littoral. De tous 

les plans d’eau, le lac de Cazaux-Sanguinet est le plus fortement mis en valeur pour les loisirs 

et le tourisme.  

 

· Exploitation Pétrolière : 

Parentis-en-Born est historiquement le premier site français de découverte du pétrole et reste 

le plus important gisement de pétrole sub-lacustre de France. Le champ d’exploitation est 

essentiellement implanté dans l’étang de Parentis-Biscarrosse. Les abords du lac de Cazaux-

Sanguinet, du fait des mêmes caractéristiques géologiques, présentent un potentiel 

d’exploitation similaire.  

 

 Les macrophytes aquatiques 4.2

4.2.1 Les macrophytes aquatiques autochtones  

Les macrophytes aquatiques sont des végétaux aquatiques dont la partie photosynthétique 

active est, au moins pendant quelques mois de l’année, submergée ou flottante (Castella-

Müller, 2004). Les macrophytes peuvent être classés d’un point de vue écologique et 

morphologique en trois catégories:  

- Les hydrophytes, comprenant des espèces totalement submergées (se reproduisant 

dans l’eau) ou ayant des feuilles flottantes (développant leur appareil végétatif dans 

l’eau ou à la surface de l’eau). Ces dernières peuvent être ancrées au fond ou flotter 

librement (captant directement les nutriments dans l’eau ; Fare et al., 2001).  
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-  Les hélophytes, comprenant les plantes dont les racines et la base de la tige se 

trouvent presque constamment immergées mais dont les feuilles et les inflorescences 

s’élèvent au-dessus de l’eau (Castella-Müller, 2004).  

-  Les amphiphytes, pouvant supporter les deux types de conditions, c'est-à-dire, se 

développant aussi bien sur la terre que dans l’eau (Fare et al., 2001).  

 

Ces attributs confèrent aux macrophytes la possibilité de coloniser une grande diversité 

d’écosystèmes où elles sont à la fois actrices et révélatrices de nombreux processus 

écologiques (Castella-Müller, 2004). En effet, elles influencent l’environnement physique 

colonisé, produisant de l’oxygène, participant au cycle des nutriments, à la rétention et à la 

production de matière organique (Castella-Müller, 2004). Elles stabilisent aussi le substrat, 

réduisant sa resuspension et augmentant donc la transparence de l’eau (Takamura et al., 

2003). Les macrophytes ont également des capacités épuratoires sur leur environnement (eau 

et sédiment) en diminuant la teneur de certains composés, comme l’azote et le phosphore, en 

les intégrant dans leur biomasse. Elles contribuent à la diversification des habitats en 

fournissant des refuges pour les animaux tels que les poissons, les invertébrés aquatiques, les 

oiseaux et les mammifères, et représentent une source de nourriture pour les herbivores 

(Sand-Jensen and Borum, 1991). Par ailleurs, la distribution des macrophytes dans les 

systèmes lentiques est étroitement liée à la chimie de l’eau, la topographie du lac, les 

variations du niveau de l’eau, la composition du substrat et les interactions avec d’autres 

plantes et animaux (Takamura et al., 2003). Leur longévité étant plus élevée que celle des 

microalgues, elles répondent lentement aux changements des conditions environnementales 

sur plusieurs années.  

 
L’étude faite par Cellamare (2009) met en évidence la valeur écologique des lacs aquitains 

par la rareté et l’originalité de son habitat, où prédominent des espèces végétales rares à forte 

valeur écologique et biologique, notamment à Cazaux, Hourtin et de manière moins marquée 

à Lacanau et Parentis. Cet habitat est caractéristique d’eaux oligotrophes très peu minéralisées 

des plaines sablonneuses.  

Sa valeur patrimoniale est très élevée, de par la présence d’espèces (De Foucault, 2002) : 

- protégées et/ou menacées (prioritaires ou à surveiller) au niveau national : Isoetes 

boryana (Isoète de Bory), Littorella uniflora (Littorelle des lacs), Lobelia dortmanna 

(Lobélie de Dortmann), Caropsis verticillato-inundata (Thorella). 
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- protégées dans diverses régions : Potamogeton polygonifolius (Potamot à feuilles de 

renouée), Juncus bulbosus (Jonc couché), Myriophyllum alterniflorum (Myriophylle à 

feuilles alternes), Hypericum elodes (Millepertuis des marais). 

 

Cependant, l’habitat est très sensible à l’envasement qui favorise l’arrivée d’espèces moins 

spécialisées, au piétinement trop intense consécutif aux activités au bord de l’eau, à la 

stabilisation du plan d’eau, à la régularisation des rives et à l’altération de la qualité des eaux 

(eutrophisation, rejets d’effluents et de biocides ; De Foucault, 2002). Avec l’augmentation de 

l’eutrophisation de certains des lacs considérés dans cette étude, notamment à Parentis,  les 

communautés végétales ont tendance à être remplacées par des espèces exotiques à croissance 

rapide (Vestergaard and Sand-Jensen, 2000) comme le lagarosiphon (Lagarosiphon major), 

l’élodée (Egeria densa), le myriophylle du Brésil (Myriophyllum aquaticum), ou la jussie 

(Ludwigia grandiflora) observées dans ces lacs depuis quelques décennies. 

 

4.2.2 Les macrophytes aquatiques invasifs : une nuisance pour l’écosystème et pour 
l’homme  

Des espèces exotiques de macrophytes sont présentes dans la plupart des lacs, parfois à une 

importante fréquence. Leur utilisation en aquariophilie ou dans les bassins extérieurs est 

probablement la principale cause de leur large dispersion en France.  

Sur la rive Est du lac de Cazaux, a été recensée l’espèce envahissante Ludwigia grandiflora 

(jussie), qui possède une grande amplitude écologique lui permettant de s’adapter à de 

multiples conditions (transparence, vent, nutriments, substrat ; Eigle and Blanchard, 1998). 

Son évolution sur ce secteur de rive est très rapide : de 2006 à 2007 sa fréquence sur les 

profils a doublée (9 à 25%) (Cellamare, 2009). Grâce à sa grande capacité d'adaptation (elle 

se développe sur sable ou sur sol vaseux) et sa résistance aux vents et aux vagues, Ludwigia 

grandiflora colonise actuellement différents secteurs répartis sur tout le pourtour du lac de 

Cazaux (Castagnos and Dutartre, 2001) ainsi que dans la majorité des autres lacs landais 

comme le lac d’Aureilhan (Figure 1.16).  

D’autres plantes aquatiques sont également observées dans les lacs aquitains comme le 

lagarosiphon (Lagarosiphon major), l’élodée (Egeria densa) et le myriophylle du Brésil 

(Myriophyllum aquaticum). L’augmentation de la profondeur, la diminution de la lumière et 

l’augmentation des nutriments dans les sédiments (McCreary, 1991) contribuent à donner aux 

plantes exotiques un avantage compétitif sur les plantes autochtones, leurs besoins en lumière 
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étant faibles, et leur capacité à utiliser les nutriments élevée (Tanner et al., 1993; Feijoó et al., 

2002; Mazzeo et al., 2003). 

 
Figure 1.16 : Carte du réseau hydrographique landais et représentation schématique des zones 
colonisées par la jussie (Ludwigia sp.), le lagarosiphon (Lagarosiphon major) et le 
myriophylle du Brésil (Myriophyllum aquaticum) en 1997 (modifié de Eigle and Blanchard, 

1998). Les zones les plus colonisées sont la chaîne des lacs et étangs landais ainsi que le 
fleuve Adour.  
 

La compétition des plantes aquatiques invasives avec des espèces autochtones peut dans 

certains cas extrêmes conduire à la disparition de ces dernières et provoquer une réduction de 

la diversité floristique d’un lac. Par exemple, la présence de Lagarosiphon major, représentant 

respectivement 18 et 40 % des rives des lacs de Cazaux et Parentis, peut empêcher le 

développement d'autres espèces telles que Myriophyllum alterniflorum (Dutartre et al., 1989). 

La biomasse importante de ces plantes invasives, lorsqu'elle se décompose, peut créer un 

déficit en oxygène modifiant l’équilibre du biotope et donc de la biocénose. Ainsi, ces plantes 

peuvent être responsables de la baisse de la biodiversité dans un milieu (Dutartre et al., 1997 ; 

Cours d’eau non domaniaux

Cours d’eau domaniaux

Zones fortement colonisées
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Thiébaut et al., 1997 ; Haury and Pattee, 1997). Ces déficits sont à associer à l’absence de 

feuilles immergées pouvant contribuer à la production d’oxygène photosynthétique dans la 

masse d’eau et à la présence d’ombrage engendré par les plantes développées au-dessus de la 

surface. De plus, les herbiers de grande superficie ont des impacts hydrauliques car ils 

constituent une gêne pour l'écoulement de l'eau et accélèrent le comblement des milieux par 

piégeage du sédiment et accumulation de matière organique morte pouvant entraîner des 

problèmes pour l'irrigation et le drainage. La présence des herbiers trouble également les 

activités de pêche et de sports nautiques.  

 

Les solutions actuellement utilisées pour lutter contre la prolifération des plantes aquatiques 

dans les lacs landais sont l’arrachage mécanique lorsque l’invasion est très importante, la 

surveillance et l’entretien régulier des plans d’eau (par un arrachage manuel) et l’utilisation 

d’herbicides (Dutartre et al., 2008). Les coûts de ces interventions sont extrêmement variables 

selon l’accessibilité du site (bord ou centre du lac), le type de plante (immergée ou émergée), 

la superficie touchée, l’intensité de la colonisation, la solution de stockage envisagée (coût 

relatif au transport vers le site de dépôt et à la prise en charge des plantes) etc.... Ainsi, en 

1992 sur l’étang du Turc, environ 5600 m3 de jussies ont été extraites mécaniquement sur plus 

de 4 hectares avec un coût d’environ 45 000 euros hors taxes (financé par GEOLANDES, le 

syndicat mixte pour la sauvegarde et la gestion des étangs landais). Entre 2002 et 2006, ce 

sont 53 000 m3 de plantes aquatiques envahissantes qui ont été arrachées sur l’étang blanc 

(source : Conseil Général des Landes). Sur ce type de lac ou d’étang, le montant des 

opérations est généralement compris entre 1 500 et 3000 euros HT pour une intervention 

(Oyarzabal, 1998). Ces solutions présentent chacune des inconvénients : impact important sur 

le milieu pour l’arrachage mécanique, obligation de traiter seulement de petites surfaces avec 

l’arrachage manuel et toxicité des produits herbicides non sélectifs des herbiers. Ce dernier 

processus est par ailleurs de moins en moins utilisé. Se rajoute à cela le devenir des plantes 

arrachées qui risque de provoquer une trop forte accumulation de matières organiques dans le 

milieu et de recoloniser le site par bouturage. Des propositions de recyclage de cette matière 

organique par le biais de compostage, de méthanisation, d’épandages en zones agricoles ou 

forestières, de brûlage pour de petites quantités ont aussi été envisagées. Malgré ces 

difficultés et le coût économique que représente ces travaux, la combinaison d’un arrachage 

mécanique ponctuel avec un entretien régulier des plans d’eau a permis de voir régresser la 

progression de plantes aquatiques envahissantes telle que la jussie dans certains lacs landais 

(Dutartre et al., 2005).  
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En ce qui concerne les différents compartiments biocénotiques, les macrophytes présentant un 

fort développement vont influer le compartiment bactérien, le périphyton, les autres espèces 

de macrophytes, les invertébrés benthiques et les poissons. Les organismes bactériens et 

périphytiques profitent de l’activité métabolique des végétaux. Ces derniers  fournissent au 

milieu des molécules organiques diverses provenant des différents stades de leur cycle de vie, 

ainsi qu’un apport important de matière organique lors de leur sénescence (Peltre et al., 2002).  

 

5 Importance du périphyton associé aux plantes aquatiques dans la 
méthylation du mercure 

 

 Les microorganismes occupent une place importante au sein de l’ensemble des 

écosystèmes puisqu’ils sont en grande partie responsables de la dégradation de la matière 

organique par respiration ou fermentation. Dans le cas de la respiration, la voie métabolique 

empruntée afin de minéraliser la matière organique va dépendre de l’accepteur d’électrons 

disponible. L’ordre d’utilisation des accepteurs d’électrons est basé sur la thermodynamique 

de chacun de ces processus ainsi que sur l’énergie libre disponible pour les microorganismes 

(Froelich et al., 1979).  Ainsi, une stratification des métabolismes va pouvoir être observée 

dans la plupart des environnements (Figure 1.17).  
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Figure 1.17 : À gauche, schématisation de la distribution verticale des accepteurs d’électrons 
dans l’environnement et processus de respiration associé. A droite, processus chimiques qui 
accompagnent généralement les processus de respiration (Canfield et al., 2009).  

 

Cette organisation verticale des processus chimiques et respiratoires peut varier dans la 

mesure où elle est soumise aux paramètres environnementaux qui déterminent  l’activité 

bactérienne. Elle est également soumise aux populations bactériennes qui s’y développent et 

qui peuvent être plus ou moins ubiquistes, créant un recouvrement de certaines zones 

chimiques (Canfield et al., 2009).  

D’autre part, l’organisation verticale des processus métaboliques de respiration va entraîner 

des modifications physico-chimiques du milieu de manière stratifiée. Par exemple, des micro-

niches anoxiques peuvent se former par endroit. Ces micro-niches peuvent se retrouver dans 

des tapis microbiens et plus généralement au niveau de biofilms et d'agrégats riches en 

matière organique. La figure 1.18 schématise la composition d’un macro-agrégat présent dans 

la colonne d’eau et les échanges de matières qui ont lieu avec le milieu externe et interne à 

l’agrégat.    
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Figure 1.18 : Voies de décomposition microbienne associées à des agrégats organiques 
macroscopiques. POM: Matériel Organique Particulaire. Simon et al., 2002. 

 

Les agrégats présents dans la colonne d’eau prennent une part importante dans la 

reminéralisation de la matière organique au sein d’un écosystème (Simon et al., 2002). Les 

échanges avec le milieu extérieur sont en effet très importants. Une grande diversité de 

microorganismes y est observée. Des processus anoxiques peuvent avoir lieu dans certains 

types de macro-agrégats sous des conditions environnementales spécifiques, par exemple dans 

les zones d’oxygène minimum de l’océan (Ploug and Grossart, 1999, Davies and Ploug, 

2001). Ils sont considérés comme des phénomènes éphémères. Cependant, dans le cas du 

périphyton associé aux racines de plantes aquatiques, ce phénomène pourrait être plus 

commun. Le biofilm périphytique, qui se forme sur des substrats inertes (roches, sédiment..) 

ou vivant (racines de plantes aquatiques) est composé d’organismes micro et macroscopiques 

(bactéries, microalgues, champignons,  protozoaires, zooplancton). Sous certaines conditions, 

un gradient de potentiel redox peut se former dû à la diversité métabolique présente (Figure 

1.18).  
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Figure 1.19 : Stratification des biofilms microbiens. Les différents types énergétiques se 
répartissent verticalement. (Warren and Haack, 2001). 
 

Ainsi, des micro-niches anoxiques vont pouvoir se créer permettant le développement de 

MSR (Cypionka et al., 1985 ; Sigalevitch and Cohen, 2000). Hansen and Blackburn (1992) 

ont mis en évidence que les conditions nécessaires à la croissance de microorganismes 

anaérobies apparaissent dès les 10 premiers millimètres d’épaisseur du biofilm. De plus, 

certaines bactéries ont la capacité de résister au stress induit par la présence d’oxygène ou 

d’autres de changer de voie métabolique (Finster and Kjeldsen, 2010).  

Jusqu’à il y a une dizaine d’années, peu d’études s’intéressaient au périphyton dans les 

écosystèmes aquatiques alors qu’il joue un rôle clef dans la production primaire, le cycle des 

éléments nutritifs et les interactions avec le réseau trophique (Vadeboncoeur and Steinman, 

2002). Le périphyton est présent dans l’ensemble des environnements aquatiques. Il séquestre 

plus efficacement les nutriments que le phytoplancton (Björk-Ramberg, 1985; Reuter and 

Axler, 1992; Axler and Reuter, 1996).  De plus, du fait d’un turnover important, le périphyton 

est une importante source de nourriture pour la chaîne trophique, même lorsque sa biomasse 

est faible (Lamberti, 1996 ; McIntire et al., 1996). Il représente une importante source de 

nourriture pour les consommateurs primaires comme les invertébrés, les larves de divers 

organismes, les organismes brouteurs et filtreurs et certains poissons. Sa composition varie en 

fonction des saisons que ce soit en termes d’espèces présentes ou d’abondances de ces 

espèces. Les biofilms périphytiques sont des environnements dynamiques, avec des 
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renouvellements constants des éléments qui les constituent, et sont fortement influencés par 

les variations des paramètres du milieu (physiques, chimiques etc…).  

Compte-tenu de la récente prise en compte du biofilm périphytique dans les réseaux 

trophiques, peu de données sont disponibles sur la structure et sur le fonctionnement de la 

rhizosphère de plantes aquatiques. De nouvelles études relatent la présence d’une importante 

diversité bactérienne au sein du périphyton associé à des racines de plantes aquatiques (Stout 

and Nüsslein, 2005 ; Matsuzawa et al., 2010). Cette diversité est à relier à la possible 

coopération qu’il peut exister entre la plante et les microorganismes présents au sein du 

périphyton, comme cela est largement documenté pour les associations rhizosphériques 

terrestres. Les microorganismes ont un apport constant en matière organique et la plante en 

éléments nutritifs qu’elle peut assimiler. Parmi les différents microorganismes constituant le 

périphyton, plusieurs études ont mis en évidence la présence de MSR (Acha et al., 2005, 

2011; Correira et al., 2011), appuyant l’hypothèse de micro-niche anoxique ou de couche de 

biofilm périphytique anoxique. Notons cependant que, comme il l’a été développé 

précédemment, certains MSR peuvent également supporter la présence d’oxygène dans le 

milieu.  

Le processus de méthylation du mercure par les MSR a longtemps été associé au 

compartiment sédimentaire. Or, ces dernières années, l’implication du périphyton dans la 

méthylation du Hg est devenue évidente (Cleckner et al., 1999; Desrosiers et al., 2006; 

Huguet et al., 2010). Le périphyton est riche en matière organique, favorisant l’adsorption du 

Hg qui, une fois piégé, pourra être méthylé via une activité microbienne  (Hecky and 

Hesslein, 1995; McIntyre and Beauchamp, 2007). Le méthylmercure représente généralement 

une faible fraction du Hg total dans le périphyton, mais elle reste variable  (Cleckner et al. 

1998; Bowles et al. 2001). Dans les Everglades et au Brésil, des taux de méthylation plus 

importants dans le périphyton que dans les sédiments ont ainsi été mesurés. Ces résultats sont 

à relier à la forte biomasse présente dans le périphyton comparativement au sédiment 

(Cleckner et al., 1999; Guimaraes et al., 2000a). Plusieurs études menées dans des 

écosystèmes tropicaux d’eau douce révèlent également d’importants potentiels de méthylation 

d’origine microbienne au niveau du périphyton associé aux racines de plantes aquatiques 

(Guimaraes et al., 2000a, b ; Mauro et al., 2001, 2002). Comme il a été évoqué 

précédemment, plusieurs écosystèmes aquatiques landais sont soumis au développement de 

plantes aquatiques envahissantes (jussie, lagarosiphon, myriophylle du Brésil) qui sont la 

cause de la détérioration du milieu aquatique. Ces plantes pourraient également influencer la 

spéciation et la bioaccumulation du Hg dans le réseau trophique de tels écosystèmes. 



  46 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CHAPITRE II :  

PROCEDURES EXPERIMENTALES  
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1 Préambule 

 

 Un écosystème est défini comme un ensemble dynamique d'organismes vivants qui 

interagissent entre eux et avec le milieu dans lequel ils vivent. En écologie, il constitue la plus 

grande unité que l’on peut observer. L’étude du cycle biogéochimique d’un élément à 

l’échelle de l’écosystème, et a fortiori d’un élément ubiquiste tel que le mercure, implique 

donc une certaine pluridisciplinarité de manière théorique et pratique. Les questions soulevées 

dans cette étude ont donc nécessité l’utilisation de plusieurs techniques issues de domaines 

variés.  

Les techniques de biologie moléculaire présentent l’avantage de permettre l’étude des 

microorganismes indépendamment de leur mise en culture. Ainsi, il devient possible d’avoir 

accès à une plus grande diversité de microorganismes.  Cependant, bien que 90 à 99 % des 

espèces bactériennes ne soient pas « cultivables » (Amann et al., 1995 ; Hugenholtz et al., 

1998), la culture des microorganismes reste parfois nécessaire, notamment pour l’étude des 

mécanismes de méthylation et de déméthylation du Hg, qui sont principalement associés à des 

activités microbiennes. En effet, il semble que ce processus soit souche/population- dépendant 

et non espèce- dépendant (Ranchou-Peyruse et al., 2009). De ce fait, la culture devient 

indispensable à l’élucidation des mécanismes responsables de ces processus, qui soulèvent 

encore à l’heure actuelle de nombreuses questions. Par ailleurs, les concentrations et les taux 

de transformations des espèces mercurielles ainsi que les cinétiques associées à ces 

transformations peuvent être quantifiées grâce aux techniques de chimie analytique, et plus 

particulièrement grâce à la dilution isotopique. Cette technique permet le suivi d’un 

contaminant au sein d’un écosystème. La spéciation du Hg, obtenue par dilution isotopique, 

couplée à l’analyse des isotopes stables du carbone et de l’azote d’un réseau trophique permet 

d’obtenir des informations complémentaires sur la réactivité du Hg à l’échelle de 

l’écosystème.  
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2 Présentation des sites d’études 

 

Les écosystèmes aquatiques landais représentent un atout pour le département des Landes et 

pour la région Aquitaine. La plupart de ces sites sont considérés comme importants d’un point 

de vue écologique, de par la diversité et la rareté des espèces qu’ils abritent et sont ainsi 

protégés par la loi française. En France métropolitaine, les zones humides ne couvrent que 3% 

du territoire mais hébergent un tier des espèces végétales remarquables ou menacées, la 

moitié des espèces d'oiseaux et la totalité des amphibiens et poissons d'eau douce. Ces 

habitats constituent des abris, des lieux pour se nourrir, se reproduire et des étapes migratoires 

pour de nombreuses espèces.  

 

Cette particularité fait des Landes une région appréciée des touristes pendant la période 

estivale. De plus, les villes à leurs abords ne cessent de se développer. Si l’on ajoute à cela la 

présence d’espèces invasives (plantes aquatiques, poissons, écrevisses) répertoriées dans ces 

écosystèmes aquatiques, il est fort de constater que les pressions subies sont multiples et leur 

intensité variable suivant la période de l’année. Durant l’été, la pression touristique s’ajoute à 

la pression biologique, due au développement accru des espèces végétales aquatiques telles 

que le phytoplancton ou les macrophytes. C’est pourquoi les prélèvements ont été effectués 

entre les mois de juin et de septembre. 

 

Au début de l’étude, en septembre 2009, un travail exploratoire sur différents écosystèmes 

aquatiques de la région a été réalisé. Des échantillons de sédiments, de plantes et d’eau ont été 

prélevés dans des sites aux caractéristiques bien distinctes afin de discriminer ceux qui 

feraient ensuite l’objet d’une étude plus approfondie. Les différents sites sont présentés dans 

la figure 2.1. Ces écosystèmes aquatiques étant décris de manière globale dans l’exposé 

bibliographique et de façon individuelle dans les chapitres à venir (paramètres hydrologiques, 

physico-chimiques, niveau trophique), leur description ici ne sera que succincte et 

complémentaire des informations déjà données.  

Suite à l’étude exploratoire, trois sites ont été retenus pour l’étude des transformations du 

mercure dans les différents compartiments aquatiques (eau, sédiment, racines de plantes et 

périphyton associé): le lac de Sanguinet, le lac d’Aureilhan et la rivière Escource. L’une des 

raisons de ce choix est la présence de MSR, détectés par PCR, dans les compartiments 

aquatiques de ces trois sites. Les deux lacs ont été choisis car ils sont soumis à l’invasion de la 
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même espèce de plante aquatique exotique, la jussie (Ludwigia sp.), dont le développement 

est très surveillé dans cette région. Par ailleurs, ils se distinguent l’un de l’autre par leurs 

caractéristiques morphologiques, hydrologiques et leur niveau trophique. La rivière Escource 

a été retenue suite aux concentrations en Hg total mesurées dans les anguilles de ce site, qui 

dépassaient la norme européenne de consommation. Il était également intéressant de comparer 

ce site aux deux autres lacs, dans la mesure où il s’agit d’une rivière et où des plantes 

aquatiques non invasives appartenant à une autre espèce, Callitriches sp., sont présentes. 

Concernant les microcosmes, le lac de Sanguinet a été retenu pour fournir l’eau, les sédiments 

et les plantes aquatiques servant à l’expérience. Cet écosystème a l’avantage de posséder des 

compartiments aquatiques distincts (peu de matière en suspension dans la colonne d’eau). Ce 

dernier point le différencie de celui d’Aureilhan par exemple, où de nombreuses de particules 

(détritus organiques et inorganiques provenant des plantes et du sédiment) sont retrouvées 

dans l’eau. Ce site a également été choisi pour l’isolement de MSR et les tests de capacité de 

méthylation du Hg par les souches.  

 

 

Figure 2.1 : Situation géographique des sites choisis et mise en évidence des réseaux 
hydrographiques (région Aquitaine). 
 

Lac de Sanguinet

Lac d’Aureilhan

Rivière Escource

Rivière Huchet

Lac de Parentis-Biscarrosse 

Océan 

Atlantique

Bassin 

d’Arcachon
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 Lac de Sanguinet 2.1

Le lac de Sanguinet ou de Cazaux-Sanguinet est le plus grand des lacs landais avec une 

superficie de 58 km2 pour un bassin versant d’environ 200 km2. Il est également le plus 

profond avec une profondeur maximale de 23 m et une profondeur moyenne de 8,6 m. Son 

taux de renouvellement annuel est de 0,23. Un canal le relie au lac de Parentis-Biscarrosse. Le 

lac de Sanguinet subit une pression anthropique importante, notamment en période estivale, 

compte-tenu de son attrait touristique (Dutartre et al., 1989). Sur la rive Nord du lac, la base 

aérienne militaire de Cazaux occupe 2/3 de la superficie du plan d'eau. Il est considéré comme 

oligotrophe du fait de la bonne qualité de son eau. Il est utilisé comme source d’eau potable 

pour les agglomérations de La Teste (Cazaux) et de Biscarrosse. La faune piscicole y est 

variée : brochets, sandres, perches, carpes, tanches, anguilles, gardons, goujons, grémilles. 

Le lac est soumis depuis plusieurs décennies au développement de plantes aquatiques 

envahissantes, comme la jussie (Ludwigia sp.), qui a colonisé une grande partie du territoire 

français (Dutartre et al., 2007). La figure 2.2 représente l’évolution de la population de jussie 

sur le lac entre 2006 et 2010. Au printemps et au début de l’été, une oxycline peut être 

observée aux alentours de 12-14 m et une anoxie des eaux peut apparaître à partir de 17 m 

(Bertrin et al., 2007).   
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Figure 2.2 : Évolution de l’abondance de la jussie (Ludwigia sp.) sur le lac de Cazaux-
Sanguinet entre 2006 et 2010 (source : Service Eau et Environnement-Communauté de 
communes des Grands lacs, 2010). 
 

 Lac de Parentis- Biscarrosse 2.2

La superficie du lac de Parentis-Biscarrosse est de 35 km2 et celle de son bassin versant est 

d’environ 275 km2. Sa profondeur moyenne est de 6,7 m et sa profondeur maximale atteint 

20,5 m. Son taux de renouvellement annuel est de 1,02. Il est connecté aux eaux du lac de 

Cazaux-Sanguinet par un canal comportant un barrage de régulation et une écluse permettant 

le passage des bateaux de plaisance d'un plan d'eau à l'autre. De nombreuses espèces de 

poissons sont représentées : gardons, rotengles, brèmes, tanches, carpes, sandres, brochets, 

perches, anguilles. Il est également soumis au développement de plantes aquatiques 

envahissantes, dont la répartition entre 2006 et 2010 pour la jussie est représentée figure 2.3. 

Comme au lac de Sanguinet, les activités nautiques représentent un usage important du lac 

(Dutartre et al., 1989). Il a accueilli dans le passé une importante base d'hydravion ayant servi 

à l'Aéropostale et aux compagnies Latécoère et Air France comme aéroport international (vols 

transatlantiques) dont les aménagements sont toujours présents. Sa rive Ouest est occupée 

dans sa totalité par le Centre d’Essais des Landes. L’exploitation pétrolière est une autre 
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activité importante du lac. En 2005, la production annuelle était de l’ordre de 141 000 tonnes, 

soit environ 13 % de la production nationale (propriétaire : ESSO).  

Ces différentes pressions anthropiques ont donc généré une dégradation de la qualité des eaux 

du lac, considéré comme eutrophe. Des blooms de cyanobactéries sont régulièrement 

observés (Dutartre et al., 1989; Beuffe, 2002).  

 

 

Figure 2.3 : Évolution de l’abondance de la jussie (Ludwigia sp.) sur le lac de Parentis-
Biscarosse entre 2006 et 2010 (source : Service Eau et Environnement-Communauté de 
communes des Grands lacs, 2010).  

 

 Lac d’Aureilhan  2.3

Le lac d’Aureilhan est un site classé (Natura 2000, ZNIEFF de type 1) avec une superficie de 

3,5 km2 pour un bassin versant de 475km2. La profondeur moyenne de ce lac est de 1,9 m et 

sa profondeur maximale est de 5,6 m. Le taux de renouvellement annuel de son eau est de 

52,5. Sa situation hydrographique le place à la fin d’un vaste bassin versant puisqu’il reçoit 

les eaux des lacs de Cazaux-Sanguinet et de Parentis-Biscarrosse. Il est également alimenté 

par la rivière Escource. Son exutoire vers l’océan est le courant de Mimizan. Ce lac est 
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également soumis au développement invasif de la jussie (Figures 2.4 et 2.5). Comme la 

plupart des lacs et rivières landaises, d’autres plantes aquatiques envahissantes s’y 

développent comme le lagarosiphon (Lagarosiphon major) et le myriophylle du Brésil 

(Myriophyllum brasiliense). Son niveau trophique est évalué comme eutrophe. Les activités 

nautiques y sont également développées.  

 

 

 

Figure 2.4 : a/Tiges flottantes de jussie (Ludwigia sp); b/invasion des berges du lac 
d’Aureilhan par la jussie. (2009).  
 

 

 

 

 

 Figure 2.5 : Évolution de la répartition de la jussie (Ludwigia sp) sur le lac d’Aureilhan en 1988 et en 
1997. Tiré de l’étude de Castagnos et Dutartre (2001). 
 

 

b a 
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 La rivière Escource 2.4

L'Escource est l’un des principaux tributaires du lac d'Aureilhan. La qualité physico- 

chimique de cette rivière est très stable sur la période 1999-2008. Pour la dernière campagne, 

les résultats indiquent que la qualité de l’eau est bonne à très bonne vis- à- vis de l'ensemble 

des altérations qualifiées, à l'exception de l'altération "minéralisation". La faible 

minéralisation de l'eau de l'Escource s'explique par des caractéristiques communes aux cours 

d'eau à fond sableux. 

Aucune plante aquatique envahissante n’a été observée sur cette rivière dès lors que l’on 

s’éloigne de son embouchure situé vers le lac d’Aureilhan, où des jussies peuvent être 

observées sur les rives. Le débit important de la rivière et sa température plus fraîche que celle 

du lac, sont des facteurs défavorables à la colonisation par des plantes aquatiques exotiques. 

Cependant, une espèce de plante aquatique ornementale mais non invasive, la callitriche 

(Callitriches sp.), a été observée.  

 

 Le courant d’Huchet 2.5

Le courant d'Huchet est un fleuve côtier. Il est l'exutoire de l'étang de Léon et se jette dans 

l'océan. Il est classé comme réserve naturelle car de multiples faciès sont représentés allant du 

cordon dunaire à la forêt des Landes, en passant par les marais et les tourbières, abritant ainsi 

une diversité floristique et faunistique de qualité. La réserve naturelle du courant d'Huchet a 

été créée le 29 septembre 1981. Elle est l’une des trois réserves naturelles nationales du 

département des Landes. Elle occupe une superficie de 618 ha. C’est également un site très 

touristique mais mieux protégé que les autres par son statut de réserve. Le courant d'Huchet 

n'est pas ouvert à la navigation privée, il est réservé à des bateliers professionnels. 

L’agence de l’eau Adour-Garonne a débuté le suivi de la qualité de l'eau du courant d'Huchet 

en 2006. En 2008, la qualité de l'eau d'Huchet est classée bonne à très bonne pour la majorité 

des altérations qualifiées, moyenne pour les altérations "matières organiques et oxydables" et 

« matières azotées hors nitrates", et médiocre pour l'altération "minéralisation".  
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3 Description des échantillonnages in situ et des expériences conduites en 
laboratoire 

 

 Échantillonnage in situ pour l’étude exploratoire des sites 3.1

Les échantillonages ont été conduits au mois de septembre et d’octobre,  sur l’année 2009 et 

2010 pour les macroorganismes aquatiques (chapitre 3 du manuscrit) et les microorganismes 

(chapitre 5).  

 

Prélèvements pour la microbiologie et la biologie moléculaire 

Concernant l’étude des microorganismes, des échantillons d’eau (filtrée sur site sur un filtre 

stérile de porosité 0, 22 µm), de sédiments et de plantes aquatiques provenant des différents 

sites précédemment présentés ont été prélevés avec soin (gants, pince propre pour manipuler 

les filtres à eau, spatule propre pour prélever le sédiment, scalpel stérile pour répartir les 

racines dans les tubes). Les échantillons ont été stockés dans des cryotubes et placés 

directement dans de l’azote liquide sur le terrain. Une fois au laboratoire, ils ont été conservés 

à -80 °C. Une analyse T-RFLP a été réalisée sur les gènes dsrAB afin d’étudier la diversité des 

MSR présents dans les différents compartiments (eau, sédiments, racines de plantes) de 

chaque site. Les échantillons de racines de plantes ont également été utilisés pour étudier la 

diversité bactérienne par clonage du gène codant pour l’ARNr 16S sur les sites de Sanguinet et 

d’Aureilhan.  

Lors de ces campagnes, des racines aquatiques de jussie (Ludwigia sp.) provenant du lac de 

Sanguinet ont également été prélevées dans des cryotubes avec ajout de glycérol (30 %) et 

dans des flacons stériles pour un isolement ultérieur. De retour au laboratoire, les cryotubes 

ont été conservés à – 80 °C et les autres flacons stockés à 4 °C pour une mise en culture 

rapide des MSR présents dans le périphyton des racines de jussie. 

 

Prélèvements pour le dosage du mercure et l’analyse des isotopes stables de l’azote et du 

cabone 

Les macroorganismes aquatiques ont été prélevés sur les sites de Sanguinet, Aureilhan, 

Parentis-Biscarrosse, Escource et Huchet dans le but de mesurer leur concentration en 

mercure et d’analyser les isotopes stables du carbone et de l’azote afin d’obtenir des 

précisions sur le réseau trophique de chaque site. Les prélèvements d’invertébrés (écrevisses, 

mollusques) ont été effectués à la main et par épuisette. Des pêcheurs volontaires ont 



  56 
 

gracieusement fourni des poissons provenant de Parentis-Biscarrosse, d’Aureilhan et de 

Sanguinet. Les poissons d’Huchet ont été pêchés au filet. Enfin, l’ONEMA des Landes 

(Office National de l’Eau et des Milieux Aquatiques) a pêché les poissons venant de 

l’Escource par pêche électrique. Les organismes ont été mis dans des sacs plastiques type ZIP, 

conservés dans de la glace jusqu’au retour au laboratoire et disséqués le jour même. Des 

échantillons de muscle dorsal et de foie ont été prélevés pour les poissons. Pour les 

mollusques, la glande digestive a été separée du reste du corps mou et un échantillon de 

chaque a été prélevé. Pour les écrevisses, le muscle et l’hépatopancréas ont été échantillonnés. 

Les échantillons ont été conservés à -20 °C en attendant les analyses. 

 

 Expérience en laboratoire : implication des différents compartiments 3.2
aquatiques dans la méthylation et la déméthylation du mercure pour trois 
sites landais 

Les prélèvements nécessaires à l’expérience d’incubations en laboratoire, dont les résultats 

sont détaillés dans le chapitre 4 du manuscrit, ont été réalisés en septembre 2010 sur les lacs 

de Sanguinet et d’Aureilhan, et sur la rivière Escource. L’utilisation d’isotopes stables du Hg 

nécessite des conditions de prélèvement et de stockage particulières. Les méthodes 

analytiques employées pour mesurer ces isotopes sont précises et sensibles et de ce fait une 

contamination des échantillons par la vaisselle employée peut être aisée. L’ensemble des 

instruments utilisés pour le prélèvement (spatules, pinces etc…) et pour le stockage (bidons 

pour l’eau, récipients plastiques pour récolter les plantes et le sédiment, flacons pénicilline 60 

ml utilisés pour les incubations) ont donc préalablement subi un nettoyage par la méthode dite 

« ultraclean», détaillée dans la partie consacrée aux dosages des isotopes stables du Hg.  

Les échantillons d’eaux, de sédiments et de plantes ont été prélevés et ramenés au laboratoire 

pour les incubations, permettant ainsi le contrôle de l’ensemble des paramètres de 

l’expérience. Les plantes utilisées pour ces incubations sont la jussie (Figure 2.6.a), possédant 

des racines aquatiques et présente sur les berges des lacs de Sanguinet et d’Aureilhan, et la 

callitriche, possédant des racines hypogées (Figure 2.6.b) et récoltée dans le lit de la rivière 

Escource. Une attention particulière a été portée aux racines de plantes aquatiques afin de ne 

pas endommager le périphyton présent sur le pourtour des racines. 
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Figure 2.6 : a/  La jussie (Ludwigia sp.) et ses racines aquatiques b/ La callitriche (Callitriche 

sp.) et ses racines hypogées. 
 

Les incubations ont été lancées le jour-même du prélèvement sur le terrain. Le schéma ci-

dessous (Figure 2.7) résume le déroulement de l’expérience. Des détails supplémentaires sont 

disponibles dans le chapitre 4 du manuscrit. 

 

 

Figure 2.7 : Schématisation de l’expérience d’incubation utilisant les isotopes 199Hg(II) et 
201MeHg du Hg pour la détermination des potentiels de méthylation et de déméthylation du 
Hg associés aux différents compartiments aquatiques (eau, sédiment, racines de macrophyte, 
périphyton associé aux racines de macrophyte) pour trois sites landais. Les chiffres sous les 
flacons indiquent le nombre de témoins et d’échantillons incubés avec les isotopes du Hg (3 
témoins et 3 contaminés pour l’eau par exemple). 
 

Des incubations d’eau non filtrée (30 mL d’eau non filtrée), de sédiment (5 g poids humide 

avec 30 mL d’eau non filtrée), de racines (15 g poids humide avec 30 mL d’eau non filtrée), 

25°C  ; obscurité ; 76h d’incubation

Pour Sanguinet, Aureilhan et Escource:
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et de périphyton fixé sur les racines (1 g poids humide avec 30 mL d’eau non filtrée) ont été 

réalisées pour chacun des 3 sites. Le périphyton fixé sur les racines a été collecté en rinçant 

plusieurs fois  les racines avec de l’eau du site non filtrée et en centrifugeant la solution 

obtenue 15 min à 10 000g afin de récuperer le culot. 

Des incubations sur les racines ont également été réalisées avec ajout de sulfate (20 mM) et de 

plusieurs sources de carbone (pyruvate 5 mM, lactate 5 mM, acetate 5 mM, glycerol 5 mM) à 

l’eau du site afin de favoriser le dévelopement bactérien, et plus particulièrement les MSR. 

Ces incubations sont notées « racines enrichis pour MSR ». Pour les  témoins de cette 

condition, une solution de molybdate (20 mM) a également été ajoutée, afin d’inhiber 

l’activité de sulfato-réduction. La temperature choisis pour ces incubations correspond à la 

température que peuvent atteindre l’eau de ces lacs en été.  

Les incubations d’eau ont été arrêtées par addition de HCl ultrex (1% v/v) et stockés à 4°C 

dans le noir. Les autres incubations (sédiment, racines, périphyton) ont été arrêtées en plaçant 

les flacons à -80 °C. Le dosage des espèces mercurielles a par la suite été réalisé par GC-

ICPMS, cette technique est détaillée plus loin dans le chapitre. 

 

 Expérience en microcosmes : Influence des plantes aquatiques envahissantes 3.3
sur la contamination trophique par le mercure  

L’échantillonage pour la mise en place des microcosmes (eau, sédiment, plante), dont les 

résultats sont présentés dans le chapitre 6 du manuscrit, a été réalisé en juin 2011 sur le lac de 

Sanguinet. Ce site a été choisi comme lieu de prélèvement pour plusieurs raisons, la première 

est que les différents compartiments aquatiques de ce lac sont relativement distincts, du fait 

du peu de matière en suspension présente dans la colonne d’eau. La jussie (Ludwigia sp.), 

présente sur ce lac, a été choisie comme modèle végétal car c’est une des espèces de plantes 

exotiques colonisant les écosystèmes aquatiques landais. De plus, d’un point de vue 

logistique, les berges du lac sont faciles d’accès et ce site est proche du laboratoire où 

l’expérience a été réalisée (station marine d’Arcachon), permettant ainsi la mise en place des 

microcosmes le jour-même du prélèvement. Enfin, le lac de Sanguinet est également un site 

important écologiquement et économiquement pour la région.  

L’utilisation d’un isotope stable du mercure, ici 199Hg(II), qui plus est à une concentration 

relativement faible (1 µg. L-1 dans l’eau), a nécessité que le matériel de prélèvement et de 

stockage utilisé soit nettoyé à l’acide (méthode « ultraclean »). Afin de minimiser l’adsorption 

du Hg sur les parois des unités expérimentales, des poches en téflon spécialement 
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dimensionnées pour ces unités et préalablement nettoyées à l’acide via la méthode 

«ultraclean », ont été placées à l’intérieur de chaque aquarium (fabrication : entreprise 

Electroplast). Le design expérimental est résumé sur la figure 2.8. Trois conditions ont été 

testées : une constituée de sédiment et d’eau du site (condition « sédiment », avec 3 unités 

témoins et 3 unités contaminées), une seconde condition constituée d’une plante et d’eau du 

site (condition « plante », avec 2 unités témoins et 2 contaminées), une troisième condition 

contenant à la fois du sédiment, une plante et de l’eau du site (« sédiment + plante», avec 3 

unités témoins et 3 contaminées). Au cours de l’expérience, chacune des unités 

expérimentales a accueilli 4 poissons appartenant à l’espèce Pseudancistrus sp., élevés en 

laboratoire (Figure 2.9). Au total ce sont 16 unités expérimentales qui ont été mises en place 

(8 témoins et 8 contaminés). 

 

 

Figure 2.8 : A/Plan expérimental des microcosmes mis en place pour l’étude du suivi et de la 
quantification du 199Hg(II) dans les différents compartiments aquatiques avec comme site 
modèle le lac de Sanguinet, comme modèle végétal la jussie (Ludwigia sp.) et comme modèle 
animal Pseudancistrus sp. B/ Photo des microcosmes. Dimension des aquariums : 30 cm de 
haut, 25 cm de profondeur et 12,5 cm de large. Epaisseur du verre : 5mm.  
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Figure 2.9 : Pseudancistrus sp. Le poids moyen des poissons utilisés dans cette expérience 
était de 3,0 ± 0,4g et leur taille moyenne de 63,9 ± 2,4 mm. 

   

 

Dans les conditions « sédiment » et « sédiment + plante », 2 kg de sédiment ont été ajoutés 

par microcosme. Ce sédiment a été préalablement tamisé afin d’enlever tout macroorganismes 

(mollusques, invertébrés…) pouvant interférer avec l’expérience. Dans les conditions 

« plantes » et « sédiment + plantes », seulement un plant de jussie, préalablement pesé et 

mesuré, a été ajouté dans les microcosmes. En effet,  au vu de la taille d’une plante (en 

moyenne 127 ± 21cm de long pour une masse de 76 ± 21  g poids humide) et de celle des 

aquariums, il a été decidé de ne mettre qu’une jussie. Enfin, 6 L d’eau du site ont été ajoutés 

dans l’ensemble des unités expérimentales. Le déroulement de l’expérience est résumé dans la 

figure 2.10. Un temps d’acclimatation et de stabilisation de 5 jours après la mise en place des 

microcosmes a été effectué. Puis, 1 µg199Hg(II).L-1 a été ajouté à la colonne d’eau pour les 

conditions contaminées. Les paramètres physico-chimiques (oxygène, pH, température) ont 

été suivis quotidiennement. La concentration en Hg total de l’eau des unités expérimentales 

contaminées a été mesurée quotidiennement.  

 

 

Figure 2.10: Protocole expérimental pour l’expérience réalisée en microcosmes.  
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Lorsque la concentration en Hg total dans l’eau a atteint la limite de détection de l’appareil, 

des échantillons d’eaux (100 mL prélevés et acidifiés avec 1% de HCl), de sédiments (environ 

10 g humide) et de racines de plantes (environ 5 g humide) ont été prélevés (« T0 » de 

l’expérience). Les eaux ont été stockées à 4°C, les sédiments et les plantes à -20°C en 

attendant d’être analysés. Par la suite, les poissons périphytophages ont été introduits dans 

l’ensemble des unités expérimentales, à raison de 4 poissons par unité expérimentale. Le laps 

de temps entre les prélèvements et l’introduction des poissons a été délibérément maximal 

(plusieurs heures) afin de laisser le temps aux microcosmes de se re-stabiliser 

(l’échantillonnage ayant pu provoquer des perturbations du milieu). Le but de l’expérience 

étant d’observer une contamination d’origine trophique, les poissons n’ont été introduit que 

quand les concentrations en Hg de l’eau n’étaient plus détectables par spectrophotométrie 

d’absorption atomique sans flamme (AMA), afin d’éviter une contamination directe (par 

l’eau). Au final, les poissons ont été introduits 7 jours après l’ajout de la solution de 199Hg(II). 

Le choix du nombre de poissons à introduire par unité a tenu compte des besoins pour les 

analyses ultérieures et de la taille des aquariums.  

Au bout de 14 jours, l’ensemble des unités expérimentales a été sacrifié (« TF », temps final 

de l’expérience). Là encore, des échantillons d’eaux, de sédiments et de racines de plantes ont 

été prélevés, dans les mêmes conditions que pour le « T0 ». Concernant les poissons, 3 sur 4 

ont été disséqués le jour même, le dernier poisson a été congelé pour d’autres analyses 

éventuelles. Différents organes ont été récupérés : le muscle dorsal (deux prélèvements), le 

foie, les branchies et le tube digestif. De plus, les contenus intestinaux des poissons ont été 

récupérés et stockés à -80°C afin de pouvoir par la suite caractériser la diversité des MSR 

présents dans le tube digestif en les isolant.  

 

Les concentrations  en Hg ont été analysées par dilution isotopique pour les échantillons 

d’eau, de sédiments, de plantes et l’un des deux échantillons de muscle de poisson, récoltés à 

T0 et à TF dans les unités contaminées. Les concentrations en Hg total des différents organes 

de poissons (muscle, foie, brachie, intestion) ont également été mesurées par 

spectrophotométrie d’absorption atomique sans flamme (AMA). De plus, les concentrations 

en Hg total ont été mesurées dans 4 poissons contrôles (non introduits dans les unités) afin 

d’avoir le bruit de fond des concentrations en Hg dans les poissons avant le début de 

l’expérience. Les techniques analytiques employées sont décrites plus loin dans ce chapitre. 
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4 Outils utilisés pour l’étude des micro-organismes 

 

 Approches moléculaires: 4.1

4.1.1 Extraction des ADNs génomiques 

Les ADNs génomiques issus des différents échantillons prélevés in situ (eau, sédiments, 

racines de plantes aquatiques) ont été extraits grâce au kit PowerSoil® DNA Isolation Kit - 

MO BIO Laboratories, selon les recommandations du fournisseur. Dans ce kit, deux types de 

lyses cellulaires sont successivement appliqués aux échantillons afin d’augmenter la 

récupération d’ADN provenant d’un large spectre de bactéries. La première est une lyse 

mécanique par broyage suivie d’une lyse enzymatique. Les deux principaux avantages d’un 

kit d’extraction sont la rapidité d’obtention des ADNs génomiques ainsi que la 

reproductibilité de cette méthode limitant ainsi les biais lors de la comparaison des 

échantillons, tous traités avec le même kit. Une étape supplémentaire a cependant été 

nécessaire dans le cas des racines de plantes aquatiques afin de séparer les bactéries fixées sur 

les racines, avant d’utiliser le kit d’extraction d’ADN. Pour cela, 250 mg de racines ont été 

préalablement suspendues dans 1 ml de pyrophosphate 1% et vortexées pendant 15 min. Cette 

étape a été réalisée deux fois. Le surnageant a ensuite été centrifugé pendant 10 min à 10 000 

g et le culot re-suspendu dans 1 ml d’eau MilliQ autoclavé avant extraction de l’ADN.   

 

4.1.2 Vérification qualitative et quantitative des ADNs génomiques extraits 

Pour chaque échantillon, la qualité et la quantité des ADNs génomiques extraits ont été 

vérifiées par migration électrophorétique sur gel d’agarose (QA-Agarose, Q-Biogène). La 

composition des gels était de 1 % (m/v) d’agarose dans un tampon TBE 1X (acide borique 90 

mM, Tris- base 90 mM, EDTA 2,5 mM pH 8,3) et d’une solution de bromure d’éthidium à 

une concentration de 0,5 μg.mL-1 (Bet: agent intercalant de l’ADN). Les migrations furent 

réalisées sous une tension de 100V durant 20 minutes. Les gels sont ensuite placés sous UV et 

les ADNs génomiques visualisés par fluorescence. Afin d’évaluer l’efficacité de migration et 

la taille des fragments d’ADN des échantillons, un marqueur de taille moléculaire (Smart 

ladder échelle de 200 à 10000 pb, Eurogentec) a été systématiquement ajouté lors de chaque 

migration.  
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4.1.3 Réaction de Polymérisation en chaine (PCR) et purification des amplicons 
obtenus  

La PCR est une technique d’amplification enzymatique réalisée in vitro qui permet de cibler 

un fragment précis d’ADN contenu dans une matrice complexe d’ADNs génomiques et 

permet d’obtenir un grand nombre de copies identiques de ce fragment ciblé. Cette méthode 

est relativement rapide (moins de 3h), l’amplification du fragment de l’ADN cible étant 

exponentielle. Elle repose sur l’utilisation de deux amorces de polarité opposée encadrant le 

fragment à amplifier (Mullis et al., 1986; Saiki et al., 1985).  

Trois étapes se succèdent lors de la PCR et sont répétées plusieurs fois grâce à un 

thermocycleur automatisé (PTC-100 ou 200, MJ Research) en fonction de la quantité d’ADN 

voulue: la dénaturation de l’ADN par élévation de température, l’hybridation des amorces 

(température d’hybridation évaluée par Tm= 2AT + 4GC) et la synthèse du brin 

complémentaire grâce à une ADN polymérase thermostable (Taq polymérase). La PCR 

commence par une étape de dénaturation de l’ADN et se termine par une étape d’élongation 

finale.  

Les conditions d’amplification de l’ADN ciblant une population bactérienne sont variables en 

fonction de la matrice dont est issue l’échantillon et nécessite une optimisation en fonction 

des amorces utilisées. Ainsi, les conditions de PCR ont été optimisées pour chaque couple 

d’amorces et appliquées de manière uniforme pour l’ensemble des échantillons, permettant la 

comparaison des résultats d’analyses. De plus, dans certains cas la quantité d’ADN obtenue 

par PCR est insuffisante et nécessite la réalisation d’une PCR nichée, c’est-à-dire une seconde 

PCR sur les amplicons obtenus lors de la première grâce à un couple d’amorces s’hybridant à 

une partie interne de la première séquence amplifiée. Cette méthode permet de gagner en 

sensibilité et en spécificité. Lors de l’amplification des gènes codant pour la bisulfite 

réductase (dsrAB), les quantités d’ADN de la matrice génomique initiale de certains 

échantillons étaient trop faibles. De ce fait, une PCR nichée a été systématiquement realisée 

sur l’ensemble des échantillons. La première amplification (~1905pb) a été effectuée avec les 

amorces dsr1F et dsr4R ciblant les gènes de l’opéron dsrAB et la seconde amplification avec 

les amorces dsr619AF et dsr1905BR (~1300pb), dessinées par Giloteaux et al., 2010. Les 

caractéristiques des différentes amorces utilisées sont résumées dans le tableau 2.1. 
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Tableau 2. 1 : Caractéristiques des différents couples d’amorces spécifiques utilisées lors des 
PCR. Les amorces 619AF et 1905BR ont été utilisées en PCR nichée sur l’amplicon obtenu 
avec les amorces 1F et 4R ainsi que lors de la T-RFLP grâce à des oligonucléotides 
fluorescents. 
 

Communauté 
bactérienne 

ciblée 

Gène 
amplifié 

Amorces 
Taille du 
fragment 

Séquence (5'-3') Référence 

Eubactéries 
ADNr 
16S 

63F ~ 1300 
pb 

CAG GCC TAA CAC ATG CAA GTC Marchesi 
et al., 
1998 1387R GGG CGG WGT GTA CAA GGC 

Bactéries 
sulfato-

réductrices 
dsrAB 

dsr1F ~ 1900 
pb 

ACS CAC TGG AAG CAC G Wagner et 

al., 1998 dsr4F GTG TAG CAG TTA CCG CA  

Bactéries 
sulfato-

réductrices 
dsrAB 

619AF ~ 1300 
pb 

GYC CGG CVT TCC CST ACA A Giloteaux 
et al., 
2010 1905BR RTG HAC SCG GCC GCA CAT 

 

La réaction de PCR est réalisée dans un volume final de 50 µl contenant environ 10 ng 

d’ADN matriciel, 0,4 μM de chacune des deux amorces utilisées (tableau 2.1), 0,2 mM de 

dNTPs, 1,5 mM de MgCl2, 1,25 U de Taq polymerase (Eurobio) et le tampon réactionnel à 

une concentration finale de 1X. Le tableau 2.2 résume les conditions d’amplification de 

l’ADN appliquées aux échantillons d’eau, de sédiment et de racines de plantes.  

 

Tableau 2.2 : Conditions de PCR appliquées pour chaque communauté bactérienne. 
 

ADNr 16S   dsrAB   dsrAB nichée   

5min à 95°C   5min à 94°C   5min à 94°C   

 35 cycles 

 35 cycles 

 35 cycles 

45 sec à 95°C 30 sec à 94°C 45 sec à 94°C 

45 sec à 58°C 30 sec à 53°C 30 sec à 56°C 

1 min à 72°C 1,5 min à 72°C 1 min à 72°C 

   10 min 72°C   10 min 72°C   10 min 72°C   

 

 

Une purification de l’ensemble des produits PCR a été réalisée à l’aide du kit commercial 

GFX PCR DNA and Gel Band Purification Kit (GE Healthcare, Amersham Biosciences 

laboratory). Cette purification permet de séparer le fragment d’ADN amplifié du reste des 

composants du milieu de réaction (protéines, sels) et notamment des autres acides nucléiques 

(amorces non utilisées, amplification de séquences non désirées inférieures à 100 paires de 

bases, etc…). 
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4.1.4 Analyses moléculaires de la diversité 

Analyse du polymorphisme de longueur des fragments terminaux de restriction (Terminal 

Restriction Fragments Length Polymorphism - T-RFLP) 

 

Principe 

La T-RFLP est une méthode développée par Liu et al. (1997) qui permet de mettre en 

évidence le polymorphisme de taille des fragments terminaux de restriction (T-RFs : terminal 

restriction fragments) au sein d’une matrice d’ADNs génomiques. Cette technique permet 

d’étudier et de comparer des communautés microbiennes simples ou complexes grâce à 

l’obtention d’une empreinte moléculaire qui sera spécifique à chaque communauté (Hartmann 

and Widmer, 2008). La T-RFLP est reconnue comme étant rapide, sensible et reproductible. 

Elle permet donc de mettre en évidence la diversité et la similarité d’échantillons 

environnementaux et peut, dans certains cas, refléter la dynamique des communautés 

bactériennes.  

La première étape consiste en l’amplification des gènes d’intérêt par PCR (dans cette étude, 

les gènes dsrAB codant pour la bisulfite réductase) grâce à des amorces marquées d’un 

fluorochrome. Les amplicons obtenus sont ensuite hydrolysés par des endonucléases de 

restriction. Les produits de la digestion sont séparés par électrophorèse capillaire (ABI Prism 

300) générant des T-RFs, le profil électrophorétique constituant donc l’empreinte moléculaire 

de la communauté bactérienne. La longueur de ces T-RFs peut varier d’une espèce à l’autre 

selon la position de la séquence nucléotidique reconnue par l’enzyme. Les populations 

bactériennes sont ainsi représentées par la taille en paires de base (pb) de leurs fragments de 

restriction terminaux respectifs ainsi que par la hauteur des T-RFs reflétant de manière semi-

quantitative l’abondance de la population bactérienne considérée.  

 

Protocole expérimental 

Afin de caractériser les communautés de MSR au sein des échantillons (eau, sédiment, plantes 

aquatiques pour les différents sites landais), les gènes de la dsrAB ont été sélectionnés. Au 

sein du couple d’amorces, seul un oligonucléotide porte un fluorochrome au niveau de son 

extrémité 5’ (fluorescéine phosphoramidite, noté FAM dans le sens direct).  

Les quantités d’ADN amplifiées ont ensuite été estimées grâce à l’utilisation d’un marqueur 

de taille, le Smart Ladder (Eurogentec, USA) lors de l’électrophorèse. En suivant les 

recommandations du fournisseur, à chaque bande est associée une quantité d’ADN permettant 
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la comparaison des intensités de fluorescence du marqueur avec celles des amplicons issues 

de la  PCR.  

Environ 700 ng des différents produits PCR purifiés sont soumis à une digestion enzymatique 

par l’endonucléase de restriction Sau3AI selon les recommandations du fournisseur (New 

England BioLabs). Plusieurs enzymes ont été préalablement testées et SAU3AI est apparue 

comme étant celle donnant accès à une plus grande diversité (nombre de TRFs). L’enzyme de 

restriction utilisée reconnait des sites spécifiques de clivages (/GATC dans le sens 5’-3’ pour 

SAU3AI) à 4 paires de bases et présente ainsi une fréquence de coupure importante (44 = 256 

paires de base). L’hydrolyse a été réalisée dans le tampon réactionnel correspondant (d’après 

les recommandations du fournisseur) avec 10 unités d’enzyme pour digérer environ 1 μg 

d’ADN amplifié. Une incubation de 3 heures est réalisée à 37°C, température optimale de 

l’activité de l’enzyme.  

Une fois la digestion terminée, seulement 100 ng d’ADN issus de la digestion subissent une 

dénaturation physique pendant 5 min à 95°C, en présence de 20 μL de formamide (dénaturant 

chimique) ainsi que de 0,5 μL de marqueur de taille moléculaire (TAMRA 500, Applied 

Biosystems). La réaction est ensuite stabilisée dans de la glace. Les produits de digestion 

dénaturés sont ensuite séparés par électrophorèse capillaire grâce à un séquenceur 

automatique (ABI PRISMTM 310 Genetic Analyser, Applied Biosystem). Après une 

injection électrocinétique de l’échantillon pendant 30 secondes dans un capillaire contenant 

un gel polymère adapté (gel de polyacrylamide Pop- 4, Applied Biosystems), la migration est 

effectuée sous une tension de 15 kV pendant 30 minutes à 60°C. Cette migration entraîne 

alors la séparation des différents fragments de restriction selon leur taille. Seuls les fragments 

de restriction en position terminale (T-RFs) vont être détectés, car ils contiennent l’amorce 

fluorescente. Une analyse préliminaire des électrophorégrammes est réalisée grâce au logiciel 

Genescan v3.0 (Applied Biosystems), permettant de déterminer les tailles des différents 

fragments détectés par comparaison au standard interne de taille moléculaire (TAMRA 500,  

Applied Biosystems). 

 

Analyses des données de T-RFLP 

L’analyse statistique des données de T-RFLP vise à répartir, en un certain nombre de groupes, 

les différents profils T-RFLP en fonction de leurs caractéristiques respectives mesurées (T-

RFs définis par la taille en paires de base noté pb, aire ou hauteur de l’intensité de 

fluorescence, exprimée en unité de fluorescence notée UF). 
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Un profil est obtenu pour chaque échantillon et exporté sous forme d’une matrice de données 

contenant les différents pics détectés (les T-RFs sont identifiés selon leur taille en pb) et 

l’abondance de chaque pic (la hauteur du pic c’est-à-dire son intensité en UF). 

La T-RFLP étant une technique semi-quantitative, seule l’intensité relative des pics 

significatifs a été retenue. Les données ont donc été normalisées en divisant l’intensité de 

chacun des pics (Ii) par l’intensité totale du signal (à savoir la somme de l’intensité de tous les 

pics, toujours supérieure à 15000 unités de fluorescence). L’équation appliquée est la 

suivante:  

Pi= Ii/ Somme Ii de i= 1,R 

 

où Ii est l’intensité du pic i, pi est l’intensité normalisée du pic i, et R le nombre total de pics 

 

Les T-RFs présentant une intensité de fluorescence relative inférieure à 0,5 % (pi < 0,005) ont 

par la suite été éliminés dans le but de minimiser les variations liées à l’efficacité des PCR 

(Hewson et al., 2004). Une matrice de données définitives est ainsi obtenue sous forme de  

tableau croisé dynamique avec les T-RFs (tailles des fragments en pb) comme premières 

variables et les différents échantillons comme secondes variables. Ce tableau servira de base 

pour les analyses statistiques.  

Le logiciel MultiVariate Statistical Package (MVSP) version 3.12.d 

(http://www.kovcomp.com) a été utilisé pour les analyses statistiques exploratoires 

multidimensionnelles des données. Il a permis de représenter graphiquement la répartition des 

échantillons sous forme de dendrogrammes grâce à la méthode UPGMA (Unweighted-Pair 

Group Method using arithmetic Averages) ou sous forme d’analyses de correspondance à 2 

dimensions. La méthode d’analyse canonique des correspondances (ACC) a été utilisée 

lorsque des données environnementales pouvaient être associées avec les données de T-RFLP. 

Ce type d’analyse développé par Hotelling (1936) cherche à mettre en évidence les relations 

existant entre deux groupes de variables, par comparaison des corrélations existant entre les 

combinaisons linéaires des variables du premier groupe avec celles du second groupe. Ces 

corrélations sont représentées sous forme d’un diagramme de dispersion dont le plan est 

défini par des axes représentant une combinaison linéaire entre les variables 

environnementales (vecteurs) et les T-RFs (nuages de points). L’influence d’une variable 

environnementale dans la distribution des échantillons est proportionnelle à la longueur et à 

l’orientation du vecteur les représentant. 
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Les résultats générés par de telles analyses statistiques sont riches d’information mais souvent 

difficiles à interpréter. Il conviendra de choisir la méthode la plus appropriée suivant 

l’information qui veut être mise en avant pour chaque jeu de données. 

 

4.1.5 Le clonage  

Principe du clonage et du séquençage 

Dans cette étude, le clonage a permis d’étudier la diversité bactérienne présente sur les racines 

de jussie du lac de Sanguinet et d’Aureilhan. En effet, le clonage permet de séparer des copies 

identiques d’un gène ou d’un fragment de gène (inserts) en l’intégrant dans un plasmide 

(vecteur). Une fois la transformation achevée, les cellules possédant les plasmides recombinés 

(vecteurs + inserts) sont sélectionnées sur milieu sélectif. L’insert peut ensuite être amplifié 

par PCR à l’aide d’amorces s’hybridant sur le plasmide et son séquençage renseignera sur son 

identité phylogénétique.  

 

Les produits de PCR purifiés ont été insérés chez Escherichia coli JM109 dans des vecteurs 

de clonage pCR®-2.1-TOPO® à l’aide du kit de clonage TOPO TA Cloning® (Invitrogen) 

selon les recommandations du fournisseur. Dans ce système, le vecteur linéaire pCR2.1-

TOPO activé par une topoisomérase I permet la ligation du produit de PCR. Les cellules 

transformées par le plasmide recombinant sont sélectionnées selon le test blanc/bleu de la β-

galactosidase sur milieu sélectif solide composé de LB (Tryptone, 10 g.L-1 ; extrait de levure, 

5 g.L-1; NaCl, 5 g.L-1), d’ampicilline à 100 μg.mL-1, d'IPTG (isopropyl-1-thio--D-galactoside) 

à 40 μg.mL-1 et de Xgal (5-bromo-4-chloro-3-indole--D-galactoside) à 40 mg.mL-1. Les 

colonies contenant l'insert sont alors repiquées sur une nouvelle boîte de Pétri contenant le 

même milieu LB sélectif. Puis les inserts de 96 clones recombinants (blancs) pris au hasard 

sont amplifiés. La réaction de PCR est réalisée directement sur les cellules bactériennes pour 

chaque clone, dans les mêmes conditions que précédemment avec les amorces M13F et M13R 

située sur le plasmide (M13F 5'-CTGGCCGTCGTTTTAC-3' et M13R 5'-

GGTCATAGCTGTTTCCTG-3'). Les conditions de PCR utilisées pour le clonage sont : 15 

min à 94°C, 35 cycles de 3 étapes (45 sec à 94 °C, 45 sec à 54 °C, 1 min à 72 °C) suivis de 10 

min à 72 °C. La migration électrophorétique des échantillons sur un gel d’agarose à 1% 

permet de vérifier la taille et la quantité d’insert amplifiée. 
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D’après Sanger et al. (1992), la réaction de séquençage est basée sur le principe d’une 

réaction cyclique comportant trois étapes (dénaturation, hybridation et élongation). Le 

fragment à séquencer est utilisé comme matrice d’une synthèse nucléotidique réalisée par une 

ADN polymérase. Le brin complémentaire de l’ADN matrice est synthétisé à partir de 

l’extrémité 3’OH de l’amorce appariée, en présence de désoxyribonucléotides triphosphates 

(dNTPs) et de didésoxyribonucléotides tri-phosphates (ddNTPs) portant quatre fluorochromes 

différents. Lors de la synthèse nucléotidique, les ddNTPs s’incorporent au hasard provoquant 

un arrêt de la polymérisation car bien qu’ils soient des analogues de dNTPs, ils ne possèdent 

pas de groupement OH en 3' (arrêt de l’élongation). Les fragments néo-synthétisés, de 

longueurs variées, sont ensuite séparés en fonction de leur taille par électrophorèse capillaire. 

Pour chacun des quatre fluorochromes, la taille des fragments obtenus et leur séquence 

nucléotidique associée peuvent être alors déterminées. Les produits de PCR des inserts ont été 

envoyés à GATC Biotech (http://www.gatc-biotech.com/en/index.html) pour séquençage.  

 

Recouvrement de la banque de clones 

 La valeur de recouvrement ou coverage value (notée C) est un indice permettant d’estimer 

l’efficacité d’exploitation d’une la banque de clone. Plus cet indice est proche de 1, plus les 

clones analysés sont représentatifs de la banque. Cette valeur est calculée grâce à l’équation 

suivante :   

C = 1 – (n1/N) 

avec n1 le nombre de clones représentés une seule fois dans une banque de N clones. 

 

Courbe de raréfaction 

L’analyse de raréfaction est une méthode statistique qui permet d’estimer le nombre d’espèces 

présentes dans un sous- échantillon pris au hasard à partir d’un échantillon donné. A partir du 

nombre d’individus de chacune des espèces dénombrées dans l’échantillon, il est possible de 

calculer une série d’estimations du nombre d’espèces présentes (E[S]) dans des sous 

échantillons de nombre d’individus (n) plus petit que l’échantillon d’origine. Cette analyse 

permet de visualiser sous forme d’une courbe de raréfaction l’effet de la taille d’un 

échantillon sur le nombre d’espèces observées. Cette analyse permet de savoir si un nombre 

suffisant de clones a été analysé pour estimer la diversité présente dans chaque banque de 

clones. Dans cette étude, les analyses de raréfaction ont été effectuées avec le programme 

Mobyle Pasteur (http://mobyle.pasteur.fr). 
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Analyses phylogénétiques 

Le traitement des séquences brutes a été réalisé à l’aide du logiciel Sequencher v4.1.4 (Gene 

Codes Corp.). Les séquences ont ensuite été comparées avec celles présentes dans la banque 

de données GenBank database du National Center for Biotechnology Information 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) grâce à l’outil d’alignement Basic Local Alignment Search 

Tool (BLAST). Chaque séquence a ainsi pu être affiliée phylogénétiquement à une ou des 

séquences connues suivant un pourcentage de similarité et compte tenu du nombre de 

nucléotides comparés. L’ensemble des séquences (celles de l’étude et celles obtenues par 

l’outil BLAST) ont ensuite été alignées à l’aide du logiciel ClustalW multiple alignment 

(accessible dans la barre des tâches du logiciel BioEdit version 7.1.9: 

http://www.mbio.ncsu.edu/bioedit/bioedit.html), puis ajustées à la taille de la séquence 

nucléotidique la plus courte grâce au logiciel BioEdit version 7.1.9. Le logiciel MEGA5 

(www.megasoftware.net) a permis d’élaborer des arbres phylogénétiques par comparaison des 

séquences d’ADN selon une méthode de distance appelée neighbor joining. Cette méthode 

n’implique pas que les séquences évoluent à une vitesse constante (hypothèse d’horloge 

moléculaire rarement confirmée). Elle permet de déterminer le nombre de nucléotides qui 

varient entre deux séquences. C’est une méthode dite agglomérative car les séquences sont 

rassemblées d’après leurs similarités, puis comparées aux autres pour former un groupe plus 

vaste dans lequel le degré de similarité est moindre. Des méthodes statistiques telles que le 

bootstrap permettent de vérifier la robustesse des arbres phylogénétiques (Felsentein, 1985). 

Des tirages aléatoires (à déterminer : 500, 1000…) avec remise sont réalisés au sein de la 

matrice de données. L’ensemble des topologies obtenues est comparé et un pourcentage de 

robustesse est attribué à chaque nœud de branche (pourcentage d’autant plus élevé que le 

nœud de branche est retrouvé dans les différentes topologies). Généralement, seuls les 

pourcentages supérieurs à 50 % sont pris en compte. Une séquence éloignée ou « outgroup » 

est choisie afin d’enraciner l’arbre et permet le positionnement des séquences les unes par 

rapport aux autres. La topologie de l’arbre sera particulièrement sensible à la qualité des 

séquences de l’outgroup (Daveli et al., 2001).  
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 Microbiologie 4.2

4.2.1 Milieu et conditions de culture 

Les communautés de microorganismes sulfato-réducteurs (MSR) ont été plus particulièrement 

ciblées dans cette étude. Un milieu de culture synthétique liquide basique a été utilisé, le 

milieu « multipurpose medium » (MM) dont la composition est la suivante: 1 litre d’eau 

milliQ, NaCl 1g ; MgCl2.6H2O 0,4g ; CaCl2.2H2O 0,1g ; Na2SO4 4g ; NH4Cl 0,25g ; KH2PO4 

0,2g; KCl 0,5g ; Hépès 10mM ; lactate-Na 10mM ; acétate-Na 10mM; éléments trace 1mL ; 

Sélénite/tungstate 1mL et résazurine 1mL. La résazurine (7-Hydroxy-3H-phenoxazin-3-one 

10-oxide), moins toxique que le bleu de méthylène, est utilisée comme indicateur d’oxydo-

réduction : incolore en milieu réducteur, elle devient rose en milieu oxydé. Le lactate (10 

mM) et l’acétate (10mM) ont été utilisés comme donneurs d’électrons et le sulfate comme 

accepteur final d’électrons (20 mM).  

Le pH de la solution a été ajusté à 7 à l’aide de NaOH ou de HCl 1M avant d’être distribuée 

dans des flacons pénicillines de 100 mL fermés hermétiquement avec des bouchons butyl 

sertis d’une capsule aluminium. Les flacons sont ensuite stérilisés par autoclave pendant 20 

minutes à 121 °C à une pression de 1 bar. À leur sortie de l’autoclave, les flacons sont gazés à 

l’azote avant refroidissement du milieu, puis re-gazés une fois le milieu froid et stockés à 

l’obscurité en attendant d’être utilisés. 

Le jour de l’utilisation du milieu, les solutions suivantes sont additionnées de façon stérile par 

filtration (filtre de 0, 22µm) : 1 mM de FeSO4.7H2O,  100 µM de S2O4Na (dithionite) et 1% 

d’une solution à 1X de vitamine V7. La solution de vitamines V7 (Pfennig and Trüper, 1992) 

est stockée au frigo à l’obscurité et contient pour 1 L d’eau distillée : biotine, 2 mg ; p-

aminobenzoate, 10 mg, thiamine, 10 mg ; pantothénate, 5 mg ; pyrodoxamine, 50 mg, 

vitamine B12, 20 mg ; nicotinate, 20 mg. L’ajout de sulfate de fer permet de visualiser la 

croissance bactérienne par apparition d’un précipité noir de sulfure de fer.  

 

4.2.2 Isolement de souches en microplaques et repiquage en tubes 

Dans cette étude, la mise en culture des MSR présents dans le périphyton des racines de 

plantes aquatiques envahissantes s’est révélée nécessaire, notamment pour deux principales 

raisons. Premièrement, la culture bactérienne permet d’atteindre une plus grande diversité 

bactérienne, complétant ainsi les données obtenues à ce sujet par clonage. Deuxièmement, il 

s’agit également de disposer de souches pures afin de tester leur capacité de méthylation du 

mercure.  
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La technique d’isolement utilisée ici est dite de haut débit (Colin et al., 2012). Elle consiste à 

faire des dilutions successives d’un échantillon environnemental en microplaques plutôt qu’en 

tubes, permettant ainsi d’atteindre, potentiellement, une plus grande diversité bactérienne 

dans un temps très court comparativement à l’isolement classique. En effet, d’un point de vue 

théorique, si l’on considére les puits où une croissance bactérienne est observée à la dilution 

la plus forte, alors une seule souche devrait être présente par puits. 

Ainsi, des dilutions successives ont été réalisées dans des flacons pénicillines stériles en 

commençant par une dilution au 1/10 (0,66 g de racines de jussie de Sanguinet pour 50 mL de 

milieu MM- composition décrite précedemment) et allant jusqu’au 1/100 000. De plus, la 

totalité du contenu intestinal d’un poisson d’une unité expérimentale de la condition 

« plante  contaminée» provenant de l’expérience en microcosmes (présentée précédemment 

dans ce chapitre) a également été ensemencée dans un flacon pénicilline stérile contenant 50 

mL de milieu MM. Cet isolement avait pour but de tester l’éventuelle présence de MSR 

capables de méthyler le Hg dans l’intestin des poissons. Le contenu de chaque flacon a 

ensuite été distribué dans des microplaques 384 puits à raison de 100 µL par puits sous hotte 

anaérobie. Une fois ensemencées, les microplaques ont été placées dans des poches gazées à 

l’azote (gazpack) contenant un témoin d’absence d’oxygène afin de respecter l’anaérobiose et 

stockeés à 30°C pendant 15 jours. L’apparition d’un précipité noir permet de révéler la 

présence d’une activité bactérienne de sulfato-réduction (Figure 2.11). Les puits « positifs » 

ont par la suite été repiqués à partir des dilutions les plus importantes dans des plaques 

intermédiaires de 96 puits (20 µl de culture dans 180 µl de milieu MM) sous hotte anaérobie. 

Ces plaques ont été stockées dans les mêmes conditions que les microplaques 384 puits. Les 

puits positifs des microplaques 96 puits ont ensuite été repiqués dans des tubes stériles flushés 

à l’azote, dans un volume final de 5 mL. Les tubes ont été placés à 30 °C jusqu’à l’obtention 

d’une croissance bactérienne suffisante (déterminée après observation au microscope), puis 

stockés à 12°C pour ralentir leur croissance et permettre la conservation (temporaire) des 

bactéries.  

Lors du repiquage des souches en tubes, un aliquot de chaque culture a été prélevé afin 

d’identifier la souche par amplification du gène de l’ARNr 16S par PCR et par séquençage de 

l’amplicon.  
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Figure 2.11 : Formation d’un précipité noir de sulfure de fer, attestant d’une croissance 
bactérienne, en microplaque et en tubes. 
 

4.2.3 Test de la capacité des souches à méthyler le mercure par l’utilisation d’un 
biosenseur 

Principe 

Rantala et al. (2011) et Ivask et al. (2001) ont développé un biosenseur, Escherichia coli 

MC1061 (pmerRBlux), capable de détecter la présence de MeHg dans le milieu par 

bioluminescence et de résister à ce MeHg. Le mécanisme de résistance de la bactérie est dû à 

la coexpression d’une enzyme spécifique, une lyase organomercurielle. Cette enzyme clive le 

groupement méthyl du MeHg donnant des ions mercuriques. La présence de ces composés 

induit l’expression de gènes rapporteurs et produit de la bioluminescence. La souche apparait 

très sensible et capable de détecter des concentrations en MeHg de l’ordre du nanomolaire 

lors de conditions expérimentales optimales (culture en phase exponentielle de croissance). La 

limite de détection est de 300 pM de MeHg ou 75 ng MeHg.L-1 permettant ainsi la mesure des 

concentrations en MeHg d’échantillons environnementaux. Les techniques analytiques sont 

également capables de détecter de telles concentrations. Cependant, le biosenseur est un outil 

moins coûteux et plus rapide (moins d’étape de préparation des échantillons et temps 

d’analyse plus rapide) que les techniques analytiques habituelles. Ainsi, cette technique 

semble adaptée au « screening » de souches méthylant le Hg, et permet le traitement d’un plus 

grand nombre d’échantillons. Un autre avantage est sa capacité à détecter la fraction 

biodisponible du MeHg dans l’environnement, ce que ne peuvent faire les autres outils 

méthodologiques. Cette propriété est intéressante dans la mesure où c’est cette fraction qui est 

responsable de l’entrée et de l’accumulation du Hg dans la chaîne alimentaire. La figure 2.12  

représente la construction du plasmide.  
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Figure 2.12 : Structure du plasmide pmerBRBSluc. Amp : gène codant pour la résistance à 
l’ampicilline ; Plac : promoteur lac ; merB : gène de la lyase organomercurielle ; merR : gène 
codant la répression/activation du promoteur mer ; PmerR : promoteur merR ; Pmer : 
promoteur de l’opéron mer ; lucFF : gène codant pour la luciférase. D'après Ivask et al. 2001. 
 

Procédure expérimentale 

Le biosenseur Escherichia coli MC1061 a été utilisé dans notre étude afin de tester la capacité 

de méthylation du Hg des souches isolées du périphyton des racines de jussies provenant du 

lac de Sanguinet, ainsi que des souches isolées du contenu intestinal des poissons ayant servi 

à l’expérience de microcosmes (condition plante contaminée). 

Ces souches ont tout d’abord été repiquées en conditions anoxiques (tubes stériles, lavés à 

l’acide, dégazés, accepteur final d’électrons : SO4
2-) dans un milieu sans sulfate de fer pour 

suivre la croissance par DO (le sulfure de fer gêne la lecture au spectrophotomètre). Les 

souches avec une forte production de sulfure ont été repiquées une seconde fois afin de 

diminuer suffisamment la concentration en sulfure de fer pour pouvoir mesurer la DO. Une 

fois la DO multipliée par 4 (2 générations, en phase exponentielle de croissance), le sulfate de 

fer a été ajouté afin de piéger le sulfure produit et éviter son interaction avec le Hg(II). Puis, 

100 ppb de Hg(II) ont été ajoutés dans le tube. Lors de cet ajout, un aliquot servant de témoin 

(T0) a été prélevé dans un eppendorf stérile et mis au congélateur en attendant l’analyse. Au 

bout de 5h d’incubation, un aliquot final a été prélevé et stocké dans les mêmes conditions 
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que le T0. Les souches n’ayant pas toutes la même vitesse de croissance, le test de détection 

de MeHg avec E.coli MC1061 n’a été réalisé qu’une fois l’ensemble des incubations avec le 

Hg (II) terminé.  

Le biosenseur E.coli MC1061 est mis en culture dans un milieu LB liquide à 37°C sous 

agitation (200 rpm). Une préculture est nécessaire. Lorsque la DO mesurée à 600 nm est entre 

0,7 et 0,9, le volume de culture nécessaire pour l’analyse des échantillons est transféré dans 

un flacon stérile et centrifugé à 4000 G pendant 10 min à 20-25°C, pour éviter un choc 

thermique. Un volume du milieu de culture LB de concentration 2X est ajouté au culot 

cellulaire afin d’obtenir une DO de 1. La dissolution complète du culot dans le milieu est 

effectuée par agitation manuelle (sans vortexer). Puis 100 µl de chaque échantillon sont 

répartis (en triplicat) dans la microplaque pour luminomètre et 100 µl de la culture d’E.coli 

sont ajoutés à chacun des puits. L’incubation dure 1h, à 37°C, sous agitation (200 rpm). La 

lecture des plaques s’effectue grâce à un luminomètre. Un témoin négatif, contenant juste du 

milieu de culture, a été incubé avec le biosenseur. Un témoin positif a également été testé, ici 

la souche Beroc1, caractérisée et connue pour sa capacité de méthylation du Hg. Les résultats 

sont donnés sous forme d’intensité lumineuse. 

 

Un luminomètre est composé d'un détecteur de lumière, généralement un tube 

photomultiplicateur, capable de capter efficacement les photons émis lors de réaction de 

bioluminescences in vitro et de les compter (leur longueur d’onde se situe entre  400 et 700 

nm, c'est-à-dire entre l'ultraviolet et l'infrarouge). Ce signal est ensuite traité et converti en 

Unité Relative de Lumière (ou RLU).  

 

4.2.4 Identification des souches isolées 

Les souches isolées sont identifiées par l’analyse de la séquence du gène codant pour l’ARNr 16S 

en utilisant les techniques de PCR et de séquençage décrites précédemment. L’amplification par 

PCR a été effectuée directement à partir de la culture sans passer par une étape d’extraction des 

ADNs génomiques.  Pour cela, 1 ml de la culture a été prélevé et centrifugé pendant 10 min à 

10 000 g, le culot a ensuite été resuspendu dans 100 µl d’eau MilliQ autoclavée et 1µl a ensuite 

été utilisé pour la PCR. Les conditions d’amplification sont les mêmes que celles décrites dans le 

tableau 2.1 pour le gène de l’ARNr 16S mais avec une dénaturation initiale à 95°C de 15 minutes 

au lieu de 5 min, afin de libérer les ADNs présents dans les cellules bactériennes qui seraient 

encore intactes. Une fois la qualité des amplicons (taille du fragment et quantité d’ADN) vérifiée 
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sur gel, dans les conditions décrites précédemment, les échantillons d’ADN sont envoyés à 

séquencer. Le séquençage permettra de statuer sur l’état de pureté de chacune des souches. Une 

seconde vérification pourra être faite en amplifiant le gène dsrAB et en séquençant le fragment 

afin de vérifier que l’identité phylogénétique est la même que celle obtenue avec l’ARNr 16S.  

 

4.2.5 Mesure de la production de sulfure par les souches isolées 

Principe du dosage 

La production de sulfure par une communauté ou une souche bactérienne est mesurée par 

dosage colorimétrique selon la méthode décrite par Cline (1969). Le sulfure va permettre 

l’association de deux molécules de diméthyl p-phénylène diaminesulfate (DPDS) via un pont 

sulfure formant ainsi du bleu de méthylène dont la quantité formée sera directement 

proportionnelle à celle du sulfure. La réaction se produit en présence de chlorure ferrique 

(Figure 2.13). L’acétate de zinc à 2% va fixer le sulfure sous forme de sulfure de zinc 

insoluble. Le sulfure alors libéré et précipité sert de pont entre deux molécules de DPDS. 

 

 

Figure 2.13 : Réaction entraînant l’association de deux molécules de DPDS par un pont 
sulfure. 
 

 

Protocole expérimentale 

Les différentes étapes du dosage de Cline sont les suivantes :  

1) 480 µL d’acétate de zinc 2% (m/v) sont distribués dans un tube eppendorf.  

Solution  d’acétate de zinc 2% : 20 g d’acétate de zinc, 1 ml d’acide acétique, qsp 1 L 

d’eau distillée.  

2) 20 µl d’échantillon sont ajoutés en fonction de la concentration en sulfure envisagée 

(si la concentration en sulfure dans les échantillons est élevée, mettre 490 µL d’acétate 

de zinc et 10 µL d’échantillon). 
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3) Dans chaque tube eppendorf, 200 µL d’eau distillée sont ajoutés, puis 200 µL de 

DPDS 0,2% (m/v).  

Solution de DPSD ou DMPD : 2 g de 4-amino-n,n-diméthylaniline sulfate 

(C8H12N2.H2SO4), 200 ml d’acide sulfurique , qsp 1 L d’eau distillée. 

4) 10 µL de chlorure de fer 10%  sont ensuite ajoutés et les tubes sont vortexés. 

5) Après 20 minutes d’incubation à température ambiante, la DO à 670 nm est mesurée.  

 

La quantité de sulfure respecte l’équation suivante : 

DO échantillon * concentration molaire étalon / (moyenne DO étalon * volume échantillon) = 

[S2-] en mM. 

 

La concentration en sulfure est déterminée par comparaison avec une courbe d'étalonnage 

réalisée à partir d'une solution de sulfure de sodium.  La limite de détection  de cette méthode 

est de 10 μM.  

 

Des interférences peuvent intervenir lors du dosage et le fausser : 

-  la présence de réducteurs puissants peut empêcher la formation de la coloration ou 

diminuer son intensité. Par exemple, des concentrations en S2- trop élevées (100 mg.L-

1) peuvent inhiber totalement la coloration, nécessitant une dilution de l’échantillon. 

- La présence de SO4
2- ou S2O3

2- n’a aucun effet sur le dosage jusqu’à 10 mg.L-1 mais  

peut retarder la coloration au-delà de cette concentration. 

- Les molécules de S2O
4 sont transformées en S2- lors de l’acidification. 

 

5 Méthodes d’analyse des différentes formes chimiques du mercure 

 

 Analyse du mercure total 5.1

Pour les organismes récoltés lors des campagnes terrain de 2009 et 2010 (chapitre 3 du 

manuscrit), les concentrations en mercure total ont été mesurées dans les tissus musculaires et 

le foie des poissons, dans  l’hépatopancréas et les tissus musculaires des écrevisses et dans 

l’hépatopancréas et le corps mou des mollusques. Des poissons ayant servis à l’expérience en 

microcosmes (chapitre 6 du manuscrit) ont aussi été sacrifiés afin de faire une étude 

d’organotropisme (muscle dorsal, foie, intestin, branchies). 
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La concentration en Hg total est déterminée par spectrophotométrie d’absorption atomique 

sans flamme (AMA 254, Leco France). Un aliquot, dont le poids humide a été préalablement 

déterminé, est placé dans une nacelle en nickel chrome, puis déshydraté à 45°C (étuve) 

pendant 24h. Son poids sec est mesuré après déshydratation. Un passeur automatique va 

ensuite introduire la nacelle dans le tube catalytique de l’appareil où l’échantillon va être 

séché à 120 °C, décomposé et atomisé à 750 °C sous un flux continu d’oxygène. Ceci permet 

la libération et l’atomisation des différentes formes chimiques du Hg. Le mercure sous forme 

élémentaire gazeuse va alors s’amalgamer sur les particules d’or du piège. Le métal est 

ensuite rapidement soumis à une forte élévation de température (800 °C) et entraîné par le 

flux d’oxygène vers une cellule de lecture, où l’absorbance va être détectée à 253,65 nm 

(longueur d’onde spécifique au mercure élémentaire Hg°). Le tube catalytique permet 

également de retenir les composés halogénés susceptibles d’interférer avec le Hg lors de la 

détection. Les données mesurées sont transmises au logiciel qui convertit les résultats 

exprimés en quantité de Hg en concentration (µg Hg.g-1 poids sec). Un échantillon de 

référence certifié, ici le TORT 2 (poudre d’hépatopancréas de homard), dont la concentration 

en Hg total est certifiée par le CNRC (Conseil National de Recherches du Canada) et est de 

0,27 ± 0,06 µg Hg.g-1 poids sec, est placé tous les 10 échantillons afin de valider la méthode 

de dosage et permet la correction des résultats si nécessaire. La limite de détection de 

l’appareil est de 0,1 ng de Hg, avec une variabilité analytique moyenne de 5%. Les 

concentrations en Hg total sont exprimées en µg Hg.g-1 poids sec. 

 

 Analyse des isotopes stables du mercure 5.2

Le recours aux isotopes stables du mercure a eu lieu dans le cadre des incubations en 

laboratoire, décrites dans le chapitre 4 du manuscrit, et lors de l’expérience en microcosmes, 

détaillée dans le chapitre 6. Cette méthodologie est considérée comme précise et robuste 

(Hintelmann et al., 1997a, b; Rodriguez Martin-Doimeadios et al., 2003 ; Rodriguez- 

Gonzalez et al., 2005). Les isotopes stables du Hg ont été utilisés à la fois comme étalons 

internes pour déterminer les concentrations précises en Hg dans les échantillons et comme 

traceurs isotopiques afin d’étudier les transformations des espèces mercurielles. 
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5.2.1 Principe 

Dilution isotopique 

La dilution isotopique est une technique de quantification qui repose sur l’utilisation d’une 

espèce enrichie isotopiquement comparée à la composition isotopique naturelle de l’élément.  

Une quantité précise de cette espèce enrichie va être ajoutée à l’échantillon au début de 

l’analyse, les abondances de chacun des isotopes vont alors être mesurées par GC-ICPMS. Le 

calcul des rapports isotopiques va permettre de déduire la concentration de l’espèce de départ 

(Figure 2.14).  

 

 

Figure 2.14 : Principe de détermination de la concentration (C) d’une espèce d’un échantillon 
naturel par dilution isotopique avec ajout d’un standard enrichi. Ici l’exemple du mercure 
Hg(II), enrichi en isotope 199Hg(II). D’après Monperrus, 2004. 
 

L’avantage de cette méthode réside dans le fait que l’espèce marquée va se comporter comme 

un étalon interne subissant les mêmes pertes, transformations, conversion que les espèces 

naturelles présentes dans l’échantillon. Ces modifications vont être prises en compte lors des 

calculs des concentrations, contrairement aux techniques de dosage classiques. Cette 

méthodologie, associée à un appareillage sensible comme le couplage GC-ICPMS, permet 

une détection et une quantification fine de la composition isotopique d’un élément présent 

dans un échantillon (Monperrus et al., 2004).    
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Traceurs isotopiques 

Une autre utilisation des isotopes stables enrichis du mercure concerne le suivi des 

transformations des espèces mercurielles dans l’environnement aquatique (Rodriguez Martin- 

Doimeadios et al., 2003 ; Monperrus et al; 2004). Le suivi de ces processus est indispensable 

si l’on veut évaluer les conditions environnementales influençant ces réactions et, à plus 

grande échelle, si l’on veut mieux comprendre le cycle biogéochimique du Hg dans un 

système aquatique donné. La plupart des études sur les transformations du Hg s’intéressent à 

sa méthylation dans la mesure où elle mène à la formation de MeHg, composé le plus toxique 

du Hg. Cependant, il apparait nécessaire d’étudier également les processus de déméthylation 

afin de déterminer la méthylation nette au sein d’un échantillon et d’évaluer ainsi plus 

précisément le risque encouru.  

Dans cette étude, une première expérience en laboratoire a permis d’étudier ces deux 

processus antagonistes par l’utilisation simultanée des isotopes 201MMHg et 199Hg(II) lors 

d’incubations d’eau, de sédiment, de plante et de périphyton. Une seconde expérience plus 

complexe, en microcosmes, a permis de suivre les transformations du 199Hg(II) dans plusieurs 

compartiments aquatiques simultanément (eau, sédiment, plante, ichtyofaune d’une seule 

unité expérimentale), mettant de côté le processus de déméthylation au profit du traçage 

isotopique à proprement parlé.   

 

La figure 2.15 résume le principe ainsi que les calculs dans le cas de la méthylation et de la 

déméthylation du Hg. Les espèces marquées isotopiquement utilisées pour les incubations 

sont le 201MMHg pour suivre la déméthylation et le 199Hg(II) pour suivre la méthylation. Des 

transformations de ces espèces peuvent être observées à la fin de l’incubation modifiant les 

rapports isotopiques de chacune d’elles. Les concentrations des espèces formées sont alors 

calculées. Les potentiels de méthylation et de déméthylation sont estimés en divisant la 

quantité de l’espèce formée par la quantité de l’espèce ajoutée.  
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Figure 2.15 : Principes et calculs de la détermination des processus de méthylation et de 
déméthylation du mercure par la technique de déconvolution isotopique, utitlisant ici les 
isotopes stables 199Hg(II) et 201MMHg (d’après Monperrus, 2004) 
 

Pour une quantification précise, la concentration de l’élément isotopiquement enrichi ajouté 

au début de l’incubation est mesurée par la méthode de la dilution isotopique inverse 

(reversed isotope dilution). Le principe est le même que la dilution isotopique mais dans ce 

cas, l’élément marqué isotopiquement est considéré comme un échantillon auquel il est ajouté 

une quantité connue de standard naturel (qui est alors lui considéré comme le traceur). Le 

rapport isotopique résultant entre les deux isotopes considérés doit être le plus proche possible 

de 1 pour une meilleure précision sur la mesure du rapport isotopique (Rodriguez Martin-

Doimeadios et al. 2002).  

 

Ces méthodes expérimentales utilisant les traceurs isotopiques peuvent être mises en œuvre 

pour les différentes techniques d’incubation généralement utilisées telles que des incubations 

en laboratoire (microcosmes, mésocosmes, etc…) ou in situ (carottes de sédiment, 

enceintes…). Hintelmann et al., (2000) et Bouchet et al., (2012) ont cependant mis en 

évidence que ces espèces exogènes sont significativement plus réactives que les espèces 

endogènes, ces dernières étant à l’équilibre avec la matrice de l’échantillon. Malgré cette 

observation, cet outil reste un moyen efficace d’observer les tendances ou les ordres de 
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grandeur de ces transformations pour une matrice ou lors de la comparaison de plusieurs 

matrices entre elles. 

  

5.2.2 Protocole expérimental 

La détermination des concentrations des différents isotopes du mercure et la quantification 

des processus de méthylation et de déméthylation comporte plusieurs étapes de préparation 

avant l’analyse. L’échantillon subit d’abord une digestion acide afin de solubiliser les 

différentes espèces chimiques du Hg contenues dans les matrices organiques et inorganiques. 

Les isotopes servant à la quantification sont ensuite ajoutés (une estimation préalable des 

concentrations dans l’échantillon est nécessaire). Les espèces mercurielles sont rendues 

volatiles par réaction d’éthylation et extraites dans de l’isooctane, matrice finale servant à 

l’analyse. La figure 2.16 résume ces différentes étapes.   

 

 

Figure 2.16 : Étapes de préparation des échantillons pour l’analyse en dilution isotopique. 
 

La précision de cette technique implique des risques de contamination importants. Ainsi, les 

flacons servant au stockage et à la préparation des échantillons subissent au préalable un bain 

de détergent (ici le RBS, 30 min aux ultrasons) et trois bains d’acide (deux bains HNO3 10% 

successifs et un bain HCl 10% pour finir, chacun durant 24h ou 1h aux ultrasons). La vaisselle 

est séchée sous hotte à flux laminaire et manipulée avec des gants. Des blancs sont également 

passés lors de chaque série d’analyses afin de corriger une éventuelle contamination de 

l’échantillon par la valeur du blanc.  

ECHANTILLON

lyophilisé et broyé

EXTRACTION

Avec HNO3 6N

Au micro-ondes (40W; 3 min)

DERIVATION

Ethylation avec NaBEt4  1%

Extraction dans isooctane

ANALYSE

par GC-ICPMS
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Instrumentation 

Les analyses ont été effectuées par couplage d’un chromatographe en phase gazeuse équipé 

d’une colonne capillaire (Focus GC, ThermoFinnigan) avec un spectromètre de masse à 

plasma induit (ICP-MS X7, ThermoElemental), via une ligne de transfert capillaire (Figure 

2.17). Ce couplage est considéré comme optimal pour la séparation et la détection des 

différentes espèces du Hg (Monperrus et al., 2005; Point et al., 2007). 

 

 

Figure 2.17 : Schéma du couplage GC-ICP-MS. 
 

La configuration des paramètres employés lors des analyses est résumée ci-dessous (Figure 

2.18).  

 

 

Figure 2.18 : Paramètres expérimentaux pour le dosage des espèces mercurielles au GC-
ICPMS. 
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Extraction des composés mercuriels des échantillons 

Afin de permettre une extraction plus efficace, les échantillons solides sont préalablement 

lyophilisés et broyés (au mortier et à l’azote liquide si cela est nécessaire). La digestion se fait 

dans un tube CEM fermé par un bouchon téflonné : environ 250 mg de l’échantillon sont 

pesés et 5 mL de HNO3 6N sont ajoutés, le poids total est noté. L’extraction est réalisée à 

l’aide d’un micro-onde en système fermé (Discover system, CEM). Cet appareil permet une 

extraction douce sous pression régulée (1bar), limitant ainsi les transformations des 

différentes espèces du Hg lors de l’extraction. L’extraction se fait à une puissance de 40 W, à 

une température de 60°C pendant 3 min. L’extrait est ensuite stocké à 4 °C en attendant 

l’analyse. Cette étape d’extraction n’est pas nécessaire pour les échantillons liquides. 

 

Ethylation des échantillons 

L’analyse des espèces mercurielles en chromatographie gazeuse nécessite leur conversion en 

espèces volatiles par éthylation suivant les réactions suivantes : 

 

    Hg2+ + 2NaB(C2H5)4                                                        Hg(C2H5)2 +2Na+ + 2B(C2H5)3 

 
CH3Hg+ + NaB(C2H5)4                                                         CH3HgC2H5 + Na+ + B(C2H5)3 

 

Les composés volatils produits (diéthylmercure et méthyléthylmercure) vont ensuite pouvoir 

se solubiliser dans le solvant organique servant à l’analyse, l’isooctane (2,2,4-

Triméthylpentane).  

En pratique, 1 mL d’extrait est mélangé à 5 mL de tampon acétate 0,1 M. Pour la 

déconvolution isotopique, une quantité de standard connue de Hg est ajoutée afin de pouvoir 

quantifier le traceur introduit au début de l’incubation. Puis, par ajout de  NH3 ou de HCl 

(ultrex), le pH est ajusté à la valeur optimale pour la dérivation des formes du Hg (pH entre 

3,9 et 4,1). 1 mL d’isooctane est ensuite ajouté (à ajuster en fonction des concentrations en Hg 

de l’échantillon) et 1 mL de sodium tétraéthylborate (NaBEt4) 1% pour les échantillons 

solides ou 1 mL de sodium tétrapropylborate (NaBPr4) 1% pour les échantillons liquides. Le 

mélange est agité manuellement et vigoureusement pendant 5 minutes. Enfin, la phase 

organique est prélevée pour l’analyse au GC-ICP-MS.  
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Calculs 

Les pics de chromatographie ont été intégrés manuellement à l’aide du logiciel TST. Les 

données ont été exploitées par la méthode d’ajustement des moindres carrés (« Isotope Pattern 

Deconvolution»). Les calculs permettant la détermination des concentrations et des 

transformations des espèces mercurielles sont issus de la méthode analytique développée par 

Rodriguez-Gonzalez et al. (2005). 

 

6 Analyse des abondances naturelles des isotopes stables de l’azote et du 
carbone 

 

 Principe 6.1

Chaque composé, chaque organisme a une signature isotopique propre qui découle de la 

composition isotopique des éléments qui ont servi à sa synthèse ainsi que des fractionnements 

isotopiques ayant eu lieu lors de cette synthèse (Dufour and Gerdeaux, 2001 ; Mariotti, 1984). 

L’assimilation du carbone et de l’azote par un organisme se fait principalement par voie 

trophique. Ces deux éléments reflètent donc la composition isotopique de la nourriture 

ingérée et assimilée (De Niro and Epstein, 1978 ; Heisslen et al., 1993). De plus, plusieurs 

études ont observé un enrichissement isotopique relativement constant entre les tissus des 

proies et de leurs prédateurs de deux niveaux trophiques successifs: 2 à 4 ‰ pour l’azote et 1 

à 2 ‰ pour le carbone (Dufour and Gerdeaux, 2001 ; Minagawa and Wada, 1984 ; Peršic, 

2004; Vander Zanden and Rasmussen, 1996).  

L’analyse des isotopes stables de l’azote permet de déterminer les positions des espèces au 

sein d’un réseau trophique, du fait d’un enrichissement plus marqué entre proie et prédateur 

(Fry, 1988; Kwak and Zedler, 1997; Lesage et al., 2001). À l’inverse, le faible enrichissement 

isotopique du carbone le long du réseau trophique ne permet pas sa discrimination structurale 

mais renseigne par contre sur les différentes ressources alimentaires consommées par les 

organismes dans un lieu donné (Dufour and Gerdeaux, 2001; Wada et al., 1987). Le carbone 

fournit ainsi des informations sur la base de la chaîne alimentaire, notamment sur la 

composition alimentaire des consommateurs primaires. L’analyse conjointe des rapports 

isotopiques du carbone et de l’azote permet donc de caractériser la base d’un réseau trophique 

et de déterminer la structure de ce réseau trophique. Lesage et al., 2001 ont également 

démontré que cette méthode permettait de prendre en compte les variations d’alimentation des 
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poissons en fonction de leur âge et leur sexe. La composition isotopique, notée δ et exprimé 

en pour mille, est définie comme la différence relative du rapport isotopique d’un échantillon 

par rapport à celui d’un étalon :  

 

δ échantillon (‰) = (Réchantillon - Rétalon)/ Rétalon x 1000 

 

Où R est le rapport isotopique de 15N/14N ou 13C/12C de l’échantillon et de l’étalon. Pour δ15N, 

l’étalon de référence international est l’azote atmosphérique (Mariotti, 1984). Pour δ13C,  le 

standard utilisé est le PeeDee Belemite  (une roche fossile composée de carbonate de calcium 

riche en 13C datant de la formation crétacée de Pee Dee en Caroline du Sud).  

Cette méthode est reconnue comme fiable pour identifier les relations trophiques dans des 

environnements aquatiques variés comme les rivières (Finlay, 2001), les plaines inondables 

(Lewis et al., 2001), les marais salants (Currin et al., 1995), les lacs (Kling et al., 1992; 

Vander Zanden and Rasmussen, 1999) et les systèmes marins (Michener and Schell, 1994). 

 

 Préparation des échantillons 6.2

Les analyses isotopiques ne pouvant pas être effectuées sur l’ensemble des échantillons, ces 

derniers ont été choisis en fonction de deux principaux critères. Le premier critère était la 

conservation de la diversité du réseau trophique : le maximum d’espèces et de types 

d’échantillons ont été choisis (sédiments, plantes aquatiques, espèces d’invertébrés et de 

poissons). Ainsi, 2 à 5 individus par espèces et par site ont été retenus, quand cela fut 

possible. Le second critère était basé sur les concentrations en Hg de ces organismes, les 

individus les plus contaminés étant privilégiés. Les analyses ont été effectuées sur le corps 

mou des mollusques et sur les tissus musculaires des poissons et des écrevisses. Selon Peršic 

et al. (2004), le tissu musculaire reflète la signature isotopique de l’individu entier, plus 

particulièrement pour les poissons. De plus, cet organe semble intégrer de manière 

relativement durable la signature isotopique d’un individu, sans tenir compte des facteurs 

ponctuels, mettant en avant la spécificité et la justesse de cette technique pour l’étude des 

réseaux trophiques (Beaudoin et al., 1999).  

Les échantillons ont été lyophilisés et broyés à l’aide d’un pilon et d’un mortier. La poudre  

homogène a ensuite été placée dans des capsules en étain, manipulées avec des pinces et des 

gants pour éviter toute contamination.  
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A partir des teneurs élémentaires des fractions analysées, le rapport C/N (ratio atomique) de 

chacun des éléments a pu être calculé. Ce ratio renseigne sur le contenu lipidique du tissu 

analysé (Sweeting et al., 2006 ; Post et al., 2007). Lorsque ce rapport est supérieur à 4, 

indiquant un échantillon gras avec un contenu lipidique pouvant biaser l’analyse, une 

normalisation mathématique (McConnaughey and McRoy, 1979) des valeurs de δ13C est 

conseillée. Dans notre étude, l’ensemble des échantillons ayant un ratio C/N inférieur à 4, les 

résultats des analyses n’ont pas requis de normalisation. 

 

 Instrumentation 6.3

Les mesures des isotopes ont été effectuées par spectrométrie de masse isotopique (Thermo 

Scientific Delta V Advantage) à la plateforme isotopique de l’université de La Rochelle. Les 

capsules d’étain sont consumées sous un flux d’oxygène, produisant ainsi des gaz  purs (CO2 

et N2) issus de la combustion des échantillons. Ces gaz sont ensuite séparés sur une colonne 

chromatographique et sont amenés jusqu’au spectromètre de masse isotopique grâce à un flux 

continu d’hélium. Un standard (l’acétate) est passé en duplicat tous les 20 échantillons lors 

des analyses. La précision analytique de l’appareil est de 0,2 ‰ pour le δ13C et 0,3 ‰ pour le 

δ15N. 
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CHAPITRE III:  

MERCURY BIOACCUMULATION ALONG 

FOOD WEBS IN TEMPERATE AQUATIC 

ECOSYSTEMS COLONIZED BY AQUATIC 

MACROPHYTES IN SOUTH WESTERN 

FRANCE. 
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1 Préambule 

 

Les écosystèmes aquatiques landais représentent un attrait environnemental et 

économique indéniable. Depuis plusieurs décennies, ils subissent des pressions anthropiques 

mais également des pressions d’ordre biologique, notamment par le développement de plantes 

aquatiques envahissantes.  

Des études conduites en milieu tropical (Guimaraes et al., 2000a, b ; Mauro et al., 2001, 

2002) ainsi qu’en milieu tempéré (Hamelin et al., 2011), ont montré que le périphyton associé 

aux racines de plantes aquatiques pouvait être un lieu de production non négligeable de 

méthylmercure. Le MeHg formé pourrait être une source de contamination pour la chaîne 

trophique (Molina et al., 2010). En 2008, un brochet d’un mètre pêché sur le lac de Parentis-

Biscarosse présentait une concentration en Hg total de 0.84 µg Hg. g-1 de poids frais, 

approchant ainsi la norme européenne de consommation fixée à 1 µg Hg. g-1 de poids frais 

pour ce type de poissons prédateurs, et fixée à 0.5 µg Hg. g-1 de poids frais  pour les autres 

organismes aquatiques. 

Une étude exploratoire des concentrations en Hg dans les organismes aquatiques de divers 

niveaux trophiques a été réalisée sur plusieurs sites landais. Le premier objectif de ce travail 

était de récolter le maximum d’espèces différentes afin de pouvoir évaluer la bioaccumulation 

et la bioamplification du Hg dans différents écosystèmes landais. Un second objectif était 

d’identifier les espèces les plus concernées par le Hg et de mettre en évidence le point 

d’entrée éventuel de ce métal dans la chaîne alimentaire. Afin de représenter la diversité des 

milieux landais, les sites retenus pour cette étude ont été choisis selon plusieurs critères 

(présence de plantes aquatiques envahissantes ou non, critères morphologiques et 

hydrologiques, importance économique et touristique du site en question). La structure de la 

chaîne alimentaire a été étudiée par l’analyse des isotopes stables du carbone et de l’azote 

(Post, 2002). L’étude des relations entre la position trophique des organismes et leur 

concentration en Hg total a permis d’évaluer la bioamplification du Hg au niveau de ces 

différents sites (Jardine et al., 2006).  

 

Cette étude constitue une base de travail sur la bioaccumulation du Hg dans les organismes 

des écosystèmes aquatiques landais, pour lesquels aucune donnée n’était jusqu’à présent 

disponibles.  
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2 Abstract 

 

Mercury (Hg) is considered an important pollutant for aquatic systems as its organic form, 

methylmercury (MeHg), is easily bioaccumulated and bioamplified along food webs. In 

various ecosystems, aquatic periphyton associated with macrophyte was identified as an 

important place for Hg storage and methylation by microorganisms. Our study concerns 

temperate aquatic ecosystems (South Western France) colonized by invasive macrophytes and 

characterized by high mercury methylation potentials. This work establishes original data 

concerning Hg bioaccumulation in organisms (plants, crustaceans, molluscs and fish) from 

five contrasting ecosystems. For low trophic level species, total Hg (THg) concentrations 

were low (from 27 ± 2 ng THg. g-1 dw in asiatic clam Corbicula fluminea to  418 ± 114  ng 

THg. g-1 dw in crayfish Procambarus clarkii). THg concentrations in some carnivorous fish 

(high trophic level) were close to or exceeded the International Marketing Level (IML) with 

values ranging from 1049 ± 220 ng THg. g-1 dw in pike perch muscle (Sander lucioperca) to 

3910 ± 1307 ng THg. g-1 dw in eel muscle (Anguilla Anguilla). Trophic levels for the 

individuals, were also evaluated through stable isotope analysis, and linked to Hg 

concentrations of organisms. A significant Hg biomagnification (r2= 0.9) was observed in the 

Aureilhan lake, despite the absence of top predator fish. For this site, Ludwigia sp. periphyton, 

as an entry point of Hg into food webs, is a serious hypothesis which remains to be confirmed. 

This study provides a first investigation of Hg transfer in the ecosystems of South Western 

France and allows the assessment of the risk associated with the presence of Hg in aquatic 

food webs. 

 

 

Keywords: mercury; stable isotope; trophic guild; freshwater lake, fish, invertebrates. 
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3 Introduction 

Mercury (Hg) is a toxic metal released into the environment from natural and human 

sources. The volatile form of Hg (Hg°) can travel long distances in the atmosphere before 

being deposited away from the emission source (Fitzgerald et al., 1998). Methylmercury 

(MeHg) is the most toxic form of Hg because of its high neurotoxicity (Wolfe et al., 1998). 

This form is easily bioaccumulated and bioamplified along the food web (Watras et al., 1998). 

Mercury exposure and uptake in aquatic organisms occurs mainly by trophic pathway (Hall et 

al., 1997, 1998, Harris and Bodaly, 1998). Fish are a significant source of MeHg to humans 

(Mergler et al., 2007) due to the contamination of many aquatic ecosystems. Several factors 

influence Hg bioaccumulation in organisms such as the availability of Hg, the source of 

organic matter, the feeding habitat, individual characteristics of the organisms (body mass, 

age), the trophic level and the length of the food web (Vander Zanden and Rasmussen, 1996; 

Campbell et al., 2008; Ward et al., 2010). To understand Hg bioaccumulation in ecosystems, 

nitrogen and carbon stable isotopes are usually used as ecological tracers (Jardine et al., 

2006). The δ15N and δ13C reflect the isotopic composition of food ingested and assimilated 

(DeNiro and Epstein, 1978; Hesslein et al., 1993). The natural enrichment was observed 

between the tissues of predators and those of their prey, resulting in a relatively constant 

isotopic enrichment (2-4 ‰ for nitrogen and 1 to 2 ‰ for carbon), between two successive 

trophic levels (Minagawa and Wada, 1984; Vander Zanden and Rasmussen, 1996; Dufour and 

Gerdeaux, 2001; Persic et al., 2004). The low carbon isotopic enrichment allows the  

localization of the primary sources and xenobiotics in food webs (Cabana et al. 1994; Vizzini 

et al., 2002).  The study of nitrogen and carbon stable isotopes can both indicate the origin of 

the food at the base of the food chain (carbon) and the trophic position of each species 

(nitrogen) giving the structure of the food web. 

Several studies have demonstrated that periphyton associated with  floating macrophyte roots 

sustains very high net methylation potentials due to microbial activity such as sulphate-

reducers (Guimarães et al., 2000; Mauro et al. 2001, Acha et al., 2005; Gentès et al., 2013) 

and methanogens (Hamelin et al., 2011) in tropical and temperate ecosystems. Moreover, 

Roulet et al. (2000) have identified the periphyton communities as the first link of the food 

chain and the principal entry point for methylmercury in the lower Tapajós valley 

(Amazonian region). Macrophytes usually produce high biomass in tropical systems (Junk 

and Piedade, 1997; Melack and Forsberg, 2001). They are often considered as an important 

food source for herbivorous, detritivorous invertebrates and fish (Junk and Piedade, 1997; 
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Leite et al., 2002). Molina et al. (2010) showed that periphyton associated with macrophyte is 

the most important food source for macroinvertebrates in the floodplain lake of the Beni River 

(Bolivia Amazonia) and that “the contribution of the periphyton - invertebrate chain to the 

overall ecological productivity is probably underestimated”, as well as their implication in Hg 

bioaccumulation. 

 

In South Western France, invasive aquatic macrophytes, such as Ludwigia peploides, 

Lagarosiphon major or Myriophyllum aquaticum, colonize most of the lakes and rivers and 

cause damage to aquatic ecosystems. These invasive plants compete with native plants and 

could be responsible for their disappearance and a modification/loss of biodiversity (Lambert 

et al., 2010).  They also disrupt  leisure and tourism activities due to their expansion (Lambert 

et al., 2010). For example, colonization density of Ludwigia spp. may reach 2 000 g. m-2 

(Dandelot et al., 2005a). In suitable environments, Ludwigia spp. will cover the entire water 

surface ( Jones et al., 1997; Richardson et al., 2000). This species has been a real problem in 

France since the end of 80s because such density can modify the chemical and physical 

parameters of the water column as well as, the trophic status of the ecosystem, leading to a 

modification/disappearance of ecological habitats (Dandelot et al., 2005b; Dutartre et al., 

2007). Since May 2007, marketing and the introduction of Ludwigia grandiflora and L. 

peploides have been forbidden in France. 

High Hg methylation potentials in periphyton associated with macrophyte roots of Ludwigia 

peploides were established in some of these ecosystems (Sanguinet lake, Aureilhan lake, 

France; Gentès et al., 2013). However, no results are available on Hg bioaccumulation in 

biota of these sites. In this context, we describe the Hg concentrations along food webs in five 

contrasting environments colonized by different aquatic plants. The objectives of this study 

were: (1) to measure the total mercury (THg) concentrations from species in the 5 chosen sites 

in order to identify species concerned by mercury contamination, (2) to study the structure of 

these food webs using stable isotope analysis, (3) to check the mercury biomagnification 

along food webs and to identify a possible entry point of this pollutant into food webs. 
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4 Methods 

 Study area 4.1

The chain of lakes and ponds (freshwater systems) of the Aquitaine coast is located in 

the department of Landes (South Western France; Figure 3.1). They form an important natural 

heritage site with a rich biodiversity, but have been subject to an increase of human pressure 

for several years due to a high tourist activity. Several lakes, ponds and river tributaries are 

also subject to the development of exotic aquatic plants. 

 

 

Figure 3.1: Locations of sampling sites. 
 

 

The entire body of water generally flows from north to south. Sanguinet Lake is fed from the 

east side and flows almost entirely in the connecting channel to the Parentis- Biscarrosse Lake 

to the south. Aureilhan Lake, which is fed by a river linked to the Parentis-Biscarrosse Lake 

and the river Escource, one of the main tributaries, ends this chain of lakes and flows into the 

ocean via an outlet. The river Huchet (brackish water) is a nature reserve, protected from 

human activities and an outlet of the Leon lake. Details of the watershed area, hydrology, 

trophic status and physico-chemistry of different sites are summarized in Table 3.1. Studied 

European Union

Sanguinet lake

Parentis-Biscarosse lake

Aureilhan lake

Escource river

Huchet river

Atlantic 

ocean

Leon lake
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sites were selected for differences in their trophic status, surface, hydrodynamics and the 

presence of invasive aquatic plants. Sanguinet Lake and the Huchet river are oligotrophic 

aquatic systems whereas the Parentis-Biscarrosse and Aureilhan lakes and the Escource river 

are eutrophic systems. Aureilhan is characterized by high chlorophyll a (43.9 mg. m-3) 

whereas high nitrate concentrations (49.0±1.6 µmol.l-1) were detected in Escource. Human 

activities (operating oil well, a factory for forest exploitation) generated a degradation of the 

water quality- considered as eutrophic in the Parentis-Biscarosse lake.  Blooms of 

cyanobacteria are regularly observed in this lake (Dutartre et al., 1989; Beuffe, 2002). 

Sediments of all sites have very variable organic matter content (ranging from 0.4 ± 0.1 % to 

30 ± 2 %). Concerning the Sanguinet and Parentis-Biscarrosse lakes, despite their similar 

surface area (58 km2 and 36 km2 respectively), average depth (9 m and 7 m respectively) and 

watershed surface (200 km2 and 275 km2 respectively), the average water residence time is 

longer for Sanguinet (about 1587 days) than Parentis-Biscarrosse Lake (372 days). Aureilhan 

Lake is 20 times smaller (3 km2) than the Sanguinet and Parentis-Biscarrosse lakes, its 

average depth is only 2 m and its average water residence time is just 7 days. Aureilhan, 

Sanguinet and Parentis-Biscarrosse lakes and the Huchet river are colonized by Ludwigia sp., 

an invasive macrophyte with floating roots and by Myriophyllum Aquaticum, an invasive 

macrophyte with underground roots. Escource river is colonized by Callitriches sp., a non-

invasive ornamental macrophyte with underground roots. Macrophytes used in this study 

were Ludwigia sp. for both Aureilhan and Sanguinet lakes and Callitriches sp. for the 

Escource river. 

Oxygen, pH, conductivity and temperature were measured with a multiparameter field probe 

(multi340i WTW). The suspended particulate material concentrations were evaluated by filtering 1 L 

of site water through a pre-weighed Whatmann GF/F 0.45 µm filter and drying at a constant 

temperature (30°C) in an oven and re-weighed. Organic matter in sediment was evaluated by the DOI 

technique (Difference-On-Ignition, Kristensen and Andersen, 1987). Nutrients in the water were 

measured with an autoanalyzer (Seal analytical). Additional data in Table 3.1 are available through the 

“Agence de l’Eau Adour-Garonne” web site (http://adour-garonne.eaufrance.fr/). 
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Table 3.1: Main characteristics of sampling sites (September 2010). NA: not applicable. ND: 
no data. a: values from Agence de l’eau Adour-Garonne (September 2010). Value ± standard 
deviation. 
 

 

 

 Sampling 4.2

A total of 144 individuals were collected in September and October 2009 and 2010 from 5 

sites. Surface sediment (5 cm depth) and plants were collected to test the potential primary 

food sources. Aquatic macrophyte roots were sampled with special attention (by hand and 

using clean gloves), in order to preserve their periphyton. Molluscs were collected by hand 

and crayfish by dip. Fish were collected using nets, hook-and-line or an electro-shocker with 

the help of local fishermen, the Landes fishing federation, and the Office National de l'Eau et 

des Milieux Aquatiques (ONEMA Sud-Ouest).  

Sediment samples were collected using a clean trowel and stored in clean plastic tubes. Biota 

was placed in zip locked bags. They were immediately frozen in coolers. Species 

identification, standard body length (cm), wet mass (g) and the dissection of the organisms 

were performed on the same day in laboratory conditions. Dorsal muscle tissue free of skin 

(target tissues for belonging to the IML) and liver were dissected for fish. Muscle tissue free 

of shell and hepatopancreas were dissected for crayfish. Soft tissues and digestive gland were 

dissected for molluscs. Muscle and soft tissues samples were divided into two groups: one 

directly oven-dried for mercury analysis and the other stored at -20 °C for stable isotope 

Sites Sanguinet  lake Aureilhan lake Escource river Huchet river Parentis Biscarosse lakea 

Trophic status
 a

 oligotrophic eutrophic eutrophic oligotrophic eutrophic 

watershed surface (km2) 
a
 200 475 379 387 275 

Surface (km²)a 58 3 31 km (length) 8 km (length) 36 

Average depth (m)a 9 2 1 ND 7 

Maximal depth (m)a 24 8 2 ND 22 

Average water residence time (day)a 1587 7 NA NA 372 

Temperature (°C) 19.3 19.7 10.1 15,6 21.5 

Oxygen (mg.L-1) 8.2 11.3 8.9 7 7.3 

pH 7.4 9.0 6.7 7,5 7.5 

Conductivity (µS.cm-1) 213 143 140 23 175 

Suspended matter  (mg.L-1) 3.6 ± 0.8 10.4 ± 1.7 6.8 ± 0.5 ND 2 

chlorophylle a (mg.m-3) 2.4a 43.9a ND ND 4.74 

[NO2-] in water (µmol.L-1)  0.08 ± 0.01  0.35 ± 0.02  0.75 ± 0.03  0.13 ± 0.01 0.22 

[NH4+] in water (µmol.L-1)  0.52 ± 0.05  1.45 ± 0.29  3.12 ± 0.31  3.05 ± 0.17 0.89 

[NO3
-
] in water (µmol.L

-1
)  0.20 ± 0.06  4.30 ± 0.36  49 ± 1.63  1.90 ± 0.06 4.03 

[PO43-] in water (µmol.L-1)  0.33 ± 0.02  2.09 ± 0.08  1.78 ± 0.07  1.12 ± 0.04 ND 

[S042-] in water (µmol.L-1) 73 48 ND ND 99.06 

Organic matter in sediment ( DOI; %) 0.5 ± 0.3 0.4± 0.1 14.0± 3.3 29.7 ± 1.8 ND 
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analyses (δ15N or δ13C). Samples of liver, hepato-pancreas and digestive gland were directly 

oven-dried for mercury analysis. 

Plants roots and periphyton associated with roots were collected to measure Hg 

concentrations and stable isotope ratios. Periphyton fixed on plant roots was collected by 

washing with field water and centrifuged for 15 min at 10 000 g to collect the pellets. 

Sediments, plants roots and periphyton were stored at -20 °C until analysis. 

 

 Mercury analysis 4.3

Samples were first dried at 44 °C for 48 hours before analysis. Total Hg concentrations in 

samples were determined by flameless atomic absorption spectrometry. Analyses were carried 

out automatically after thermal decomposition at 800 °C under an oxygen flow (AMA 254, 

LECO France). Detection limit of the method is 0.1 ng Hg with an average analytical 

variability of 5 %. The analytical method was validated using reference materials TORT2 

(National Research Council of Canada, lobster hepatopancreas) and DOLT3 (NRCC, dogfish 

liver) every 10 samples. Recoveries of certified reference material were 111 ± 4 %. Analytical 

results were normalized with values obtained for CRM. Hg concentrations in biota were 

expressed on a dry weight basis.  

 

 Stable isotope analysis 4.4

Sediment, plants and organisms (muscle) were analyzed for carbon and nitrogen isotope 

ratios to describe the food web structure in each site.  

Whenever possible, two to five samples were analyzed for each species and site. Samples 

were lyophilized and crushed with pestle and mortar. The homogenized powder was weighed 

and put into tin capsules. The analyses were carried out using a Thermo Scientific Delta V 

Advantage isotope ratio mass spectrometer at La Rochelle University isotopic platform 

(France). The isotopic values were expressed in the standard δ15N and δ13C notation (in parts 

per thousand, ‰) relative to international reference material standards (atmospheric N2 for 

nitrogen and Vienna Pee Dee Belemnite for carbon) The 13C/12C and 15N/14N ratios were 

expressed as the relative differences between the sample and the conventional standard as 

following:  
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δ15N or δ13C (‰) = [(Rsample−Rstandard)/ Rstandard] × 1000 

Where R is 13C/12C or 15N/14N (Peterson and Fry, 1987; Vander Zander et al., 1999). 

Standards were run in duplicate every twenty measurements. The analytical precision of these 

measurements was 0.2‰ for δ13C and 0.3‰ for δ15N. 

 

The C/N (atomic ratio) of each sample was calculated from the elementary contents of 

analyzed fractions. This ratio gives an indication of the fat content of the tissue analyzed 

(Sweeting et al., 2006, Post et al., 2007). It was used to mathematically normalize, 

(McConnaughey and McRoy, 1979) the δ13C values of fatty samples (with a C/N> 4) in 

relation to their lipid content. In our study, all samples had C/N ratio lower than 4, thus not 

requiring normalization. 

 

 Trophic position calculation 4.5

The relatively constant δ15N enrichment observed between each trophic level can be 

inferred from the position of an organism within a food web (Vandern Zanden et Rasmussen, 

1996). Following Bergamino et al. (2011), δ15N signatures were converted to trophic 

positions (TP) using the equation:  TPi = [(δ15Ni - δ
15Npc) / 3.4] + 2  

Where TPi is the average trophic position of species i, δ15Ni represents the average δ15N of 

species i, δ15Npc represents the average δ15N of primary consumers, 3.4 is the mean δ15N 

trophic enrichment occurring per trophic level (Post, 2002), and 2 is the trophic position of the 

baseline organism (filter feeders in this case). 

 

 Statistical analysis 4.6

Factorials ANOVA were used to study the differences in THg concentrations, δ15N and 

δ13C of the species for each site after checking assumptions (normality and homoscedasticity 

of the error term). Log transformation was needed to fulfil statistical assumptions. If the 

assumption was met, the parametric Fisher's Least Significant Difference (LSD) test was 

applied. If the assumption was not met, the non-parametric Kruskall-Wallis test was used. In 

each test, p<0.05 was considered significant. All statistical investigations were performed 

using STATISCA version 6.1 software. 
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5 Results 

The average of THg concentrations measured in sediment, macrophytes, muscle/soft 

tissues and liver/hepatopancreas/digestive glands in different freshwater systems are 

summarized in Table 3.2. THg concentrations in sediments and water were very low for 

Escource river, Sanguinet and Aureilhan lake (maximum value for Sanguinet sediment with 

0.1 ± 0.0ng THg. g-1 dw). Similar results were obtained by the Agence de l’Eau Adour-

Garonne. THg concentrations in plant roots range from 9.8 ± 1.3 ng THg. g-1 dw to 11.5 ± 1.9 

ng THg. g-1 dw. Within the roots, THg was accumulated by the periphyton with 

concentrations ranging from 43.9 ± 5.0 ng THg. g-1 dw to 87.5 ± 23.6 ng THg. g-1 dw. THg 

concentrations in soft tissue and muscle in invertebrates ranged from 27.4 ± 2.3 ng THg. g-1 

dw in Asiatic clam Corbicula fluminea (Aureilhan lake) to 417.6 ± 113. ng THg. g-1 dw in 

crayfish Procambarus clarkii (Sanguinet lake). For low trophic level fish, THg concentrations 

in muscle ranged from 114.9 ± 39.9 ng THg. g-1 dw  in bream Abramis brama (Aureilhan 

lake) to 473.0 ± 255.3 ng THg. g-1 dw  in perch Perca fluviatilis (Escource river). THg 

concentrations in top-predator muscle (high trophic level fish) caught on Parentis-Biscarrosse 

lake were close to the International Marketing Limit (IML = 2500 ng THg. g-1 dw ) with 

1092.3 ± 355.6 ng THg. g-1 dw  in perch (Perca fluviatilis), 1048.9 ± 219.7 ng THg. g-1 dw  in 

pike perch (Sander lucioperca) and 2178.7 ± 767.0 ng THg. g-1 dw  in pike (Esox Lucius). In 

Escource river, THg concentrations in eels (Anguilla Anguilla) exceed the IML with 3909.5 ± 

1306.7 ng THg. g-1 dw in muscle. For each site, statistical tests were performed between 

species. Generally, statistical differences (p< 0.005) were obtained between molluscs (Asiatic 

clam and duck mussel) and both invertebrates and fish. Comparison of different species of 

invertebrates and fish for each site has shown no statistical differences probably due to the 

small number of individuals per species, except for eels of the Escource river where THg 

concentrations are different from other species from this site.  

 

δ15N and δ13C mean  values, for sediment, macrophyte and biota of different sites are 

presented in Table 3.2. For the Escource river, Sanguinet and Aureilhan lakes where more 

individuals were caught, δ15N and δ13C mean values of organisms were plotted in order to 

visualize the structure of the food webs (Figure 3.2). Note that statistical tests were not 

performed on the Huchet river and Parentis-Biscarrosse lake given the small number of 

samples. No statistical differences (p > 0.05) were observed between δ15N mean values of 
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different species for each site, showing a low nitrogen enrichment along the food web, except 

between duck mussel and perch of Aureilhan lake (p = 0.0067).  

Crayfish and fish species in Escource river are grouped compared to other sites (Figure 3.2).  

In this site, δ13C values of macrophyte roots and periphyton are low (-29.6 ‰ and -28.9‰ 

respectively) and statistically different from δ13C values of roach, crayfish, perch, eel and 

gudgeon. Sediment from this site (δ13C = -28.72‰, Table 3.2) also shows statistical 

differences between crayfish, roach and eel. For Sanguinet lake, statistical differences were 

found between δ13C values of macrophyte roots and periphyton (-29.6‰ and -25.9‰ 

respectively) with crayfish, roach, bream. No statistical differences (p>0.05) were observed 

between δ13C mean values of different species for Aureilhan lake. 
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Table 3.2: Average of mercury concentrations (ng THg.g-1 dry weight) and stable isotope ratios (δ13C and δ15N ratios, in ‰) in sediment, 
macrophytes, muscle/softbody‘s organisms (“Mean THg”) and liver/hepatopancreas’ organisms (“Mean THg liver/hp”) in different freshwater 
systems in south western France. Value ± standard deviation; Nm: number of samples for mercury analysis; Ni: number of samples for isotopic 
analysis; total mass of organisms in g; *: periphyton associated with macrophyte aquatic roots. a: Gentès et al., 2013. 
 

 

sites Common name Scientific name Trophic guild code Nm Ni Mean THg Mean THg liver/hp Mean δ
15

N Mean δ
13

C Mean mass

sediment 
a - - sed 6 1 0.08 ± 0.05 - - - -

macrophyte aquatic roots
a Ludwigia sp. primary producer root 3 1 9.83 ± 1.33 - 7.87 -29.59 -

periphyton *
a - - peri 3 1 43.92 ± 4.98 - 4.98 -25.87 -

as iatic clam Corbicula fluminea fi l ter-feeder clam 5 3 91.46 ± 6.52 127.32 ± 15.18 7.21 ± 0.10 -24.82 ± 0.28 0.53 ± 0.13

crayfish Procambarus clarkii omnivorous cray 5 5 417.62 ± 113.88 107.18 ± 78.69 7.77 ± 0.39 -24.22 ± 1.22 20.76 ± 3.82

bream Abramis brama omnivorous bre 2 2 177.02 ± 4.74 228.74 ± 24.94 11.39 ± 0.75 -23.05 ± 0.33 53.46 ± 17.95

roach Rutilus rutilus omnivorous roa 6 5 414.02 ± 79.48 1070.40 ± 1317.45 12.65 ± 0.21 -24.00 ± 1.18 19.58 ± 2.17

perch Perca fluviatilis carnivorous per 2 2 394.64 ± 97.98 249.80 ± 191.75 11.49 ± 0.29 -26.56 ± 0.58 34.07 ± 5.56

sediment 
a - - sed 6 1 0.10 ± 0.06 - - - -

macrophyte aquatic roots
a Ludwigia sp. primary producer root 6 1 11.50 ± 1.87 - 6.23 -27.82 -

periphyton *
a - - peri 3 1 71.54 ± 3.78 - 5.48 -27.29 -

as iatic clam Corbicula fluminea fi l ter-feeder clam 5 5 27.40 ± 2.27 31.02 ± 6.24 9.19 ± 0.26 -30.43 ± 0.57 1.75 ± 0.51

duck mussel Anodonta anatina fi l ter-feeder mus 11 5 27.71 ± 6.11 42.69 ± 5.78 8.36 ± 0.68 -28.87 ± 1.12 21.26 ± 13.68

crayfish Procambarus clarkii omnivorous cray 2 2 109.73 ± 43.92 24.32 ± 5.46 9.27 ± 1.58 -26.18 ± 1.01 30.57 ± 2.68

bream Abramis brama omnivorous bre 5 5 114.86 ± 39.85 50.86 ± 23.09 12.11 ± 0.71 -25.86 ± 0.86 135.60 ± 64.01

roach Rutilus rutilus omnivorous roa 5 5 183.69 ± 43.93 68.80 ± 29.02 12.22 ± 0.36 -27.12 ± 0.96 48.60 ± 18.58

catfi sh Ameiurus melas omnivorous catf 3 3 390.00 ± 320.00 148.54 ± 112.31 10.62 ± 2.38 -30.49 ± 3.92 57.33 ± 20.40

perch Perca fluviatilis carnivorous per 8 5 226.02 ± 38.82 107.21 ± 37.27 13.27 ± 0.17 -26.14 ± 0.48 83.75 ± 28.73

sediment 
a - - sed 6 1 0.13 ± 0.07 - - - -

macrophyte aquatic roots
a Callitriches hamulata primary producer root 3 1 10.26 ± 2.49 - 4.22 -28.88 -

periphyton *
a - - peri 3 1 87.50 ± 23.53 - 7.87 -29.59 -

crayfish Orconectes limosus omnivorous cray 5 2 280.95 ± 88.58 56.89 ± 18.01 11.04 ± 0.47 -26.04 ± 0.51 12.13± 2.37

gudgeon Gobio gobio omnivorous gud 7 5 332.56 ± 85.87 321.49 ± 489.36 11.55 ± 0.86 -27.19 ± 1.08 17.74 ± 4.97

roach Rutilus rutilus omnivorous roa 10 5 401.57 ± 154.03 105.95 ± 35.73 10.73 ± 1.31 -26.68 ± 0.56 61.36 ± 23.30

perch Perca fluviatilis carnivorous per 10 5 472.97 ± 255.29 299.14 ± 148.11 12.64 ± 0.70 -27.04 ± 0.76 57.56 ± 20.73

eel Anguilla anguilla carnivorous eel 5 5 3909.53 ± 1306.75 5493.23 ± 2136.65 12.07 ± 0.64 -26.24 ± 0.40 223.40 ± 88.03

perch Perca fluviatilis carnivorous per 3 3 1092.27 ± 355.57 - 15.50 ± 1.59 -22.33 ± 0.33 633.33 ± 57.74

pike Esox lucius carnivorous pik 2 2 2178.72 ± 766.96 - 16.05 ± 2.04 -21.54 ± 0.59 6250.00 ± 1060.66

pike perch Sander lucioperca carnivorous pikp 4 4 1048.85 ± 219.69 - 17.84 ± 0.21 -21.80 ± 0.54 1600.00 ± 294.39

as iatic clam Corbicula fluminea fi l ter-feeder clam 5 - 27.99 ± 6.18 22.25 ± 8.15 - - 0.82 ± 0.14

duck mussel Anodonta anatina fi l ter-feeder mus 4 4 39.38 ± 7.15 101.42 ± 14.75 8.73 ± 0.12 -24.67± 2.96 7.97 ± 0.94

crayfish Procambarus clarkii omnivorous cray 3 2 289.59 ± 74.44 80.04 ± 62.73 10.50 ± 0.36 -24.43± 0.38 27.20 ± 2.61

roach Rutilus rutilus omnivorous roa 5 - 299.43 ± 79.75 141.64 ± 15.24 - - 53.83 ± 4.65

ca l icoba-bass Lepomis gibbosus carnivorous ca l 2 - 260.60  ± 10.84 185.13 ± 32.60 - - 26.81 ± 3.40

Escource river

Parentis  

Biscarosse 

lake

Huchet river

Sanguinet 

lake

Aurei lhan 

lake
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Figure 3.2: Relationships between δ15N and δ13C mean values (in ‰) of species in Sanguinet 
lake (A), Aureilhan lake (B) and Escource river (C). Abbreviations of species/groups are 
shown in Table 3.2 (code). 
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Table 3.3 gives information on the trophic structure of each ecosystem. Two trophic guilds 

can be identified for Sanguinet and Aureilhan lakes. The first guild composed of filter feeders 

and detritivores species (duck mussel Anodonta anatina, asiatic clam Corbicula fluminea, 

crayfish Procambarus clarkii and Orconectes limosus), shows the lowest values of δ15N, after 

macrophytes. The second guild includes omnivorous species like roach (Rutilus rutilus), 

bream (Abramis brama) for two lakes and catfish (Ameiurus melas) for Aureilhan lake. Perch 

(Perca fluviatilis) also seems to belong to this second guild indicating more opportunistic 

feeding whereas this species is normally carnivorous. Concerning the Escource river, just one 

guild can be identified (including crayfish, roach, gudgeon and perch), probably because of 

the opportunistic behaviour of species. 

 

In order to study the biomagnification of Hg in the Ecource river, Sanguinet and Aureilhan 

lakes, THg concentrations as a function of mean δ15N values in sediment and biota are 

represented in Figure 3.3. The linear regression equation for Aureilhan was THg = (0.7683 + 

0.2456 ´ δ15N) with a 0.95 confidence interval and a positive determination coefficient r2= 

0.90, stronger than for the two other sites. For the Sanguinet Lake, this equation was THg = 

(0.9721 + 0.1224 ´ δ15N) with a 0.95 confidence interval and r2= 0.32. Finally, equation for 

Escource river was THg = (0. 8323 + 0.1356 ´ δ15N) with a 0.95 confidence interval and r2= 

0.32.  
 

Table 3.3: Trophic level of organisms according to δ15N values. 
 

 

Sites Common name Trophic guild Trophic level 

Sanguinet 
lake 

asiatic clam filter-feeder 2,00 
crayfish  omnivorous 2,17 
bream  omnivorous 3,23 
roach omnivorous 3,60 

perch carnivorous 3,26 

Aureilhan 
lake 

asiatic clam filter-feeder 2,00 
duck mussel  filter-feeder 2,00 

crayfish  omnivorous 2,02 
bream  omnivorous 2,86 
roach omnivorous 2,89 
catfish omnivorous 2,42 
perch carnivorous 3,20 

Escource 
river 

crayfish  omnivorous 2,00 
gudgeon  omnivorous 2,15 

roach omnivorous 1,91 
perch carnivorous 2,47 

eel carnivorous 2,30 
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Figure 3.3: Mercury concentrations versus trophic level (δ15N) measured in biota in Sanguinet 
lake (A), Aureilhan lake (B) and Escource river (C), (September 2009 and 2010). Bars 
represent standard deviation for δ15N and [THg]. The linear regression straight and its 
correlation coefficient (R2) are displayed for each. 
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6 Discussion 

 

 Mercury level in water, sediment and biota for different sites 6.1

Hg concentrations in water, sediment and biota of the studied lakes and streams were 

first evaluated in order to detect a potential risk of contamination in aquatic food webs and by 

extension a potential risk to humans. Hg was detected in all samples except for sediment and 

water of 3 sites where Hg concentrations were under the detection limits (Table 3.2). Usually, 

water is a compartment where there is a very low concentration of Hg as reported by Monson 

and Brezonik (1998) in some lakes in the United States and Hall et al. (2009) in Canadian 

lakes. But sediments are often considered as the place of Hg storage and Hg methylation in 

lakes (Engstrom et al., 2007, Mills et al., 2009; Muir et al., 2009, Feyte et al., 2012). The 

unusually low concentrations observed in our samples might be explained by the physical 

characteristics of the sediment, a sandy substrate relatively poor in organic matter (Table 3.1) 

for most sites. Another explanation would be an iron-rich soil in watersheds, complexing Hg 

and reducing Hg leaching. In the ecosystems studied, periphyton fixed on macrophyte aquatic 

roots appears to be the location for Hg adsorption with higher Hg concentrations than in water 

and sediments. Several studies have shown that roots of aquatic plants were the favourite 

place for Hg storage but also for MeHg formation (Guimarães et al., 1998; Mauro et al., 

2002; Acha et al., 2005, 2011; Desrosiers et al., 2006; Hamelin et al., 2011; Coelho-Souza et 

al., 2011; Gentès et al., 2013). These studies also demonstrated that MeHg formation has a 

biotic origin with the involvement of microorganisms such as sulphate-reducers (Acha et al., 

2005, 2011) or methanogens (Hamelin et al., 2011). Macrophyte roots seem to provide micro-

ecological niches favourable for the development of such microorganisms.  

Hg levels in aquatic organisms are relatively low compared with the IML for all lakes and 

rivers sampled. Chasar et al. (2009) have also measured Hg concentrations in eight stream 

ecosystems in the United States which were comparable to our values  in fish belonging to the 

middle and the end of the food chain. However, eels caught in the river Escource have THg 

concentrations in muscle that exceed the IML. The top predator fish caught on the Parentis-

Biscarrosse lake are also close to this threshold.  
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 Food web structure 6.2

δ13C values of carbon sources for the Sanguinet lake, the Aureilhan lake and the Escource 

river (Table 3.2 and Figure 3.2) are typical of a freshwater environment (Jardine et al., 2006).  

For Escource river, δ13C values of periphyton suggests that carbon sources are associated with 

C3 plants. Martinelli et al. (1994) proposed the same hypothesis for periphyton from an 

Amazon floodplain. The banks of the Escource river are effectively woody and there is much 

trees debris in this river. The δ13C values measured in organisms caught in the Sanguinet lake 

and the Escource river showed significant differences with those of the macrophyte roots, 

measured for each site. This highlights the existence of another carbon source for food webs 

in these two sites. In contrast, no significant differences are observed between the δ13C 

measured in macrophyte roots and aquatic organisms from the Aureilhan lake, showing that 

root macrophyte and thus periphyton fixed on roots, are one of the principal carbon source for 

the food webs in this lake. Moreover, several studies (Vander Zanden and Rasmussen, 1996; 

Rypel et al., 2008; Stewart et al., 2008) have shown that the best predictor of Hg 

accumulation in top predator fish for both pelagic and benthic food webs in lakes and streams 

was the amount of Hg available at the base of the food chain. Based on the findings of these 

publications, THg in organisms from Aureilhan lake could originate from root macrophytes 

because this compartment has the most significant mercury concentrations compared to 

sediment and water.  

 

For the Escource river, the Sanguinet and the Aureilhan lakes, no statistical differences were 

observed between δ15N values of macrophytes and other species for each site (Table 3.2 and 

Figure 3.2). This indicates that the species sampled are relatively opportunistic in these 

environments. This finding is particularly likely for the Escource River where eels, gudgeons 

and perch are clustered. The trophic position calculation of the aquatic organisms in the 

Sanguinet and the Aureilhan lakes (Table 3.3) based on the study of δ15N allows a better 

comprehension of the relationships that exists between the different species for each site. 

Food webs are composed of two feeding guilds for two sites. The first guild is composed of 

filter feeders and detritivores species, the second is formed of omnivorous species. A third 

guild, consisting of strict carnivorous species such as pike (Esox lucius) and pike perch 

(Sander lucioperca) for instance, is not shown here due to the absence of these types of top 

predators during the sampling. To define more specifically the third guild, more complete 

sampling would be necessary. 
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 Relationships between THg and stable isotopic ratio 6.3

A significant positive correlation between THg concentrations and trophic level (δ15N) 

of organisms of Aureilhan lake was observed (Figure 3.3: r2 = 0.9). These results correspond 

with literature on food webs in arctic freshwater and marine ecosystems (Atwell et al., 1998; 

Power et al., 2002; Campbell et al., 2005), in temperate freshwater (Kidd et al., 1995; Chasar 

et al., 2009) and tropical ecosystems (Campbell et al., 2003, 2008; Kidd et al., 2003). 

Previous studies (Hall et al., 1997; Dominique et al., 2007) have demonstrated the importance 

of the trophic pathway in bioaccumulation and biomagnification of Hg in aquatic species. The 

lower correlation obtained between the THg concentrations and δ15N for Sanguinet lake and 

the Escource river compared to those for Aureilhan lake may have several explanations. The 

first is the lack of top predator and an insufficient number of individuals sampled, inducing a 

possible underestimation of Hg biomagnification. A second explanation is the δ15N - THg 

relationship which could be affected by the consumption of basal resources, rich in inorganic 

Hg, by omnivorous species behaving as primary consumers like invertebrates using sediment 

(Flecker et al., 1992; Kwon et al., 2012). The inorganic Hg is less bioaccumulated and has 

lower trophic transfer efficiency than MeHg (Mason et al., 1995), potentially explaining the 

low Hg biomagnifications observed in these sites. A third hypothesis could be the seasonal 

events which should also be considered in the evaluation of Hg concentrations and speciation 

in an ecosystem. Thermal stratification in the Sanguinet lake (and also in Parentis-Biscarrosse 

lake, not discussed in this section) had already been observed in previous summers. This 

seasonal event may increase the production of MeHg due to the development of anaerobic 

microorganisms able to methylate Hg in the anoxic zone (hypolimnion). Bioaccumulation and 

biomagnification of Hg in the aquatic organisms can be affected by such events. 

 

7 Conclusion 

This study has compiled an initial inventory of Hg concentrations in different aquatic 

compartments in several lakes and coastal ponds in the SouthWest France. Hg 

biomagnification was significant for Aureilhan lake, not for Sanguinet lake nor Escource 

river. The source of Hg needs to be confirmed in order to explain high Hg concentrations in 

carnivorous fish and significant Hg concentrations of other trophic guilds. Following these 

results, it seems necessary to develop more complete sampling, including top-predator 
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species, in order to more accurately assess the risk of Hg contamination in such aquatic 

ecosystems. 
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10 Conclusion du chapitre 

 

 Un état des lieux exhaustif des concentrations en Hg total (THg) des organismes 

aquatiques et de leur position trophique dans divers écosystèmes landais a été réalisé. 

Concernant la base du réseau trophique, le périphyton des racines de plantes a révélé des 

concentrations en THg relativement élevées comparativement à l’eau et au sédiment pour les 

différents sites. Les concentrations en THg mesurées dans les organismes restent relativement 

faibles pour la plupart des sites sauf pour les prédateurs de fin de chaîne alimentaire du lac de 

Parentis-Biscarosse et les anguilles de la rivière Escource, qui approchent ou dépassent la 

norme européenne de consommation. D’autre part, le calcul du δ13C semble indiquer que la 

source de carbone pour le réseau trophique d’Aureilhan est le périphyton associé aux racines 

de plantes aquatiques. Pour Sanguinet et Escource, une source supplémentaire de carbone 

semble être utilisée par les organismes. Au vu des résultats  pour le lac d’Aureilhan (THg et 

δ13C), la possibilité que les plantes aquatiques représentent  la source d’entrée du Hg dans le 

réseau trophique est envisagée. 

Les positions trophiques des organismes des lacs de Sanguinet et d’Aureilhan, et de la rivière 

Escource, ont été évaluées grâce au calcul du δ15N. Ainsi, les réseaux trophiques semblent 

relativement peu spécialisés, comportant des espèces opportunistes. Trois guildes trophiques 

semblent les composer, notamment pour les deux lacs : la première constituée d’espèces 

filtreuses et détritivores, la seconde d’espèces omnivores et la troisième d’espèces carnivores. 

Cette dernière guilde n’est cependant pas clairement mise en évidence du fait du manque 

d’échantillons. Pour Aureilhan, la corrélation positive et significative obtenue entre les 

concentrations en THg et les résultats de δ15N des organismes aquatiques indique une 

bioamplification du Hg au sein de ce réseau trophique. Cette relation n’est pas observée de 

manière significative pour Sanguinet et Escource. Pour ces deux derniers sites, la faible 

représentativité des espèces carnivores dans notre étude  pourrait être une explication. De par 

leur situation au sommet de la chaîne alimentaire, ce sont habituellement les plus 

bioaccumulatrices de Hg. Dans ce dernier cas,  la bioamplification pourrait être sous-estimée. 

 

Le Hg se bioaccumule principalement sous forme méthylée dans les organismes aquatiques. 

La base du réseau trophique est généralement le point d’entrée du Hg dans la chaîne 

alimentaire. L’étude en laboratoire, présentée dans le chapitre suivant, permettra d’identifier 

le compartiment de l'écosystème (eau, sédiment, rhizosphère) où la formation de MeHg est la 

plus préoccupante. 
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1 Préambule 

 
Les résultats du chapitre précédent ont démontré une possible implication de la 

rhizosphère des plantes aquatiques dans la bioaccumulation du Hg par les organismes 

aquatiques. Pour vérifier cette hypothèse, les transformations des espèces mercurielles dans 

les différents compartiments aquatiques ont été étudiées en laboratoire à l’aide d’isotopes 

stables du Hg (199Hg(II) et Me201Hg), afin d’identifier le ou les lieux privilégiés de production 

de MeHg (Monperrus et al., 2007).  

Trois sites d’étude ont tout d’abord été choisis en fonction des concentrations en Hg des 

organismes aquatiques, de leurs caractéristiques hydro-morphologiques et physico-chimiques: 

le lac de Sanguinet (oligotrophe), le lac d’Aureilhan (eutrophe) et la rivière Escource. Des 

incubations d’eau, de sédiment, de racines de plantes aquatiques et de leur périphyton ont été 

réalisées avec des traceurs isotopiques du Hg. Les concentrations en MeHg et Hg(II), ainsi 

que les potentiels de méthylation et de déméthylation associés à chaque compartiment 

aquatique  ont été évalués pour chaque site. L’implication des communautés microbiennes 

périphytiques des racines de plantes aquatiques dans ces transformations mercurielles a 

également été testée. Nous nous sommes particulièrement intéressés aux MSR, connus pour 

être parmi les principaux responsables de la méthylation du Hg (King et al., 2000; Macalady 

et al., 2003; Acha et al., 2011). L’ajout d’un inhibiteur de la sulfato-réduction, le molybdate, a 

permis de tester leur implication dans ces processus. Leur présence et leur diversité ont 

également été estimées par des outils de biologie moléculaire (amplification des gènes dsrAB 

et T-RFLP). 

L’utilisation d’isotopes stables du Hg a permis de calculer la production nette de 

méthylmercure dans chacun des compartiments de chaque site. Pour les lacs de Sanguinet et 

d’Aureilhan, cette production a été extrapolée à l’échelle de l’écosystème en tenant compte 

des variations possibles de biomasse des plantes aquatiques. Elle permet ainsi de comparer la 

contribution des différents compartiments aquatiques à la production nette de MeHg.  

 

Ce type d’extrapolation n’avait jamais encore été réalisé à l’échelle d’un écosystème et 

permet d’appréhender d’une nouvelle manière les risques écotoxicologiques liés à la présence 

de Hg. 
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3 Supplementary data 

 

Table 1S. Recovery average of mercury isotopic tracers (199Hg(II) and Me201Hg) in incubation 
experiments. n=3, SD: standard deviation.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

samples sites 
Average of 199Hg(II) 

recovery (%) 
SD 

Average of Me201Hg 

recovery (%) 
SD 

water 

Sanguinet 57 5 98 2 

Aureilhan 49 5 98 2 

Escource 64 15 97 6 

sediment 

Sanguinet 94 8 91 9 

Aureilhan 86 16 83 9 

Escource 77 17 78 13 

periphyton 

Sanguinet 88 6 98 1 

Aureilhan 84 22 86 24 

Escource 100 0 100 0 

roots  

Sanguinet 119 21 196 81 

Aureilhan 104 19 96 36 

Escource 99 22 107 30 
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Figure 1S. Canonical Correspondence Analysis (CCA) between roots SRP communities for 3 sites 
(obtained from 5’ end T-RFLP pattern of SAU3A1 digested on dsrAB gene) and different 
environmental parameters. LS: Sanguinet lake; LA: Aureilhan lake; ER: Escource river.  
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4 Conclusion du chapitre 

L’étude en laboratoire des potentiels de méthylation et de déméthylation des différents 

compartiments aquatiques des lacs de Sanguinet et d’Aureilhan, et de la rivière Escource, 

indique que la rhizosphère aquatique constitue le lieu privilégié de la formation de MeHg. Ce 

résultat est souligné par les importantes concentrations en Hg mesurées dans ce compartiment 

comparativement au sédiment et à la colonne d’eau. En effet, la rhizosphère aquatique des 

plantes semble fournir un environnement favorable au développement d’une communauté 

microbienne complexe capable de méthyler ce métal. Pour les trois sites, la chute importante 

des activités de méthylation dans les racines lors de l’ajout d’un inhibiteur de la sulfato-

réduction indique que les MSR sont les principaux acteurs de ce processus. De plus, la 

présence de ces microorganismes a pu être détectée par amplification des gènes dsrAB. Par 

ailleurs, la persistance d’un faible potentiel de méthylation malgré l’ajout de l’inhibiteur laisse 

supposer l’implication des MSR à travers d’autres voies métaboliques, comme la 

fermentation, et/ou le rôle d’autres microorganismes. En effet, la capacité à méthyler le Hg de 

certains ferri-reducteurs a pu être mis en évidence par Fleming et al. (2006) et Kerin et al. 

(2006). L’implication des méthanogènes est également suspectée au vu des résultats obtenus 

par Hamelin et al. (2011) lors de l’ajout d’un inhibiteur de la méthanogénèse. 

Calculée à partir des potentiels de méthylation et de déméthylation, la production nette de 

MeHg pour les trois compartiments aquatiques montre que les racines de plantes représentent 

bien le lieu privilégié pour la formation de MeHg. Cette production est nettement supérieure à 

celles de l’eau et du sédiment. A l’échelle écosystémique, cette tendance se confirme pour les 

lacs de Sanguinet et d’Aureilhan pour lesquels les racines de jussies restent le compartiment 

aquatique où la production nette de MeHg est la plus forte comparativement au volume de 

sédiment et d’eau. Ces résultats pourraient expliquer les concentrations en Hg mesurées dans 

les autres organismes aquatiques, et notamment celles des poissons carnivores. La possibilité 

d’un transfert trophique de ce métal à partir des plantes aquatiques est abordée dans le 

chapitre 6 de cette thèse.  

 

Devant l’importance de la rhizosphère dans la méthylation du Hg, l’étude présentée dans le 

chapitre suivant s’intéresse à la diversité microbienne présente au sein des racines de jussie de 

Sanguinet. L’implication des MSR dans le processus de méthylation du Hg ne pouvant être 

démontrée que par une approche culturale (King et al., 2000; Ranchou-Peyruse et al., 2009), 

des MSR issus de ce micro-environnement ont été isolés et leur capacité de méthylation du 

Hg a été testée. 
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CHAPITRE V:  

SULPHATE REDUCING BACTERIA COLONIZING 

MACROPHYTE ROOTS IN TEMPERATE AQUATIC 

FRESHWATERS AND THEIR IMPLICATION ON 

METHYMERCURY PRODUCTION 
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1 Préambule 

 

L’étude précédente a mis en évidence le rôle important que joue la rhizosphère de 

plantes aquatiques dans les transformations des espèces mercurielles pour trois écosystèmes 

aquatiques landais. Une production nette de MeHg a été mise en évidence dans ce 

compartiment. L’extrapolation de cette production de MeHg à l’échelle des deux lacs fait état 

de son importance comparativement aux autres compartiments aquatiques (eau et sédiment). 

Les MSR semblent être les principaux responsables de cette méthylation du Hg.  

 

Le périphyton, qui se développe sur des surfaces immergées, est reconnu depuis peu comme 

prenant une part prépondérante dans le fonctionnement des écosystèmes aquatiques. Il joue un 

rôle clé dans la production primaire, le cycle des éléments nutritifs et les interactions avec le 

réseau trophique (Vadeboncoeur and Steinman, 2002). Néanmoins, très peu d’informations 

sont disponibles sur les communautés périphytiques associées à la rhizosphère aquatique des 

plantes (Stout and Nusslein, 2005; Matsuzawa et al., 2010; Wei et al., 2011). Suite aux 

résultats obtenus dans le chapitre précédent et au vu de ce manque de connaissance sur la 

rhizosphère, la composition de la communauté microbienne périphytique de racines de jussie 

provenant du lac de Sanguinet a été étudiée par clonage et séquençage du gène de l’ARNr 16S. 

La diversité globale et les différents groupes métaboliques détectés sont discutés dans 

l’article.  

La suite de cette étude porte plus particulièrement sur la population des sulfato-réducteurs qui 

semblent être les principaux méthylateurs de Hg dans ces écosystèmes (chapitre précédent). 

Plusieurs études relient la présence de MSR ou d’activité de sulfato-réduction à la méthylation 

du Hg (King et al., 2000; Acha et al., 2005, 2011). Cependant, la capacité des MSR à 

méthyler le Hg est variable selon les espèces et les souches bactériennes (King et al., 2001; 

Ekstrom et al., 2003; Ranchou-Peyruse et al., 2009). Ainsi, des souches provenant de racines 

de jussies ont été isolées en condition de sulfato-réduction et leur capacité à méthyler le Hg a 

été évaluée à l’aide du biosenseur Escherichia coli MC1061 (Ivask et al., 2001; Rantala et al., 

2011) qui, en présence de MeHg, émet un rayonnement mesurable grâce à un luminomètre. 
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2 Abstract 

Aquatic plants floating roots harvest biofilms, also called periphyton that can be considered as 

aquatic rhizospheres. Only few data are available on the diversity of such communities. 

Therefore Ludwigia sp. periphytic communities from a freshwater lake (Sanguinet, South 

Western France) were investigated through a molecular approach. The results showed high 

diversity with 170 Operational Taxonomic Units out of the 244 clones sequenced. 

Representatives of microorganisms linked to the carbon (Primary producers, Heterotroph, 

methylotrophs) and nitrogen (Ammonium oxidizers, nitrogen fixing) cycles, were detected in 

these samples. In addition, typical anaerobes, some of them related to the sulfur and iron cycle 

were also detected. Molecular data allowed the detection of sulphate reducers related to the 

Desulfobacterales and Syntrophobacterales. The molecular approach also allowed the 

detection of Geobacter related species within the periphyton. In contrast, a cultural approach 

permitted to isolate strains related to the Desulfovibrionales. 23 among the isolates were 

tested for their mercury methylation capacities by the mean of a biosensor. Six among these 

strains could be identified as methylators, thus confirming their potential role in mercury 

methylation in the periphyton. The methylmercury produced within the periphyton could be a 

potential risk source through its trophic transfer to food webs.  

 

Key words: Plant floating roots; Periphyton; bacterial communities, Sulphate-Reducers; 

Mercury methylation 
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3 Introduction 

The soil and, in a lesser extend, the wetland rhizospheres (area influenced by plant roots) and 

rhizoplanes (surface of plant roots) have been extensively studied with respect to 

microorganisms colonizing such niches. They are characterized by intense interactions 

between plants and microorganisms that participate to plant health, crop production, or 

rhizoremediation processes (Berendsen et al., 2012; Rejmankova, 2011). Therefore the 

microbial communities colonizing such niches are well characterized and sometimes 

considered as “the second plant genome” (Berendsen et al., 2012). In contrast, very few data 

concerning microbial diversity of biofilms developing on floating aquatic roots are available 

(Stout and Nusslein, 2005; Matsuzawa et al., 2010 ; Wei et al., 2011). These biofilms, or 

periphyton, can be considered as aquatic rhizospheres depending on their thickness. 

Floating roots from emergent, submersed or free floating macrophytes and their associated 

bacterial communities are considered as good metal accumulators and studied for metal water 

removal strategies (Elifantz and Tel-Or, 2002 ; Stout et al., 2010). Recently, some data 

demonstrated biological mercury methylation in the periphyton of floating macrophyte roots 

in the Amazonian area and French Lakes (Gentes et al., 2013 ; Correia et al., 2012; Achá et 

al., 2005; Mauro et al., 2002), as well as in the sediment associated roots and mats (Gentes et 

al., 2013 ; Yu et al., 2010). Methylmercury (CH3Hg+) can have a biological origin through 

bacterial methylation from inorganic mercury (Hg2+). Under anoxic conditions, sulphate 

reducers (SR) are among the principal methylators in situ (Compeau and Bartha, 1984; 

Compeau and Bartha, 1985; Gilmour et al., 1992). Data from periphyton demonstrated that, 

most of the times, mercury methylation was linked to sulfate reduction activity. Indeed, 

sulphate-reducing bacteria were identified in the periphyton through 16S rRNA gene 

oligonucleotide probing and Rt-PCR (Achá et al., 2011, 2005). Some studies also 

demonstrated the direct or indirect role of the Methanogens in mercury methylation within 

periphyton in freshwater lakes in situ (Hamelin et al., 2011). In addition, some iron reducers 

within the Desulfuromonadales, are also responsible for this activity (Fleming et al., 2006; 

Kerin et al., 2006). Microbial communities consist of very complex physiological networks in 

which the organisms may shift from one metabolism to another depending on the 

environmental conditions. Therefore, it is extremely difficult to link a particular microbial 

activity with mercury methylation potentials (King et al., 2001). Gaining knowledge on the 

communities structure would permit to identify possible cooperation between microorganisms 
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and thus better understand environmental conditions leading to net methylmercury 

production.  

In this study we investigated, for the first time, the bacterial diversity of the periphyton 

colonizing aquatic floating roots of Ludwigia sp. in French South-Western Lakes. Therefore, 

total bacterial diversity was assessed on Ludwigia sp. periphyton by cloning and sequencing  

the 16S rDNA. According to the apparent role of the sulfate reducing microorganisms in the 

mercury methylation activity in such ecosystems (Gentes et al., 2013), a special focus was 

placed on potential mercury methylators such as iron reducers and sulfate reducers within the 

domain Bacteria. In addition, the results from a cultural approach allowed the identification of 

culturable sulfate reducing bacteria and the determination of their mercury methylation 

potential through the application of a biosensor.  

 

4 Experimental procedures 

 

 Sampling and sampling sites 4.1

Samples of Ludwigia sp. floating roots, an invasive macrophyte, were collected in September 

2010 (molecular and cultural approach) and June 2011 (cultural approach) from Sanguinet 

Lake in South Western France (Gentès et al., 2013). Sample for molecular biology were 

collected in sterile cryotubes and immediately frozen on site in liquid nitrogen. They were 

afterwards stored at -80°C in the laboratory until analysis. Roots for sulfate reducing bacteria 

isolation were also collected in the same type of tubes, and stored at 4°C until processed 

within 24 to 48 hours.  

 

 Bacterial diversity assesment by molecular techniques 4.2

Total DNA was extracted from triplicates using the UltraClean Soil DNA Isolation kit 

(MoBio Laboratories, Inc.) and stored at -20°C. Roots have been subjected to successive 

pyrophosphate washings (1%) in order to recover the maximum of periphyton before 

processing DNA extraction (Gentes et al., 2013). The triplicates were afterwards pooled 

together before DNA amplification, cloning and sequencing.  

PCR amplifications of the 16S rRNA gene were performed by using primers 63F and 1387R 

(Marchesi et al., 1998). The PCR products were cloned into the pCR®-2.1-TOPO® (TOPO 
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TA Cloning® Kit, Invitrogen Corporation, USA) according to the manufacturer’s 

instructions. The 16S rDNA fragment inserts were then re-amplified with vector-specific 

primers M13F (5’-CTGGCCGTCGTTTTAC-3’) and M13R (5’-

GGTCATAGCTGTTTCCTG-3’), directly on bacterial cell for each clone. PCR mix was: 1 x 

PCR buffer; 1 x BSA; 1.5 mM MgCl2; 0.4 mM of each dNTP; 0.2 μM of each primer; 2.5U 

of Taq DNA polymerase (Eurobio) and DNA template (between 0.5 to 5 ng) in a final volume 

of 50 μL. PCR conditions for cloning were: 15 min at 94°C, 35 cycles constituted of 3 steps 

(45 sec at 94 °C, 45 sec at 54 °C, 1 min at 72 °C), 10 min at 72 °C. Size and quantity of the 

16S rDNA fragment amplified were checked by electrophoretic migration on  agarose gel 1%. 

All sequencing reaction was realized by GATC Biotech (http://www.gatc-

biotech.com/en/index.html).  

 

 Culture media, isolation procedures and phylogenetic affiliation of pure 4.3
strains. 

The enrichments were conducted in a sterile anoxic synthetic modified multipurpose medium 

(Widdel and Bak, 2002) that contained (in g.L-1, unless otherwise indicated): KH2PO4, 0.2 ; 

NH4Cl, 0.25 ; CaCl2.2H2O, 0.1 ; KCl, 0.5 ; Na2SO4, 4 ;NaCl, 1; MgCl2.6H2O,  0,4; resazurin 

(7-Hydroxy-3H-phenoxazin-3-one 10-oxide), 1 mL.L-1 , Hepes 10mM ; lactate-Na 10mM ; 

acétate-Na 10mM; trace element SL12, 1 mL.L-1 ; Selenite/tungstate 1 mL.L-1 ; Yeast extract, 

0,1. The pH was adjusted to 7.0. Just before use, the following filtered-sterilized (0.2 µm) 

solutions were added: V7 vitamin solution (Pfennig and Trüper, 1992), 1 mL.L-1; S2O4Na2 

100 µM; FeSO4.7H2O, 1 mM. The addition of iron sulfate serve as sulfate reducing growth 

through the appearance of a black precipitate of iron sulfide. 

Isolations of sulphate-reducing bacteria were carried out by successive dilution in 384 wells 

microplate under anoxic conditions (Bactron anaerobic chamber) according to Colin et al., 

2012. When a black precipitate of iron sulfide appeared, positive wells from the highest 

dilution were re-cultivated in 96 wells microplates. Finally, the strains was cultivated in a 

sterile tube under anoxic conditions. The purity of cultures was checked by phase-contrast 

microscopy.  

For 16S rRNA gene sequencing, cells were taken from 5mL well-grown liquid cultures. 1 mL 

of culture was centrifuged during 10 min at 10 000 g, the pellet was resuspended in 100 µL of 

sterile MilliQ water, 1 µL of this solution was used for one PCR reaction. PCR amplifications 

were performed directly on culture with the unlabeled universal bacterial primers 63F and 
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1387R according to Marchesi et al. (1998) as described in the previous section. After 

checking quality and quantity of amplicons by electrophorese migration, samples were sent to 

sequence to GATC Biotech. 

 

 Phylogenetic analyses based on 16S rRNA gene sequences.  4.4

The 16S rRNA gene partial sequences obtained were corrected using the software Sequencher 

v4.1.4. They were compared to sequences deposited in the GenBank DNA database of the 

National Center for Biotechnology Information (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) by the BLAST 

(Basic Local Alignment Search Tool) algorithm (Altschul et al., 1998). Closest sequences 

were downloaded in order to construct phylogenetic trees. Alignments of all sequences were 

achieved and assembled with Bioedit 7.1.3 software. Phylogenetic trees were constructed with 

the software MEGA v5 (Tamura et al., 2007) using the Neighbor-Joining method (Saitou and 

Nei, 1987). The confidence level of the phylogenetic tree topology was evaluated by 1000 

bootstrap replications.  

 

 Mercury methylation assays using biosensor  4.5

All methylation experiments were made in the synthetic medium, previously described, at 

30°C and pH 7.0, without addition of iron sulphate to follow cell growth by optical density. 

Incubations were conducted in acid pre-cleaned tubes closed with butyl stopper and flushed 

with N2 to maintain strict anoxic conditions. For each strain, 5mL of medium were inoculated 

at 10% (v/v) with precultures. Un-inoculated media were incubated under the same conditions 

as controls for abiotic methylation. Strain Desulfovibrio BerOc1 was also incubated as 

positive control (Ranchou-Peyruse et al., 2009) for mercury methylation. Cell growth was 

monitored by measuring optical density at 600 nm with a Spectronic 20 spectrophotometer. 

When each strain were in the late exponential growth phase (2 generations), 1 mM of 

FeSO4.7H2O was added in order to trap part of the sulfide produced. During this addition, an 

aliquot was sampled (T0) and stored at -20 °C until analysis. Then 100 µg L-1 of inorganic 

mercury Hg(II)was spiked in the culture supernatant. At the end of the incubation period (5h), 

another aliquot was sampled and stored at -20°C until analysis.  

The evaluation of mercury methylation capacities was based on the formation of 

methylmercury detected by a biosensor. This is a screen technique, faster and less expensive 

than classical analytical methods. The biosensor used was Escherichia coli MC1061, 



  139 
 

graciously given by Anne Rantala (Rantala et al., 2011; Ivask et al., 2001). After a pre-culture 

(LB media, 37 °C, 200 rpm), E. Coli was grown to an optical density (OD measured at 600 

nm) between 0.7 and 0.9. Cells were transfered in a sterile tube and centrifuge at 4000g 

during 10 min at 20-25°C. LB 2X was added to the cellular pellet in order to obtain an OD of 

1. Then 100 µL of each aliquot (samples at T0 and T5h) and 100 µL of E.coli culture were 

added in a microplate in triplicate. Incubation time was 1h at 37°C, 200 rpm. 

Bioluminescence was measured at 482 nm using a Multi-well Plate 

 Reader (Series 4000 Perspective Biosystem). Results were indicated in Light intensity (LI) 

and calculated like follow:     

(LI t5h - LI T0)/ OD 

with T5h: final time of incubation (5h); T0: initial time of incubation ; OD: Optical density 

measured at T0 (just before the beginning of incubation). 

 

5 Results and discussion 

 

 Bacterial diversity in the periphyton of Ludwigia sp. floating roots 5.1

Periphyton bacterial communities’ composition was assessed through a cloning/sequencing 

approach based on 16S rRNA gene. A total of 244 clones were sequenced and affiliated to 

their closest relatives at the phylum (or domain) level (Figure 5.1).  
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Figure 5.1: A/ Abundance of clones from bacterial divisions present in the 16S rRNA genes 
clone libraries of the roots of Ludwigia sp. from Sanguinet lake. B/ Rarefaction curve 
associated with clone libraries. Total number of clones for the analysis was 244.  
 

They were grouped into 170 OTU and the clone library coverage was 42%. The 

Proteobacteria dominated the bacterial community representing about 60 % of the total 

number of clones. As already reported in similar studies based on a more limited number of 

clones the other main bacterial phyla represented were the Bacteroidetes (Sphingobacteria), 

the Acidobacteria (Geothhrix sp.), and the Chloroflexi (Stout and Nusslein 2005; Matsuzawa 

et al., 2010). The overall results showed 20 clones affiliated to Eukarya (algae choroplasts 

from diatoms). The roots treatment prior to DNA extraction (washing with pyrophosphate) 

probably prevented the presence of DNA from the plants. Nevertheless, the primers set used 

here (Marchesi et al., 1998) allowed the detection of eukaryotic primary producers, known to 

colonize periphytic biofilms. The presence of multicellular filamentous Cyanobacteria 

belonging to the genera Phormidium, Calothrix and Oscillatoria was also detected. Since the 

floating roots stand at the water surface, sufficient light is provided for primary production 

B/ 

A/ 
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through microbial oxygenic photosynthesis. Therefore the periphyton is characterized by 

oxygen fluxes coming from the roots itself (Christensen et al., 1994), diffusion from the water 

column and in situ production. Organic material also originated from the roots (exudates) and 

indigenous primary production. The periphyton is thus an organic rich matrix and the amount 

of organic matter in the periphyton could be estimated to about 40 % dw. This large amount 

of organic material and the concomitant presence of oxygen enhance aerobic respiration and 

carbon degradation in the periphyton. Ecoplates revealed high activity potentials within these 

periphytic communities (data not shown) as compared to sediments and water and periphyton 

can be considered as an hotspot for microbial activity within the water column. Many 

heterotrophic aerobes or facultative anaerobes were detected in the clone library, most of 

them within the Proteobacteria (see Figures 5.2, 5.3 and 5.4). In contrast to previous studies 

(Stout and Nusslein, 2005) the Alphaproteobacteria were dominant instead of the 

Betaproteobacteria. The aerobic heterotrophic bacterial community, mainly related to the 

Alphaproteobacteria, the Betaproteobacteria and the Gammaproteobacteria comprised 

microorganisms involved in the nitrogen cycle and typical from plant rhizosphere such as 

Azospirillum, Bradyrhizobium and in a lesser extend Nitrospira related populations known as 

indigenous inhabitants of aquatic rhizospheres (Beier et al., 2010) and floating roots (Wei et 

al., 2011). In addition, many clones were related to known aerobic methylotrophic bacteria, 

some of them known as methanotrophic microorganisms within the Gammaproteobacteria 

(Figure 5.4) and the Alphaproteobacteria (Figure 5.2). Wetlands and the rhizosphere of 

emergent aquatic plants are known as methane production systems and methane oxidation 

activity is reported in such niches (Gerard and Chanton, 1993; Calhoun and King, 1997; 

Conrad, 2009). Even if not investigated in this study, methanogens are probably present in the 

periphyton of Ludwigia sp. and were for example detected through 16S rRNA based 

amplification in periphyton biofilms in other freshwater environments (Hamelin et al., 2011). 
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Figure 5.2: Phylogenetic relationships based on the alignment of 16S rRNA genes sequences 
of clones belong to Alphaproteobacteria, isolated from the roots of Ludwigia sp. of Sanguinet 
lake. Trees were constructed using the neighbor-joining method. Bootstrap percentages above 
50 % (1000 bootstrap replicates) are indicated at the branching points. The scale bar 
represents nucleotide substitutions. Gens banks accession numbers are shown in parentheses. 
The tree was rooted with ECORRDB E.coli (M25588). 
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Figure 5.3: Phylogenetic relationships based on the alignment of 16S rRNA genes sequences 
of clones belong to Betaproteobacteria, isolated from the roots of Ludwigia sp. of Sanguinet 
lake. Trees were constructed using the neighbor-joining method. Bootstrap percentages above 
50 % (1000 bootstrap replicates) are indicated at the branching points. The scale bar 
represents nucleotide substitutions. Gens banks accession numbers are shown in parentheses. 
The tree was rooted with ECORRDB E.coli (M25588). 



  144 
 

 

 

Figure 5.4: Phylogenetic relationships based on the alignment of 16S rRNA genes sequences 
of clones belong to Gammaproteobacteria, isolated from the roots of Ludwigia sp. of 
Sanguinet lake. Trees were constructed using the neighbor-joining method. Bootstrap 
percentages above 50 % (1000 bootstrap replicates) are indicated at the branching points. The 
scale bar represents nucleotide substitutions. Gens banks accession numbers are shown in 
parentheses. The tree was rooted with Agrobacterium sp.strain UQM 1685 (EU401907). 
 

The presence of methanogens in the floating periphyton accounts for anoxic microniches in 

the biofilms due to oxygen consumption by heterotrophic aerobes. As it occurs in microbial 

mats for example, the anoxia may be transient during nycthemeral cycles (Van Gemerden, 

1993). Indeed in addition to methanogens, whose presence is highly suspected, some other 

anaerobes were detected within the bacterial community. They comprise many Purple non 

sulfur bacteria (Genera Rhodobacter, Rhodoplanes, Rhodomicrobium, Rhocyclus and 

Rhodoferax) that can use either reduced sulfur compounds or small organic molecules (fatty 

acids, alcools, sugars) as electron donors and/or carbon sources during anoxygenic 

photosynthesis. They also comprise representatives of the genera Propionibacterium, some 

Chlorobi, and many sulfate and iron reducing bacteria within the Deltaproteobacteria. Iron 

reducing bacteria within the Desulfuromonadales were represented by Geobacter related 

populations and may be involved directly or indirectly in mercury methylation (Kerin et al., 
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2006; Fleming et al., 2006 ; Yu et al., 2010). In order to determine the potential for 

methylation among these iron reducing populations specific isolation procedures should be 

conducted and the isolated strains tested for methylmercury production. In this study, this has 

been done for the sulfate-reducing Deltaproteobacteria that were also detected by the 

molecular approach. 

 

 Sulfate-reducing bacteria in the periphyton of Ludwigia sp. : molecular and 5.2
cultural diversity 

Among the 244 clones sequenced in this study, a few were related to the Desulfobacteraceae 

and the Desulfobulbaceae (Figure 5.5).  
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Figure 5.5: Phylogenetic relationships based on the alignment of 16S rRNA genes sequences 
of clones belong to Deltaproteobacteria, isolated from the roots of Ludwigia sp. of Sanguinet 
lake. Trees were constructed using the neighbor-joining method. Bootstrap percentages above 
50 % (1000 bootstrap replicates) are indicated at the branching points. The scale bar 
represents nucleotide substitutions. Gens banks accession numbers are shown in parentheses. 
The tree was rooted with Agrobacterium sp.strain UQM 1685 (EU401907). 
 

A cloning approach based on the dsrAB genes amplification would have permit to gain a 

better picture of sulfate-reducing bacteria diversity in the periphyton of Ludwigia sp., 

Nevertheless a dominance of representatives of these two families through molecular 

approaches is in good agreement with previous molecular studies, based on clone libraries, 

applied on intertidal sediments (Purdy et al., 1997; Purdy et al., 2002 ; Joulian et al., 2001 ; 

Bahr et al., 2005 ; Mussmann et al., 2005). Such results also agreed with RT-PCR studies 
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applied on floating macrophyte roots that detected Desulfobacteraceae among the main 

sulfate reducing microorganisms (Acha et al., 2011). The same study also revealed that 

Desulfovibrionales represented up to 6.8% of the total bacterial community. This group has 

been detected through the cultural approach in our study. The microplate isolation technique 

complemented the molecular approach for the description of sulfate reducing populations. 

The differences between both techniques are probably due to technical limits of the in vitro 

cultivation (Colin et al., 2012) favouring Desulfovibrio species in low sulfate environments 

(Laanbroek et al., 1981, Laanbroek et al., 1984). In contrast, the absence of Desulfovibrio 

representatives in the clone library has already been settled in other studies (Leloup et al., 

2005; Purdy et al., 1997; Detmers et al., 2003). The dilution-to-extinction technique in 

microplates applied here permitted to calculate that Desulfovibrio accounted for around 1.5 

104 cells.g periphyton and should therefore not be neglected as important functional sulfate-

reducing bacteria in periphyton associated with macrophytes roots. The question of their 

participation to mercury methylation can be answered once they are isolated in pure culture.  

 

 Mercury methylation among the isolates 5.3

23 strains were isolated, all of them belonging to the genus Desulfovibrio (Figure 5.6). 15 out 

of these strains could be identifies unambiguously by sequencing their 16S rRNA gene.  
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Figure 5.6: A/ Phylogenetic relationships based on the alignment of 16S rRNA genes 
sequences of strains isolated from the roots of Ludwigia sp. of Sanguinet lake and belong to 
Desulfovibrionales. Methylator strains are surrounded. Trees were constructed using the 
neighbor-joining method. Bootstrap percentages above 50 % (1000 bootstrap replicates) are 
indicated at the branching points. The scale bar represents nucleotide substitutions. Gens 
banks accession numbers are shown in parentheses. Tree was rooted with ECORRDB E.coli 
(M25588). 
B/ Strains isolated from Ludwigia sp. roots in condition of sufalte-reduction and tested for 
their mercury methylation capacities. Methylation rates were evaluated through fluorescence 
intensity (error bars represent standard deviation). *: unidentified strains.  

B/ 

* * 

A/ 
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Some of the strains probably represent new taxa among the family Desulfovibrionaceae 

(strains 2H7, 2F3, 2D7, 3A4 and strain 03) and should be further characterized and described. 

All the isolates were tested for their methylation capacities by using a biosensor developed by 

Ivarsk el al. (2001). This biosensor permits the detection of the methylmercury produced with 

Desufovibrio strain BerOc1 as positive control (Ranchou Peyruse et al., 2009). Six out of the 

23 strains gave a positive result when using the biosensor. As already proposed (Ranchou-

Peyruse et al., 2009) the methylation capacity is strain- dependant since closely related strains 

exhibited different responses (Figure 6). For example, within the Desulfovibrio desulfuricans 

group, strain 1F7 showed high methylation capacities whereas other strains from this group, 

isolated from this study or reference strains, did not. It is therefore impossible to conclude on 

methylation capacities (i.e., risk assessment) by studying sulfate reducing bacteria diversity. 

The isolation of representatives of the different sulfate reducing bacteria groups is necessary 

to achieve this goal. It is probably the same with iron reducing microorganisms (Kerin et al., 

2006). Effort must be placed in isolation procedures in order to gain a better view of the 

mercury methylation distribution among the phylogenetic spectrum. 

 

6 Conclusion 

Periphyton harvest complex bacterial communities participating to biogeochemical cycles and 

among them metal cycles through transformations and complexation. The periphytic 

community is submitted to oxygen fluxes originating from the water column and the plant 

roots by diffusion but also from indigenous oxygenic photosynthesis. The occurrence of 

organic matter from the plant exudates and from autochtonous production (oxygenic and 

anoxygenic photosynthesis, chemosynthesis) makes the periphyton extremely reactive 

microniches in the ecosystems. Carbon turnover due microbial activity is probably very high 

and provides anoxic microniches as it is the case in microbial mats for example. In addition to 

the carbon cycle, this diversity survey gave evidence for the presence of microorganisms 

involved in the nitrogen, sulfur and iron biogeochemical cycles. A deeper insight into the iron 

cycle would provide usefull information on their role in mercury net methylation in the 

periphytic communities. The focus made here on the sulfate reducers revealed relative high 

densities of the Desulfovibrionales represntatives, some of them being involved in mercury 

methylation. The high abundance of organic material, the presence of anoxic microniches, the 

absence of high sulfide concentrations and the capacity of biofilms to concentrate metals 

provide all together conditions for a mercury methylation hotpsot within the periphyton. 
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9 Conclusion du chapitre 

 

 Le premier objectif  était d’étudier la diversité de la communauté microbienne 

périphytique de racines de plantes aquatiques (ici la jussie, Ludwigia sp., du lac de Sanguinet) 

par clonage, basé sur l’étude du gène de l’ARNr 16S. Le second objectif était d’étudier leur 

diversité par une approche culturale (en condition de sulfato-réduction) et d’identifier les 

souches isolées par séquençage du gène de l’ARNr 16S. Enfin, le troisième objectif était de 

tester la capacité de méthylation de ces souches à l’aide d’un biosenseur. Le but de ce dernier 

point était de savoir si la méthylation du Hg observée dans le périphyton des plantes 

aquatiques était effectivement attribuable aux MSR, comme proposé dans le chapitre 

précédent. 

 

Une importante diversité fonctionnelle a pu être mise en évidence grâce au clonage. Des 

microorganismes impliqués dans les cycles biogéochimiques des éléments essentiels 

(carbone, azote, soufre, fer) et des métaux ont été observés. Des bactéries hétérotrophes 

aérobies et anaérobies ont été détectées, soutenant l’hypothèse de la présence d’un gradient 

d’oxygène ou de micro-niches anoxiques dans ce micro-environnement. De plus, la quantité 

de matière organique relativement importante laisse supposer un recyclage rapide du carbone, 

demandeur d’oxygène. Les flux d’oxygène viennent probablement de la colonne d’eau, des 

racines de plantes par diffusion et de la photosynthèse oxygénique.  

Concernant les MSR, quelques clones appartenant aux Desulfobacteraceae et aux 

Desulfobulbaceae ont été détectés. La culture en condition de sulfato-réduction n’a permis 

d’isoler que des Desulfovibrionales, présents visiblement en grande quantité dans le 

périphyton. Ce type de résultat a déjà été observé dans d’autres études (Leloup et al., 2005; 

Purdy et al., 1997; Detmers et al., 2004). De nouvelles souches proches des 

Desulfovibrionaceae sont à caractériser. Sur les 23 souches isolées, 6 se sont révélées 

capables de méthyler le Hg.  Ces résultats viennent confirmer le rôle majeur des MSR dans la 

méthylation du Hg au sein de la rhizosphère de plantes aquatiques. Ils mettent également en 

évidence l’importance de l’approche culturale dans la compréhension du rôle des 

microorganismes dans la transformation des espèces mercurielles. 
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INFLUENCE DES PLANTES AQUATIQUES 

ENVAHISSANTES SUR LA CONTAMINATION 

TROPHIQUE PAR LE MERCURE : ETUDE EN 

MICROCOSMES 
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1 Préambule 

 

Ce chapitre décrit une étude en cours qui fera prochainement l’objet d’une publication. 

Les résultats actuellement disponibles fournissent des informations complémentaires relatifs à 

la problématique de la thèse.  

L’étude présentée dans le chapitre 3 indique que les racines de plantes aquatiques pourraient 

être une source de contamination au Hg pour le réseau trophique. Dans le chapitre suivant, 

l’implication de la rhizosphère comme compartiment privilégié pour le piégeage du Hg et la 

méthylation de ce dernier a été démontrée. Le chapitre 5 révèle l’implication des MSR dans 

ce processus de méthylation. L’ensemble de ces résultats nous  amène à conduire une étude en 

microcosmes afin de compléter ces données en étudiant la biodisponibilité du Hg pour les 

organismes aquatiques. En effet, la spéciation du Hg dépend de nombreux facteurs 

environnementaux pouvant influencer sa biodisponibilité (Ullrich et al., 2001; Ravichandran, 

2004).  

L’utilisation d’un traceur isotopique (199Hg(II)) a permis de suivre la répartition et la 

transformation du Hg dans les différents compartiments des microcosmes (eau, sédiment, 

plantes, ichtyofaune). Ainsi, des poissons périphytophages (Pseudancistrus sp.), se 

nourrissant de biofilms périphytiques, ont été introduits dans des aquariums contenant du 

sédiment et des plantes (condition « plante + sédiment »), seulement du sédiment 

(« sédiment ») et seulement des plantes (« plante »). Les microcosmes ont été contaminés à 

hauteur de 1µg 199Hg(II). L-1, correspondant à une concentration faible, le but n’étant pas 

d’induire de toxicité par le Hg pour les poissons et les microorganismes mais de suivre sa 

répartition dans les différents compartiments aquatiques. Des mesures de Hg total (THg) ont 

également été réalisées dans divers organes de poisson (muscle, branchies, foie, tube digestif) 

pour l’ensemble des aquariums, afin d’observer la bioaccumulation dans ces organes en 

fonction des conditions.   

L’implication des MSR, présents dans la rhizosphère de jussie, dans la méthylation du Hg a 

été mise en évidence dans le précédent chapitre. De plus, certaines études relatent la 

possibilité d’une méthylation du Hg chez des poissons due, notamment, à des MSR (Rudd et 

al., 1980). Partant de cette constatation, une recherche de MSR contenus dans le tube digestif 

de poisson a été effectuée par isolement. La capacité de méthylation des souches a ensuite été 

testée à l’aide du biosenseur E.coli pmerBRBSluc (Rantala et al., 2011; Ivask et al., 2001). 
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2 Résumé 

 

Les écosystèmes aquatiques landais sont des environnements tempérés soumis au 

développement de plantes aquatiques envahissantes dans lesquels est apparue une 

problématique récente liée à une contamination au Hg. En effet, il a été démontré que la 

rhizosphère des plantes aquatiques est un lieu privilégié pour la méthylation du Hg. Ce 

processus est attribué aux microorganismes sulfato-réducteurs (MSR) qui sont capables de se 

développer au sein d’une communauté microbienne périphytique très diversifiée. Le MeHg 

formé au niveau de la rhizosphère pourrait participer de manière non négligeable à la 

contamination des réseaux trophiques, puisque les plantes aquatiques sont souvent 

considérées comme une source importante de nourriture. Une expérience en microcosme 

comprenant trois conditions (« sédiment », « sédiment+ plante »,  « plante » ; modèle végétal: 

la jussie Ludwigia sp.) et utilisant un traceur isotopique du Hg (1 µg 199Hg(II). L-1 par 

aquarium contaminé, concentration environnementale) a été réalisée afin d’observer un 

éventuel transfert trophique du Hg vers un poisson périphytophage (modèle animal : 

Pseudancistrus sp.). Une méthylation du 199Hg(II) a pu être observée. Le Me199Hg formé a été 

detecté dans les poissons, et notamment dans le tube digestif de ces derniers.  

Des souches bactériennes,  affiliées à la famille des Desulfovibrionaceae, ont également été 

isolées en condition de sulfato-réduction du contenu intestinal d’un poisson de la condition 

« plante » contaminée. Il semble  que certaines soient de nouvelles espèces du fait du faible 

degré de similarité obtenues avec des souches isolées décrites. De plus, grâce à l’utilisation du 

biosenseur E. Coli pmerBRBSluc, 6 des 40 souches isolées se sont révélées capables de 

méthyler le Hg. Certaines de ces souches méthylantes sont affiliées à Desulfovibrio 

carbinolicus, espèce qui a été précédemment isolée de racines de jussie (Ludwigia sp). Au vu 

de ces résultats, la méthylation du Hg est fortement suspectée dans le tube digestif de ces 

poissons, augmentant potentiellement la bioaccumulation du Hg dans ces organismes 

aquatiques. 

 

 

Mots clefs : mercure, microcosmes, plante aquatique, traceur isotopique, transfert trophique. 
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3 Introduction 

 

Les écosystèmes aquatiques landais sont soumis au développement de plantes 

aquatiques envahissantes qui peuvent être à l’origine de perturbations des milieux aquatiques 

(Dutartre, 2004). Ces plantes, et plus particulièrement le périphyton associé à leurs racines, 

pourraient être un point d’entrée du Hg dans la base du réseau trophique et être à l’origine 

d’une bioccumulation et d’une bioamplification du Hg dans les organismes aquatiques. En 

effet, Molina et al. (2010) ont mis en évidence le rôle majeur du périphyton dans la 

bioamplification du Hg vers la chaîne trophique de macro-invertébrés.  

Récemment, Gentès et al. (2013a) ont démontré que le périphyton des racines de plantes 

aquatiques était le principal lieu de méthylation du Hg dans les écosystèmes aquatiques 

tempérés des Landes. Ces résultats viennent corroborer ceux d’autres études similaires, 

réalisées dans des écosystèmes aquatiques tropicaux (Guimaraez et al., 1998, 2000b ; Mauro 

et al., 2002). L’épilithon d’une région boréale a également montré des potentiels de 

méthylation plus élevés que dans les autres compartiments aquatiques (Desrosiers et al., 

2006). Le périphyton agit comme un piège pour les contaminants inorganiques et organiques 

(Guasch et al. 2003), y compris pour le Hg (King et al., 2002 ; Göthberg and Greger, 2006). 

L’objectif de ce travail était d’étudier la biodisponibilité du Hg, et plus particulièrement du 

MeHg, formé au niveau des racines de plantes aquatiques pour le réseau trophique. La 

dilution isotopique est une technique sensible et fiable (Hintelmann et al., 2000 ; Monperrus 

et al., 2007) permettant de travailler à de faibles concentrations en Hg. Ainsi, un traceur 

isotopique stable du Hg (199Hg(II)) a été utilisé afin de suivre sa répartition et sa conversion 

en MeHg (Me199Hg(II)) dans différents compartiments aquatiques reconstitués (eau, sédiment, 

plante, ichtyofaune) au sein de microcosmes. Une étude organotropique sur l’ichtyofaune 

participant à l’expérience a également été réalisée afin d’observer les organes les plus 

bioaccumulateurs. D’autre part, la méthylation dans le tube digestif des poissons est connue, 

bien que peu étudiée (Rudd et al., 1980). La participation de la flore intestinale des poissons à 

la production de MeHg a également été étudiée. Les MSR étant les principaux acteurs de la 

méthylation du Hg, des souches issues du tube digestif de poisson (condition « plantes » 

contaminée) ont été isolées en condition de sulfato-réduction. L’utilisation du biosenseur 

E.coli-pmerBRBSluc (Rantala et al., 2011; Ivask et al., 2001) a permis de tester la capacité de 

méthylation des souches isolées. 
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4 Matériel et Méthodes 

 

La description de l’expérience conduite en microcosmes et les analyses effectuées sont 

détaillées dans le chapitre 2 du manuscrit.  

 

5 Résultats 

 

L’analyse des concentrations en mercure total (THg) dans les différents organes de poissons 

appartenant aux conditions témoins a été réalisée au bout des 15 jours d’incubation (Figure 

6.1). Bien que les concentrations en Hg soient relativement élevées pour des poissons 

témoins, une bioaccumulation de THg significative est constatée dans le muscle des poissons 

appartenant aux conditions contenant des plantes (« plante » : 0,97 ± 0,21 mg THg. kg-1 poids 

sec et « sédiment + plante » : 0,98 ± 0,22 mg THg. kg-1 poids sec), comparativement à  la 

condition ne contenant que du sédiment (« sédiment » : 0,73 ± 0,13 mg THg. kg-1 poids sec). 

Les concentrations en THg mesurées dans le tube digestif (vidé) des poissons sont également 

significativement plus élevées dans la condition « plante » (0,72 ± 0,21 mg THg. kg-1 poids 

sec) comparativement aux deux autres conditions contenant du sédiment.  

 

 

Figure 6.1 : Concentration en Hg total (mg THg. kg-1 poids sec) dans le muscle, les branchies, 
le foie et le tube digestif (préalablement vidé) de Pseudancistrus spp. dans les trois conditions 
témoins de l’expérience en microcosmes. Les barres d’erreurs représentent les écart-types. 
Les lettres indiquent les différences statistiques.   
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La répartition du 199Hg(II) ajouté à chaque unité contaminé (1 µg199Hg(II) .L-1 par unité) et 

celle du Me199Hg formé au bout des 15 jours d’expérience dans les différents compartiments 

aquatiques de chaque condition sont présentées figure 6.2. Les résultats sont exprimés en 

pourcentage afin de visualiser la participation de chaque compartiment aquatique en fonction 

des conditions testées. Ainsi, les proportions de 199Hg(II) mesurées dans l’eau sont très faibles 

à nulles (valeurs allant de 0 % pour la condition « sédiment + plante» à 4% pour la condition 

« plante ») comparativement aux sédiments, aux plantes et aux poissons. La répartition du 
199Hg(II) semble se faire entre le compartiment sédimentaire (9,0 ± 0.5 % dans la condition 

« sédiment » et 83,0 ± 11,4 % dans la condition « sédiment + plante») et végétal (87,1 ± 8,2 

% dans la condition « plante » et 16,3 ± 11,1 % dans la condition « sédiment + plante»).  

La proportion de Me199Hg calculées pour chaque compartiment de chaque condition met en 

évidence l’hétérogénéité, ici observable grâce aux écart-types, qu’il peut y avoir entre les 

répétitions d’une même condition expérimentale. Cette observation est particulièrement 

valable pour la condition « plante ». Cependant, le pourcentage de Me199Hg dans le muscle 

des poissons est significativement supérieur dans la condition « plante » (49,2  ± 33,7 %) 

comparativement aux conditions «sédiment + plante» et « sédiment » (11,1 ± 2,2 % et 25,6  ± 

12,4 %, respectivement). Dans la condition « sédiment + plante», la répartition du Me199Hg 

semble plus équitable que pour le 199Hg(II) puisque le pourcentage de Me199Hg est similaire 

entre le sédiment et la plante (48,9 ± 15,1 % et 40,0 ± 17,2 %, respectivement, pas de 

différence statistique).  
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Figure 6.2 : Répartition du 199Hg(II) et du Me199Hg entre les différents compartiments de 
chaque microcosme contaminés par du 199Hg(II). Les résultats sont exprimés en pourcentage 
(%). Les barres d’erreurs indiquent les écart-types. Les lettres indiquent les différences 
statistiques.  
 

La figure 6.3 représente les concentrations en THg mesurées dans le muscle, le foie, les 

branchies et le tube digestif des poissons des microcosmes contaminés avec le 199Hg(II). Dans 

la mesure où les concentrations en THg des poissons témoins étaient relativement élevées, il 

n’est pas surprenant de ne pas observer de différences significatives entre les poissons 

contrôles (Figure 6.1) et contaminés (Figure 6.3) pour le muscle, le foie et les branchies. Seul 

le tube digestif présente des concentrations en THg significativement supérieures chez les 

poissons contaminés par rapport aux contrôles. De plus, au sein des microcosmes contaminés, 

la concentration moyenne en THg dans le tube digestif des poissons de la condition « plante » 

(2,6 ± 0,2 mg THg. kg-1 poids sec) est significativement supérieur à celle de la condition 

« sédiment » et « sédiment + plantes » (1,1 ± 0,4 mg THg. kg-1 poids sec et 1,3 ± 0,3 mg THg. 

kg-1 poids sec, respectivement), comme indiqué figure 6.3. 
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Figure 6.3 : Concentration en Hg total (mg THg. kg-1poids sec) dans le muscle, les branchies, 
le foie et le tube digestif (préalablement vidé) de Pseudancistrus sp. pour les trois conditions 
contaminées de l’expérience réalisée en microcosmes. Les barres d’erreurs représentent les 
écart-types. Les lettres indiquent les différences statistiques.   
 

A la fin de l’expérience, les contenus intestinaux des poissons des conditions contaminées ont 

été prélevés afin d’étudier leur flore intestinale. Des souches bactériennes provenant du 

contenu intestinal d’un des poissons de la condition « plante » contaminée ont pu être isolées 

en condition de sulfato-réduction (Figure 6.4). L’étude du gène codant pour l’ARNr 16S a 

permis d’affilier ces souches isolées à l’ordre des Desulfovibrionales (Figure 6.4.A). Les 

résultats concernant la capacité de méthylation du Hg de ces souches sont indiqués dans la 

Figure 6.4.B. Sur les 40 souches testées, grâce à l’utilisation d’un biosenseur, 6 se sont 

révélées capables de méthyler le Hg à des taux variables (4G2, 4H4, 4G6, 4C3, 4G4, 4F5). 

Les souches identifiées comme méthylantes sont indiquées en encadrés dans la figure 6.4.A. 

Certaines sont proches de Desulfovibrio carbinolicus (DSM3852) et d’autres, dans une 

moindre mesure, de Desulfovibrio sp (LG-2009).  
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Figure 6.4 : A/ Arbre phylogénétique des Desulfovibrionales basé sur l’alignement des 
sequences de gènes codant pour le gène de l’ARNr 16S des souches bactériennes isolées du 
contenu intestinal de Pseudancistrus sp. Les souches méthylantes sont encadrées. La methode 
neighbor-joining a été utilisée pour la construction de l’arbre. Seul les bootstraps supérieurs à 
50 % sont indiqués (1000 réplicats). L’échelle représente la substitution des nucléotides en %. 
Le numéro d’identification des souches (Gens banks) est indiqué entre parenthèse. L’arbre a 
été enraciné avec ECORRDB E.coli (M25588). B/ 40 souches isolées du contenu intestinal de 
Pseudancistrus sp. en condition de sulfato-réduction et testées pour leur capacité de 
méthylation. Les taux de méthylation sont estimés par l’intensité lumineuse produite (les 
barres d’erreurs représentent l’écart-type).  
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6 Discussion 

 

Une première observation de l’influence des plantes aquatiques sur la bioaccumulation du Hg  

chez les poissons peut être faite dans les microcosmes contrôles de cette expérience. En effet, 

dans la figure 6.1, les concentrations en THg sont significativement plus élevées dans le 

muscle et le tube digestif des poissons de la condition « plante » comparativement aux deux 

autres conditions expérimentales. Ces résultats, mis en parallèle avec les concentrations de  
199Hg(II) très faibles à nulles mesurées dans l’eau des différentes conditions contaminées, 

indiquent une contamination par le Hg via la voie trophique, en l’occurrence la jussie. Ce type 

de contamination est considérée comme jouant un rôle prépondérant dans la bioaccumulation 

et la biomplification du Hg dans les réseaux trophiques aquatiques (Hall et al., 1997, 1998, 

Harris and Bodaly., 1998 ; Pickhardt et al., 2006). La répartition du 199Hg(II) dans les 

différents compartiments aquatiques des conditions contaminés, montre que le 199Hg(II) est 

majoritairement piégé soit dans le sédiment, soit dans les plantes lorsque ces deux 

compartiments sont étudiés séparément (Figure 6.2). Dans la condition « sédiment + plante »,  

la plus forte proportion de 199Hg(II) mesurée dans le sédiment comparativement à la plante 

pourrait s’expliquer par la quantité de sédiment contenue dans chaque unité expérimentale. En 

effet, 2 kg de sédiment ont été introduits dans les unités expérimentales alors que seulement 

un plant de jussie a été introduit par aquarium, chacun pesant en moyenne 40 g (poids 

humide). Le sédiment est considéré comme le lieu privilégié des transformations et du 

stockage du Hg, expliquant les nombreuses études sur le sujet (Hammerschmidt et al., 2006 ; 

Ramalhosa et al., 2006 ; Engstrom et al., 2007; Mills et al., 2009 ; Muir et al., 2009). 

Cependant, les plantes aquatiques sont récemment apparues comme étant un compartiment 

prenant une part également importante, voire prépondérante, dans les processus de 

transformations du Hg (Guimaraes et al., 2000a, 2000b; Mauro et al., 2001, 2002). Gentès et 

al. (2013a) ont mis en évidence que les potentiels de méthylation et de déméthylation du Hg 

étaient significativement plus élevés au niveau de la rhizosphère de plantes aquatiques 

comparativement au sédiment de lacs tempérés du Sud Ouest de la France. En effet, des 

expériences d’incubation menées en laboratoire, sur la même espèce de plantes et le même lac 

que dans cette étude (la jussie du lac de Sanguinet), ont démontré que le compartiment plante 

était le plus actif en termes de production de MeHg comparé au sédiment. Cette expérience 

est en accord avec la présente étude puisque dans la condition « sédiment + plante», une 

proportion similaire de Me199Hg est observée entre la plante et les sédiments (Figure 6.2), 
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alors que la proportion de 199Hg(II) est significativement plus élevée dans le sédiment que 

dans la plante (figure 6.2). Ceci indique que le mercure inorganique piégé dans les plantes a 

tendance à être plus facilement méthylé contrairement à celui présent dans le sédiment (King 

et al., 2002).  De plus, une surestimation de la méthylation du 199Hg(II) au niveau du sédiment 

est envisageable dans les microcosmes « sédiment + plante». En effet, le périphyton fixé sur 

les racines de plantes aquatiques peut se détacher et se retrouver à la surface du sédiment. Or, 

l’analyse de ces particules périphytiques présentes dans la condition « plante » indique 

qu’elles contiennent de grandes quantités de Hg (1278,3 ng 199Hg(II). g ps-1 et 88,2 ng 

Me199Hg. g ps-1). Là-aussi, cette observation vient confirmer celle faite précedemment 

(Gentès et al., 2013a), où la majorité du MeHg était retrouvée dans le périphyton désolidarisé 

des racines de jussie, Ludwigia sp. Lors des prélèvements, une perturbation du système a été 

créée provoquant probablement un détachement de ces particules périphytiques et une 

augmentation de la quantité de Me199Hg détecté par la suite dans le sédiment.  

 

La bioaccumulation de Me199Hg dans le muscle des poissons (Figure 6.2.B) est 

significativement plus élevée dans la condition « plante » comparativement aux deux autres 

conditions. Les importants écart-types associés aux compartiments plante et poisson de la 

condition « plante » peuvent avoir plusieurs explications. Une étude de T-RFLP sur la 

diversité des MSR (gène dsrAB) au niveau des racines de jussie du lac de Sanguinet a mis en 

évidence une hétérogénéité des communautés de MSR entre plusieurs réplicats d’échantillons 

(Gentès et al., 2013a ; résultats non publiés). Cette hétérogénéité peut être attribuée aux 

différents stades de développement du biofilm qui n’auront pas la même composition 

microbienne d’une racine à une autre, même si elles sont spatialement proches. Dans ce cas, 

la méthylation du Hg pourrait varier significativement d’une plante à l’autre, et donc ici d’un 

microcosme à un autre. L’autre explication pourrait être attribuée à une variabilité élevée de la 

quantité de nourriture ingérée par les poissons, certains se nourrissant plus que d’autres et 

donc bioaccumulant plus le Hg. La durée de l’expérience (15 jours) a pu également jouer un 

rôle et est peut-être trop courte pour obtenir une information claire à ce sujet. La condition 

« plante », non présente naturellement dans l’environnement, permet de  « forcer » le système 

et d’évaluer le rôle des plantes aquatiques dans la biodisponibilité du MeHg pour les 

organismes aquatiques. Les plantes aquatiques sont en effet considérées comme une source 

non négligeable de nourriture pour les espèces herbivores et détritivores de certains 

écosystèmes aquatiques (Junk and Piedade, 1997; Leite et al., 2002). L’étude de Roulet et al. 

(2000) identifie le périphyton comme une source d’entrée du MeHg dans le réseau trophique 
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d’un site amazonien. Dans les Landes, le périphyton associé aux racines de plantes aquatiques 

semble être le point d’entrée du Hg dans le réseau trophique du lac d’Aureilhan (Gentès et al., 

2013b). Cependant, le pourcentage de Me199Hg dans le muscle des poissons est similaire dans 

la condition « sédiment + plante » et dans la condition « sédiment ». Le sédiment pourrait agir 

ici comme un élément pondérateur dans la biodisponibilité du Hg pour le réseau trophique. 

Silva et al. (2002) mettent en évidence la faculté des sédiments de mangrove à piéger le Hg, 

limitant ainsi sa biodisponibilité.  

Du fait de leur régime alimentaire, les poissons périphytophages présentent des concentrations 

souvent importantes au niveau de l’appareil digestif (Maury-Brachet et al., 2006). Cela 

semble être le cas dans cette expérience, puisque le tube digestif des poissons contaminés 

présente des concentrations en THg significativement plus élevées comparativement aux 

autres organes (figure 6.3). D’autre part, les concentrations en THg du tube digestif des 

poissons de la condition « plante », significativement plus élevées que pour les deux autres 

conditions, semblent confirmer que la plante  seule serait une source de Hg pour le poisson.  

 

Quelques études ont déjà mis en évidence la présence de bactéries de type MSR et 

entérobactéries capables de méthyler le Hg(II) dans le tube digestif de mammifères ou de 

poissons (Rudd et al., 1980. ; Rowland et al., 1975). L’isolement de souches intestinales de 

poissons de la condition « plante » contaminée a permis d’identifier des souches appartenant à 

l’ordre des Desulfovibrionales (Desulfovibriocarbinolicus et Desulfovibrio sp. LG-2009) 

capables de méthyler le Hg à des taux variables. L’assimilation du Hg(II) au niveau de 

l’épithélium intestinal est limitée (Boudou and Ribeyre, 1983, 1985 ; Ribeiro et al., 2002; 

Berntssen et al., 2004). De ce fait, le Hg(II) peut être méthylé avant de passer la barrière 

intestinale vers le sang. Un mécanisme d’assimilation du Hg a été proposé par Hoyle and 

Handy (2005). Dans notre étude, une partie du MeHg pourrait être méthylé au niveau de la 

rhizosphère avant d’être ingéré par le poisson et une autre partie pourrait être ingérée sous 

forme de Hg(II) puis être méthylé dans le tube digestif, générant un risque de contamination  

suppémentaire. De plus, des souches méthylantes également affiliées à Desulfovibrio 

carbinolicus ont été isolées des racines de jussie provenant du lac de Sanguinet (Gentès et al., 

in prep.). Ceci indique que les MSR isolées des contenus intestinaux de poissons proviennent 

des plantes aquatiques et qu’elles seraient peut-être responsables d’une partie de la 

méthylation du Hg au niveau de l’intestin. Cependant, cette hypothèse reste à vérifier car la 

capacité de méthylation de ces souches pourrait être inhibée ou stimulée à l’intérieur de 

l’intestin (milieu physico-chimique non favorable à une croissance, phénomènes de 
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compétition avec la flore intestinale…). De plus, il est possible que ces souches soient aussi 

capables de déméthyler le Hg (Pak and Bartha, 1998 ; Ranchou-Peyruseet al., 2009 ; Bridou 

et al., 2011). Il serait donc intéressant de refaire des incubations avec des isotopes stables du 

Hg (199Hg(II) et Me201Hg) pour quantifier précisément les deux processus simultanément.  
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7 Conclusion du chapitre 

 

Cette étude préliminaire menée en microcosmes avait pour but d’étudier la 

biodisponibilité du Hg dans un ecosystème colonisé par des plantes aquatiques envahissantes 

en conditions contrôlées. L’utilisation d’un traceur isotopique stable du Hg a permis de 

quantifier, à des concentrations environnementales,  la formation de MeHg et la répartition du 

Hg(II) et du MeHg formé dans les différents compartiments aquatiques. La bioaccumulation 

et la spéciation du Hg dans des poissons périphytophages ont ainsi pu être étudiées sur une 

période de 15 jours. Dans un second temps, la participation des microorganismes du tube 

digestif des poissons à la formation de MeHg a également été étudiée. 

Le rôle de la rhizosphère des plantes aquatiques dans la méthylation du Hg au sein des 

écosystèmes aquatiques tempérés des Landes a été mis en évidence par des incubations en 

laboratoire dans le chapitre 4. Ces expériences en microcosmes, plus proche des conditions 

environnementales , ont tout d’abord permis de confirmer les résultats de cette précédente 

étude. En effet, la rhizosphère des plantes aquatiques apparait comme étant le lieu privilégié 

de la méthylation du Hg. Cette étude fournit également de nouvelles informations quant à la 

biodisponibilité du MeHg formé au niveau de la rhizosphère de ces plantes aquatiques 

envahissantes. L’utilisation d’un traceur isotopique a permis de mettre en évidence un 

transfert trophique du Hg de la plante vers le poisson. Il semblerait toutefois que ce transfert 

trophique serait moindre en présence de sédiment. La durée de l’expérience, peut-être trop 

courte, et la sur-representation du compartiment sédimentaire sont deux hypothèses pouvant 

expliquer l’hétérogénéité des résultats et la bioaccumulation relativement faible du Hg par les 

poissons. Une étude in situ approfondie du réseau trophique de ce lac pourrait apporter une 

réponse claire aux risques encourus par les organismes aquatiques de ce type d’écosystèmes 

face à la bioaccumulation et à la bioamplification du Hg.  

La présence de MSR méthylateur, probablement originaires de la plante, dans le tube digestif 

des poissons est une information intéressante en termes à la fois d’écologie microbienne et 

d’écotoxicité pour les organismes aquatiques. Il serait intéressant d’étudier plus en détail la 

flore intestinale de ces poissons et de confirmer, par une étude approfondie, si la méthylation 

du Hg est effectivement possible in vivo dans le tube digestif des poissons. 
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Le devenir du mercure dans les écosystèmes, et notamment les risques liés à sa 

bioaccumulation dans les organismes, est difficile à appréhender de par la multiplicité des 

facteurs environnementaux qui interviennent dans sa spéciation. En plus des rejets ou 

émissions ponctuelles, la spéciation du Hg est sous le contrôle de facteurs biotiques (activité 

des microorganismes) et abiotiques (nombre important de ligands organiques ou minéraux, 

etc…). De ce fait, la bioaccumulation du Hg dans les organismes aquatiques va être liée aux 

taux et cinétiques de production de méthylmercure, forme la plus toxique car la plus 

facilement bioaccumulable. Cette bioaccumulation va également être sous la dépendance des 

processus participant à la déméthylation du Hg dans les différents compartiments d’un 

écosystème aquatique. Enfin, la biodisponibilité des espèces mercurielles formées va 

également déterminer la toxicité du Hg pour les organismes. Les deux processus de 

méthylation et démétylation du Hg sont majoritairement le résultat de l’activité de 

microorganimes, ainsi que de processus abiotiques tels que la photoréduction en ce qui 

concerne la déméthylation. Au vue de ces connaissances, développées plus en détail dans le 

chapitre 1, l’évaluation des risques liés à la présence de Hg dans un écosystème aquatique 

passe a minima par l’étude de ces transformations potentielles et des microorganismes 

impliqués, et notamment les Deltaproteobacteria dont font partie une majorité des sulfato-

réducteurs.  

 

Ce travail de thèse s’inscrit dans une réflexion écosystémique visant à mieux connaître 

le cycle biogéochimique du Hg dans des écosystèmes aquatiques tempérés d’eau douce, 

impactés ou non par le développement de plantes aquatiques envahissantes. Cette étude est 

une première sur les écosystèmes landais, sites d’intérêts écologiques et économiques, encore 

jamais étudiés par rapport à ce sujet. L’intérêt de ce travail de thèse trouve son origine dans 

des résultats d'analyse de composés mercuriels dans des poissons de fin de chaine trophique 

qui ont montré des valeurs proches, voire au-delà des limites définies par la communauté 

européenne. Ce type de résultats a été trouvé à la fois dans les lacs landais et les lacs girondins 

(Hourtin). Ce manuscrit s’articule autour de quatre chapitres de résultats, chacun répondant à 

une problématique distincte. Le premier questionnement concerne les niveaux de 

concentrations en Hg des organismes aquatiques appartenant à différents niveaux trophiques, 

informations jusque-là indisponibles pour les sites landais. Une étude exploratoire a ainsi été 

menée sur plusieurs sites dans le but de donner des premières informations, qui seront à 

compléter, concernant l’éventualité d’une contamination par le Hg et les espèces à risque, 

c’est-à-dire les plus bioaccumulatrices dans ces écosystèmes. Par la suite, une seconde 
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question a consisté à identifier la source principale de Hg pour les organismes aquatiques (à 

savoir, l’eau, le sédiment ou les racines de plantes aquatiques) pour trois sites choisis 

présentant des caractéristiques hydro-morphologiques différentes. Les MSR étant les acteurs 

majoritaires de la méthylation du Hg, la troisième question interroge le rôle joué par ces 

microorganismes dans ce processus, spécialement dans le compartiment à risque identifié 

dans la partie précédente. Enfin, la quatrième question était de savoir si ce MeHg formé était 

effectivement biodisponible pour les organismes aquatiques, afin d’évaluer les risques liés au 

transfert du Hg vers la chaîne trophique.   

 

L’originalité de ces recherches tient, en partie, à l’utilisation de traceurs isotopiques stables du 

Hg pour les mesures de potentiels de méthylation et de déméthylation des trois sites étudiés, 

ainsi que pour les microcosmes. Cette méthode robuste permet de déterminer simultanément 

les concentrations endogènes et exogènes des différentes espèces de Hg, aussi bien que les 

potentiels de méthylation et de déméthylation (Hintelmann et al., 2000 ; Monperrus et al., 

2007). L’autre originalité concerne l’utilisation d’une technique d’isolement des MSR dite 

haut-débit (en microplaque 384 puits). Comparé à des techniques classiques de microbiologie, 

cet outil permet d’isoler une plus grande quantité de microorganismes et d’atteindre une plus 

grande diversité. Enfin, le screening des souches méthylant le Hg a été effectué grâce à 

l’utilisation d’un biosenseur (E. coli pmerBRBSluc, capable de détecter le MeHg par 

bioluminescence), permettant ainsi de tester plus de souches en allégeant la technique 

analytique habituelle.  

 

L’analyse des isotopes stables du carbone et de l’azote a permis d’obtenir des informations 

sur la structure des réseaux trophiques de plusieurs sites landais. En comparant ces données 

avec les concentrations en Hg mesurées dans les organismes aquatiques, il est apparu une 

bioamplification du Hg significative pour le réseau trophique du lac d’Aureilhan alors même 

que la source de carbone semble être le périphyton. Ce dernier pourrait donc être l'un des 

points d’entrée du Hg dans le réseau trophique. Cette particularité n’est pas observée de 

manière significative sur le lac de Sanguinet, ni sur la rivière Escource, mais pourrait trouver 

son origine dans le faible nombre de prédateurs échantillonés, sous-estimant ainsi 

potentiellement la bioamplification. D’autre part, l’état des lieux concernant les niveaux de 

Hg dans les compartiments aquatiques des sites landais a révélé des concentrations en Hg 

proche de la norme européenne de consommation (2,5 mg Hg.kg-1 poids frais dans le muscle) 

pour les carnivores de fin de chaîne trophique (brochet, sandre) dans les lacs de Sanguinet et 
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de Parentis-Biscarosse. Concernant les anguilles de la rivière Escource, cette norme a même 

été dépassée. Ces résultats restent cependant à approfondir par un échantillonnage plus 

complet (incluant des poissons- prédateurs situés à la fin de la chaîne trophique) afin 

d’évaluer plus finement le niveau de Hg dans les organismes aquatiques.  

 

Suite à l’expérience d’incubations d’échantillons environnementaux avec des traceurs 

isotopiques du Hg, le compartiment « plantes aquatiques » apparait comme étant une source 

importante de MeHg dans ces écosystèmes. En effet, c’est dans ce compartiment que 

d’importants potentiels de méthylation ont pu être mesurés ainsi qu’une production nette de 

MeHg bien supérieure aux autres compartiments (100 fois supérieure dans les racines par 

rapport au sédiment pour le lac d’Aureilhan par exemple). Plusieurs études, toutes 

relativement récentes, montrent également d’importants potentiels de méthylation associés au 

périphyton de plantes aquatiques des régions tropicales (Guimaraez et al,. 2000b; Mauro et 

al., 2001, 2002 ; Acha et al., 2005, 2011). Cependant, aucune étude n’avait jusqu’à présent 

essayé d’extrapoler la production de MeHg à l’échelle d’un écosystème. Le bilan de 

production nette de MeHg à l’échelle d’un lac fait état de l’importance des macrophytes par 

rapport aux autres compartiments, si l’on considère une colonisation de 25% des berges des 

lacs avec une densité de plante de 1 kg.m-2 (poids humide). La densité de plantes aquatiques 

va influer sur la production de MeHg et sa mise à disposition dans la colonne d’eau. Cette 

dernière est un puits pour le MeHg, avec une déméthylation nette, à la différence du 

compartiment sédimentaire et périphytique des racines aquatiques. Cependant, dans les lacs 

de Sanguinet et de Parentis-Biscarosse, une stratification de la colonne d’eau a été observée à 

plusieurs reprises durant la période estivale, menant à la formation d’une zone anoxique au 

niveau de l'hypolimnion de ces lacs (Bertrin et al., 2007). Dans ces conditions, mêmes 

exceptionnelles, le bilan de production nette de MeHg établi à l’échelle du lac pour la colonne 

d’eau pourrait devenir positif (Eckley and Hintelmann, 2006 ; Mauro et al., 2002). Des 

mesures de potentiels de méthylation et de déméthylation seraient de ce fait nécessaires dans 

l’eau et le sédiment de cette zone anoxique afin de déterminer la contribution en MeHg qu’ils 

peuvent apporter à l’échelle du lac.  

Des potentiels de déméthylation élevés ont également pu être observés dans les racines, 

mettant en évidence que la rhizosphère de macrophytes, ou biofilm périphytique, est 

globalement un des lieux privilégiés de transformation des espèces mercurielles. Il serait 

cependant intéressant de renouveler cette expérience en condition in situ. Ceci permettrait 

d’obtenir des potentiels de méthylation et de déméthylation associés à chaque compartiment 
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plus représentatifs de ce qui se passe réellement dans l’environnement. Bien que ce 

phénomène soit rare et aléatoire, il pourrait contribuer de manière significative à la 

bioaccumulation du Hg dans les organismes aquatiques. À l’issue de notre expérimentation, 

une corrélation entre la méthylation du Hg et l’activité de sulfato-réduction a également pu 

être mise en évidence. En effet, l’ajout d’un inhibiteur de la sulfato-réduction (le molybdate) a 

provoqué une baisse significative des potentiels de méthylation dans les racines pour les 

différents sites étudiés. Ceci laisse supposer que les MSR sont responsables en majorité de la 

formation de MeHg dans les rhizosphères de plantes aquatiques. 

 

L’impossibilité de lier directement les potentiels de méthylation et de déméthylation mesurés 

par dilution isotopique à la seule présence d’une espèce bactérienne détectée par des outils 

moléculaires (Ranchou-Peyruse et al., 2009) nous a contraint à associer plusieurs techniques 

d’analyses. Cette partie de l’étude a été l’occasion d’étudier la diversité bactérienne associée à 

la rhizosphère de jussies provenant du lac de Sanguinet. Le clonage et séquençage du gène 

codant pour l’ARNr 16S a mis en évidence une prépondérance des Proteobacteria, avec la 

détection entre autre de Deltaproteobacteria de l’ordre des Desulfurobacterales (MSR), 

Desulfuromonadales (ferri- réducteurs) et Syntrophobacterales, dont certaines sont 

impliquées dans la méthylation du Hg (Kerin et al., 2006; Acha et al., 2011). La détection de 

MSR avait également été possible, dans un premier temps, par PCR nichée (basé sur les gènes 

dsrAB). Une diversité métabolique importante a pu être mise en évidence avec la détection de 

clones appartenant à des bactéries autotrophes et hétérotrophes, aérobies et anaérobies. Cette 

diversité tend à prouver l’existence de micro-niches anoxiques au sein du périphyton des 

racines de plantes aquatiques, les hétérotrophes aérobies consommant l’oxygène jusqu’à créer 

des zones anoxiques où les MSR pourront se développer. D’autres études ont pu mettre en 

évidence l’importante diversité microbienne associée à la rhizosphère des plantes aquatiques 

(Stout and Nüsslein, 2005). Des phénomènes de synergie ou de compétition peuvent y avoir 

lieu et être à l’origine d’une stimulation ou d’une inhibition de la méthylation du Hg. Une 

étude plus approfondie de la structure et du fonctionnement de cette communauté 

microbienne pourrait permettre dans un premier temps d’apporter des connaissances sur ce 

milieu peu étudié. Dans un second temps, elle permettrait d’évaluer leur impact sur la 

méthylation du Hg. Par ailleurs, des mesures nycthémérales permettraient d’observer 

l’influence de la lumière sur la méthylation et la déméthylation du Hg, ce dernier processus 

étant principalement dû à la photoréduction. De même, l’utilisation de microélectrodes 

permettrait de mesurer les concentrations en oxygène et le potentiel d’oxydo-réduction dans le 
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périphyton. Ainsi, la présence de micro-niches anoxiques pourrait être confirmée et leur 

représentativité au sein du périphyton évaluée suivant des paramètres à faire varier (rythme 

nycthéméral, température, etc…). La communauté bactérienne active métaboliquement peut, 

elle aussi, être évaluée par la mesure des ARNr 16S. Compte-tenu de l’implication des MSR 

dans le processus de méthylation du Hg au sein du périphyton, la mesure de l’activité de 

sulfato-réduction in situ serait également judicieuse. L’ensemble de ces résultats pourraient 

être mis en relation avec les potentiels de méthylation et de déméthylation mesurés en 

parallèle. Ceci permettrait de connaître la dynamique du Hg au sein de la rhizosphère des 

plantes aquatiques, jusque-là inconnue. Enfin, l’importance de la densité de plantes 

aquatiques devrait également être prise en compte, comme évoqué précédemment. Les plantes 

vont avoir une influence sur les paramètres physico-chimiques du milieu (anoxie, 

réchauffement de l’eau, diminution de la circulation de l’eau, etc…). De ce fait, la structure 

des communautés bactériennes périphytiques pourrait être influencée par ce paramètre et les 

transformations du Hg pourraient en être affectées. Même si l’étude de MSR en monoculture 

est indispensable pour la compréhension des mécanismes cellulaires et moléculaires 

responsables de la méthylation du Hg, il paraît intéressant d’étudier des communautés plus 

complexes. Des études de co-cultures de bactéries isolées de la rhizosphère permettraient de 

comprendre le fonctionnement du biofilm périphytique et d’identifier les conditions menant à 

une augmentation de la méthylation du Hg au sein de ces environnements.  

 

Cette perspective implique des techniques d’isolement plus performantes afin de couvrir plus 

de diversité qu’il n’est possible actuellement (seulement environ 1% des bactéries sont 

cultivables). L’isolement en microplaques est un début de réponse à cette problématique. 

Début, car dans notre étude seules des bactéries appartenant à l’ordre des Desulfovibrionales 

ont pu être isolées. C’est d’ailleurs le cas d’autres études, comme celle mené à l’EEM sur des 

souches isolées de racines de plantes aquatiques de Bolivie, où seules les Desulfovibrionales 

semblent cultivables (résultats non publiés). Les souches modèles utilisées pour le 

déterminisme du mécanisme de méthylation sont également des Desulfovibrionales (Brown et 

al., 2011a, b). Il s’agit de savoir si ces souches sont isolées parce qu’elles sont les plus actives 

dans la communauté bactérienne étudiée ou bien si c’est un biais de méthode. Le séquençage 

de l’ADNc ribosomique pourrait fournir un début de réponse à cette question. Dans notre cas, 

cette diversité culturale reste cependant intéressante puisqu’elle n’est pas détectée par 

clonage. De plus, la technique d’isolement est le seul moyen de définir si une souche 

bactérienne est capable de méthyler le Hg. Ainsi, l’implication des MSR dans la méthylation 
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du Hg au niveau des racines de macrophytes a pu être mis en évidence grâce à cette méthode. 

En effet, des souches de MSR provenant des racines de jussies du lac de Sanguinet ont été 

isolées. Le séquençage du gène de l’ARNr 16S a permis de les affilier à l’ordre des 

Desulfovibrionales (Desulfovibrio desulfuricans, D. putealis, D. carbinolicus). Cependant, 

leur faible similarité pour certaines d’entre elles avec des espèces décrites laisse à penser 

qu'elles appartiennent à de nouvelles espèces. L’utilisation d’un biosenseur a permis de mettre 

en évidence la capacité de méthylation de certaines de ces souches à des taux variables. Bien 

que cette méthode permette de « screener » rapidement les souches, il reste indispensable de 

quantifier de manière plus précise leur potentiel de méthylation et également de 

déméthylation afin de connaître la production nette de MeHg associée à chaque souche. Cette 

mesure peut être réalisée par l’utilisation de traceurs isotopiques et par une analyse des 

potentiels de transformations par GC-ICP-MS. 

 

La dernière problématique abordée dans cette thèse concerne la biodisponibilité du MeHg 

formé au niveau des racines de plantes aquatiques. Pour cela, une expérience en microcosmes 

a été mise en place et un traceur isotopique a été utilisé (199Hg(II)) afin de suivre les 

transformations du Hg dans les différents compartiments aquatiques reconstitués (eau, 

sédiment, plantes et poissons). La répartition du Hg a pu être observée entre les sédiments, les 

racines de plantes aquatiques et l’eau. En absence de sédiment, le Hg va se fixer sur les 

racines des plantes. Le traceur a également été détecté dans le tissu musculaire des poissons et 

majoritairement sous forme méthylée (Me199Hg), appuyant l’hypothèse d’un possible transfert 

du Hg de la plante ou du sédiment vers le poisson dans les écosystèmes landais. Des MSR 

affiliées à Desulfovibrio carbinolicus ont également pu être isolées des contenus intestinaux 

de poissons provenant de la condition « plante-contaminée » de l’étude en microcosmes et 

sont apparus capables de méthyler le Hg. Cette même espèce a été détectée dans la 

rhizosphère de jussie provenant de Sanguinet et aussi identifiée comme méthylant le Hg. La 

caractérisation de ces deux souches est à prévoir afin d’être certain qu’elles sont identiques. 

Ces résultats semblent indiquer que les poissons, en se nourrissant des plantes, seraient 

capables d’absorber des MSR qui une fois dans le tube digestif pourraient encore être 

capables de méthyler le Hg. Quelques études ont déjà mis en évidence la présence de 

bactéries (entérobactéries, MSR) capables de méthyler le Hg dans le tube digestif humain 

(Rowland et al., 1975) et de poissons (Rudd et al., 1980). Une autre étude met en évidence 

une déméthylation du Hg au niveau du tube digestif (Laird et al., 2009). Notre expérience ne 

permet pas de déterminer s’il y a méthylation dans le tube digestif du poisson ou si le MeHg 
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est formé au niveau de la rhizosphère et absorbé en suivant. La détection de MeHg lors de 

l’isolement renseigne sur la capacité des souches à méthyler le Hg in vitro mais pas in vivo. Il 

serait donc intéressant d’étudier plus en détail ce processus par des expériences utilisant 

quatre traceurs isotopiquemenent enrichis  (198, 199, 201,  202, par exemple). Des poissons 

pourraient être introduits dans des aquariums contenant des plantes aquatiques dans lesquels 

deux traceurs isotopiques du Hg, une forme inorganique et une forme organique (199Hg(II) et 

Me201Hg par exemple), aurait été préalablement ajouté. Au bout d’un temps T, certains 

poissons seraient sacrifiés afin de mesurer les potentiels de méthylation et de déméthylation 

associés au tube digestif. Le reste des poissons serait par la suite placés dans des nouveaux 

aquariums ne contenant pas de plantes et serait nourris avec des aliments enrichis avec les 

deux autres traceurs isotopiques (198Hg(II) et Me202Hg par exemple). Cette dernière condition 

permettrait de mesurer les potentiels de transformations des espèces mercurielles directement 

dans le tube digestif, le Hg n’ayant pas eu le temps d’être méthylé avant ingestion. Le rôle des 

deux modes de contamination, par ingestion de Hg et par transformation in vivo du Hg 

pourrait ainsi être évalué. Ce type d’étude n’a encore jamais été réalisé et apporterait des 

connaissances supplémentaires d’un point de vue écotoxicologique. Comme pour la 

rhizosphère, l’isolement de souches bactériennes serait là aussi à développer afin d’étudier 

leur diversité et de les caractériser dans la mesure où elles sont capables de vivre/survivre 

dans deux milieux aussi différents que la rhizosphère et le tube digestif.   

 

Les risques écotoxicologiques associés au MeHg ne pourront être évalués de façon précise 

que lorsque les mécanismes cellulaires responsables de la méthylation du Hg, mais également 

de la déméthylation, seront élucidés. Concernant la déméthylation, une partie de ce 

mécanisme (démétylation réductive) a déjà été en partie mis en évidence à travers la 

découverte des gènes mer. Cette question nécessite le développement d’outils d’isolement 

bactérien plus performants, comme il a été utilisé ici avec l’isolement « haut– débit ». Ceci 

permettrait d’étudier une plus grande diversité d’organismes capables de méthyler le Hg dans 

le but, entre autre, d’identifier un ou plusieurs mécanismes de méthylation. Il est de ce fait 

nécessaire d’étudier la répartition du Hg au niveau subcellulaire et cellulaire ainsi que les 

complexes « Hg-biomolécules » qui peuvent se former dans la cellule. L’étude de Pedrero et 

al. (2011) dans le foie de dauphin met en évidence, à l’aide d’isotopes stables du Hg et de 

couplages GC-ICPMS et LC-ICP-MS, une affinité du Hg(II) avec une biomolécule qui 

possède un temps d’élution proche des métallothionéines. A l’inverse, le MeHg s’associerait 

avec une biomolécule de poids moléculaire plus élevé qui a été identifiée comme étant de 
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l’hémoglobuline (Pedrero et al., 2012). Les outils analytiques permettant ces mesures 

pourraient ainsi être appliqués aux bactéries méthylantes, à condition de pouvoir obtenir une 

quantité suffisante de culture. Ces études sont actuellement en cours au sein de l'IPREM en 

collaboration entre l'EEM et le LCABIE. L’implication d’un processus génétique serait aussi 

à tester puisque pour d’autres métaux, comme l’arsenic et le sélénium, des gènes de 

méthylation ont été mis en évidence. Récemment, le génome entier de la souche Desulfovibrio 

desulfuricans ND132 a été séquencé (Brown et al., 2011a). Cette bactérie a été proposée 

comme modèle pour l’étude de la méthylation du Hg du fait de son importante capacité de 

méthylation, comparativement à d’autres souches (Gilmour et al., 2011). Une autre souche 

pourrait elle-aussi être utilisée comme modèle, Desulfovibrio africanus strain Walvis Bay 

(Brown et al., 2011b), puisque son génome a été récemment séquencé. Le génome de ces 

souches pourrait être comparé à d’autres génomes (entièrement séquencés) de bactéries non 

méthylantes, comme des Desulfovibrio, ou encore des ferri-reducteurs. L’expression génique 

différentielle pourrait également être une solution d’identification de gènes impliqués dans la 

méthylation du Hg. Une étude trancriptomique (type puce à ADN avec exposition ou non de 

la souche au Hg) permettrait de révéler le niveau d’expression des gènes. Une étude 

protéomique serait plus complète, puisqu’elle permettrait de mesurer le degré d’activité des 

protéines qui se trouvent souvent régulées par des modifications post-traductionnelles.  

 

En conclusion, cette étude fournit de nouvelles connaissances sur le rôle des plantes 

aquatiques et de leurs communautés bactériennes périphytiques associées dans la spéciation 

du Hg au sein des écosystèmes aquatiques tempérés. En effet, une importante diversité 

microbienne a pu être observée dans les racines de plantes aquatiques, définissant un 

microenvironnement complexe. La rhizosphère de ces plantes semble constituer une source de 

MeHg dans ces écosystèmes et les MSR être les principaux acteurs de cette transformation, 

bien que d’autres microorganismes semblent également impliqués dans ce processus, comme 

les ferri-réducteurs. Un schéma récapitulatif de la dynamique du Hg dans les écosystèmes 

landais est présentée ci-dessous (Figure 7.2). 
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Figure 7.1 : Schématisation de la dynamique du mercure dans les lacs landais.MSR : 
microorganismes sufato-réducteurs, MFR: microorganismes ferri-réducteurs, Hg(II): mercure 
inorganique,MeHg:méthylmercure.
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Résumé 

Le mercure (Hg) est un polluant métallique préoccupant de par sa toxicité et son omniprésence dans 
les écosystèmes aquatiques. Sous sa forme méthylée, il est capable de se bioaccumuler dans les 
organismes et d’être bioamplifié le long de la chaîne trophique. La méthylation du Hg est un processus 
biotique principalement attribué aux microorganismes sulfato-réducteurs (MSR). La rhizosphère des 
plantes aquatiques a été récemment identifiée comme un compartiment privilégié de la méthylation du 
Hg dans certains écosystèmes tropicaux et boréaux. Les objectifs de cette étude étaient de déterminer 
l’influence des plantes aquatiques sur la biogéochimie et la bioaccumulation du Hg et le rôle que 
jouent les MSR dans ce processus au sein des écosystèmes aquatiques landais. L’utilisation de traceurs 
isotopiques stables du Hg a permis d’identifier le compartiment « plantes aquatiques » comme un lieu 
privilégié des transformations des espèces mercurielles (méthylation/ déméthylation du Hg) et comme 
la principale source de méthylmercure (MeHg) dans ces écosystèmes tempérés. La combinaison des 
approches moléculaires (T-RFLP, clonage, séquençage) et culturales (isolement, détection de MeHg 
par biosenseur) a démontré l’implication de MSR du genre Desulfovibrio dans le processus de 
méthylation du Hg au sein de la rhizoplane aquatique. D’après une expérience menée en  microcosmes 
utilisant un traceur isotopique du Hg, le MeHg formé au niveau de la rhizosplane aquatique serait 
biodisponible pour la chaîne trophique. Cette dernière observation est à relier à des concentrations en 
Hg significatives, observées in situ, pour certains poissons de fin de chaîne alimentaire.  

Mots clés: périphyton, mercure, sulfato-réducteurs, méthylation, déméthylation, 
bioaccumulation.  

 

 

Abstract 

Mercury (Hg) is a metallic pollutant worrying because of its toxicity and ubiquity in aquatic 
ecosystems. Its organic form is easily bioaccumulated in organisms and biomagnified along food 
webs. Hg methylation is a biotic process mainly attributed to sulfate-reducing prokaryotes (SRP). The 
rhizoplane of aquatic plants has recently been identified as the principal compartment involved in Hg 
methylation in some tropical and boreal ecosystems. The objectives of this study were to determine the 
influence of aquatic plants on the biogeochemistry and bioaccumulation of Hg and the role of SRP in 
this process in the aquatic ecosystems of the Landes (South Western France). The use of Hg stable 
isotopic tracers  allowed to identify the "aquatic plants" compartment as the main place for Hg species 
transformations (methylation / demethylation of Hg) and the main source of methylmercury (MeHg) 
in these temperate ecosystems. The combination of molecular (T-RFLP, cloning, sequencing) and 
cultural (isolation, MeHg detection by biosensor) approaches demonstrated the involvement of 
populations related to the genus Desulfovibrio in the process of Hg methylation in the aquatic 
rhizoplane. According to an experiment conducted in microcosms using a Hg isotopic tracer, MeHg 
formed in the aquatic rhizoplane seems to be bioavailable to the food chain. This last observation is 
linked to significant Hg concentrations, observed in situ, for some carnivorous fishes (end of the food 
chain). 

Key words: periphyton, mercury, sulfate-reducers, methylation, demethylation, 
bioaccumulation. 

 


