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Résumé : Alors que la Guadeloupe possède la plus grande bordure littorale de 

mangroves des Petites Antilles, la microfaune et la microflore bactérienne marine associées à 

cet écosystème sont mal connues. Pourtant, ces diverses communautés de micro-organismes 

sont à la base du réseau trophique des sédiments marins de mangrove. En effet, grâce à leurs 

activités basées sur des processus hétérotrophes, ces micro-organismes vont permettre de 

dégrader la litière constituée de feuilles et branches de palétuviers tombées à la surface du 

sédiment. En condition anoxique, la dégradation des substrats végétaux par des bactéries 

sulfato-réductrices entraine la production de sulfures qui vont soutenir l’activité de bactéries 

chimiosynthétiques. Les protistes ciliés sont des micro-organismes eucaryotes unicellulaires 

caractérisés par la présence de cils sur la surface cellulaire et appartenant au micro-

zooplancton. Leur mode de nutrition basé sur la phagocytose permet non seulement de 

favoriser la reminéralisation de la biomasse microbienne, ce qui augmente le transfert de 

nutriments à d'autres organismes du réseau trophique, mais facilite surtout l’émergence de 

nombreuses associations symbiotiques. Les résultats obtenus durant cette thèse ont permis de 

mettre en évidence la présence d’associations symbiotiques entre des bactéries sulfo-

oxydantes ou hétérotrophes et des espèces de protistes ciliés faisant parties du périphyton de 

la mangrove. Certaines espèces comme Pseudovorticella sp. et Zoothamnium niveum vivent 

fixées aux substrats végétaux en décomposition à la surface des sédiments marins et sont 

couvertes d’un manteau bactérien. Les analyses phylogénétiques menées sur ces deux 

espèces ont montré que leurs bactéries ectosymbiotiques sont différentes et que les deux 

souches appartiennent au γ-protéobactéries sulfo-oxydantes. De plus, les analyses 

microscopiques ont montré que les ectosymbiotes constituent l’essentiel du régime 

alimentaire de ces ciliés. Ces résultats suggèrent que Pseudovorticella sp. et Zoothamnium 

niveum cultivent leurs symbiotes respectifs comme source de nourriture. D’autre part, deux 

autres espèces symbiotiques de protistes ciliés ont été identifiées à l’intérieur de biofilms 

microbiens formés par la dégradation de la matière organique en mangrove. L’une de ces 

espèces appartenant au genre Trochochilodon possède des bactéries dans son cytoplasme. Les 

analyses phylogénétiques ont montré que Trochochilodon sp. a une alimentation non-

sélective et que les bactéries majoritairement présentes dans son cytoplasme appartiennent au 

genre Umboniibacter. Ce sont des bactéries chimio-organohétérotrophes également présentes 

dans l’intestin de gastéropodes marins. L’hypothèse avancée est que ces bactéries peuvent 

jouer un rôle dans l’alimentation du cilié, lui permettant l’accès à de nouveaux substrats 

comme sources de nourriture. Cependant, des analyses supplémentaires sont nécessaires pour 
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pouvoir le confirmer. Enfin, la deuxième espèce identifiée à l’intérieur des biofilms formés 

par la dégradation de la matière organique à la surface des sédiments marins de mangrove de 

Guadeloupe appartient au genre Dysteria. Cette espèce possède également des bactéries 

ectosymbiotiques formant un manteau bactérien. Les résultats obtenus suggèrent que ces 

ectosymbiotes sont des bactéries sulfo-oxydantes mais d’autres analyses sont nécessaires 

pour pouvoir le confirmer. Toutes les espèces de protistes ciliés étudiées durant cette thèse 

étaient associées à des bactéries symbiotiques. Il semblerait donc que la symbiose joue un 

rôle très important pour la colonisation et la survie de ces espèces dans cet environnement 

chimiosynthétique. De nombreuses autres espèces de protistes, dont majoritairement des 

ciliés et probablement des flagellés, ont également pu être observées au niveau des sédiments 

marins réduits anoxiques de la partie marine des mangroves. Des études complémentaires 

devront être menées afin de révéler la véritable diversité des espèces de protistes ciliés 

présents dans les mangroves de Guadeloupe et de mieux comprendre l’importance des 

associations symbiotiques dans cet écosystème sulfidique côtier. 
 

Mots clés : ARNr 18S ; ARNr 16S ; Bactéries ; Ciliés ; Mangrove ; MEB ; MET ; 

Microscopie ; Phylogénie ; Sédiments ; Spectrométrie Raman ; Symbioses.  
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Introduction générale 

La première définition du règne des Protista fut proposée par Ernst Haeckel en 1866, 

celui-ci regroupa tous les organismes qui, à son sens, et selon les connaissances de l'époque, 

ne correspondaient ni aux végétaux ni aux animaux (Corliss, 1998). Ce règne se divisait en 

trois parties : les algues unicellulaires se trouvèrent réunies parmi les protophytes, les 

champignons unicellulaires au sein des protomycètes et les autres protistes à affinités 

animales chez les protozoaires (Whittaker et Margulis, 1978). Le taxon des Protistes a ainsi 

perduré pendant plus d'un siècle, mais la délimitation de ce règne a souvent, et fortement, 

varié en fonction des auteurs (Cavalier-Smith, 2003 ; Keeling et al., 2005 ; Roger et Simpson, 

2009 ; Adl et al., 2012 ; Burki et al., 2014 ; Ruggiero et al., 2015). Dans la classification 

phylogénétique moderne, il disparaît. Le caractère polyphylétique des protistes a été 

démontré, réduisant considérablement la pertinence d'un tel groupe, qui par ailleurs, était sans 

unité écologique ou morphologique (Cavalier-Smith, 2003). Aujourd’hui, le terme protiste se 

réfère aux organismes unicellulaires eucaryotes capables d'exister en tant que cellules 

individuelles (Pawlowski et Burki, 2009). En écologie, la classification des protistes en 

groupes fonctionnels est souvent plus utile et plus pertinente que les groupements 

taxonomiques (Mitra et al., 2016). Cela permet de regrouper différentes classes 

taxonomiques au sein de catégories d’organismes qui vont assurer une fonction écologique 

similaire. Les protistes sont ubiquistes, on les retrouve dans la majorité des écosystèmes 

marins, terrestres et lacustres occupant des niches écologiques très variées (Corliss, 2002). En 

milieu marin, la majorité des protistes appartiennent soit au phytoplancton autotrophe, qui 

utilise la photosynthèse pour fixer le CO2 et produire de l’oxygène, soit au micro-zooplancton 

hétérotrophe qui phagocyte des bactéries, du phytoplancton et des particules minérales et/ou 

organiques en suspension (Fasham et al., 1990 ; Baretta et al., 1995). Certains de ces 

protistes hétérotrophes sont également capables d’effectuer la photosynthèse, ce sont des 

mixotrophes. Les protistes vivent à tous les niveaux de la colonne d’eau, de la surface 

jusqu’au fond océanique. Certains sont benthiques et peuvent vivre fixés à la surface d’un 

substrat ou à l’intérieur des sédiments marins (Corliss, 2002). Les habitats peuvent 

comprendre des niches manifestant des conditions extrêmes de température, d’oxygène, de 

dessication, de salinité, de pH, de pression atmosphérique et la présence de composés 

minéraux en forte concentration ainsi que des composés toxiques (Rothschild et Mancinelli, 

2001 ; Hu, 2014). Certains protistes peuvent également s’associer avec des archées, des 
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bactéries ou encore des algues unicellulaires au travers d’interactions symbiotiques, afin de 

survivre aux conditions environnementales difficiles et ainsi coloniser de nouvelles niches 

écologiques (Gast et al., 2009 ; Dziallas et al., 2012). Ces associations symbiotiques sont 

classées en différentes catégories en fonction du rôle joué par le symbiote, même si bien 

souvent le métabolisme du symbiote n’a pas été identifié. Ainsi, le symbiote peut être utilisé 

comme source de nourriture ; il peut aussi aider à la défense de l’hôte ou encore permettre à 

l’hôte de s’adapter aux conditions environnementales difficiles (Gast et al., 2009 ; Dziallas et 

al., 2012). Bien que les associations symbiotiques entre protistes et procaryotes soient très 

répandues, c’est au sein de l’embranchement des ciliés (Ciliates ou Ciliophores) que l’on 

retrouve la plus grande diversité d’associations impliquant des symbiotes utilisant des 

métabolismes différents. On y retrouve des symbiotes photoautotrophes, chimiosynthétiques 

(lithoautotrophes) ou encore hétérotrophes (Dziallas et al., 2012).  

Les protistes ciliés sont des micro-organismes eucaryotes présents dans presque tous les 

milieux aquatiques (Lynn, 2008 ; Dziallas et al., 2012). Leur mode de nutrition basé sur la 

phagocytose permet non seulement de réguler les populations de micro-organismes, mais 

favorise également la reminéralisation de cette biomasse microbienne, ce qui augmente le 

transfert de nutriments à d'autres organismes du réseau trophique (Taylor et Sullivan, 1984 ; 

Gast et al., 2009 ; Dziallas et al., 2012). De plus, la phagocytose facilite l’émergence de 

nombreuses associations symbiotiques (Gast et al., 2009 ; Dziallas et al., 2012). En effet, les 

ciliés hébergent régulièrement des bactéries dans leur cytoplasme, ceci est en partie dû à la 

structure cellulaire et aux modes de nutrition de ces protistes hétérotrophes (Hausmann et 

Bradbury, 1996). En tant que prédateurs phagocytaires de micro-organismes, ils présentent 

un risque élevé « d'infections microbiennes », et plus particulièrement de la part des 

bactéries. Ces dernières sont tout d’abord ingérées, puis stockées dans des vacuoles (ou 

phagosomes) afin d’être digérées par des enzymes après la fusion de la vacuole digestive 

avec des lysosomes primaires (Fok et Allen, 1988). Cependant dans certains cas, ces 

bactéries peuvent s'échapper des phagosomes et persister dans les cellules sous forme 

d’endosymbiotes (Schweikert, 2013). En plus des bactéries intracellulaires présentes dans le 

cytoplasme, il est possible de trouver des bactéries ectosymbiotiques intimement associées 

aux protistes ciliés (Ott et al., 2004a ; Rosati, 2004). La plupart de ces bactéries appartiennent 

à de nombreux genres non apparentés de différents sous-groupes de protéobactéries (Ott et 

al., 2004a ; Dubilier et al., 2008 ; Gast et al., 2009). Dans le cytoplasme, certaines bactéries 

sont présentes à l’intérieur des organites ou y sont directement associées. Des bactéries ont 
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également été décrites associées au système endomembranaire ou aux éléments du 

cytosquelette (Schweikert, 2013). Par exemple, des symbiotes bactériens ont été trouvés dans 

les micro- et macronoyaux (Preer, 1969 ; Preer et Preer, 1984), dans l’espace périnucléaire et 

dans le réticulum endoplasmique (Fokin et Karpov, 1995) de certains protistes, 

principalement des ciliés. Toutes les symbioses « mutualistes » entre les procaryotes et les 

eucaryotes sont liées à la nutrition, à la protection et au catabolisme (Moya et al., 2008). 

Dans le cas des symbioses chimiosynthétiques ces bactéries peuvent également jouer un rôle 

de détoxification, permettant ainsi à l’hôte d’accéder à de nouvelles niches écologiques 

(Fisher et Childress, 1992 ; Ott et al., 2004a ; Stewart et al., 2005 ; Cavanaugh et al., 2006 ; 

Dubilier et al., 2008 ; Bright et al., 2014). Certains protistes, comme Kentrophoros sp. ou 

Zoothamnium niveum, cultivent et utilisent leurs ectosymbiotes comme source de nourriture 

(Ott et al., 2004a). Les ectosymbiotes d'Euplotidium sp. lui permettent de se protéger de 

l'ingestion par les prédateurs en modifiant son apparence, empêchant ainsi son identification 

(Rosati et al., 1999). Tandis que les endosymbiotes bactériens appartenant au genre 

Caedibacter vivant chez l’un des ciliés les plus connus, la paramécie (Paramecium sp.), 

favorisent le développement de leur hôte en lui donnant la capacité de tuer les individus 

dépourvus de ces bactéries (Kusch et al., 2002). Malgré la diversité des fonctions 

métaboliques utilisées par les symbiotes procaryotes, les symbiotes photosynthétiques 

eucaryotes sont plus communs chez les protistes (Esteban et al., 2010 ; Sauvadet, 2015). Ces 

organismes peuvent effectuer la photosynthèse grâce à des associations endosymbiotiques 

avec des cyanobactéries, des algues unicellulaires ou par l’acquisition de chloroplastes. Les 

chloroplastes proviennent alors de l’endosymbiose secondaire ou tertiaire entre un protiste 

cilié hétérotrophe et une algue unicellulaire (Nowack et Melkonian, 2010). Mise à part les 

voies d’acquisition symbiotiques, les protistes ciliés peuvent également obtenir leurs plastes 

par kleptoplastie (Dziallas et al., 2012). Dans ce cas, des algues unicellulaires sont 

phagocytées, puis digérées, tandis que leurs plastes sont séquestrés et maintenus intacts et 

fonctionnels pour réaliser la photosynthèse (Nowack et Melkonian, 2010 ; Dziallas et al., 

2012).  

D’autres protistes sont également connus pour vivre dans des conditions contraignantes 

au sein d’écosystèmes chimiosynthétiques (sédiments côtiers anoxiques réduits, « wood 

falls » et « whale falls », sources hydrothermales profondes et suintements froids). Le 

fonctionnement de ces écosystèmes est conditionné par la présence de concentrations élevées 

en composés réduits tels que les sulfures (HS-, H2S), le thiosulfate ou encore le méthane 
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(Fiala-Médioni, 2000 ; Van Dover, 2000 ; Cavanaugh et al., 2006). Ces composés sont une 

source d'énergie chimique importante et perpétuelle pour les bactéries chimioautotrophes 

mais sont également parfois toxiques pour les autres organismes, notamment les métazoaires 

et les protistes, pouvant vivre dans ces environnements contraignant (Ramirez-Llodra et al., 

2010). Parmi les protistes ciliés symbiotiques observés au niveau des écosystèmes 

chimiosynthétiques, les plus étudiés sont Zoothamnium niveum et Kenthrophoros sp. Ils ont 

été respectivement observés, fixés à des débris végétaux présents à la surface de sédiments de 

mangrove (Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; Ott et Bright, 2004 ; Himmel et al., 2009 ; Laurent 

et al., 2013), et à l’intérieur de sédiments sableux anoxiques (Sauerbrey, 1928 ; Kahl, 1933 ; 

1935 ; Fauré-Fremiet, 1950a ; 1951 ; Fenchel et Finlay, 1989). Ces deux écosystèmes 

chimiosynthétiques sont spécifiques des sédiments côtiers réduits présents en abondance au 

niveau des écosystèmes marins tropicaux. Ces écosystèmes sont connus pour soutenir une 

activité chimiosynthétique intense favorisant le développement de symbioses sulfo-oxydantes 

(Ott et al., 2004a ; Dubilier et al., 2008 ; Laurent et al., 2009). En Guadeloupe, de 

nombreuses associations impliquant des bactéries chimiosynthétiques sulfo-oxydantes ont été 

découvertes chez divers phyla d’invertébrés et de protistes ciliés (Frenkiel et al., 1996 ; Gros 

et al., 2003 ; Himmel et al., 2009 ; Maurin et al., 2010 ; Laurent et al., 2013 ; Abouna et al., 

2015). Toutes ces symbioses ont été observées au niveau des écosystèmes 

chimiosynthétiques côtiers tels que : les sédiments anoxiques des herbiers de phanérogames 

marines, les vases de mangroves et les débris végétaux, principalement des branches et 

feuilles de palétuviers, tombées à la surface du sédiment marin en mangrove et dans des 

dépressions dans le sédiment. Les mangroves sont des écosystèmes à l’interface entre terre et 

mer recouvrant 60 à 75% des côtes intertidales dans les régions subtropicales et tropicales 

(Macintosh et Ashton, 2004 ; Alongi, 2008 ; Lambs et al., 2011). La partie marine des 

mangroves est un écosystème peu étudié de nos jours alors que la Guadeloupe possède la plus 

grande bordure littorale de mangrove des Petites Antilles (Spalding et al., 1997). La 

microfaune et la microflore bactérienne marine associées à cet écosystème sont mal connues, 

pourtant elles sont à la base de la chaine trophique d’un environnement considéré comme 

zone de nurserie pour de nombreuses espèces à importance commerciale (Nagelkerken et al., 

2008). Le but de cette thèse était donc de pouvoir caractériser d’un point de vue cellulaire et 

moléculaire, certains des protistes symbiotiques et leurs différents symbiotes vivant au niveau 

des écosystèmes de mangroves de Guadeloupe. Nous nous sommes focalisés principalement 

sur les espèces de protistes ciliés, qui de par leur mode de vie, leur morphologie et leur 

répartition à l’échelle mondiale, ont déjà montré une remarquable aptitude à s’associer avec 
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des micro-organismes eucaryotes et procaryotes. En effet, plus de 250 espèces de ciliés ont 

déjà été recensées en association symbiotique avec des bactéries à travers le monde (Fokin, 

2012). De plus, des associations symbiotiques entre des protistes ciliés et des bactéries sulfo-

oxydantes ont déjà été observées au niveau des sédiments anoxiques réduits de mangrove de 

Guadeloupe (Maurin et al., 2010 ; Laurent et al., 2013). Les différentes symbioses recensées 

durant cette thèse ont été décrites grâce aux analyses microscopiques et phylogénétiques des 

différentes espèces de protistes ciliés symbiotiques potentielles (ou morphotypes) récoltées 

lors des campagnes d’échantillonnage. La microscopie (photonique et électronique) a permis 

d’avoir accès à des informations cruciales pour l’identification morphologique des différents 

partenaires rencontrés, notamment à l’aide de l’analyse ultrastructurale de l’hôte et de son 

symbiote. Afin d’étayer les analyses morphologiques réalisées par microscopie, une analyse 

des gènes codants pour l’ARNr 18S des eucaryotes et pour l’ARNr 16S des procaryotes a été 

réalisée permettant ainsi de finaliser l’identification des deux partenaires. Les analyses 

phylogénétiques ont été confirmées par des hybridations in situ (FISH) des bactéries 

symbiotiques observées à la surface cellulaire ou à l’intérieur du cytoplasme de différentes 

espèces de protistes ciliés récoltées en environnement naturel ou sur des individus provenant 

de culture mise en place en laboratoire. Les hybridations in situ ont été réalisées à l’aide de 

sondes spécifiques conçues pour chaque symbiote. L’activité métabolique des symbiotes a 

également été étudiée grâce à l’utilisation de la spectrométrie Raman dans le cas des 

symbioses thiotrophiques. La spectrométrie Raman permet en effet de caractériser les 

composés chimiques présents à l’intérieur des bactéries, ce qui permet de supposer un 

métabolisme pour ces bactéries. Les résultats obtenus ont ainsi permis de mieux comprendre 

l’impact de ces micro-organismes eucaryotes (Protistes) et procaryotes dans le 

fonctionnement des mangroves de bord de mer ; en particulier, sur le compartiment benthique 

de cet écosystème dont le fonctionnement repose sur la dégradation de la matière organique 

enfouie dans le sédiment et de celle présente à sa surface. C’est cette dégradation anaérobie 

de la matière organique qui provoque le dégagement d’hydrogène sulfuré ou H2S en 

mangrove, à la différence des sources hydrothermales et des suintements froids où la 

production d’H2S est d’origine géologique. À ce titre, les sédiments marins de mangroves et 

les bois coulés seront considérés dans le reste du document comme des écosystèmes 

chimiosynthétiques à part entière, au même titre que les écosystèmes chimiosynthétiques de 

grandes profondeurs (sources hydrothermales, carcasses de baleines et suintements froids). 
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Partie 1 : Etat de l’art 

Chapitre 1. Les protistes : eucaryotes 

unicellulaires 

A. Histoire et Classification 

 Alors que la majorité des grands taxons de plantes et animaux sont relativement bien 

établis dans la classification phylogénétique moderne des eucaryotes, les protistes sont de 

leur côté beaucoup plus difficiles à classer. En effet, si les découvertes de nouvelles espèces 

de plantes et d’animaux sont encore fréquentes aujourd’hui, celles de rangs taxonomiques 

supérieurs (genre, famille, ordre ou classe) sont devenues exceptionnelles (Silar, 2016). Au 

contraire, dans le cas des protistes, les descriptions de tels niveaux taxonomiques ou de 

nouveaux embranchements ne sont pas rares (Silar, 2016). Ceci est en partie dû au fait que 

les eucaryotes dits « supérieurs » sont visibles et présents tout autour de nous. Cependant 

cette biodiversité animale et végétale ne représente qu’une infime partie de la diversité totale 

des eucaryotes et masque la grande majorité des organismes eucaryotes invisibles, dits 

« inférieurs », dont beaucoup appartiennent aux protistes. La classification en trois règnes 

proposée par Ernst Haeckel est devenue aujourd’hui obsolète. Elle proposait de réunir tous 

les organismes unicellulaires dans un groupe « fourre-tout », celui des « Protista » (Haeckel, 

1866). Dans ce groupe figurait aussi bien les Monères (ou bactéries), les champignons, les 

éponges, que les algues ou encore les cyanobactéries. Les classifications suivantes des 

eucaryotes unicellulaires basées sur des critères simples comme les différents modes de 

nutritions, la morphologie ou encore la motilité ont duré jusqu'à la fin des années 1980, 

malgré l'accumulation d'informations pour réfuter de tels critères de classification (Caron et 

al., 2012). Le dernier de ces schémas de classification (Figure 1) plaçait les eucaryotes 

unicellulaires dans le règne des Protistes comme un groupe évolutif transitoire entre les 

Monères d'une part et les règnes des Plantes, des Animaux et des Champignons d’autre part 

(Whittaker, 1969).  
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Figure 1. Classification traditionnelle du vivant avant l’arrivée des méthodes moléculaires et phylogénétiques (modifié d’après 
Andersen, 1998). Les bactéries et cyanobactéries sont regroupées parmi les Monères tandis que les Protistes représentent un 
groupe de transition entre les règnes des Monères, des Animaux, des Végétaux et des Champignons. La classification a été établie 
selon les différents modes nutritifs des organismes. Ainsi, les organismes effectuant la photosynthèse sont regroupés parmi les 
Plantes, ceux qui absorbent leurs nutriments sont placés chez les Champignons et ceux qui ingèrent leurs proies parmi les 
Animaux. Les ciliés (Ciliophora) sont décrits comme un groupe transitoire entre les Monères et les animaux dans cette 
classification. 

La dichotomie Eucaryote/Procaryote ne s’est pas tout de suite imposée. Il a fallu 

attendre l’avènement des méthodes génétiques et biochimiques (dont le séquençage de 

l’ADN) et les avancées en microscopie, pour démontrer que les bactéries avaient bien des 

différences fondamentales non seulement au niveau de leur structure cellulaire, mais aussi de 

leur fonctionnement. Ces techniques ont également permis d’identifier vers le milieu des 

années 1970 un groupe inconnu d’êtres vivants : les Archées (Woese et Fox, 1977). 

Actuellement, les eucaryotes ne forment donc qu’un seul des trois domaines du vivant : 

Eucaryotes, Bactéries (=Eubacteria) et Archées (=Archaea). Les méthodes de classification 

modernes permettent donc désormais d’associer la classification traditionnelle aux techniques 

moléculaires et génétiques. Les protistes sont aujourd’hui considérés comme polyphylétiques, 

c’est-à-dire que les différentes lignées ne descendent pas d’un même ancêtre commun, bien 

que certaines lignées ont été démontrées comme étant monophylétiques (Cavalier-Smith, 

2003 ; Taylor et Sanders, 2010 ; Adl et al., 2012 ; Ruggiero et al., 2015). En se basant sur la 

classification phylogénétique moderne des eucaryotes (Burki et al., 2014), on distingue cinq 
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super-groupes ainsi que plusieurs lignées indépendantes dont la classification reste incertaine, 

dans lesquels sont classés tous les protistes, animaux, plantes et champignons (Figure 2) : (1) 

les Opisthocontes, (2) les Amoebozoaires, (3) les Excavates, (4) les SAR (Straménopiles, 

Alvéolata, Rhizaria) et (5) les Archéoplastidés. 

 
Figure 2. Classification des eucaryotes réalisée à partir d'un consensus de preuves phylogénétiques, de signatures génomiques 
rares et de caractéristiques morphologiques (modifié d’après Burki et al., 2014). De nombreux groupes eucaryotes sont 
représentés, les principaux assemblages (cases colorées) sont numérotés et décrits dans le texte. Le modèle de branchement ne 
représente pas nécessairement les relations inférées entre les lignées. Les lignes pointillées dénotent des relations incertaines, y 
compris des positions conflictuelles. Les flèches indiquent les positions probables pour l’enracinement de l’arbre; la flèche pleine 
correspond à l'hypothèse la plus populaire (Amorphea-bikont rooting), les flèches brisées représentent les hypothèses alternatives. 
Le groupe des Amorphes est indiqué par une étoile verte tandis que celui des Bicontes, formés par les Diaphoretickes (étoile rouge) 
et les Excavates (3) est aujourd’hui obsolète. 

1. Les Opisthocontes 

Les Opisthocontes (1) et les Amoebozoaires (2) sont aujourd’hui réunis au sein du 

groupe des Amorphes (★) (Adl et al., 2012), anciennement appelé Unicontes (Cavalier-

Smith, 2002), avec trois lignées incertaines de protistes (Apusomonadidés, Ancryomonades, 

et Breviatea). Le super-groupe des Opisthocontes contient les animaux (Métazoaires) et les 

Eumycètes (ou champignon vrai) ainsi que plusieurs lignées de protistes hétérotrophes 
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(Figure 2). Il se divise en deux groupes : les Holozoaires (6) et les Holomycètes (7). Les 

animaux, regroupés au sein des Holozoaires, ont probablement émergé d’un assemblage 

paraphylétique de protistes, parmi lesquels figurent les Choanoflagellés. Tandis que, les 

champignons sont étroitement apparentés à deux autres genres de protistes : les Nucléariidés 

et les Cryptomycètes, (ou Rozellida) (Brown et al., 2009 ; Liu et al., 2009 ; Burki et al., 

2014). Ensemble, ils forment le groupe des Holomycètes.  

2. Les Amoebozoaires 

 Le super-groupe des Amoebozoaires (2) comprend principalement des amibes 

hétérotrophes se déplaçant à l’aide de pseudopodes lobés. Il est séparé en deux groupes : les 

Lobosés (8) et les Conosés (9). Les amibes peuvent être nues ou protégées dans des tests (ou 

thèques), certaines sont des parasites sans mitochondries qui peuvent infester les animaux, 

dont l’homme (par exemple : Entamoebas histolytica), tandis que d’autres possèdent des 

cellules flagellées, ou bien même plusieurs noyaux. Ce super-groupe comprend également les 

myxomycètes cellulaires comme Dictyostelium discoideum et plasmodiaux comme Trichia 

decipiens (Figure 3). 

 
Figure 3. Différentes espèces de protistes appartenant aux Amorphes : (A) Stephanoeca norrisii, un Choanoflagellés (Marchant 
et al., 1987) ; (B) Nuclearia thermophila, un Nucléariidés (Yoshida et al., 2009) ; (C) Entamoeba histolytica (AJ Cann, 
https://www.flickr.com) ; (D) Dictyostelium discoideum (Usman Bashir, https://commons.wikimedia.org) ; Trichia decipiens 
(Oldrich Roucka, http://www.naturephoto-cz.com). 

3. Les Excavates 

Les Excavates (3) forment avec les Diaphoretickes (★) l’ancien groupe des Bicontes 

(Adl et al., 2012). Ils rassemblent tous les organismes unicellulaires possédant deux flagelles, 

et pluricellulaires dont les gamètes males sont biflagellés. Les organismes sont très différents 

et possèdent des modes de vie variées (phagotrophie, osmotrophie, phototrophie). De plus, 

certains membres des Excavates, notamment les Discobés, sont apparentés aux 

Diaphoretickes. Les Diaphoretickes comprennent les Archéoplastidés, les SAR et d’autres 
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protistes de lignée incertaine. Le style de vie le plus marquant chez les Diaphoretickes est 

celui des photo-autotrophes photosynthétiques car c’est dans ce super-embranchement que se 

trouve la plupart des lignées photosynthétiques, toutes celles issues des endosymbioses 

primaires et la majorité de celles issues des endosymbioses secondaires et tertiaires.  

Les Excavates sont séparés en deux groupes les Discobés (10) et les Métamonades (11), 

auxquels vient s’ajouter parfois celui des Malawimonas. Cependant, les analyses 

phylogénétiques ne supportent pas cette parenté (Hampl et al., 2009 ; Zhao et al., 2012 ; 

Burki et al., 2014). Les membres sont réunis uniquement sur la base de caractéristiques 

morphologiques communes (cytosquelette et sillon servant à l’alimentation) (Simpson, 2003). 

Il semblerait que ce super-groupe comprenne les eucaryotes les plus primitifs, descendants 

directs de l’ancêtre des eucaryotes. Leur grande diversité génétique fait que leur classification 

est incertaine et les analyses phylogénétiques tendent de plus en plus à montrer que 

l’enracinement des eucaryotes se fait au sein de ce super groupe (Burki et al., 2014). 

L’embranchement des Métamonades regroupe un ensemble de protistes anaérobies dont 

certains vivent libres dans les sédiments ou les eaux chargées en matières organiques et 

d’autres vivent en associations mutualistes ou parasitaires avec les animaux (Silar, 2016). Par 

exemple : Trepomonas agilis, Hexamita salmonalis et H. truttae peuvent vivre libres dans les 

sédiments mais sont également considérés comme des parasites que l’on retrouve dans 

l’intestin des amphibiens et des poissons. Du fait de leurs styles de vie, les mitochondries de 

ces organismes se sont transformées et sont devenues soit des hydrogénosomes soit des 

mitosomes (Figure 4). Les Métamonades ne sont affiliés ni aux amorphes ni aux 

diaphoretickes de par la morphologie et la biologie particulière de ces membres. À l’inverse 

des Métamonades, les Discobés sont pour leur part rattachés aux Diaphoretickes. Ce sont des 

micro-organismes biflagellées bactérivores qui vivent dans les eaux douces ou marines. Ils 

peuvent nager librement ou être attachés à un substrat et peuvent également être protégés par 

une lorica, qui est un test (ou thèque) en forme de panier (Silar, 2016).  
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Figure 4. Certains protistes parasitaires appartenant aux Excavates : (A) Giardia lamblia est un parasite de l’intestin chez 
l’homme, il possède des mitosomes à la place des mitochondries (Castillo-Romero et al., 2009). Trypanosoma brucei, (B) qui cause 
la maladie du sommeil via la piqure de la mouche Tse tse, possède des mitochondries (Morga et Bastin, 2013) et Trichomonas 

vaginalis (C) des hydrogénosomes (Cheon et al., 2013). (D) Comparaison structurelle entre une mitochondrie, un hydrogénosome 
et un mitosome. Les mitosomes sont le siège de l’assemblage des centres fer/soufre (Fe-S), une fonction aussi assurée par la 
mitochondrie ; cependant ils ne possèdent pas de matériel génétique à la différence de cette dernière. Les hydrogénosomes 
assurent la production d’ATP sans consommation d’oxygène mais avec excrétion d’H2 (Schweikert, 2013). 

4. Les SAR (Straménopiles-Alvéolates-Rhizaires) 

Le super-embranchement des Straménopiles (12), encore appelé Hétérocontes, forme 

avec les Alvéolates (13) et les Rhizaires (14) une lignée monophylétique connue sous le nom 

de SAR (Straménopiles + Alvéolates + Rhizaires). Ils regroupent de nombreux organismes 

uni- et pluricellulaires qui n’ont que peu de choses en commun (Figure 5). Les 

Straménopiles, au sein desquels figurent les Diatomées, sont unis sur la base de données 

phylogénétiques et sur leur relation endosymbiotique (secondaire) avec une algue rouge. Les 

Alvéolates sont des organismes exclusivement unicellulaires aux morphologies très variées, 

dont le caractère commun est d’avoir des alvéoles corticales. Les trois principales lignées des 

Alvéolates sont les Dinoflagellés, les Apicomplexés et les Ciliés (Ciliates). Au sein des 

Alvéolates, certains organismes ont aussi acquis un chloroplaste par endosymbiose 

secondaire (voire tertiaire) entre leur ancêtre phagotrophe et une algue à plastes rouges. 

Enfin, les Rhizaires sont un groupe d’organismes unicellulaires, dont les principales lignées 

sont les Cercozoaires (ou Cercozoa), et les Rétaires (ou Retaria) (Adl et al., 2012). 



 24 

 
Figure 5. Protistes appartenant au super-groupe SAR (Straménopiles-Alvéolates-Rhizaires) : (A) les Diatomées sont de petites 
algues unicellulaires photosynthétiques enfermées à l’intérieur d’une coque de silice appelée frustule (Gordon et al., 2008). 
Paramecium bursaria (B) et Pseudovorticella sp. (C) sont des ciliés mixotrophes, ils phagocytent leurs proies mais sont également 
capables de photosynthèse grâce aux algues symbiotiques présentes dans leur cytoplasme (Esteban et al., 2010). Les dinoflagellés 
(D) possèdent deux flagelles, ils appartiennent aux Alvéolates. Certains sont photosynthétiques, tandis que d’autres sont 
hétérotrophes ou encore mixotrophes ; Les Foraminifères (E) et Radiolaires (F) forment le groupe des Rétaires (Sibbald et 
Archibald, 2017). 

5. Les Archéoplastidés (ou Archaeplastida)  

Les Archéoplastidés (5) regroupent l’ensemble des organismes qui possèdent des 

plastes issus de l’endosymbiose cyanobactérienne (ou endosymbiose primaire). Le 

chloroplaste peut parfois être réduit mais il possède dans tous les cas de la chlorophylle a. Ce 

super-groupe se divise en trois lignées : les Glaucophytes (17) qui sont un petit groupe 

d’algues microscopiques d’eau douce énigmatiques dont les plastes ont retenu la couche de 

peptidoglycane de l’algue endosymbiotique primaire entre leurs deux membranes ; les 

Rhodophytes (ou algues rouges) (18) qui forment un groupe diversifié d’algues uni- et 

pluricellulaires (par exemple, le genre Porphyra communément utilisé dans la cuisine 

japonaise) ; et les Chloroplastidés (ou Viridiplantae = plantes vertes) (19), qui réunissent les 

Charophytes (ou Streptophyta parmi lesquels on retrouve les plantes terrestres) et les 

Chlorophytes (algues vertes) (Adl et al., 2012).   
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B. Caractérisation des protistes 

Le terme protiste se réfère aux organismes unicellulaires eucaryotes capables d'exister 

en tant que cellules individuelles (Figure 6), bien que certaines espèces puissent former des 

colonies de plusieurs cellules comme les ciliés péritriches (Corliss, 2002 ; 2004 ; Caron et al., 

2012) et que d’autres espèces comme Dyctiostelium discoideum sont capables d’agrégation 

multicellulaires (Pawlowski et Burki, 2009). Les organismes appartenant aux protistes 

peuvent avoir des formes très diverses et leur taille est généralement comprise entre 2 et 2000 

µm (Corliss, 2002). Toutes les symétries sont représentées (bilatérales, radiales, etc.) et tous 

les modes de nutrition existent (sauf la chimiosynthèse). Malgré la grande diversité 

d’espèces, de morphologie et de comportements, certaines caractéristiques peuvent permettre 

de décrire et identifier les protistes (Corliss, 2002 ; Taylor et Sanders, 2010 ; Raven et al., 

2017) : 

 
Figure 6. Gamme de taille des eucaryotes unicellulaires (Caron et al., 2012) : le plus petit protiste connu (une espèce du genre 
Ostreococcus) mesure 1 µm, alors que les plus grandes cellules non coloniales font plus d’1 cm de diamètre. Certaines colonies de 
radiolaires coloniaux forment des structures gélatineuses pouvant atteindre une largeur supérieure à 1 cm et atteindre plus d’1 m 
de longueur. Cependant, la plupart des espèces sont microscopiques. Certaines espèces sont présentées ici, dans le sens des aiguilles 
d'une montre : Ostreococcus tauri (image microscopique à épifluorescence montrant l'autofluorescence de la chlorophylle) ; Bodo 
sp., un flagellé hétérotrophe ; une petite colonie de diatomée du genre Fragilariopsis ; une colonie de l'haptophyte Phaeocystis 

antarctica, le foraminifère planctonique Hastigerina pelagica et un radiolaire colonial (les capsules centrales individuelles ont un 
diamètre de 100 µm et sont trop petites pour être vues sur cette photographie). 
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1. L’enveloppe cellulaire 

  L’enveloppe cellulaire peut être très variée chez les protistes (Corliss, 2002 ; Raven et 

al., 2017). Les amibes par exemple ne possèdent que leur membrane plasmique. Chez tous 

les autres, un matériel extracellulaire se dépose à la surface de la membrane plasmique. Ce 

matériel forme parfois une paroi cellulaire résistante comme chez les diatomées et les 

foraminifères qui sécrètent des coques siliceuses appelées tests ou thèques (Corliss, 2002 ; 

Raven et al., 2017). 

2. Organites de locomotion 

 Les protistes se déplacent grâce à divers mécanismes. Ils utilisent principalement un 

mouvement flagellaire ou pseudopodial. Beaucoup de protistes se propulsent dans l’eau à 

l’aide d’un ou plusieurs flagelles, alors que d’autres utilisent des rangées de cils, pour créer 

les courants d’eau nécessaires à leur alimentation ou à leur propulsion. D’autres encore 

comme les diatomées sécrètent un mucus qui leur permet de glisser sur les substrats (Corliss, 

2002 ; Raven et al., 2017).  

3. Formation de cystes 

 Beaucoup de protistes sont adaptés à des habitats où les conditions sont 

contraignantes voir toxiques pour les autres organismes. Ils peuvent former des cystes (ou 

kystes), formes cellulaires dormantes pourvues d’un revêtement externe plus ou moins 

résistant, à l’intérieur duquel le métabolisme cellulaire est ralentit et ainsi survivre aux 

conditions difficiles (Corliss, 2002 ; Raven et al., 2017).  

4. Nutrition 

 Tous les modes de nutrition sont représentés, à l’exception de la chimioautotrophie, 

qui n’a encore été observée que chez les procaryotes (Corliss, 2002 ; Taylor et Sanders, 

2010). Certains sont photosynthétiques, tandis que d’autres sont des hétérotrophes qui se 

procurent leur énergie à partir de molécules organiques synthétisées par d’autres organismes. 

Parmi les protistes hétérotrophes, ceux qui ingèrent des particules de nourriture sont des 

phagotrophes. La matière organique est stockée dans des vésicules intracellulaires appelées 

vacuoles alimentaires ou phagosomes. Les lysosomes fusionnent avec ces vacuoles et y 

introduisent des enzymes qui digèrent les particules alimentaires qui s’y trouvent. Les 



 27 

molécules digérées sont absorbées à travers la membrane de la vacuole. Les osmotrophes 

sont des protistes ingérant la nourriture sous une forme soluble. Les mixotrophes sont à la 

fois autotrophes et hétérotrophes (Jones, 2000). 

5. Reproduction  

 Les protistes se reproduisent typiquement par voie asexuée, bien que certains 

possèdent un stade obligatoire de reproduction sexuée et que d’autres se reproduisent 

sexuellement en cas de stress, comme lors de manque de nourriture (Corliss, 2002 ; Taylor et 

Sanders, 2010 ; Raven et al., 2017). Lors de la reproduction asexuée, l’enveloppe nucléaire 

persiste souvent pendant la mitose et le fuseau mitotique se forme à l’intérieur du noyau. On 

parle alors de mitose « fermée ». Par la suite, la cellule va être scindée en deux, le plus 

souvent par scissiparité, elle se divise ainsi simplement en deux moitiés à peu près égales. 

Parfois la cellule fille est nettement plus petite que la cellule mère et grandit ensuite pour 

atteindre la taille adulte, on parle alors de bourgeonnement (Corliss, 2002 ; Raven et al., 

2017). Dans le cas de scission multiple, ou schizogonie, commune chez certains protistes, la 

division est précédée par plusieurs divisions nucléaires et plusieurs individus sont produits 

presque simultanément (Corliss, 2002 ; Raven et al., 2017). La reproduction sexuée existe 

également chez de nombreuses formes de protistes (Corliss, 2002 ; Raven et al., 2017). 

Cependant pour une seule cellule, les coûts de la méiose sont élevés en raison du temps et des 

efforts investis (Speijer et al., 2015). Chez les protistes, la reproduction sexuée est donc liée à 

la survie lors des périodes difficiles (Speijer et al., 2015). Dans des conditions optimales, les 

organismes relativement simples avec des temps de génération courts et un grand nombre de 

descendants sont avantagés, ce qui peut être réalisé de manière plus efficace par une 

reproduction asexuée (Speijer et al., 2015). Ainsi, la reproduction asexuée peut durer pendant 

une période prolongée. Cependant, lorsque des conditions défavorables ou des contraintes 

internes sont rencontrées, le sexe est induit. Chez les diatomées par exemple, la construction 

de parois cellulaires siliceuses (frustules) les rend plus petites après chaque division 

mitotique. Ceci induit la méiose, la fusion des gamètes et la restauration de la taille de la 

cellule d'origine grâce à la formation du zygote (Speijer et al., 2015). Chez les parasites 

apicomplexés, les stades sexuels sont obligatoires et peuvent être induits en culture in vitro. 

Le stade adulte doit se produire pour compléter le cycle biologique (Speijer et al., 2015).  
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6. Mise en perspective : caractérisation des protistes ciliés 

Les ciliés sont répartis en deux sous-classes basées sur des critères morphologiques et 

génétiques. Les Postciliodesmatophora possèdent un complexe de microtubules reliés entre 

eux par des bras (postciliodesmata) permettant la contraction de la cellule, tandis que chez les 

Intramacronucleata, la division du macronoyau se fait grâce à des microtubules 

intramacronucléaires (Lynn, 2017). Les ciliés sont sans doute l'un des groupes de protistes les 

plus faciles à identifier d’un point de vue morphologique (Figure 7). Ils sont facilement 

reconnaissables grâce à la présence de files ou de rangées de cils, appelées cinéties, sur la 

surface cellulaire (Lynn, 2017). La plupart des protistes ciliés ont aussi un cytostome qui est 

l’équivalent de la bouche chez les métazoaires autour duquel sont disposés des cils oraux 

(Lynn, 2017). Les ciliés possèdent également deux noyaux (dimorphisme nucléaire) : le 

macronoyau relativement plus grand est physiologiquement actif ; il est considéré comme 

étant ampliploïde, c'est-à-dire qu'il contient de nombreuses copies amplifiées du génome du 

cilié (Lynn, 2008). Le micronoyau diploïde, relativement plus petit, sert de noyau germinal. 

Les ciliés ont généralement un macronoyau et de un à plusieurs micronoyaux. Le 

macronoyau contrôle les fonctions métaboliques et le développement de la cellule, 

synthétisant activement l'ARNm et l'ARNr, tandis que les micronoyaux, dépositaires de 

l'ADN génomique, sont impliqués dans la recombinaison génétique et la reproduction sexuée 

(Lynn, 2017). Ces caractéristiques générales ne se trouvent ensemble dans aucun autre 

groupe de protistes et d’eucaryotes. Il y a plus de 1100 genres de ciliés et plus de 8000 

espèces incluses dans ces genres (Lynn, 2008), bien que certains prétendent que cette 

diversité peut représenter seulement 10% de la diversité réelle des espèces (Foissner, 2008). 

Les ciliés comprennent certains des plus grands organismes unicellulaires libres (le Stentor 

peut atteindre 2 millimètres de longueur) et comprennent une grande variété de formes. En 

dehors des noyaux, un cilié contient plusieurs vacuoles qui peuvent renfermer des aliments, 

des déchets ou diverses structures. Les vacuoles digestives se forment à l'extrémité du 

cytopharynx lorsque les particules alimentaires sont ingérées, puis circulent dans la cellule. 

Les déchets qui restent dans ces vacuoles sont évacués par un point particulier de la 

membrane cellulaire connu sous le nom de cytoprocte (Lynn, 2017). Les ciliés possèdent 

également un système d’osmorégulation de la cellule grâce aux vacuoles contractiles qui 

peuvent prendre différentes formes en fonction des espèces. Dans certains cas, on retrouve 

une seule vacuole contractile, et dans d’autres, il peut y en avoir plusieurs. La forme, le 
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nombre et la disposition des vacuoles contractiles sont des critères d’identification qui 

permettent de distinguer différents groupes de ciliés.  

 
Figure 7. Structure générale d’une paramécie, l’une des espèces de protistes ciliés les plus connus (modifié d’après Dragesco, 
1980). La surface de la cellule est recouverte de cils somatiques tandis que les cils caudaux se trouvent sur l’une des extrémités du 
cilié. Les cils sont les principaux appareils locomoteurs de la cellule et peuvent servir aussi à l’alimentation. Lors de l’ingestion, les 
aliments passent à travers le cytostome qui constitue la bouche du cilié, puis par le cytopharynx, avant d’être finalement enfermés 
dans des vacuoles digestives. Les aliments sont par la suite digérés dans les vacuoles digestives, qui circulent à l’intérieur du 
cytoplasme (flèches noires). On retrouve également un macronoyau et un ou plusieurs micronoyaux, ainsi que des vacuoles 
contractiles en forme d’étoiles à l’intérieur du cytoplasme. Les vacuoles contractiles présentent un emplacement fixe et une activité 
rythmique : elles se remplissent d’eau puis la déversent à l’extérieur par un pore. Parfois des canaux collecteurs entourent les 
vacuoles contractiles afin de puiser l’eau dans le cytoplasme environnant. La vacuole contractile est avant tout une pompe 
osmotique mais il n’est pas impossible qu’elle puisse aussi jouer un rôle excréteur. On observe également des corps de Golgi (ou 
dictyosomes), des lysosomes (appareil de protéolyse), des vacuoles lipidiques, des grains de glycogène, des concrétions calcaires, et 
divers cristaux. Diverses structures membranaires appelées extrusomes peuvent être également présentes à la surface de la cellule. 
Ces corps extrusifs sont de divers types tels que: les trichocystes, les haptocystes, les toxicystes et les mucocystes. 

La cellule est protégée par une pellicule, ou cortex, séparée du cytoplasme de la cellule 

par une couche de microfilaments (Figure 8). La membrane cellulaire, encore appelée 

plasmalemme (Lynn, 2008) délimite la cellule et repose sur des sacs liés à la membrane, 

appelés alvéoles, auxquels est associée une famille de protéines corticales, les alvéolines 

(Lynn, 2017). Les alvéoles à leur tour sont sous-tendues par une couche fibreuse d'épaisseur 

variable appelée épiplasme, dont les protéines constitutives, les épiplasmines, forment un 
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réseau squelettique complexe (Lynn, 2017). La membrane plasmique, les alvéoles et 

l'épiplasme forment la pellicule du cortex. Une variété d'autres organites se trouve dans le 

cortex ou lié à celui-ci. La majorité des mitochondries à crêtes tubulaires se trouvent dans les 

crêtes corticales entre les cinéties, où elles sont ancrées en position par des connexions aux 

microtubules corticaux et à l'épiplasme. Certains protistes ciliés possèdent également des 

organites liés au cortex, appelés extrusomes, qui aident à la capture des proies, à la 

construction de la paroi des cystes ou à d’autres fonctions encore inconnues (Lynn, 2008 ; 

2017). Le type et la distribution des extrusomes, la présence de stolon, de lorica ou d'autres 

structures d'attache, et types de structures d'enkystement peuvent également servir à 

l’identification des différents groupes de ciliés (Lynn, 2008). Tous les cils sont issus des 

cinétosomes ou granules basaux ; ils ne sont pas isolés mais réunis les uns aux autres par le 

cinétodesme (ensemble fibrillaire à orientation antéro-postérieure) (Dragesco, 1980). Les cils 

sont habituellement disposés en rangées, appelés cineties, sur la pellicule, mais ils peuvent 

fusionner près du cytostome (bouche) de certaines espèces pour former des membranelles ou 

des membranes adorales (Dragesco, 1980 ; Lynn, 2017). Ailleurs sur la pellicule, les cils 

peuvent former des touffes appelées cirri. Le cortex (1-2 µm extérieurs de la cellule) peut être 

divisé en deux régions principales : la région somatique et la région orale (Figure 8). La 

région somatique, composée d'un système de support « squelettique » joue un rôle dans la 

locomotion, la détection de l'environnement, la fixation aux surfaces et la sécrétion de 

revêtements protecteurs. La région orale permet la détection, l'acquisition et l'ingestion de 

nutriments (Lynn, 2017). Chaque région est formée par une structure complexe de 

cinétosomes, de microfilaments, de microtubules et d'autres fibres qui sont collectivement 

connus sous le nom d'infraciliature. Les infraciliatures somatiques et orales sont 

caractéristiques de divers groupes de ciliés (Lynn et Small, 2002 ; Lynn, 2008). L’argyrome 

ou « Silverline system » est un réseau superficiel, colorable par imprégnation argentique, 

dont la signification exacte reste controversée, mais dont la disposition présente une valeur 

taxonomique (Dragesco, 1980). 
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Figure 8. Schéma général de la surface ventrale d'un cilié (modifié d’après Lynn, 2017). Le cortex est formé d’une pellicule de 
sacs alvéolaires, de mitochondries et d’un ensemble de microtubules, de fibres et de filaments. Le cortex d'un cilié peut être divisé 
en régions somatiques et orales. Les cils locomoteurs de la région somatique sont alignés sur la pellicule en files appelées cinéties. 
Ces cils peuvent être seuls ou réunis par paires (issus de deux cinétosomes). Souvent, un cil caudal plus long est porté 
postérieurement. La région orale peut être bordée par une ciliature périorale qui provient de la spécialisation de certaines cinéties 
somatiques. Dans cet exemple, il y a deux cinéties parorales à droite du cytostome et trois membranelles adorales à gauche du 
cytostome. Les cils de ces complexes n'ont pas été illustrés. Les aliments sont ingérés par le cytostome et les déchets sont évacués 
par le cytoprocte. 

Généralement, les ciliés se reproduisent asexuellement par fission binaire transverse, 

également appelée fission homothétogène (Lynn, 2008 ; 2017) : les micronoyaux subissent la 

mitose, alors que dans la plupart des ciliés, le macronoyau se sépare simplement en deux 

(Figure 9). La division nucléaire est fermée, les membranes nucléaires des macro et des 

micronoyaux restent intactes tandis que l'appareil mitotique sépare l'ADN. Cependant chez 

les ciliés Hétérotriches qui sont caractérisés par des cils de tailles différentes, la plupart des 

microtubules mitotiques sont externes à la membrane macronucléaire. Cette caractéristique 

sert de critère d’identification pour cette classe. Le plan de fission se produit sur l'axe 
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longitudinal des cinéties et du corps. Dans de nombreux taxons, la fission binaire peut être 

modifiée de sorte qu'une division inégale se produise. Les ciliés se reproduisent également 

sexuellement (Figure 9), grâce à un processus connu sous le nom de conjugaison (Speijer et 

al., 2015). La conjugaison est souvent induite par le manque de nourriture (Lynn, 2017). 

Deux ciliés de types d'accouplement opposés se rapprochent et forment un pont 

cytoplasmique entre les deux cellules ; les micronoyaux se divisent par méiose, les 

macronoyaux se désintègrent et les cellules conjuguées échangent des micronoyaux haploïdes 

sur la connexion cytoplasmique (Corliss, 2002 ; Lynn et Small, 2002 ; Lynn, 2008). Ils se 

séparent ensuite, forment de nouveaux macronoyaux à partir de leurs micronoyaux et se 

divisent. Un nouvel organisme est ainsi créé à partir du matériel génétique combiné des 

parents. Après la conjugaison, chaque partenaire cilié a acquis un nouveau matériel génétique 

et se divise pour donner naissance à une progéniture avec une nouvelle combinaison de gènes 

(Lynn et Small, 2002). Ceci est essentiel à la survie des lignées de ciliés, la plupart des ciliés 

ne peuvent pas se reproduire indéfiniment par fission asexuée et finissent par mourir si la 

conjugaison est interdite.  

 
Figure 9. Schéma général du cycle de vie d'un cilié (modifié d’après Lynn, 2017). En présence de nutriments, les cellules se 
développent et se reproduisent par fission binaire pour augmenter la taille de la population. Quand la nourriture devient limitée, 
la famine initie le processus de reproduction sexuelle chez de nombreuses espèces. Les ciliés entrent en conjugaison lorsqu'ils 
rencontrent des types d'accouplement complémentaires. Si aucun partenaire d'accouplement n'est disponible, l'autogamie 
(autofécondation) peut se produire. Si les éléments nutritifs ne sont pas disponibles avant ou après la conjugaison ou l'autogamie, 
de nombreuses espèces s'enkystent en sécrétant un mur protecteur sur elles-mêmes. Les kystes au repos peuvent ou non résister à 
la dessiccation et persister durant des mois ou des années en attendant que les conditions redeviennent appropriées au 
développement de la cellule.  
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C. Rôles et fonctions écologiques des protistes 

1. Rôles des protistes dans la boucle microbienne et dans 

le réseau trophique marin 

À la base du réseau trophique marin se trouve un réseau microbien constitué de micro-

algues unicellulaires, d’archées, de bactéries, de protozoaires et de virus, connu sous le nom 

de boucle microbienne (Azam et al., 1983 ; Pomeroy, 2007). La boucle microbienne est le 

siège de processus de transformation constants entre les formes organiques, inorganiques, 

particulaires et dissoutes de la matière (Figure 10). La matière organique dissoute (MOD) et 

la matière organique particulaire (MOP) jouent un rôle primordial dans le réseau trophique 

microbien. Elles constituent les supports nutritifs pour le développement du réseau microbien 

et proviennent, en partie, de l’exsudation phytoplanctonique et de l’activité de broutage par le 

zooplancton. La MOD est une source de substrat nécessaire pour la production bactérienne. 

Les bactéries et les algues unicellulaires servent de sources de nourriture aux protistes 

hétérotrophes qui serviront eux-mêmes de proies aux organismes du zooplancton, permettant 

ainsi le transfert de la biomasse microbienne au niveau trophique supérieur (Sherr et Sherr, 

2002). Les protistes ont une répartition très large, on retrouve les mêmes espèces occupant 

des habitats ou des niches similaires dans le monde entier. Tous les modes de nutrition 

(phototrophie, hétérotrophie, mixotrophie, osmotrophie) sont représentés et il existe un 

chevauchement considérable entre ces différents modes de nutrition (Corliss, 2002). Dans 

écosystèmes marins, la majorité des protistes appartiennent soit au phytoplancton autotrophe, 

qui utilise la photosynthèse pour fixer le CO2 et produire de l’oxygène, soit au micro-

zooplancton hétérotrophe qui phagocyte des bactéries, du phytoplancton et des particules 

minérales et/ou organiques en suspension (Fasham et al., 1990 ; Baretta et al., 1995). 

Certains de ces protistes hétérotrophes sont également capables d’effectuer la photosynthèse, 

ce sont des mixotrophes. Il est clair que le rôle des protistes dans la régulation des 

écosystèmes provient de leur diversité tant dans leurs modes d’alimentation, que leurs tailles, 

leurs formes ou encore leur répartition (Corliss, 2002).  

Les protistes photosynthétiques et notamment les algues unicellulaires possèdent des 

pigments chlorophylliens à l’intérieur de leurs plastes. Avec les cyanobactéries et les algues, 

les protistes sont à l’origine d’environ 40 % de la photosynthèse globale (fixation du carbone 

et production d’oxygène) sur Terre et près de 100 % de la production primaire des systèmes 
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marins (Andersen, 1998). Les protistes hétérotrophes, particulièrement représentés par les 

flagellés et les ciliés, sont les consommateurs les plus importants de bactéries dans les 

écosystèmes aquatiques et terrestres et jouent donc des fonctions majeures dans le cycle du 

carbone organique et des nutriments (Foissner, 1987 ; Finlay et al., 1998 ; Wetzel, 2001a). 

Les ciliés sont les phagotrophes les plus abondants de la biosphère (Finlay et al., 1998). Ils 

consomment non seulement des populations bactériennes mais aussi des micro-algues et 

d’autres protistes. Certains consomment même des détritus particulaires, comme les matières 

fécales de métazoaires (Silver et al., 1984 ; Corliss, 2002). Les flagellés, généralement plus 

petits mais beaucoup plus abondants que les ciliés et souvent mixotrophes, occupent à la fois 

des niches planctoniques et benthiques et se nourrissent d’autres micro-organismes tout en 

fixant le carbone par photosynthèse. La consommation du phytoplancton et des bactéries par 

les protistes phagotrophes produit des déchets sous forme de matières organiques dissoutes et 

particulaires, et de nutriments inorganiques dissous comme le fer, l'ammonium et le 

phosphate (Sherr et Sherr, 2002). Ces déchets vont servir par la suite de substrats pour la 

croissance de la génération suivante de bactéries et d’algues unicellulaires (Sherr et Sherr, 

2002). Les flagellés et les ciliés (moins souvent les amibes) sont donc à la fois les principaux 

décomposeurs et les médiateurs du recyclage des éléments nutritifs dans les écosystèmes 

(Wetzel, 2001a ; 2001b ; Corliss, 2002).  
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Figure 10. Schéma simplifié de la chaine trophique marine classique associée à la boucle microbienne (modifié d’après Sherr et 
Sherr, 2008). La boucle microbienne permet à travers les bactéries hétérotrophes de reminéraliser la matière organique dissoute. 
Ces bactéries vont servir de source de nourriture pour les protistes hétérotrophes et mixotrophes représentés par les ciliés et les 
flagéllés. Les ciliés consomment aussi bien des bactéries, que des algues unicellulaires ou encore des flagellés. Ils seront eux-mêmes 
ingérés par d’autres organismes du zooplancton qui serviront ensuite de nourriture pour les maillons trophiques supérieurs 
(poissons, mammifères, oiseaux, etc…). Les déchets produits par les protistes hétérotrophes serviront ensuite de substrat pour la 
croissance des bactéries et des algues unicellulaires. De cette façon, certains nutriments comme l’azote, et le phosphore sont 
également transférés aux niveaux trophiques supérieurs. 

En plus d’être activement impliqués dans les réseaux trophiques marins, les protistes 

affectent la santé et même la survie d'une multiplicité d'organismes comprenant, en fin de 

compte, les mammifères carnivores et herbivores (y compris les humains) au sommet de la 

chaîne alimentaire (Corliss, 2002). Outre les écosystèmes marins et lacustres, de nombreux 

systèmes bénéficient également d’un contrôle des populations bactériennes par les protistes, 

tels que les centres de traitement et d’évacuation des eaux usées, les systèmes aquacoles et les 

sols dans le monde entier (Foissner, 1994 ; Sherr et Sherr, 1994 ; Foissner et Berger, 1996 ; 

Andersen, 1998 ; Sherr et Sherr, 2002). Les rhizopodes, foraminifères et amibes à thèques 

sont également impliqués dans les cycles biogéochimiques des écosystèmes terrestres, 

lacustres et marins (Foissner, 1987 ; Ardnt, 1993 ; Ekelund et Rønn, 1994 ; Finlay et al., 

2001 ; Smith et Coupe, 2002 ; Anderson, 2005), mais souvent de façon moins bien comprise 

que les ciliés et les flagellés. Certains protistes sont des espèces invasives causant souvent 

une perte significative de biodiversité parmi les organismes indigènes présents dans 
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l’environnement (Corliss, 2002). Les protistes sont également importants d’un point de vue 

économique. Leurs implications dans l’alimentation et dans les produits industriels et 

médicaux sont nombreuses. En aquaculture, les poissons et les crustacés sont régulièrement 

nourris par du phytoplancton. Dans l'industrie, les diatomites, des roches provenant de la 

fossilisation des diatomées, sont les bases abrasives de nombreux composés de lavage et de 

nettoyage, y compris le dentifrice (Lembi et Waaland, 1988 ; Andersen, 1996 ; 1998). La 

craie pour tableau est également composée principalement de minuscules coquilles de 

foraminifères, extraites directement des dépôts naturels. 

2. Les associations symbiotiques chez les protistes : 

mutualisme, commensalisme, parasitisme 

Il existe des espèces de protistes symbiotiques (bénignes ou pathogènes) chez 

quasiment tous les phyla. Certaines espèces de protistes sont des parasites, on en retrouve 

chez les différentes classes d'invertébrés, de vertébrés et même chez les plantes. Ces espèces 

pathogènes provoquent des pertes significatives de rendement dans les fermes d’élevage 

d’animaux, les exploitations agricoles ou encore les fermes aquacoles (Corliss, 2002). En 

plus des protistes parasites, certaines espèces de protistes commensaux dont principalement 

des ciliés anaérobies, sont également connues pour habiter le tractus intestinal des animaux 

comme les insectes, les amphibiens et les ruminants (Germond et Nakajima, 2016). Les 

ruminants en particulier possèdent des symbiotes archées, bactériens et protozoaires 

obligatoires parmi lesquels les ciliés anaérobies représentent environ 40 % de la biomasse 

totale du rumen (Germond et Nakajima, 2016). Dans le tractus intestinal, les ciliés ingèrent 

des bactéries et des fragments de petites plantes. Ils digèrent l'amidon et les protéines dans 

leurs vacuoles alimentaires et libèrent des acides gras volatils, de l'ammoniac, de l'hydrogène, 

des acides aminés et des sucres (Germond et Nakajima, 2016). En retour, ces produits 

chimiques peuvent être bénéfiques pour divers types de bactéries hétérotrophes 

extracellulaires (bactéries fixant l'azote ou dégradant la cellulose) et archées méthanogènes 

(Germond et Nakajima, 2016). C’est notamment le cas chez les ciliés anaérobies Dasytricha 

ruminantium et Entodinium spp. vivant dans le rumen des mouton qui peuvent développer 

des associations endosymbiotiques avec des archées méthanogènes (Finlay et al., 1994). Les 

algues photosynthétiques symbiotiques sont également très répandues chez d’autres 

organismes. Elles peuvent être associées à d’autres protistes (Esteban et al., 2010 ; Nowack et 
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Melkonian, 2010), ainsi qu’à divers groupes d'animaux invertébrés appartenant aux 

Cnidaires. 

Par ailleurs, certains protistes peuvent eux-mêmes abriter des ecto- ou des endo-

symbiotes, des virus, des bactéries et/ou d'autres protistes, voire des micro-métazoaires 

(Corliss, 2002). Parmi les relations les plus fascinantes que l’on peut trouver, on peut citer 

celles des symbioses chimiosynthétiques qui permettent à des organismes invertébrés et à 

certains protistes ciliés associés à des bactéries chimioautotrophes de vivre dans des 

conditions toxiques pour la majorité des autres organismes (Dubilier et al., 2008). Le terme 

« symbiose » a été introduit à la fin des années 1870 par Anton de Bary et Bernard Frank lors 

de leurs travaux respectifs portant sur les lichens (De Bary, 1879) et les mycorhizes (Frank, 

1885). Du grec, sym « avec » et biosis « vivant », la symbiose est définie comme une 

association à long terme entre deux ou plusieurs organismes d'espèces différentes qui est 

intégrée au niveau comportemental, métabolique et/ou génétique (Moya et al., 2008). Les 

associations symbiotiques sont connues pour avoir joué un rôle important dans le processus 

évolutif des organismes (Margulis et Fester, 1991 ; Rosati, 2004). Selon le niveau de 

dépendance vis-à-vis de l'hôte, la symbiose peut être obligatoire ou facultative (Moya et al., 

2008). Le concept de symbiose ainsi défini par de Bary et Frank ne distingue pas les 

interactions bénéfiques (mutualisme) ou au contraires néfastes (parasitisme) que peuvent 

générer ce genre d’association (Cavanaugh et al., 2006). Ainsi le terme « symbiose » sera 

utilisé dans ce document au sens « mutualiste » du terme. C’est-à- dire une association ou 

chacun des protagonistes tire un bénéfice à coexister l’un avec l’autre. Le mutualisme, le 

parasitisme ou encore le commensalisme sont basés sur la notion de valeur sélective ou de 

« fitness » en anglais. La valeur sélective se décrit comme étant le succès ou la chance qu’a 

un organisme de se reproduire et que ses descendants atteignent eux-même la maturité 

sexuelle. Ces interactions entre organismes vont avoir un impact positif ou négatif sur ce 

succès reproductif et c’est sur cette base que sont décrits ces termes (Mushegian et Ebert, 

2016 ; Duperron, 2017). De ce fait, le parasitisme est une association où l’un des partenaires 

(généralement le symbiote) augmente sa fitness au détriment de celle de son hôte (Moya et 

al., 2008). Le commensalisme est lui décrit comme un type d’association où le symbiote 

augmente sa fitness sans affecter celle de son hôte. En réalité, les frontières entre toutes ces 

interactions sont souvent minces, ce qui permet un continuum entre ces différentes 

associations (Figure 11). Les associations symbiotiques peuvent également évoluer dans le 

temps et générer des variations morphologiques, physiologiques et/ou génétiques chez les 
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partenaires en fonction de l’implication de chacun dans l’association. Les associations 

symbiotiques sont donc à ce titre un moteur pour de nombreux processus évolutifs 

intervenant chez divers phyla d’organismes (Margulis et Fester, 1991 ; Rosati, 2004). 

 
Figure 11. Schéma représentant les relations interspécifiques pouvant avoir lieu entre deux espèces en fonction de leurs impacts 
respectifs sur leur partenaire (Duperron, 2017). La compétition entre deux espèces tend à diminuer la valeur sélective des deux 
partenaires tandis que l’amensalisme se traduit par une diminution de la valeur sélective de l’un des partenaires alors que ses 
impacts sont neutres pour l’autre (exemple : le piétinement d’un herbier de phanérogames par les hommes). 

Au sein de la symbiose, le partenaire le plus grand est appelé hôte, et le plus petit 

symbiote (Smith et Douglas, 1987). En dehors de l’association symbiotique, l’hôte sans 

symbiote est dit « aposymbiotique » et le symbiote non associé à son hôte est dit « sous 

forme libre ». De plus, on distingue deux types de symbioses en fonction de la localisation du 

symbiote chez son hôte : l’ectosymbiose et l’endosymbiose (Figure 12).  

§ L’ectosymbiose  

On parle d’ectosymbiose lorsque le symbiote vit sur la surface du corps de l'hôte, y 

compris les surfaces internes tels que la paroi du tube digestif et les canaux des glandes 

(Moya et al., 2008). L’ectosymbiose peut être considérée comme un outil adaptatif utilisé par 

un grand nombre d’organismes afin de lutter contre les contraintes environnementales 

(Rosati, 2004). Ainsi chez les protistes ciliés Zoothamnium niveum et Kentrophoros sp., et les 

nématodes de la sous famille des Stilbonematinae (Ott et al., 2004a), les ectosymbiotes 

bactériens constituent la principale source de nourriture de l’hôte et jouent un rôle important 

dans la détoxification du milieu (Ott et al., 2004a ; Rosati, 2004). Dans le cas d’Euplotidium 

sp., les ectosymbiotes (ou epixenosomes) appartenant aux Verrumicrobia, permettent à leur 

hôte de se défendre, en projetant une sorte de filament (ou tubule) terminé par un harpon sur 

ses prédateurs. De plus les epixenosomes modifient la surface de la cellule, le rendant plus 

difficilement identifiable (Rosati et al., 1999 ; Petroni et al., 2000). 
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Figure 12. Localisation des symbiotes (gris foncé) par rapport à leur hôte (gris clair) (Duperron, 2017). Dans le cas de 
l’ectosymbiose, les symbiotes occupent les surfaces externes de l’organisme. Dans le cas de l’endosymbiose, les symbiotes se 
trouvent à l’intérieur de l’hôte. Ils peuvent résider à l’extérieur de ses cellules (endosymbiose extracellulaire) ou bien à l’intérieur 
du cytoplasme des cellules de l’hôte (endosymbiose intracellulaire).  

§ L’endosymbiose 

On parle d’endosymbiose (ou d’endocytobiose) lorsqu’un symbiote vit à l’intérieur 

d’une cellule hôte, il s’agit de la forme la plus intime d’association entre deux partenaires 

(Nowack et Melkonian, 2010). Lorsque l’hôte est un eucaryote, le symbiote peut se trouver 

libre dans le cytoplasme, à l’intérieur de vacuoles ou encore associé à certains organites 

(Nowack et Melkonian, 2010). Les symbioses intracellulaires sont différenciées en fonction 

de l’interdépendance respective de l’hôte et du symbiote, et de la durée de l’association. On 

parle alors d’endosymbiote primaire obligatoire, quand l’histoire évolutive entre les 

partenaires est longue, et d’endosymbiote secondaire facultatif, quand l’association semble 

être plus récente et que le symbiote conserve sa capacité à recouvrer une forme libre (Moya 

et al., 2008). Dans certains cas, l’endosymbiote secondaire peut devenir un endosymbiote 

primaire et si une symbiose obligatoire est déjà établie avec un autre partenaire, un 

consortium peut alors s’installer (Moya et al., 2008). Il existe des associations symbiotiques 

entre plusieurs phyla de procaryotes et d’eucaryotes (Figure 13). 
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Figure 13. Distribution phylogénétique des symbioses entre Eucaryotes et Procaryotes. Les différentes classes de bactéries et 
d’archées sont représentées respectivement par des lettres lorsqu’il existe des associations avec des hôtes eucaryotes (modifiés 
d'après Moya et al., 2008). 

Pour conclure ce chapitre, les protistes regroupent donc les différents organismes 

unicellulaires eucaryotes à la base des différents écosystèmes marins. Grâce à leurs différents 

modes de vie et d’alimentation, ils jouent un rôle essentiel dans la chaine alimentaire marine 

en permettant notamment le transfert de matière organique vers les niveaux trophiques 

supérieurs (Sherr et Sherr, 2002 ; Capriulo et al., 2013). Il est également admis aujourd’hui 

que les protistes sont paraphylétiques et donc descendent de plusieurs lignées qui ne 

possèdent pas d’ancêtre commun (Burki et al., 2014). Cependant, ils partagent des caractères 

morphologiques ou génétiques aussi bien avec les animaux, que les plantes, ou encore les 

champignons. Ceci peut expliquer les difficultés qu’ont eu les scientifiques à classer ces 

organismes durant des dizaines d’années. Il semblerait même que les protistes soient la clé de 

voute pour comprendre l’évolution entre les Procaryotes et les Eucaryotes. En effet, les 

protistes regroupent certains des organismes cellulaires les plus primitifs et il est fort 

probable que ces organismes descendent de l’ancêtre direct des eucaryotes (Burki et al., 

2014). Par exemple, il est admis que l’origine des eucaryotes est définie entre autres par 
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l’apparition des mitochondries dans une cellule précurseuse (López-garcía et Moreira, 2015). 

Certaines espèces de protistes, comme les Jakobidés, apportent des renseignements 

intéressants. Il est admis par l'ensemble de la communauté scientifique que la mitochondrie 

dérive de l'endosymbiose d'une bactérie de la classe des α-protéobactéries dans une cellule 

primitive (Gray et al., 2004 ; Burger et al., 2013). L'argument central en faveur de cette 

hypothèse est que la mitochondrie possède son propre système génétique, c'est-à-dire qu’elle 

fonctionne comme une bactérie très simplifiée (Silar, 2016). Certaines espèces, tels que 

Reclinomonas americana ou Andalucia godoyi possèdent des génomes mitochondriaux 

codant pour une centaine de gènes, ce qui est le plus grand nombre observé pour des génomes 

mitochondriaux (Burger et al., 2013). De ce fait, tous les gènes mitochondriaux présents chez 

les autres eucaryotes se retrouvent dans les génomes mitochondriaux des Jakobidés (Burger 

et al., 2013 ; Silar, 2016). On y retrouve également certains gènes bactériens comme celui 

codant pour le système bactérien secY d’exportation des protéines et quatre gènes qui codent 

pour une ARN polymérase de type bactérien (Burger et al., 2013 ; Silar, 2016).  

Chapitre 2. Relation symbiotique entre protistes 

ciliés et bactéries : une stratégie écologique ? 

La plupart des études sur les symbioses se concentrent majoritairement sur les 

interactions endosymbiotiques (Dziallas et al., 2012). Pourtant d’après Rosati (2004), la 

première étape du développement évolutif des eucaryotes a pu être la formation de consortia 

avec des ectosymbiotes offrant une protection ou une adaptation aux contraintes 

environnementales et physiologiques. Même si les endosymbioses accélèrent 

considérablement les changements évolutifs des génomes des partenaires symbiotiques 

(Margulis et Fester, 1991 ; Rosati, 2004), l'établissement d'interactions symbiotiques semble 

plutôt être lié à l’intérêt suscité par les capacités métaboliques spécifiques des symbiotes 

(Hoffmeister et Martin, 2003 ; Nowack et Melkonian, 2010). Dans les milieux eutrophes et 

stables, il semblerait que la présence d’endosymbiotes bactériens chez les ciliés relève plus 

du parasitisme que d’une véritable relation mutualiste (Nowack et Melkonian, 2010 ; Dziallas 

et al., 2012). En effet, dans ce genre d’écosystème les protistes ciliés ont tendance à abriter 

préférentiellement des eucaryotes phototrophes unicellulaires ou possèdent des plastes 

photosynthétiques fonctionnels obtenus par kleptoplastie (Nowack et Melkonian, 2010 ; 

Dziallas et al., 2012). L'incorporation de procaryotes dans des relations symbiotiques est 
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supposée être un processus sélectif, mais certains ciliés vivant dans ces milieux eutrophiques 

(par exemple, Uronema sp.) n’ont pas de préférence alimentaire, ils sont « non sélectifs » 

(Alonso et al., 2000). Le choix de leur symbiote dans ce cas ne peut pas s’inscrire dans un 

processus évolutif dirigé. Cependant des avantages subsistent pour les symbiotes, ils sont 

protégés contre les prédateurs bactériophages à l’intérieur de leur hôte, ce qui entraîne 

probablement des taux de mortalité inférieurs à ceux des mêmes bactéries libres dans 

l’environnement (Dziallas et al., 2012). L’hôte subvient également aux besoins nutritionnels 

du symbiote et lui assure des conditions de développement stables et dépourvues de 

compétition (Dziallas et al., 2012). 

Dans les écosystèmes oligotrophiques (pauvre en nutriments) et les écosystèmes 

extrêmes où les conditions physico-chimiques (températures, pH, pression, oxygène, 

présence de composés minéraux en forte concentration) sont hostiles à la survie de la 

majorité des autres organismes, les ciliés peuvent être associés à des bactéries 

chimiosynthétiques qu’ils utilisent comme source de nourriture et qui leurs assurent la 

détoxification du milieu (Ott et al., 2004a). Dans ces milieux, les interactions symbiotiques se 

forment donc probablement lorsque le déficit nutritif menace la reproduction et la survie de 

l’un des partenaires potentiels (Dziallas et al., 2012). Le style de vie de l’hôte adapté à 

l’environnement permet généralement d’assurer tous les besoins nécessaires au métabolisme 

de son symbiote, en plus de lui assurer une niche écologique dépourvue de prédation. Par 

exemple, le battement des cils et la contraction du stolon chez les ciliés péritriches permettent 

de fournir à la fois l’oxygène et les sulfures nécessaires à leurs bactéries ectosymbiotiques. 

Dans le cas de Kentrophoros sp., celui-ci se déplace à l’intérieur des sédiments réduits 

anoxiques, il est capable de migrer verticalement et peut donc évoluer de part et d’autre de 

l’interface anoxique/oxique des sédiments (chemocline), fournissant ainsi à ces 

ectosymbiotes l’accès à l’oxygène et aux sulfures. À ce jour, plus de 250 espèces de ciliés ont 

été décrites en association symbiotique avec des bactéries (Fokin, 2012), ce qui en fait l’un 

des groupes les plus intéressants pour l’étude des interactions symbiotiques chez les protistes. 

Pour mieux comprendre de telles interactions, une connaissance plus approfondie de la 

véritable diversité des ciliés porteurs de symbiotes pro- et eucaryotes est nécessaire, d'autant 

plus que la majorité des ciliés aquatiques peuvent héberger des micro-organismes 

symbiotiques (Fenchel et al., 1977 ; Fenchel et Finlay, 1991a ; Finlay et al., 1996 ; Dziallas 

et al., 2012). De plus, la diversité des ciliés peut être égale ou même dépassée celle des 

symbiotes car les protistes ciliés peuvent s’associer à plusieurs espèces de bactéries et même 
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plusieurs symbiotes (Finlay et al., 1996). En plus des bactéries ectosymbiotiques présentes à 

la surface des ciliés, certaines bactéries s'associent aux organites du cytoplasme, au système 

endomembranaire ou aux éléments du cytosquelette (Schweikert, 2013) (Figure 14). Des 

symbiotes bactériens ont également été trouvés dans les micro- et macro-noyaux (Preer, 1969 

; Preer et Preer, 1984), dans l’espace périnucléaire et dans le réticulum endoplasmique (Fokin 

et Karpov, 1995) de certains protistes, principalement des ciliés. 

 
Figure 14. Distribution des symbiotes bactériens chez les ciliés (modifié d’après Schweikert, 2013) : (1) à l'intérieur des vacuoles 
alimentaires, (2) à l’intérieur de vacuoles symbiotiques, (3) à l'intérieur de la lumière du réticulum endoplasmique rugueux, (4) à 
l'intérieur des mitochondries, (5) associés aux mitochondries, (6) dans le cytoplasme, (7) dans la lumière de l'enveloppe nucléaire, 
(8) à l'intérieur du macronoyau, (9) associé aux structures du cortex cellulaire, (10) à l'intérieur du micronoyau, et (11) fixés à la 
surface du cilié. Le cytostome est l’appareil buccal du cilié et le seul site de phagocytose. La ligne verte externe représente le 
cytosquelette et la ligne interne représente les éléments fibrillaires (par exemple : les myonèmes). 

Les ciliés et d’autres protistes connus comme les amibes et les flagellés hétérotrophes 

ingèrent tous des proies, le plus souvent des procaryotes (bactéries, archées), des algues ou 

d'autres protistes. Les protistes phagotrophes peuvent ingérer différents types de proies, mais 

ils ont tendance à présenter une sélectivité pour certains aliments (Montagnes et al., 2008). 

Cette sélectivité est basée sur des critères comme la libération de signaux chimiques dissous 

par la proie, sa motilité, sa composition biochimique ou la stœchiométrie des nutriments, les 

caractéristiques de la surface cellulaire et enfin sa taille (Montagnes et al., 2008). La taille 

des proies est la plus fondamentale de ces caractéristiques et influence clairement l'ingestion 

et la sélection (Montagnes et al., 2008). De plus, la population de chaque proie potentielle 
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doit présenter une densité suffisante pour l’alimentation du prédateur. Une méthode est alors 

efficace pour assurer aux protistes hétérotrophes une nutrition adéquate : cultiver leur propre 

source de nourriture (Moya et al., 2008). Les symbiotes procaryotes utilisés comme source de 

nourriture peuvent être ecto- ou endosymbiotique chez les protistes. Les modèles les plus 

étudiés à ce jour concernent les ciliés Kentrophoros sp. (Ott et al., 2004a) et Zoothamnium 

niveum (Rinke et al., 2007 ; Bright et al., 2014) qui cultivent leurs bactéries 

chimiosynthétiques sulfo-oxydantes en leurs apportant les substrats nécessaires à leur 

métabolisme et les ingèrent par la suite par phagocytose. Dans les deux cas les bactéries 

ectosymbiotiques ont été décrites comme étant majoritairement présentes à l’intérieur des 

vacuoles digestives (Ott et al., 2004a ; Bright et al., 2014). Par ailleurs, de nombreux 

dinoflagellés et certains ciliés Tintinnides sont également associés à des cyanobactéries 

ectosymbiotiques des genres Synechococcus et Prochlorococus fixatrices d’azote (Foster et 

al., 2006b ; 2006a). Il a été avancé que les cyanobactéries avaient pour rôle de compléter les 

besoins en carbone et en azote de leurs hôtes, cependant, aucune preuve de transfert n’a 

encore été démontrée. Plusieurs symbioses obligatoires existent également entre des 

protéobactéries et les ciliés du genre Euplotes. Les bactéries du genre Devosia associées au 

cilié Euplotes magnicirratus agissent sur le métabolisme du glycogène de leur hôte. En 

absence de leurs symbiotes, les individus ne sont plus capables de digérer leur proies et 

finissent par mourir (Vannini et al., 2003). D’autre part, les endosymbiotes du genre 

Polynucleobacter associées à l’espèce Euplotes aediculatus fournissent les métabolites 

nécessaires pour alimenter la glycogénolyse de leur hôte (Vannini et al., 2007). Ainsi en 

l'absence du symbiote, les processus morphogénétiques nécessitant beaucoup d’énergie ne 

peuvent être pleinement accomplis, ce qui expliquerait pourquoi l'hôte cilié dépend de son 

symbiote (Vannini et al., 2003). Outre le rôle joué dans l’alimentation de leur hôte, de 

nombreuses bactéries hétérotrophes jouent un rôle défensif chez certaines espèces de ciliés. 

Les bactéries ectosymbiotiques du cilié Euplotidium appartenant aux Verrucomicrobia sont 

appelées épixénosomes, elles empêchent l'ingestion du protiste par d'autres ciliés prédateurs 

en projetant des filaments qui ressemblent à des harpons (Rosati et al., 1999). Les espèces 

ciliées de Paramecium associées à des bactéries endosymbiotiques du genre Caedibacter 

produisent des toxines favorisant l'élimination des ciliés qui n'abritent pas le même symbiote 

(Kusch et al., 2002 ; Görtz, 2006). Bien que les symbioses nutritives et défensives impliquent 

des interactions qui améliorent le succès de leurs hôtes dans l'environnement, il existe 

d'autres relations symbiotiques qui permettent à l'hôte de coloniser de nouveaux 

environnements (Cavanaugh et al., 2006). C’est notamment le cas pour les ciliés 
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Zoothamnium niveum, Kentrophoros sp. et Folliculinopsis sp. qui vivent dans des 

environnements qualifiés d’extrêmes où les conditions sont défavorables à la survie de la 

majorité des autres organismes (Ott et al., 2004a ; Kouris et al., 2007). Dans ces différents 

cas, la symbiose peut également être considérée comme une adaptation aux conditions 

environnementales difficiles (Gast et al., 2009).  

A. Les symbiotes bactériens hétérotrophes associés 

aux ciliés 

1. Les endosymbiotes nucléaires du genre Holospora chez 

les paramécies 

Il existe près de 60 endosymbiotes différents décrits pour les espèces du genre 

Paramecium. Ils peuvent être localisés dans les micronoyaux, le macronoyau, l'espace 

périnucléaire et le cytoplasme (Schweikert, 2013). Parmi les symbiotes retrouvés chez les 

paramécies, on distingue les bactéries du genre Holospora qui infectent les micro- et 

macronoyaux de différentes espèces. Le symbiote endonucléaire H. obtusa est le plus proche 

parent connu à ce jour des mitochondries (Görtz et Fokin, 2009 ; Dziallas et al., 2012). Ces 

bactéries peuvent conférer à certaines espèces de Paramecium une résistance aux chocs 

thermiques (Fujishima et al., 2005) et/ou une résistance aux chocs osmotiques (Smurov et 

Fokin, 1999), leur permettant ainsi de coloniser de nouvelles niches écologiques. À cause de 

leur mode d’infection, les bactéries du genre Holospora peuvent être considérées comme de 

véritables parasites. Cependant, ces bactéries n'ont aucun effet sur le taux de croissance de 

l'hôte dans des conditions normales (Görtz et Brigge, 1998 ; Dziallas et al., 2012). En effet, 

bien que la majorité des symbiotes chez les ciliés ne soient pas pathogènes, les bactéries du 

genre Holospora développent des formes infectieuses qui sont libérées dans l’environnement 

pour l’infection de nouveaux hôtes. Plus de 15 endosymbiotes bactériens différents 

appartenant au genre Holospora ou proche de celui-ci ont déjà été décrits à l'intérieur des 

noyaux des paramécies (Görtz et Fokin, 2009). Ces bactéries infectieuses jouent 

probablement un rôle très particulier dans l'augmentation de la diversité des endosymbiotes 

nucléaires. En effet, elles ont la capacité d’introduire d’autres micro-organismes non 

spécifiques dans les noyaux. Par exemple, les bactéries du genre Holospora obtusa pénètrent 

à l’intérieur du macronoyau de leur hôte à l’aide de vésicule de transport, il semblerait que 
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des bactéries alimentaires puissent profiter de ce système pour être co-transportées à 

l’intérieur des noyaux (Fokin et al., 2004). Une telle aptitude a pu jouer un rôle important 

dans les processus évolutifs et peut être considérée comme une source de diversification des 

organismes via des co-évolutions non-dirigées (Fokin et Sera, 2014) (Figure 15).  

 
Figure 15. Les endosymbiotes bactériens de Paramecium : (A) Holospora caryophila colonisant le macronoyau (MA) de P. 

biaurelia et (B) Lyticum flagellatum colonisant le cytoplasme (CY) de P. Tetraurelia (modifié d'après Schweikert, 2013). Echelles : 
10 µm. (C) Observation d’un double signal FISH (sondes eubactériennes universelles et spécifiques d’Holospora) réalisée après 
l’infection expérimentale du macronucléus de P. caudatum avec Holospora obtusa. H. obtusa (jaune) se trouve à l'intérieur du 
macronoyau (MA) ; d’autres bactéries (vert) se trouvent à l'intérieur des vacuoles alimentaires (FV), tandis que de petites 
bactéries alimentaires ont été introduites à l'intérieur du macronoyau (tête de flèche) (Fokin et Sera, 2014). Echelle : 15 µm. 

2. Les particules Kappa ou « bactéries tueuses » 

D’autres symbiotes sont fréquemment présents dans le cytoplasme des protistes ciliés 

du genre Paramecium mais aussi dans celui des individus du genre Euplotes, Parauronema 

(Görtz et Brigge, 1998) et chez Spirostomum ambiguum (Fokin, 2003). Ces bactéries sont 

appelées « particules Kappa » et permettent à leur hôte de tuer les individus aposymbiotiques 

en libérant des toxines produites par les bactéries (Schweikert, 2013). Les individus 

symbiotiques qui libèrent ces toxines sont appelés « tueurs » tandis que les individus 

aposymbiotiques sont dits « sensibles ». Les particules Kappa les plus étudiées appartiennent 

au genre Caedibacter et sont capables de produire plusieurs toxines mortelles 
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(Schrallhammer, 2010). Les toxines sont produites grâce à des structures composées de 

rubans protéiques de 20-30 µm de long enroulés à l'intérieur de la cellule bactérienne (Figure 

16). Lorsque les rubans sont enroulés, ils forment des structures cylindriques creuses 

d’environ 0,4 µm de diamètre appelées corps-R à l’intérieur des bactéries. Il a été montré que 

seuls les symbiotes Caedibacter contenant des corps-R étaient toxiques pour les paramécies 

sensibles (Schweikert, 2013). Ces bactéries peuvent produire différentes toxines avec des 

effets prélétaux caractéristiques. Ces symptômes comprennent la rotation des individus, une 

surproduction de vacuole, la paralysie, la formation de bosses aborales et la lyse rapide de la 

cellule (Schweikert, 2013). Cependant jusqu'à présent, ni les toxines mortelles ni le 

mécanisme par lequel les paramécies infectées par Caedibacter deviennent résistante ont été 

identifiés (Görtz et Brigge, 1998). En effet, en plus de rendre leurs hôtes capables de libérer 

des toxines, les symbiotes confèrent aussi une résistance spécifique aux toxines produites. 

Lorsque le symbiote n’est plus présent chez l’hôte, celui-ci perd à la fois la capacité de libérer 

des toxines et la résistance à la toxine (Sonneborn, 1959). Cependant, lorsqu’un individu 

symbiotique perd ses symbiotes, des plasmides peuvent néanmoins subsister dans le 

cytoplasme et peuvent transformer une bactérie symbiotique « non tueuse » en bactérie 

tueuse (Görtz et Brigge, 1998).  
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Figure 16. Les bactéries tueuses (modifié d'après Schweikert, 2013) : (A) Observation au microscope électronique à transmission 
de section longitudinale et transversale de Caedibacter varicaedens (flèches blanches), un endosymbiote vivant dans le cytoplasme 
(CY) de Paramecium biaurelia. Notez la présence de corps-R (tête de flèche rouge) à l’intérieur des bactéries ainsi que de phages 
réfractiles (têtes de flèches noires). (B) Corps-R isolé de Caedibacter taeniospiralis observé au MET après coloration négative. Le 
corps-R est un ruban protéique enroulé (C) qui peut se dérouler lorsque le pH de la cellule devient plus acide. Echelles : 1µm. 

3. Polynucleobacter necessarius : un symbiote obligatoire 

La bactérie Polynucleobacter necessarius (Figure 17), encore appelée « Omikron », a 

d'abord été décrite comme bactérie endosymbiotique obligatoire présente à l’intérieur du 

cytoplasme du cilié Euplotes aediculatus (Heckmann et Schmidt, 1987). D'autres études ont 

également permis de montrer sa présence chez un groupe monophylétique d'espèces de cilié 

du genre Euplotes d’eau douce et d’eau saumâtre (Heckmann et al., 1983 ; Vannini et al., 

2005). L'association est obligatoire pour les deux partenaires car privés de leurs symbiotes, 

les ciliés ne peuvent plus se diviser et finissent par mourir au bout de deux semaines tandis 

que les bactéries ne peuvent plus survivre ou croître en dehors de leur hôte (Heckmann, 1975 

; Heckmann et al., 1983 ; Vannini et al., 2005 ; 2007 ; 2012). Comme les bactéries sont 

essentielles à la reproduction et à la survie de l'hôte, il est admis que ces bactéries comblent 

certaines fonctions métaboliques perdues par l'ancêtre commun de l'espèce hôte (Heckmann 

et al., 1983). Ces bactéries sont caractérisées par de multiples nucléoïdes, ce sont des 
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bactéries Gram-négatif non-mobiles qui semblent appartenir aux ß-protéobactéries proches 

des Burkholderiaceae (Springer et al., 1996 ; Hahn et al., 2009). Les espèces 

Polynucleobacter necessarius et Candidatus Protistobacter heckmanni sont alternativement 

présentes dans le cytoplasme hôte et peuvent jouer des rôles fonctionnels similaires comme 

symbiotes obligatoires (Heckmann et Schmidt, 1987 ; Vannini et al., 2012 ; 2013). Alors que 

le genre Candidatus Protistobacter n’est constitué que d’espèces symbiotiques, le genre 

Polynucleobacter comprend également des bactéries sous formes libres qui sont strictement 

apparentées à l’espèce Polynucleobacter necessarius (Hahn et al., 2009 ; Vannini et al., 

2017). Des études récentes ont permis de suggérer que Polynucleobacter fournissait les 

métabolites nécessaires pour alimenter la glycogénolyse d’Euplotes (Vannini et al., 2007). 

Cependant aucune preuve génétique ne soutient cette hypothèse (Boscaro et al., 2013). Le 

symbiote repose sur le cilié au moins pour les sources de carbone, l'azote organique, le 

soufre, et d'autres molécules essentielles, y compris de nombreux cofacteurs (Boscaro et al., 

2013). Il est plus difficile de comprendre pourquoi le symbiote est essentiel pour la survie 

d'Euplotes. De nombreux symbiotes obligatoires d'eucaryotes décrits comme mutualistes 

servent de source de nutriments à leur hôte (Dale et Moran, 2006 ; Boscaro et al., 2013). Il 

est donc probable que P. necessarius fournisse au moins certains métabolites à son hôte bien 

que cela n’ait pas encore été démontré. Les ciliés du genre Euplotes se nourrissent d'algues et 

de bactéries hétérotrophes et peuvent probablement obtenir tous les acides aminés et 

cofacteurs nécessaires à leur alimentation. Il est donc plus probable que l'hôte cilié ait besoin 

de Polynucleobacter pour combler une déficience catabolique mais d’autres analyses sont 

nécessaires afin de pouvoir l’affirmer (Boscaro et al., 2013). Cette association, autrefois 

considérée comme remontant à l'ancêtre des espèces d'Euplotes d'eau douce (Heckmann et 

al., 1986 ; Görtz, 2006), est aujourd'hui considérée comme l'endosymbiose la plus jeune dans 

l’histoire évolutive (Vannini et al., 2007). Ces bactéries ont également été décrites chez le 

cilié Euplotes harpa où leur disparition arrête le cycle de reproduction du cilié (Vannini et 

al., 2005). Dans deux des trois types d'Euplotes harpa étudiés, Polynucleobacter co-existait 

avec d'autres bactéries symbiotiques. Cependant, les autres bactéries ne représentaient qu'une 

faible abondance (Vannini et al., 2005). Ces résultats récents suggèrent que l'endosymbiose 

chez les ciliés devrait être considérée comme un système ouvert et dynamique dans lequel 

différents types d'associations peuvent être établis en relativement peu de temps. Par 

conséquent, il semblerait que certains endosymbiotes bactériens des ciliés et des protistes ne 

sont pas nécessairement dérivés de longues co-évolutions avec certains taxons hôtes 

(Schweikert, 2013). 
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Figure 17.  Polynucleobacter necessarius (Schweikert, 2013) : (A) Observation au microscope à fluorescence de P. necessarius 
(flèches) dans le cytoplasme d'une cellule d'Euplotes aediculatus. Ma = macronoyau et Mi = micronoyau. Echelle = 1 µm ; (B) 
Section longitudinale de P. necessarius observée au MET. La double membrane observée chez cette bactérie est caractéristique des 
bactéries GRAM négative. Echelle : 0,5 µm.  

4. Les épixénosomes : des bactéries « kamikazes » 

Les ectosymbiotes observés à la surface du cilié marin Euplotidium itoi et d'autres 

espèces du même genre (Verni et Rosati, 1990) sont assez particuliers. En effet, bien qu'ils 

aient été étudiés en détail, leur position phylogénétique est restée obscure pendant des années 

jusqu'à ce que leur apparenté avec les Verrucomicrobia soit élucidée (Petroni et al., 2000). 

C'est le seul symbiote de cilié appartenant à cette famille, alors que la plupart des symbiotes 

de ciliés appartiennent aux Protéobactéries. Les auteurs ont relevé deux morphotypes chez 

ces bactéries appelées épixénosomes (Figure 18). Au stade I du cycle de vie, les bactéries 

sont sphériques (1 µm de diamètre). Les cellules se divisent apparemment par fission binaire. 

Les épixénosomes de stade I peuvent se transformer en stade II en acquérant progressivement 

une structure plus complexe avec des compartiments cytoplasmiques organisés et une 

structure extrusive contenue dans une matrice protéique contenant un long filament (ou 

tubule) surenroulé. Les épixénosomes ont une fonction défensive pour la cellule hôte (Rosati 

et al., 1999). Des prédateurs tels que le cilié Litonotus lamella peuvent facilement ingérer les 

individus d’Euplotidium itoi sans épixénosomes, alors qu'ils ne sont pas capables d'ingérer 

ceux avec des épixénosomes (Petroni et al., 2000). Il semblerait que l'association entre 

Euplotidium itoi et ses ectosymbiotes soit obligatoire (Radek, 2010). En effet, tous les 

individus étudiés, prélevés dans la nature ou provenant de cultures en laboratoire ont des 

ectosymbiotes (Rosati, 2005). De plus, le cycle cellulaire de l’hôte est coordonné avec les 

processus de multiplication et de différenciation des stades I à II des bactéries (Giambelluca 

et Rosati, 1996). Les ciliés placés expérimentalement en stabulation peuvent survivre, ce qui 

signifie que les epixénosomes ne sont pas vitaux (au moins pour la survie en laboratoire). En 
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revanche, les bactéries ectosymbiotiques isolées ne peuvent pas être cultivées dans des 

milieux artificiels. La présence d'un seul opéron ribosomal chez ces bactéries avec des gènes 

codant pour l’ARNr 16S et 23S non liés, traduisant une efficacité réduite de synthèse des 

ribosomes, est un autre argument en faveur du caractère obligatoire de cette symbiose (Rosati 

2006).  

 
Figure 18. Epixénosomes d’Euplotidium itoi (Petroni et al., 2000) : (A) Vue dorsale d’ E. itoi au microscope électronique à 
balayage. Les flèches indiquent les épixénosomes dans la bande corticale. Echelle = 100µm. (B) Épixénosomes de stade I en coupe. 
La flèche indique une cellule en division. (C) Sections d’epixénosomes de stade II montrant une zone apicale en forme de dôme 
(DZ), l’appareil extrusif (EA) et des éléments ressemblant à des microtubules formant un « panier » autour de l’appareil extrusif 
(BT). (D) Coupe transversale d’une tête d'un épixénosome éjecté. (Echelle = 1µm). (E) Epixénosome après éjection (ER) montrant 
une structure en forme de harpon (H) qui ressemble à celle des cnidocytes retrouvés chez les Cnidaires. Echelle : 10µm.
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B. Les symbiotes bactériens chimiosynthétiques 

associés aux ciliés 

Tous les organismes ont besoin d'énergie, d'eau et de nutriments (organiques et/ou 

inorganiques) pour vivre et ils ont développé différentes stratégies, grâce à l’évolution, pour 

les obtenir (Ulloa et Grob, 2013). Certains organismes peuvent utiliser l'énergie solaire 

comme source d’énergie, l'eau comme source d'électrons et le carbone et les nutriments 

inorganiques pour satisfaire leurs besoins métaboliques (Tableau 1). Ce sont les 

photolithoautotrophes ou plus communément appelés photoautotrophes. En biologie marine, 

les micro-organismes capables de réaliser la photosynthèse oxygénée sont collectivement 

connus sous le nom de phytoplancton. Grâce à la photosynthèse, ils transforment le carbone 

inorganique et les nutriments en biomasse et en matière organique dissoute (par exemple les 

exsudats de phytoplancton) et produisent de l'oxygène dans un processus connu sous le nom 

de production primaire (PP). La matière organique produite par les autotrophes devient alors 

la source de nourriture de la plupart des formes de vie dans l'océan, fournissant les éléments 

constitutifs et l'énergie métabolique requis par les niveaux trophiques supérieurs pour 

l'entretien, la croissance et la reproduction (Ulloa et Grob, 2013). À l'autre extrémité du 

spectre métabolique, les organismes qui dépendent entièrement de la matière organique 

produite par d'autres organismes comme source d'énergie, d'électrons et de carbone sont 

appelés chimio-organohétérotrophes ou simplement hétérotrophes (Tableau 1). Ils se 

nourrissent d'autres organismes et consomment la matière organique lors d’un processus 

connu sous le nom de respiration. Certains de ces organismes oxydent la matière organique 

avec l'oxygène comme accepteur d'électrons pour gagner de l'énergie, la respiration est alors 

qualifiée d’aérobie. D’autres organismes sont capables de dégrader la matière organique en 

absence d’oxygène. Ces organismes utilisent des molécules inorganiques autre que l’oxygène 

comme accepteurs d’électrons (par exemple les nitrates, les sulfates ou le CO2) lors d’un 

processus appelé respiration anaérobie. Parmi les hétérotrophes qui pratiquent la respiration 

anaérobie, on trouve des archées thermophiles et méthanogènes qui utilisent le CO2 et les 

molécules d’hydrogène provenant d’autres organismes pour produire du méthane. On y 

trouve également des bactéries comme les bactéries sulfato-réductrices qui utilisent les 

sulfates inorganiques présents dans l’eau de mer et les molécules d’hydrogène provenant 

d’autres organismes pour produire du sulfure d’hydrogène (H2S). En condition anaérobie, la 

matière organique peut être également dégradée pour produire de l’énergie grâce aux 
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enzymes produites par des micro-organismes ; on parle alors de fermentation. Parmi les 

organismes hétérotrophes, on trouve le zooplancton, les poissons et d'autres prédateurs, y 

compris les humains mais également des bactéries et des archées (faisant partie du 

picoplancton hétérotrophe). Bien souvent, une partie de la matière organique produite en 

surface de l’océan n’est pas dégradée et sédimente dans l'océan profond, où elle peut ensuite 

être assimilée et dégradée par d'autres organismes ou encore enfouie dans les sédiments. 

C’est au niveau de ces habitats qualifiés d’extrêmes que vivent certains organismes dont le 

métabolisme est basé sur des processus chimiosynthétiques. Ces micro-organismes 

procaryotes, peuvent vivre libres dans l’environnement ou être associés à des invertébrés ou 

des protistes. Les symbiotes bactériens chimiolithoautotrophes utilisent des composés réduits 

comme donneurs d’électrons (sulfures, thiosulfate, méthane, hydrogène sulfuré) pour leur 

métabolisme (Fiala-Médioni, 2000). Ils vivent en association ectosymbiotique ou 

endosymbiotique avec de nombreuses espèces de ciliés vivants dans des conditions aérobies 

ou anaérobies et permettent dans la plupart des cas de subvenir aux besoins nutritionnels de 

leurs hôtes. 
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Tableau 1. Diversité métabolique des organismes basée sur la source d'énergie et d'électrons pour leurs besoins énergétiques 
et la source de carbone pour la construction d’une nouvelle biomasse (Margulis et al., 2000) 

 

1. La chimiosynthèse  

La chimiosynthèse est un processus qui permet de synthétiser des composés organiques 

à partir de composés inorganiques (Figure 19). Ce processus, comparable à 

la photosynthèse des plantes vertes, utilise l’énergie issue de réactions d’oxydation de 

composés chimiques (au lieu de la lumière) afin de produire de l’ATP ou du NADPH. Cette 

énergie d’origine chimique permet par la suite l’incorporation du carbone provenant du CO2 

dans le cycle de Calvin-Benson pour produire des molécules organiques (sucres et acides 

aminés) (Fiala-Médioni, 2000 ; Tunnicliffe et al., 2003). Ce processus est réalisé par des 

micro-organismes autotrophes (bactéries ou archées) et nécessite généralement la 
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consommation d’oxygène à la différence des organismes photosynthétiques qui au contraire 

en produisent (MacDonald, 1992). 

 
Figure 19. Schéma montrant les différentes voies d’accès à l’énergie pour la photosynthèse et la chimiosynthèse (modifié d’après 
Desbruyères, 2010). La chimiosynthèse est une voie métabolique parallèle à la photosynthèse qui diffère de celle-ci par l’origine de 
l’énergie employée pour le fonctionnement du cycle de Calvin-Benson qui produit des molécules carbonées. Lors de la 
photosynthèse, la lumière est la source d’énergie qui permet à la chlorophylle de prendre ses électrons à l’eau en libérant de 
l’oxygène. Le transport d’électrons et le fonctionnement de la pompe protonique qui s’ensuit permettent de produire des molécules 
biologiques riches en énergie (ATP et NADPH). Dans le cas de la chimiosynthèse, c’est l’oxydation d’un composé minéral réduit 
(donneur d’électrons) par les micro-organismes qui va permettre de synthétiser les molécules biologiques riches en énergie. Le plus 
souvent, c’est l’H2S qui est utilisé comme donneur d’électrons. L’oxygène contenu dans l’eau de mer est l’accepteur d’électrons 
dans la majorité des cas mais en conditions anoxiques c’est généralement l’H2 qui est le donneur d’électrons alors que les 
accepteurs peuvent être le gaz carbonique, les sulfates, les nitrates ou le soufre élémentaire. Dans tous les cas, c’est le CO2 dissout 
qui est la source de carbone. 

Il existe plusieurs types de métabolismes (Tableau 1 et 2), selon que le donneur 

d’électron et la source de carbone soient de nature organique (organotrophe) ou minérale 

(lithotrophe) (McCollom et Shock, 1997). Cependant, le plus souvent, le terme de 

chimiosynthèse est utilisé en référence aux métabolismes chimioautolithotrophes (Tableau 1 

et 2). Les bactéries chimiosynthétiques sont de formes très variées (coques, bâtonnets, ou 

filamenteuses), elles se développent à des températures comprises entre quelques degrés et 

113 ˚C (hyperthermophiles) (Zinder et Dworkin, 2006). Elles peuvent être libres dans les 

fluides ou associées à des particules dans l’eau, former d’épais tapis à la surface des rochers 
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chaine respiratoire cellulaire, se situe dans la mitochondrie et son inhibition peut conduire à 

une asphyxie cellulaire. Dans le cas des écosystèmes chimiosynthétiques profonds, les 

organismes sont souvent confrontés à l’absence de lumière, aux pressions élevées et à la 

pauvreté en apports organiques d’origine photosynthétiques (Fiala-Médioni, 2000). De plus, 

ces écosystèmes océaniques profonds peuvent présenter des concentrations importantes en 

métaux et autres composés (Si, P, V, Mn, Mg, Fe, Cu, et Zn) ainsi qu’en hydrocarbures 

(Leveille et Juniper, 2003 ; Levin et al., 2016) toxiques pour de nombreux organismes. Les 

principaux écosystèmes chimiosynthétiques permettant le développement de communautés 

thiotrophiques et méthanotrophes sont décrits ci-dessous. 

a. Les sources hydrothermales 

Les sources hydrothermales se retrouvent dans tous les océans au niveau des zones à 

forte activité tectonique et des zones d’expansion ou d’accrétion du plancher océanique 

(Figure 20). Les sources hydrothermales profondes résultent de l’infiltration de l’eau de mer 

dense et froide (2 °C), parfois sur plusieurs kilomètres de roches, à travers les fissures de la 

croûte océanique rendue fragile par l’activité tectonique (Jannasch, 1995). À l’approche de la 

chambre magmatique et au contact des roches en fusion, l’eau s’échauffe et perd en densité 

(Kelley et al., 2002). Sous l’effet des pressions hydrostatiques et lithosphériques, le fluide 

surchauffé remonte à la surface en lessivant les roches basaltiques et se charge ainsi en ions 

métalliques (e.g. Cu2+, Ca2+, Mn2+, Fe2+, Zn2+, Si+) et en gaz dissous (e.g. H2, CH4, CO, CO2, 

H2S) (Von Damm, 1995). La composition du fluide varie en fonction des roches traversées 

lors de son parcours. Le fluide peut atteindre des températures supérieures à 350 °C et jaillir 

directement au travers du plancher océanique sous la forme de fumées noires ou être dilué 

avant sa sortie ; on parlera alors de fumées blanches (Leveille et Juniper, 2003). Lorsque le 

fluide est émis sans dilution préalable, les sulfures polymétalliques précipitent pour former 

des édifices hydrothermaux lors du mélange avec l'eau de mer (Goldfarb, 1983). 

b. Les suintements froids 

Les suintements froids sont des émissions diffuses de fluides au travers des sédiments 

dont la température se distingue peu de celle de l’eau environnante (Laubier, 1990 ; Aharon, 

2000 ; Leveille et Juniper, 2003). Ces émissions de fluides sont d’origine et de composition 

très variables. Ces suintements se produisent sous une variété de forces tectoniques. Elles se 

trouvent généralement au niveau des prismes d'accrétion formés lors de la subduction d'une 

plaque lithosphérique sous une autre, au bord des volcans de boue, aux niveaux des zones de 
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remontée de diapirs salifères, à travers les sédiments de marge continentale ou en liaison avec 

des infiltrations d'hydrocarbures (Ott et al., 2004a). Les fluides expulsés diffèrent 

chimiquement de l'eau de mer environnante (Figure 20). Comme le débit est généralement 

lent et que les fluides ne présentent que de petites différences de température avec celle de 

l’eau de mer, ces sites sont appelés « suintements froids » (Tunnicliffe et al., 2003). Ils sont 

anoxiques et peuvent contenir du méthane ou des sulfures, des hydrocarbures ou des 

concentrations élevées de sel, mais pas les concentrations élevées de métaux lourds typiques 

des évents hydrothermaux (Ott et al., 2004a).  

 
Figure 20. Schéma du fonctionnement des sources hydrothermales et suintements froids (modifié d’après Ramirez-Llodra et al., 
2010). Dans le cas des suintements froids, le méthane est produit par thermogénie dans les sédiments ou par des processus biogènes 
impliquant des archées méthanogènes. Le sulfure est produit par des bactéries sulfato-réductrices qui forment un consortium avec 
des archées méthanotrophes. 

c. Les Whales Falls et Wood Falls 

Il peut également arriver que de grandes quantités de matière organique tombent sur le 

fond marin sous forme de carcasses de baleines ou de bois coulés (respectivement « whale 

falls » et « wood falls »). Lorsqu’il s’agit de carcasses de baleines, les sédiments autour de la 

carcasse ainsi que les os deviennent fortement sulfurés en raison de la dégradation 

microbienne des restes de baleines riches en matières organiques au niveau des sédiments et 

des lipides contenus dans la moelle des os (Deming et al., 1997 ; Smith et Baco, 2003). Des 

études récentes menées sur des carcasses de baleines naturelles ou implantées en eau profonde 

au large de la Californie, aux États-Unis, indiquent qu’il existe au moins trois stades 

successifs de colonisation (Smith et Baco, 2003) : 
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• un stade de plusieurs mois à plusieurs années, au cours duquel les charognards 

(requins-dormeurs, myxines, grenadiers, invertébrés) éliminent les tissus mous des 

baleines ; 

• un stade d’enrichissement d’espèces opportunistes (durée de plusieurs mois à années) 

au cours duquel des sédiments enrichis en matière organique et les os exposés à la 

surface du sédiment sont colonisés par des assemblages denses de polychètes et de 

crustacés opportunistes ; 

• un stade sulfurique qui peut durer des décennies, durant lequel un grand assemblage 

trophique complexe, riche en espèces, vit sur le squelette. Celui-ci émet des sulfures 

qui proviennent de la dégradation anaérobie des lipides osseux par des bactéries 

sulfato-réductrices (BSR) qui vont réduire les sulfates de l’eau de mer en H2S (Figure 

21). C’est durant ce stade qu’apparaissent des bactéries chimioautotrophes qui 

oxydent le soufre (ou bactéries sulfo-oxydantes). Ces bactéries peuvent vivre sous 

forme libres ou être associées à des invertébrés comme les bivalves des genres Idas 

(Smith et Baco, 2003), Adipicola et Solemya (Fujiwara et al., 2007). D’autres animaux 

sont spécifiques de cet écosystème comme les vers Siboglinidae appartenant au genre 

Osedax (Verna et al., 2010). 

 
Figure 21. Représentation schématique du processus d’émission de sulfures au niveau des « whale falls » (Little, 2010). Les 
bactéries anaérobies sulfato-réductrices dans les os (zone verte) extraient l'oxygène du sulfate d'eau de mer (SO4) et l'utilisent pour 
digérer lentement les lipides des os (1). Le sulfure d'hydrogène (H2S) est rejeté comme déchet (2). Les bactéries sulfo-oxydantes 
(orange) vont utiliser cet H2S comme source d'énergie en utilisant l'oxygène de l'eau de mer comme accepteur d’électrons (3)  
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En ce qui concerne les « wood falls », les conditions nécessaires à l’établissement de 

communautés chimiosynthétiques sont fortement dépendantes de l’activité métabolique de 

bactéries cellulolytiques et de bactéries sulfato-réductrices (BSR) (Bienhold et al., 2013). La 

colonisation initiale du bois se fait par une faune spécialisée d’opportunistes (en général des 

amphipodes et d'autres crustacés) et par des bivalves xylophages qui vont creuser des galeries 

dans le bois. Ils contribuent à l’apparition de micro-niches anoxiques nécessaires au 

fonctionnement du métabolisme des bactéries sulfato-réductrices qui vont réduire les sulfates 

présents dans l’eau de mer et produire des sulfures. Les bivalves de la sous-famille des 

Xylophagainae (famille des Pholadidae) sont les principaux décomposeurs de bois coulés sur 

les fonds marins, ils possèdent des bactéries symbiotiques cellulolytiques qui leur permettent 

de dégrader la cellulose (Bienhold et al., 2013). Ces bivalves d'eau profonde occupent la 

même niche écologique que leurs homologues des eaux peu profondes de la famille des 

Teredinidae (les tarets). Les tarets colonisent le bois qui dérive dans les eaux de surface, 

tandis que les larves de Xylophagainae se déposent sur les bois coulés présents dans les zones 

benthiques de profondeur modérées à abyssales (Palacios et al., 2009 ; Bienhold et al., 2013). 

Les symbiotes des tarets ont été identifiés comme appartenant aux γ-protéobactéries 

cellulolytiques et fixatrices d'azote (Waterbury et al., 1983 ; Distel et al., 2002).  

 La suite de la décomposition du bois est réalisée par une succession d'organismes : des 

champignons, des bactéries et des archées (Fagervold et al., 2012). La dégradation de la 

cellulose par les champignons et les bactéries cellulolytiques va produire de la cellobiose et 

du glucose. Les bactéries et archées vont par la suite fermenter ces composés en acides 

organiques, en CO2 et en H2. Il a été montré que l'hémicellulose est plus facilement 

dégradable que la cellulose, alors que la lignine est très difficile à dégrader et peut maintenir 

la structure du bois même lorsque les autres composants sont dégradés (Clausen, 1996 ; 

Fagervold et al., 2012). Dans les environnements marins, en raison de la concentration élevée 

de sulfate, les bactéries sulfato-réductrices peuvent neutraliser l’activité des méthanogènes 

pour l'utilisation du dihydrogène (Leschine, 1995). Cela peut donc conduire à un 

enrichissement d’H2S à la surface du bois, comme l'ont observé Laurent et al., (2009) dans du 

bois coulé présent dans les écosystèmes de mangrove (Figure 22).  

 Les micro-organismes chimioautotrophes peuvent alors utiliser les sulfures comme 

source d'énergie, comme cela a déjà été observé au niveau des sources hydrothermales, des 

suintements froids (Jørgensen et Boetius, 2007), des whale falls (Deming et al., 1997 ; 

Goffredi et al., 2008 ; Goffredi et Orphan, 2010) ou encore chez les bactéries 
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endosymbiotiques présentes dans les branchies des bivalves colonisant les bois coulés 

(Duperron et al., 2009 ; Lorion et al., 2009). Les espèces tolérantes aux sulfures sont parmi 

les premiers colonisateurs et dominent sur plusieurs semaines lorsque la teneur en sulfure est 

maximale, suivie par des espèces opportunistes moins tolérantes lorsque le sulfure diminue 

(Laurent et al., 2013). Les communautés de procaryotes colonisant les bois coulés sont très 

diversifiées car elles impliquent deux composantes : la première est représentée par une 

communauté de bactéries hétérotrophes qui dégradent le bois grâce à divers processus 

aérobies et anaérobies et dont l’activité va produire principalement des sulfures. La seconde 

est représentée par, une communauté de bactéries chimiosynthétiques sulfo-oxydantes qui 

vont utiliser les sulfures comme source d’énergie. 

 
Figure 22. Représentation schématique du processus d’émissions de sulfures au niveau des bois coulés. L’eau de mer pénètre vers 
l’intérieur du bois (représenté en coupe transversale) posé sur le sédiment marin. Les composés les plus solubles sont rapidement 
dégradés par des bactéries hétérotrophes qui vont coloniser le bois. Des micro-niches anoxiques vont apparaître à l’intérieur du 
bois grâce à l’action combinée des bactéries hétérotrophes et d’organismes de la meïo- et macrofaune. Des bactéries sulfato-
réductrices provenant du sédiment vont alors se développer à l’intérieur du bois et dégrader la cellulose en conditions anaérobies 
en utilisant les sulfates de l’eau de mer comme accepteurs d’électrons. Enfin, les sulfures résultant de cette réduction des sulfates 
vont diffuser vers la surface du débris, permettant ainsi le développement d’organismes chimiosynthétiques sulfo-oxydants à 
l’interface entre l’eau de mer et la couche d’eau enrichie en sulfures. 

d. Les sédiments côtiers réduits 

C'est de loin le plus grand habitat thiotrophique en terme de surface, les sédiments 

côtiers réduits sont présents sur une grande majorité du plateau continental (Ott et al., 2004a). 

Ils comprennent aussi bien les sables intertidaux et vasières que les marécages, les herbiers de 

phanérogames marines et les sédiments de mangroves (Figure 23). On en retrouve aussi au 

niveau des bassins dysoxiques et au niveau des sédiments de la pente continentale (Ott et al., 

2004a). La couche oxique des sédiments de surface est d'épaisseur variable, allant de quelques 

millimètres à plusieurs centimètres. La séparation avec la couche anoxique du dessous se fait 
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au niveau d’une chemocline : la « couche de discontinuité du potentielle redox » où « redox 

potential discontinuity layer (RPD) » en anglais (Fenchel et Riedl, 1970). Dans la couche 

anoxique, les bactéries sulfato-réductrices vont réduire les sulfates, provenant de l’eau de mer 

ayant diffusée à travers le sédiment et vont produire du sulfure dans les couches plus 

profondes. La diffusion vers le haut du sulfure conduit à son oxydation chimique par 

l’oxygène présent dans l’eau de mer. De nombreux micro-organismes, notamment des 

bactéries, utilisent l'énergie libre de ce processus d'oxydation pour la fixation du carbone 

(Jørgensen, 1989). Ces bactéries, et parfois les organismes associés, doivent donc s’installer 

ou être capables de se déplacer au niveau de l’interface oxique-anoxique du sédiment et de 

l’eau de mer afin de pouvoir bénéficier de la production de sulfures provenant des couches 

inférieures du sédiment avant que ceux-ci ne soient naturellement oxydés. Dans les eaux peu 

profondes, les débris provenant des marais et des mangroves, des algues ou des herbiers 

marins peuvent s'accumuler dans des endroits tels que des dépressions, des crevasses, des 

grottes ou encore des anfractuosités entre les rochers (Fenchel, 1970 ; Mann, 1976). La 

décomposition de cette matière organique crée des habitats sulfidiques de diverses étendues 

spatiales et temporelles (Ott et al., 2004a). La vase de mangrove est un substrat relativement 

stable ayant des concentrations internes de sulfures allant jusqu'à 4 mM (McKee, 1993). La 

diffusion du sulfure dans l'eau sus-jacente crée une couche limite sulfureuse de quelques 

millimètres d'épaisseur (Ott et al., 1998 ; 2004a). D’autre part, la diffusion de sulfures 

provenant de la dégradation des débris végétaux présents en surface du sédiment est beaucoup 

moins stable et prévisible que la vase de mangrove. Cependant, lorsque les débris végétaux 

sont rassemblés sous les racines de palétuviers, les conditions deviennent plus propices à la 

production de sulfures. En effet, les masses d’eau sont ralenties sous les racines de 

palétuviers, ce qui permet aux débris végétaux de se déposer et de se décomposer à la surface 

du sédiment marin au lieu d’être emportés par le courant (Gontharet et al., 2017). 
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Figure 23. Représentation schématique des différents processus d’émission de sulfures dans les sédiments de mangroves et dans 
les sables anoxiques côtiers des herbiers marins. Le sulfure est produit dans le sédiment grâce à l’activité de bactéries sulfato-
réductrices. Ces bactéries vivant en conditions anaérobies vont réduire le sulfate présent dans l’eau de mer et produire des sulfures 
qui vont diffuser à travers les sédiments et dans l’eau de mer. La chemocline encore appelée couche de discontinuité du potentiel 
redox (RPD) correspond à l’interface entre les sédiments anoxiques et les sédiments de surface oxygénés. 

3. Symbioses entre ciliés et bactéries sulfo-oxydantes 

a. Kentrophoros sp. 

Une vingtaine d'espèces appartiennent au genre Kentrophoros et vivent dans les 

sédiments côtiers sablonneux anoxiques (Fenchel et Finlay, 1989). Peu de temps après la 

description de la première espèce (Sauerbrey, 1928), il a été montré que la surface dorsale de 

ces ciliés était recouverte de bactéries en forme de bâtonnets contenant des granules de soufre 

(Kahl, 1935). Raikov (1971 ; 1974) a suggéré que le métabolisme des bactéries était de nature 

chimiolithoautotrophique et a montré que les bactéries étaient phagocytées par le cilié. Les 

spécimens de Kentrophoros ont une forme de ruban. Cette forme extrêmement aplatie est 

interprétée comme une adaptation pour fournir plus d'espace aux symbiotes bactériens. Le 

côté ventral porte des cils disposés en rangées longitudinales. Ces organismes ne possèdent 

pas de structures buccales fonctionnelles, ils ne possèdent qu’un cytostome vestigial 
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(Foissner, 1995). Les bactéries en forme de bâtonnets occupent le côté dorsal, dépourvu de 

cils, de Kentrophoros (Figure 24). Ce sont des bactéries Gram-négatif, non mobiles qui se 

divisent par fission longitudinale. En plus de contenir des quantités plutôt importantes de 

polysaccharides, elles contiennent des granules de soufre élémentaire qui font prendre une 

couleur blanche aux individus observés sous microscope optique (Fauré-Fremiet, 1950b ; 

Görtz, 2006). Cette coloration peut être une bonne indication du métabolisme thiotrophique 

de ces bactéries qui appartiennent probablement aux bactéries pourpres sulfureuses (Görtz, 

2006). Ces ciliés absorbent les bactéries ectosymbiotiques à l’aide de protrusions 

cytoplasmiques ressemblant à des pseudopodes pour se nourrir. Cela peut se produire 

n'importe où sur le côté dorsal non cilié de Kentrophoros (Figure 24). Ils les enferment 

ensuite dans des vacuoles alimentaires afin de les digérer. La forme unique de la phagocytose 

découverte chez ces espèces a été appelée « phagocytose aléatoire » (Görtz, 2006). D'après le 

contenu de la vacuole alimentaire de ces ciliés, leurs bactéries épizoïques semblent être leur 

principale source de nutrition. De plus, ces ciliés hébergent un microbiote spécifique de 

bactéries ecto- et endosymbiotiques. 
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Figure 24. Kentrophoros et ses bactéries ectosymbiotiques sulfo-oxydantes : (A) K. fistulosus observé au microscope optique. Les 
observations au MEB (B) montrent des bactéries (Ba) sur la face dorsale tandis que la face ventrale est recouverte de cils (Ci). (C) 
D’autres bactéries de forme spiralée (S) sont également présentes à la surface du cilié (modifié d’après Ott et al., 2004a). (D et E) 
Les observations faites au MET de K. latum (modifié d‘après Raikov, 1971) montrent la présence de granules de soufre à l’intérieur 
du cytoplasme des bactéries ectosymbiotiques (flèches noires). Elles possèdent la double membrane caractéristique des bactéries 
Gram-négatif (flèche rouge). On observe également les spirochètes (tête de flèche noire) présents à la surface du cilié ainsi que la 
présence de bactéries endosymbiotiques (flèche blanche). 

b. Zoothamnium niveum 

Le cilié péritriche colonial sédentaire Zoothamnium niveum (Hemprich et Ehrenberg, 

1831 ; Ehrenberg, 1838) a été découvert à l'origine dans la mer Rouge et il est devenu l’un des 

protistes ciliés symbiotiques les plus étudiés à ce jour. Bien que les auteurs aient été frappés 

par son apparence blanche, ils n’ont pas pu l'attribuer à l’époque à la présence de bactéries 

ectosymbiotiques thiotrophiques. Z. niveum a par la suite été observé fixé aux parois des 

canaux, façonnés par l’écoulement de l’eau, dans la tourbe des mangroves associées au 

système récifal de la barrière du Belize (Bauer-Nebelsick et al., 1996a). Les colonies peuvent 

atteindre jusqu'à 15 mm de long et sont formées de différentes cellules : les macrozoïdes, les 
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microzoïdes et les zoïdes terminaux (Figure 25). Les microzoïdes possèdent un cytopharynx 

fonctionnel et une structure de cils complète servant à l’alimentation de la colonie tandis que 

les macrozoïdes moins nombreux, localisés à la base des branches, possèdent des cils mais 

pas de cytopharynx fonctionnel. Les macrozoïdes ont un rôle de dispersion de la colonie. En 

effet, ils peuvent se détacher de la colonie et aller se fixer sur un substrat propice au 

développement d’une nouvelle colonie (Rinke et al., 2007). Les macrozoïdes détachés sont 

alors appellés « Swarmers ». Ces différentes cellules sont organisées le long d’une tige 

contractile appelée stolon produisant des branches alternées. Le stolon permet également à la 

colonie de se fixer à son substrat grâce à un disque adhésif. Cela lui confère une morphologie 

typique très semblable à celle d’une plume (Figure 25). La tige et les branches composant le 

stolon contiennent un spasmonème contractile qui permet à la colonie de se contracter 

rapidement en forme de « Zig-Zag ». Les extrémités de la tige et des branches encore en 

croissance portent des zooïdes terminaux ne possédant ni cils, ni cytopharynx pour 

s’alimenter. Ces zoïdes se divisent par fission longitudinale inégale et vont produire toutes les 

autres cellules de la colonie. À l'exception de la partie basale non contractile du stolon, les 

branches et les zooïdes sont densément couverts de bactéries symbiotiques thiotrophiques 

(Figure 25) (Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; 1996b). D’après l’analyse phylogénétique, ces 

bactéries appartiennent aux γ-protéobactéries (Ott et al., 2004a). De plus, ces bactéries 

possèdent une double membrane caractéristique des bactéries Gram-négatif mais également 

de nombreuses inclusions blanches dans leur cytoplasme. Ces inclusions blanches ont été 

caractérisées comme étant des déchets métaboliques sous forme de granules de soufre 

élémentaire, suggérant ainsi une nature thioautotrophique des bactéries. Cette hypothèse a été 

vérifiée par la présence du gène codant pour la RuBisCO et par la fixation de carbone 14 

radiomarqué chez le symbiote lors d’une analyse par autoradiographie (Rinke, 2002). D’après 

Rinke (2002), le carbone est ensuite transféré des symbiotes à l’hôte lors de la digestion des 

bactéries ectosymbiotiques qui sont ingérés et par le biais de molécules carbonées relâchées 

par le symbiote. Récemment, un transfert de carbone direct entre les bactéries 

ectosymbiotiques et les différentes cellules de Z. niveum a été montré sans ingestion préalable 

des bactéries. Les bactéries produisent des acides aminés via le cycle de Calvin-Benson qui 

sont transférés à Z. niveum (Bright et al., 2014 ; Volland et al., 2018).  
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Figure 25. Zoothamnium niveum et ses bactéries ectosymbiotiques sulfo-oxydantes : (A) Zoothamnium niveum (flèche incurvée), 
fixé à la surface d’un débris végétal en mangrove, parmi de nombreux Vorticellidae (flèches blanches) (Laurent et al., 2009). Les 
observations au microscope optique (B) permettent de mettre en évidence la structure de la colonie. Les microzoïdes (mi) se 
trouvent sur les branches alternées (br) qui poussent le long du stolon contractile (st). À l’extrémité de chaque branche se trouve 
un zoïde terminal (t) tandis que les macrozoïdes (ma) se trouvent à la base des ramifications et sont attachés au stolon (Rinke et al., 
2006). Les observations au MEB (C) montrent les bactéries ectosymbiotiques à la surface des microzoïdes (modifié d’après Ott et 

al., 2004a). Les bactéries peuvent avoir une forme de coccobacilles (flèche noire) ou une forme de bâtonnets (flèche blanche). Les 
observations au MET (D) des microzoïdes (Bauer-Nebelsick et al., 1996a) montrent la présence de granules de soufres à l’intérieur 
du cytoplasme des bactéries (étoiles). Les bactéries ectosymbiotiques ingérées sont également présentes à l’intérieur de vacuoles 
alimentaires (fv). 

c. Vorticella sp. 

Le protiste cilié péritriche Vorticella sp. (Figure 26) a également été décrit au niveau 

des tourbes sulfidiques des mangroves du Bélize (Ott et Bright, 2004). Cet organisme est un 

cilié solitaire pseudo-colonial comme tous les membres du même genre. Les individus sont 

composés d’un zoïde, présent à l’extrémité d’un long stolon (350-500 µm), qui leur permet de 

s’attacher au substrat grâce à un disque basal. Les formes des zoïdes sont variées et peuvent 

êtres utilisées comme critères d’identification pour le diagnostic des espèces (Warren, 1986). 

Tout comme Zoothamnium niveum, le stolon et les zoïdes des espèces de Vorticella peuvent 

se contracter. Cependant à la différence de Z. niveum, le stolon de Vorticella sp. se contracte 

cette fois ci en spirale (Figure 26). La surface du zoïde et la tige entièrement contractile, grâce 
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à son spasmonème, sont densément couverts par des bactéries qui ressemblent à celles de Z. 

niveum (Vopel et al., 2001 ; Ott et Bright, 2004). Les individus apparaissent également blancs 

sous lumière incidente. Il n'y a pas encore de données ultrastructurales de ces bactéries et des 

espèces de Vorticella pouvant servir d’hôtes. L’activité enzymatique et les séquences de 

gènes codants pour l’ARNr 16S des bactéries n’ont pas encore été étudiées. Cependant, 

l’environnement dans lequel Vorticella sp. a été décrit ainsi que leur couleur blanche observée 

au microscope optique suggèrent un stockage du soufre et un métabolisme chimioautotrophe 

des bactéries basé sur l’oxydation du soufre. Les vorticelles s’alimentent en produisant un 

courant d’eau via le mouvement de leurs cils. Le battement des cils forme un vortex qui va 

entrainer les bactéries dans le cytopharynx. En raison de leur petite taille, les zooïdes sont 

constamment dans la couche limite sulfidique et dépendent fortement du courant d’eau créé 

en battant leurs cils pour leur nutrition (Vopel et al., 2001 ; 2002). Les zooïdes se divisent par 

scission binaire, se détachent et nagent pour s’installer non loin du zoïde parent, produisant 

ainsi rapidement des patches denses d'individus. 

  
Figure 26. Vorticella sp. et ses bactéries ectosymbiotiques sulfo-oxydantes : Les observations au MEB de Vorticella sp. permettent 
de voir le zoïde recouvert de bactéries ectosymbiotiques (flèche blanche) et le stolon contractile (Ott et Bright, 2004). (B) Schéma 
simplifié montrant les principaux caractères morphologiques de Vorticella sp. (cette thèse). 

d. Folliculinopsis sp. 

A ce jour, il n'existe qu'une seule espèce de protiste cilié étudiée vivant au niveau des 

sources hydrothermales en association avec des bactéries chimiosynthétiques. Le cilié 
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Folliculinopsis est un protiste sessile qui vit à la surface des sédiments marins des sources 

hydrothermales profondes (Figure 27). Il vit à l’intérieur d’une coquille appelée « lorica » et 

possède à la fois des bactéries ecto- et endo-symbiotiques, (Kouris et al., 2007). Les colonies 

de Folliculinopsis forment un tapis bleu à la surface du sédiment marin des sites 

hydrothermaux. Ils possèdent des bactéries filamenteuses attachées sur sa lorica. Cependant, 

la colonisation de la lorica est irrégulière et aucune structure ne facilite la fixation des 

ectosymbiotes comme cela a déjà pu être observé chez d’autres espèces ectosymbiotiques 

(Gaill et Hunt, 1991 ; Desbruyères et al., 1998). De plus, le nombre de bactéries filamenteuses 

n'est pas plus élevé à la surface du cilié que sur les autres surfaces adjacentes. Tout ceci laisse 

plutôt supposer que ces bactéries filamenteuses ne sont pas ectosymbiotiques, et qu’il s’agit 

plus d’un processus de colonisation (ou biofouling) de la lorica par ces bactéries. Un grand 

nombre de bactéries de forme coccoïde et régulièrement distribuées entre les rangées de cils 

de Folliculinopsis sp., et sur les lobes péristomaux, suggèrent cette fois-ci une ectosymbiose 

(Kouris et al., 2007). Ces bactéries ont probablement pu se fixer à la surface du cilié lorsque 

celui-ci est étendu à l'extérieur de sa lorica. En effet, la simple présence de bactéries à 

l’intérieur ou à la surface des cellules des ciliés coloniaux, ou autres, n’est pas toujours le 

signe d’une relation symbiotique. La présence de bactéries intracellulaires chez 

Folliculinopsis sp. amène également à supposer l'existence d'une endosymbiose. Ces bactéries 

se trouvent à l’intérieur de vacuoles réparties uniformément le long du cortex de 

Folliculinopsis sp. Les bactéries à l’intérieur de ces vacuoles semblent être intactes et avoir 

échappées au processus de lyse. De plus, des structures similaires aux membranes empilées, 

denses aux électrons, déjà observées chez les endosymbiotes méthanogènes de moules du 

genre Bathymodiolus (Fujiwara et al., 2000), ont également été observées chez ces bactéries. 
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Figure 27. Folliculinopsis sp. et ses bactéries endo- et ectosymbiotiques : (A) Folliculinopsis sp. forme des mattes bleues à la 
surface du substrat des sources hydrothermales profondes (Kouris et al., 2007). (B) Schéma descriptif de Folliculinopsis 

sp. (modifié d'après Ji et al., 2004) : le cilié vit à l’intérieur d’une lorica (LO) et laisse ses lobes péristomiaux (LP) couvert de cils 
(têtes de flèches noires) dépasser afin de se nourrir. Les bactéries dont il se nourrit traversent la cavité buccale (BC) lors de 
l’ingestion avant d’être digérées dans des vacuoles digestives. Les observations au MEB (C et D) montrent les bactéries 
filamenteuses (flèches bleues) fixées à la lorica (Lo) tandis que les bactéries ectosymbiotiques (flèche noire) se trouvent entre les cils 
(modifié d’après Kouris et al., 2007). Les coupes transversales observées au MET (E et F) confirment la présence de bactéries 
ectosymbiotiques entre les cils (flèche noire) et montrent de nombreuses bactéries à l’intérieur de vacuoles (flèches blanches) 
situées sous le cortex (Co) du cilié. De nombreuses archées méthanogènes (flèches rouges) se trouvent libres à l’intérieur du 
cytoplasme (modifié d’après Kouris et al., 2007). 

4. Symbioses entre ciliés et archées méthanogènes et/ou 

bactéries sulfato-réductrices 

La plupart des ciliés anaérobies, libres ou commensaux des organismes supérieurs ne 

possèdent pas de mitochondries mais des hydrogénosomes. Ces organites dont la fonction est 

de fermenter le pyruvate produit par la glycolyse en acétate et en hydrogène leurs permettent 

de s’adapter aux conditions anoxiques de l’environnement (Hackstein et al., 2006 ; Hackstein, 

2010). Il semblerait que les hydrogénosomes présents chez les différentes espèces de protistes 

anaérobies aient évolué plusieurs fois à partir de mitochondries (Hackstein et al., 2006). 

Beaucoup de ces ciliés anaérobies ont des endo- ou ectosymbiotes. Les symbiotes peuvent 

appartenir à trois groupes de procaryotes différents : des bactéries photosynthétiques pourpres 
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non soufrées, des archées méthanogènes (vivant toutes deux à l'intérieur de la cellule) et des 

bactéries sulfato-réductrices vivant à la surface de l'hôte (Fenchel et Finlay, 1991a ; 1991b ; 

Fenchel et Bernard, 1993 ; Rosati, 2004). Les trois groupes ont un trait commun ; ils peuvent 

consommer de l'hydrogène sous forme d’H2 comme substrat. Ceci suggère que la production 

de H2 par les ciliés au niveau des hydrogénosomes est significative dans le maintien de ces 

associations symbiotiques (Rosati, 2004). Les bactéries ectosymbiotiques sulfato-réductrices 

se trouvent presque exclusivement chez les espèces marines de ciliés, et certaines contiennent 

également des archées méthanogènes endosymbiotiques (Figure 28). Ces bactéries 

ectosymbiotiques ont des morphologies différentes même chez les espèces ciliées du même 

genre et s'attachent de différentes manières à leur hôte (Fenchel et al., 1977 ; Fenchel et 

Finlay, 1991a). La possibilité que ces bactéries ectosymbiotiques puissent réduire le sulfate a 

d'abord été suggérée par Fenchel et Finlay (1991a). Cette hypothèse a ensuite été confirmée 

grâce à l’utilisation de sondes spécifiques permettant d’hybrider les bactéries sulfato-

réductrices en laboratoire par technique FISH (Fenchel et Ramsing, 1992). Chez ces ciliés, les 

ectosymbiotes peuvent entrer en compétition avec les archées méthanogènes intracellulaires 

pour l’utilisation de l’H2. Ainsi, les ectosymbiotes sont significativement plus abondants chez 

les espèces qui n'ont pas de méthanogènes endosymbiotiques. 

 
Figure 28. Metopus consortus et ses bactéries endo- et ectosymbiotiques : (A) observations au microscope optique de M. consortus 

(Schweikert, 2013). (B) Observations au microscope à épifluorescence des bactéries ectosymbiotiques sulfato-réductrices (têtes de 
flèches blanches) marquées à l’aide de sondes spécifiques par technique FISH (Fenchel et Ramsing, 1992). Les archées 
méthanogènes sont associées au hydrogénosome (C) tandis que les bactéries ectosymbiotiques sulfato-réductrices (D) se trouvent à 
la surface du cilié (modifiés d’après Schweikert, 2013 et Fenchel et Finlay, 1991b). 

En conclusion de ce chapitre, il semblerait que les ciliés soient présents aussi bien dans 

les sols terrestres qu’à l’intérieur ou à la surface des sédiments marins, parmi les organismes 

constituant le plancton et en tant que symbiotes ou parasites chez de nombreuses espèces de 

mammifères, poissons, insectes et invertébrés (Lynn, 2017). Les associations symbiotiques 
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entre protistes ciliés et bactéries sont nombreuses et diversifiées (Görtz, 2006 ; Dziallas et al., 

2012 ; Schweikert, 2013 ; Germond et Nakajima, 2016). Mais, il semblerait que les symbioses 

bactériennes soient plus répandues chez les espèces vivant dans des environnements 

présentant des conditions extrêmes, anoxiques et/ou chimiosynthétiques (Dziallas et al., 2012 

; Orsi et al., 2012 ; Germond et Nakajima, 2016). En effet, les espèces de ciliés planctoniques 

semblent préférer héberger principalement des micro-algues unicellulaires en tant que 

symbiotes lorsque les conditions sont eutrophiques (Nowack et Melkonian, 2010). En 

Guadeloupe, les principaux environnements marins étudiés permettant la mise en place 

d’associations symbiotiques entre des bactéries chimiosynthétiques et des protistes ou des 

invertébrés marins sont les sédiments réduits de mangroves et les sédiments sableux 

anoxiques des herbiers marins de Thalassia testudinum. En effet, ces deux environnements 

présentent des conditions permettant le développement de symbioses entre des hôtes 

invertébrés et des bactéries mais également entre des protistes et des symbiotes bactériens. 

D’ailleurs, plusieurs espèces de protistes ciliés ont déjà été observées en association 

symbiotique avec des bactéries au sein des mangroves de Guadeloupe (Maurin et al., 2010 ; 

Laurent et al., 2013). C’est donc au sein de cet environnement et plus particulièrement au 

niveau des sédiments réduits anoxiques marins de la lagune de la Manche-à-Eau, que se 

portera notre étude.  

Chapitre 3. Présentation de l’étude 

A. Les mangroves marines 

1. Description générale 

Les mangroves sont des écosystèmes à l’interface entre terre et mer recouvrant 60 à 

75% des côtes intertidales dans les régions subtropicales et tropicales (Macintosh et Ashton, 

2004 ; Alongi, 2008 ; Lambs et al., 2011). C’est au Brésil, en Indonésie et en Australie que 

les mangroves sont les plus abondantes (Hamilton et Snedaker, 1984 ; Holguin et al., 2001). 

Cependant, la Guadeloupe possède la plus grande superficie de mangrove des Petites Antilles 

(Spalding et al., 1997). Des études récentes ont montré que près d'un tiers des mangroves, des 

herbiers et des marais salants ont déjà été perdus à travers le monde au cours des dernières 

décennies à cause de la déforestation, de l'ingénierie et de l'urbanisation (Lewis et al., 2011 ; 

Peixoto et al., 2011 ; Penha-Lopes et al., 2011 ; Bouchez et al., 2013), ainsi que par la 
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création de fermes d’aquaculture (Alongi, 2002 ; Bouchez et al., 2013). Or, ce sont des 

écosystèmes essentiels aux zones tropicales et subtropicales. Les mangroves sont considérées 

comme des zones de nurserie pour les juvéniles de poissons et de nombreux oiseaux, 

mammifères, crustacés et reptiles y viennent également se reproduire. De plus, elles jouent un 

rôle important contre l’action des vagues empêchant ainsi l’érosion des côtes (Othman, 1994 ; 

Kathiresan et Bingham, 2001 ; Alongi, 2008 ; Lambs et al., 2011). Elles agissent également 

comme un filtre pour les masses d’eau d’origine terrigène qui transportent des matières en 

suspension, des nutriments et des contaminants (Alongi, 2002 ; Lambs et al., 2011). Les 

nutriments minéraux et la matière organique des sédiments sont importés par l'eau douce 

provenant des bassins versants, la décomposition de la litière et des micro-et macro-

organismes qui y sont associés (Tam et al., 1990 ; Bano et al., 1997). Les mangroves sont 

soumises à des conditions physico-chimiques très variables tels que la salinité, les 

inondations, la lumière ou encore la température et les organismes qui sont présents dans cet 

écosystème ont développé de grandes capacités d’adaptation afin de faire face à ces 

conditions extrêmes (Feller et al., 2010 ; Bouchez et al., 2013). Les micro-organismes sont les 

principaux moteurs dans les cycles de l'azote, du carbone, du soufre et du phosphore dans les 

mangroves (Toledo et al., 1995 ; Vazquez et al., 2000 ; Rojas et al., 2001 ; Cao et al., 2011). 

Les mangroves sont des environnements dynamiques où les sédiments, l'eau de mer et l’eau 

douce se mélangent. Les changements dans les propriétés physiques, chimiques, et 

microbiologiques entre l'eau douce et les environnements marins côtiers adjacents se 

produisent sur de courts laps de temps, poussés par les marées et les courants d'eau douce qui 

créent une pression abiotique intense influençant la composition des communautés bactério-

planctoniques (Crump et al., 1999 ; Bouchez et al., 2013). Les micro-organismes ont des 

populations de grandes tailles qui peuvent parfois se disperser sur de longues distances, une 

vitesse de reproduction, et une diversité génétique remarquable, ce qui suggère qu'ils peuvent 

faire face aux variations des conditions de l’environnement plus facilement que les 

métazoaires (Logares et al., 2009 ; Bouchez et al., 2013). Sur des surfaces solides telles que la 

surface des sédiments ou les racines des arbres, les micro-organismes s'organisent en biofilms 

microbiens ou en matte, constitués principalement de bactéries hétérotrophes, autotrophes et 

d’eucaryotes qui sont souvent connus collectivement en tant que ''microphytobenthos'' intégré 

dans une matrice microbienne ou organique (Toledo et al., 1995 ; Decho, 2000 ; Holguin et 

al., 2001 ; Gomes et al., 2010 ; Bouchez et al., 2013). Ils jouent un certain nombre de rôles, 

comme la transformation des éléments nutritifs, la stabilisation des sédiments, la promotion 

de la croissance végétale, et permettent même de lutter contre les agents pathogènes qui 
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peuvent entrer dans les écosystèmes marins. Les mangroves représentent également des 

milieux thiotrophes connus offrant une variété d'habitats pour les symbioses (Ott et al., 2004a 

; Laurent et al., 2009) au même titre que les sources hydrothermales, des suintements froids et 

des carcasses de baleines (Cavanaugh et al., 2006 ; Dubilier et al., 2008). Ces symbioses 

thiotrophiques se trouvent généralement localisées dans les zones où la matière organique est 

susceptible de s’accumuler comme c’est le cas sous les racines de palétuviers ou encore dans 

les dépression creusées dans la vase de mangrove. À l’inverse des processus lithotrophiques 

basés sur l’utilisation de ressources d’origine géothermique, les processus par lequel les 

sulfures sont produits dans les mangroves se déroulent à la fois à la surface et dans les 

sédiments anoxiques réduits. Les sulfures sont produits grâce à la dégradation du matériel 

végétal impliquant les activités métaboliques des bactéries hétérotrophes et des bactéries 

sulfato-réductrices (Palacios et al., 2009 ; Bienhold et al., 2013). En effet, la matière 

organique peut fortement s’accumuler dans les mangroves, notamment sous les racines de 

palétuviers, qui empêchent la resuspension et l’exportation des débris organiques par le 

courant (Gontharet et al., 2017). Il semblerait également que la faible profondeur et le 

ralentissement du débit des masses d’eau au niveau des racines contribuent également à 

l’accumulation de la matière organique au niveau de ces sites. La décomposition de cette 

matière organique crée des habitats sulfidiques avec des répartitions spatiales et temporelles 

très diverses (Ott et al., 2004a). Cette production de sulfures (HS-, H2S) permet le 

développement de bactéries thiotrophes libres (Jørgensen, 1989 ; Fenchel, 1994 ; Stocker et 

Seymour, 2012 ; Jean et al., 2015) ou de symbiotes bactériens associés aux invertébrés et aux 

ciliés dans et sur les sédiments (Ott et al., 2004a). Les écosystèmes de mangroves sont très 

variés notamment en ce qui concerne la géomorphologie et l’hydrodynamisme ; de ce fait 

différents types fonctionnels de mangroves ont été décrits (Woodroffe, 1992). 

L'hydrodynamisme de certains écosystèmes de mangrove est fortement influencé par les 

apports de la rivière, tandis que d'autres sont beaucoup plus dominés par ceux de l'océan 

(Holmer, 2009). La Manche-à-Eau est une lagune peu profonde et semi-fermée (Mantran et 

al., 2009). La circulation de l'eau est lente et complexe (Figure 29), entraînée par l'interaction 

entre les courants d'alizés du sud-est, le courant de marée semi-diurne et l'afflux d'eau douce 

continental (Gontharet et al., 2017). D’une manière générale, les criques et lagune de 

mangroves, comme la Manche-à-Eau, sont considérées comme étant des voies importantes 

pour l'échange de matières dissoutes et particulaires entre les milieux forestiers et les eaux 

côtières adjacentes (Wolanski et al., 1993 ; Rivera-Monroy et al., 1995 ; Holmer, 2009). Le 

temps nécessaire au renouvellement de l'eau est généralement un indicateur utile du devenir 



 75 

biogéochimique des composés dans la colonne d'eau (Holmer, 2009), où de longs temps de 

séjour permettent l'absorption de nutriments par la végétation (phytoplanctons, palétuviers, 

algues benthiques), tandis que les temps de séjour courts entraînent une plus grande 

exportation de matière vers l'océan (Thong et al., 1993). La Manche-à-Eau est soumise à 

l’influence de la mer avec la présence d’un chenal de marée et d’un drain alimentant 

sporadiquement la lagune (Mantran et al., 2008). L’eau est renouvelée pendant les cycles de 

marée et le taux de renouvellement a été estimé de l’ordre de 15%, ce qui suggère un 

enrichissement de la masse d’eau de la lagune, à chaque marée, en divers oligo-éléments 

provenant des écosystèmes adjacents (Mantran et al., 2008) ; mais également une exportation 

quotidienne des nutriments disponibles pour le fonctionnement de l’écosystème vers les 

écosystèmes associés (herbiers marins, lagon, récifs). Ce fort taux de renouvellement, associé 

à l'hydrodynamisme actif, se traduit par une eau de lagune bien mélangée et homogène 

(Mantran et al., 2008). La température de l'eau (~ 28 ° C) et la salinité (~35 ‰) sont 

relativement constantes en dessous de 0,5 m de profondeur (Pascal et al., 2014). La 

périodicité des marées est semi-diurne et l'amplitude des marées dans le lagon oscille entre 30 

et 40 cm (Mantran et al., 2008 ; Gontharet et al., 2017). Les criques et lagunes sont 

habituellement caractérisées par de faibles concentrations de nutriments en raison d'une 

grande capacité de rétention et de recyclage des nutriments dans le système (Kristensen et al., 

1995). Même dans les zones à forte charge en nutriments, exposées aux activités anthropiques 

(décharges, fermes d’aquacultures, systèmes de traitements des eaux usées), les niveaux de 

nutriments sont généralement faibles (Harrison et al., 1997). Ceci est en grande partie dû à 

l'activité de minéralisation des communautés hétérotrophes (Figure 30) dont principalement 

des bactéries et des champignons qui colonisent les sédiments intertidaux et la colonne d’eau 

en mangrove (Kristensen et al., 2000 ; Wattayakorn et al., 2000 ; Holmer, 2009) 
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Figure 29. Courantologie et bathymétrie de la lagune de la Manche-à-Eau (Mantran et al., 2008). 1 : 0 à 0,5 m; 2 : 0,6 à 1 m; 3 : 1,1 
à 1,5 m; 4 : 1,6 à 2 m; 5 : > 2 m; 6 : courants de marée; 7 : courants de la circulation générale.  

2. La production primaire marine en mangrove 

 Le phytoplancton à lui seul contribue à plus de 95 % de la production primaire dans les 

eaux océaniques (Lewis, 1974). Cependant, les zones néritiques peu profondes des zones 

côtières sont comparativement plus productives en raison de la production combinée d'algues 

unicellulaires, de macroalgues, d'algues symbiotiques de récifs coralliens et des herbiers 

marins (Lewis, 1974 ; Saifullah et al., 2016). Dans l'ensemble, la population de micro-algues 

(phytoplancton) joue un rôle majeur dans la détermination de la productivité de 

l'environnement côtier et pélagique. La plupart des études révèlent une productivité plus 

élevée pendant la saison estivale (Saifullah et al., 2016). Cette productivité peut être attribuée 



 77 

à l'intensité lumineuse élevée, à la clarté de l'eau, à la disponibilité des nutriments et à la forte 

biomasse phytoplanctonique (Saifullah et al., 2016). La production primaire dans les zones 

estuariennes présente des variations géographiques ; par exemple on retrouve des taux de 5 

g.Cm-3.d-1 en Côte d'Ivoire, 2,4 g.Cm-3.d-1 sur la côte mexicaine et 0,0693 g.Cm-3.d-1 dans le 

delta du fleuve Fly en Papouasie Nouvelle Guinée (Robertson et Blaber, 1993). La 

productivité est en moyenne plus élevée dans les estuaires de mangrove que dans d'autres 

estuaires en raison de la productivité primaire très élevée de la partie terrestre, complétée par 

celle des cyanobactéries, diatomées et micro-algues, ainsi que celle des algues fixées sur les 

racines des palétuvier (Saifullah et al., 2016). En mangrove, la production de phytoplancton 

peut être limitée à cause d’un manque de nutriments, une turbidité élevée de la colonne d’eau, 

des grandes fluctuations de la salinité, la faible profondeur et le débit des masses d’eau qui 

contribuent souvent à une faible pénétration de la lumière dans la colonne d’eau, ce qui limite 

la productivité des micro-algues, en particulier les formes benthiques (Alongi, 1988 ; Harrison 

et al., 1994). Les températures élevées peuvent également limiter la production (Lee, 1990). 

Les communautés de phytoplancton de mangrove peuvent être assez diverses mais la 

composition et la densité de la communauté sont fortement affectées par les conditions 

environnementales locales (Lee, 1990). Par exemple, dans le cas des mangroves à 

Rhizophora, il a été suggéré que la faible diversité du phytoplancton est liée à la libération de 

tanins par les racines, la décomposition du bois et les feuilles (Robertson et Blaber, 1993). Les 

populations de phytoplancton réagissent également à la variation de température et de salinité. 

Ainsi, les communautés peuvent montrer une variation saisonnière marquée (Mani, 1994). La 

Guadeloupe est soumise à l’influence des alizés et est marquée par une saison sèche de 

janvier à mars appelée « carême » et une saison humide de juillet à octobre appelée « 

hivernage » durant laquelle de fortes et abondantes précipitations se produisent. Cette 

alternance de sécheresse et de pluies abondantes favorise l’altération du sol puis l’apparition 

du lessivage aboutissant au transport de sédiments fins dans la lagune après les épisodes de 

fortes pluies ou d’importantes marées. La turbidité de l’eau et la faible pénétration de la 

lumière peuvent alors contribuer avec les températures élevées de l’eau, à une faible 

production du phytoplancton dans la Manche-à-Eau comme cela est le cas dans diverses 

mangroves notamment en Asie du Sud (Holmer, 2009). Les communautés phytoplanctoniques 

sont composées d'espèces autochtones permanentes ou temporaires et allochtones issues des 

écosystèmes adjacents continentaux ou océaniques (Guiral, 1999). Les peuplements 

généralement dominés par le nanoplancton (le microplancton principalement représenté par 

des diatomées ne constituant en général que 15 % du phytoplancton total) présentent des 
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variations temporelles de biomasse très importantes (Guiral, 1999). Les phases de 

prolifération sont liées à des modifications de la physico-chimie des eaux et suivent en 

général des périodes de dessalure associées à un enrichissement des eaux en azote et silice 

(Ricard, 1984). La productivité et la croissance du phytobenthos, constituant une communauté 

relativement diversifiée et dominée par des diatomées, semblent être limitées par la 

concentration des eaux interstitielles en composés phénoliques solubles, indépendamment du 

contrôle exercé par l'éclairement (distance par rapport à l'ombrage des arbres et degré de 

turbidité des eaux). Les supports verticaux (troncs, racines aériennes, pneumatophores et 

débris ligneux), très abondants et peu affectés par les processus de sédimentation minérale, 

offrent des surfaces très importantes pour la fixation des communautés d'algues et 

d'épibiontes qui peuvent localement présenter de fortes densités. Ces macroalgues constituent 

une association caractéristique dénommée « bostrychietum » (Guiral et al., 1999). Des 

cyanobactéries filamenteuses et des diatomées colonisent aussi ces supports. Ces espèces 

coloniales présentent des adaptations morphologiques et physiologiques diverses leur 

permettant de subir des périodes d'exondation et de dessiccation plus ou moins longues (Dor, 

1984). Les organismes photosynthétiques (planctoniques, benthiques et épiphytiques macro- 

et microalgales) ont une grande importance fonctionnelle car ils constituent une biomasse 

fraîche très activement exploitée. En effet, la composition isotopique de nombreux groupes 

faunistiques colonisant le milieu de mangrove, indique une utilisation importante de cette 

biomasse photosynthétique, en complément avec celles du réseau trophique détritique (Guiral 

et al., 1999 ; Pascal et al., 2014). Ces observations qualitatives ont été confirmées par l'étude 

des relations trophiques entre les consommateurs secondaires et les producteurs autotrophes et 

hétérotrophes de biomasse (Guiral et al., 1999 ; Pascal et al., 2014). Les variations 

temporelles des biomasses et des taux de croissance bactériens sont principalement 

dépendants de la physico-chimie des eaux (en particulier des variations de température liées 

aux phases d'inondation et d'exondation des sédiments), et sont peu affectées par la prédation 

exercée par les protozoaires et la méiofaune (Alongi, 1988). Bien que les micro-algues ne 

contribuent que faiblement à la productivité totale des systèmes de mangrove estuariens, ils 

peuvent être essentiels pour soutenir les niveaux trophiques supérieurs (Robertson et Blaber, 

1993). Cela peut être particulièrement vrai en raison de la haute qualité nutritionnelle du 

phytoplancton par rapport aux détritus de mangrove. La biomasse, la productivité et la taille 

du phytoplancton sont étroitement liées à la diversité et à l'abondance des niveaux trophiques 

supérieurs.  
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3. Les processus de minéralisation de la matière 

organique et d’émission de sulfure en mangrove  

Les sédiments de mangrove sont souvent riches en matière organique mais comme les 

détritus sont relativement pauvres en nutriments et réfractaires (Benner et Hodson, 1985 ; 

Kristensen et al., 1995), les sédiments sont généralement caractérisés par de faibles taux de 

minéralisation nette (Kristensen et al., 1992 ; 1995 ; Holmer, 2009). Le stockage de carbone 

dans les sédiments de mangrove a été estimé entre 4 et 20 gigatonnes (ou Pg) de carbone par 

an, ce qui montre qu'ils figurent parmi les sols de forêts les plus riches en carbone dans les 

tropiques (Donato et al., 2011). L'azote et le phosphore des feuilles de mangrove sont 

réabsorbés et transloqués avant qu’elles ne se détachent de l’arbre, un phénomène appelé 

abscission (Woodroffe et al., 1988 ; Feller et al., 1999). De ce fait, la concentration en 

phosphore dans les feuilles jaunes de Rhizophora est deux fois moins importante que dans les 

feuilles vertes fraîches (Feller et al., 1999). Les écosystèmes de mangrove sont également 

caractérisées par de faibles concentrations en composés azotés particulaires et dissouts, ce qui 

suggère que le cycle biogéochimique des composés azotés est étroitement dépendant des 

processus d'assimilation et de dissimilation (Holmer, 2009). La concentration de nitrate est 

faible dans les sédiments tropicaux et la dénitrification est considérée comme étant 

d'importance mineure pour la décomposition de la matière organique (Kristensen et al., 1998). 

Des études biogéochimiques menées en Thaïlande (Kristensen et al., 1991 ; 1995 ; Alongi et 

al., 1998) et en Jamaïque (Nedwell et al., 1994) suggèrent que la respiration aérobie et la 

réduction des sulfates sont les voies majeures de diagenèse dans les mangroves (Holmer, 

2009). D’autres études ont montré que la réduction du fer peut également constituer un 

important processus de respiration anaérobie en mangrove (Alongi et al., 1998 ; Kristensen et 

al., 2000). Les débris végétaux comme les branches et les feuilles de R. mangle tombées à la 

surface du sédiment constituent les principaux composants de la litière au niveau de la 

Manche-à-Eau. Par son abondance et son caractère relativement réfractaire (richesse en 

composés phénoliques et en polymères de structure : cellulose, hémicellulose et lignine), la 

litière se trouve ainsi à la base d'un réseau trophique détritique complexe où intervient une 

succession d'organismes divers reliés par des relations de types syntrophiques (Guiral, 1999). 

La minéralisation de la matière organique dans les sédiments de mangrove (Figure 30) se 

déroule selon les mêmes processus fréquemment rencontrés dans d’autres sédiments marins 

(Kristensen et al., 1995) et a donc lieu avec un certain nombre d'accepteurs d'électrons. 

L'oxygène est un accepteur d'électrons important et efficace dans les processus de respiration 
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aérobie ainsi que pour les bactéries chiomiosynthétiques sulfo-oxydantes vivant libres à la 

surface du sédiment ou pour celles qui sont associées à des invertébrés et des protistes marins 

de mangrove. De ce fait, l’oxygène est rapidement consommé et il semblerait qu’il ne soit 

présent que dans les millimètres supérieurs du sédiment. La profondeur de pénétration de 

l’oxygène dans les sédiments marins de mangrove est donc assez limitée (Andersen et 

Kristensen, 1988) et est semblable à celle des sédiments côtiers tempérés, de l’ordre de 1 à 5 

mm (Revsbech et al., 1986). Environ 50% de l'oxydation de la matière organique est 

considérée avoir lieu dans des conditions aérobies (Canfield, 1993). L’immersion des feuilles 

et autres débris végétaux provoque la lixiviation (phénomène complètement abiotique) des 

matériaux labiles et favorise le conditionnement des feuilles par les microbes (Chale, 1993). 

La minéralisation de la matière organique repose dans un premier temps sur l'utilisation de 

ces composés hydrosolubles (glucides, acides phénoliques, acides organiques, acides aminés) 

qui peuvent représenter de 30 à 50% des feuilles des palétuviers (Guiral, 1999). Malgré des 

concentrations élevées en composés phénoliques, ces molécules sont très rapidement et 

efficacement incorporées par une biomasse microbienne composées essentiellement de 

bactéries hétérotrophes (Benner et Hodson, 1985). La lixiviation peut mener à une perte de 

poids sec de 14 à 40 % après seulement 9 jours d’immersion des feuilles de palétuvier 

(Camilleri et Ribi, 1986). Cette immobilisation limite considérablement les exportations de 

matière organique dissoute de la mangrove vers les écosystèmes adjacents (Stanley et al., 

1987 ; Boto et al., 1989). Seuls les composés les plus réfractaires et dans un état de diagenèse 

avancé sont susceptibles de quitter le milieu de mangrove et principalement par l'activité 

hydrodynamique liée aux cycles de marée (Guiral, 1999). Dans les couches plus profondes du 

sédiment, ce sont les accepteurs d'électrons tels que le nitrate, le manganèse, le fer et le sulfate 

qui sont utilisés dans les processus biogéochimiques à l’origine de la minéralisation de la 

matière organique (Froelich et al., 1979 ; Crémière et al., 2017). Les communautés 

bactériennes du sous-sol (ainsi que les micro-algues épibenthiques) permettent donc de 

séquestrer les nutriments et les maintenir dans les sédiments limités en nutriments (Alongi et 

al., 1993 ; Rivera‐Monroy et Twilley, 1996). Cette biomasse microbienne quantitativement 

faible, de l'ordre de 1% de la biomasse azotée détritique totale et à très forte productivité, 

revêt qualitativement une grande importance pour l’écosystème (Guiral, 1999). En effet, elle 

constitue une source importante d'aminoacides et de vitamines, via les bactéries, et de stérols, 

via les champignons (Blum et al., 1988). En association avec les détritus, la biomasse 

microbienne est activement exploitée au sein de l'écosystème benthique par une microfaune 

(communauté de protistes dominée par des ciliés, des flagellés, des foraminifères et des 
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amibes) et une méiofaune où les nématodes constituent en général le groupe dominant 

(Alongi et Sasekumar, 1993) 

 
Figure 30. Schéma général montrant les processus de minéralisation de la matière organique, d’émission de sulfures ainsi que la 
chaine trophique en mangrove. Les débris végétaux tombés à la surface du sédiment marin de mangrove vont subir une lixiviation 
de leurs composés les plus solubles. Cette matière organique dissoute (MOD) sera rapidement incorporée au sein d’une biomasse 
principalement bactérienne lors de processus hétérotrophes. Ces processus aérobies vont fortement faire diminuer la concentration 
du milieu en oxygène. Par la suite, l’hydrolyse des polysaccharides végétaux (principalement la cellulose, l’hémicellulose et 
l’amidon) va former des sucres (principalement glucose et cellobiose). La fragmentation des débris végétaux par la meio- et micro 
faune benthique va créer des micro-niches anoxiques qui vont être colonisées par des bactéries sulfato-réductrices. Ces bactéries 
vont utiliser les sucres produits par l’hydrolyse des polysaccharides et l’H2 comme donneur d’électrons pour réduire les sulfates 
présents dans l’eau de mer et produire des sulfures. Les sulfures produits vont par la suite servir de sources d’énergie pour de 
nombreuses bactéries sulfo-oxydantes vivantes libres mais également pour celles qui sont en association symbiotiques avec des 
invertébrés et des protistes présents dans le sédiment ou à sa surface. Les bactéries hétérotrophes, les bactéries chimiosynthétiques 
et le phytoplancton sont consommés par les ciliés et flagellés qui seront eux-mêmes consommés par les organismes du zooplancton 
(flèches bleues). Les bactéries assurent les processus de minéralisation de la matière organique (flèches rouges en pointillées) tandis 
que les protistes ciliés et flagellés assurent la reminéralisation de cette biomasse microbienne et son exportation vers les niveaux 
trophique supérieurs. Les protistes ciliés et flagellés ainsi que les bactéries permettent également la reminéralisation de l’azote (N) 
et du phosphore (P) à travers leurs déchets qui serviront de nutriments pour le phytoplancton. 
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B. Les symbioses décrites en mangrove 

1. Endosymbiose chez les Bivalves  

Les bivalves symbiotiques décrits dans les écosystèmes de mangroves et les sédiments 

réduits en Guadeloupe appartiennent tous à la famille des Lucinidae. Les bactéries sont 

endosymbiotiques et sont localisées dans des cellules spécialisées appelées bactériocytes. 

Toutes les bactéries endosymbiotiques décrites chez les différentes espèces de Lucinidae 

appartiennent à différents sous groupes de γ-protéobactéries et sont toutes des bactéries sulfo-

oxydantes (Felbeck et al., 1981 ; Berg et Alatalo, 1984 ; Anderson, 1995 ; Arndt et al., 2001). 

L’espèce Lucina pectinata (ou Phacoides pectinatus) vit à l’intérieur de la vase de mangrove 

(Frenkiel et al., 1996) alors que Codakia orbicularis et Ctena imbricatula vivent dans les 

sédiments anoxiques et réduits des herbiers de Thalassia testudinum (Gros et al., 2003). La 

possibilité de maintenir certains bivalves Lucinidae en aquarium, comme C. orbicularis, a 

permis de mener des expériences qui ont montré que les symbiotes sont transmis par 

l’environnement à des juvéniles aposymbiotiques. Cette transmission environnementale, ainsi 

que la découverte de formes libres des bactéries symbiotiques dans certains herbiers à 

Thalassia testudinum (Gros et al., 1996), ont conduit à émettre l’hypothèse que l’apparition 

de ces symbioses chez les Lucinidae est récente (Gros et al., 2003). Bien que chaque espèce 

de Lucinidae possède un symbiote spécifique, il semblerait que certaines espèces comme C. 

orbicularis peuvent effectuer des associations symbiotiques avec les bactéries d’une autre 

espèce (Gros et al., 2003). Les bactéries semblent tirer un bénéfice de l’association, 

puisqu’elles sont environ cinq fois plus volumineuses lorsqu’elles sont à l’intérieur des 

branchies de l’hôte (Gros et al., 2003). Une étude plus approfondie du génome du symbiote 

de C. orbicularis a montré que celui-ci code pour toutes les protéines nécessaires à la fixation 

biologique de l’azote ou diazotrophie (König et al., 2016). La culture d'un symbiote « multi-

talentueux » qui non seulement détoxifie les sulfures (Figure 31) mais aussi soutient les 

besoins en carbone et en azote de son hôte, peut permettre au bivalve de s’imposer dans les 

environnements thiotrophiques limité en azote (König et al., 2016). 
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Figure 31. Relations métaboliques entre les bactéries et les cellules branchiales chez les Lucinacea (Diouris et al., 1989) 

2. La chevelure bactérienne du nématode Eubostrichus 

dianae 

La seule association symbiotique décrite à ce jour chez les nématodes vivant dans les 

sédiments anoxiques réduits de Guadeloupe a été observée entre Eubostrichus dianae (Figure 

32) et des bactéries sulfo-oxydantes (Himmel et al., 2009). Pourtant, les nématodes 

constituent en général le groupe faunistique le plus important de la méiofaune dans les 

sédiments de mangrove (Alongi et Sasekumar, 1993 ; Kathiresan et Bingham, 2001). Cette 

espèce appartient à la sous famille des Stilbonematinae chez laquelle huit autres espèces ont 

été décrites avec des ectosymbiotes (Ott et al., 1991 ; 2004b). Les bactéries ectosymbiotiques 

sont des chimioautotrophes oxydant les sulfures et les thiosulfates, elles contiennent les gènes 

codant pour la Ribulose biphosphate carboxylase/oxydase (RuBisCo), la sulfite oxydase et 
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l’APS Sulfurylase (Polz et al., 1992). Selon les analyses du gène codant pour l'ARNr 16S, ces 

bactéries appartiennent au sous-groupe des γ-protéobactéries et sont étroitement liées aux 

endosymbiotes trouvés dans les branchies de bivalves côtiers et dans le trophosome du vers 

tubicole Vestimentifère Riftia Pachyptila (Polz et al., 1994). Ces nématodes se nourrissent de 

leurs bactéries ectosymbiotiques. Les analyses des rapports isotopiques du carbone stable 

(δ13C) effectuées chez les bactéries et les nématodes suggèrent que les bactéries sont leur 

source de nourriture principale (si ce n'est exclusive). En retour, les nématodes fournissent 

alternativement aux bactéries du sulfure et de l'oxygène en migrant à travers la couche 

oxique-anoxique des sédiments (Ott et al., 1991). 

 
Figure 32. Eubostrichus dianae et ses bactéries ectosymbiotiques filamenteuses (Himmel et al., 2009) : (A) Les bactéries sulfo-
oxydantes forment un manteau bactérien blanc à la surface de la cuticule (astérisque) du nématode. (B) Les observations au MET 
permettent d’observer des coupes transversales (flèches noires) et longitudinales (flèches blanches) des bactéries fixées à la cuticule 
ainsi qu’un tube digestif très réduit et vide. Les bactéries possèdent des granules blancs de soufre dans leur cytoplasme 
(astérisque). 

3. Ectosymbiose chez un polype de méduse  

Il n’existe qu’une seule symbiose impliquant des bactéries sulfo-oxydantes décrite à ce 

jour chez les Cnidaires ; elle a été décrite dans les mangroves de Guadeloupe (Abouna et al., 

2015). Cette symbiose implique des polypes de méduses (Medusozoa) du genre Cladonema et 

des bactéries ectosymbiotiques chimiosynthétiques proches des ectosymbiotes de 

Zoothamnium niveum. Il existe deux stades chez les méduses qui dépendent de leur cycle de 

vie. Le premier est un stade sessile où l’organisme vit sous forme de polype fixé à son 

substrat, et le second est un stade mobile et sexué où l’organisme vit sous la forme d’une 

méduse libre d’évoluer dans la colonne d’eau (Figure 33). Les polypes de Cladonema sp. 

vivent fixés aux débris végétaux présents à la surface du sédiment, et sont donc constamment 
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en contact avec les sulfures produits dans le sédiment et à sa surface. D’un autre côté la 

méduse est libre d’évoluer dans la colonne d’eau et n’est pas soumise aux conditions 

sulfidiques du sédiment. De ce fait, les ectosymbiotes ne sont présents que chez le stade 

polype de cette méduse. Des structures sont également présentes à la surface du polype 

permettant ainsi probablement une meilleure fixation des bactéries ectosymbiotiques comme 

cela a déjà pu être observé chez d’autres organismes. 

 
Figure 33. Symbiose chez la méduse Cladonema sp. (Abouna et al., 2015): (A) Le polype de Cladonema sp. vit fixé à la surface des 
feuilles de palétuvier jonchant la surface du sédiment de mangrove. Les observations du stade polype au MEB (B) montrent la 
présence de bactéries ectosymbiotiques (flèches) en forme de bâtonnets qui recouvrent la surface du polype. Les observations au 
MET (C) laissent apparaître des structures (encadrer) permettant aux bactéries (b) de se fixer au polype. Le stade méduse observé 
au MEB (D) ne possède pas de bactéries ectosymbiotiques. 

C. Objectifs de l’étude 

Alors que la Guadeloupe possède la plus grande bordure littorale de mangroves des 

Petites Antilles, la microfaune et la microflore bactérienne marine associées à cet écosystème 

sont encore mal connues. De nombreux organismes ont déjà été décrits en association 

symbiotique avec des bactéries sulfo-oxydantes principalement au niveau des sédiments 

marins. En effet, la dégradation de la matière organique dans le sédiment et à sa surface est à 

l’origine de la production de sulfures. Cette production de sulfures va permettre le 

développement d’une communauté de micro-organismes dont le métabolisme est basé sur des 

processus chimiosynthétiques. Les travaux réalisés au cours de cette thèse ont pour but 

d’identifier, répertorier et caractériser les différentes espèces de protistes ciliés qui vivent au 
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niveau des sédiments marins anoxiques réduits de mangroves en association avec des 

bactéries symbiotiques. Ces travaux permettront de mieux comprendre le rôle de ces micro-

organismes eucaryotes (Protistes) et procaryotes dans le fonctionnement des mangroves de 

bord de mer. Alors que les communautés phytoplanctoniques de protistes ont été relativement 

bien étudiées dans les écosystèmes de mangroves, les espèces de ciliés (et plus généralement 

les protozoaires) présentes dans cet écosystème sont mal connues. Des études réalisées dans 

les mangroves en Inde ont montré que les espèces de ciliés prédominantes appartiennent à 

l’ordre des Tintinides (Krishnamurty et al., 1995). Cependant, ces études se limitent 

principalement aux espèces planctoniques qui se déplacent dans la colonne d’eau. De ce fait, 

il n’existe que très peu d’informations concernant les espèces de ciliés benthiques qui vivent à 

la surface du sédiment marin de mangrove, et encore moins en ce qui concerne les espèces 

symbiotiques. Pourtant de nombreuses études ont montré que dans des écosystèmes 

anoxiques, micro-oxiques et chimiosynthétiques qui présentent des conditions 

environnementales difficiles, les organismes eucaryotes (dont les protistes ciliés) ont tendance 

à s’associer avec des bactéries (Bernhard et al., 2000 ; Cavanaugh et al., 2006 ; Dubilier et 

al., 2008 ; Hackstein, 2010). Ces bactéries vont leur permettre de lutter contre les conditions 

difficiles du milieu et ainsi de coloniser ces nouveaux habitats. Lors de cette thèse, diverses 

techniques d’études et méthodes d’échantillonnages ont été utilisées afin de récolter et 

d’étudier ces différents micro-organismes symbiotiques. Ainsi, les espèces de protistes ciliés 

mobiles ont été récupérées à partir de biofilms générés par la dégradation des substrats 

végétaux ou animaux immergés (wood falls et whale falls). D’autre part, les espèces sessiles 

ont été directement prélevées à la surface de ces substrats. Les biofilms sont naturellement 

présents à la surface des sédiments (périphyton), des racines de palétuviers ainsi que sur les 

débris végétaux présents à la surface du sédiment marin. Les espèces présentes dans ces 

biofilms sont très importantes car avec le phytoplancton elles constituent la base du réseau 

trophique en mangrove. En effet, les protistes hétérotrophes petits et abondants, tels que les 

ciliés et les dinoflagellés constituent une source de nutriments importante pour les organismes 

plus gros du zooplancton (Ulloa et Grob 2013). Les principaux aliments des ciliés sont des 

particules, notamment des bactéries, des cyanobactéries chroococcoïdes, des micro-algues, 

des diatomées, des dinoflagellés, des microflagellés hétérotrophes et d'autres ciliés (Capriulo 

et al., 2013) qui se trouvent principalement au niveau du sédiment marin en mangrove. Les 

ciliés permettent donc la reminéralisation de la biomasse microbienne et son exportation au 

niveau trophique supérieur et jouent donc un rôle important au sein de la boucle microbienne 

du réseau détritique des mangroves. L’étude de ces protistes hétérotrophes et des associations 
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symbiotiques chez certaines espèces de ciliés permettra donc de mieux comprendre le rôle 

joué par ces micro-organismes dans cet environnement chimiosynthétiques, dont notamment, 

les stratégies employées pour survivre aux conditions extrêmes du milieu. Plusieurs 

techniques ont été utilisées afin de répondre à cette problématique. Les techniques de biologie 

moléculaire (PCR, FISH, clonage) ont permis l’identification génétique des différentes 

espèces ciliées servant d’hôtes ainsi que leurs symbiotes. Les techniques de biologie cellulaire 

(MEB, STEM, MET, microscope confocal, Raman) ont été utilisées pour la caractérisation 

cellulaire, morphologique et physiologique des organismes étudiés. 

Partie 2. Etudes de cas  

Chapitre 1. Matériels et Méthodes  

A. Description générale du site d’étude : la lagune de 

la Manche-à-Eau  

La Manche-à-Eau est une petite lagune qui se situe dans la Rivière salée en Guadeloupe 

(Figures 34 et 35). La Guadeloupe (16°N, 61°W) se trouve dans la mer des Caraïbes et fait 

partie de l’archipel des Petites Antilles. Elle est composée de deux îles principales, la Basse-

Terre, d’origine volcanique, et la Grande-Terre, de nature calcaire, qui sont séparées par le 

chenal de la Rivière salée (Guilcher et Marec, 1978). Plusieurs petites îles sont également 

rattachées à la Guadeloupe (Désirade, Marie Galante et les Saintes). 
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Figure 34. Site d’étude et d’échantillonnage. 

Le chenal de la Rivière salée est large de 40 à 60 m et peut atteindre 6m de profondeur 

par endroit. Il met en communication le Grand Cul-de-Sac Marin et le Petit Cul-de-Sac Marin 

en traversant la zone de mangrove la plus étendue de la Guadeloupe avec une superficie de 

2325 ha (Chauvaud et al., 2001). Les bords de la Rivière Salée sont constitués exclusivement 

de palétuviers rouges (Rhizophora mangle) qui forment une ceinture d’environ 10 m le long 

du littoral. La lagune de la Manche-à-Eau a une étendue de 281 700 m2, une profondeur 

moyenne de 1,5 m et une profondeur maximale de 3 m (Mantran et al., 2008 ; 2009). Sous les 

racines de palétuviers, des assemblages complexes de différentes communautés de micro-

organismes forment des tapis microbiens appelés également matte, qui ont également été 

observés dans d’autres habitats peu profonds (Jørgensen et Revsbech, 1982 ; Delfino et al., 

2012). Ces mattes sont composées d’un assemblage complexe de bactéries phototrophes, 
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hétérotrophes et chimiolithoautotrophes, mais également d'archées et de micro-algues 

eucaryotes (Stolz, 2000) dont la répartition au sein de la communauté est conditionnée par des 

micro-gradients verticaux d'oxygène, d'hydrogène sulfuré et de lumière (Van Gemerden, 1993 

; Meysman et al., 2015). La matte blanche présente à l'interface sédiment-eau, sous les racines 

de palétuvier présents dans la Manche-à-Eau, est composée en partie de bactéries 

filamenteuses incolores sulfo-oxydantes appartenant à deux nouvelles espèces : Candidatus 

Isobeggiatoa et Candidatus Maribeggiatoa de la famille des Beggiatoaceae (Jean et al., 2015). 

Des cyanobactéries filamenteuses appartenant à la famille des Oscillatoriales ont également 

été observées dans les tapis de Beggiatoa (Guidi-Rontani et al., 2014). Ces assemblages de 

bactéries constituent un assemblage appelé périphyton qui inclut également les invertébrés 

benthiques détritiques comme les mollusques gastéropodes, les nématodes, mais également 

les protistes ciliés et flagellés présents dans la lagune de la Manche-à-Eau (Figure 35). 

D’autres bactéries sont également parfois présentes en dessous du tapis de Beggiatoa dans la 

lagune de la Manche-à-Eau. Ce sont des bactéries anoxygéniques qui sont facilement 

reconnaissables grâce à leur coloration pourpre.  

 
Figure 35. Photos de la Manche-à-Eau. La bordure littorale est composée d’une ceinture de palétuviers rouges (A), les racines 
plongent dans l’eau de mer jusqu'à parfois atteindre le sédiment (B). Celui-ci est recouvert de mattes bactériennes composées 
principalement de cyanobactéries (flèche verte) et de bactéries blanches filamenteuses sulfo-oxydantes (flèche jaune). Les feuilles, 
les branches et les graines de palétuviers jonchent également la surface du sédiment marin sous les racines (C). 
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B. Echantillonnage 

Les espèces ciliées sessiles ont été prélevées directement à la surface de feuilles de 

Rhizophora mangle tombées sur les sédiments entre les racines des palétuviers. Seules les 

feuilles en cours de décomposition (marrons ou noires) ont été prélevées à la surface du 

sédiment car celles-ci produisent des sulfures et sont exposées au dégagement du sulfure 

d’hydrogène provenant du sédiment. Les espèces mobiles ont été prélevées quant à elles à 

partir d’un biofilm obtenu en immergeant plusieurs types de substrats riches en matière 

organique tels que des branches de Rhizophora mangle ou encore des crânes de cochons dont 

la moelle osseuse est riche en lipides. Les espèces mobiles de protistes ciliés auraient pu être 

directement prélevés à l’intérieur des mattes et biofilms présents à la surface du sédiment. 

Cependant, les mattes et biofilms ne sont pas présents toute l’année à la surface du sédiment 

de la Manche-à-Eau. La méthode d’échantillonnage utilisée semblait être plus intéressante 

pour pouvoir mener à bien l’échantillonnage. Les crânes et les branches ont été déposés sur 

des grilles placées à plusieurs centimètres au-dessus du sédiment afin que l’os et les branches 

ne soient pas exposés à la diffusion des sulfures provenant du sédiment (Figure 36). En effet, 

lorsque les sulfures atteignent la surface des sédiments, ils sont rapidement oxydés par 

l’oxygène présent dans l’eau de mer (oxydation chimique) ou bien oxydés par l’activité 

métabolique des bactéries sulfo-oxydantes libres ou vivant en association symbiotiques avec 

des invertébrés et des protistes ciliés présents à la surface du sédiment. Cependant, des 

sulfures sont également produits au niveau des substrats organiques présents à la surface des 

sédiments. Des bactéries sulfato-réductrices provenant du sédiment vont rapidement coloniser 

les substrats organiques après leur immersion et vont dégrader la moelle riche en lipides des 

os où la cellulose des branches pour produire des sulfures. Ces sulfures vont attirer de 

nombreuses bactéries qui vont former un biofilm et attirer des prédateurs tels que les protistes 

ciliés. Ainsi, on peut recréer un écosystème chimiosynthétique de type « wood falls » ou de 

type « whale falls » artificiel dans un écosystème sulfidique peu profond connu pour héberger 

des symbioses thiotrophiques, dans le but d’attirer certaines espèces spécifiques. Les espèces 

de protistes ciblées dans cette thèse évoluent à la surface du sédiment, se nourrissent des 

bactéries présentes dans les biofilms et sont souvent exposées aux conditions sulfidiques. Ces 

espèces sont donc susceptibles d’héberger des symbiotes bactériens sulfo-oxydants.  
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Figure 36. Schéma représentant les substrats utilisés pour l’échantillonnage ainsi que les conditions environnementales du site. 
Les feuilles de palétuviers ont été prélevées directement à la surface du sédiment tandis que les morceaux de crânes de cochon ont 
été placés sur des grilles placées à plusieurs centimètres du sédiment. Ces substrats vont être colonisés par des bactéries sulfato-
réductrices provenant du sédiment et vont finir par produire eux-mêmes des sulfures au bout de 2-3 jours d’immersion. 

Les biofilms ont été prélevés à divers intervalles de temps après avoir immergé les 

substrats organiques afin d’étudier le processus de colonisation par les bactéries et les 

protistes ciliés. Plusieurs substrats organiques ont été placés en mangrove à plusieurs reprises 

tout au long de cette thèse afin de répondre aux besoins des manipulations. Après 2-3 jours 

d’immersion, les débris végétaux et les substrats animaux commencent à produire des sulfures 

permettant ainsi le développement d’un biofilm blanc. Les biofilms ont donc été récupérés dès 

leur apparition au bout de 2 à 4 jours, entre 4 et 6 jours et entre 6 et 8 jours à la surface des 

branches et des crânes (Figure 37). Les biofilms ont été prélevés à l’aide de seringues de 25 

ml. Les organismes apparaissant blanc à la loupe binoculaire ou présentant des inclusions 

blanches dans leur cytoplasme sous lumière incidente ont été récupérés à l’aide d’une 

micropipette et triés séparément afin d’obtenir divers lots de plusieurs morphotypes ou 

espèces sélectionnées sur la base de critères morphologiques. Les morphotypes choisis pour 

les différentes analyses ont été sélectionnés de par leur présence récurrente à la surface des 

feuilles et à l’intérieur des biofilms récupérés en mangrove, leur comportement atypique et 

facilement reconnaissable parmi les nombreux organismes récoltés (contractions des 

individus chez les espèces sessiles ou encore rotations des individus mobiles). De plus, des 
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observations au microscope à épifluorescence ont été réalisées chez les morphotypes mobiles 

après un marquage des individus au DAPI afin de détecter la présence de bactéries 

ectosymbiotiques et/ou endosymbiotiques. Deux espèces sessiles et deux espèces mobiles 

potentiellement symbiotiques ont ainsi pu être sélectionnées pour les différentes analyses. Ces 

espèces seront appelées « morphotypes sessiles 1 et 2 » et « morphotypes mobiles 1 et 2 » 

D’autres morphotypes ont également pu être analysés mais leur étude n’a malheureusement 

pas pu être aussi approfondie. 

 
Figure 37. Photo d’un morceau de crâne de cochon recouvert d’un biofilm blanchâtre (cercle noire). Les biofilms ont été prélevés 
à divers intervalles de temps, après avoir immergé l’os en mangrove, afin de suivre le processus de colonisation de l’os par les 
bactéries sulfo-oxydantes et les protistes ciliés. Le biofilm prélevé entre 2 et 4 jours contient principalement des bactéries. Le 
biofilm récolté entre 4 et 6 jours contient des bactéries et plusieurs espèces de protistes ciliés. Au bout de 6 à 8 jours, les bactéries 
présentes dans les biofilms récupérés à des intervalles de temps plus court ont disparu. Le biofilm contient des bactéries plus 
grosses que les précédentes et les ciliés ont presque tous disparu. 

C. Microscopie optique  

• Espèces sessiles  

Les deux morphotypes de ciliés sessiles ont été observés directement à la loupe 

binoculaire (Leica MS 5), à la surface de feuilles placées dans des cristallisoirs, contenant de 

l’eau de mer récupérée dans la Manche-à-Eau. Des images ont été prises en utilisant un 
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appareil photo Canon EOS 70D. De tout petits fragments de feuilles avec des individus fixés 

dessus ont été coupés à l’aide d’un scalpel puis placés entre une lame creuse et une lamelle 

avant d’être observés à l’aide d’un microscope photonique Eclipse 80i (Nikon, France). Des 

photos ont par la suite été prises à l’aide d’une caméra Nikon DXM 1200F montée sur le 

microscope. 

• Espèces mobiles 

Après avoir récupéré le biofilm à l’aide de seringues de 25 ml en mangrove, celui-ci a 

été transféré dans un cristallisoir et laissé en repos 10 min afin qu’il puisse se reconstituer. 

Les morphotypes ont été observés et séparés en lots à la loupe binoculaire. Des images du 

biofilm et des différents lots de morphotypes ont été prises à l’aide d’un appareil photo Canon 

EOS 70D. Ces morphotypes ont ensuite été fixés dans une solution de paraformaldéhyde dilué 

à 2,5 % en eau de mer, rincés plusieurs fois dans une eau de mer filtrée à 0,22 µm, puis 

montés entre lames et lamelles avant d’être observés grâce à un microscope Eclipse 80i 

(Nikon, France). Des images ont été prises en utilisant une caméra Nikon DXM 1200 F 

montée sur le microscope 

D. Microscopie électronique à balayage 

De petits fragments de feuilles de Rhizophora mangle présentant des individus fixés de 

chaque morphotype sessiles ont été recueillis à l'aide d'une lame de scalpel lors d’observation 

sous loupe binoculaire. Les échantillons ont été fixés dans une solution de glutaraldéhyde 

diluée à 4 % dans de l'eau de mer filtrée à 0,22 µm, puis placés à 4 °C pendant au moins 24 h. 

Les fragments ont ensuite été déshydratés par des bains d’acétone consécutifs de plus en plus 

concentrés tel que décrit ci-dessous : 

• 30 % pendant 10 min 

• 50 % pendant 10 min 

• 70 % pendant 10 min  

• 95 % pendant 10 min 

• 100 % pendant 10 min (3 fois).  

Les échantillons ont par la suite subi un point critique au CO2 grâce à un appareil Leica 

EM CPD030 et une métallisation par pulvérisation cathodique d'or grâce à un 

CRESSINGTON sputter coater 108auto avant d’être observés avec un FEI Quanta 250 sous 

une tension d’accélération de 20 kV.  
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En ce qui concerne les espèces mobiles, plusieurs individus provenant de chaque lot de 

morphotypes ont été fixés dans une solution de glutaraldéhyde diluée à 4% dans de l'eau de 

mer filtrée à 0,22 µm, puis placés à 4 °C pendant au moins 24 h. Les individus ont ensuite été 

rincés 2 fois en eau de mer filtrée à 0,22 µm puis déposés sur des fragments de lames 

silanisées dans une goutte d’eau de mer filtrée à 0,22 µm. Les lames silanisées ont été 

préalablement préparées selon le protocole décrit ci-dessous : 

• plongez les lames 3 à 5 fois dans de l’acétone à 95 % et laissez sécher 

• plongez les lames 5 fois dans une solution de 3-aminopropyl-triethyloxysilane 

ou APTS (SIGMA) : 490 ml acétone et 10 ml d’APTS.  

• rincez les lames 3 à 5 fois dans de l’eau distillée et laissez sécher. 

Les fragments de lames silanisées avec les individus de chaque morphotype mobile ont 

été placés dans une chambre humide durant toute la nuit afin de laisser sédimenter les 

individus sur la lame et ainsi les coller. Les individus ont par la suite été déshydratés en 

plongeant les fragments de lames dans des bains d’acétone consécutifs de plus en plus 

concentrés comme décrit préalablement. Les échantillons ont par la suite subi un point 

critique au CO2 et une métallisation par pulvérisation cathodique d'or avant d’être observés 

avec un FEI Quanta 250 sous une tension d’accélération de 20 kV.   

E. Microscopie électronique à transmission 

En ce qui concerne les ciliés sessiles, plusieurs individus de chaque morphotype ont été 

prélevés délicatement à la surface des feuilles de Rhizophora mangle à l’aide d’un scalpel. En 

ce qui concerne les différents morphotypes des espèces mobiles étudiées, plusieurs individus 

ont également été séparés et prélevés à l’aide d’une micropipette. Les échantillons ont par la 

suite été préfixés pendant au moins 24 h à 4 °C dans une solution de glutaraldéhyde diluée à 

2,5 % dans du tampon de cacodylate 0,1 M (pH 7,2 ajusté à une osmolarité de 900 mOsm). 

Après un bref rinçage (5 minutes) dans ce même tampon, les échantillons ont été fixés 

pendant 45 minutes à l’obscurité et à température ambiante avec du tétroxyde d'osmium à 1 % 

dans du tampon de cacodylate 0,1 M (pH 7,2 ajusté à une osmolarité de 1100 mOsm). Les 

individus ont par la suite été rincés dans de l'eau distillée et post-fixés avec de l'acétate 

d'uranyle aqueux à 2 % pendant 2 h à température ambiante et à l’obscurité. Enfin, les 

échantillons ont été déshydratés dans des solutions d’acétone de concentrations croissantes 

avant d'être inclus dans une résine époxy. Des coupes fines de chaque morphotype ont été 
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réalisées à l’aide d’un microtome puis observées à l’aide d’un FEI tecnai fonctionnant à 200 

KV et/ou grâce au microscope électronique à balayage Quanta 250 configuré en mode STEM 

et sous une tension d’accélération de 20 KV.  

F. Analyses par spectrométrie Raman 

Les échantillons analysés par spectrométrie Raman ont été préalablement fixés dans une 

solution de paraformaldéhyde diluée à 2 % dans de l'eau de mer filtrée (0,22 µm) pendant au 

moins 24 h. Ils ont été par la suite rincés dans de l'eau de mer stérile avant analyse. L'eau de 

mer constitue un milieu isotonique pour les organismes marins et permet la dissipation 

d’énergie, ce qui permet ainsi d’éviter les dommages par irradiation des échantillons au cours 

des analyses Raman. Les spectres ont été enregistrés en utilisant un microspectromètre Raman 

HRevo Horiba, utilisant une longueur d’onde d’excitation de 514,5 nm délivrée par un laser à 

ions d'argon. Plusieurs individus des morphotypes analysés ont été déposés sur une lame 

silanisée dans une goutte d’eau de mer stérile puis placés dans une chambre humide durant au 

moins deux heures pour les laisser sédimenter et se coller à la lame. De cette façon les 

individus ne bougent pas lors du passage du laser, ce qui dans le cas contraire pourrait risquer 

de faire échouer l’analyse spectrométrique. Plusieurs spectres Raman ont par la suite été 

obtenus à différents endroits de la cellule et dans l’eau environnante utilisée comme témoin 

négatif. Les bandes spécifiques de soufre élémentaire S8 ont ensuite été recherchées dans les 

spectres enregistrés sur l'échantillon. Enfin, une cartographie complète de l'individu a été 

réalisée afin d’étudier la distribution du soufre dans la cellule. La méthode utilisée est celle 

développée précédemment par Himmel et al., en 2009. La puissance du laser à la surface de 

l'échantillon était de 105 µW et le temps d'acquisition des spectres de 10 secondes.  

G. Extraction d'ADN et amplification  

Un total de 100 individus de chaque morphotype a été recueilli à chaque fois sur des 

échantillons frais, prélevés le jour même. Les ADN des protistes et de leurs éventuelles 

bactéries symbiotiques ont été extraits en utilisant le kit « DNeasy Blood and Tissue » 

(Qiagen) en se référant aux instructions du fabricant. Une élution finale de 100 µl a été 

obtenue contenant l’ADN de chaque pool d’individus associé à un morphotype sélectionné 

ainsi que celui de ses potentiels symbiotes bactériens. Les gènes codant pour l'ARNr 16S des 

bactéries et l'ARNr 18S des eucaryotes ont été amplifiés en utilisant respectivement des 

couples d'amorces universelles 8F/1492R (Lane et al., 1986 ; Lane, 1991) et 1F/5R (Giribet et 
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al., 1996) à une concentration de 10 µmol/µl. Les séquences des amorces sont disponibles 

dans le Tableau 3. Les PCR ont été réalisées dans un « Master mix » composé de 30µl d’eau 

PPi, 10 µl de Flexi-Buffer X5 Green, 3 µl de MgCl2 à (25 mM), 2 µl de chaque amorce 

servant à l’amplification des gènes procaryotes ou eucaryotes, 0,50 µl de TAQ polymérase, 

0,50 µl de dNTPs et 2 µl d’ADN ou d’eau PPi (servant de témoin négatif) pour un volume 

final de 50 µl. Les PCR ont été effectuées à l’aide d’un thermocycleur GeneAmp ® PCR 

System 2700 (Applied Biosystems) et le programme utilisé pour les amplifications PCR de 

ces deux gènes était le suivant : 94 °C pendant 5 min puis 30 cycles de :  

• dénaturation (94 °C, 1 min),  

• hybridation (55 °C, 30 s),  

• élongation (72 °C, 90 s)  

• élongation terminale (72 °C, 7 min).  

• et enfin un stade de refroidissement à 4 °C jusqu'à récupération des échantillons 

dans le thermocycleur.  

Les produits PCR ont ensuite été purifiés en utilisant le kit de purification QIAquick 

PCR (Qiagen) et envoyés à séquencer chez Genoscreen (http://www.genoscreen.com).  

H. Clonage  

 Les produits PCR obtenus du gène codant pour l’ARNr 16S des bactéries présentes à 

l’intérieur du cytoplasme du morphotype mobile 1 ont été clonés en utilisant le Kit pGEM-T 

Easy Vector System I conformément aux instructions du fabricant PROMEGA (France) afin 

d’identifier les potentiels endosymbiotes. Un total de 40 colonies de chaque construction 

réalisée a été récupéré afin de vérifier par « PCR colonie » la présence de l’insert. Les 

colonies ont été prélevées à l’aide d’un cure-dent stérile et déposées dans des tubes de 0.2 ml 

contentant 10 µl d’eau PPi. Seulement 2 µl de ce mélange ont été utilisés comme ADN 

matrice pour la réalisation de chaque PCR. Les PCR ont été effectuées selon le même 

protocole décrit précédemment (voir Extraction d'ADN et amplification) en utilisant le couple 

d’amorces SP6 et T7 (Stump et Hall, 1993) du vecteur selon le programme suivant : un cycle 

de dénaturation de 94 °C pendant 10 min, puis 35 cycles de : 

• dénaturation (94 °C, 30 s),  

• hybridation (55 °C, 30 s),  

• élongation (72 °C, 90 s)  
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• élongation terminale (72 °C, 7 min).  

Les produits PCR ont par la suite été purifiés et séquencés en utilisant le même couple 

d'amorce (SP6/T7) via la plateforme Genoscreen (http://www.genoscreen.com) par la 

méthode de SANGER. 

Tableau 3. Liste et détails des amorces utilisées pour les PCR. 

 

I. Analyses phylogénétiques 

L’analyse phylogénétique a été effectuée directement à partir des séquences codant pour 

les gènes de l’ARNr 16S des procaryotes et de l’ARNr 18S des eucaryotes. Les séquences 

obtenues ont été comparées avec celles de la base de données du « National Center of 

Biotechnology Information » ou NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov) en utilisant BLAST. 

Les séquences les plus proches obtenues grâce au BLAST ont été incluses dans les analyses 

phylogénétiques afin de former un jeu de données pour chaque gène étudié. Par la suite, des 

alignements multiples ont été réalisés en utilisant MUSCLE. Les alignements obtenus ont été 

vérifiés manuellement. Les régions présentant un alignement ambigu ou incertain ont été 

éliminées du jeu de données. Enfin, un arbre phylogénétique basé sur les alignements 

multiples obtenus sur chaque jeu de données (18S rRNA et 16S rRNA) a été réalisé à l'aide du 

programme MEGA version 7. Les arbres phylogénétiques ont été construits en utilisant les 
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méthodes du Neighbor Joining (NJ) et Maximum Likelihood (ML) avec comme modèle de 

distance génétique Tamurai-Nei. Les arbres phylogénétiques montrant des résultats différents 

en fonction de la méthode utilisée pour la construction ont été présentés et interprétés 

individuellement dans le reste du document. Dans le cas où les résultats des constructions 

étaient similaires, la construction réalisée par la méthode du Maximum likelihood (ML) a été 

privilégiée. La robustesse des nœuds a été évaluée en effectuant 1000 répétitions bootstrap, et 

seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50 % ont été indiquées aux nœuds des arbres. 

Après analyse, les séquences du gène codant pour l’ARNr 18S des ciliés et du gène codant 

pour l’ARNr 16S obtenues dans cette étude ont ensuite été déposées dans la base de données 

GenBank. 

J. Expériences d'hybridation fluorescente in situ 

(FISH)  

Les échantillons analysés ont été fixés dans une solution de paraformaldéhyde diluée à 4 

% dans de l'eau de mer stérile à 4 °C pendant 2 h. Après deux lavages dans de l'eau de mer 

stérile, les échantillons ont été déshydratés par des bains successifs d’éthanol de plus en plus 

concentrés (30 %, 50 %, 70 %, 95 %, 3 fois 100 % et 10 min pour chaque bain). La 

déshydratation des échantillons avec de l'éthanol 100 % est très importante car elle permet de 

dissoudre le soufre présent dans les échantillons pouvant générer de l'autofluorescence. Les 

échantillons ont par la suite été partiellement réhydratés par des bains successifs d'éthanol 

pour être au final conservés dans de l'éthanol 70 % et déposés sur des lames silanisées. Après 

séchage, les lames ont été plongées pendant 12 min dans de l'HCl 0,2 M, rincées pendant 10 

min dans du tampon de préhybridation (Tris-HCl 20 mM [pH 8,0]), incubées pendant 5 min 

dans une étuve à 37 °C dans du tampon de préhybridation contenant de la protéinase K (0,5 

mg.ml-1 (Sigma)) puis rincées dans le même tampon de préhybridation. Les lames ont été par 

la suite placées dans une chambre humide et à l’obscurité pour effectuer les hybridations. Les 

hybridations ont été effectuées toute la nuit à 46 °C dans du tampon d'hybridation (NaCl 0,9 

M, tampon 0,01 M Tris-HCl [pH 7,8], SDS à 0,01%). Les sondes EUB338 (Amann et al., 

1990) ciblant la plupart des membres des bactéries et NON-EUB338 (Wallner et al., 1993) 

ont été utilisées respectivement comme contrôles d'hybridation positifs et négatifs. De plus, 

plusieurs sondes spécifiques ont été réalisées à partir des séquences obtenues du gène codant 

pour l’ARNr 16S des bactéries symbiotiques associées aux protistes étudiés : VO16B et 

VORTI sont spécifiques des ectosymbiotes du morphotype sessile 1 tandis que UMB 1 et 
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UMB 2 sont spécifiques des endosymbiotes du morphotype mobile1. Les sondes VO16B, 

UMB 1 et UMB 2 ont été conçues lors de cette thèse en utilisant Primer3 (Untergasser et al., 

2012). En revanche, la sonde VORTI a été modifiée à partir de la sonde ZIS645 (Schuster et 

Bright, 2016). Les sondes VO16B, VORTI et UMB 2 ont été marquées avec de la cyanine 3 

comme fluorochrome tandis que la sonde UMB 1 a été marquée avec de l’atto 488. La 

spécificité de chaque sonde a été testée sur Probes Match (Cole et al., 2005) en utilisant la 

base de donnée 16S/18S rRNA Silva. La spécificité de chaque sonde a été calculée en 

admettant une erreur maximale d’un nucléotide lors des alignements de séquences du gène 

codant pour l’ARNr 16S des bactéries et celle de la sonde testée (Tableau 4). Les détails de 

chaque sonde sont affichés dans le tableau 4. Les conditions d'hybridation optimales pour les 

sondes spécifiques ont été déterminées en appliquant une série de concentrations de 

formamide (0 à 40 %) dans le tampon d'hybridation afin d'atteindre la meilleure qualité du 

signal. Les échantillons ont été montés entre lames et lamelle avec du milieu de montage 

fluorescent VECTASHIELD® contenant du DAPI (VECTOR, USA) et visualisées sous un 

microscope à épifluorescence Eclipse 80i (Nikon, France) et/ou un microscope confocal Leica 

SPE II. 





 101 

suivi de la population symbiotique à l’intérieur du cytoplasme des individus de 

l’espèce sélectionnée. Ce suivi est possible grâce aux observations au microscope à 

épifluorescence des individus après l’hybridation des bactéries présentes dans leur 

cytoplasme avec des sondes spécifiques par technique FISH. Les hybridations et les 

observations ont été réalisées selon le même protocole énoncé précédemment. 

• 5 individus ont été placés, chacun respectivement, dans un pilulier différent contenant 

de l’eau de mer filtrée à 0,22 µm pour étudier le processus de division du cilié. 

• 10 autres individus contenant de nombreuses inclusions blanches ont été mis en 

stabulation dans un petit bécher contenant de l’eau oxygénée avec un bulleur afin 

d’étudier le processus d’excrétion.  

• 100 individus ont été prélevés à la fin de la culture pour effectuer des analyses 

phylogénétiques par séquençage du gène codant pour l’ARNr 18S afin de vérifier qu’il 

n’y ai pas eu une éventuelle contamination des boites de pétri par d’autres espèces de 

protiste ciliés.  

• 10 individus ont également été préfixés pendant au moins 24 h à 4 °C dans une 

solution de glutaraldéhyde diluée à 2,5 % dans du tampon de cacodylate 0,1 M [pH 

7,2] ajusté à 900 mOsm. Ces individus ont par la suite été fixés à l’osmium et à 

l’acétate d’uranyle, inclus dans de la résine puis observés au microscope électronique 

à balayage configuré en mode STEM selon le même protocole énoncé précédemment 

(voir Microscopie électronique à transmission). Ces observations avaient pour but de 

vérifier la présence de bactéries dans le cytoplasme des individus du morphotype 

mobile 1 après 3 semaines de culture.  
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Figure 38. Schéma général expliquant la culture mise en place en laboratoire pour le morphotype mobile 1. 20 individus ont été 
placés à chaque fois dans 4 boites de pétri contenant de l’eau de mer filtrée enrichie en matière organique. Des prélèvements ont 
été réalisés toutes les 24 heures afin de suivre l’évolution de la population bactérienne dans le cytoplasme des ciliés grâce à des 
analyses FISH. Un repiquage des individus restants a été réalisé régulièrement dans de nouvelles boites de pétri afin de ne pas 
épuiser le milieu. Des individus ont été prélevés à la fin de la culture pour des analyses PCR et des observations au STEM. 

Chapitre 2. Résultats 

A. Les espèces benthiques sessiles 

La surface des feuilles et des branches de Rhizophora mangle récoltées et observées 

sous la loupe binoculaire constitue un biotope pour de nombreux micro- et macro-organismes. 

En effet, on y retrouve des mollusques, des crustacés, des polypes de méduses, des anémones 

et des ciliés parmi de nombreuses bactéries filamenteuses. Certaines de ces bactéries 

filamenteuses sont blanches et sont fixées à la surface de la feuille. D’autres bactéries 

filamenteuses blanches du genre Beggiatoa ainsi que des cyanobactéries recouvrent 

également les échantillons de feuilles fraichement récoltées. 
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1. Morphotype sessile 1 : Pseudovorticella sp. isolat 

Guadeloupe 

a. Morphologie générale de Pseudovorticella sp.  

Les observations effectuées sous loupe binoculaire montrent que les individus de 

Pseudovorticella sp. apparaissent blancs lorsqu’ils sont exposés à une source de lumière, tout 

comme les bactéries filamenteuses et libres vivant à proximité. Les individus sont souvent 

regroupés en pseudocolonies pouvant atteindre une centaine d’individus sur la face d’une 

feuille. Certaines caractéristiques de leur morphologie sont visibles, on distingue nettement le 

stolon contractile qui permet aux individus de se fixer à leur substrat et le zoïde considéré 

comme l’organe de filtration et de nutrition de l’organisme. Une autre caractéristique 

frappante de ces organismes est leur capacité à se contracter lorsqu’ils perçoivent une 

perturbation dans l’environnement. Ainsi, le simple fait de toucher la feuille sur laquelle 

repose l’individu va provoquer un phénomène de contraction de ces organismes.  

 Le zoïde prend la forme d’une cloche inversée lorsqu'il est complètement relâché 

(Figures 39A, B) et celui-ci est arrondi ou légèrement ellipsoïdal lorsqu'il est contracté 

(Figure 39C). Il mesure 40 à 50 µm de diamètre. Au sommet du zoïde apparaissent de 

nombreux cils qui encerclent le disque péristomiale, celui-ci constitue la porte d’entrée sur le 

vestibule qui représente la cavité buccale de cet organisme. La lèvre péristomiale, également 

appelée frontière du peristome ou bord de cloche, est le bord contractile qui englobe 

l'extrémité antérieure de la cellule. Lors de la contraction, la lèvre se limite à enfermer le 

disque péristomiale tandis que les cils sont repliés dans la cavité buccale. La lèvre 

péristomiale apparaît clairement lors de l’examen microscopique. Elle est blanche, plutôt 

large et aplatie, avec une bordure qui plonge vers le bas (Figures 39A, B). Lorsque l’individu 

est complètement relâché, la lèvre péristomiale forme un disque blanc au sommet du zoïde. 

Le macronoyau apparait sous la forme d’un ruban qui forme un J étendu en spirale à travers 

toute la cellule (coloration au DAPI, figure 46). Ces organismes possèdent également un 

micronoyau généralement plus petit et sphérique ou ovale à l’intérieur de la cellule. 

Malheureusement celui-ci n’a pas pu être observé. Le cytoplasme apparaît incolore ou 

légèrement grisâtre au microscope optique et possède de nombreuses vacuoles sphériques 

blanches, d'environ 5 µm de diamètre, contenant probablement des bactéries (Figure 39C). 

Des bactéries apparaissent également à la surface du zoïde comme on peut l’observer sur la 
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figure 39C. Le stolon est la structure la plus caractéristique des Vorticellidae. Il est constitué 

essentiellement d’une gaine entourant un cordon contractile appelé spasmonème. Il apparaît 

blanc à la loupe binoculaire, cependant le spasmonème n’est visible que sous un microscope 

optique. Le stolon se contracte en spirale et est de longueur variable, généralement autour de 

100 µm quand l’organisme est contracté et 200 µm quand celui-ci est relâché. Le stolon fait 6 

µm de diamètre et le spasmonème approximativement 3 µm de diamètre (Figures 39A, C). 

 
Figure 39. Plusieurs individus de Pseudovorticella sp. fixés à la surface d’une feuille de palétuvier rouge récoltée sur le sédiment de 
mangrove. (A et B) Les flèches noires pointent les individus complètement relâchés, la flèche rouge indique un individu qui se 
décontracte. Les flèches vertes montrent les individus contractés tandis que la flèche bleue montre un individu en fin de division 
avec un zoïde prêt à se détacher. Les ciliés et les bactéries filamenteuses (têtes de flèche) apparaissent blanc lorsqu’ils sont exposés 
à une lumière incidente et observés à la loupe binoculaire. (C) Individu observé au microscope optique. Les étoiles indiquent les 
vacuoles présentes à l’intérieur du cytoplasme, la flèche noire brisée montre le stolon avec le spasmonème et la flèche blanche 
indique les bactéries ectosymbiotiques. (D) Schéma général (cette thèse) montrant les différents caractères morphologiques 
observés chez Pseudovorticella sp. 
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b. Analyses au microscope électronique à balayage  

Les observations effectuées au MEB ont permis d’étudier précisément les principales 

caractéristiques morphologiques des bactéries ectosymbiotiques et du protiste 

Pseudovorticella sp. On distingue plusieurs individus contractés, le zoïde mesure environ 40 

µm de diamètre (Figures 40A, B). Le stolon en forme d’hélice est ici nettement visible. Les 

individus étant contractés, il est impossible d’observer et d’étudier l’infraciliature. Il est très 

difficile d’observer des individus non-contractés au microscope. En effet ces derniers 

réagissent immédiatement lors de la fixation avec les aldéhydes ou autre stimuli de telle sorte 

que l’individu finit irrémédiablement par se contracter. Un autre effet néfaste des aldéhydes 

est une possible déformation de la partie supérieure du zoïde qui peut avoir tendance à 

s’élancer comme c’est probablement le cas ici. La forme sphérique du zoïde est cependant 

bien visible (Figures 40A, D). Le zoïde présente un « Silverline system » réticulé 

partiellement caché par le manteau bactérien (Figures 40B et C) mais visible sur la figure 

40D. Le « Silverline system » réticulé représente l’agencement des crêtes pelliculaires à la 

surface du zoïde ; il est utilisé comme critère d’identification du genre Pseudovorticella. La 

partie basale du stolon est ancrée dans les feuilles. La surface du zoïde et du stolon est 

couverte par des bactéries assemblées en couche unique, comme un manteau bactérien 

(Figures 40B, C). Ces bactéries sont en forme de bâtonnets, ~ 2 µm de long et ~ 0.6 µm de 

large (Figures 40C, E). Elles n’ont pas de disposition particulière sur le zoïde, mais semblent 

avoir une organisation plus structurée sur le stolon. Seuls le disque adhésif, qui sert d’ancre à 

l’intérieur de la feuille et la partie basale non contractile du stolon sont dépourvus de bactérie 

(Figures 40B, E).  
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Figure 40. Analyse morphologique de Pseudovorticella sp. au MEB. (A) Les étoiles indiquent plusieurs individus fixés par leur 
stolon à la surface d’une feuille de Rhizophora mangle (feuille). Des grossissements plus élevés (B-D) permettent d’observer des 
bactéries (flèches blanches) couvrant toute la surface du zoïde (Z) et partiellement le stolon (St). Le Silverline system (flèches 
rouges) est partiellement caché par les bactéries sur les images B et C mais est clairement visible sur l'image D. Seule la partie 
basale du stolon (E) est exempte de bactéries (flèche noire en pointillée). 

c. Observations au microscope électronique à transmission 

Les observations au MET ont confirmé que les bactéries qui se trouvent à la surface du 

zoïde (Z) et du stolon (St) sont organisées en une unique couche (Figure 41A). Le cytoplasme 

du protiste présente des vacuoles alimentaires contenant de nombreuses bactéries (Figures 

41A et B). Des bactéries sont également présentes dans le vestibule (V) du protiste (Figure 

41A). Ces bactéries sont semblables à celles observées à la surface du zoïde et du stolon. Elles 

ont une double membrane caractéristique des bactéries Gram-négatif (Figure 41B). Des 

inclusions blanches sont visibles à l'intérieur du cytoplasme bactérien (Figure 41B). Elles 

correspondent aux empreintes laissées par les granules de soufre après leur dissolution durant 

le processus de déshydratation à l’acétone. En ce qui concerne l’intérieur du stolon, une étude 

approfondie de son ultrastructure révèle qu’il est constitué essentiellement d’une paroi externe 
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ou « gaine » renfermant une matrice fibrillaire qui supporte un cordon contractile. Le cordon 

se compose d'une couche liée à la membrane du cytoplasme et se trouve au centre du stolon. 

À l'intérieur de ce cordon se trouve le myonème contractile ou «spasmoneme». Le plasma 

contient souvent de petits corps réfractiles appelés granulés coplastiques qui se situent à côté 

du spasmoneme. 

 
Figure 41. Analyse ultrastructurale de Pseudovorticella sp. par MET. (A) L’observation des coupes fines confirme la présence de 
bactéries (flèches noires) à la surface du zoïde (Z), sur le stolon (St) et dans le vestibule (V). Dans le cytoplasme, les vacuoles 
alimentaires (astérisques) contiennent des bactéries qui ont été ingérées. (B) Observation du contenu d'une des vacuoles 
alimentaires. Elle contient des bactéries ayant la même forme que celles observées à la surface du protiste. L'insert montre des 
granules blancs situés dans les bactéries (croix noire) trouvées dans les vacuoles alimentaires, ainsi que la double membrane 
caractéristique des bactéries Gram-négatif (flèche blanche pointillée). 

d. Analyses par spectrométrie Raman  

Les observations au microscope optique permettent d’observer la présence de taches 

blanches à l’intérieur du cytoplasme (Figure 42A). Les spectres enregistrés sur ces points ont 

révélé la présence de soufre élémentaire S8 dans le zoïde alors qu'aucun élément soufré n'a été 

détecté dans l'eau environnante ou sur le stolon (Figure 42B). La cartographie du soufre 

réalisée sur le zoïde (Figure 42C) a montré que le soufre est principalement concentré dans le 
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cytoplasme du cilié et plus particulièrement à l’intérieur des bactéries contenues dans les 

vacuoles alimentaires. 

 
Figure 42. Analyse de Pseudovorticella sp. par microspectrométrie Raman. En se basant sur les observations faites par 
microscopie optique (A), le zoïde contient des zones blanches (cercles noirs) soupçonnées de contenir des composés élémentaires 
soufrés alors que d'autres zones semblent être dépourvues de ces composés (cercle rouge). Le cercle bleu indique l'eau 
environnante. (B) Spectres Raman acquis sur cet individu. La ligne noire représente le soufre élémentaire pur S8 détecté dans les 
zones blanches décrites précédemment, elle se caractérise par deux pics à 480 cm-1 et 210 cm-1. La ligne rouge confirme l'absence de 
soufre dans les autres zones de la cellule. L'eau de mer environnante, utilisée comme contrôle négatif, ainsi que la surface du 
protiste ne présentent pas de soufre, aucun pic n’ayant été détecté (ligne bleue). (C) Les cartographies 2D et 3D montrent que le 
soufre est situé dans les zones blanches considérées comme étant les vacuoles alimentaires de Pseudovorticella sp. L’intensité des 
pics représentée par leur couleur est directement liée à la quantité de soufre détecté dans l’échantillon. 

e. Analyse phylogénétique de l'hôte  

La séquence partielle du gène codant pour l'ARNr 18S (No. d'accession KY777484) 

obtenue pour l'hôte a une longueur totale de 1005 nucléotides. La reconstruction 

phylogénétique basée sur l’alignement multiple des séquences du gène codant pour l’ARNr 
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18S de divers ciliés péritriches sessiles place cet organisme parmi le genre Pseudovorticella 

(Foissner et Schiffmann, 1974) en utilisant la méthode Neighbor Joining (NJ) (Figure 43) et 

dans un nouvel embranchement rattaché à celui des Vorticella (Linnaeus, 1767) lorsque l’on 

utilise la méthode Maximum Likelihood (ML) (Figure 44). Cependant, la faible robustesse du 

nœud ne supporte pas cette affiliation. En se basant sur les résultats obtenus précédemment et 

à la vue de la relation phylogénétique étroite qui relie ces deux genres, cet organisme a été 

nommé Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe.  

 
Figure 43. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences de gène de l’ARN 18S par la méthode du Neighbour Joining 
(NJ) révélant la position phylogénétique de Pseudovorticella sp. Cet arbre montre les relations phylogénétiques entre 
Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe et d'autres espèces de Ciliés. Cet arbre est basé sur l’alignement multiple de séquences 
partielles, d’une longueur totale de 781 nucléotides, du gène codant pour l'ARNr 18S. Loxodes magnus a été utilisé comme extra 
groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50% sont affichées. La barre d'échelle correspond à 2 différences pour 100 
nucléotides dans l’alignement des séquences  
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Figure 44. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences de gène de l’ARNr 18S par la méthode du Maximum likelihood 
(ML) révélant la position phylogénétique de Pseudovorticella sp. Cet arbre montre les relations phylogénétiques entre 
Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe et d'autres espèces de ciliés. Cet arbre est basé sur l’alignement multiple de séquences 
partielles, d’une longueur totale de 781 nucléotides, du gène codant pour l'ARNr 18S. Loxodes magnus a été utilisé comme extra 
groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50% sont affichées. La barre d'échelle correspond à 5 différences pour 100 
nucléotides dans l’alignement des séquences. 

f. Analyse phylogénétique des bactéries ectosymbiotiques 

La séquence du gène codant pour l'ARNr 16S obtenue pour les bactéries 

ectosymbiotiques a une longueur totale de 1320 nucléotides (No. d'accession KY777480). 

L'arbre phylogénétique basé sur des séquences partielles codant pour le gène de l'ARNr 16S a 

révélé que le symbiote de Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe appartient aux γ-

protéobactéries déjà connues comme symbiotes de divers invertébrés marins présents dans les 

mangroves de Guadeloupe (Figure 45). La séquence obtenue ici à 97% d’identité avec la 

séquence la plus proche qui est celle d’une autre bactérie ectoymbiotique présente à la surface 

du cilié Zoothamnium ignavum nommé Candidatus Navis piranensis strain Slovenia (No. 

d'accession KX669263) dans l’arbre phylogénétique.  
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Figure 45. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences du gène codant pour l’ARNr 16S par la méthode du Maximum 
likelihood (ML) révélant la position phylogénétique des bactéries ectosymbiotiques de Pseudovorticella sp. L’arbre présenté ici 
montre les relations phylogénétiques entre les bactéries ectosymbiotiques de Pseudovorticella et d'autres endo- et ectosymbiotes 
sulfo-oxydants. Cet arbre est basé sur un alignement multiple de séquences partielles, d’une longueur totale de 1233 nucléotides, du 
gène codant pour l’ARNr 16S. Methylocystis parvus a été utilisé comme extra-groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 
50% sont affichées. La barre d'échelle correspond à 2 différences pour 100 nucléotides dans l’alignement des séquences. 

g. Observations microscopiques des hybridations réalisées par 

FISH  

 Les observations réalisées après les hybridations avec les sondes spécifiques VO16B 

(Figures 46A, B) et VORTI (Figures 46D, F), conçues à partir de la séquence du gène codant 

pour l'ARNr 16S obtenue au cours de ce travail, ont confirmé que la séquence utilisée pour 

l'analyse phylogénétique provient bien des bactéries ectosymbiotiques de Pseudovorticella sp. 

isolat Guadeloupe. La concentration optimale en formamide dans le tampon d'hybridation 

s'est avérée être de 20 % pour les deux sondes spécifiques. Selon les observations effectuées 

par microscopie confocale (Figures 46B, C), les bactéries ectosymbiotiques qui recouvrent le 

corps de Pseudovorticella sp. sont les mêmes que celles trouvées dans les vacuoles 



 112 

alimentaires. Pour chaque sonde spécifique utilisée, le signal a été confirmé par le signal 

positif de la sonde EUB 338 (Figures 46C et G) et du marquage DAPI (H). Aucun signal de 

fluorescence n’a été détecté lors des observations effectuées après l’hybridation des sondes 

NON-EUB338 (complémentaire à la sonde bactérienne EUB 338) utilisé en tant que témoin 

négatif (Figure 46E), démontrant que les signaux de fluorescence détectés avec les sondes 

spécifiques n'étaient pas provoqués par autofluorescence ou par coloration non spécifique des 

bactéries mais bien par une liaison spécifique des sondes. D’après toutes ces observations, il 

semblerait donc que toutes les bactéries ectosymbiotiques observées à la surface de 

Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe appartiennent à la même espèce. Les bactéries sont 

détachées de la surface du zoïde puis ingérées par l'hôte pendant le processus de nutrition, 

puis les bactéries sont stockées dans les vacuoles alimentaires où elles finiront par être 

digérées.  

 
Figure 46. Observations des hybridations in situ (FISH) réalisées sur les ectosymbiotes de Pseudovorticella sp. (A) Hybridation de 
la sonde VO16B avec les bactéries ectosymbiotiques présentent à la surface du zoïde. (B et C) Observation au microscope confocal. 
La sonde spécifique VO16B (B) révèle la présence de bactéries ectosymbiotiques sur le péristome et dans la cavité buccale (1), à la 
surface du zoïde (2), à l'intérieur des vacuoles alimentaires (3) et sur le stolon (4). (C) Les hybridations ont été confirmées grâce à 
la superposition des signaux de la sonde EUB 338. (D) Les bactéries ectosymbiotiques présentes sur le zoïde et autour du péristome 
ont également été hybridées avec la sonde spécifique VORTI. (E) Aucun signal n'a été détecté chez les bactéries ectosymbiotiques 
présentes à la surface du zoïde de Pseudovorticella sp. en utilisant la sonde NON-EUB338. (F et G) Les sondes VORTI et EUB 338 
se sont également hybridées avec les bactéries présentes sur le stolon de Pseudovorticella sp et le marquage est confirmé par le 
marquage au DAPI (H). Le macronoyau en forme de ruban est également révélé par le marquage au DAPI (I). 
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2. Morphotype sessile 2 : Zoothamnium niveum isolat 

Guadeloupe 

Plusieurs autres morphotypes de protistes ciliés ont été observés fixés aux feuilles de 

palétuviers présentes à la surface des sédiments marins de mangrove. Alors que ces 

morphotypes semblent différents les uns des autres, il semblerait qu’ils appartiennent tous à la 

même espèce Zoothamnium niveum. Zoothamnium niveum est connu pour être l’un des 

protistes les plus étudiés à ce jour (Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; 1996b ; Bright et al., 2014 

; Volland et al., 2018) et sa présence dans la lagune de la Manche-à-Eau en Guadeloupe a 

déjà été signalée plusieurs fois (Maurin et al., 2010 ; Laurent et al., 2013). Celui-ci se 

retrouve très souvent avec des individus de Pseudovorticella sp. sur les feuilles et branches de 

palétuviers rouges tombés à la surface du sédiment de mangrove. Alors que le cycle de vie a 

déjà été étudié en laboratoire (Rinke et al., 2007), c’est la première fois que toutes les formes 

du cycle de vie sont retrouvées et étudiées en milieu naturel. On distingue deux stades 

principaux chez Z. niveum. Lors du premier stade dit « trophique », la colonie est fixée à son 

substrat, s’alimente et grandit. Le second stade dit « télotroche » sert à la dispersion. Ce stade 

correspond à la libération d’un macrozoïde de la colonie qui va chercher un nouveau substrat 

afin de fonder une nouvelle colonie. Durant le stade trophique, la colonie subit de nombreuses 

modifications au niveau morphologique, on peut distinguer 3 formes distinctes notées F1, F2, 

F3 dans cette étude et chacune caractérisée par la présence ou non de différents types de 

zoïdes. 

a. Analyse phylogénétique de l’hôte 

Les séquences du gène codant pour l'ARNr 18S obtenue pour les formes F1 (No. 

d'accession MH568688) et F2 (No. d'accession MH558261) du stade de Zoothamnium sp. ont 

respectivement une longueur totale de 895 et 865 nucléotides. Les analyses BLAST de ces 

deux séquences ont montré que ces deux stades partagent respectivement 99% et 98% 

d’identité avec la séquence de Zoothamnium niveum (No. d'accession DQ868350). La 

reconstruction phylogénétique (Figure 47) basée sur l’alignement multiple des séquences du 

gène codant pour l’ARNr 18S de ces deux formes F1 et F2 de Zoothamnium sp. et d’autres 

ciliés confirme les résultats obtenus par BLAST en plaçant cet organisme parmi le genre 

Zoothamnium. Il semble que ces formes appartiennent à une seule espèce nommée 

Zoothamnium niveum isolat Guadeloupe dans cette étude.  
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Figure 47. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences du gène codant pour l’ARNr 18S par la méthode du Maximum 
likelihood (ML) révélant la position phylogénétique de Zoothamnium niveum isolat Guadeloupe. Cet arbre montre les relations 
phylogénétiques entre les différentes formes trophiques de Z. niveum isolat Guadeloupe et d'autres espèces de ciliés. Cet arbre est 
basé sur l’alignement multiple de séquences partielles, d’une longueur totale de 784 nucléotides, du gène codant pour l'ARNr 18S. 
Loxodes magnus a été utilisé comme extra groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50% sont affichées. La barre 
d'échelle correspond à 5 différences pour 100 nucléotides dans l’alignement des séquences. 

b. Morphologie générale de Zoothamnium niveum et cycle de 

vie. 

Les différentes formes du stade trophique de Zoothamnium niveum isolat Guadeloupe 

sont représentées sur la figure 48. Ces observations effectuées au microscope optique 

permettent d’observer la morphologie générale de la colonie au cours de sa croissance. La 

colonie est composée d’un ou plusieurs zoïdes présents sur des branches alternées et reliées 

par un stolon commun. On distingue également différents types de zoïdes : les microzoïdes 

qui sont responsables de la nutrition de la colonie, les macrozoïdes qui permettent la 

dispersion de la colonie et les zooïdes terminaux qui assurent la croissance de la colonie. La 

première forme du stade trophique (Figure 48A), nommée F1 dans cette étude, est 
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caractérisée par un zoïde terminal en forme de « jarre » et d’un stolon, il permet à l’organisme 

de se fixer au substrat grâce au disque adhésif qui se trouve à son extrémité. Le zoïde apparaît 

blanc à l’observation tandis que le stolon est complètement transparent. Sur les stades 

suivants F2 (Figures 48B-D), on peut observer l'apparition de nouveaux zoïdes blancs reliés 

au stolon et situés sous le zoïde terminal, ce sont les premiers microzoïdes de la colonie. On 

note également une taille plus importante du stolon et de l’organisme en général, la partie 

supérieure du stolon ou se trouve les microzoïdes, commence à devenir blanche également. 

Les stades suivants F3 (Figures 48E, F) sont caractérisés par l’apparition des macrozoïdes. Ce 

sont les zoïdes télotroches qui vont se détacher de la colonie mère afin de fonder une nouvelle 

colonie fille sur un nouveau substrat. On observe également que le stolon se ramifie, certaines 

branches sur lesquelles étaient présents des microzoïdes et un zoïde terminal commencent à 

s’allonger à partir de l’axe principal. Plusieurs macrozoïdes peuvent être présents sur une 

branche. 

 
Figure 48. Transformation d’une colonie de Zoothamnium niveum durant sa croissance. La forme F1 du stade trophique de la 
colonie (A) se caractérise par la présence d’un zoïde terminal (Tz) et d’un stolon (St). La forme F2 du stade trophique de la colonie 
(B-D) se distingue par l’apparition des microzoïdes (Miz) tandis que la forme F3 (E-F) est caractérisée par l’apparition des 
macrozoïdes (cercles rouges ouverts). Les individus apparaissent blancs sous lumière incidente (A-F). Les flèches rouges 
représentent la zone de transition entre la partie aposymbiotique (transparente) et la zone symbiotique (blanche). Cette transition 
se fait à différents endroits sur le stolon en fonction de la forme étudiée. On remarque sur la photo A que le stolon est 
intégralement aposymbiotique tandis que sur les autres stades du développement, seule la partie inférieure du stolon (la plus 
basale) est aposymbiotique.  
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c. Analyses au microscope électronique à balayage 

Les observations effectuées au MEB ont permis d’étudier précisément les principales 

caractéristiques morphologiques des bactéries ectosymbiotiques et des différentes formes que 

peut prendre Zoothamnium niveum durant le stade trophique. Tous les individus observés sont 

encore une fois contractés. Comme chez Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe, il est très 

difficile d’observer des individus non contractés au microscope à balayage. Les individus de 

Z. niveum sont également sensibles aux perturbations de leur environnement, ce qui est 

problématique lors de la fixation. Les différentes formes F1, F2, F3 du stade trophique ont été 

observés durant cette analyse (Figures 49A-C). Le zoïde terminal prend une forme beaucoup 

plus arrondie lorsqu’il est contracté (Figure 49A), on peut également noter que le stolon est en 

forme de « zig zag » et que celui-ci est dépourvu de bactéries, ce qui confirme les 

observations faites au microscope optique. On observe de nombreuses bactéries alignées qui 

forment un manteau bactérien à la surface du zoïde tandis que le stolon est dépourvu de 

bactéries (Figures 49D, G). Les bactéries sont en forme de bâtonnets, ~ 2 µm de long et ~ 0.6 

µm de large (Figures 49D-G). Les crêtes pelliculaires transverses qui forment le « Silverline 

system » sont nettement visibles (Figures 49A, D). On peut également observer la présence de 

cils qui dépassent du péristome du zoïde terminal (Figures 49A, G). Le stade suivant F2 est 

caractérisé par l’apparition de microzoïdes (Figure 49B). On observe que seule la partie 

proximale du stolon où se trouvent les microzoïdes et le zoïde terminal est couverte de 

bactéries (Figures 49B, E). On note également la présence de coccobacilles et de bacilles sur 

les microzoïdes et le zoïde terminal respectivement figures 49H et 49I. Les bactéries en forme 

de bâtonnets sont plus nombreuses et sont alignées sur le zoïde terminal tandis qu’elles 

semblent plus désorganisées sur les microzoïdes. Les coccobacilles et les bacilles sont 

équivalents en nombre. Le stade final F3 est caractérisé par l’apparition des macrozoïdes et 

des branches de la colonie (Figures 49C, F). Les macrozoïdes sont de forme sphérique à 

ellipsoidale tandis que les microzoïdes sont en forme de jarre avec l’extrémité supérieure en 

forme de fer à cheval (Figure 49F). Les microzoïdes sont recouverts de coccobacille (Figure 

49J) tandis que les macrozoïdes sont recouverts de bactéries en forme de bâtonnets (Figure 

49K). Les bactéries ont tendance à être alignées le long des crêtes pelliculaires qui parcourent 

les zoïdes terminaux et les macrozoïdes. Il semblerait donc qu’en milieu naturel, la forme et la 

distribution des bactéries à la surface des zoïdes, dont notamment celles des bactéries 

présentes à la surface des microzoïdes, changent au fur et à mesure du développement de la 
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colonie. Il semblerait également que le stolon soit colonisé par les bactéries ectosymbiotiques 

lors de l’apparition des premiers microzoïdes. 

 
Figure 49.  Analyses morphologiques des différentes formes trophiques F1, F2, F3 de Zoothamnium sp. au MEB. On observe de 
nombreuses bactéries présentes à la surface des différents zoïdes (flèches blanches), le stolon de la forme F1 (A, D) ne possède pas 
de bactéries à sa surface (flèche noire) tandis que le stade F2 en possède sur sa partie proximale (E). Les zoïdes présentent de 
nombreux cils (Ci) qui forment l’infraciliature du zoïde et qui vont servir à l’alimentation de la colonie, ils sont visibles sur les 
figures A et G. Les microzoides présentent également une infraciliature bien que ceux-ci se replient dans le vestibule lors de la 
contraction (B, J). Les colonies de Guadeloupe produisent des ramifications du stolon sous forme de branches (C), chaque branche 
possède un ou plusieurs macrozoïdes (cercles rouges, Maz) visibles sur les images C et F. On observe différents morphotypes de 
bactéries ectosymbiotiques, certaines apparaissent sous formes de coccobacilles tandis que d’autres sont en forme de bâtonnets 
(Figures H, I, J, K). 

d. Analyses ultrastructurales au microscope électronique à 

transmission 

Les observations au MET ont confirmé que les bactéries sont organisées en une unique 

couche à la surface de la colonie (Figures 50A-C). Des bactéries sont également présentes 

dans le vestibule des microzoïdes (Figure 50C). Ces bactéries ont une double membrane 

caractéristique des bactéries Gram-négatif (Figure 50B). Des inclusions blanches sont visibles 
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à l'intérieur du cytoplasme des bactéries (Figures 50A-C). Elles correspondent aux empreintes 

laissées par les granules de soufre après leur dissolution durant le processus de déshydratation 

à l’acétone. En ce qui concerne l’intérieur du stolon, une étude approfondie de son 

ultrastructure révèle qu’il est constitué essentiellement d’une paroi externe ou « gaine » 

renfermant une matrice fibrillaire qui supporte un cordon contractile. Le cordon se compose 

d'une couche liée à la membrane du cytoplasme et est excentré de l’axe du stolon. À l'intérieur 

de ce cordon se trouve le myonème contractile ou « spasmoneme ». Le plasma contient 

souvent de petits corps réfractiles appelés granulés coplastiques qui se situent à côté du 

spasmoneme. Des inclusions noires sont également visibles à l’intérieur du cytoplasme des 

bactéries, cette couleur noire est caractéristique de structure riche en carbone, il s’agit 

probablement de réserves de carbone sous forme de glycogène (Figures 50A-C). De 

nombreux cils sont également visibles à l’intérieur des microzoïdes, ils constituent 

l’infraciliature du cilié (Figure 50C). La pellicule du zoïde terminale est constituée d’une 

membrane plasmique d’une membrane alvéolaire externe, et d’une membrane alvéolaire 

interne (Figures 50A, B). 
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Figure 50. Analyses ultrastructurales de Zoothamnium sp. au MET. L’observation des coupes fines des formes F1 (A) et F2 (B), 
confirme la présence de bactéries (flèches noires) à la surface des zoïdes terminaux (Tz). Le stolon (St) ne présente pas de bactérie à 
sa surface (A), on retrouve cependant de nombreux granules thecoplasmiques (cercle bleu). L’observation des coupes fines de la 
forme F3 (C) confirme la présence des bactéries sur les microzoïdes (Miz), on note également la présence de bactéries dans le 
vestibule (V) et dans les vacuoles digestives (astérisque). On peut également observer la présence des cils (Ci) non visibles au MEB. 
La pellicule des zoïdes terminaux (A, B) se compose d’une membrane plasmique reliée à une membrane alvéolaire externe (flèches 
rouges), et d’une membrane alvéolaire interne (flèches bleues). Les membranes alvéolaires interne et externe sont séparées par un 
cortex (Co). Les bactéries ectosymbiotiques présentent une double membrane caractéristique des bactéries Gram-négatif (flèche 
blanche cassée) et présentent de nombreuses inclusions sous formes de réserve de carbone (cercle blanc) ou granulés de soufre 
(cercle noire). 

e. Analyse phylogénétique du symbiote de Zoothamnium niveum 

isolat Guadeloupe 

Les séquences du gène codant pour l'ARNr 16S obtenues pour les bactéries 

ectosymbiotiques des différentes formes trophiques de Zoothamnium niveum isolat 

Guadeloupe (F1 et F2) ont respectivement une longueur totale de 1382 (No. d'accession 

MH559278) et 1418 nucléotides (No. d'accession MH559280). L'arbre phylogénétique basé 

sur des séquences partielles codant pour le gène 16S de l'ARNr a révélé que le symbiote de Z. 

niveum isolat Guadeloupe est lié aux γ-protéobactéries déjà connues comme symbiotes de 

divers invertébrés marins présents dans la mangrove de Guadeloupe. Les séquences obtenues 
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ici ont toutes une identité de 99% avec les séquences les plus proches, qui sont celles d’une 

seule souche de bactéries ectoymbiotiques, déjà étudiées, présentes à la surface du cilié Z. 

niveum nommée Gamma proteobacterium ectosymbiont of Zoothamnium niveum (No. 

d'accession AB544415) ou encore Candidatus Thiobos zoothamnicoli (No. d'accession 

EU439003 et AJ879933) dans l’arbre phylogénétique (Figure 51). Il semblerait donc que les 

bactéries ectosymbiotiques de Z. niveum présentes chez les individus récoltés en Guadeloupe 

soient similaires à celles déjà étudiées chez d’autres individus de cette espèce prélevés au 

Bélize (AJ879933) et en Méditerranée (EU439003) (Rinke et al., 2009). 

 
Figure 51. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences du gène codant pour l’ARNr 16S par la méthode du Maximum 
likelihood (ML) révélant la position phylogénétique des bactéries ectosymbiotiques de Z. niveum isolat Guadeloupe. L’arbre 
présenté ici montre les relations phylogénétiques entre les bactéries ectosymbiotiques de Z. niveum isolat Guadeloupe et d'autres 
endo- et ectosymbiotes sulfo-oxydants de nématodes, bivalves et protistes. Cet arbre est basé sur un alignement multiple de 
séquences partielles, d’une longueur totale de 1319 nucléotides, du gène codant pour l’ARNr 16S. Methylocystis parvus a été utilisé 
comme extra-groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50% sont affichées. La barre d'échelle correspond à 2 
différences pour 100 nucléotides dans l’alignement des séquences. 
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B. Les espèces benthiques mobiles 

1. Analyses par microscopie photonique des biofilms 

récupérés sur les substrats organiques déposés en mangrove 

Des observations au microscope optique des biofilms récupérés à différents intervalles 

de temps à la surface de substrats organiques déposés en mangrove ont été réalisées afin de 

suivre le processus de colonisation de ces substrats organiques par les protistes ciliés (Figure 

52). Les observations ont montré que la composition de la communauté microbienne présente 

à l’intérieur des biofilms évoluait en fonction du temps. En effet, les biofilms présents à la 

surface des substrats récupérés après 2-4 jours d’immersion (Figure 52A) étaient 

principalement composés de bactéries sulfo-oxydantes appartenant au genre Thiovolum. Ces 

bactéries sont de formes ovoïdes et possèdent des granules de soufre à l’intérieur de leur 

cytoplasme qui leur donnent cette coloration blanche au microscope optique. Ces bactéries 

avaient déjà été décrites à l’intérieur des mattes présentes à la surface des sédiments marins de 

la Manche-à-Eau. Elles appartiennent aux ε-protéobactéries et ont été nommées Thiovolum 

sp. strain karukerense (Gros, 2017). Les biofilms récupérés à la surface des substrats 

organiques immergés depuis 4 à 6 jours (Figure 52B) étaient composés de nombreux 

morphotypes de protistes ciliés (têtes de flèches noires), de nématodes (tête de flèche rouge), 

de crustacés, de diatomées (tête de flèche bleue) et de différentes bactéries sulfo-oxydantes du 

genre Thiovolum (cercle rouges et cercles bleus). Les bactéries décrites comme Thiovolum sp. 

strain karukerense (cercles rouges) semblent disparaitre progressivement du biofilm et sont 

remplacées par des bactéries blanches plus grosses (cercles bleus). D’après les analyses 

phylogénétiques menées au laboratoire, ces bactéries, plus grosses (cercles bleus), semblent 

également appartenir au genre Thiovolum (article en cours de rédaction). Enfin, les biofilms 

récupérés à la surface des substrats organiques immergés depuis 6 à 8 jours (Figure 52C) 

étaient principalement composés par la deuxième espèce de Thiovolum (cercles bleus). Les 

protistes ciliés ainsi que les bactéries Thiovolum sp. strain karukerense ont presque tous 

disparus du biofilm.  
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Figure 52. Analyse par microscopie photonique de la composition microbienne des biofilms récupérés à différents intervalles de 
temps à la surface des substrats organiques. Les biofilms prélevés à la surface des substrats organiques immergés entre 2 et 4 jours 
(A) contiennent essentiellement des bactéries sulfo-oxydantes déjà décrites comme Thiovolum sp. strain karukerense. Entre 4 et 6 
jours (B) le biofilm est colonisé par de nombreux morphotypes de protistes ciliés (têtes de flèches noires), des diatomées (tête de 
flèche bleue) et des nématodes (tête de flèche rouge). Les bactéries sulfo-oxydantes Thiovolum sp. strain karukerense (cercles 
rouges) sont toujours présentes tandis qu’une deuxième espèce de Thiovolum plus grosses (cercles bleus) commencent également à 
coloniser les biofilms. Après 6 à 8 jours d’immersion (C), les biofilms ne contiennent presque plus que la deuxième espèce de 
Thiovolum. 

Après avoir triés et séparés en lots les différents morphotypes de protistes ciliés mobiles 

récupérés dans les biofilms, des observations au microscope à épifluorescence ont été 

réalisées sur des individus marqués au DAPI (Figure 53). Ces observations avaient pour but 

de détecter la présence de bactéries ectosymbiotiques et/ou endosymbiotiques associées à ces 

ciliés. Le marquage DAPI est intéressant car il permet de marquer l’ADN des organismes 

eucaryotes et procaryotes et donc de différencier la présence de bactéries à la surface 

cellulaire (Figure 53C), de celles présentes à l’intérieur du cytoplasme (Figure 53B) et de 

celles présentes à l’intérieur des vacuoles digestives des protistes ciliés (Figure 53A). Deux 

morphotypes mobiles potentiellement symbiotiques ont ainsi pu être sélectionnés. Le 

morphotype mobile 1 est l’une des espèces de ciliés les plus abondantes dans les biofilms 

récupérés en mangrove, il est caractérisé par la présence de nombreuses bactéries à l’intérieur 

de son cytoplasme (Figure 53B). Le morphotype mobile 2 (Figure 53C) est moins abondant 

dans les biofilms, il possède des bactéries ectosymbiotiques à la surface cellulaire.  
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Figure 53. Détection des morphotypes de protistes ciliés symbiotiques par marquage des individus au DAPI et observation au 
microscope à épifluorescence. Certains des morphotypes de protistes ciliés analysés possèdent des bactéries à l’intérieur de 
vacuoles digestives présentes dans leurs cytoplasmes (A). Deux morphotypes symbiotiques ont été sélectionnés grâce à cette 
méthode : le morphotype mobile 1 (B) possède des bactéries libres dans son cytoplasme tandis que le morphotype mobile 2 (C) 
possède des bactéries fixées à la surface cellulaire. 

2. Morphotype mobile 1 : Trochochilodon sp. isolat 

Guadeloupe  

a. Observations par microscopie photonique 

Le morphotype mobile 1 (Figures 54A-B) est caractérisé par la présence de cils sur sa 

face ventrale (flèches rouges) tandis que sa face dorsale en est dépourvue (Figure 54B). Les 

inclusions blanches présentes à l’intérieur du cytoplasme se répartissent sur les contours de la 

cellule, de façon à former une ellipse à l’observation. Lorsque ces individus sont placés en 

stabulation, ils perdent progressivement leurs inclusions blanches qui sont excrétées au bout 

de 12 à 24h en fonction des individus et de la quantité d’inclusions présentes à l’intérieur du 

cytoplasme. Cette excrétion se traduit par l’apparition de petits grains blancs au fond du 

récipient. Cette espèce est également facilement reconnaissable de par son comportement 

atypique. En effet, les individus ont tendance à se positionner verticalement en effectuant des 

rotations sur eux-mêmes. Ce mouvement est facilement observable à la loupe binoculaire et 
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est caractéristique de cette espèce, ce qui en fait un bon critère d’identification lors du 

prélèvement. 

 
Figure 54. Analyse au microscope photonique du morphotype mobile 1. Observation à la loupe binoculaire d’un individu 
fraichement recueilli et observation au microscope photonique (D) d’individus placés en stabulation ayant perdu progressivement 
leurs inclusions. Des inclusions sous la forme de grains blancs (flèches bleues) sont présentes dans le cytoplasme de Trochochilodon 
sp. Elles forment une ellipse lorsque les grains blancs sont nombreux dans le cytoplasme. On note également la présence de cils 
(flèches rouges) sur la face ventrale de Trochochilodon sp. tandis que la partie dorsale en est dépourvue. 

b. Analyses au microscope électronique à balayage 

Les observations effectuées au MEB ont permis d’étudier les principales 

caractéristiques morphologiques de cette espèce (Figures 55A-D). Les individus ont une 

forme de gouttière et présentent de nombreux cils sur leur face ventrale. Une dépression 

entourée de cils est visible sur la face ventrale de la cellule, elle constitue la bouche de ce cilié 

ou péristome (Figure 55A) qui constitue la porte d’entrée vers le cytopharynx. Les cellules 

sont de tailles variables, les individus mesurent entre 70 et 100 µm de long et font environ 

40µm de largeur. La face dorsale est lisse et dépourvue de cils, mise à part au niveau d’une 

légère dépression présente sur la partie antérieure de la cellule (Figures 55B, E). Cette 

dépression peut également se refermer comme le montre la photo 51C. Sur la face ventrale, 

les cils sont insérés entre de nombreuses crêtes pelliculaires alignées de façon longitudinale 

sur la surface ventrale de la cellule (Figure 55D). Contrairement aux espèces péritriches 

étudiées préalablement, la cellule ne possède pas de bactérie à sa surface.  
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Figure 55. Analyse morphologique de Trochochilodon sp. au MEB. La face ventrale (A, D) présente de nombreux cils (flèches 
rouges) insérés au centre de replis membranaires (flèches bleues), un péristome est également visible (carré bleu). La face dorsale 
(B, C, E) est plutôt lisse et présente des cils au niveau d’une petite anfractuosité située sur la partie antérieure (carrés rouges), le 
reste de la surface dorsale en étant dépourvue. 

c. Analyses ultrastructurales au microscope électronique à 

transmission 

La figure 56A présente une coupe longitudinale et transversale de cette espèce chez des 

individus prélevés in vitro après 3 semaines de cultures. Ces observations confirment la 

présence de cils sur la face ventrale de la cellule ainsi que sur la partie antérieure de la face 

dorsale de la cellule (Figure 56A). De nombreuses vacuoles sont présentes à l’intérieur du 

cytoplasme tandis que d’autres sont présentes à l’intérieur des lysosomes secondaires (Figures 

56A-C). Les vacuoles peuvent contenir soit des bactéries (Figures 56B) soit des inclusions 

blanches (Figure 56C). Certaines de ces vacuoles présentent de nombreuses microvilli qui 

peuvent provenir de la membrane plasmique lors du processus de formation des vacuoles 

(Figure 56B) ou encore de la digestion de mitochondries dégénérées. Les vacuoles qui 

contiennent des bactéries en cours de dégradation sont généralement à l’intérieur de lysosome 

secondaire (Figure 56B). Cependant très peu de bactéries ont été observées à l’intérieur des 
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vacuoles digestives du cilié aussi bien chez les individus prélevés in vivo que ceux prélevés in 

vitro après trois semaines de culture pure. Par ailleurs, plusieurs bactéries ont également été 

observées dans le cytoplasme de ce cilié mais uniquement chez les individus prélevés en 

milieu naturel. Ces bactéries sont libres ou enfermées à l’intérieur de vacuoles symbiotiques 

(Figure 56E). Des inclusions noires sont également visibles à l’intérieur du cytoplasme des 

bactéries, cette couleur noire est caractéristique de structure riche en carbone, il s’agit 

probablement de réserves de carbone sous forme de glycogène (Figure 56D, E). Les 

observations réalisées au STEM sur des individus récoltés après trois semaines de culture 

n’ont pas montré de bactéries endosymbiotiques à l’intérieur de leur cytoplasme.  

 
Figure 56. Analyse ultrastructurale de Trochochilodon sp. par MET. L’observation des coupes fines de Trochochilodon sp. (A-E) 
confirme la présence de cils qui ne sont présents que sur la face ventrale du cilié (flèches rouges). De nombreuses vacuoles 
contenant des granules blancs (cercles rouges) ou des bactéries (cercles noirs) sont présentes à l’intérieur du cytoplasme du cilié. À 
plus fort grossissement, on observe la présence de plusieurs bactéries (flèches noires et vertes) à l’aspect différent dans le 
cytoplasme de Trochochilodon sp. Certaines des vacuoles digestives ont fusionné avec des lysosomes (Ly), et présentent des 
bactéries à des stades plus ou moins avancés de digestion (flèches bleues). Le macronoyau (Ma) est visible dans le cytoplasme du 
cilié ainsi que des microvilli à l’intérieur des vacuoles digestives (têtes de flèches rouges). 



 127 

d. Analyses par spectrométrie Raman 

Les observations au microscope optique permettent d’observer la présence de taches 

blanches à l’intérieur du cytoplasme (Figure 57A). Les spectres enregistrés sur ces points ont 

révélé la présence de soufre élémentaire S8 dans la cellule alors qu'aucun élément soufré n'a 

été détecté dans l'eau environnante (Figure 57B). En se basant sur la cartographie du soufre 

réalisée sur la cellule (Figures 57C, D) et les résultats obtenus précédemment, le soufre est 

principalement concentré dans le cytoplasme du cilié et plus particulièrement à l’intérieur de 

certaines vacuoles qui jouent probablement un rôle d’excrétion. 

 
Figure 57. Analyse de Trochochilodon sp. par microspectrométrie Raman. En se basant sur les observations faites par microscopie 
optique (A), la cellule contient des zones blanches (cercles noirs) soupçonnées de contenir des composés élémentaires soufrés alors 
que d'autres zones semblent être dépourvues de ces composés. Le cercle bleu indique l'eau environnante. (B) Spectres Raman 
acquis sur cet individu. La ligne noire représente le soufre élémentaire pur S8 détecté dans les zones blanches décrites 
précédemment, elle se caractérise par deux pics à 480 cm-1 et 210cm-1. La ligne rouge confirme l'absence de soufre dans les autres 
zones de la cellule. L'eau de mer environnante (utilisée comme contrôle négatif) ainsi que la surface du protiste ne présente pas de 
soufre, aucun pic n’a été détecté (ligne bleue). (C) Les cartographies 2D et 3D montrent que le soufre est situé dans les zones 
blanches considérées comme étant les vacuoles alimentaires de Trochochilodon sp. L’intensité des pics représentée par leur couleur 
est directement liée à la quantité de soufre détecté dans l’échantillon. 
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e. Analyse phylogénétique de l’hôte 

Les séquences du gène codant pour l'ARNr 18S obtenue pour les individus prélevés sur 

le terrain et ceux prélevés après culture du cilié mobile étudié ont respectivement une 

longueur totale de 874 et 873 nucléotides. L’alignement des séquences issues des individus 

prélevés sur le terrain et de ceux provenant de culture a montré que les organismes prélevés 

dans les deux cas sont identiques génétiquement. Ces résultats prouvent que cette espèce peut 

être maintenue en culture en laboratoire en respectant le protocole de culture établie. Une 

séquence consensus de 870 nucléotides issue de l’alignement parfait des séquences 

précédentes a alors été établie (MH560052). Les analyses BLAST ont montré que la séquence 

consensus partage 88% d’identité avec la séquence de Trochochilodon flavus (JN867018). La 

reconstruction phylogénétique basée sur l’alignement multiple des séquences du gène codant 

pour l’ARNr 18S de ce cilié et d’autres ciliés Phyllopharyngae confirme les résultats obtenus 

par BLAST en plaçant cet organisme parmi le genre Trochochilodon (Figure 58). La sous-

classe des Cyrtophoria est séparée en plusieurs familles, parmi lesquelles figure celle des 

Plesiotrichopidae auquel appartient Trochochilodon sp. Au regard des résultats 

phylogénétiques obtenus nous proposons d’appeler cet organisme Trochochilodon sp. isolat 

Guadeloupe. 
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Figure 58. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences du gène codant pour l’ARNr 18S par la méthode du Maximum 
likelihood (ML) révélant la position phylogénétique de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe. Cet arbre montre les relations 
phylogénétiques entre Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe et d'autres espèces de ciliés de la sous-classe des Cyrtophoria. Cet 
arbre est basé sur l’alignement multiple de séquences partielles, d’une longueur totale de 833 nucléotides, du gène codant pour 
l'ARNr 18S. Loxodes magnus a été utilisé comme extra groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50% sont affichées. La 
barre d'échelle correspond à 2 différences pour 100 nucléotides dans l’alignement des séquences. 
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f. Analyse phylogénétique du symbiote de Trochochilodon sp. 

isolat Guadeloupe 

Les constructions réalisées lors du clonage ont permis d’obtenir 40 séquences du gène 

codant pour l'ARNr 16S des bactéries potentiellement présentes dans le cytoplasme de 

Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe. Parmi ces 40 séquences, 3 séquences n’ont pas pu être 

étudiées faute d’un mauvais chromatogramme. Sur les 37 séquences restantes, 18 séquences 

sont différentes les unes des autres et certaines séquences reviennent plusieurs fois (voir 

Annexes 1). Les analyses BLAST de ces séquences ont révélé la présence de nombreuses γ-

protéobactéries potentiellement présentes à l’intérieur du cytoplasme de Trochochilodon sp. 

isolat Guadeloupe. On peut citer la présence de séquences proches du symbiote d’Osedax 

mucofloris, et de bactéries libres des genres Pseudomonas, Fusobacterium, Marinobacter, 

Aureimarina, Arcobacter ou encore Pseudospirillum. Les analyses BLAST de ces séquences 

ont révélé également la présence de nombreuses bactéries non-cultivables ainsi que la 

présence de séquences proches de Thiovolum sp. strain karukerense. De plus, un groupe 

majoritaire comprenant 8 séquences ayant une identité de 99,2 % a été formé et la séquence 

consensus issue de l’alignement de ces 8 séquences a été analysée par BLAST. Cette analyse 

a révélée que la séquence consensus (No. d'accession MH558667) partage 99% d’identité 

avec la séquence d’une γ-protéobactérie appartenant au genre Umboniibacter (No. d'accession 

DQ285073). L'arbre phylogénétique basé sur l’alignement des séquences partielles codant 

pour le gène de l'ARNr 16S de bactéries symbiotiques sulfo-oxydantes et de bactéries 

hétérotrophes confirme les résultats obtenus par BLAST. Il semblerait donc que la bactérie 

majoritairement présente dans le cytoplasme de Trochochilodon sp. appartienne au genre 

Umboniibacter (Figure 59). Elle a été nommée Umboniibacter souche Guadeloupe dans cette 

étude. 
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Figure 59. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences du gène codant pour l’ARNr 16S par la méthode du Maximum 
likelihood (ML) révélant la position phylogénétique des bactéries endosymbiotiques de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe. 
L’arbre présenté ici montre les relations phylogénétiques entre les bactéries endosymbiotiques de Trochochilodon sp. isolat 
Guadeloupe et d'autres endo- et ectosymbiotes sulfo-oxydants de bivalves et protistes. Cet arbre est basé sur un alignement 
multiple de séquences partielles, d’une longueur totale de 1319 nucléotides, du gène codant pour l’ARNr 16S. Methylocystis parvus 
a été utilisé comme extra-groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50% sont affichées. La barre d'échelle correspond à 
2 différences pour 100 nucléotides dans l’alignement des séquences. 

g. Observations microscopiques des hybridations réalisées par 

FISH  

Les observations réalisées sur des individus provenant du milieu naturel après 

hybridations avec les sondes spécifiques UMB1 (Figure 60B) et UMB2 (Figure 60C), 

conçues à partir de la séquence consensus d'ARNr 16S d’Umboniibacter souche Guadeloupe, 

ont confirmé que la séquence utilisée pour l'analyse phylogénétique provient bien des 

bactéries présentes à l’intérieur du cytoplasme de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe. La 

concentration optimale en formamide dans le tampon d'hybridation s'est avérée être de 20 % 

pour les deux sondes spécifiques. Pour chaque sonde spécifique utilisée, le signal a été 

confirmé par le signal positif de la sonde EUB 338 (Figures 60C et F) et du marquage DAPI 
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(Figure 60A). Aucun signal de fluorescence n’a été détecté lors des observations effectuées 

après l’hybridation des sondes NON-EUB338 (complémentaire à la sonde bactérienne EUB 

338) utilisé en tant que témoin négatif (Figure 60F), démontrant que les signaux de 

fluorescence détectés avec les sondes spécifiques n'étaient pas provoqués par 

autofluorescence ou par une coloration non spécifique des bactéries mais bien par une liaison 

spécifique des sondes. Les hybridations menées avec la sonde spécifique UMB1 sur des 

individus provenant de cultures en laboratoire on révélés que les bactéries étaient encore 

présentes à l’intérieur du cytoplasme de certains individus de Trochochilodon sp. isolat 

Guadeloupe après 4 jours (Figure 60H) et après 1 semaine de culture (Figure 60J), bien que la 

majorité des individus semblaient en être dépourvus. Le signal a également été confirmé par 

l’utilisation de la sonde EUB 338. D’après toutes ces observations, il est fort probable 

qu’Umboniibacter souche Guadeloupe aient échappé au processus de digestion avant de se 

retrouver à l’intérieur du cytoplasme du cilié. Il semblerait également que les individus de 

Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe placés en culture perdent progressivement leurs 

bactéries et que ces dernières ne soient pas transmises à la génération de cilié suivante. En 

effet, les individus aposymbiotiques analysés après 4 jours de culture sont probablement des 

descendants des individus du pool de départ.  
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Figure 60. Observations des hybridations FISH réalisées sur les symbiotes d’individus de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe 
fraichement récoltés en mangrove (A−F) et celles réalisées sur des individus provenant de cultures pures (G−J). (A) Marquage 
DAPI réalisé sur un individu de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe, les flèches noires indiquent les bactéries présentes dans le 
cytoplasme. Le macronoyau (Ma) et le micronoyau (Mi) sont également visibles grâce au marquage DAPI. De nombreuses 
bactéries sont également révélées à l’intérieur du cytoplasme du cilié grâce aux hybridations menées avec la sonde spécifique 
UMB1 (B, G, I) Les hybridations ont été confirmées grâce à la superposition des signaux de la sonde EUB 338 (C, H, J). (D) Les 
bactéries endosymbiotiques ont également été hybridées avec la sonde spécifique UMB2 (D) et confirmé grâce au signal de la sonde 
EUB 338 (E). Aucun signal n'a été détecté à l’intérieur de Trochochilodon sp. en utilisant la sonde NON-EUB338 (F). Les images G 
et H montrent des individus placés en culture durant 4 jours tandis que les images I et J montrent des individus après 1 semaine de 
culture. Les bactéries présentes dans le cytoplasme des individus issus de culture pure sont moins nombreuses que celles retrouvées 
chez les individus provenant du milieu naturel.  
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h. Culture in vitro 

Plusieurs individus de Trochochilodon sp. ont été placés en culture afin d’étudier le 

cycle de vie du protiste cilié et l’évolution de la population bactérienne présente dans son 

cytoplasme (Figure 61). Les résultats obtenus ont permis de montrer que les grains de soufre 

observés au MET à l’intérieur des vacuoles digestives des individus fraichement collectés en 

milieu naturel sont expulsés à l’extérieur du cytoplasme au bout de 24 heures. Tous les 

individus placés en culture et observés après ce délai étaient transparents et dépourvus de 

grains de soufre. Ces résultats suggèrent que les grains de soufre sont des déchets qui 

proviennent potentiellement de la consommation de bactéries sulfo-oxydantes par le cilié. Les 

observations ont également montrés que les individus du pool de départ placés en culture ne 

se divisent pas tout de suite après la mise en culture. En effet, les premières divisions n’ont 

été constatées qu’après 3 à 4 jours. Les divisions des individus du pool de départ provoquaient 

une forte augmentation de la population dans les boites de pétri nécessitant un repiquage de 

certains individus dans de nouvelles boites afin de ne pas épuiser le milieu et continuer la 

culture. La culture a ainsi pu être maintenue durant 3 semaines. Les observations au MET 

effectuées chez des individus récupérés en fin de culture ont montré que plus aucune bactérie 

n’était présente dans le cytoplasme des individus analysés. Les observations réalisées chez 

des individus prélevés toutes les 24 heures, après hybridation par technique FISH, ont montré 

que les bactéries disparaissent progressivement du cilié lorsque des individus sont placés en 

culture. Il semblerait donc que les bactéries ne soient pas transférées à la génération suivante 

lors des divisions (reproduction asexuée). Au regard de ces résultats, il semblerait donc que la 

relation entre Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe et Umboniibacter souche Guadeloupe ne 

soit pas une symbiose. L’interaction entre les partenaires ne semble pas obligatoire et le cycle 

de vie des ciliés ne semble pas être perturbé en l’absence des bactéries. L’interaction semble 

plus relever du commensalisme ou du parasitisme plutôt que d’une réelle symbiose au sens 

mutualiste du terme. 
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Figure 61. Schéma récapitulatif des résultats obtenus après la mise en culture de Trochochilodon sp. Les individus prélevés en 
mangrove possèdent des bactéries dans leur cytoplasme (points noirs) ainsi que de nombreux points blancs analysés comme étant 
des granules de soufres dans des vacuoles. Lorsque l’on place ces individus en stabulation ou en culture, ils perdent rapidement 
leurs grains blancs (en moyenne après 24h) ce qui suggère que ces granules blancs sont excrétés comme déchets par l’organisme. 
Après une semaine de mise en culture, les individus se sont beaucoup divisés donnant naissance à de nombreux descendants. Les 
descendants analysés ne possèdent pas de bactéries endosymbiotiques et le nombre de bactéries présentes dans le cytoplasme des 
individus du pool de départ a beaucoup diminué. Au bout de 3 semaines, tous les individus analysés sont aposymbiotiques.  

3. Morphotype mobile 2 : Dysteria sp. isolat Guadeloupe 

a. Analyses morphologiques au microscope photonique et au 

microscope électronique à balayage 

Les observations effectuées au microscope MEB ont permis d’étudier les principales 

caractéristiques morphologiques de cette espèce (Figures 62A-C). Les individus ont une 

forme de gouttière au MEB et présentent de nombreux cils sur leur face ventrale (flèches 

bleues). Les cellules sont de tailles variables, les individus mesurent entre 70 et 100µm de 

long et font environ 20 µm de largeur. Des grains de soufres (flèche noire) sont présents à 

l’intérieur du cytoplasme, et apparaissent blanc au microscope photonique, ils sont répartis le 

long de la partie dorsale du cilié (Figure 62A). La face dorsale est lisse et dépourvue de cils, 
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mais présente de nombreuses bactéries ectosymbiotiques (Figures 62A, B). Les bactéries sont 

en forme de bâtonnet et mesurent environ 3 µm de long et 0,5 µm de large. Sur la face 

ventrale, les cils sont insérés entre de nombreuses crêtes pelliculaires alignées de façon 

longitudinale.  

 
Figure 62. Analyse morphologique de Dysteria sp. isolat Guadeloupe au microscope photonique et au MEB. La face ventrale (A) 
présente de nombreux cils (flèches bleues) insérés entre des replis membranaires. Les individus présentent des inclusions blanches 
(flèche noire) sur la partie dorsale du cilié ainsi qu’une vacuole contractile (astérisque) sur la face ventrale. La face dorsale (A, B, 
C) est plutôt lisse et présente de nombreuses bactéries ectosymbiotiques fixées à sa surface (flèches rouges). Un podite (cercle noir) 
est également visible sur la face ventrale postérieure du cilié. 

b. Analyses ultrastructurales au microscope électronique à 

transmission 

La figure 58A présente une coupe transversale de cette espèce. De nombreuses vacuoles 

sont présentes à l’intérieur du cytoplasme (Figures 63B) et sont réparties le long de la 

membrane plasmique du cilié. De nombreuses bactéries sont présentes à la surface du cilié, ce 

qui confirment les résultats obtenus au MEB. Ces bactéries présentes des inclusions blanches 

dans leur cytoplasme qui rappellent beaucoup les grains de soufre trouvés à l’intérieur des 

bactéries sulfo-oxydantes. Cependant des observations de meilleures qualité et à plus fort 

grossissement sont nécessaires afin d’étudier l’ultrastructure des bactéries ainsi que celle du 

cilié.  
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Figure 63. Analyse ultrastructurale de Dysteria sp. par STEM. L’observation des coupes fines de Dysteria sp. (A et B) confirme la 
présence de bactéries à la surface du cilié (flèches rouges), ainsi que de nombreuses vacuoles apparaissant plus ou moins denses aux 
électrons à l’intérieure du cytoplasme du cilié (flèches vertes et noires). De nombreuses mitochondries (flèches bleues) ainsi que le 
macronoyau (Ma) sont également visibles à l’intérieur du cytoplasme du cilié. Le cytoplasme des bactéries ectosymbiotiques 
contient des inclusions blanches qui rappellent beaucoup les grains de soufre des bactéries sulfo-oxydantes. 
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c. Analyse phylogénétique de l’hôte 

Les séquences du gène codant pour l'ARNr 18S obtenues pour les individus de ce 

morphotype de cilié mobile ont une longueur totale de 851 nucléotides (No. d'accession 

MH560051). Les analyses BLAST ont montré que la séquence consensus partage 99% 

d’identité avec la séquence de Dysteria brasiliensis (No. d'accession EU242512). La 

reconstruction phylogénétique basée sur l’alignement multiple des séquences du gène codant 

pour l’ARNr 18S de ce cilié et de d’autres ciliés appartenant à la sous-classe des Cyrtophoria 

confirme les résultats obtenus par BLAST en plaçant cet organisme parmi le genre Dysteria 

(Figure 64). Au regard des résultats phylogénétiques obtenus nous proposons le nom de 

Dysteria sp. isolat Guadeloupe pour cet organisme. 
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Figure 64. Arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences du gène codant pour l’ARNr 18S par la méthode du Maximum 
likelihood (ML) révélant la position phylogénétique de Dysteria sp. isolat Guadeloupe. Cet arbre montre les relations 
phylogénétiques entre Dysteria sp. isolat Guadeloupe et d'autres espèces de ciliés phyllopharyngés basées sur l'analyse de 
l’alignement multiple de séquences partielles, d’une longueur totale de 794 nucléotides, du gène codant pour l’ARNr 18S. Loxodes 

magnus a été utilisé comme extra groupe. Seules les valeurs de bootstrap supérieures à 50% sont affichées. La barre d'échelle 
correspond à 5 différences pour 100 nucléotides dans l’alignement des séquences.  
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d. Observations microscopiques des hybridations réalisées par 

FISH  

Les observations réalisées après le marquage au DAPI et les hybridations avec la sonde 

EUB 338 ont confirmé la présence de bactéries à la surface du cilié (Figures 65A-C). Le 

signal obtenu après hybridation de la sonde EUB 338 (Figure 65B) a été confirmé par le 

signal du marquage au DAPI (Figure 65C). Le marquage au DAPI a également permis de 

révéler un macronoyau de forme ovoïde ainsi que les deux micronoyaux présents dans le 

cytoplasme du cilié (Figure 65A). 

 
Figure 65. Observations des hybridations FISH réalisées sur les ectosymbiotes de Dysteria sp. isolat Guadeloupe. (A) Marquage 
DAPI réalisé sur un individu de Dysteria sp. Guadeloupe, le macronoyau hétéromère (Ma) et les micronoyaux (Mi) sont également 
visibles grâce au marquage DAPI. De nombreuses bactéries sont également révélées à la surface du cilié grâce aux hybridations 
menées avec la sonde spécifique EUB 338 (B). Les hybridations ont été confirmées grâce à la superposition des signaux de la sonde 
EUB 338 et de ceux du marquage au DAPI (C).  
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C. Etudes complémentaires 

Plusieurs autres protistes ciliés et probablement des espèces de flagellés ont été 

récupérés à l’intérieur du biofilm généré par l’enrichissement en sulfure des os de cochons et 

des branches de palétuviers déposés sur la grille, ainsi qu’à la surface des débris végétaux 

marins récoltés sur le sédiment marin en mangrove. Ces ciliés n’ont malheureusement pas pu 

faire l’objet d’une étude plus approfondie. Cependant des analyses au microscope 

électronique à balayage ont permis de montrer la présence de bactéries ectosymbiotiques 

présentes à la surface de certains d’entre eux tandis que d’autres en sont complètement 

dépourvus. Des analyses plus approfondies de ces espèces au niveau ultrastructural et 

génétique pourraient apporter de plus amples informations sur la nature de la relation entre 

ces micro-organismes ainsi que sur le métabolisme des symbiotes. Des analyses au TEM 

permettraient également de détecter de potentielles bactéries endosymbiotiques chez ces 

différentes espèces. Parmi les espèces récoltées, on peut noter la présence d’une espèce 

symbiotique appartenant probablement aux Vorticellidae et plus particulièrement au genre 

Vorticella (Figures 66 A-B). Les individus analysés possèdent des bactéries ectosymbiotiques 

présentes à la surface du zoïde et du stolon. Le zoïde possède un « Silverline System » 

transversal caractéristique du genre Vorticella à la différence de Pseudovorticella sp. isolat 

Guadeloupe dont le « Silverline system » est réticulé. D’autre part, des morphotypes plus 

petits que les protistes ciliés étudiés ont été récoltés dans le biofilm (Figures 66C-D). Ces 

morphotypes sont probablement des flagellés de par leur taille et l’organisation des flagelles à 

la surface de la cellule. Ces espèces possèdent des bactéries ectosymbiotiques en forme de 

bâtonnet à la surface de leur cellule. D’autres morphotypes de protistes ciliés ont également 

pu être observés au MEB mais ces espèces ne présentes pas de bactéries ectosymbiotiques sur 

leur surface cellulaire (Figures 66E-F). 
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Figure 66. Analyse morphologique au MEB de plusieurs ciliés et flagellés récoltés dans les mangroves de Guadeloupe. Les photos 
A et B montrent plusieurs individus de la famille des Vorticellidae avec des bactéries (flèches rouges) posées à la surface du cilié 
ainsi que sur le stolon (B). Les bactéries sont peu nombreuses et ont une disposition irrégulière à la surface du corps du cilié. Les 
photos C et D montrent deux morphotypes de flagellés de forme ovoïde avec de nombreuses bactéries présentes à la surface du 
corps. Les photos E et F montrent d’autres morphotypes cette fois-ci de ciliés dépourvus de bactéries ectosymbiotiques, cependant 
il est possible que ces derniers possèdent des bactéries endosymbiotiques dans leur cytoplasme. 

Chapitre 3. Discussion 

Afin de mieux comprendre le rôle et l’importance des associations symbiotiques, et plus 

particulièrement des symbioses entres protistes ciliés et bactéries dans les mangroves marines, 

il est nécessaire de comprendre le fonctionnement de cet écosystème et notamment les 

différents rôles joués par ces micro-organismes dans les cycles biogéochimiques et dans le 

réseau trophique. Les protistes occupent un large éventail de niches écologiques et peuvent se 

disperser sur de longues distances (Corliss, 2002 ; Germond et Nakajima, 2016). Ils vivent à 

tous les étages de la colonne d’eau, de la surface jusqu’au fond océanique. Certains sont 

benthiques et peuvent vivre fixés à la surface d’un substrat ou à l’intérieur des sédiments 

marins (Corliss, 2002). Ce succès écologique s'explique en partie par leur capacité à 

développer des associations symbiotiques facultatives ou permanentes avec d'autres espèces 

(Germond et Nakajima, 2016). En milieu marin, la majorité des protistes appartiennent soit au 
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phytoplancton autotrophe qui utilise la photosynthèse pour fixer le CO2 et produire de 

l’oxygène, soit au microzooplancton hétérotrophe qui phagocyte des bactéries, du 

phytoplancton et des particules minérales et/ou organiques en suspension (Fasham et al., 1990 

; Baretta et al., 1995). Certains de ces protistes hétérotrophes, dont notamment les ciliés, sont 

également capables d’effectuer la photosynthèse, ce sont des mixotrophes. La mixotrophie est 

définie comme un mélange de nutrition hétérotrophique et auto- (photo-) trophiques, où la 

contribution de chaque mode nutritionnel peut varier en fonction des organismes associés 

ainsi que des facteurs environnementaux (Jones, 1994). En tant que producteurs et 

consommateurs, les ciliés sont donc des intermédiaires importants entre les décomposeurs 

(bactéries), les organismes phototrophes (phytoplancton, algues) et les métazoaires. La 

consommation du phytoplancton et des bactéries par les protistes phagotrophes produit des 

déchets sous forme de matières organiques dissoutes et particulaires, et de nutriments 

inorganiques dissous comme le fer, l'ammonium et le phosphate (Sherr et Sherr, 2002). Ces 

déchets vont servir par la suite de substrats pour la croissance de la génération suivante de 

bactéries et d’algues unicellulaires (Sherr et Sherr, 2002). Les protistes ciliés constituent donc 

un lien écologique dans les écosystèmes et jouent un rôle majeur dans les cycles 

biogéochimiques et les transferts trophiques dans tous les milieux aquatiques (Esteban et al., 

2010 ; Caron et al., 2012). Les symbioses entre deux ou plusieurs partenaires sont décrites 

comme des associations à long terme où les échanges sont intégrés au niveau 

comportemental, métabolique et/ou génétique (Moya et al., 2008). La mise en place de ces 

associations se déroule généralement quand les conditions du milieu menacent la survie et la 

reproduction de l’un des deux partenaires. Dans la plupart des cas ce sont les compétences 

spécifiques des symbiotes bactériens et généralement leur métabolisme qui suscitent un 

intérêt pour leur hôte (Hoffmeister et Martin, 2003 ; Nowack et Melkonian, 2010). Ainsi le 

symbiote peut être utilisé et cultivé comme source de nourriture, il peut aider à la défense de 

l’hôte ou encore permettre de lutter contre des conditions environnementales difficiles (Gast 

et al., 2009). Bien que les associations symbiotiques entre protistes et procaryotes soient très 

répandues, c’est au sein de l’embranchement des ciliés (Ciliates ou Ciliophora) que l’on 

retrouve la plus grande diversité d’associations impliquant des symbiotes avec des 

métabolismes différents (Fokin et Sera, 2014). On y retrouve des symbiotes photoautotrophes, 

chimiosynthétiques (lithoautotrophes) ou encore organohétérotrophes (Dziallas et al., 2012). 

Dans les milieux eutrophes et stables, il semblerait que la présence d’endosymbiotes 

bactériens chez les ciliés relève plus du parasitisme que d’une véritable relation mutualiste 

(Nowack et Melkonian, 2010 ; Dziallas et al., 2012). En effet, dans ce genre d’écosystème les 
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protistes ciliés ont tendance à abriter préférentiellement des micro-algues phototrophes 

unicellulaires ou possèdent des plastes photosynthétiques fonctionnels obtenus par 

kleptoplastie comme endosymbiotes (Nowack et Melkonian, 2010 ; Dziallas et al., 2012). Les 

protistes hétérotrophes et mixotrophes sont donc de bons modèles d'associations 

symbiotiques, qui fournissent des outils utiles pour analyser les processus physiologiques, 

écologiques et évolutifs des associations symbiotiques (Germond et Nakajima, 2016). Comme 

ils peuvent être facilement maintenus en culture dans des laboratoires, certaines espèces de 

ciliés peuvent également être utilisées comme organisme modèle ou comme outil pour tester 

les théories écologiques telles que les relations proies-prédateurs (Weisse, 2017).  

A. Identification et caractérisation des partenaires 

symbiotiques  

Plusieurs espèces de protistes ciliés ont pu être observées et analysées grâce aux 

échantillons prélevés dans la lagune de la Manche-à-Eau. Les observations effectuées grâce 

aux différentes techniques d’analyses microscopiques ont permis de révéler la présence de 

bactéries ecto- ou endosymbiotiques chez quatre de ces ciliés. Ces quatre potentiels ciliés 

symbiotiques récoltés ont pu faire l’objet d’analyses phylogénétiques afin de caractériser et 

identifier aussi bien l’hôte que le, ou les, potentielles bactéries symbiotiques. Généralement, 

les bactéries ectosymbiotiques présentes à la surface des protistes ciliés sont identiques et 

spécifiques d’une espèce de cilié à l’autre (Vannini et al., 2003 ; Ott et al., 2004a ; Rosati, 

2004 ; Cavanaugh et al., 2006). À l’inverse, les bactéries endosymbiotiques peuvent co-

habiter à l’intérieur de la cellule de leur hôte, colonisant parfois différents organites cellulaires 

de celui-ci et peuvent même favoriser l’interaction de son hôte avec d’autres bactéries. C’est 

notamment le cas de certaines bactéries endonucléaires (Fokin et Sera, 2014). De plus, les 

mêmes bactéries endosymbiotiques peuvent interagir avec plusieurs hôtes (Schweikert, 2013). 

D’autre part, l’identification morphologique des différents hôtes ciliés et leur classification 

reposent principalement sur des techniques de microscopie optique par imprégnation des 

échantillons au nitrate d'argent et/ou au protargol, ou encore par imprégnation au carbonate 

d'argent (Foissner, 2014). Ces imprégnations permettent de révéler les différentes structures 

cellulaires des protistes cilés, dont l’infraciliature, qui est l’un des principaux critères 

d’identification pour le diagnostic et l’identification de nombreuses espèces. Tous les cils sont 

issus des cinétosomes ou granules basaux (appelés aussi blépharoplastes). Les cinétosomes ne 

sont pas isolés, mais réunis les uns aux autres, par le cinétodesme, ensemble fibrillaire à 
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orientation antéro-postérieure. L'ensemble constitue l'infraciliature. Dans de nombreux cas, 

les cinétosomes sont disposés en files longitudinales. Chaque rangée ciliaire porte le nom de 

cinétie et leur agencement est un des critères servant au diagnostic permettant l’identification 

des différentes espèces de ciliés. L’interprétation et la mise en place de ces analyses sont des 

tâches complexes qui nécessitent l’intervention de taxonomistes spécialisés. L’association de 

l’analyse des séquences du gène codant pour la sous-unité de l’ARNr 18S, et du diagnostic 

des individus de l’espèce via l’interprétation des différentes structures cellulaires est 

nécessaire afin de pouvoir nommer une espèce (Foissner, 2014). Bien que les études 

phylogénétiques aient été réalisées chez quatre hôtes ciliés, les analyses structurelles 

nécessaires à une bonne identification morphologique n’ont pas pu être réalisées par manque 

d’expertise et de maîtrise des techniques nécessaires. Cependant, les observations réalisées au 

microscope électronique ont souvent été bien utiles au diagnostic et ont permis avec les 

analyses phylogénétiques d’identifier les protistes ciliés. En ce qui concerne leurs bactéries 

symbiotiques, certaines analyses complémentaires sont également nécessaires afin de pouvoir 

caractériser et identifier correctement leurs métabolismes ainsi que leurs interactions avec leur 

partenaire. À ce jour, il n’est pas possible de cultiver les bactéries ectosymbiotiques présentes 

chez les protistes (Radek, 2010). Cependant, des approches indirectes telles que la 

microscopie électronique, l'analyse d'enzymes clés et des produits de stockage résiduels du 

métabolisme des différentes bactéries symbiotiques ainsi que l'utilisation d'isotopes 

radioactifs et stables comme traceurs peuvent fournir des indications (Radek, 2010). Le 

développement de nouvelles techniques comme la single-cell PCR (Yoon et al., 2011) ont 

également permis d’approfondir les études sur les interactions entre micro-organismes en 

permettant l’étude d’une seule cellule hôte isolée avec tous ces partenaires associés. Ceci 

permet une identification moléculaire de ces micro-organismes non cultivables, et des 

hypothèses quant à leurs fonctions métaboliques peuvent être faites par comparaison avec des 

séquences, par exemple, codant pour des enzymes spéciales (Radek, 2010). Jusqu'à présent, 

des membres de plusieurs phyla de bactéries et, plus rarement, d’archéobactéries 

méthanogènes, ont été identifiés comme symbiotes chez les protistes (Radek, 2010). 

Cependant, la plupart des efforts ont été consacrés à l'étude des associations bactériennes des 

ciliés intestinaux de moutons, chèvres, bovins, porcs et chevaux et des ciliés 

d'environnements micro-oxiques ou anoxiques (Radek, 2010). 
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1. Les ciliés péritriches sessiles 

L’échantillonnage réalisé à la surface des feuilles de Rhizophora mangle et de débris 

végétaux a permis d’identifier deux espèces de ciliés péritriches sessiles (Peritrichia, 

Sessilida) appartenant aux familles des Vorticellidae et des Zoothamniidae. Les ciliés 

péritriches sont l'un des groupes de ciliés les plus abondants dans les environnements d'eau 

douce, estuariens, marins et même hypersalins (Kahl, 1935 ; Shen, 1980 ; Jankowski, 1985 ; 

Wbi-Bo, 1986 ; Sun et al., 2016 ; Zhuang et al., 2016 ; 2018). De nombreuses espèces 

péritriches se fixent également aux crustacés, aux poissons, aux amphibiens, aux plantes 

aquatiques, aux algues et à d'autres hôtes (Song, 2003a ; Utz et Eizirik, 2007 ; Visse, 2007 ; 

Abdallah et al., 2011 ; Rajabunizal et Ramanibai, 2011 ; Azevedo et al., 2014). Pour la 

plupart des espèces sessiles, ils sont définis morphologiquement par la présence d'une zone 

orale élargie (péristome) avec une inflexion orale en spirale composée de trois polycineties et 

d'une haplocinetie, une bande de cils aboraux (bande trochal) qui n'apparaît que pendant le 

stade de dispersion ou stade télotroche (Figure 67). Une scopule au pôle aboral sécrète un 

stolon permettant la fixation de ces organismes (Adl et al., 2005 ; Zhuang et al., 2018). Les 

zoïdes des péritriches coloniaux ont généralement des structures cellulaires similaires mais les 

colonies diffèrent en ce qui concerne la structure de la tige et le type de ramification. Les 

péritriches sont divisés en deux ordres : les Sessilida et les Mobilida. Les études 

taxonomiques et systématiques sur les ciliés péritriches sont traditionnellement basées sur des 

caractères morphologiques, tels que la présence ou l'absence d'une lorica, la distinction entre 

une forme coloniale versus une forme solitaire, la structure du disque adhésif, ou encore 

l’infraciliature orale. La présence ou l’absence d’un spasmonème, la contraction de la tige 

ainsi que l’étude du « Silverline system » sont largement utilisés dans la taxonomie des 

péritriches au niveau de la famille et/ou du genre (Zhuang et al., 2018). Le « Silverline 

system », qui représente le profil des crêtes pelliculaires à la surface du zoïde, peut être 

transversal ou réticulé et a été suggéré comme critère d’identification lors du diagnostic 

permettant la classification des espèces dans les différents genres (Foissner et Schiffmann, 

1974).  
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Figure 67. Caractères morphologiques du genre Vorticella (Warren, 1986) : (A) zoïde ; (B) infraciliature buccale ; (C) stade 
télotroche. (AWC) Couronne de cils aborale ; (CR 1-3) 1er, 2e et 3e rangs ciliaires ; (CV) vacuole contractile ; (E) membrane 
épistomiale ; (FR) réticulum filamenteux ; (FV) vacuole digestive ; (G) ligne germinale de la cinétie ; (H) haplocinétie ; (I) 
infundibulum ; (Ma) macronucleus ; (Mi) micronoyau ; (My) myonème ; (N) nucléolus ; (P 1-3) 1er, 2ème et 3ème peniculus ; (PD) 
disque péristomial ; (PL) Lèvre péristomiale ; (Po) Polycinétie ; (S) striations ou Silverline System ; (Sh) Stolon ; (Sp) spasmoneme 
; (TB) bande télotroche ; (TG) granule thecoplasmique. 

a. Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe 

D’après les analyses phylogénétiques effectuées sur Pseudovorticella sp. isolat 

Guadeloupe, les membres de la famille des Vorticellidae forment un groupe monophylétique 

comprenant les espèces Pseudovorticella, Vorticella et Carchesium. Les résultats obtenus sont 

similaires à ceux obtenus par Li et al., 2008a. Tous les membres de ce groupe sont réunis par 

un caractère commun, ils ont un spasmonème qui se contracte en forme de spirale (Lynn, 

2008). Le genre Pseudovorticella a été établi par Foissner et Schiffmann (1974) : « ce genre 

définit les espèces péritriches morphologiquement semblables à Vorticella, c'est-à-dire, 

possédant des zooïdes solitaires qui peuvent se contracter sur une tige non ramifiée (ou 

stolon) qui elle-même se contracte en spirale. Contrairement au Vorticella les 

Pseudovorticella possèdent un « Silverline system » réticulé ». Le « Silverline System », qui 

représente le profil des crêtes pelliculaires à la surface du zoïde, peut être transversal 
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(Vorticella spp.) ou réticulé (Pseudovorticella spp.). Il a été suggéré comme caractère pour 

l’identification et la classification taxonomique au niveau du genre pour les différentes 

espèces de ces organismes sessiles (Foissner et Schiffmann, 1974). D’après les observations 

effectuées au MEB, le zoïde présente un « Silverline system » réticulé, et donc, ce cilié est 

probablement un membre du genre Pseudovorticella. L'analyse phylogénétique utilisant la 

méthode du Maximum Likelihood (ML) a placé ce cilié dans un nouvel embranchement 

rattaché au groupe Vorticella. Cependant, la faible robustesse du nœud ne supporte pas cette 

affiliation. Par ailleurs, la méthode du Neighbor Joining (NJ) a placé ce cilié dans le groupe 

Pseudovorticella. Ces résultats traduisent bien la difficulté de classer ces protistes ciliés et 

souligne l’importance des analyses morphologiques qui sont souvent nécessaires pour 

l’identification de ces micro-organismes. Le genre Pseudovorticella comprend plus de 20 

espèces, dont la plupart ont été transférées de Vorticella après une première identification 

erronée (Foissner et Schiffmann, 1974 ; Warren, 1986 ; 1987 ; Foissner et Berger, 1992 ; 

Leitner et Foissner, 1997 ; Song et Warren, 2000 ; Li et al., 2008a). Bien que la scission soit 

maintenant supportée par des données moléculaires, il semblerait que le gène codant pour 

l'ARNr 18S ne soit pas toujours fiable pour séparer les taxons au niveau du genre (Li et al., 

2008a). Ainsi, cela suggère que le « Silverline system » est probablement plus informatif que 

le gène de l'ARNr 18S dans le diagnostic permettant la classification à adopter pour 

l’identification au niveau du genre chez les Vorticellidae. Une deuxième division utilisant le 

nombre de membranes épistomiales comme principale caractéristique a également été 

proposée par Foissner et al., 2009.  

b. Zoothamnium niveum isolat Guadeloupe 

En ce qui concerne Zoothamnium niveum, il a été tout d’abord placé dans la famille des 

Vorticellidae par Ehrenberg (1838), avant que Sommer (1951) ne crée la famille des 

Zoothamniidae. Dans sa classification, les organismes appartenant à cette famille partagent 

tous comme caractères communs un spasmonème continu dans le stolon, des branches qui 

connectent tous les zoïdes des espèces coloniales, et un stolon qui se contracte en « Zig-zag ». 

La classification des Zoothamnium a par la suite variée en fonction des auteurs, passant tantôt 

chez les Vorticellidae (Corliss, 1979) puis chez les Zoothamniidae (Lynn et Small, 2002). Les 

résultats phylogénétiques obtenus dans cette étude confirment les résultats obtenus 

précédemment (Lynn et Small, 2002 ; Clamp et Williams, 2006 ; Bright et al., 2014) en 

plaçant le genre Zoothamnium dans un clade séparé de celui des Vorticellidae. De plus, il 

semblerait que le genre Zoothamnium forme plusieurs clades dont l’un deux semble être 
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rattaché aux Epystilidae. Les résultats obtenus ici sont en accord avec l’étude phylogénétique 

récente des Zoothamniidae et des Epystilidae qui prouve qu’il existe bien un clade des 

Epystilidae qui s’insèrent au sein d’un des clades formé par le genre Zoothamnium (Zhuang et 

al., 2018). Il semblerait par ailleurs que la famille des Zoothamnidae soit paraphylétique, elle 

comprend désormais 7 autres genres (Lynn, 2008) : Craspedomyoschiston (Precht, 1935), 

Haplocaulus (Warren, 1988), Mesothamnium (Jankowski, 1985), Myoschiston (Jankowski, 

1985), Pseudohaplocaulus (Warren, 1988), Zoothamnioides (Schoedel, 2006) et 

Zoothamnopsis (Song, 1997). Plusieurs espèces ont par ailleurs été décrites avec des bactéries 

ectosymbiotiques à la surface de leurs zoïdes comme Z. alternans (Fauré-Fremiet, 1963), Z. 

balticum (Biernacka, 1963), Z. pelagicum (Dragesco, 1948 ; Laval, 1968 ; Hausmann et Walz, 

2007) et Z. penaei (Song, 1992) ainsi que Z. entzi, Z. ignavum, Z. niveum, Z. perlatum, Z. 

thiophilum, Z. urceolatum qui ont été décrits dans des habitats sulfidiques (Stiller, 1946 ; 

Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; Schuster et Bright, 2016). 

c. Identification des bactéries ectosymbiotiques des ciliés 

péritriches sessiles 

L’étude phylogénétique des bactéries ectosymbiotiques des espèces péritriches sessiles 

ont montré que les ectosymbiotes de Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe et de 

Zoothamnium niveum isolat Guadeloupe sont différents. Récemment, une symbiose 

apparaissant entre une autre espèce de protiste ciliée appelée Zoothamnium ignavum et un 

nouveau genre de bactérie proposée sous le nom de « Candidatus Navis piranensis » a été 

découverte grâce au prélèvement de bois immergé dans le nord de l'Adriatique (Schuster et 

Bright, 2016). Les analyses phylogénétiques effectuées sur les ectosymbiotes de 

Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe ont montré que ces deux ciliés, bien que 

géographiquement éloignés, partageaient des bactéries ectosymbiotiques similaires. D’autre 

part, les analyses phylogénétique effectuées sur les bactéries ectosymbiotiques de 

Zoothamnium niveum isolat Guadeloupe ont montré que ses bactéries ectosymbiotiques sont 

proches de celles retrouvées chez d’autres individus de Zoothamnium niveum provenant de la 

mer méditerranée ou du Bélize, dénommées Candidatus thiobos Zoothamnicoli (Rinke et al., 

2009). Ces résultats montrent que même chez des espèces phylogénétiquement proches qui 

vivent dans le même environnement, les bactéries ectosymbiotiques sont différentes et 

spécifiques à leur hôte. Malheureusement, seule la souche bactérienne dominante associée à 

chaque hôte a été identifiée au cours de ces études sur les espèces péritriches sessiles. Ainsi, 
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l'hétérogénéité de la souche potentielle survenant dans ces épiboses n'a pas été étudiée ainsi 

que la présence potentielle d’autres bactéries sur la surface cellulaire des protistes ciliés. 

Malheureusement le métabolisme thiotrophique des bactéries ectosymbiotiques n’a également 

pas pu être complètement démontré, bien que les résultats obtenus au microscope électronique 

à transmission, au spectromètre Raman et les analyses phylogénétiques suggèrent un 

métabolisme basé sur l’oxydation des sulfures. En effet, le cytoplasme des bactéries possèdent 

les mêmes caractéristiques ultrastructurales retrouvées chez les symbiotes sulfo-oxydants 

décrits dans d’autres études (Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; Ott et al., 2004a ; Cavanaugh et 

al., 2006 ; Dubilier et al., 2008). L’étude au spectromètre Raman couplée à la microscopie 

électronique à transmission a été utilisée pour identifier la forme allotropique du soufre 

présente à l’intérieur du cytoplasme de Pseudovoricella sp. isolat Guadeloupe et de ses 

bactéries ectosymbiotiques puis pour analyser sa distribution au sein de l’hôte d’après une 

méthode précédemment utilisée par Himmel et al. (2009) et Maurin et al. (2010). Les 

résultats ont monté que le soufre présent à l’intérieur de l’hôte et de son symbiote est sous la 

forme élémentaire S8 (cyclo-octasoufre), il s’agit de la forme allotropique du soufre qui 

prédomine à température ambiante. Des résultats similaires avaient déjà été montrés lors de 

l’analyse de Zoothamnium niveum au spectromètre Raman (Maurin et al., 2010). Cette 

technique semble être plus efficace et moins contraignante que les méthodes fréquemment 

utilisées (EDXS, EELS). En effet, ces techniques sont longues, coûteuses et nécessitent de 

fortes compétences techniques (Himmel et al., 2009). De plus, le caractère non destructif de la 

microspectrométrie Raman permet de récupérer l'échantillon après les expériences pour 

réaliser des études complémentaires analytiques, enzymologiques et ultrastructurales (c'est-à-

dire TEM, SEM, immunochimie) (Maurin et al., 2010). Les résultats au MET ont montré que 

les granules de soufre S8 sont concentrés dans le cytoplasme de bactéries ectosymbiotiques de 

Pseudovorticella sp. et de Zoothamnium niveum. Cependant, le soufre n’a pu être détecté au 

microspectromètre Raman que dans le cytoplasme des bactéries présentes dans les vacuoles 

digestives de ces ciliés. Ceci peut s'expliquer soit par une concentration en soufre S8 

inférieure à la limite de détection de l’appareil chez les bactéries présentes sur la surface des 

ciliés, soit par le fait que ces bactéries peuvent contenir du soufre élémentaire sous une forme 

différente de S8. Dans ce dernier cas, la précipitation du soufre sous forme solide S8 peut se 

produire au cours du processus de digestion par le cilié, entraînant la présence d'agrégats S8 

détectés dans les vacuoles alimentaires. De plus, en raison de la résolution spatiale du 

microscope Raman (4 µm), il n'est pas possible de déterminer la localisation précise du soufre 

dans les bactéries au niveau ultrastructurale. L'emplacement du soufre nécessite une analyse 
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TEM (Himmel et al., 2009). Néanmoins, même une résolution de 4 µm permet une détection 

et la caractérisation de la forme du soufre présente dans les échantillons ainsi que sa 

localisation à méso-échelle en très peu de temps. D’après les résultats obtenus par la 

spectrométrie Raman, les observations TEM et les analyses phylogénétiques du symbiote de 

Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe et de Zoothamnium niveum isolat Guadeloupe, il est 

fort probable que les bactéries présentes à la surface de ces ciliés utilisent un métabolisme 

sulfo-oxydant mais ces résultats doivent être confirmés par l'analyse de l'APS réductase et du 

gène RubisCo. Ces deux enzymes interviennent respectivement dans la voie d'oxydation du 

soufre et dans le cycle de fixation du CO2 de Calvin-Benson et sont généralement utilisées 

pour l'identification des symbiotes sulfo-oxydantes (Herry et al., 1989 ; Duperron et al., 

2009). 

2. Les protistes ciliés mobiles 

La méthode d’échantillonnage mise en place lors de cette étude a permis d’identifier 

deux espèces de protistes ciliés mobiles symbiotiques appartenant au Cyrtophoridés présents 

dans les mangroves de Guadeloupe. Les ciliés Cyrtophoridés sont communs dans les habitats 

aquatiques, et certains d'entre eux sont des organismes commensaux ou parasitaires d'animaux 

aquatiques (Corliss, 1979 ; Hofmann, 1988). Les Cyrtophoridés représentent l'un des groupes 

les plus spécialisés des ciliés (Figure 68), ils sont caractérisés morphologiquement par un 

panier buccal denté, une ciliature somatique habituellement restreinte au côté ventral et des 

macronoyaux hétéromères (Deroux, 1994). La ciliature orale et les cinéties somatiques sont 

toutes deux d'une grande diversité morphologique, ce qui explique le nombre d’espèces de 

Cyrtophoridés recensées à ce jour (Pan et al., 2013). Il existe plus de 40 genres dans ce 

groupe (Kahl, 1931 ; 1933 ; Fauré- Fremiet, 1965 ; Deroux, 1976a ; 1976b ; 1976c ; Corliss, 

1979 ; Foissner, 1979 ; Carey, 1991 ; Song et Wilbert, 2002 ; Song, 2003b ; Gong et Song, 

2006). L’une des deux espèces identifiées dans les mangroves de Guadeloupe, nommée 

Trochochilon sp. isolat Guadeloupe, appartient à la famille des Plésiotrichopidae 

(Cyrtophoria, Chlamidodontida) tandis que l’autre espèce découverte, nommée Dysteria sp. 

isolat Guadeloupe, appartient à la famille des Dysteriidae (Cyrtophoria, Dysteriida).  
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Figure 68. Classification schématique des morphotypes de chaque espèce représentant les différents genres de Cyrtophoridés. Les 
flèches indiquent le transfert récent de plusieurs espèces: Microxysma des Hartmannulidae vers les Dysteriidae; Pithites et 
Trochochilodon vers les Chlamydodontida (Gao et al., 2012). 

a. Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe 

La famille des Plésiotrichopidae a été érigée par Deroux (1976a), les taxons qui y 

figurent sont caractérisés par : « une infraciliature semblable à celle du genre Chilodonella et 

un appareil adhésif situé au centre de la dépression ventrale ». La famille des 

Plesiotrichopidae a été provisoirement assignée dans l'ordre des Dysteriida dans la plupart des 

schémas de classification (Jankowski, 1976 ; Corliss, 1979 ; Puytorac, 1994 ; Lynn et Small, 

2002 ; Lynn, 2008). Les seules séquences disponibles du gène codant pour l'ARNr 18S 

appartiennent à deux genres différents, Trochochilodon et Pithites (Gao et al., 2012). Les 

analyses phylogénétiques récentes suggèrent que ces deux genres sont éloignés l'un de l'autre 

et donc que la famille des Plesiotrichopidae est paraphylétique (Chen et al., 2016). De ce fait, 

la famille des Pithidae a été établie pour le seul genre Pithites (Gao et al., 2012 ; Chen et al., 

2016). Les analyses phylogénétiques menées sur Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe 

confirment ces résultats. Les résultats phylogénétiques sont également soutenus par des 

différences morphologiques et morphogénétiques entre les deux genres (Gao et al., 2012). La 

structure de l'appareil buccal et le processus de formation au cours de la fission binaire sont 

considérablement différents chez les deux genres (Deroux, 1976b ; Wilbert et Song, 2005 ; 
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Pan et al., 2011). Malheureusement, la position systématique et la définition de la famille 

Plesiotrichopidae restent encore non résolues au stade actuel. En effet, les données 

moléculaires pour le troisième genre de cette famille, Plesiotrichopus font totalement défaut 

et peu de caractères taxonomiques peuvent être utilisés pour caractériser les genres au sein de 

la famille (Gao et al., 2012). Actuellement, la famille Plesiotrichopidae est donc un taxon 

incertae sedis, elle se compose de clades paraphylétiques dont la classification 

phylogénétique est incertaine. Selon les résultats obtenus lors des analyses phylogénétiques de 

Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe, il semblerait que la famille des Plesiotrichopidae 

occupe une position intermédiaire entre les Chlamidodontidae et les Chilodonellidae mais la 

faible robustesse des nœuds ne supporte pas cette affiliation. Autrefois classé parmi les 

Dysterrida, le genre Trochochilodon occupe aujourd’hui une position intermédiaire entre les 

Chlamydodontidae et les Hartmannulidae (Chen et al., 2016). Une relation plus étroite de 

Trochochilodon à l'ordre Chlamydodontida qu’à l'ordre Dysteriida est également soutenu 

morphologiquement car Trochochilodon n'affiche pas de podite (appareil adhésif), qui est l’un 

des caractères d’identification chez les Dysteriidae (Pan et al., 2012). Par conséquent, il est 

plus probable que Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe et les autres espèces du genre 

appartiennent aux Chlamydodontida (Gao et al., 2012 ; Chen et al., 2016). 

b. Dysteria sp. isolat Guadeloupe 

La deuxième espèce de protistes ciliés mobiles analysée appartient aux Dysteriidae 

(Cyrtophoria, Dysteriida), ce groupe constitue avec celui des Hartmanninidae l’ordre des 

Dysteriida. La séparation nette de ces deux familles est basée sur des caractères 

morphologiques, notamment l’infraciliature ventrale. Des études phylogénétiques récentes ont 

montré que le genre Dysteria était paraphylétique (Gao et al., 2012 ; Chen et al., 2016). De ce 

fait, il devrait être divisé en plusieurs genres définis morphologiquement et 

ontogénétiquement (Gao et al., 2012). Le genre Dysteria caractérise les espèces possédant des 

corps fortement compressés dorso-ventralement, des cils restreints à la face ventrale de la 

cellule et possédant un podite sur la face ventrale postérieure de la cellule (Chen et al., 2016) 

qui leur permettent d’adhérer au substrat (thigmotactisme). Les espèces appartenant au genre 

Dysteria ont été retrouvées dans le monde entier, soit à l’intérieur du périphyton ou comme 

parasites commensaux (Lepsi, 1927 ; Tucolesco, 1962 ; Dragesco, 1966 ; Jankowski, 1967 ; 

Deroux, 1976c ; Agamaliev, 1983 ; Qu et al., 2015). Plus de 30 espèces nominales ont été 

signalées jusqu'à présent , avec des informations sur les infraciliatures disponibles pour 20 

d'entre elles (Deroux, 1965 ; Fauré- Fremiet, 1965 ; Wilbert, 1971 ; Dragesco et Dragesco-
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Kernéis, 1986 ; Petz et al., 1995 ; Song et Packroff, 1997 ; Song et Wilbert, 2002 ; Gong et 

al., 2002 ; 2003 ; 2007 ; Gong et Song, 2003 ; 2004 ; Wilbert et Song, 2005 ; Hu et Suzuki, 

2005 ; Chen et al., 2011 ; Pan et al., 2011 ; Park et Min, 2014). Malheureusement les analyses 

morphologiques de l’infraciliature des espèces échantillonnées n’ont pas pu être réalisées par 

manque d’expertise et de maîtrise des techniques nécessaires. L’analyse de l'infraciliature, en 

particulier la structure ciliaire ventrale est cruciale pour l’identification de l’espèce étudiée car 

elle est spécifique à chaque espèce (Al-Rasheid, 1997 ; Gong et al., 2003). 

c. Les bactéries endosymbiotiques de Trochochilodon sp. isolat 

Guadeloupe 

Les analyses phylogénétiques des séquences du gène codant pour l’ARNr 16S des 

bactéries endosymbiotiques de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe ont révélé que la 

bactérie majoritairement présente à l’intérieur du cytoplasme de ce cilié est une bactérie 

appartenant au genre Umboniibacter, bien que d’autres séquences bactériennes aient 

également été retrouvées et identifiées chez cet hôte cilié. Le genre Umboniibacter a été 

proposé par Romanenko et al. (2010) pour décrire une bactérie marine en forme de bâtonnet, 

chimio-organohétérotrophique et strictement aérobie appartenant aux γ-protéobactéries. 

Aujourd’hui ce genre comprend trois espèces qui ont pu être isolées à partir d’un Mollusque 

Gastéropode marin Umbonium costatum (Romanenko et al., 2010) et dans de l’eau de mer 

(Sung et al., 2015 ; Park et al., 2017). D’autre part, en comptant la séquence de la souche 

d’Umboniibacter isolée chez Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe, 18 séquences 

bactériennes différentes ont pu être extraites et amplifiées durant cette étude. Ces séquences 

peuvent provenir de bactéries ingérées par Trochochilodon sp. et présentes dans les vacuoles 

digestives du cilié, des bactéries libres présentes dans son cytoplasme ou encore des bactéries 

libres présentes dans l’eau de mer prélevée durant le processus d’échantillonnage de 

Trochochilodon sp. Il est en effet impossible de prélever les individus dans un environnement 

complètement stérile. D’où l’intérêt d’effectuer des analyses FISH avec des sondes 

spécifiques élaborées à partir des séquences majoritaires obtenues lors du clonage afin de 

vérifier qu’Umboniibacter souche Guadeloupe était bien présente dans le cytoplasme du cilié. 

Les observations réalisées après les hybridations FISH ont démontré que la bactérie 

Umboniibacter est bien présente en grand nombre dans le cytoplasme des individus de 

Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe analysés provenant du milieu naturel. D’autres 

bactéries ont également été observées à l’intérieur du cytoplasme de certains individus de 
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cette espèce, ces observations étaient basées sur un non recouvrement des signaux des sondes 

spécifiques et EUB 338. Les observations réalisées après l’hybridation des bactéries 

Umboniibacter par FISH chez des individus provenant de culture in vitro ont montré que les 

endosymbiotes étaient parfois présents dans le cytoplasme de certains des individus analysés, 

même après 1 semaine en dehors de l’habitat naturel. Cependant la majorité des individus 

provenant de la culture semblait être aposymbiotique. Lorsqu’elles étaient présentes, ces 

bactéries se sont avérées être en moins grand nombre que chez des individus fraichement 

collectés en milieu naturel. De plus, la perte des bactéries à l’intérieur du cytoplasme des 

individus provenant de culture semble coïncider avec le début des divisions des individus du 

pool départ. Il semblerait donc que les individus aposymbiotiques de Trochochilodon sp. 

isolat Guadeloupe issus des cultures soient des descendants des individus symbiotiques 

récoltés dans le milieu naturel. Le signal positif chez certains des individus échantillonnés 

durant la culture, après hybridation des bactéries avec les sondes spécifiques d’Umbonibacter, 

suggère que ces individus appartiennent probablement au pool de départ provenant du milieu 

naturel. La faible intensité du signal ainsi que sa faible fréquence laissent supposer que ces 

bactéries sont soit consommées par leur hôte à cause du stress alimentaire provoqué par le 

milieu de culture, soit qu’elles sont perdues lors des nombreuses divisions cellulaires 

effectuées par l’hôte. Il se peut également que les bactéries soient beaucoup moins actives 

dans le cytoplasme de leur hôte à cause du manque de substrat nécessaire au fonctionnement 

de leur métabolisme. Dans tous les cas, il semblerait donc qu’Umboniibacter souche 

Guadeloupe soit bien présente dans le cytoplasme de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe. 

Cependant, la perte des symbiotes chez les individus de Trochochilodon sp. placés en culture 

suggère que les bactéries sont probablement acquises par voie environnementale. Les analyses 

au microscope électronique à transmission semblent également abonder dans ce sens. En 

effet, les observations effectuées démontrent la présence de plusieurs bactéries libres à 

l’intérieur du cytoplasme de ce cilié chez les individus fraichement collectés en provenance 

du milieu naturel, alors qu’aucune bactérie n’a été observée dans le cytoplasme des individus 

récoltés après trois semaines de culture pure. L’absence de bactéries endosymbiotiques chez 

les descendants est totalement logique car ils n’ont jamais été exposés au milieu naturel et 

n’ont donc pas pu être infectés. De plus, la perte des bactéries ne semble pas avoir d’effet sur 

le cycle de vie de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe. Les individus continuent de se 

diviser même après la perte d’Umboniibacter. Ces résultats suggèrent que l’association entre 

les deux partenaires n’est pas obligatoire. La présence d’Umboniibacter souche Guadeloupe 

dans le cytoplasme de Trochochilodon sp. semble plus relever du parasitisme ou du 
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commensalisme que d’une véritable symbiose au sens « mutualiste » du terme. En effet la 

symbiose est définie comme une association à long terme entre deux ou plusieurs organismes 

d'espèces différentes qui est intégrée au niveau comportemental, métabolique et/ou génétique 

(Moya et al., 2008). Selon le niveau de dépendance vis-à-vis de l'hôte, la symbiose peut être 

obligatoire ou facultative mais dans tous les cas les protagonistes tirent un bénéfice a 

coexister l’un avec l’autre (Moya et al., 2008). Or, aucune preuve de tels échanges n’a pu être 

démontrée entre Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe et Umboniibacter souche Guadeloupe. 

Des analyses supplémentaires sont donc nécessaires afin de pouvoir déterminer la nature des 

échanges qui se produisent lors de l’association entre ces deux partenaires.  

d. Les bactéries ectosymbiotiques de Dysteria sp. isolat 

Guadeloupe 

Dans le cas de Dysteria sp. isolat Guadeloupe, les observations effectuées au 

microscope électronique à balayage ont montré la présence de bactéries ectosymbiotiques à la 

surface des différents individus observés. Plusieurs tentatives ont été menées afin d’amplifier 

le gène codant pour l’ARNr 16S de ces bactéries, malheureusement elles n’ont pas été 

fructueuses. Les tentatives n’ont pas pu être renouvelées par manque de temps ce qui n’a pas 

permis de les identifier génétiquement. Cependant, les observations au STEM des coupes 

fines obtenues après inclusion en résine des individus de Dysteria, ont permis d’observer la 

présence de zones apparaissant blanches à l’intérieur du cytoplasme des bactéries 

ectosymbiotiques. Ces zones blanches rappellent fortement celles formées par les granules de 

soufre lorsqu’elles sont observées à plus fort grossissement. Des analyses au microscope 

électronique à transmission et des analyses par spectrométrie Raman ou à l’EDX devraient 

pouvoir venir confirmer ces résultats. La symbiose entre Dysteria sp. isolat Guadeloupe et ses 

bactéries ectosymbiotiques a été détectée sur la fin de cette thèse, les résultats n’ont donc pas 

pu être approfondis par manque de temps.  

3. Acquisition et transmission des bactéries symbiotiques 

chez les protistes ciliés 

Bien qu’il s’agisse d’un aspect crucial des associations mutualistes, on en sait très peu 

sur le processus de sélection en milieu naturel (c’est-à-dire la reconnaissance et les 

mécanismes d’acquisition) de nouvelles cellules symbiotiques par les hôtes potentiels 

(Montagnes et al., 2008 ; Germond et Nakajima, 2016). L'acquisition du symbiote peut être 
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facilitée par des facteurs comportementaux et écologiques (Germond et Nakajima, 2016). Par 

exemple, les aptitudes de prédation des protistes ciliés et la proximité physique entre les 

différents partenaires potentiels encouragent les associations symbiotiques à émerger et à 

évoluer (Nakajima et al., 2009 ; Germond et Nakajima, 2016). La taille des cellules des 

symbiotes, la présence de structures cellulaires défensives ou la capacité du symbiote à former 

des agrégats pour éviter la prédation sont d'autres facteurs importants qui peuvent augmenter 

ou diminuer la probabilité d'ingestion (Germond et Nakajima, 2016). Outre ces facteurs 

écologiques, les hôtes potentiels peuvent faire appel à la signalisation par communication 

moléculaire pour rechercher et acquérir des partenaires symbiotiques (Germond et Nakajima, 

2016). Cependant, il n’existe que peu d’informations sur les processus de communication 

entre les symbiotes et les protistes ciliées (Germond et Nakajima, 2016). Le mode de 

transmission des symbiotes aux individus de la génération suivante peut être vertical ou 

environnemental chez les protistes ciliés (Bright et Bulgheresi, 2010 ; Germond et Nakajima, 

2016). Chez les ciliés péritriches comme Z. niveum la transmission des ectosymbiotes à la 

génération suivante est verticale. La culture des individus de Z. niveum en laboratoire a 

montré que les macrozoïdes qui quittent la colonie, appelés « swarmers » en anglais, 

emportent leurs bactéries ectosymbiotiques lors de la phase de migration (Bauer-Nebelsick et 

al., 1996a ; Rinke et al., 2007). Il est fort probable qu’il en soit de même chez 

Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe. En effet, ces organismes se reproduisent par 

bourgeonnement, le nouvel individu se développant à partir du premier, il n’est pas rare de 

trouver des individus avec deux zoïdes sur le même stolon. Le nouvel individu se détache 

alors probablement en emportant les bactéries ectosymbiotiques provenant du parent lors de la 

phase de migration comme les « swarmers » de Z. niveum. Dans le cas des protistes ciliés 

Métopus contortus, Trimyema sp., et Cyclidium porcatum, les archées méthanogènes 

endosymbiotiques sont transférés verticalement à la descendance lors de la mitose de l’hôte 

(Germond et Nakajima, 2016). Cependant, il a été montré que Methanobacterium formicicum, 

l’endosymbiote de Trimyema compressum peut être perdu lorsque l’hôte est placé dans des 

conditions expérimentales de culture, puis être utilisés pour la réinfection des ciliés 

aposymbiotiques (Wagener et al., 1990 ; Shinzato et Kamagata, 2010 ; Germond et Nakajima, 

2016). Il en va de même chez les espèces symbiotiques du genre Paramecium placés en 

culture, les bactéries endosymbiotiques sont généralement perdues lorsque les divisions sont 

trop rapides (bloom). La multiplication entraine généralement une dilution des symbiotes puis 

leur disparition. La perte des bactéries lors de la mise en culture des hôtes provenant du 

milieu naturel n’est pas un phénomène propre aux protistes, les bivalves Lucinidae comme 
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Codakia orbicularis perdent également leurs bactéries endosymbiotiques lorsqu’ils sont 

placés en stabulation (Gros et al., 2012). En milieu naturel, l’acquisition de ces bactéries 

symbiotiques dans l’environnement est donc parfois nécessaire et peut jouer un rôle majeur 

aussi bien dans la survie de l’hôte que celle des symbiotes (Kusch et al., 2002 ; Schweikert, 

2013). Dans le cas de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe, il semblerait qu’Umboniibacter 

souche Guadeloupe soient perdues lorsque les individus sont placés en culture et que ces 

bactéries ne soient pas transmises à la génération suivante pendant la phase de culture en 

laboratoire. Il semblerait donc que l’acquisition d’Umboniibacter souche Guadeloupe ne se 

fasse qu’en milieu naturel. La bactérie est probablement ingérée lors de l’alimentation du 

protiste cilié et se retrouve alors dans les vacuoles digestives. Umboniibacter souche 

Guadeloupe doit pouvoir échapper au processus de digestion du protiste cilié afin de se 

retrouver à l’intérieur du cytoplasme du protiste cilié. Le manque de substrat nécessaire au 

développement des bactéries dans le cytoplasme des ciliés provenant du milieu naturel et 

placés en culture ou leur consommation par leur hôte sont des raisons qui peuvent expliquer la 

perte de ces bactéries durant la culture.  

B. Les sédiments marins de mangroves : un 

environnement propice au développement des symbioses 

bactériennes 

La dégradation de la matière organique, principalement composée de débris végétaux en 

mangrove, se déroule aussi bien dans le sédiment marin qu’à la surface de celui-ci. Ces 

processus de dégradation permettent la mise en place de conditions favorables à 

l’établissement de symbioses thioautotrophes sulfo-oxydantes en mangrove (Laurent et al., 

2009 ; 2013) comme cela a été également montré dans d’autres environnements marins 

chimiosynthétiques (Ott et al., 2004a ; Cavanaugh et al., 2006 ; Dubilier et al., 2008). 

Plusieurs interactions symbiotiques ont été décrites entre des bactéries chimiosynthétiques et 

des invertébrés marins ou ciliés vivant dans les mangroves de Guadeloupe. Les Mollusques 

bivalves Lucina pectinata et Anodontia alba vivent dans la vase de mangrove de la Manche-à-

Eau et hébergent des bactéries endosymbiotiques sulfo-oxydantes dans leur branchies 

(Durand et al., 1996 ; Frenkiel et al., 1996 ; Gros et al., 2003). Les ciliés péritriches sessiles 

ont plutôt tendance à présenter des bactéries ectosymbiotiques à la surface de leurs corps 

(Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; Ott et Bright, 2004 ; Ott et al., 2004a ; Schuster et Bright, 
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2016). Même les sédiments marins sableux ou poussent généralement les herbiers de 

phanérogames marines, plus facilement drainés et oxygénés que les autres types de sédiments, 

peuvent connaître des enrichissements en sulfures, avec des concentrations atteignant jusqu’à 

22mM dans l’eau interstitielle (Fenchel et Riedl, 1970). Les sédiments marins sableux 

peuvent alors héberger des organismes symbiotiques tels que des bivalves Solemyidae 

(Krueger et al., 1996), des nématodes Stilbonematinae, et des oligochètes Tubificidae 

dépourvus de tube digestif (Ott et al., 2004b ; Dubilier et al., 2008). De nombreuses 

symbioses entre protistes ciliés et bactéries ont été décrites dans des environnements 

présentant des conditions oxiques (Amann et al., 1991 ; Springer et al., 1993 ; Beier et al., 

2002 ; Vannini et al., 2004), micro-oxiques ou anoxiques (Epstein et al., 1998 ; Bernhard et 

al., 2000 ; Edgcomb et al., 2011b ; Orsi et al., 2012). La quantité d’oxygène disponible et les 

concentrations de sulfure dans l’environnement semblent avoir une forte influence sur les 

distributions microbiennes dans ces environnements marins anoxiques, comme cela a pu être 

décrits au niveau du bassin de Cariaco (Taylor et al., 2001 ; Li et al., 2008b ; Lin et al., 2008 ; 

Edgcomb et al., 2011a ; Orsi et al., 2011), le fjord de Framvaren (Behnke et al., 2006 ; Stoeck 

et al., 2009) mais également au niveau des sédiments marins réduits anoxiques de mangrove 

(Holmer, 2009 ; Gontharet et al., 2017). 

1. Les ciliés anaérobies et micro-aérophiles sont souvent 

associés à des bactéries 

Parmi les protistes, c’est au sein du groupe des ciliés que les associations symbiotiques 

avec les procaryotes sont le mieux documentées (Fenchel et Finlay, 1995). Dans les 

environnements benthiques peu profonds, les ciliés peuvent abriter des bactéries 

ectosymbiotques sulfo-oxydantes (Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; 1996b), des bactéries 

sulfato-réductrices (Fenchel et Ramsing, 1992) ainsi que des archées méthanogènes 

endosymbiotiques (Fenchel et Finlay, 1991b). Les ciliés anaérobies ne possèdent pas de 

mitochondries mais des organites spécifiques appelés hydrogénosomes, qui produisent de 

l’hydrogène et leur permet de s'adapter aux conditions anoxiques de l’environnement 

(Hackstein et al., 2006 ; Hackstein, 2010). On pense que l'hydrogénosome a une origine 

symbiotique unique provenant des mitochondries (Hackstein et al., 2006 ; Hackstein, 2010). Il 

a évolué à plusieurs reprises chez 7 des 22 taxons ciliés (Fenchel et Finlay, 1995). Les déchets 

d'hydrogène produits par l'hôte à travers les hydrogénosomes peuvent être utilisés comme 

ressources métaboliques par des bactéries endosymbiotiques photosynthétiques pourpres non 
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sulfureuses, des archées méthanogènes et des bactéries ectosymbiotiques sulfato-réductrices 

vivant à la surface de l'hôte (Fenchel et Finlay, 1991a ; Fenchel et Bernard, 1993). Les trois 

groupes consomment de l'hydrogène comme substrat. Ceci suggère que la production de H2 

par les ciliés au niveau des hydrogénosomes est significative dans le maintien de ces 

associations symbiotiques (Rosati, 2004). Les bactéries ectosymbiotiques sulfato-réductrices 

se trouvent presque exclusivement chez les espèces marines de ciliés, et certaines de ces 

espèces contiennent également des archées méthanogènes endosymbiotiques (Figure 69). Ces 

bactéries ectosymbiotiques ont des morphologies différentes même chez les espèces ciliées du 

même genre et s'attachent de différentes manières à leur hôte (Fenchel et al., 1977 ; Fenchel 

et Finlay, 1991a). La possibilité que ces bactéries ectosymbiotiques puissent réduire le sulfate 

a d'abord été suggérée par Fenchel et Finlay (Fenchel et Finlay, 1991a). Cette hypothèse a 

ensuite été confirmée grâce à l’utilisation de sondes spécifiques hybridées aux bactéries en 

laboratoire par FISH (Fenchel et Ramsing, 1992). Chez ces ciliés, les ectosymbiotes peuvent 

entrer en compétition avec les méthanogènes intracellulaires pour l’utilisation de l’H2. Ainsi, 

les ectosymbiotes sont significativement plus abondants dans les espèces qui n'ont pas de 

méthanogènes endosymbiotiques. Metopus contortus, Trimyema sp. et Cyclidium porcatum 

sont des exemples bien connus d'hôtes ciliés hébergeant des archées méthanogènes 

symbiotiques (Fenchel et Finlay, 1991b ; Epstein et al., 1998 ; Hackstein, 2010 ; Germond et 

Nakajima, 2016). Dans ces associations symbiotiques, il a été suggéré que l'hôte bénéficiait 

de ses partenaires symbiotiques en termes de taux de croissance et de survie, et contrôlait à 

son tour le cycle de vie des symbiotes. Les méthanogènes symbiotiques sont transmis 

verticalement pendant la mitose des hôtes (van Hoek et al., 2000). Cependant, il existe une 

relation étroite entre les archées méthanogènes qui vivent librement dans l’environnement et 

les endosymbiotes présents dans le cytoplasme de ces ciliés, suggérant que la transmission 

horizontale a également eu lieu plusieurs fois dans l'histoire de l'évolution des ciliés 

anaérobies (van Hoek et al., 2000 ; Hackstein, 2010). La majorité des associations 

symbiotiques entre ciliés et bactéries ont été décrites dans des habitats marins anoxiques 

réduits peu profond (Fenchel et Finlay, 1995 ; Ott, 1996). Des études plus récentes, menées au 

niveau du bassin de Santa Barbara, appauvri en oxygène, et des suintements froids de 

Monterey Bay (Buck et al., 1998 ; 2000 ; Bernhard et al., 2001), ont montré que la grande 

majorité des protistes du bassin de Santa Barbara et la plupart de ceux récupérés dans les 

suintements froids de Monterey Bay, possèdent des bactéries ecto et/ou endosymbiotiques 

(Edgcomb et al., 2011b). L’une des espèces, proche du cilié Parduzcia orbis (Figure 69), 

possède deux bactéries sulfato-réductrices (Desulfobulbaceae, Desulfobacteraceae), une 
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archée méthanogène (Methanobacteria), et éventuellement une bactérie appartenant aux 

Bacteroidetes (Cytophaga) et une archée méthanotrophe de type I comme endosymbiotes, 

suggérant des métabolismes synergiques dans cet environnement (Edgcomb et al., 2011b). Il 

semblerait que ces symbiotes puissent subvenir aux besoins alimentaires de leur hôte, 

cependant des études sont encore nécessaires pour comprendre le rôle joué par chaque 

métabolisme dans les échanges trophiques (Figure 69). Ces deux environnements partagent 

plusieurs attributs en commun avec les sédiments peu profond, des concentrations élevées de 

bactéries chimioautotrophes formant des mattes bactériennes constituées en partie de 

Beggiatoaceae, et des concentrations élevées de sulfure d'hydrogène (Edgcomb et al., 2011b). 

Bien que les ciliés anaérobies présents dans le sédiment de mangrove n’aient pas été étudiés, 

il ne serait pas surprenant de retrouver ce genre d’association avec des archées méthanogènes, 

des bactéries sulfato-réductrices ou encore des bactéries pourpres non sulfureuses en 

mangrove. En effet, la dégradation de la matière organique par fermentation dans les couches 

profondes du sédiment de mangrove permet la production de méthane. Ce méthane peut 

diffuser vers les couches supérieures riches en sulfates. Cette production biogénique du 

méthane est réalisée grâce à des archées qui utilisent le dihydrogène H2 (parfois le formate, le 

monoxide de carbone ou certains alcools) comme donneur d’électrons et le dioxyde de 

carbone (parfois l’acétate ou des composés méthylés) comme accepteurs et comme source de 

carbone (Duperron, 2005). Dans la couche riche en sulfate, il peut alors être oxydé par 

oxydation anaérobie du méthane (AOM) grâce au consortium formé par des Archées 

méthanogène et des delta-protéobactéries sulfato-réductrices telles que Desulfococcus ou 

Desulfosarcina. Les Archées impliquées dans ce consortium appartiennent au groupe des 

ANME (Knittel et al., 2005) et sont capables d’inverser la méthanogenèse afin d’oxyder le 

méthane en conditions anaérobies (Boetius et al., 2000 ; Orphan et al., 2001 ; Edgcomb et al., 

2011b). Les processus de réduction organoclastiques des sulfates (OSR) et l’oxydation 

anaérobie du méthane (AOM) sont donc tous les deux en concurrence pour la consommation 

des sulfates dans les sédiments (Jørgensen et Parkes, 2010). Cependant, l'AOM est 

généralement considérée comme un processus se limitant à un horizon distinct, la zone de 

transition sulfate-méthane (SMTZ) alors que l'OSR se produit dans toute la zone de réduction 

du sulfate (Crémière et al., 2017). 
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Figure 69. Représentation schématique des divers métabolismes utilisés par les endosymbiotes et leur hôte ainsi que leurs 
interactions potentielles (Edgcomb et al., 2011b). Les physiotypes majeurs comprennent la respiration des sulfates, la 
méthanogenèse, la méthanotrophie et l'activité des hydrogénosomes. D'autres activités pourraient inclure la respiration de nitrate 
et de nitrite. Les flèches en gras indiquent la source de carbone/donneur d'électrons.  

D’autre part, des bactéries ectosymbiotiques ont été décrites chez de nombreuses autres 

espèces de ciliés évoluant au niveau de l’interface oxique-anoxique des sédiments et de la 

colonne d’eau. En mangrove, la couche sulfidique présente à la surface des sédiments est très 

fine (de l’ordre de 3mm) à cause de l’oxydation chimique des sulfures en contact avec 

l’oxygène présent dans l’eau de mer (Ott et Bright, 2004). Cependant dans certains habitats la 

colonne d’eau peut être fortement appauvrie en oxygène comme c’est le cas au niveau du 

bassin de Cariaco (mer des Caraïbes, Venezuela), le bassin Discovery (mer Méditerranée, 

Grèce) et le bassin Urania (Mer Méditerranée, Grèce). Les bassins Urania et Discovery 

contiennent respectivement des saumures sursaturés (~5 M) de chlorure de sodium et de 

magnésium (Van der Wielen et al., 2005). Les deux bassins présentent une halocline et ont 

des niveaux détectables de sulfure, jusqu'à 16 mM dans la saumure du bassi d’Urania (Van 

der Wielen et al., 2005). Les conditions environnementales de ces habitats les classent parmi 

les habitats les plus polyextrêmes sur Terre. De nombreuses associations ectosymbiotiques 

(Figure 70) entre ciliés et procaryotes ont été décrites au niveau de ces habitats et il semblerait 

que la répartition de ces espèces dans les différents sites soit liée aux conditions chimiques de 

la colonne d’eau (Orsi et al., 2012). De plus la présence de bactéries dans le cytoplasme de 

ces ciliés suggère une alimentation par phagocytose et n’exclut pas la présence 
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2. Les ciliés symbiotiques associés au périphyton des 

mangroves de Guadeloupe 

Les résultats obtenus par microscopie ont mis en évidence la présence de bactéries 

symbiotiques associées à plusieurs espèces de ciliés et autres protistes flagellés vivant au 

niveau des sédiments marins de la lagune de la Manche-à-Eau. Les analyses phylogénétiques 

ont permis d’identifier les partenaires et de mettre en avant le métabolisme potentiel utilisé 

par les bactéries symbiotiques. Les bactéries symbiotiques analysées appartiennent à 

différents groupes de γ-protéobactéries et leurs métabolismes sont basés sur des processus 

chimiosynthétiques et/ou chimio-organohétérotrophes. Ces micro-organismes vivent à 

l’interface eau-sédiment et sont donc exposés à la diffusion des sulfures provenant des débris 

végétaux et du sédiment. Ce dernier constitue également le lieu principal de reminéralisation 

de la matière organique dominé par des processus hétérotrophes (Bano et al., 1997 ; 

Kristensen et Suraswadi, 2002 ; Holmer, 2009). Vu les conditions environnementales 

instables et contraignantes auxquelles sont confrontées ces micro-organismes, la mise en 

place d’association avec des bactéries pouvant utiliser différents types de métabolismes est un 

avantage significatif d’un point de vue nutritionnel pour ces espèces par rapport à d’autres 

espèces de ciliés libres. Ces bactéries peuvent subvenir aux besoins alimentaires de leur hôte 

et détoxifier l’environnement, permettant ainsi à leur hôte de coloniser de nouvelles niches 

écologiques (Gast et al., 2009 ; Dziallas et al., 2012). Toutes les espèces de protistes ciliés 

symbiotiques récoltées dans la lagune de la Manche-à-Eau sont liées au périphyton benthique 

de mangrove présent à l’interface oxique-anoxique du sédiment. Bien que seules certaines 

espèces aient été analysées, il est fort probable que de nombreuses autres associations 

symbiotiques existent entre des protistes ciliés et des algues unicellulaires, des bactéries ou 

des archées au sein du périphyton et dans les autres compartiments de l’écosystème comme la 

colonne d’eau ou les sédiments réduits anoxiques. 

a. Les ciliés péritriches sessiles et leurs bactéries 

ectosymbiotiques sulfo-oxydantes 

Les ciliés péritriches sessiles Zoothamnium niveum et Pseudovorticella sp. isolat 

Guadeloupe colonisent la niche écologique située à l’interface oxique-anoxique des sédiments 

marins de mangroves, où les gradients de sulfures et d'oxygène évoluent sur quelques 

millimètres. En dépit de pouvoir se déplacer dans le sédiment comme les espèces du genre 

Kentrophoros (Fenchel et Finlay, 1989 ; Ott et al., 2004a ; Cavanaugh et al., 2006), le 
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battement des cils des zoïdes mélange efficacement l'eau sulfurée et l'eau oxique (Vopel et al., 

2001 ; 2002). Les colonies de Z. niveum ainsi que les individus de Pseudovorticella sp. se 

contractent à l’intérieur de la couche limite sulfidique (Figure 71) et se décontractent ensuite 

dans l'eau environnante contenant de l'oxygène (Ott et al., 1998) apportant ainsi les sulfures et 

l’oxygène nécessaire au métabolisme des bactéries ectosymbiotiques (Polz et al., 2000).  

 
Figure 71. Phénomène de contraction chez les ciliés péritriches sessiles (Bright et al., 2014). L’une des caractéristiques facilement 
observable chez les péritriches sessiles est liée à leur comportement. Dans le cas de Z. niveum, la colonie se contracte rapidement à 
l’intérieur de la couche d’eau sulfurée afin d’apporter les sulfures nécessaires au fonctionnement du métabolisme des 
ectosymbiotes. Par la suite, la colonie s’étend de nouveau pour apporter l’oxygène nécessaire à l’oxydation des sulfures par ses 
bactéries ectosymbiotiques. Lorsque la colonie est détendue, le battement des cils des zoïdes provoque des vortex qui vont détacher 
les bactéries ectosymbiotiques et les entrainer à l’intérieur du péristome des microzoïdes afin d’être ingérées et digérées par la 
colonie.  

Le cycle biologique de Z. niveum a été étudié sur plusieurs générations en laboratoire 

(Ott et al., 2004a ; Rinke et al., 2007). Cependant, c’est la première fois que celui-ci est étudié 

en milieu naturel. En effet, les différentes formes que prend la colonie lors de sa croissance, 

après la fixation du swarmers sur son substrat, ont été retrouvés et étudiés durant cette thèse. 

Les analyses en laboratoire ont montré que lors de la sédimentation des swarmers, chaque 

individu se transforme en un zoïde terminal qui produit un stolon et commence à se diviser en 

microzooïdes et en zooïdes terminaux (Rinke et al., 2007). Ces derniers vont par la suite 

former les ramifications alternées du stolon. Les études en laboratoire ont montré que les 

colonies peuvent vivre pendant environ 7 jours, avec la perte de microzooïdes des branches 
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proximales comme signes de sénescence (Figure 72). Z. niveum se trouve généralement par 

groupes de quelques dizaines à plusieurs centaines de colonies. Les petits groupes se 

composent généralement de jeunes colonies et de nouveaux essaims, tandis que les grands 

groupes sont composés principalement de colonies sénescentes. Un patch peut subsister 

pendant plus de 20 jours, comme cela a été déterminé pour une population de Twin Cayes, au 

Belize (Ott et al., 1998).  

 
Figure 72. Cycle de vie du cilié colonial péritriche sessile Zoothamnium niveum (Rinke et al., 2007). Un macrozoïde quitte la 
colonie comme un essaim et entre en phase de migration, jusqu'à ce qu’il trouve un substrat adéquat à la colonisation. La jeune 
colonie se développe rapidement au cours des 8 premiers jours, suivie d'une phase de dégénérescence de 3 jours. La colonie entière 
se compose d'une tige centrale (st) avec des branches alternatives (br) portant des cellules : macrozooids (ma) ; microzooids (mi) ; 
les zooïdes terminaux (t) ; et les zooïdes terminaux supérieurs (tt). 

Le stolon contractile présent chez Z. niveum et Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe 

permet à ces organismes de se fixer au substrat et contribue au mélange d'eau de mer oxique 

et anoxique au niveau de l’interface sédiment-eau de mer, grâce à des contractions rapides et 

des extensions lentes (Vopel et al., 2002). L’autre extrémité du stolon soutient un ou plusieurs 

zoïdes. Le battement des cils péristomiaux des zoïdes va transporter l'eau de mer et permettre 

la filtration des particules en suspension (Vopel et al., 2002). Les observations menées sur les 
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individus de Z. niveum isolat Guadeloupe récoltés en mangrove ont montré que les bactéries 

ne colonisaient pas directement le stolon après la fixation du swarmer sur son substrat. En 

effet, les bactéries ne colonisent le stolon qu’à partir de la formation des premiers 

microzoïdes. De plus il semblerait que la forme et la disposition des bactéries évoluent en 

fonction de la croissance de la colonie et de l’apparition de nouveaux zoïdes. Ces résultats 

suggèrent que le cycle de vie des bactéries est étroitement lié à celui de leur hôte. Le zoïde est 

le dispositif de filtration de l'organisme, le battement des cils péristomiaux crée un flux d'eau 

qui forme des vortex toroïdaux qui vont transporter la nourriture à l'intérieur du péristome qui 

représente la bouche chez ces organismes (Vopel et al., 2001). Cependant chez Z. niveum, il 

semblerait que seules les microzoïdes possèdent un cytopharynx fonctionnel pour 

l’alimentation (Bauer-Nebelsick et al., 1996a ; 1996b). Des observations microscopiques ont 

montré la présence de bactéries dans le vestibule correspondant à la cavité buccale et dans les 

vacuoles alimentaires de Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe et de Z. niveum isolat 

Guadeloupe. Les vacuoles digestives ont été observées au MET dans le zoïde de 

Pseudovorticella sp. et dans les microzoïdes de Zoothamnium niveum. La présence de 

bactéries dans ces différentes parties de ces organismes indique clairement la voie suivie par 

les bactéries lors de leur ingestion. Les ciliés se nourrissent principalement de bactéries ; les 

bactéries sont transportées dans le vestibule grâce au flux d'eau créé par les cils et sont ensuite 

stockées dans des vacuoles alimentaires après avoir traversées le cytostome et le cytopharynx. 

Le détachement des bactéries ectosymbiotiques se produit principalement pendant la 

contraction du zoïde et du stolon en raison de la vitesse élevée de l'eau autour du zoïde et du 

mouvement rapide de la cellule (Vopel et al., 2002). De plus, la contraction du zoïde diminue 

la surface disponible pour les bactéries, ce qui entraîne un détachement (Vopel et al., 2002). 

Les bactéries présentes dans les vacuoles alimentaires ne peuvent pas être qualifiées 

d’endosymbiotes mais sont plutôt le résultat du processus de nutrition dans lequel les 

bactéries ectosymbiotiques sont ingérées, stockées dans les vacuoles digestives avant d'être 

digérées. En dépit de leur petit nombre, d'autres bactéries ont été trouvées dans les vacuoles 

alimentaires de Pseudovorticella sp. au cours des observations FISH réalisées sur la base du 

non-recouvrement de la sonde universelle EUB 338 et des sondes spécifiques utilisées lors de 

cette étude. Des résultats similaires ont été observés pour Z. niveum (Rinke et al., 2007) et Z. 

ignavum (Schuster et Bright, 2016). Ceci n'est pas surprenant car pendant le processus de 

nutrition, d'autres bactéries présentes dans l'eau environnante peuvent également être piégées 

dans le vortex produit par le battement des cils. La présence de bactéries ectosymbiotiques 

dans les vacuoles alimentaires et digestives a également été rapportée chez des protistes 
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appartenant au genre Kentrophoros (Fenchel et Finlay, 1989). La plupart des bactéries 

contenues dans les vacuoles alimentaires ont les mêmes caractéristiques ultrastructurales que 

les symbiotes (Bauer-Nebelsick et al., 1996b ; Vopel et al., 2002). Nous avons observé des 

résultats similaires chez Pseudovorticella sp. Les hybridations et observations FISH ont 

confirmé que les bactéries recouvrant la surface du zoïde et celles présentes dans les vacuoles 

alimentaires sont les mêmes. Les observations au MET ont montré la présence de granules de 

soufre situés dans les bactéries présentes dans les vacuoles alimentaires et sur le zoïde de 

Pseudovorticella sp., ainsi que la double membrane caractéristique des bactéries Gram-

négatif. Les bactéries présentes dans les vacuoles digestives présentent donc toutes les 

caractéristiques des ectosymbiotes présents à la surface du zoïde. Bien que l’analyse du 

métabolisme de ces nouvelles bactéries ectosymbiotiques doit être approfondie, les résultats 

suggèrent un métabolisme chimiosynthétiques sulfo-oxydant chez les ectosymbiotes de cette 

espèce. La symbiose est donc bénéfique pour les ciliés sessiles qui vivent en mangrove. La 

culture des ectosymbiotes comme source de nourriture réelle ou l’utilisation des produits 

dérivés du symbiote pour la nutrition leur assure une complète autonomie alimentaire (Gast et 

al., 2009). D’après des études récentes effectuées sur Zoothamium niveum par radiomarquage 

au carbone 13C et 14C et visualisation du transfert de ce dernier par NanoSims, il semblerait 

que la digestion des bactéries ectosymbiotiques, le transfert et l'assimilation des molécules 

organiques produites par chimiosynthèse par les symbiotes soutiennent les besoins en carbone 

de l’hôte (Volland et al., 2018). Les symbiotes bénéficient du comportement de l'hôte en 

accédant aux donneurs d'électrons et aux accepteurs pour la chimiosynthèse et l'hôte bénéficie 

du carbone organique libéré par les cellules symbiotiques (Bright et al., 2014 ; Volland et al., 

2018). De plus il semblerait que la libération de carbone fixé à l'hôte ne soit contrôlée ni par 

le symbiote ni par l'hôte. En outre, la digestion des bactéries symbiotiques par les cellules 

hôtes contribue considérablement à l'alimentation de l'hôte et peut également aider à contrôler 

la densité de population des ectosymbiotes. Un tel contrôle pourrait être important pour l'hôte 

pour éviter d'être envahi par son symbiote et suffoquer (Volland et al., 2018). La présence 

d'une monocouche symbiotique parfaite sur la surface du cilié indique un couplage étroit de la 

croissance de l'hôte et du symbiote (Bright et al., 2014) alimenté par le comportement 

autotrophique du symbiote. Les analyses menées durant cette thèse sur la forme et la 

disposition des bactéries au cours de la croissance de leur hôte abondent également dans ce 

sens. La façon dont la symbiose est maintenue durant les différentes conditions 

environnementales et la contribution réelle de la digestion et du transfert de carbone aux 

besoins de l’hôte sont des sujets qui restent encore à étudier. Cela permettrait de comprendre 
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comment les swarmers dépourvus de cytopharynx et de vacuoles digestives obtiennent 

l’énergie nécessaire pour la croissance de la colonie après leur fixation sur de nouveaux 

substrats. Etant dépourvus de microzoïdes et donc de système digestif fonctionnel, la 

croissance de la colonie doit être fortement tributaire du carbone organique libéré par les 

ectosymbiotes. 

b. Les ciliés mobiles symbiotiques présents dans le périphyton 

des mangroves de Guadeloupe 

En ce qui concerne Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe et Dysteria sp. isolat 

Guadeloupe, ils ont été récupérés à partir d’un biofilm constitué de nombreux micro-

organismes qui a été obtenu grâce à la reconstitution de deux systèmes sulfidiques côtiers 

artificiels fonctionnant selon les mêmes principes que les whale- et wood falls. À la différence 

de ces derniers, nous avons essayé d’isoler nos systèmes artificiels de la production de 

sulfures provenant du sédiment. Ainsi la production et la diffusion des sulfures sont générées 

uniquement par les processus de dégradation de la matière organique (lipides et cellulose) des 

branches de R. mangle ou des os déposés sur les grilles de notre système artificiel. Cette 

production de sulfure est effectuée par des bactéries sulfato-réductrices vivant dans des 

conditions anaérobies à l’intérieur des os et des débris végétaux qui vont utiliser les sulfates 

présents dans l’eau de mer pour produire de l’H2S. Cet enrichissement en sulfures va 

permettre le développement d’une communauté de micro-organismes chimiosynthétiques qui, 

dans notre étude, va former un biofilm bactérien composés principalement d’ε-protéobactéries 

du genre Thiovolum, de d’autres bactéries sulfo-oxydantes libres dont certaines comme les 

Beggiatoa sont filamenteuses, et de plusieurs autres bactéries marines. Des diatomées, des 

crustacés ainsi que des nématodes étaient également présents à l’intérieur du biofilm.  

Les ciliés appartenant à la sous classe des Cyrtophoria sont une composante importante 

du périphyton dans les milieux aquatiques (Pan et al., 2013). Les analyses phylogénétiques 

effectuées sur les potentielles bactéries endosymbiotiques de Trochochilodon sp. isolat 

Guadeloupe ont montré que les bactéries présentes dans le cytoplasme du cilié appartiennent 

au genre Umboniibacter. Ce genre de bactéries appartient aux γ-protéobactéries chimio-

organohétérotrophes strictement aérobies (Romanenko et al., 2010 ; Sung et al., 2015). Bien 

que certaines des souches ne soient pas capables de dégrader les polysaccharides les plus 

complexes, ces bactéries sont apparentées aux bactéries des genres Endozoicomonas, 

Microbulbifer, Saccharophagus, Simiduia et Teredinibacter, dont le métabolisme est basé sur 
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la dégaradation des molécules carbonées (Romanenko et al., 2010 ; Sung et al., 2015). 

L’espèce bactérienne Endozoicomonas elysicola (Kurahashi et Yokota, 2007) a, comme 

l’espèce Umboniibacter marinipuniceus (Romanenko et al., 2010), été isolée initialement à 

partir d'un mollusque gastéropode marin. Des bacilles sont également couramment détectées 

dans l'intestin postérieur des détritivores de mangrove (Harris, 1993). La bactérie 

cellulolytique endosymbiotique Teredinibacter turnerae (Distel et al., 2002) a été prélevée 

dans le tissu des branchies des tarets (par exemple, de Lyrodus pedicellatus) qui dégradent les 

bois coulés en mangrove. Ces bactéries sont capables de croître avec la cellulose comme seule 

source de carbone et sont capables de fixer l'azote. Bien que les analyses réalisées ne 

permettent pas d’identifier complètement les différentes bactéries présentes à l’intérieur du 

cytoplasme de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe, la présence de bactéries organo-

chimiohétérotrophiques du genre Umbonnibacter pouvant potentiellement dégrader des 

glucides comme la cellulose et/ou les lipides peut présenter des avantages important dans ce 

milieu dominé par les processus hétérotrophes. Cependant les analyses menées durant cette 

thèse ne permettent pas de savoir si Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe peut tirer un 

bénéfice de ces bactéries. Très peu de bactéries ont pu être observées à l’intérieur des 

vacuoles digestives de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe. Pourtant, la présence de 

séquences proches des bactéries sulfo-oxydantes identifiées comme Thiovolum sp. strain 

karukerense parmi le lot de séquences obtenues par clonage, la forte densité de cette bactérie 

dans le biofilm ainsi que la présence de grains de soufre comme déchets dans certaines 

vacuoles digestives du cilié laissent suggérer que Trochochilodon sp. s’alimente de préférence 

sur les biofilms composés en grande partie de bactéries sulfo-oxydantes comme Thiovolum 

sp. strain karukerense mais également de d’autres bactéries présentes au sein du périphyton.  

Dans le cas de Dysteria sp. isolat Guadeloupe, la présence de zones blanches à 

l’intérieur du cytoplasme des bactéries ectosymbiotiques suggèrent que ces bactéries sont 

potentiellement des bactéries sulfo-oxydantes. Cependant, des analyses supplémentaires sont 

nécessaires pour confirmer cette hypothèse. Ces bactéries ectosymbiotiques pourraient lui 

permettre de subvenir à ses besoins en carbone de la même façon que les bactéries 

ectosymbiotiques des ciliés péritriches sessiles ou de Kentrophoros sp. Ces bactéries peuvent 

également permettre la détoxification du milieu en H2S, conférant ainsi à Dysteria sp. isolat 

Guadeloupe un gros avantage par rapport aux espèces non symbiotiques. D’autres espèces 

appartenant au genre Dysteria ont été décrites en association symbiotique avec des bactéries 

(Figure 73), dont l’espèce la plus proche D. brasiliensis (Gong et al., 2007). Cependant, les 
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symbioses impliquant ces espèces de ciliés et les bactéries ectosymbiotiques observées n’ont 

pas été étudiées. De plus, les séquences du gène codant pour l’ARNr 16S des bactéries 

ectosymbiotiques n’ont jamais été amplifiées, ni analysées. De ce fait, les analyses 

microscopiques réalisées constituent une information non négligeable concernant le 

métabolisme potentiel de ces bactéries ectosymbiotiques.  

Les ciliés Cyrtophoridés possèdent un panier cytopharyngé complexe (dans certains cas 

avec des capitules ressemblant à des dents) composé notamment de filaments de microtubules 

(Capriulo et al., 2013). Ce panier est alternativement dilaté et resserré par torsion des 

individus, ce qui permet à ces ciliés de casser ou plier des morceaux de chaînes bactériennes, 

algales ou cyanobactériennes (Nisbet, 1984). Les espèces de ciliés Cyrtophoridés sont 

connues pour se nourrir de bactéries sulfo-oxydantes comme les bactéries filamenteuses du 

genre Beggiatoa et les bactéries du genre Thiovolum (Fenchel, 1968). D’autres organismes de 

la méiofaune s’alimentent également des bactéries filamenteuses du genre Beggiatoa qui 

forment des mattes à la surface des sédiments marins de mangrove (Pascal et al. en 2014). 

Cependant, il semblerait que chez les nématodes, les copépodes, les rotifères et les 

plathelminthes analysés, les bactéries sulfo-oxydantes du genre Beggiatoa ne contribuent que 

très peu à leur alimentation alors qu’elles semblent occuper une place importante dans celle 

des protistes ciliés Cyrtophoridés. Il semblerait également que les bactéries du genre 

Beggiatoa ne contribuent que très peu à l’alimentation de certaines espèces de protistes ciliés 

comme les vorticelles recueillies dans les mattes (Pascal et al., 2014). D’après les analyses 

effectuées durant cette thèse, il semblerait que les ciliés péritriches sessiles ne se nourrissent 

presqu’exclusivement que de leurs bactéries ectosymbiotiques, ce qui peut expliquer les 

résultats obtenus par Pascal et al. en 2014. La consommation des bactéries filamenteuses est 

plus facile pour les ciliés Cyrtophoridés qui ont développé des structures buccales leur 

permettant de casser les filaments bactériens et qui sont donc plus adaptés que les vorticelles 

pour s’alimenter sur ces substrats (Capriulo et al., 2013). Ces protistes ciliés peuvent servir 

par la suite de proies pour les organismes de la meïofaune présents dans ces mattes et 

biofilms, comme les copépodes ou les rotifères, permettant ainsi le transfert de la biomasse 

bactérienne au niveau trophique supérieur. Il semblerait donc que les protistes ciliés présents 

au niveau des biofilms et mattes en mangroves soient très bien adaptés aux conditions 

difficiles du milieu. Ces espèces ont développé des stratégies différentes pour pouvoir 

subvenir à leur besoin alimentaire. Certaines espèces ont développé des associations 

symbiotiques avec des bactéries sulfo-oxydantes afin de survivre aux conditions du milieu et 
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cultivent leurs symbiotes pour s’en nourrir. D’autres espèces ont développé des adaptations 

morphologiques qui leur permettent de se nourrir spécifiquement de bactéries sulfo-oxydantes 

libres qui ne font pas parties (ou très peu) du régime alimentaire des autres protistes et 

organismes de la meïofaune. 

 
Figure 73. Observations microscopiques des espèces symbiotiques appartenant au genre Dysteria (Gong et al., 2007). (A) Dysteria 

crassipes et (B) Dysteria brasiliensis deux espèces morphologiquement différentes appartenant au périphyton présentent également 
des bactéries ectosymbiotiques (têtes de flèches) généralement localisées sur la partie dorsale de leur cellule. 

C. D’autres symbiotes potentiels chez les protistes 

ciliés des mangroves de Guadeloupe ? 

Grâce à leur alimentation basée sur la mixotrophie, les ciliés peuvent également réaliser 

la photosynthèse. Pour ce faire ils peuvent ingérer de potentiels symbiotes photosynthétiques 

ou alors séquestrer leurs chloroplastes par kleptoplastie et les utiliser pour fixer le CO2 

(Esteban et al., 2010 ; Germond et Nakajima, 2016). Les symbioses algales sont moins 

fréquentes chez les ciliés marins comparativement aux ciliés d'eau douce (Anderson, 2014). 

Cependant, la kleptoplastie est plus largement documentée chez les ciliés marins (Lindholm et 

Mörk, 1989 ; Stoecker et al., 2009 ; Anderson, 2014). La mixotrophie fournit aux ciliés des 
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sources de nutrition supplémentaires ce qui réduit leur dépendance à l'égard de la 

consommation de proies autotrophes (Anderson, 2014). Les endosymbiotes sont 

principalement eucaryotes et fournissent des nutriments à l'hôte par photosynthèse (Germond 

et Nakajima, 2016). Dans de nombreux cas, l'hôte dépend encore de l'absorption de nourriture 

pour vivre, cependant, lorsqu'il est en déficit nutritionnel, l'activité photosynthétique des 

cellules symbiotiques soutient et prolonge la survie des hôtes (Germond et Nakajima, 2016). 

Ceci explique en partie le succès écologique de telles associations mixotrophes dans des 

environnements aux ressources alimentaires limitées (Germond et Nakajima, 2016). Dans les 

environnements marins, les micro-algues endosymbiotiques sont largement représentées par 

les algues zooxanthelles (différents génotypes de Symbiodinium) qui habitent l'environnement 

intracellulaire des invertébrés, des radiolaires, des foraminifères et des ciliés (Germond et 

Nakajima, 2016). Cependant, seulement trois espèces de ciliées contenant des zooxanthelles 

endosymbiotiques ont été décrites à ce jour (Figure 74): Maristentor dinoferus (Lobban et al., 

2002), Paraeuplotes tortugensis (Wichterman, 1942) et Euplotes uncinatus (Lobban et al., 

2005). Maristentor dinoferus est un grand cilié, qui développe des associations mutualistes 

avec les coraux, et héberge de 500 à 800 symbiotes de Symbiodinium par cellule (Lobban et 

al., 2002). Au contraire, certains ciliés comme Euplotes peuvent se nourrir des tissus 

coralliens et acquérir les dinoflagellés endosymbiotiques du corail. Les symbiotes 

dinoflagellés qui vivent habituellement dans les coraux sont également actifs sur le plan 

photosynthétique chez les organismes ciliés. D'autres symbiotes photosynthétiques associés à 

des ciliés marins ont également été décrits entre une bactérie pourpre capable de 

photosynthèse anoxygénique chez Strombidium purpureum (Fenchel et Bernard, 1993), et des 

cyanobactéries chez Codonella sp. (Foster et al., 2006b ; Esteban et al., 2010). De potentiels 

endosymbiotes cyanobactériens ont également été décrits à l’intérieur d’une colonie 

(tétraglucellose) inhabituelle de cercozoaires (Auranticordis quadri verberis) isolé à partir 

d'échantillons de sable interstitiel marin (Chantangsi et al., 2008). 
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Figure 74. Plusieurs protistes ciliés marins en association avec des micro-algues endosymbiotiques. (A) Maristentor dinoferus 
possède des zooxanthelles du genre Symbiodinium (B) dans son cytoplasme. Les flèches montrent le mucus libéré par les cellules du 
protozoaire (Lobban et al., 2002). Le cilié Euplotes uncinatus (C) possède également des zooxanthelles dans son cytoplasme. Après 3 
jours d’obscurité (D), le nombre d’algues endosymbiotiques dans le cytoplasme a fortement diminué. La flèche montre la cavité 
buccale du cilié qui se termine en forme d’hameçon (Lobban et al., 2005). Alors que les ciliés des genres Maristentor et Euplotes 
sont relativement inoffensifs pour le corail, certaines espèces comme les scuticociliates (E) s’attaquent aux coraux et peuvent causer 
la maladie de la bande marron. La flèche indique la présence de micro-algues symbiotiques présentes dans le cytoplasme du cilié 
(Bourne et al., 2008). (F) Les espèces appartenant au genre des Vorticellidae sont des ciliés mixotrophes qui peuvent s’associer aussi 
bien avec des micro-algues endosymbiotiques qu’avec des bactéries chimiosynthétiques (Esteban et al., 2010). 

Les organismes protistes peuvent également avoir leurs propres chloroplastes 

fonctionnels. La kleptochloroplastie, également appelée «kleptoplastie», ou rétention des 

organites, est la capacité d'un organisme hétérotrophique à séquestrer des chloroplastes 

fonctionnels à partir de proies algales (Gustafson Jr et al., 2000). Dans de nombreux cas, les 

chloroplastes fonctionnels proviennent de cryptophytes et d'haplophytes (Jones, 1994) et 

doivent être constamment renouvelés. La fréquence du renouvellement varie selon les espèces 

et les conditions environnementales, et le chloroplaste peut durer de quelques heures à 

quelques jours à l’intérieur du cytoplasme de l'hôte (Dolan, 1992). Souvent, les protistes 

porteurs de chloroplastes dépendent encore d'une autre source de nourriture en plus de la 

lumière, pour la croissance. Par conséquent, le régime mixotrophique varie de la phototrophie 

à l'hétérotrophie, selon la quantité de chloroplastes que l'organisme utilise (Jones, 1994). La 
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kleptochloroplastie est répandue parmi les ciliés marins planctoniques tels que Strombidium 

sp., Prorodon sp. et Mesodinium rubrum. Mesodinium rubrum, par exemple, est un cilié 

connu pour former des marées rouges côtières (Figure 75). Il acquiert des chloroplastes à 

partir de proies cryptophytes et les chloroplastes peuvent être conservés pendant au moins 12 

mois (Gustafson et al., 2000).  

 
Figure 75. Observations au microscope électronique à transmission d'une cellule de Mesodinium rubrum (A et B) montrant le 
micronoyau (Mi) et les deux macronoyaux (Ma), les chloroplastes (Chl) obtenu par kleptochloroplastie ainsi que des granules 
d'amidon, des mitochondries (mit) et des pyrénoïdes (py) (Hansen et Fenchel, 2006) 

La Manche-à-eau est une petite lagune au sein d’un écosystème complexe de mangrove 

associée au lagon et à la barrière de corail du Grand Cul de sac Marin. L’échantillonnage a été 

restreint aux ciliés symbiotiques présents à la surface des sédiments marins de la Manche-à-

Eau. Cependant, la lagune est susceptible d’héberger plus de ciliés en association avec des 

symbiotes photosynthétiques que les environnements pélagiques. En effet, les mangroves sont 

des environnements dynamiques où les sédiments, l'eau de mer et l’eau douce provenant des 

bassins versants se mélangent. Les changements dans les propriétés physiques, chimiques, et 

microbiologiques entre l'eau douce et les environnements marins côtiers adjacents se 

produisent sur de courts laps de temps, poussés par les marées et les courants d'eau douce qui 

créent une pression abiotique intense qui influe sur la composition des communautés bacterio-

planctoniques (Crump et al., 1999 ; Bouchez et al., 2013). Les communautés 

phytoplanctoniques sont composées d'espèces autochtones permanentes ou temporaires et 

allochtones issues des écosystèmes adjacents continentaux ou océaniques (Guiral, 1999). Les 

peuplements sont généralement dominés par le nanoplancton (le microplancton 
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principalement représenté par des diatomées ne constituant en général que 15 % du 

phytoplancton total), présentent des variations temporelles de biomasse très importantes 

(Guiral, 1999). Bien que les biomasses phytoplanctoniques et phytobenthiques soient 

généralement faibles et limitées par la disponibilité de l'énergie lumineuse. La colonne d’eau 

est homogène et bien mélangée dans la lagune de la Manche-à-Eau (Mantran et al., 2008) ce 

qui favorise la pénétration de la lumière une grande partie de l’année. D’autres organismes 

comme la méduse Cassiopea que l’on peut observer en mangrove possèdent des 

zooxanthelles comme endosymbiotes dans ses tentacules. La présence de bactéries pourpres 

non sulfureuses (Gros et al., 2018) et de nombreuses cyanobactéries dans le périphyton 

présent à la surface des sédiments marins, ainsi que d’espèces phytoplanctoniques provenant 

aussi bien d’écosystèmes d’eau douce que marins, est un des facteurs qui peut soutenir la 

présence de ce type d’association dans la lagune de la Manche-à-Eau. D’autre part, toutes les 

espèces de ciliés étudiées ici sont hétérotrophes et sont donc susceptible d’ingérer du 

phytoplancton et/ou des bactéries. Enfin la pauvreté en nutriment et les contraintes que 

subissent les micro-organismes en mangrove ne peuvent que favoriser l’émergence 

d’associations symbiotiques entre des ciliés et des micro-organismes autotrophes dans cet 

écosystème. 

Chapitre 4. Conclusion et perspectives 

Les analyses menées durant cette étude ont permis d’identifier 4 espèces de protistes 

ciliés vivant en association symbiotique avec des bactéries chimio-organohétérotrophes ou 

chimiosynthétiques dans l’écosystème de mangrove de Guadeloupe. De nombreuses autres 

espèces de protistes, dont majoritairement des ciliés et probablement des flagellés ont 

également pu etre observées, mais n’ont malheureusement pas pu faire l’objet d’études plus 

poussées par manque de temps et/ou d’expertise. Dans tous les cas, une analyse plus 

approfondie des différents partenaires ainsi que le métabolisme des potentiels symbiotes 

bactériens est nécessaire pour pouvoir identifier et caractériser correctement les partenaires 

ainsi que les interactions symbiotiques ayant lieu entre les organismes récoltés. Les espèces 

péritriches sessiles vivent fixées à la surface des débris végétaux présents dans la couche 

d’eau oxique-anoxique entre l’eau de mer et le sédiment et sont exposés à la diffusion de 

sulfures provenant de l’intérieur du sédiment de mangrove et des débris végétaux. Leurs 

bactéries symbiotiques sont différentes d’une espèce à l’autre, cependant dans tous les cas 

elles sont utilisées comme source de nutrition par leur hôte, qui en contrepartie leur apporte 
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les substrats nécessaires à leur métabolisme mais également un habitat dépourvu de 

compétition. Ces espèces de ciliés sessiles sont également décrites comme ectoparasites 

commensaux d’espèces de vertébrés et d’invertébrés marins. Plusieurs espèces du genre 

Vorticella ont également été décrites dans des environnements eutrophiques favorisant la 

photosynthèse. Dans ce cas ces ciliés péritriches sessiles se retrouvent alors associées à des 

algues unicellulaires photosynthétiques au lieu de bactéries ectosymbiotiques 

chimiosynthétiques. C’est également le cas chez la majorité des protistes ciliés mixotrophes 

évoluant dans la colonne d’eau et faisant partie du microzooplancton (Esteban et al., 2010). Il 

semblerait donc que ces espèces et notamment les Vorticellidae soient capables de 

sélectionner leur symbiotes (eucaryotes ou procaryotes) en fonction du métabolisme le plus 

propice et adapté aux conditions environnementales. Ceci peut être un avantage intéressant de 

par leur mode de vie sessile. Cette capacité leur permet de coloniser de nouveaux habitats 

dont certains écosystèmes chimiosynthétiques comme les « wood falls » et les sédiments 

marins réduits de mangrove. 

D’autres études portant sur l’identification des espèces de ciliées symbiotiques et libres 

présentes dans les différents compartiments de la partie marine des mangroves sont donc 

nécessaires et devrait permettre l’identification des espèces vivant dans les conditions oxiques 

de la colonne d’eau et anoxiques du sédiment, ainsi qu’à l’interface oxique-anoxique entre la 

colonne d’eau et le sédiment. Cet inventaire diagnostic devrait permettre de révéler la 

véritable diversité des ciliés symbiotiques présents dans les mangroves de Guadeloupe. Une 

solution existe pour pouvoir obtenir un maximum de séquences appartenant aux différentes 

espèces de protistes présents dans les différents compartiments (colonne d’eau, périphyton, et 

sédiment) de la lagune, dont les ciliés. Pour se faire, des études métagénomiques sont 

nécessaires. Les séquences obtenues grâce à cette technique pourraient permettent d’identifier 

rapidement les différentes espèces de protistes présentes dans le microzooplancton de la 

colonne d’eau, au niveau du périphyton et dans les sédiments, mais également de révéler leurs 

densités et leurs proportions relatives dans chaque compartiment. Cependant, cette technique 

ne permet pas de détecter les bactéries symbiotiques. Seules des analyses microscopiques 

associées à des techniques de génétiques et de biologie moléculaires permettent de détecter et 

de déterminer s’il y a réellement une symbiose entre deux partenaires. En ce qui concerne les 

protistes du périphyton, la mise en place de système artificiel recréant les conditions 

chimiosynthétiques comme ceux utilisés dans cette étude s’avèrent être une bonne stratégie 

d’échantillonnage. Ces systèmes artificiels permettent de concentrer et d’attirer de 
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nombreuses bactéries fortement concentrées au sein des biofilms qui vont attirer et faire 

figures de proies pour les prédateurs opportunistes comme les espèces de ciliés Cyrtophoria. 

Les ciliés Cyrtophoria ont été décrites dans la littérature comme faisant partie du périphyton, 

et sont donc, au même titre que les autres micro-organismes vivant à la surface du sédiment, 

confrontées aux émissions de sulfures toxiques pour la majorité des organismes. Cependant à 

l’inverse des ciliés péritriches sessiles, les espèces récoltées peuvent se déplacer et sont donc 

capables d’échapper à ces conditions extrêmes. Les analyses effectuées durant cette étude 

nous apportent un peu plus d’informations concernant le mode de vie de ces organismes. En 

effet, les échantillons de biofilms contenant ces espèces, ont été récupérés à plusieurs 

centimètres de la surface du sédiment ce qui prouve leur capacité à évoluer également dans la 

colonne d’eau. Les bactéries rassemblées à l’intérieur du biofilm semblent avoir servies 

d’appâts à ces prédateurs qui semblent être relativement opportunistes. La présence de 

bactéries endosymbiotiques chiomio-organohétérotrophes du genre Umbonnibacter dans le 

cas de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe, pouvant potentiellement lui permettre de 

dégrader différents types de matière organique, peut être un avantage majeur dans cet 

environnement de mangrove. En ce qui concerne les ectosymbiotes de Dysteria sp., il 

semblerait que les bactéries qui recouvrent la partie dorsale du cilié soient des bactéries sulfo-

oxydantes mais des études phylogénétiques sont encore nécessaires pour pouvoir s’en assurer. 

Bien que des bactéries ectosymbiotiques aient été détecté auparavant dans d’autres études, les 

relations symbiotiques pouvant intervenir entre ces partenaires n’avaient pas été plus 

approfondies. Les analyses effectuées dans cette étude permettent donc de mieux comprendre 

le mode devie de cette espèce. Ces résultats viennent confirmer l’importance que représentent 

les symbioses, mais plus précisément les symbioses entre protistes ciliés et bactéries au sein 

de cet écosystème sulfidique côtier. Malheureusement seuls les protistes ciliés présents au 

sein du périphyton ou associés à celui-ci ont été étudiés. La mise en place d’échantillonnage 

dans d’autres compartiments de l’écosystème permettrait de détecter d’autres types de 

symbioses. Par exemple, des bactéries ectosymbiotiques sulfato-réductrices et/ou des archées 

méthanogènes ont déjà été détectées chez des espèces de ciliés vivant dans les sédiments 

marins anoxiques réduits. Les archéobactéries méthanogènes ont été décrites comme étant 

saisonnièrement abondante dans les sédiments où dominent les espèces d'Avicennia, qui sont 

localisées derrière la ceinture de R. mangle qui borde le littoral en Guadeloupe. Un 

échantillonnage des ciliés présents dans le sédiment et des études microscopiques 

approfondies pourraient révéler la présence de symbioses méthanogènes. D’autre part, grâce à 

l’hydrodynamisme de la Manche-à-Eau, la colonne d’eau est généralement homogène et bien 



 179 

oxygénée. Ces conditions stables peuvent favoriser le développement de phytoplancton, il est 

donc fort probable de retrouver des espèces de protistes ciliés associées à des micro-algues 

dans la colonne d’eau ou faisant partie du Boestrichyum. Dans tous les cas, les conditions 

environnementales et les différents types de métabolismes utilisés par les micro-organismes 

dans les différents compartiments de cet écosystème sont des paramètres qui ne peuvent que 

favoriser la mise en place de symbioses mutualistes dont des symbioses entre protistes ciliés 

et bactéries.  
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ANNEXES 

Annexe 1 : Liste des séquences du gène codant pour l’ARNr 16S des bactéries présentes 

dans le cytoplasme de Trochochilodon sp. isolat Guadeloupe obtenues après clonage 

Nom Nombre de 

séquences 

issues de 

constructions 

différentes 

Séquence consensus Longueur 

de la 

séquence 

Séquence la plus 

proche d’après 

les analyses 

BLAST 

Pourcentage 

d’identité 

Umboniibacter sp. 

souche Guadeloupe 

8 MH558667 1458 DQ285073 99,6% 

Uncultured 

bacteria clone 

4 GGATCCAGACTTTGATTMTGGCTCAGAACAAACGCTGACGGCAGTCA

TAATACATGCAAGTCGAACGAGAATAAAATAAAAGTTATTTTGCTTGC

AAAATAATGGATAGGATATTCTAGTGGCGAACGGGTGAGTAATGCAC

AGGAACGTGCCCTTTAGTGGGGGATAAAATACCGCATGATTCGTAAC

ATTAAGTTGACGACAAAGGTAATGTTAAAGTTATCGCTAAAGGATCG

GCCTGTGTCCCAGTAAGTTTAAGTGGGGTAACGGCCTACTTATTTAAC

GTGGGTAGCTGGTCTGGGAGGACGATCAGCCACAGTGGGATTGAGAT

AAGGCCCATACTTCTTTTGAAGGCAGCAGTAGGGAATTTTGGACAATG

AAGGAAACTTTGATCCAGACATGCCGTGTGAGTGATGAAGGCATTTTT

GTTGTAAAACTCTTCCAATGGGAAATAAAAAAATGAAGGTACCCATA

TAAACTTTGGTTTATGTAAGAAAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAGCAG

CCGCGGTAAGACGGGGGGTGCGAGTGTTGTTCGGAATTATTGGGCGT

AAAGCGCGTGTAGATGGAATAACAAGTCTATAATTAAATACCGGGGC

TCAACTCCGGAGGTGTTATGGAAACTGTTTTTCTAGAGATCGGGAGAG

GTAGGCAGAATTCCTGTAGTATTAGGGTAAAATCTATAGATAGCAGG

AGGAATACCAAAGGCGAAAGCAGCCTACTGGAACGTTTCTGACATTA

AGACGCGAAAGCGTGGGTAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGTAGTC

CACGCCGTAAACGATGAGAGCTAAGACATTGGACATTTGTTCAGTTTA

CGAAGCTAACGCGATAAGCTCTCCGCCTTGGAAGTATAGACGCAAGT

CCGAAACTTAAAGGAATTGACGGGGACCCGCACAAGCGGTGGAACAT

GTGGTTTAATTCAATGGTACACGATAAACCTTACCAGTTCTTGACATG

TTTTTTATAGATTCGTCTATAGATTTCACAGGTGTTGCATGACCGTCGT

CAGTTCGTGTCGTGAGATGTCTGGTTAAGTCCAGGAACGAACGCAAC

CCTTATCCTTAGTTGCCTATTTTTATAAATAGGTTCTTTAAGGAGACTG

1493 JF948160 90,1% 
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CCAATGATGAATTGGAGGAAGGAGAGGATAATGTCAGGTAGCATGAC

CCTTATGGACTGGGCTACACATGTGTTACAATGGTAAATACAATAAGA

GCAATGGAGTGATCCTGAGCTAAATCTTTAAAGTTTATCCTAATTCGG

ATTGGTCCCTGCAACTCGGGATCATGAAGTAGGAATCGCTAGTAATCG

CAGATCAGCATGCTGCGGTGAATACGTTCTCGGGTCTTGTACACACCG

CCCGTCGCGTCAGGGGAATTGATTGACTTAAGGCCGTAAGCCCTAACC

AGTTTTACTGGATGGGAGCGGCGCACGGAATATTGATGACCAGGACT

AAGTCGTAACAAGGTAACG 

Marinobacterium 

clone 

3 GGATCCAGACTTTGATTCTGGCTCAGATTGAACGCTGGCGGCAGGCCT

AACACATGCAAGTCGAGCGGTAGCATTTCCAGCTTGCTGGAAGATGA

CGAGCGGCGGACGGGTGAGTAACGCGTAGGAATCTACCGAGTAGTGG

GGGACAACCAGTGGAAACGCTGGCTAATACCGCATACGCCCTACGGG

GGAAAGCAGGGGATCTTCGGACCTTGCGCTATTTGATGAGCCTGCGTG

AGATTAGCTTGTTGGTGAGGTAAAGGCTCACCAAGGCAACGATCTCT

AGCTGGTCTGAGAGGATGATCAGCCACACTGGGACTGAGACACGGCC

CAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGCACAATGGGCGC

AAGCCTGATGCAGCCATGCCGCGTGTGTGAAGAAGGCCTTCGGGTTG

TAAAGCACTTTCAGCAGTGAGGAAAGGTTAGTCGTTAATACCGGCTA

GCTGTGACGTTAACTGCAGAAGAAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAGC

AGCCGCGGTAATACGGAGGGTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGGC

GTAAAGCGCGCGTAGGTGGATTGGTCAGTCAGATGTGAAAGCCCCGG

GCTCAACCTGGGAACTGCACCTGATACTGCCAGTCTTGAGTACGGTAG

AGGGCAGTGGAATTTCCTGTGTAGCGGTGAAATGCGTAGATATAGGA

AGGAACACCAGTGGCGAAGGCGACTGCCTGGACTGATACTGACACTG

AGGTGCGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGTAGTC

CACGCCGTAAACGATGTCTACTAGTTGTTGGGAGGCTTGACCTCTTAG

TAACGAAGCTAACGCGATAAGTAGACCGCCTGGGGAGTACGGCCGCA

AGGTTAAAACTCAAATGAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGGAG

CATGTGGTTTAATTCGAAGCAACGCGAAGAACCTTACCTGGTCTTGAC

ATCCTGCGAACTTGCCAGAGATGGCTTGGTGCCTTCGGGAGCGCAGA

GACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTTGTGAAATGTTGGGT

TAAGTCCCGTAACGAGCGCAACCCTTGTCCCTATTYGCCAGCACTTCG

GGTGGGAACTCTAGGGAGACTGCCGGTGACAAACCGGAGGAAGGTG

GGGACGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGRCCAGGGCTACACACG

TGCTACAATGGCCGGTACAGAGGGCTGCGAACTCGCGAGGGTAAGCA

AATCTCAGAAAACCGGTCGTAGTCCGGATCGCAGTCTGCAACTCGACT

GCGTGAAGTCGGAATCGCTAGTAATCGCGAATCAGAATGTCGCGGTG

AATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTG

GGTTGCACCAGAAGTAGCTAGACTAACCTTCGGGGGGTCGGTTACCA

CGGTGTGATTCATGACTGGGGTGAAGTCGTAACAAGGTAACG 

1507 FJ202983 98,5% 

Pseudomonas sp. 

clone 

5 CGTTACCTTGTTACGACTTCACCCCAGTCATGAATCACTCCGTGGTAA

CCGTCCTCCCGAAGGTTAGACTAGCTACTTCTGGAGCAACCCACTCCC

ATGGTGTGACGGGCGGTGTGTACAAGGCCCGGGAACGTATTCACCGT

GACATTCTGATTCACGATTACTAGCGATTCCGACTTCACGCAGTCGAG

TTGCAGACTGCGATCCGGACTACGATCGGTTTTATGGGATTAGCTCCA

CCTCGCGGCTTGGCAACCCTTTGTACCGACCATTGTAGCACGTGTGTA

GCCCAGGCCGTAAGGGCCATGATGACTTGACGTCATCCCCACCTTCCT

CCGGTTTGTCACCGGCAGTCTCCTTAGAGTGCCCACCATTAYGTGCTG

1505 KR012212 99,9% 
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GTAACTAAGGACAAGGGTTGCGCTCGTTACGGGACTTAACCCAACAT

CTCACGACACGAGCTGACGACAGCCATGCAGCACCTGTGTCAGAGCT

CCCGAAGGCACCAATCCATCTCTGGAAAGTTCTCTGCATGTCAAGGCC

TGGTAAGGTTCTTCGCGTTGCTTCGAATTAAACCACATGCTCCACCGC

TTGTGCGGGCCCCCGTCAATTCATTTGAGTTTTAACCTTGCGGCCGTA

CTCCCCAGGCGGTCGACTTAATGCGTTAGCTGCGCCACTAAGATCTCA

AGGATCCCAACGGCTAGTCGACATCGTTTACGGCGTGGACTACCAGG

GTATCTAATCCTGTTTGCTCCCCACGCTTTCGCACCTCAGTGTCAGTAT

TAGCCCAGGTGGTCGCCTTCGCCACTGGTGTTCCTTCCTATATCTACGC

ANTTTCACCGCTACACAGGAAATTCCACCACCCTCTGCCATACTCTAG

CTTGCCAGTTTTGGATGCAGTTCCCAGGTTGAGCCCGGGGCTTTCACA

TTCAACTTAACAAACCACCTACGCGCGCTTTACGCCCAGTAATTCCGA

TTAACGCTTGCACCCTTCGTATTACCGCGGCTGCTGGCACGAAGTTAG

CCGGTGCTTATTCTGTCGGTAACGTCAAAACACTAACGTATTAGATTA

ATGCCCTTCCTCCCAACTTAAAGTGCTTTACAATCCGAAGACCTTCTTC

ACACACGCGGCATGGCTGGATCAGGCTTTCGCCCATTGTCCAATATTC

CCCACTGCTGCCTCCCGTAGGAGTCTGGACCGTGTCTCAGTTCCAGTG

TGACTGATCATCCTCTCAGACCAGTTACGGATCGTCGCCTTGGTGAGC

CATTACCTCACCAACTAGCTAATCCGACCTAGGCTCATCTGATAGCGC

AAGGCCCGAAGGTCCCCTGCTTTCTCCCGTAGGACGTATGCGGTATTA

GCGTTCCTTTCGAAACGTTGTCCCCCACTACCAGGCAGATTCCTAGGC

ATTACTCACCCGTCCGCCGCTGAATCATGGAGCAAGCTCCACTCATCC

GCTCGACTTGCATGTGTTAGGCCTGCCGCCAGCGTTCAATCTGAGCCA

TAATCAAAGTCTGGATCC 

Thiovolum sp. 

strain karukerense 

clone 

2 GGATCCAGACTTTGATCATGGCTCAGAGTGAACGCTGGCGGCGTGCCT

AACACATGCAAGTCGAACGGTAACAGCCTCTTCGGAGGGCTGACGAG

TGGCGAACGGGTGAGTAATGGATAGTTACATGCCCCTTGGAGAGGGA

CAACTACTGGAAACGGTAGCTAATACCTCATACTCCGGAAACGGGAA

ACGATTTTTCGCCAAGGGATTGGGCTATCTCCTATCAGCTAGTTGGTA

AGGTAAAGGCTTACCAAGGCTATGACGGGTAGCTGGTTTGAGAGGAT

GATCAGCCACACTGGAACTGAGACACGGTCCAGACTCCTACGGGAGG

CAGCAGTGGGGAATATTGCGCAATGGGGGCAACCCTGACGCAGCAAC

GCCGCGTGGAGGATGACGCATTTCGGTGTGTAAACTCCTTTTATCAGA

GAAGATTATGACGGTACCTGATGAATAAGCATCGGCTAACTCCGTGC

CAGCAGCCGCGGTAATACGGAGGATGCAAGCGTTACTCGGAATCACT

GGGCGTAAAGAGAATGTAGGCGGATTATTAAGTTCTGAGTGAAAGCC

TGTGGCTCAACCATGGAACTGCTTGGAAAACTGATAATCTTGAGTTCG

GAAGGGGCAGATGGAATTTCCAGTGTAGGGGTAAAATCCGTAGATAT

TGGAAGGAATACCAAAAGCGAAGGCGATCTGCTGGGACGATACTGAC

GCTGAGATTCGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGT

AGTCCACGCCCTAAACGATGAATGCTAGTCGTCGGGGAGCTAATGTCT

CTTCGGTGATGCACTTAACAGATTAAGCATTCCGCCTGGGGAGTACGG

TCGCAAGATTAAAACTCAAAGGAATAGACGGGGACCCGCACAAGTGG

TGGAGCATGTGGTTTAATTCGAAGATACGCGAAAAACCTTACCTACCC

TTGACATTGATAGAATTTCGCAGAGATGTGGAAGTGCCCTTCGGGGA

GCTTGAAAACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGAT

GTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACCCTTGTCCTATGTTGCCAG

CACATAATGGTGGGAACTCATGGGAGACCGCCGGTGACAAACCGGAG

GAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGGCCTGGGCT

1470 KX641474 87,3% 
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ACACACGTGCTACAATGGTCGGTACAAAGGGTTGCCAAGCCGCGAGG

TGGAGCTAATCCCATAAAACCGATCGTAGTCCGGATCGCAGTCTGCA

ACTCGACTGCGTGAAGTCGGAATCGCTAGTAATCGTGAATCAGAATG

TCACGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCA

TGGGAGTGGGTTGCTCCAGAAGTAGCTAGTCTAACCTTCGGGAGGAC

GGTTACCACGGAGTTATTCATGACTGGGGTGAAGTCGTAACAAGGTA

ACG 

Uncultured 

gamma-

protéobacteria 

clone 

2 GGATCCAGACTTTGATCATGGCTCAGATTGAACGCTGGCGGCAGGCTT

AACACATGCAAGTCGAGCGGAAACGATGGGAGCTTGCTCCCAGGCGT

CGAGCGGCGGACGGGTGAGTAACGCGTAGGAATCTACCCAGTAGAGG

GGGATAGCCCGGGGAAACCCGGATTAATACCGCATACGCCCTAAGGG

GGAAAGGCCGGGATCTTCGGACCGGTCACTATTGGATRAGCCTGCGT

AAGRTTAGCTAGTTGGTGGGGTAAAGGCCTACCAAGGCGACGATCTT

TAGCTGGTCTGAGAGGATGATCAGCCACACTGGAACTGAGACACGGT

CCAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGGACAATGGGCG

CARGCCTGATCCAGCCATGCCGCGTGTGTGAAGAAGGCTCTAGGGTT

GTAAAGCACTTTCAGTAGGGAGGAAGGCCAGAGGCTTAATAAGCCTT

TGGATTGACGTTACCTACAGAAGCAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAG

CAGCCGCGGTAATACGGAGGGTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGG

CGTAAAGCGCGCGTAGGCGGTTTGTTAAGTGTGATGTGAAAGCCCAG

GGCTCAACCYTGGAACTGCATCACATACTAGCAGGCTAGAGTACGGT

AGAGGGGGGTAGAATTCCACGTGTAGCGGTGAAATGCGTAGAGATGT

GGAGGAATACCAGTGGCGAAGGCGGCCCCCTGGATCGATACTGACGC

TGAGGTGCGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGTAG

TCCACGCCGTAAACGATGTCAACTAGCCGTTGGGAGGGTAATCCTTTT

AGTGGCGCAGCTAACGCTCTAAGTTGACCGCCTGGGGAGTACGGTCG

CAAGATTAAAACTCAAATGAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGG

AGCATGTGGTTTAATTCGACGCAACGCRAAGAACCTTACCTGGTCTTG

ACATCCTGCGAACTTTCTAGAGATAGATTGGTGCCTTCGGGAACGCAG

TGACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGG

TTAAGTCCCGTAACGAGCGCAACCCTTGTCCTTATTTGCCATCATTYA

GTTGGGCACTCTAGGGAGACTGCCGGTGACAAACCGGAGGAAGGTGG

GGACGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGACCAGGGCTACACACGT

GCTACAATGGAGCGTACAAAGGGTTGCAACCCCGCGAGGGTGAGCTA

ATCCCATAAAACGTTTCGTAGTCCGGATCGCAGTCTGCAACTCGACTG

CGTGAAGTCGGAATCGCTAGTAATCGTAGATCAGAATGCTACGGTGA

ATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTGG

GTTGCAAAAGAAGTGGGTAGCATAACCTTCGGGAGTGCGCTCACCAC

TTTGTGATTCATGACTGGGGTGAAGTCGTAACAAGGTAACG 

1506 AB262376 99,7% 

Endosymbiont of 

Osedax mucofloris 

clone 

1 ATTGAACGCTGGCGGCAGGCCTAACACATGCAAGTCGAGCGGTAACA

GGAGTAGCTTGCTACTCGCTGACGAGCGGCGGACGGGTGAGTAACGC

GTAGGAATCTACCGGGTAGTGGGGGACAACCAGTGGAAACGCTGGCT

AATACCGCATACGCCCTACGGGGGAAAGCAGGGGATCTTCGGACCTT

GCGCTATTCGATGAGCCTGCGTGAGATTAGCTTGTTGGTGAGGTAAAG

GCTCACCAAGGCGACGATCTCTAGCTGGTCTGAGAGGATGATCAGCC

ACACTGGGACTGAGACACGGCCCAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTG

GGGAATATTGCACAATGGGCGCAAGCCTGATGCAGCCATGCCGCGTG

TGTGAAGAAGGCCTTCGGGTTGTAAAGCACTTTCAGCAGTGAGGAAA

1482 FJ202983 95,5% 
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GGCGTGTAGTTAATACCTGCATGCTGTGACGTTAACTGCAGAAGAGG

CACCGGCTAACTCCGTGCCAGCAGCCGCGGTAATACGGAGGGTGCAA

GCGTTAATCGGAATTACTGGGCGTAAAGCGCGCGTAGGTGGATTGGT

CAGTCAGATGTGAAAGCCCCGGGCTCAACCTGGGAACTGCACCTGAT

ACTGCCAGTCTCGAGTACGGTAGAGGGCAGTGGAATTTCCTGTGTAGC

GGTGAAATGCGTAGATATAGGAAGGAACACCAGTGGCGAAGGCGACT

GCCTGGACTGATACTGACACTGAGGTGCGAAAGCGTGGGGAGCAAAC

AGGATTAGATACCCTGGTAGTCCACGCCGTAAACGATGTCTACTAGTT

GTTGGGAGGCTTGACCTCTTAGTAACGAAGCTAACGCGATAAGTAGA

CCGCCTGGGGAGTACGGCCGCAAGGTTAAAACTCAAATGAATTGACG

GGGGCCCGCACAAGCGGTGGAGCATGTGGTTTAATTCGAAGCAACGC

GAAGAACCTTACCTGGTCTTGACATCCTGCGAACTTGCTAGAGATAGC

TTGGTGCCTTCGGGAGCGCAGAGACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCA

GCTCGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACCCT

TGTCCTATGTTGCCAGCACATAATGGTGGGAACTCATGGGAGACTGCC

GGTGATAAACCGGAGGAAGGTGGGGACGACGTCAAGTCATCATGGCC

CTTACGACCTGGGCTACACACGTGCTACAATGGGGGATACAAACGGT

TGCGAAGCAGTGATGTGGAGCTAATCTGAGAAAGTCTCTCGTAGTCC

GGATTGGAGTCTGCAACTCGACTCCATGAAGTCGGAATCGCTAGTAAT

CGTGAATCAGAATGTCACGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACAC

CGCCCGTCACACCATGGGAGTGGGTTGCTCCAGAAGTGGCTAGTCTA

ACCTTCGGGGGGACGGTCACCACGGAGTGATTCATGACTGGGGTGAA

GTCGTAACAAGGTAACG 

Uncultured 

symbiont of Osedax 

mucofloris clone 

1 GGATCCAGACTTTGATCATGGCTCAGATTGAACGCTGGCGGCAGGCCT

AACACATGCAAGTCGAGCGGTAGCATTTCCAGCTTGCTGGAAGATGA

CGAGCGGCGGACGGGTGAGTAACGCGTAGGAATCTACCGAGTAGTGG

GGGACAACCAGTGGAAACGCTGGCTAATACCGCATACGCCCTACGGG

GGAAAGCAGGGGATCTTCGGACCTTGCGCTATTTGATGAGCCTGCGTG

AGATTAGCTTGTTGGTGAGGTAAAGGCTCACCAAGGCAACGATCTCT

AGCTGGTCTGAGAGGATGATCAGCCACACTGGGACTGAGACACGGCC

CAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGCACAATGGGCGC

AAGCCTGATGCAGCCATGCCGCGTGTGTGAAGAAGGCCTTCGGGTTG

TAAAGCACTTTCAGCAGTGAGGAAAGGTTAGTCGTTAATACCGGCTA

GCTGTGACGTTAACTGCAGAAGAAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAGC

AGCCGCGGTAATACGGAGGGTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGGC

GTAAAGCGCGCGTAGGTGGATTGGTCAGTCAGATGTGAAAGCCCCGG

GCTCAACCTGGGAACTGCACCTGATACTGCCAGTCTTGAGTACGGTAG

AGGGCAGTGGAATTTCCTGTGTAGCGGTGAAATGCGTAGATATAGGA

AGGAACACCAGTGGCGAAAGGCGACTGCCTGGACTGATACTGACACT

GAGGTGCGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGTAGT

CCACGCCGTAAACGATGTCTACTAGTTGTTGGGAGGCTTGACCTCTTA

GTAACGAAGCTAACGCGATAAGTAGACCGCCTGGGGAGTACGGCCGC

AAGGTTAAAACTCAAATGAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGGA

GCATGTGGTTTAATTCGAAGCAACGCGAAGAACCTTACCAGGTCTTGA

CATCCAGAGAACTTACTAGAGATAGTTTGGTGCCTTCGGGAACTCTGA

GACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGGT

TAAGTCCCGCAACGAGCGCAACCCTTGTCCTATGTTGCCAGCACATAA

TGGTGGGAACTCATGGGAGACTGCCGGTGATAAACCGGAGGAAGGTG

GGGACGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGACCTGGGCTACACACG

1508 FJ202983 94,8% 
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TGCTACAATGGGGGATACAAACGGTTGCGAAGCAGTGATGTGGAGCT

AATCTGAGAAAGTCTCTCGTAGTCCGGATTGGAGTCTGCAACTCAACT

CCATGAAGTCGGAATCGCTAGTAATCGTGAATCAGAATGTCACGGTG

AATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTG

GGTTGCTCCAGAAGTGGCTAGTCTAACCTTCGGGAGGACGGTCACCA

CGGAGTGATTCATGACTGGAGGAAGTCGTAACAAGGTAACG 

Arcobacter clone 1 GGATCCAGACTTTGATCCTGGCTCAGAGTGAACGCTGGCGGCGTGCTT

AACACATGCAAGTCGAACGAGAACGGGTTATAGCCTGCTATAACTGT

CAGCTAAGTGGCGCACGGGTGAGTAATATATAGGTAATGTGCCCTAG

AGAGGGGGATAACAGTTGGAAACGACTGCTAACACCCCATATGCCTT

TAAAACATAAGTTTGCAAGGGAAATATTTATAGCTCTAGGATCGGCCT

GTACGGTATCAGTTAGTTGGTGAGGTAATGGCTCACCAAGACGATGA

CGCCTAACTGGTTTGAGAGGATGATCAGTCACACTGGAACTGAGACA

CGGTCCAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGCACAATG

GGGGAAACCCTGATGCAGCAACGCCGCGTGGAGGATGACACATTTCG

GTGCGTAAACTCCTTTTATATAGGAAGATAATGACGGTACTATATGAA

TAAGCGCCGGCTAACTCCGTGCCAGCAGCCGCGGTAATACGGAGGGC

GCAAGCGTTACTCGGAATCACTGGGCGTAAAGAGCGTGTAGGCGGGT

GAATAAGTTTGAAGTGAAATCCTATAGCTCAACTATAGAACTGCTTTG

AAAACTGTTCACCTAGAATATGGGAGAGGTAGATGGAATTTCTGGTG

TAGGGGTAAAATCCGTAGAGATCAGAAGGAATACCGATTGCGAAGGC

GATCTACTGGAACATTATTGACGCTGAGACGCGAAAGCGTGGGGAGC

AAACAGGATTAGATACCCTGGTAGTCCACGCCCTAAACGATGTACAC

TAGTTGTTGTGAGGCTAGACCTTGCAGTAATGCAGTAAACACATTAAG

TGTACCGCCTGGGGAGTACGGTCGCAAGATTAAAACTCAAAGGAACA

GACGGGGACCCGCACAAGCGGTGGAGCATGTGGTTTAATTCGACGAT

ACGCGAAGAACCTTACCTGGACTTGACATAGTAAGAACTTTCTAGAG

ATAGATTGGTGTCTGCTTGCAGAAGCTTATATACAGGTGCTGCACGGC

TGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGC

GCAACCCTCGTCGTTAGTTGCTAACAGTTCGGCTGAGAACTCTAACGA

GACTGCCTGGGTAACCAGGAGGAAGGTGAGGACGACGTCAAGTCATC

ATGGCCCTTACGTCCAGGGCTACACACGTGCTACAATGGGGTATACA

AAGAGCAGCGATACGGTGACGTGGAGCAAATCTCAAAAATATCTCCC

AGTTCGGATAGTAGTCTGCAACTCGACTACTTGAAGTTGGAATCGCTA

GTAATCGTAGATCAGCAATGCTACGGTGAATACGTTCCCGGGTCTTGT

ACTCACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGAACTCATTCGAAGCGGGG

ACGCTAAGATAGCTACCCTCCACAGTGGATTCAGCGACTGGGGTGAA

GTCGTAACAAGGTAACG 

1484 HM057798 98,6% 

Fusobacteria clone  GGATCCAGACTTTGATCATGGCTCAGGATGAACGCTGACAGAATGCTT

AACACATGCAAGTCTACTCGAAAGCTCTTCGGAGTGATTAGGGTGGC

GGACGGGTGAGTAACGCGTAAAGAACTTGCCCCTCAGACTGGGACAA

CTGTTGGAAACGGCAGCTAATACCGGATATTATGAGACCTTGGCATCA

AGGACTTATGAAAGCTATATGCGCTGAGGGAGAGCTTTGCGTCCTATT

AGCTAGTTGGTGAGGTAATGGCTCACCAAGGCGACGATAGGTAGCCG

GCCTGAGAGGGTGAACGGCCACAAGGAGACTGAGACACGGCCCTTAC

TCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGGACAATGGACCAAAAGT

CTGATCCAGCAATTCTGTGTGTTTGATGACGGCCTTCGGGTTGTAAAG

AACTTTCAATGGGGAAGAAGCAAGTGACGGTACCCATAGAAGAAGCG

1484 JQ738941 97,9% 
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ACGGCTAAATACGTGCCAGCAGCCGCGGTAATACGTATGTCGCAAGC

GTTATCCGGAATTATTGGGCATAAAGGGCGTCTAGGCGGTTTAATAAG

TCTGATGTGAAAATGCGGGGCTCAACTCCGTATTGCGTTGGAAACTGT

TAGACTAGAGTTTTGGAGAGGTAGGCGGAACTACAAGTGTAGAGGTG

AAATTCGTAGAGATTTGTAGGAATGCCGATGACGAAGGTAGCTTACT

GGACAAATACTGACGCTAAAGCGCGAAAGCTAGGGGAGCAAACAGG

ATTAGATACCCTGGTAGTCCTAGCTGTAAACGATGATCACTGGGTGTG

GGGGGTCGAACCCCTGTGCCGAAGTTAATGCGATAAGTGATCCGCCT

GGGGAGTACGTTCGCAAGAATGAAACTCAAAGGAATTGACGGGGACC

CGCACAAGTGGTGGAGCATGTGGTTTAATTCGACGCAACGCGAGGAA

CCTTACCAGTTCTTGACATCCTCTAAACTTTCTGGAGACAGATTGGTG

CCCCTTCGGGGGAATAGAGTGACAGGTGGTGCATGGCTGTCGTCAGC

TCGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACCCCTA

TCGTTAGTTACCATCATTAAGTTGGGGACTCTAGCGAGACTGCCTGCG

ACGAGCAGGAGGAAGGTGGGAACGACGTCAAGTCATCATGCCCCTTA

TGAACTGGGCTACACACGTGCTACAATGGAAAGTACAAAGAGTTGCT

AACCGGTGACGGCAAGCGAATCTCATAAAGCTTTTCTCAGTTCGGATT

GGAGTCTGCAACTCGACTCCATGAAGTTGGAATCACTAGTAATCGCG

AATCAGCAATGTCGCGGTGAATACGTTCTCGGGTCTTGTACACACCGC

CCGTCACACCACGAGAGTTGGTTGCACCTGAAGTAGCAGGCCTAACC

CGTAAGGGAGGGATGTTCCAAAGGTGTGATTAGCGATTGGGGTGAAG

TCGTAACAAGGTAACG 

Fusobacterium 

clone 

 GGATCCAGACTTTGATTATGGCTCAGGATGAGCGCTGACAGAATGCTT

AACACATGCAAGTCTACTTGAATTCACTTCGGTGATAGTAAGGTGGCG

GACGGGTGAGTAACACGTAAAGAACTTGCCTTACAGTCTGGGACAAC

TATTGGAAACGATAGCTAATACCGGATATTATGATTTTCTCGCATGGG

AAGATTATGAAAGCTATATGCGCTGTAAGAGAGCTTTGCGTCCCATTA

GCTAGTTGGTGAGGTAACGGCTCACAAAGGCGACGATGGGTAGCCGG

CCTGAGAGGGTGAACGGCCACAAGGGGACTGAGACACGGCCCTTACT

CCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGGACAATGGACCAAAAGTC

TGATCCAGCAATTCTGTGTGCACGATGACGGTCTTCGGATTGTAAAGT

GCTTTCAGTTGGGAAGAAAGAAATGACGGTACCAACAGAAGAAGCGA

CGGCTAAATACGTGCCAGCAGCCGCGGTAATACGTATGTCGCAAGCG

TTATCCGGATTTATTGGGCGTAAAGCGCGTCTAGGTGGTTTGATAAGT

CTGATGTGAAGATGCGGGGCTCAACTCCGTATTGCGTTGGAAACTGTC

AAACTAGAGTATCGGAGAGGTGGGCGGAACTACAAGTGTAGAGGTGA

AATTCGTAGATATTTGTAGGAATGCCGATAGAGAAGTCAGCTCACTG

GACGAATACTGACACTGAAGCGCGAAAGCATGGGGAGCAAACAGGA

TTAGATACCCTGGTAGTCCATGCCGTAAACGATGATTACTAAGCGTCG

GGGGTCGAACCTCGGCACTCAAGCTAACGCGATAAGTAATCCGCCTG

GGGAGTACGTACGCAAGTATGAAACTCAAATGAATTGACGGGGGCCC

GCACAAGCGGTGGAGCATGTGGTTTAATTCGAAGCAACGCGAAGAAC

CTTACCAGGCCTTGACATGCAGAGAACCTTCCAGAGATGGATTGGTGC

CTTCGGGAGCTCTGACACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGT

CGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGTAACGAGCGCAACCCTTGTCCTTA

GTTACCAGCACATAATGGTGGGCACTCTAAGGAGACTGCCGGTGACA

AACCGGAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGG

CCTGGGCTACACACGTGCTACAATGGTCGGTACAAAGGGTTGCCAAG

CCGCGAGGTGGAGCTAATCCCATAAAACCGATCGTAGTCCGGATCGC

1479 KU533800 92,3% 
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AGTCTGCAACTCGACTGCGTGAAGTCGGAATCGCTAGTAATCGTGAAT

CAGAATGTCACGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGT

CACACCATGGGAGTGGGTTGCTCCAGAAGTAGCTAGTCTAACCTTCGG

GAGGACGGTTACCACGGAGTGATTCATGACTGGGGTGAAGTCGTAAC

AAGGTAACG 

Gamma 

protéobactéria- 

Arilytica clone 

1 CGTTACCTTGTTACGACTTCACCCCAGTCATGAATCACTCCGTGGTAA

CCGTCCTCCCGAAGGTTAGACTAGCTACTTCTTTTGCAACCCACTCCC

ATGGTGTGACGGGCGGTGTGTACAAGGCCCGGGAACGTATTCACCGT

GACATTCTGATTCACGATTACTAGCGATTCCGACTTCATGGAGTCGAG

TTGCAGACTCCAATCCGGACTACGAGAAGTTTTATGGGATTAGCTACA

CCTCGCGGCTTGGCAACCCTTTGTACTCCCCATTGTAGCACGTGTGTA

GCCCAGGTCGTAAGGGCCATGATGACTTGACGTCGTCCCCACCTTCCT

CCGGTTTGTCACCGGCAGTCTCCTTAGAGTTCCCAGCATAACCTGATG

GCAACTAAGGACAAGGGTTGCGCTCGTTACGGGACTTAACCCAACAT

CTCACGACACGAGCTGACGACAGCCATGCAGCACCTGTCACCGAGTT

CCCGAAGGCACTAATCTATTTCTAGAAAATTCTCGGGATGTCAAGACC

TGGTAAGGTTCTTCGCGTTGCTTCGAATTAAACCACATGCTCCACCGC

TTGTGCGGGCCCCCGTCAATTCATTTGAGTTTTAACCTTGCGGCCGTA

CTCCCCAGGCGGTCTACTTATTGCGTTAGCTGCGCCACTAAGGCCTCA

AGGACCCCAACGGCTAGTAGACATCGTTTACGGCGTGGACTACCAGG

GTATCTAATCCTGTTTGCTCCCCACGCTTTCGCACCTCAGCGTCAGTAT

CAACCCAGAGTGTCGCCTTCGCCACTGATGTTCCTTCAGATCTCTACG

CATTTCACCGCTACACCTGAAATTCCACACTCCTCTGCTGTACTCTAGT

TGCCCAGTTCTAAATGCAGTTCCCAGGTTGAGCCCGGGGCTTTCACAT

CTAGCTTAGACAACCGCCTACGCGCGCTTTACGCCCAGTAATTCCGAT

TAACGCTTGCACCCTCCGTATTACCGCGGCTGCTGGCACGGAGTTAGC

CGGTGCTTCTTCTGTGGGTAACGTCACAGATATATGCTATTAACATAC

ACCCTTTCCTCCCCACTGAAAGTGCTTTACAACCCTAGAGCCTTCTTCA

CACACGCGGCATGGCTGCATCAGGGTTTCCCCCATTGTGCAATATTCC

CCACTGCTGCCTCCCGTAGGAGTTTGGGCCGTGTCTCAGTCCCAATGT

GGCTGATCATCCTCTCAGACCAGCTAAAGATCGTCGCCTTGGTGAGCC

TTTACCTCACCAACTAGCTAATCTTACGCGGGCTCATCGAATAGCGCG

AGGTCCATAAATGGAGCCCCCACTTTCTCCCGTAGGACGTATGCGGTA

TTAGCAGTCGTTTCCGACTGTTGTCCCCCACTACTCGGTAGATTCCCAC

GCGTTACTCACCCGTCCGCCGCTCTACTCACCCGAAGGCTTTCACGCT

CGACTTGCATGTGTTAGGCCTGCCGCCAGCGTTCAATCTGAGCCATAA

TCAAAGTCTGGATCC 

1503 JF317347 97,7% 

Pseudospirillum 

clone 

1 CGTTACCTTGTTACGACTTCACCCCAGTCATGAATCACAAAGTGGTGA

GCGCACTCCCGAAGGTTATGCTACCCACTTCTTTTGCAACCCACTCCC

ATGGTGTGACGGGCGGTGTGTACAAGGCCCGGGAACGTATTCACCGT

AGCATTCTGATCTACGATTACTAGCGATTCCGACTTCACGCAGTCGAG

TTGCAGACTGCGATCCGGACTACGAAACGTTTTATGGGATTAGCTCAC

CCTCGCGGGGTTGCAACCCTTTGTACGCTCCATTGTAGCACGTGTGTA

GCCCTGGTAGTAAGGGCCATGATGACTTGACGTCGTCCCCACCTTCCT

CCGGTTTGTCACCGGCAGTCTCCCTAGAGTGCCCAACTAAATGATGGC

AAATAAGGACAAGGGTTGCGCTCGTTACGGGACTTAACCCAACATCT

CACGACACGAGCTGACGACAGCCATGCAGCACCTGTCACTGCGTTCC

CGAAGGCACCAATCTATCTCTAGAAAGTTCGCAGGATGTCAAGACCA

1499 JX530489 94,7% 



 227 

GGTAAGGTTCTTCGCGTTGCGTCGAATTAAACCACATGCTCCACCGCT

TGTGCGGGCCCCCGTCAATTCATTTGAGTTTTAATCTTGCGACCGTACT

CCCCAGGCGGTCAACTTAGAGCGTTAGCTGCGCCACTAAAAGGATTA

CCCTCCCAACGGCTAGTTGACATCGTTTACGGCGTGGACTACCAGGGT

ATCTAATCCTGTTTGCTCCCCACGCTTTCGCACCTCAGCGTCAGTATCG

ATCCAGGGGGCCGCCTTCGCCACTGGTATTCCTCCACATCTCTACTCA

TTTCACTGCTACACGGGAAATTCCACTCACCTCTCCAATACTCTAGCC

TGCCAGTTCTGAATGCAGTTCCCAGGTTGAGCCCGGGGCTTTCACATC

CAGCTTAACAAACCGCCTACGCGCGCTTTACGCCCAGTAATTCCGATT

AACGCTTGCACCCTCCGTATTACCGCGGCTGCTGGCACGGAGTTAGCC

GGTGCTTCTTCTGCAGGTAACGTCACAGCTGCAAAGTATTAATTTACA

ACCTTTCCTCCCTGCTGAAAGTGCTTTACAACCCTAGAGCCTTCTTCAC

ACACGCGGCATGGCTGCATCAGGCTTTCGCCCATTGTGCAATATTCCC

CACTGCTGCCTCCCGTAGGAGTCTGGACCGTGTCTCAGTTCCAGTGTG

GCCGATCATCCTCTCAGACCAGCTAAGGATCGTCGCCATGGTAGGCCT

TTACCCCACCATCTAGCTAATCCTACGCAGGCTCATCTAATAGCACGA

GGTCCGAAGATCCCCCGCTTTCCCCCTCAGGGCGTATGCGGTATTAGC

ATGCGTTTCCACATGTTGTCCCCCACTACTAGGTAGATTCCTACGCGTT

ACTCACCCGTCCGCCACTCTACTCACTCCGAAGAGCTTACGCGTTCGA

CTTGCATGTGTTAGGCCTGCCGCCAGCGTTCAATCTGAGCCAGGATCA

AAGTCTGGATCC 

Umboniibacter 

clone 

 CGTTACCTTGTTACGACTTCACCCCAGTCATGAATCACACCGTGGTAA

CCGACCCCCCGAAGGTTAGTCTAGCTACTTCTGGTGCAACCCACTCCC

ATGGTGTGACGGGCGGTGTGTACAAGGCCCGGGAACGTATTCACCGC

GACATTCTGATTCGCGATTACTAGCGATTCCGACTTCACGCAGTCGAG

TTGCAGACTGCGATCCGGACTACGACCGGTTTTCTGAGATTTGCTTAC

CCTCGCGAGTTTGCAGCCCTCTGTACCGGCCATTGTAGCACGTGTGTA

GCCCTGGTCGTAAGGGCCATGATGACTTGACGTCGTCCCCACCTTCCT

CCGGTTTGTCACCGGCAGTCTCCCTAGAGTTCCCACCCGAAGTGCTGG

CAAATAGGGACAAGGGATGCGCTCGTTACGGGACTTAACCCAACATT

TCACAACACGAGCTGACGACAGCCATGCAGCACCTGTCTCTGCGCTCC

CGAAGGCACCAAGCTATCTCTAGCAAGTTCGCAGGATGTCAAGACCA

GGTAAGGTTCTTCGCGTTGCTTCGAATTAAACCACATGCTCCACCGCT

TGTGCGGGCCCCCGTCAATTCATTTGAGTTTTAACCTTGCGGCCGTAC

TCCCCAGGCGGTCTACTTATCGCGTTAGCTTCGTTACTAAGAGGTCAA

GCCTCCCAACAACTAGTAGACATCGTTTACGGCGTGGACTACCAGGGT

ATCTAATCCTGTTTGCTCCCCACGCTTTCGCACCTCAGTGTCAGTATCA

GTCCAGGCAGTCGCCTTCGCCACTGGTGTTCCTTCCTATATCTACGCAT

TTCACCGCTACACAGGAAATTCCACTGCCCTCTACCGTACTCGAGACT

GGCAGTATGTGATGCAGTTCCAAGGTTGAGCCCTGGGCTTTCACATCA

CACTTAACAAACCGCCTACGCGCGCTTTACGCCCAGTAATTCCGATTA

ACGCTTGCACCCTCCGTATTACCGCGGCTGCTGGCACGGAGTTAGCCG

GTGCTTCTTCTGCAGGTAACGTCACAGCTGCAAAGTATTAATTTACAA

CCTTTCCTCCCTGCTGAAAGTGCTTTACAACCCTAGAGCCTTCTTCACA

CACGCGGCATGGCTGCATCAGGCTTTCGCCCATTGTGCAATATTCCCC

ACTGCTGCCTCCCGTAGGAGTCTGGACCGTGTCTCAGTTCCAGTGTGG

CTGATCATCCTCTCAGACCAGCTAAGGATCGTCGCCATGGTAGGCCTT

TACCCCACCATCTAGCTAATCCTACGCAGGCTCATCTAATAGCACGAG

GTCCGAAGATCCCCCGCTTTCCCCCTCAGGGCGTATGCGGTATTAGCA

1500 FJ202983 94,9% 
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TGCGTTTCCACATGTTGTCCCCCACTACTAGGTAGATTCCTACGCGTTA

CTCACCCGTCCGCCACTCTACTCACTCCGAAGAGCTTTCGCGTTCGAC

TTGCATGTGTTAGGCCTGCCGCCAGCGTTCAATCTGAGCCATGATCAA

AGTCTGGATCC 

Uncultured 

bacterium clone 

 GGATCCAGACTTTGATCATGGCTCAGATTGAACGCTGGTGGCAGGCCT

AACACATGCAAGTCGAGCGGTAGCATTTCCAGCTTGCTGGAAGATGA

CGAGCGGCGGACGGGTGAGTAACGCGTAGGAATCTGCCGAGTAGTGG

GGGACAACCAGTGGAAACGCTGGCTAATACCGCATACGCCCTACGGG

GGAAAGCAGGGGATCTTCGGACCTTGCGCTATTTGATGAGCCTGCGTG

AGATTAGCTTGTTGGTGAGGTAAAGGCTCACCAAGGCAACGATCTCT

AGCTGGTCTGAGAGGATGATCAGCCACACTGGGACTGAGACACGGCC

CAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGCACAATGGGCGC

AAGCCTGATGCAGCCATGCCGCGTGTGTGAAGAAGGCCTTCGGGTTG

TAAAGCACTTTCAGCAGTGAGGAAAGGTTAGTCGTTAATACCGGCTA

GCTGTGACGTTAACTGCAGAAGAAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAGC

AGCCGCGGTAATACGGAGGGTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGGC

GTAAAGCGCGCGTAGGTGGATTGGTCAGTCAGATGTGAAAGCCCCGG

GCTCAACCTGGGAACTGCACCTGATACTGCCAGTCTTGAGTACGGTAG

AGGGCAGTGGAATTTCCTGTGTAGCGGTGAAATGCGTAGATATAGGA

AGGAACACCAGTGGCGAAGGCGACCACCTGGGCTAATACTGACACTG

AGGTGCGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGTAGTC

CACGCCGTAAACGATGTCGACTAGCCGTTGGGATCCTTGAGATCTTAG

TGGCGCAGCTAACGCATTAAGTCGACCGCCTGGGGAGTACGGCCGCA

AGGTTAAAACTCAAATGAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGGAG

CATGTGGTTTAATTCGAAGCAACGCGAAGAACCTTACCAGGCCTTGAC

ATGCAGAGAACTTTCCAGAGATGGATTGGTGCCTTCGGGAGCTCTGAC

ACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGGTT

AAGTCCCGTAACGAGCGCAACCCTTGTCCTTAGTTACCAGCACATAAT

GGTGGGCACTCTAAGGAGACTGCCGGTGACAAACCGGAGGAAGGTGG

GGATGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGGCCTGGGCTACACACGTG

CTACAATGGTCGGTACAAAGGGTTGCCAAGCCGCGAGGTGGAGCTAA

TCCCATAAAACCGATCGTAGTCCGGATCGCAGTCTGCAACTCGACTGC

GTGAAGTCGGAATCGCTAGTAATCGTGAATCAGAATGTCACGGTGAA

TACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTGGG

TTGCTCCAGAAGTAGCTAGTCTAACCTTCGGGAGGACGGTTACCACGG

AGTGATTCATGACTGGNGTGAAGTCGTAACAAGGTAACG 

1508 FJ202983 94,2% 

Uncultured 

Oleibacter clone 

 GGATCCAGACTTTGATCCTGGCTCAGATTGAACGCTGGCGGCAGGCCT

AACACATGCAAGTCGAGCGGTAACATTTCTAGCTTGCTAGAAGATGA

CGAGCGGCGGACGGGTGAGTAACGCGTAGGAATCTACCCAGTAGTGG

GGGACAACAGTTGGAAACGACTGCTAATACCGCATACGCCCTACGGG

GGAAAGGGGGCTTCGGCTCTCGCTATTGGATGAGCCTGCGTGAGATT

AGCTAGTTGGTAAGGTAATGGCTTACCAAGGCAACGATCTCTAGCTG

GTTTGAGAGGATGATCAGCCACACTGGGACTGAGACACGGCCCAGAC

TCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATCGCACAATGGGCGCAAGCC

TGATGCAGCCATGCCGCGTGTGTGAAGAAGGCCTTCGGGTTGTAAAG

CACTTTCAGCAGTGAGGAAAGGTCAGTAGTTAATACCTGCTGGCTGTG

ACGTTAACTGCAGAAGAAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAGCAGCCGC

1501 JN018730 96,1% 
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GGTAATACGGAGGGTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGGCGTAAAG

CGCGCGTAGGTTGTCTGTTAAGCGAGATGTGAAAGCCCCGGGCTTAA

CCTGGGAACTGCATTTCGAACTGGCAGACTAGAGTACAGTAGAGGGT

GGCGGAATTTCCTGTGTAGCGGTGAAATGCGTAGAGATGGGAAGGAA

CATCAGTGGCGAAGGCGGCCACCTGGACTGATACTGACACTGAGGTG

CGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGTAGTCCACGC

CGTAAACGATGTCTACTAGTTGTCGGGGGACTTGATCCTTTGGTAACG

AAGCTAACGCGATAAGTAGACCGCCTGGGGAGTACGGCCGCAAGGTT

AAAACTCAAATGAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGGAGCATGT

GGTTTAATTCGAAGCAACGCGAAGAACCTTACCTGGTCTTGACATCCT

GCGAACTTGGTAGAGATACCTTGGTGCCTTCGGGAACGCAGTGACAG

GTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTTGTGAAGTGTTGGGTTAAGT

CCCGTAACGAGCGCAACCCTTGTCCTTAGTTGCCATCATTCAGTTGGG

GACTCTAAGGAGACTGCCGGTGACAAACCGGAGGAAGGCGGGGACG

ACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGAGTAGGGCTACACACGTGCTACA

ATGGGCAGTACAGAGGGTTGCGAAAGCGCGAGCTGGAGCTAATCTCT

TAAAGCTGTTCGTAGTCCGGATTGGAGTCTGCAACTCGACTCCATGAA

GTCGGAATCGCTAGTAATCGCGAATCAGAATGTCGCGGTGAATACGT

TCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTGGGTTGCT

CCAGAAGTGGCTAGCTTAACCTTCGGGGGAGCGGTCACCACGGAGTG

ATTCATGACTGGGGTGAAGTCGTAACAAGGTAACGA 

Uncultured 

Thalassolituus clone 

 GGATCCAGACTTTGATTCTGGCTCAGATTGAACGCTGGCGGCAGGCCT

AACACATGCAAGTCGGGCGGAAACGATGATAGCTTGCTATCAGGCGT

CGAGCGGCGGACGGGTGAGTAATGCCTAGGAATCTGCCTGGTAGTGG

GGGACAACGTTTCGAAAGGAACGCTAATACCGCATACGTCCTACGGG

GGAAAGCAGGGGATCTTCGGACCTTGCGCTATTAGATGAGCCTGCGT

GAGATTAGCTAGTTGGTGGGGTAATGGCCTACCAAGGCGACGATCTC

TAGCTGGTCTGAGAGGATGATCAGCCACACTGGGACTGAGACACGGC

CCAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGGATATTGCACAATGGGCG

AAAGCCTGATGCAGCCATGCCGCGTGTGTGAAGAAGGCTCTAGGGTT

GTAAAGCACTTTCAGAAGGGAGGAAAGGTTGTAAGTTAATACCTTGC

AACTGTGACGTTACCTTCAGAAGAAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAG

CAGCCGCGGTAATACGGAGGGTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGG

CGTAAAGCGCGCGTAGGTGGTTTGTTAAGCGGAATGTGAAAGCCCCG

GGCTCATCCTGGGAACTGCATTGCGAACTGGCAGACTAGAGTACAGT

AGAGGGTAGTGGAATTTCCTGTGTAGCGGTGAAATGCGTAGAGATGG

GAAGGAACATCAGTGGCGAAGGCGACTGCCTGGACTGATACTGACAC

TGAGGTGCGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCTGGTAG

TCCACGCCGTAAACGATGTCTACTAGTTGTTGGGAGACTTGATCTCTT

AGTAACGAAGCTAACGCGATAAGTAGACCGCCTGGGGAGTACGGCCG

CAAGGTTAAAACTCAAATGAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGG

AGCATGTGGTTTAATTCGAAGCAACGCGAAGAACCTTACCTACTCTTG

ACATCCTGCGAACTTGGTAGAGATACCTTGGTGCCTTCGGGAACGCAG

TGACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTTGTGAAATGTTGGG

TTAAGTCCCGTAACGAGCGCAACCCTTGTCCTTAGTTGCCATCATTAA

GTTGGGGACTCTAAGGAGACTGCCGGTGACAAACCGGAGGAAGGCGG

GGACGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGAGTAGGGCTACACACGT

GCTACAATGGCCGGTACAGACGGTTGCCAACCCGCGAGGGGGAGCTA

ATCTGAGAAAGCCGGTCGTAGTCCGGATTGGAGTCTGCAACTCGACTC

1506 KC527511 99,4% 
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CATGAAGTCGGAATCGCTAGTAATCGTGAATCAGAATGTCACGGTGA

ATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTGG

GTTGCTCCAGAAGTGGCTAGCTTAACCTTCGGGAGAGCGGTCACCAC

GGAGTGATTCATGACTGGGGTGAAGTCGTAACAAGGTAACG 

Aureimarina clone 2 GGATCCAGACTTTGATTATGGCTCAGGATGAACGCTAGCGGCAGGCC

TAACACATGCAAGTCGAACGGTAACAGGAATTAGCTTGCTAATTTGCT

GACGAGTGGCGCACGGGTGCGTAACGCGTATACAATCTACCTTTTGCT

AAGGGATAGCCCAGAGAAATTTGGATTAATACCTTATAGTATTATTTT

ATGGCATCATTTAATAATTAAAGGCTACGGCAAAAGATGAGTATGCG

TCCCATTAGCTAGTTGGCGAGGTAACGGCTCACCAAGGCGACGATGG

GTAGGGGTCCTGAGAGGGAGATCCCCCACACTGGTACTGAGACACGG

ACCAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGAGGAATATTGGACAATGGGC

GCAAGCCTGATCCAGCCATGCCGCGTGCAGGAAGACTGCCCTATGGG

TTGTAAACTGCTTTTATACAGGAAGAATAAGCCTTACGTGTAAGGTGA

TGACGGTACTGTAAGAATAAGGACCGGCTAACTCCGTGCCAGCAGCC

GCGGTAATACGGAGGGTCCAAGCGTTATCCGGAATTATTGGGTTTAA

AGGGTCCGTAGGTGGATAATTAAGTCAGGGGTGAAAGTTTGCAGCTC

AACTGTAAAATTGCCTTTGATACTGGTTATCTTGAATTGTATTGAAGT

AGGCGGAATATGTAGTGTAGCGGTGAAATGCATAGATATTACATAGA

ACACCAATTGCGAAGGCAGCTTACTAAGTACCAATTGACACTGATGG

ACGAAAGCGTGGGTAGCGAACAGGATTAGATACCCTGGTAGTCCACG

CCGTAAACGATGGATACTAGCTGTTCGGAATTTATTCTGAGCGGCCCA

GCGAAAGTGATAAGTATCCCACCTGGGGAGTACGTTCGCAAGAATGA

AACTCAAAGGAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGGAGCATGTGG

TTTAATTCGATGATACGCGAGGAACCTTACCAGGGCTTAAATGTAGTC

TGACAGCTTTAGAGATAGAGTTTTCTTCGGACAGATTACAAGGTGCTG

CATGGTTGTCGTCAGCTCGTGCCGTGAGGTGTCAGGTTAAGTCCTATA

ACGAGCGCAACCCCTGTCGTTAGTTGCCAGCGAGTCATGTCGGGGACT

CTAACGAGACTGCCGGTGCAAACCGTGAGGAAGGTGGGGATGACGTC

AAATCATCACGGCCCTTACGTCCTGGGCCACACACGTGCTACAATGGT

CAGTACAGAGAGCAGCCAGCATGCGAATGCGAGCGAATCTATAAAGC

TGATCACAGTTCGGATCGGAGTCTGCAACTCGACTCCGTGAAGCTGGA

ATCGCTAGTAATCGGATATCAGCCATGATCCGGTGAATACGTTCCCGG

GCCTTGTACACACCGCCCGTCAAGCCATGGAAGTTGGGAGTACCTGA

AGTCCGTCACCGCAAGGAGCGGCCTAGGGTAAGATCGATAACTAGGG

CTAAGTCGTAACAAGGTAACG 

1491 EF108215 99,9 
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Annexe 2 : Article sur la symbiose entre Pseudovorticella sp. isolat Guadeloupe et des 

bactéries sulfo-oxydantes accepté dans EJOP 

 



 232 



 233 

 



 234 

 



 235 

 

 

 



 236 

 



 237 

 



 238 

 



 239 

 

 



 240 

 



 241 

 



 242 

 



 243 

 



 244 

Annexe 3 : Article sur la symbiose entre Cladodema sp. et des bactéries sulfo-oxydantes 

accepté dans PLOS One 
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