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INTRODUCTION GENERALE 

INTRODUCTION GENERALE 

I. Les environnements extrêmes 

 

Un  environnement  est  considéré  comme  extrême  s’il  est  hostile  au  développement  de  la 

plupart des organismes vivants et représente donc un défi pour la survie des espèces dans ces 

conditions. Différents paramètres physico-chimiques tels que la température (très élevée ou très 

basse),  le  pH  (ex :  très  acide  ou  alcalin),  la  pression  hydrostatique,  la  quantité  et  la  qualité  du 

carbone  disponible  (milieu  oligotrophe),  la  salinité,  les  radiations,  la  concentration  en  métaux, 

l’anoxie,  la  disponibilité  de  l’eau  sont  autant  de  facteurs  qui  seuls  ou  associés  définissent  les 

environnements extrêmes. En raison de propriétés extraordinaires, certains organismes vont être 

capables  de  se  développer  dans  ces  habitats  extrêmes  et  sont  définies  comme  extrêmophiles. 

Les  organismes  extrêmophiles  sont  représentés  dans  les  trois  domaines  du  vivant :  Bacteria, 

Archaea  et  Eucarya.  Il  a  longtemps  été  considéré  que  les  microorganismes  extrêmophiles 

appartenaient au domaine des Archaea. Il est vrai que la les premiers microorganismes cultivés 

appartenant au domaine des Archaea étaient des extrêmophiles, cependant des microorganismes 

appartenant aussi aux domaines Bacteria et Eucarya croissent à des températures élevées (95°C 

pour une bactérie du genre Aquifex, 62°C pour un organisme unicellulaire eucaryote (Tansey and 

Brock,  1972) ou à des  salinités  importantes  telle  que  la  bactérie halophile  extrême  Salinibacter 

ruber ou l’algue verte Dunaliella et sont donc des organismes extrêmophiles (figure 1). 
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Figure 1: A) Photomicrographie en microscopie électronique à 
balayage de l’espèce Salinibacter ruber (échelle 2,5 µm). B) 
Photomicrographie au microscope à contraste de phase de 
Dunaliella salina (échelle 10 µm). 
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Les  environnements  extrêmes  ont  fasciné  depuis  longtemps  les  microbiologistes.  Le 

premier livre dédié aux microorganismes extrêmophiles fut publié en 1979 (Schwartz, 1979). Dans 

ce livre il a été montré l’intérêt des microbiologistes pour ces microorganismes qui vivent dans des 

habitats  longtemps  considérés  comme  incompatibles  avec  toute  forme  de  vie  et  les  problèmes 

purement techniques liés à leurs études au laboratoire.  L’étude de ces microorganismes, dont les 

conditions de croissance sont très éloignées des conditions de croissance utilisées couramment 

dans les laboratoires, demandent des développements et des  outils spécifiques (ex : incubateur 

haute-température, haute-pression, anoxie, etc...).   

Depuis la naissance de notre planète Terre, les environnements extrêmes ont existé sur 

Terre. L’activité des plaques tectoniques résulte en la naissance de dorsales médio-océaniques, 

de montagnes, de failles, de volcans et autres phénomènes géothermiques tels que les sources 

hydrothermales océaniques. Ces manifestations tectoniques produisent des remontées de fluides 

très  chauds  acides,  contenant  des  gaz  et  des  métaux  dissous  créant  des  environnements 

extrêmes  où  des  microorganismes  se  développent.  L’étude  de  la  vie  microbienne  à  haute 

température a connu un grand élan grâce aux travaux de Thomas Brock et de ses collaborateurs 

dans  les  années  1960  au  niveau  des  sources  thermales  du  parc  national  de  Yellowstone  aux 

Etats Unis (Brock et al., 1978, figure 2). Ces travaux ont permis de reculer les températures limites 

de la vie. A ce jour, la température record de croissance sous pression hydrostatique (122°C, 20 

MPa)   est  détenue par une  Archaea  méthanogène autotrophe hyperthermophile,  Methanopyrus 

kandleri souche 116, isolée d’une source hydrothermale océanique (Takai et al., 2008,figure 2).  

 

 

 

 

 

Figure 2: A) Source chaude du Parc de Yellowstone (USA). B) Cheminée 
hydrothermale observée dans l’Océan Indien (champ Kairei). 
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Les océans couvrent 75% de notre planète et une partie de  la surface de la planète est 

recouverte  par de  l’eau  sous forme  solide,  la  cryosphère  (glacier,  permafrost,  champ  de  neige, 

…). La dynamique du climat et de la cryosphère influencent les précipitations, l’hydrologie et la 

circulation des courants dans les océans. Dans les régions où les précipitations sont très faibles, 

des  déserts  se  développent.  De  la  même  manière,  les  lacs  hypersalés  apparaissent  dans  des 

bassins endoréiques où le drainage est très faible. L’aptitude des microorganismes à se 

développer  dans  des  environnements hypersalés  a  été  révélée  depuis  longtemps.  Charles 

Darwin, dans ses fameux rapports sur  ses voyages sur le H.M.S Beagle (1939) décrivait le lac 

hypersalé  de  Patagonie  et  la  couleur  rouge  qui  apparaissait  à  certains  endroits  du  lac.  Dès  le 

début du 20ème siècle, les microorganismes responsables de cette couleur rouge ont été isolés. Ce 

sont  des  microorganismes  halophiles  extrêmes  appartenant  à  la  famille  des  Halobacteriaceae 

affiliées au domaine des Archaea. 

La  profondeur  moyenne  de  l’océan  est  de  3800  m  ce  qui  équivaut  à  une  pression 

hydrostatique de 38 MPa (380 bars).  La pression hydrostatique augmente de 10 MPa tous les 

Kms dans la colonne d’eau. Il en découle que 88% du volume de l’océan est soumis à de fortes 

pressions hydrostatiques. Le site le plus profond dans l’océan est localisé au niveau de la fosse 

des Mariannes (10998 m) avec des pressions hydrostatiques qui atteignent 110 MPa.  Colwellia 

sp., souche MT41, a été la première souche piezophile obligatoire isolée de ce site.  La souche 

MT41 croît de façon optimale à une pression hydrostatique de 69 MPa (Yayanos et al., 1981). 

On désigne aujourd’hui par le terme « piezophile » l’ensemble des organismes capables 

de se développer sous forte pression hydrostatique, par « piezophile stricte » les microorganismes 

qui ont besoin d’une pression hydrostatique minimale pour se développer; par  « piezosensible » 

les organismes qui ne se développent pas sous pression hydrostatique et par « piezotolérant » les 

organismes qui peuvent croître sous pression sans que leur taux de croissance ne soit amélioré 

(figure 3). 
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Figure 3: Représentation de la croissance microbienne en fonction de la pression hydrostatique.  

Depuis les travaux pionniers de Zobell,  Morita et Jannasch  sur l’étude des 

microorganismes pouvant croître sous pression hydrostatique, une cinquantaine d’espèces 

piezophiles ou piezotolérantes du domaine Archaea ou Bacteria ont été isolées des 

environnements marins profonds (Jebbar et al., 2015). Connaissant l’immensité du réservoir que 

constitue  l’océan  et  la  biosphère  sous-terraine,  la  diversité  des  microorganismes  peuplant  la 

biosphère profonde, avec ce faible nombre de souches isolées, est loin d’être couverte. L’étude 

des  microorganismes  piezophiles  souffre  essentiellement  du  manque  d’outils  permettant  d’une 

part  les  prélèvements  sous  pression  hydrostatique  et  les  cultures  de  ces  microorganismes  en 

conditions « in-situ ». De plus, à l’heure actuelle, très peu de laboratoires possèdent les 

équipements  permettant  les  cultures  d’organismes  sous  forte  pression  hydrostatique  (Jebbar  et 

al., 2016). 

 L’intérêt porté par les microbiologistes à l’étude des microorganismes se développant 

dans ces environnements extrêmes n’a fait que croître ces trois dernières décennies. De plus en 

plus  d’environnements  qui  étaient  encore  inaccessibles  pour  des  raisons  de  limites  techniques 

(biosphère  souterraine,  ..)  peuvent  aujourd’hui  être  explorés  et  échantillonnés.  L’utilisation  et 

l’essor  de  nouvelles  technologies  regroupées  sous  le  terme  de  « Omics »  (metagénomique, 

metatranscriptomique  et  métaprotéomique)  ont  permis  de  mesurer  la  richesse  de  la  diversité 

microbienne inféodée à ces écosystèmes. Ces études révèlent comment la vie fonctionne dans 

ces écosystèmes extrêmes, mais nous enseigne aussi sur la nature de la vie elle-même et sur les 

propriétés éventuelles des premiers organismes qui ont colonisé notre planète. Une question très 

pertinente  sur  l’étude  des  organismes  extrêmophiles  est  de  savoir  si  ces  organismes  se  sont 

adaptés récemment à ses environnements extraordinaires ou si ces organismes sont des vestiges 



 
 
 
 

23 
 

d’anciens  types  d’organismes  qui  auraient  évolué  depuis  la  terre  primitive.  L’évidence  d’une 

activité  microbienne  dans  des  temps  très  anciens  est  révélée  dans  les  roches  terrestres.  Ainsi 

l’existence  et  la  signature  biotique  du méthane  piégé dans  des  cristaux  datées  à 3,46 Milliards 

d’années  nous  indiquent  la  présence  de  microorganismes  méthanogènes  (Ueno  et  al.,  2006). 

L’étude des extrêmophiles a donc d’importantes implications sur notre connaissance de l’origine 

de la vie. De plus, définir les limites de la vie sur notre planète, donc les limites des 

microorganismes  extrêmophiles,  peut  apporter  des  preuves  sur  la  possibilité  de  l’existence, 

actuelle  ou  passée,  de  vie  similaire  dans  l’univers.  D’un  point  de  vue  biotechnologique,  les 

microorganismes  extrêmophiles  peuvent  être  exploités  à  des  fins  économiques.  On  citera  par 

exemple  les  enzymes  thermostables  des  organismes  thermophiles,  le  pouvoir  chélatant  des 

organismes  acidophiles  vis  à  vis  des  métaux,  et  les  enzymes  issues  des  microorganismes 

alcaliphiles, utilisées dans les lessives. 

 

II. Les environnements hypersalés. 

II.1. Introduction 

 

Les  environnements  hypersalés  sont  largement  distribués  sur  Terre.  Ils  se  forment 

facilement dans des bassins et des lagunes où l’eau de mer qui contient 35 g.L -1 de sels dissous 

est soumise à une forte évaporation. Il existe des lacs hypersalés que l’on retrouve à l’intérieur 

des  terres  dont  la  concentration  en  sels  est  proche  de  la  saturation.  On  citera  par  exemple, 

le Grand Lac Salé en Utah (USA) et la Mer Morte bordant Israël et la Jordanie dans lesquels les 

concentrations en sels atteignent 270 g.L-1 et 330 g.L-1 de sels respectivement. Les 

environnements  hypersalés  sont  aussi  créés  artificiellement  par  l’homme  (ex :  salines,  lac,  …). 

Dans  le  cas  des  marais  salants,  les  différents  bassins  successifs  permettent  d’augmenter  la 

concentration  en  sel.  Ces  derniers  vont cristalliser  et  ainsi  permettre leur  récolte  et    leur 

exploitation économique.  

 

 

Figure 4: Marais salant de Eilat, Israël. La couleur rouge est observée dans les bassins 
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Les environnements hypersalés peuvent être classés en deux catégories : thalassique 

et  athalassique. Les bassins  thalassiques  sont  créés  par évaporation  de  l’eau  de  mer, les  ions 

sodium et chlorure dominent. Les bassins athalassiques sont caractérisés par de fortes 

concentrations en ions divalents, dont le magnésium et le calcium qui sont les cations majoritaires. 

Un parfait exemple de bassin athalassique est la Mer Morte. La concentration en sels est de 330 

g/l, principalement des cations divalents Mg 2+ et Ca2+ avec des concentrations proches de 2 M et 

de 0,47 M respectivement.  

 

II.2. Classification des microorganismes halophiles. 

 

Les microorganismes qui habitent ces environnements hypersalés sont désignés 

comme halophiles. Ce sont des organismes extrêmophiles qui doivent non seulement lutter contre 

la forte concentration ionique du milieu mais aussi contre des pH alcalins, des teneurs faibles en 

oxygène, des températures basses ou élevées, la présence de métaux  lourds ou de composés 

toxiques.  La  classification  la  plus  largement  acceptée  des  microorganismes  halophiles  a  été 

proposée par Kushner and Kamekura (1988). Cette classification est basée sur la concentration 

de chlorure de sodium (NaCl) permettant une croissance optimale des microorganismes. En effet 

les  microorganismes  halophiles  sont  classés  en  trois  catégories :  les  halophiles  extrêmes  qui 

croissent  de  façon  optimale  à  des  concentrations  en  sels  supérieures  à  15%,  les  halophiles 

modérés  qui  se  développent  de  façon  optimale  entre  3  et  15%  et  les  halophiles  légers  ou 

halotolérants qui sont représentés par la plupart des microorganismes marins et qui croissent  à 

des concentrations en sels comprises entre 1 et 3%. Les microorganismes non halophiles sont les 

microorganismes qui nécessitent moins de 1% de NaCl pour se développer. Cependant certains 

d’entre eux peuvent tolérer de fortes concentrations en sels et sont considérés comme 

halotolérants. 

 

II.3. Taxonomie des microorganismes halophiles. 

 



 
 
 
 

25 
 

D’une manière générale pendant longtemps, les microorganismes halophiles des 

environnements hypersalés ont été répartis en deux groupes physiologiques : les 

microorganismes aérobies halophiles extrêmes appartenant au domaine des Archaea 

(Haloarchaea) et les bactéries halophiles modérées. Les Archaea halophiles sont regroupés dans 

le phylum des Euryarchaeota, et la plupart appartiennent à la classe des Halobacteria (Cavalier-

Smith,  2002).  Cependant  des  méthanogènes  halophiles  ont  été  isolées  de  ces  environnements 

(Zhilina,  1983;  Boone  et  al.,  1993;  Paterek  and  Smith,  1988).  Au  cours  des  deux  dernières 

décennies,  des  études  utilisant  des  méthodes  culturales  à  partir  d’échantillons  collectés  dans 

différents habitats hypersalés ont permis d’isoler un grand nombre d’espèces, voire de genres ou 

de taxons supérieurs et de révéler une grande diversité métabolique et physiologique. Ces études 

ont démontré que les Archaea halophiles n’appartiennent pas exclusivement aux Haloarchaea et 

que toutes les Haloarchaea ne sont pas des halophiles extrêmes. De la même manière chez les 

Bacteria, les microorganismes halophiles sont présents dans plusieurs branches phylogénétiques, 

reflétant  ainsi  la  diversité  métabolique  des  espèces  halophiles,  et  sont  généralement  classés 

comme  halophiles  modérés  ou  légers.  Cette  très  forte  diversité  physiologique  comprend  des 

microorganismes  hétérotrophes  aérobies  et  anaérobies,  des  bactéries  sulfato-réductrices,  des 

microorganismes fermentaires (figure 5). Récemment, une bactérie halophile extrême Salinibacter 

ruber (Anton et al., 2002) a été décrite et mise en évidence dans de nombreux habitats hypersalés 

et  constitue,  dans  ces  environnements  proches  de  la  saturation,  la  bactérie  la  plus  abondante 

avec l’haloarchaeon Haloquadratum walsbyi  (Burns et al., 2007). 
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Figure 5: Arbre phylogénétique basé sur l’analyse du gène de l’ARNr 16S. Les rectangles bleus indiquent la 

présence d’au moins un microorganisme halophile dans le groupe.  

II.4. Distribution et datation des dépôts de sels anciens. 

 

A  plusieurs  périodes  de  l’histoire  de  notre  planète,  de  fortes  sédimentations  d’halite 

(NaCl) et d’autres minéraux provenant de mers hypersalées ont eu lieu. Les dépôts de sels au 

cours de la période géologique allant de la fin du Permien et du début du Triassic (entre 245 et 

280 millions d’années) sont estimés à 1,3 millions de km 3 (Zharkov and *I*Anshin, 1981).  Ces 

dépôts de sels peuvent atteindre une épaisseur de 1200 m, et sont retrouvés aujourd’hui dans les 

régions  au  nord  du  continent  américain  (Canada  (Mackenzie  basin),    d’Europe  du  Nord  et 

Centrale  (Zechstein  series,…)  et  de  sibérie. Une  colonne  d’eau  de  mer  de  1000  m  produit  par 

évaporation une couche d’évaporite d’environ 17 m d’épaisseur. L’ordre de précipitation des sels 

et l’épaisseur des évaporites produits sont : 0,1 m de CaCO3, 0, 6 m de CaSO4, 13,3 m de NaCl et 

3 m de KCl et de KMgCl2 (Figure 6). 
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Figure 6: Représentation de l’évaporation totale d’une colonne d’eau de mer de 1000 

m. 

 

Dombrowski (1963) et Reiser and Tasch (1960) ont été les premiers à isoler et à décrire 

des  microorganismes  viables  à  partir  de  cristaux  de  sels.  Les  échantillons  de  Dombrowski  

provenaient  d’échantillons  de  cristaux  de  sels  collectés  dans  le  dépôt  du  Zechstein  situé  en 

Allemagne  du  Nord  et  d’un  autre  d’origine  Précambrienne  de  Sibérie.  En  utilisant  un  milieu  de 

culture hypersalé, il isole deux souches ; un bâtonnet sporulant Bacillus circulans et un autre isolat 

appelé Pseudomonas halocrenea. Ce dernier se révéla plus tard être très proche de l’espèce P. 

aeruginosa  et  sera  donc  considéré  comme  un  contaminant.  De  la  même  manière,  Tasch  et 

collaborateurs (Reiser et al., 1960; Tasch, 1963) ont décrit des diplocoques obtenus à partir de 

roches salées datant du Permien situées au Kansas. Bibo et ses collaborateurs (1983) ont isolé 

des microorganismes halophiles (bâtonnets et de coques) à partir d’échantillons de roches datant 

du Permien dans le bassin de Zechstein près de Fulda en Allemagne. Ces travaux n’indiquaient 

pas  la  présence  de  microorganismes  pigmentés  et  donc  la  présence  d’Archaea  Halophiles. 

Cependant les travaux de Tasch (1963) et Nehrkorn (1961), qui reprirent les travaux de 

Dombrowski, décrivent la présence de microorganismes pigmentés. A partir de 1991, les 
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publications relatives à la viabilité des microorganismes dans les dépôts de sels mentionnent la 

présence d’isolats pigmentés (Vreeland et al., 1991; Norton et al., 1993 ;Denner et al., 1994). De 

ces travaux, il résulte que les Haloarchaea sont les microorganismes viables prédominants dans 

ces  cristaux  de  sels.  Cependant  les  conditions  de  cultures  utilisées  telles  que  l’aérobiose, 

l’hétérotrophie et un pH neutre, favorisent le développement des microorganismes à croissance 

rapide dont des représentants du genre  Haloarcula. Grant et collaborateurs (1998) (Grant et al., 

1998) ont utilisé une approche moléculaire basé sur le séquençage du gène codant pour l’ARNr 

16S pour comparer les différentes séquences des souches  du genre Haloarcula obtenues à partir 

de cristaux de sels de différents temps géologiques (65 et 240 millions d’années) et des souches 

isolées d’environnements hypersalés actuels. Les résultats attendus de l’analyse phylogénétique 

devaient  démontrer  que :  1)  les  souches  appartenant  au  genre  Haloarcula  isolées  des  dépôts 

anciens  auraient  dû former des  branches  proches de  la  racine de  l’arbre du  vivant : 2)  que  les 

souches récentes forment des branches plus longues. Cette analyse n’a malheureusement pas pu 

démontrer  de  corrélation  entre  la  position  phylogénétique  et  l’âge  géologique  des  échantillons 

analysés.  

Halococcus salifodinae  souche Blp a été isolée de cristaux de sels  datant du Permien  à 

partir d’échantillons situés en Autriche (Alpes) et a été décrite comme nouvelle espèce (Denner et 

al.,  1994).  Deux  souches  précédemment  détectées ;  la  première  souche  Br3  isolée  à  partir  de 

mine de sels de Cheshire en Angleterre par Grant et Norton (1988) (Norton and Grant, 1988) et la 

deuxième souche BG2/2 isolée par K.O. Stetter (1988) d’échantillon de mine de  sels de 

Berchtesgaden  en  Allemagne,  démontrent  de  nombreuses  similitudes  incluant  notamment  la 

morphologie des colonies, la séquence partielle d’ARNr 16S avec la souche Blp.  Huit ans après 

l’isolement de la souche Blp, de nouveaux échantillons du  même site ont permis l’isolement de 

plusieurs souches proches de H. salifodinae (Stan-Lotter et al., 1999). Une analyse détaillée de 

ces  nouveaux  isolats  ainsi  que  des  souches  Br3  et  BG2/2  précédemment  isolées,  incluant  une 

analyse  complète  de  la  séquence  du  gène  codant    l’ARNr  16S,  du  contenu  en  G+C%,  de  la 

composition et de la relative abondance des lipides polaires, de la sensibilité aux antibiotiques et 

la spectroscopie infra-rouge à transformé de Fourrier a été menée. Ces analyses ont conduit à la 

conclusion que tous ces isolats appartenaient à la même espèce, H. salifodinae. La présence de 

souches  identiques  entre  les  Alpes  et  les  sédiments  salés  d’Angleterre  peut  s’expliquer  par 

l’existence  d’une  mer  hypersalée  au  Permien  en  Europe,  mer  hypersalée  colonisée  par  une 
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communauté d’Haloarchaea. La formation d’évaporites aurait piégé ces microorganismes dans les 

cristaux de sels. L’espèce H. salifodinae n’a pour l’instant pas été mise en évidence au niveau des 

environnements hypersalés d’eau de surface. Il est tentant de spéculer que cette souche pourrait 

représenter un organisme marqueur de dépôts de sels anciens.  

 

II.5 Survie des microorganismes halophiles. 

 

De nombreux microorganismes halophiles, et spécifiquement les microorganismes 

appartenant  à  la  famille  des  Halobacteriaceae,  requièrent  une  concentration  en  sel  élevée  et 

stable pour maintenir leur intégrité structurale. En effet, à des concentrations en sels inférieures à 

100  g.L-1,  les  cellules  lysent  rapidement.  C’est  pourquoi  des  questions  se  posent  quant  à  la 

distribution de ces microorganismes dans la nature et la colonisation de nouveaux 

environnements hypersalés. L’observation de cristaux d’halite montre que les populations denses 

des  Haloarchaea  présentes  dans  les  saumures  avant  la  précipitation  des  cristaux  d’halite  se 

retrouvent  prises  au  piège  dans  les  cristaux  d’halite  (Grant  et  al.,  1998).  Plus  exactement,  les 

cellules sont piégées dans des inclusions de fluide dans le cristal. Ces inclusions de fluide ont la 

composition  chimique de  la  saumure au moment  de  la  cristallisation  et  la  taille et  la forme des 

inclusions varient en fonction des types de cristaux. En ce qui concerne la question du temps de 

survie des cellules piégées dans les cristaux d’halite, des  observations sur des cristaux d’halite 

anciennement  formés  provenant  du  Grand  Lac  Salé  datant  du  Précambrien  ont  été  analysés. 

Heinz  Dombrowski en  1963  (Dombrowski,  1963)  observa  la  présence  de  cellules  intactes  dans 

des cristaux d’halite formés à l’aire du Permien, c’est-à-dire il y a environ 250 millions d’années. A 

partir de ces cristaux, les auteurs ont enrichis et isolés des cellules en forme de coque de type à 

Gram  positif  et  des  cellules  sporulantes  en  formes  de  bâtonnet.  L’analyse  du  fluide  d’inclusion 

étaye l’hypothèse que ces cristaux d’halite dateraient bien du permien  (Satterfield et al., 2005).  

Ces résultats font cependant l’objet de nombreux débats dans la communauté et surtout de la part 

des biologistes. Les biologistes argumentent que l’ADN ne peut se conserver et rester intact sans 

un mécanisme de réparation (Hebsgaard et al., 2005). De plus, l’ADN d’une des souches isolées 

du Permien possède un ADN très proche d’une souche récemment cultivée Virgibacillus 

marismortui, et isolée de la Mer Morte (Arahal et al., 2000). Ceci suggère que cette bactérie datant 

du Permien serait plutôt un contaminant de laboratoire (Graur and Pupko, 2001). Cependant, les 
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évidences de la survie des microorganismes dans des cristaux de sels formés il y a des millions 

d’années sont mises en lumière (Vreeland et al., 2000;  Vreeland, 2007).  

Toutes les Archaea halophiles ne sont pas sensibles aux faibles concentrations en sels. 

Des  souches  proches  du  genre  Haloferax  ont  été  isolées  dans  des  sédiments  de  l’estuaire  de 

l’Essex au Royaume Uni où la salinité est proches de celle de l’eau de mer (Purdy et al., 2004). 

De  même,  des  souches  proches  du  genre  Archéen  Halococcus  ont  été  isolées  de  la  Mer 

Méditerranée loin des côtes (Rodriguez-Valera et al., 1979). Il est admis que la composition des 

fluides d’inclusions est complexe et variable, à l’exception des composés majeurs de la saumure 

originale (Na+, K+, Mg2+, SO4
2-, HCO3

-,…), ces fluides peuvent contenir des éléments traces (Fe, 

Br, Mn, Si, F), des métaux lourds et des composés organiques (Roedder, 1990), ce qui inclut par 

exemple  des  acides  aminés  et  des  hydrocarbures  (Pironon  et  al.,  1995).  Ces  hydrocarbures 

peuvent avoir différentes origines. Ils peuvent par exemple,  provenir du méthane provenant du 

manteau terrestre ou d’ une activité microbienne (Parnell et al., 2006b). La présence de méthane 

biogénique dans les fluides d’inclusions indique que des microorganismes méthanogènes ont pu 

être  piégés  dans  les  cristaux,  ou  qu’ils  étaient  présents  et  métaboliquement  actifs  dans  la 

saumure avant la cristallisation (Parnell et al., 2006a). 

Il  n’y  a  aujourd’hui  aucune  méthode  suffisamment  sensible  qui  pourrait  permettre  de 

déterminer l’âge d’une  cellule procaryote dont le contenu en carbone organique est  d’environ 1 

picogramme  et  comprenant  plus  de  300  molécules  différentes.    La  plupart  des  scientifiques 

s’accordent à dire qu’il faut isoler un grand nombre de souches à partir de différents échantillons 

de cristaux de sels et de répéter l’expérience avant d’assoir la certitude que les microorganismes 

isolés sont bien des cellules qui ont été piégées lors de la création des évaporites (Grant, 1998) et 

non de potentiels contaminants.  

Notre  connaissance  des  processus  de  survie  des  microorganismes  dans  les  cristaux  de 

sels  est  balbutiante.  En  particulier  nous  ne  savons  pas  si  les  microorganismes  ont  besoin  de 

maintenir une activité métabolique lorsqu’ils sont emprisonnés dans les cristaux de sels (figure 7).  

Dans ce cas, la présence de sources de carbone et d’énergie dans le fluide d’inclusion est d’une 

importance cruciale. La nature et la quantité des nutriments nécessaires pour soutenir la viabilité 

des microorganismes piégés  dans  les  cristaux  va  dépendre  aussi  des mécanismes  développés 

pour  leur  survie.  Par  exemple  nous  ne  savons  pas  si  les  microorganismes  doivent  également 
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préserver l’intégrité de leurs ADN,  ce qui necessite des mécanismes peu coûteux en énergie, ou 

s’ils  doivent  réaliser  des  réactions  métaboliques  plus  ou  moins  complexes  et  coûteuses.  La 

diversité et la nature des processus métaboliques qui sont réalisés dans les cristaux de sels ne 

sont pas encore établies.  

 

Figure 7: Photographie de fluide d’inclusion d’halite  et de microorganismes. A, B, C microscopie optique ; D, 

E,  F  microscopie  électronique  à  transmission.  B,  C,  E  les  microorganismes  sont  visibles  dans  le  cristal. 

(D’après Schubert et al., 2009).  

II.6 Dispersion et distribution des microorganismes halophiles. 

 

Des microorganismes halophiles affiliés au genre Halococcus ont été retrouvés dans les 

cavités  nasales  de  l’oiseau  marin  Calonextris  diomedea  (Brito-Echeverria  et  al.,  2009).  Il  a  été 

suggéré que les oiseaux migrateurs pourraient être un vecteur de dispersion des microorganismes 

halophiles en transportant des cristaux des sels qui se seraient fixés sur leurs pattes.  L’isolement 

d’une  bactérie  halophile  extrême,  Bacillus  dipsosauri,  des  cavités  nasales  d’iguanes  du  désert 



 
 
 
 

32 
 

(Deutch,  1994)  est  un  autre  exemple  de  vectorisation  et  de  dispersion  des  microorganismes 

halophiles par les animaux.  

Il  fût  aussi  démontré  en  1985  par  Wheeler    et  collaborateurs  (Wheeler,  1985)  que  des 

cristaux  d’halite  provenant  du  désert  Saharien  pouvaient  été  transportés  par  le  vent  jusqu’en 

Angleterre. 

II.7 Stratégie d’adaptation aux fortes pressions osmotiques. 

 

Les microorganismes halophiles ont développé deux stratégies fondamentalement 

différentes  pour  vivre  dans  des  conditions  extrêmes  de  pression  osmotique  telles  que  celles 

rencontrées  dans  les  environnements  hypersalés.  La  première  consiste  à  accumuler  du  sel  à 

l’intérieur des cellules afin de maintenir une concentration très proche de la concentration en sel à 

l’extérieur de la cellule. La deuxième consiste à exclure les sels du cytoplasme et de 

contrebalancer la pression osmotique par la production et l’accumulation de solutés compatibles 

de nature organique à l’intérieur du cytoplasme.  

La  première  stratégie  dite  «Salt-in»  semble  être  limitée  à  quelques  genres  d’archées 

halophiles extrêmes (Halobacterium, Haloarcula, Haloquadratum, Halorhabdus, Natronobacterium 

et Natronococcus) et de bactéries halophiles extrêmes (Salinibacter, Halanerobiales). Dans cette 

stratégie  des  concentrations  molaires  de  KCl  sont  maintenues  à  l’intérieur  du  cytoplasme.  Par 

exemple, on considère que 5 M de potassium intracellulaire sont nécessaires pour contrebalancer 

une  concentration  de  4  M  de  sodium  (Litchfield,  1998).  Le  mécanisme  général  par  lequel  sont 

expulsés les ions Na+ et par lequel les ions K+ pénètrent dans la cellule n’est pas très clair puisque 

les microorganismes ont des perméabilités membranaires différentes et des systèmes de 

transport d’ions différents  (Oren, 1999). Les mécanismes par lesquels le potassium est transporté 

dans le cytoplasme varient suivant l’organisme considéré. Par exemple, l’Archaea Halobacterium 

salinarum importe passivement l’ion K+ alors  qu’une pompe ATP-dépendante est nécessaire pour 

l’accumulation  de  K+  chez  Haloferax  volcanii  (Oren,  1999).  L’expulsion  des  ions  Na+  implique 

deux  étapes : 1)  le  Na+  est  transporté à  l’intérieur de  la  cellule  avec  l’ion  Cl-  par l’intermédiaire 

d’une pompe à chlorure (Muller and Oren, 2003) ; 2) le gradient électrochimique en ions sodium 
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est maintenu à travers la membrane par l’extrusion de Na+ grâce à un système anti porteur Na+/H+ 

ou à une pompe à Na+ (Oren, 1999).  

Toute la machinerie intracellulaire de ces organismes doit être fonctionnelle en 

présence de concentrations molaires de sels et possède donc des propriétés inhabituelles. Les 

protéines des Halobacterium et d’autres halophiles qui accumulent du sel sont enrichies en acides 

aminés acides (Glu, Asp) par rapport aux acides aminés basiques (Lys, Arg).  De plus le contenu 

en acides aminés hydrophobes est relativement bas. Ces protéines sont non seulement solubles 

et fonctionnelles à de fortes concentrations en sels  mais elles requièrent de fortes concentrations 

en sels pour leur stabilité et leur activité. Le manque de flexibilité et d’adaptabilité au changement 

de concentration en sels du milieu est le prix à payer pour ces microorganismes habitués à vivre à 

de fortes concentrations en sels. (Oren, 2002).  

La deuxième stratégie dite « Salt-out » permet aux microorganismes de se développer 

en condition hypersalée grâce à l’utilisation de solutés compatibles. Les solutés compatibles sont 

des  molécules  organiques  qui  peuvent  être  synthétisées  par  les  cellules  ou  dans  certains  cas 

disponibles et prélevés à partir du milieu environnant de la cellule. Une large variété de solutés 

compatibles est utilisée, parmi lesquels l’ectoïne, la glycine betaïne, des sucres simples, certains 

acides  aminés  (Roberts,  2005,  figure  8).  Ces  molécules  sont  retrouvées  chez  les  Bacteria 

halophiles mais aussi chez les Archaea méthanogènes halophiles. L’utilisation de ces composés 

permet une plus grande flexibilité : ces microorganismes n’ont pas besoin d’adapter leurs 

protéines intracellulaires et peuvent donc se développer dans une gamme plus large de 

concentrations en sels. Seules les protéines membranaires en contact avec le milieu extérieur et 

les enzymes extracellulaires sécrétées dans le milieu extérieur doivent rester fonctionnelles à forte 

salinité.  
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Figure 8: Représentation de certains solutés compatibles utilisés par les microorganismes dans la stratégie 

“Salt-out”. 

Le  coût  énergétique  entre  les  deux  stratégies  est  différent,  la  stratégie  « Salt-in »  est 

moins coûteuse en énergie par rapport à la stratégie « Salt-out » qui va nécessiter la biosynthèse 

de grandes quantités de solutés compatibles.  Oren (1999) a calculé le coût energétique théorique 

de la production des solutés compatibles. Ainsi pour les microorganismes hétérotrophes, 23 moles 

d’ATP sont nécessaires pour la biosynthèse du glycérol et 79 moles d’ATP pour la synthèse du 

tréhalose  et  du  saccharose.  La  biosynthèse  d’une  mole  d’ectoïne  ou  d’une  mole  de  glycine 

betaïne coûte approximativement 40 moles d’ATP. En considérant, que les solutés compatibles 

sont  présents  à  des  concentrations  molaires,  parfois  proches  de  8  M,  à  l’intérieur  des  cellules 

pendant un stress osmotique, il est évident que la stratégie des solutés compatibles est coûteuse 

en énergie. Pour ces raisons, on peut dire que la survie des organismes qui utilisent la stratégie 

des solutés compatibles dans les environnements hypersalés est dépendante de deux facteurs : 

leur capacité à maintenir leur métabolisme de base et la dépense énergétique pour la production 
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des solutés compatibles et/ou à leur présence dans l’environnement, par exemple libérés par des 

cellules mortes ou excrétés par des producteurs de solutés compatibles.  

II.8.  Halophilie et exobiologie. 

 

L’eau est l’élément indispensable à la vie terrestre. C’est cet élément qui est recherché en 

priorité pour savoir si une forme de vie présente ou passée a pu se développer par exemple sur 

une des planètes du système solaire ou sur des exoplanètes. La présence d’eau sur notre planète 

serait  probablement  la  conséquence  d’un  bombardement  de  météorites,  ce  qui  impliquerait 

l’existence de planètes dans notre système solaire ou d’exoplanètes qui auraient eu de l’eau sur 

leur  sol  (Grady,  2006).  L’évidence  de  la  présence  de  l’eau,  présente  ou  passée,  sur  d’autres 

planètes peut être révélée par l’observation de canaux, de rivières, de glace, de roches 

sédimentaires,  incluant  des  halites  déposés  et  formés  à  partir  de  saumures  anciennes  (Grady, 

2006). En considérant les propriétés de préservation des cristaux de sels et la mise en évidence 

que des microorganismes appartenant au domaine des  Haloarchaea peuvent être préservés au 

cours de temps géologiques, l’hypothèse que des traces de vie passées peuvent être trouvées 

dans les cristaux d’halite ou autres environnements salés sur d’autres planètes peut être abordée. 

Il  est  admis  que  la  planète  Mars,  après  la  planète  Terre,  serait  une  planète  où  la  vie  

pourrait s’être formée. Des cristaux d’halite ont été retrouvés sur des météorites Martiennes (e.g. 

ALH84001; Conrad and Nealson, 2001). De plus l’observation et les études sur le littoral proche 

de Arabie et de Deuteronilus sur Mars suggère la présence d’un océan similaire à celui de la Terre 

datant de 2 à 4 millions d’années (Perron et al., 2007). La disparition de cet océan de la planète 

aurait entrainé le formation de saumures (Knauth and Burt, 2002). La formation de ces cristaux de 

sels pourraient avoir protégé les cellules de la rupture cellulaire due aux températures très basses 

qui règnent sur Mars (moyenne journalière de la température -60°C; Grady, 2006) et ainsi permis 

aux microorganismes halophiles et halotolérants de survivre. 

Plus  récemment    Europa,  un  satellite  de  Jupiter,  a  fait  l’objet  d’un  intérêt  scientifique 

important dans la recherche de la vie sur les planètes de notre système solaire. En effet, suite à la 

mission  Galileo,  la  présence  d’un  océan  sous  la  surface  glacée  de  ce  satellite  a  été  révélée 

(Greeley  and  Fagents,  2001).  Des  données  plus  importantes  sont  nécessaires  pour  définir  la 
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composition  ionique  de  cet  océan  sur  Europa.  Les  modèles  suggèrent  que  cet  océan  serait 

hypersalé  et  composé  de  Na+,  Mg2+,  Ca2+,  SO4
2-  et  Cl-   (Kargel  et  al.,  2000)  permettant  ainsi 

seulement  aux  microorganismes  halotolérants  ou  halophiles  de  s’y  développer  (Marion  et  al., 

2003).  

En considérant les exemples de Mars, Europa et des météorites, il apparaît clair que des 

microorganismes pourraient avoir occupé ou avoir été préservé dans le corps des exoplanètes. 

Ces microorganismes doivent être capables de surmonter un grand nombre de stress tel que les 

radiations cosmiques et solaires. Kminek et collaborateurs (2003) (Kminek et al., 2003) ont estimé 

que les spores pourraient survivre pendant 100 à 160 millions d’années s’ils sont enfouis dans des 

sédiments  à  une  profondeur  de  3  m  sous  la  surface  de  Mars.  Comme  nous  l’avons  exposé 

précédemment, les halophiles extrêmes piégés dans des cristaux d’halite sont plus résistants aux 

radiations (solaires et cosmiques) que les spores. 

En supposant que les microorganismes piégés dans des matrices minérales sont capables 

de survivre sur des temps géologiques et ainsi peuvent être retrouvés sur notre planète ou sur 

d’autres planètes, alors la question du transfert de ces microorganismes d’un corps astral à un 

autre peut être soulevée. La réponse à cette question est reliée à la théorie de la lithopanspermie, 

c’est-à-dire à l’hypothèse que la vie sur Terre proviendrait de collisions accidentelle entre la Terre 

et  des  corps  extraterrestres  rocheux  qui  auraient  voyagé  à  travers  l’espace  et  ensemencé  la 

Terre.  

A  part  la  préservation  à  long  terme,  la  survie  sur  le  long  terme,  la  protection  contre  les 

radiations,  les  microorganismes  doivent  avoir  aussi  résisté  au  vide  qui  règne  dans  l’espace  et 

résisté  à  l’impact  du  choc  du  corps  extraterrestre  sur la  Terre.  L’Archaea  halophile  Halococcus 

chaoviatoris piégée dans des cristaux d’halite peut survivre pendant trois semaines dans l’espace 

suggérant que les Haloarchaea peuvent survivre simultanément  aux expositions UV et au vide 

durant le voyage dans l’espace (Mancinelli and Klovstad, 2000). Les trois semaines d’exposition 

ne  permettent  pas,  au  vu  des  temps  très  court  d’exposition,  par  rapport  au  temps  de  voyage 

estimé des corps extraterrestres, d’étayer la théorie de la lithopanspermie. Des expériences plus 

longues  sont  nécessaires  pour  valider  l’hypothèse  que  les  microorganismes  piégés  dans  des 

matrices minérales peuvent résister sur le long terme à l’exposition aux UV et au vide spatial, par 
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exemple, en mesurant le taux de mortalité des microorganismes en fonction du temps 

d’exposition.   

Le deuxième point qui correspond à la résistance des microorganismes piégés dans une 

matrice  minérale  à  l’impact  du  choc  entre  les  deux  corps  rocheux  n’a  pas  été  étudié  sur  les 

Archaea. Des expériences sont nécessaires pour démontrer que des cristaux d’halite piégés dans 

le  centre  d’un  projectile  pourrait  permettre  la  survie  des  microorganismes  comme  cela  a  été 

démontré dans des météorites où des fluides d’inclusions ont été retrouvés (Zolensky et al., 1999; 

Parnell et al., 2006b).   

Les études sur les cristaux d’halite et des fluides d’inclusions peuvent donner des 

indications sur la composition en eau, en gaz et renseigner sur la composition initiale du liquide 

d’un corps astral. De plus, les halites représentent un énorme potentiel pour contenir et préserver 

des macromolécules et des microorganismes, et plus précisément des halophiles extrêmes, sur 

des temps géologiques. 

III. Les bassins hypersalés anoxiques profonds de Méditerranée. 

III.1. Introduction 

 

Les bassins ou lacs hypersalés profonds ont été mis en évidence dans le Golfe du Mexique 

(Joye et al., 2005; Joye et al., 2009), en Mer Noire  (Aloisi et al., 2004), en Mer Rouge (Eder et al., 

1999;  Eder et al., 2001; Eder et al., 2002) et en Méditerranée (Van Der Wielen and Heijs, 2007; 

Daffonchio et al., 2006). La formation de ces réservoirs profonds hypersalés est conditionnée par 

des processus géologiques, eustatiques, un contexte topographique et à un climat favorable. 

En  1961,  des  relevés  de  mesures  sismiques  réalisées  sur  le  bassin  Méditerranéen  vont 

révéler la présence d’une formation géologique située entre 100 et 200 m sous le niveau de la mer 

(Hersey,  1965).  Cette  caractéristique  géologique  nommée  réflecteur  M,  suit  parfaitement  les 

contours du fond de la Mer Méditerranéenne actuelle, suggérant ainsi que cette couche se soit 

déposée  dans  le  passé  (figure  9).  L’origine  de  cette  couche  a  été  très  largement  interprétée 

comme étant un dépôt de sels. Cependant de nombreuses interprétations quant à l’âge et à la 

formation de cette couche de sels vont être émises. 
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Figure 9: Présence du réflecteur M qui correspond sur l’image au  « Top of Messinian evaporites » d’après 

Cita, 2006. 

C’est seulement en 1970, au cours de la campagne 13 du programme de forage de l’océan 

profond (Deep Sea Drilling Project) en Méditerranée occidentale exécutée sur le navire Le Glomar 

Challenger  que  fut  révélé  pour  la  première  fois  la  présence  d’évaporites  du  Messinien  dans  le 

bassin baléarique en Méditerranée  (Hsu et al., 1973). Cette découverte majeure va susciter un 

intérêt  scientifique  important  de  la  part  de  la  communauté  pour  comprendre  et  expliquer  la 

présence de cette masse salifère sous le plancher océanique. Ce n’est que tout récemment qu’un 

consensus,  sur  la  chronologie  des  différents  processus  qui  ont  déclenché  la  crise  saline  du 

messénien  et  qui  permet  d’expliquer  les  différentes  observations,  a  été  obtenu  (Rouchy  and 

Caruso, 2006; Cita, 2006).  

 

III.2. Crise Saline du Messinien.  

 

Il y a un peu moins de 6 Ma, le bassin Méditerranéen a été le siège d'un événement hors 

du commun et de dimension exceptionnelle : la "Crise de Salinité Messinienne" (Hsü et al., 1973). 

Cet événement d’origine tectonique, eustatique et de courte durée à l’échelle géologique (environ 

600 000 ans) constitue l'un des plus grands épisodes évaporitiques de l'histoire de la Terre. Ses 

effets spectaculaires  se  sont traduits  par  d’importantes  variations  des  paramètres  physico-

chimiques des masses d’eau méditerranéennes (salinité, température, oxygénation), de la 

profondeur d’eau dans les bassins (périphériques d’abord, profonds ensuite) et constitue une crise 

écologique majeure. 

Jusqu'au  début  des  années  90,  la  durée  et  la  position  chronologique  de  l’événement 

Messinien  demeurent  encore  imprécises,  et  sont  sujettes  à  de  nombreux  débats.  À  l'heure 
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actuelle, la chronologie établie fait l’objet d’un consensus général : la Crise de Salinité 

Messinienne  a  débuté  vers  5,96  Ma  par  le  dépôt  d’évaporites  dans  les  bassins  périphériques 

méditerranéens et s’est achevée vers 5,33 Ma par la remise en eau de la Méditerranée et le retour 

aux  conditions  océaniques  de  mer semi-ouverte.  Il  est  en  effet  aujourd’hui  admis que  la  cause 

majeure  de  la  crise  saline  du  Messinien  est  la  résultante  d’une  combinaison  complexe  de 

processus tectoniques et glacio-eustatiques qui ont progressivement et finalement isolés la Mer 

Méditerranée de l’Océan Atlantique. 

Les  processus  tectoniques  au  niveau  du  détroit  du  Gibraltar  ont  entraîné  une  baisse  des 

entrées  d’eau  de  l’Océan  dans  la  Méditerranée.  La  Méditerranée  a  un  régime    hydrologique 

complexe et se caractérise actuellement par un bilan hydrique négatif. L’évaporation sur le bassin 

est supérieure aux apports d’eau douce (pluie et ruissellement). En l’absence d’apports 

complémentaires,  le  niveau  marin  méditerranéen  moyen  s’abaisserait  de  l’ordre  de  1  m/an. 

L’excès  d’évaporation  est  principalement  compensé  par  les  eaux  atlantiques  de  surface  qui 

entrent  au  niveau  du  détroit  de  Gibraltar.  En  plus  d’un  volume  d’eau  important,  ce  flux  entrant 

fournit  du  sel  au  bassin  méditerranéen.  Il  est  compensé  en  profondeur  par  un  flux  sortant 

constitué  d’eaux  méditerranéennes  plus  salées  qui  s’épandent  dans  l’Océan  Atlantique  à  une 

profondeur de 1000 m (figure 10).  

 

Figure 10: bilan hydrique du bassin Méditerranéen. 

Il  y  a  approximativement  7  Ma,  une  période  glaciaire  a  démarré  à  la  fin  du  Miocène, 

entraînant  une  augmentation  de  l’épaisseur  de  la  couche  de  glace  au  pôle  qui  a  été  bien 

documenté  en  Antarctique  (Rouchy  et  al.,  2006).  Le  rôle  de  l’eustatisme  a  pu  être  mieux 

appréhendé  par  les  mesures  du  δ 18O  benthique.  Ces  mesures  ont  révélé  deux  périodes  très 
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distinctes, en effet de fortes valeurs en δ 18O sont corrélées à une forte influence glaciaire. Une 

première  période entre  6,3  et  5,57  Ma marquée  avec  deux  pics majeurs de  glaciation TG20 et 

TG22 respectivement à 5,85 et 5,75 Ma, le pic TG 12 marque la fin de la période glaciaire (figure 

12 ; Rouchy et al.,  2006). Une période de glaciation (production de glace aux niveaux des pôles) 

a pour conséquence une diminution du niveau de la mer. L’amplitude de la baisse du niveau de la 

mer  a  été  estimée  d’une  dizaine  de  mètres  jusqu’à  100  m.  Ces  fluctuations  sont  suffisamment 

importantes pour aggraver les effets de la tectonique qui restreints les entrées d’eau de l’Océan 

Atlantique  en  Mer  Méditerranée  et  permettre  ainsi  le  déclenchement  de  la  crise  saline  du 

Messinien.  Cette  première  période  correspond  au  premier  stade  d’évaporation  que  comprend 

l’épaisse  couche  inférieure  d’évaporite  constituée  d’halite  (NaCl)  associée  à  des  couches  de 

potassium et magnésium superposées. Ce processus est corrélé à un climat aride très important 

en Méditerranée et un niveau très faible de l’océan à cette période. 

La  seconde  étape  d’évaporation,  comprenant  les  évaporites  supérieures  majoritairement 

composées de sulfate de calcium et de dépôts sédimentaires, correspond à la période glaciaire à 

partir de 5,6 Ma (figure 11).  Cette période se caractérise par des entrées  constantes d’eau de 

mer  qui  vont  restaurer  ponctuellement    des  conditions  marines  dans  la  partie  ouest  de  la 

Méditerranée mais aussi à une augmentation des entrées en eau douce dans tout le bassin. Le 

régime  hydrique  avait  entraîné    des  processus  d’érosions  très  actifs  pendant  cette  période.  De 

plus,  la  grande  majorité  des  marqueurs  sédimentaires,  géochimiques  et  biologiques  argumente 

pour  une  dominance  d’eau  douce  à  saumâtre  dans  le  bassin  Méditerranéen  épisodiquement 

interrompu par des conditions hypersalées. 

La fin de la crise saline du Messinien est caractérisée par un changement hydrique qui est 

considéré comme exceptionnellement rapide à l’échelle géologique. Ce changement a été causé 

par un évènement géodynamique qui a ré-ouvert de façon abrupt les connections avec l’Océan 

Atlantique au travers  du détroit  de  Gibraltar (figure 12). Au  début du  Pliocène, le  bassin  

Méditerranéen retrouve son niveau original d’eau de mer suite aux entrées d’eau de l’Atlantique. 

Les  évaporites du  Messinien  et  les  dépôts clastiques  sont  lentement  recouverts  par des  boues 

hémipélagiques, des sédiments terrigènes qui continuent encore à se déposer aujourd’hui 

(Rouchy et al.,  2006; Cita et al.,  2006). 
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Figure 11: Distribution des évaporites en Méditerranée. En rose les dépôts de gypse, en rouge les dépôts de 

Halites, de potassium et de magnésium. 

  

Figure 12: Corrélation entre les principaux changements hydrologiques, climatiques et les dépots 

d’évaportites en Mer Méditérranée d’après Rouchy, 2006. 

 

Dans un intervalle de temps de moins de 650 000 ans, plus d’ 1 million de km 3 de roches 

évaporitiques  (principalement  du  gypse  et  de  la  halite)  ont  été  déposés  dans  la  partie  plus 

profonde du bassin Méditerranéen, atteignant à certains endroits une épaisseur de plus de 3 km.  
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III.3. Formation des bassins anoxiques profonds hypersalés (DHABs) de 

Méditerranée. 

 

La  ride  méditerranéenne  est  un  relief  sous-marin  constitué  d’une  chaîne  de  montagnes 

immergée  (longueur  1500 km,  largeur  200-250 km),  qui  s’étend  de  la  Mer  Ionienne  au  bassin 

Levantin. Selon les secteurs, les crêtes de la ride dominent de un à deux kilomètres le fond des 

bassins, les plaines et les fosses abyssales ont une profondeur de 3000 à 4000 m (profondeur 

moyenne : 3500 m). La ride méditerranéenne est un prisme d’accrétion qui résulte de la 

convergence des plaques Africaine et Européenne dont la vitesse de convergence a été estimée 

de  35  à  38  cm/an  (Le  Pichon  et  al.,  1982).  La  plaque  tectonique  Africaine  plongeante  favorise 

l’accumulation des sédiments marins et les comprime contre la plaque Européenne sus-jacente. 

La  subduction  de  la  plaque  Africaine  se  produit  dans  une  direction  Sud-Ouest/Nord-Est  et  les 

sédiments  sont  comprimés  jusqu'à  former  des  écailles  qui  se  redressent  venant  former  un 

bourrelet caractéristique de la subduction. La topographie de la ride Méditerranéenne est unique. 

C’est une topographie bosselée, vallonnée (nommée « Cobblestone topography »), créée par une 

alternance de bassins et de reliefs verticaux. L’origine de cette topographie unique est reliée à la 

présence des évaporites du Messinien qui s’étendent sous une fine couche, inférieure à 200 m 

d’épaisseur, de sédiments hémipélagiques du Plio-Quaternaire. 

L’existence de bassins hypersalés sur la ride Méditerranéenne s’explique par le contexte 

géologique et la topographie de cette région.  La dissolution des évaporites est activée quand en 

présence d’un relief vertical, la couche de dépôt sailfère présente sous la couche de sédiments se 

retrouve en contact avec l’eau de mer. Une saumure dense est produite et va occuper le fond de 

la zone de dépression.  

Trois  processus  vont  contrôler  l’évolution  des  bassins :  i)  la  topologie  du  bassin,  ii)  la 

présence  permanente  d’évaporites  qui  affleurent  et  qui  vont  alimenter  la  saumure  et  iii)  une 

protection contre les courants marins qui pourraient lessiver la saumure.  La conséquence de ces 

processus  résultera  soit  en  une  augmentation,  une  diminution  ou  un  état  constant  du  lac  de 

saumure. 

Le premier bassin hypersalé anoxique profond, Tyro, a été découvert au sud de la Crête en 

1983 par Jongsma et colaborateurs (Jongsma et al., 1983). Un an plus tard, un second bassin, 

nommé  Bannock,  est  découvert  au  Nord  de  la  Libye  sur  la  ride  Méditerranéenne  (Parisi  et  al., 
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1987). En 1994- 1995 au cours du projet européen MEDRIFF (Mediterranean Ridge Fluid Flow), 

dans une zone très restreinte qui sera par la suite appelée le Corridor de MEDRIFF sur la ride 

Méditerranéenne,    sont  découvert  les  bassins  Urania,  Atalante  et  Discovery  au  cours  de  trois 

campagnes océanographiques sur trois navires de recherche différents qui donneront leurs noms 

à ces différents bassins. Au cours de ce projet, des spéculations sont émises quant à la présence 

d’autres  bassins  hypersalés  dans  cette  zone.  En  septembre  2008,  au  cours  d’une  campagne 

océanographique  programmée  au  Sud-Est  du  corridor  MEDRIFF  sont    découverts  3  nouveaux 

bassins nommés Thetis, Medee et Kryos (figure 13) (La Cono et al., 2011; Yakimov et al., 2013a; 

Yakimov et al., 2015b).  

 

Figure 13: Localisation des bassins anoxiques profonds (DHABs) de Méditerranée (d’après Yakimov, 

2013). 

III.4. Caractéristiques physico-chimiques d’une saumure. 

 

La surface de ces saumures Méditerranéennes se trouve entre 3 et 3,5 km sous le niveau 

de  la mer et  leur densité  est  comprise  entre  5  et  13 fois  celle  de  l’eau  de mer.  En  raison d’un 

contraste de densité de 20 à 30 % entre la saumure et la colonne d’eau subjacente, les DHABs 

(Deep  Hypersaline  Anoxic  Basin)  sont  séparés  de  l’eau  de  mer  par  une  étroite  interface,  en 

général inférieure à 2 m d’épaisseur. Bien que certains DHABs soient très proches 

géographiquement, notamment pour ceux situés dans le corridor de MEDRIFF, les différences de 
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composition et de concentration des éléments chimiques composant ces saumures suggèrent que 

les processus qui ont conduits à leurs formations sont qualitativement différents (Cf Tableau 1).  

L’eau  de  mer,  peut  être  concentrée  par  évaporation  jusqu’à  10  fois  sans  que  les  sels 

précipitent. La salinité de la saumure formée est alors inférieure à 330 ‰. Cette saumure est alors 

appelée stade précoce de saumure primaire thalassique (ESPB : Early Stage Primary Brine). A ce 

stade  les  proportions  de  tous  les  ions  majeurs  sont  caractéristiques  de  l’eau  de  mer.  Si  le 

processus d’évaporation se poursuit, la salinité augmente, les sels précipitent et changent ainsi la 

proportion des ions dissous, pour former le stade tardif de saumure primaire athalassique (LSPB : 

Late  Stage  Primary  Brine).  Deux  processus  peuvent  permettre  d’expliquer  la  naissance  d’une 

saumure athalassohaline; d’une part l’utilisation du model PHRQPITZ  (Wallmann et al., 1997) a 

révélé  qu’une  saumure  athalassique  riche  en  chlorure  de  magnésium  peut  être  obtenue  quand 

l’eau de mer est soumise à une évaporation allant jusqu’à la précipitation du Bischofitte (MgCl 2, 

6H2O),  précipitation  obtenue  quand  995  g  du  kilogramme  d’eau  de  mer  initial  sont  évaporé 

(LSPB). D’autre part, une composition similaire à une saumure athallassique peut être obtenue 

par mélange d’une eau de mer stabilisée avec des cristaux de bischoffite et de Kainite 

(KMg4Cl4(SO4)4.11 H2O). On parle alors de saumure secondaire (SB : Secondary Brine). 

L’analyse de la concentration en lithium permet de déterminer l’origine de la saumure 

athallassique. En effet, dans le cas d’une LSPB, la concentration de ce cation va s’accroître de 

manière linéaire car ce cation ne précipite pas avec les autres évaporites en présence de fortes 

concentrations en magnésium. Si la concentration en lithium est  proportionnellement plus faible 

que la concentration en sels de la saumure, l’hypothèse admise pour la formation de la saumure 

est une solubilisation des cristaux de bischoffite dépourvus de lithium formés suite à l’évaporation 

totale de l’eau de mer (Wallmann et al., 1997; Wallmann et al., 2002). 

Classiquement,  la  séquence  de  précipitation  de  sels  de  l’eau  de  mer  soumis  à  une 

évaporation  est  la  suivante :  tout  d’abord  une  précipitation  des  sels  de  calcium  insolubles  est 

observée,  puis  la  précipitation  des  Halites  (NaCl),  du  Kiesérite  (MgSO4.H2O),  de  la  Carnalite 

(KMgCl3.H2O), de la Kaïnite (MgSO 4.KCl3.H2O) et  enfin la formation de Bischoffite (MgCl 2.6H20), 

qui est le sel le plus soluble parmi les sels d’évaporites marins (Figure 14).  
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Figure 14: Représentation des différents dépôts de sels en Mer Méditerranée d’après Rouchy, 

2006.  

En  fonction  des  conditions  géologiques  et  climatiques,  les  saumures  formées  et  les 

évaporites  accumulées,  vont  être  stockées  sous  le  plancher  océanique  pendant  des  millions 

d’années. Comme nous l’avons décrit précédemment ce sont principalement les mouvements de 

convergence des plaques et la tectonique associés à une fine couche sédimentaire du Pliocène-

quaternaire  qui  vont  engendrer  l’affleurement  des  dépôts  salifères  et  la  formation  de  saumures 

dans  des  bassins.  Ces  bassins  hypersalés  localisés  à  des  profondeurs  de  plus  de  3000  m  et 

dépourvus d’oxygène seront cités dans la suite du mansuscrit en utilisant l’acronyme de DHABs 

(Deep Hypersaline Anoxic Basin). Cependant ce seul phénomène ne peut expliquer les 

différences  de  composition  et  de  concentration  en  sels  observés  et  mesurés  dans  les  bassins. 

Des processus autres que le simple affleurement des évaporites du Messinien au contact de l’eau 

de mer pourraient expliquer les différences chimiques observées entre les différents bassins très 

proches géographiquement. L’activité tectonique au niveau de la ride méditerranéenne conduit à 

des tensions et à la formation de fractures au niveau du plancher océanique, fractures à travers 

desquelles l’eau de mer va pénétrer dans les couches profondes du sédiment pour atteindre la 

couche  de  surface  des  évaporites.    La  pénétration  de  l’eau  de  mer  dans  les  sédiments  est 

amplifiée par la pression hydrostatique régnant à ces profondeurs (environ 35 MPa) qui favorise 

également  la  dissolution  des  évaporites  de  surface.  Cette  première  couche  de  surface  des 

évaporites comprend les sels les plus solubles. La dissolution de ces sels engendre la formation 

de saumure interstitielle qui se crée entre la couche salifère profonde et le sédiment du Pliocène-
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quaternaire. Cette formation peut entraîner l’effondrement  de la couche sédimentaire supérieure 

et permettre la formation d’un bassin aux caractéristiques chimiques particulières.  

 

Tableau 1: Composition chimiques et autres propriétés des différentes saumures. 

 

 

Les DHABS sont des environnements caractérisés par de fortes pressions hydrostatiques 

(>35 MPa), l’absence totale de lumière (pas de photosynthèse) et des concentrations extrêmes en 

sels (salinité > 30% ; 10 fois plus salés que l’eau de mer normale). Ils sont aussi caractérisés par 

la présence de fortes concentrations en ammonium, en hydrogène sulfuré et en manganèse. Les 

DHABs peuvent être considérés comme des lacs hypersalés sous-marins. 

III.5. Détection des bassins hypersalés anoxiques profonds et échantillonnage 

des saumures. 

 

 Lors  de  campagnes  océanographiques  les  DHABs  sont  détectés  grâce  à  la  signature 

caractéristique de réflexion du signal acoustique sur les images de données sismiques (figure 15). 

En effet,  une réflexion sismique bien définie est identifiée à l’interface entre l’eau de  mer et la 
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saumure. Une fois que cette signature est révélée, il est nécessaire d’échantillonner pour certifier 

la présence d’une saumure.  

 
Figure 15: A gauche superposition du profil sismique et du profil CTD. En bleu le profil de salinité, en rouge le 

profil  de  température.  A  droite  la  reconstruction  en  3D  du  bassin  Thetis,  bassin  mis  en  évidence  par  la 

couleur bleue (d’après La Cono, 2011). 

 

 L’échantillonnage est en général réalisé à l’aide d’un carrousel équipé de bouteilles Niskin 

(de 12 à 24 en général) et d’une sonde CTD. Une CTD (Conductivity Temperature Depth) est une 

sonde  mesurant  la  conductivité,  la  température  et  la  profondeur  de  l'eau.  D’autres  capteurs 

peuvent être associés à la sonde CTD pour mesurer par exemple la concentration en oxygène, le 

pH, la salinité, la fluorescence, le potentiel-redox. Dans le cadre de sa politique de recherche en 

milieu marin, l’Union Européenne a financé le projet GEOSTAR (GEophysical and Oceanographic 

STation  for  Abyssal  Research)  dont  l’objectif  premier  était  la  mise  en  place  d’un  observatoire 

marin  profond.  Au  cours  de  ce  projet  a  été  développé  un  robot  téléopéré  le  MODUS  (Mobile 

Docker for Underwater Sciences) qui a été exploité dans le projet BIODEEP égalment financé par 

l’Union Européenne (Malinverno et al., 2006). Le MODUS est un robot téléopéré pouvant plonger 

dans  les  grands  fonds,  suspendu  à  un  câble  électromécanique  permettant  la  navigation.  Sa 

mobilité  horizontale  est  possible  grâce  à  des  propulseurs  électriques.  La  mobilité  verticale  est 

assurée par un treuil relié au navire de recherche. La caractéristique du MODUS par rapport aux 

autres  ROV  est  la  possibilité  pour  le  MODUS  de  pouvoir  supporter  des  charges  très  lourdes 

(jusqu’à  30  kN).  Dans  le  cadre  du  projet  BIODEEP  qui  se  focalisait  sur  l’étude  de  la  vie 

microbienne  dans  les  DHABs,  le  MODUS  a  été  utilisé  et  associé  à  deux  autres  modules  le 
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SCISKID  et  le  SCIPACK  (figure  16).  A  l’aide  du  MODUS  et  du  module  SCISKID  équipés  de 

caméras,  les  opérations  de  prélèvements  dans  la  zone  de  l’interface  entre  l’eau  de  mer  et  la 

saumure ont pu être réalisées avec plus de précision  comparée à des prélèvements classiques 

réalisés avec un carrousel. Le SCIPACK est équipé de bouteilles NISKIN, d’une sonde CTD et de 

différents capteurs. 

 

Figure 16: Schéma opérationnel du déploiement du MODUS et du SCIPACK à partir du navire de Recherche. A 

: mise à l’eau du SCIPACK. B : Déploiement du MODUS avec le SCISKID. (D’après Maliverno, 2006). 

IV. Ecologie microbienne des DHABs. 

IV.1. Formation de la chemocline. 

 

 En raison d’un contraste de densité de 20 à 30 % entre la saumure piégée au fond du 

bassin et l’eau de mer de l’océan profond  subjacente, les DHABs vont être séparés de l’eau de 

mer  par  une  étroite  interface,  en  général  inférieure  à  2  m  d’épaisseur.  Dans  cette  interface  se 

dessine  une  chemocline  qui  correspond  à  un  changement  brutal  de  la  valeur  de  différents 

paramètres  physico-chimiques :  salinité,  oxygène,  potentiel  redox.  L’exemple  illustré  ci-dessous 

représente la chemocline du bassin hypersalé Thetis (figure 17). Entre l’eau de mer et la saumure 

une zone d’interface de deux mètres d’épaisseur, entre 3258 et 3260 mètres, se dessine, dans 

laquelle les concentrations en oxygène et en sels varient considérablement. En général dans les 

différents bassins hypersalés nous retrouvons cette structure et définissons dans la zone 

d’interface plusieurs compartiments : une interface haute (upper interface), une interface centrale 

(middle interface) et une interface basse (lower interface). Entre l’eau de mer et l’interface haute, il 
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est parfois décrit une zone de transition qui correspond à un changement lent mais notable de la 

salinité (Yakimov et al., 2015a). 

 

Figure 17: Représentation de l’halocline du bassin Thetis d’après La Cono, 2011. Les cylindres T1, T2 et T3 

représentent les zones de prélèvements réalisés avec les bouteilles Niskin.  

 Enfin,  dans  certains  bassins  comme  Medee  sous  la  zone  de  l’interface  basse  on  peut 

définir plusieurs saumures, qui se différencient en fonction de la concentration en sels (Yakimov et 

al., 2013b) (figure 18).  
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Figure 18: Chemocline du bassin Medee d’après Yakimov, 2013, illustrant la présence de plusieurs saumures 

(L1 à L4) de salinité croissante. 

. 

 Le bassin Urania est associé à un volcan de boues actif dans sa partie profonde la plus à 

l’Ouest du bassin la présence d’un volcan de boues actif et constitue un bassin unique en son 

genre. Au niveau de ce volcan, des anomalies thermiques ont été mesurées avec des 

températures atteignant 45°C (Yakimov et al., 2007a). Des analyses chimiques ont révélé que des 

boues  chaudes  enrichies  en  méthane  (800  µM)  provenaient  d’un  réservoir  sédimentaire  plus 

chaud et localisé sous les évaporites du Messinien (Charlou et al., 2003). En dépit du fait que les 

boues  soient  plus  chaudes  et  moins  salées  (salinité  10%,  température  45°C)  que  la  saumure 

située au-dessus du volcan (salinité 27%, température 16°C), le mélange des deux compartiments 

ne se réalisent pas, en raison de la plus haute densité de la couche du fond riche en argile (figure 

19).  

 

Figure 19: Profils de salinité et de température au-dessus du volcan de boue dans le bassin Urania (b).  La 

flèche jaune indique la présence du volcan sous la saumure du bassin Urania (d’après Yakimov, 2007). 

 

IV.2. Mesure et mise en évidence d’activités microbiennes dans les DHABs. 

 

Les  activités  microbiennes  telles  que  la  méthanogenèse  et  la  sulfato-réduction  ont  été 

mesurées dans quatre DHABs de l’Est Méditerranéen : L’Atalante, Discovery, Urania et Bannock 
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(van der Wielen et al., 2005). Les échantillons ont été collectés à l’aide de l’équipement MODUS-

SCIPACK au niveau de l’eau de mer du fond, de la zone d’interface à la saumure. L’activité de 

méthanogenèse a été estimée en quantifiant la cinétique de production du méthane produit dans 

l’atmosphère des flacons sérums anaérobies qui ont été amendés d’échantillons de saumure ou 

de  sédiments,  avec  ou  sans  précurseurs  de  la  méthanogenèse.  Le  taux  d’activité  de  sulfato-

réduction a été estimé en mesurant la production de sulfure marqué en 35S à partir du sulfate 35S 

injecté.  

Par opposition à la concentration en méthane dissous présente dans l'eau de Mer avec des 

concentrations maximales atteignant 2 à 4 nM, les DHABs contiennent des quantités importantes 

de méthane : une dizaine de micromolaire dans Discovery, plusieurs centaines de micromolaires 

dans  Bannock  et  L’Atalante  et  millimolaires  dans  Urania.    La  production  de  méthane  observée 

était minimale dans l’eau de mer naturelle, puis elle augmente de façon graduelle dans l’interface 

puis de l’interface haute vers l’interface basse et était maximale dans la saumure. La production 

maximale  de  méthane  a  été  enregistrée  dans  le  bassin  Urania  où  les  valeurs  maximales  de 

méthane dissous ont aussi été mesurées.  La réduction du sulfate a été mise en évidence dans 

tous les échantillons analysés. La réduction du sulfate était maximale à l’interface pour les bassins 

Discovery et L’Atalante. Dans le bassin Bannock, la réduction des sulfates diminue dans 

l’interface  basse  et  était  maximale  dans  l’interface  haute.    Les  mesures  des  taux  d’activités  de 

sulfato-réductions  sont  2  à    3  fois  plus  importantes  dans  les  bassins  Urania  et  L’Atalante  par 

rapport aux bassins Bannock et Discovery. De la même façon, les mesures de sulfato-réduction 

les plus fortes ont été observées dans le bassin L’Atalante qui contient aussi les concentrations en 

sulfate les plus importantes ainsi que dans Urania où des concentrations importantes en sulfure 

sont détectées (Van der Wielen et al., 2005 ; Daffonchio et al., 2006).  

Dans cette même étude, réalisée par Van Der Wielen et collaborateurs, des mesures de 

l’activité métabolique ont été réalisées. La dégradation de deux substrats fluorogéniques, tels que 

la L-Leucine-7-amino-4-methylcourmarin et le 4-methylumbelliferyl-phosphate permettant de 

révéler l’activité aminopeptidase d’une part et l’activité phosphatase d’autre part par des 

ectoenzymes, a été déterminée. L’assimilation de l’acide glutamique marquée au 14C a aussi été 

mesurée. 
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Tableau 2: Synthèse des activités métaboliques mesurées dans différents DHABs (d’après 

Daffonchio, 2006). 

 

 

 

Les  activités  des  ectoenzymes,  l’assimilation  de  l’acide  glutamique,  la  réduction  des 

sulfates et  la production de méthane sont détectées à la température in situ dans la saumure et 

dans les échantillons de la zone d’interface. Ces résultats démontrent que les microorganismes 

peuvent  être  actifs  dans  les  conditions  extrêmes  du  bassin  athallassique  Discovery.  Les  taux 

d’activités  ectoenzymatiques  sont  plus  élevés  dans  la  saumure  de  Discovery  que  dans  les 

trois  autres bassins thalassiques. Au contraire, la production de méthane et la sulfato-réduction 

sont plus faibles à Discovery que dans les autres bassins. Ces résultats semblent indiquer que les 

processus métaboliques hétérotrophes sont plus importants que la méthanogénèse et la sulfato-

réduction dans le bassin Discovery (Daffonchio et al., 2006).  

 

IV.3. Mesure de l’abondance microbienne. 

 

Les  mesures  d’abondance  des  microorganismes  dans  les  DHABs  sont  classiquement 

réalisées, après fixation des échantillons, à l’aide de fluorochromes intercalant l’ADN (ex : 4’, 6-

diamidino-2-phenylindole (DAPI)). Le suivi de l’abondance microbienne dans les DHABs 

démontrent une augmentation significative du nombre de microorganismes dans la zone interface 

par rapport  à  la  quantité  de  microorganismes  présent  dans  l’océan  profond  et  la  saumure  elle-

même (Daffonchio et al., 2006 ; Van Der Wielen et al.,  2005 ; La Cono et al., 2011 ; Yakimov et 



 
 
 
 

53 
 

al., 2007; 2013; 2015). A environ 3000 mètres de profondeur le nombre de microorganismes est 

compris entre 1,6. 104 et 3,9. 104 cellules/mL (Van der Wielen, et al., 2005; Yakimov et al.,  2015). 

Pour les  saumures,  il  a  été  dénombré  7,8. 104  cellules/mL pour L’Atalante, 4,7  10 4  cellules/mL 

pour  Bannock,  1,5.  105  cellules/mL  pour  Urania,  1,9.  104  cellules/mL  pour  Discovery,  8  104 

cellules/mL  pour  Medee,  4,6.  105  cellules/mL  pour  Kryos,  7,11.  104  cellules/mL  pour  Thetis. 

L’ensemble des dénombrements réalisés dans les différentes zones de l’interface (haute, 

moyenne, basse) indique une augmentation du nombre de microorganismes pour l’ensemble des 

différents bassins. L’ordre de grandeur à retenir est d’une augmentation d’au moins un facteur 10 

en  concentration  cellulaire  dans  l’interface.  Dans  le  bassin  thalassique  Thetis,  la  concentration 

cellulaire maximale est atteinte à des salinités de 12,3%, ce qui correspond à la zone de l’interface 

basse  du  bassin  avec  des  valeurs  de  5,58.  106  cellules/mL  (La  Cono  et  al.,  2011)  (figure  20). 

Dans le bassin athallassique Kryos, les concentrations cellulaires maximales sont observées dans 

la couche de l’interface correspondant à la limite chaotropique des macromolécules biologiques 

dûe à la concentration en magnésium avec des valeurs de 5,57. 10 5 cellules/mL (Yakimov et al.,  

2015).  

 

Figure 20: Evolution de l’abondance bactérienne dans le bassin Thetis d’après La Cono, 2011. 
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En parallèle de ces mesures d’abondance microbienne, le ratio entre le nombre de Bacteria 

et  d’Archaea  a,  dans  certains  cas,  été  calculé.  Cette  mesure  a  été  réalisée  en  employant  la 

technique FISH (Fluorescence In Situ Hybridization) à l’aide de sondes spécifiques du domaine 

Bacteria  (EUB338)  et    du  domaine  Archaea  (ARCH915)  (Van  Der  Wielen  et  al.,    2005).  Les 

auteurs conscients des mises en oeuvre de cette technique sur des environnements hypersalés, 

font l’hypothèse que les problèmes d’hybridation à fortes salinités ont le même impact aussi bien 

sur  les  bactéries  que  sur  les  archées.  Les  auteurs  établissent  alors  une  abondance  relative  et 

l’exprime ensuite sous la forme d’un ratio bactéries sur archées. Les résultats indiquent que les 

microorganismes  appartenant  au  domaine  Bacteria  dominent  dans  les  bassins  de  L’Atalante, 

Bannock,  Discovery.  Par  contre  l’abondance  relative  des  Archaea  est  plus  importante  dans  le 

bassin Urania.  

Plus  récemment,  la  technique  CARD-FISH  (Catalyzed  Reporter  Deposition  coupled  with 

Fluorescence  In  situ  Hybridization),  variante  de  la  technique  FISH  qui  permet  d’augmenter  la 

sensibilité de  la  technique  a été utilisée  sur des  échantillons du bassin  Medee  (Yakimov   et  al., 

2013 ; Yakimov et al., 2013b). Les résultats ont démontré là aussi une dominance en abondance 

relative du domaine Bacteria par rapport au domaine Archaea de l’eau de Mer jusqu’à la saumure 

(figure 21).  
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Figure 21: Profil d’abondance microbien en fonction de la profondeur à l’aide dun intercalant de l’ADN 

(Dapi, Jaune) et de sondes spécifiques des Bacteria et Archaea d’après Yakimov, 2013. 

 

 On  note  sur  cette  figure  (figure  21)  que  dans  la  saumure,  les  représentants  archéens 

appartiennent en  grande  partie  au  phylum  des  Euryarchaeota,  et que  l’addition du  nombre  des 

archées plus le nombre des bactéries ne couvre pas la valeur estimée de l’abondance 

microbienne totale évaluée à l’aide du DAPI. La sous estimation des densités cellulaires Bacteria 

et Archaea par rapport aux abondances totales s’explique par la spécificité des sondes utilisées 

d’une part et les conditions d’hybridation d’autre part. 

 

IV.4. Diversité moléculaire dans les DHABs. 

 

 Pour étudier la diversité microbienne àl’aide d’outils moléculaires, les échantillons collectés 

sont  en  général  filtrés  avec  des  tailles  de  pore  de  0,2  µm  afin  de  concentrer  les  cellules.  Le 

volume filtré va dépendre de la densité du liquide. En effet, plus la densité augmente, plus le filtre 
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se  sature  rapidement.  Les  filtres  sont  ensuite  congelés  (-20°C,  -80°C)  avec  ou  sans  liquide  de 

suspension dans le filtre avant que les ADN ou les ARN soient extraits. 

Dans  l’étude  des  bassins  Bannock,  L’Atalante,  Urania,  Discovery,  l’ADN  des  différents 

échantillons sont extrait selon une méthode employant une lyse chimique, enzymatique 

etmécanique. Enfin les ADN sont extraits à l’aide d’une étape phénol/chloroforme  (van der Wielen 

et  al.,  2005).  L’amplification  des  gènes  codant  pour  l’ARNr  16S  est  réalisée  en  utilisant  des 

amorces  universelles  puis  ces  amplicons  sont  clonés  dans  un  vecteur  de  clonage.  Au  total  90 

clones bactériens et 90 clones archéens ont été séquencés. Dans les 4 saumures analysées des 

4  bassins,  la  mise  en  évidence  d’une  nouvelle  division  candidate  est  révélée.  Cette  division 

candidate nommée MSBL1 (Mediterranean Sea Brine Lake 1) représente de 50 à 91% des clones 

archéens retrouvés dans les saumures. L’analyse phylogénétique de ces séquences positionne 

cette  nouvelle  lignée  dans  une  branche  profonde  des  Euryarchaeota.  L’activité  potentielle  de 

méthagenèse a  été attribuée  à  cette  lignée MSBL1 dans  les  DHABs  en  raison  de  leur position 

phylogénétique proche de groupes méthanogènes. La diversité bactérienne est quant à  elle plus 

diversifiée avec des séquences identifiées dans les Gamma, Delta et Epsilon-protéobactéries, des 

Sphingobacteria  et  des  séquences  appartenant  à  la  division  candidate  KB1.  Cette  dernière 

division candidate avait été mise en évidence la première fois dans le bassin profond hypersalé de 

Kebrit en Mer Rouge (Eder et al., 1999). La lignée KB1 forme une branche profonde dans l’arbre 

du vivant entre les Aquificales et les Thermotogales (Reysenbach, 2015a ; Reysenbach, 2015b).  

 L’étude réalisée par Daffonchio et collaborateurs (2006) sur le bassin Bannock  montre la 

présence  de  5  autres  divisions  candidates,  noté  MSBL2,  à  6.  Dans  leur  approche,  les  auteurs 

réalisent des banques de clones à partir de l’ADNr 16S amplifié par PCR mais aussi à partir des 

ADNrc 16S proxy généralement utilisé comme marqueur d’activité. La division candidate MSBL2 

est phylogénétiquement proche de la division candidate SB1 qui avait été identifiée au niveau du 

bassin hypersalé profond Shaban localisé lui aussi en Mer Rouge. Les séquences affiliées à cette 

division sont retrouvées dans la zone d’interface de différents bassins hypersalés mais pas dans 

la  saumure.  Les  divisions  candidates  MSBL3,  à  6  sont  retrouvées  dans  les  parties  les  plus 

profondes  et  les  plus  salées  des bassins,  nous  indiquant  que  les  représentants  de  ces  lignées 

sont probablement adaptés aux conditions hypersalées. 

 La question de la stabilité des marqueurs génétiques (ADN et ARN) en condition hypersalée 

fut  appréhendée  dans  le  cas  du  bassin  athalassique  Discovery  (Hallsworth  et  al.,  2007b).  Les 
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fonctions métaboliques de méthanogénèse et de sulfato-réduction qui avaient été mises en évidence 

par Van der Wielen (2005), ainsi que les gènes codant pour l’ARNr 16S vont être ciblées. Les gènes 

ciblés pour la méthanogénèse sont mcrA, qui code pour la sous-unité alpha de la methylcoenzyme 

M reductase, et dsrAB codant pour la sous-unité alpha et Beta de la sulfite reductase dissimilatoire. 

Les  résultats  démontrent  que  les  gènes  codant  pour  l’ARNr  16S  sont  détectés  soit  par  rétro-

transcription ou amplifiés directement par PCR tout le long de la chemocline jusque dans la saumure 

(5 M MgCl2). De la même façon, les gènes mcrA et dsrAB ont été détecté par amplification direct de 

l’ADN  tout  le  long  de  l’halocline  jusque  dans  la  saumure.  A  l’inverse,  la  rétro-transcription  puis 

amplification par PCR des ARNm des gènes dsrAB et mcrA n’ont été détecté que des échantillons 

montrant une concentration maximale de 1,88 M de MgCl 2 pour le gène dsrAB et de 2 ,23 M pour le 

gène  mcrA.  Ces  résultats  indiquent  d’une  part  que  la  méthanogenèse  et  la  sulfato-réduction  ne 

seraient  actives  que  dans  la  partie  haute  de  l’interface  où  les  concentrations  en  MgCl 2  sont 

inférieures à 2,23 M. D’autre part l’amplification par PCR de tous les marqueurs dans l’ halocline et 

la  saumure  suggère  que  les  cellules  sont  mortes  ou  non  métaboliquement  actives  et  que  les 

marqueurs biologiques restent stables et intègres. Pour répondre à la question de la stabilité des 

marqueurs génétiques en présence de fortes concentrations en MgCl 2 (> 2,23 M), des cellules en 

phase  exponentielle  de  croissance  de  l’espèce  bactérienne  halophile  Marinobacter  souche  D-5, 

isolée de la zone interface du bassin Discovery, ont été inoculées dans un milieu contenant 5 M de 

MgCl2  (Hallsworth et  al.,    2007).  La  capacité  des  auteurs  à  extraire  les  acides  nucléiques  et  à 

réaliser leur amplification par PCR et RT-PCR a été analysée afin de rendre compte de la stabilité 

des acides nucléiques en milieu hypersalé (figure 22).  

 

Figure  22:  Expérience  démontrant  la  stabilité  des  ADN,  ARN,  mRNA  en  condition  hypersalée  au  cours  du 

temps (d’après Hallsworth, 2007). Dans le cadre C, on observe d‘une part que l’ADNr 16S est amplifié et rétro-

trancrit jusqu’à 45 jours d’incubation et d’autre part que la rétro-transcription et l’amplification du gène gyrB 

est négative dès 24 heures d’incubation. 
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 La figure 22 démontre que les ADN sont très faiblement dégradés après 45 jours 

d’incubation et  que les ARN 16S et le gène gyrB, qui code pour le gène de la sous-unité bêta de 

l'ADN topoisomérase, sont amplifiés par PCR sur l’ensemble de la période. A l’inverse, les ARNm 

sont rapidement dégradés et l’amplification du gène gyrB n’a été possible que dans l’échantillon 

soumis à une heure d’exposition au MgCl 2. La capacité à amplifier l’ARN 16S sur toute la période 

d’exposition  reflète  une  stabilité  plus  importante  des  ARNr  comparée  aux  ARNm,  mais  aussi 

certainement du ratio plus important d’ARNr par rapport aux ARNm dans une cellule (ratio 1000/1, 

ARNr/ARNm).  Cette  étude  démontre  que  i)  les  signatures  de  vie  dans  les  milieux  hypersalés 

doivent être validées par des bio-marqueurs ayant un temps de vie cours tels que les ARNm et ii) 

que les approches portant sur l’amplification par PCR des ADN ne donnent pas nécessairement 

des résultats valides.  

Les  DHABs  de  la  Mer  Méditerranée  sont  localisés  à  une  profondeur  de  plus  de  3000 

mètres. Les différents équipements qui permettent d’échantillonner cet environnement, 

classiquement  un  carrousel  équipé  d’une  sonde  CTD  et  de  bouteilles  Niskin,  nécessitent  un 

certain temps  de descente, d’échantillonnage puis de remontée à bord du navire 

océanographique.  En  général  on  estime  à  une  heure  de  descente,  une  heure  de  remontée,  le 

temps d’échantillonnage dépend du nombre de bouteilles Niskin à déclencher. Une fois à bord du 

bateau, il est nécessaire de mesurer la densité effective  du prélèvement dans la bouteille Niskin à 

la fois dans le haut et le bas de la bouteille à l’aide d’un réfractomètre manuel. Pour 24 bouteilles, 

il faut environ une heure pour mesurer l’ensemble des densités dans les différentes bouteilles. Si 

on ajoute les temps nécessaires à la remontée du carroussel, la mesure des densités dans les 

différentes bouteilles sur le pont du navire, les premières filtrations ne démarrent que trois heures 

après le prélèvement. Ce temps, ainsi que la dépressurisation des échantillons sont des 

paramètres  à  avoir  à  l’esprit  lors  de  l’interprétation  des  résultats  (obtenus  par  les  approches 

moléculaires sur les ARN messagers et les approches culturales).  

La  vie  n’est  possible  qu’en  présence  d’eau  sous  forme  libre.  La  disponibilité  en  eau,  ou 

activité de l’eau (noté aw), va être affectée par la présence de sels et peut  donc être une forme 

de stress importante pour la cellule. Le chlorure de Magnésium est très soluble dans l’eau (542 

g.L-1 à 20°C) et on peut atteindre des concentrations de 5 M de MgCL 2 dans des saumures telles 

que Discovery ou 4,38 M dans la saumure de Kryos. La présence des ARN messagers du gène 

mcrA dans le bassin Discovery à des concentrations inférieures à 2,23 M de MgCl 2 a été révélée, 



 
 
 
 

59 
 

ce qui  correspond à une activité de l’eau (aw) de 0,801. L’activité de l’eau est donnée dans une 

échelle de 0 à 1, dans laquelle 1 est la valeur maximale de disponibilité de l’eau ou celle de l’eau 

pure.  Dans  le  bassin  thalassique  de  L’Atalante,  les  ARN  messagers  du  gène  mcrA  ont  été 

retrouvés pour une activité de l’eau de 0,741 ce qui correspond à 4,67 M NaCl et 0,41 M MgCl 2.  

Les résultats démontrent que la vie en présence de fortes concentrations en MgCl 2 ne serait pas 

possible.  D’un  autre  côté,  des  environnements  moins  riches  en  MgCl2  et  associés  à  d’autres 

anions, comme le sulfate qui est très présent sur notre planète peuvent abriter des communautés 

de microorganismes halotolérants.  

 

 Les analyses moléculaires de la diversité microbienne réalisées sur les bassins Thetis (La 

Cono et al., 2011), Medee (Yakimov et al.,  2013) et Kryos (Yakimov et al.,  2015) ont été menées 

par retro-transcription des ARN puis amplification par PCR. L’ensemble de ces études a permis de 

révéler la diversité microbienne dans ces bassins et de proposer l’existence de nouvelles divisions 

candidates. Une quinzaine de  MSBL divisions candidates sont aujourd’hui répertoriées (Yakimov, 

communication personnelle)(figure 23).  
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Figure 23: Diversité phylogénétique microbienne du DHAB Medee. La stratification et l’abondance relative de 

chaque groupe phylogénétique en fonction des différentes zones de l’halocline sont indiquées sous forme de 

pourcentage d’abondances relatives (d’après Yakimov, 2013). 

 

Les résultats obtenus démontrent une  distribution stratifiée des populations microbiennes 

qui se développent dans les différents compartiments du DHAB Medee. En effet, les séquences 

des représentants des divisions candidates MSBL1, MSBL8, KB1, SA1, SA2 ainsi que la division 

des  Archaeoglobales  sont  uniquement  retrouvés  dans  la  saumure  du  bassin.  Dans  l’interface, 

haute et basse, de nombreuses séquences sont retrouvées (MSBL4, MSBL6, MSBL12, 

Planctomycetes, Verrumicrobia…). C’est aussi dans le compartiment interface qu’est montrée la 

plus grande diversité (Indice Chao 2, 75%).  

L’approche  moléculaire  réalisée  sur  le  bassin  athalassique  Kryos  (4,38  M  de  MgCl 2) 

démontre également une stratification importante des communautés microbiennes en fonction de 

l’halocline  comme  dans  le  cas  des  bassins  thalassiques  (Yakimov  et  al.,    2015).  De  la  même 

façon  que  dans  les  bassins  thalassiques  Medee  et  Thetis,  les  représentants  des  divisions 
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candidates MSBL1, HC1 (Halophilic Cluster 1) et KB1 deviennent majoritaires dans les 

compartiments  plus  salés  du  fond  du  bassin.      D’autre  part,  les  clones    affiliés  à  la  division 

candidate MSBL1 des bassins Discovery et Kryos forment un groupe séparé des séquences de 

MSBL1, issues de bassins thalassiques, suggérant ainsi l’existence d’une communauté 

microbienne adaptée aux environnements riches en MgCl2. 

Des  séquences  proches  des  membres  des  lignées  KB1,  SA2  et  MSBL1,  et  des  genres 

Halorhabdus  et  Halanaerobium  sont  donc  détectées  dans  les  saumures  de  différents  lieux 

géographiques du bassin Méditérranéen. La question intéressante qui en découle concerne leur 

origine.  Certains  auteurs  suggèrent  que  ces  microorganismes  seraient  disséminés  par  l’eau  de 

mer et établiraient des populations une fois retrouvé le biotope nécessaire à leur croissance. Cette 

hypothèse est peu fiable car les séquences correspondant à ces microorganismes n’ont pas été 

retrouvées dans la colonne d’eau.  Une alternative intéressante pourrait être que la colonisation 

des  différentes  saumures  soit  réalisée  par  la  dissolution  des  cristaux  de  sels formés  lors  de  la 

crise  saline  du  Messinien.  La  diisolution  des  cristaux  de  sels  permettraient  la  libération  des 

microorganismes piégés dans ces cristaux. Si les conditions « in situ » sont en adéquation avec le 

potentiel physiologique des microorganismes libérés, ils pourraient se développer à l’intérieur du 

gradient formé entre la saumure et l’eau de mer. La Mer Rouge et la Mer Méditerranée ont été 

isolées  des  eaux  océaniques,  conduisant  à  la  formation  d’un  vaste  bassin  évaporitique  et  la 

formation d’une couche importante d’évaporites. Pendant cette période, la Mer Rouge et la Mer 

Méditerranée  étaient  connectées,  ce  qui  a  pu  permettre  la  formation  d’une  couche  continue 

d’évaporite  entre  les  deux  bassins.  Cette  hypothèse  permettrait  d’expliquer  la  présence  de  ces 

microorganismes  très  proches  phylogénétiquement  (Ex :  KB1,  MSBL1,  ..)  dans  les  différents 

bassins aussi bien en Mer méditerranée que dans la Mer Rouge. 

 

IV.5. Diversité microbienne cultivable dans les DHABs. 

 

Peu d’études sur ces bassins se sont focalisées sur la culture et très peu d’isolats ont été 

décrits  et  entièrement  caractérisés.  La  première  étude  a  été  déclenchée  suite  à  la  découverte 

d’une couche gélatineuse d’origine biologique à partir de carottes de sédiments des bassins Tyro 

et Bannock (Erba et al., 1987; Erba, 1991). Des souches affiliées  au genre Vibrio, 

Staphylococcus et Pseudomonas ont été isolées (Brusa et al., 1997; Brusa et al., 2001). Sass et 
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ses collaborateurs ont employé onze méthodes de culture pour tenter d’isoler des 

microorganismes clefs au niveau de l’interface entre la saumure et l’eau de Mer du bassin Urania.  

Les  différentes  méthodes  de  culture  sont  réalisées  en  faisant  varier  la  source  de  carbone,  les 

accepteurs  et  donneurs  d’électrons.  Au  total,  70  souches  aérobies,  chimioorganotrophes  ou 

chimiolithotrophes ont été isolées et appartiennent à des genres classiquement rencontrés dans 

l’environnement marin (Sass et al., 2001). Les auteurs suggèrent donc que les microorganismes 

que l’on retrouve dans la zone interface proviennent de l’eau de mer et qu’ils atteignent l’halocline 

par  sédimentation  lente.  Une  approche  culturale  a  aussi  été  tentée  sur  l’interface  du  bassin 

Bannock  (Daffonchio  et  al.,    2006).  Au  total    84  souches  ont  été  isolées  et  identifiées  par 

séquençage de leur ADNr 16S. Ces souches sont assignées aux phyla des Firmicutes, 

Bacteroidetes, alpha, gamma et epsilon-protéobactéries. Ces isolats appartiennent à des divisions 

mises en évidence par les approches moléculaires. Cependant aucune des séquences des isolats 

obtenues ne correspond aux séquences présentes dans les banques de  clones. La plupart des 

microorganismes isolés sont des souches halophiles modérées anaérobies facultatives, capables 

de croître en aérobiose ou par fermentation et dénitrification. Deux isolats appartenant au phylum 

des Bacteroidetes démontrent moins de 92% de similitude de leur ADNr 16S avec des souches 

connues. Ces deux microorganismes sont des halophiles modérés et fermentent un grand nombre 

de sucres et de polymères comme seules sources de carbone et d’énergie. A ce jour, aucune de 

ces deux souches n’a été entièrement décrite et déposée dans une collection publique 

internationale de microorganismes. De ce même bassin, Sorokin et collaborateurs (2006) (Sorokin 

et al., 2006)  ont isolés une souche sulfo-oxydante proche de l’espèce Halothiobacillus halophilus 

(hybridation ADN/ADN>70%).  

Une  approche  culturale  a  été  réalisée  sur  les  sédiments  de  quatre  bassins  L’Atalante, 

Bannock, Discovery et Urania (Sass et al., 2008). Au total 89 isolats ont été obtenus et étaient 

phylogénétiquement proches du genre Bacillus. Les 2/3 de ces isolats n’étaient pas capables de 

se développer à la salinité de la saumure et étaient donc sûrement présents à l’état d’endospores 

dans la saumure. Cette hypothèse est étayée par le comptage des endospores dans la saumure 

qui représente  jusqu’à 5% de la population totale des microorganismes.  

Une nouvelle Archaea halophile Natrinema salaciae a été isolée de la saumure du bassin 

Medee et a été complètement caractérisée (Albuquerque et al., 2012). Le bassin Medee est un 

bassin thalassique avec quatre saumures distinctes, et des salinités comprises entre 305 et 345 
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g.kg-1 de sels, et des températures in situ variant de l’interface à la saumure de 14,75 à 15,46°C 

respectivement.  Cet  isolat  se  développe  en  condition  aérobie  ou  anaérobie,  en  réduisant  les 

nitrates, à une température optimale de croissance de 45°C. Sa salinité optimale est de 2,6 à 3,4 

M de NaCl.  Sa température minimale de croissance est de 25°C ce qui signifie que cet isolat ne 

peut avoir une activité métabolique  dans les conditions in situ. Les auteurs ne discutent pas ce 

point mais suggèrent que la capacité de cet isolat à croître en condition anaérobie lui permettrait 

de coloniser les couches anoxiques et hypersalées du fond du bassin.  L’analyse de l’ADNr 16S 

démontre que cet isolat est proche de séquences issues de sédiments de Medee mais aussi de 

séquences d’échantillons du bassin Thetis obtenues tout deux par des approches moléculaires. 

Cet isolat est en outre très proche phylogénétiquement de la souche Natrinema ejinorense JCM 

13890Tet de Haloterrigena longa JCM 13562T avec des valeurs de similitude de l’ADNr 16S de 98 

et de 97,9% respectivement. Les valeurs d’hybridation ADN/ADN entre ces souches, qui 

établissent de façon claire la présence d’une nouvelle espèce, sont inférieures à 37% et donc bien 

inférieures au seuil de 70%  recommandé pour définir l’espèce (Wayne et al., 1987). Ces fortes 

valeurs de similitude ne permettent pas d’établir que cet isolat soit une souche endémique de ces 

bassins,  c’est-à-dire  piégée  dans  des  cristaux  d’halite  lors  de  la  crise  saline  du  Messinien  et 

préserver au cours des temps géologiques. 

Très récemment un nouveau métabolisme qui n’avait jamais été mis en évidence dans le 

domaine Archaea a été découvert. Il s’agit de l’oxydation de l’acétate associée à une réduction du 

soufre en condition anaérobie (Sorokin et al., 2016). Ce métabolisme a été dans un premier temps 

observé  à  partir  d’échantillons  du  lac  hypersalé  de  la  steppe  de  Kulunda  (Altai,  Russie)  et  4 

souches ont été isolées. L’analyse de leurs ADNr 16S les placent dans la famille des 

Halobacteriacae et elles forment un nouvel embranchement avec des identités de séquences de 

92-93% avec les membres du genre Halarchaeum et Halobacterium. Ces faibles valeurs 

d’identités  de  séquences  leur permettent  de  proposer la  création d’un nouveau  genre,  le  genre 

« Halanaeroarchaeum sulfurireducens ». Les auteurs vont utiliser la même approche culturale sur 

des échantillons hypersalés du bassin Medee et réussir à isoler la souche M27-SA2. L’affiliation 

phylogénétique de cette souche la place elle aussi dans le nouveau genre  Halanaeroarchaeum. 

La  description  complète  de  l’espèce  type  du  genre  Halanaeroarchaeum  sulfurireducens  souche 

HSR2 isolée du lac hypersalé de la steppe de Kulunda  a été réalisée. Cette étude ne présente 

pas les caractéristiques chimiotaxonomiques de la souche  M27-SA2 (Sorokin et al., 2016). Des 
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informations  personnelles  obtenues  auprès  de  Michail  Yakimov  nous  indiquent  que  la  souche 

M27-SA2 aurait une température de croissance optimale de 40-45°C avec une salinité optimale de 

220-240 g.l-1 de NaCl. La température minimale de croissance n’a pas été déterminée, on ne peut 

donc pas conclure sur l’activité de ces souches in situ dans le bassin Medee. 

IV.6. Hypothèse sur l’activité métabolique des divisions candidates MSBL1 

and KB1. 

 

Dans  la  saumure  du  bassin  Medee,  les  populations  de  microorganismes  affiliées  aux 

lignées MSBL1 et KB1 sont très largement dominantes (Yakimov et al., 2013). L’activité trophique 

et le rôle des représentants de la lignée KB1 restent énigmatiques jusqu’à ce jour cependant les 

représentants de la  lignée MSBL1 seraient probablement composée de méthanogènes halophiles 

sans vraiment pouvoir le démontrer (Van der Wielen et al., 2005). La détection des ARNm de la 

methyl coenzyme M reductase (mcrA) confirme que la méthanogénèse est active dans la saumure 

de Medee. L’analyse des séquences du gène mcrA obtenues démontre qu’elles forment un clade 

avec des séquences d’autres DHABs bien séparé des autres séquences affiliées au gène  mcrA 

du genre Methanohalophilus. De plus, aucune séquence d’ADNr 16S affiliée au genre 

Methanohalophilus  n’a  pu  être  détectée  dans  la  saumure  Medee.  Il  est  alors  proposé  que  les 

séquences du gène mcrA retrouvées appartiennent aux représentants de la lignée MSBL1.  

Les substrats présumés de la méthanogénèse méthylotrophes en milieu hypersalé tel que 

la monométhylamine, diméthylamine et le triméthylamine n’ont pu être détectés dans la saumure 

et  les  sédiments  de  Medee.  La  présence  de  la  glycine  betaïne  a  été  détectée  au  niveau  de 

l’interface et de la saumure supérieure en quantité assez importante (81 et 170 nmol.l-1 

respectivement) (Yakimov et al.,  2013). A l’inverse la concentration en acétate augmente de 132 

µmol.l-1  dans la saumure supérieure jusqu’à une concentration de 500 µmol.l -1 dans l’interface. La 

diminution de la concentration de la glycine betaïne due à une probable consommation par les 

microorganismes  et  l’augmentation  de  la  concentration  en  acétate  due  à  une  production  par  le 

métabolisme microbien, peut s’expliquer par une relation trophique entre ces deux substrats. Il a 

été démontré que deux microorganismes dont l’homoacetogène halophile extrême Acetohalobium 

arabaticum et la méthanogène halophile méthylotrophe Methanohalobium esvatigatum sont 

impliqués dans la chaîne trophique de la glycine betaïne  (Zhilina and Zavarzin, 1990). 
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Acetohalobium arabaticum, comme les autres membres de l’ordre des Halanaerobiales, dégrade 

la  glycine  betaïne  en  présence  d’hydrogène  ou  de  sérine  suivant  la  réaction  de  Stickland  pour 

produire de l’acétate et de la triméthylamine (Mouné et al., 1999).  

Des incubations réalisées en présence de glycine betaïne marquée sur des échantillons de 

saumure du bassin Medee amène les auteurs à suggérer que les représentants de la lignée KB1 

seraient  responsables  de  la  dégradation  de  la  glycine  betaïne.  Le  TMA  produit  serait  alors 

métabolisé par les représentants de la lignée MSBL1 pour produire le méthane (figure 

24)(Yakimov et al., 2013). 

 

Figure  24:  Hypothèse  d’une  relation  trophique  entre  deux  partenaires  (membres  des  divisions  candidates 

KB1 et MSBL1) pour l’utilisation de la glycine betaïne via le TMA. (D’après Yakimov, 2013). 

 

Une étude récente utilisant l’approche “single-Cell” a permis de proposer après 

séquençage  de  32  génomes  amplifiés    de  cellules  affiliées  à  la  division  candidate  MSBL1 

(Mwirichia et al., 2016) une reconstruction métabolique des voies de synthèse présentes dans les 

génomes de ces cellules.  

Les génomes amplifiés provenaient d’échantillons de différents bassins de saumure 

localisés dans la Mer Rouge (Atlantis II, Discovery, Nereus, Erba et Kebrit). Le taux de couverture 

des génomes étaient de l’odre de 56 %. L’analyse démontre que les membres de la lignée MSBL1 

fermenteraient  le  glucose  via  la  voie  Embden-Meyerhof-Parnas.  Cependant,  en  absence  de 

matière  organique  carbonée,  le  dioxyde  de  carbone  pourrait  être  fixé  via  la  voie  de  Wood-
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Ljungdahl  (Berg,  2011)  ou  via  le  cycle  de  Krebs  inverse  ou  suivant  la  ribulose  bisphosphate 

carboxylase.  Cependant,  la  présence  des  gènes  impliqués  dans  la  glycolyse,  l’absence  de 

l’ensemble des gènes retrouvé classiquement chez les méthanogènes et la position 

phylogénétique  de  cette  division  candidate  amènent  les  auteurs  à  faire  l’hypothèse  que  les 

MSBL1 ne seraient pas des méthanogènes, mais probablement des microorganismes fermentant 

les sucres et capables de croissance  autotrophe (figure 26).Ce mode de vie mixotrophe confère 

un avantage quant à la survie de ces microorganismes dans cet environnement extrême.  

 

 

Figure  25:  Arbre  phylogénétique  construit  selon  la  méthode  du  Maximum-Likelihood  obtenue  à  partir  des 

ARNr16S complets présents dans les génomes amplifiés (SAGs) et les ARNr16S présents dans la banque de 

donnée GenBank (Mwirichia et al., 2016). En rouge, les séquences des ARNr 16S retrouvés dans  les génomes 
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des cellules séquencées. En bleu, des séquences environnementales des ARNr 16S  de la division candidate 

MSBL1 (origine DHABs de la Mer Rouge). 

 

Figure  26:  Schéma  putatif  du  métabolisme  global  des  membres  de  la  division  candidate  MSBL1  basé  sur 

l’analyse des 32 génomes de cellules uniques amplifiées (SAGs) (d’après Mwirichia, 2016). La figure résume 

les différentes voies métaboliques mises en évidence : glycolyse, néoglucogénèse, fixation autrotrophe du 

CO2, l’assimilation des C1 suivant la voie du tetrahydrofolate/tetramethanohydropterine. 

 

Une approche similaire a été réalisée pour l’étude des représentants des membres de la 

division KB1. En effet, 16 génomes de cellules uniques amplifiées affiliées à la division KB1 ont 

été  séquencés  (Nigro  et  al.,  2016).  Les  cellules  ont  été  obtenues  après  échantillonnage  de  la 

saumure du bassin Orca situé dans le golfe du Mexique. 

La stratégie d’adaptation osmotique des membres de la division candidate KB1 présente un 

intérêt particulier car ces microorganismes sont retrouvés dans des environnements hypersalés. 

Les  membres  KB1  contiennent  des  gènes  qui  codent  potentiellement  pour  l’assimilation  de  la 

glycine betaïne, de la proline  betaïne et du K +. Ceci nous indique une accumulation de solutés 
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compatibles au niveau intracellulaire (stratégie « Salt-out ») ou une accumulation de potassium, 

(stratégie « Salt-in »), ou bien une combinaison des deux stratégies (Oren, 2008).    

L’analyse  des  protéines  prédites  dans  l’analyse  des  génomes  obtenues  révèlent  que  le 

point isoélectrique de ces protéines est adapté à une stratégie « Salt-in » d’adaptation aux fortes 

salinités en accumulant le sel, notamment le K + dans son cytoplasme.   L’accumulation de sels, 

principalement  le  K+,  a  été  observée  au  départ  chez  les  Archaea  appartenant  au  phylum    des 

Halobacteria  et  récemment  chez  la  bactérie  Salinibacter  ruber  affiliée  au  phylum  Bacteroidetes 

(Anton et al., 2002; Mongodin et al., 2005). La distribution du point isoélectrique (PI) des protéines 

déduites  des  KB1  SAG  contient  une  forte  proportion  d’acides  aminés  acides  par  rapport  aux 

microorganismes  qui  n’accumulent  pas  le  sel  dans  leur  cytoplasme.  L’abondance  des  acides 

aminés acides est estimée à 30 % des acides aminés totaux avec un PI de 5.0, ce qui est une 

valeur similaire au PI des protéines de S. ruber mais inférieure à celles des Archaea halophiles 

extrêmes comme Halobacterium NRC-1 (42 %, PI 4,5).  

Une cassette de gènes dans les KB1 SGAs  codant potentiellement pour  l’assimilation de 

la glycine betaïne, précisément le système transporteur ABC de la glycine betaïne, a été mise en 

évidence. Une fois à l’intérieur de la cellule, la présence de gènes homologues du  système de 

transporteur  suggère  différentes  possibilités  quant  au  catabolisme  de  la  glycine  betaïne.  La 

première  possibilité  correspond  à  la  diméthylation    et  l’utilisation  du  groupe  méthyle  comme 

source  de  carbone  dans  la  voie de  l’acetyl-CoA  (Wood–Ljungdahl)  (Berg  et  al.  2001).  La 

méthyltransférase putative détectée et proche de la cassette pourrait transférer le groupe méthyle 

de la glycine betaïne au tetrahydrofolate et générer d’une part du diméthylglycine et le 5-méthyl-

tetrahydrofolate. Ce dernier peut probablement entrer dans la voie de Wood-Ljungdahl puisque les 

enzymes nécessaires semblent être présentes dans le génome des KB1. Le destin du 

diméthylglycine dans la cellule n’est pas défini. 

Une autre possibilité, qui avait été suggérée par Yakimov et collaborateurs (2013), 

correspond  au  clivage  de  la  glycine  betaïne  en  acétate  et  triméthylamine.  L’enzyme  réalisant 

traditionnellement  le  clivage  de  la  glycine  betaïne,  la  glycine  betaïne  réductase,  n’a  pas  été 

détectée. Cependant cette possibilité ne peut être écartée en raison du grand nombre de SAGs 

obtenus.  Potentiellement,  les  membres  de  la  divison  candidate  KB1,  peuvent    déméthyler  la 

glycine  betaïne  et/ou  la  cliver  selon  les  facteurs  environnementaux  et  les  potentielles  relations 

syntrophiques.  
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Figure 27: Représentation de la voie de clivage proposée par Nigro (2016) de la Betaïne chez les 

représentants  des  KB1.  Enzyme  Commission  number  (EC)  and  protein  encoding  gene  (peg)  identification 

number in RAST are noted where available. Etape 1, ATP binding cassette; étape 2, trimethylamine 

methyltransferase,  étape  3,  methylene-THF  reductase,  étape  4,  methylene-THF  dehydrogenase,  étape  5, 

methenyl-THF-cyclohydrolase, étape 6, formyl-THF-ligase, étape 7, formate dehydrogenase étape 8, 5-methyl-

THF:corrinoid methyltransferase, étape 9, complexe carbone monoxide dehydrogenase (CODH) et acetyl-coA 

synthase (ACS). 

 

 La présence de la division candidate MSBL1 a été révélée dans différents habitats 

du bassin Méditerranéen comme dans l’île de Majorque (López-López et al., 2013), les bassins 

anoxiques  profonds  hypersalés  de  Méditerranée  (Discovery,  Atalante,  Bannock,  Urania,  Medee 

Thetis, Kryos, Tyro, Van der Wielen, Daffonchio, Yakimov, …), au niveau de la Mer Rouge dans 

les bassins hypersalés profonds de Kebrit, Nereus, Discovery, Atlantis II, Erba (Mwirinchia  et al.,  

2016). La signature moléculaire  de la présence de cette division candidate a aussi été retrouvée 

dans un lac hypersalé en Egypte (Cytryn et al., 2000), dans le sédiment du lac Hypersalé Chaka 

en Chine (Jiang et al., 2006) et plus récemment dans un lac hypersalé du Kenya (Mwirinchia  et 

al.,  2016). La présence de cette division candidate MSBL1 n’est donc pas inféodée ou limitée aux 

bassins  Méditerranéens  mais  elle  est  toujours  associée  aux  environnements  hypersalés.  Ces 

environnements  hypersalés  représentent  un  des  environnements  les  plus  extrêmes  sur  notre 

GB: Glycine Betaine 
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planète en raison de la salinité extrême, de l’anoxie, de la faible concentration en substrat carboné 

et dans le cas des DHABS de pressions hydrostatiques élevées. Les membres de cette division 

ont donc dû développer ou adapter des mécanismes et des propriétés leur permettant de survivre 

et de croître dans ces biotopes. La présence de transporteur de la glycine betaïne, la présence 

des gènes dans les génomes analysés nécessaires à la synthèse du tréhalose, connu aussi pour 

être un soluté compatible chez certains microorganismes, sont des éléments qui suggèrent que 

les  MSBL1  utiliseraient  la  stratégie  « salt  out ».  Cette  stratégie  et  son  métabolisme  mixotrophe 

sont des éléments qui ont certainement permis aux représentants de cette division de s’adapter et 

de prospérer dans ce biotope extrême. 

 

V. La méthanogénèse. 

V.1. Introduction 

 

La  reconnaissance  des  Archaea en  tant  que  troisième  domaine du  vivant  (Woese  et al., 

1990)  est  relativement  récente  dans  l'histoire  de  la  microbiologie  et  résulte  de  l'utilisation  de 

données moléculaires, plutôt que de données phénotypiques, pour décrire les relations évolutives 

(i.e.  la  phylogénie)  entre  les  organismes  vivants  (Zuckerkandl  and  Pauling,  1965).  Dans  les 

années  70,  les  travaux  menés  par  Carl  Woese  et  ses  collaborateurs  ont  permis  d’établir  les 

relations  phylogénétiques  existant  au  sein  des  Procaryotes,  et  entre  les  Procaryotes  et  les 

Eucaryotes, en se basant sur les séquences de l'ARN ribosomique (ARNr), (Woese et al., 1975; 

Woese  and  Fox,  1977).  Cette  molécule  a  été  choisie  en  raison  de  son  universalité  au  sein  du 

vivant  et  de  la  présence  de  régions  fortement  conservées  permettant  d’établir  des  relations 

évolutives  entre  espèces  extrêmement  éloignées  (Woese  et  al.,  1975).  La  comparaison  des 

séquences d’ARNr 18S et 16S d'organismes Eucaryotes et Procaryotes a ainsi révélée que les 

archées  présentaient  une  signature  distincte  de  celle  des  Bacteria  et  des  Eucarya  (Fox  et  al., 

1977; Woese and Fox, 1977). En 1990, une description formelle du monde vivant répartie en 3 

domaines fut ainsi proposée (Figure 28 ; Woese et al., 1990). 
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Figure 28: Arbre phylogénétique représentant les 3 domaines du vivant, basé sur l’analyse des séquences de 

l’ARN ribosomal (d’après Woese, 1990).  

La mise en évidence de l’existence de deux mondes procaryotes fut une véritable 

révolution de la perception évolutive du vivant, et, outre ces considérations phylogénétiques, les 

archées et les bactéries diffèrent sur plusieurs aspects biochimiques et structuraux fondamentaux. 

La  découverte  du  domaine  des  Archaea,  qui  reste  aujourd’hui  majeure  dans  l’histoire  de  la 

biologie, reposait sur l’analyse des séquences des ARN ribosomaux de microorganismes affiliés 

aux méthanogènes. Les microorganismes méthanogènes devenaient les premiers 

microorganismes  affiliés  à  ce  nouveau  domaine  des  Archaea.  Très  rapidement,  les  halophiles 

extrêmes, les thermo-acidophiles ont été affiliés à ce nouveau domaine du vivant. 

Les  méthanogènes  sont  les  microorganismes  qui  produisent  du  méthane  comme  produit 

terminal de leur catabolisme  (Wolfe, 1996). La production de méthane biologique a été révélée 

dans de  nombreux  habitats anaérobies  incluant  les  sédiments marins  et d’eau  douce,  les  eaux 

usées et boues de digesteurs, les centres d’enfouissement techniques de déchets, les rizières, le 

tractus digestif des animaux mais aussi des écosystèmes extrêmes tels que les sources 

hydrothermales  et  les  environnements  hypersalés  (Thauer,  1998).  La  plupart  de  ces  habitats 

possède  des  niches  anaérobies  dans  lequel  la  méthanogénèse  représente  l’étape  finale  de  la 

dégradation de la matière organique. Cependant dans les habitats, tels que les sources 

hydrothermales,  les  substrats  de  la  méthanogénèse,  classiquement  H2  et  CO2,  sont  d’origines 

thermogeniques. La grande majorité du méthane générée va être ré-oxydée en CO 2 ou piégée 

sous forme d’hydrate de gaz dans les sédiments. Cependant une partie significative du méthane 

est libérée dans l’atmosphère et rentre dans le pool des gaz à effet de serre (Liu and Whitman, 
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2008)  (figure  29).      Au  niveau  énergétique,  le  méthane  est  un  carburant  très  intéressant  et  de 

nombreuses usines se développent pour transformer le méthane produit dans différents 

processus de dégradation de la matière en méthane une source d’énergie valorisable (production 

d’énergie électrique…) et renouvelable.  

 

Figure 29: Le méthane dans le cycle global du carbone (d’après Thauer et al., 2008).  

La plupart des microorganismes qui réalisent la méthanogénèse sont des microorganismes 

mésophiles, cependant des méthanogènes thermophiles (i.e. genre Methanothermococcus), 

hyperthermophiles (i.e.  genre Methanocaldococcus, Methanopyrus) et des souches 

psychrotolérantes (i.e.  genre Methanogenium, Methanolobus….) ont été découvertes et décrites. 

De  la  même  façon  chez  les  méthanogènes  on  retrouve  des  microorganismes  capables  de  se 

développer  dans  un  milieu  de  culture  ne  contenant  pas  de  sels  ( i.e.    genre  Methanoculleus, 

Methanobacterium,..), des microorganismes halotolérants (i.e.  genre Methanococcus, 

Methanococcoides)  et  des  souches    halophiles  modérées,  genre  Methanohalophilus,  qui  vont 

croître à de fortes concentrations en sels (100 g.L -1 de NaCl) et halophiles extrêmes avec le genre 

Methanohalobium (250 g.L -1 de NaCl). Enfin la tolérance à la pression hydrostatique a été testée 
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chez certaines espèces de méthanogènes appartenant par exemple aux genres 

Methanocaldococcus  (Miller  et  al.,  1988)  et  Methanopyrus    (Takai  et  al.,  2008).  La  croissance 

sous une pression hydrostatique de 20 MPa de la souche 116 appartenant au genre 

Methanopyrus a permis de repousser les limites de croissance à 122°C,  température record de 

croissance  pour  un  microorganisme.  L’ensemble  des  caractères  chimio-taxonomiques  cité  ont 

permis  aux  microorganismes  méthanogènes  de  se  développer  dans  la  plupart  des  habitats 

existant sur Terre et représente ainsi  le seul groupe métabolique à notre connaissance possédant 

des microorganismes psychrophiles à hyperthermophiles, halophiles et piezophiles.  

 

V.2. La classification phylogénétique des méthanogènes. 

 

Sur la base de caractères phénotypiques et génotypiques, les méthanogènes se classent 

au sein de 7 ordres : Methanobacteriales,  Methanococcales,  Methanomicrobiales, 

Methanosarcinales, Methanopyrales, Methanocellales et les Methanomassiliicoccales (Liu & 

Whitman, 2008; Iino et al., 2013; Borrel et al., 2013). Il a été suggéré que la méthanogenèse serait 

apparue  une  seule  fois,  au  début  de  l'histoire  évolutive  des Euryarchaeota,  mais  après  la 

divergence  des  Thermococcales  (Bapteste  and  Walsh,  2005;  Gribaldo  and  Brochier-Armanet, 

2006). Dans ce cas, elle aurait été perdue au moins 3 fois par la suite, chez les 

Thermoplasmatales, les Archaeoglobales et les  Halobacteriales (Gribaldo and  Brochier-Armanet, 

2006) (figure 30).  
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Figure 30: Position phylogénétique des 7 ordres des méthanogènes (en rouge) plus le nouvel ordre des 

Methanomassiliicoccales basée sur l’analyse des ARN ribosomaux. (D’après Borrel, 2014). 

 

Tout  récemment  un  nouveau  phylum  archaéen  le  Verstraetearchaeota  a  été  proposé 

(Vanwonterghem et al., 2016). Les membres de ce phylum seraient des méthanogènes 

méthylotrophes qui utiliseraient comme les Methanomassiliicoccales l’H2 comme donneurs 

d‘électrons (figure 31). 
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Figure 31:  Arbre phylogénétique basé sur l’analyse du gène mcrA  indiquant la position phylogénétique du 

nouveau phylum Candidat Verstraetearchaeota. (D’après Vanwonterghem, 2016). 

 

L’analyse comparée des génomes a permis de grouper les Methanopyrales, 

Methanococcales  et  les    Methanobacteriales  dans  la  Classe  I,  les  Methanomicrobiales  et  les 

Methanosarcinales dans la  Classe II (Bapteste and Walsh, 2005). Les caractéristiques 

physiologiques et métaboliques des Methanomassiliicoccales ne permettent pas de les relier aux 

classes I ou II des méthanogènes, il a été proposé de les regrouper dans une super classe les 

Diaforarchaea (Borrel et al., 2016). L’analyse phylogénétique des membres des Methanocellales 

les placent dans la classe II (figure 32). 
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Figure 32: Phylogénie des Archaea à partir des génomes disponibles avant 2012 (A) et actuel (B). Les flèches 

rouges indiquent l’origine déduite de la méthanogénèse avec les futures divergences conduisant aux lignées 

qui ont gardés ce métabolisme ou la présence des homologues du gène mcr sont retrouvés (d’après Borrel, 

2016). TACK : Thaumarchaeota, Aigarachaeota, Crenarchaeota, Korarchaeota. 

 

V.3. Les voies métaboliques de la méthanogenèse. 

 

Les substrats pour la méthanogénèse sont relativement restreints  (Whitman et al., 2001). 

Presque  toutes  les  espèces  affiliées  aux  ordres  des Methanococcales,  Methanobacteriales, 

Methanomicrobiales  et  des  Methanopyrales  sont  hydrogénotrophes  et  utilisent  l’  H2 et  le  CO2. 

Certaines espèces utilisent le formate comme donneurs d’électrons à la place de l’hydrogène. En 

revanche, l’ordre des Methanosarcinales comprend les espèces les plus versatiles du point de vue 

métabolique. En effet dans cet ordre, 3 voies métaboliques de la méthanogénèse sont présentes 
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chez  certaines  espèces  du  genre  Methanosarcina  par  exemple.  Cependant  dans  cet  ordre, 

certaines  espèces  ne  produisent  du  méthane  qu’en  présence  d’acétate  (Methanosaeta  sp.)  ou 

réalise la méthanogénèse méthylotophe qu’à partir du méthanol, mono-, di-, tri-méthylamine et du 

di-méthylsulfide, et la méthanogénèse méthylotophe en présence d’hydrogène 

(Methanomicrococcus  blatticola  (Sprenger  et  al.,  2000)).  La  capacité  à  utiliser  le  méthanol  en 

présence d’hydrogène est aussi présente chez certaines espèces de l’ordre des 

Methanobacteriales  (Methanosphaera  stadtmanae)  (Miller  and  Wolin,  1983).  Methanosphaera 

stadtmanae  et  Methanomicrococcus  blatticola  ont  été  isolé  à  partir  d’intestins  humains.  La 

méthanogénèse méthylotrophe hydrogène dépendante pourrait être une adaptation à cet 

environnement. 

Le 6ème ordre décrit, les Methanocellales, comprend des microorganismes 

hydrogénotrophes  (Lyu  and  Lu,  2015).  Dans  le  cas  du  7 ème  ordre  des  méthanogènes,  les 

Methanomassiliicoccales, la production du méthane est obligatoirement dépendante d’une source 

externe  d’H2  pour  réduire  les  composés  méthylés  en  méthane.  La  notion  de  microorganisme 

méthanogène  hydrogénotrophe,  classiquement  utilisée  pour  se  référer  aux  microorganismes  se 

développant  sur  H2  +CO2  doit  maintenant  être  utilisée  avec  précaution  car  de  plus  en  plus  de 

souches décrites utilisent l’H 2 et les composés méthylés pour produire du méthane et sont donc 

par définition des hydrogénotrophes. 

Les représentants cultivés de méthanogènes décrits dans les collections de 

microorganismes étaient divisés, jusqu’à présent, en trois catégories métabolique selon le type de 

substrats  cataboliques  utilisés  pour  synthétiser  le  méthane  (Garcia  et  al.,  2000)  (figure  33).  La 

mise  en  évidence  récente  d’une  nouvelle  voie  nutritionnelle  chez  les  Methanomassiliicoccales, 

c’est-à-dire  l’oxydation  des  composés  méthylés  en  présence d’hydrogène,  représente    une 

nouvelle voie métabolique chez les méthanogènes (Borrel et al., 2016). 

 

  Le premier type de substrat utilisé est le CO 2, et correspond au groupe métabolique 

des hydrogénotrophes, selon l’équation: 

4 H2 + CO2→ CH4 + 2H2O 

(ΔG°’ = -135,6 KJ/ mol CH4) 

Le formate est également un substrat pour ce groupe métabolique: 

4 HCOOH → CH4 + 3 CO2 + 2 H2O 
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(ΔG°’ = -130,1 KJ/ mol CH4) 

La plupart des méthanogènes connus sont des hydrogénotrophes qui réduisent le CO 2 en 

méthane,  en présence  d'H2  comme  donneur d'électrons  (Liu  and Whitman,  2008).  En  effet,  les 

études basées sur les isotopes stables de l'hydrogène et du carbone montrent que la 

méthanogenèse hydrogénotrophe est la voie prédominante dans les sédiments marins profonds 

(Liu et Whitman, 2008). Beaucoup d'espèces hydrogénotrophes sont capables d'utiliser le formate 

comme donneur majeur d'électrons à la place de l'H 2. Certaines espèces peuvent aussi utiliser 

des alcools secondaires, tels que le propanol, le butanol, ou le cyclopentanol comme donneurs 

d'électrons.  Une  faible  portion  des  méthanogènes  utilise  aussi  l'éthanol  pour  la  synthèse  de 

méthane. 

 

 Le deuxième groupe métabolique concerne les méthanogènes utilisant des substrats 

constitués  par  des  groupements  méthyles  (-CH3),  et  comprend  le  méthanol,  les  méthylamines 

(mono, di et triméthylamines) et les méthylsulfures, selon l’équation: 

Composé méthylé + nH2O → nCH4 + nCO2 + nNH4+ 

(-74,3<ΔG°’<-112,5 KJ/ mol CH4) 

 

Les  composés  méthylés  sont  générés  à  partir  d'osmolytes  présents  dans  les  bactéries 

marines, les algues, le phytoplancton et certaines plantes. Ces composés ne sont pas assimilés 

par les bactéries sulfato-réductrices et sont donc des substrats dits non compétitifs. 

 

 le troisième groupe métabolique concerne les méthanogènes utilisant l'acétate pour 

synthétiser le méthane, selon l’équation: 

CH3COOH → CH4 + CO2 

(ΔG°’ = -31 KJ/ mol CH4) 

L'acétate est un intermédiaire majeur dans la chaîne nutritive anaérobie, et environ deux 

tiers du méthane biogénique est dérivé de l'acétate. 

 

 Le quatrième groupe métabolique concerne la nouvelle voie métabolique : la 

méthanogénèse méthylotrophe hydrogène dépendante (figure 34). 

CH3OH + H2→ CH4 + H2O 
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(ΔG°’ = -112,5 KJ/ mol CH4) 

 

Figure 33: Schéma de 3 voies métaboliques de la méthanogénèse: à partir du CO 2 (A), de l’acétate (B) et du 

méthanol (C). Abbréviations : CHO-FMR, N-formylmethanofuran ; CHO-H4MPT, N5-

formyltetrahydromethanopterin ; CH=H4MPT, N5-N10methyl-tetrahydromethanopterin ; CH=H4MPT, N5-

N10methyl-tetrahydromethanopterin. (D’après Hedderich, 2006).  

 

 

 

Figure 34: Représentation schématique de la 4ème voie de la méthanognèse découvertes chez les membres 

de l’ordre des Methanomassiliicoccales. Les flèches noires indiquent les réactions enzymatiques présentes 

dans  les  génomes  des  Methanomassiliicoccales  ;  les  flèches  rouges  indiquent  la  réaction  proposée  entre 

l’hétérodisulfure réductase (HdrD) et le complexe « Fpo-like » pour la regénération du Coenzyme B-SH. Les 
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flèches Bleu-vertes  indiquent que les enzymes ne sont pas présentes dans les génomes étudiés. Point bleu  

Methanomassiliicoccus luminyensis ; vert Methanomassiliicoccus intestinalis ; rouge Methanomethylophilus 

alvus (d’après Lang et al., 2015). 

 

La voie de la méthanogenèse est complexe, et nécessite des coenzymes uniques et des 

complexes  enzymatiques  liés  à  la  membrane.  Le  métabolisme  énergétique  des  méthanogènes 

comprend deux parties. Dans la partie oxydative de la voie de méthanogenèse, les coenzymes M 

(H-s-CoM)  et  le  coenzyme  B  (H-S-CoB)  sont  oxydés  en  hétérodisulfures  CoM-S-S-CoB  par  le 

CO2, en acétate ou en composés en C1 réduits (CH3-X) comme le méthanol ou les méthylamines, 

qui  sont  à  leur  tour  réduits  en  CH4.  Dans  la  partie  réductive,  l'hétérodisulfure  est  réduit  en 

coenzyme  M  et  en  coenzyme  B,  et  le  transport  d'électrons  est  couplé  à  une  phosphorylation 

(Thauer, 1998) (figure 35). 

 

 

Figure 35: Parties oxydative et réductive de la méthanogénèse.  

La  dernière  étape  de  la  voie  de  méthanogenèse  correspond  à  la  réduction  du  méthyl 

coenzyme M (CH 3-S-CoM) avec le coenzyme B (CoB-SH) qui va libérer du méthane et produire 

l’hétérodisulfure coenzyme M et coenzyme B (CoM-S-S-CoB) grâce à la présence d'une méthyl 

coenzyme  M  réductase  (MCR).  Le  méthane  produit  peut être  vu  comme  un  déchet,  cependant 

l’hétérodisulfure  produit  est  d’une  importance  centrale  pour  la  cellule  car  la  réduction  de  ce 

disulfure est couplée à la conservation de l’énergie. Cette conservation énergétique a été mise en 

évidence chez les espèces du genre Methanosarcina. Chez les Methanosarcina, les composants 

de la chaîne respiratoire sont fixés à la membrane et comprennent un transporteur la 

methanophenazine et une disulfure réductase (Hdr). La disulfure réductase  (Hdr) va  réduire le 

CoM-S-S-CoB en présence d’H2 (figure 36). 
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Figure 36: Représentation schématique de la chaîne respiratoire catalysant la réduction du CoM-S-S-CoB en 

présence  d’hydrogène  et  de  la  methanophenazine  chez  les  espèces  du  genre  Methanosarcina.  (D’après 

Heddercih, 2006). 

 
Chez les méthanogènes hydrogénotrophes, ordres des Methanococcales, Methanopyrales, 

Methanobacteriales, Methanomicrobiales, la chaîne respiratoire catalysant la réduction du CoM-S-

S-CoB  est  significativement  différente.  La  méthanophenazine  n’a  pas  été  détectée.  Chez  les 

Methanobacteriales, et plus précisément chez Methanothermobacter marburgensis, 

l’hétérodisulfure réductase cytoplasmique qui forme un complexe catalytique avec une 

hydrogènase  (NiFe)  (Hedderich  and  Whitman,  2006)  catalyse  la  réduction  du  CoM-S-S-CoB. 

Thauer  et  collaborateurs  (2008)  (Thauer  et  al.,  2008) ont  proposé  l’existence  d’un  complexe 

enzymatique associant une hydrogénase la MvhADG, une hétérodisulfure réductase (Hdr) 

associée au co-facteur FAD pour catalyser la réduction du CoM-S-S-CoB et assurer la 

régénération de la ferrédoxine (figure 37).  
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Figure 37: Schéma pour la réduction du CoM-S-S-CoB avec l’hydrogène en présence du complexe 

hydrogénase (MvhADG)-hétérodisulfure réductase (HdrABC). Ce complexe enzymatique couplerait la 

réduction endergonique de la ferrédoxine avec l’H 2 et la réduction exergonique du  CoM-S-S-CoB avec l’H 2 

par bifurcation d’électrons dans le co-facteur FAD. (D’après Thauer, 2008).  

Kaster et ses collaborateurs (2011) ont mis en évidence la réaction enzymatique qui permet 

la réduction du CoM-S-S-CoB  en présence de ferrédoxine et d’hydrogène (figure 38) (Kaster et 

al., 2011): 

 

  2H2 + Fdox + CoM-S-S_CoB  Fdred2- + CoM-SH + CoB-SH + 2H+ 
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Figure  38:  Réaction  de  la  réduction  du  CO 2  avec  4  H2  pour  former  du  CH 4  chez  M.  marburgensis.  La 

ferrédoxine réduite qui est nécessaire à la réduction du CO 2 en formylméthanofuran (CHO-MFR) est régénérée 

par la réaction catalyse par le complexe MvhADG/HdrABC. (Kaster et al., 2011). 

 

 Dans le 7ème ordre des Methanomassiliicoccales, et donc dans la nouvelle voie métabolique 

des  méthanogènes  mise  en  évidence,  la  voie  de  Wood-Ljundahl  est  absente  ainsi  que  le 

complexe coenzyme M méthyltransférase (MTR). La méthanogénèse chez les 

Methanomassiliicoccales  est  restreinte  à  la  réduction  des  composés  méthylés  en  présence 

d’hydrogène (Brugère et al., 2014);  (Dridi et al., 2012;  Lang et al., 2015) (figure 39). 
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Figure 39: A) voie de fixation du CO 2 chez les méthanogènes de classe I et II en l’absence de cytochromes. B) 

Voie  de  la  réduction  des  composés  méthylés  chez  les  Methanomassiliicoccales,  les  parties  grisées  sont 

absentes dans cet ordre. (D’après Borrel, 2016).  

 

La  conservation  d’énergie  dans  cette  nouvelle  voie  métabolique  implique  là  aussi  le 

complexe Mvh/Hdr pour la régénération de la ferrédoxine et la réduction du CoM-S-S-CoB. Une 

probable deuxième voie de conservation de l’énergie pourrait impliquer une hydrogénase F 420H2 

tronquée  (Fpo)  et  une  seconde  hétérodisulfure  réductase  (HdrD),  couplée  à  la  génération  d’un 

gradient chimioosmotique exploitable par une ATP synthase (Kroninger et al., 2016; Lang et al., 

2015) (figure 40).  
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Figure 40: Voie de la méthanogénèse et conservation de l’énergie chez les représentants des 

Methanomassiliicoccales. En gras, le nom des protéines. En bleu, l’ensemble des voies et enzymes présentes 

chez les 3 génomes des Methanomassiliicoccales, en vert absent chez M. intestinalis, en rouge absent chez 

M. alvus. (Daprès Borrel, 2014). 

 

Dans  les  4  voies  métaboliques  décrites  chez  les  méthanogènes,  la  présence  du méthyl-

coenzyme  M  réductase  (MCR)  est  nécessaire.  La  présence  d'une  MCR,  catalysant  la  dernière 

étape de la méthanogenèse, est une enzyme clé du processus et permet d'affirmer que celle-ci 

est une Archaea méthanogène. Ces MCR comprennent trois sous-unités α, β, et γ codées par les 

gènes mcrA, mcrB et mcrG (Reeve et al., 1997). 

En raison de contraintes fonctionnelles, la sous-unité catalytique α de la MCR, codée par le 

gène  mcrA,  possède  des  domaines  très  conservés,  et  détectés  chez  tous  les  méthanogènes. 

Ainsi,  les  gènes  mcrA  sont  hautement  conservés  ce  qui  en  fait  de  bons  candidats  comme 

marqueurs moléculaires pour des études en écologie microbienne. De plus, les arbres 

phylogénétiques construits à partir du gène mcrA pour les méthanogènes présentent des 

topologies  comparables  à  celles  des  arbres  construits  à  partir  des  gènes  codant  l'ARNr  16S 

(Hales et al., 1996;  Luton et al., 2002). Le gène mcrA qui code pour la MCR semble donc être un 
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marqueur  spécifique  approprié  pour  l'identification  phylogénétique  des  méthanogènes  dans  des 

échantillons environnementaux. 

V.5. La méthanogénèse en milieu hypersalé. 

 

L’évidence de la production biologique de méthane dans un environnement hypersalé a été 

révélée  pour  la  première  fois à  partir  d’échantillons  de  saumure    sous-marine  dans  le  golfe  du 

Mexique  (Brooks  et  al.,  1979).  La  réaction  de  méthanogenèse  à  la  fois  à  partir  de  composés 

méthylés en l’absence d’hydrogène et d’acétate a été démontré dans un grand lac alcalin Soda 

(Nevada,  USA)  et  aussi  dans  le  grand  Lac  Salé  (Utah,  USA)  (Oremland  et  al.,  1982; Zeikus, 

1983). Les études microbiologiques sur ces environnements hypersalés ont confirmé la présence 

de méthanogènes utilisant préférentiellement les composés méthylés comme substrats 

cataboliques (Liu and Whitman, 2008 ; Mathrani and Boone, 1985; Paterek and Smith, 

1988;   Zhuang  et  al.,  2016a).  L’ensemble  de  ces  études  indiquent  que  l’utilisation  de  substrats 

méthylés prédomine chez les microorganismes méthanogènes dans les environnements 

hypersalés par rapport à l’utilisation de l’hydrogène et de l’acétate. Dans les milieux hypersalés, la 

forte  concentration  en  sulfate  et  l’affinité  plus  importante  des  bactéries  sulfato-réductrices  pour 

l’hydrogène  surpasse  les  méthanogènes  hydrogénotrophes  et  acétoclastes  (Oremland  et  al., 

1989).  

Les substrats méthylés proviennent de la dégradation de la matière organique. Le méthanol 

par exemple est produit par dégradation de la lignine et de la pectine (Donnelly and Dagley, 1980; 

Schink  and  Zeikus,  1980).  Les  méthylamines  et  le  diméthylsulfide  (DMS)  sont  produits  par 

oxydation  d’osmolytes  (i.e.,  glycine  bétaïne)  et  de  diméthylsulfoniopropionate  (DMSP),  qui  sont 

synthétisés  à  la  fois  par  le  phytoplancton  et  les  microorganismes  se  développant  dans  les 

environnements hypersalés (Oren, 1990; Zhuang et al., 2016b).  

Les espèces microbiennes méthanogènes halophiles qui ont été cultivées, caractérisées et 

déposées dans les collections de microorganismes sont regroupées en 4 genres : 

Methanohalophilus, Methanohalobium, Methanosalsum et Methanocalculus. Ces 4 genres 

appartiennent tous à la classe des  Methanomicrobia et à l’ordre des Methanosarcinales, famille 

des Methanosarcinaceae pour le genre Methanohalophilus, Methanohalobium, Methanosalsum et 
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à l’ordre des Methanomicrobiales, famille des Methanocalculaceae pour le genre 

Methanocalculus. 

Le genre  Methanohalophilus comprend 4 espèces, M. mahii (Paterek and Smith, 1988), M. 

portucalensis (Boone et al., 1993), M. halophilus (Zhilina, 1983) and M. levihalophilus (Katayama 

et  al.,  2014).  L’ensemble  des  espèces  de  ce  genre  sont  strictement  anaérobies  et  utilisent  les 

substrats méthylés (MMA, DMA, TMA) pour produire le méthane. Ces espèces sont des 

halophiles  modérées  avec  une  croissance  optimale  entre  1,0  et  2,5  M  de  NaCl.  Le  tableau  3 

synthétise les caractéristiques principales de ces espèces. Un arbre phylogénétique indiquant la 

position du genre Methanohalophilus est présenté dans la figure 41. 

 

Tableau 3 : Caractéristiques des espèces du genre Methanohalophilus. 1, Methanohalophilus 

levihalophilus souche GTA13T ; 2, Methanohalophilus halophilus souche Z-7982 T ; 3, Methanohalophilus mahii 

souche SLPT ; 4, Methanohalophilus portucalensis souche FDF-1T. MA, méthylamines ; ME, méthanol. 

(D’après Katayama, 2014). 
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Figure 41: Position phylogénétique des espèces du genre Methanohalophilus basée sur les 

séquences d’ARNr 16S. (D’après Katayama, 2014). 

Le  genre  Methanohalobium  comporte  une  seule  espèce  M.  esvatigatum  souche  Z-7303T 

(Zhilina and Zavarzin, 1987). Cette espèce a été isolée de sédiments d’un lagon salé à Sivash 

(Ukraine). Ce genre se diffère des autres genres de la famille des  Methanosarcinaceae par son 

aptitude à croître à des salinités extrêmes et représente le premier genre halophile extrême chez 

les méthanogènes. Son optimum de salinité est de 4,3 M de NaCl avec une température optimale 

de croissance de 50°C. Le méthane est produit à partir des composés méthylés (MMA, DMA et 

TMA). Le méthanol apporté à de faibles concentrations (< 5 mM) est aussi utilisé comme substrat 

pour la méthanogenèse. 

Le genre Methanosalsum est composé de deux espèces, M. zhilinae souche Z-7938 T et M. 

natronophilum souche AM2 T (Mathrani et al., 1988; Sorokin et al., 2015). M. zhilinae a été isolé 

d’un  lac  alcalin  hypersalé  (Wadi  el  Natrum,  Egypte)  et    M.  natronophilum  a  été  isolé  d’un  lac 

alcalin hypersalé de la steppe de Kulunda (Sibérie). Ce genre se caractérise par sa capacité à 
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croître à des pHs alcalins (pH optimal 9), à une température optimale de 43-45°C, à une salinité 

optimale de 0,6 M de NaCl, utilise les composés méthylés (MMA, DMA, TMA), le méthanol et le 

DMS pour produire du méthane. 

Le genre Methanocalculus comprend 6 espèces mais seulement 2 espèces de ce genre, 

M. halotolerans souche SEBR 4845 T et M. natronophilus souche Z-7105 T, croîent en présence de 

concentrations  en  sels supérieures à  celles de  l’eau de  mer  (Ollivier et  al.,  1998;  Zhilina  et  al., 

2013).  Ce  genre  est  hydrogénotrophe  et  produit  du  méthane  à  partir  de  H2/formate  +  CO2. 

L’acétate  est  nécessaire  pour  l’anabolisme.  La  croissance  optimale  de  ces  deux  souches  est 

observée à 50 g.L-1 de NaCl, à pH alcalin (pH 9) et à une température de 35°C. 

 

VI. Approches culturales. 

 

La microbiologie a débuté avec l’observation au microscope de cellules bactériennes par 

Antonie  van  Leeuwenhoek  en  1676,  puis  s’est  construite  autour  des  travaux  de  Louis  Pasteur 

(fermentation, vaccination) et de Robert Koch (germes pathogènes). Les milieux de culture utilisés 

étaient des milieux qualifiés de riches car la quantité de carbone apportée dans le milieu était très 

importante. L‘utilisation de ces  milieux riches conduiront à la culture et à l’isolement des 

microorganismes à croissance rapide aux détriments des microorganismes à croissante lente.  La 

microbiologie s’est donc attachée à ses débuts à cultiver des organismes mésophiles, aérobies et 

hétérotrophes.  

La  plupart  des  microorganismes  sont  « résistants »  aux  approches  culturales  dans  les 

laboratoires. Il est communément cité que 99,0 à 99,9 % des microorganismes de l’environnement 

ne sont pas cultivés dans les laboratoires (Alain and Querellou, 2009). 

Un des défis pour les microbiologistes est d’identifier les besoins en nutriments et de les 

fournir à une concentration  appropriée afin de  maintenir une  croissance  microbienne. Les 

microorganismes ont des besoins en nutriments différents en termes de qualité et de de quantité. 

Par conséquent la définition d’un milieu de culture adéquat reste une tâche très difficile. 

Réciproquement,  l’utilisation  de  milieu  à  la  composition  bien  définie  va  limiter  la  diversité  et  le 

nombre de  microorganismes  que  l’on  pourrait  isoler  de  l’environnement  naturel  (Alain and 
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Querellou, 2009). Une majeure partie des microorganismes, particulièrement les microorganismes 

dits oligotrophes, bien représentés dans l’océan, sont des microorganismes à croissance lente. Il 

est donc nécessaire d’allonger les temps d’incubation pour cultiver et détecter ces 

microorganismes (Rappe et al., 2002). 

 L’utilisation de marqueurs moléculaires d’ADN environnementaux pour décrire la diversité 

d’un échantillon a été émise par l’équipe de Norman Pace  (Olsen et al., 1986). Cette approche 

moléculaire indépendamment des étapes de cultures au laboratoire a révolutionné notre vision de 

la diversité microbienne. Le nombre de phyla incultivé, qui n’a cessé de croitre depuis quelques 

décennies (Figure 42), a été qualifié de « microbial dark matter » (Marcy et al., 2007;  Rinke et al., 

2013). 

 

 
Figure 42: Arbre phylogénétique du vivant basé sur l’analyse des gènes ADNr 16S et 18S. Les triangles verts 

indiquent les phyla avec au moins un représentant cultivé, les triangles rouges les phyla sans représentant 

cultivé. D’après Lopez-Garcia and Moreira, 2008. 
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En  2008,  plus  de  100  phyla  microbiens  étaient  reconnus,  parmi  lesquels  plus  de  70  ne 

possédaient pas de représentants cultivés (Figure 43) (Achtman and Wagner, 2008).  

 

 
Figure 43: (A) Evolution du nombre de phyla ne comportant pas de représentant cultivé chez les Bacteria en 

bleu et les Archaea en rouge entre 1997 et 2007. Le chiffre n correspond au nombre de phyla identifiés. (B) 

Représentation  des  méthodes  culturales  mises  en  œuvre  pour  augmenter  la  part  de  microorganismes 

cultivés. D’après la thèse de F. Gaboyer, modifié d’après Achtman & Wagner, 2008 ; Alain & Querellou, 2009. 

 

Bien qu’elle soit délicate à quantifier, la diversité microbienne incultivée est très largement 

majoritaire. Cette majorité incultivée peut être expliquée par notre manque de connaissances des 

conditions  physico-chimiques  des  habitats  naturels  et  des  interactions  biotiques  (syntrophie, 

commensalisme…) ou abiotiques difficiles à reproduire en laboratoire.  

La prise de conscience de l’importance de cette fraction incultivée de la diversité 

microbienne  a  stimulé  les  efforts  de  culture  et  de  développement  de  nouvelles  approches 

(L’Haridon et al., 2016).  

En microbiologie marine, le développement de la technique de culture de dilution à 

l’extinction  tout  d’abord  introduite  par  Button  (Schut  et  al.,  1993)  va  permettre  à  l’équipe  de 
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Giovannoni de cultiver la bactérie la plus abondante dans l’océan (Rappé et al., 2002); 

Pelagibacter  ubique  souche  HTCC1062,  appartenant  au  groupe  des  SAR11.  Dès  le  début  de 

l’essor  des  approches  moléculaires  en  écologie  microbienne  des  séquences  proches  de  cette 

souche ont été observés dans l’environnement (Giovannoni et al., 1990). Malgré les nombreuses 

tentatives  d’isolement  de  cette  souche,  celle-ci  reste  récalcitrante  aux  approches  culturales 

jusqu’en 2002. Finalement, pour l’isoler, le milieu naturel a été utilisé comme milieu de culture de 

base dans lequel des sources de carbone  ont été ajoutées à de très faibles concentrations. Ce 

n’est  qu’en  2013  que  ce  groupe  de  recherche  proposa  un  milieu  de  culture  spécifique  pour  la 

croissance  de  Pelagibacter  ubique  (Carini  et  al.,  2013).  La  conception  du  milieu  de  culture 

spécifique  repose  sur  le séquençage  du  génome  de  cette  souche  et de ses  potentialités 

génétiques. Les résultats du séquençage montrent par exemple la nécessité d’ajouter une source 

de soufre réduite pour la croissance, comme le DMSP ou la méthionine (Giovannoni et al., 2005). 

En  effet,  la  bactérie  la  plus  abondante  dans  l’océan  n’utilise  pas  le  sulfate  comme  source  de 

soufre  (Tripp  et  al.,  2008).  L’approche  utilisant  des  séries  de  dilution  dites  à  extinction  a  été 

introduite dans différents laboratoires avec plus ou moins d’améliorations mais cette technique a 

permis l’isolement de microorganismes présentant un intérêt écologique (L’Haridon et al., 2016). 

Le concept de cette technique repose sur l’inoculation d’un nombre très faible de cellules (entre 1 

et 5) par puits dans le cas de microplaque (ou tubes de cultures) contenant un milieu naturel ou 

défini  permettant  aux  microorganismes  à  croissance  lente  de  se  développer.  Cette  approche 

nécessite  des  temps  d’incubation  suffisamment  important.  En  effet,  entre  20  et  24  semaines 

d’incubations  sont  nécessaires  pour  détecter  des  représentants  du  clade  Sar11  (Song  et  al., 

2009). Le dernier critère pour utiliser cette technique de manière optimale est de pouvoir abaisser 

les  seuils  de  détection  de  la  croissance  bactérienne.  Cette  remarque  est  aussi  valable  pour 

l’ensemble  des  autres  approches  culturales.  Le  développement  de  système  de  filtration  et  de 

marquage par un agent intercalent de l’ADN dans le but du comptage en microscopie, ou via la 

cytométrie de flux ou encore la lecture automatique dans un lecteur de microplaques, permettent 

d’améliorer les seuils de détection (Rappé et al., 2002; L’Haridon et al., 2016).  

Depuis une vingtaine d’années, des avancées ont été réalisées concernant les approches 

culturales. Bien que ces avancées aient permis de cultiver des microorganismes clefs à partir de 

l’environnement  naturel,  elles  ne  représentent  pas  une  réelle  révolution  de  nos  approches  de 

culture au laboratoire mais plutôt une amélioration des méthodes existantes. Pour les 
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environnements marins dans lesquels de faibles densités de cellules microbiennes s’y 

développent et communiquent, le choix d’un milieu oligotrophe est un prérequis. L’ensemble des 

avancées, améliorations et concepts nouveaux portant sur les approches culturales sont 

présentées dans le chapitre « New approaches for bringing the uncultured into culture »  (Annexe 

1). 

Pour autant, la majorité des microorganismes demeure réfractaire à toute mise en culture, 

d’où  l’importance  de  se  tourner  aussi  vers  d’autres  approches.  On  citera  par  exemple  les 

approches  de  métagénomique  et  l’approche  de  type  « Single  Cells  Genomics »  (SCG).  La 

métagénomique s’intéresse à l’étude d’un ensemble de génomes d’espèces (souvent différentes) 

appartenant à une même communauté microbienne. Cette approche va permettre d’une part de 

renseigner sur la diversité microbienne présente dans l’échantillon mais aussi de renseigner sur le 

potentiel fonctionnel de toute une communauté microbienne au niveau génomique. Une approche 

de  métagénomique  à  partir  d’un  échantillon  de  plancton  océanique  a  permis  la  découverte  de 

gènes,  dans  le  clade  SAR86  (Gammaproteobacteria),  codant  pour  la  protéorhodopsine,  une 

pompe  à  protons  alimentée  par  l’énergie  solaire  connue  alors  uniquement  chez  les  archées 

halophiles  et  les  eucaryotes  (Beja  et  al.,  2000).  Un  des  exemples  majeures  d’approches  de 

métagénomique à partir d’échantillons marins correspond au séquençage massif de l’ADN extrait 

de plusieurs centaines de litres d’eaux de la Mer des Sargasses (Venter et al., 2004). Cette étude 

a  illustré  la  puissance  de  la  métagénomique  puisque  parmi  les  1,05.109  séquences  obtenues, 

1800 espèces « génomiques » et 200 000 gènes codant pour des fonctions variées auraient été 

identifiés.  De  la  même  manière  les  approches  ambitieuses  de  métagénomique  portant  sur  un 

échantillonnage à grande échelle de l’océan mondial par Rusch et collaborateurs en 2007 (Rusch 

et al., 2007) ainsi que dans le cadre du projet Européen MicroB3 ont été entreprises. Au total, au 

cours de la journée OSD (Ocean Sampling Day), 191 sites ont été échantillonnés et traités par 

une  approche  de  métagénomique  (Kopf  et  al.,  2015). La  métagénomique  fournit  une  vision 

globale des informations génomiques des différentes espèces d’une communauté permettant ainsi 

de spéculer sur les réseaux et les interdépendances métaboliques (syntrophie) entre espèces (du 

moins dans le cas de communautés peu complexes). Elle permet aussi d’acquérir des 

informations  fonctionnelles  putatives  plus  larges  sur  des  organismes  incultivés,  liées  à  des 

processus cellulaires (mobilité, communication cellulaire, transports membranaires…) et 

moléculaires (régulation de l’expression du génome, réplication ou réparation de l’ADN…) variés. 
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Depuis  quelques  années,  l’approche  « Single  Cell  Genomics »  (SCG)  renseigne  sur  les 

potentialités fonctionnelles d’organismes incultivés à partir de l’étude de leur génome (Gawad et 

al., 2016 ; Blainey, 2013). Le principe général de cette méthode, décrit en figure 44, est d’isoler 

chacune des cellules d’un échantillon environnemental dans les puits d’une plaque de 96 ou 384 

puits par tri cellulaire en cytométrie de flux ou plus rarement par micromanipulation ou utilisation 

de chambres d’isolement. Cette première étape de tri est suivi de l’amplification du génome par la 

technique de MDA (Multiple Displacement Amplification)  et enfin de déterminer leur phylogénie 

par analyse du gène codant pour l’ARNr 16S. L’analyse des génomes amplifiés peut se faire soit 

de manière ciblée (par PCR ou microarray), soit de manière globale par séquençage total.  

 

 
Figure 44: Principe du « Single Cell Genomics ». Après conditionnement des cellules extraites d’un 

échantillon  environnemental,  les  cellules  sont  isolées  individuellement  dans  les  puits  d’une  plaque.  L’ADN 

cellulaire est amplifié par MDA (Multiple Displacement Amplification) après lyse cellulaire. La phylogénie des 

cellules  isolées  est  déterminée  par  analyse  de  l’ADNr  16S.  Différentes  analyses  (séquençage,  criblage) 

peuvent alors être effectuées sur l’ADN génomique amplifié. 

 

Cette approche innovante permet de récolter de précieuses informations sur le mode de vie 

de  microorganismes  incultivés,  souvent  ubiquitaires  et  écologiquement  importants.  C’est  par 

exemple  par  cette  approche  que  le  mode  de  vie  d’une  cellule  de  la  division  candidate  TM7, 
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division connue uniquement des données moléculaires depuis 1996  (Rheims et al., 1996), a pu 

être  connu  (Marcy  et  al.,  2007).  Le  séquençage  du  génome  de  deux  cellules  appartenant  à  la 

candidate  division TM7 révèle la capacité de ces cellules de métaboliser notamment des 

oligosaccharides  et  l’acide  aminé  arginine.  En  2014,  Soro  et  collaborateurs  (Soro  et  al.,  2014) 

parviennent à une culture axénique d’un représentant de cette division candidate TM7. 
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Problématiques et objectifs 

 

Depuis la découverte de bassins hypersalés anoxiques profonds en Méditerranée en 1983,  

ces  environnements  extrêmes  font  l’objet  de  nombreuses  études  microbiologiques  qui  se  sont 

intensifiées depuis une quinzaine d’années. Les approches moléculaires, les mesures d’activités, 

la  quantification  des  abondances  microbiennes  dans  l’halocline,  ont révélé  la  présence  de 

communautés microbiennes actives. L’analyse phylogénétique basée sur le séquençage du gène 

de l’ARNr  16S  réalisée  sur  ces  communautés  révèle la présence  de  nombreuses  lignées 

d’incultivées qui sont regroupées principalement sous l’acronyme MSBL (Mediterranean Sea Brine 

Lake) division. Malheureusement le rôle et la fonction des microorganismes, appartenant à ces 

lignées phylogénétiques encore incultivées, en relation avec les caractéristiques et les contraintes 

de l’environnement des bassins profonds hypersalés anoxiques restent totalement hypothétiques. 

Les analyses physico-chimiques des saumures et de l’eau de l’halocline démontrent des 

concentrations élevées de méthane, d’hydrogène sulfuré et d’ammonium. Dans ces conditions, les 

processus microbiens de méthanogénèse et de sulfato-réduction sont mesurés par l’intermédiaire 

de mesures d’activités de sulfato-réduction et par le suivi cinétique de la production de méthane 

dans des incubations de saumures en présence des substrats présumés  de la méthanogénèse. 

La lignée majoritaire dans les couches les plus salées des bassins et nommée MSBL1 

(Mediterranean  Sea  Brine  Lake  groupe  1)  est  phylogénétiquement  proche  des  lignées  des 

Methanomicrobia.  Les  premiers  travaux  suggèrent  que  les  membres  appartenant  à  la  lignée 

MSBL1 seraient les producteurs du méthane dans ces bassins profonds hypersalés anoxiques. 

Une seconde lignée phylogénétique bactérienne d’importance, car distribuée de manière ubiquiste 

dans les DHABs, est nommée division candidate KB1. Des études récentes suggèrent qu’il existe 

probablement  une  relation  trophique  étroite  entre  les  représentants  de  cette  lignée  bactérienne 

KB1 et les membres de la lignée archaéenne MSBL1. En effet, les auteurs ont proposés que les 

bactéries  de  la  division  candidate  KB1  sont  capables  d’importer   la  glycine  bétaïne,  soluté 

compatible  qui  ne  serait  pas  seulement  limité  à  la  régulation  de  l’osmolarité  mais  pourrait 

également servir de source de carbone, d’azote et d’énergie. En effet, la dégradation de la glycine 

bétaine  par  les  bactéries  KB1  produirait  la  trimethylamine  et  l’acétate,  qui  sont  les  substrats 

privilégiés pour le processus de méthanogénèse. Aucun représentant des lignées MSBL1 et KB1 

n’ayant  été  cultivé  et  isolé,  cette  hypothèse  reste  très  spéculative.  Récemment,  une  approche 
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innovante  de  « Single-Cell »  à  partir  de  cellules  affiliées  à  la  lignée  MSBL1  renseigne  sur 

l’absence des gènes qui codent pour l’ensemble des processus de la méthanogénèse dans les 

génomes.  

Toutes ces hypothèses et résultats parfois contradictoires stimulent fortement les équipes 

de recherche qui s’intéressent à la diversité phylogénétique et fonctionnelle ainsi qu’aux 

adaptations physiologiques des communautés microbiennes dans les environnements extrêmes 

que sont les bassins profonds hypersalés anoxiques  

Le laboratoire de microbiologie des environnements extrêmes (UMR6197) étudie la 

diversité microbienne des environnements extrêmes par des approches culturales et moléculaires. 

Le  laboratoire  possède  une  solide  expérience  sur  les  environnements  extrêmes  tels  que  les 

sources hydrothermales océaniques profondes, les zones d’émissions de fluides froids au niveau 

des marges continentales, sur les forages profonds et les puits pétroliers.  

Dans le cadre du programme Européen MAMBA (Marine Metagenomics for new 

Biotechnological Applications, 2009-2013, FP7-KBBE) l’expertise du laboratoire a fortement 

contribué  à  l’étude  microbiologique  des  bassins  profonds  hypersalés  anoxiques  situés  en  Mer 

Méditerranée. Ce travail de thèse représente la première étude réalisée par le laboratoire LM2E 

sur cet environnement extrême caractérisé par de fortes salinités, l’anoxie et de fortes pressions. 

Les objectifs majeurs de ce travail de thèse avait pour but  (i) d’identifier les principaux groupes 

métaboliques microbiens inféodés aux bassins profonds hypersalés anoxiques (DHABs) de la Mer 

Est-Méditerranéen et particulièrement les acteurs  microbiens  impliqués dans les processus 

dominants  de  méthanogénèse  et  de  sulfato-réduction,  (ii)  d’isoler  et  caractériser  de  nouveaux 

microorganismes adaptés aux conditions hypersalées afin d’étudier leur physiologie, puis 

comparer le génome et la physiologie de méthanogènes halophiles du genre Methanohalophilus 

isolées de différents DHABs thalassiques versus athallasiques et (iv) de tenter d’enrichir et d’isoler 

des représentants halophiles des groupes d’incultivés représentatifs des DHABs ( i.e. MSBL, KB1, 

…),  et  étudier  les  adaptations  aux  fortes  pression  hydrostatiques  et  fortes  salinités  à  partir  de 

souches modèles.  
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Matériels et méthodes. 

I. Campagnes océanographiques et matériels de prélèvements.  

I.1. Campagnes de prélèvement. 

 

Les échantillons de saumures ont été récoltés lors de 4 campagnes d’échantillonnage : la 

campagne  Middle  MAMBA  en  2009,  la  campagne  MAMBA  2010,      MICRODEEP  2011  et 

MICRODEEP 2012. Ces campagnes d’échantillonnages ont été réalisé sur le navire de recherche 

italien URANIA (Figure 45). Les prélèvements d’eau de saumure ont été réalisés à l’aide de 24 

bouteilles NISKIN de 12 litres chacune disposées en rosette sur un carrousel équipé d’une sonde 

CTD (Figure 45).   

 

 

 

 

 

Figure 45: A gauche le navire de recherche Italien URANIA, à droite le carrousel avec les 24 bouteilles NISKIN 

et la sonde CTD située dans la partie basse.  

Les bassins anoxiques hypersalés profonds, DHABs, (DHABs : Deep Hypersaline Anoxic Basin) 

Tyro, Kryos, Medee,  Thetis,  Urania,  et L’Atalante  ont  été  échantillonnés  au  cours  de  ces 

campagnes. Le tableau 3 indique les années de prélèvement sur les différents bassins. 

Tableau 3: Liste des bassins échantillonnés au cours des différentes campagnes 

océanographiques. 

 2009 2010 2011 2012 

Tyro X X X X 

Kryos X X X X 

Medee X X X X 

Thetis X X  X 
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Urania X   X 

II. Conditionnement des échantillons. 

II.1. Conditionnement des échantillons pour la culture microbienne. 

 

Une fois les prélèvements effectués, le carrousel  est remonté sur le pont du navire. Dans 

un  premier  temps,  les  mesures  de  salinités  sont  réalisées  à  l’aide  d’un  réfractomètre  pour 

confirmer  la  salinité  de  l’eau  échantillonnée  dans  chaque  bouteille  NISKIN.  Une  mesure  au 

réfractomètre  est  réalisée  au  sommet  et  une  deuxième  dans  la  partie  basse  de  la  bouteille 

NISKIN. Ces 2 mesures nous indiquent la concentration et le gradient de salinité que nous avons 

échantillonnés.  

Pour réaliser les prélèvements des échantillons d’eau en condition anaérobie, nous 

introduisons dans un premier temps un tuyau de gaz délivrant de l’azote au sommet de la bouteille 

NISKIN pour éviter toute oxygénation. Dans un deuxième temps, nous utilisons des flacons Schott 

de 1 litre ou de 500 ml, préalablement stérilisés au four pasteur et flushés à l’azote pour éliminer 

toute  trace  d’oxygène.  Un  tuyau  en  Masterflex  est  introduit  dans  l’orifice  bas  de  la  bouteille 

NISKIN permettant ainsi les prélèvements et l’autre extrémité est plongée au fond de la bouteille 

Schott. Une fois que le flacon Schott est rempli, on laisse s’écouler l’excédent de fluide quelques 

secondes puis le flacon Schott est obturé avec un bouchon en butyl préalablement percé d’une 

aiguille. Au moment de l’enfoncement du bouchon, l’aiguille facilite à la fois l’évacuation du surplus 

de fluide et l’enfoncement correct du bouchon butyl dans le  flacon. Un capuchon rouge vissé sur 

le col de la bouteille maintient fermement le bouchon butyl en place. 

II.2. Conditionnement des échantillons pour les analyses physico-chimiques. 

 

Des  prélèvements  ont  été  réalisés  afin  de  déterminer  la  composition  en  ions  majeurs 

(cations  et  anions)  et  en  molécules  organiques  dans  les  différentes  eaux  que  nous  avons 

conditionnées pour les approches culturales ou moléculaires. Nous avons prélevés 2 ml 

d’échantillon d’eau en triplicats. Les prélèvements de 2 ml ont été centrifugés à 10 000 rpm dans 
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des tubes Eppendorf. Le surnageant récupéré est transféré dans un nouveau tube Eppendorf de 2 

ml. Les tubes sont immédiatement congelés à -20°C à bord du navire. 

 

 Analyse en chromatographie ionique. 

 

 Analyse de l’ammonium, methylamines, choline, N,N-dimethylethanolamine, N-

methylethanolamine et ethanolamine. 

Les échantillons de culture (1 mL) ont été centrifugés (15 min à 15000 g à 10 °C) puis dilués 

(1 :10,  v/v)  dans  de  l’eau  déionisée  (>18,2  MOhm;  Milli-Q  system®,  Millipore™).  L’analyse  des 

cations (ammonium, méthylamines, choline, N, N-diméthyléthanolamine, N-methyléthanolamine et 

éthanolamine)  a  ensuite  été  réalisée  par  un  système  de  chromatographie  ionique  ICS-2000 

(Dionex) équipé d’un suppresseur CSRS 300 4 mm, d’un détecteur de conductivité (maintenu à 

35°C), et d’un passeur AS50 (Dionex, Camberley, UK). La séparation des cations a été réalisée 

en utilisant un éluant composé d’acide methane sulfonique à un débit de 0,90 mL min -1sur une 

colonne Ionpac CS16 maintenue à 60°C. Le gradient utilisé était le suivant : 14 mmol L -1 d’acide 

methane sulphonic (MSA) pendant 30 min, suivit d’une augmentation de 5,33 mmol L -1 MSA min-1 

à 46 mmol l -1 (0 min), puis d’une de baisse 68 mmol L -1 MSA min -1 à 12 mmol l -1 (8.5 min),d’une 

augmentation de 5,8 mmol l-1 MSA min-1 à 70 mmol l-1 (5 min),et enfin d’ une baisse de 11,2 mmol 

l-1  MSA  min-1  à  14  mmol  l-1  (5  min).  La  limite  de  détection  pour  ces  cations  en  utilisant  cette 

méthode est de 0,2 µmol L-1. 

 

 Analyse de la bétaïne et du dimethylglycine 

Les échantillons de culture (1 mL) ont été centrifugés (15 min à 15000 g à 10 °C) puis dilués 

(1 :10, v/v) dans de l’eau déionisée (>18,2 MOhm; Milli-Q system®, Millipore™) selon le protocole 

décrit  par  Watkins  et  collaborateur  (Watkins  et  al.,  2014).  Les  cations  (ammonium,  bétaïne,  et 

diméthylglycine) ont ensuite été analysés par chromatographie ionique sans suppression (2) sur 

un système de chromatographie ionique ICS-2000 (Dionex) équipé d’un détecteur de conductivité 

(maintenu à 45°C) et d’un passeur AS50 (Dionex, Camberley, UK). La séparation des cations a 

été réalisée en utilisant un éluant composé d’acide méthane sulfonique (3 mmol L -1) et acétonitrile 

(10 %) à un débit de 1,30 mL min -1 et une colonne Ionpac CS16 maintenue à  50°C. La limite de 

détection pour la bétaïne et la diméthylglycine en utilisant cette méthode est de 130 µmol L-1. 
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II.3.  Conditionnement des échantillons pour les approches moléculaires. 

 

 Une  approche  moléculaire  a  été  réalisée  uniquement  à  partir  d’échantillons  collectés  du 

bassin Tyro. L’ensemble des approches moléculaires sur les autres bassins a été réalisé par le 

laboratoire de Michail Yakimov (CNR, Italie). 

 Les  échantillons  d’eau  prélevés  sont  filtrés  à  l’aide  d’une  pompe  péristaltique  sur  une 

membrane filtrante de 0,22 µm isolée dans une capsule filtrante (SteriVex-GS 0,22 µm Millipore 

Corp.  Bedford,  Mass).  Dans  le  but  de  travailler  sur  les  ARN,  il  est  important  de  réaliser  cette 

filtration très rapidement à la remontée du carrousel. En fonction de la densité de l’eau filtrée et de 

la concentration cellulaire, les volumes filtrés diffèrent d’un échantillon à  l’autre. Après élimination 

de l’eau stagnante dans la capsule par injection d’air, les échantillons ont été congelés à -80°C.  

 

II.4.  Conditionnement des échantillons pour les dénombrements cellulaires 

totaux en microscopie à épifluorescence. 

 

Le dénombrement cellulaire a été effectué sur les échantillons provenant du bassin Tyro. 

Un  volume  adéquat  d’échantillon  à  analyser  est  préalablement  fixé  au  formaldéhyde  (7%  final) 

puis incubé à 4°C, à l’obscurité pendant 2 heures. La fixation facilite la pénétration du marqueur 

fluorescent  car  elle  augmente  la  perméabilité  de  la  membrane  cellulaire.  Lorsque  les  densités 

cellulaires sont trop élevées (10 à 100 cellules par champs microscopique maximum), une série 

de  dilution  est  réalisée  dans  du  tampon  PBS  10X  (tampon  phosphate  salin;  pour  une  solution 

10X : 80 g NaCl, 2 g KCl, 14,4 g Na 2HPO4, 2,4 g KH 2PO4 par litre, pH 7,4). L’échantillon fixé est 

ensuite filtré à l’aide d’une pompe à main, sur une membrane de 0,22 µm (Nucleopore 

Polycarbonate, Costar). Les filtres sont conservés à -20°C. 

Au laboratoire, les filtres sont  placés sur le verre frité de l’appareil de filtration stérile. Le 

filtre est lavé une fois avec 10 ml de PBS 10X pour éliminer les dépôts salins auto-fluorescents 
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avant d’être déposé sur une lame de verre. Une goutte de solution de marquage SlowFadeGold 

(Invitrogen  molecular  probes)  contenant  le  fluorochrome  DAPI  (4’,  6’-diamidino-2-phényllindole) 

est déposé sur le filtre puis recouvert d’une lamelle. Après une incubation de 5 min à température 

ambiante  et  à  l’obscurité,  la  préparation  est  observée  au  microscope  à  épifluorescence  au 

grossissement X100, sous huile à immersion non fluorescente. Le comptage est réalisé à partir de 

20 champs différents pris au hasard.  

III. Approche culturale traditionnelle. 

 

Cette approche a été réalisée à l’aide d’un milieu d’enrichissement liquide distribué dans des 

flacons types pénicillines pour travailler en anaérobiose. En fonction de la salinité mesurée, les 

échantillons  ont  été  classés  en  3  groupes.  Un  premier  groupe  pour  les  échantillons  ayant  une 

salinité supérieure à 15 % (ces échantillons seront testés sur le milieu contenant 20% de NaCl), 

un second groupe pour des salinités comprises entre 8 et 15% (ces échantillons seront testés sur 

le milieu contenant 12% de NaCl) et un troisième groupe pour des salinités inférieures à 8% (ces 

échantillons seront testés sur le milieu contenant 6% de NaCl) (Table 4). L’ensemble des cultures 

d’enrichissements est réalisé en condition anaérobie à température ambiante (20°C). 

 

Tableau 4: Liste des échantillons qui ont été utilisés pour les enrichissements dans des 

milieux de cultures composés de trois salinités différentes et le code attribué. 

Bassin Zone  Salinité 

(Réfractomètre) 

Salinité 

milieu d’enrichissement 

 

   200 g/L 120 g/L 60 g/L 

TYRO 

Basin 

  code code code 

      

Niskin #11 Interface  19% 1 - - 
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Niskin #11 Interface 16% 2 - - 

Niskin #11 Interface 11% - 18 - 

Niskin #9  Brine 35% 3 - - 

Niskin #21 Interface 5% - - 27 

      

MEDEE Basin 
     

      

Niskin #16 Interface 19% 4 - - 

Niskin #16 Interface 17% 5 - - 

Niskin #19 Interface 12% - 19 - 

Niskin #19 Interface 9.6% - 20 - 

Niskin #24 Interface 8% - - 28 

Niskin #24 Interface 5.7% - - 29 

Niskin #7 Brine >33% 6 - - 

Niskin #8 Brine >33% 7 - - 

Niskin #9  Brine >33% 8 - - 

Niskin #10  Brine >33% 9 - - 

      

THETIS Basin      

      

Niskin #8  Brine >33% 10 - - 

Niskin #9  Brine 30% 11 - - 

Niskin #19  Interface 26% 12 - - 

Niskin #20 Interface 8% - - 30 

      

Niskin #9 Interface 19.2% 13 - - 

Niskin #9 Interface 15% - 21 - 

Niskin #9 Interface 12% - 22 - 

Niskin#9 Interface 7% - - 31 

Niskin#9 Interface 5-6% - - 32 
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Préparation  du 

milieu de 

culture de base:  

Le milieu de culture utilisé est composé pour 1 litre de: NaCl (60, 120 ou 200 g), MgCl 2. 6 

H2O 4 g, MgSO 4.7 H 2O 3,45 g, NH 4Cl 1 g, KCl 1,5 g, CaCL 2. 2 H 2O 0,14 g, 10 ml de solution 

d’éléments traces (Milieu DSMZ 141), Fe, (NH 4)2SO4 2 mg, extrait de levure 0,2 g, acides aminés 

0,2 g, NaHCO 3 5 g,  K 2HPO4 O,14 g. Quelques gouttes de résazurine sont ajoutées pour colorer 

légèrement le milieu et contrôler le niveau redox du milieu. Le pH est ajusté à 6,8. Le milieu est 

ensuite  chauffé,  en  flushant  sous  atmosphère  N2/CO2 (80/20),  jusqu’à  ébullition.  Le  milieu  est 

ensuite refroidit sous N 2/CO2 (80/20). On ajoute O,5 g de cysteine HCl. Le milieu est stérilisé par 

autoclavage : 121°C, 20 minutes avec 0,5  bar N 2/CO2 (80/20). A la sortie de l’autoclave le milieu 

est flushé sous N 2/CO2 (80/20) afin d’éliminer toute trace éventuelle d’oxygène. Une fois le milieu 

refroidit, on ajoute 10 ml de la solution de vitamines (milieu DSMZ 141) conservée sous N2. 

 

KRYOS Basin      

      

Niskin#16 Brine 42% 14 - - 

Niskin#16 Brine 30% 15 - - 

Niskin#16 Interface 18% 16 - - 

Niskin#16 Interface 12,4% - 23 - 

Niskin#16 Interface 9,1% - 24 - 

Niskin#24 Interface 5% - - 33 

 

 

URANIA Basin      

      

Niskin #6 Interface 16%, 17 - - 

Niskin #17 Interface 6%   34 

Niskin#17 Interface 10% - 25 - 

Niskin #17 Interface 15% - 26 - 

Niskin #20 Interface 4,4% - - 35 
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 Préparation des milieux d'enrichissements.  

Au  milieu  de base,  différentes  sources  de  carbones  et d’énergies  ont  été  rajoutées  pour 

permettre la croissance des archées méthanogènes, de bactéries sulfato-réductrices, de bactéries 

fermentatives et de bactéries autotrophes. Au total, huit milieux différents ont été testés ; un milieu 

autotrophe/soufre  (3  g.L-1),  autotrophe/nitrate  (10  mM),  et  autotrophe/fer  (FeOOH/FeCL2).  Dans 

les milieux autotrophes, la phase gaz est constituée d’un mélange de H 2/CO2 (80/20).  Les trois 

voies métaboliques  méthanogènes ont été recherché en ajoutant indépendemment comme 

substrat catabolique l’acétate 10mM, le triméthylamine  10mM ou le l’H 2/CO2. Pour rechercher les 

bactéries  sulfato-réductrices,  deux  milieux  de  culture  ont  été  testés :  un  milieu  avec  acétate  et 

lactate à une concentration de 10 mM chacun, et un deuxième milieu contenant du benzoate et du 

propionate à une concentration finale de 10 mM chacun. Enfin un dernier milieu dit héterotrophe a 

été réalisé en ajoutant au milieu de base la tryptone (2g.L -1) et le glucose 10 mM en présence de 

thiosulfate  (10 mM) et de soufre (3 g.L -1). L’ensemble des milieux sont réduits avant inoculation 

par l’ajout de 200 µL de Na2S.9 H20 5%. 

L’ensemble  des  étapes  de  préparation  des  milieux  d’enrichissements  a  été  réalisé  dans 

une enceinte anaérobie (vinyl anaerobic glove chamber, société COY) comportant une 

atmosphère  de  N2/H2  (95/5  %)  et  un  catalyseur  au  palladium.  Le  catalyseur  au  palladium  en 

présence d’hydrogène réagit avec l’oxygène pour former de l’eau. L’eau produite est piégée par le 

silica-gel présent dans l’enceinte anaérobie. L’ensemble des solutions ou poudres a été stérilisé 

au préalable et introduit par l’intermédiaire du sas dans l’enceinte anaérobie 24 heures avant les 

expérimentations. L’ensemble des cultures ont été réalisées dans des flacons types pénicillines de 

50  ml  avec  20  ml  de  milieu  d’enrichissement.  Les  flacons  sont  fermés  avec  un  bouchon  butyl 

(Bellco, Dutscher) et sertis avec une capsule en aluminium. L’ensemble de ces enrichissements 

ont été réalisés dès le retour au laboratoire et incubés à l‘obscurité à une température proche de 

la température in situ de 16°C (température mesurée in situ 14°C). Le pH final est ajusté à 7 en 

faisant varier la pression en H 2/CO2 (80/20) où N 2/CO2 (80/20) dans l’atmosphère gazeuse. Les 

flacons pénicillines sont inoculés avec 1 ml d’échantillon brut. Au total, 280 fioles ont été inoculées 

selon cette première approche. 
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 Une  deuxième  série  d’enrichissement  en  condition  hétérotrophe  a  été  réalisée  en 

ajoutant  d’autres  substrats tels  que  dextran,  choline,  bétaïne  à  une  concentration  de  2%  finale 

pour  les  échantillons  ayant  une  salinité  supérieure  à  8%.  Nous  avons  également  testé  la 

quatrième  et  nouvelle  voie  métabolique  de  la  méthanogénèse  (méthanogenèse  méthylotrophe 

hydrogéno-dépendante)  en  incubant  en  condition  autotrophe  (sous  H2/CO2)  et  en  présence  de 

méthanol l’ensemble des échantillons. Dans cette seconde approche, 113 fioles ont été incubées 

dans les mêmes conditions que précédemment. 

IV. Approche culturale haut-débit. 

 

L’approche de culture haut-débit suivant la technique de dilution à l’extinction a été réalisée en 

condition aérobie selon trois salinités différentes (33, 100 et 200 g de NaCl) dans des 

microplaques  96  puits  de  2,2  ml  (Eppendorf ;  reference:  0030502302)  et  fermées  avec  un 

couvercle en silicone (Eppendorf ; reference: 0030127579). 

Des échantillons provenant des bassins MEDEE (235 g.L -1 de sels) ;  Tyro (Tyro 1, 80 g.L -1 de 

sels ; Tyro 2, 310 g.L -1 de sels), Thetis (236 g.L -1 de sels) et Urania (160 g.L -1 de sels) ont été 

testés.  

 

 Préparation du milieu de culture (hétérotrophe aérobie):  

Le milieu de culture utilisé est composé pour 1 litre de : NaCl (33, 100 ou 200 g), MgCl 2. 6 

H2O 20 g, MgSO 4.7 H2O 20 g, KCl 2 g, CaCL 2. 2 H2O 0,3 g, citrate de Na 3 g, extrait de levure 1 

g, acides aminés 7,5 g. Le pH est ajusté à 7,5 avec une solution de Tris-HCl pH 8. Le milieu est 

stérilisé par autoclavage (121°C pendant 20 minutes). 

 

 Dénombrement des cellules cultivables dans le milieu de culture utilisé. 

A  l’aide  d’un  distributeur  type  Multipette  (Eppendorf),  450  µl  de  milieu  sont  répartis 

stérilement dans les puits des microplaques sous un poste de sécurité de microbiologie de type II. 

Dans un premier temps le nombre de bactéries cultivables sur ce milieu a été quantifié dans une 

première  expérience  par  la  technique  du  nombre  le  plus  probable  (NPP)  selon  le  protocole 

développé  par Köpke (2005)  (Kopke  et al., 2005).  Un  aliquot de 50  µl d’échantillon bruts  a  été 
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inoculé dans les 450 µl de milieu de culture en série de dilution jusqu’à 10-6 (Figure 46). Les séries 

de dilution sont réalisées en duplicat.  

 

 

 

 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 

A                          

B                          

C                          

D                          

E                          

F                         

G                          

H                          

 

1ère dilution : 10 -1   jusqu’à 10 -6             1 èredilution 

Figure  46:  Représentation  schématique  de  la  microplaque  96  puits  pour  le  dénombrement  des  cellules 

cultivables.  Les  lignes  grisées  correspondent  aux  puits  non  inoculés.  Chaque  échantillon  est  inoculé  en 

cascade de dilution en duplicat. 

 

 Les 3 microplaques correspondant aux 3 salinités testées ont été incubées à 30°C pendant 

deux mois. La détection de croissance a été réalisée suivant le protocole ci-dessus.  

 

 Technique de culture de dilution à l’extinction. 

Medee 

Thetis 1 

Tyro 1 
Brine 

Tyro 2 

Thetis 2  
11& 1&1 

Urania   
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Une  fois  déterminé  le  nombre  de  cellules  cultivables  pour  chaque  condition  de  salinité 

testée, une plaque de culture contenant 500 µl de milieu de culture (par échantillon et par salinité) 

a été inoculé avec 0,1 cellule cultivable par puits. La colonne 6 de chaque microplaque est non 

inoculée  pour  s’assurer  de  la  non  contamination  des  microplaques.  Les  microplaques  sont 

incubées à 30°C pendant deux mois. La révélation de la croissance bactérienne dans les puits est 

réalisée comme indiqué précédemment.  

 

 Extraction d’ADN des puits positifs (présence d’une croissance bactérienne détectée).  

L’ensemble des expérimentations est réalisé sous une hotte Captair (Erlab). 100 µl des 

cultures  positives  sont  transférées  dans  une  microplaque  de  type  PCR  (Polymerase  Chain 

Reaction).  Les  microplaques  sont  centrifugées  à  3700  rpm  pendant  20  min.  Après  l’étape  de 

centrifugation,  90  µl  de  surnagent  sont  éliminés.  Puis  2  µl  de  tampon  de  lyse  (Annexe  2)  sont 

ajoutés. Les microplaques sont transférées dans un thermocycleur programmé pour un cycle de 

10  min  à  4°C,  1  min  à  95°C,  de  2min  à  4°C.  Les  microplaques  sont  de  nouveau  rapidement 

centrifugées.  On  ajoute  ensuite  2  µL  de  la  solution  neutralisante  (Annexe  2),  les  microplaques 

sont centrifugées rapidement et incubées 3 min dans la glace. 

L’étape d’amplification par PCR du gène codant pour l’ADNr 16S est réalisée en utilisant 1 

µl de la solution finale présente dans les puits de la microplaque pour un mélange réactionnel de 

PCR d’un volume final de 35 µl. La vérification de la présence de produits d’amplification après 

l’étape de PCR est assurée par électrophorèse sur gel d’agarose. Les produits PCR sont ensuite 

séquençés en utilisant l’amorce universelle antisens U1492R.  

VII. Observation microscopique. 

 

Pour  suivre  la  croissance  cellulaire,  et  vérifier  l’état  physiologique  des  cellules  ou  encore 

évaluer  leur  mobilité,  l’utilisation  de  la  microscopie  optique  s’avère  très  utile.  La  microscopie 

électronique  permet  de  faire  des  observations  plus  fines  comme  la  présence  de  flagelles, 

ultrastructure de la membrane, mesures de taille précises, etc. 



 
 
 
 

110 
 

 Microscopie optique 

Il est commun d’effectuer des états frais afin de vérifier l’état physiologique ou simplement 

d’observer  la  croissance  cellulaire  à  partir  d’un  échantillon  donné.  Dans  ce  but,  une  goutte  de 

culture est déposée entre lame et lamelle pour être observée en microscopie à contraste de phase 

(Olympus  BX60  ou  CX40).  Les  observations  sont  réalisées  avec  objectifs  x40,  x60  et/ou  x100 

(immersion). Dans le cas des cellules pouvant potentiellement posséder le facteur F420 

(méthanogènes et/ou méthanotrophes) qui leurs confèrent une autofluorescence bleu-vert 

naturelle lorsqu’il est excité sous UV, l’épi-fluorescence a été utilisée. 

 Microscopie électronique à transmission 

La  microscopie  électronique  à  transmission  (MET  ou  TEM  pour  Transmission  Electron 

Microscopy)  est  une  technique  de  microscopie  où  un  faisceau  d'électrons  est  « transmis »  à 

travers un échantillon extrêmement fin. Les effets d'interactions entre les électrons et l'échantillon 

permettent l’obtention d’une image en 2 dimensions dont la résolution peut être inférieure à 0,1 

nm (0,08). Ce protocole est adapté pour l’observation de cellules portant des pilis ou des flagelles. 

Il  est  nécessaire  d’avoir  préalablement  préparé  une  solution  d’acétate  d’uranyle  à  2%  (m/v) 

dans de l’eau distillée et filtrée sur 0,2 µm. On  placer la grille sur du parafilm (côté sombre au-

dessus). On dépose 5 µL de suspension sur la grille pendant  5 minutes. On enlève le surplus 

avec du papier Whatmann® 3MM découpé en triangle. On dépose 5 µL de la solution d’acétate 

d’uranyle à 2% pendant 1 minute. On enlève le surplus avec du papier Whatman® 3MM. On place 

la  grille  sur  un  papier  Whatman®  3MM  sur  lequel  l’échantillon  est  identifié  préalablement  et 

déposé dans une petite boite de Pétri. La grille est conservée à température ambiante et à l’abri 

de la lumière. La grille est ensuite introduite dans le microscope (JEM 1400 (1200kV), JEOL) et 

observée. 

 

VI. Isolement et caractérisation des isolats du genre Methanohalophilus. 

VI.1. Milieu et conditions de cultures. 

VI.1.1. Préparation du milieu de culture liquide. 
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Le milieu minimum utilisé contient par litre d’eau déionisée : 90 g NaCl ; 1,5 g de KCl ; 6 g 

MgCl2.6H2O;  0,4  g  CaCL2.2  H2O;  0,3  g  NH4Cl ;  3,46  g  de  tampon  PIPES ;  10  ml  de  solution 

d’éléments traces (milieu DSMZ 141) ; 0,14 g de KH 2PO4 ; une goutte de résazurine à 1% ; pH 7. 

Le milieu est chauffé sous N2 (100%) jusqu’à ébullition puis refroidit sous N2 (100%). On ajoute O,5 

g de cystéine HCL. Le milieu est stérilisé par autoclavage : 121°C, 20 minutes, 0,5  bar N2 (100%). 

A  la  sortie  de  l’autoclave,  afin  d’éliminer  toute  trace  éventuelle  d’oxygène,  le  milieu  est  flushé 

rapidement  sous  N2  (100%).  Une  fois  le  milieu  refroidit,  on  ajoute  10  ml  d’une  solution  de 

vitamines (milieu DSMZ 141) conservée en anaérobiose sous une atmosphère de N2 (100%). 

Le milieu complet est composé du milieu minimum additionné de 0,5 g/L d’extrait de levure 

pour  stimuler  la  croissance.  Les  cultures  en  conditions  anaérobies  ont  été  effectuées  dans  un 

volume final de 10 ml dans des tubes Bellco fermés hermétiquement par un bouchon bleu en butyl 

et sertis avec une capsule en aluminium. La distribution du milieu a été réalisée dans une enceinte 

anaérobie. Avant l’inoculation, chaque tube reçoit 100 µl de Na 2S.9H2O 5% et 100 µl de TMA 2M. 

Le milieu complet est prêt pour l’inoculation. 

VI.1.2. Préparation du milieu solide. 

 

A partir des enrichissements positifs obtenus sur milieu destiné à rechercher les 

méthanogènes  additionnée  de  TMA  (Triméthylamine)  nous  avons  entrepris  l’isolement  de  3 

souches provenant de 3 bassins hypersalés différents (Tyro, Kryos et Thetis). Les isolements ont 

été réalisés sur milieu solide, l’agent gélifiant utilisé est l’agar noble.  

200 ml de milieu complet 2X sont préparés suivant le mode opératoire indiqué ci-dessus. 2OO 

ml  d’eau  déionisée  sont  portés  à  ébullition  sous  N2  et  refroidit  sous  N2.  L’eau  dégazée  est 

transférée sous flux d’azote dans un flacon Schott de 500 ml auquel on ajoute 8 g d’agar noble. 

Les 2 préparations sont autoclavées, et flushées à l’azote à la sortie de l’autoclave. Les milieux 

sont maintenus dans une étuve à 60°C pendant 2 heures. On introduit les 2 préparations dans 

l’enceinte  anaérobie  et  on  mélange  les  2  préparations.  On  ajoute  0,4  ml  d’une  solution  de 

vitamines  (milieu  DSMZ  141),  4  ml  de  TMA  2M  et  4  ml  de  Na2S.9H2O  5%.  Ensuite  10  ml  du 

mélange  sont  délicatement  distribués  dans  les  flacons  de  Wolfe  posés  à  l’horizontal  dans 

l’enceinte. Après 30 min, le milieu est solidifié. A l’aide d’une seringue et d’une aiguille, une goutte 

de culture en phase exponentielle de croissance est déposée au fond du flacon sur la gélose. A 
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l’aide  d’une  oëse  stérile,  la  goutte  de  culture  est  ensuite  striée  jusqu’au  sommet  du  flacon.  Le 

flacon est ensuite bouché à l’aide d’un bouchon bleu en butyl et maintenu par un capuchon vissé 

dessus  le  col  du  flacon  de Wolfe.  Les  flacons  sont  incubés  à  la  verticale  dans  une  enceinte  à 

30°C. 

 

VI.2. Détermination des conditions optimales de croissance. 

 

La température, le pH et la salinité sont trois paramètres qui influent sur la croissance. Afin 

de  définir  les  optimums  de  croissance  des  3  isolats  appartenant  au  genre  Methanohalophilus  

décrits  dans  cette  thèse,  la  méthodologie  qui  a  été  appliquée  est  la  variation  de  l’un  des 

paramètres alors que les deux autres ont été maintenus constants. Toutes les expérimentations 

ont été effectuées en triplicats. Pour déterminer les conditions optimales de croissance 

(température,  pH,  salinité)  nous  avons  réalisé  un  suivi  de  densité  optique  (DO)  des  cultures 

réalisées en tubes Bellco à l’aide d’un spectrophotomètre (Genesys 20, ThermoFischer) réglé sur 

une longueur d’onde de 600 nm. 

 

 Température optimale de croissance. 

La gamme de température de croissance pour chacune des 3 souches a été réalisée en inoculant 

une  série  de  tubes  contenant  10  ml  de  milieu  complet  liquide.  Ensuite 0,5  ml  d’une pré-culture 

fraîche  en  phase  exponentielle  de  croissance  a  été  utilisée  comme  inoculum.  Les  tubes  sont 

ensuite incubés à des températures croissantes : 7, 16, 20, 25, 30, 35, 40, 45 et 50°C. 

 

 Salinité optimale de croissance. 

Une gamme de concentration en NaCl (la concentration des autres sels reste  fixe) a été 

réalisée entre 0 et 300 g.L -1 de NaCl avec un pas de 15 g de NaCl. Les cultures sont incubées à 

30°C (température optimale de croissance). 

 

 pH optimale de croissance 
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La  croissance  à  différentes  valeurs  de  pH  a  été  déterminée  par  ensemencement  d’un 

milieu à 90 g.L -1 de NaCl, additionné de 20 mM de tampon : MES pH de 5 à 6; PIPES pH 6,5 et 

pH 7 ; HEPES pH 7,5; AMPSO pH 8 et 8,5 ; TRIS pH 9. Les incubations sont réalisées à 30°C 

(température optimale de croissance).  

 

 

 Effet du MgCl2 sur la croissance 

Les 3 isolats ont été cultivés dans un milieu complet contenant 90 g.L -1 de NaCl additionné 

de concentrations croissantes en MgCl2 (de 0 à 3 M avec un pas de 0,5M). 

 

 Utilisation du substrat carboné 

La  croissance à  partir de  différents  substrats  carbonés  a  été  testée  en  utilisant  le  milieu 

minimum liquide additionné de la seule source de carbone à tester. Les substrats ajoutés ont une 

concentration finale de 20 mM : acétate, monométhylamine (MMA), diméthylamine (DMA), 

triméthylamine (TMA). Le diméthylsulfide (DMS) a été testé à 5 et 10 mM et le méthanol dans une 

gamme de 10 à 50 mM. Les cultures sont incubées à 30°C, pH 7 et une salinité de 90 g.L -1 de 

NaCl.  Les  cultures  présentant  une  croissance  microbienne  sont  repiquées  dans  les  mêmes 

conditions afin de certifier l’utilisation du substrat. Les cultures ne présentant pas  de croissance 

sont testées une seconde fois dans les mêmes conditions. 

 

VI.3. Croissance sous pression hydrostatique.   

 

Les cultures sous hautes pressions hydrostatiques ont été effectuées dans des incubateurs 

hyperbares  (HPHT,  Top  Industrie,  France  -  réacteurs  « maison »  de  l’ENS  de  Lyon).  Dans  un 

premier  temps,  des  essais  de  culture  sous  pression  hydrostatique  ont  été  tentés  dans  des 

seringues  en  plastique  à  usage  unique  de  5ml  (Terumo®).  L’extrémité  des  seringues  étaient 

équipées d’une aiguille piquée dans un bouchon bleu en butyl.  Dans ces conditions de culture 

l’anaérobiose n’était pas maintenue. En effet à la sortie des réacteurs, la résazurine (indicateur 

redox coloré) contenue dans le milieu avait viré au rose, signe d’une oxydation du milieu. Dans un 

second  temps,  nous  avons  ensuite  testé  des  seringues  en  verre  étanches  au  gaz  de  5ml 
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(Hamilton®). De la même façon, le milieu virait au rose. Nous avons donc opté pour la technique 

utilisée dans le laboratoire de John Parkes à Cardiff (Pays de Galles). Dans cette technique des 

flacons  type  pénicilline  de  25  ml  sont  entièrement remplis  avec  le  milieu  de  culture (pas 

d’atmosphère gazeuse) et inoculé dans l’enceinte anaérobie et bouchés avec un bouchon butyl. 

Les flacons sont sertis à l’extérieur de l’enceinte avec une capsule en aluminium. Le point crucial 

de  cette  expérimentation  consiste  à  éliminer  toute  bulle  de  gaz  dans  le  flacon.  La  pression 

hydrostatique dans le flacon sera exercée au milieu par l’intermédiaire du bouchon. Les flacons 

sont ensuite placées dans un incubateur rempli d’eau et celui-ci a été fermé hermétiquement (joint 

et  fermeture  à  écrou).  Une  pompe  hydraulique  manuelle  a  été  connectée  au  réacteur  puis  la 

pression a été augmentée dans celui-ci par ajout d’eau. La température était régulée 

automatiquement  grâce  à  un  couple  composé  d’une  sonde  et  d’un  thermostat  alors  que  la 

pression  était  régulée  par  une  valve  manuelle  de  sortie  (Figure  47).  Des  fioles  témoins  étaient 

placées  dans  une  enceinte  thermostatée  à  30°C.  Dès  que  la  croissance  est  détectée  dans  les 

fioles témoins, l’expérience est stoppée et la concentration dans les différents flacons est mesurée 

à l’aide d’un cytomètre de flux. 

Les études de la croissance des souches selon la pression d’incubation ont été réalisées 

en  triplicats  pour  chaque  pression  à  la  température  optimale  de  croissance  mesurée  plus  haut 

(30°C). Les pressions hydrostatiques testées sont : 10, 20, 30, 40 et 50 MPa. Une fois déterminée 

la  gamme  de  croissance  sous  pression  hydrostatique,  les  croissances  ont  été  testées  à  la 

température in situ (14°C) et à la pression hydrostatique optimale. 

 

Figure 47: Schéma du système de culture haute-pression HPHT (Top Industries, France). 
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VII. Détermination de la croissance microbienne. 

VII.1. Mesure de la densité optique par spectrométrie. 

 

Dans  quelques  cas,  les  suivis  de  croissance  ont  été  réalisés  en  suivant  l’évolution  de  la 

turbidité des cultures, laquelle est proportionnelle à la densité cellulaire. Ces mesures de densité 

optique ont été effectuées sur des cultures réalisées dans des tubes Bellco (non rayés pour éviter 

les artefacts de lecture), à l’aide d’un spectrophotomètre visible (Genesys™ 20, ThermoScientific, 

réglé à une longueur d’onde de 600 nm et comparé à un contrôle ou « blanc » (même milieu de 

culture non inoculé).  

 

 

 

VII.2. Détermination de la concentration cellulaire par cytométrie de flux. 

 

Le  plus  souvent,  les  dénombrements  ont  été  réalisés  en  cytométrie  de  flux  (CyflowSpace®, 

Partec, équipé d’un laser 20 mW et de longueur d’onde 488 nm).  

Les cellules ont été fixées au  glutaraldéhyde (100 µL de glutaraldéhyde à 25 % dans 900 µL 

de culture), et conservées à -20°C avant d’être dénombrées. Les cellules fixées ont ensuite été 

diluées  à  l’aide  de  la  base  minérale  du  milieu  de  culture,  au  1/10e,  1/100e ou  1/1000e  selon  la 

concentration cellulaire de l’échantillon; 1 µL de SYBRGreen I® (Invitrogen) a ensuite été ajouté à 

l’échantillon de culture dilué, puis les échantillons ont été comptés au cytomètre à un flux calibré 

de 10 µL par seconde. Les données concernant la diffraction de la lumière dans l’axe du laser et à 

sa  perpendiculaire,  ainsi  que  la  fluorescence  de  l’ADN  marqué  par  l’agent  intercalent  ont  été 

traitées par le logiciel FloMax®software (Partec). Les cultures ont été dénombrées par rapport à 

un  « template » développé pour la souche et les conditions de culture mises en œuvre.  

VII.3. Détection de croissance dans des microplaques de Culture. 
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Le  dénombrement  des  bactéries  cultivables  nécessite  le  marquage  préalable  des  acides 

nucléiques  (particulièrement  l’ADN)  à  l’aide  de  l’agent  intercalant  SYBR  Green  I  (Invitrogen) 

(Martens-Habbena  and  Sass,  2006).  Un  aliquot  de  100  µL  de  culture  est  réparti  dans  une 

microplaque 96 puits (UV Star, Greiner Bio One), puis 50 µL de SYBRGreen I (Invitrogen) dilué 1 

000 fois dans du tampon TE (200 mM Tris-HCl, 50 mM sodium EDTA, pH 8) sont ajoutés dans 

chaque  puits.  Après  3  h  d’incubation  à  l’obscurité,  la  fluorescence  est  mesurée  à  l’aide  d’un 

lecteur de microplaque (Infinite200Pro, TECAN) (excitation 485 +/-20 nm, émission 528 +/-20 nm). 

Les résultats sont exprimés en RFU (Unité de Fluorescence Relative). Les puits dont la valeur de 

fluorescence RFU est supérieure à la moyenne plus trois fois l’écart type (RFU >  + 3 × s) sont 

considérés positifs.  

Le  nombre  de  cellules  par  millilitre  d’échantillon  est  obtenu  à  l’aide  de  la  table  de  Mac 

Crady pour deux « tubes » par dilution, corrigé du facteur de dilution (Annexe 3). 

 

VIII. Stabilité des ARNs en conditions hypersalées. 

 

Suite aux travaux de Hallsworth (2007) sur la stabilité des ARNs d’une souche de 

Marinobacter  sp.  halotolérante,  nous  avons  voulu  analyser  la  stabilité  des  ARNs  d’une  souche 

halophile  anaérobie  modérée,  codée  souche  SLHTYRO,  et  identifiée  comme  appartenant  au 

genre Methanohalophilus.  

Cinquante  ml  de  culture  en  fin  de  phase  exponentielle  de  croissance  sont  transférés  dans 

l’enceinte anaérobie dans un tube Falcon. Le tube Falcon est ensuite centrifugé à 10 000 rpm à 

4°C pendant 10 minutes. En condition anaérobie, le culot est repris dans 50 ml de milieu minimum 

contenant  300  g.L-1  de  NaCl.  A  cette  salinité  et  sans  présence  de  substrat  carboné  la  souche 

SLHTYRO ne peut pas se développer. Afin d’évaluer l’intégrité des ARNs, nous avons prélevé 2 

ml de culture au cours du temps : 0 jour, 1 jour, 7 jours, 15 jours, 21 jours, 30 jours et 45 jours. 

Les culots cellulaires ont été récupérés par centrifugation (10 min, 4°C à 14000 rpm). Les ARNs 

totaux  sont  extraits  par  la  méthode  au  Trizol  (Invitrogen)  décrite  plus  bas  et  sont  ensuite 

conservés  à  -80°C  avant  la  rétro-transcription  de  l’ARNr  16S  et  l’ARN  qui  code  pour  l’enzyme 

mcrA (méthyl coenzyme M réductase).  
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IX. Méthode Moléculaire. 

IX.1. Extraction d’ADN. 

 Culture d’enrichissement et isolat. 

Ce  protocole  détaille  la  méthode  d'extraction  d'ADN  génomique  à  partir  d'une  culture 

d'archée ou de bactérie. Ce protocole a été utilisé sur les cultures d’enrichissements présentant 

un trouble visuel couplée à une observation microscopique généralement associé à une 

croissance cellulaire (Charbonnier et al., 1995). 

Pour ce protocole, le culot cellulaire a été obtenu en centrifugeant 2 ml de culture dans un 

tube Eppendorf pendant 5 minutes à 10 000 rpm et 4°C. Le culot cellulaire a été repris dans 350 

µl de tampon TE-Na (Tris-EDTA-NaCl). Dans le cas de paroi d’Archaea, 20µL de Sarkosyl 10%, 

20µL  de  SDS  10%,  10  µL  de  Protéinase  K  à  20  mg/mL  ont  été  ajoutés  et    les  tubes  ont  été 

incubés à 55°C pendant 2 heures. L’extraction d’ADN a été réalisée en présence d ‘une solution 

de  PCI  (phénol/chloroforme/alcool  isoamylique  25/24/1)  en  ajoutant  400  µl  de  solution  de  PCI, 

suivi d’une agitation (sans vortex) durant 45 secondes. Cette étape est suivie d’une centrifugation 

à  6  000  rpm  pendant  10  minutes  à  température  ambiante.  La  phase  aqueuse  supérieure  est 

récupérée avec  des cônes jaunes 200 µl. Dans le cas d’important débris au niveau de l'interface, 

l’extraction au PCI est répétée 2 fois. A la phase aqueuse sont ajoutés 400 µl de chloroforme, puis 

émulsioné sans vortexer durant 45 secondes. Cette étape est suivie d’une centrifugation à 6 000 

rpm pendant 10 minutes à température ambiante. La phase aqueuse supérieure est récupérée et 

800 µl d’éthanol 100% glacé (-20°C) sont ajoutés suivie d’une agitation par retournement. Le culot 

D’ADN est récupéré par centrifugation à 14000 rpm pendant 10 minutes à 4°C. La pelote d'ADN 

est nettoyée avec 0,5 mL d’éthanol froid à 70% en le resuspendant. Le culot d’ADN est récupéré 

par centrifugation à 14000 rpm pendant 5 minutes à 4°C. Le surnageant est éliminé .  L’ADN est 

séché  totalement  au  « speed  vac »   à  une  température  moyenne  pendant  10  minutes.  L'ADN 

séché est ensuite repris dans 50- 100 µL d’EMQ stérile. L’ADN est conservé  à 4°C. 

 

IX.2. Extraction d’ADN pour le séquençage de génome. 
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Le protocole décrit ci-dessous est utilisé en modifiant les volumes et l’étape de récupération de 

l’ADN. 

On centrifuge 4 X 50 ml de culture (en phase exponentielle de croissance = 10 8 cell/mL) dans 

un tube Falcon de 50 ml,  10 minutes à 10000 rpm à 4°C. Le culot est resuspendu dans 5 ml de 

tampon TE-Na.  On  ajoute  ensuite  80O µL de  Sarkosyl  10%,  80O  µL de SDS  10%  et  50 µl de 

RNase A à 50 mg.ml -1. On mélange délicatement et on incube 1 heure à 37°C. On ajoute 50O µL 

de Protéinase K à 20 mg.mL -1. On incube les tubes à 55°C pendant 3 heures. On agite lentement 

de temps en temps.  

L’extraction  d’ADN  est  réalisée  en  présence  d’un  mélange  PCI  (phenol/chloroforme/alcool 

isoamylique  25/24/1). Pour cela on ajoute 8  ml de  PCI  (1  volume),  puis  on  agite  sans vortexer 

durant 45 secondes. Cette étape est suivie d’une centrifugation à 6 000 rpm pendant 10 minutes à 

température ambiante. La phase aqueuse supérieure est récupérée avec  une pipette de 10 ml 

stérile. L’extraction au PCI est répétée s'il y a beaucoup de débris au niveau de l'interface. Huit ml 

de chloroforme sont ajoutés suivi d’une agitation sans vortexer durant 45 secondes. Centrifugés à 

6  000  rpm  pendant  10  minutes  à  température  ambiante.  La  phase  aqueuse  supérieure  est 

récupérée. L’ADN est précipité par l’ajout de 16 ml d’éthanol 100% glacé (-20°C) et récupéré avec 

une pipette pasteur stérile. L’ADN est nettoyé en le plongeant une vingtaine de fois dans un tube 

Falcon  de  15  ml  contenant  de  l’éthanol  70%.  L’ADN  est  séché  rapidement  à  l’air  libre.  L'ADN 

séché est ensuite repris dans 300 µL d’EMQ stérile. L’ADN est  conservé à 4°C.  

Il  est  à  noter  que  ce  protocole  a  passé  avec  succès  les  critères  de  qualité  défini  par  les 

différentes sociétés de séquençage.  

 

IX.3. Extraction d’ADN/ARN sur les cartouches filtrantes (filtre Sterivex). 

 

Le protocole utilisé est le protocole publié par Van der Wielen (2005). Les filtres sont extraits 

des cartouches filtrantes encore congelés et découpés rapidement en petit morceau. Les bouts de 

filtres  sont  ensuite  introduits  dans  un  tube  Eppendorf.  L’étape  suivante  consiste  à  extraire  les 

acides nucléiques (ADN et ARN) selon le protocole décrit dans la section IX.1. 

 Purification des extraits ARN 
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Afin d’éliminer toute traces d’ADN, les extraits sont traités avec une Dnase. Une partie 

du volume total d’extrait d’acide nucléique (ADN et ARN) est digérée à l’aide du kit Turbo Dnase 

(Ambion). Le mélange réactionnel est composé de 1 µl d’enzyme turbo Dnase à 2U/µl, 0,1 volume 

de tampon d’incubation 10X et de 1 à 20 µl d’extrait d’acides nucléiques. Le volume réactionnel 

est  ajusté  à  50  µl  avec  de  l’eau  ultra-pure  certifié  sans  Rnase  (MP  Biomedical).  Le  mélange 

réactionnel  est  incubé  30  min  à  37°C  au  bain  marie.  L’enzyme  est  inactivé  par  l’ajout  de  0,1 

volume de tampon d’inactivation et incubé 5 min à température ambiante. L’ARN est isolé dans le 

surnageant par une centrifugation à 10 000g pendant 1 min 30. L’ARN purifié est visualisé sur gel 

d’agarose 1% et quantifié au spectrophotomètre Nanodrop avant rétro-transcription. 

 

IX.4. Extraction des ARN et purification des ARNs à partir de cultures. 

 

Cette méthode a été utilisée pour extraire les ARNs afin d’étudier la stabilité des ARNs en 

condition hypersalé à partir de l’isolat SLHTYRO, souche appartenant au genre 

Methanohalophilus. 

Deux ml de culture sont centrifugés à 14000 rpm pendant 10 min. Après l’élimination du 

surnageant, le culot est repris dans 1 ml de Trizol (Invitrogen). Après une incubation de 5 minutes 

à température ambiante, 200 µl de chloroforme sont ajoutés. Le mélange est vortexé, puis incubé 

2  min  à  température  ambiante.  La  phase  aqueuse  et  la  phase  organique  sont  séparées  par 

centrifugation (14000 rpm, 15 min à 4°C). La phase aqueuse supérieure est transférée dans un 

nouveau tube stérile. L’étape  de précipitation est réalisée après l’ajout de 500 µl d’isopropanol, 

suivi d’une incubation de 10 min à température ambiante. Les ARNs sont culotés par 

centrifugation (14000 rpm, 10 min, 4°C) et lavés avec 1 ml d’éthanol 70%. Une nouvelle étape de 

centrifugation (14000 rpm, 10 min, 4°C) permet de culotter les ARNs. Le surnageant est éliminé, 

puis le culot est séché à l’aide d’un speed-vac (Savant) pendant 10 min à 30°C. A la fin le culot est 

repris dans 30 µl d’eau exempte de RNase puis conservé à -80°C. 

 

 Purification des ARNs extraits sur colonne RNeasy (Qiagen). 

La purification des ARNs a été réalisée sur des colonnes RNeasy en suivant 

scrupuleusement les indications du fabricant. 
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IX.5. Quantification des acides nucléiques. 

 

 En  routine,  les  ADNs  et  les  ARNs sont  quantifiés  par mesure  de leur absorbance en 

spectrophotométrie.  

Les ADNs et les ARNs extraits ont été quantifiés à l’aide du NanoDrop ND1000 

(ThermoScientific®)  à  partir  de  2  µl  d’extraits  en  suivant  les  recommandations  du  fabricant.  La 

concentration  en  ADN  et  ARN  est  mesurée  à  260  nm.  Les  rapports  260/230  et  les  rapports 

260/280 permettent respectivement d’évaluer les contaminations en  acides humiques (R>2 

pureté)  et  les  contaminations  protéiques  (R>1,7  pureté)  appréciant  ainsi  la  pureté  des  acides 

nucléiques extraits. 

 

 Quantification des ADNs pour le séquençage génomique. 

Les ADNs extraits sont quantifiés à l’aide du Qbit (Promega) pour répondre aux exigences 

des  sociétés  de  séquençage.  La  quantification  est  réalisée  en  suivant  scupuleusement  les 

préconisations du fournisseur utilisé (Promega).  

IX.6. Amplification du gène codant pour l’ARNr 16S par PCR. 

 

Afin  d’éviter  les  contaminations  potentielles,  la  préparation  du  mélange  réactionnel  de 

polymérisation  en  chaîne  (PCR :  Polymerase  Chain  Reaction)  est  effectuée  sous  une  hotte 

Captairbio  Biocap  DNA/RNA  (Fisher  Scientific  Bioblock)  et  les  pipettes  sont  traitées  aux  UV 

avant  chaque  utilisation.  Pour  chaque  amplification,  un  témoin  positif  (matrice  ADN  de  culture 

pure) ainsi qu’un témoin négatif (mélange réactionnel additionné d’eau) sont employés. 

Les amplifications ont été réalisées sur la totalité des ADN extraits en utilisant des couples 

d’amorces spécifiques des domaines bactériens et archéens (Tableau 6). La taille attendue pour 

ces produits d’amplification est de l’ordre de 1400 pb et correspond à la quasi-totalité du gène (~ 

1500 pb chez Escherichia coli). 
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Tableau 6 : Liste des amorces utilisées pour les réactions de PCR, RT-PCR et PCR-

DGGE. F : amorce Forward (sens) ; R : amorce Reverse (anti-sens). La position 

nucléotidique  est  basée  sur  celle  de  l’ARNr  16S  d’E.  coli.  Les  amorces  notées  en  bleu 

possèdent à leur extrémité 5’ une séquence de 40 nucléotides « GC-clamp » (5’– CGC CCG 

CCG CGC CCC GCG CCC GTC CCG CCG CCC CCG CCC G– 3’). 

 

 

Pour un volume final de 25 µL, le mélange réactionnel d’amplification se compose de : 20,15 µL 

d’eau milliQ stérile ;  2,5 µL tampon d’enzyme 10X (Promega) ; 0,5 µL mélange de dNTP 40 mM, 

0,1 µL amorce 

sens 100 µM ; 0,1 µL amorce anti-sens 100 µM ; 0,15 µL Taq DNA polymerase 5 U/µL (GoTaq, 

Promega) ; 1 µL matrice ADN (50 ng.µL-1). Les cycles de PCR sont indiqués dans le tableau 7. 

 

IX.7. Amplification par RT-PCR du gène ARNr 16S. 

 

Le protocole de RT-PCR choisi, « oneStep RT-PCR kit », fourni par QiagenTM, est un protocole 

en  une  étape  qui  regroupe  les  étapes  de  rétro-transcription  et  d’amplification  dans  un  même 

mélange réactionnel. 

Pour  les  réactions  de  RT-PCR,  un  mélange  réactionnel  (50  µL  final)  contient  une  quantité 

optimale d’ARN purifié, 0,6 µM de chaque amorce, 2 µL de « Qiagen One Step dNTP mix » à 10 

mM, 10 µL de « Qiagen One Step RT-PCR Buffer 5 X » et 2 µL de Qiagen One Step Enzyme 

Mix ». Les réactions d’amplifications se déroulent selon les cycles résumés dans le tableau 7. 
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IX.8. Amplification « nichée » par PCR en vue de l’analyse en DGGE. 

 

 Les ADNrc 16S obtenus après amplification par PCR servent de matrices dans une 

seconde  PCR  dite    « nichée »  utilisant  des  couples  d’amorces  ciblant  la  région  variable  V3  de 

l’ADNr 16S. Les couples d’amorces 341F-GC et 518R pour l’étude des Bacteria, et le mélange Saf 

1/Saf 2 et Parch 519R pour l’étude des Archaea ont été sélectionnés (Tableau 7). Les amorces 

sens  utilisées  possèdent  en  5’  une  séquence  de  40  nucléotides  GC  (GC-clamp  ou  queue  GC) 

empêchant la dénaturation totale des fragments d’ADN au cours de la migration électrophorétique.  

 La  composition  du  mélange  réactionnel  pour  la  PCR-DGGE  est  identique  à  celle 

utilisée lors des PCR classiques décrites plus haut, à l’exception des amorces Saf1-GC et Saf2-

GC utilisées en mélange selon le rapport 2:1 (Nicol et al., 2003). Les cycles d’amplification utilisés 

pour la PCR-DGGE sont résumés dans le tableau 7. 

 

 

 

 

Tableau  7 :  Amorces  et  cycles  des  amplifications  par  PCR,  RT-PCR  et  PCR-

DGGE. 
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IX.9. Clonage des produits d’amplification PCR. 

 

A partir des produits d’amplifications obtenus à partir des matrices ADN extraites des cultures 

d’enrichissements positives, une étape de clonage a été réalisée avant le séquençage. Pour les 

isolats,  les  produits  d’amplification  PCR  sont  directement  envoyés  au  séquençage  (Beckman 

Coulter Genomics). 

Le vecteur utilisé pour le clonage est le pGEMT easy vector (Promega), selon les 

recommandations du fournisseur. Les cellules compétentes (X-gold, Stratagène) sont 

transformées  avec  les  fragments  d’intérêt  et  étalées  sur  milieu  solide.  Le  milieu  solide  est 

additionné de 1 mL d’IPTG (O,5 M), 1 mL de X-Gal (80 mg/ml) et 1 mL d’ampicilline (100 ng/ml). 

Les  colonies  blanches  sont  ensuite  repiquées  dans  le  milieu  SOC  liquide  et  incubées  à  37°C 

pendant une nuit. Les plasmides contenant les fragments d’intérêts ont été extraits et purifiés à 

l’aide  du  Kit  de  GenJet  Mini  prep  (ThermoScientific)  selon  les  instructions  du  fournisseur.  Les 

gènes d’intérêt clonés (ADNr 16S, McrA, …) sont amplifiés par PCR à l’aide des amorces M13F et 

M13R.  Les  produits  d’amplification  ont  été  envoyés  à  Beckman  Coulter  Genomics  pour  les 

séquencer selon la méthode de Sanger. 
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IX.10. Electrophorèse d’ADN. 

 

Les produits d’amplification obtenus par PCR et RT-PCR sont analysés par électrophorèse 

en  gel  d’agarose  (Eurobio)  0,8  %  dans  du  TAE  1X  (pH  8 ;  40  mM  Tris-base,  20  mM  acide 

acétique,  1  mM  EDTA).  Le  gel  est  coloré  au  BEt  (bromure  d’éthidium)  1  µg/ml.    La  migration 

s’effectue en général sous une tension de 100 V pendant 45 min. Après migration des produits 

d’amplification en présence d’un marqueur de taille, le gel est photographié sous une table UV 

(Avantec). 

 

IX.11. Analyse des produits de PCR par DGGE (Denaturing Gradient Gel 

Elelctrophoresis). 

La diversité moléculaire dans l’halocline du bassin Tyro à partir des ARNs extraits des filtres a 

été analysée par la technique DGGE. 

Les  produits  d’amplification  sont  additionnés  de  tampon  de  charge  (bleu  de  Bromophénol 

concentré 5X) puis chargés et séparés sur un gel de DGGE (Denaturing Gradient Gel 

Electrophoresis). Les profils génétiques en DGGE sont obtenus à l’aide du système D GENE TM 

Denaturing  Gel  Electrophoresis  System  (Biorad  Laboratories).  Cette  technique  d’électrophorèse 

permet de séparer des fragments de même taille en fonction de leur séquence nucléotidique. La 

migration des produits d’amplification, à température constante (65°C), est réalisée dans un gel de 

polyacrylamide à 8% contenant un gradient linéaire de formamide et d’urée. Les conditions 100% 

dénaturantes sont définies par 40% de formamide (v/v) et 7 M d’urée. 

 Dans  un  premier  temps,  un  gel  dénaturant  à  20-80%  est  réalisé  sur  l’ensemble  des 

amplifications  dans  le  but  de  déterminer  les  conditions  dénaturantes  optimales  pour  chaque 

échantillon.  

 Préparation du gel dénaturant 
 Les  plaques  en  verre  sont  lavées  à  l’aide  de  détergent  et  d’éthanol  puis  celles-ci  sont 

assemblées  en  « sandwich »  avec  des  « spacers »  d’un  millimètre  d’épaisseur  ajustées  de 

chaque côté. L’étanchéité du montage est vérifiée avant de couler le gel. 
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Une  première  couche  de  solution  d’acrylamide  0%  dénaturante  (solutions  dénaturantes, 

annexe 4) est coulée afin de constituer le fond du gel. Cette couche est polymérisée par l’ajout de 

10 µL de persulfate 

d’ammonium  10%  (APS ;  Biorad  Laboratories)  et  de  1  µL  de  TEMED  (N,N,N’,N’-tétraméthyl-

éthylènediamine ; Biorad Laboratories). 

 Le gradient dénaturant est réalisé à l’aide d’un « gradient maker » (Hoefer SG30, 

Amersham Biosciences) relié à une pompe péristaltique. Les deux colonnes formant le système 

sont  remplies  de  12  mL  de  solution  dénaturante,  60  µL  d’APS  10  %  et  6  µL  de  TEMED.  Le 

mélange des solutions s’effectue sous agitation au moment de l’ouverture du robinet de jonction. 

Ainsi  la  solution  la  plus  dénaturante  est diluée  par la  solution  la moins  dénaturante. Le  gel est 

coulé grâce à la pompe péristaltique réglée pour fournir un débit constant de 5 mL/min et à une 

aiguille placée entre les plaques. Enfin, la surface du gel est aplanie en ajoutant 2 mL de butanol 

saturé en eau.  

 Après  environ  1h  de  polymérisation  à  température  ambiante,  le  butanol  est  éliminé  et  la 

surface du gel est rincée plusieurs fois à l’eau distillée. Le peigne (prévu pour former 20 puits de 

dépôt)  est  ensuite  inséré  entre  les  plaques,  et  le  gel  de  concentration  (« stacking  gel »)  est 

coulé (5 mL d’acrylamide 0 %, 50 µL d’APS 10 % et 5 µL de TEMED). 

 La cuve d’électrophorèse est remplie de 7 L de tampon de migration TAE 1X (Tris 40 mM – 

pH 8, acide acétique 20 mM, EDTA 1mM – pH 8) puis préchauffés à 60°C. Avant d’effectuer les 

dépôts,  les  puits  sont  rincés  avec  le  tampon  de  migration  pour  éliminer  l’excès  d’urée  et 

d’acrylamide qui pourrait gêner la migration. 

 Dépôt, migration et révélation 

Afin  de  comparer  la  présence/absence  et  l’intensité  des  bandes  de  plusieurs  profils 

électrophorétiques  correspondant  aux  différents  échantillons,  environ  300 à  500  ng  d’ADN  sont 

chargés  dans  chaque  piste.  Les  produits  PCR  sont  mélangés  avec  du  tampon  de  charge  puis 

chargés sur le gel DGGE.  

La migration est composée d’un premier « run » (30 V, 15 min), puis d’un deuxième « run » 

réglé  à  80  V  pendant  15  h.  En fin  de  migration,  le  gel est  coloré  dans un  bain  de  SYBR  Gold 

(Invitrogen), dilué 10 000 fois dans du tampon TAE 1X, pendant 15 min à l’obscurité, puis rincé 

dans un bain de tampon TAE 1X pendant 30 min. La visualisation du gel est réalisée au scanner 
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9400 Variable Mode Imager (Amersham Biosciences) en mode fluorescence, excitation 488 nm, 

émission 520 nm. 

X. Séquençage des génomes. 

X.1. Méthodes de séquençage. 

 

Nous avons utilisé 3 techniques de séquençage différentes pour tenter de circulariser les 

génomes.    Le  séquençage  suivant  la  technologie  de  Pacific  Biosciences  « PacBio »  qui  a  été 

réalisé  à  Toulouse  chez  Genotoul  (France),  le  séquençage  suivant  la  méthode  Ion  Torrent 

effectué à Lyon (France) et la méthode Mate-pair par Beckman Coulter Cogenics (Royaume Uni). 

 PacBio  

La technologie de Pacific Bioscience ou « PacBio » utilise la méthode SMRT c’est-à-dire 

Single  Molecule  Real-Time  Analysis  ou  séquençage  en  temps  réel  de  molécule  unique.  Cette 

technologie utilise le marquage par fluorescence des nucléotides ajoutés aux brins d’ADN. L’ajout 

d’une base est détecté en temps réel au cours du séquençage. 

L’atout  principal de cette méthode est la possibilité de lire des séquences allant jusqu’à 

20000 bases, ce qui a pour conséquences de diminuer le nombre d’erreurs et de réduire le taux 

de couverture (bases détectées par redondance / nombre de bases à séquencer).  

Des nucléotides marqués par fluorescence sont intégrés dans l’ADN en cours de 

réplication,  un  marqueur  pour  chaque  nucléotide,  soit  4  marqueurs  différents.  Les  cavités  du 

chipset appelées « zero mode waveguides » vont capter les photons émis par la fluorescence lors 

de  l’intégration  de  la  base.  Un  rayon  laser  excite  les  marqueurs  fluorescents  qui  a  comme 

conséquence de produire un signal lumineux. Celui-ci sera dirigé vers un capteur CCD (Charge-

Coupled Device) qui enregistrera ce signal. 

La  technologie PacBio  utilise  des  « flowcell »  nanofluidiques  contenant des puits de 

quelques dizaines de nanomètres d’épaisseur au fond desquels est attachée une molécule d’ADN 

polymérase  servant  à  gérer  une  synthèse  contrôlée  de  brin  d’ADN.  Dans  cette  méthode,  c’est 

l’ADN qui se déplace base par base le long de la polymérase (Goodwin et al., 2016) (Figure 48). 
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Figure 48: Principe du séquençage par la méthode « PacBio » (Goodwin et al., 2016). 

 Ion Torrent 

Le séquençage Ion Torrent de Life Technologies™ est un séquençage dit semi-conducteur. 

Cette méthode ne s’appuie pas sur la détection de la fluorescence de nucléotides. Elle utilise un 

capteur  CMOS  (Complementary  Metal-Oxide-Semiconductor)  qui  détecte  les  ions  H+  qui  sont 

relargués lors de la synthèse de l’ADN. Ce capteur est associé à des micro-puits. Il mesure le pH 

dans chacune des cavités, indicateur de la présence d’une ou de plusieurs bases intégrées dans 

l’ADN en cours de séquençage. Chaque cavité permet de séquencer un brin d’ADN d’environ 200 

bases. Le processus est effectué par ajout des bases les unes après les autres pour identifier le 

nucléotide incorporé dans chaque cavité. Puis un rinçage par micro-fluidique est effectué avant le 

séquençage de la base suivante (Goodwin et al., 2016) (Figure 49). 

 
Figure 49: Principe du séquençage par la méthode de l'Ion Torrent (Goodwin et al., 2016).  
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 « Mate-pair » 

La  préparation  de  banques  pour  le  séquençage  Illumina  en  « Mate-pair »  consiste  à 

fragmenter l’ADN génomique mécaniquement (Covaris, Bioruptor) ou enzymatiquement 

(tagmentase, technologie Nextera) à des tailles inferieures à 0,8 kb. Des adaptateurs sont ensuite 

ajoutés pour permettre le séquençage à partir des deux extrémités du fragment. La préparation de 

banques en « mate pair » est conçue de façon à permettre le séquençage « en paire » de deux 

extrémités  d’un  fragment  d’une  taille  d’origine  de  plusieurs  kilobases.  La  Figure  50  montre  la 

préparation d’une banque mate-pair pour le séquençage Illumina.  

 

 

Figure 50: Représentation de la méthode « Mat-pair » pour le séquençage. 
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X.2. Assemblage et analyse des génomes. 

 

L’assemblage  des  génomes  séquencés  a  été  réalisé  par  Erwan  Corre  de  la  plateforme 

ABiMS à la station Biologique de Roscoff (CNRS). Différents logiciels d’assemblage ont été utilisé 

SPAdes  version  3.6.1  (Nurk  et  al.,  2013) ;  SSPACES  version  3.0  (Boetzer  et  al.,  2011)  et 

SSPACES Long Read version 1.1 (Boetzer and Pirovano, 2014).  

 

X.3. Hybridation ADN/ADN in silico. 

 

L’hybridation ADN/ADN (DDH) fournit une évaluation de la similitude globale de l’ADN entre 

deux espèces ; par définition, si la DDH est supérieure ou  égale à 70%, les deux ADN 

appartiennent à la même espèce (Colston et al., 2014). 

L’hybridation  ADN/ADN  a  été  effectuée  in  silico  grâce  au  web  serveur  GGDC  signifiant 

genome  to  genome  distance  calculator  (http://ggdc.dsmz.de/distcalc2.php) (Auch et  al., 2010a  , 

2010b  ;  Meier-Kolthoff  et  al.,  2013).  Ce  logiciel  permet  de  déterminer  les  ressemblances  et 

différences entre deux génomes. L’hybridation ADN/ADN a été effectuée en comparant la souche 

isolée durant cette étude à ces deux plus proches parents. 

 

X.4. Détermination des valeurs d’identité nucléotidiques moyennes (ANI). 

 

La  valeur  d’identité  nucléotidique  moyenne  entre  les  gènes  conservés  de  2  souches  ou 

Average Nucleotides Identity (ANI) est un indice qui se mesure entre deux génomes séquencés et 

qui permet d’évaluer la distance génétique entre eux (Konstantinidis and Tiedje, 2005). 

Afin  de  calculer  l’ANI,  le  web  serveur  EzTaxon  (http://www.ezbiocloud.net/ezgenome/ani) 

ainsi que le web seveur JSpeciesWS (http://imedea.uib-csic.es/jspecies/) (Richter et al., 2016) ont 

été utilisés. 

L’algorithme  utilisé  est  celui  proposé  par  Goris  (Goris  et  al.,  2007)et  la  valeur  seuil  de 

nouvelle espèce avec cet indice génomique est de 94-96% (Richter and Rossello-Mora, 2009). 
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Les analyses du génome ont été effectuées avec RAST (http://rast.nmpdr.org/) ((Aziz et al., 

2008;  Brettin  et  al.,  2015;  Overbeek  et  al.,  2014)  ainsi  qu’avec  MaGe  qui  est  une  plateforme 

d’annotation et d’analyses des génomes microbiens (MicroScope) (Vallenet et al., 2013, Vallenet 

et al., 2009, Vallenet et al., 2006) (https://www.genoscope.cns.fr/agc/microscope/mage/).  

Les génomes ont été annotés de façon semi-experte via la plateforme MaGe. Une étude de 

génomique comparative a été effectuée en utilisant les outils de comparaison génomique inclus 

dans la plateforme (Pan/ Core-genome et analyses de COG). Les voies métaboliques complètes 

ont été recherchées par l’outil MycroCyc.  
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Résultats et discussion 
Résultats et discussion. 
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I.  Diversité microbienne cultivable dans les bassins profonds hypersalés 

anoxiques de la Mer Méditerranée. 

I.1.  Approches culturales traditionnelles. 

 

Dans  ce  chapitre,  les  résultats  par  les  approches  culturales  « classiques »,  c’est  à  dire 

employant des milieux de culture spécifiques et dans des conditions communément employées en 

routine au laboratoire, sont présentés. Les cultures ont été suivies et maintenues pendant deux 

ans. Les cultures présentant un trouble dans la fiole sont observées au microscope à contraste de 

phase avec et sans lumière UV (Ultra Violet). A partir des enrichissements positifs, nous avons 

extraits  l’ADN  et  réalisé  un  clonage.  Pour  chaque  enrichissement  positif  8  clones  ont  été 

séquencés. Les séquences sont comparées aux séquences nucléiques déposées dans la base de 

données  internationale  du  NCBI  en  utilisant  l’outil  BLAST  (Basic  Local  Alignment  Search)  pour 

rechercher les similitudes de séquences. 

Cette  approche  culturale  a  été  réalisée  à  partir  d’échantillons  provenant  de  5  bassins 

hypersalés (Tyro, Kryos, Urania, Thetis et Medee). Des enrichissements positifs ont été obtenus à 

partir d’échantillons récoltés de 4 sur 5 bassins. Nous n’avons obtenu aucune culture positive à 

partir  des  échantillons  du  bassin  Medee  (Tableau  5).  393  cultures  d’enrichissements  ont  été 

inoculées.  Au  total  26  enrichissements  positifs  sur  nos  8  milieux  ont  été  obtenus,  ce  qui 

représente un taux de succès d’environ 7%. Deux enrichissements positifs sur le milieu 

autotrophe soufre/thiosulfate ; 3 sur le milieu avec acétate ; 6 sur le milieu additionné de  TMA ; 2 

sur  le  milieu  contenant  du  lactate/acétate ;  3  sur  le  milieu  benzoate/propionate ;  6  sur  milieu 

hétérotrophe ; 1 sur dextran ; 2 sur choline ; 1 sur bétaïne. Sur les 26 enrichissements positifs, 21 

sont  composés  de  microorganismes  dont  les  gènes  ARNr  16S  montrent  des  taux  de  similitude 

élevés (> 98%) avec ceux de souches cultivées connues. Sur ces 21 séquences, 14 sont affiliées 

au genre Halanaerobium et plus précisément aux espèces H. acetethylicum, H. saccharolyticum 

et  H.  sehlinense ;  5  sont  affiliées  au  genre  Methanohalophilus  et  une  est  affiliée  au  genre 

Halomonas et à l’espèce H. taeanensis. Sur l’ensemble,  cinq séquences présentent (voir tableau 

ci-dessus) des valeurs de similitudes inférieures à 94 % (la longueur des séquences analysées est 

d’environ 800 pb) avec les séquences les plus proches dans la banque de données internationale 



 
 
 
 

133 
 

et pourraient donc représenter de potentiel nouveaux genres microbiens des domaines Archaea et 

Bacteria.  

 

Tableau  5:  Synthèse  des  enrichissements  positifs  obtenus  en  fonction  de  la  salinité  et  de  la  source  de 

carbone ajoutée dans le milieu. Dans la première colonne est listé le code de chaque échantillon, le premier 

chiffre après le nom du bassin correspond au code attribué en fonction de la salinité d’origine de 

l’échantillon.  (cf.   matériel  et  méthode).  Le  deuxième  chiffre  indique  à  partir  de  quel  milieu  a  été  réalisé 

l’enrichissement. Dans la colonne 2 sont décrites les salinités des échantillons. La colonne 3 correspond aux 

milieux  de  culture  utilisés  et  la  nature  des  métabolismes  recherchés  avec  un  code  milieu  suivant :  1 –

autotrophe nitrate ; 2- autotrophe soufre/thiosulfate ; 3- autotrophe fer ; 4- acétate ; 5- Triméthylamine (TMA), 

6- lactate/acétate ; 7- benzoate/propionate ; 8- hétérotrophe, 9- choline ; 10- dextran ; 11- bétaine. Exemple : 

Tyro 2.4 : provient de l’échantillon initial à une salinité de 16% (Niskin #11 ; tableau matériel et méthode) et 

enrichie  sur  le  milieu  n°4(acétate).  Dans  les  colonnes  4,5  et  6  sont  décrits,  respectivement,  les  temps 

d’incubation des cultures d’enrichissement, la morphologie des microorganismes enrichis et le pourcentage 

d’identité de la séquence de l’ADNr 16S avec la souche cultivée la plus proche.  

Code 

Echantillon 

Salinité 

(g.l-1) 

Milieu Temps  

d’incubation 

Morphologie Sequence Blast (1000 pb) 

 

Tyro 1.4 200 Acetate 87 jours bâtonnet Halanaerobium acetethylicum 98% 

Tyro 2.4 200 Acetate 87 jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 97% 

Tyro 1.8 200 Heterotroph 67  jours bâtonnet Halanaerobium acetethylicum 98% 

Tyro 2.8 200 Heterotroph 67  jours bâtonnet Halanaerobium acetethylicum 98% 

Tyro 1.5 200 TMA 8 mois coques Methanohalophilus Halophilus 98% 

Tyro 2.5 200 TMA 8 mois coques Methanohalophilus Halophilus 98% 
      

Tyro 18.2 120 Autotroph S° 14  jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 98% 

Tyro 18.4 120 Acetate 73  jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 98% 

Tyro 18.5 120 TMA 73  jours coques Methanohalophilus halophilus 98% 

Tyro 18.6 120 Benzoate/ 

propionate 

35  jours bâtonnet Halanaerobium sehlinense 98% 

Tyro 18.8 120 Heterotroph 10  jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 99% 

Tyro 18.9 120 Choline 11  jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 99% 

Tyro 18.10 120 Dextran 11  jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 99% 

Tyro 18.11 120 Betaine 11  jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 99% 

Thetis 21.5 120 TMA 87  jours coques Methanohalophilus halophilus 98% 

Thetis 21.8 120 Heterotroph 29  jours bâtonnet avec 

corps 

sphériques 

Mariniphaga anaerophila 89% 
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La  présence  de  représentants  appartenant  aux  genres  Halanaerobium,  Halomonas  et 

Methanohalophilus dans nos enrichissements est cohérente avec les caractéristiques 

physiologiques décrites pour ces genres et les conditions environnementales rencontrées dans les 

bassins profonds hypersalés. 

 Le genre Halanaerobium comprend des bactéries halophiles anaérobies dont le 

métabolisme  est  la  fermentation.  Ces  microorganismes  fermentent  les  sucres  pour  former  de 

l’acétate, de l’éthanol, du CO 2 et de l’hydrogène. Leur croissance est optimale entre 100 et 145 

g.L-1 de NaCl et jusqu’à 300 g.L -1 de NaCl. Les représentants cultivés de ce genre sont capables 

de réduire à la fois le soufre et le thiosulfate. La voie de dégradation de la bétaïne a a été mise en 

évidence par des analyses in silico dans 30% des génomes de souches ou espèces affiliées au 

genre  Halanaerobium  (Daly  et  al.,  2016).  La  dégradation  de  la  bétaïne,  soluté  compatible  très 

largement utilisé par les microorganismes, produit du TMA et de l’acétate. Le TMA est un substrat 

non compétitif pour les méthanogènes et notamment dans les environnements hypersalés pour 

les membres du genre Methanohalophilus.  

Thetis 22.2 120 Autotroph S° 16  jours    bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 98% 

Thetis 22.6 120 Benzoate/ 

propionate 

35  jours bâtonnet Halanaerobium sehlinense 99% 

Thetis 22.7 120 Acetate/ 

lactate 

29  jours bâtonnet Halanaerobium saccharolyticum 98% 

Thetis 22.8 120 heterotroph 29  jours bâtonnet avec 

corps 

sphériques 

Mariniphaga anaerophila 89% 

Kryos 23.5 120 TMA 87 jours coques Methanohalophilus halophilus 98% 

Urania 26.6 120 Benzoate/ 

propionate 

17 mois vibrio Desulfonatronovibrio hydrogenovorans 91 

% 

Kryos 23.9 120 Choline 67 jours filament fin Marinilabilia salmonicolor 88% 

 
      

Thetis 30.5 60 TMA 73  jours coques Methanohalophilus halophilus 99% 

Thetis 30.7 60 Acetate/ 

lactate 

87  jours bâtonnet Fusibacter paucivorans 89% 

Thetis 30.8 60 Heterotrophe 14  jours bâtonnet Halomonas taeanensis 99%  
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Le genre Methanohalophilus comprend des microorganismes anaérobies halophiles 

modérés  qui  produisent  du  méthane  à  partir  de  composés  méthylés.  Ces  microorganismes 

réputés pour être difficiles à cultiver ont été enrichi après un temps d’incubation assez long, en 

présence de  60 à 120 g.L -1 de NaCl (temps d’incubation supérieurs à deux mois) et 200 g.L -1 de 

NaCl (jusqu’à 8 mois d’incubation).  

Le genre Halomonas est composé de microorganismes aérobies halophiles hétérotrophes 

(Vreeland, 2015). Certaines souches du genre sont capables d’une croissance en anaérobiose en 

fermentant des sucres ou en réduisant les nitrates. Elles se développent dans une large gamme 

de sels de 0,1 à 325 g.L-1  de NaCl.  

Dans le cas des cinq séquences obtenues affiliées à des potentiels nouveaux genres, nous 

ne pouvons pas proposer de liens avec leurs caractéristiques physiologiques. Les 2 séquences 

affiliées au genre Mariniphaga montrent des similitudes inférieures à 90 % et correspondent à des 

cellules  en  formes  de  bâtonnets  présentant  un  renflement  (figure  51).  Malgré  de  nombreuses 

tentatives de maintien de cette culture singulière dans différentes conditions (salinité, température, 

sources  de  carbone,  accepteurs  d’électrons)  aucune  des  conditions  testées  n’a montré  de 

résultats.  Il  est  fort  probable  que  le  renflement  de  la  cellule  observé  soit  un  signe  de  stress 

physiologique. 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 51: Photographie en microscopie à contraste de phase, objectif 
X100, de l’enrichissement 22.8. Les cellules présentent un renflement. 
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La séquence d’ADNr 16S de l’enrichissement positif Urania 26.6 montre une similitude de 

91  %  avec  Desulfonatronovibrio  hydrogenovorans.  L’observation  des  cellules  au  microscope 

photonique  de  cet enrichissement révèle  la présence  de cellules en  forme  de  vibrio, une 

morphologie  similaire  au  genre  Desulfonatronovibrio  (figure  52).  17  mois  d’incubation  ont  été 

nécéssaires  pour  déclarer  cet  enrichissement  positif.  Les  différentes  tentatives  de  repiquages 

n’ont pas permis de maintenir et de stabiliser cette souche. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

L’enrichissement de cette souche a été déclaré positif après 17 mois d’incubation en raison 

de l’observation au microspcope photonique à contraste de phase de cellules en formes de vibrio 

dans l’enrichissement.  

 De la même façon, l’analyse génétique de l’ADN extrait de la culture d’enrichissement 30.7 

montrant une similitude de 89% avec Fusibacter paucivorans a malheureusement été perdue.  

 A ce jour, seule la culture d’enrichissement, obtenue à partir des échantillons de saumure 

du  bassin  Kryos,  correspondant  à  l’enrichissement  23.9  additionné  de  choline  (tableau  5),  était 

Figure  52:  Arbre  phylogénétique  obtenu  avec  la  méthode  du  maximum  de  vraisemblance  basé  sur  l’analyse  du 
gène  codant  pour  la  petite  sous-unité  16  du  ribosome  (ARNr  16S).  La  position  de  la  séquence  correspond  à  la 
souche « Strain SL1 MAMBA1 » est soulignée en rouge. L’échelle correspond à 5% de divergence dans la séquence 
nucléique. 
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stable dans le temps. L’analyse moléculaire de cet enrichissement révèle la présence de 

séquences  d’ADNr  16S  proches  de  88  %  de  similitude  avec  l’espèce  cultivée Marinilabilia 

salmonicolor souche NRBC 15948. Nous avons procédé à l’isolement de cette souche en utilisant 

la technique de série de dilution jusqu’à extinction. L’observation microscopique de cette souche 

révèle une morphologie cellulaire de longs filaments très fins. 

 Une fois la souche purifiée, nous avons procédé au séquençage complet de l’ADNr 16S. 

L’analyse  phylogénétique  a  confirmé  que  le  plus  proche  représentant  cultivé  est  bien  affilié  au 

genre  Marinilabilia  avec  des  valeurs  de  similitude  de  88%.  Les  séquences  présentant  les  plus 

fortes  valeurs  de  similitude  correspondent  à  des  séquences  d’organismes  incultivés  avec  93  à 

95% de similarité. L’ensemble de ces séquences d’organismes incultivés sont issues 

d’environnements  hypersalés  et  des  DHABs  de  Méditérranée.  C’est  le  cas  pour  les  séquences 

notées  KRYOS_CHW_E38,  UBBB-48,  U37_21p1%,  ULIB-58_out  dans  l’arbre  obtenues  des 

bassins  Kryos  pour  la  première  et  Urania  pour  les  2  autres  (figure  53).  La  souche  Kryos  23.9 

représente un nouveau genre bactérien voire une nouvelle famille. Il est important de poursuivre la 

caractérisation  physiologique  et  génomique  de  cet  isolat.  Les  données  obtenues  pourraient 

apporter  de  précieuses  informations  (condition  optimale  de  croissance,  potentiel  métabolique) 

pour essayer de mettre en œuvre des approches pertinentes pour isoler d’autres représentants de 

lignées incultivés inféodées aux DHABs. 
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Figure 53: Arbre phylogénétique réalisé à partir de l’ADNr 16S de l’isolat SLHKRYOS 23.9 (ici noté Stéphane).   

 La souche SLHKRYOS 23.9 se développe à 120 g.L-1 de NaCl à température ambiante sur 

un milieu composé d’extrait de levure et choline. Un large éventail de substrats et de conditions de 

culture ont été testé,  cependant cette souche montre une densité cellulaire maximale de 5 X 10 7 

cellules/ml  même  après  2  mois  d’incubation.  Nous  n’avons  pas  réussi  à  trouver  les  conditions 

requises qui permettraient d’atteindre une biomasse de 10 8 cellules/ml. En fin de croissance, le 

milieu dont la concentration en carbone est faible, présente un très léger trouble microbien. Les 

faibles densités cellulaires et les difficultés à cultiver cette souche ne permettent pas d’envisager 

un dépôt de cette souche dans les collections internationales de microorganismes. Nous 

envisageons  donc  de  séquencer  le  génome  de  cette  souche.  Le  séquençage  complet  de  son 

génome facilitera les hypothèses sur son potentiel génétique et l’identification d’une voie 

métabolique caractéristique ou l’évidence  d’une auxotrophie, qui permettrait d’améliorer les 

densités cellulaires. Le dépôt dans les collections internationales de microorganismes est 

nécessaire dans l’optique de publier et de décrire ce nouveau taxon. 

 L’analyse moléculaire des cultures d’enrichissement montre que l’approche culturale 

traditionnelle  a  permis  de  mettre  en  évidence  des  microorganismes  fermentaires  anaérobies 

appartenant  au  genre  Halanaerobium  ou  anaérobies  facultatifs  du  genre  Halomonas,  et  des 

archées méthanogènes halophiles appartenant au genre Methanohalophilus.  Il a été suggéré que 

la méthanogénèse dans les bassins hypersalés profonds anoxiques seraient dû aux membres de 

la lignée MSBL1 (Van der Wielen et al., 2005). Les résultats d’études antérieures obtenues par 

l’approche « Single Cell » à partir de cellules appartenant à la lignée MSBL1, semblent indiquer 

que ces cellules ne possèdent pas les enzymes connues à ce jour pour réaliser les différentes 

étapes de la méthanogenèse (Mwirichia et al.,  2016). De plus aucun isolat de cette lignée n’étant 

disponible, les conclusions sur le métabolisme des représentants de cette lignée MSBL1 restent 

très  spéculatives.  Les  approches  moléculaires  mettent  rarement  en  évidence  la  présence  des 

séquences appartenant au genre  Methanohalophilus dans ces bassins probablement parce que 

les méthanogènes ne représentent qu’une faible proportion des Archaea présentes. Par exemple 

l’analyse des méthanogènes dans des cultures en série de dilution (NPP) indique que le nombre 

de méthanogènes dans des sédiments marins superficiels de l’Oregon associés à des hydrates de 

gaz n’est que de 10 1 à 10 2 cellules par ml (Kendall et al., 2006) et échappent ainsi aux outils de 

biologie  moléculaires.    Une  étape  préalable  de  mise  en  culture  des  méthanogènes  est  donc 
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indispensable. La mise en évidence par des approches culturales de microorganismes affiliés au 

genre Methanohalophilus dans 3 bassins Tyro, Kryos et Thetis suggère que ces microorganismes 

semblent  être  impliqués  dans  la  production  du  méthane  in  situ  dans  ces  bassins  et  qu’ils  sont 

viables  et  cultivables. C’est  la  première fois que  des  représentants  de  ce  genre  sont  cultivés  à 

partir  d’échantillons  originaires  d’environnements marins  profonds. L’ensemble des  souches 

appartenant  au  genre Methanohalophilus  sont  isolées  à  partir  d’environnements  hypersalés 

terrestres (Katayama et al., 2014). En raison de l’importance du processus de méthanogenèse et 

de l’originalité des enrichissements obtenus, nous avons décidé d’isoler les souches affiliées au 

genre Methanohalophilus à partir des 3 bassins et de caractériser la physiologie et la génétique 

des nouveaux isolats. Ces travaux sont présentés dans le chapitre II. 

 Les  approches  culturales  traditionnelles  par  opposition  aux  approches  dites  haut-débits 

nous  ont  donc  permis  d’enrichir  des  microorganismes  fermentaires,  méthanogènes  et  sulfato-

réducteurs.  Aucune  séquence  n’était  affiliée  aux  lignées  MSBL  pourtant  diversifiées  dans  les 

environnements profonds hypersalés. L’ensemble des résultats de culture relatifs au bassin Thetis 

ont été valorisé et publié dans le cadre d’une collaboration avec le laboratoire de Michail Yakimov 

et l’article est présenté dans l’annexe 5 (La Cono et al., 2011). 

 

I.2.  Approches culturales innovantes dites haut-débits. 

 

 Dans le cadre du programme Européen, MaCuMBA, un des objectifs était le 

développement de nouvelles approches innovantes de cultures afin de « cultiver l’incultivé ». Dans 

ce  cadre,  j’ai  participé  à  la  rédaction    d’un  chapitre  portant  sur  les  approches  innovantes  de 

culture.  Ce  chapitre  publié  dans  le  livre  « The  Marine  Microbiome »  édité  par  Springer  est 

présenté en Annexe 1. 

 Une approche de culture haut-débit, développée dans le cadre de ce programme européen 

implique la réalisation de culture dans des plaques de 96 puits contenant 2,2 ml de milieu. Ainsi, 

l’effort employé à la multiplication des conditions de culture en plaques devrait permettre 

d’améliorer notre capacité à enrichir la fraction « incultivée » de la diversité microbienne.  

La  première  étape  de  ce  développement  consistait  à  déterminer  le  nombre  de  cellules 

cultivables  dans  le  milieu  de  culture  défini  pour  rechercher  des  microorganismes  aérobies, 



 
 
 
 

140 
 

hétérotrophes  et  pour  trois  salinités  différentes  (33,  100  et  200  g.L-1  de  NaCl)  (Tableau  6), 

conditions représentatives des celles rencontrées in situ dans les bassins hypersalés.   

 

Tableau  6:  Dénombrement  des  populations  microbiennes  cultivables  dans  un  milieu  de 

culture destiné à enrichir des microorganismes hétérotrophes aérobies pour trois 

conditions de salinités à partir d’échantillons de saumures collectés en Mer Méditerranée 

(Medee, Tyro, Thetis et Urania) par la technique du nombre le plus probable (NPP). Entre 

parenthèse sont indiquées les concentrations en NaCl (en g.L-1). 

 
 

 Bassins hypersalés en Mer Méditerrannée 

 

Concentrations 

en NaCl (en 

g.L-1) 

Medee 

(235) 

Cellules/ml 

Tyro 1 

(80) 

Cellules/ml 

Tyro 2 

(310) 

Cellules/ml 

Thetis 

(236) 

Cellules/ml 

Urania 

(160) 

Cellules/ml 

33 3,5 X 102 5 X 102 2 X 102 2,5 X 102 4 X 102 

100 4,5 X 103 7 X 103 3,5 X 103 7 X 103 4,5 X 103 

200 6 X 102 8 X 102 1 X 103 2 X 102 2 X 102 

 

Dans un second temps, une plaque par échantillon et par salinité a été inoculée avec 0,1 

cellule  cultivable.  A  partir  du  nombre  de  cellules  cultivables  dans  l’échantillon  à  une  condition 

donnée, l’échantillon de départ est dilué pour apporter dans l’inoculum 0,1 cellule cultivable par 

puits de la plaque. Le choix de 0,1 cellule cultivable par puits a pour but d’obtenir dans les puits de 

la microplaque des cultures clonales et de permettre aux microorganismes à croissance lente de 

se développer.  Au total, 18 plaques de 96 puits ont été inoculées incluant des contrôles (milieu 

non inoculé) en cas de contamination et/ou contaminations croisées. Après 2 mois d’incubation, 

une croissance microbienne a été détectée dans 152 puits (Tableau 7). 

 

 

 

Tableau 7: Nombre de puits montrant une croissance cellulaire dans le milieu de culture 

destiné  à  enrichir  des  microorganismes  hétérotrophes  aérobies  dans  trois  conditions  de 
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salinité.  Entre  parenthèse  sont  indiquées  les  concentrations  en  NaCl  (g.L-1).  Au  total  88 

puits  sont  inoculés.  Une  colonne    (8  puits)  est  un  témoin  de  non  contamination  de  la 

plaque 96 puits.  

 
 Bassins profonds anoxiques hypersalés en Mer Méditerranée 

 

Concentrations 

en  NaCl (en 

g.L-1) 

Medee 

(235) 

Tyro 1 

(80) 

Tyro 2 

(310) 

Thetis 

(236) 

Urania 

(160) 

33 11 4 16 6 12 

100 8 12 9 13 16 

200 13 8 4 11 9 

Total 32 24 29 30 37 

 

Au  total,  152  puits  ont été  déclaré  « culture positive  »  sur  l’ensemble  des  plaques 

analysées. L’extraction d’ADN génomique total à partir des cultures positives a été réalisée et un 

total  de  127  amplifications  positives  du  gène  de  l’ADNr  16S  par  PCR  ont  été  obtenues.  Les 

produits d’amplifications PCR ont été séquencés directement, sans étape de clonage, à l’aide de 

l’amorce  universelle  U1492R.    Au  total,  106  séquences  partielles  d’ADNr  16S  (environ  800 

nucléotides)  étaient  exploitables,  et  21  présentaient  un  double  signal  sur  le  chromatogramme 

(présence  possible  de  plusieurs  souches  dans  un  même  puits).  Les  résultats  et  l’affiliation  au 

niveau du genre sont indiqués dans le tableau 8. 
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Tableau 8: Affiliation taxonomique des séquences d’ADNr 16S obtenues à partir des puits 

de  cultures  positives  obtenues  en  plaques  96  puits  par  l’approche  haut-débit  à  l’aide  de 

l’outil  BLASTn  (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/).  Le  niveau  taxonomique  retenu  pour    les 

résultats  de  BLAST  est  celui  du  genre.  Le  milieu  de  culture  utilisé  est  spécifique  des 

bactéries hétérotrophes aérobies et pour trois conditions de salinité (NaCl en g.L-1) 

réalisées  en  parallèle.  Les  chiffres  correspondent  au  nombre  de  séquences  obtenues 

classées dans les groupes taxonomiques correspondant. 

 Concentrations en NaCl 

Affiliation taxonomique au niveau du 

genre 33 g.L-1  

 

100 g.L-1 200 g.L-1 

Chromohalobacter sp. 5 6 9 

Halomonas sp. 11 5 11 

Alcanivorax sp. 0 8 4 

Salinicola sp. 0 3 3 

Idiomarina sp. 5 0 0 

Marinobacter sp. 9 2 0 

Alteromonas sp. 6 0 0 

Total  35 44 27 

 

Cette approche de culture haut-débit confirme la présence de microorganismes halophiles 

aérobies dans les différentes zones de l’halocline des bassins étudiés. L’ensemble des résultats 

en  fonction des  bassins sont présentés  dans l’annexe 6. Les communautés microbiennes 

cultivables sont majoritairement affiliées au phylum des Proteobacteria  des  classes Gamma et 

Beta.  Dans  la  classe  Gamma  des  représentants  cultivés  appartenant  à  la  fois  à  l’ordre  des 

Oceanospirillales incluant les genres Chromohalobacter, Halomonas, Alcanivorax et Salinicola et 

à l’ordre des Alteromonadales avec le genre Idiomarina et Marinobacter ont été identifiés. Chez 

les  Betaproteobacteria,  des  représentants  cultivés  appartenant  au  genre  Alteromonas    dans 

l’ordre des Neisseriales ont été obtenus. 

Chez les Gamma-protébactéries les genres Chromohalobacter, Halomonas, Alcanivorax et 

Salinicola sont composés de souches microbiennes aérobies et halophiles. Les représentants de 

ces genres se développent de manière optimale entre 10 et 15% de NaCl et ont une gamme de 
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croissance très large en présence de sels (i.e. de 0,5 à 30%) (Garrity et al., 2015).  Les membres 

du genre Chromohalobacter ont une croissance optimale entre 8 et 10% de NaCl, et sont chimio-

organotrophes; ils réduisent le nitrate en condition anaérobie. Le genre Halomonas est un genre 

très versatile puisque les représentants cultivés croient dans une gamme large de température, 

pH  et  sont  retrouvés  dans  de  nombreux  biotopes  ainsi  que  dans  la  biosphère  souterraine 

(Gaboyer et al., 2014). Dans le genre Halomonas, certaines souches sont capables de croître en 

condition anaérobie via la fermentation ou la réduction des nitrates  (Lee et al., 2016). Le genre 

Alcanivorax est retrouvé dans des milieux salés et pollués par des hydrocarbures (Denaro et al., 

2014).  Les  membres  de  ce  genre  sont  capables  de  dégrader  les  hydrocarbures  linéaires  ou 

aromatiques. Le  genre Salinicola a  été  décrit suite  à  des  expériences  de  dégradation  de  

naphtalène par un consortium microbien (Anan'ina et al., 2007). 

 Les  genres  Idiomarina  et  Marinobacter  sont  des  genres  microbiens  que  l’on  retrouve 

classiquement en milieu marin et dans les environnements hypersalés (Bowman and McMeekin, 

2015).  Plus  précisément,  les  membres  du  genre  Idiomarina  sont  capables  de  croitre  dans  une 

large  gamme  de  salinité  (jusqu’à  25  %  de  NaCl).  Par  exemple,  les  espèces  représentatives 

Idiomarina halophila et I. salinarum ont été isolées de marais salants  (Lee et al., 2015). Certaines 

souches croient en anaérobiose en réduisant les nitrates. Les approches moléculaires basées sur 

l’analyse  du  gène  codant  pour  l’ADNr  16S  démontre  la  présence  de  représentant  du  genre 

Idiomarina dans des milieux salés et pollués par des hydrocarbures. Le genre Marinobacter a été 

décrit la première fois lors de la caractérisation de la souche M. hydrocarbonoclasticus, souche 

type capable de dégrader des hydrocarbures à chaines linéaires ou aromatiques (Mounier et al., 

2014).  D’autres  membres  du  genre  Marinobacter  sont  également  capables  de  dégrader  les 

hydrocarbures (Al-Wahaib et al., 2016). Certaines espèces de ce genre sont halophiles telles que 

M.  salarius et M. halophilus qui croient dans des gammes de salinité allant jusqu’à 20% de NaCl. 

Une  des  particularités  des  membres  de  ce  genre  est  leur  capacité  à  utiliser  la  bétaïne  comme 

soluté compatible pour lutter contre la forte pression osmotique de leur environnement. L’analyse 

du métagénome enrichis en représentants du genre Marinobacter ont mis en évidence une voie 

de  synthèse  de  la  bétaïne  à  partir  de  la  choline (Daly  et  al.,  2016)  ,  suggérant  que  ces 

microorganismes peuvent subvenir à leur besoin en bétaïne pour assurer leur adaptation vis à vis 

des fortes salinités.   
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L’ensemble  de  ces  caractéristiques  physiologiques  vis  à  vis  du  sel  démontre  que  la 

communauté  aérobie  cultivable  dans  les  bassins  profonds  hypersalés  de  la  Mer  Mediterannée 

comprend des microorganismes capables de croître dans une large gamme de sels et donc dans 

une grande partie de la halocline. En condition anaérobie, ces microorganismes se développent 

via  la  fermentation  ou  la  réduction  des  nitrates.  Des  concentrations  de  nitrate  de  l’ordre  du 

micromolaire ont été mesuré dans les bassins (Daffonchio et al., 2006). Les membres des genres 

décrits  plus  haut  sont  pour  certains  capables  de  dégrader  les  hydrocarbures  dont  la  présence 

dans ces bassins est avérée (Polymenakou et al., 2007). Cette seconde approche de culture haut-

débit innovante n’a pas aboutie à l’enrichissement de représentants des lignées MSBL composés 

uniquement  de  séquences  environnementales  dont  le  rôle  et  la  fonction  dans  l’environnement 

restent hypothétiques. 

 

II. Isolement et caractérisation physiologique de 3 souches méthanogènes à 

partir des bassins profonds anoxiques hypersalés de la Mer Méditerranée. 

 

Un  des  faits  marquant  de  ce  travail  est  notre  succès  pour  enrichir  des  méthanogènes 

méthylotrophes halophiles modérés appartenant au genre Methanohalophilus à partir de plusieurs 

bassins  profonds  hypersalés  de  la  Mer  Méditerranée.  En  effet,  jusqu’à  ce  jour,  aucune  souche 

appartenant à ce genre n’avait été isolée d’environnements profonds. Notre objectif était d’isoler et 

de  caractériser  3  souches  provenant  de  3  bassins  différents  (Tyro,  Kryos  et  Thetis)  afin  de 

déterminer la physiologie et les caractéristiques  génomiques de ces méthanogènes.  

 

II.1. Isolement des souches appartenant au genre Methanohalophilus à partir 

des bassins profonds hypersalés de Mer Méditerranée. 

 

 Les  enrichissements  sélectionnés  les  plus  prometteurs  pour  réaliser  les  isolements  en 

culture pure sont : Tyro 18.5, Kryos 23.5 et Thetis 21.5 (Tableau 5). Dans un premier temps la 

stabilité des enrichissements a été vérifiée par repiquages (10% d’incoculum) successifs dans un 

milieu contenant du TMA comme substrat catabolique pour la production de méthane (Cf. mat et 
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met).  L’isolement  des  souches  a  été  réalisé  en  gélose  dans  les  flacons  de  Wolfe  incubés  à 

température  ambiante  (environ  20°C)  et  inoculés  avec  des  cultures  en  phase  exponentielle 

(environ 1 X 108 cellules/mL). Après 2 mois d’incubation, des colonies jaune moutarde d’environ 1 

à 2 mm sont visibles et sont repiquées dans un milieu liquide de même composition (Figure 54). 

Pour  l’étape  de  purification  des  souches  respectives,  trois  passages  sur  milieu  solide  ont  été 

réalisées.  Après  1  an  d’effort  de  purification  des  souches,  3  isolats  méthanogènes,  appelés 

SLHTYRO, SLHKRYOS et SLHTHETIS et provenant respectivement des bassins Tyro, Kryos et 

Thetis ont été obtenus en culture pure. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.2.  Observation morphologique des trois souches méthanogènes isolées en 

culture pure. 

 L’observation au microscope à contraste de phase indique que les cellules sont des coques 

régulières. Sous lumière UV, les cellules fluorescent, ce qui nous indique la présence du facteur 

F420. Le diamètre des souches varient entre 0,7 et 1,2 µm (figure 55). Elles apparaissent isolées, 

en paire ou en amas cellulaires. La souche SLHTYRO présente une mobilité cellulaire, confirmée 

par  l’observation d’un flagelle en MET (figure 56). Les 3 nouvelles souches se distinguent des 3 

Figure 54: Observation des colonies obtenues en cultivant la souche méthanogène 
SLHKRYOS dans les flacons de Wolfe après deux mois d’incubation (flèches rouges). 
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espèces  connues  du  genre  Methanohalophilus  par  la  forme  régulière  de  leurs  cellules  et  la 

mobilité de SLHTYRO.  

 
Figure 55: Photographie en microscopie à contraste de phase de la souche SLHTYRO (A) et SLHKRYOS (B). 

Les cellules ont été observées au grossissement X100. 

 

Figure  56:  Photographie  en  microscopie  électronique  à  transmission  (MET)  de  la  souche  SLHTYRO  (A)  et 

SLHKRYOS (B). La barre en bas à droite correspond à l’échelle de 500 nm. 

 
II.3. Caractéristiques physiologiques des souches méthanogènes du genre 
Methanohalophilus. 

 

 Gamme de température 

Les souches SLHTYRO et SLHKRYOS se développent de façon optimale à 30°C et 

SLHTHETIS à 25°C. Pour les 3 souches une croissance à 12°C et à 37°C a été observées, nous 

n’avons pas mesuré et détecté de croissance à 7°C et 40°C après 4 mois d’incubation (figure 57). 
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 Gamme de salinité 

Chacune  des  souches  a  été  incubée  dans  un  milieu  défini  en  présence  de  concentrations 

finales  en  NaCl  comprises  entre  0  et  300  g.L-1.  La  souche  SLHTYRO  montre  un  optimum  de 

croissance  à  135  g.L-1  de  NaCl,  et  sa  gamme  de  croissance  se  situe  entre  45  et  240  g.L-1  de 

NaCl. Aucune croissance n’a été détectée à 30 et 255 g.L -1 de NaCl. La souche SLHKRYOS a un 

optimum de croissance à 105 g.L-1 de NaCl, sa gamme de croissance se situe entre 45 et 210 g.L-

1 de NaCl. Aucune croissance n’a été détectée à 30 et 255 g.L -1 de NaCl (figure 58). La souche 

SLHTHETIS a un optimum de salinité à 90 g.L -1 de NaCl. Aucune croissance n’a été détectée à 

30 et 255 g.L -1 de NaCl. Sa gamme de croissance se situe entre 45 et 210 g.L -1 de NaCl,  aucune 

croissance n’a été détectée à 30 et 240 g.L-1 de NaCl. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 57: Courbe de croissance des souches SLHTYRO et SLHKRYOS en 
fonction de la température. D0 : densité optique mesurée à 600 nm. 

Figure 58: Gamme de croissance en fonction de la salinité (concentration en NaCl en g/L -1) 
des souches SLHTYRO et SLHKRYOS. DO : Densité optique mesurée à 600 nm. 
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 Gamme de pH. 

La gamme de pH pour les 3 souches est comprise entre 6,5 et 8,2. Aucune croissance pour 

les 3 souches n’a été observée à pH 6 et pH 8,5. 

Une synthèse des conditions de croissance des souches SLHTYRO, SLHKRYOS, 

SLHTHETIS avec les souches types du genre Methanohalophilus est présentée dans le tableau 9. 

 

Tableau 9: Comparaison des conditions physiologiques (température, salinité et pH) de 

croissance des souches du genre Methanohalophilus isolées dans cette étude à partir des 

bassins profonds hypersalés de Mer Méditerrannée avec les représentants 

Methanohalophilus présentes dans les collections internationales.  

 

Les résultats présentés dans le tableau 9 indiquent que les souches isolées dans ce travail ont 

un minimum de température de croissance plus bas que les autres souches du genre 

Methanohalophilus. D’autre part, les souches méthanogènes isolées sont capables de se 

développer  à  la  température  mesurée  in  situ  des  DHABs  (14°C).  La  gamme de  salinité  de  nos 

souches s’échelonne entre 45 et environ 200 g.L -1 de NaCL. Cette capacité de croissance dans 

une gamme de salinité importante doit permettre une flexibilité adaptative pour ces 

microorganismes  à  se  développer  dans  l’épaisseur  de  l’halocline  anoxique  des  DHABs  dans 

laquelle le gradient de salinité est le plus fort.  
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 Croissance en présence de MgCL2. 

Les souches SLHTYRO et SLHTHETIS ont été isolées des bassins profonds hypersalés Tyro 

et Thétis dits thalassiques, et la souche SLHKRYOS isolée du bassin Kryos dit athalassique. En 

effet  le  bassin  Kryos  athalassique  est  caractérisé  par  une  concentration  importante  de  Mg2+ 

(environ 4,38 M de MgCl2) contrairement aux deux autres bassins thalassiques (entre 0,3 et 0,6 M 

de MgCl2). Nous avons donc testé la croissance des 3 souches méthanogènes en fonction d’un 

gradient de concentration en chlorure de magnésium (MgCl 2) compris entre 0 et 3 M avec un pas 

de 0,5 M. La concentration en NaCl était constante et fixée à 90 g.L-1. 

 

Les  souches  SLHTYRO  et  SLHTETIS  se  développent  entre  0,5  M  et  1  M  de  Mg2+,  et  ne 

montrent pas de croissance en l’absence de magnésium dans le milieu et à 1,5 M de Mg 2+. La 

souche SLHKRYOS se développe entre 0,5 et 1,5 M de Mg 2+, mais ne montre pas de croissance 

à 0 et à 2 M de magnésium. La souche SLHKRYOS semble donc avoir une gamme de tolérance 

vis-à-vis du magnésium plus large que les souches SLHTYRO et SLHTHETIS. Cette 

caractéristique est en adéquation avec son habitat naturel puisque le bassin Kryos est 

athallassique, c’est-à-dire riche en magnésium. 

 

 Source de carbone et d’énergie pour la méthanogenèse des souches 

 

Les 3 souches se développent en conditions optimales dans un milieu additionné de 20 mM 

d’amines méthylées : MMA, DMA, TMA comme source de carbone catabolique.  Les observations 

démontrent que la croissance est plus rapide dans un milieu additionné de TMA plustôt que sur 

les  autres  composés méthylés  testés  (DMA,  MMA,  …).  Les  3  souches  assimilent également  le 

méthanol dans une gamme de concentrations comprise entre 10 et 50 mM. Aucune croissance 

n’a été observée en condition autotrophe (H 2/CO2, 2 bars) avec l’hydrogène ou le formate comme 

donneur  d’électrons,  ou  encore  dans  un  milieu  additionné  d’acétate  ou  de  diméthylsulfide. 

D’autres  substrats  cataboliques  alternatifs  de    la  méthanogénèse  ont  également  été  testés 

(choline,  bétaïne  et  N,N  diméthylethanolamine)  (L’Haridon  et  al.,  2014)  avec  à  la  fois  les  3 

nouvelles souches méthanogènes et les espèces connues du genre Methanohalophilus. Aucune 

croissance n’a été détectée sur ces 3 substrats pour l’ensemble des souches testées. 
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 Détection des composés méthylés, de leurs précurseurs et de la choline dans les 

échantillons bruts. 

 

La  bétaïne,  la  choline  sont  des  précurseurs  des  composés  méthylés  suite  à  une 

dégradation  par des microorganismes. La dégradation  de  la  bétaïne  par fermentation ou  par la 

réaction de Stickland avec l’hydrogène ou la sérine a été démontrée chez les Halanaerobiales et 

conduit à la production de TMA et d’acétate (Moune et al., 1999). La dégradation de la choline par 

des  bactéries  sulfato-réductrices  (genre  Desulfovibrio)  produit  de  l’acétate  et  du  TMA (Hayward 

and Stadtman, 1959)(figure 59). 

 

Figure 59: Schéma représentant les sources de triméthylamine et des composés méthylés. 

 
Des échantillons d’eau provenant des bassins Tyro et Kryos ont été analysés par 

chromatographie ionique pour rechercher ces composés (Tableau 10). 
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Tableau 10: Concentrations des composés aminés et méthylés dans les eaux des bassins 

hypersalés profonds anoxiques Tyro et Kryos en micro- et millimolaires. MMA : 

Monométhylamine, DMA : Diméthylamine, TMA : Triméthylamine. 

    Ammonium MMA DMA TMA 
Ethanol-

amine 

Monomethyl-

ethanolamine 

Dimethyl-

ethanolamine 
Choline 

     µM  µM  µM  µM µM  µM µM  mM 

Tyro  

Upper 

interface 
119,73 0 0 0,816 0 0 0 0 

Middle 

interface 
349,408 0 0 0 0 0 0 0 

Kryos   

Brine 145,862 0 0 0,717 0 0 3,921 72 

Low 

Interface 
347,096 0 0 0 0 0 13,509 79 

low 

interface 
251,697 0 0 0,838 0,68 0 0,569 76 

Middle 

interface 
176,569 0 0 0,474 0 0 8,419 71 

Middle 

Interface 
126,254 0,509 0 0,315 0,769 0 5,523 68 

upper 

interface 
110,38 0 0 1,227 0 0 11,501 22 

  

Dans  le  bassin  athalassique  Kryos,  il  semble  exister  un  gradient  de  concentration  en  

choline entre  la  saumure  et  l’interface  haute  du  bassin. En effet,    les  concentrations  hautes  en 

choline atteignent 70 mM dans la saumure et dans l’interface basse de l’halocline. La choline est 

un des constituants des membranes cellulaires. La concentration en choline diminue à l’interface 

haute du bassin avec 22 mM.  

Dans le bassin Tyro, la présence de TMA a été détectée (0,816 µM) dans l’halocline et plus 

précisément  dans  un  échantillon  contenant  83  g.L-1  de  NaCl.  Le  MMA  est  uniquement  présent 

dans l’interface médiane du bassin Kryos avec une concentration de 0,509 µM alors que le DMA 

n’est jamais détecté dans les échantillons analysés. D’autre part l’éthanolamine et le 

diméthyléthanolamine ont aussi été détectés. La détection de ces composés méthylés aminés est 

d’une importance considérable car leur présence renseigne à la fois sur les substrats potentiels 

disponibles pour le développement des communautés microbiennes spécifiques et sur les 

processus microbiens potentiels mis en œuvre. Par exemple, il est reconnu que la dégradation de 

la  choline  par  des  souches  méthanogènes  appartenant  au  genre  Methanococcoides  produit  le 



 
 
 
 

152 
 

diméthyléthanolamine, le monométhyléthanolamine et l’éthanolamine (Watkins et al., 2012). Or le 

diméthyléthanolamine  est  un  substrat  reconnu  pour  la  méthanogénèse  méthylotrophe  et  en 

particulier  les souches appartenant au genre Methanococcoides (L'Haridon et al., 2014). Ainsi, la 

diminution de la concentration en choline et la coexistence simultanée de diméthyléthanolamine et 

d’éthanolamine dans l’interface haute suggèrent l’existence d’un processus similaire de 

méthanogenèse méthylotrophe. D’autre part, la conversion de la choline en bétaïne est 

communément retrouvée chez les bactéries halophiles en particuliers celles appartenant au genre 

Marinobacter (ex : M. hydrocarbonoclasticus). Dans notre étude certaines souches enrichies sont 

phylogénétiquement  proches  d’espèces  appartenant  au  genre  Marinobacter.  Or  les  espèces 

caractérisées  à  ce  jour  sont  capables  de  transporter  la  choline  dans  leur  cytoplasme  et  de 

produire de la bétaïne par deux réactions d’oxydation (Daly et al., 2016).  L’oxydation de la choline 

par les espèces du genre Marinobacter peut être une source de Bétaïne dans le bassin. Une fois 

libérée dans le milieu, la bétaïne pourra été catabolisée en précurseurs méthylés nécessaires aux 

méthanogènes méthylotrophes.  

Les concentrations en ammonium sont 100 à 300 fois plus élevées (entre 110 et 348 M) dans 

les DHABs (Tableau 1) que celles mesurées en milieu marin (environ 1 µM)(Holmes et al., 1999). 

La diminution de la concentration en ammonium dans les parties hautes de l’halocline dans les 

bassins Tyro et Kryos suggère la consommation d’une partie de l’ammonium par les 

microorganismes. En effet, l’ammonium est une source d’azote utilisée par les microorganismes 

pour  la  synthèse  de  leur  matériel  cellulaire  mais  est  aussi  une  source  d’énergie  pour  les 

microorganismes réalisant l’oxydation de l’ammonium. Certaines Archaea appartenant au groupe 

des MG-I (Marine group I) au sein des Thaumarchaeota sont capables d’oxyder l’ammonium en 

nitrite (Kozlowski et al., 2016).  

II.4. Effets de la pression hydrostatique sur la croissance des souches 

méthanogènes halophiles. 

La croissance sous pression hydrostatique a été réalisée pour nos 3 isolats méthanogènes 

appartenant  au  genre  Methanohalophilus  et  pour  3  espèces  du  genre  Methanohalophilus  (M. 

mahii, M. portucalensis et M. halophilus) disponibles dans les collections internationales.  

Suite au congrès « Extremophile » à Saint-Petersburg (Ruusie) en 2014, une collaboration 

a  été  mise  en  place  avec  le  laboratoire  du  Dr.  Ulrich  Stingl  (Kaust,  Arabie  Saoudite)  car  il 



 
 
 
 

153 
 

s’intéresse  à  la  diversité  microbienne  des  bassins  anoxiques  hypersalés  profonds  de  la  Mer 

Rouge. Son équipe a isolé deux nouvelles souches, nommées RSE et RSK toutes deux affiliées 

au genre Methanohalophilus. J’ai donc suivi la croissance de ces 2 nouvelles souches vis-à-vis  

de la pression hydrostatique afin de comparer avec celles isolées de DHABs de la Mer 

Méditerranée dans cette étude.  

Les souches SLHTYRO et SLHKRYOS ont été testées dans une gamme de pression entre 

20  et  70  MPa  (Figure  60).  La  croissance  est  optimale  pour  les  2  souches  à  35  MPa,  pression 

hydrostatique  qui  correspond  à  une    pression  de  profondeur  d’eau  de  3500  m.  Les  bassins 

SLHTYRO  et  SLHKRYOS  se  situent  à  une  profondeur  de  3400  m  et  3076  m  respectivement. 

Aucune croissance n’a été observée à 70 MPa. Après une pré-incubation des souches à 70 MPa, 

et lorsque les fioles sont ensuite incubées à 30°C à la pression atmosphérique, une croissance est 

observée dans les fioles après une semaine d’incubation. Une pression de 70 MPa n’est donc pas 

létale pour ces 2 souches.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 60: Densités cellulaires (en nombre de cellule x 10 7 par ml) des souches SLHTYRO 
et SLHKRYOS en fonction de la pression hydrostatique en MPa (MegaPascal= 10 6 Pascal). 
Le point 0,1 MPa correspond à une fiole préparée de la même façon que celles incubées 
sous  pression  hydrostatique  et  incubée  dans  une  étuve  sans  pression  hydrostatique. 
Inoc : Indique le nombre de cellules au début de l’expérience dans les flacons. Les barres 
verticales correspondent à l’écart type par rapport à une moyenne d’effectifs cellulaires 
obtenue à partir de triplicat de culture. 
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La  croissance  difficile  de  SLHTHETIS  ne  nous  a  pas  permis  d’obtenir  des  résultats 

exploitables. Une croissance a été observée de la même façon sous pression hydrostatique à 35 

MPa mais les résultats ne permettent pas d’affirmer que la pression de 35 MPa correspond à la 

pression optimale de croissance de la souche SLHTHETIS. 

La croissance sous pression des espèces types du genre a également été réalisée à 20, 35 

et 50 MPa et est représentée dans la figure 61. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 61: Densités cellulaires (en nombre de cellule x 10 7 par ml) des souches  des espèces M. portucalensis 

(MP), M. mahii (MM) et M. halophilus (MH) en fonction de la pression hydrostatique (en MPa= 10 6 Pa). Le point 

0,1 MPa correspond à une fiole préparée de la même façon que celles incubées sous pression hydrostatique 

et  incubée  dans  une  étuve  sans  pression  hydrostatique.  TO :  Indique  le  nombre  de  cellules  au  début  de 

l’expérience dans les flacons. 

 

 La croissance sous pression hydrostatique des isolats RSE et RSK a été testée entre 0,1 et 

40 MPa. La souche RSE présente une croissance optimale entre 10 et 20 MPa, la souche RSK 
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présente une croissance sensiblement identique à 0,1, 10 et 20 MPa (figure 62). La profondeur 

des bassins en Mer Rouge est de 1549 m.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 62: Densités cellulaires (en nombre de cellule x 10 7 par ml) des souches  RSE et RSK en fonction 

de la pression hydrostatique en MPa (=106 Pa). Le point 0,1 MPa correspond à une fiole préparée de la 

même façon que celles incubées sous pression hydrostatique et incubée dans une étuve sans pression 

hydrostatique. Le point gaz phase correspond à une fiole contenant une phase de gaz dans la fiole, 

condition  classique  de  croissance  d’un  microorganisme  en  anaérobie.  TO :  Indique  le  nombre  de 

cellules au début de l’expérience dans les flacons. 
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II.5.  Analyse  phylogénétique  des  souches  méthanogènes  halophiles  à  partir 

des gènes codant pour l’ARN 16S et le mcrA (méthyl coenzyme M réductase). 

 

 L’analyse phylogénétique de la séquence codant pour l’ARNr 16S du ribosome indique que 

les 3 nouveaux isolats obtenus dans cette étude sont apparentés avec des organismes cultivés 

appartenant au genre Methanohalophilus (Figure 63). Les séquences complètes de l’ADNr 16S de 

ces  3  nouveaux  isolats  présentent  une  homologie  supérieure  à  99,6%  avec  les  représentants 

cultivés  du  genre  Methanohalophilus,  ce  qui  ne  permet  pas  de  les  décrire  comme  nouvelles 

espèces  par  rapport  aux  recommandations  de  définition  de  l’espèce  (≥98,7%  de  similarité  de 

séquences de l’ADNr 16S) (Richter and Rossello-Mora, 2006). Les séquences de M. SLHTYRO, 

M.  SLHKRYOS  et  M.  SLHTHETIS  montrent  99,8%  de  similarité  entre  elles  pour  les  positions 

nucléiques analysées (tableau 11). Le séquençage des génomes des différentes souches 

(Chapitre  V.3),  nous  permettra  de  calculer  in  silico  la  valeur  d’hybridation  ADN/ADN  entre  les 

différentes souches. Une valeur d’hybridation ADN/ADN inférieure à 70% permet la différentiation 

de deux souches en deux espèces disctintes (Stackebrandt, 2006). 



 
 
 
 

157 
 

 

Figure 63:  Arbre phylogénétique basé sur l’analyse de l’ADNr 16S montrant la position phylogénétique des 

souches  M.  SLHTYRO,  M.  SLHKRYOS  et  M.  SLHTHETIS  calculé  selon  la  méthode  de  distance  (Neighbor 

joining).  La  séquence  du  gène  codant  l’ARNr  16S  de  Methanopyrus  kandleri  est  utilisée  comme  groupe 

externe pour raciner l’arbre. Les valeurs en pourcentage au niveau des nœuds indiquent la robustesse des 

topologies d’arbre calculées à partir de 1000 ré-échantillonnages.  La barre représente 5 substitutions pour 

100 nucléotides. 
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Tableau  11:  Matrice  de  similarité  exprimée  en  pourcentage  lorsque  l’on  compare  des 

séquences de l’ARNr 16S des 5 souches appartenant au genre Methanohalophilus. 

 

La figure 64 montre l’arbre phylogénétique basé sur l’analyse des séquences d’acides aminés de 

la protéine mcrA. 

 

Figure  64:  Arbre  phylogénétique  basé  sur  l’analyse  des  séquences  d’acides  aminés  de  la  protéine  McrA 

montrant la position des souches M. SLHTYRO, M. SLHKRYOS et M. SLHTHETIS calculé selon la méthode du 

maximum de vraissemblance. La séquence de la protéine McrA de Methanopyrus kandleri est utilisée comme 

groupe externe pour raciner l’arbre. Les valeurs en pourcentage au niveau des nœuds indiquent la 

robustesse des topologies d’arbre calculées à partir de 1000 ré-échantillonnages.  La barre représente 5% de 

divergence dans les séquences d’acides aminés.  
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 Synthèse sur la physiologie et la phylogénie des souches méthanogènes halophiles.  

L’étude des conditions physiologiques de croissance des souches SLHTYRO, SLHKRYOS 

et SLHTHETIS a montré que la gamme des températures de croissance est cohérente avec une 

croissance possible à la température in situ (14°C) dans leur habitat naturel. De plus la croissance 

des souches en présence d’une large gamme de concentrations en NaCl suggère que les isolats 

sont capables de se développer dans pratiquement toute l’halocline. 

 Les souches ont été isolées à partir de bassins hypersalés situés à une profondeur d’eau 

de plus de 3000 m, profondeur qui correspond à une pression hydrostatique de 30 MPa. Or les 

expériences au laboratoire de croissance des souches SLHTYRO et SLHKRYOS sous pression 

hydrostatique  ont  révélé  leur  adaptation  aux  fortes  pressions  suggérant  leur  comportement 

piézophile.  En  effet  ces  deux  souches  se  multiplient  de  façon  optimale  sous  une  pression 

hydrostatique de 35 MPa. La souche SLHTHETIS se développe à 35 MPa mais il n’a pas pu être 

déterminé si cette pression hydrostatique correspondait à une condition optimale de pression. Les 

incubations  menées  à  14°C  et  sous  une  pression  hydrostatique  de  35  MPa  ont révélé  la 

croissance  des  3  souches  après  deux  mois  d’incubation,  ce  qui  suggère  que  les  souches  sont 

adaptées aux conditions rencontrées dans leur habitat naturel in situ.  

Les 3 souches méthanogènes sont méthylotrophes obligatoires. Les substrats cataboliques 

identifiés pour la méthanogénèse sont le MMA, le DMA, le TMA et le méthanol. Dans les milieux 

hypersalés, les composés méthylés peuvent être produits par la dégradation microbienne de la 

glycine bétaïne. La glycine bétaïne est un osmoprotecteur largement utilisé par les 

microorganismes  contre  le  stress  osmotique.  L’utilisation  et  la  synthèse  de  novo  de  la  glycine 

bétaïne comme osmoprotecteur a été démontré chez Methanohalophilus portucalensis (Lai et al., 

2000).  L’utilisation de la  betaïne  comme  substrat pour la méthanogénèse  n’a pu  être  démontré 

pour nos 3 souches et pour les membres du genre Methanohalophilus. Dans une étude récente, 

des auteurs proposent qu’un consortium microbien, constitué de deux bactéries affiliées au genre 

Halanaerobium  et  Halanaerobacter  et  d’une  archée  appartenant  au  genre  Methanohalophilus 

isolée  du  bassin  Thetis,  est  capable  de  réaliser  la  dégradation  de  la  bétaïne  couplée  à  une 

production de méthane (Cono et al., 2015). Dans ce partenariat microbien, la dégradation de la 

bétaïne est réalisée par la souche Halanaerobacter TB21 en présence d’hydrogène ou de sérine 

selon la réaction de Stickland  (Moune et al., 1999). Le rôle de la souche TB24 appartenant au 

genre  Halanaerobium  est  encore  une  énigme  car  il  n’a  pas  été  observé  de  dégradation  de  la 
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bétaïne  par  cette  souche.  Les  membres  du  genre  Halanaerobium  sont  des  microorganismes 

fermentaires  dont  l’hydrogène  est  l’un  des  métabolites  produits  au  cours  de  la  fermentation. 

L’hydrogène pourrait être utilisé par la souche TB21 pour dégrader la bétaïne.  

L’analyse  phylogénétique  des  isolats  montre  que  les  souches  appartiennent  au  genre 

Methanohalophilus avec des valeurs de similitude élevées (> 99,6%) avec les espèces M. mahii, 

M. halophilus et M. portucalensis. Dans l’hypothèse où nos isolats auraient été piégés dans les 

cristaux de sels lors de leur formation pendant la crise saline du Messinien, l’analyse 

phylogénétique aurait placé nos isolats à la racine de l’embranchement des  Methanohalophilus. 

L’absence de distance entre les séquences nucléotidiques des ADNr 16S de nos isolats avec les 

souches types du genre Methanohalophilus ne permet d’étayer une hypothèse sur l’origine de nos 

isolats  dans  ces  bassins.  D’autres  marqueurs  génétiques  et/ou  le  séquençage  des  génomes 

pourrait  apporter  des  informations  d’une  part  sur  le  potentiel  génomique  de  nos  souches  mais 

aussi sur le caractère ancestral. 

III. Etude la diversité microbienne dans le Bassin Tyro. 

 

 Une étude détaillée sur le bassin Tyro a été réalisée dans le cadre de cette thèse et est 

présentée dans ce chapitre. Afin d’établir un inventaire des communautés présentes sur le bassin 

Tyro, nous avons réalisé une approche moléculaire permettant d’établir la structure et la nature 

des communautés présentes. Notre démarche avait pour but de révéler la présence des lignées 

MSBL  dans  ce  bassin  pour  lequel  nous  ne  disposions  pas  d’informations  sur  la diversité 

microbienne présente. Une étude exhaustive sur ce bassin par des approches moléculaires avait 

été réalisée par une équipe de recherche Allemande dans le cadre d’un programme Européeen 

mais  les  résultats  par  cette  approche  n’étaient  pas  disponibles.   Les  caractéristiques  physico-

chimiques des échantillons prélevées, les concentrations cellulaires, la structure des 

communautés et la diversité microbienne ont été étudiés sur ce bassin.  

III.1. Dénombrements cellulaires. 

 

Les  dénombrements  cellulaires  mettent  en  évidence  l’influence  de  l’augmentation  de  la 

salinité  sur  les  abondances  cellulaires  (Figure  65).  En  effet,  plus  la  salinité  augmente  plus  les 



 
 
 
 

161 
 

effectifs cellulaires diminuent. Dans le bassin Tyro, les densités cellulaires mesurées varient de 

1,65.106 cell/mL pour la salinité la plus faible (46,1‰) à 3,88.10 4 cell/mL pour la salinité la plus 

forte  (303,6‰).  Ces  observations  suivent  le  même  schéma  d’abondance  décrit  dans  le  bassin 

Bannock  par  l’équipe  de  Daffonchio,  avec  106  cell/mL  à  l’interface  jusqu’à  104  cell/mL  dans  la 

saumure  (Daffonchio  et  al.,    2006).  Cependant,  la  distribution  des  effectifs  microbiens  totaux 

s’éloignent du profil observé dans le bassin de l’Atalante avec 3,57.104 cell/mL à l’interface jusqu’à 

1,07.105 cell/mL dans la saumure (Yakimov et al., 2007). Pour les salinités les plus élevées (300 

‰ soit 300 g de sels par litre d’eau de mer), les abondances cellulaires sont comparables (environ 

1.104 cell/mL). 

 

Figure 65: Représentation graphique de l’évolution de la concentration cellulaire en fonction de la salinité du 

bassin (‰). 

III.2. Extraction des ARNs à partir des cartouches filtrantes. 

 

 Amplification par RT-PCR à partir des matrices ARN extraites puis amplification par PCR 

nichée pour l’analyse DGGE. 

Dans  un  premier  temps,  les  conditions  de  RT-PCR  ont  dû  être  définies  pour  chaque 

échantillon. Une fois définie les conditions optimales (quantité de matrice ARN et température 

d’hybridation des amorces (55°C), les produits d’amplifications ont été utilisés comme matrices 
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dans une seconde amplification par PCR dite nichée à l’aide d’amorces internes pour analyse 

DGGE (Figure 66).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure  66:  Gel  électrophorétique  de  vérification  de  l’amplification  par  PCR  dite  «  nichée  »  réalisée 

avec les couples d’amorces Saf1-GC/ SAf2-GC et 519R pour l’analyse des communautés Archaea en DGGE. M 

:  marqueur  de  poids  moléculaire  (1    Kb,  Promega).  C+b  :  témoin  positif  bactérien;  C +a :  témoin  positif 

archaéen; échantillon à 46 ; 180, 210 et 303 g.L -1 de sels. Chaque dépôt des produits de PCR « nichée » est de 

5 L. Les bandes positives visibles sur le gel électrophorétique ont une taille attendue d’environ 200 pb.  

III.3. Evolution des communautés microbiennes en fonction de la salinité 

analysée par DGGE. 

L’observation  des  profils  électrophorétiques  de  DGGE  montrent  un  changement  de  la 

composition  des  communautés  microbiennes  en  fonction  de  la  salinité.  Le  nombre  de  bandes 

observées est plus important à la salinité la plus faible (46 g.L -1 de sels). Les échantillons à 180 et 

210  g.L-1  de  sels  présentent  la  même  structure  puisque  les  mêmes  bandes  sont  observées. 

L’échantillon  de  saumure  à  300  g.L-1  de  sels  révèle  une  diversité  faible  aussi  bien  dans  la 

communauté Archaea que Bacteria (figure 67). 
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III.4. Diversité microbienne des communautés « actives » dans le bassin Tyro. 

 

Les ARNs rétro-transcrits sont amplifiés par PCR, puis les produits d’amplification ont été 

clonés  pour  chaque  échantillon.  L’identité  phylogénétique  des  communautés  « actives »  sont 

indiqués pour les représentants Archaea dans le tableau 12 et Bacteria dans le tableau 13. 

 Diversité des Archaea incultivés métaboliquement actives dans le bassin Tyro. 

Tableau  12:  Identités  des  communautés  Archaea  métaboliquement  «  actives  »  dans  le 

bassin Tyro. Le pourcentage d’identité des séquences analysées représente le niveau de 

similarité entre les séquences des gènes ADNrc 16S (ADNr 16S codant) et celles présentent 

dans la banque de données internationales (NCBI). Le pourcentage de séquences 

identifiées est calculé par rapport au nombre total de clones séquencés. 

Salinité 
(‰) 

 

Groupe phylogénétique affilié 
(BLASTN 1000pb) 

% 
d’identité 

 

% de 
séquences 
identifiées 

 

Références (Habitat 
d’origine) 

 

 
 
 

46,1 

 
Uncultured Marine Group I 
Crenarchaeota  

 
99% 

 
70% 

DeLong E.F 2006, 
Gillan D.C. 2007  
(High salinity, 
Antartic bathypelagic 
sediments)  

Uncultured marine group III 
Euryarchaeote  
 

94% 30% DeLong E.F 2006  
(High salinity)  

 
 

180,5 

Uncultured Archaea  97% 60% Teske A. 2002  
(hydrothermal 
sediment)  

Uncultured Marine Group I 
Crenarchaeota  

99% 40% Gillan D.C. 2007  
(Antartic 
bathypelagic 
sediments)  

 
 

215,3 

Uncultured candidate division 
MSBL1 Archaea  
 

98% 75% Borin S. 2009  
(Urania deep 
hypersaline basin)  

Methanohalophilus sp.  
 

97% 25% Robertson C.E. 2009  
(hypersaline 
microbial mat)  

 
 

Uncultured candidate division 
MSBL1 Archaea  

98% 60% Van der Wielen P. 
W. 2005  

Figure 67: Profils électrophorétique de PCR-DGGE  pour les Archaea (gradient 30% à 60%) et pour les Bacteria 
(gradient  20-50%)  en  fonction  du  gradient  de  salinité  du  bassin  hypersalé  profond  anoxique  Tyro.  Chaque 
dépôt des produits de PCR-DGGE est de 15 µL sur un gel d’acrylamide à 8%. 
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303,6 

(deep hypersaline 
anoxic basin)  

Uncultured SB-1 group 
Euryarchaeota  
 

96% 40% Eder W. 2002  
(brine-seawater 
interface of the 
Shaban Deep)  

Il est intéressant de noter que les inventaires d’ADNrc 16S ont révélé que les communautés 

microbiennes  Archaea  étaient  peu  diversifiées.  Cinq  phylotypes  différents  ont  été  répertoriés  : 

MG-I, MSBL-I, MG-III, SB-1 et Euryarchaeota/Methanomicrobia/Methanohalophilus. Une 

proportion importante de clones analysés est affiliée à des MSBL-I avec 98 % d’identité confirmant 

leur  dominance  dans  les  saumures  de  Méditerranée  comme  cela  a  déjà  été  suggéré  (Van  der 

Wielen  et  al.,  2005 ;  Yakimov  et  al.,  2007 ;  Borin  et  al.,  2009).  Une  fraction  importante  de  la 

communauté Archaea est représentée par des phylotypes d’incultivés (MG-I, MSBL) 

classiquement rencontrés dans ces écosystèmes singuliers. Dans l’halocline les échantillons de 

salinités comprises entre 46,1 et 180,0‰, du bassin Tyro sont majoritairement  dominés par des 

microorganismes du phylotype des Marine Group-I (MG-I) appartenant aux Thaumarchaeota, ainsi 

qu’à des Archaea sans représentants cultivées (Tableau 12) dont le rôle et la fonction ne peuvent 

pas être inférés. La présence de séquences appartenant aux MG-I a déjà été signalée dans des 

échantillons de saumures de DHABs de Méditerranée caractérisés par des salinités comparables 

(Van der Wielen et al., 2005 ; Yakimov et al., 2007 ; Borin et al., 2009). Les membres du MG-I 

sont impliqués dans l’oxydation aérobie de l’ammonium (Baker et al., 2012). 

A  partir d’une  salinité de  200‰,  les  communautés  Archaea  sont majoritairement  affiliées 

aux MSBL-I. Sans représentant cultivé, il n’est pas possible de proposer une hypothèse quant au 

métabolisme  des  représentants  de  la  lignée  MSBL1.  Cependant  les  dernières  études  réalisés 

portant en particulier sur la technique de « Single-cell » démontrent que ces microorganismes ne 

seraient  pas  des  microorganismes  méthanogènes  contrairement  à  ce  qui  avait  été  postulé 

auparavant (Mwirichia et al., 2016). Plus spécifiquement des communautés Archaea sont affiliées 

au genre Methanohalophilus, aux  MSBL et d’autres séquences sont affiliées au groupe des SB-1 

uniquement  dans  les  échantillons  caractérisés  par  la  plus  forte  salinité  (303,6‰)  (Eder  et  al., 

2002).  Les  méthanogènes  appartenant  au  genre  Methanohalophilus  utilisent  préférentiellement 

des composés méthylés comme substrat catabolique pour synthétiser du méthane (Robertson et 

al., 2009). Dans nos inventaires moléculaires les séquences affiliées à des phylotypes 

méthanogènes sont très rares en dépit des fortes concentrations en méthane relevées dans les 

échantillons  de  saumures  de  Méditerranée. Bien  que  les étapes d’amplification  par PCR  soient 
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extrêmement  sensibles,  certaines  méthanogènes  nécessitent  une  étape  d’enrichissement  dans 

des  milieux  de  culture  spécifiques  pour  pouvoir  être  détectées.  La  présence  de  représentants 

actifs du genre Methanohalophilus par les méthodes moléculaires confirme les résultats obtenus 

par les approches culturales et la caractérisation de l’isolat de Methanohalophilus M. SLHTYRO. 

Nos résultats démontrent que cet isolat pourrait être actif dans les conditions  in situ du bassin. Les 

membres du groupe SB-1 ont été détectés dans des échantillons de saumure de bassins présents 

en Mer Rouge. Les représentants de ce groupe sont probablement impliqués dans la réduction 

des  sulfates  (Eder et al.,   2002).  Malheureusement,  ces  microorganismes  n’ont  pas  été  mis en 

évidence par les approches culturales. 

 

 Diversité des Bacteria métaboliquement « actives » dans le bassin Tyro. 

Tableau  13:  Identités  des  communautés  Bacteria  métaboliquement  «  actives  »  dans  le 

bassin Tyro. Le pourcentage de similarité représente le niveau de ressemblance entre les 

séquences  des  gènes  ADNrc  16S  de  notre  étude  et celles  présentent  dans  la  banque  de 

données  internationales  (GenBank).  Le pourcentage  de  séquences  identifiées  est calculé 

par rapport au nombre total de clones séquencés. 

Salinité 
(‰) 

 

Groupe phylogénétique affilié 
(BLASTN 1000pb) 

% 
d’identité 

 

% de 
séquences 
identifiées 

 

Références 
 (Habitat d’origine) 

 

 
 
 

46,1 

Uncultured gamma Proteobacteria  
 

98% 75%  Van der Wielen P. W. 
2005  
(deep hypersaline anoxic 
basin)  

Uncultured delta Proteobacteria  
 

97% 25% Van der Wielen P. W. 2005  
(deep hypersaline anoxic 
basin)  

Uncultured bacteria  
 

99% 15%  Daffonchio D. 2006  
(deep-sea halocline)  

 
 

180,5 

Uncultured candidate division 
MSBL2  
 

99% 40%  Daffonchio D. 2006  
(deep-sea halocline)  

Uncultured delta Proteobacteria  
 

99% 40% Van der Wielen P. W. 2005  
(deep hypersaline anoxic 
basin)  

Uncultured SB1 group bacteria  
 

84% 20%  Eder W. 2002 (brine-
seawater interface of the 
Shaban Deep)  
 

215,3 Uncultured candidate division 
MSBL2  
 

99% 100% Daffonchio D. 2006  
(deep-sea halocline)  
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303,6 

Uncultured bacteria  
 

99% 60% Van der Wielen P. W. 2005  
(deep hypersaline anoxic 
basin)   

 
Halomonas sp.  
 

 
98% 

 
40% 

 Okamoto T. unpublished  
(euryhaline halophilic 
microorganism)  

 

Dans l’interface haute du bassin Tyro (46,1‰) les séquences d’ADNr 16S des 

communautés microbiennes sont affiliées aux groupes des Gamma, Delta des Proteobacteria et 

principalement  à  des  phylum  composés  de  séquences  environnementales  c’est-à-dire  sans 

représentant cultivé (Tableau 13). La majorité des séquences des membres des Delta-

protéobactéries sont affiliées au genre Desulfobacterium et Desulfobacula appartenant à la famille 

des  Desulfobacteracaea.  Ces  phylotypes  sont également  observés  dans  le  bassin  de l’Atalante 

(Yakimov et al., 2007b) et Urania (van der Wielen et al., 2007). Les salinités supérieures à 180‰ 

semblent  optimales  pour  le  développement  des  communautés  affiliées  au  groupe  des  MSBL2 

(Daffonchio et al., 2006) et au groupe des SB-I (Yakimov et al., 2007) suggérant une adaptation 

des microorganismes aux hautes salinités.  

Dans  la  saumure  du  bassin  Tyro,  seulement  deux  séquences  sont  affiliées  au  genre 

Halomonas. Ces deux séquences partielles d’ADNr 16S présentent une similarité de 95% avec 

l’espèce Halomonas meridiana. Ces résultats soutiennent les résultats obtenus par les approches 

culturales (Cf chapitre I.2). En effet des souches appartenant au genre Halomonas ont été enrichis 

en ajoutant des concentrations de 200 g.L-1 de NaCl dans les milieux de culture inoculés avec des 

échantillons du bassin Tyro.  

 

L’analyse  moléculaire  des  échantillons  d’eau  collectés  au  niveau  du  bassin  profonds 

anoxique  hypersalé  Tyro  confirme  l’existence  de  lignées  incultivées  appartenant  aux  MSBL 

(notamment  1  et  2)  fréquemment  mises  en  évidence  dans  les  DHABs.  La  lignée  SB-1  est 

également  inféodée  aux  environnements  hypersalés.  Des  séquences  de  SB-1  ont  été  mise  en 

évidence  la  première  fois  au  niveau  des  DHABs  de  la  Mer  Rouge  (Eder  et  al.,  2002).  La 

distribution de ces lignées dans le bassin Tyro démontre leur endémisme et est en adéquation 

avec  les  résultats  précédemment  publiés.  Les  lignées  MSBL1  et  SB-1  sont  majoritairement 

retrouvées dans les parties basses, très salées (entre 120 et 340 g.L -1 de sels) de l’halocline et 

dans  la  saumure  suggérant  une  forte  adaptation  aux  fortes  pressions  osmotiques.  Dans  ces 
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conditions  extrêmes  de  salinité,  la  stratégie  employée  par  les  microorganismes  pour  survivre 

soulève de nombreuses interrogations. 

La présence de séquences des genres Methanohalophilus et Halomonas à la fois dans les 

cultures  d’enrichissements  et  les  banques  de  clones  suggérent  que  ces  microorganismes  sont 

certainement adaptés et actifs dans les conditions de fortes salinités  du bassin profond Tyro et 

jouent  donc  un  rôle  primordial  dans  le  cycle  du  méthane  et  du  carbone.  Tous  ces  résultats 

suggèrent que les microorganismes sont capables de coloniser des environnements hypersalés 

profonds car ils sont certainement capables de développer des mécanismes d’adaptations vis à 

vis  des  fortes  concentrations  en  sels.  Comme  cela  a  été  proposé  par  d’autres  équipes  de 

recherche, l’étude des adaptations génétiques, notamment la stabilité des ARNr de 

microorganismes  halophiles  extrêmes,  vis-à-vis  des  fortes  salinités,  est  extrêmement  pertinente 

dans ce type d’habitat extrême. 

IV. Stabilité des ARNs en condition hypersalé. 

 

En condition hypersalée, qu’il s’agisse de milieu thalassique ou de milieu athalassique, la 

recherche  d’un  marqueur  génétique  pour  témoigner  d’une  activité  cellulaire  est  importante.  En 

effet Hallsworth et collaborateurs (2007) (Hallsworth et al., 2007) démontrent par leurs travaux sur 

un  environnement  athalassique  contenant  5  M  de  MgCl2,  que  les  acides  désoxyribonucléiques 

(Watve et al., 2000) d’une souche de Marinobacter restent stables dans un milieu. Ils démontrent 

de plus que l’ARNr 16S peut être rétro-transcrit après 45 jours d’incubation dans ces conditions.  

Par contre les ARNm sont très vite dégradés suggéré en particulier par l’absence d’amplification à 

partir des ARNm de la sous-unité de la gyrase B, après 24 heures d’incubation. 

Nous  nous  sommes  inspirés  de  ces  travaux  préliminaires  en  réalisant  une  expérience 

similaire à la différence que notre choix s’est porté sur  l’ajout de NaCl plutôt que MgCl 2 afin de 

simuler  des  conditions  thalassiques.  La  souche  que  nous  avons  utilisé  est  une  méthanogène 

méthylotrophe halophile modérée et isolée dans ce travail de thèse à partir du bassin thalassique 

Tyro  (souche  SLHTYRO,  Cf.  chapitre  II.3).  La  souche  a  été  incubée  pendant  45  jours  à  une 

température de 15°C et à pression atmosphérique dans un milieu minimum à 300 g.L-1 de NaCl ne 

contenant pas de matière organique . Les ARNs totaux ont été extraits au cours du temps et rétro-

transcrits en ARNrc 16S et les ARNmc du gène mcrA (figure 68).  
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Figure  68  :  Gel  électrophorétique  de  vérification  des  amplifications  par  RT-PCR  à  partir  des  matrices  d’ARN  totaux 

correspondant aux ARNr 16S et ARNm du gène mcrA de la souche SLHTYRO placée dans un milieu contenant 300 g.L -1 

de NaCl. Les ARNs ont été rétro-transcripts à l’aide d’amorces spécifiques de l’ADNr 16S et du gène mcrA, puis amplifiés 

par PCR. M : marqueur de taille (1 kb ladder, Promega). 1 : 0 jour ; 2 : 1 jour ; 3 : 7 jours ; 4 : 15 jours ; 5 : 30 jours ; 6 : 45 

jours. + : contrôle positif. Chaque dépôt des produits de RT-PCR est de 5 L. Les bandes positives visibles sur le gel 

électrophorétique ont une taille attendue de 1500 pb et 800 pb pour l’ARNr 16S et le mcrA respectivement. 

 Les  résultats  des  étapes  d’amplification  de  l’ARNr  16S  sont  en  adéquation  avec  les 

résultats de Hallsworth et collaborateurs (2007). En effet, après une période de 45 jours dans des 

conditions « thalasiques » riches en NaCl, nous sommes capables de rétro-transcrire l’ARNr 16S 

et d’obtenir une bande spécifique de l’ADNr 16S de 1500 pb. Cependant nos résultats diffèrent sur 

la rétro-transcription des ARNm (mcrA). Dans nos conditions, après 45 jours d’incubation, la rétro-

transcription des ARNms du mcrA est possible alors qu’au bout de 24 heures l’ARNm de la gyrase 

B n’est pas amplifié dans l’expérience de Hallsworth. La stabilité des signaux obtenus suggèrent 

que  les  ARNs  sont  peu  ou  faiblement  dégradés  au  cours  des  45  jours  de  l’incubation.  Il  est 

rappelé que la souche SLHTYRO n’est pas capable de se développer à 300 g. L -1 de NaCl et que 

le milieu ne contient pas de substrat permettant la méthanogénèse. 

 Nos résultats démontrent donc que les ARNs sont peu dégradés après 45 jours 

d’incubation en  condition  hypersalée  (i.e. 300  g.L-1  de  NaCl) et  que  les ARNms  (pour le  mcrA) 

sont  amplifiables  jusqu’à  45  jours  d’incubation.  Ces  résultats  suggèrent  que  dans  un  milieu 

« thalassique »  hypersalé  en  NaCl,  les  résultats  obtenus  sur  une  activité  cellulaire  basée  sur 

l’analyse des ARNms et son interprétation sont spéculatifs.  

 Comme nous l’avons développé dans l’introduction, des bactéries et des archées piégées 

dans des cristaux de sels datant de 100 à 250 millions d’années respectivement ont été cultivées 

(Vreeland  et  al.,  2000,  Vreeland  et  al.,  2007).  Nos  connaissances  des  facteurs  permettant  aux 

microorganismes  de  préserver  leur  matériel  biologique  et  génétique  sur  des  temps  aussi  longs 
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sont encore inconnus. Des mécanismes de réparation, de maintien de l’intégrité cellulaire, et de 

survie sont certainement employés par les microorganismes pour permettre leurs viabilités. 

Il serait intéressant de poursuivre l’analyse de la stabilité des ADNs et ARNs en conditions 

hypersalées en testant différentes souches bactériennes et archéennes, halotolérantes, halophiles 

modérées et halophiles extrêmes. Ces expériences pourraient mettre en évidence la capacité des 

microorganismes  halophiles  à  préserver  leur  intégrité  génétique  dans  des  conditions  de  fortes 

salinités. 

 

V.  Etude des génomes des souches appartenant au genre 

Methanohalophilus. 

 

 Les 3 souches appartenant au genre Methanohalophilus que nous avons isolé (SLHTYRO, 

SLHKRYOS, SLHTHETIS) présentent des caractéristiques physiologiques différentes des 

espèces  types  du  genre en  particulier :  i)  température  optimale  de  croissance,  ii)  gamme  de 

salinité et ii) croissance sous pression hydrostatique. L’analyse phylogénétique de l’ADNr 16S et 

du gène mcrA ne permettent pas de démontrer une origine ancestrale des 3 souches.  L’origine 

de ces microorganismes dans les bassins hypersalés profonds et anoxiques reste énigmatique : i) 

ont-ils été piégés lors de la formation des cristaux de sels, ii) ont-ils été déposés dans ces bassins 

par les courants marins ou iii) sont-ils présents dans la biosphère souterraine?  

Nous avons entrepris de séquencer le génome de ces 3 souches afin d’explorer le potentiel 

génétique de ces 3 souches et de comparer leurs génomes avec les génomes des souches types 

du genre Methanohalophilus. Le génome de M. mahii étant déjà disponible, nous avons entrepris 

le séquençage de M. halophilus et de M. portucalensis. Le génome de M. halophilus a été publié 

dans la revue  « Genome Announcements » (L’Haridon et al., 2017 sous presse) et correspond au 

premier article de ce chapitre. L’article présentant d’une part le génome de M. portucalensis et une 

analyse comparative avec les génomes de M. mahii et M. halophilus est en cours de préparation 

et présenté à la suite. La revue ciblée est le  journal « Genome Biology and Evolution » section 

« Genome Report ».  

Les résultats des séquençages des génomes des souches M. halophilus et M. 

portucalensis  en  utilisant  une  combinaison  de  techniques  de  séquençages  nous  ont  permis  de 
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circulariser ces génomes. Les mêmes approches ont été utilisées pour les 3 souches isolées de 

bassins hypersalés de la Mer Méditerranée mais les résultats obtenus ne nous ont pas permis de 

circulariser ces génomes. Les derniers résultats de séquençage selon la technologie PacBio ont 

été obtenus en novembre 2016 et sont donc en cours de traitement. Les résultats préliminaires 

sont présentés dans ce chapitre.  
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V.1. Annonce du génome de Methanohalophilus halophilus DSM 3094T 

(Genome Announcements, article sous presse). 

 

 

Complete genome sequence  of Methanohalophilus halophilus DSM 3094T, isolated from  a 

cyanobacterial mat and bottom deposits at hamelin pool, shark bay, northwestern Australia. 

Stéphane L’Haridona,b,c, Erwan Corre d, Yue Guan e, Manikandan Vinu e, Violetta La Cono f, Mickail 

Yakimovf, Ulrich Stingle, Laurent Toffinc,a,b, Mohamed Jebbara,b,c* 
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Extrêmes (LM2E), Plouzané, France c ; Université Pierre et Marie Curie, CNRS, Station Biologique 

de    Roscoff,  Plateforme  ABiMS,  F-29688  Roscoff,  Franced;  Red  Sea  Research  Center,  King 

Abdullah University of Science and Technology, 23955-6900, Thuwal, Saudi Arabia e; Institute for 

Coastal Marine Environment CNR, 98122 Messina, Italyf. 

*Corresponding author: Mohamed Jebbar, Mohamed.jebbar@univ-brest.fr 

 

Abstract 

The complete genome sequence of Methanohalophilus halophilus DSM 3094 T, a member of the 

Methanosarcinaceae family, and the Methanosarcianales order, consists of 2,022,959-bp in one 

contig and encodes 2137 predicted genes. The genome is consistent with a halophilic 

methylotrophic anaerobic lifestyle including the methylotrophic and CO2-H2 methanogensis 

pathways.  

Keywords: Methanogen, Methanohalophilus, methylotophy, halophile 

 

Full text 

Methanohalophilus halophilus strain Z-7982 (DSM 3094 T, OCM 160, NBRC 107633) was 

isolated from a cyanobacterial mat and bottom deposits at Hamelin Pool, Shark Bay, northwestern 
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Australia. It was first described as Methanococcus halophilus (Zhilina, 1983) before Wilharm and 

Co-workers  transfer  these  strain  to  the  genus  Methanohalophilus  (Wilharm  et  al.,  1991).  The 

strictly anaerobic strain Z-7982 is able to produce methane by reducing methylated compounds, 

and grows optimally at 30°C, pH 7 with 7% NaCl. 

To  gain  insight  into  the  role  of methylotrophic methanogens  in  marine  environments,  the 

complete genome of M. halophilus was sequenced. The DNA extracted from strain Z-7982 was 

sequenced  with  300  pb  paired-end  library  using  Illumina  MiSeq  (Bioscience  Core  Lab,  King 

Abdullah University of Science and Technology, Thuwal, South Arabia) and a 100 bp paired-end 

library using Illumina HiSeq (Beckman Coulter Genomics, Danvers, MA). The 14, 356, 400 paired 

reads of 300 bp were quality trimmed (Q30) and de novo assembled into contigs using SPAdes 

version 3.6.1  (Nurk et al., 2013). The 75 resulting contigs were then scaffolded with SSPACES 

version  3.0  (Boetzer  et  al.)  using  the  51, 411, 253  paired  ends  reads  of  100  bp.  Finally  a  fully 

circularized genome was produced with an average coverage of approximately 4,724. 

The genome of M. halophilus consists of a circular chromosome of 2,02 Mb  with a G+C 

content  of  42,39  %.  A  total  of  2,137  protein-coding  genes  (CDS)  were  predicted  with  MaGe 

platform  (Vallenet  et  al.,  2006,  Vallenet  et al.,  2013  2009) as  well  as  one  copy  of  the 16S-23S 

operon,  two  copies  of  5S  rRNA,  46  tRNA  and  1  miscellaneous  RNA.  Additionally,  the  genome 

contains one Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeat associated with CRISPR 

loci associated with cas gene (cas1). 

Rapid Annotations using Subsystems Technology (RAST) (Meyer et al., 2008, Overbeek et 

al., 2014) allowed the discovery of all core methanogenesis enzymes necessary for the conversion 

of methylated compounds to methane which is also supported by experimental microbial growth 

and methane production after addition of trimethylamine, dimethylamine, monomethylamine and 

methanol as sole carbon sources. It was recently suggested that Methanohalophilus mahii strain 

DAL1 (Lipus et al., 2016) has the genetic potential for hydrogenotrophic methanogenesis 

(conversion of CO2 to methane). M. halophilus strain Z-7982 possesses also the core enzymes for 

CO2 fixation, acetyl-CoA decarbonylase, tetrahydromethanopterin S-methyltransferase and 

methyl-coenzyme M reductase (mcr), but experimentally no growth was observed under CO 2 in M. 

halophilus strain Z-7982. 
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Accession  number.  This  whole  genome  has  been  deposited  at  GenBank  under  the  accession 

number CP017921. 
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V.2.  Annonce du génome de Methanohalophilus portucalensis. 

 

Article  en  préparation  pour  une  soumission  dans  le  journal «Genome  Biology  and  Evolution », 

catégorie « Genome report ». 
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Abstract 

The genus Methanohalophilus comprised four validated species M. mahii strain SLP T, M. 

Halophilus strain Z-7982 T, M. portucalensis strain FDF-1   T and M. levihalophilus strain GTA13   T 

and until today only the genome of M. mahii and M. halophilus are available. In the first part, the 

present study describes the draft genome sequence (2.01 Mb) of Methanohalophilus portucalensis 

DSM  7471T  a  halophilic  methylotrophic  methanogen  isolated  from  sediment  of  salinarium  in 

Figueira  da  Foz,  Portugal.  In  a  second  part,  the  genome  of  M.  portucalensis,  M.  mahii  and  M. 

halophilus are compared and analysed. This is the fourth genome report of the Methanohalophilus 

genus, within the Methanosarcinaceae family, in the Methanosarcinales order.  
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Materials and Methods 

Archaeal strain. 

Methanohalophilus portucalensis strain FDF-1T was isolated from sediments from a 

salinarium  in  Figueira  da  Foz,  Portugal  (Boone  et  al.,  1993).  The  strain  was  obtained  from  the 

DSMZ microbial microorganism collection under the collection number 7471 T and cultivated under 

the preconisation of the DSMZ culture collection at 37°C with trimethylamine as substrate.  

 

Genome Sequencing and Assembly of M. portucalensis strain FDF-1T 

The  complete  genome  of  M.  portucalensis  was  sequenced  with  a  combination  of  three 

sequencing  libraries.  A  300  pb  paired-end  library  sequenced  on  an  Illumina  MiSeq  (Bioscience 

Core Lab, King Abdullah University of Science and Technology, Thuwal, South Arabia) and a 100 

pb  paired-end  library  sequenced  on  an  Illumina  HiSeq  (Illumina,  Beckman  Coulter  Genomics, 

Danvers, MA) and a PacBio RS library (Genotoul, Toulouse). The 13 835 892 paired reads of 300 

pb were quality trimmed (Q30) and de novo assembled into contigs using SPAdes version 3.6.1 

(Nurk  et  al.,  2013).  The  17  resulting  contigs  were  then  scaffolded  with  SSPACES  version  3.0 

(Boetzer  et  al.)  using  the  60  686  211  paired  ends  reads  of  100  pb,  leading  to  an  intermediate 

version of the assembly with 9 scaffolds. A final step of scaffolding was performed using SSPACE 

LongRead  v1.1  (Boetzer  and  Pirovano)  with  the  317,258  PacBio  RS  filtered  subreads.  We 

obtained finally 3 scaffolds for total number of 2,084,275 bases (without underdetermined base) 

and an average coverage of approximately 5,300. Finally a fully circularized version of the genome 

with  expected  gap  between  oriented  scaffolds  was  produced  with  comparison  with  M.  mahii 

genome using CONTIGuator (Galardini et al., 2011). 
 

Results 

Genome Features 

 The M. portucalensis genome consists of a circular chromosome of 2,084,875 bp with a 

GC content of 41.95 %. A total of 2,198 coding DNA sequences (CDS) were identified with the 

MaGe platform (Vallenet et al., 2006, Vallenet et al., 2009, Vallenet et al., 2013) as well as two 

copy of the 16S-23S operon, three copies of 5S rRNA, 46 tRNA and 4 miscellaneous RNA. This 

whole  genome  has  been  deposited  at  GeneBank  under  the  accession  number CP017881.  The 

table 1 synthetises the genome statistics of the three genomes available. 
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Table 1: Genome Statistics 

 

Species   M. portucalensis M. mahii M. halophilus 

Attribute    Value   Value   Value 

Genome size (bp)    2,084,875 2, 012,424 2,022,959   

DNA G+C content (%)    41,95   42,62   42,40    

Number of replicons    1  1  1    

Total genes     2257  2095  2190    

RNA genes     55  62  50   

Ribosomal rRNA 16S rRNA   2  3  1   

Ribosomal rRNA 23S rRNA    2  3  2   

Ribosomal rRNA 5S rRNA   3  3  2    

Protein-coding genes    2202  2032  2137    

Genes with function prediction  1343  2041  1400    

Genes inparalog clusters   265      

Genes assigned to COGs    1734  1596  1722    

Genes assigned pfam domains  1629      

Genes with signal peptides   204      

CRISPR      6  1  1 

 

 

 

 

 

ANI and DDH scores.  

The genome size of M. portucalensis is close to the other type species M. mahii strain SLPT 

(2,012,424 bp) (Spring et al., 2010)) and M. halophilus strain Z-7982T (2,022,959 bp) (L’Haridon, in 

press).  Methanohalophilus  mahii,  M.  halophilus  and  M.  portucalensis  are  physiologically  very 
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similar and the separation in three different species was previously based on DNA reassociation, 

electrophoretic  analysis  of  whole-cells  proteins  and  also  to  continue  to  maintain  the  genus 

Methanohalophilus  for  taxonomic  stability  (Boone  et  al.,  1993).  The  availability  of  the  three 

genomes allows determining using ANI calculator (Goris et al., 2007) and the in silico DNA-DNA 

hybridization  that  these  three  strains  represent  with  no  ambiguities  three  different  species.  The 

Average Nucleotide Identity scores is 92.2% (SD: 3.41) between M. halophilus and M. 

portucalensis;  92.59%  (SD:  2.73)  between  M.  halophilus  and  M.  mahii  and  90.98%  (SD:  3.02) 

between M. mahii and M. portucalensis.  ANI  score below  95% has  been  defined  for  the 

delineation of a new species. In a second step, we calculated the in silico DNA-DNA hybridization 

(DDH)  using  the  genome-to-genome  distance  calculator  GGDC2.1  (Meier-Kolthoff  et  al.,  2013) 

which  indicate  a  value  of  44.8%  between  M.  halophilus  and  M.  mahii,  44.4%  between  M. 

portucalensis and M. mahii and 50.50% between M. halophilus and M. mahii. All the DDH values 

indicated are obtained using the formula 2, which is the formula recommended. Previous data of 

DNA-DNA  hybridization  in  vitro  (Deley  et  al.,  1970,  Huss  et  al.,  1983)  performed  at  the  DSMZ 

revealed similarity values of 68.4% and 63.9% between M. mahii and M. portucalensis, 71.5% and 

73.7%  between M. mahii and M. halophilus and 60.5% and 69.8%  between M. halophilus and M. 

portucalensis  (measurement  in  duplicate,  personal  data).  Our  results  confirm  that  the  three 

species are genetically very closed and based on the ANI value and DDH hybridization M. mahii, 

M.  halophilus  and  M.  portucalensis  represent  three  different  species  which  was  not  obvious 

looking to the results of DNA-DNA hybridization.  

 

Pan genome and Core genome. 

 The  microbial  genome  is  composed  of  2  distinct  genomic  components,  the  core  and 

variable  genome,  together  called  the  pan-genome  (Medini  et  al.,  2005).  The  core  genome  is 

composed  of  genes  that  are  common  to  all  strains  and  held  stable  through  conservation.  The 

variable genome is composed of genes not found in all strains, either because genes are gained 

through  horizontal  gene  transfer  or  because  they  are  differentially  lost.  Every  unique  microbial 

strain  sequenced  contains  a  different  suite  of  variable  genes.  The  distribution  of  these  variable 

genes among strains, the sources of genetic material, and the rates at which genes are acquired 

and  lost  are  unknown.  It  is  largely  believed  that  the  variable  gene  component  extends  the 

physiological and ecological capabilities of microbial cells. The pan-genome of the three species 

M. halophilus, M. portucalensis and M. mahii consists of 6,485 gene families. The core genome 
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consisted of 4,929 gene families which were shared by the three genomes; the deduced variable 

genome  represented  1,556  gene  families.    The  core  CDS  consisted  of  1,634  genes  which 

represent around 76% of the CDS of the tree different species. Based on the DDH and CDS core 

values,  the  three  strains  changed  comparatively  little  in  gene  content  but  more  in  nucleotide 

sequences. The species specifics CDS represent 311 genes for M. halophilus, 360 for M. Mahii 

and 402 for M. portucalensis. 

 

Methanogenesis 

Rapid Annotations using Subsystems Technology (RAST) (Meyer et al., 2008, Overbeek et 

al., 2014) and MicroCyc tool available on the MaGe platform (Vallenet et al., 2006, Vallenet et al., 

2009, Vallenet et al., 2013) allowed the discovery of all core methanogenesis enzymes necessary 

for  the  conversion  of  methyl  compound  to  methane  which  is  also  supported  by  experimental 

microbial growth under Trimethylamine, Dimethylamine, Monomethylamine and Methanol. It was 

recently suggested that Methanohalophilus mahii strain DAL1 (Lipus et al., 2016) has the genetic 

potential for hydrogenotrophic methanogenesis (conversion of CO 2 to methane). We investigate 

the genetic potential for hydrogenotrophic growth in M. halophilus strain Z-7982 T, M. mahii strain 

SLPT and M. portucalensis FDF-1T. All core methanogenesis pathway for the conversion of CO2 to 

methane was revealed in the three genomes: the process of methanogenesis from CO 2 starts with 

activation  of  the  CO2 by  the  unique  cofactor  methanofuran,  resulting  in  the formation of  formyl-

methanofuran. The formyl group is then transferred to another cofactor, tetrahydromethanopterin. 

A succession of transformations, catalyzed by methenyl-H4MPT cyclohydrolase, H2-forming 

methylene-H4MPT dehydrogenase, and finally F420-dependent methylene-H4MPT reductase, 

which depends on the methanogenic cofactor  F420, results in the formation of 5-methyl-

tetrahydromethanopterin.  The  methyl  group  is  then  transferred  by  methyl-H4MPT:coenzyme  M 

methyltransferase to coenzyme M, resulting in methyl-CoM, which is then disproportionated into 

methane and CO 2. All the enzymes for the conversion of CO 2 to methane were identified in the 

three genomes but until now no growth under CO 2 has been observed for M. halophilus strain Z-

7982T, M. mahii strain SLPT and M. portucalensis FDF-1T. 

 

Compatible solutes 
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In  the  “Salt-out”  strategy,  microorganisms  synthesize  compatible  solute  such  as  glycine 

betaine to overcome the extracellular salt stress. Methanohalophilus portucalensis strain FDF-1 T 

was  the  first  organism  of  the  class  of  obligate  halophilic  methanogenic  Archaea  in  which  the 

synthesis and uptake of glycine betaine was examined (Lai et al., 2000). This organism is able to 

synthesize glycine betaine de novo, but if this solute is present in the culture medium uptake is 

preferred  over  de  novo  synthesizes.  M.  portucalensis  synthesize  glycine  betaine  from  glycine 

through a series of methylation reactions. The enzymes performing the methylation reactions have 

been  characterized  in  some  of  these  organisms, and  were  found to  be  two  methyltransferases, 

glycine-sarcosine methyltransferase (GSMT) and sarcosine-dimethylglycine methyltransferase 

(SDMT). The analysis of the genome of M. halophilus and M. mahii revealed the presence of the 

same  enzymes.  The  glycine  betaine  is  imported  into  Methanohalophilus  portucalensis  via  a 

member  of  the  ABC  transporter  superfamily  and  consists  of  an  integral  membrane  protein 

(OpuAB),  and  a  substrate  binding-protein  (OpuAC).  A  second  transporter,  OpuD,  a  membrane 

protein mediated glycine betaine transport in the cells is identified in the genome of M. 

portucalensis. OpuD belongs to the Betaine/carnitine/choline transporters (BCCT) family that are 

found in Gram negative, Gram positive Bacteria and Archaea (Ziegler et al., 2010).  It has been 

shown  that  the  activity  of  this  transporter  in  B.  subtilisis  was  controlled  by  the  environmental 

osmolarity  (Kappes  et  al.,  1996).  High  osmolarity  stimulates  de  novo  synthesis  of  OpuD  and 

activates  pre-existing  OpuD  proteins  to  achieve  maximal  glycine  betaine  uptake  activity  also 

present (Kappes et al., 1996). The presences of OpuAB, OpuAC and OpuD have been revealed in 

the genome of M. mahii and M. halophilus.  

 

Discussion 

Methanohalophilus portucalensis strain FDF-1 T (DSM 7471 T, OCM 59) was described as a 

new species of the genus Methanohalophilus by Boone and Co-workers (Boone et al., 1993). In 

the same study, the taxonomy of M. mahii and M. halophilus were investigated and revealed that 

the two strains are physiologically very similar and could be considered as subjective synonyms. 

Value of DNAs reassociation of 52% between these two strains and the electrophoretic analysis of 

whole-cell proteins which indicated major differences in the proteins content suggest that unknown 

physiological differences exist (Boone et al., 1993). It was proposed to maintain these two strains 

as  two  different  species  and  also  in  the  interest  of  taxonomic  stability  in  order  to  conserve  the 
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genus Methanohalophilus as Methanohalophilus mahii was the type species of the genus (Paterek 

and Smith, 1988) but M. halophilus was described before (Zhilina, 1983). Based on the analysis of 

the genomes of the three species, we confirmed that  M. halophilus strain Z-7982 T and M. mahii 

strain SLPT, based on ANI and DDH scores, are two separate taxa. Genome analysis pointed out 

that  the  organisation  of  the  three  genomes  are  highly  conserved  and  revealed  also  the  high 

degree of gene conservation with more than 76% of the CDS shared between the three taxa.  

M. mahii strain SLP T was isolated from the Great Salt Lake (USA), M. halophilus strain Z-

7982T was isolated from a cyanobacterial mat and bottom deposits, Shark bay (Australia) and M. 

portucalensis  strain  FDF-1T  was  isolated from a  salinarium at  Figueira  da  Foz  (Johnson  et  al.). 

The biogeographical origin of these three strains with distance of more than 8,000 km between the 

three  places  of  isolation  represent  geographical  barriers.    Geographical  barriers  are  known  to 

promote  genetics  divergence  among  population  (Whitaker  et  al.,  2003).  We  observed  that  the 

genetic  potential  of these  three  species is  highly  conserved  in term  of gene  content  and 

organisation. The presence of Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats ( CRIPSR) 

has  been  identified  in  the  three  genomes.  CRIPRS  are  known  to  confers  resistance  to  foreign 

genetic elements such as those present within plasmids and phages and could explained the high 

level of conservation of the three genomes by cutting the exogenous DNA (Horvath and 

Barrangou, 2010).  
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V.3.  Présentation des génomes des souches M. SLHTYRO, M. SLHKRYOS et 

M. SLHTHETIS isolées des bassins hypersalés profonds et anoxiques Tyro, 

Kryos et Thetis de la Mer Méditerranée. 

 

 Le séquençage des génomes de M. halophilus et M. portucalensis en utilisant les 

techniques de séquençage illumina Mate-pair et ion Torrent ont permis de circulariser rapidement 

le génome de M. halophilus. Le génome de M. portucalensis qui comprenait 7 contigs a lui aussi 

été circularisé en se basant sur le génome de  M. mahii pour assembler et orienter les contigs. 

L’utilisation des mêmes outils pour les souches M. SLHTYRO, M. SLHKRYOS et M. SLHTHETIS 

n’apportait  pas  les  mêmes  résultats  et  l’ensemble  des  logiciels  disponibles  ne  parvenait  pas  à 

diminuer le nombre de contigs (> à 20). Nous avons choisi de tester la technologie de séquençage 

PacBio sur  ces  3  souches. Au  moment  de  l’écriture du  manuscrit, seuls les résultats de 

séquençage selon cette technologie ont été obtenus pour M. SLHTYRO et M. SLHKRYOS. Les 

résultats pour M. SLHTHETIS sont attendus pour fin janvier 2017. 

 Une synthèse de l’analyse des génomes est présentée dans le tableau 14. 

 

Tableau 14 : Caractéristiques principales des génomes de M. SLHTYRO, M. SLHKRYOS et 

M. SLHTHETIS. 

 M. SLHKRYOS M. SLHTYRO M. SLHTHETIS 

Taille du génome 

(pb) 

1 890 430 1 841 429 1 719 361 

G + C % 42,5 42,7 42,9 

Nombre de contigs 7 7 23 

Nombre de CDS 2072 2027 1896 

Nombre de RNAs 59 59 51 

Nombre de CRISPR 7 0 3 
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Tableau  15:  Caractéristiques  principales  des  génomes  de  M.  mahii,  M.  halophilus  et  M. 

portucalensis. 

 M. mahii M. portucalensis M. halophilus 

Taille du génome 

(pb) 

2 012 424 2 084 875 2 022 959 

G + C % 42,6 41,9 42,4 

Nombre de contigs 1 1 1 

Nombre de CDS 2074 2143 2072 

Nombre de RNAs 61 55 54 

Nombre de 

CRISPR 

1 6 1 

 

 La  première  lecture  des  deux  tableaux  14  et  15  nous  indique  que  les  génomes  des 

souches  isolées  des  DHABs  sont  plus  petits  (environ  1,8  Mb)  par  rapport  aux  génomes  des 

souches terrestres (2 Mb) ce qui représente une différence d’environ 10%. Le contenu en G+C % 

est très proche entre les souches du genre ainsi que le nombre de séquences codantes (CDS) qui 

se situe autour de 2000. Le nombre de répétitions CRISPR dans les différentes souches varie. Et 

on note un nombre important de CRISPR chez  M. portucalensis et M.  SLHKRYOS par rapport 

aux autres souches. Les CRISPRs découverts dans les génomes de Methanohalophilus 

correspondent aux familles CRISPR/cas et des sous-types CRISPR/csh. Le système CRISPR/cas 

correspond au mécanisme de défense contre les phages et les plasmides invasifs. 

Les analyses phylogénétiques réalisées sur les séquences complètes d’ADNr 16S ont 

révélées  les  fortes  similitudes  entre  les  souches  du  genre  Methanohalophilus  (>  99,6%).  Ces 

fortes valeurs ne permettent pas de les décrire comme nouvelles espèces par rapport aux critères 

de  définition  de  l’espèce  (≥98,7%  de  similarité  de  séquences  de  l’ADNr  16S).  Dans  le  cas  de 

fortes similitudes de l’ADNr 16S (≥98,7%), la notion d’espèce peut s’appuyer sur les résultats une 

hybridations ADN/ADN in vitro, sur une hybridation ADN/ADN in silico (DDH) et sur les 

détermination des valeurs d’identité nucléotidiques moyennes (ANI). Les génomes des différentes 

souches étant disponibles nous avons calculé les valeurs d’ANI et de DDH. 
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 Détermination des valeurs d’identité nucléotidiques moyennes (ANI). 

Le résultat des valeurs ANI sont présentés dans le tableau 16. 

Tableau 16: Valeurs d’identités nucléotidiques (ANI) pour les souches du genre 

Methanohalophilus. 

 M. mahii M. halophilus M. portucalensis SLHTYRO SLHTHETIS 

M. halophilus 90.95% (SD: 3.48%) 

M. portucalensis 90.75% (SD: 3.32%)    92.43% (SD: 2.90%) 

SLHTYRO  90.91% (SD: 3.20%)   92.34% (SD: 2.85%)      94.16% (SD: 2.98%) 

SLHTHETIS  90.92% (SD: 3.20%)   92.38% (SD: 2.83%)      94.17% (SD: 2.95%)       98.33% (SD: 2.35%) 

SLHKRYOS  90.94% (SD: 3.45%)   99.97% (SD: 0.07%)      92.41% (SD: 2.96%)       92.36% (SD: 2.82%)       

92.39% (SD: 2.79%) 

 

  

 Les valeurs d’ANI calculées nous indiquent que la souche M. SLHKRYOS 

appartient à l’espèce M. halophilus. En effet, le seuil de l’espèce selon cette méthode est de 95% 

(Konstantinidis and Tiedje, 2005), la valeur de 99,97 % ne permet donc pas de les différencier en 

deux espèces distinctes. Les souches M. SLHTYRO et M. SLHTHETIS sont proches de l’espèce 

M. portucalensis avec des valeurs de similitude de 94% et un écart type proche de 3. Les souches 

M. SLHTYRO et M. SLHTHETIS appartiendraient à la même espèce.  

 

 Hybridation ADN/ADN in silico. 

L’hybridation ADN/ADN (DDH) fournit une évaluation de la similitude globale de l’ADN 

génomique entre deux espèces ; par définition, si la DDH est supérieure ou égale à 70%, les deux 

ADN  appartiennent  à  la  même  espèce  (Colston  et  al.,  2014).  L’hybridation  ADN/ADN  a  été 

effectuée in silico grâce au web serveur GGDC signifiant « genome to genome distance 

calculator » (http://ggdc.dsmz.de/distcalc2.php) (Auch et al., 2010a, 2010b; Meier-Kolthoff et al., 

2014).  

Les valeurs de DDH in silico entre M. portucalensis et M. SLHTYRO sont de 58%; entre M. 

portucalensis et M. SLHTHETIS de 58,1% ; entre M. SLHTYRO et M. SLHTHETIS de 86,2%. Les 

souches M. SLHTYRO et M. SLHTHETIS représentent une même et nouvelle espèce du genre 

Methanophilus. Les caractères physiologiques incluant la température optimale de croissance, la 

gamme de salinité pour la croissance, et la croissance sous pression hydrostatique soutiennent la 
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notion de nouvelles espèces pour M. SLHTYRO et M. SLHTHETIS. Le nom de Methanohalophilus 

profundus souche type SLHTYRO sera proposé lors de la publication de ce nouveau taxon.  

  

 Comparaison des génomes 

Comme nous l’avons souligné plus haut les génomes des souches isolées des DHABs sont 

plus petits d’environ 10%. Nous avons comparé les génomes de M. halophilus et SLHKRYOS ; de 

M. portucalensis et M. SLHTYRO ; de M. Portucalensis et M. SLHTHETIS, et M. SLHTYRO avec 

M. SLHTHETIS en  utilisant l’outil « compare »  dans RAST. Le but de cette analyse était 

d’identifier les régions ou fonctions du génome qui ont disparu entre les différentes souches. 

La comparaison des génomes de M. halophilus et M. SLHKRYOS a permis de mettre en 

lumière plusieurs aspects écologiques importants. Plusieurs enzymes qui interviennent dans les 

mécanismes de réponses au stress sont absents chez M. SLHKRYOS : la catalase, la peroxydase 

et le phytochrome (Complexe histidine/ kinase). Les DHABs sont des environnements très réduits 

dans  lesquels  l’oxygène  est  consommé  très  rapidement  au  niveau  de  l’interface  haute  de 

l’halocline.  On  peut  supposer  que  l’habitat  des  DHABs  limite  le  contact  et  donc  le  stress  des 

cellules  de  Methanohalophilus  avec  l’oxygène  par  rapport  aux  Methanohalophilus  isolées  de 

milieu  terrestre.    L’absence  de  phytochrome,  qui  permet  une  réponse  des  cellules  suite  à  un 

stress par exemple aux rayons UV,   chez M. SLHKRYOS pourrait être corrélée aux conditions 

singulières des DHABs (absence de lumière). L’ensemble des gènes responsables de la mobilité 

cellulaire (flagelles par exemple) sont absents chez M. SLHKRYOS. Plusieurs gènes codants pour 

les  enzymes  permettant  la  fixation  du  CO2  et  du  métabolisme  du  glycogène  sont  absents  des 

génomes analysés. La production de glycogène chez les microorganismes leur permet d’utiliser le 

glycogène stockée à des fins énergétiques notemment dans le cas de stress asociés à l’absence 

de source carbonée, ou de carence d’un élément important pour leur métabolisme. L’absence des  

gènes  codants  pour  les  enzymes  nécessaires  à  la  synthèse  de  glycogène  suggère  soit  que 

l’environnement fourni l’ensemble des besoins nutritionnelles de la souche soit que le stockage de 

glycogène est trop coûteux au niveau énergétique pour la cellule.  

La réduction de la taille d’un génome d’un microorganisme permet de limiter  la dépense 

énergétique  engendrée  par  la réplication  de  l’ADN, d’éliminer  des  processus métaboliques 

couteux au niveau énergétique qui produiraient des molécules ou substrats qui sont disponibles 

dans  l’environnement.  Au  regard  des  gènes  qui  ne  sont  pas  présents  chez  M.  SLHKRYOS,  il 
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semble  que  la  réduction  de  la  taille  du  génome  soit  guidée  par  le  contexte  de  son  habitat 

naturel (en particulier environnement réduit et absence de lumière). Ainsi par exemple les gènes 

codant pour la catalase, la péroxydase et le phytochrome ne sont plus présents dans le génome 

de M. SLHKRYOS. 

La comparaison des génomes de M. portucalensis, M. SLHTYRO et M. SLHTHETIS révèle 

que  les  génomes  de  M.  SLHTYRO  et  M.  SLHTHETIS  ne  possèdent  pas  non  plus  les  gènes 

codant pour la catalase et la péroxydase.  

L’analyse  du  génome  de  SLHTHETIS  révèle  l’absence  du  gène  codant  pour  l’enzyme 

isocitrate dehydrogènase. Cette enzyme intervient dans le cycle TCA pour catalyser la production 

du α–ketoglutarate et est donc essentielle dans le fonctionnement du cycle. L’absence des gènes 

codant  pour  la  phosphoenolpyruvate  carboxylase,  la  pyruvate  dehydrogènase  et  la  pyruvate 

oxydase  semble  indiquer  que  la  souche  M.  SLHTHETIS  utiliserait  d’autres  voies  métaboliques, 

comme cela a été mis évidence chez M. maripaludis.  La souche méthanogène M. maripaludis ne 

possède pas non plus les gènes codant pour les enzymes isocitrate dehydrogenase, aconitate et 

citrate synthase. En absence de la phosphoenolpyruvate carboxylase, M. mariplaudis convertie le 

pyruvate en oxaloacétate grâce à l’action de  l’enzyme pyruvate carboxylase. L’oxaloacétate est 

ensuite convertie en α–ketoglutarate via une série d’intermédiaires (i.e. malate, fumarate, 

succinate,  succinyl-CoA).  L’absence  du  gène  codant  pour  la  phosphoenolpyruvate  carboxylase 

dans  le  génome  de  la  souche  SLHTHETIS  semble  indiquer  qu’une  autre  voie  métabolique  est 

utilisée ou que le cycle TCA est réduit chez cette souche.  La souche SLHTHETIS est une souche 

à croissance très lente et difficile à cultiver. L’absence des gènes mentionnés ci-dessus pourrait 

expliquer la difficulté rencontrée pour cultiver cette souche par rapport aux souches SLHKRYOS 

et SLHTHYRO.  

Le gène codant pour la déoxyribodipyrimidine photolyase est aussi absent du génome de la 

souche M. SLHTHETIS. Or cette enzyme intervient pour réparer les dommages de l’ADN et plus 

particulièrement des bases pyrimidines, engendrés par les rayonnements UV. Dans le contexte 

écologique des DHABs caractérisé par l’absence de lumière, l’absence du gène codant pour cette 

enzyme  dans  le  génome  pourrait  correspondre  à  une  adaptation  du  microorganisme  à  son 

environnement. 
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L’étude préliminaire des génomes analysés dans cette étude indique une réduction de la 

taille  des  génomes  d’environ  10%  pour  les  souches  issues  des  DHABs  par  rapport  aux  autres 

souches  appartenant  au  genre  Methanohalophilus  et  isolées  d’environnements  terrestres.  En 

comparant  les  génomes,  nous  avons  noté  l’absence  des  gènes  codants  pour  les  enzymes 

catalase, péroxydase, phytochrome (associé au complexe histidine/kinase) et de la 

déoxyribodipyrimidine photolyase dans le génome des souches isolées des DHABs. Le biotope 

dans  lequel  se  développent  les  microorganismes  des  DHABs  peut  expliquer  la  stratégie  de 

réduction de la taille du génome si les microorganismes doivent limiter les dépenses énergétiques 

pour survivre dans cet environnement extrême. 
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Conclusions et perspectives 

Conclusions et perspectives.  
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 Un des  objectifs  majeurs  définis  au  début de  la  thèse  était  de  cultiver  les acteurs  

microbiens clés impliqués dans les processus majeurs, méthanogénèse et sulfato-réduction,  mis 

en évidence dans les bassins profonds hypersalés anoxiques (DHABs) de la Mer Méditerranée. 

L’étude des DHABs  de la Mer Méditerranée, par le biais de cultures d’enrichissement et 

d’isolement couplées à l’utilisation de techniques moléculaires démontre l’existence de 

communautés microbiennes halophiles vivantes. Des populations cultivables diversifiées ont été 

observées et correspondent à des microorganismes réalisant la sulfato-réduction et la 

méthanogénèse, caractéristiques de ces habitats. Les métabolismes observés sont compatibles 

avec les conditions de vie (pression, température, salinité) de ces microorganismes et la 

géochimie  des  bassins.  Les  tentatives  infructueuses  de  stabiliser  la  culture  d’enrichissement 

(Urania  26.6),  composé  de  microorganismes  sulfato-réducteurs  représentant  probablement  un 

nouveau genre, sur la base de l’analyse de la séquence du gène ARNr 16S, ne permettent pas de 

démontrer formellement cette potentialité métabolique. Les milieux de cultures spécifiques 

montrent  l’enrichissement  de  cellules  correspondant  souvent  à  de  nouveaux  genres  microbiens 

(ex. :  Thetis  21.8, Thetis  22.8, Thetis  30.7) mais impossible  à maintenir  en  sous-culture  par de 

multiple tentatives de repiquages dans les mêmes milieux d’enrichissement ou même en adaptant 

les  conditions  pour  permettre  leur  isolement  ultérieure.      Une  seule  souche,  Kryos  23.9,  a  été 

repiquée avec succès et isolée en culture pure. Bien que les conditions optimales de croissance 

de  cette  souche  ne  permettent  pas  d’atteindre  des  densités cellulaires  adéquates  pour  sa 

caractérisation  complète  et  son  dépôt  dans  les  collections  internationales,  son  génome  sera 

rapidement séquençé afin d’établir ses potentialités métaboliques et d’orienter la composition du 

milieu de culture optimale.   

 Les cultures d’enrichissements ciblant les quatre voies métaboliques de la méthanogenèse 

révèlent la présence de méthanogènes méthylotrophes halophiles viables probablement 

impliquées dans la production de méthane en milieu hypersalé. Les substrats méthylés sont des 

substrats dits non compétitifs en milieu hypersalé pour les microorganismes méthanogènes. Les 

souches  méthanogènes  halophiles  ont  été  isolées  de  trois  bassins,  deux  bassins  thalassiques 

(Thetis et Tyro) et d’un bassin athalassique (Kryos) et sont affiliées au genre Methanohalophilus. 

La caractérisation morphologique, phénotypique et moléculaire de ces trois isolats a été réalisée. 

L’établissement des conditions in situ des bassins (température 14°C), pression (35 MPa), salinité 

(120  g.L-1  NaCl)  au  laboratoire  permet  la  croissance  de  ces  souches.  L’analyse  préliminaire 
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réalisée  sur  le  bassin  Tyro  à  l’aide  d’outils  moléculaires  (rétro-transcription  des  ARNr  16S) 

suggère la présence de souches métaboliquement « actives » et affiliées à 99% avec 

Methanohalophilus portucalensis. Les croissances sous pression hydrostatique des 3 isolats ont 

été comparées avec 3 des espèces types du genre M. mahii, M. portucalensis, M. halophilus. Les 

résultats démontrent que les trois souches isolées des bassins profonds sont piezophiles, c’est-à-

dire montrant une meilleure croissance en pression hydrostatique (35 MPa condition in situ) plutôt 

qu’à  la  pression  atmosphérique.  A  l’inverse,  les  espèces  types  du  genre,  isolées  d’habitats 

terrestres  ne  montrent  pas  un  comportement  piezophile,  préférant  une  pression  atmosphérique 

pour leur croissance.  

Le résultat de séquençage des génomes de trois souches isolées au cours de ce travail de 

thèse et de deux génomes des espèces types du genre Methanohalophilus terrestre (M. 

portucalensis  et  M.  halophilus,  le  génome  de  M.  mahii  était  déjà  disponible)  suggère  plusieurs 

hypothèses.  La  comparaison  des  3  génomes  des  espèces  types  terrestres  témoigne  d’une 

conservation  importante  des  génomes  en  termes  de  taille,  de  synténie,  de  nombres  de  gènes 

codants  et  communs  entre  les  3  espèces. Les  hybridations  ADN/ADN  (DDH)  réalisées  in  silico 

indiquent des valeurs comprises entre 44 et 50% entre les espèces types du genre. L’analyse des 

génomes des trois souches  isolées au cours de ce travail (i.e. M. SLHTYRO, M. SLHTETIS et M. 

SLHKRYOS) nous indique que la taille de leurs génomes est inférieure de 10% par rapport aux 

génomes  des  espèces types  du  genre.  Une  analyse  comparée  des  génomes  a  démontré 

l’absence  de  gènes  dans  les  génomes  des  nouveaux  isolats.  Ainsi  les  gènes  codants  pour  la 

catalase,  la  péroxydase,  le  phytochrome  sont  absents  dans  certains  génomes  des  souches 

isolées  des  DHABS  et  présents  dans  les  génomes  des  souches  types.  Une  des  stratégies 

cellulaires utilisée par les populations microbiennes pour s’adapter aux contraintes 

environnementales  imposées  de  leur  biotope  consiste  à  limiter  les  dépenses  énergétiques  et 

d’utiliser efficacement les substrats disponibles dans le milieu. Les microorganismes peuvent ainsi 

s’adapter aux conditions environnementales pour survivre aux conditions extrêmes de leur habitat. 

La  réduction  de  la  taille  des  génomes  semble  donc  limiter  la  dépense  énergétique  liée  par 

exemple  à  la  réplication  de  l’ADN  qui  apparaît  comme  un  processus  énergétiquement  très 

couteux. Nous avons en outre observé que les gènes nécessaires à la synthèse du glycogène, qui 

est  une  molécule  de  réserve,  étaient  absents  dans  deux  des  souches  issues  des  DHABs 

(SLHKRYOS et SLHTHETIS). Tous ces résultats soulignent que les souches isolées de DHABs 
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en Mer Méditerranée dans le cadre de ce travail de thèse sont autochtones et adaptées à leur 

habitat. En effet, les caractéristiques physiologiques observées sont compatibles avec les 

conditions  in  situ  simulées  au  laboratoire :  milieu  très  réduit,  absence  de  lumière,  pression 

hydrostatique. 

Les hybridations ADN/ADN (DDH) réalisées in silico nous indiquent que M. SLHTYRO et 

M. SLHTHETIS sont deux souches d’une nouvelle espèce que l’on propose de nommer 

Methanohalophilus profundus. 

Les  souches  méthanogènes  isolées  dans  ce  travail  de  thèse  appartiennent  au  genre 

Methanohalophilus et utilisent les composés méthylés comme substrat pour la méthanogénèse. 

Les amines méthylées (monométhylamine, diméthylamine et triméthylamine) sont de petits 

composés organiques  azotés  ubiquistes  dans  les milieux  marins.  L’origine  majeure  des  amines 

méthylées vient de la dégradation d’une variété de précurseurs incluant la bétaine, la choline et le 

TMAO. La bétaine et le TMAO sont accumulés dans les cellules en réponse aux stress salés et 

hydriques.  Ce  sont  également  des  substrats  potentiels  directs  pour  la  méthanogenèse  (par 

exemple dans le genre Methanococcoides). Pourtant l’utilisation de la bétaïne, de la choline ou du 

N,N diméthylethanolamine n’a pas été révélée pour les isolats méthanogènes marins des DHABs. 

En  conditions  anaérobies,  le  TMA  par  exemple  pourrait  être  produit  à  partir  de  la  bétaine  et 

impliquerait des bactéries fermentaires ou des sulfato-rédutrices. D’autre part la choline peut être 

dégradée  en  TMA  par  des  bactéries  sulfato-réductrices.  Ainsi  la  disponibilité  en  triméthylamine 

(TMA) dans le milieu doit donc être pourvue par un processus microbien. Le TMA a été détecté 

dans  les  bassins  Tyro  et  Kryos  par  mesures  en  chromatographie  ionique.  L’ensemble  des 

enrichissements que nous avons réalisé dans des milieux de culture additionnés de bétaïne et de 

choline,  montrait  l’enrichissement  de  microorganismes  affiliés  à  l’ordre  des  Halanaerobiales  et 

plus  précisément  au  genre  Halanaerobium.  Les  membres  de  cet  ordre  et  de  ce  genre  sont 

capables de dégrader la bétaïne, soluté compatible utilisé par un grand nombre de 

microorganismes  pour  lutter  contre  le  stress  osmotique  et  notamment  les  souches  du  genre 

Methanohalophilus. Nos approches culturales mettent en évidence les microorganismes 

cultivables  appartenant  aux  genres  Marinobacter,  Halanaerobium,  Methanohalophilus  et  des 

souches du genre Halomonas, famille des Halomonadaceae. La présence de fortes 

concentrations  en  choline  (>  50  mM)  mesurée  dans  le  bassin  Kryos  et  les  communautés 

microbiennes  cultivées  nous  permettent  de  proposer  un  modèle  de  fonctionnement  qui  pourrait 
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conduire à la production de méthane dans les DHABs. (Figure 70). La crise saline du Messinien a 

conduit à une crise écologique majeur puisque l’ensemble des espèces marines sont mortes suite 

à la dessiccation du bassin méditerranéen et se sont progressivement déposées dans les couches 

sédimentaires  sous -jacentes  au  dépôt  de  sels.  La  choline  est  un  constituant  majeur  des 

membranes cellulaires. Les poissons morts pourraient être aussi une source de TMAO, molécule 

qui  leur  permet  de  stabiliser  leurs  protéines.    La  réduction  du  TMAO  par  les  microorganismes 

produit  du  TMA,  c’est  le  cas  particulier  de  souches  appartenant  aux  genres  Halobacterium  et 

Halococcus,….  
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Figure 69: Schéma proposant le fonctionnement des DHABs. A : Localisation des DHABS en Mer 

Méditerranée. B : Schéma d’un bassin indiquant la présence des cristaux de sels et de la présence probable 

d’espèces  marines  mortes  sous  les  croûtes  de  sels.  La  présence  d’hydrocarbure  dans  les  sédiments  est 

également proposée. C : Représentation synthètique des processus métaboliques microbiens impliquant les 

microorganismes  cultivés  de  ces  bassins  (ce  travail)  conduisant  à  la  production  de  méthane  biogénique. 

L’hypothèse de la bétaïne comme précurseur principale des composés méthylés est proposée.  
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Les approches culturales notamment les approches hauts-débits ont démontrées la 

présence de souches microbiennes cultivables appartenant à des genres fréquemment retrouvés 

dans les environnements salés et pollués par des hydrocarbures. C’est le cas par exemple des 

genres Alcanivorax, Marinobacter et Halomonas. A notre connaissance, la qualité et la quantité 

d’hydrocarbures  présents  dans  les  DHABs  n’ont  jamais  était  décrits  en  détail.  Cependant  la 

présence  d’hydrocarbures  est  fort  possible  en  raison  du  type  de  roches  sédimentaires  sous-

jacentes associées aux bassins profonds anoxiques hypersalés. L’emploi de milieux de cultures 

variés  et  innovants  incluant  des  hydrocarbures  linéaires  et  aromatiques  en  conditions  de  fortes 

pressions hydrostatiques (aérobie et anaérobie) devraient permettre à l’avenir de mieux 

appréhender les fonctions et la diversité des microorganismes dans les DHABs. 

Depuis la découverte du premier DHAB en 1983, les  nombreuses équipes de recherche 

utilisant des approches culturales n’ont jamais réussi à cultiver au laboratoire les représentants 

appartenant aux phylum associés aux DHABs et composés uniquement de séquences 

environnementales  « d’incultivés ».  Dans  tous  les  cas,  les  milieux  de  culture  devront  tenter  de 

mimer le plus fidèlement possible les conditions naturelles de l’habitat, pour permettre la 

croissance des populations indigènes. Ceci implique d’augmenter par exemple les températures 

d’incubation  à  45°C  et d’utiliser  des  conditions  anaérobies en  ajoutant différents substrats 

originaux (ex. : choline, hydrocarbure à chaîne linéaire ou aromatique). La gamme de température 

40-45°C est la température optimale de croissance de la souche M27-SA2 Halanaeroarchaeum 

sulfurireducens, isolée du bassin Medee et de la souche Natrinema salaciae isolée elle aussi du 

bassin Medee et proches de séquences de clones d’ADNr 16S obtenues du bassin Thetis. 

 

Les résultats obtenus relatifs aux expériences de stabilité des ARNs en conditions 

hypersalées à partir de la souche M. SLHTYRO nous indiquent que cette souche met en oeuvre 

des mécanismes qui assurent la stabilité de son matériel génétique lorsque la pression osmotique 

augmente  fortement.  Ces  mécanismes  d’adaptation  expliqueraient  pourquoi  il  est  possible  de 

cultiver au laboratoire des microorganismes halophiles « anciens » qui ont été piégés et 

probablement conservés dans des cristaux de sels pendant des milliers d’années. 

Dans un contexte plus général de connaissances et afin d’étudier les variations du climat 

global et celles du niveau marin, les événements géologiques extrêmes comme le Messinien, les 

ressources  naturelles,  le stockage  du CO2, et la  biosphère  profonde,  un  projet de  forage 
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extrêmement  ambitieux,  projet  « GOLD »  (Gulf  of  Lion’s  Drilling)  dans  le  Golfe  du  Lion  a  été 

proposé dans le cadre du programme international IODP (International Ocean Drilling Program). 

L’étude de la biosphère souterraine est coordonnée par notre laboratoire. La possibilité de forer 

dans les sédiments et les croûtes de sels associées pourraient apporter des connaissances sur 

l’existence des communautés anciennes qui ont été piégées dans ces cristaux de sels lors de leur 

formation. Un second projet de forage dans le cadre du programme international IODP, DREAM 

(Deep-Sea Record of Mediterranean Messinien events), a été proposé pour réaliser des forages 

profonds le long d’un transect allant des Baléares jusqu’à la Sicile. Le forage profond des DHABs 

en  Mer Méditerrannée  est  crucial pour étudier les  variations  du  climat,  les  variations  du  niveau 

marin, les événements géologiques extrêmes comme la crise saline du Messinien, l’existence de 

ressources  énergétiques  naturelles,  les  possibilités  de  stockage  du  CO2,  et  l’existence  d’une 

biosphère profonde.  

La découverte de microorganismes vivants dans des conditions extrêmes caractéristiques 

des DHABs suscite des interrogations quant à leur origine : i) les lignées d’incultivées MSBL et en 

particulier les lignées MSBL1 et KB1 mises en évidence par les méthodes moléculaires dans les 

DHABs  sont-elles  retrouvées  dans  les  différents  cristaux  de  sels  c’est-à-dire  piégées  depuis  6 

millions d’années ? ii) la présence de ces communautés microbiennes endémiques des DHABs 

résultent-elles de la dissolution des cristaux de sels ? et iii) ces lignées sont-elles présentes dans 

les niches/habitats sous ou sus-jacente aux dépôts salifères ? 
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Annexe. 

Annexe 1: Présentation du chapitre du livre rédigé pour le livre « The Marine 
Microbiome ». 
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Annexe 2 : Préparation des solutions de lyse et dénaturantes. 

 

Tampons à préparer sous hotte stérile. Filtrer les tampons à 0,2µm et aliquoter aux volumes 

souhaités, selon l'utilisation de chacun. 

 

Tampon de lyse (Vf = 10mL) 

 Concentration  

S° mère 
Volume S° mère 

Concentration 

S° fille 

KOH 1M 4 mL 400 mM 

EDTA 0,5 M 200 µL 10 mM 

DTT 1M 1 mL 100 mM 

Eau Milli Q  Qsp 10 mL (≈ 4,8 mL)  

 

KOH 1M (1L, Sigma, Réf 35113, stockage à TA) 

EDTA 0,5 mM pH 8,0 (stockage à TA)  

DTT 1M (10mL, Sigma, Réf 43816, stockage à +4°C) 

 

Tampon de neutralisation (Vf = 10mL) 

 Concentration 

S°mère 
Volume S° mère 

Concentration 

S° fille 

HCl 12M 330 µL 400 mM 

Tris-HCl 

pH7,5 

1M 6 mL 600 mM 

Eau Milli Q  Qsp 10 mL (≈ 3,670 

mL) 

 

 

HCl 12M (100mL, Sigma, Réf H1758, stockage à TA) 

Tris-HCl pH 7,5 (1M, Life technologies (Invitrogen™ Ultrapure™), Réf 15567-027, stockage à TA) 
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Annexe 3 : Table de Mac Crady 
 

 

Table pour 2 tubes par dilution 

Nombre 
caractéristique 

Nombre 
de 
cellules 

000 
001 
010 
011 
020 
100 
101 
110 
111 
120 
121 
200 
201 
210 
211 
212 
220 
221 
222 

0.0 
0.5 
0.5 
0.9 
0.9 
0.6 
1.2 
1.3 
2.0 
2.0 
3.0 
2.5 
5.0 
6.0 
13.0 
20.0 
25.0 
70.0 
110.0 
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Annexe 4 : Préparation des solutions dénaturantes pour la DGGE. 

 

Composition des solutions dénaturantes utilisées pour réaliser les gels DGGE à 8 % d’acrylamide 

(v/v). 

 

 

Solutions 
% dénaturant 

0 20 30 40 60 70 80 

Acrylamide/Bis (37,5 :1) 

40% (BioRad), en mL 
20 20 20 20 20 20 20 

TAE 50X (BioRad), en mL 2 2 2 2 2 2 2 

Formamide désionisé 

(Sigma), en mL 
0 8 12 16 24 28 32 

Urée (BioRad), en g 0 8,4 12,6 16,8 25,2 29,4 33,6 

Eau MilliQ qsp 100 mL 
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Annexe 5: Présentation de l’article (La Cono et al., 2011) avec les 
résultats des approaches culturales. 
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Résumé.  Depuis  1983,  l’existence  de  bassins  hypersalés  profonds  anoxiques  (DHABs  Deep  Hypersaline  Anoxic 
Basin) dans la Méditerranée orientale a été révélée. Ces bassins qui représentent un environnement extrême (anoxie, 
hypersalé, pression hydrostatique, absence de lumière)  font l’objet de nombreuses études microbiologiques qui se 
sont intensifiées depuis une quinzaine d’années. Les approches moléculaires ont révélé l’existence de communautés 
microbiennes actives mais encore incultivées (ex : lignées MSBL, Mediteranean Sea Brine Lake) dans ces DHABS, 
avec notamment des métabolismes microbiens tels que la méthanogénèse et la sulfato-réduction. A ce jour, aucun 
représentant  cultivé  affilié  à  ces  groupes  d’incultivés  ou  réalisant  les  deux  processus  microbiens  cités  n’ont  été 
caractérisé.  Les  objectifs  majeurs  de  ce  travail de  thèse  portaient  sur l’identification des  principaux  groupes 
métaboliques  microbiens  et  particulièrement  les  acteurs  microbiens  impliqués  dans  les  processus  dominants  de 
méthanogénèse  et  de  sulfato-réduction.  Les  approches  culturales  ont  conduit  à  l’isolement  de  3  souches  de 
méthanogènes  halophiles  modérées  de  trois  bassins  (Thetis,  Kryos,  Tyro)  affiliées  phylogénétiquement  au  genre 
Methanohalophilus.  Une  caractérisation  chimio-taxonomique  et  génomique  de  ces  souches  a  été  menée.  Les 
résultats  ont  démontré  la  capacité  des  souches  isolées  à  se  développer  dans  les  conditions  in  situ  (température, 
salinité  et  pression).  L’analyse  des  génomes  des  souches  des  bassins  hypersalés  (milieux  profonds  vs milieux  de 
surface) a révélé d’une part une réduction de 10% de la taille des génomes des souches isolées du milieu profond et 
d’autre part indique une adaptation des souches aux conditions in situ. L’isolement de microorganismes appartenant 
notamment    au  genre  Marinobacter,  Halomomas  et  Halanaerobium  permet  de  proposer  un  modèle  d’interaction 
syntrophique conduisant à la production des composés méthylés nécessaires aux souches du genre 
Methanohalophilus pour la réaction de méthanogénèse méthylotrophe dans ces bassins. Un nouveau genre bactérien 
proche de séquences issues des DHABS et appartenant au phylum des Bacteroidetes a été isolé et est maintenu en 
culture stable. Ce microorganisme très difficile à cultiver représente le premier isolat appartenant à  un des groupes 
d’incultivés mis en évidence dans les DHABs. 
Mots Clefs : DHABs, environnement extrême, Methanohalophilus, pression hydrostatique, génome. 
 
Abstract. Since 1983, the existence of Deep Hypersaline anoxic basins (DHABs) has been revealed in the Eastern 
Mediterranean basin. These basins which represent extremes environments (anoxic, hypersalty, dark, high hydrostatic 
pressure)  have  been  under  investigation  and  increasing  interest  the  last  fifteen  years.  The  molecular  approaches 
revealed  the  presence  of  active  and  uncultivated  microbial  communities  in  the  DHABs  with  two  main  metabolic 
processes  such  as  methanogenesis  and  sulphate-reduction.  Until  now,  no  representative  strain  of  the  different 
uncultivated lineages thriving in the DHABs (ex : lineages MSBL, Mediteranean Sea Brine Lake) or involved in the two 
processes  have  been  yet  cultivated.  The  main  objectives  of  the  thesis  work  were  to  (i)  identify  the  microbial  key 
players in the processes of methanogenesis and sulphate-reduction, (ii) isolate new microbes adapted to hypersaline 
conditions and to study their physiology, (iii) to compare the genome and the physiology of the strains belonging to the 
genus  Methanohalophilus,  isolated  from  three  different  basins  (Thetis,  Kryos,  Tyro),  (iv)  attempt  to  cultivate  and 
isolate  strains  belonging  to  the  uncultivated  lineages  described  in  the  DHABs.  Our  cultivation  approach  allow  to 
cultivate and isolate three methanogenic methylotrophic moderately halophile strains belonging to the genus 
Methanohalophilus from the basins Thetis, Kryos and Tyro. A chemo-taxonomic and genomic characterization of the 
isolates  revealed  the  capacity  of  the  strains  to  grow  under  in  situ  conditions.  Genome  analysis  revealed  the 
streamlining reduction (by 10%) of the 3 genomes of our deep sea isolates compared to the terrestrial species of the 
genus  Methanohalophilus  and  also  an  adaptation  of  the  isolates  to  the  in  situ  conditions.  The  isolate  SLHTYRO 
represent a new species of the genus for which we propose the name M. profundus strain SLHTYRO. Other microbial 
isolates belonging to genus Marinobacter, Halomonas, and Halanaerobium obtained could be involved in a syntrophic 
relationship with archaeal partners of the Methanohalophilus genus in order to produce methylated compounds from 
betaine which in turn is used as catabolic substrates in the methanogenesis process. A new strain belonging to a new 
genus affiliated the the Bacteroidetes phylum and phylogenetically close to clones identified in the DHABs has been 
cultivated and isolated in pure culture. This hard to grow isolate represents the first cultivated members of the diverse 
uncultivated lineages discovered in the DHABs.  
Key words : DHABs, extreme environnement, Methanohalophilus, hydrostatic pressure, genome. 
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