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Résumé 

Médiateurs chimiques dans la symbiose Cnidaire-Dinoflagellés : 

caractérisation, distribution et réponse au stress 
 

 Le succès évolutif des Cnidaires symbiotiques réside en grande partie dans leurs échanges 

trophiques établis avec les Dinoflagellés du genre Symbiodinium. Cependant, le réchauffement 

climatique global ainsi que les pollutions ont un impact fort sur les écosystèmes coralliens, 

notamment en conduisant à la rupture de la symbiose, phénomène appelé blanchissement. La 

compréhension des mécanismes qui régissent l’établissement, le maintien et la rupture de la 

symbiose est essentielle à la prévention des épisodes de blanchissement massif. Dans ce contexte, 

les objectifs de mon projet de thèse sont de caractériser les médiateurs chimiques de l’anémone de 

mer Anemonia viridis, de les localiser, et d’analyser leur réponse face à un stress. Le modèle A. viridis 

présente l’avantage, contrairement aux coraux, de pouvoir travailler sur les tissus de l’hôte séparés 

(épiderme et gastroderme), et les cellules de Symbiodinium.  

 Une étude globale comparative a tout d’abord été réalisée en vue de caractériser et 

d’analyser la distribution des médiateurs chimiques de l’anémone symbiotique. Par cette approche, 

96 composés ont été caractérisés. Il a été déterminé que le métabolome d’A. viridis contient une 

majorité de lipides, mais aussi des bétaïnes et des neuropeptides. Leur distribution relative n’est pas 

uniforme entre les compartiments analysés. Parmi les composés caractérisés, les lipides de bétaïne 

ne sont pas synthétisés par les animaux, mais ont pu être identifiés pour la première fois dans les 

tissus de l’hôte Cnidaire, démontrant un transfert de ces composés des symbiotes vers leur hôte. La 

diversité et l’abondance de lipides observés chez A. viridis a conduit à réaliser une étude par 

approche lipidomique. Ces travaux ont permis de caractériser 70 acides gras issus de lipides neutres 

et polaires de l’anémone dont la répartition est statistiquement différente selon le compartiment 

analysé. A partir de ces résultats, des hypothèses de transfert de lipides et d’acides gras entre hôte 

et symbiotes ont pu être formulées. 

 Dans un second temps, des anémones de mer ont été traitées en laboratoire par un stress 

thermique ou un stress chimique afin de provoquer la rupture de la symbiose et le blanchissement 

des individus. Une étude cinétique a été menée par une approche globale comparative identique à 

celle réalisée sur l’anémone symbiotique. Il a pu être déterminé que la plupart des composés 

présents dans l’anémone symbiotique sont absents de l’individu aposymbiotique, et certains 

galactolipides et lipides de bétaïne ont été proposés comme marqueurs du blanchissement. Une 

cartographie de l’évolution de ces composés a été réalisée par MALDI-MSI à partir de coupes de 

tentacules, et a montré que l’évolution n’était pas linéaire. Des lipides de bétaïne ont ainsi été 

proposés comme marqueurs précoces de stress. La réponse au stress a été évaluée par approche 

lipidomique, et a permis d’identifier trois indicateurs lipidiques de réponse précoce au stress, basés 

sur des marqueurs de fluidité membranaire. 

L’ensemble de ces résultats apporte de nouveaux éléments de réponse concernant le rôle des 

médiateurs chimiques clés dans le maintien de la symbiose, ainsi que leur influence sur sa rupture.  
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Abstract 

Chemical mediators in a cnidarian-dinoflagellate symbiosis: characterization, 

distribution and stress response 

 

 The ecological success of cnidarian-dinoflagellate symbiosis mainly relies on nutrient 

recycling. Environmental changes, such as global warming or pollution, often result to symbiosis 

breakdown called cnidarian bleaching. The understanding of mechanisms regulating the symbiosis 

establishment, maintenance and breakdown is essential to prevent massive bleaching phenomena. 

In this respect, my PhD project focused on the characterization of chemical mediators in the sea 

anemone Anemonia viridis, their localization and their stress response. A. viridis was chosen as a 

model because, unlike corals, the host’s tissues (epidermis and gastrodermis) and Symbiodinium 

cells can be easily separated.  

 A comparative study was first conducted to characterize the chemical mediators and 

analyze their distribution within the symbiotic sea anemone. Following this approach, 96 

metabolites have been characterized. The A. viridis metabolome is mainly composed of lipids, but 

also betaines and neuropeptides. Their relative distribution is not uniform between analyzed 

tissues. Betaine lipids cannot be synthesized by animals, but have been identified for the first time in 

A. viridis host tissues, suggesting a transfer from symbionts to their host. Further investigations 

were performed to focus on abundance and diversity of A. viridis lipids using a lipidomic approach. 

We characterized 70 fatty acids from neutral or polar lipids, and found that they are statistically not 

uniformly distributed between the sea anemone tissues. From these results, we described possible 

transfers of FAs between the symbiotic partners. 

 A thermal stress and a chemical stress have also been applied in laboratory-controlled 

conditions in order to induce symbiosis breakdown and bleaching of the sea anemones, in order to 

correlate A. viridis metabolome to its symbiotic status. This study has been conducted with the same 

procedure as for the symbiotic sea anemone. Most of the predominant metabolites of the symbiotic 

sea anemone are absent from the aposymbiotic counterpart, leading us to propose some 

galactolipids and betaine lipids as bleaching indicators. A mapping of these metabolites has been 

performed by MALDI-MSI of tentacle cross-sections, as well as their evolution following stress, and 

highlighted a non-linear metabolite response. Some betaine lipids have thus been proposed as 

short-term indicators of stress. A. viridis stress response has also been evaluated with a lipidomic 

approach, and allowed to identify 3 lipid indicators of early stress response based on membrane 

fluidity markers. 

 Overall, this study provides insight on key chemical mediators that may regulate the 

symbiosis maintenance, and may contribute to the symbiosis breakdown. 
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MALDI : désorption-ionisation laser assistée par matrice (Matrix Assisted Laser Desorption-
Ionization) 

MAMP : motifs moléculaires associés aux microorganismes (Microbe-Associated Molecular Pattern) 

MS : Spectrométrie de Masse 

MS/MS : Spectrométrie de Masse en tandem 

NPC : Niemann-Pick de type C 

PC : phosphatidylcholine 

PE : phosphatidyléthanolamine 

PRR : récepteur de reconnaissance de motifs moléculaires (Pattern Recognition Receptor) 

RE : Réticulum Endoplasmique 

RMN : Résonnance Magnétique Nucléaire 

ROS : dérivés réactifs de l’oxygène (Reactive Oxygen Species) 

SEM : erreur standard de la moyenne (Standard Error of Mean) 

SPE : Extraction en Phase Solide 

UV : ultraviolets 
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Les symbioses marines entre Cnidaires (anémones de mer, coraux, gorgones) et Dinoflagellés 

du genre Symbiodinium ont un rôle écologique majeur : ils sont la base de la formation des récifs 

coralliens, qui abritent plus de 30 % de la biodiversité marine. Les écosystèmes coralliens sont 

également une source économique indispensable essentielle au développement d’activités 

humaines telles que la pêche et le tourisme. La biodiversité de ces écosystèmes en fait un réservoir 

de molécules bioactives exploitées pour la santé humaine. Le succès évolutif des Cnidaires 

symbiotiques réside en grande partie dans les échanges trophiques établis avec leurs symbiotes 

Dinoflagellés. Ces derniers transfèrent une partie de leurs photosynthétats vers les cellules du 

gastroderme de l’hôte Cnidaire. Celui-ci acquiert de nouvelles capacités métaboliques et devient en 

partie autotrophe, sans renoncer toutefois à l'hétérotrophie. Les Dinoflagellés peuvent exporter 

jusqu'à 90% du carbone fixé lors de la photosynthèse vers leur hôte, sous forme de glycérol, lipides, 

acides aminés ou glucose. En échange, l’hôte absorbe et transfère à ses symbiotes les nutriments 

nécessaires à la photosynthèse : carbone inorganique principalement, mais aussi azote, phosphore 

et sulfate.  

Paradoxalement, bien que très intime, la relation entre l'hôte Cnidaire et ses symbiotes 

Dinoflagellés n'en est pas moins fragile : des conditions environnementales défavorables 

(réchauffement global, pollution, acidification des océans ou augmentation des rayonnements UV), 

peuvent être à l’origine d’une rupture de la symbiose. Cette rupture peut être transitoire ou 

définitive, et donne lieu au phénomène appelé "blanchissement". La perte des symbiotes peut 

conduire à terme à la mort de l'hôte Cnidaire. Depuis la révolution industrielle, les perturbations 

d’origine anthropique conduisent régulièrement à des phénomènes de blanchissement de grande 

ampleur visibles dans toutes les mers et océans. L'étendue du phénomène en fait une catastrophe 

écologique majeure aux conséquences socio-économiques lourdes. Si de nombreuses études 

recensent des phénomènes de blanchissement et/ou de mortalité massive, peu de travaux portent 

sur la recherche de médiateurs chimiques potentiellement responsables du maintien de la 

symbiose ou de sa rupture en réponse à un stress.  

Les objectifs de ce projet de thèse ont été i) d’établir l’empreinte métabolomique d’un 

cnidaire symbiotique, afin de caractériser les médiateurs chimiques ainsi que leur distribution entre 

les partenaires de la symbiose (Chapitre 2), et ii) de suivre les modifications du métabolome lors 

d’une cinétique de blanchissement afin d’étudier la réponse au stress au niveau métabolomique, 

ainsi que les étapes précoces de rupture de la symbiose (Chapitre 3). L’approche métabolomique a 

été basée sur une méthodologie de chimie extractive par extraction/séparation/purification de 

composés, et leur caractérisation par différentes techniques de spectrométrie de masse et/ou de 
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résonnance magnétique nucléaire. L’étude de la réponse au stress a été réalisée selon la même 

méthodologie, par comparaison des empreintes chimiques d’individus symbiotiques et d’individus 

blanchis, et a permis de déterminer l’impact de la rupture de la symbiose au niveau moléculaire. Un 

suivi des médiateurs chimiques d’intérêt a été réalisé au cours de la cinétique de blanchissement 

par des techniques d’imagerie par spectrométrie de masse, par cartographie sur des coupes de tissu. 

Ce projet pluridisciplinaire a bénéficié des compétences, de la complémentarité et des 

infrastructures des équipes suivantes : l’équipe Symbiose Marine (UMR 7138), l’équipe Molécules 

Bioactives de l’Institut de Chimie de Nice (ICN, UMR 7272), la plateforme de chimie analytique de 

l’ICN et le Laboratoire Protéomique, Réponse Inflammatoire, Spectrométrie de Masse (INSERM U 

1192, Université Lille 1).  

La démarche scientifique mise en œuvre pour ce projet est basée sur l’organisme modèle de 

l’équipe Symbiose Marine : l’anémone de mer de Méditerranée Anemonia viridis (Figure 1a). Le 

choix de ce Cnidaire symbiotique comme modèle d’étude repose sur des avantages déterminants 

pour la mise en œuvre de ce projet. En effet, les individus peuvent être maintenus en aquarium, il 

est possible d’obtenir des organismes blanchis artificiellement (maintenus dans des aquariums à 

l’obscurité, Figure 1b), mais aussi de séparer les tissus de l’animal (l’épiderme et le gastroderme) et 

des symbiotes. Des cellules de Symbiodinium fraîchement isolées ont pu être mises en culture.  

 
Figure 1 Photographies d’anémones de mer A. viridis maintenues au laboratoire de l’équipe 
Symbiose Marine. a : anémone symbiotique ; b : anémone blanchie. 

 

La stratégie du projet est donc basée sur une étude comparative d’anémones maintenues en 

conditions standard, en conditions de stress ainsi que d’organismes blanchis. 

La caractérisation des médiateurs chimiques chez un Cnidaire symbiotique, A. viridis, ainsi 

que leur localisation et la réponse observée en réponse à un stress ont permis de mieux 

appréhender les mécanismes moléculaires nécessaires au maintien de la symbiose, mais aussi leur 

évolution lors d’un stress menant à sa rupture.   
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Chapitre 1 : contexte scientifique et 
présentation du modèle 
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I. La symbiose : un moteur de l’évolution 

1. Définition de la symbiose, évolution dans la perception de la 
symbiose 

 L’association symbiotique entre espèces est reconnue et très bien documentée dans le 

monde vivant. Jusqu’au XIXème siècle, seules les interactions entraînant des dysfonctionnements d’un 

système biologique étaient remarquées. Ces interactions néfastes entre espèces étaient considérées 

comme du parasitisme ; le microorganisme ou « microbe » porte encore aujourd’hui une 

connotation négative. La reconnaissance de l’existence de relations non forcément négatives entre 

espèces différentes a été faite par le botaniste allemand Anton DeBary, lors de ses travaux sur les 

lichens. Il définit alors la symbiose comme « l’association permanente entre plusieurs organismes 

d’espèces distinctes, au moins pendant une partie de leur cycle de vie » (DeBary, 1866). L’utilisation du 

terme symbiose (ou plus précisément, symbiotismus) en biologie fut introduite par Albert Frank, 

pour décrire l’association entre des champignons et des racines végétales (Franck, 1876). Dans les 

années qui suivirent la découverte de ces notions, la perception de la symbiose a très vite évolué 

vers le « vivre ensemble » (e.g Perru 2006, parmi de nombreux ouvrages consacrés à l’histoire de la 

perception de la symbiose). 

 La notion d’endosymbiose a ensuite été initiée par le français Paul Portier en 1918, qui 

propose que la mitochondrie, initialement découverte en 1890 (Altmann 1890), serait d’origine 

bactérienne (Portier, 1918). Par la suite, la microbiologiste américaine Lynn Margulis a présenté la 

théorie endosymbiotique (Margulis 1967), basée sur l’hypothèse que la cellule eucaryote actuelle 

est le résultat d’une succession d’associations symbiotiques avec des organismes procaryotes, 

devenus au fil de l’évolution des organites. Cette théorie est universellement acceptée depuis la 

découverte des origines différentes de l’ADN chloroplastique et mitochondrial, par rapport à l’ADN 

du noyau eucaryote. Pourtant, dès 1883, la théorie sur l’origine microbienne des chloroplastes fut 

déjà formulée (Schimper 1883), mais les technologies disponibles à cette époque ne suffirent pas à 

valider cette hypothèse. La mitochondrie était à l’origine une alpha-protéobactérie phagocytée par 

la cellule eucaryote (Wallin 1923), dont la preuve formelle est apportée en 1981 (Anderson et al. 

1981). Les chloroplastes proviennent eux d’une phagocytose de cyanobactéries (Stocking et Gifford 

1959) apparue il y a 1,5 milliard d’années, dont l’ADN a été découvert en 1967 chez l’algue brune 

Egregia menziesii (Bisalputra & Bisalputra 1967).  
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 La cellule eucaryote ainsi munie de ses organites additionnels a pu acquérir de nouvelles 

fonctions dont le rôle fut primordial dans l’évolution. Ces transformations ont permis la production 

d’énergie dans la cellule par la synthèse d’ATP dans les mitochondries, ainsi que la photosynthèse 

par les chloroplastes à l’origine de la concentration de dioxygène dans l’atmosphère. Elles ont été le 

moteur de véritables bonds dans l’évolution de la biodiversité et sont encore aujourd’hui largement 

étudiées (Chu et al. 2004). D’une certaine manière tous les eucaryotes sont donc symbiotiques, mais 

plus généralement, les associations symbiotiques inter-espèces sont très répandues et représentées 

dans tous les phyla du monde vivant. 

 La symbiose, phénomène décrit comme presque marginal jusqu’au XXème siècle, est 

aujourd’hui considérée comme ayant un rôle clé dans l’évolution du monde vivant.  

2. Une symbiose, des symbioses 

 La notion de symbiose d’un point de vue anglo-saxon est donc un terme global définissant 

l’interaction entre deux ou plusieurs espèces, pour lequel un certain nombre de spécificités ont été 

décrites, permettant d’identifier les particularités propres à chaque symbiose. En général, une 

symbiose est mise en place entre un individu, appelé hôte, et un autre relativement plus petit, 

appelé symbiote. Le type de symbiose est défini en fonction de l’apport de la symbiose pour l’hôte 

(Tableau 1) : on parle alors de symbiose mutualiste lorsque la « fitness » (valeur sélective définie 

par la fertilité et la longévité d’un individu) de l’hôte est augmentée par la présence du symbiote. Le 

cas du lichen résulte par exemple de l’association entre champignon (mycobionte) et cyanobactérie.  

Tableau 1 Les différentes interactions possibles entre deux espèces 

 

 
 

Au contraire, la symbiose est de type parasite, voire pathogène lorsque la « fitness » de l’hôte est 

altérée par l’état symbiotique. Le parasite Plasmodium falciparum, appartenant à l’embranchement 

des Apicomplexes (un groupe frère des Dinoflagellés), est par exemple responsable de la malaria. Le 

commensalisme vient du latin com mensa, et signifie « partager la table », il est défini dans le cas où 

Partenaire B

+ 0 -

Partenaire A

+ Mutualisme Commensalisme Parasitisme

0 Neutralisme Amensalisme

- Compétition

+ : effet positif 0 : effet neutre - : effet négatif
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aucun bénéfice ni aucun effet néfaste n’est observé pour l’hôte (par exemple, la levure Candida 

albicans vit dans les muqueuses de l’Homme sans interférer sur la digestion ou les systèmes de 

défense de l’hôte). 

Ces types de symbioses ne sont pas figés, un symbiote mutualiste peut par exemple devenir 

parasite. L’association symbiotique est donc régie par un état en constante évolution qui va du 

mutualisme au parasitisme, et qui est régulé en fonction de paramètres environnementaux et/ou 

génétiques (Figure 2 ; Thrall et al. 2007).  

 
Figure 2 Schéma représentatif de l’évolution de l’association symbiotique 

  

 Il existe différents niveaux de symbiose : l’ectosymbiose, lorsque le symbiote loge à 

l’extérieur des tissus de l’hôte, et l’endosymbiose, extracellulaire ou intracellulaire, aussi appelée 

endocytobiose. Un exemple d’ectosymbiose très connu est l’association entre l’arbre Acacia 

cornigera et les fourmis mutualistes Pseudomyrmex ferruginea, qui protègent leur hôte contre les 

envahisseurs et herbivores. 

 La notion de symbiose est souvent restreinte à l’interaction entre deux espèces, mais 

souvent, un organisme hôte abrite un grand nombre de symbiotes appartenant à des groupes 

tanonomiques différents. C’est notamment le cas des éponges marines ou des Cnidaires, dont la 

diversité en symbiotes d’origine bactérienne, cyanobactérienne ou fongique n’est pas totalement 

élucidée (Starcevic et al. 2008 ; Webster et al. 2010 ; Kaluzhnaya et al. 2011 ; Di Camillo et al. 2012). 

De manière générale, le super-organisme issu de la symbiose entre deux ou plusieurs espèces est 

appelé holobionte.  

 

Mutualisme Parasitisme
Influence génétique

Influence environnementale

Symbiose

Commensalisme
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3. Les avantages apportés par une vie en symbiose mutualiste 

 Toute symbiose est basée sur des échanges, qui offrent un certain nombre de bénéfices à 

l’un des participants au moins. Les interactions biologiques à bénéfices réciproques ont requis une 

attention particulière ces dernières décennies. Ces avantages sont très souvent de nature trophique, 

mais il peut s’agir de protection physique, ou d’avantages reproductifs. Dans un contexte d’échanges 

moléculaires, ne seront cités ici que certains bénéfices liés à des apports métaboliques. 

 L’apport de nutriments est très souvent à la base d’une association symbiotique. La 

symbiose mycorhizienne représente un exemple de régulation trophique très étudiée. Pour pallier 

les carences en phosphore et azote présents dans les sols, 90% des plantes sont associées à des 

champignons au niveau de leurs racines, appelées mycorhizes. La plante autotrophe apporte des 

nutriments carbonés (sucres, lipides) aux symbiotes, qui, en retour, métabolisent phosphore et 

azote inorganiques et en transfèrent une large partie de ces métabolites à leur hôte (en revue dans 

Bonfante et Genre 2010). La symbiose Rhizobium-légumineuse est un autre exemple d’adaptation 

trophique chez les plantes de la famille des Fabacées, capables de fixer l’azote cette fois-ci en 

formant des nodosités hébergeant des bactéries du genre Rhizobium. Les symbioses 

chimiosynthétiques (capables de synthétiser de la matière organique à partir de composés 

minéraux ou organiques) sont très répandues dans les milieux extrêmes, tels que les cheminées 

hydrothermales. En effet, l’absence de lumière dans ces écosystèmes ne permet pas la 

photosynthèse, et pousse des invertébrés marins à des adaptations chimiosymbiotiques. De 

nombreux organismes symbiotiques de bactéries chimiosynthétiques ont ainsi été recensés, tels que 

porifères, nématodes, mollusques, arthropodes, annélides et échinodermes (en revue dans Stewart 

et al. 2005). Le ver vestimentifère Riftia pachyptila par exemple, vit en symbiose avec des bactéries 

sulfo-oxydantes capables de synthétiser des nutriments à partir de sulfure d’hydrogène H2S, de CO2 

et d’O2. 

 Certains symbiotes peuvent aussi offrir une protection physique à leur hôte, nous pouvons 

par exemple citer le cas entre insectes et bactéries : de grandes quantités de tyrosine et 

phénylalanine sont nécessaires à la production de dihydroxyphénylalanine (DOPA), une molécule 

essentielle à la formation de la cuticule chez les insectes. Ces acides aminés sont par exemple 

secrétés par des bactéries du genre Sodalis, endosymbiotes de charençons (Wicker et al. 1985) ; il a 

été démontré que les individus aposymbiotiques possédaient une cuticule très fine comparée à leurs 

homologues symbiotiques. Lorsque les bénéfices dépassent la demande de l’hôte, les insectes sont 

même capables de recycler leurs endosymbiotes (Vigneron et al. 2014).  
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Ces exemples illustrent les bénéfices liés à l’interaction symbiotique. Dans certains cas, l’intimité 

entre les partenaires est telle qu’elle engage une forte dépendance, le plus souvent par la perte de 

fonctions assurées par le partenaire. Mais cette dépendance engage une irréversibilité qui peut être 

facilement schématisée (Figure 3, adaptée de Selosse et al. 2014). 

 

 
 

Figure 3 Schéma de l’évolution possible entre entités indépendantes 
vers des systèmes symbiotiques où la perte d’une fonction favorise 
l’interdépendance et l’irréversibilité (modifié d’après Selosse et al. 
2014). 
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II. La symbiose Cnidaire-Dinoflagellés 

1. Importance des Cnidaires dans l’écosystème marin 

 Les Cnidaires symbiotiques sont très représentés par les coraux constructeurs de récifs, 

ayant colonisé les fonds marins peu profonds, tropicaux et oligotrophes. Ces structures 

bioconstruites sont la fondation de l’écosystème récifal. Les récifs coralliens sont présents sur 

seulement 0,1% de la surface de la planète, et pourtant abritent plus d’un tiers de la faune marine 

connue à ce jour (Hoegh-Guldberg 1999 ; Porter et Tougas. 2001, Figure 4).  

 
Figure 4 Répartition mondiale des récifs coralliens. D’après National Oceanic and Atmospheric 
Administration (http://oceanservice.noaa.gov) 

 

 Ils abritent quelques 2000 espèces de poissons et 5000 espèces de mollusques (Reaka-

Kudla 1997), pour lesquels ils forment une nurserie idéale, et apportent par la pêche une nourriture 

indispensable aux populations locales. En effet, la survie de près de 30 millions de personnes dans 

plus de 100 pays dépend directement de la pêche locale apportée par les récifs (Wilkinson 2008). 

Formés près des côtes, ils constituent une barrière naturelle protégeant les littoraux contre 

l’érosion par la houle, les tempêtes et les tsunamis. Ils offrent également un patrimoine culturel aux 

populations locales qui profitent ainsi d’une économie touristique conséquente. La valeur 

économique des récifs coralliens a d’ailleurs été estimée à 0,1-0,6 millions de dollars par kilomètre 

carré et par an (Hoegh-Guldberg et al. 2007), ressource absolument indispensable dans un grand 
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nombre de régions. Enfin, ils sont une source de nouvelles molécules bioactives pour une 

application dans le domaine thérapeutique, dont on peut citer les molécules antitumorales (Rocha 

et al. 2011). 

 L’ensemble des apports écologiques et surtout économiques des récifs coralliens est 

considérable, mais les stress provoqués par une pression anthropique toujours plus forte 

démontrent aujourd’hui leur fragilité, dont les conséquences sont déjà visibles. 

2. Taxonomie et anatomie des Cnidaires 

 L’embranchement des Cnidaires regroupe des organismes aquatiques et essentiellement 

marins. Il existe cependant quelques Cnidaires dits d’eau douce, appartenant au genre Hydra. Leur 

apparition date de l’ère Précambrienne, il y a 700 millions d’années, et compte aujourd’hui plus de 

10 000 espèces répertoriées (Daly et al. 2007, Zhang et al. 2011). Les Cnidaires possèdent une 

symétrie externe radiaire. Leur corps appelé colonne recouvre la cavité cœlentérique ou cavité 

gastrovasculaire, contient les organes reproducteurs et se termine par une bouche servant à la fois à 

l’ingestion et à l’excrétion, entourée de tentacules (Figure 5).  

 
Figure 5 Anatomie générale d’un polype de Cnidaire. 

  

 Les Cnidaires présentent deux morphotypes : la forme méduse, libre dans la colonne d’eau, 

et la forme polype, fixée au substrat. La taxonomie des Cnidaires est complexe et de nombreux 
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remaniements de leur phylogénie ont régulièrement lieu, que ce soit au niveau de la classe ou au 

niveau de l’espèce et du genre (Zapata et al. 2015). En effet, certains ouvrages divisent 

l’embranchement des Cnidaires en deux classes, les Anthozoaires qui ont un stade adulte fixé et 

méduzoaires pélagiques, d’autres proposent une division en 4, ou 5 classes (cette dernière division 

sera adoptée ici). De plus, une même espèce peut présenter plusieurs morphes, ce qui a souvent 

conduit à nommer plusieurs fois la même espèce.  

 La Figure 6 présente une phylogénie simplifiée de l’embranchement des Cnidaires (d’après 

Daly et al. 2007), qui regroupe 5 classes : celle des Anthozoaires, présents sous le morphotype 

polype au stade fixé (coraux et anémones de mer), les classes des Scyphozoaires et Cubozoaires, 

présentant une forme méduse permanente (méduses), les Hydrozoaires, qui alternent les deux 

morphotypes (hydres) et les Staurozoaires, méduses fixées à l’état adulte.  

 
Figure 6 Phylogénie simplifiée des Cnidaires. D’après Daly et al. 2007 et 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/taxonomy. En vert est indiquée la phylogénie de l’espèce étudiée. 

  

 La classe des Anthozoaires est caractérisée par un stade larvaire libre et cilié, et un stade 

polype (adulte) sexué. Au stade adulte, les polypes sont solitaires (anémones de mer) ou coloniaux 

(gorgones et la plupart des coraux), à sécrétion calcaire ou non (organismes « mous »). 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/taxonomy
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 Les Cnidaires sont des organismes diploblastiques, c’est-à-dire composés de deux couches 

cellulaires, l’ectoderme ou épiderme (couche extérieure) et l’endoderme ou gastroderme (couche 

intérieure), séparées par une couche majoritairement acellulaire, la mésoglée (Figure 7).  

 

 
Figure 7 Représentation schématique d’un polype de Cnidaire 
(Adaptée de Ganot et al. 2011). 

 
 Leur épiderme comprend des cellules spécialisées sensorielles et urticantes appelées 

cnidocytes (Figure 8), à l’origine de l’appellation de cet embranchement. Le terme Cnidaire est 

d’ailleurs dérivé du Grec Knide signifiant « ortie », « urticant ». Plus de 30 types de cnidocytes ont 

été répertoriés chez les Cnidaires. Ces cellules renferment un filament urticant, enroulé et baignant 

dans un mélange liquide complexe (contenant des toxines) à l’intérieur d’une capsule appelée 

cnidocyste (ou cnidoblaste). Le pôle apical des cnidocytes est agrémenté d’un cnidocil, unité 

sensorielle qui lors d’un contact ou stimulus engendre un signal électrique permettant la 

dévagination et l’expulsion du filament afin de paralyser et capturer les proies. Ces cellules ne 

peuvent se régénérer et sont donc continuellement remplacées par différenciation des cellules 

interstitielles pluripotentes. 

En plus des cnidocytes, l’épiderme est constitué de cellules spécialisées dans la sécrétion de mucus, 

majoritairement lipidique (glycolipides hydrosolubles et cires liposolubles) et associé à une 

communauté bactérienne, qui va former la première barrière de défense (Shnit-Orland et Kushmaro 

2009), mais aussi permettre la nutrition par l’incorporation de composés organiques dissous 

(Schlichter 1984), la protection contre la sédimentation et la dessiccation (lors de marées basses). 
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Figure 8 Schéma d’une cellule urticante (cnidocyte) dans le tissu épidermique de Cnidaire. 

   

 La cavité gastrovasculaire des Anthozoaires est divisée en mésentères (portant les 

gonades), dont l’ordre de symétrie définit la sous-classe à laquelle ils appartiennent : les 

Octocoralliaires possèdent une symétrie d’ordre 8, correspondant à leurs partitions mésentériques, 

et 8 tentacules ; ils sont tous coloniaux et sont largement représentés par les gorgones et coraux 

mous. Les Hexacoralliaires ont une symétrie d’ordre 6, et possèdent un multiple de 6 tentacules. Ils 

comportent entre autres l’ordre des scléractiniaires dans lequel sont regroupés la plupart des 

coraux, et l’ordre des Actinaires représenté par les anémones de mer (Figure 6).  

 La reproduction chez les Anthozoaires peut être de type asexuée (clonage par 

bourgeonnement ou scissiparité), sexuée ou alternée sexuée/asexuée selon les conditions 

environnementales pour certaines espèces. La reproduction sexuée peut être externe, par 

l’expulsion de gamètes mâles et femelles dans la colonne d’eau de manière synchrone, qui est le 

mécanisme le plus répandu chez les Anthozoaires (Harrison et Wallace 1990). Elle peut aussi être 

interne, par développement interne de la larve avant expulsion (Harrison et Wallace 1990). La 

Figure 9 présente le cycle de vie des Anthozoaires. Le zygote formé par fécondation est pélagique, il 

se développe en planula qui se fixe à un substrat pour se développer en polype à l’âge adulte. 
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Figure 9 Cycle de vie d’un Anthozoaire, d’après Frazão et al. 2012. 

 

3. Les Dinoflagellés et le genre Symbiodinium  

 Les Dinoflagellés (Figure 10) sont des organismes eucaryotes unicellulaires aquatiques de 

la classe des Dinophyceae, seule classe formant l’embranchement actuel des Dinophytes. Ils sont 

caractérisés par un noyau cellulaire atypique, appelé dinocaryon, dont les chromosomes sont 

condensés en hélice de manière permanente, même lors de l’interphase (Rizzo, 1991), ainsi que par 

la présence de deux flagelles orientés de manière perpendiculaire (transverse et longitudinal), 

permettant une motilité dans l’espace et de rotation. Le cycle de vie des Dinoflagellés est composé 

de deux phases : une phase de division, végétative, dépourvue de flagelle et non motile, et une phase 

de croissance, appelée zoospore, mobile et flagellée (Freudenthal 1962, en revue dans Stat et al. 

2006). Parmi les Dinoflagellés, certains sont autotrophes, d’autres hétérotrophes, ou même 

mixotrophes, c’est-à-dire capables d’autotrophie et d’hétérotrophie. 
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Figure 10 Cultures de Symbiodinium spp. (clade A’ tempéré) de l’équipe 
Symbiose Marine. 

 

 Le genre Symbiodinium a été décrit pour la première fois en 1871 (Cienowski 1871). Ces 

Dinoflagellés unicellulaires photosynthétiques peuvent vivre libres dans la colonne d’eau ou en 

symbiose mutualiste avec un grand nombre d’invertébrés marins, tels que des Cnidaires, 

Platyhelminthes, Mollusques, Porifères ou Foraminifères. Lorsqu’ils sont à l’état symbiotique, leur 

taille est comprise entre 5 et 15 µm de diamètre, ils perdent leurs flagelles, et sont couramment 

appelés zooxanthelles. Le premier organisme symbiotique du genre Symbiodinium identifié a été 

isolé d’une méduse Cassiopeia xamachana en 1962 (Freudenthal 1962) et a été nommé 

Symbiodinium microadriaticum. L’absence de variation au niveau phénotypique a d’abord conduit à 

répertorier l’ensemble des Dinoflagellés symbiotiques découverts dans l’espèce S. microadriaticum. 

Les observations ultrastructurales et physiologiques ainsi que l’application de techniques 

moléculaires pour la classification phylogénétique ont permis plus tard d’identifier 24 groupes 

taxonomiques référencés à ce jour selon le « World Register of Marine Species ». Le genre 

Symbiodinium compte aujourd’hui 9 clades différents, notés de A à I, renfermant une grande 

diversité intra-clade (Pochon et Gates 2010 ; Lesser 2013 ; Figure 11). Leur classification, basée sur 

les zones codantes des sous-unités 18S et 28S de l’ADN ribosomal, puis d’espaceurs internes 

transcrits (ITS), est en constante évolution (Pochon et Gates 2010, Pochon et al. 2014).  
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Figure 11 Phylogénie simplifiée de la classe des Dinophyceae. D’après 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy. En vert est indiquée la phylogénie de Symbiodinium. 

 

4. La relation symbiotique entre Cnidaire et Dinoflagellés 

 Les Cnidaires symbiotiques a)

 Parmi les Cnidaires, les coraux Scléractiniaires existent depuis le Trias (il y a environ 250 

millions d’années), et vivaient déjà en symbiose (Stanley Jr 2003). Des études ont montré qu’au 

cours de l’évolution chez les Scléractiniaires, la symbiose a été acquise puis perdue au moins trois 

fois (Barbeitos et al. 2010). Il faut cependant noter que tous les Cnidaires sont symbiotiques, mais 

tous n’abritent pas de Dinoflagellé. On distingue alors les Cnidaires symbiotiques de Dinoflagellés, 

limités à la zone photique, des non symbiotiques (de Dinoflagellés), pouvant être retrouvés jusqu’à 

6000 m de profondeur (Pasternak 1977 ; Calder 1996), dans des eaux tropicales, tempérées et 

polaires. Ces Cnidaires profonds sont en fait symbiotiques avec des communautés de 

protéobactéries (Brück et al. 2007). 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy


 
33 

 

 La symbiose établie entre Cnidaire et Dinoflagellés est intracellulaire : c’est une 

endosymbiose. Le symbiote est logé dans une vacuole de phagocytose, entourée d’une membrane 

périsymbiotique d’origine animale, dans les cellules du gastroderme de l’animal (Rands et al. 1993). 

La densité en symbiotes varie selon l’espèce, le lieu et le cycle circadien (Santos et al. 2009 ; Putnam 

et Edmunds 2011). Les cellules du gastroderme peuvent contenir 1 à 3 symbiotes, et jusqu’à 60 chez 

certains hydroïdes (Fitt 2000).  

 Il existe cependant une certaine spécificité entre les Cnidaires et leurs symbiotes. Il existe 

une spécificité de l’hôte envers ses symbiotes ou des symbiotes envers leur hôte ; ainsi qu’une 

spécificité de la région géographique dans laquelle ils sont retrouvés. Par exemple, des 

Symbiodinium spp. appartenant au clade C3 pourront être symbiotiques de plusieurs familles de 

Cnidaires, telles que les Acroporidae, Pocilloporidae, Favidae (LaJeunesse et al. 2003), alors que le 

clade C17 ne pourra s’associer qu’avec des coraux de la famille des Potitidae (LaJeunesse 2005). S’il 

est connu qu’un même hôte peut recruter différentes populations de symbiotes (Goulet et Coffroth 

2003) certains montrent une spécificité pour une population donnée, notamment chez le corail 

Fungia scutaria (Weis et al. 2001). Selon la région géographique, une souche de Symbiodinium 

pourra être spécifique de son hôte, ou bien infecter des Cnidaires issus d’espèces différentes 

(Pochon et Pawlowski 2006).  

La capacité des Cnidaires à acquérir des symbiotes, et à réguler ou modifier leur population repose 

sur un grand nombre d’échanges entre les partenaires au niveau moléculaire. Ces processus 

permettent la reconnaissance du symbiote et son internalisation, le maintien durable de la relation 

hôte-symbiote, mais aussi la rupture de la symbiose lorsque les conditions environnementales ne 

permettent plus la stabilité de l’association symbiotique.  

 Reconnaissance et mise en place de l’association symbiotique b)

 L’acquisition de la symbiose entre Cnidaire et Dinoflagellés peut se faire par plusieurs 

moyens : le transfert horizontal est l’acquisition à partir du milieu extérieur, par ingestion dans la 

cavité cœlentérique (Hirose et al. 2008), alors que le transfert vertical est une transmission directe à 

la descendance (Davy et Turner 2003 ; Marlow et Martindale 2007 ; Figure 12).  
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Figure 12 L’acquisition des symbiotes par transmission verticale ou horizontale 
chez les Anthozoaires. 

 

 La mise en place de l’association symbiotique requiert l’instauration d’un certain nombre 

de processus moléculaires et cellulaires induisant une « tolérance » du symbiote, sans lesquels 

l’hôte attaquerait et détruirait les Symbiodinium par l’activation de leur système immunitaire inné 

(Gross et al. 2009). L’un des principaux moyens de reconnaissance comme microorganisme non 

pathogène chez Symbiodinium est initié par des métabolites spécifiques présents à leur surface 

cellulaire, tels que des glycanes ou des lipopolysaccharides, appelés « motifs moléculaires associés 

aux microbes » (en anglais, Microbe-Associated Molecular Pattern, MAMP). Ces MAMPs sont 

reconnus par des récepteurs spécifiques de ces motifs (en anglais, Pattern Recognition Receptors, 

PRRs) de l’hôte, tels que des lectines de type C (Wood-Charlson et al. 2006, en revue dans Davy et 

al. 2012). Parmi ces dernières, la protéine Sym32, localisée à l’interface symbiotique, serait 

impliquée dans cette reconnaissance hôte-symbiote (Schwartz et Weis 2003). 
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 La reconnaissance MAMP/PRR chez les Cnidaires symbiotiques a été démontrée dès 1979 

chez une hydre, dont l’inhibition de la production de MAMPs réduisait significativement le 

recrutement de symbiotes (Pool 1979). De la même manière, l’interaction spécifique lectine/glycane 

dans l’interaction symbiotique a été mise en évidence chez le corail Fungia scutaria : une forte 

diminution de l’acquisition des symbiotes est observée lorsque les glycanes de surface sont 

supprimés (Wood-Charlson et al. 2006). De plus, des expériences chez Hydra viridis ont montré que 

des symbiotes morts ne sont pas internalisés (Hohman et al. 1982). 

 Les mécanismes de reconnaissance décrits ci-dessus induisent l’internalisation par 

phagocytose des cellules de Symbiodinium chez les Cnidaires (Fitt et Trench 1983 ; Marlow et 

Martindale 2007). Lors du processus normal de phagocytose, le phagosome (la vésicule 

membranaire d’origine animale) subit une maturation et fusionne au lysosome qui déclenche la 

digestion ou l’exocytose du contenu du phagosome, par des processus d’acidification et l’action de 

protéases. Ce mécanisme de l’immunité innée permet la protection contre les pathogènes (Aderem 

et Underhill 1999). Dans l’interaction Cnidaire-Dinoflagellé, le symbiote peut s’installer 

durablement dans le gastroderme animal. Pour se faire, il existe des mécanismes qui induisent 

l’arrêt de la maturation du phagosome et empêchent leur fusion au lysosome (Kodama et Fujishima 

2010). A partir de ce stade, le phagosome renfermant le symbiote devient le symbiosome (Roth et al. 

1988), et la membrane du phagosome devient la membrane périsymbiotique, véritable interface 

d’échange entre les deux partenaires. Là encore, ce processus de régulation du trafic vésiculaire fait 

intervenir des mécanismes de reconnaissance actifs, notamment par l’intermédiaire de protéines de 

la famille Rab (Chen et al. 2004, Hong et al. 2009).  

 L’ensemble des adaptations fonctionnelles de chaque espèce à la reconnaissance et 

l’internalisation des symbiotes sont coûteuses en énergie. Cependant, leur mise en place malgré ces 

barrières énergétiques appuie les avantages procurés par l’association mutualiste pour chaque 

espèce.  

 Maintien de l’association symbiotique mutualiste c)

 Le succès d’une association symbiotique repose sur un dialogue moléculaire constant entre 

les espèces en symbiose. Dans des conditions stables, l’association entre Cnidaires et Dinoflagellés 

est mutualiste, elle confère de nombreux avantages aux deux espèces. En effet, l’hôte fournit à ses 

symbiotes un abri contre leurs prédateurs, mais aussi des nutriments inorganiques carbonés (Furla 

et al. 1998), phosphorés (Muller-Parker et al. 1990) ou azotés (Grover et al. 2002) et une exposition 
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optimale au soleil, permettant la photosynthèse. En retour, les symbiotes fournissent à leur hôte une 

partie de leurs photosynthétats, jusqu’à 90% chez certaines espèces tropicales (Falkowski et al. 

1984 ; Muscatine 1990 ; Furla et al. 2005), principalement sous forme d’acides aminés (Wang et 

Douglas 1999), glycérol (Muscatine 1967), glucose (Burriesci et al. 2012) ou lipides (Patton et al. 

1977 ; Figure 13).  

 
 
Figure 13 Résumé schématique des apports nutritionnels entre A. viridis et Symbiodinium spp. D’après 
Muscatine 1967 ; Patton et al. 1977 ; Falkowski et al. 1984 ; Muller-Parker et al. 1990 ; Muscatine 1990 ; Furla 
et al. 1998 ; Wang et Douglas 1999 ; Grover et al. 2002 ; Furla et al. 2005 et Burriesci et al. 2012. 
 

 Les Cnidaires symbiotiques sont donc mixotrophes, à la fois hétérotrophes et autotrophes. 

Ces apports trophiques pour les Cnidaires symbiotiques sont considérables. Une grande partie des 

symbioses entre Cnidaire et Dinoflagellés est retrouvée en basses latitudes, où les eaux tropicales 
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oligotrophes n’apportent que très peu de nutriments (Muscatine et al. 1977, Muscatine et Porter 

1977). Cette relation leur donne un avantage compétitif puisqu’au travers de nombreux échanges 

moléculaires, chaque partenaire disposera de l’ensemble des nutriments nécessaires à sa croissance 

(la nature des nutriments échangés est exposée plus en détails dans la partie III-3 (La 

communication moléculaire entre Cnidaires et Dinoflagellés).  

Le succès évolutif des Cnidaires repose presqu’entièrement sur leur association symbiotique. 

Néanmoins, le maintien de la symbiose repose sur une multitude de régulations moléculaires et 

cellulaires. Une endosymbiose engendre en effet des contraintes pouvant générer un stress, telle 

qu’une croissance incontrôlée de la population de symbiotes, par des radiations UV ou le stress 

oxydant. 

 Régulation de la population de symbiotes- Dans le milieu confiné qu’est la cellule 

gastrodermique, la population de symbiotes doit être optimisée par l’hôte en fonction de la division 

des symbiotes par rapport à la croissance de l’hôte. En effet, la fréquence de division cellulaire 

(index mitotique) de cellules de Symbiodinium mises en culture est de 2 à 5 jours, alors qu’elle peut 

excéder 70 jours in hospite (Wilkerson et al. 1983 ; Jones et Yellowless 1997). Cette régulation peut 

être mise en place par trois modes d’action : tout d’abord par inhibition de la division cellulaire, par 

exemple en limitant le transfert de composés inorganiques dissous tels que les composés azotés 

(Falowski et al. 1993 ; Goiran et al. 1996), ou phosphorés (Rands et al. 1993). Une seconde stratégie 

de l’hôte, et probablement la plus commune, consiste à expulser l’excès de symbiotes vivants 

(Baghdasarian et Muscatine 2000, Dimond et Carrington 2008), dont les exsudats sont visibles à 

l’œil nu (Steele 1977). La régulation de la population de symbiote peut aussi être effectuée par 

dégradation de ces derniers par la cellule hôte suivie de leur expulsion (Titlyanov et al. 1996). 

 

 Protection contre les radiations UV- Les radiations lumineuses indispensables à la 

photosynthèse des symbiotes contraignent l’hôte à synthétiser des composés à rôle protecteur 

contre les UV (Banaszak et Trench 1995), tels que des acides aminés ressemblant à des 

mycosporines (Mycosporine like Amino Acids, MAAs), dont la diversité et le rôle sont détaillés dans 

la partie III-2. Du même chapitre. Des protéines fluorescentes peuvent aussi jouer un rôle dans la 

protection aux radiations lumineuses. La protéine fluorescente verte (Green Fluorescent Protein, 

GFP), exprimée dans le tissu épidermique des anémones de mer (Leutenegger et al. 2007), absorbe 

la lumière visible et les UV (Alieva et al. 2008) et est régulée en fonction de la luminosité (Roth et al. 

2010). Son action spécifique n’est cependant pas entièrement démontrée : certaines études 
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suggèrent que les protéines fluorescentes seraient plutôt vouées au contrôle du cycle cellulaire des 

symbiotes (D’angelo et al. 2008). 

 

 Protection contre le stress oxydant- Pour loger durablement des organismes autotrophes à 

l‘intérieur de ses cellules, l’hôte Cnidaire a dû développer un moyen de réguler les effets induits de 

l’apport de dioxygène (O2) diurne (issu de la photosynthèse), de dioxyde de carbone nocturne (issu 

de la respiration) et les variations de pH résultantes. La concentration en oxygène à la surface des 

tissus est par exemple 100 fois plus élevée la journée par rapport à la nuit (Revsbech 1995). La 

photosynthèse engendre donc une hyperoxie dont l’hôte doit se protéger (Richier et al. 2005). En 

effet, l’augmentation de la concentration en dioxygène génère par réduction des radicaux oxygénés 

tels que l’anion superoxyde O2
-• ou la formation de peroxyde d’hydrogène H2O2, destructifs pour les 

cellules. Ces composés sont appelés dérivés réactifs de l’oxygène (Reactive Oxygen Species, ROS), et 

ont une très forte réactivité sur les lipides, protéines et ADN. Pour faire face aux ROS, les Cnidaires 

possèdent un large répertoire de molécules antioxydantes (Richier et al. 2005), la plus connue étant 

la superoxide dismutase (SOD), une enzyme capable de convertir O2
-• en H2O2, converti à son tour en 

H2O par des catalases. Chez l’anémone A. elegantissima, les SOD semblent régulées par la densité en 

symbiotes, la concentration en O2, et le cycle circadien (Dykens et Shick 1982). 

 

 Il existe bien sur un grand nombre d’autres régulations moléculaires permettant le 

maintien de l’association symbiotique, toutes ne pouvant être détaillées dans ce manuscrit. Il 

apparaît néanmoins que la communication moléculaire entre hôte et symbiote est basée sur un 

grand nombre d’adaptations fonctionnelles, compensées par des échanges trophiques avantageux. 

Ces échanges trophiques entre les partenaires en symbiose passent obligatoirement par la 

membrane périsymbiotique, par diffusion simple ou transport actif. Par exemple, chez l’anémone de 

mer A. viridis, le symbiosome contrôlerait la disponibilité en composés phosphorés et autres 

nutriments (Rands et al. 1993). Si certaines études ont été récemment menées en vue de 

caractériser cette interface d’échange au niveau protéomique (Peng et al. 2010), les connaissances 

sur les mécanismes de transfert sont très réduites, et une caractérisation de l’interface symbiotique 

apparait cruciale pour mieux comprendre la communication entre Cnidaire et Dinoflagellés. 
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 Rupture de la symbiose d)

 L’association symbiotique entre Cnidaire et Dinoflagellés implique une relation intime, 

mais qui n’en reste pas moins fragile. Divers stress peuvent faire varier le rapport bénéfice/coût de 

la symbiose qui s’affaiblit voire s’inverse, provoquant un dysfonctionnement de la régulation 

symbiotique qui peut mener à la rupture de la symbiose (Figure 14 ; Fitt et Warner 1995 ; Brown 

1997 ; Douglas 2003 ; Lesser 2011).  

 

 
Figure 14 Représentation schématique de la rupture de la symbiose. Les points verts représentent la densité 
relative en symbiotes.  

 

 Le changement climatique global d’origine anthropique en est le principal responsable, à 

travers le réchauffement global, l’acidification des océans, un rayonnement UV plus important, 

l’augmentation de la fréquence des tempêtes, ou la pollution chimique. 

 Plus connue sous le nom de blanchissement des coraux, cette rupture peut être initiée par 

un certain nombre de mécanismes cellulaires et moléculaires entrainant des perturbations 

physiologiques. L’identification de ces mécanismes n’est pas clairement définie, et reste aujourd’hui 

un enjeu scientifique majeur. Le plus souvent, la perte des pigments photosynthétiques du symbiote 

est observée (généralement à partir de l’endommagement du photosystème II ; Warner et al. 1999 ; 

Takahashi et al. 2004), suivie par la perte complète des symbiotes (Weis 2008). Mais les ROS 

responsables du stress oxydant (Lesser et Farell 2004), la déficience des mécanismes de fixation du 

CO2 (Jones et al. 1998) ou encore la dissociation des membranes des thylakoïdes (Tchernov et al. 

2004) chez les symbiotes sont tout autant de facteurs favorisant la rupture de la symbiose. Lorsque 

ces processus sont initiés, la dégradation des symbiotes est suivie par des phénomènes d’apoptose 
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(Lesser et Farell 2004 ; Richier et al. 2006), d’autophagie (Dunn et al. 2007 ; Downs et al. 2009), de 

nécrose de la cellule du gastroderme (Dunn et al. 2004), d’exocytose (Steen et Muscatine 1987 ; 

Wang et al. 2012) ou de simple détachement de cette dernière (Gates et al. 1992 ; Brown et al. 

1995). L’ensemble de ces processus est listé dans le Tableau 2.  

Tableau 2 Rupture de la symbiose entre Cnidaire et Dinoflagellés : types de rupture, causes et facteurs, état 
(viable ou mort) des cellules du gastroderme et des symbiotes et références associées. 

 

 
 

 La rupture de la symbiose entre Cnidaire et Dinoflagellés n’est pas un phénomène nouveau. 

L’intensité, la fréquence ainsi que l’extension géographique des phénomènes de blanchissement ont 

par contre été décuplés depuis la révolution industrielle. Ces épisodes se sont accélérés et sont de 

plus en plus difficiles à prédire ces dernières décennies (Brown 1997 ; Hoegh-Guldberg 1999 ; 

Hoegh-Guldberg et al. 2007). Des prévisions estiment un arrêt de la calcification d’ici 2070 (Cantin 

et al. 2010), ainsi qu’une accélération du processus de blanchissement dans les prochaines 

décennies (Wilkinson 2008). Les scénarios les plus pessimistes évaluent la survie de certains récifs 

à seulement 1% d’ici 2100 (Lane et al. 2013). 

 Cependant, chaque espèce possède sa propre résilience (la résilience d’un organisme, 

d’une population ou d’un écosystème est sa capacité de rétablissement –fonctionnement et 

développement normaux- à la suite d’une perturbation) face aux stress environnementaux (Brown 

et Cossins, 2011). En effet, les perturbations sont temporaires et la réponse adaptative propre à 

chaque espèce diminue la vulnérabilité au stress et donc augmente le seuil de blanchissement. De 

plus, la réponse au stress dépendra de celle de l’hôte en plus de celle des symbiotes. Lors d’un 

épisode de blanchissement, l’hôte pourra expulser ses symbiotes et chercher à acquérir une 

nouvelle population qui augmentera sa valeur sélective. Cela a été montré chez l’anémone A. 
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pulchella, initialement symbiotique de Symbiodinium appartenant au clade E, qui après une rupture 

de la symbiose, a pu être réinfectée par des Symbiodinium du clade B1 (Davy, communication 

personnelle). L’hypothèse de « blanchissement adaptatif » pourrait être la raison de cette flexibilité 

apparente (Buddemeier et Fautin, 1993). 

 L’intérêt repose donc aujourd’hui sur la compréhension de la relation symbiotique passant 

d’un état stable à un état de rupture, afin de mieux appréhender les évolutions futures. Pour 

répondre à ces questions, un ensemble d’outils inscrits dans la lignée des sciences dites « omique », 

comprenant la génomique, la transcriptomique, la protéomique, et la métabolomique sont mis au 

point. Pour tout système biologique, la métabolomique constitue le dernier maillon de réponse à son 

environnement (Figure 15).  

 
Figure 15 Représentation schématique des sciences « omique » et leurs interactions (les interactions peuvent 
être bidirectionnelles). Adapté d’après Horgan et Kenny 2011.  
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III. La métabolomique pour l’étude des relations symbiotiques 

1. Introduction à la métabolomique 

 Définition et historique a)

 La métabolomique correspond à l’étude dans des conditions spécifiques du profil de 

métabolites dans un système biologique (cellule, tissu, organisme ; Rochfort 2005). Il conviendra 

avant tout de donner une définition au métabolite. Il s’agit une molécule organique biosynthétisée 

de faible poids moléculaire (le plus souvent inférieur à 2000 Da). On distingue les métabolites 

primaires, indispensables aux fonctions vitales du système étudié (organite, cellule, organisme), tels 

que les acides aminés, glucides ou lipides ; et les métabolites secondaires qui permettent au système 

d’acquérir des fonctions supplémentaires : la défense, la communication ou l’attrait sexuel. La 

difficulté à placer un grand nombre de métabolites dans l’une ou l’autre des deux catégories conduit 

souvent à l’abandon de cette nomenclature. 

D’un point de vue historique, l’étude de produits naturels remonte au XXème siècle, elle 

portait sur des composés spécifiques, pour des applications dans le domaine thérapeutique. La 

première étude par approche métabolomique a été réalisée en 2000 sur des extraits de feuilles de la 

plante modèle Arabidopsis thaliana (Fiehn et al. 2000). Cette discipline est depuis en pleine 

expansion, puisqu’en 2015, plus de 18 000 publications sont recensées dans SciFinder pour le seul 

mot clé « metabolomics » (accès le 28/07/2015). Elle s’est révélée très utile pour décrire 

l’interaction entre un organisme et son environnement, ainsi qu’entre organismes. L’analyse des 

produits naturels peut donc être réalisée à plusieurs échelles. Il pourra s’agir de l’analyse d’un 

métabolite unique, d’une classe de métabolites, du profil métabolique et de l’empreinte métabolique 

(Trethewey 2004), dont la complexité résulte d’un compromis entre la quantité (en terme de 

nombre de métabolites étudiés) et la qualité (en terme d’identification, de sensibilité et de 

quantification).  

 La lipidomique b)

La lipidomique constitue l’étude des profils lipidiques dans un système biologique. Il 

s’avère qu’il n’existe pas de définition précise du terme lipide. Dans son sens large, un lipide est une 

substance biosynthétisée non soluble dans l’eau mais soluble dans des solvants organiques, tels que 

le chloroforme ou l'acétate d'éthyle. Initialement appelés corps gras, la présence d’une fonction 
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acide dans ces composés a été décrite dès 1673 par Otto Tachenius (Hippocrates Chymicus, Paris 

1673), plus de 100 ans avant la découverte du glycérol par distillation de l’huile d’olive en présence 

d’oxyde de plomb par Carl Wilhelm Scheele en 1779. Les premiers essais de classification des lipides 

remontent au XIXème siècle par Michel Eugène Chevreul (Encart 1, Chevreul 1823), et montrent 

l’intérêt porté aux lipides dès cette époque.  

Encart 1 : découverte et classification des lipides 
 

L’intérêt pour l’analyse et la compréhension du rôle des lipides dans le 

monde vivant n’est pas récent. Initialement appelés corps gras, la présence 

d’un acide dans ces composés a été reportée dès 1673 par Otto Tachenius 

(Hippocrates Chymicus, Paris 1673), plus de 100 ans avant la découverte du 

glycérol par distillation de l’huile d’olive en présence d’oxyde de plomb par 

Carl Wilhelm Scheele en 1779. Les premiers essais de classification des lipides 

remontent au XIXème siècle par Michel Eugène Chevreul (Figure 16, Chevreul 

1823), et montrent l’intérêt porté aux lipides dès cette époque. Cette 

classification est aujourd‘hui clairement établie et de nouveaux lipides sont 

encore très régulièrement découverts. 

 

 
 

Figure 16 Classification des lipides Selon Eugène Chevreul (Chevreul 1823) 
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Le Tableau 3 présente la classification et quelques exemples montrant la diversité des 

lipides. Les acides gras (AGs) sont des acides carboxyliques R-COOH, dont le radical R est une chaîne 

hydrocarbonée saturée ou non et de longueur variable.  

 

Tableau 3 Classification non-exhaustive des lipides retrouvés dans le monde vivant. 

 
 

Les acides gras peuvent être désignés par plusieurs nomenclatures définies dans la Figure 

17. Ils peuvent être présents dans le monde vivant sous forme libre ou estérifiée. Un nombre 

incalculable de biomolécules dérivent de la combinaison d’un acide gras à une structure de type 

glycérol ou sphingoïde. Ils sont indispensables au fonctionnement de tout être vivant, et ont de 

multiples rôles : ils sont une source énergétique majeure et les principaux constituants des 

Lipides 
simples

Acides gras

Saturé

Insaturé, éicosanoide

Acide gras amide

Glycérides

Monoacylglycérol

Diacylglycérol

Triacylglycérol

Stérols* /

Prénols*
Isoprénoides

Caroténoides

Cérides Cires

Lipides 
complexes

Phospholipides

Phosphatidylcholine

Phosphatidylsérine

Phosphatidylinositol

Phosphatidyléthanolamine

Sphingolipides

Céramides

Glycosphingolipides

Phospho-sphingolipides

Glycolipides
Monogalactosyldiacylglycérol

Digalactosyldiacylglycérol

Autres lipides complexes

Glycophospholipides

Protéolipides

Bétaine lipides

L’ensemble des lipides est synthétisé par l’intermédiaire d’unités kétoacyls, 
sauf *, qui sont synthétisés à partir d’unités isoprène



 
45 

 

membranes biologiques. Certains stérols sont des précurseurs de vitamines, les phospholipides 

participent au transport cellulaire (par la formation des membranes d’endosomes) et certains 

lipides remplissent la fonction de médiateur. 

 
Figure 17 Nomenclatures des acides gras. L’acide gras présenté est l’acide α-
linolénique. Selon la nomenclature en ω, il est appelé acide gras 18:3ω3, aussi 
nommé 18:3n-3 (nomenclature utilisée dans ce manuscrit). Selon la nomenclature 
en Δ, il sera nommé cis,cis,cis-Δ9,12,15-octadécatriénoïque. 

 

Ainsi, les lipides sont souvent utilisés comme marqueurs trophiques (Graeve et al. 1994 ; 

Dalsgaard et al. 2003 ; Ruchonnet et al. 2006 ; Ramos et González-Solís 2012). Leur importance dans 

tout système biologique explique la multitude d’investigations par approche lipidomique recensées 

(en revue dans Wenk 2005). 

 Les outils pour l’étude métabolomique c)

L’émergence des études par approche métabolomique a été rendue possible par les 

progrès des techniques analytiques sur lesquelles elles sont basées, telles que la spectroscopie RMN 

et la spectrométrie de masse. Ces techniques utilisées en routine depuis plusieurs décennies ne 

cessent de se perfectionner : analyses par chromatographie en phase liquide à ultra haute 

performance (UHPLC), spectromètres de masses à haute résolution (HRMS), ou encore techniques 

d’imagerie par spectrométrie de masse permettent de réaliser des analyses plus précises, et plus 

rapidement. En HRMS, les analyseurs Orbitrap (Thermo) ou à temps de vol permettent par exemple 

d’obtenir des masses exactes à une précision de 2 ppm (Makarov et Scigelova 2010), nécessaires 

pour la détermination de la formule brute d’un composé. L’imagerie par spectrométrie de masse est 

un outil qui permet la mesure de l’abondance ainsi que la localisation de composés à partir de 

surface. Sur un système cartésien (représenté par deux dimensions, x et y), chaque point est 

représenté par un spectre de masse. Un ratio masse sur charge (m/z) donné sera alors déterminé 

par des coordonnées x,y ; et son abondance représentée par des couleurs ou niveaux de gris, 

permettant une analyse complète à 3 dimensions à partir d’une section. Des techniques de 

désorption/ionisation sont mises au point afin d’acquérir des images par spectrométrie de masse  ; 

les plus connues sont la spectrométrie de masse à ionisation secondaire (SIMS), la 

désorption/ionisation laser assistée par matrice (MALDI) et la désorption/ionisation par 

Δ

ω

1 9 12 15 18
136918
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electrospray (DESI). Ces techniques offrent l’avantage d’aboutir à une analyse complète en très peu 

de temps, et ne requièrent qu’un faible traitement des échantillons. En effet, l’échantillon peut être 

analysé directement, ou après le dépôt d’une matrice. Ces dernières décennies ont aussi vu 

l’émergence de bases de données très utiles à l’étude métabolomique, parmi lesquelles nous 

pouvons citer l’encyclopédie KEGG, ainsi que les bases de données Metlin et Marinlit : 

- KEGG . L’encyclopédie KEGG (Kyoto Encyclopedia of Genes and Genomes) donne accès 

depuis 1995 aux génomes, métabolites et voies de biosynthèse d’un ensemble d’espèces. 

- METLIN. La base de données METLIN, du « Scripps Center for Metabolomics and mass 

spectrometry », recense plus de 240 000 métabolites, et, pour une partie, leurs spectres de 

masse MS/MS. 

- MarinLit. La base de données MarinLit recense tous les métabolites isolés d’organismes 

marins. 

Des bases de données plus spécifiques permettent des recherches plus ciblées sur une 

classe de molécules, incluant les peptides (ProteinProspector, Mascot) ou les lipides (Lipid Maps, 

LipidBank, Lipid-Classifier Master, ou Cyberlipid Center) : 

- ProteinProspector. L’identification de peptides à partir de leur spectre MS/MS est réalisée 

par la base de données ProteinProspector conçue par l’UCSF (University of California San 

Fransisco). 

- MASCOT. La base de données Mascot, moyennant un abonnement, permet l’identification de 

peptides et protéines. 

- LIPID MAPS. L’identification de lipides est souvent réalisée par la base de données LIPID 

MAPS (LIPID Metabolites And Pathways Strategy). Il s’agit d’une base de données gratuite 

qui offre la possibilité de faire des recherches par structure, sous-structure, par nom et par 

spectre de masse. En 2012, plus de 37000 structures étaient recensées. 

- LipidBank. Il s’agit d’une base de données issue du JCBL (Japanese Conference on the 

Biochemistry of Lipids) qui donne accès aux propriétés biologiques, physiques et chimiques 

d’un grand nombre de lipides. 

- Lipid-Classifier Master. Il s’agit d’un outil de classification du « Prince Laboratory » à 

Brigham. 

- CyberLipid Center. Il permet la description et l’analyse d’un grand nombre de lipides. 

- AOCS Lipid Library. Il s’agit d’une base de données qui référence les lipides, leurs 

caractéristiques biochimiques ainsi que les méthodes d’analyse en lipidomique 
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L’ensemble des outils analytiques (instruments d’analyse et bases de données) sont indispensables 

pour la caractérisation de novo de composés, par conséquent très utiles pour l’analyse 

métabolomique. 

2. Les métabolites spécifiques chez les Cnidaires  

Le rôle fondamental des Cnidaires symbiotiques, notamment dans la construction de récifs 

appuie l’importance de la compréhension des interactions entre hôte et symbiote. Ces interactions 

passent par la production et le transfert de métabolites d’un partenaire à l’autre. Dans le contexte 

des produits naturels marins, un intérêt particulier est porté aux métabolites issus de la symbiose 

Cnidaire-Symbiodinium qui ne sont pas formés par les organismes séparément (Lewis et Smith 

1971). L’étude de métabolites chez les Cnidaires a permis de recenser plus de 3000 composés, dont 

environ 90% proviennent d’études sur la classe des Anthozoaires, et principalement des 

Octocoralliaires (Kornprobst 2014). Leur relation symbiotique avec des Dinoflagellés soulève une 

difficulté supplémentaire qui est de déterminer l’origine de ces métabolites. Cette contrainte n’est 

cependant pas unique, puisqu’une grande majorité d’invertébrés marins vivent en symbiose. 

Au sein de la classe des Anthozoaires, les Hexacoralliaires sont caractérisés par la présence 

d’un grand nombre de venins, toxines et pigments (Salih et al. 2000). Ils sont particulièrement 

riches en composés azotés, contrairement aux Octocoralliaires (Kornprobst 2014).  

 Les venins et toxines a)

Les venins sont définis comme étant des « sécrétions complexes composés de plusieurs 

constituants actifs, incluant une variété de toxines et substances associées qui facilitent le processus 

d’envenimation » (Turk et Kem 2009). Ce ne sont pas strictement des métabolites mais un grand 

intérêt a été porté à l’étude de leur composition, particulièrement au sein des cnidocytes, véritables 

organes de prédation. Les toxines issues de ces venins peuvent être de nature peptidique, ou non. 

 Toxines peptidiques : elles sont le plus souvent isolées d’anémones de mer. La taille de 

ces toxines est très variable, puisque certaines neurotoxines par exemple peuvent dépasser 60 

kDa (Sánchez-Rodríguez et Cruz-Vazquez 2006). Elles font souvent l’objet d’inventaires 

(Grimmelikhuijzen et al. 2002). Les plus répandues sont les neurotoxines (Honma et al. 2005 ; 

Ständker et al. 2006), les neuropeptides (Grimmelikhuijzen et al. 2002), les cardiotoxines 

(Simpson et al. 1990) ou les cytolysines (Zorec et al. 1990). Ces dernières forment des pores au 

niveau des membranes cellulaires, perturbant la balance ionique de la cellule (Parker 2003). 
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 Toxines non-peptidiques : la plus connue d’entre elles est la palytoxine, découverte chez 

un zoanthaire du genre Palythoa en 1971 (Moore et Sheuer 1971) et dont la structure a été 

décrite en 1982 (Cha et al. 1982). Il s’agit d’un vasoconstricteur puissant (Deeds et Schwartz 

2010), constituant un des métabolites non-peptidiques les plus toxiques connus. En réalité, 

plusieurs dérivés de palytoxine ont ensuite été décrits, tels que la néopalytoxine ou 

l’homopalytoxine (Uemera et al. 1985). Leur ressemblance avec d’autres toxines isolées de 

Dinoflagellés, par exemple les zooxanthellamides (Onodera et al. 2003 ; 2004a) ou les 

zooxanthellatoxines (Nakamura et al. 1993) isolées de Symbiodinium, suggère une origine 

biosynthétique commune (Gleibs et al. 1995 ; Taniyama et al. 2003). L’origine de ces dernières 

est encore aujourd’hui non-élucidée. La Figure 18 compare la structure de la palytoxine à celles 

de zooxanthellamides.  

 

 
Figure 18 Structures de la palytoxine, la zooxanthellamide C et la zooxanthellamide A, ainsi que leurs références CAS 
associées. 
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 Pigments b)

 Parmi les pigments, sont distingués les composés fluorescents (alcaloïdes, mycosporines), 

des pigments accessoires de la photosynthèse, tels que les caroténoïdes. Ces derniers collectent la 

lumière pour la transférer à la chlorophylle, et ont un rôle photoprotecteur. Les Anthozoaires 

possèdent des chromoprotéines photoprotectrices, telles que la famille des Green Fluorescent 

Protein (GFP, D’angelo et al. 2008, Smith et al. 2013). 

 Alcaloïdes : les Anthozoaires renferment de nombreux alcaloïdes fortement fluorescents. 

Parmi les dérivés hétéroaromatiques on distingue la zoanthoxanthine, la zoanthamine, la 

norzoanthamine et la zooxanthellamine. La structure de ces alcaloïdes est présentée dans la 

Figure 19. A titre d’exemple, la zoanthoxanthine isolée de Zoanthaires en 1974 (Cariello et al. 

1974), possède plus d’une douzaine de dérivés connus à ce jour (en revue dans Behenna et al. 

2008). Certains sont des inhibiteurs d’enzymes : la succinate déshydrogénase (Cariello et Tota 

1974) intervient par exemple dans le cycle de Krebs. La zoanthamine, isolée de Zoanthus sp. (Rao 

et al. 1984), est un composé cytotoxique et antiinflammatoire alors que la norzoanthamine 

possède des propriétés anti-ostéoporose (Kuramoto et al. 1998). La biosynthèse de ces composés 

serait initiée par la synthèse des polycétides (Behena et al. 2008). La zooxanthellamine, isolée de 

Symbiodinium spp. libres dans la colonne d’eau, possède une structure très proche de celle des 

zoanthamines, suggérant que l’ensemble de ces alcaloïdes présents chez des Cnidaires seraient 

dérivés des symbiotes.  

 

 

 
 
Figure 19 Structures de la zoanthoxanthine, la zoanthamine, la norzoanthamine et la zooxanthellamine, ainsi 
que leurs références CAS. 
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 Les MAAs : les acides aminés ressemblant à des mycosporines (en anglais, Mycosporine 

like Amino Acids, MAAs) sont des dérivés d’acides aminés caractérisés par un chromophore 

cyclohexanone ou cyclohexenimine, et seraient synthétisés via les voies de synthèse des acides 

aminés, telles que celle de l’acide shikimique (conduisant à la synthèse de tryptophane, 

phénylalanine et tyrosine, Dunlap et Shick 1998). Quelques exemples de MAAs sont présentés 

dans la Figure 20. Ce sont des antioxydants et photoprotecteurs, essentiels pour défendre les 

Cnidaires contre les radiations UV. Encore une fois, leur origine dans la symbiose n’est pas claire, 

puisque des MAAs ont été isolés de Symbiodinium en culture appartenant au clade A mais pas 

dans les clades B et C (Banaszak et al. 1995), alors qu’ils ont été retrouvés chez des anémones de 

mer aposymbiotiques, du genre Anthopleura (Shick et al. 2002), ou Aulactinia marplatensis, 

Oulactis muscosa et Anthothoe chilensis (Arbeola et al. 2010), mais pourraient provenir de la 

prédation. 

 
Figure 20 Structures de MAAs isolés d’anémones de mer, ainsi que leurs 
références CAS associées. D’après Shick et al. 2002 et Arbeola et al. 2010. 
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 Les caroténoïdes : très représentés chez les anémones de mer, on y distingue ceux 

d’origine animale et ceux spécifiques de Dinoflagellés. L’anémone de mer Actinia equina, encore 

appelée « tomate de mer », est riche en actinio-érythrine (Maoka 2011). Ce pigment rouge 

possède une structure similaire à celle de l’astaxanthine, retrouvé chez des crustacés, mais aussi 

chez d’autres anémones de mer telles qu’Anemonia viridis (Czeczuga 1972). Le pigment majeur 

chez A.viridis est la péridinine, issue de ses symbiotes Symbiodinium spp. La structure de ces 

pigments est présentée dans la Figure 21.  

 

 
Figure 21 Structures de la péridinine, l’actinioérythrine et l’astaxanthine, ainsi que 
leurs références CAS associées). 

 

 Les bétaïnes : ce sont des composés synthétisés à partir d’acides aminés, dont quelques 

exemples sont présentés dans la Figure 22. Ces composés zwitterioniques à pH neutre jouent 

principalement un rôle dans la régulation de la pression osmotique (Gebser et Pohnert 2013) et 

sont communs à un grand nombre d’invertébrés marins, tels que les crustacés (Dall 1971), les 

mollusques (Affeld 2006) ou les éponges (Cafieri et al. 1998). Ils sont polaires, et peuvent donc 

diffuser librement dans l’eau de mer. Une activité antifouling (Targett et al. 1983) de certains de 

ces composés a été démontrée. La trigonelline inhibe par exemple la croissance de la balane 

Balanus amphitrite (un crustacé) à une concentration minimale inhibitrice de 2-10 µg.mL-1 

(Kawamata et al. 1994). 
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Figure 22 Structure de la glycine bétaïne, la β-alanine bétaïne, la 
trigonelline et la proline bétaïne, ainsi que leurs références CAS. 

 
  

 Une multitude de composés non azotés ont pu être identifiés chez les Cnidaires 

symbiotiques. Par exemple, certaines espèces sont caractérisées par une forte diversité en stérols 

méthylés en position C4, les 4α-méthylstérols, témoins de la présence de Dinoflagellés. Le dinostérol 

est le plus connu d’entre eux, et souvent majoritaire chez les gorgones (Kokke et al. 1981) ou 

Dinoflagellés libres dans la colonne d’eau (Leblond et al. 2006). Plus de 200 stérols et stéroïdes ont 

été isolés de coraux mous (Sarma et al. 2009). Certains stérols, les nébrostéroïdes, possèdent des 

propriétés antiinflammatoires (une injection de 10 µM du nébrostéroïde E inhibe la fixation 

d’anticorps Cox-2 et iNOS sur des protéines de macrophages de respectivement 26,1% et 100% ; 

Huang et al. 2008). 

L’ensemble des composés cités ci-dessus ne forme qu’une petite partie des métabolites identifiés de 

Cnidaires. Par une approche métabolomique, l’enjeu est aujourd’hui de définir l’origine de ses 

composés ainsi que leurs transferts potentiels entre hôte et symbiotes. 

3. La communication moléculaire entre Cnidaires et Dinoflagellés 

 L’étude de la communication moléculaire entre hôte et symbiotes pose 3 questions 

majeures, qui sont (i) la nature des composés transférés entre hôte et symbiote ; (ii) le contrôle ces 

transferts ; et (iii) l’apport de ces transferts pour l’hôte (d’après Davy et al. 2012). Il serait difficile 



 
53 

 

de se focaliser sur une seule de ces questions, chacune étant liée à l’autre et nécessaire dans la 

compréhension de la relation symbiotique.  

 

 La première mise en évidence de transfert moléculaire entre Cnidaire et Dinoflagellés date 

de 1958, sur l’anémone de mer Anthopleura elegantissima, à partir de marquage isotopique au 14C 

(Muscatine et Hand, 1958). Les auteurs émettent pour la première fois l’hypothèse que l’hôte puisse 

métaboliser les photosynthétats excédentaires de ses symbiotes. De nombreuses équipes ont 

ensuite cherché à quantifier les photosynthétats transférés (par exemple, Muscatine et al. 1981 ; 

Davy et al. 1997 ; Sutton et Hoegh-Guldberg 1990), et ont montré que selon les méthodes appliquées 

et les modèles utilisés, il existait une grande disparité dans les mesures effectuées. Si chaque étude a 

pu déterminer qu’il existait bien une part de photosynthétats transférés, leur proportion varie entre 

5% (Hofman et Kremer 1981) et 98% (Davy et al. 1996) des produits issus de la photosynthèse. Par 

exemple, des comptages par autoradiographie montrent qu’elle serait supérieure à 60% chez 

l’anémone de mer A. viridis (Taylor 1969) ; des calculs basés sur le taux de photosynthèse brute 

l’évaluent entre 19 et 32% les jours de beau temps chez des coraux tropicaux (Davies 1991). 

 

 A partir de la fin des années 1960, ces échanges à la base de ce que l’on appelle aujourd’hui 

communication moléculaire, furent totalement acceptés (par exemple, Von Holt et Von Holt 1968 ; 

Cernichiari et al. 1969). Un intérêt particulier a porté à cette époque sur le rôle des symbiotes dans 

le budget énergétique de l’hôte, de par le transfert des produits issus de la photosynthèse, leur 

devenir chez l’hôte, ainsi que le recyclage des produits du métabolisme. Les travaux de Trench en 

1971 basés sur l’incorporation de 14C chez Anthopleura elegantissima et Palythoa townsleyi, tous 

deux symbiotiques, ont permis de répondre à certaines de ces questions. Ses travaux ont permis de 

déterminer que les principaux photosynthétats transférés à l’hôte sont des protéines et des lipides 

(Trench 1971a). Une seconde étude démontra que des symbiotes isolés cultivés in vitro sécrètent 

plus de métabolites lorsqu’ils sont mis en présence d’un homogénat tissulaire de l’hôte, et 

inversement, un hôte aposymbiotique augmente sa production de métabolites lorsqu’il est infecté 

par des symbiotes (Trench 1971b). Enfin, une troisième étude a pu établir que des symbiotes isolés 

d’hôtes issus d’espèces différentes sécrètent des composés en proportions variables (Trench 

1971c). Ces découvertes pointent alors vers deux perspectives de recherche importantes : les 

Symbiodinium constituent un groupe divers non monospécifique, et l’hôte joue un rôle clé dans la 

régulation du métabolisme de ses symbiotes, par la libération de molécules appelées facteurs de 

l’hôte (en anglais, Host Release Factors, HRF). Malgré un nombre important d’études, l’identification 
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et le recensement des HRFs restent incomplets (Grant et al. 1998 ; Suescún-Bolívar et al. 2012). Des 

acides aminés libres, tels que la glycine ou l’alanine, ont été proposés comme étant les principaux 

HRFs chez les Cnidaires (Gates et al. 1995 ; Cook et Davy 2001), mais leur action semble varier selon 

le groupe taxonomique étudié (Withers et al. 1998).  

 

 La nature des composés échangés dans la symbiose entre Cnidaire et Dinoflagellés semble 

correspondre majoritairement à des apports trophiques. La plupart des composés échangés sont 

des nutriments (Figure 23), sous forme principalement de lipides, sucres et acides aminés (en revue 

dans Gordon et Leggat 2010). Les Cnidaires symbiotiques sont d’ailleurs connus pour être très 

riches en lipides (jusqu’à un tiers de la masse sèche du Cnidaire), très probablement grâce à un 

apport soutenu en lipides ou précurseurs provenant de leurs symbiotes. Un marquage isotopique 

(14C) a permis de mettre en évidence que la biosynthèse des lipides était très majoritaire dans le 

compartiment symbiotique chez le corail Pocillopora capitata. Un premier transfert sous forme 

d’acétate de sodium serait effectué de l’hôte vers les Symbiodinium, à partir desquels seraient 

synthétisés les acides gras et lipides plus complexes, dont une grande partie serait transférée vers 

leur hôte (Patton et al. 1977). Les travaux de Patton et son équipe ont ouvert une nouvelle voie de 

recherche, considérant que les triglycérides seraient transférés via des « lipid bodies » (LBs), des 

gouttelettes lipidiques, analysées plus en détails quelques années plus tard (Kellogg et Patton, 

1983). Ces vésicules sont constituées d’un cœur de lipides neutres apolaires, tels que des 

triglycérides, diglycérides ou esters d’AG, entourés d’une membrane monocouche de 

phospholipides, stérols et glycolipides, et de protéines. Ces organelles ne sont pas spécifiques des 

Cnidaires, elles sont par exemple retrouvées en grand nombre dans les adipocytes ou les tissus 

graisseux des animaux. En plus de leur rôle de transport, les LBs sont impliquées dans divers 

processus cellulaires tels que la signalisation cellulaire ou la vision (Imanishi et al. 2004 ; Umlauf et 

al. 2004).  

 La sécrétion de ces vésicules in hospite par des cellules de Symbiodinium a ensuite été 

formellement démontrée (Muscatine et al. 1994). Leur formation peut donc se faire directement par 

les Symbiodinium, mais aussi par le réticulum endoplasmique (RE) des cellules gastrodermiques de 

l’hôte (Peng et al. 2011). La spécificité des LBs dans le transport de lipides chez les Cnidaires a été 

analysée plus en détails, et une corrélation entre la composition des gouttelettes lipidiques et l’état 

symbiotique (sain ou rendu aposymbiotique) a pu être mise en évidence chez le corail Euphyllia 

glabrescens (Luo et al. 2009). De plus, la densité en LBs semble suivre une rythmicité circadienne 

(Chen et al. 2012), reflétant une dépendance du statut symbiotique du Cnidaire. 
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Figure 23 Représentation schématique de la communication entre Cnidaire et Dinoflagellés, 
ainsi que les moyens mis en œuvre pour maintenir un partenariat stable. MAAs : acides 
aminés dérivés des mycosporines. Modifié d’après Gordon et Leggat. 2010). 
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 L’importance dans le transfert de lipides entre Cnidaire et Dinoflagellés est expliquée par 

le fait que la synthèse des AGs, unité des lipides, est différente entre le règne animal et le règne 

végétal. Les animaux ne possèdent en général pas l’enzyme permettant d’introduire des 

insaturations au-delà de la position Δ9, nécessaires pour la synthèse des AG essentiels 18:2n-6 et 

18:3n-3 (Bachok et al. 2006 ; Dewick 2009) et polyinsaturés à longue chaîne de la série des n-3 et n-

6 (Volkman et al. 1989). De la même manière, les animaux ne possèdent pas le squalène, unité de 

base de la synthèse des stérols. Ils doivent par conséquent obtenir ces composés par la prédation 

(Sargent et al. 1990 ; Bergé et Barnathan 2005), ou, dans le cas de certains Cnidaires, par la 

symbiose. La signature en AG et lipides d’espèces marines a souvent été étudiée dans le but de 

définir des marqueurs trophiques (par exemple, Lee et al. 1971 ; Sargent 1976 ; Mayzaud 1999, 

Ramos et González-solís 2012). Dans le cas des Cnidaires, l’intérêt est porté vers la compréhension 

du rôle symbiotique, et de nombreux travaux ont été réalisés dans le but d’identifier les lipides et 

AGs transférés du symbiote vers l’hôte. Pour cela, certaines études ont entrepris la comparaison des 

profils lipidiques de Cnidaires symbiotiques et aposymbiotiques (Bachok 2006 ; Garrett et al. 2013) 

ou stressés (Zhukova et Titlyanov 2003; Treignier et al. 2008) et ont pu démontrer une altération 

du contenu lipidique lors d’un stress, donc un apport de la symbiose sur le lipidome de l’hôte. De 

plus, le contenu lipidique du symbiote est différent de celui de l’hôte (Harland et al. 1993; Ward 

1995), ce dernier possédant des AGs considérés comme marqueurs des algues, tel que le 18:5n-3.  

 La plupart des études sont concentrées sur les transferts symbiotes vers hôte, mais 

presque rien n’est connu sur l’apport de l’hôte. Pourtant, l’apport trophique de l’hôte passe aussi par 

l’hétérotrophie. Récemment, un transfert d’AG dans ce sens a été démontré (Imbs et al. 2014). Des 

études sur l’incorporation de 35S suggèrent un transport de protéines de l’anémone de mer Aiptasia 

vers ses symbiotes (Cook 1971 ; Steen 1986). De plus, il est connu que l’apport externe de 

nutriments par la prédation augmente la densité de symbiotes et leur concentration en chlorophylle 

(Ferrier-Pagès et al. 2003 ; Houlbrèque et al. 2004) et le taux de photosynthèse (Davy et al. 2006).  

La diversité de Cnidaires symbiotiques est immense. En effet, certains organismes sont 

tropicaux, d’autres tempérés ; certains possèdent un squelette calcaire, d’autres non ; mais surtout 

ils abritent une diversité de Dinoflagellés considérable et spécifique de l’espèce. Il n’y a toujours pas 

de certitude concernant les composés majeurs échangés dans la symbiose, très peu de 

connaissances sur les composés mineurs, et les transferts moléculaires de l’hôte vers les symbiotes 

commencent juste à être élucidés. Le challenge actuel est donc de recenser des points communs à 

l’ensemble de ces populations, d’étudier leur communication et leur réponse au stress au niveau 

moléculaire. 
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IV. Contexte de l’étude 

1. L’équipe SYMAR et son modèle d’étude 

 L’amplification des phénomènes de blanchissement, principalement chez les coraux 

constructeurs de récifs, n’est plus à prouver. De nombreuses études recensent régulièrement des 

épisodes de blanchissement massifs chez les Anthozoaires (Hoegh-Guldberg 1999 : Miller et al. 

2009 ; Guest et al. 2012), menacés par les changements climatiques actuels. Malheureusement, les 

phénomènes physiologiques et moléculaires qui régissent la symbiose et mènent à sa rupture sont 

encore mal connus. Ces dernières décennies, de nombreuses équipes de recherche ont centré leurs 

efforts sur l’étude de mécanismes moléculaires responsables de la perte des symbiotes. 

 Pour comprendre les relations symbiotiques entre Cnidaire et Dinoflagellés, l’équipe 

SYMbiose MARine (SYMAR) s’attache à étudier les mécanismes d’établissement, de maintien et de 

rupture de cette association à partir d’un modèle ciblé et d’une manière pluridisciplinaire : du gène 

à la population. Des travaux sont réalisés afin de mettre au point des marqueurs génétiques de 

polymorphisme. Des cellules épidermiques et gastrodermiques de Cnidaires ont pu être mises en 

culture plusieurs semaines, afin d’obtenir des cellules épithéliales indifférenciées (Barney-Verdier 

et al. 2013). Des stratégies d’adaptation à la vie en symbiose ont été démontrées, et l’implication de 

processus cellulaires tels que le stress oxydant et des cascades de type apoptotique ont pu être 

établis dans l’induction d’un stress menant au blanchissement (Richier et al. 2005 ; Richier et al. 

2006 ; Merle et al. 2007). Par des approches en transcriptomique (micro-puce à ADN) et 

protéomique, les travaux de l’équipe SYMAR tentent d’appréhender plus globalement le dialogue 

moléculaire entre les deux partenaires (Sabourault et al. 2009 ; Ganot et al. 2011 ; Moya et al. 2012).  

 Pour l’ensemble de ces études, le modèle d’étude choisi est l’anémone de mer symbiotique 

de Méditerranée Anemonia viridis (Forskal 1775, Figure 24). Il s’agit d’un organisme solitaire et non 

calcifiant, très répandu en Méditerranée, mais aussi dans l’océan Atlantique, la Manche et la mer du 

Nord. A. viridis possède de nombreux avantages pour l’étude de la symbiose entre Cnidaire et 

Dinoflagellés. Contrairement aux Anthozoaires symbiotiques tropicaux, A. viridis établit une 

symbiose stable avec des Dinoflagellés Symbiodinium spp. appartenant tous au clade A’ ou « A 

tempéré », le clade dominant en mer Méditerranée (Visram et al. 2006). L’homogénéité des 

symbiotes est un critère indispensable pour une cohérence dans l’interprétation de données 

physiologiques, cellulaires et moléculaires.  



 
58 

 

 
Figure 24 Photo d’un individu A.viridis maintenu en aquarium au 
laboratoire Symbiose Marine 

 
 Tandis qu’un polype de corail a une taille de quelques millimètres seulement, A. viridis peut 

atteindre 20 cm de diamètre et possède jusqu’à 200 tentacules pouvant mesurer 20 cm de long 

(Figure 24). Ces tentacules sont non-rétractiles contrairement à la plupart des Anthozoaires, et 

peuvent se régénérer. Il est donc possible de réaliser une étude cinétique par prélèvement de 

tentacules. La quantité de matériel biologique disponible permet de mettre en place des études 

cellulaires, physiologiques ou moléculaires, difficiles à réaliser chez d’autres Anthozoaires (coraux 

ou anémone de mer modèle Nematostella vectensis) sans rassembler le matériel issu de nombreux 

individus. 

 A partir du prélèvement d’un tentacule, il est possible de séparer les deux compartiments 

cellulaires animaux (épiderme et gastroderme), et d’isoler les symbiotes des cellules du 

gastroderme facilement et rapidement, sans contamination significative. Ces techniques de 

séparation ont été validées avec succès dans plusieurs études publiées au laboratoire (Richier et al. 

2005 ; Richier et al. 2006; Merle et al. 2007; Ganot et al. 2011; Moya et al. 2012). Les symbiotes 

isolés peuvent être mis en culture (Figure 25) afin d’étudier l’apport de la symbiose spécifiquement 

sur le clade A’ tempéré de l’espèce Symbiodinium spp.  

 Enfin, il est possible d’induire un blanchissement par différents stress, et de maintenir des 

individus blanchis en aquarium durant plusieurs années, permettant de comparer l’état 

symbiotique et aposymbiotique d’un même individu (Richier et al. 2006 ; Moya et al. 2012 ; Dani et 

al. 2014).  
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Figure 25 Cultures de Symbiodinium spp. au laboratoire Symbiose 
Marine 

 
 

 La taille des individus, leur capacité à se régénérer, la possibilité de séparer les différents 

compartiments animaux, l’homogénéité des symbiotes et leur culture, et le maintien d’individus 

aposymbiotiques sont autant d’avantages offerts par A. viridis qui justifient pleinement le choix de 

ce modèle de laboratoire.  

 

2. Etudes préliminaires 

 Des études de transcriptomique réalisées au sein de l’équipe (Sabourault et al. 2009), ont 

permis l’identification et la comparaison de l’expression des transcrits chez A. viridis entre les 

cellules des compartiments épidermique et gastrodermique (Ganot et al. 2011), ainsi que dans des 

conditions symbiotique et aposymbiotique, par l’induction d’un stress par augmentation de la 

température et/ou des UV (Moya et al. 2012). Les outils développés ont permis d’appréhender un 

dialogue moléculaire entre hôte et symbiotes, en identifiant des voies de communication 

contribuant à l’association symbiotique. Ces études démontrent l’implication de protéines clés dans 

l’interaction hôte-symbiote. Localisées à l’interface symbiotique, ces protéines ont été reconnues 

comme étant potentiellement engagées dans un dialogue moléculaire hôte-symbiote.  

 Par exemple, la protéine NPC2 (Nieman-Pick C2) est une protéine qui, chez l’humain a un 

rôle dans le transport intracellulaire de lipides tels que des stérols (Ko et al. 2003 ; Cheruku et al. 

2006). Chez les Cnidaires, le gène NPC2 est dupliqué 3 fois, les copies étant notées de a à d. Parmi 

ces copies, le gène AvNPC2-d apparait surexprimé dans le compartiment gastrodermique 

(compartiment symbiotique) par rapport au compartiment épidermique, et réprimé dans des 
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conditions de stress entraînant une rupture de la symbiose (Dani et al. 2014). Une part des 

transferts de lipides entre les partenaires symbiotiques semble donc être régulée par un transport 

actif entre les compartiments cellulaires, mais aussi modifiée par un stress. Il est établit que les 

lipides chez A. viridis sont caractérisés par une grande proportion de lipides membranaires 

(Harland et al. 1991 ; Capron et al. 2010) en comparaison avec les Cnidaires tropicaux. La 

concentration de ces lipides semble alors être régulée par l’apport lumineux (Harland et al. 1992), 

donc par les symbiotes. A partir de l’ensemble de ces résultats, l’hypothèse d’une régulation fine de 

la synthèse et du transfert de lipides entre les acteurs de la symbiose est formulée.  

 Afin d’éclaircir ces mécanismes, le projet ANR « inSIDE », pour « Symbiotic Interface of a 

cnidarian-Dinoflagellate Endosymbiosis », dirigé par le Dr. Cécile Sabourault, a pour but de 

contribuer à mieux comprendre les mécanismes régulant l’interaction symbiotique chez les 

Anthozoaires, tant par un aspect physiologique (mécanismes de reconnaissance hôte-symbiote), 

que moléculaire (communication moléculaire aux niveaux génétique, protéomique et 

métabolomique).  

 

 Dans ce cadre, le projet de recherche s’est articulé sur trois axes principaux : (i) démontrer 

l’implication de protéines cibles dans le fonctionnement de la symbiose, (ii) caractériser les 

protéines localisées à l’interface d’échange, et (iii), identifier de nouveaux médiateurs moléculaires, 

lipides et autres métabolites. 

 

3. Description et objectifs du projet de thèse 

 Le projet de thèse qui m’a été confié repose sur le troisième axe de l’ANR inSIDE, ayant 

pour principal objectif la caractérisation et la distribution des médiateurs chimiques impliqués dans 

le maintien et la rupture de la symbiose. L’ensemble des objectifs du projet de thèse est schématisé 

dans la Figure 26.  

 La première partie de cette étude (Chapitre 2) repose sur la caractérisation des médiateurs 

chimiques composant A. viridis, ainsi que leur distribution entre les compartiments cellulaires 

d’origine animale (l’épiderme et le gastroderme), et les symbiotes Dinoflagellés fraîchement isolés 

(FIS). En parallèle, des cellules de Symbiodinium mises en culture (CS) ont été traitées de la même 

manière afin de les comparer à leurs homologues symbiotiques. Le but principal de cette partie est 

d’établir une base de données constituant une partie du métabolome d’A. viridis, mais aussi 
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d’étudier sa distribution entre les compartiments animaux, FIS et CS. Ce projet a été mené 

principalement par des techniques classiques de chimie analytique : l’extraction des métabolites et 

l’analyse de leurs empreintes métabolomiques, mais aussi leur séparation et caractérisation par 

chromatographie en phase liquide ou gazeuse couplée à la spectrométrie de masse, et/ou de 

spectroscopie par résonance magnétique nucléaire. 

 Dans un second temps, les empreintes métabolomiques de l’anémone de mer ont été 

comparées à celles obtenues lors de modifications de facteurs abiotiques (Chapitre 3) : une rupture 

de la symbiose a été induite selon la mise en place de deux stress en parallèle (thermique et 

chimique), et la réponse à ces différents stress a été comparée. Afin d’étudier la réponse au stress de 

l’holobionte, une étude métabolomique a été réalisée à partir d’un individu aposymbiotique selon la 

même méthodologie employée que pour l’étude du métabolome de l’individu symbiotique. Les 

résultats obtenus seront comparés à la base de données réalisée dans le Chapitre 2. Parallèlement, 

des techniques d’imagerie par spectrométrie de masse ont été mises au point sur des coupes 

transversales de tentacules afin d’obtenir une localisation fine des métabolites caractérisés, qui a pu 

être suivie lors d’une cinétique de stress menant au blanchissement. 

Des hypothèses de transferts de certains composés entre hôte et symbiotes ont été émises sur la 

base des résultats obtenus ; un effort particulier a été fourni dans la purification et la caractérisation 

de stérols, dans l’objectif d’étudier leur interaction possible avec la protéine AvNPC2-d par 

l’intermédiaire d’expériences de modélisation et docking in silico, ainsi que des interactions in situ 

par SPR (surface plasmon resonance) 

 L’ensemble de cette étude a pour objectif principal d’étudier la distribution des médiateurs 

chimiques de l’anémone de mer symbiotique A. viridis, et d’identifier leur réponse face à un stress 

menant à la rupture de la symbiose.  
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Figure 26 Schéma bilan de la méthodologie mis en place pour l’étude des médiateurs chimiques dans la 
symbiose entre A. viridis et Symbiodinium spp. FIS : cellules de Symbiodinium fraîchement isolées ; CS : cellules 
de Symbiodinium mises en culture. 
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Chapitre 2 : Caractérisation et distribution 
des médiateurs chimiques chez A. viridis 
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I. Introduction 

 Les cnidaires symbiotiques, de par leur importance écologique majeure, ont été largement 

étudiés. La stabilité de la symbiose entre Cnidaire et Dinoflagellés est centrée sur les échanges 

trophiques entre les partenaires et implique une communication moléculaire intime et complexe. 

Les études récentes se sont plutôt focalisées sur le recyclage des nutriments au sein de la symbiose, 

leur identification (Whitehead et Douglas 2003 ; Bachar et al. 2007 ; Kopp et al. 2015), ainsi que les 

modifications engendrées sur ces échanges lors d’un stress menant à la perte de la symbiose 

(Kneeland et al. 2013 ; Kopp et al. 2013 ; Baumann et al. 2014). 

 Les outils analytiques sont indispensables pour identifier les composés échangés, et 

comprendre le fonctionnement de l’holobionte à l’état stable. Ainsi, de nombreux métabolites 

essentiels au maintien de la symbiose ont pu être caractérisés, tels que des alcaloïdes ou peptides 

cytotoxiques (Grimmelikhuijzen et al. 2002 ; Onodera et al. 2004b ; Frazaõ et al. 2012), des 

composés antioxydants (Yakovleva et al. 2004 ; Merle et al. 2007), photoprotecteurs (Shick et al. 

2002 ; Hill et al. 2010) ou des lipides (par exemple, Harland et al. 1991 ; Imbs et al. 2010b ; Dunn et 

al. 2012 ; Chen et al. 2015). Ces derniers sont primordiaux car ils constituent des réserves d’énergie 

et sont indispensables à la croissance de tout être vivant. Cependant, la biosynthèse de certains 

d’entre eux n’est pas possible dans le règne animal. Ainsi, la présence d’acides gras polyinsaturés de 

la famille des oméga-3, de certains intermédiaires de biosynthèse de stérols ou de lipides 

membranaires non-phosphorés dans un organisme hétérotrophe contribue à sa signature trophique 

ou traduit la présence de symbiotes. 

 Pour ces raisons, l’analyse des lipides de Cnidaires symbiotiques a fait l’objet de 

nombreuses publications, et leur transfert des symbiotes vers leur hôte est fortement suggéré 

(Papina et al. 2003 ; Dunn et al. 2012 ; Chen et al. 2015). Malgré les efforts entrepris, les 

investigations sur les mécanismes cellulaires et moléculaires mis en jeu dans ces transferts, ainsi 

que la nature des échanges entre hôte et symbiotes n’en sont qu’à leur début (Davy et al. 2012). 
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II. Problématique scientifique et contexte de l’étude 

 L’étude des métabolites issus de Cnidaires symbiotiques est souvent réalisée sur une classe 

précise de composés, mais rarement dans son ensemble. De plus, la plupart de ces études examinent 

l’holobionte, mais peu intègrent l’analyse de l’hôte et des symbiotes séparément (Zhukova et 

Titlyanov 2003 ; Treignier et al. 2008 ; Imbs et al. 2014). En effet, les Cnidaires les plus étudiés sont 

des coraux constructeurs de récifs, sécrétant un squelette calcaire, et dont les polypes sont de petite 

taille (inférieure à 1 cm). Ces caractéristiques rendent la séparation hôte-symbiotes délicate.  

 L’anémone de mer A. viridis offre un grand nombre d’avantages pour l’étude des 

médiateurs chimiques dans la symbiose entre Cnidaire et Dinoflagellés (Chapitre 1, partie IV.1, p. 

57). Elle est proposée ici comme organisme modèle. A. viridis possède une forte proportion de 

lipides au sein de son métabolome, dont une majorité de lipides membranaires (Harland et al. 

1991). Elle est connue pour secréter des peptides neurotoxiques (Béress et al. 1975 ; Sanchez et al. 

1996 ; Trapani et al. 2014). Par ailleurs, les pigments de l’holobionte ont été caractérisés (Czeczuga 

1972).  

 Les travaux décrits dans ce chapitre s’attarderont sur la caractérisation des médiateurs 

chimiques présents chez A. viridis ainsi que leur distribution entre les tissus de l’hôte (épiderme et 

gastroderme) et les symbiotes. Un schéma global du plan expérimental employé est présenté dans la 

Figure 27.  
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Figure 27 Schéma de la méthodologie générale d’extraction, purification et analyse des métabolites, appliqués à partir 
du prélèvement de tentacules ou d’individus entiers A. viridis. Chrom. Col. : chromatographie sur colonne ouverte 

 

 Le but principal de l’étude présentée dans ce chapitre repose donc sur deux questions : (i) 

quels métabolites sont présents dans l’anémone de mer A. viridis ; et (ii) le métabolome diffère-t-il 

entre les compartiments cellulaires de l’hôte et des symbiotes. Pour cela, des empreintes 

métabolomiques ont d’abord été réalisées par HPLC-UV-DEDL à partir de l’individu entier puis sur 

les différents compartiments cellulaires : l’épiderme, le gastroderme et les symbiotes, afin d’évaluer 

les singularités de chacun. L’empreinte métabolomique a été réalisée de façon identique sur des 

symbiotes isolés maintenus en culture, afin d’évaluer la modification de leur métabolome en 

fonction de leur état symbiotique ou libre. En fonction des variations des empreintes obtenues, une 

méthodologie de purification des métabolites à partir d’individus entiers a été mise en place. La 

caractérisation des métabolites d’intérêt a été réalisée par LC/MS, GC/MS et/ou RMN. Enfin, la 

caractérisation du lipidome a été entreprise pour les différents compartiments cellulaires d’A. viridis 

par GC/MS. 



 
68 

 

III. Comparaison des profils métabolomiques d’A. viridis 

La Figure 28 présente la méthodologie employée pour l’acquisition et la comparaison des 

empreintes chimiques de l’anémone de mer A. viridis symbiotique.  

 
Figure 28 Schéma expérimental global de l’acquisition des empreintes chimiques dans les compartiments 
animaux (épiderme, Epi et gastroderme, Gas) et les symbiotes fraîchement isolés (FIS) ou mis en culture 
(CS). 
 

 L’ensemble des analyses a été répétée sur 6 individus (40 lots pour les Symbiodinium en 

culture), les prélèvements ont été effectués simultanément et à 10h du matin afin d’éviter les 

variations dues à la saisonnalité ou au rythme circadien (Crossland et al. 1980). Les empreintes 

chimiques réalisées révèlent une variabilité intra-spécifique, les profils chromatographiques 

présentent cependant des caractéristiques identiques. La variabilité ne sera donc pas prise en 
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compte dans l’analyse des résultats, les composés identifiés seront considérés comme absents, 

présents ou majoritaires dans une fraction donnée. 

Des conditions chromatographiques identiques ont été mises en oeuvre pour l’analyse des extraits 

bruts organiques par HPLC-UV-DEDL. Pour une phase stationnaire phényl-C18 et une phase mobile 

eau/acétonitrile + 0,1% acide formique (90:10 de 0 à 5 min, gradient linéaire de 90:10 à 0:100 de 30 

à 35 min), le temps de rétention des composés est caractéristique de leur polarité. On peut ainsi 

distinguer : 

- Les composés très polaires (temps de rétention : 0-5 min) ; 

- Les composés polaires (5-20 min) ;  

- Les composés de polarité intermédiaire (20-30 min)  

- Les composés de faible polarité (30-45 min).  

Le dernier signal à 49 min correspond à un retour aux conditions initiales. 

 

1. Empreinte métabolomique sur l’individu entier 

 La signature chimique des anémones de mer A. viridis entières a été acquise par HPLC-UV-

DEDL à partir de leur extrait brut organique dichlorométhane/méthanol (Figure 29). Une 

comparaison des empreintes chimiques issues de différents lots d’anémones est présentée dans 

l’Annexe 1. L’extrait brut organique contient des composés très polaires élués dans le volume mort 

de la colonne aboutissant à un signal saturé en début de chromatogramme. L’ensemble de ces 

composés polaires sera traité dans la partie traitant sur l’analyse de la fraction aqueuse.  

 L’analyse du chromatogramme DEDL obtenu montre que les composés de polarité 

moyenne à faible sont majoritaires. Dans ces gammes de polarité, des composés tels que les lipides 

sont souvent retrouvés de façon prépondérante. Quelques composés polaires sont aussi présents. 

Chez les invertébrés marins, il est fréquent de retrouver dans cette gamme de polarité des peptides 

ou alcaloïdes (Chapitre 1, partie III.2.a), p. 47), souvent spécifiques d’une espèce ou famille 

d’organismes et considérés comme marqueurs taxonomiques. Leur bioactivité potentielle induit un 

intérêt grandissant dans le domaine thérapeutique.  
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Figure 29 Chromatogramme HPLC-UV-DEDL d’un extrait brut caractéristique 
d’A.viridis. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 
250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 
90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min ; retour aux conditions 
initiales de 35 à 60 min. 

 

2. Analyse par compartiment cellulaire 

 A partir du prélèvement de 10 tentacules, l’épiderme et le gastroderme ont été séparés et 

la fraction symbiotique a été isolée du gastroderme (cellules de Symbiodinium fraîchement isolées, 

FIS). Afin de comparer leurs signatures chimiques, des empreintes métabolomiques de chaque tissu 

ont été obtenues par analyse HPLC-UV-DEDL à partir de leur extrait brut organique, et les profils 

DEDL ont été comparés (Figure 30). Des différences quantitatives sont observées entre l’épiderme 

et le gastroderme : les composés polaires sont surexprimés dans l’épiderme, alors que le 

gastroderme semble plus riche en composés moyennement polaires. Les composés peu polaires 

sont aussi différemment exprimés, ils contiennent un composé très majoritaire dans l’épiderme. Les 

FIS présentent un profil complètement différent, et ne possèdent presque pas de composés polaires, 

ni peu apolaires.  



 
71 

 

 
Figure 30 Chromatogrammes HPLC-DEDL des extraits bruts caractéristiques des différents 
tissus de l’anémone A. viridis. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 
250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 
min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min. 

3. Empreintes métabolomiques de Symbiodinium spp. symbiotiques 
et de culture 

 L’empreinte métabolomique de symbiotes libres en culture (CS) a été réalisée (Figure 31) 

afin de comparer le métabolome de Symbiodinium spp. en culture, par rapport à celui son état 

symbiotique. Les conditions de cultures sont différentes de celles de leur milieu naturel, néanmoins, 

les paramètres de luminosité, de température, et d’incubation dans l’eau de mer sont définis par 

rapport aux conditions retrouvées dans le milieu naturel (Démarche expérimentale, partie I.2.c), p. 

217). Le contenu de 30 lots de CS a été extrait séparément et des profils métabolomiques ont été 

réalisés par HPLC-UV-DEDL. Les profils issus des différents lots possèdent des caractéristiques 

identiques (Annexe 2).  

 Il s’avère que le profil métabolomique des CS est largement modifié quantitativement et 

qualitativement à l’état libre par rapport à l’état symbiotique (Figure 31). Les deux profils sont 

distingués par une grande majorité de composés de faible polarité, les CS ont cependant un profil 

plus riche que les FIS. Les composés de polarité intermédiaire sont absents des FIS, mais présents, 

même faiblement, dans les CS.  
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Figure 31 Chromatogrammes HPLC-DEDL des extraits bruts caractéristiques de 
Symbiodinium spp. fraîchement isolés (FIS) et de culture (CS). Colonne Machery-Nagel 
Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 
en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 
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IV. Identification des métabolites présents chez A. viridis 

 Une procédure d’extraction et de partitionnement a été réalisée selon le protocole décrit 

dans la Figure 32 à partir d’un lot d’anémones lyophilisées, ou de tencacules.  

 

 
Figure 32 Schéma expérimental global de la méthodologie d’extraction, de séparation, d’isolement et d’analyse 
des fractions obtenues à partir de l’individu entier, des compartiments animaux (épiderme, Epi et 
gastroderme, Gas) et des symbiotes fraîchement isolés (FIS) ou mis en cultuure (CS). Chrom. Col. : 
chromatographie sur colonne ouverte. 
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 Le partitionnement réalisé a permis de fractionner l’extrait brut organique en 4 parties : 

une fraction aqueuse (F1) qui contient les composés très polaires, une fraction méthanol issue de la 

fraction aqueuse (F1’) qui englobe les composés polaires, une fraction méthanol (F2) qui renferme 

les composés moyennement polaires, et une fraction cyclohexane (F3) qui contient les composés peu 

polaires (Figure 33).  

 

 
Figure 33 Chromatogramme HPLC-DEDL d’un extrait brut caractéristique d’A.viridis. Polarité des composés 
en fonction de leur temps de rétention sur colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 
250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 
90:10 à 0:100 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. R : retour aux conditions initiales 

 
  

 Les métabolites issus de chaque fraction ont été isolés, puis analysés par LC/MS, GC/MS 

et/ou RMN. Les métabolites minoritaires ont pu être identifiés par UPLC/MS/MS haute résolution à 

partir d’extraits bruts organiques dessalés des compartiments épidermique, gastrodermique, des 

FIS et CS. Les analyses UPLC/HR-MS sont présentées dans la Figure 34. Une différence notable est 

observée entre les profils DEDL, donnant une réponse quantitative, et les profils LC/MS, dont la 

réponse dépend de l’efficacité d’ionisation. 



 
75 

 

 
Figure 34 Chromatogrammes UPLC-HRMS des extraits bruts organiques dessalés issus des 
compartiments animaux (Epiderme et Gastroderme), et symbiotes fraîchement isolés ou mis en culture 
(FIS et CS) d’A. viridis. Colonne Thermo Scientific Accucore C18 (100x2,1 mm). Elution : phase mobile 
H2O+0,1%HCOOH /CH3CN+0,1%HCOOH, 96:4 à 0:100 en 42 min ; retour aux conditions initiales de 45 à 
60 min.  

1. Fraction F1 : bétaïnes 

 Le profil métabolomique des composés polaires présents dans la fraction F1 a été obtenu 

par HPLC-UV-DEDL sur phase HILIC (Figure 35). Trois signaux ont retenu notre attention puisqu’ils 

possèdent une absorbance forte dans l’UV à 214 nm, en accord avec la présence potentielle de 

fonctions carbonyles. Deux de ces composés absorbent aussi à 254 et 280 nm, caractéristiques de la 

présence d’un système aromatique. L’isolement de ces composés issus de la fraction F1 (282 mg) a 

donc été entrepris par HPLC-UV semi-préparative sur phase HILIC, à l’aide d’un gradient optimisé 

de la phase mobile acétonitrile:eau. Trois composés ont pu être caractérisés par l’intermédiaire 

d’analyses LC/MS et RMN : il s’agit de l’homarine (composé 1), la trigonelline (composé 2) et la 

zooanémonine (composé 3). D’autres composés minoritaires ont été identifiés, et seront isolés en 

plus grande quantité afin de permettre leur caractérisation par RMN. 
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Figure 35 Chromatogramme HPLC-UV-DEDL (HILIC) caractéristique de la F1. Colonne 
Machery-Nagel Nucleodur HILIC (250x10 mm). Elution : phase mobile  CH3CN / H2O, 
90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 33:67 en 65 min. 

 

La  

Figure 36 présente les caractéristiques obtenues en RMN pour les 3 composés décrits ci-dessous. 

 Le composé 1 (11,6 mg) a été isolé sous la forme d’un solide incolore et sa formule brute, 

C7H7NO2, a été déterminée par une combinaison des données obtenues par spectrométrie de masse 

(ion quasi-moléculaire [M+H]+ à m/z = 138,1) et RMN (1D et 2D, Annexe 3). L’ensemble de ces 

données sont identiques à celles reportées pour l’homarine (Quast et al. 1970 ;  

Figure 36 a).  

Ainsi, les spectres RMN 1H et 13C (DMSO-d6) du composé 1 indiquent la présence de quatre méthines 

sp2, d’un groupement méthyle lié à un azote quaternaire et de deux carbones quaternaires dont une 

fonction acide carboxylique ( 

Figure 36 b).  

 Le composé 2 (5,1 mg) a été isolé sous la forme d’un solide incolore et sa formule brute, 

C7H7NO2, a été déterminée par une combinaison des données obtenues par spectrométrie de masse 
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(ion quasi-moléculaire [M+H]+ à m/z = 138,1) et RMN (1D et 2D, Annexe 4). L’ensemble de ces 

données sont identiques à celles reportées pour la trigonelline (Ghosoal et Dutta 1971 ;  

Figure 36 c).  

Les spectres RMN 1H et 13C (DMSO-d6) du composé 2 indiquent la présence de quatre méthines sp2, 

d’un groupement méthyle lié à un azote quaternaire, et de deux carbones quaternaires dont une 

fonction acide carboxylique ( 

Figure 36 d).  

 Le composé 3 (7,4mg) a été isolé sous la forme d’une huile incolore et sa formule brute, 

C7H10O2N2, a été déterminée sur la base des analyses par spectrométrie de masse (m/z = 154,7 

[M+H]+) et RMN (1D et 2D, Annexe 5). L’ensemble des données obtenues sont en accord avec celles 

reportées pour la zooanémonine (Ackermann et al. 1960a ;  

Figure 36 e).  

 Les spectres RMN 1H et 13C (DMSO-d6) du composé 3 indiquent la présence de deux 

groupements méthyles liés à un azote dont un quaternaire, d’un méthylène, et deux carbones 

quaternaires dont une fonction acide carboxylique ( 

Figure 36 f). 

 L’homarine et la trigonelline sont biosynthétisées à partir de la glycine (Netherton et Gurin 

1982). Ces composés ont été isolés de nombreux invertébrés marins (Welsh et Prock 1958) tels que 

les anémones de mer (Mathias et al. 1960), mais aussi de Dinoflagellés (Gebser et Pohnert 2013). La 

zooanémonine appartient à la famille des bétaïnes imidazoliques. Elle a été isolée en 1960 de 

l’éponge Hippospongia equina, (Ackermann et al. 1960b). Elle est présente dans de nombreuses 

espèces marines, telles que des éponges (Paul et Puglisi 2004) ou mollusques (Fahey et Carroll 

2007). 
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Figure 36 Structure des bétaïnes isolées de l’anémone A. viridis. a,c,e : structure des composés 1 (Homarine), 2 
(trigonelline), et 3 (zooanémonine). b,d,f : tableaux RMN 1H et 13C des composés 1, 2 et 3. 
 

 Quelques analogues de la zooanémonine ont pu être isolés. On peut citer par exemple la 

norzooanémonine, la (+)-echinobétaine B ou l’aminoanémonine (Figure 37). La norzooanémonine a 

été décrite pour la première fois en 1973 à partir de la gorgone Pseudopterogorgia americana 

(Weinheimer et al. 1973) puis à partir du ver plat Tubularia larynx (Gupta et al. 1977).  
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Figure 37 Structures de la norzooanémonine (a), la(+)-echinobétaïne B 
(b) et l’aminozooanémonine (c). 

 

 De façon générale, les bétaïnes sont recensées dans les organismes photosynthétiques et 

les invertébrés marins. Il s’agit de composés amphotères dont le rôle a longtemps été débattu. Ces 

composés zwitterioniques pourraient jouer un important rôle dans l’activité osmotique, puisqu’ils 

sont présents dans un grand nombre d’invertébrés marins, mais absents des organismes d’eau 

douce (Gasteiger et al. 1955, 1960). Ils ont aussi un rôle dans la photoprotection des invertébrés 

marins (Hill et al. 2010), en protégeant les structures cellulaires des dégradations induites par 

l’oxydation (Chen et Murata 2002 ; Ganesan et al. 2011). De nombreuses propriétés bioactives ont 

été recensées pour ces composés. L’homarine possède une activité antimicrobienne (une inhibition 

de la croissance de la bactérie Gram-positif Micrococcus luteus et des bactéries Gram-négatif 

Escherichia coli et Vibrio harveyi a été reportée mais l’IC50 n’a pas été publiée, Shapo et al. 2007), 

ainsi que des propriétés antifouling (contre les diatomées Navicula salinicola, Targett et al. 1983). 

De la même manière, des propriétés antifouling ont été démontrées contre la balane Balanus 

amphitrite pour la zooanémonine et la trigonelline (zooanémonine, IC50 : 7,5 µg.mL-1 à 24h, Hattori 

et al. 2001 ; trigonelline, concentration minimale inhibitrice : 2-10 µg.mL-1, Kawamata et al. 1994).  

 

 En parallèle, l’analyse LC-HRMS de l’extrait brut organique de CS révèle la présence en 

début de chromatogramme d’un ion quasi-moléculaire [M+H]+ à m/z = 179,074 (composé 4, Figure 

38). Le spectre MS/MS est présenté dans la Figure 38 a. La répartition isotopique observée à M+1 et 

M+2 est caractéristique de la présence d’un soufre (Figure 38 b). La formule brute C7H14O3S a été 

déduite de sa masse exacte. Les fragments observés sur le spectre de fragmentation obtenu après 

CID sont en accord avec la structure du gonyol (Figure 38 c et d).  
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Figure 38 Caractérisation du composé 4 : a, spectre MS/MS et structure du gonyol ; b, massif isotopique 
de l’ion quasi-moléculaire à m/z = 179,0740 ; c, fragments caractéristiques proposés. 
 

Le gonyol a été découvert en 1993 lors de l’étude du Dinoflagellé Gonyaulax polyedra (Nakamura et 

al. 1993). Ce n’est pas une bétaïne stricto sensu, car il possède un groupement sulfonium tertiaire à 

la place d’un ammonium quaternaire ; mais les propriétés physiques et chimiques du gonyol sont 

similaires à celles des bétaïnes. Ce composé a été très peu étudié. Le gonyol semble jouer un rôle 

dans l’osmo-adaptation chez le coccolithophore Emiliana hyxleyi, mais cette fonction n’a pas été 

confirmée chez le Dinoflagellé Prorocentrum minimum (Gebser et Pohnert 2013). Il est accumulé 

dans les cellules dont le milieu est enrichi en méthionine (Nakamura et al. 1993), et serait donc 

biosynthétisé à partir de la méthionine. Son précurseur est le diméthylsulfonylpropionate (DMSP, 

Figure 39) (Nakamura et al. 1997). 
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Figure 39 Synthèse du gonyol à partir de la 
méthionine, d’après Nakamura et al. 1997. 
DSMP : diméthylsufloniopropionate. 

 

2. Fraction F1’ : peptides et pseudopeptides 

 L’analyse des chromatogrammes DEDL obtenus à partir de l’extrait brut organique d’A. 

viridis (Figure 29) a révélé la présence d’un signal prometteur aux temps de rétention 12 à 14 min. 

En effet, ce signal est majoritaire dans l’empreinte de l’épiderme, mais absent des FIS. De plus la 

gamme de polarité de ces composés correspond à celle de nombreuses toxines, fréquemment 

retrouvées dans le métabolome des Cnidaires (Bruhn et al. 2001 ; Grimmelikhuijzen et al. 2002 ; 

Frazão et al. 2012). Ces composés polaires n’ont pourtant pas été retrouvés dans la fraction F1, ni 

dans la fraction F3 en quantités suffisantes pour permettre leur détection. Leur concentration a été 

effectuée par solubilisation des composés de la fraction aqueuse dans du méthanol (Démarche 

expérimentale, partie II.3.b), p. 222). Cette fraction a été nommée F1’ ; son empreinte chimique a été 

acquise par HPLC-UV-DEDL en phase phényl-C18 (Figure 40 a), puis le chromatogramme DEDL a été 

comparé à celui obtenu à partir d’un extrait brut organique (Figure 40 b). Une purification de cette 

fraction a ensuite été entreprise par HPLC-UV sur colonne semi-préparative (C18), suivie d’une 

chromatographie sur colonne ouverte par exclusion stérique (LH20). 
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Figure 40 a, chromatogramme HPLC-UV-DEDL caractéristique de la F1’ ; b, chromatogramme HPLC-
DEDL d’un extrait brut organique. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 
250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min 
puis 90:10 à 0:100 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 

 

 Deux composés ont pu être isolés par HPLC sur colonne semi-préparative, trois autres par 

chromatographie sur colonne sur phase LH20, et leur caractérisation a été réalisée pour 3 d’entre 

eux par ESI-MS/MS et MS/MS haute résolution. Tous sont des peptides modifiés à leur extrémité C-

terminale. Leur identification est basée sur la présence de fragments caractéristiques (Figure 41). 

Ainsi, les fragments « y » et « b » sont les plus intenses en CID (dissociation induite par collision) ou 

HCD. Les composés caractérisés ainsi que leurs ions produits sont confirmés par confrontation avec 

la base de données en ligne proteinprospector (http://prospector.ucsf.edu/prospector/mshome.htm, 

Chapitre 1, partie III.1.c), p. 45 ).  

http://prospector.ucsf.edu/prospector/mshome.htm
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Figure 41 Fragmentation MS/MS (ESI CID/HCD) des peptides.  

 

 Un 4ème peptide (composé 5) a été identifié, possédant un signal à m/z = 942,0166 

[M+5H]5+, ainsi que les signaux à [M+4H]4+ et [M+3H]3+ associés (Figure 42), de masse 4705,1 Da. 

5,8 mg de ce peptide a pu être isolé, sa caractérisation a été entreprise par MS/MS mais n’a pas 

permis d’élucider complètement la structure de ce peptide. 

 
Figure 42 Massifs isotopiques des ions quasi-moléculaires [M+5H]5+, [M+4H]4+ et [M+3H]3+ du 
composé 5. 

 

 Le composé 6 possède un ion quasi-moléculaire [M+H]+ à m/z = 549,3145. Ses 

caractéristiques de fragmentation sont présentées dans la Figure 43. De formule brute C25H40N8O6, 

ce peptide a été identifié et présente la séquence Phenyllactyl-Leu/Ile-Arg-Asn-CONH2. Il est modifié 
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en position N-terminale par la présence d’un acide phényllactique et C-terminale par une fonction 

amide.  

 
Figure 43 Caractérisation du composé 6 : a, spectre MS/MS du peptide Phenyllactyl-Leu/Ile-Arg-Asn-
CONH2 ; b, massif isotopique de l’ion quasi-moléculaire [M+H]+ à m/z = 549,3147 ; c, fragments 
caractéristiques proposés ; d structure de l’acide phényllactique. 
 

 Ce peptide a été caractérisé chez l’anémone A. elegantissima (Grimmelikhuijzen et al. 

1990). L’acide phényllactique est dérivé de la phénylalanine, par l’intermédiaire d’enzymes 

déshydrogénase et transaminase (Figure 44 ; Grimmelikhuijzen et al. 1990). 

HRMS-pasteur-FAq-MeOH #4252-4427 RT: 9,44-9,62 AV: 2 NL: 3,37E6
F: FTMS + p ESI d Full ms2 549,25@hcd30,00 [50,00-580,00]

50 100 150 200 250 300 350 400 450 500

m/z

0

10

20

30

40

50

60

70

80

90

100

R
e

la
ti
v
e

 A
b

u
n

d
a

n
c
e

234,1483

262,1431

418,2440
271,150686,0968 115,0867

70,0657
132,0766

390,2490226,1293157,1082 515,2589288,1774
435,2722194,0921 367,2078298,1622

b4b3b2

y1 y2 y3

Ions b b1 b2 b3 b4

m/z 141 262 418 532

/ Phe-Lac Leu/Ile Arg Asn NH2

m/z 549 401 288 132

y4 y3 y2 y1 Ions y

a

b c

PhenyllactylLeu/IleAsn Arg

Phenyllactyl-Leu/Ile AsnArg

d



 
85 

 

 
Figure 44 Biosynthèse de l’acide phényllactique 
à partir de la phénylalanine. 

 

 Le composé 7 présente un ion quasi-moléculaire [M+H]+ à m/z = 671,3620. Le spectre 

MS/MS et ses fragments caractéristiques sont présentés dans la Figure 45 a et b. Ce peptide a pour 

formule brute C31H47N10O7 et est modifié en position N- et C- terminale. Il comporte 5 acides aminés 

de séquence pyro-Glu-Ser-Leu/Ile-Arg-Trp-CONH2. Initialement isolé de l’anémone A. elegantissima 

(Graff et Grimmelikhuijzen 1988), ce peptide présente un acide pyroglutamique (Figure 45 c) en 

position N-terminale. Il est produit par cyclisation de la glutamine, spontanément ou par 

l’intermédiaire de la glutaminyl cyclase (Pohl et al. 1991).  

Transaminase

Déshydrogénase
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Figure 45 Caractérisation du composé 7 : a, spectre MS/MS du peptide pyro-Glu-Ser-Leu/Ile-Arg-Trp-CONH2; 
b, massif isotopique de l’ion quasi-moléculaire à m/z = 671,3620 ; c, fragments caractéristiques proposés ; d 
structure de l’acide pyroglutamique. 
 

 Le composé 8 présente deux ions quasi-moléculaires [M+H]+ à m/z = 942,5881 et [M+2H]2+ 

à m/z = 471,7980. Les caractéristiques de fragmentation sont présentées dans la Figure 46 pour 

l’ion quasi-moléculaire [M+2H]2+. De formule brute C45H76N13O9, ce peptide a été identifié et présente 

la séquence H2N-Leu/Ile-Pro-Pro-Gly-Pro-Leu/Ile-Arg-Pro-Pro-CONH2 modifiée en position C-

terminale.  
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Figure 46 Caractérisation du composé 8 : a, spectre MS/MS du peptide H2N-Leu/Ile-Pro-Pro-Gly-Pro-Leu/Ile-
Arg-Pro-Pro-CONH2; b, massif isotopique de l’ion quasi-moléculaire [M+2H]2+ à m/z = 471.7979 ; c, fragments 
caractéristiques proposés. 
 

 Ce peptide n’a jamais été recensé, mais un peptide semblable a été isolé de l’anémone A. 

elegantissima (Carstensen et al. 1992). La séquence de ce dernier diffère par la position de l’arginine 

(Figure 47). Le composé 8 ne possède pas de modification en position N-terminale, mais sa 

structure X-Pro-Pro est connue pour être résistante aux clivages par les aminopeptidases (Vanhoof 

et al. 1995). 
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Figure 47 Comparaison des séquences du peptide isolé d’A. elegantissima 
(Carstensen et al. 1992) et du peptide isolé d’A. viridis. 

 

 Les trois peptides identifiés ont subi une modification post-traductionnelle au niveau de 

leur position C-terminale. Cette modification augmente leur stabilité, ainsi que leur capacité à 

résister à la dégradation enzymatique, par exemple par les carboxypeptidases ou exopeptidases 

(Wollack et al. 2009). Souvent portée par des hormones, la fonction amide en position C-terminale 

stabilise leur structure secondaire (In et al. 2001). L’extrémité C-terminale des peptides possédant 

une forme GlyXX (où X peut être n’importe quel acide aminé) peut être convertie par des enzymes 

telles que l’enzyme PAM (peptidylglycine α-amidating monooxygenase ; Grimmelikhuijzen et al. 

2002). L’enzyme PAM est conservée aussi bien chez les Cnidaires que les mammifères (Eipper et al. 

1993), et fortement exprimée dans les tissus nerveux. De nombreux peptides possèdent des 

modifications post-traductionnelles, dont certains ont été isolés de l’anémone A. elegantissima, ainsi 

que les 3 peptides cités ci-dessus. Tous s’avèrent être des neuropeptides, et ont montré une activité 

excitatrice ou inhibitrice des cellules musculaires d’anémones de mer (Grimmelikhuijzen et al. 

1996). Par exemple, l’injection de 10 µM du peptide de séquence H2N-Leu/Ile-Pro-Pro-Gly-Pro-

Leu/Ile-Pro-Arg-Pro-CONH2 sur un tentacule isolé de l’anémone Actinia equinata augmente la 

fréquence et la durée des contractions spontanées (Carstensen et al. 1992). Le système nerveux des 

Cnidaires est considéré comme basal dans l’évolution (Mackie 1990), mais très riche en peptides 

amide (en revue dans Grimmelikhuijzen et al. 2002). Les neuropeptides des Cnidaires peuvent jouer 

un rôle de neurotransmetteurs aussi bien que de neurohormones, impliquées dans la différenciation 

cellulaire, ou la métamorphose (Leitz et al. 1994 ; Takahashi et Takeda 2015). 

 Dans ce cadre, des tests préliminaires de bioactivité ont été entrepris à partir de ces 

peptides dans le laboratoire Biologie des Canaux Ioniques de l’Institut de Biologie de Valrose 

(équipe du Dr Guillaume Sandoz). Ces peptides ont été incubés à la surface d’œufs de xénope traités 

pour exprimer des canaux TREK au niveau leur membrane cellulaire. Les canaux TREK sont des 

canaux potassiques sensibles à la température et aux variations osmotiques jouent un rôle dans le 

contrôle de l’excitabilité neuronale (Heurteaux et al. 2004) et la perception de la douleur (Alloui et 

al. 2006). Lors de ces travaux préliminaires, aucune activation n’a été détectée lors de l’incubation 

de 10 µg et 30 µg des composés 6 à 8. 

Leu-Pro-Pro-Gly-Pro-Leu-Pro-Arg-Pro-NH2

Leu-Pro-Pro-Gly-Pro-Leu-Arg-Pro-Pro-NH2A. viridis

A. elegantissima
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3. Fraction F2 : lipides membranaires 

 Empreinte chimique de la fraction F2  a)

 La signature chimique des composés présents dans la F2 (Figure 28 ; Figure 29) issue de 

l’extrait brut organique a été analysée par HPLC-UV-DEDL (Figure 48). Les signaux obtenus 

permettent de distinguer 4 groupes de composés, basés en fonction de leur temps de rétention.  

 
Figure 48 Empreinte chimique caractéristique de la F2. Colonne Machery-Nagel 
Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis 90:10 à 0:100 
en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 

 

 La purification de cette fraction a été entreprise par HPLC-UV sur colonne semi-

préparative (phase stationnaire phényl-C18) selon un gradient optimisé de la phase mobile 

(Démarche expérimentale, Tableau 17, p. 220), 34 composés ont été isolés (Figure 49). 

DEDL

UV 214 nm

UV 254 nm

UV 280 nm
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Figure 49 Chromatogramme HPLC-UV caractéristique de la F2, Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx 
semi-préparative (phase phényl-C18, 250x10 mm). Elution : gradient optimisé de la phase mobile, 
H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 35:65 de 0 à 10 min puis 35:65 à 0:100 en 30 min ; retour aux 
conditions initiales de 35 à 60 min. 
 

 Des analyses par LC/MS, MS/MS et RMN des composés purifiés issus de la fraction F2 ont 

été réalisées. Il s’avère que chaque signal englobe une famille de composés avec des structures très 

proches. L’interprétation des spectres obtenus montre qu’ils appartiennent tous à la famille des 

lipides. Il s’agit de lipides polaires pour les 3 premiers groupes de composés. L’ensemble de ces 

lipides possède une tête polaire liée à un glycérol acylé en position Sn-1 et/ou Sn-2 (Figure 50). Ce 

sont des lipides de bétaïne et phosphatidylcholines (PC) pour le premier groupe (en vert sur la 

Figure 48), phosphatytilethanolamines (PE) et céramides aminoéthylphosphonates (CAEP) pour le 

second (en orange). Le troisième groupe est composé d’amides gras et galactolipides (en bleu), et le 

quatrième est composé de stérols (en gris). Ces derniers ont été analysés à partir de la fraction F3.  

 
Figure 50 Structure générale d’un lipide polaire. 

 

 Les lipides polaires sont d’une importance cruciale pour le fonctionnement et la croissance 

de tout être vivant, puisqu’ils sont les principaux constituants des membranes biologiques. Les 

monogalactosyldiacylglycérol (MGDG) sont par ailleurs les lipides polaires les plus abondants sur 
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Terre (Gounaris et Barber 1983 ; Mongrand et al. 2000). Les MGDG et digalactosyldiacylglycérol 

(DGDG) sont prédominants dans les membranes photosynthétiques des thylakoïdes, siège de la 

photosynthèse chez les algues (Harwood et Gushina 2009), où ils ont un rôle structural mais aussi 

fonctionnel (Siegenthaler 1998). Les membranes extrachloroplastiques sont quant à elles 

principalement constituées de phospholipides et lipides de bétaïnes. 

 

 Lipides de bétaïne et Phosphatidylcholines b)

Les composés P1 à P6 isolés de la fraction F2 ont été caractérisés sur la base de données obtenues en 

MS/MS. 

 

 Lipides de bétaïne : les spectres MS/MS correspondants présentent une fragmentation 

commune à m/z = 104,1074 et m/z = 132,1020. D’après leur masse exacte, les ions produits 

correspondent à une choline de formule brute [C5H13NO+H]+ pour le premier, et un formiate de 

(triméthylammonium)éthyle de formule brute [C6H13NO2+H]+ pour le second. D’après leur masse 

exacte et le spectre de fragmentation obtenu en MS/MS, ces composés ont pu être identifiés. Ils 

appartiennent à la famille des lipides de bétaïnes, plus précisément des 

diacylglycérylcarboxyhydroxyméthylcholines (DGCC). 20 lyso-DGCC ont été caractérisés (composés 

9-28) ; ces lipides ne possèdent qu’un groupement acyle en position Sn-1 ou Sn-2 du glycérol. Les 1-

lyso-2-acyl- éluent avant leurs isomères 1-acyl-2-lyso- correspondants lors de l’analyse HPLC en 

phase inverse (Polette et al. 1999), ce qui a permis de les différencier les uns des autres. Un exemple 

de fragmentation observée en ESI-MS/MS est donné pour l’ion quasi-moléculaire de m/z = 562,3747 

(lyso-DGCC 22:6, Figure 51).  
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Figure 51 Caractérisation du 1-acyl-2-lyso-DGCC C22:6 (composé 24). a, spectre MS/MS ; b, massif 
isotopique de l’ion quasi-moléculaire de m/z 562,4747; c, fragments caractéristiques proposés; d, 
structure du composé. 
 

En parallèle, 17 autres DGCC acylés en positions Sn-1 et Sn-2 ont été caractérisés (composés 29-45). 

Un exemple de fragmentation par ESI-MS/MS est donné pour l’ion quasi-moléculaire de m/z = 

800,6038 (DGCC, Figure 52).  
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Figure 52 Caractérisation du DGCC C16:0/C22:6 (composé 38). a, spectre MS/MS ; b, massif isotopique de 
l’ion quasi-moléculaire de m/z 800,6038 ; c, fragments caractéristiques proposés; d, structure du composé. 
 

38 composés ont ainsi été décrits, les structures moléculaires de ces composés ainsi que leur 

distribution dans les différentes fractions Epi/Gas/FIS/CS sont présentées dans le Tableau 4. Ces 

lipides possèdent tous une tête polaire formée par un groupement triméthylammonium lié à un 

acétal par l’intermédiaire d’un groupement éthylène. Le second oxygène de l’acétal lie la tête polaire 

du DGCC à un glycérolipide. 
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Tableau 4 Distribution et structure des (a) Lyso-DGCC et (b) DGCC isolées d’A. viridis. Epi : épiderme, Gas : 
Gastroderme, FIS : Symbiodinium fraîchement isolés, CS : Symbiodinium en culture. Souligné : majoritaire
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Tableau 4 suite 
 

 
 

 

 Phosphatidylcholines : 15 signaux observés en LC/MS/MS présentent un fragment 

caractéristique à m/z = 184. Ce fragment correspond à la phosphocholine, de formule brute 

[C5H14NO4P+H]+. La masse exacte des composés concernés combinée à leurs caractéristiques de 

fragmentation a permis de les attribuer à la famille des phosphatidylcholines (PC). Des 
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phosphatidylcholines (PC), ou lyso-PC (composés 46-60) ont ainsi été caractérisées. Un exemple de 

fragmentation obtenue par ESI-MS/MS est donné pour l’ion quasi-moléculaire de m/z = 496,3401 

(lyso-PC alkyl-C17:0, Figure 53). 

 
Figure 53 Caractérisation de la lyso-PC alkyl-17:0. a, spectre MS/MS ; b, massif isotopique de l’ion quasi-
moléculaire de m/z 496,3401; c, fragments caractéristiques proposés; d, structure du composé. 

 

 Leur structure et leur composition en acides gras, ainsi que leur distribution dans l’anémone A. 

viridis sont présentées dans le Tableau 5. Sur les 15 lyso-PC, 11 possèdent un alcool gras en position 

Sn-1 ou Sn-2 du glycérol (plasmalogène-lyso-PC), les 4 autres possèdent un acide gras. 
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Tableau 5 Distribution et structure des (a) Lyso-phosphatidylcholines (Lyso-PC) et (b) 
phosphatidylcholines (PC) isolées d’A. viridis. Epi : épiderme, Gas : Gastroderme, FIS : Symbiodinium 
fraîchement isolés, CS : Symbiodinium en culture. Souligné : majoritaire 
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Tableau 5 suite 

 
 

Les lipides de bétaïne possèdent des propriétés biochimiques semblables aux phosphatidylcholines 

et permettent la formation de membranes biologiques : ils sont zwitterioniques à pH neutre et 

possèdent une ou deux chaîne(s) grasse(s) hydrophobe(s). Les diacylglyceryl-N,N,N-

triméthylhomosérine (DGTS), leurs isomères diacylglycérylhydroxyméthyl-N,N,N-triméthyl-β-

alanine (DGTA) et les DGCC sont les lipides de bétaïne les plus communs (Figure 54).  

 

 
Figure 54 Structures des diacylglycérylcarboxyhydroxyméthylcholines (DGCC), diacylglyceryl-N,N,N-
triméthylhomosérine (DGTS), leurs isomères diaclyglycérylhydroxyméthyl-N,N,N-triméthyl-β-alanine 
(DGTA). 

 

 

 Des lipides de bétaïne sont retrouvés dans les organismes photosynthétiques à l’exception 

des Spermaphytes (plantes à graines), ainsi que les champignons (Künzler et Eichenberger 1997) et 

les bactéries (Klug et Benning 2001 ; Sohlenkamp et al. 2003). Dans le règne animal, l’apport en 

phosphore est vital pour la croissance des organismes, notamment la constitution des membranes 

cellulaires (par les phospholipides), de l’ADN et l’ARN (par des nucléotides) et des protéines (par 
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des acides aminés). Cependant, certains organismes ont acquis la capacité de diminuer leur propre 

demande en phosphore, par une substitution de leurs phospholipides en lipides membranaires non 

phosphorés tels que les lipides de bétaïne (Van Mooy et al. 2009 ; Martin et al. 2011 ; Okazaki et al. 

2013). Les algues produisent des lipides de bétaïne plutôt que la phosphatidylcholine lorsque la 

disponibilité en phosphore du milieu est réduite (Van Mooy et al. 2009). Cette forme d’adaptation 

augmente leur taux de survie dans des milieux appauvris en phosphore (López-Lara et al. 2005). 

L’abondance relative des lipides de bétaïnes par rapport à la phosphatidylcholine est d’ailleurs 

proposée en tant que marqueur de stress (Van Mooy et al. 2010). Les Dinoflagellés possèdent de 

manière prédominante les DGCC, par rapport aux DGTS et DGTA (Kato et al. 1996 ; Flaim et al. 

2014 ; Leblond et al. 2015). Les résultats obtenus à partir de l’anémone A. viridis montrent une 

dominance des DGCC possédant des acides gras en C16:0 et C22:6. De manière intéressante, ces 

DGCC sont non-seulement retrouvés en abondance dans les cellules de Symbiodinium, mais sont 

aussi présents dans les compartiments animaux, et particulièrement le gastroderme. Ces résultats 

apportent la preuve d’un transfert de DGCC des symbiotes vers leur hôte, et d’une répartition de ces 

DGCC entre les compartiments animaux. 

 

 Phosphatidyléthanolamines et CAEP c)

 

Les composés P7 à P10 isolés à partir de la fraction F2 ont été caractérisés par MS/MS. 

 Phosphatidyléthanolamines : 4 signaux chromatographiques observés en LC/MS/MS et 

présentent un ion produit correspondant à une perte de neutre de 141 unités de masse. Le fragment 

[M-C2H7NO4P+H]+ obtenu correspond à une phosphoéthanolamine caractéristique des 

phosphatidyléthanolamines (PE). La masse exacte des composés concernés ainsi que leur 

fragmentation a permis de les caractériser. Ils appartiennent à la famille des lyso-PE, dont un 

exemple est montré pour l’ion quasi-moléculaire de m/z 500,2776 dans la Figure 55.  
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Figure 55 Caractérisation de la lyso-PE C20:5 (composé 64). a, spectre MS/MS ; b, massif isotopique de 
l’ion quasi-moléculaire de m/z 500,2777 ; c, fragments caractéristiques proposés; d, structure du 
composé 
 

Quatre lyso-PE ont pu être caractérisées (composés 61-64), les différences d’ions produits sont 

attribuées aux différentes chaînes grasses composant les PE. Leur structure, composition en AGs 

ainsi que leur distribution sont présentées dans le Tableau 6. Les phosphatidyléthanolamines sont, 

avec les phosphatidylcholines, des phospholipides zwittérioniques à pH neutre. Ils sont constituants 

principaux des membranes, pour lesquelles ils stabilisent les protéines membranaires. En effet, leur 

groupement polaire est plus petit et leur topologie permet la formation de liaisons hydrogène entre 

leur amine terminale et les protéines (Bogdanov et Dowhan 1999). 
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Tableau 6 Distribution et structure des Lyso-phosphatidyléthanolamines isolées d’A. viridis. Epi : 
épiderme, Gas : Gastroderme. Souligné : majoritaire. 

 
 

 Céramide aminoéthylphosphonate (composé 65) : le profil chromatographique LC/HRMS 

issu de l’extrait organique de l’épiderme présente un signal intense à 40 min (Figure 34). Le 

composé correspondant présente un spectre MS/MS contenant 4 ions produits majoritaires (Figure 

56). Le premier correspond à la perte d’un aminoéthylphosphonate (fragment a), le second ion 

produit correspond à la perte du fragment a et d’une déshydratation. Les 3ème et 4ème ions 

correspondent à la perte des fragments a et c (amide gras en position Sn-2 du glycérol), avec ou sans 

déshydratation. La masse exacte de cet ion ainsi que ses caractéristiques de fragmentation ont 

permis de caractériser ce composé (Jayasimhulu et al. 2007 ; Garret et al. 2013) ; il s’agit d’un CAEP 

(Figure 56 d).  
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Figure 56 Caractérisation du CAEP C16:0/C15:2 (composé 65). a, spectre MS/MS et structure du composé ; b, 
massif isotopique de l’ion quasi-moléculaire de m/z 643,5181 ; c, fragments caractéristiques proposés. 
 

 Les CAEP ont été mis en évidence dans de nombreux invertébrés marins, tels que les 

Cnidaires (Garrett et al. 2013 ; en revue dans Imbs 2013), les crustacés (De Koning 1970) ou les 

mollusques (Chelomin et Zhukova 1981), et ont aussi été recensés chez des protozoaires (Landis et 

al. 1989). Ils ont été caractérisés pour la première fois à partir d’extrait organique de l’anémone de 

mer A. elegantissima (Rouser et al. 1963), et sont communs chez les Cnidaires. Ils constituent par 

exemple 8 à 15% des phospholipides des coraux mous (Imbs 2013). La liaison C-P du phosphonate 

est plus résistante à l’hydrolyse que la liaison O-P du groupement phosphate des phospholipides 

(Kittredge et al. 1962 ; Henderson et al. 1972). Il a été suggéré que ces lipides stabilisent les 

membranes exposées à des enzymes hydrolytiques, telles que des phospholipases ou phosphatases 

(Stillway 1974 ; Imbs et al. 2006). Les cnidocytes des Cnidaires contiennent un mélange liquide 
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complexe contenant des toxines (Chapitre 1, partie II.2. p. 26), mais aussi des phospholipases, telle 

que la phospholipase A2, qui clive la chaîne grasse en position Sn-2 du glycérol des phospholipides, 

libérant un 2-lysophospholipide (Nevalainen et al. 2004). La présence de CAEP dans le 

compartiment épidermique d’A. viridis pourrait donc avoir un rôle dans la protection des 

membranes contre les phospholipases présentes dans l’épiderme.  

 Galactolipides et amides gras d)

L’analyse des spectres MS/MS obtenus à partir des composés P11 à P16 isolés de la F2 (Figure 49) a 

été réalisée.  

 Galactolipides : certains composés présentent en MS/MS des pertes de neutres 

caractéristiques. Pour l’ensemble de ces composés, deux pertes de neutres d’intensité relative 

différentes sont observées, et correspondent à des chaînes grasses de degré d’insaturation variable. 

Le fragment correspondant à la chaîne grasse en position Sn-1 aura une intensité relative moins 

forte que pour la position Sn-2 (Guella et al. 2003 ; Welti et Wang 2004). Pour 5 de ces composés, 

une fragmentation commune correspondant à une perte de neutre de masse exacte 162,0528 est 

observée. Ce fragment caractéristique correspond à un hexose de formule brute C6H10O5. Un 

exemple de fragmentation par ESI-MS/MS est montré pour l’ion quasi-moléculaire de m/z 979,5391 

(Figure 57). 
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Figure 57 Caractérisation du DGDG C18:5/C20:5 (composé 70). a, spectre MS/MS; b, massif isotopique de 
l’ion quasi-moléculaire de m/z 979,5391 ; c, fragments caractéristiques proposés ; d, structure du 
composé. 

 

L’ensemble de ces fragments a permis de caractériser 6 mono- ou di-galactosyldiacylglycérols 

(composés 66-71), listés dans le Tableau 7.  

 Les MGDG et DGDG sont connus pour être des composants structurels des membranes 

photosynthétiques (Jones 2007). Néanmoins, seuls les DGDG sont capables de former des bicouches 

lipidiques stables (Lee 2000). Tous les composés présentés ici possèdent des chaînes grasses n-3 

polyinsaturées en positions Sn-1 et Sn-2, principalement C18:4n-3 et C18:5n-3. Ce type d’AG est 

fréquemment retrouvé pour les Dinoflagellés contenant de la péridinine (Gray et al. 2009 ; Leblond 

et al. 2010), alors que les MGDG/DGDG présents dans les organismes photosynthétiques terrestres 

possèdent des AG dont le degré d’insaturation est moindre (Napolitano et al. 2007). De la même 

manière que les DGCC, les DGDG peuvent remplacer les phospholipides lorsque le milieu est 

appauvri en phosphore chez Arabidopsis thaliana (Kelly et al. 2003 ; Okazaki et al. 2013). 
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Tableau 7 Mono- et Di-galactosyldiacylglycerols (MGDG et DGDG) isolés et caractérisés d’A. viridis.

 
   

 Il existe deux voies principales de biosynthèse des galactolipides : la voie eucaryote ou la 

voie des cyanobactéries (en revue dans Petroutsos et al. 2014). Chez les Dinoflagellés, elle est 

considérée comme identique à celle des cyanobactéries (Maréchal et al. 1997), qui fait intervenir le 

diacylglycérol (DAG). Selon une hypothèse récente, les Dinoflagellés du genre Symbiodinium 

peuvent aussi synthétiser les galactolipides par la voie eucaryote (Leblond et al. 2015). Cette voie 

passe par la production de phosphatidylcholine (Browse et Somerville 1991), mais aussi de DGCC 

(Leblond et al. 2015). Une troisième voie de biosynthèse possible des galactolipides passe par des 

intermédiaires phosphatidyléthanolamine ou DGTS. Cette voie a été montrée chez une algue 

eustigmatophyte (Khozin-Goldberg et Cohan 2006). 

 En parallèle à leur contribution à l’architecture membranaire, certains MGDG/DGDG 

peuvent posséder des propriétés bioactives (en revue dans Cortés-Sánchez et al. 2013). Par 

exemple, les Dinoflagellés Heterocapsa circularisquama (Higara et al. 2008) et Amphidinium carterae 
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(Wu et al. 2005) contiennent des MGDG constitués d’AG de type C18:5n-3 et C18:4n-3. Ces MGDG 

ont montré une certaine cytotoxicité vis-à-vis des huîtres, alors qu’une activité hémolytique ciblée a 

été observée pour Gymnodinium (Parrish et al. 1998). 

 

 Amides gras : certains composés présentent en MS/MS un profil de fragmentation 

caractéristique des amides gras. En particulier, les amides gras insaturés subissent deux pertes de 

neutre successives. On observe deux fragments principaux : le premier correspond à la perte d’une 

molécule d’ammoniac à m/z = [M-NH3+H]+ et un second correspondant à la perte d’une molécule 

d’eau à m/z = [M-NH3+H2O+H]+. Leurs homologues saturés possèdent, par contre, un profil de 

fragmentation différent, marqué par deux fragments caractéristiques : [C4H9NO+H]+ à m/z = 

88,0761 et [C5H11NO+H]+à m/z = 102,0917. La fragmentation de la chaîne grasse ainsi qu’une 

confrontation avec les spectres MS/MS à la base de données METLIN (Chapitre I, partie III.1.c), p. 

45) ont permis de proposer une structure avec un positionnement des doubles liaisons. Un exemple 

de fragmentation par ESI-MS/MS est donné pour l’ion quasi-moléculaire de m/z = 254,2481 (Figure 

58).  

 

 Six composés ont pu être caractérisés (composés 72-77), leur structure et leur distribution 

dans l’anémone de mer A. viridis sont présentées dans le Tableau 8. Les amides gras sont 

biosynthétisés par l’intermédiaire d’acides gras et de l’amine correspondante ; ils peuvent être 

incorporés dans des céramides, sphingolipides ou lipides de bétaïne (Bezuglov et al. 1998). Ils sont 

courants dans la nature (Hannun et al. 1997), et ont de nombreuses fonctions, telles que la 

modulation des jonctions GAP qui permettent la communication entre cellules (Boitano et Evans 

2000 ; Ehrlich et al. 2006). Ils ont par exemple été identifiés chez les mammifères (Nichols et al. 

2007), pour lesquels ils contribuent à l’endormissement (Cravatt et al. 1995 ; Stewart et al. 2002). 
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Figure 58 Caractérisation structurale de l’amide gras C16:1. a, spectre MS/MS ; b, massif isotopique de l’ion 
quasi-moléculaire de m/z 254,2481 ; c, fragments caractéristiques proposés; d, structure du composé 
 

Cependant, les amides gras sont aussi représentés chez les microorganismes marins (Dembitsky et 

al. 2000 ; Bertin et al. 2012). Ils sont surexprimés chez le Dinoflagellé Prymnesium parvum lorsque le 

milieu est appauvri en phosphore et en azote, et une partie est relarguée dans le milieu (Bertin et al. 

2012). La même étude a évalué la toxicité d’un mélange d’amides gras, et a montré que 100 ppm 

d’extrait induit 100 % de mortalité chez des larves du poisson Sciaenops ocellatus. Les amides gras 

présents chez A. viridis pourraient ainsi contribuer à la défense contre les prédateurs. 
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Tableau 8 Distribution et structure des Amides gras isolées d’A. viridis. Epi : épiderme, Gas : Gastroderme, 
FIS : Symbiodinium fraîchement isolés, CS : Symbiodinium en culture. Souligné : majoritaire 

 

 
 

4. Fraction F3 : stérols et cérides 

 La signature chimique de la fraction F3 a été acquise par HPLC-UV-DEDL. Elle comporte un 

ensemble de composés de faible polarité (Figure 59). Leur absorbance à l’UV est très faible, hormis 

quelques composés ayant une absorbance modérée à 280 nm, laissant penser à la présence de 

doubles liaisons conjuguées.  



 
109 

 

 
Figure 59 Empreinte chimique caractéristique de la F3. Colonne Machery-Nagel 
Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis 90:10 
à 0:100 en 30 min. Les signaux correspondant aux stérols sont encadrés en 
orange, ceux correspondant aux cérides en bleu. 

 

 Après séparation des composés identifiés comme pigments par chromatographie sur 

colonne ouverte sur phase Diol, la fraction F3’ obtenue est analysée par GC/MS (Figure 60). Deux 

classes de lipides sont représentées, les stérols (en orange) et les cires (en bleu). Elles ont été 

isolées par CCM préparative (silice), les composés ont été caractérisés par GC/MS sur la base de leur 

profil chromatographique et de leur spectre de masse. 
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Figure 60 Chromatogramme GC/MS caractéristique de la fraction F3 (instrument A, colonne Zebron 
ZB-5MS 30 × 0,25 mm, épaisseur de film 0,25µm). Gradient de température : 100-230°C à 25°C.min-

1 ; 230-290°C à 2,5°C.min-1 290-300°C à 11°C.min-1). Ionisation électronique (70 eV). 
 

 Stérols a)

 Après dérivatisation au N,O-bis-triméthylsilyl-trifluoroacetamide (BSTFA), 11 composés 

présentent une empreinte spectrale caractéristique de la famille des stérols (composés 78 à 87 ; 

Figure 61 a). L’interprétation des spectres de masse a permis de caractériser 10 stérols, sur la base 

d’ions diagnostiques (Figure 61 b).  
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Figure 61 Stérols identifiés et caractérisés d’A.viridis (composés 78-87). a, chromatogramme GC/MS de la 
fraction contenant les stérols et numérotation des composés identifiés (instrument A, colonne Zebron 
ZB-5MS 30 × 0,25 mm, épaisseur de film 0,25µm). Gradient de température : 100-230°C à 25°C.min-1 ; 
230-290°C à 2,5°C.min-1 290-300°C à 11°C.min-1); b, identification et structure des stérols caractérisés. 

 
Un exemple de fragmentation est présenté pour le 24-norcholestadienol (Encart 2). La distribution des 

stérols au sein des tissus de l’anémone et de ses symbiotes est présentée en détails dans la Partie V.4. de ce 

chapitre. 
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Encart 2 : fragmentation des stérols – exemple du 24-norcholestadienol 
 

Les stérols sont généralement analysés par GC/MS (en ionisation électronique et en mode 
positif) sous leur forme triméthylsilyl (TMS) éther, permettant d’augmenter leur volatilité 
et leur facteur de réponse. L’ordre d’élution est complexe, car la position des doubles 
liaisons et des groupements méthyles est très variable. 
Les spectres de masse des stérols TMS-éthers donnent l’ion moléculaire, ainsi que des 
fragments caractéristiques liés à la perte du groupement TMS-éther, de la chaîne latérale 
ainsi que du noyau de stérane. Les travaux de Knights et al. 1967 ; Brooks et al. 1968 ; 
Ballantine et al. 1976 ; Pizzoferrato et al. 1993 ; Gerst et al. 1997 ou encore Bortolomeazzi 
et al. 1999 ont largement contribué à la compréhension du mode de fragmentation des 
stérols. Un exemple est donné pour le 24-norcholestadienol de m/z = 442 : 

 
Interprétation des ions produits :  

 

SCA1-T1-14032013-01 #2366-2376 RT: 22.78-22.86 AV: 11 SB: 124 21.91-22.44 , 22.98-23.49 NL: 7.93E5
T: + c Full ms [50.00-550.00]
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 Les stérols sont impliqués dans de nombreuses fonctions, telles que la rigidité des 

membranes cellulaires, pour lesquelles ils sont indispensables. Ils participent à la signalisation 

endocrine des Cnidaires (Tarrant et al. 2005) et sont des précurseurs de vitamines et hormones. 

Présent dans la fraction contenant les stérols, l’α-tocophérol (vitamine E) a également été isolé et 

caractérisé. 

 Parmi les stérols dérivés du cholestérol, on distingue dans l’anémone A. viridis les cholesta-

4,6-dien-3-ol, les cétones 7-cétocholestérol et cholesta3,5-dien-one. Le cholestérol est néanmoins 

très majoritaire. Un fort taux de cholestérol a d’ailleurs été reporté chez des Dinoflagellés (Mansour 

et al. 1999a ; Volkman 2003). Dans les liposomes, le cholestérol associé à la Vitamine E protège les 

acides gras polyinsaturés des dommages oxydatifs (Samuni et al. 2000). En effet, les acides gras 

polyinsaturés sont les lipides les plus sensibles à l’oxydation. Mais l’oxydation des stérols par les 

rayons UV ou les ROS peut produire des cétones, telles que le 7-cétocholestérol ou le cholesta-3,5-

dien-one (Smith et al. 1978). De plus, il a été montré que l’apport de ROS in vitro dans des 

érythrocytes humains induit un fort taux d’oxydation du cholestérol en cholesta-4,6-dien-3β-ol ou 

en cétostérols. Il a également été montré dans cette étude que les acides gras polyinsaturés n’étaient 

dans ce cas pas sensibles à l’apport de ROS (Liu et Shan 2006). Par extension, le cholesta-5,22-dien-

3β-ol pourrait provenir lui aussi de l’oxydation de son précurseur, le cholestérol. Parmi les 

phytostérols présentés, on distingue les 24-norcholesta-5,22-dien-ol, brassicastérol et β-sitostérol. 

Aucun 4α-méthyl stérol (famille des dinostérols) ou 23-méthyl stérol (famille des gorgostérols) n’a 

été identifié. Ces structures sont très représentées dans les Dinoflagellés dont le genre 

Symbiodinium (Kokke et al. 1981 ; Withers 1983), et ont été considérées comme marqueurs de 

Dinoflagellés. Cependant leur présence n’est pas systématique (Leblond et Chapman 2002), et peut 

être associée à d’autres organismes, tels que les diatomées (Giner et Wikfors 2011). 

 Les transferts de lipides peuvent se faire entre l’hôte et les symbiotes par transport actif 

via des protéines. Par exemples, des protéines de la famille Nieman-Pick ou protéines NPC2 sont 

impliquées dans le métabolisme lipidique, jouent potentiellement un rôle dans le transport de 

lipides, et notamment de stérols (Chapitre 1, partie IV.2. p. 59). Ce rôle a été avéré chez l’Homme 

(Storch et Xu 2009). L’anémone de mer A. viridis possède un gène NPC2 dupliqué et la copie NPC2-d 

est surexprimée dans le gastroderme à l’état symbiotique (Dani et al. 2014) . Une hypothèse a été 

avancée concernant le rôle de la protéine NPC2 dans le transport de lipides. Dans ce cadre, des 

expériences de modélisation et docking in silico ont débuté (en collaboration avec le Pr Antonczak et 
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le Dr Diharce de l’équipe Arômes, Parfums, Synthèse et Modélisation de l’Institut de Chimie de Nice) 

afin d’étudier les cibles potentielles de la protéine. La protéine avNPC2-d a pu être modélisée à 

partir de ses analogues bovine (Friedland et al. 2003) et fourmi (Camponotus japonicus, Ishida et al. 

2014), et des tests de docking in silico ont été entrepris avec différents stérols (cholestérol, β-

sitostérol et 22-déhydrocholestérol). Afin de comparer in situ les résultats apportés par les 

expériences de modélisation, des expériences d’interaction ligand-récepteur et de spécificité de 

substrats seront réalisées par SPR (Surface Plasmon Resonance) à l’aide du Biacore (plateau 

technique de biochimie analytique, INRA Agrobiotech). 

 Cérides b)

 Neuf cérides ont pu être identifiés par GC/MS (Tableau 9). Ces composés sont des esters 

d’alcools gras et d’acides gras, leur caractérisation est basée sur des ions diagnostiques liés à la 

perte d’une chaîne grasse ou d’un acide gras (Moldovan et al. 2002 ; Fitzgerald et Murphy 2007 ; 

Urbanová et al. 2012), ou issue d’une rupture allylique dans le cas de chaînes grasses insaturées. Les 

spectres de masse produits sont comparés à ceux disponibles dans la base de données NIST 

(Chapitre 1, partie III.1.c), p. 45). 
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Tableau 9 Cérides isolés et caractérisés d’A. viridis, et composition relative (% des cérides totaux). 

 
 

Un exemple de caractérisation (cire C32:1) est exposé (Figure 62). L’ensemble des cérides présentés 

possèdent des chaînes grasses saturées ou mono-insaturées, les plus abondants sont les cérides en 

C32:1 et C34:1, qui représentent 61% des cérides totaux. 
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Figure 62 Caractérisation structurale du céride C16:1/C16:0 (composé 96) a, spectre de masse ; b, 
structure du composé ; c, structure caractéristique d’un céride ; d, fragments caractéristiques proposés. 
 

 Les cérides sont les principaux constituants des cires, substances grasses formant une 

couche mince à la surface des feuilles de végétaux terrestres, de la cuticule des insectes ou de 

l’épiderme animal. Leur rôle principal est donc la protection de surface (Gunstone et al. 2007 ; 

Riederer et Muller 2008). Cependant, les cérides forment aussi des réserves de lipides (Lee et al. 

2006), qui peuvent permettre l’ajustement de la flottabilité de certains organismes marins tels que 

des crustacés (Pond et Tarling 2011) ou des poissons (Phleger 1998). Leur formation implique la 

voie de biosynthèse des acides gras : la formation d’un ester d’alcool gras est induite par β–

oxydation d’une part, et réduction par une acyl CoA réductase d’autre part (Figure 63). 

Leur fonction chez les Cnidaires n’est cependant pas claire. Les cérides sont secrétés dans le mucus, 

formé d’un mélange complexe de protéines, polysaccharides et lipides exsudés à la surface de 

l’épiderme des Cnidaires (Galois at Thomassin 1982). Le mucus aide à la prédation, protège des 

pathogènes et de la sécheresse (en revue dans Brown et Bythell 2005). Les cérides sont aussi 

retrouvés en abondance dans les gouttelettes lipidiques (Chen et al. 2015). Au niveau intracellulaire, 
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les cérides sont localisés au niveau des membranes du réticulum endoplasmique, de la même 

manière que chez les mammifères (Cheng et Russel, 2004). Ils sont considérés comme lipides de 

réserve lente (Lee et al. 1971 ; Lee et Patton 1989).  

Leur distribution chez A. viridis est principalement restreinte aux compartiments animaux, et ils 

sont majoritaires dans l’épiderme. Cette distribution confirme leur apport dans le mucus de 

l’anémone de mer. La présence de chaînes grasses saturées et mono-insaturées dans les cérides 

caractérisées d’A. viridis pointe aussi leur rôle de réserve d’énergie. Le corail Euphyllia glabrescens 

présente une distribution similaire : les cérides sont présents chez l’hôte mais absents des FIS et des 

CS (Chen et al. 2015). Leur composition en acide gras et alcool gras est en accord avec les résultats 

obtenus sur des anémones A. viridis prélevées au large de l’Ecosse (Harland et al. 1991). 

 
Figure 63 Schéma de biosynthèse des cires (cérides), modifié d’après Kalscheuer et al. 2006 
 

 L’extraction, l’isolement et l’analyse du métabolome d’A. viridis a permis de caractériser 96 

composés dont 88 sont des lipides. La majorité des lipides identifiés sont des lipides de structure, 

principaux composants des membranes. Ils possèdent une forte proportion d’acides gras saturés 

C16:0 et d’acides gras polyinsaturés en C18, C20 et C22. De plus, un transfert d’une part de ces 

lipides ou de leurs intermédiaires de biosynthèse des symbiotes vers leur hôte a été démontré. Afin 

d’identifier au mieux la diversité ainsi que la distribution des lipides chez A. viridis, une étude par 

approche lipidomique a été réalisée. 
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V. Caractérisation du lipidome d’A. viridis 

 L’analyse du métabolome de l’anémone de mer A. viridis a montré une dominance de 

lipides. Une étude par approche lipidomique a été entreprise à partir des extraits lipidiques de 

l’épiderme, du gastroderme et des cellules de Symbiodinium fraîchement isolés de tentacules 

d’anémones, afin de mieux appréhender la diversité et la distribution des lipides. L’analyse et la 

caractérisation des classes de lipides, acides gras (AG) issus de lipides neutres et de lipides polaires 

ainsi que des stérols ont été réalisées selon un protocole opératoire adapté (Démarche 

expérimentale, partie IV.2, p. 227, schématisé dans la Figure 64). Cette analyse permet également de 

confirmer la structure des acides gras proposée dans la partie précédente. 

 
Figure 64 Schéma expérimental global de la méthodologie d’extraction, séparation, dérivatisation et 
analyse des fractions lipidiques obtenues à partir des compartiments animaux (épiderme, Epi et 
gastroderme, Gas) et des symbiotes fraîchement isolés (FIS). 
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1. Lipides totaux 

 Les lipides comptent pour 17±2% de la masse sèche de tentacules d’A. viridis (Capron et al. 

2010). Le Tableau 10 présente la distribution des lipides dans les compartiments animaux 

(épiderme et gastroderme) et les symbiotes. Cette répartition n’est pas uniforme, les cellules de 

Symbiodinium sont plus riches en lipides que les compartiments animaux (les lipides comptent pour 

23,5±1,0% de la masse sèche des symbiotes, contre 14,1±1,4% de l’épiderme et 16,9±1,2% et du 

gastroderme). 

 

Tableau 10 Poids sec et teneur en lipides dans les compartiments animaux 
(épiderme et gastroderme) et les cellules de Symbiodinium issus de tentacules 
d’A. viridis. 

 
 

2. Répartition en classes de lipides 

 Les lipides totaux extraits des compartiments d’A.viridis ont été analysés par TLC-FID 

permettant de caractériser et quantifier 6 classes de lipides (Tableau 11). Sont distingués les 

cires/esters de stérols, les acides gras libres, les triacylglycérols (TAG), les diacylglycérols (DAG), les 

stérols et les lipides polaires. Les lipides polaires sont largement majoritaires puisqu’ils 

représentent plus de 80% des lipides totaux dans tous les compartiments (respectivement, 

81,9±0,8%, 83,8±0,8% et 86,5% des lipides de l’épiderme, du gastroderme et des symbiotes). De 

plus, la fraction symbiotique est significativement plus riche en lipides polaires que les 

compartiments animaux (test Oneway, P = 0,027 ; test post-hoc de Tukey, P<0,05). Cette classe de 

lipides inclut les phospholipides, lipides de bétaïnes, galactolipides et céramide 

aminoéthylphosphonate caractérisés à partir de la fraction F2 issue de l’extrait brut organique 

(partie IV.3, p. 89 de ce chapitre).  
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 La classe des stérols est présente en proportion non-négligeable, puisqu’elle représente 8,4 

à 15,5% des lipides totaux. L’épiderme est significativement plus riche en stérols que les 

compartiments symbiotiques (test Oneway, P = 0,019 ; test post-hoc de Tukey, P<0,05). Les 

cires/esters de stérols, AG libres, DAG et TAG sont considérés comme lipides de réserve, et 

représentent moins de 5% des lipides totaux des tissus d’A. viridis.  

 

Tableau 11 Distribution des classes de lipides (% de lipides totaux) dans l’épiderme et le gastroderme 
d’A. viridis, et les cellules de Symbiodinium. Moyenne ± SEM, n = 3.  

Classe de lipide  

(% lipides totaux) 
Epiderme Gastroderme Symbiodinium 

Cires/esters de stérol  0,8 ± 0,1 0,9 ± 0,3 1,2 ± 0,4 

Acides gras libres 0,6 ± 0,1* 1,4 ± 0,2 1,6 ± 0,4 

Triacylglycérols 0,5 ± 0,1 0,9 ± 0,2 1,3 ± 0,4 

Diacylglycérols 0,7 ± 0,0* 1,5 ± 0,2 1,0 ± 0,2 

Stérols 15,5 ± 0,9* 11,5 ± 0,6* 8,4 ± 1,0* 

Lipides polaires 81,9 ± 0,8 83,8 ± 0,8 86,5* ± 0,8 

* : P<0,05, test « oneway » suivi du test post hoc de Tukey 
 

3. Distribution des acides gras issus des lipides de réserve et de 
structure 

 Les lipides totaux ont été séparés entre lipides neutres (de réserve) et lipides polaires (de 

structure). Ils ont été transestérifiés afin d’obtenir des esters méthyliques d’acides gras (Fatty Acid 

Methyl Ester, FAMEs) de lipides neutres et de lipides polaires, selon le protocole décrit dans la 

Figure 64 et détaillé dans la Démarche expérimentale, partie III.1, p. 225). Leur caractérisation est 

basée sur (i) leur temps de rétention comparé à ceux de standards analytiques (mix de FAMEs no. 

47885-U, Sigma-Aldrich et huile de Menhaden:Capelin) et leur équivalent en longueur de chaîne 

(Equivalent Chain Length, Encart 3) ; et (ii) leur spectre de masse à partir de l’interprétation d’ions 

produits caractéristiques et de la base de données spectrale NIST (NIST 2008). 
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Encart 3 : calcul des ECLs pour l’identification de FAMEs 

 

La dérivatisation des acides gras en leurs FAMEs correspondants est très employée 

pour l’étude structurale par GC/MS : leur structure reste simple (addition d’un 

groupement méthyle), ils sont volatiles, et les spectres de masse de nombreux FAMEs 

sont disponibles dans les librairies. L’interprétation des spectres de masse issus de 

FAMEs peut néanmoins être problématique car l’identification de la position de doubles 

liaisons ou de méthyles est basée sur des ions diagnostiques de très faible intensité 

(Dobson et Christie 2002 ; Dubois et al. 2009). 

Le temps de rétention des FAMEs augmente avec la taille de leur chaîne grasse et 

leur nombre d’insaturations. 

L’Equivalent Chain Length (ECL) est basée sur l’équation de Dubois et al. 2009 

(1) calculée à partir de l’indice de Kovats (Kovats 1958). L’ECL décrit le calcul de la 

rétention chromatographique d’un composé relatif aux temps de rétention d’une série 

d’homologues connus. Les composés de référence sont en général les acides gras saturés 

correspondants. 

 

 (1) 𝐸𝐶𝐿(𝑥) = 𝑛 
𝑡𝑅(𝑥) − 𝑡𝑅(𝑧)

𝑡𝑅(𝑧′) − 𝑡𝑅(𝑧)
+  𝑧 

x = est le composé d’intérêt 

z = le nombre d’atomes de carbone du composé de référence éluant avant x 

z’ = le nombre d’atomes de carbone du composé de référence éluant après x 

tR = temps de rétention du composé 

 

Les ECLs sont dépendantes de la phase stationnaire de la colonne de 

chromatographie utilisée et du gradient de température appliqué. Pour les analyses 

décrites ci-dessous, les paramètres employés sont identiques à ceux décrits dans les 

travaux de Dubois et al. 2009. 

 

 Les analyses par GC/MS ont permis de caractériser 70 FAMEs, dont la longueur de chaîne 

varie entre 14 et 24 carbones, le nombre d’insaturations entre 0 et 6, et possédant 0 à 4 

groupements méthyles (Tableau 12).  
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Tableau 12 Equivalent Chain Lengths (ECL) calculées à partir des acides gras caractérisés d’A. viridis. 

Acide gras ECL Acide gras ECL Acide gras ECL Acide gras ECL Acide gras ECL 

12:0 12 16:1n-4 16,41 18:1n-9 18,18 20:0 20 20:5n-3 21,76 

Iso 14:0 13,5 Iso 17:0 16,47 18:1n-7 18,24 20:1n-11 20,12 22:0 22 

14:0 14 Iso 17:1 16,51 18:2n-9 18,36 18:5n-3 20,12 22:1n-11 22,1 

14:1n-5 14,36 16:2n-6 16,6 18:2n-7 18,5 20:1 20,15 22:1n-9 22,16 

Iso 15:0 14,47 Aiso 17:0 16,64 Iso 19:0 18,56 20:1n-9 20,16 22:1n-7 22,25 

Aiso 15:0 14,64 16:2n-4 16,87 18:2n-6 18,63 20:1n-7 20,25 22:2 22,28 

15:0 15 17:1n-7 16,88 Iso 18:2n-6 18,67 20:2n-9 20,3 22:2 22,55 

15:1n-6 15,21 iso 17:1 16,89 18:2n-4 18,85 20:2 20,55 22:2 22,59 

Iso 16:0 15,48 17:0 17 18:3n-9 18,88 20:2n-6 20,62 22:3n-9 22,91 

20:0  

4-methyl 15,71 16:3n-4 17,19 18:3n-6 18,97 20:3n-6 20,91 22:4n-6 23,12 

16:0 16 17:1 17,25 19:0 19 21:0 21 22:5n-6 23,37 

16:1n-9 16,22 Iso 18:0 17,47 19:1n-7 19,24 20:4n-6 21,12 22:5n-3 23,75 

16:1n-7 16,25 16:4n-1 17,75 18:3n-3 19,27 20:2n-3 21,3 22:6n-3 24,05 

16:1n-6 16,36 18:0 18 18:4n-3 19,59 20:4n-3 21,53 24:1n-9 24,15 
 

 

 

 Les acides gras issus des lipides neutres et des lipides polaires ont été répertoriés dans 

l’épiderme, le gastroderme et les cellules de Symbiodinium spp. fraîchement isolées (Tableau 13). 

Pour l’ensemble des acides gras caractérisés, des tests « oneway » par permutation ont été réalisés, 

suivis du test post hoc de Tukey lorsque le test « oneway » se révèle significatif. 
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Tableau 13 Composition en acides gras de lipides neutres et de lipides polaires (% d’acides gras totaux) et 
distribution dans les compartiments d’A. viridis (épiderme et gastroderme) et les cellules de Symbiodinium. 
Moyenne ± SEM (erreur strandard de la moyenne) ; n=3. Les acides gras majoritaires (>5%) sont représentés en 
bleu. 

 

Acide Gras Acides gras de lipides neutres (%) Acides gras de lipides polaires (%) 
  Epiderme Gastroderme Symbiodinium Epiderme Gastroderme Symbiodinium 
14:0 0,2 ± 0,1 0,3 ± 0,2 0,2 ± 0,1 tr 0,2 ± 0,1 0,6 ± 0,1 
16:0 20,1 ± 4,9 14,9 ± 3,0 23,6 ± 2,9 13,7 ± 1,6 19,9 ± 3,0 22,9 ±1,6 
18:0 18,7 ± 7,5 18,5 ± 5,5 4,8 ± 0,9 9,1 ± 0,2 8,5 ± 0,5 6,9 ± 1,0 
19:0 0,7 ± 0,2 0,7 ± 0,3 tr 0,3 ± 0,1 tr tr 
20:0 0,9 ± 0,5 1,4 ± 0,5 0,3 ± 0,1 0,1 ± 0,1 0,1 ± 0,1 0,2 ± 0,1 
∑ Saturatés 42,9 ± 11,2 36,6 ± 3,4 29,3 ± 3,4 23,8 ± 1,5 29,2 ± 3,4 31,1 ± 2,3 
16:1n-9 0,8 ± 0,3         tr 
16:1n-7 2,4 ± 1,0 3,8 ± 2,0 12,7 ± 2,1* 0,5 ± 0,1* 1,7 ± 0,2* 4,7 ± 0,6* 
Iso 17:1 0,8 ± 0,4 0,2 ± 0,1 0,3 ± 0,1 1,7 ± 0,3 0,5 ± 0,1 0,2 ± 0,2 
18:1n-9 5,5 ± 0,8* 10,1 ± 0,7 10,6 ± 2,2 1,4 ± 0,1 1,8 ± 0,2 2,3 ± 0,2 
18:1n-7 4,0 ± 0,1 6,8 ± 0,6 5,1 ± 0,4 1,1 ± 0,1 0,7 ± 0,1 1,4 ± 0,3 
20:1n-11 0,2 ± 0,1 0,8 ± 0,1   tr     
20:1n-9 1,7 ± 0,2 2,9 ± 0,6 1,3 ± 0,3       
20:1n-7 9,6 ± 1,2* 12,6 ± 0,9* 4,8 ± 1,4* 3,6 ± 0,6 4,0 ± 0,2 1,9 ± 0,4 
22:1n-9 7,1 ± 0,5 5,3 ± 0,8 2,5 ± 0,9 6,4 ± 0,6 6,5 ± 0,3 3,1 ± 0,5* 
22:1n-7 1,0 ± 0,1 1,1 ± 0,1 0,5 ± 0,2* 0,3 ± 0,1 0,3 ± 0,1 0,1 ± 0,1 
∑ monoinsaturés 33,6 ± 2,0 43,7 ± 0,6 37,9 ± 0,7 16,3 ± 0,8 16,2 ± 0,8 14,1 ± 1,9 
18:2n-9 0,5 ± 0,1 0,2 ± 0,1 0,3 ± 0,1 0,8 ± 0,1 0,6 ± 0,1 0,5 ± 0,1 
18:2n-6 0,5 ± 0,2 1,9 ± 0,3 1,1 ± 0,5 0,3 ± 0,1 0,5 ± 0,1 0,7 ± 0,2 
18:3n-6 0,1 ± 0,1 0,1 ± 0,1 2,4 ± 1,4   0,8 ± 0,3 1,9 ± 0,9  
18:4n-3 tr 0,3 ± 0,1* 5,3 ± 0,9* tr 1,4 ± 0,1* 5,6 ± 0,4* 
18:5n-3     1,5 ± 0,6* tr 0,6 ± 0,1 1,1 ± 0,1 
20:2n-9 0,4 ± 0,2 0,1 ± 0,1 0,2 ± 0,1 0,7 ± 0,1 0,5 ± 0,1 0,2 ± 0,1 
20:4n-6 1,3 ± 0,6 0,5 ± 0,3 0,5 ± 0,1 5,8 ± 0,6 4,0 ± 0,3 3,1 ± 0,1 
20:5n-3 6,2 ± 2,6 4,4 ± 0,7 6,3 ± 1,7 28,7 ± 0,7* 24,0 ± 1,9 20,5 ± 2,1 
22:2 0,9 ± 0,5   0,3 ± 0,1 1,3 ± 0,2 1,2 ± 0,3 0,4 ± 0,1 
22:4n-6 3,8 ± 1,8 1,3 ± 0,7 1,8 ± 0,5 8,1 ± 0,3 7,2 ± 0,7 2,8 ± 0,4* 
22:5n-3 8,1 ± 3,4 7,6 ± 1,5 5,8 ± 1,7 12,3 ± 0,4* 7,5 ± 1,2 5,3 ± 1,2 
22:6n-3 0,5 ± 0,3* 1,9 ± 0,6* 5,8 ± 0,4* 0,3 ± 0,1* 5,0 ± 1,2* 11,1 ± 2,1* 
∑ polyinsaturés 23,1 ± 9,2 18,6 ± 3,3 32,2 ± 4,1 59,0 ± 4,1 54,0 ± 4,0 54,3 ± 4,2 
Polyinsaturés/ 
monoinsaturés 

0,7 ± 0,2 0,4 ± 0,1 0,9 ± 0,1 3,6 ± 0,1 3,3 ± 0,4 3,9 ± 0,7 

∑ n-6 6,4 ± 2,4 3,8 ± 1,3 6,3 ± 1,3 15,0 ± 0,8 13,0 ± 1,0 9,3 ± 1,3 
∑ n-3 14,9 ± 6,3 14,5 ± 1,8 25,0 ± 4,5 41,7 ± 1,0 38,7 ± 3,2 43,9 ± 3,9 
n-6/n-3 0,4 ± 0,1 0,3 ± 0,1 0,3 ± 0,1 0,4 ± 0,1 0,3 ± 0,1 0,2 ± 0,1 

tr : trace (<0,1%) ; les acides gras mineurs (<0,5% des acides gras totaux dans tous les compartiments) ne sont pas listés 

* : différence significative entre les compartiments (P<0,05, test « oneway » suivi du test post hoc de Tukey) 
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 La composition en acides gras est similaire entre les lipides neutres et les lipides polaires, 

mais leur distribution relative diffère fortement. Par exemple, les lipides neutres sont caractérisés 

par une forte proportion d’acides gras monoinsaturés et un faible rapport d’acides gras 

polyinsaturés/monoinsaturés en comparaison des lipides polaires (Figure 65). Ces résultats sont en 

adéquation avec les caractérisations des lipides isolés de l’extrait brut organique d’A.viridis (F2 et F3, 

parties IV.3 p. 89et IV.4 p. 108 de ce chapitre). 

 
Figure 65 Rapport ∑ acides gras polyinsaturés/acides gras 
monoinsaturés issus de lipides neutres et polaires dans 
l’épiderme, le gastroderme et les cellules de Symbiodinium. 

 

Les lipides neutres sont largement dominés par des AG saturés C16:0, C18:0, et les AG 

monoinsaturés 16:1n-7, 18:1n-9 et 20:1n-7. Les lipides polaires sont surtout caractérisés par l’AG 

polyinsaturé 20:5n-3, mais aussi par les AG 22:5n-3 et 22:6n-3, ainsi que les AG saturés C16:0 et 

C18:0. La distribution des acides gras entre les compartiments n’est pas équitable (Figure 66). 

 Acides gras de lipides neutres : les AG 18:5n-3, 18:4n-3, 22:6n-3 et 16:1n-7 sont 

prédominants dans les cellules de Symbiodinium (respectivement, P = 0,043 ; 0,026 ; 0,031 et 0,033 ; 

test oneway), alors que les AG 20:1n-7 et 22:1n-9 sont concentrés dans les tissus animaux (P = 

0,041, et 0,072 ; test oneway ; Figure 66 a). 

 Acides gras de lipides polaires : les AG, 16:1n-7 18:4n-3, et 22:6n-3 sont majoritaires dans 

les cellules de Symbiodinium (respectivement, P = 0,032, 0,027 et 0,048 ; test oneway). Ces AG, avec 

les 18:3n-6 et 18:5n-3, ne sont retrouvés dans l’épiderme qu’en très faible quantité (≤0,5%), et suive 

un gradient de concentration des symbiotes vers l’épiderme.  
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Par contraste, les AG 22:1n-9, 22:4n-6 et 22:5n-3 sont prédominants dans les tissus animaux (P = 

0,034 ; 0,026 et 0,040 ; test oneway ; Figure 66 b). 

 
Figure 66 Contribution relative en acides gras issus de lipides neutres (a), et de lipides polaires (b) dans 
l’épiderme, le gastroderme et les symbiotes d’A. viridis. Moyenne ± SEM, n=3, * : significativement 
différent, P<0,05. Test oneway suivi du test post hoc de Tukey. 
 

 La composition globale en acides gras issus de lipides neutres et polaires entre les 

compartiments d’A. viridis a été testée par ANOSIM (analyse de similarités, Tableau 14), un 

équivalent non-paramétrique de l’analyse MANOVA. Les comparaisons deux à deux de l’ANOSIM 

permettent d’identifier les compartiments dans lesquels la composition est différente. Les sorties 

donnent une valeur de P ainsi qu’une valeur de R qui évalue la signification statistique entre 0 et 1 

(Clarke et Gorley 2005). Aucune différence significative n’est observée entre les compartiments 

pour les acides gras de lipides neutres (R global = 0,564, P>0,05), mais les acides gras de lipides 

polaires sont différemment exprimés (R global = 0,86, P = 0,04). Les comparaisons deux à deux 
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obtiennent des R proches de 1 mais des P>0,05 : R = 1 et P = 0,1 entre l’épiderme et les symbiotes ; R 

= 0,963 et P = 0,1 entre le gastroderme et les symbiotes ; R = 0,741 et P = 0,1 entre les 

compartiments de l’hôte. 

 

Tableau 14 Test ANOSIM réalisé sur la distribution des acides gras issus de lipides neutres et de lipides 
polaires entre l’épiderme, le gastroderme et les cellules de Symbiodinium (n=3). 

 

a Acides gras de lipides neutres R 
Significativité  

(P) 
Permutations 
possibles 

Permutations 

réalisées 
Nombre >= 

observé 
       

 
Test global 0,564 0,014 280 280 4 

 
Comparaisons  
2 à 2 

Epiderme, 

Gastroderme 
0,185 0,3 10 10 3 

Epiderme, 

Symbiodinium 
0,667 0,1 10 10 1 

Gastroderme, 

Symbiodinium 
0,778 0,1 10 10 1 

b Acides gras de lipides polaires R 
Significativité 

(P) 
Permutations 
possibles 

Permutations 

réalisées 
Nombre >= 

observé 
       

 
Test global 0,86 0,004 280 280 1 

 
Comparaisons  
2 à 2 

Epiderme, 

Gastroderme 
0,741 0,1 10 10 1 

Epiderme, 

Symbiodinium 
1 0,1 10 10 1 

Gastroderme, 

Symbiodinium 
0,963 0,1 10 10 1 

 

 

Les résultats obtenus en ANOSIM ont été confirmés par une analyse de classification hiérarchique 

ascendante sur les acides gras issus de lipides polaires (Figure 67). Le dendrogramme sépare 

totalement les symbiotes des compartiments animaux ; l’épiderme et le gastroderme sont eux 

séparés à 40% de la hauteur du dendrogramme. 
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Figure 67 Dendrogramme de la classification hiérarchique 
ascendante réalisée sur les acides gras issus de lipides polaires dans 
les compartiments animaux d’A. viridis (épiderme et gastroderme), 
et les cellules de Symbiodinium. 

 

 Il y a donc une variabilité significative dans la répartition des AG entre les compartiments 

animaux d’A. viridis et les symbiotes. Une Analyse Factorielle des Correspondances (AFC) a ensuite 

été réalisée (Figure 68) dans le but d’obtenir des informations sur les acides gras responsables de la 

séparation observée dans le dendrogramme. L’AFC permet d’analyser la covariation entre des 

variables et des observations. Dans ce cas les acides gras ont été utilisés comme variables, et les 

compartiments animaux comme observations. Afin d’étudier précisément les spécificités des 

compartiments animaux, les symbiotes sont présents comme observations supplémentaires, c’est-à-

dire qu’ils sont projetés sur le graphique, mais n’influent par sur les calculs d’axes factoriels. Les 

deux premiers axes représentent 90,59% de la variance totale. L’axe 1 distingue les observations 

(épiderme, gastroderme et Symbiodinium), alors que l’axe 2 sépare les AG saturés et monoinsaturés 

(C16:0, 22:1n-7, 18:1n-9, 16:1n-7) des polyinsaturés (18:3n-6, 22:6n-3, 18:5n-3).  
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Figure 68 Analyse factorielle des correspondances : répartition graphique des acides gras de lipides 
polaires (●, variables) et des compartiments animaux (▲, observations : épiderme, Epi ; Gastroderme, Gas) 
selon les deux premiers axes factoriels. Les Symbiodinium fraichement isolés (FIS) sont projetés comme 
observations supplémentaires, ▼. La taille des symboles est proportionnelle à leur contribution aux axes 
factoriels projetés. n=3 
 

La répartition des acides gras les associe à un compartiment donné. Par exemple, les AG 18:1n-9 et 

18:2n-6 (encadrés en bleu dans la Figure 68) sont associés au gastroderme, les 20:5n-3, 22:4n-6 et 

22:5n-3 (en orange) à l’épiderme, et les 18:3n-6, 18:4n-3, 15:5n-3, 22:6n-3 et 16:1n-7 (en vert) aux 

symbiotes. Cette répartition observée corrèle pour la plupart des AG avec la distribution observée 

dans la Figure 66. 

 

4. Distribution des stérols 

 L’ensemble des stérols recensés (partie IV.4.a), p. 110 de ce chapitre) sont retrouvés dans 

les compartiments animaux et les cellules de Symbiodinium, hormis le cholestanol qui n’a pas été 

retrouvé dans le tissu gastrodermique (Tableau 15). Dans tous les cas, le cholestérol est très 

majoritaire (65,8±2,3 à 74,9±5,4% des stérols totaux). 
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Tableau 15 Composition stérols (% de stérols totaux) et distribution dans les 
compartiments d’A. viridis (épiderme et gastroderme) et les cellules de Symbiodinium. 
Moyenne ± SEM (erreur strandard de la moyenne) ; n=3.  

Stérol Epiderme Gastroderme Symbiodinium 

Cholesta-4,6-dien-3β-ol 0.1 ± 0.1 tr 0.1 ± 0.1 

24-norcholestadienol 0.8 ± 0.3 0.4 ± 0.1 0.1 ± 0.1 

Dehydroergostérol 1.1 ± 0.3 1.0 ± 0.1 0.9 ± 0.2 

Cholesta-5,22-dien-3β-ol 7.1 ± 1.1 6.6 ± 1.3 6.0 ± 0.9 

Cholestérol 65.8 ± 2.3 74.9 ± 5.4 70.2 ± 5.3 

Cholestanol 0.2 ± 0.1   0.3 ± 0.1 

Stellastérol 3.3 ± 0.7 4.9 ± 1.0 6.8 ± 1.4 

Brassicastérol 3.3 ± 0.5 3.6 ± 0.9 3.8 ± 1.8 

Stérol C
28

H
46

O 6.7 ± 0.2 5.3 ± 1.4 3.8 ± 1.8 

β-sitostérol 0.9 ± 0.3 0.7 ± 0.3 0.5 ± 0.3 

Autres stérols 8.7 ± 1.5 2.4 ± 0.6 7.4 ± 3.9 

tr : trace (<0,1%)  
 

 

5. Discussion 

 Les Cnidaires sont en général riches en lipides (Harland et al. 1993 ; Yamashiro et al. 1999 ; 

Imbs et al. 2010b). La proportion de lipides retrouvée dans les tentacules d’A. viridis (17±2%) est en 

accord les quantifications observées pour d’autres Cnidaires tempérés (Harland et al. 1991). Les 

lipides sont les principaux constituants des membranes et la principale source de réserves. Les 

symbiotes de coraux sont connus pour transférer une partie de leurs lipides à leur hôte. Pour 

l’anémone de mer A.viridis, les symbiotes ont une plus grande concentration en lipides (23,5±1%) 

que leur hôte (14,1±1,4% pour l’épiderme, 16,9±1,2% pour le gastroderme). Cela indique que les 

cellules de Symbiodinium pourraient être le site principal de biosynthèse des lipides au sein de 

l’holobionte. 

 La discussion sur les AG dans cette section est appuyée par la Figure 69, qui décrit les voies 

de biosynthèse et de transferts possibles entre les cellules de Symbiodinium spp. et les 

compartiments animaux d’A. viridis. La voie de biosynthèse proposée repose sur les voies 

précédemment publiées (Imbs et al. 2010a ; Dunn et al. 2012). 
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 Lipides neutres a)

 A. viridis possède très peu de lipides neutres (entre 2,6 et 5,1% de cires, TAG, DAG et AG 

libres), en contraste avec la majorité des Cnidaires symbiotiques (50 à 65% des lipides totaux, 

Yamashiro et al. 1999 ; Imbs et al. 2006). Les lipides neutres ont surtout un rôle de réserves 

énergétiques, et peuvent aussi être en partie stockés dans des gouttelettes lipidiques (Kellogg et 

Patton 1983; Luo et al. 2009; Peng et al. 2011). Il a récemment été démontré que ces gouttelettes 

lipidiques sont accumulées dans les cellules des symbiotes, et seraient transférées dans les cellules 

du gastroderme (Luo et al. 2009; Peng et al. 2011; Weng et al. 2014). Ces structures n’ont été 

rencontrées que rarement chez A. viridis. Leur faible présence peut être expliquée par le fait que la 

mer Méditerranée offre, contrairement aux eaux tropicales, une disponibilité en nutriments 

importante et constante, il n’est donc pas nécessaire de stocker des quantités importantes de 

réserves énergétiques. 

 La composition et la distribution en acides gras issus des lipides neutres révèle une forte 

dominance de lipides saturés et monoinsaturés. Ces particularités ont par exemple été répertoriées 

pour les AG des cérides (partie IV.4.b), p. 114 de ce chapitre). Les acides gras des séries n-7 et n-9 

peuvent être synthétisés de novo à partir de l’acide palmitique (C16:0) par élongation et 

désaturation de ce dernier (Miyazaki et Ntambi 2008). Les AG 20:1n-7, 20:1n-9 et 22:1n-9 sont 

prédominants dans les compartiments animaux, mais sont aussi présents dans les cellules de 

Symbiodinium. Les Dinoflagellés ne possèdent en général pas d’AG monoinsaturés à longue chaine 

(≥20 carbones, Mansour et al. 1999b). Leur présence peut alors résulter d’un transfert de l’hôte vers 

ses symbiotes. Ces AG monoinsaturés à longue chaîne peuvent être désaturés et/ou incorporés à des 

lipides complexes, mais jouent aussi des rôles importants dans la différentiation cellulaire ou 

l’homéostasie. Par exemple, l’AG 20:1n-9 incorporé aux DAG joue le rôle de lubrifiant et prévient 

l’évaporation à la surface de la peau et des yeux des les rongeurs (Miyazaki et al. 2001). Ces lipides 

peuvent jouer le même rôle chez les anémones de mer : secrétés dans le mucus, ils protègent contre 

la dessication durant les marées basses (Bythell et Wild 2011). 

Si la majorité des AG issus de lipides neutres sont saturés ou mono-insaturés, entre 18,6 et 32,2% 

d’entre eux sont polyinsaturés. Ces AG pourraient participer à la synthèse de lipides complexes. 

Certaines espèces peuvent renfermer des TAG possédant des AG polyinsaturés. Par exemple, l’acide 

arachidonique (20:4n-6) peut être accumulé dans les TAGs de l’algue Parietochloris insica sous 

certaines conditions de limitations en azote (Khozin‐Goldberg et al. 2002), puis réincorporé dans 

des lipides membranaires en situation de stress (Cohen et al. 2010). 
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Figure 69 Voie de biosynthèse et transferts possibles des acides gras dans les compartiments de l’hôte 
(épiderme et gastroderme), et les symbiotes Symbiodinium spp. Δ : désaturase, E : élongase, T : transferts 
documentés (flèches continues, Imbs et al. 2010a ; Dunn et al. 2012) ou potentiels (flèches pointillées), * : 
plus concentré dans l’épiderme que le gastroderme ; ** : plus concentré dans les tissus de l’hôte que dans 
les symbiotes. 
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 Lipides polaires b)

 Les lipides polaires sont caractérisés par une forte proportion d’AG polyinsaturés, avec une 

dominance de l’acide eicosapentaénoïque (20:5n-3) dans les trois compartiments étudiés (20,5 à 

28,7%). Cet AG peut provenir de l’élongation du 18:5n-3, la désaturation du 20:4n-6 ou la 

rétroconversion du 22:5n-3 (Kaur et al. 2011). Il est essentiel pour la maturation des gamètes des 

Cnidaires (Bishop et Kenrick 1980; Pernet et al. 2002). L’AG 22 :6n-3 compte pour 11,1±2,1% des 

cellules de Symbiodinium fraîchement isolées d’A. viridis. Les Dinoflagellés sont normalement 

caractérisés par de fortes proportions de 22:6n-3 comparé à 20:5n-3 (Mansour et al. 1999a, 2003 ; 

Leblond et Chapman 2000), mais leur état symbiotique peut participer à l’inversion de ce ratio 

(Zhukova et Titlyanov 2003; Treignier et al. 2008). Ces AG sont majoritaires dans les lipides du 

corail Goniastrea retiformis, et seraient impliqués dans la reproduction ainsi que la dispersion des 

larves et seraient acquis de leurs symbiotes (Figueiredo et al. 2012). De plus, les animaux ont une 

capacité limitée à synthétiser les AG polyinsaturés à longue chaîne de la famille des n-3 (Bachok et 

al. 2006), suggérant que la présence de ces AG en grande proportion dans les compartiments 

animaux provient d’un transfert des symbiotes vers leur hôte (Papina et al. 2003 ; Treignier et al. 

2008 ; Imbs et al. 2010a ; Imbs et al. 2014).  

 Les animaux sont complètement dépendants des végétaux pour l’acquisition des deux 

acides gras essentiels: les AG 18:2n-6 et 18:3n-3 (Papina et al. 2003; Bachok et al. 2006; Dunn et al. 

2012). Ces AG sont précurseurs des AG polyinsaturés de la famille des n-3 et des n-6. L’AFC (Figure 

68) associe des compartiments à des acides gras. Par exemple, l’AG 18:2n-6 est fortement associé au 

gastroderme, suggérant un transfert de cet AG essentiel des symbiotes vers les cellules du 

gastroderme de l’hôte. Les acides gras 18:3n-6, 18:4n-3 et 18:5n-3 sont associés aux symbiotes ; ces 

AG sont considérés comme des marqueurs de Dinoflagellés symbiotiques de coraux (Papina et al. 

2003; Imbs et al. 2010b). 

 Les AG 20:4n-6 et 22:4n-6 sont fortement associés à l’épiderme par l’analyse AFC, mais 

sont aussi retrouvés dans les cellules de Symbiodinium. Ces AG ne sont généralement pas retrouvés 

dans les Dinoflagellés libres dans la colonne d’eau, ni les Symbiodinium en culture (Suzuki et al. 

2003). Ces résultats suggèrent que les AG 20:4n-6 et 22:4n-6 sont transférés de l’hôte vers les 

symbiotes. 
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 Stérols c)

 Les stérols sont retrouvés en proportions plus importantes dans les compartiments 

animaux (15,5±0,9% des lipides totaux dans l’épiderme, 11,5±0,6% dans le gastroderme) que dans 

les symbiotes (8,4±1%). Le cholestérol est dominant parmi l’ensemble des stérols identifiés dans 

tous les compartiments. Sa présence en forte proportion dans les cellules de Symbiodinium a 

précédemment été observée chez des Dinoflagellés (Mansour et al. 1999, Volkman 2003). Les 

Cnidaires ne peuvent pas synthétiser les stérols de novo, leur génome ne possède pas le gène codant 

pour les enzymes qui permettent la synthèse de l’intermédiaire glycolytique (Yamashiro et al. 1999 ; 

Tarrant et al. 2009 ; Baumgarten et al. 2015). Leur présence dans les compartiments animaux 

résulte donc d’un transfert des symbiotes des stérols, ou bien de leurs intermédiaires de 

biosynthèse. 

 Dans tous les cas, les transferts de lipides et/ou d’AG entre hôte et symbiotes ne peuvent se 

faire de manière passive. Un transport actif est nécessaire, par des gouttelettes lipidiques (Peng et 

al. 2011) ou par un transport actif via des protéines (Dani et al. 2014). Par exemple, un transporteur 

potentiel de lipides/stérols a récemment été identifié dans les anémones A. pulchella et A. viridis 

(Dani et al. 2014 ; Lehnert et al. 2014). 
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VI. Conclusions et perspectives 

 L’étude entreprise dans ce chapitre est basée sur la caractérisation du métabolome de 

l’anémone de mer de Méditerranée A. viridis, ainsi que sa distribution dans les tissus cellulaires de 

l’hôte (épiderme et gastroderme) ainsi que de leurs symbiotes. La méthodologie mise au point 

d’extraction, de fractionnement et d’isolement des métabolites, ainsi que de caractérisation par 

RMN, LC/MS/MS et GC/MS a permis d’identifier 96 composés, des bétaïnes, des pseudopeptides 

ainsi que des lipides. 

 

 Les bétaïnes sont des composés zwittérioniques jouant un rôle dans l’osmoadaptation ainsi 

que la photoprotection, deux paramètres importants à la survie des Cnidaires. Quatre bétaïnes ont 

été identifiées à partir de la fraction F1, d’autres composés zwittérioniques ont été observés mais 

n’ont pas pu être identifiés à ce jour. Leur faible quantité dans le métabolome de l’anémone ainsi 

que leur caractère polaire les rend plus complexes à analyser en spectrométrie de masse.  

 Trois pseudopeptides ont été caractérisés à partir de la fraction F1’, tous sont modifiés de 

manière post-traductionnelle par une fonction amide en position C-terminale. Ils ont été identifiés 

comme des neuropeptides chez d’autres anémones de mer, A. elegantissima ou A. equinata par 

exemple. Ils sont localisés dans les neurones au niveau de la mésoglée, et jouent un rôle de 

neurotransmetteurs aussi bien que de neurohormones, impliquées dans la différenciation cellulaire, 

ou la métamorphose de l’hôte Cnidaire. Des tests préliminaires de bioactivité ont été entrepris sur 

l’activation de canaux TREK exprimés sur la membrane cellulaire d’œufs de xénope, et devront être 

poursuivis pour l’ensemble des composé de la fraction F1’. Un quatrième peptide de masse 

moléculaire égale à 4705,1 Da devra être isolé en plus grande quantité et caractérisé par RMN et/ou 

spectrométrie de masse à large gamme spectrale (de type temps de vol par exemple). 

 La grande majorité des composés caractérisés chez A. viridis s’avère être des lipides. Les 

lipides polaires sont les plus abondants et les plus diversifiés. A. viridis est caractérisée par des 

phospholipides (phosphatidylcholines et phosphatidyéthanolamines), des lipides de bétaïne 

(DGCC), et des galactolipides (MGDG et DGDG), un CAEP, des amides gras et amino-alcools, des 

stérols et des cérides.  

 Les DGCC, MGDG et DGDG sont des composants structurels des membranes et sont 

retrouvés en grande proportion chez les organismes photosynthétiques, les champignons ou les 

bactéries. Ces lipides polaires peuvent se substituer aux phospholipides lorsque le milieu est 
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appauvri en phosphore. Leur distribution chez A. viridis montre que ces composés sont transférés 

des symbiotes vers l’hôte, ce qui n’avait jamais été démontré auparavant. Les CAEP sont des 

composants des membranes retrouvés chez un grand nombre d’invertébrés marins, dont les  

Cnidaires, mais n’avaient jamais été identifiés chez l’anémone de mer A. viridis. De manière 

intéressante, ce composé n’est retrouvé que dans les cellules de l’épiderme de l’hôte. Leur structure 

est plus résistante aux enzymes hydrolytiques que les phospholipides, permettant de préserver 

l’intégrité membranaire du compartiment épidermique face aux enzymes présentes dans les 

cnidocytes. 

 

 Afin de mieux appréhender la diversité et la distribution des lipides chez A. viridis, une 

étude par approche lipidomique a été entreprise à partir des extraits lipidiques de l’épiderme, du 

gastroderme et des cellules de Symbiodinium fraîchement isolées de tentacules d’anémones. Les 

lipides totaux ont été divisés en classes de lipides et leur distribution a été évaluée par des analyses 

statistiques. Ces analyses ont confirmé la dominance de lipides de structure dans tous les 

compartiments d’A. viridis. L’analyse des acides gras issus de lipides polaires et de lipides neutres a 

été réalisée, 70 acides gras ont été caractérisés par GC/MS, et l’étude statistique de leur distribution 

dans les tissus d’A. viridis a montré (1) que la composition en acides gras diffère entre les tissus, (2) 

qu’un ensemble d’acides gras d’origine photosynthétique sont présents dans les compartiments 

cellulaires animaux, et (3) que les symbiotes possèdent en forte proportion certains acides gras 

habituellement présents en faibles quantités lorsqu’ils vivent libres dans la colonne d’eau. A partir 

de ces résultats, des hypothèses de transfert d’acides gras des symbiotes vers leur hôte, mais aussi 

de l’hôte vers les symbiotes ont été avancées. 

 

 La protéine NPC2d joue potentiellement chez A. viridis un rôle dans le transport de lipides, 

et notamment de stérols (Chapitre 1, partie IV.2. p. 59). Afin de vérifier cette hypothèse, des 

expériences de modélisation et docking in silico ont débuté (en collaboration avec le Pr Antonczak et 

le Dr Diharce de l’équipe Arômes, Parfums, Synthèse et Modélisation de l’Institut de Chimie de Nice). 

Afin de comparer in situ les résultats apportés par les expériences de modélisation, des expériences 

d’interaction ligand-récepteur et de spécificité de substrats seront réalisées par SPR à l’aide du 

Biacore (plateau technique de biochimie analytique, INRA Agrobiotech). 

  



 
136 

 

  

Chapitre 3 :  étude de la réponse au stress 
chez A. viridis 



 
137 

 

I. Introduction 

 Le maintien de la symbiose entre Cnidaire et Dinoflagellés requiert des conditions 

environnementales stables. En effet, des conditions environnementales défavorables peuvent 

engendrer un stress menant à la rupture de la symbiose, et à terme un blanchissement de l’hôte  

Cnidaire (Figure 70). Depuis l’ère industrielle, les activités d’origine anthropique induisent des 

modifications globales : réchauffement climatique, pollution chimique, acidification des eaux par 

l’augmentation de la pCO2 (Chapitre 1, partie II.4.d), p. 39 ; Douglas 2003 ; Lesser 2011) sont autant 

de facteurs favorisant la rupture de la symbiose. Les symbiotes sont expulsés et le Cnidaire 

blanchit : il devient aposymbiotique.  

Cette situation peut être réversible, mais peut aussi mener à la mort de l’hôte (Hoegh-Guldberg et al. 

2007). Ce phénomène de grande ampleur s’accentue et les retombées écologiques (par l‘érosion des 

littoraux ou la perte de biodiversité) comme économiques (par la diminution de la pêche locale ou 

de l’attrait touristique) sont aujourd’hui considérables (Hoegh-Guldberg 1999).  

 

 
Figure 70 Représentation schématique de l’évolution de la rupture de la symbiose provoquant le 
blanchissement à la suite d’un stress. 

 

 La rupture de la symbiose chez les Cnidaires est initiée par un certain nombre de 

perturbations aux niveaux cellulaires et moléculaires. Elles concernent souvent les chloroplastes 

(Takahashi et al. 2004), et plus précisément le photosystème II et les membranes des thylakoïdes 

(Warner et al. 1999 ; Tchernov et al. 2004). Les dérèglements de la machinerie photosynthétique 

peuvent induire une augmentation de la production de dérivés actifs de l’oxygène, les ROS (Lesser et 
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al. 1996 ; Downs et al. 2002), responsables de l’accroissement du stress oxydant dans les cellules de 

l’hôte (Chapitre I, partie II.4.b), p. 33). Ces facteurs favorisent la rupture de la symbiose : les ROS ont 

un effet direct sur le génome, le protéome et le métabolome de l’hôte ainsi que sur les symbiotes, et 

l’intégrité des membranes cellulaires est particulièrement touchée (Tchernov et al. 2004). En 

conséquence, la perte des symbiotes diminue de manière directe les apports de photosynthétats 

transférés à l’hôte (Chapitre I, partie II.4.b), p. 33).  

 La quantité de lipides par exemple agit directement sur la résistance au stress ainsi que sur 

la récupération de l’hôte à la suite d’un blanchissement (Antony et al. 2009). Par ailleurs, des 

marqueurs de stress ont pu être déterminés chez des Symbiodinium en culture (Tchernov et al. 

2004, Kneeland et al. 2013). Cependant, l’identification de l’ensemble de ces mécanismes n’est pas 

clairement définie, et reste aujourd’hui un enjeu scientifique majeur. 
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II. Problématique scientifique et contexte de l’étude 

 Au cours d’un stress, des modifications du métabolome de l’holobionte ont été recensées. 

Certains MAAs (acides aminés ressemblant à des mycosporines, Chapitre 1, partie III.2.b), p. 49) 

diminuent significativement après 6h de stress thermique appliqué aux coraux scléractiniaires 

Platygyra ryukyuensis et Stylophora pistillata (Yakovleva et al. 2004). Des résultats similaires ont été 

observés pour les acides gras polyinsaturés issus de cellules de Symbiodinium de culture (Tchernov 

et al. 2004) ou du corail Turbinaria reniformis (Tolosa et al. 2011). A l’opposé, la concentration en 

diméthylsulfonylpropionate (DMSP) du corail Acropora millepora est doublée après 10 jours de 

stress thermique (Raina et al. 2013). 

 L’étude de la réponse au stress chez les Cnidaires implique des prélèvements d’individus 

dans leur milieu naturel à la suite de perturbations environnementales (Bachok et al. 2006 ; 

Leutenegger et al. 2007), ou des expériences en laboratoire dans des conditions contrôlées (Dunn et 

al. 2007 ; Treigner et al. 2009 ; Leggat et al. 2011 ; Ziegler et al. 2014). Le plus souvent, ces 

conditions simulent les sources de stress naturellement rencontrées (Chapitre 1, partie II.4.d), p. 

39) : l’augmentation de la température de l’eau (Gates et al. 1992 ; Tolosa et al. 2011), l’exposition à 

de fortes radiations UV (Treigner et al. 2008 ; Leal et al. 2013), ou l’exposition à une pollution 

chimique (par exemple par des pesticides, Cantin et al. 2007 ; ou des herbicides, Owen et al. 2002). Il 

existe également d’autres moyens non-naturels pour induire une rupture de la symbiose : à titre 

d’exemple, l’exposition à des conditions d’obscurité prolongées, ou l’exposition au 3-(3,4-

dichlorophényl)-1,1-diméthylurée (DCMU, Jones 2004). Les expériences en conditions contrôlées 

permettent un suivi cinétique du stress et du blanchissement induit. Elles font cependant face à 

deux difficultés majeurs : (1) l’induction d’un blanchissement par ces moyens peut mener à la mort 

des individus, et (2) la quantité de matériel biologique analysé est souvent faible et ne permet le 

suivi que d’une fraction du métabolome de l’holobionte.  

La méthodologie mise en œuvre pour l’étude de la réponse au stress chez A. viridis permet de limiter 

ces difficultés, par (1) la mise en place d’un stress selon deux méthodes différentes (d’origine 

thermique ou chimique), et (2) l’utilisation d’une base de données de métabolites caractérisés en 

conditions symbiotiques comme élément de comparaison, ainsi que l’utilisation d’un outil 

analytique peu-intrusif : l’imagerie par spectrométrie de masse. De plus, l’anémone de mer A. viridis 

possède l’ensemble des avantages permettant l’élaboration d’un suivi cinétique (Chapitre 1, partie 

IV.1, p. 57). 
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1. Un stress thermique, un stress chimique 

 Un suivi sur 59 jours a été mis en place selon deux conditions de stress différentes. La 

première condition implique une méthode d’induction de stress largement répandue, 

l’augmentation de la température de l’eau de mer. Le stress hyperthermique affecte directement la 

photosynthèse et augmente la production de ROS.  

 Différents mécanismes de rupture de la symbiose ont été démontrés à la suite d’un stress 

thermique : l’apoptose (Lesser et Farell 2004 ; Richier et al. 2006), l’autophagie (Dunn et al. 2007), 

le détachement cellulaire (Gates et al. 1992), la nécrose cellulaire (Dunn et al. 2004) ou encore 

l’exocytose (Steen et Muscatine, 1987 ; Tableau 2 p. 39). Une étude réalisée au laboratoire a 

récemment montré que l’exocytose, la nécrose et l’apoptose sont les principaux mécanismes de 

rupture de la symbiose rencontrés lors d’un stress hyperthermique chez A. viridis (Dani et al. 2015, 

soumis). Des modifications du métabolome de l’hôte Cnidaire et de ses symbiotes ont pu être décrits 

à la suite d’un stress hyperthermique (Tolosa et al. 2011 ; Raina et al. 2013), mais n’ont jamais été 

examinées chez A. viridis.  

Le second stress appliqué est d’origine chimique, par exposition au menthol de manière sérielle 

8/24h (Démarche expérimentale, partie IV.1, p. 230). Le menthol est dilué à 20% dans l’éthanol, à 

une concentration de 0,58 mM dans l’eau de mer (Encart 4).  
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Encart 4 : le menthol 

 

Le menthol est un monoterpène cyclique (Figure 71) habituellement utilisé en 

laboratoire afin d’anesthésier les anémones (Moore 1989 ; Häussermann et Försterra 

2005).  

 
Figure 71 Structure du (-)-menthol 

 

Son mécanisme d’action décrit chez l’Homme agit par blocage des canaux Na+ des 

muscles squelettiques et des neurones, provoquant une dépolarisation des cellules et, par 

conséquent, une anesthésie locale (Haeseler et al. 2002). De plus, le menthol induit une 

augmentation de la concentration intracellulaire en Ca2+, qui a pour conséquence d’activer 

des neurones sensoriels TRPM8 responsables d’une sensation de froid chez l’homme 

(Peier et al. 2002 ; Hans et al. 2012). 

 

La toxicité du menthol a été évaluée par l’ICPS-INCHEM (OCED SIDS 2003, 

http://www.inchem.org/documents/sids/sids/MENTHOLS) chez un crustacé, Daphnia 

magna (LC50 à 24h : 37,7 mg.L-1), et chez une algue chlorophyte, Scenedesmus subspicatus 

(ErC50 représentant 50% d’inhibition de la croissance : 16,2 mg.L-1 à 72h).   

 

Leur toxicité chez les Cnidaires n’a pas été évaluée, mais certains monoterpènes (par 

exemple le géraniol ou la carvone) peuvent induire entre autres une inhibition de la 

photosynthèse chez les plantes (Brown et al. 1987).  

 

 

 L’utilisation du menthol comme méthode de blanchissement des Anthozoaires 

symbiotiques a été mise au point par Wang et al. (2012) sur les coraux Isopora palifera et Stylophora 

pistillata. Les résultats obtenus sur ces coraux montrent que les paramètres physiologiques et 

biochimiques de l’hôte rendu aposymbiotique ne sont pas significativement modifiés par rapport à 

son homologue symbiotique. Une étude récente réalisée au laboratoire a pu déterminer que 

l’autophagie était le mécanisme majoritaire de rupture de la symbiose induit par l’action du menthol 

(Dani et al. 2015, soumis).  

 Le stress thermique appliqué est écologiquement pertinent, puisqu’il mime des conditions 

naturelles de réchauffement climatique. C’est une technique largement étudiée, il est donc possible 
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de comparer la réponse d’A. viridis au niveau métabolomique et d’émettre des hypothèses basées 

sur les mécanismes cellulaires et moléculaires mis en jeu observés à partir d’études réalisées sur 

d’autres groupes taxonomiques. Le principal inconvénient de cette technique est la forte mortalité 

qu’elle entraine en laboratoire (Berkelmans et Van Oppen 2006). Le stress chimique appliqué ne 

simule pas les conditions naturelles, mais cette nouvelle méthode permet d’obtenir des individus 

aposymbiotiques avec une viabilité de 100%, et dont les caractéristiques physiologiques et 

biochimiques sont comparables à celles d’individus symbiotiques (Wang et al. 2012). 

2. Evaluation de la réponse au stress 

 L’évaluation de la réponse au stress chez A. viridis a été réalisée en parallèle par deux 

techniques. La première approche est une étude comparative : elle consiste à répéter la 

méthodologie utilisée pour l’étude d’anémones symbiotiques (Chapitre 2, III.2, p. 70), et comparer 

les empreintes chimiques obtenues (symbiotique vs stressées). L’identification de la réponse au 

stress a donc été déduite à partir de la condition symbiotique. 

 D’autre part, une technique d’imagerie par spectrométrie de masse a été mise en œuvre. 

Les techniques utilisées pour la caractérisation du métabolome d’une espèce requièrent souvent 

une quantité de matériel biologique conséquente, et ne permettent ni leur localisation, ni leur suivi 

cinétique. Les méthodes traditionnelles (radio- ou immuno- marquage) permettent l’accès à la 

localisation de composés spécifiques, mais requièrent une connaissance préalable des composés 

étudiés. L’imagerie par spectrométrie de masse MALDI (désorption/ionisation laser assistée par 

matrice) permet à la fois l’identification et la localisation de composés directement à partir de 

coupes de tissus (Caprioli et al. 1997) avec une haute sensibilité et sélectivité. Cette technique ne 

nécessite pas de connaissance préalable du système métabolomique étudié (Gagnon et al. 2012) 

pour l’identification de familles de composés recensées dans les bases de données, ou très étudiés 

par spectrométrie de masse. Cette technique non-intrusive a été adaptée pour l’étude du 

métabolome d’A. viridis afin d’obtenir une cartographie de l’ensemble des molécules 

potentiellement impliquées dans la relation symbiotique. 

 

 Dans le Chapitre 2, partie IV p. 73, le métabolome de l’anémone de mer A. viridis a été 

caractérisé, et la distribution des composés entre les tissus de l’hôte (épiderme et gastroderme) et 

des symbiotes a été déterminée. Il s’avère que le métabolome d’A. viridis est composé en grande 
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majorité de lipides. Ainsi, une étude par approche lipidomique a été réalisée afin de mieux 

appréhender la diversité et la distribution lipidique d’A. viridis.  

Afin d’évaluer la réponse au stress d’A. viridis au niveau métabolomique, deux types de stress 

(thermique et chimique) menant à la rupture de la symbiose ont été appliqués pendant 59 jours, et 

un stress hyperthermique à court terme a été mis en œuvre pour étudier la réponse du lipidome d’A. 

viridis (Figure 72).  

 

 
Figure 72 Méthodologie générale employée au prélèvement de tentacules ou d’individus entiers A. viridis au 
cours d’un stress chimique (par ajout de menthol) ou hyperthermique. 

 

Pour l’analyse métabolomique, l’acquisition des empreintes chimiques d’A. viridis sont réalisées par 

HPLC-UV-DEDL avant l’induction du stress (T0) et à la fin de la cinétique de stress (T59) afin 

d’identifier des marqueurs potentiels de stress. Les extraits ont ensuite été analysés par LC/MS afin 

d’identifier ces composés.  

Pour l’analyse par MALDI-MSI, des prélèvements de tentacules ont été réalisés à des temps définis 

(T1, T5, T10, T15, T22) et des coupes de tentacules ont été analysées afin de suivre l’évolution de ces 

marqueurs au cours des différents stress. Pour chaque prélèvement, la densité relative de symbiotes 

a été évaluée afin de suivre l’évolution du blanchissement des individus. 

Pour l’analyse lipidomique, un stress thermique à court terme (de 5 jours) a été appliqué afin 

d’évaluer l’éventuelle présence de marqueurs précoces de rupture de la symbiose. 
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III. Modifications du métabolome d’A. viridis en réponse à un stress 

Pour la mise en place du protocole de stress, neuf anémones de mer ont été placées dans les 

conditions contrôlées de laboratoire (Figure 73) : 

- Un stress thermique par augmentation de la température de 10°C a été induit sur 3 

individus, et trois autres individus traités par du menthol à 0,58 mM, 8h par jour (Démarche 

expérimentale, partie IV.1, p. 230) 

- Trois individus contrôles sont placés dans des conditions identiques mais sans subir de 

stress. Un tentacule a été prélevé à chaque temps défini dans la Figure 73 pour le suivi du 

blanchissement 

- A l’issue du stress, un individu stressé chimiquement est prélevé pour une analyse 

métabolomique. 

 
Figure 73 Méthodologie générale employée au prélèvement de tentacules ou d’individus entiers A. viridis 
au cours d’un stress chimique (par ajout de menthol) ou thermique dans le cadre de l’analyse 
métabolomique. 

 

La méthodologie d’extraction et d’analyse est présentée dans la Figure 74. Le suivi du 

blanchissement est calculé par rapport à la densité relative en symbiotes. Les analyses 

métabolomiques sont réalisées à partir des extraits bruts organiques issus de tentacules, dont les 

compartiments de l’hôte (épiderme et gastroderme) et les cellules de Symbiodinium fraîchement 

isolées (FIS) ont été séparés. L’extrait brut organique issu d’un individu entier aposymbiotique est 

analysé afin de comparer son empreinte chimique à celle obtenue pour un individu symbiotique 

(Chapitre 2 III.1 p. 69). 



 
145 

 

 
Figure 74 Schéma expérimental global de la méthodologie (1) de suivi du blanchissement lors d’un stress 
thermique ou chimique, (2) d’extraction et d’analyse des extraits bruts organiques obtenus à partir des 
compartiments animaux (épiderme, Epi et gastroderme, Gas) et des symbiotes fraîchement isolés (FIS) et (3) 
d’extraction et de partition à partir d’un individu entier. 

3. Densité relative de symbiotes 

Le suivi cinétique de la densité de symbiotes a été déterminé à partir du prélèvement d’un 

tentacule, sur la base du nombre de cellules de Symbiodinium normalisé par rapport au poids sec de 

tissu (Figure 75).  
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Figure 75 Suivi de la densité relative (par rapport au T0) de cellules de Symbiodinium au 
cours d’un stress hyperthermique (+10°C) ou chimique (menthol). Le nombre de cellules de 
Symbiodinium est normalisé par le poids sec de tissu ; n = 3, moyenne ± SEM. 

 

 La densité relative de symbiotes fluctue légèrement (1 ± 0,2) dans l’anémone contrôle. Ces 

variations ne sont pas dues au rythme circadien, puisque les prélèvements ont tous été réalisés à la 

même heure, mais ils démontrent la régulation de la population de cellules de Symbiodinium de 

l’hôte (Chapitre 1 II.4.c p. 35). L’induction d’un stress thermique ou chimique est efficace pour 

entamer un processus de rupture de la symbiose, car en moyenne 50% des symbiotes ont été 

éliminés à T10, et à la fin de l’expérience (T59) la densité de symbiotes atteint environ 20% de sa 

densité initiale dans les tentacules d’A. viridis. A partir de ce stade, les individus seront considérés 

comme aposymbiotiques.  

 Un stress chimique par l’ajout de menthol dans l’eau de mer provoque une diminution 

graduelle de la quantité de Symbiodinium, un peu plus rapide dans les 15 premiers jours (perte de 

65% des symbiotes), suivie d’une diminution légèrement plus lente entre T15 et T22.  

4. Comparaison des empreintes chimiques 

A T0 et après 59 jours de stress, le protocole mis en place pour l’étude du métabolome d’A. 

viridis (Figure 28 p. 68) a été répété : 10 tentacules d’A. viridis ont été prélevées, les tissus animaux 

(épiderme et gastroderme) ont été séparés, et la fraction symbiotique a été isolée du gastroderme 
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(cellules de Symbiodinium fraîchement isolées, FIS), selon les conditions décrites dans la démarche 

expérimentale, partie I.2.b) p. 216. L’opération a été réalisée sur 3 individus pour chaque condition 

(stress thermique et chimique). Une variabilité intra-spécifique d’ordre quantitatif est observée, 

mais reste comparable d’un individu à l’autre (Annexe 6). Les empreintes métabolomiques des 

différents compartiments cellulaires avant et à la suite d’un stress ont été réalisées par HPLC-UV-

DEDL en vue de comparer l’évolution du métabolome en réponse à un stress. 

 Stress thermique a)

Les chromatogrammes HPLC-DEDL ont été obtenus à partir des extraits bruts organiques 

issus des tissus animaux (épiderme et gastroderme) et des symbiotes. Une étude comparative a été 

réalisée entre T0 et T59 (Figure 76). Les premiers signaux sont observés à des temps de rétention de 

12 à 17 min, et sont caractéristiques des peptides (composés 5 à 8, caractérisés de la F1’, Chapitre 2 

IV.2 p. 81). Entre 20 et 35 min, les lipides polaires sont élués (composés 9 à 77, caractérisés de la F2, 

Chapitre 2 IV.3 p. 89), et entre 35 et 40 min sortent les lipides neutres (composés 77 à 96, 

caractérisés de la F3, Chapitre 2 IV.4 p. 108). 

 Au niveau de l’épiderme, les signaux caractéristiques des peptides sont surexprimés en 

condition de stress par rapport à ceux des lipides polaires et neutres, qui sont en moyenne 

relativement moins abondants. La réponse au stress est différente dans les cellules du gastroderme, 

les signaux corrélés à l’élution des lipides étant surexprimés à T59 par rapport aux peptides. Si le 

stress thermique est responsable de la diminution des FIS de 80% (Figure 75), leur empreinte 

chimique à T59 montre une augmentation des signaux caractéristiques des lipides neutres chez les 

Symbiodinium restants. 
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Figure 76 Chromatogrammes HPLC-DEDL des extraits bruts caractéristiques des différents tissus de 
l’anémone A. viridis avant et à la suite d’un stress thermique. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx 
(phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 
de 0 à 5 min puis 90:10 à 0:100 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 

 

 Stress chimique b)

Les chromatogrammes HPLC-DEDL des extraits bruts organiques issus des tissus animaux 

(épiderme et gastroderme) et des symbiotes d’anémones traitées par le menthol ont été comparés 

entre T0 et T59 (Figure 77).  

A première vue, l’induction d’un stress chimique semble influer de manière plus significative 

que le stress thermique sur le métabolome des différents compartiments de l’anémone A. viridis.  

Les signaux correspondant aux peptides sont fortement surexprimés par rapport aux lipides en 

conditions de stress dans l’épiderme et le gastroderme, mais cette régulation n’est visible que pour 

2 des 3 anémones analysées (Annexe 6). Les FIS ont un profil similaire entre T0 et T59, les lipides 

polaires sont cependant exprimés différemment. 
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Figure 77 Chromatogrammes HPLC-DEDL des extraits bruts caractéristiques des différents tissus de 
l’anémone A. viridis avant et à la suite d’un stress chimique. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx 
(phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 
0 à 5 min puis 90:10 à 0:100 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 

 

5. Individu entier (stress chimique) 

Chez le corail S. pistillata, la rupture de la symbiose induite chimiquement permet d’obtenir 

des individus aposymbiotiques sans modification significative de leurs paramètres physiologiques 

(fréquence respiratoire) et biochimiques (quantité d’acides aminés libres, activité enzymatique ; 

Wang et al. 2013). Ce mode de blanchissement a été choisi par rapport à un stress thermique dans le 

but d’étudier de plus près la réponse au stress de l’anémone de mer A. viridis au niveau 

métabolomique. En parallèle, des analyses ultrastructurales ont été entreprises au laboratoire et ont 

permis de déterminer que l’autophagie est le mécanisme principal de rupture de la symbiose induite 

par un stress chimique (Dani et al. 2015, soumis). La comparaison des empreintes chimiques dans 

les différents compartiments d’A. viridis a montré une évolution de signaux correspondant aux 
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peptides et aux lipides. Afin d’identifier les métabolites modifiés par ce stress, des empreintes 

chimiques ont été comparées à celle issue de métabolome d’un individu entier stressé 

chimiquement. Pour réaliser ces comparaisons, une donnée supplémentaire est à prendre en 

compte : le corps (ou pied) de l’anémone. Des empreintes chimiques de la partie « tentacules » et la 

partie « corps » de l’anémone séparément ont donc été comparées par HPLC-UV-DEDL (Figure 78).  

 
Figure 78 Comparaison des empreintes chimiques issues des extraits bruts organiques de la partie 
tentacules et la partie corps d’une anémone de mer A. viridis. (a) : chromatogramme DEDL ; (b) : 
chromatogramme UV à 254 nm. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 
mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis 90:10 à 
0:100 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 

 

Il s’avère que l’empreinte chimique issue de la partie « corps » de l’anémone présente des 

similitudes avec celle de la partie « tentacules » au niveau de la présence des peptides (composés 5-

8) aux temps de rétention 12 à 16 min, ainsi que des stérols et des cérides (composés 78-96) aux 

temps de rétention 35 à 40 min. Ces composés sont cependant représentés dans des proportions 

relatives très différentes (Figure 78a). Les lipides polaires (composés 9-77) aux temps de rétention 

26 à 35 min sont très faiblement présents dans la partie « corps » de l’anémone. L’analyse HPLC-UV 

à 254 nm permet de distinguer au mieux la présence de lipides polaires dans cette partie (Figure 

78b), et souligne la présence de certains signaux dans la partie « corps » (2 signaux éluant entre 7 et 

9 min et 2 autres signaux entre 33 et 35 min) absents de la partie « tentacules ». Des différences 

qualitatives sont donc observées entre les parties « tentacule » et « corps » de l’anémone de mer A. 

viridis. 

Corps

Tentacules

Corps

Tentacules

DEDL

UV 254 nm

a

b
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 Analyse de la fraction F1 (bétaïnes) a)

Les profils métabolomiques issus de la fraction F1 d’une anémone symbiotique ainsi que d’une 

anémone stressée chimiquement ont été analysés par HPLC-UV-DEDL. Les chromatogrammes 

HPLC-UV sont présentés dans la Figure 79. Les signaux 1 à 3 correspondent aux composés 1, 2 et 3 

caractérisés (respectivement, l’homarine, la trigonelline et la zooanémonine, Chapitre 2, partie IV.1, 

p. 75).  

 

 
Figure 79 Chromatogramme HPLC-UV (HILIC) caractéristique de la F1 d’un individu 
symbiotique et d’un individu ayant subi un stress chimique de 59 jours. Colonne Machery-
Nagel Nucleodur HILIC (250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O /CH3CN, 90:10 de 0 à 5 
min puis 90:10 à 10:90 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 

 

L’ensemble de ces composés reste présent suite à un stress de 59 jours, mais leurs contributions 

relatives sont modifiées : l’homarine et la trigonelline sont moins fortement produites par rapport à 

la zooanémonine.  
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Les bétaïnes sont des composés zwittérioniques connus pour jouer un rôle dans l’osmoprotection et 

la photoprotection (Hill et al. 2010) ; ils protègent de l’attaque de ROS (Ganesan et al. 2011). Chez 

les plantes, des bétaïnes telles que la glycine bétaïne sont accumulées lors de l’exposition à des 

stress thermiques, salins ou UV (Chen et Murata 2008). Ces auteurs postulent que la glycine bétaïne 

agit entre autres en limitant l’oxydation des lipides membranaires. La zooanémonine, surexprimée à 

la suite d’un stress chimique, pourrait jouer un rôle équivalent chez A. viridis. 

 Analyse de la fraction F2 (lipides polaires) b)

 La fraction F2 de l’anémone aposymbiotique a été analysée par LC/MS/MS (Figure 80) afin 

de comparer sa signature chimique à celles issues des compartiments d’une anémone symbiotique.  

 
Figure 80 Chromatogrammes UPLC-HRMS des extraits bruts organiques dessalés issus des compartiments 
animaux (Epiderme et Gastroderme), et symbiotes fraichement isolés (FIS) d’A. viridis. Colonne Thermo 
Scientific Accucore C18 (100x2,1 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 96:4 
à 100:0:0 en 42 min ; retour aux conditions initiales de 45 à 60 min. 

 

A partir des composés majoritaires caractérisés de l’anémone symbiotique (Chapitre 2, partie IV, p. 

73), des comparaisons ont été effectuées et sont présentées dans le Tableau 16.  
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Tableau 16 Comparaison de la présence des composés majoritaires de l’anémone symbiotique dans 
l’anémone aposymbiotique. Epi : épiderme, Gas : gastroderme, FIS : cellules de Symbiodinium fraîchement 
isolées et CS : de culture. Souligné : majoritaire. 

 

 
 

 

 

n° composé
Présence (anémone 
symbiotique)

Présence (anémone
aposymbiotique)

25 Lyso-DGCC C16:0 Epi/Gas/CS/FIS Présent

28 Lyso-DGCC  C22:6n-3 Epi/Gas/FIS/CS Traces

37 DGCC C38:6 Epi/Gas/FIS/CS Traces

43 DGCC C44:12 Gas/FIS/CS Absent

46 Lyso-PC Alkyl-16:0 Epi/Gas Traces

47 Lyso-PC Alkyl-17:0 Epi/Gas Absent

61 Lyso-PE C20:5 Epi Absent

65 CAEP Epi Absent

72 C14:1-amide Epi/Gas/FIS/CS Absent

73 C16:0-amide Epi/Gas/FIS/CS Présent

74 C16:1-amide Epi/Gas/FIS/CS Traces

75 C18:0-amide Epi/Gas/FIS/CS Absent

76 C18:1-amide Epi/Gas/FIS Présent

77 C18:2-amide Epi/Gas/FIS Traces
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 La plupart des composés majoritairement présents dans l’anémone symbiotique sont 

absents ou présents à l’état de trace dans l’anémone aposymbiotique. Seuls le lyso DGCC-C16:0, et 

les amides gras C16:0 et C18:1 sont maintenus après 59 jours de stress chimique. Tous les composés 

liés à des acides gras (AG) polyinsaturées sont absents de l’anémone aposymbiotique ou à l’état de 

trace. Des composés tels que les lyso-PC Alkyl17:0, lyso-PE C20:5 ou le CAEP sont ici proposés 

comme des indicateurs de blanchissement. Plusieurs hypothèses peuvent expliquer le déficit en 

lipides polaires observé chez l’anémone aposymbiotique : certains de ces composés (les DGCC) sont 

synthétisés par les symbiotes, et la diminution de la population de Dinoflagellés contribue donc 

directement à une diminution de l’apport métabolique par transfert vers leur hôte. De plus, le stress 

oxydant engendré par un dysfonctionnement de la photosynthèse est responsable de l’attaque de 

ROS, pour lesquels les AG polyinsaturés sont la cible. Les produits de l’oxydation des AG peuvent 

être nombreux. Sont recensés des dérivés –oxo, -hydroxy ou –carboxy (Domingues et al. 2008).  

 

 Analyse de la fraction F3 (lipides neutres) c)

La fraction F3 a été analysée par GC/MS, son chromatogramme a été comparé à celui issu de 

la fraction F3 d’une anémone symbiotique (Figure 81). 

 Une faible réponse au stress est observée pour les stérols, mais cette réponse est flagrante 

pour les cérides. En effet, les cérides ne sont observés qu’à l’état de trace à la suite d’un stress 

chimique menant à la rupture de la symbiose. Les cérides sont des constituants à la fois du mucus 

sécrété par l’épiderme des Cnidaires, mais aussi des lipides de réserve (Chapitre 2 IV.4.b p. 114). La 

production et l’excrétion de mucus est perturbée à la suite d’un stress, qu’il soit de nature 

thermique ou salin (Kato et al. 1987), chimique (par exposition à l’acide hydroxycyanique, Cervino 

et al. 2003), ou encore pathogène (Hayes et Goreau 1998). De plus, la rupture de la symbiose met en 

jeu des processus de dégradation des membranes du gastroderme afin d’expulser les symbiotes 

(Chapitre 1 II.4.d p. 39). Il a été montré que du mucus lipidique résulte de cette expulsion (Steen et 

Muscatine 1987 ; Cervino et al. 2003 ; en revue dans Wooldridge 2009). Nos observations chez A. 

viridis sont donc en accord avec les résultats de l’ensemble de ces études. 
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Figure 81 Chromatogrammes GC/MS caractéristiques des fractions F3 issues d’une anémone symbiotique 
et d’une anémone rendue aposymbiotique pas un stress chimique (instrument A, colonne Zebron ZB-5MS 
30 × 0,25 mm, épaisseur de film 0,25µm). Gradient de température : 100-230°C à 25°C.min-1 ; 230-290°C 
à 2,5°C.min-1 290-300°C à 11°C.min-1). Ionisation électronique (70 eV). 
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IV.  Localisation des composés par MALDI-MSI  

 L’analyse par MALDI-MSI permet de réaliser une cartographie de l’ensemble des composés 

in situ à partir d’une surface, en une seule analyse. De plus, cette méthode est non-intrusive (pour A. 

viridis, le prélèvement d’un tentacule est largement suffisant). L’ensemble de ces avantages a 

largement participé au succès de cette technique cette dernière décennie (en revue dans Chaurand 

2012). Ainsi, de nombreux organismes ont pu être étudiés, tels que des mammifères (Lemaire et al. 

2006), des invertébrés (Meriaux et al. 2011 ; Wisztorski et al. 2008) ou des plantes (Hölscher et al. 

2009). Des études ont centré leurs efforts sur la détection de protéines (Wisztorski et al. 2008), 

d’ARNm (Lemaire et al. 2007), ou de métabolites, tels que les lipides (Sugiura et al 2007) ou encore 

de saponines (Van Dyck et al. 2010).  

 En vue d’analyser la distribution des médiateurs chimiques d’A. viridis et de suivre le 

devenir de certains composés d’intérêt pendant une cinétique de stress, l’imagerie par MALDI-MS 

est un outil de choix. Les études ont été réalisées au laboratoire Protéomique, Réponse 

Inflammatoire, Spectrométrie de Masse (PRISM) de l’université de Lille 1, dirigé par le Pr. Michel 

Salzet. 

Pour ce faire, des coupes de tentacules ont d’abord été réalisées par cryosection, puis 

photographiées en microscopie optique. Après mise au point de la méthode, les coupes 

transversales ont été adoptées (Figure 82). 
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Figure 82 Photographie d’une coupe transversale de tentacule d’A. viridis symbiotique prise par 
microscopie optique. Epi : épiderme ; Gas : gastroderme ; FIS : cellules de Symbiodinium fraîchement 
isolées. 

1. Localisation de médiateurs chimiques par MALDI-MSI 

 Un ensemble de composés a pu être caractérisé à partir de l’anémone symbiotique, et leur 

distribution entre les compartiments animaux (épiderme et gastroderme) et les symbiotes a été 

déterminée (Chapitre 2). L’analyse par MALDI-MSI à partir de coupes transversales de tentacules 

permet d’analyser plus finement la localisation de ces composés. Plusieurs matrices ont été testées 

(9-AA : 9-amino-acridine, HCCA : acide α-Cyano-4-hydroxycinnamique ; DHB : acide 2,5-

Dihydroxybenzoïque). 

Le lyso-DGCC C22:6 (composé 28), et le DGDG C18:5/18:5 (composé 70) sont deux 

composés synthétisés par les cellules de Symbiodinium spp. et décrits comme composés majoritaires 

du compartiment symbiotique (gastroderme et symbiotes) en conditions symbiotiques (Tableau 4 

p. 94 ; Tableau 7 p.105); Des analyses MALDI-MSI ont été acquises pour ces composés (Figure 83). 

Epi

Mésoglée

Gas+FIS
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A partir des images moléculaires, il est possible d’observer à la fois la localisation des composés, 

ainsi que leur intensité relative (échelle de couleurs) dans la région analysée (représentée en 

pointillés blancs). Les compartiments animaux ne sont pas visibles sur l’image, mais les points noirs 

représentent les symbiotes. A l’intérieur du cercle formé par les symbiotes se situe le gastroderme, 

et à l’extérieur se situe l’épiderme (observés dans la Figure 82). 

 

 
Figure 83 Images MALDI de la répartition de l’ion quasi-moléculaire (a) de m/z = 951,679 Da et (b) 562,878 
Da acquises en mode positif sur des coupes transversales de tentacules d’A. viridis symbiotique. Gamme de 
masse ciblée à ± 0,300 Da. Matrice utilisée : 9-amino acridine, résolution : 20 µm. 

 

Les images acquises à partir des cibles lyso-DGCC C22:6 (Figure 83a), et DGDG C18:5/18:5 (Figure 

83b) confirment leur localisation exclusivement dans le compartiment symbiotique. 

Le lyso-PC alkyl-16:0 (composé 46) est un composé majoritaire des compartiments animaux de 

l’anémone symbiotique (Tableau 5 p. 97). La cartographie de ce composé par MALDI-MSI montre 

que sa localisation est majoritairement épidermique (Figure 84).  
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Figure 84 (a) : Image MALDI de la répartition de l’ion quasi-moléculaire de m/z = 482,745 Da acquise en 
mode positif sur une coupe transversale de tentacule d’A. viridis symbiotique. Gamme de masse ciblée à ± 
0,300 Da. Matrice utilisée : 9-amino acridine, résolution : 20 µm. (b) : spectre moyen de la zone 
épidermique. 

 

D’autre part, des superpositions ont pu être réalisées à partir de signaux localisés dans différents 

compartiments du tentacule d’A. viridis. Ainsi, le composé de m/z = 683,38 est spécifiquement 

localisé dans l’épiderme, le composé de m/z = 814,88 est retrouvé au niveau de la mésoglée, et le 

composé de m/z = 800,67 composé au niveau du compartiment symbiotique (Figure 85). Les images 

obtenues montrent que la résolution de l’acquisition permet bien de distinguer la localisation des 

composés (Kopp et al. 2014).  
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Figure 85 Images moléculaires  sur une coupe transversale de tentacule d’A. viridis symbiotique. a,  
coupe histologique (la zone analysée est représentée par le carré en pointillés) ; b, images MALDI 
acquises en mode positif de la répartition des ions quasi-moléculaires de m/z = 683,68 (bleu), 
814,88 (vert) et 800,67 (rouge), ainsi que leur superposition. Modifié d’après Kopp et al. 2014  

2. Suivi de la réponse au stress par MALDI-MSI 

Des tentacules ont été prélevés à différents temps au cours d’un stress chimique induit par 

l’addition de menthol dans l’eau de mer (Figure 86). 

 
Figure 86 Schéma de la méthodologie générale appliquée au prélèvement de tentacules d’anémones A. 
viridis au cours d’un stress chimique (par ajout de menthol) destiné aux analyses par MALDI-MSI. 

 

Superpositionm/z = 814,88m/z = 683,68 m/z = 800,67

a

b
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 Des coupes ont ensuite été réalisées, puis une étude préliminaire a été menée par MALDI-

MSI. Plusieurs lipides majoritaires caractérisés à partir de l’anémone symbiotique ont été ciblés sur 

les coupes réalisées à partir des prélèvements aux temps définis dans la Figure 86, afin de suivre 

leur évolution au cours du stress. Une réponse qualitative et localisée a pu être observée pour 

quelques DGCC, les autres lipides polaires ciblés ont donné des résultats non-homogènes mais qui 

présentent certaines caractéristiques intéressantes. 

 Réponse au stress des DGCC a)

 L’analyse par approche métabolomique a permis d’observer une perte presque totale des 

DGCC après 59 jours de stress (Tableau 16). L’ensemble des m/z correspondant aux composés de la 

classe des DGCC a donc été ciblé par MALDI-MSI. Le DGCC C22:6/C22:6 (composé 43) de m/z = 

872,6042 a été observé dans les cellules du gastroderme et les FIS de l’anémone symbiotique. Son 

suivi au cours des différents temps de la cinétique de stress a été réalisé par MALDI-MSI (Figure 87). 

Le signal est présent de façon homogène à tous les temps chez l’anémone contrôle, et localisé au 

niveau du compartiment symbiotique (gastroderme et FIS). Cependant, de manière intéressante, le 

signal correspondant à cet ion augmente pendant les premiers jours de la cinétique de stress (T1 et 

T5), puis tend à diminuer de manière importante dès T10 jusqu’à disparaître totalement à T59. 

L’hypothèse d’une simple corrélation entre la perte des DGCC et à la perte des symbiotes qui les 

synthétisent ne peut pas être établie, car à T5 une diminution de la densité de symbiotes est déjà 

établie (Figure 75, p. 146).  L’absence de signal à T59 confirme les observations faites dans l’analyse 

métabolomique. 
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Figure 87 Images MALDI de la répartition de l’ion quasi-moléculaire de m/z = 872,761 acquises en mode 
positif sur des coupes transversales de tentacules d’A. viridis prélevées pendant une cinétique de stress 
chimique. En haut : images issues de l’anémone contrôle ; en bas : images issues d’une anémone stressée. 
Une échelle d’intensité de la réponse est donnée en haut à droite. Gamme de masse ciblée : 872,761 ± 0,237 
Da. Matrice utilisée : DHB, résolution : 20 µm. 

 

Le lyso-DGCC C16:0 (composé 25) de m/z = 490,3744 est caractéristique du compartiment 

gastrodermique de l’anémone symbiotique (Tableau 4 p. 94). Ce composé est conservé chez 

l’anémone aposymbiotique (Tableau 16). Il a été ciblé par MALDI-MSI (Figure 88) mais est absent 

des coupes de tentacules à T59. Il est donc fort probable que ce composé soit présent dans la partie 

« corps » de l’anémone. De manière intéressante, sa réponse au stress suit la même cinétique que 

celle du DGCC C22:6/C22:6, par augmentation jusqu’à T5, puis diminution jusqu’à disparition totale 

à T59.  
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Figure 88 Images MALDI de la répartition l’ion de m/z = 490,337 acquises en mode positif sur des coupes 
transversales de tentacules d’A. viridis prélevées pendant une cinétique de stress chimique. En haut : 
images issues de l’anémone contrôle ; en bas : images issues d’une anémone stressée. Une échelle 
d’intensité de la réponse est donnée en haut à droite. Gamme de masse ciblée : 490,337 ± 0,300 Da. Matrice 
utilisée : DHB, résolution : 20 µm. 

 

Le DGCC C16:0/C22:6 (composé 37) de m/z = 800,3040 est majoritaire dans les cellules de 

Symbiodinium de l’anémone symbiotique (Tableau 4 p. 94), et n’est présent qu’à l’état de trace dans 

l’anémone blanchie (Tableau 16). Ce composé a été ciblé par MALDI-MSI (Figure 89). Sa réponse au 

stress est identique à celle des deux composés analysés précédemment (Figure 87 ; Figure 89). 

L’absence de ce composé à T59 peut être liée à sa détection dans la partie « corps » de l’anémone, ou 

à la forte diminution de la densité des symbiotes, ainsi qu’à la différence de sensibilité des 

techniques de mesure utilisées (LC/MS/MS et MALDI-MSI). 
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Figure 89 Images MALDI de la répartition de l’ion quasi-moléculaire de m/z = 800,738 acquises en mode 
positif sur des coupes transversales de tentacules d’A. viridis prélevées pendant une cinétique de stress 
chimique. En haut : images issues de l’anémone contrôle ; en bas : images issues d’une anémone stressée. Une 
échelle d’intensité de la réponse est donnée en haut à droite. Gamme de masse ciblée : 800,738 ± 0,500 Da. 
Matrice utilisée : DHB, résolution : 20 µm. 
 

Ces analyses ont été reportées sur l’ensemble des autres DGCC caractérisées d’A. viridis, et tous 

répondent de la même manière au stress. Les signaux ne sont cependant pas homogènes sur les 

images issues de l’anémone contrôle. Un exemple est donné pour le DGCC C17:1/C22:6 (composé 

38) de m/z = 814,6197, présent seulement chez les FIS dans l’anémone symbiotique, et absent de 

l’anémone aposymbiotique (Figure 90). 

 
Figure 90 Images MALDI de la répartition de l’ion quasi-moléculaire de m/z = 814,597 acquises en mode 
positif sur des coupes transversales de tentacules d’A. viridis prélevées pendant une cinétique de stress 
chimique. En haut : images issues de l’anémone contrôle ; en bas : images issues d’une anémone stressée. 
En haut à droite : échelle d’intensité de la réponse. Gamme de masse ciblée : 814,597 ± 0,500 Da. Matrice 
utilisée : DHB, résolution : 20 µm. 
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 Les DGCC ont été décrits pour la première fois chez l’hôte Cnidaire, et sont connus pour être 

synthétisés par les organismes photosynthétiques. La disparition de ces composés à la suite d’un 

stress thermique est corrélée avec la rupture de la symbiose observée, mais il est intéressant de 

noter leur disparition de manière simultanée dans les cellules du gastroderme. Une augmentation 

de la température (de 10°C) n’a pas montré d’effet sur les DGCC de Symbiodinium microadriaticum 

en culture (Leblond et al. 2015), cela démontre une implication de la relation symbiotique dans la 

réponse de ces composés à un stress, donc d’une régulation de la part de l’hôte. De plus, une 

augmentation dans les premiers jours de l’induction du stress est observée pour l’ensemble de ces 

composés. L’enrichissement en DGCC est donc proposé comme marqueur précoce de rupture de la 

symbiose. 

 Réponse au stress des PC, des PE et du CAEP b)

 Des analyses similaires ont été réalisées sur la phosphatidylcholine lyso-PC Alkyl-16:0 

(composés 46, de m/z = 482,3611), la phosphatidyléthanolamine Lyso-PE C20:5 (composés 61, de 

m/z = 500,2776) et le céramide amino-éthylphosphonate (composés 65, de m/z = 643,5182) 

majoritaires dans l’anémone symbiotique. Ces composés sont absents de l’anémone 

aposymbiotique, en dehors de la lyso-PC Alkyl-16:0, présente à l’état de traces. Les images MALDI-

MSI ont été acquises pour ces composés (Figure 91). La localisation de ces derniers n’est pas claire, 

puisque leur présence n’est pas homogène sur l’anémone contrôle. Les résultats sont par 

conséquent difficilement interprétables. 

 Des acquisitions sur les peptides, ainsi que sur les MGDG/DGDG présents dans les tissus de 

l’anémone symbiotique sont en cours. Il est important de déterminer les variations en galactolipides 

au cours d’un stress, car les DGDG sont impliqués dans la thermotolérance pour la plante modèle A. 

thaliana (Chen et al. 2006) ainsi que chez des cyanobactéries du genre Synechocystis (Mizusawa et 

al. 2009), pour lesquels ils sont essentiels à la stabilisation du photosystème II (Sakurai et al. 2007). 

De plus, il a été montré que la chaîne grasse en position Sn-2 des DGDG était modifiée après un 

stress thermique sur des cellules de Symbiodinium microadriaticum mises en culture (Leblond et al. 

2015). Ces lipides sont au centre de la formation des membranes photosynthétiques, ils peuvent 

ainsi être des marqueurs de stress. Leur suivi par MALDI-MSI peut alors être une méthode de 

détection d’un stress menant à la rupture de la symbiose. De façon identique, les DGCC 

exclusivement synthétisés par les symbiotes peuvent être d’excellents marqueurs de stress. 
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Figure 91 Images moléculaires des ion quasi-moléculaires de (a) m/z = 482,438 ; (b) m/z = 500,317 et (c) 
m/z = 643,380 acquises par MALDI-MSI en mode positif sur des coupes transversales de tentacules d’A. 
viridis prélevées pendant une cinétique de stress chimique. En haut : images issues de l’anémone 
contrôle ; en bas : images issues d’une anémone stressée. Une échelle d’intensité de la réponse est donnée 
en haut à droite. Gammes de masse ciblées à ± 0,500 Da. Matrice utilisée : DHB. 
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 Limites de l’étude  c)

 Si l’analyse par MALDI-MSI a pu montrer toute son efficacité sur un certain nombre de 

composés majoritaires d’A. viridis, tous n’ont pas pu être observés. En tout premier lieu, une mise au 

point conséquente s’impose pour chaque type de matériel biologique : traitement et taille de la 

coupe, choix du type de matrice, gamme de masse à analyser, type de détection ou encore 

ajustements de la résolution spatiale. Le diamètre d’une coupe transversale de tentacule de 

l’anémone A. viridis ne dépasse pas 0,8 cm, et l’épaisseur épiderme-mésoglée-gastroderme mesure 

moins de 0,3 cm. Pour l’ensemble des analyses, une résolution spatiale maximale a dû être 

employée. L’ajustement de la sensibilité du spectromètre de masse ainsi que de l’efficacité 

d’ionisation apportée par la matrice sont aussi des facteurs importants pour l’analyse du 

métabolome complet. En effet, l’investigation réalisée chez A. viridis a pu montrer que pour une 

famille de molécules donnée, seuls les composés majoritaires semblent donner une réponse stable 

entre les individus et entre les coupes. De plus, les paramètres d’ionisation mis au point n’ont pas 

permis d’examiner les composés polaires de faible poids moléculaire (bétaïnes par exemple). 

 Face au phénomène de blanchissement massif des Cnidaires à travers le monde, et de leurs 

impacts écologiques comme économiques majeurs, un des enjeux actuels est d’identifier des 

indicateurs permettant de détecter un stress pouvant mener à une rupture de la symbiose. Certains 

DGCC sont des candidats prometteurs pour la détection d’une rupture engagée de la symbiose. 

L’anémone A. viridis contient une grande majorité de lipides, ainsi qu’une grande diversité d’AG qui 

sont une des principales cibles du stress oxydant et des ROS. Un stress thermique à court terme a 

été utilisé pour une étude ciblée par approche lipidomique afin de rechercher des marqueurs de 

stress précoces. 
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V. Modifications du lipidome d’A. viridis en réponse à un stress 

1. Contexte de l’étude 

Le lipidome d’A. viridis a été extrait puis caractérisé, la composition en classes de lipides ainsi 

qu’en acides gras issus de lipides neutres et de lipides polaires a été déterminée dans les tissus de 

l’hôte (épiderme et gastroderme) et des symbiotes fraîchement isolés (Chapitre 2, V.3 p. 120). Il 

s’est avéré qu’A. viridis possède une majorité de lipides polaires, mais ces lipides ne sont pas 

distribués uniformément entre les compartiments. 

Des stress environnementaux tels que l’augmentation de la température ou de la luminosité 

induisent des modifications de la teneur en lipides et en acides gras chez les Cnidaires (Treigner et 

al. 2008 ; Tolosa et al. 2011), ainsi que dans des cellules de Symbiodinium mises en culture 

(Tchernov et al. 2004 ; Kneeland et al. 2013). Par exemple, il a été montré que des Cnidaires 

symbiotiques présentent des quantités importantes d’AG C18:4n-3 et C18:5n-3 (Papina et al. 2003) 

comparativement à des Cnidaires aposymbiotiques (Imbs et al. 2009) ou blanchis (Bachok et al. 

2006). Certaines de ces modifications ont ainsi été proposées comme indicateurs de stress 

(Tchernov et al. 2004, Tolosa et al. 2011, Kneeland et al. 2013). Ces analyses ont été réalisées sur 

des stress à long terme (entre 4 semaines et 2 mois), mais aucune n’a été effectuée sur la 

distribution des lipides dans les compartiments animaux.  

Dans le cadre de l’étude présentée, les anémones de mer ont subi un stress thermique à 

court terme (5 jours), et les classes de lipides, ainsi que les acides gras issus des lipides neutres et 

des lipides polaires ont été caractérisés entre les différents compartiments de l’hôte et les symbiotes  

(Figure 92). Un stress à court terme terme n’entraine pas de modification significative de la densité 

des symbiotes chez A. viridis, mais leur contenu lipidique peut être un indicateur précoce d’un 

stress. Dans ce but, trois indicateurs lipidiques ont été testés dans l’épiderme, le gastroderme et les 

symbiotes. 
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Figure 92 Schéma expérimental global de la méthodologie d’extraction, séparation, dérivatisation et 
analyse des fractions lipidiques obtenues à partir des compartiments animaux (épiderme, Epi et 
gastroderme, Gas) et des symbiotes fraîchement isolés (FIS) au cours d’un stress (à T0, T1 et T5 jours). 

2. Densité en Symbiodinium 

Les anémones de mer A. viridis ont été exposées à une augmentation de la température de 

l’eau de 10°C, passant de 19 à 29°C, pendant 5 jours. Des prélèvements de tentacules ont été réalisés 

juste avant l’induction du stress (T0), ainsi que 24h et 5 jours après le début du stress (T1 et T5). La 

densité en symbiotes a été suivie (Figure 93) : elle n’est pas modifié au bout de 24h (T1), mais 

diminue légèrement à T5.  
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Figure 93 Densité relative de cellules de Symbiodinium symbiotiques lors d’un stress 
thermique de 5 jours. Le nombre de cellules de Symbiodinium est normalisé par la 
concentration en protéines. Moyenne ± SEM, Contrôle : n=1 ; stress : n=4. 

3. Indicateurs lipidiques de stress 

 La composition relative en acides gras issus de lipides neutres et de lipides polaires a été 

répertoriée avant un stress (T0), après 24h de stress (T1) et 5 jours de stress (T5) dans les tissus de 

l’hôte (épiderme et gastroderme), et les cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (Annexe 7). 

 Trois indicateurs lipidiques de stress ont été décrits à la suite d’un stress thermique réalisé 

sur des cellules de Symbiodinium fraîchement isolées puis mises en culture (Tchernov et al. 2004 ; 

Kneeland et al. 2013). Ces indicateurs ont été appliqués aux compartiments de l’hôte (épiderme et 

gastroderme) et aux symbiotes lors du stress à court terme induit chez A. viridis.  

Le premier décrit le degré d’insaturation des AG de la série C18 (Kneeland et al. 2013) 

définit par l’équation suivante : 

𝐷𝑒𝑔𝑟é 𝑑’𝑖𝑛𝑠𝑎𝑡𝑢𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑒𝑠 𝐴𝐺 =
∑ 𝐴𝐺 𝐶18 𝑖𝑛𝑠𝑎𝑡𝑢𝑟é𝑠 

∑ 𝐴𝐺 𝐶18 
 

 

Les résultats (Figure 94) montrent que cet indicateur diminue significativement au niveau des 

symbiotes (lipides neutres : P = 0,043 et lipides polaires : P = 0,046, test Oneway), mais pas dans les 

compartiments animaux. Au contraire, le degré d’insaturation des AG issus de lipides neutres de la 

série C18 tend à augmenter entre T0 et T1 pour l’épiderme et le gastroderme (Figure 94 a). 
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Figure 94 Evolution du degré d’insaturation des acides gras issus (a) de lipides neutres, et (b) de lipides 
polaires au cours d’un stress thermique dans les tissus de l’hôte (épiderme et gastroderme), et les 
symbiotes fraîchement isolés de tentacules d’A. viridis. Données brutes transformées en log. Moyenne ± 
SEM, n=3. * : significativement différent de T0, et « P<0,05 » : significativement différent entre T1 et T5 
(P<0,05, test Oneway suivi du test post hoc de Tukey). 
 

 Le second indicateur concerne la quantité relative d’acides gras par rapport aux stérols 

(Kneeland et al. 2013). Il est évalué chez A. viridis en séparant les AG issus de lipides neutres et de 

lipides polaires. Ce ratio adapté permet d’analyser l’évolution de lipides de réserve par rapport à 

des lipides de structure, mais aussi de lipides de structure entre eux.  

La Figure 95 présente les résultats obtenus pour A. viridis. Les tendances entre les ratios d’acides 

gras de lipides neutres (Figure 95 a) et de lipides polaires (Figure 95 b) sont très différentes. Tandis 

que la quantité de lipides de réserve n’est pas significativement modifiée par rapport aux stérols, la 

quantité de lipides polaires diminue pour les symbiotes entre T0 et T1, puis l’effet inverse est 

observé à T5 (P = 0,048, test Oneway). Cette tendance est aussi observée dans les compartiments de 

l’hôte, sans être toutefois significative.  
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Figure 95 Evolution du ratio d’acides gras issus (a) de lipides neutres, et (b) de lipides polaires par rapport 
aux stérols au cours d’un stress thermique dans les tissus de l’hôte (épiderme et gastroderme), et les 
symbiotes fraîchement isolés de tentacules d’A. viridis. Données brutes transformées en log. Moyenne ± 
SEM, n=3. * : significativement différent de T0 (P<0,05, test Oneway suivi du test post hoc de Tukey). 
 

Le dernier indicateur lipidique de stress est basé sur l’évolution croisée de deux acides gras 

particuliers (Tchernov et al. 2004) : le C18:1n-9 (acide oléique) et le C18:4n-3 (acide stéaridonique). 

Le caractère plutôt ubiquitaire de l’acide oléique et le statut de marqueur lipidique de l’acide 

stéaridonique chez des Cnidaires symbiotiques (Papina et al. 2003 ; Imbs et al. 2010b) justifie 

l’étude de leur évolution croisée lors d’un stress chez les Cnidaires symbiotiques. Pour A. viridis, ce 

ratio a été calculé pour les lipides neutres et les lipides polaires, pour les compartiments 

symbiotiques : le gastroderme et les cellules de Symbiodinium (Figure 96). L’épiderme n’a pas été 

pris en compte car le C18:4n-3 est sous le seuil de détection. Cet indicateur est beaucoup plus élevé 

parmi les lipides neutres (entre 0,3 et 1,8 ; Figure 96 a) que les lipides polaires (entre -0,4 et 0,8 ; 

Figure 96 b), à cause d’une concentration plus élevée du C18 :1n-9 parmi les lipides neutres (Figure 

66 p. 125). De même, le ratio est plus élevé dans le gastroderme par rapport aux symbiotes durant 

les 5 jours de l’expérience. Intégré aux lipides neutres, cet indicateur moléculaire augmente 

significativement chez les symbiotes (P = 0,037, test Oneway), mais n’est pas modifié dans les 

cellules du gastroderme au cours du stress thermique. Parmi les lipides polaires, la tendance est 

inversée : le ratio C18:1n-9/C18:3n-4 augmente significativement dans le gastroderme à T1 et à T5 

(P = 0,04, test Oneway), mais n’est pas modifié dans les cellules de Symbiodinium. 
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Figure 96 Evolution du ratio C18:1n-9/C18:4n-3 parmi les acides gras issus (a) de lipides neutres, et (b) 
de lipides polaires au cours d’un stress thermique dans les tissus symbiotiques (gastroderme et symbiotes 
fraîchement isolés) de tentacules d’A. viridis. Données brutes transformées en log. Moyenne ± SEM, n=3. * : 
significativement différent de T0, et « P<0,05 » : significativement différent entre T1 et T5 (P<0,05, test 
Oneway suivi du test post hoc de Tukey). 

4. Discussion générale 

 Le nombre d’insaturations des acides gras issus de lipides membranaires influe sur la 

rigidité des membranes : le ratio C18:1n-9/C18:3n-4 ainsi que le degré d’insaturation des AG C18 

issus de lipides polaires sont donc des indicateurs de fluidité membranaire. La production de ROS 

lors d’un stress thermique est connue pour oxyder les lipides membranaires et a pu être montrée 

chez Symbiodinium (Tchernov et al. 2004). Ce processus participe à l’induction de la rupture de la 

symbiose chez les Cnidaires (Downs et al. 2002). Les ROS affectent principalement les lipides 

polyinsaturés, et la modulation de la concentration de ces derniers dans les membranes des 

thylakoïdes augmente la stabilité des individus (Murakami et al. 2000). La diminution de la 

concentration relative d’AG polyinsaturés observée (Figure 94 ; Figure 96) peut être expliquée par 

une attaque des ROS ainsi que par la diminution de l’activité métabolique des symbiotes. En effet, 

des produits issus de la péroxydation des lipides sont observés dès 24h de stress dans une étude 

similaire chez A. viridis (Richier et al. 2005). La diminution des AG polyinsaturés ne peut pas être 

attribuée à un blanchissement, puisque plus de 80% des symbiotes initiaux sont encore présents 

après 5 jours de stress. 

 Les stérols sont reliés aux AG saturés dans les membranes (Pitman et al. 2004). La 

concentration relative en stérols est stable le long des 5 jours de stress. La diminution observée du 

ratio AG issus de lipides polaires/stérols est donc due à une évolution de la concentration en acides 

gras. Cette observation est marquée dans les cellules de Symbiodinium, l’évolution de ce ratio est 

corrélée aux autres indicateurs (le ratio d’insaturation des AG de type C18 et le ratio C18:1n-
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9/C18:4n-3) qui reflètent tous une diminution de la concentration relative en AG polyinsaturés. Ces 

tendances ont été mises en évidence dans des cellules de Symbiodinium mises en culture (Kneeland 

et al. 2003), mais aussi chez le corail Pavona frondifera (Bachok et al. 2006).  

 Il est intéressant de noter que la plupart des indicateurs montrent des évolutions 

significatives dès 24h de stress. Ces résultats montrent qu’un stress thermique induit des 

modifications rapides du métabolisme lipidique. Des résultats acquis d’une étude transcriptomique 

sur A. viridis dans des conditions de stress identiques ont aussi montré de fortes réponses dès le 1er 

jour de stress (Moya et al. 2012). Les indicateurs lipidiques montrent une tendance vers un 

rétablissement à T5, suggérant qu’A. viridis est capable de s’acclimater, au moins temporairement, à 

de hautes températures. 

Enfin, cette étude indique que la réponse au stress n’est pas uniforme entre les compartiments de 

l’hôte et les symbiotes : les lipides des cellules de Symbiodinium ont une réponse plus soutenue par 

rapport aux compartiments de l’hôte, et les lipides de l’épiderme semblent être préservés par un 

stress à court terme. Le gastroderme, compartiment symbiotique, est directement touché par les 

dérèglements photosynthétiques des cellules de Symbiodinium induits par un stress, et agit comme 

un « tampon » pour le compartiment épidermique. 
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VI. Conclusions et perspectives 

 L’importance écologique et économique de la relation symbiotique entre Cnidaire et 

Dinoflagellés est largement reconnue, mais dans le contexte des phénomènes actuels de 

blanchissement massif, l’étude de la réponse au stress est d’une importance cruciale afin de mieux 

comprendre et prévenir la rupture de la symbiose. Des investigations ont été menées aux niveaux 

physiologiques, et biochimiques, allant de la génomique à la métabolomique.  

 Les travaux menés dans ce chapitre s’attachent à étudier la réponse au stress au niveau 

métabolomique chez l’anémone de mer A. viridis. Pour cela, une étude a été basée sur deux 

inductions de stress différentes permettant d’induire une rupture de la symbiose : un stress 

thermique mimant le dérèglement climatique actuel, ainsi qu’un stress chimique par ajout de 

menthol dans l’eau de mer. Cette dernière méthode de blanchissement est prometteuse car elle 

permet d’obtenir des individus aposymbiotiques à un taux de réussite de 100%, et gardant les 

mêmes propriétés physiologiques et biochimiques que leurs homologues symbiotiques. Cette 

méthode s’avère utile pour l’étude de leur comportement à plus long terme, mais l’action du 

menthol sur les Cnidaires a été très peu étudiée.  

 

 L’objectif des travaux réalisés est donc de caractériser la réponse au stress d’A. viridis. Pour 

cela, une première approche par étude métabolomique a été engagée, puis une cartographie de 

l’évolution de molécules cibles en réponse au stress a été réalisée. Enfin, la réponse au stress à court 

terme a été menée par approche lipidomique.  

 Les empreintes chimiques issues des compartiments de l’hôte et des symbiotes ont été 

obtenues avant un stress et à la suite de 59 jours de stress, une investigation comparative a été 

menée. La réponse au stress thermique semble être différente de la réponse au stress chimique. Afin 

d’étudier plus précisément les modifications métabolomiques engendrées par un stress, l’ensemble 

des composés présents à l’état symbiotique chez A. viridis a pu être suivi au cours d’un stress 

d’origine chimique. Une étude comparative a été réalisée entre le métabolome d’anémones 

symbiotiques et aposymbiotiques (prélevées à T59). L’anémone blanchie a été extraite et 

partitionnée selon le protocole mis au point pour l’analyse métabolomique en condition 

symbiotique (Figure 32 p. 73), et les différentes fractions ont été analysées par HPLC-UV-DEDL, par 

LC/MS ou par GC/MS. La plupart des composés présents majoritairement dans l’anémone 

symbiotique n’ont pas été détectés chez l’individu aposymbiotique traité au menthol. Notamment, la 
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classe des cérides est totalement absente de l’anémone blanchie, alors que les stérols semblent 

préservés de modifications significatives face au stress. Par ailleurs, les DGCC sont des lipides 

polaires synthétisés par les symbiotes, mais aussi majoritairement présents dans l’anémone 

symbiotique. Ils sont cependant absents de l’anémone aposymbiotique, ce qui en fait de très bons 

indicateurs de stress. Mais la perte métabolomique induite par un stress n’affecte pas seulement les 

composés d’origine symbiotique. D’autres lipides polaires, tels que les phosphatidylcholines ou 

CAEP peuvent être biosynthétisés par l’hôte mais ne sont pas retrouvés dans l’anémone 

aposymbiotique. Ces résultats indiquent que la rupture de la symbiose a non-seulement un impact 

sur les métabolites transférés des symbiotes vers leur hôte, mais aussi sur le métabolisme endogène 

de l’hôte. L’hypothèse formulée est que la disparition des lipides à la suite d’un stress est expliquée 

par l’oxydation des AG induits par l’attaque de ROS. La caractérisation des produits de l’oxydation 

d’un individu aposymbiotique de ces lipides permettra de valider cette hypothèse. 

 

 Une localisation fine des composés identifiés de l’anémone symbiotique a pu être 

entreprise par une étude d’imagerie par spectrométrie de masse : le MALDI-MSI. Cette étude a 

permis dans un premier temps de confirmer et d’affiner les résultats obtenus sur la distribution des 

métabolites entre les compartiments de l’hôte (épiderme et gastroderme) et des symbiotes. Dans un 

second temps, un suivi cinétique de la rupture de la symbiose a pu être réalisé, et montré que leur 

réponse au stress au niveau quantitatif n’était pas linéaire. Les DGCC sont par exemple surexprimés 

5 jours après l’induction du stress, avant de décroître pour disparaitre totalement à T59. Des travaux 

concernant la cartographie d’autres composés d’intérêt, tels que les galactolipides sont en cours. 

En parallèle, des essais préliminaires sur des coupes identiques de tentacules sont réalisés par 

imagerie par désorption-électrospray : DESI-MSI, afin de localiser les composés de faible poids 

moléculaire, non détectés par MALDI-MSI. 

 

 Certains biais à l’étude métabolomique par l’induction d’un stress au menthol devront 

cependant être étudiés, tels que l’effet du menthol sur la physiologie cellulaire d’A. viridis. Il serait 

notamment intéressant d’observer la localisation par MALDI-MSI des neuropeptides caractérisés à 

partir de l’anémone symbiotique (chapitre2 III.2 p. 81), ainsi que leur réponse au stress (stress 

thermique et chimique). Les empreintes chimiques réalisées de l’anémone blanchie à la suite d’un 

stress au menthol montrent une surexpression des signaux caractéristiques des neuropeptides dans 

les compartiments animaux. Le menthol agit sur les canaux ioniques des cellules neuronales et son 
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action croisée avec les neuropeptides pourrait permettre de mieux comprendre l’évolution de ces 

composés, ainsi que le mode d’action du menthol au niveau des neurones chez A. viridis. 

Une étude similaire par approche métabolomique et par MALDI-MSI réalisée à partir d’une 

anémone blanchie pas l’induction d’un stress thermique est en cours. Cette analyse permettra à 

terme d’effectuer une étude comparative sur deux types de stress menant à la rupture de la 

symbiose. 

 

Enfin, une étude ciblée par approche lipidomique a permis d’identifier des indicateurs 

lipidiques de réponse précoce au stress, dont la réponse est observable avant que la rupture de la 

symbiose ne soit induite. Un ratio d’AG issus de lipides polaires par rapport aux stérols, ainsi que 

deux ratios basés sur le taux d’insaturation des AG (taux d’insaturation des AG de type C18 et ratio 

C18:1n-9/C18:4n-3) ont pu mettre en évidence une réponse particulièrement probante dans les 

compartiments symbiotiques. L’utilisation de ces marqueurs de stress précoce peut par conséquent 

être un excellent outil pour de la prévention de la rupture de la symbiose. 
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Conclusions générales et perspectives 
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 Les épisodes de mortalité massive des coraux symbiotiques sont accentués par les 

dérèglements climatiques actuels, et ont un impact économique et écologique considérable. L’étude 

des mécanismes qui régissent l’établissement, le maintien et la rupture de la symbiose entre 

Cnidaire et Dinoflagellés est essentielle afin de prévenir des phénomènes de blanchissement de 

grande ampleur. Dans ce contexte, l’objectif principal de mon projet de thèse a été d’explorer la 

diversité des médiateurs chimiques dans une symbiose Cnidaire-Dinoflagellés, leur localisation, 

ainsi que leur réponse face à un stress. 

 L’ensemble de cette étude a été réalisée à partir de l’anémone de mer de Méditerranée A. 

viridis, organisme modèle de l’équipe Symbiose Marine (Chapitre 1, partie IV.1, p. 57). Les 

caractéristiques physiologiques d’A. viridis (taille des polypes et des tentacules) permettent la 

séparation et la purification des tissus de l’animal (l’épiderme et le gastroderme) d’une part, et des 

symbiotes fraîchement isolés d’autre part. Des cellules de Symbiodinium isolées d’A. viridis ont été 

mises en culture et maintenues depuis plusieurs années en conditions contrôlées. 

 

 A partir de ce modèle, la première étape décrite dans le Chapitre 2 a été d’effectuer une 

étude globale comparative de la distribution des médiateurs chimiques dans la symbiose. 

L’empreinte chimique d’A. viridis symbiotique a été obtenue à partir de l’extrait brut organique 

d’individus entiers, et a été comparée aux empreintes chimiques obtenues à partir des 

compartiments animaux (épiderme et gastroderme), des cellules de Symbiodinium fraîchement 

isolées (FIS), et des cellules de Symbiodinium de culture (CS, Chapitre 2, partie III, p.68). Une 

méthodologie analytique d’extraction/séparation/purification des composés a été mise au point, et 

leur caractérisation a été entreprise par LC/MS/MS, GC/MS et/ou RMN. Par cette approche, 96 

métabolites ont pu être caractérisés, et leur distribution dans les tissus de l’hôte et les FIS a été 

établie et comparée aux CS (Chapitre 2, partie IV, p. 73).  

Les bétaïnes sont des composés zwitterioniques qui jouent un rôle dans l’osmoadaptation et la 

photoprotection, tous deux importants pour le maintien de la relation symbiotique. D’autres 

composés zwitterioniques ont été observés chez A. viridis, leur isolement est en cours. Des 

neuropeptides, modifiés post traductionnellement en position C-terminale ont été identifiés 

comme composés majoritaires du compartiment épidermique de l’hôte et absents des symbiotes. Ce 

sont des neurotransmetteurs et neurohormones, localisés dans les neurones de l’épiderme et de la 

mésoglée des anémones de mer Anthopleura elegantissima et Actinia equinata. Des tests de 

bioactivité de ces composés seront réalisés afin de confirmer leurs rôles chez A. viridis. Un ensemble 
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de lipides polaires constitue la majorité du métabolome caractérisé d’A. viridis. Les 

phosphatidylcholines (PC) et phosphatidyléthanolamines (PE) sont les phospholipides 

majoritaires retrouvés dans le monde vivant. Ils ont été identifiés majoritairement dans les 

compartiments épidermique et gastrodermique de l’anémone A. viridis. De manière intéressante, ces 

composés sont presque absents des symbiotes, hormis deux PC contenant des acides gras (AG) en 

C22:6. Les diacylglycérylcarboxyhydroxyméthylcholines (DGCC) et galactolipides (mono-

galactosyldiacylglycérols, MGDG et di-galactosyldiacylglycérols, DGDG) sont des composants 

membranaires non synthétisés par les animaux. Lorsque le milieu est appauvri en phosphore, ils 

peuvent se substituer aux lipides. Ils ont été caractérisés dans les symbiotes, mais des DGCC sont 

aussi retrouvés dans les compartiments animaux, épiderme et gastroderme. Il est fortement suggéré 

que les DGCC soient transférés des symbiotes vers leur hôte, ou au moins leurs intermédiaires de 

biosynthèse. Un céramide aminoéthyphosphonate (CAEP) a été identifié dans le compartiment 

épidermique d’A. viridis. Les CAEP sont des lipides membranaires plus résistants aux 

phospholipases que les phospholipides, et sont retrouvés chez un grand nombre d’invertébrés 

marins, incluant les Cnidaires, mais a été identifié pour la première fois chez A. viridis. Les CAEP 

pourraient ainsi protéger des membranes cellulaires des attaques par les phospholipases dans le 

compartiment épidermique d’A. viridis. Des amides gras ont été identifiés, et pourraient jouer un 

rôle dans la protection contre la prédation chez A. viridis. Des lipides de réserve ont aussi pu être 

identifiés dans les compartiments de l’hôte : les cérides sont des lipides de réserve lente, des 

composants des gouttelettes lipidiques, ainsi que des composants principaux du mucus secrété à la 

surface de l’épiderme. Des stérols ont pu être caractérisés, et le cholestérol apparait comme stérol 

largement majoritaire. Des investigations ont été réalisées dans l’équipe Symbiose Marine par le 

doctorant Vincent Dani sur la protéine NPC2-d (Chapitre 1, partie IV.2, p. 59), un transporteur 

potentiel de stérols chez A. viridis. Dans ce cadre, des expériences de docking in silico ont débuté 

avec le professeur Serge Antonczak de l’équipe Arômes, Parfums, Synthèse et Modélisation de 

l’Institut de Chimie de Nice) en vue d’étudier les cibles (stérols) potentielles de cette protéine. La 

purification des stérols a été entreprise, en vue de réaliser des expériences d’interaction ligand-

récepteur et de spécificité des substrats par SPR (Surface Plasmon Resonance) à l’aide de la 

technologie Biacore (plateau technique de biochimie analytique, INRA Agrobiotech).  

 La diversité et l’abondance de lipides observés chez A. viridis a conduit à réaliser une étude 

spécifique par approche lipidomique (Chapitre 2, partie V, p. 118) afin de mieux appréhender leurs 

abondances relatives ainsi que de confirmer la structure des AG proposée en partie IV. Cette étude a 

permis de comparer l’abondance relative de 6 classes de lipides, et de décrire 70 acides gras issus 
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de lipides neutres ou polaires ainsi que leur distribution dans les tissus de l’hôte (épiderme et 

gastroderme) et des symbiotes, appuyés par une étude statistique approfondie.  

Cette étude a pu confirmer que les lipides polaires étaient largement majoritaires dans les 3 

compartiments d’A. viridis (entre 81,9 et 86,5 % des lipides totaux). La composition en acides gras 

issus de lipides polaires et de lipides neutres et leur distribution dans les compartiments d’A. viridis 

ont pu montrer que la composition en AG est différente selon le compartiment analysé. De plus, 

certains acides gras essentiels, ou considérés comme marqueurs de Dinoflagellés (tels que les 

C18:4n-3 et 18:5n-3), ont été caractérisés dans les tissus de l’hôte. Enfin, les cellules de 

Symbiodinium spp. symbiotiques possèdent en grande quantité relative certains AG (20:4n-6 et 

22:4n-6) habituellement absents de leur homologues son-symbiotiques. Ces résultats permettent de 

formuler l’hypothèse que la présence de ces AG dans les Dinoflagellés isolés d’A. viridis est due à leur 

état symbiotique. L’ensemble de ces résultats a permis de proposer des hypothèses de transferts 

d’AG ou de lipides des symbiotes vers leur hôte, mais aussi de l’hôte vers les symbiotes. 

 

 La seconde étape exposée dans le Chapitre 3 a été d’explorer la réponse au stress d’A. 

viridis au niveau métabolomique. La mise en œuvre de deux inductions de stress différentes, l’une 

thermique et l’autre chimique en conditions contrôlées a permis dans les deux cas d’induire une 

rupture de la symbiose menant au blanchissement des individus. De nombreuses études 

physiologiques et biochimiques ont été entreprises chez des Cnidaires symbiotiques traités par une 

augmentation de la température de l’eau, dans le but de comprendre les effets éventuels du 

réchauffement climatique global. Mais dans l’environnement naturel comme dans des conditions de 

laboratoire, il peut être léthal, ce qui complique les investigations menées. Le stress chimique est un 

nouveau mode de blanchissement prometteur pour l’obtention d’individus aposymbiotiques 

gardant des propriétés biochimiques et physiologiques semblables à leurs homologues 

symbiotiques. Ce stress a pu être appliqué aux anémones de mer A. viridis, avec un taux de survie de 

100%. Le protocole adapté de stress a duré 59 jours dans les deux cas, des prélèvements de 

tentacules ont été effectués à T0 et à T59, ainsi qu’à des temps intermédiaires définis. La densité 

relative en symbiotes a été mesurée à chaque temps de prélèvement. Une perte de 50% des 

symbiotes au bout de 10 jours de stress et de 80% des symbiotes à la fin de la cinétique de stress a 

été décrite, qu’elle soit d’origine thermique ou chimique. Une étude globale comparative a été 

effectuée à partir de prélèvements de tentacules à T0 (symbiotique) et T59 (aposymbiotique), ainsi 

que par le prélèvement d’un individu stressé chimiquement (Chapitre 3, partie III, p. 144). 
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L’approche analytique mise en œuvre est identique à celle réalisée pour l’anémone symbiotique. Il a 

été établit que la plupart des composés majoritairement présents dans l’anémone symbiotique 

(DGCC, phosphatidylcholines, phosphatidyléthanolamines, amides gras, cérides) sont absents ou à 

l’état de traces dans l’anémone aposymbiotique. Par exemple, les cérides ne sont présents qu’à l’état 

de trace à la suite d’un stress chimique, marquant une perte de lipides de réserves lentes, alors que 

les stérols ne sont pas particulièrement altérés. De DGCC contenant des acides gras en C22:6, PC, PE 

et cérides absents de l’anémone aposymbiotique sont proposés comme des marqueurs de 

blanchissement.  

 Dans un second temps, les composés identifiés de l’anémone symbiotique ont été 

cartographiés par imagerie par spectrométrie de masse MALDI, permettant de les localiser 

finement à partir d’une coupe transversale de tentacule (Chapitre 3, partie IV, p. 156). Des composés 

ont tout d’abord été ciblés dans le but de confirmer les investigations réalisées sur leur distribution 

(Chapitre II), mais aussi de les localiser précisément. Ainsi, la présence du DGCC C22:6 et du DGDG 

C18:5/C18:5 est associée au compartiment symbiotique, alors que le lyso-PC C16:0 est associé au 

compartiment épidermique. Par la suite, des médiateurs chimiques choisis pour leur réponse au 

stress ont été ciblés par MALDI-MSI. Un suivi de ces cibles a été réalisé au cours de la cinétique de 

stress induite chimiquement, et a permis de montrer que la réponse des médiateurs chimiques 

n’était pas linéaire dans le temps. Les DGCC C22:6/C22:6 et lyso-C16:0 sont majoritairement 

présents dans les cellules de Symbiodinium de l’anémone symbiotique. Leur suivi par MALDI-MSI 

indique dans un premier temps une augmentation de ces composés jusqu’à T5, puis une diminution 

jusqu’à disparaître totalement à T59. Cette évolution n’est pas totalement corrélée à la perte des 

symbiotes, et indique une réponse précoce au stress par augmentation de ces composés. Par 

conséquent, ces composés ont été proposés comme marqueurs de réponse précoce au stress. Un 

ciblage de ces composés est en cours à partir de coupes de tentacules d’anémone ayant subi un 

stress thermique. Une mise au point des paramètres de la méthode sera réalisée afin d’observer la 

localisation des neuropeptides. En parallèle, des essais préliminaires ont été réalisés sur des coupes 

identiques par DESI-MSI, afin de localiser les composés polaires de faible poids moléculaire, tels que 

les bétaïnes. 

 Enfin, un suivi de la réponse à un stress thermique a été mené par approche lipidomique 

afin d’évaluer plus finement l’évolution des lipides lors de l’induction d’un stress à court terme, et 

d’identifier des indicateurs de réponse précoce au stress (Chapitre 3, partie V, p. 168). Par cette 

approche, trois marqueurs lipidiques de réponse précoce au stress ont pu être identifiés. Leur 

réponse au stress a pu être déterminée avant qu’une rupture significative de la symbiose ne soit 
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induite. Deux ratios évaluent le nombre d’insaturations des acides gras : le ratio C18:1n-9/C18:4n-3 

ainsi que le degré d’insaturation des AG de type C18, un troisième indicateur évalue la quantité 

d’acides gras issus de lipides polaires par rapport aux stérols. Le premier augmente 

significativement dès 24h de stress dans le compartiment gastrodermique, le second et le troisième 

diminuent significativement dès 24h de stress dans les cellules de Symbiodinium. Ces trois 

indicateurs sont des marqueurs de fluidité membranaire, dont la réponse précoce à un stress peut 

être appliquée à un grand nombre d’études pour la prévention de la rupture de la symbiose.  
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I. Instruments et matériel biologique 

1. Instruments 

 HPLC-UV-DEDL  a)

Un appareil de Chromatographie Liquide à Haute Performance (HPLC ; Alliance Waters 

2695) fonctionne sous Empower 2. Il est équipé d’un premier détecteur à barrettes de diodes 

(Waters 996), et permet la détection de l’absorbance à l’UV dans une gamme de 210 à 400 nm. Les 

chromatogrammes sont habituellement traités à 3 longueurs d’onde : 214 nm (détection des 

carbonyles), 254 nm (détection des composés aromatiques) et 280 nm (absorbance des systèmes 

conjugués). Le système est également équipé d’un deuxième Détecteur Evaporatif à Diffusion de 

Lumière (DEDL ; ELSD-LT, Shimadzu). Le DEDL est qualifié de détecteur universel puisque sa 

réponse ne dépend pas de la présence de chromophores, nécessaires à la détection UV, mais est 

basée sur la diffusion de la lumière. 

 LC/MS  b)

Deux instruments ont été utilisés. L’instrument A est un appareil Thermo LCQ advantage 

équipé d’une source d’ionisation Electrospray (ESI) et d’un analyseur quadripolaire à piégeage 

d’ion, de type « ion trap » fonctionnant sous Xcalibur 2.0.7. Cet appareil est couplé à une chaîne 

HPLC Agilent 1100 équipé d’un détecteur UV à barrettes de diodes. Les conditions de source ont été 

paramétrées comme suit : voltage du capillaire, 4,5kV; gaz fourreau, 40 µa ; gaz auxiliaire, 20 µa ; 

température de désolvatation, 250°C. L’instrument B est un appareil Thermo LTQ Q-Exactive Plus 

équipé d’une source d’ionisation Electrospray (ESI) et d’un analyseur hybride quadripole/orbitrap 

fonctionnant sous Xcalibur 2.2 Dionex Ultimate 3000. Cet appareil est couplé à une chaîne de 

chromatographie en phase liquide à ultra haute précision (UPLC) Thermo Dionex Ultimate 3000. 

Les conditions de source ont été paramétrées comme suit : voltage du capillaire, 4,2 kV; gaz 

fourreau, 40 µa ; gaz auxiliaire, 20 µa ; température de désolvatation, 250°C. 

 RMN c)

Les analyses par RMN ont été effectuées à partir d’un appareil Bruker Avance 500 MHz. Les 

déplacements chimiques (δ) sont exprimés en ppm par rapport aux solvants deutérés utilisés 

comme étalons internes. Les solvants deutérés utilisés sont le CD3OD (δH = 3,31 ppm et 4,78 ppm, δC 
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= 49,0 ppm), le CDCl3 (δH = 7,26 ppm, δC = 77,16 ppm) et le [D6]-DMSO (δH =2,50 ppm, δC = 39,5 

ppm). Les constantes de couplage (J) sont exprimées en Hertz (Hz). 

 GC/MS d)

Deux instruments ont été utilisés : un Thermoquest trace GC couplé à un analyseur simple 

quadrupôle Automass III multi (Thermo) fonctionnant sous Xcalibur 1.2 (instrument A) ; et un 

ThermoQuest trace GC couplé à un analyseur quadripolaire à piégeage d’ions Thermo ITQ 900 

(Thermo) fonctionnant sous Xcalibur 2.1 (instrument B). Pour les deux instruments, le gaz vecteur 

utilisé est l’hélium, à un débit constant de 1 mL.min-1. Le spectromètre de masse est configuré en 

ionisation électronique à 70 eV, avec un courant d’émission de 250 µA. La gamme de masse est 

réglée entre 50 et 700 m/z. La durée de balayage est de 145 ms. Le gain du multiplicateur est de 650 

V. 

 MALDI-MSI  e)

L’instrument de spectrométrie de masse utilisé pour les analyses MSI est un Maldi TOF/TOF 

(temps de vol, ultraflex II, BRUKER) équipé d’un laser smartbean II (Nd:YAG, 355nm). L’instrument 

fonctionne via les logiciel FlexAnalysis 3.3 (traitement des spectres de masse) et FlexImaging 3 

(traitement des images). L’analyse a été réalisée en mode positif, à une gamme de masse de 100 à 

1000 m/z. Une distance de 20 µm entre chaque point de mesure a été fixée, les impacts de laser sont 

effectués à une vitesse de 200 Hz. Les images ont ensuite été retraitées à l’aide du logiciel SCiLS Lab 

2015a. 

2. Matériel biologique 

 Echantillonnage des individus, maintien en aquarium  a)

 L’ensemble des spécimens Anemonia viridis ont été collectés dans la rade de Villefranche-

sur-Mer en début d’automne. Ils sont divisés en deux parties : la première est directement congelée 

dans de l’azote liquide, puis lyophilisée et congelée à -20°C; la seconde partie est installée dans des 

bacs individuels disposés dans une salle d’aquarium climatisée, dans des conditions contrôlées de 

laboratoire exposées ci-après. La circulation de l’eau dans les bacs est assurée par des pompes 

individuelles fonctionnant en continu, la température de l’eau est maintenue à 19±0,5°C et est 

renouvelée tous les deux jours. Un éclairage alterné est mis en place (lampe Hydragyrum quartz 
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iodide) et fonctionne en photopériode de 12 heures/12 heures (éclairage entre 8h et 20h, obscurité 

entre 20h et 8h). L’intensité lumineuse est mesurée par une sonde (QSL-100, Biospherical 

Instruments Inc.) et réglée pour atteindre 175-200 µE.m-2.s-1. Les individus sont nourris une fois par 

semaine avec un mélange d’Artemia salina et de crevettes grises broyées ; l’eau des aquariums est 

renouvelée chaque semaine par de l’eau de mer provenant du site de collecte. 

 Protocole de séparation des tissus  b)

 Le prélèvement de tentacules est toujours réalisé à 10h, afin d’éviter des variations dues au 

rythme circadien (Levy et al. 2011). Les tentacules prélevés sont maintenus dans un bac de glace et 

immédiatement disséqués. Le gastroderme et les symbiotes sont séparés de l’épiderme de 

l’anémone selon le protocole préalablement établi (Richier et al. 2003 ; Figure 97). Chaque tentacule 

est ouvert dans le sens de la longueur, face gastroderme exposée, et le gastroderme est détaché 

délicatement de l’épiderme. Ce dernier est rincé avec de l’eau de mer filtrée et purifié par plusieurs 

centrifugations (3 min à 1500×g). La séparation des cellules de Symbiodinium spp. du tissu 

gastrodermique animal est effectuée par des lavages et centrifugations répétées (3 min à 1500×g). 

Les symbiotes sont dans le culot, et les cellules du gastroderme dans le surnageant. Les échantillons 

sont ensuite lyophilisés, puis pesés et congelés à -20°C. 
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Figure 97 Schéma du protocole d’extraction des tissus animaux (épiderme et gastroderme) et symbiotes 
à partir de tentacules d’A. viridis, adapté de Richier et al. 2003. 

 Mise en place et maintien de cultures de Symbiodinium spp. c)

 Les symbiotes Symbiodinium spp. isolés d’A. viridis sont maintenus en culture depuis 

plusieurs années au laboratoire (Equipe Symbiose Marine, UMR 7138). Pour cette expérience, les 

symbiotes ont été cultivés dans 10 erlenmeyers de 250 mL, dans un milieu de culture composé 

d’eau de mer filtrée enrichie en milieu nutritif F/2 Guillards (Sigma). Le milieu de culture est enrichi 

par 1% (v/v) d’une solution d’antibiotique antimycotique (Sigma). Les cultures ont été maintenues 

dans une chambre de culture (Witeg Labortecnik Gmbh; WiseCube, modèle WGC-450) à une 

température constante de 24°C, et une luminosité de 200 μE.m-2.s-1 alternée 12h jour / 12h nuit. Le 

taux d’humidité est de 90% et le pH est constant à 8,1. Un repiquage des cultures a été effectué tous 

les 15 jours. Après 4 mois de culture, 90% des symbiotes sont prélevés et centrifugés, les 10% 

restants sont remis en culture selon le même mode opératoire. 
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II. Etude métabolomique globale  

1. Extraction et fractionnement des métabolites 

 Quelques soit le mode de préparation (individus entiers, tissus séparés, cultures) les 

échantillons ont été lyophilisés, pesés puis extraits à plusieurs reprises sous ultrasons par un 

mélange dichlorométhane/méthanol (1:1, v/v). Les extraits sont ensuite filtrés sur coton pour 

éliminer le squelette résiduel. L’extrait brut organique de métabolites ainsi obtenu est partitionné 

selon la Figure 98. Dans un premier temps, l’extrait est partitionné entre l’eau et le 

dichlorométhane. L’extrait brut organique est solubilisé dans 100 mL de dichlorométhane par 

gramme d’extrait, transféré dans une ampoule à décanter, puis 30 mL d’eau sont ajoutés. L’ampoule 

est agitée, dégazée, la fraction aqueuse appelée F1 est récupérée et l’opération est renouvelée 3 fois. 

Environ 1/3 de la F1 est mise de côté pour l’isolement des composés, et les 2/3 restants sont séparés 

par extraction sur phase solide (SPE) sur phase silice-C18 pour obtenir la F1’. La fraction 

dichlorométhane est ensuite partitionnée entre le méthanol (F2) et le cyclohexane (F3). 
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Figure 98 Schéma du protocole d’extraction et de fractionnement des métabolites appliqué à partir 
d’individus entiers d’A. viridis. 

 

2. Acquisition des empreintes chimiques 

 Les empreintes chimiques de l’extrait brut organique et des fractions F1’, F2 et F3 sont 

obtenues par HPLC-UV-DEDL à partir d’une solution à 10 mg.mL-1 d’extrait. La séparation des 

composés est réalisée sur colonne Machery-Nagel NUCLEODUR Sphinx RP de phase phényl-C18, 

250×4,6 mm ou 150×4,6 mm (longueur par diamètre interne), la taille des particules est de 5 µm. La 

colonne est pourvue d’une pré-colonne de phase identique. L’analyse est réalisée à un débit de 1 

mL.min-1 ; la phase mobile et ses paramètres d’élution sont indiqués dans le Tableau 17. 
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Tableau 17 Gradient d’élution de la phase mobile employée pour l’acquisition des empreintes chimiques 
de l’extrait brut organique et des fractions F1’, F2 et F3 par HPLC-UV-DEDL (Colonne Machery-Nagel 
NUCLEODUR Sphinx, 250×4,6 mm ou 150×4,6 mm). 

 

 
Phase mobile (%) 

Temps (min) H2O + 0,1% HCOOH CH3CN +0,1% HCOOH 

0 90 10 

5 90 10 

30 0 100 

35 0 100 

45 90 10 

60 90 10 
 

 

 L’empreinte chimique de la fraction F1 est obtenue par HPLC-UV-DEDL à partir d’une 

solution à 10 mg.mL-1 d’extrait. La séparation des composés est réalisée sur colonne Machery-Nagel 

de phase HILIC (silice greffée à une chaîne carbonée zwittérionique, Figure 99), NUCLEODUR HILIC 

(250 × 4,6 mm ; 5 µm). La colonne est pourvue d’une pré-colonne de phase identique.  

 
Figure 99 Greffage de colonne Machery-Nagel 
NUCLEODUR HILIC 

 

L’analyse est réalisée à un débit de 1 mL.min-1, la phase mobile et ses paramètres d’élution sont 

indiqués dans le Tableau 18.  

Tableau 18 Gradient d’élution de la phase mobile employée pour l’acquisition des empreintes chimiques 
de la fraction F1 par HPLC-UV-DEDL (Colonne Machery-Nagel NUCLEODUR HILIC, 250×4,6 mm). 

 

 
Phase mobile (%) 

Temps (min) CH3CN H2O 
0 90 10 
5 90 10 

30 10 90 
35 10 90 
45 90 10 
60 90 10 
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 Les extraits bruts organiques dessalés (fraction dichlorométhane) issus des tissus 

épidermique, gastrodermique, des cellules de Symbiodinium fraîchement isolés et mis on culture ont 

été analysés par UPLC/MS/MS à partir de l’instrument B. Les analyses ont été réalisées à partir de 

solutions à 5 mg.mL-1 d’extrait. La séparation des composés est réalisée sur colonne Thermo 

Accucore C18, 100 × 2.1 mm (longueur par diamètre interne), la taille des particules est de 5 µm. Un 

four à colonne est maintenu à 35°C pendant l’analyse. L’analyse est réalisée à un débit de 0,250 

mL.min-1, la phase mobile et ses paramètres d’élution sont indiqués dans le Tableau 19. Les 

acquisitions sont réalisées entre 135 et 2000 m/z, une fragmentation MS/MS induite par collision 

(higher energy collisional dissociation, HCD) est réalisée à une énergie de 27% pour l’ensemble des 

signaux, avec une fenêtre d’isolement de 4 m/z. 

Tableau 19 Gradient d’élution de la phase mobile employé pour l’acquisition des empreintes chimiques 
des extraits bruts dessalés par UPLC/MS (Colonne Thermo Accucore C18, 100×2,1 mm). 

 

 
Phase mobile (%) 

Temps (min) H2O + 0,1% HCOOH CH3CN +0,1% HCOOH 
0 96 4 
3 96 4 

42 0 100 
48 0 100 
60 95 5  

 

3. Isolement et caractérisation des métabolites 

 Fraction F1 a)

 La purification est effectuée sur une colonne semi-préparative de phase HILIC Machery-

Nagel, Nucleodur HILIC ; 250 × 10 mm, 5μm). Des injections répétées de 80 µL d’une solution à 

100mg.mL-1ont été effectuées sur 282 mg de fraction F1 au total. L’élution est réalisée à un débit de 

2,5 ml/min selon les paramètres décrits dans le Tableau 20. Les composés purifiés ont ensuite été 

caractérisés par et RMN 1D et 2D. leur masse moléculaire à été déduite de leur m/z obtenu par 

infusion directe en ESI(électrospray)-MS (instrument A).  
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Tableau 20 Gradient d’élution de la phase mobile employé pour l’isolement des métabolites issus de la 
fraction F1 par HPLC-UV-DEDL (Colonne Machery-Nagel NUCLEODUR HILIC, 250×10 mm). 

 

 
Phase mobile (%) 

Temps (min) CH3CN H2O 
0 90 10 
5 90 10 

70 33 67 
75 90 10 
90 90 10 

 

 Fraction F1’  b)

 A partir d’un aliquot (2,60 g) de la fraction F1, un fractionnement est réalisé par SPE sur 

phase silice-C18. Après conditionnement de la phase stationnaire, l’extrait est élué par 

successivement 12 mL d’eau (F1-H2O), 12 mL d’eau/méthanol (1:1, v/v ; F1-H2O/MeOH) et 12 mL de 

méthanol (F1’). Les fractions ainsi obtenues ont été évaporées, lyophilisées et conservées à -20°C. Un 

contrôle des fractions par HPLC-UV-DEDL a été réalisé selon les conditions décrites dans le Tableau 

17, l’utilisation d’acide heptafluorobutyrique à la place de l’acide formique a été nécessaire afin 

d’observer une rétention des composés. La fraction F1’ a été retenue car elle présente des signaux 

correspondant à des composés d’intérêt. Une première purification est ensuite entreprise à partir 

de 18,6 mg de la fraction F1’ par HPLC semi-préparative sur phase C18 (Phenomenex Luna C18 (2) ; 

250 × 10 mm, 5μm). L’élution est paramétrée à un débit de 3 mL.min-1 avec un gradient de solvants 

décrit dans le Tableau 21. Des injections répétées de 70 µL d’une solution à 80 mg.mL-1 ont été 

effectuées.  

Tableau 21 Gradient d’élution de la phase mobile employée pour l’isolement des métabolites issus de la 
fraction F1’ par HPLC-UV-DEDL (Phenomenex Luna C18 (2) ; 250 × 10 mm, 5μm). 

 

 
Phase mobile (%) 

Temps (min) H2O + 0,1% HCOOH CH3CN +0,1% HCOOH 
0 90 10 
5 80 20 

15 75 25 
25 0 100 
30 0 100 
32 90 10 
45 90 10 
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 Une seconde purification a été entreprise par chromatographie sur colonne ouverte sur 

phase LH20 (10 × 1,5 cm), par élution au méthanol. Les fractions F1-H2O/MeOH et F1’ ont été 

regroupées afin d’obtenir un total de 120 mg d’extrait, l’élution a permis d’acquérir 9 fractions, 

l’isolement des composés a été contrôlé par HCPLC-UV-DEDL selon les conditions décrites dans le 

Tableau 17. L’ensemble des composés purifiés de la F1’ a ensuite été analysé par LC/MS/MS 

(Instruments A et B). A partir de l’instrument A, les analyses ont été réalisées à partir de solutions 

à 5 mg.mL-1 d’extrait. La séparation des composés est réalisée sur colonne ACE de phase phényl, 100 

× 2.1 mm (longueur par diamètre interne), la taille des particules est de 5 µm. L’analyse est réalisée 

à un débit de 0,30 mL.min-1, la phase mobile et ses paramètres d’élution sont indiqués dans le 

Tableau 17. Les acquisitions sont réalisées entre 200 et 2000 m/z, une fragmentation MS/MS 

induite par collision (dissociation induite par collision, CID) est réalisée à différentes énergies de 15, 

20, 25 et 30% pour l’ensemble des signaux, avec une fenêtre d’isolement de 0,5 m/z. 

A partir de l’instrument B, les analyses ont été réalisées à partir de solutions à 5 mg.mL-1 d’extrait. 

La séparation des composés est réalisée sur colonne Thermo Accucore C18, 100 × 2.1 mm (longueur 

par diamètre interne), la taille des particules est de 5 µm. Un four à colonne est maintenu à 35°C 

pendant l’analyse. L’analyse est réalisée à un débit de 0,250 mL.min-1, la phase mobile et ses 

paramètres d’élution sont indiqués dans le Tableau 19. Les acquisitions sont réalisées entre 135 et 

2000 m/z, une fragmentation MS/MS induite par collision (higher energy collisional dissociation, 

HCD) est réalisée à une énergie de 27% pour l’ensemble des signaux, avec une fenêtre d’isolement 

de 4 m/z. 

 

 Fraction F2 c)

 La purification est effectuée sur une colonne semi-préparative de phase Phényl-C18 

Machery-Nagel, Nucleodur Sphinx ; 250 × 10 mm, 5μm). Des injections répétées de 80 µL d’une 

solution à 100mg.mL-1ont été effectuées sur 2,6 g de fraction F2 au total. L’élution est réalisée à un 

débit de 3 ml.min-1 selon les paramètres décrits dans le Tableau 22, permettant d’isoler 34 

composés. La pureté des composés isolés a été contrôlée par HCPLC-UV-DEDL selon les conditions 

décrites dans le Tableau 17. Les composés purifiés ont ensuite été caractérisés par LC/MS 

(instruments A et B). Les parametres des analyses sont identiques à ceux indiqués dans la partie 

II.3.b p. 222, hormis la colonne utilisée pour l’instrument A qui est modifiée (Machery-Nagel 

Nucleodur Sphinx, phase phényl-C18, 100 × 2,1 mm, 5 µm). 
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Tableau 22 Gradient d’élution optimisé de la phase mobile employée pour l’isolement des métabolites 
issus de la fraction F2 par HPLC-UV (Colonne Machery-Nagel NUCLEODUR Sphinx, 250×10 mm). 

 

 Fraction F3  d)

Les composés issus de la F3 ont été isolés par CCM (Silice, 20 × 20 cm) semi-préparative. Des 

standards de stérols (Sigma) sont déposés sur une bande de 1 cm de largeur au bord de la plaque 

CCM. La séparation est réalisée par du chloroforme 100 % (45 min). Après séchage de la plaque 

CCM, une deuxième séparation des composés est réalisée par un mélange chloroforme/ éther 

diéthylique 95:5 (v/v ; 45 min). La bande sur laquelle les standards ont été déposés est révélée à la 

p-anisaldehyde. La silice est prélevée au niveau de 18 bandes définies par les standards, puis 

extraite par 100 mL de mélange extractant dichlorométhane/méthanol 1:1 (v/v). La suspension a 

ensuite été filtrée sur coton sous pression réduite, et lavée 3 fois par 40 mL de mélange extractant 

dichlorométhane/méthanol 1:1 (v/v). La pureté des fractions obtenues a ensuite été vérifiée par 

GC/MS à partir de l’instrument B équipé d’une colonne Thermo TG-5MS, 5% phényl (longueur 30 

m, diamètre interne 0,25 mm, épaisseur de film 0,25 µm). La température de l’injecteur est de 

260°C. La température initiale de la colonne est de 100°C pendant la première minute, elle 

augmente de 25°C.min-1 jusqu’à 230°C, puis de 2,5°C.min-1 jusqu’à 290°C, et enfin de 11°C.min-1 

jusqu’à une température de 300°C, maintenue pendant 2 minutes.   

Phase mobile (%)

Temps (min) H2O + 0,1% HCOOH CH3CN +0,1% HCOOH

0 35 65

10 35 65

25 0 100

35 0 100

45 35 65
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III. Etude lipidomique 

1. Extraction et séparation des composés  

 Un prélèvement de 20 tentacules a été effectué séparément sur 5 anémones maintenues en 

aquarium (I.2.a p. 215). Les tissus animaux et symbiotes ont été séparés, lyophilisés et congelés 

(I.2.b p. 216). Un schéma de la méthode d’extraction et de la séparation des lipides est présenté 

(Figure 100). 

  

 
Figure 100 Méthodologie générale d’extraction, de séparation et d’analyse des lipides. 

 

L’extraction des lipides est réalisée à partir des échantillons secs et congelés, selon une 

méthode adaptée de Bligh et Dyer (1959). Chaque échantillon est broyé (2500 tours.min-1, pendant 

2 min) dans 38 mL de chloroforme/méthanol/eau-NaCl 7% (1:2:0,8 ; v/v/v), puis filtré (filtres 

Whatman 541). Le broyat et le filtre sont récupérés, découpés et broyés à nouveau dans le même 
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mélange extractant, et l’opération est renouvelée dans 30 mL de chloroforme. Une extraction 

liquide-liquide est réalisée entre la solution obtenue et un mélange eau-NaCl 7%. La phase 

organique contenant les lipides est évaporée, pesée et conservée à -80°C. Afin de limiter l’auto-

oxydation des lipides, chacune des étapes est effectuée sous azote. 

 Les lipides totaux sont séparés en lipides neutres et lipides polaires par SPE sur silice 

(Alltech, 500mg-8mL). Après conditionnement de la phase stationnaire, les extraits lipidiques sont 

élués par 12 mL de chloroforme, 8ml d’acétone et 12 mL de méthanol suivi de 4mL d’une solution 

d’ammoniaque à 5% dans le méthanol. Chaque fraction est évaporée, pesée et conservée à -80°C. 

 Tous les échantillons sont ensuite dérivatisés par ajout de trifluore de bore à 7% dans le 

méthanol (BF3-méthanol), selon une méthode adaptée de Morrison et Smith (1964), afin de 

transformer les AGs en esters méthyliques (FAMEs). 1mL de toluène et 1mL de BF3-méthanol 7% 

sont ajoutés, les échantillons sont agités au vortex puis placés dans un bain sec à 100°C pendant 1 

heure. L’ajout de 2 mL d’eau distillée permet l’obtention d’un système biphasique. La phase 

organique contenant les FAMEs est prélevée, l’opération est répétée trois fois. Les lipides neutres 

contiennent les stérols, les cires et les FAMEs, qui sont séparés par chromatographie sur couche 

mince préparative (CCM) de silice dans un mélange n-hexane/éther/acide acétique (170:30:2,5 ; 

v/v/v) pendant 30 minutes, selon la méthode de Miller et al. 1998. Des standards de FAMEs et de 

stérols (Sigma) sont déposés (environ 10 µl). Les bandes sont révélées sous UV à 254 nm après 

vaporisation d’une solution de 0,2% 2,7-dichloro-fluorescéine. La silice est prélevée au niveau des 

bandes de lipides, puis extraite par 20 mL de n-hexane. La suspension a ensuite été filtrée au travers 

d’un verre fritté sous pression réduite, et lavée successivement par 20 mL d’un mélange 

chloroforme/n-hexane (1:1 ; v/v) et 20 mL de chloroforme.  

 Immédiatement avant l’analyse en GC/MS, les stérols sont dérivatisés par ajout de 500 µL 

N,O-bis-triméthylsilyl-trifluoroacetamide (BSTFA), permettant d’obtenir des éthers triméthylsilylés 

de stérols (Knapp, 1979). Les échantillons sont maintenus 1 heure sous agitation à température 

ambiante, puis dilués par ajout de 500 µL de cyclohexane.  

2. Analyse des composés  

 Analyses par TLC-FID a)

Les lipides totaux ont été analysés par Iatroscan MK V TH10, couplant une CCM (en anglais, 

Thin Layer Chromatography ; TLC) à un analyseur détecteur à ionisation de flamme (TLC-FID ; 
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Iatron Laboratories ; Ackman 1981). L’analyse TLC-FID sépare les lipides totaux en classes de 

lipides et permet leur quantification. Chaque échantillon est dilué à une concentration de 12 mg.mL-

1 dans du chloroforme, et un échantillonneur automatique (SAS A4100 autospotter) applique 1 µL 

de solution sur des bâtonnets de quartz recouverts d’une couche mince de silice (chromarods SIII, 

Iatron Laboratories, longueur : 10 cm, diamètre : 1 mm, Figure 101). La migration des composés se 

fait suivant deux bains de solvants successifs : n-hexane/benzène/acide formique (80:20:1 ; v/v/v), 

pendant 23 minutes, suivi de 5 minutes de séchage, puis n-hexane/diethyl éther/acide formique 

(97:3:1.5 ; v/v/v) pendant 22 minutes, suivi de 5 minutes de séchage, et 5 minutes de chauffage 

dans un four à 100°C. Les chromarods sont analysés immédiatement afin de minimiser l’adsorption 

de contaminants atmosphériques. Chaque échantillon est analysé en triplicats.  

 
Figure 101 Photo de chromarods utilisés pour les 
analyses par TLC-FID (d’après http://www.ses-
analysesysteme.de/Zubehoer_UK.htm. 

 

 Un étalonnage est effectué avant chaque analyse grâce à une solution étalon composée de 

cholestérol, diacylglycérols, acides gras libres, lipides polaires, triacylglycérols et esters de stérols 

(Sigma). Les chromatogrammes sont enregistrés avec le logiciel ChromStar version 4.14. Chaque 

chromatogramme est comparé à celui obtenu de la solution étalon et intégré manuellement. Les 

résultats sont donnés en pourcentage d’aire par rapport à l’aire totale du chromatogramme. Les 

résultats d’une analyse sont reproductibles avec ± 10% d’erreur (Volkman et Nichols 1991). Un 

échantillon blanc est intercalé entre chaque analyse afin d’éviter toute contamination d’une 

expérience à la suivante (phénomène de « carry over »). 

 Analyses par GC/MS b)
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 L’analyse des stérols et des FAMEs est effectuée par GC/MS. Les Instruments A et B ont 

été utilisés (partie I.1.d, p. 215 de ce chapitre). Les analyses ont été réalisées en mode split avec un 

ratio de 1/10. La gamme de masse est réglée entre 40 et 700 m/z.  

- Stérols : L’analyse et la séparation des stérols sont réalisées sur l’instrument A équipé d’une 

colonne Zebron ZB-5MS (Phenomenex) en polydiméthylsiloxane, 5% phényl (longueur 30 

m, diamètre interne 0,25 mm, épaisseur de film 0,25µm). La température de l’injecteur est 

de 260°C. La température initiale de la colonne est de 100°C pendant la première minute, 

elle augmente de 25°C.min-1 jusqu’à 230°C, puis de 2,5°C.min-1 jusqu’à 290°C, et enfin de 

11°C.min-1 jusqu’à une température de 300°C, maintenue pendant 2 minutes.  

 

- FAMEs : la séparation et la caractérisation des FAMEs est effectuée sur l’instrument A équipé 

d’une colonne Zebron ZB-WAX (Phenomenex) en polyéthylène glycol (longueur 30 m, 

diamètre interne 0,32 mm, épaisseur de film 0,25µm). La température de l’injecteur est de 

225°C. La température initiale de la colonne est de 80°C, puis augmente de 52,5°C.min-1 pour 

atteindre une température de 185°C, maintenue pendant 118 minutes. A partir de 

l’instrument B, les FAMEs ont été séparés par une colonne Thermo TG-5MS, 5% phényl 

(longueur 30 m, diamètre interne 0,25 mm, épaisseur de film 0,25 µm). La température 

initiale de la colonne est de 160°C, puis une rampe de 1,5°C.min-1 est appliquée jusqu’à une 

température finale de 270°C. Un standard analytique commercial (huile de Menhaden-

Capelin, Sigma-Aldrich) est dérivatisé au BF3-MeOH et injecté selon la même méthode, 

permettant d’identifier les temps de rétention des différents FAMEs.  

Les résultats sont donnés en pourcentage d’aire par rapport à l’aire totale du 

chromatogramme. Un échantillon blanc est intercalé entre chaque analyse afin d’éviter toute 

contamination d’une expérience à la suivante. 

3. Analyses statistiques 

 Des études statistiques non-paramétriques ont été employées car elles sont parfaitement 

destinées à l’analyse de petits échantillons (n<30, et particulièrement n<10; LeBlanc 2004; Linebach 

2014). Ces analyses comprennent : (1) un test oneway basé sur les permutations, suivi d’un test 

post-hoc de Tukey; (2) un test ANOSIM (analyse des similarités) ; (3) une AFC (analyse factorielle 

des correspondances) ; et (4) une ACH (analyse de cluster hiérarchique). 
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 Test oneway a)

 Le test oneway basé sur les permutations a été réalisé pour chaque classe de lipides et les 

acides gras individuellement afin de détecter des modifications de leur distribution entre 

l’épiderme, le gastroderme et les symbiotes. Lorsque les variations sont significatives, un test post-

hoc de Tuckey (un équivalent du test de Kruskal et Wallis, mais basé sur des permutations) réalise 

une comparaison deux à deux afin de définir l’origine des différences attribuées. Ces analyses ont 

été réalisées sur le logiciel R (version 2.15.2, R Development Core Team 2012), à partir du package 

Coin (Zeiles et al. 2008). Les comparaisons sont considérées comme statistiquement différentes 

pour P < 0,05. 

 Test ANOSIM b)

 Le test ANOSIM (Clarke et Green 1988) est un analogue non-paramétrique du test ANOVA 

(analyse de la variance). L’analyse a été réalisée dans le but de détecter une tendance dans la 

distribution globale des acides gras entre les tissus de l’hôte (épiderme et gastroderme), et les  

symbiotes. Le test a été effectué avec le logiciel PRIMER 5, les différences sont considérées comme 

significatives pour P < 0,05. 

 AFC c)

 Une AFC (Benzécri 1973) a été réalisée entre les tissus de l’hôte afin d’analyser la 

covariation de leurs lipides polaires. L’analyse a été exécutée à partir d’une matrice de données 

réduite (données transformées en ArcSinus) avec le logiciel SPAD 3.0. Les acides gras ont été utilisés 

en tant que variable, et les tissus (épiderme et gastroderme) en tant qu’observations. Les  cellules de 

Symbiodinium ont été ajoutées comme observations supplémentaires, c’est-à-dire qu’ils sont 

projetés graphiquement mais n’influent pas sur les calculs d’axes factoriels. Les distances entre les 

acides gras ont été calculées avec la métrique du χ2 qui permet d’observer sur un même plan les 

variables et les observations. 

 HCA d)

Une HCA a été réalisée (méthode de Ward, distance Manhattan) afin d’agglomérer l’épiderme, le 

gastroderme et les Symbiodinium à partir de leur contenu en acides gras polaires. L’analyse a été 

réalisé avec le logiciel R 2.15.2 et le package FactoMineR (Lê 2008).  
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IV. Induction d’un stress  

1. Stress thermique et chimique 

 Un stress a été induit simultanément selon deux méthodes différentes : par augmentation 

de la température de l’eau de mer de 10±1°C, et par ajout de menthol. Sept individus ont été placés 

individuellement dans des béchers de 5 L pendant 7 jours avant le début de l’expérience, dans les 

conditions décrites dans la partie I.2.a p. 215 de ce chapitre, sans être nourris.  

 Stress température : 3 individus ont ensuite été soumis à un stress par augmentation de la 

température de l’eau de mer de 10±1°C (température finale : 29±1°C). L’eau des bacs est renouvelée 

tous les jours. Les conditions de température sont maintenues jusqu’à 22 jours puis la température 

est abaissée à la température contrôle jusqu’à la fin de l’expérience (59ème jour).  

 Stress menthol : 3 individus ont été soumis à un stress par ajout de menthol. Le protocole est 

adapté des travaux de Wang et al. 1992 pour A. viridis et réalisé comme suit : le menthol est dilué à 

20% dans l’éthanol et ajouté dans les béchers pour une concentration de menthol dans l’eau finale 

de 0,58 mM. Les individus sont maintenus ainsi 8h par jour (de 10h à 18h). L’opération est répétée 

tous les jours pendant deux cycles de 5 jours. Après 22 jours, les individus sont placés sous des 

cloches opaque afin d’occulter la lumière 24h/24h, puis à nouveau nourris dans les conditions 

décrites dans la partie I.2.a p. 215 de ce chapitre.  

 Témoin négatif : 3 individus ont été placés dans des conditions identiques sans être soumis à 

un stress (thermique ou chimique). Ils ont été maintenus sans être nourris et les mêmes 

prélèvements ont été réalisés afin d’évaluer une possible réponse due (1) à un stress nutritionnel et 

(2) à un stress induit par la coupe. 

L’échantillonnage a été réalisé comme suit (Figure 102) :  

- T0 : 12 tentacules ont été prélevés sur chaque individu juste avant l’induction du stress. 10 

sont destinés à l’acquisition des empreintes chimiques, 1 à la réalisation de coupes pour 

l’imagerie par spectrométrie de masse, et 1 pour la quantification de la densité de symbiotes 

- T1, T5, T10, T15, T22 : un tentacule a été prélevé à chaque temps pour la réalisation de coupes 

destinées aux analyses d’imagerie par spectrométrie de masse, et 1 pour la quantification de 

la densité de symbiotes 

- T59 : 10 tentacules sont prélevés pour l’acquisition des empreintes chimiques, 1 pour la 

réalisation de coupes, et 1 pour la quantification de la densité de symbiotes. 
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L’ensemble des tentacules prélevés ont été immédiatement traités selon le protocole exposé dans la 

Figure 97.  

 
Figure 102 Méthodologie d’échantillonnage des tentacules d’anémones A. viridis soumises à un stress 
thermique ou chimique. 

2. Stress thermique ajusté pour l’étude lipidomique 

 Cinq individus ont été placés 7 jours avant le début de l’expérience dans des aquariums de 

30L, dans les conditions décrites dans la partie I.2.a de ce chapitre, sans être nourris. Sur les 5 

anémones, 4 ont ensuite été soumises à un stress par augmentation de la température de l’eau de 

mer de 10±1°C (température finale : 29±1°C), et une a été maintenue dans les mêmes conditions 

sans modification de la température de l’eau de mer. Le prélèvement des tentacules est réalisé 

comme suit (Figure 103) : 

- T0 : 20 tentacules ont été prélevés sur chaque individu juste avant l’induction du stress. 

- T1, T5 : 20 tentacules ont été prélevés sur chaque individu 24h, puis 5 jours après l’induction 

du stress. 

 
Figure 103 Méthodologie d’échantillonnage des tentacules 
d’anémones A. viridis soumises à un stress thermique pour 
l’étude lipidomique. 

 



 
232 

 

3. Quantification de la densité en symbiotes 

 Un tentacule est prélevé à chaque temps, homogénéisé dans un tampon phosphate. Un 

aliquot de l’homogénat a été prélevé pour évaluer la densité de Symbiodinium par comptage à l’aide 

d’un hémocytomètre de Neubauer (une lamelle de verre quadrillée utilisée pour le comptage de 

cellules par microscopie optique). Son nom vient du fait qu’il était utilisé à l’origine pour compter 

les cellules sanguines. La densité de Symbiodinium est alors exprimée en nombre de cellules par mg 

de poids sec. 

4. Inclusion et coupe des tentacules 

 Un tentacule est prélevé à chaque temps défini (Figure 102), puis une inclusion est réalisée 

dans une solution à 4% de carboxyméthylcellulose (CMC ; Sigma). Des cryocoupes de tentacule de 

12 µm d’épaisseur sont préparées. Chaque coupe est ensuite déposée sur une lame ITO (une lame de 

verre recouverte d’oxyde d’indium dopé à l’étain). Avant l’analyse, la coupe est recouverte d’une 

matrice préparée comme suit : 20 mg d’acide 2,5-dihydroxybenzoïque (DHB, Sigma) sont dilués 

dans 1 mL à d’un mélange eau/méthanol 30:70 (v/v). La solution de matrice est passée aux 

ultrasons 5 min puis vortexée 2 min. La solution est ensuite chargée dans la seringue du nébuliseur 

(sprayer) manuel pour dépôt de matrice sur la coupe. Le sprayer est une source d’électrospray dont 

la fonction a été détournée. Il est dirigé, pendant 6 minutes, de haut en bas et de gauche à droite de 

la coupe. Le débit de solution de matrice est fixé à 300 µL.h-1. Les lames sont ensuite séchées sous 

vide puis conservées à -80°C avant analyse. 
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Annexe 1 : extraits bruts organiques d’A. viridis  
 

Chromatogrammes DEDL d’extraits bruts organiques d’anémones de mer A. viridis. 

 
Figure 104 Comparaison de chromatogrammes DEDL obtenus à partir de l’extrait brut organique issu 
de 4 lots d’anémones. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). 
Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 
0:100 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 

  

DEDL-lot 1

DEDL-lot 2

DEDL-lot 3

DEDL-lot 4
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Annexe 2 : extraits bruts organiques de Symbiodinium en culture  
 

Chromatogrammes DEDL d’extraits bruts organiques de cellules de Symbiodinium 

en culture. 

 
Figure 105 Comparaison de chromatogrammes DEDL obtenus à partir de l’extrait brut organique issu 
de 6 lots de cellules de Symbiodinium mises en culture. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx 
(phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 
de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min ; retour aux conditions initiales de 35 à 60 min. 
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Annexe 3 : spectres RMN (1D, 2D) Du composé 1 
 

 
Figure 106 Spectre RMN 1H (DMSO-d6, 500 MHz) du composé 1 
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Figure 107 Spectre RMN 13C (DMSO-d6, 125 MHz) du composé 1. 
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Figure 108 Spectre RMN 1H-1H COSY (DMSO-d6) du composé 1. 
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Figure 109 Spectre RMN 1H-13C HSQC (DMSO-d6) du composé 1. 



 
241 

 

 
Figure 110 Spectre RMN 1H-13C HMBC (DMSO-d6) du composé 1. 
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Figure 111 Spectre RMN 1H-1H NOESY (DMSO-d6) du composé 1. 
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Annexe 4 : spectres RMN (1D, 2D) Du composé 2 
 

 

 
Figure 112 Spectre RMN 1H (DMSO-d6, 500 MHz) du composé 2 
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Figure 113 Spectre RMN 13C (DMSO-d6, 125 MHz) du composé 2 
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Figure 114 Spectre RMN 1H-1H COSY (DMSO-d6) du composé 2 
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Figure 115 Spectre RMN 1H-13C HSQC (DMSO-d6) du composé 2 
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Figure 116 Spectre RMN 1H-13C HMBC (DMSO-d6) du composé 2 
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Annexe 5 : Spectres RMN (1D, 2D) Du composé 3 
 

 
Figure 117 Spectre RMN 1H (DMSO-d6, 500 MHz) du composé 3 
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Figure 118 Spectre RMN 13C (DMSO-d6, 125 MHz) du composé 3 
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Figure 119 Spectre RMN 1H-1H COSY (DMSO-d6) du composé 3 
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Figure 120 Spectre RMN 1H-13C HSQC (DMSO-d6) du composé 3 
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Figure 121 Spectre RMN 1H-13C HMBC (DMSO-d6) du composé 3 

 

. 
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Annexe 6 : évolution des empreintes chimiques au cours d’un stress 
 

a. Chromatogrammes DEDL des extraits bruts organiques issus de l’épiderme, du 

gastroderme et des cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (FIS) avant 

(T0) et après (TF) un stress thermique. 

 

Figure 122 Chromatogrammes DEDL des extraits bruts organiques issus de l’épiderme, du gastroderme et des 
cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (FIS) de l’individu 1 avant (T0) et après (TF) un stress 
thermique. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min. 
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Figure 123 Chromatogrammes DEDL des extraits bruts organiques issus de l’épiderme, du gastroderme et des 
cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (FIS) de l’individu 2 avant (T0) et après (TF) un stress 
thermique. Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min. 
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b. Chromatogrammes DEDL des extraits bruts organiques issus de l’épiderme, du 

gastroderme et des cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (FIS) avant 

(T0) et après (TF) un stress chimique. 

 

 

Figure 124 Chromatogrammes DEDL des extraits bruts organiques issus de l’épiderme, du gastroderme et des 
cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (FIS) de l’individu 4 avant (T0) et après (TF) un stress chimique. 
Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min. 
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Figure 125 Chromatogrammes DEDL des extraits bruts organiques issus de l’épiderme, du gastroderme et des 
cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (FIS) de l’individu 5 avant (T0) et après (TF) un stress chimique. 
Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min. 
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Figure 126 Chromatogrammes DEDL des extraits bruts organiques issus de l’épiderme, du gastroderme et des 
cellules de Symbiodinium fraîchement isolées (FIS) de l’individu 6 avant (T0) et après (TF) un stress chimique. 
Colonne Machery-Nagel Nucleodur Sphinx (phase phényl-C18, 250x4,6 mm). Elution : phase 
mobile H2O+0,1%HCOOH/CH3CN+0,1%HCOOH, 90:10 de 0 à 5 min puis de 90:10 à 0:100 en 30 min. 
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Annexe 7 : acides gras au cours d’un stress thermique 
 

a. Quantité relative d’acides gras issus de lipides neutres au cours d’un stress 

thermique. Moy : moyenne ; SEM : erreur standard de la moyenne 

 

 
Epiderme Gastroderme Symbiodinium 

 
T0 

 
T1 

 
T5 

 
T0 

 
T1 

 
T5 

 
T0 

 
T1 

 
T5 

 

 
Moy SEM Moy SEM Moy SEM Moy SEM Moy SEM Moy SEM Moy SEM Moy SEM Moy SEM 

12:0 0,0 0,0 0,2 0,2 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

13:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

14:0 iso 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

14:0 0,2 0,0 0,5 0,3 0,2 0,1 0,2 0,2 0,5 0,2 0,3 0,2 0,2 0,1 0,9 0,4 2,2 0,8 

14:1(n-5) 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,1 0,1 

15:0 iso 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,2 0,1 

15:0 aiso 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

15:0 0,2 0,0 0,2 0,1 0,1 0,0 0,1 0,1 0,1 0,0 0,3 0,2 0,1 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 

15:1(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,2 0,3 0,2 

16:0 iso 0,2 0,1 0,1 0,1 0,2 0,0 0,1 0,1 0,2 0,1 0,2 0,0 0,1 0,1 0,4 0,2 0,3 0,2 

20:0 
phytanate 

0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,1 0,5 0,4 

16:0 20,0 4,8 22,8 5,5 15,1 1,7 14,9 3,0 25,5 5,9 30,4 4,4 23,6 2,9 19,3 2,2 22,1 3,5 

16:1 0,8 0,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:1(n-7) 2,4 1,0 4,4 0,8 3,6 0,5 3,8 2,0 8,5 2,4 6,1 1,7 12,7 2,1 10,5 1,8 9,6 0,8 

16:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:0 iso 0,5 0,1 0,8 0,1 1,2 0,1 0,1 0,0 0,3 0,1 0,6 0,1 0,1 0,0 0,3 0,1 0,5 0,1 

17:0 iso 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:2(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:0 aiso 0,2 0,1 0,2 0,0 0,4 0,1 0,1 0,0 0,1 0,0 0,2 0,1 0,0 0,0 0,2 0,0 0,3 0,0 

16:2(n-4) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:0 4 
Methyl 

0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:1 iso 0,8 0,4 0,5 0,1 1,0 0,3 0,2 0,1 0,4 0,1 0,3 0,1 0,3 0,1 0,5 0,1 0,7 0,2 

17:0 0,4 0,1 0,4 0,1 0,4 0,0 0,4 0,0 0,3 0,0 0,3 0,0 0,2 0,0 0,2 0,0 0,2 0,0 

16:3(n-4) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:1(n-7) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,2 0,0 0,1 0,1 

17:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:0 iso 0,1 0,0 0,1 0,1 0,2 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:4 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 
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16:4(n-1) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:0 18,7 7,5 14,7 0,8 10,8 1,0 18,5 5,5 10,4 2,1 12,4 3,1 4,8 0,9 5,2 0,2 6,1 0,2 

18:1(n-9) 5,5 0,8 6,8 0,6 6,5 0,6 10,1 0,7 12,0 0,6 9,9 0,7 10,6 2,2 10,7 0,4 8,5 0,2 

18:1(n-7) 3,9 0,1 4,7 0,4 4,2 0,7 6,8 0,6 8,2 0,5 7,1 0,7 5,1 0,3 6,5 0,9 4,3 1,1 

18:2 0,5 0,1 0,5 0,1 0,8 0,1 0,2 0,1 0,5 0,1 0,3 0,2 0,3 0,0 0,5 0,0 0,4 0,1 

18:1(n-5) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

19:0 iso 0,5 0,4 0,1 0,0 0,1 0,1 0,3 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:2(n-6) 0,5 0,2 0,6 0,2 0,5 0,3 1,9 0,3 2,9 2,0 0,8 0,2 1,1 0,5 1,0 0,2 0,8 0,2 

18:2(n-6) 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:2(n-4) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:3(n-6) 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 2,4 1,4 0,0 0,0 0,0 0,0 

19:0 0,7 0,2 0,6 0,1 0,6 0,1 0,7 0,3 0,4 0,1 0,5 0,1 0,1 0,1 1,1 0,5 1,1 0,5 

19:1 0,0 0,0 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,2 0,0 0,2 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

19:1 0,1 0,0 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,2 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,2 0,0 0,1 0,0 

18:3(n-3) 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:4(n-3) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,1 0,3 0,2 0,1 0,1 5,3 0,9 2,6 0,8 2,3 0,5 

18:4(n-1) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:0 0,9 0,5 0,6 0,0 0,6 0,0 1,4 0,5 0,6 0,2 0,6 0,1 0,3 0,1 0,3 0,0 0,4 0,0 

20:1 0,2 0,1 0,2 0,1 0,2 0,1 0,8 0,1 0,3 0,1 0,2 0,2 0,0 0,0 1,0 0,3 0,9 0,2 

18:5(n-3) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 1,5 0,5 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:1(n-9) 1,7 0,2 1,9 0,2 1,9 0,2 2,9 0,6 2,2 0,5 2,1 0,4 1,3 0,3 1,9 0,4 1,5 0,4 

20:1(n-7) 9,6 1,2 10,6 1,2 10,0 1,6 12,6 0,9 7,9 1,8 7,7 1,3 4,8 1,4 6,2 1,6 4,7 1,5 

20:2 0,4 0,2 0,2 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,2 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 

20:2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:2(n-6) 0,2 0,0 0,2 0,0 0,2 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,3 0,3 0,1 0,1 0,1 0,0 0,1 0,1 

20:3(n-6) 0,2 0,1 0,2 0,1 0,3 0,2 0,1 0,1 0,0 0,0 0,3 0,2 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 

21:0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:4(n-6) 1,3 0,6 1,1 0,4 2,2 0,2 0,5 0,2 0,5 0,1 0,6 0,3 0,5 0,1 0,7 0,1 0,9 0,1 

20:2(n-3) 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:4(n-3) 0,1 0,1 0,2 0,1 0,1 0,1 0,2 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,2 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 

20:5(n-3) 6,1 2,6 6,1 2,1 11,5 1,8 4,4 0,7 4,4 1,1 4,3 0,8 6,3 1,6 7,9 1,1 6,9 2,1 

22:0 0,2 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 

22:1(n-
11) 

0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:1(n-9) 7,1 0,5 8,3 0,6 7,6 1,3 5,3 0,8 3,3 0,5 4,2 0,7 2,5 0,9 2,8 0,6 2,5 0,4 

22:1(n-7) 1,0 0,1 1,0 0,1 0,9 0,2 1,1 0,1 0,5 0,1 0,6 0,2 0,5 0,2 0,6 0,3 0,3 0,1 

22:2 0,4 0,4 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:2 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:2 0,3 0,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

21:5(n-3) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 
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22:3 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

23:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:4(n-6) 3,7 1,8 3,4 1,2 5,0 1,2 1,3 0,7 1,3 0,4 1,5 0,4 1,8 0,5 1,9 0,6 1,3 0,4 

22:5(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,2 0,1 

22:5(n-3) 8,1 3,4 7,4 1,8 11,5 1,8 7,6 1,5 6,1 1,5 6,0 1,5 5,8 1,7 7,3 1,2 5,9 1,5 

24:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:6(n-3) 0,5 0,3 0,0 0,0 0,9 0,5 1,9 0,6 1,0 0,1 1,5 0,9 5,8 0,4 6,5 2,0 12,2 4,6 

24:1(n-9) 0,3 0,1 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 
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b. Quantité relative d’acides gras issus de lipides polaires au cours d’un stress 

thermique. Moy : moyenne ; SEM : erreur standard de la moyenne 

Acide gras Epiderme     Gastroderme    Symbiodinium    

 T0  T1  T5  T0  T1  T5  T0  T1  T5  

 moy  SEM moy  SEM moy  SEM Moy  SEM Moy  SEM Moy  SEM Moy  SEM Moy  SEM Moy  SEM 

13:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 

14:0 iso 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 

14:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

14:1(n-5) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,1 0,1 0,4 0,1 0,2 0,2 0,6 0,1 0,7 0,1 0,7 0,1 

15:0 iso 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,2 0,0 0,1 0,0 

15:0 aiso 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

15:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

15:1(n-6) 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:0 iso 0,5 0,2 0,3 0,2 0,5 0,3 0,1 0,1 0,3 0,2 0,1 0,0 0,1 0,0 0,1 0,1 0,1 0,1 

20:0 
phytanate 0,1 0,0 0,1 0,1 0,2 0,0 0,1 0,0 0,1 0,0 0,2 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:1 13,7 1,6 15,1 2,1 15,4 0,6 19,9 3,0 22,4 0,6 19,8 2,5 22,9 1,6 22,2 2,3 19,7 2,0 

16:1(n-7) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:1 0,5 0,1 1,1 0,1 1,2 0,1 1,7 0,2 2,7 0,4 1,6 0,3 4,6 0,6 4,4 0,6 3,7 0,2 

16:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:0 iso 0,0 0,0 0,8 0,1 1,4 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:0 iso 0,3 0,0 0,0 0,0 0,4 0,0 0,2 0,1 0,4 0,1 0,8 0,2 0,3 0,0 0,4 0,0 0,5 0,0 

16:2(n-6) 0,5 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:0 aiso 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,2 0,1 0,3 0,1 0,3 0,0 0,4 0,0 0,4 0,0 

16:2(n-4) 0,1 0,0 0,2 0,0 0,3 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:0 4 
Methyl 1,7 0,3 1,0 0,4 1,7 0,1 0,5 0,1 0,2 0,1 0,5 0,3 0,2 0,2 0,3 0,0 0,5 0,0 

17:1 iso 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:3(n-4) 0,2 0,0 0,3 0,0 0,4 0,0 0,2 0,0 0,3 0,0 0,5 0,3 0,2 0,0 0,2 0,0 0,1 0,1 

17:1(n-7) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

17:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:0 iso 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:4 0,1 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

16:4(n-1) 0,0 0,0 0,1 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:1(n-9) 9,1 0,2 12,0 1,0 10,9 0,6 8,5 0,5 12,9 1,7 12,4 0,4 6,9 1,0 8,7 0,1 8,2 0,4 

18:1(n-7) 1,4 0,1 2,2 0,2 2,5 0,4 1,8 0,2 2,7 0,2 3,1 0,5 2,3 0,2 2,7 0,2 2,8 0,2 

18:2 1,1 0,1 1,6 0,0 1,6 0,1 0,7 0,0 1,0 0,1 1,0 0,1 1,4 0,3 1,5 0,0 1,3 0,1 

18:1(n-5) 0,8 0,1 0,9 0,1 0,7 0,1 0,5 0,0 0,7 0,1 0,6 0,1 0,5 0,1 0,4 0,0 0,3 0,0 

18:2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 
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19:0 iso 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:2(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:2(n-6) 0,3 0,1 0,4 0,1 0,4 0,2 0,5 0,1 0,9 0,4 0,7 0,3 0,7 0,2 0,8 0,2 0,6 0,2 

18:2(n-4) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:3(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

19:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,8 0,3 1,0 0,4 0,8 0,4 1,9 0,9 1,5 0,8 1,7 0,9 

19:1 0,3 0,0 0,3 0,0 0,4 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

19:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:3(n-3) 0,0 0,0 0,2 0,1 0,3 0,1 0,2 0,1 0,2 0,1 0,2 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

18:4(n-3) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 

18:4(n-1) 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 1,4 0,1 1,3 0,2 0,5 0,1 5,6 0,4 4,5 0,7 5,0 0,4 

20:0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:1 0,1 0,0 0,1 0,0 0,1 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,1 0,1 0,2 0,0 0,5 0,5 0,0 0,0 

18:5(n-3) 0,1 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,3 0,2 0,2 0,2 0,0 0,0 0,8 0,2 0,8 0,2 

20:1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,6 0,1 0,2 0,1 0,2 0,1 1,1 0,1 0,2 0,0 0,2 0,1 

20:1(n-9) 0,3 0,0 0,3 0,0 0,4 0,0 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,2 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:1(n-7) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:2 3,6 0,6 4,1 0,5 3,8 0,7 4,0 0,2 3,4 0,4 3,3 0,3 1,9 0,4 1,8 0,2 1,8 0,3 

20:2 0,7 0,1 0,7 0,1 0,6 0,1 0,5 0,1 0,3 0,2 0,3 0,2 0,2 0,1 0,2 0,0 0,3 0,1 

20:2(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:3(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,2 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

21:0 0,3 0,1 0,2 0,1 0,2 0,1 0,2 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,1 0,2 0,1 0,1 0,1 

20:4(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:2(n-3) 5,8 0,6 4,6 0,5 5,6 0,7 4,0 0,3 3,5 0,2 4,9 0,3 3,1 0,1 2,8 0,3 3,2 0,1 

20:4(n-3) 0,2 0,0 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

20:5(n-3) 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 0,1 

22:0 28,7 0,7 25,5 2,4 24,2 2,6 24,0 1,9 17,2 2,4 19,6 3,7 20,5 2,1 19,4 3,4 19,9 2,9 

22:1(n-11) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:1(n-9) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:1(n-7) 6,4 0,6 7,1 0,8 6,4 0,8 6,5 0,3 5,6 0,8 6,2 0,8 3,1 0,5 2,5 0,4 2,1 0,1 

22:2 0,3 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,7 0,4 0,7 0,4 0,1 0,1 0,7 0,1 0,4 0,2 

22:2 1,0 0,2 1,1 0,3 1,0 0,1 1,0 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,4 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:2 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

21:5(n-3) 0,2 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

23:0 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:4(n-6) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

22:5(n-6) 8,1 0,3 5,0 2,6 5,8 3,0 7,2 0,7 8,0 0,6 10,2 0,9 2,8 0,4 3,9 0,0 5,1 0,4 

22:5(n-3) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 0,0 0,0 0,0 

24:0 12,3 0,4 10,1 0,5 7,4 1,2 7,5 1,2 7,3 0,8 7,1 0,2 5,3 1,2 6,3 0,9 5,8 0,9 

22:6(n-3) 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 

24:1(n-9) 0,3 0,1 0,0 0,0 0,7 0,4 5,0 1,2 4,3 1,1 2,7 0,7 11,1 2,1 10,8 0,3 13,1 2,1 
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Abstract 

Cnidarian-dinoflagellate symbiosis mainly relies on nutrient recycling, thus providing both partners with a 

competitive advantage in nutrient-poor waters. Essential processes related to lipid metabolism can be 

influenced by various factors, including hyperthermal stress. This can affect the lipid content and distribution 

in both partners, while contributing to symbiosis disruption and bleaching. In order to gain further insight 

into the role and distribution of lipids in the cnidarian metabolism, we investigated the lipid composition of 

the sea anemone Anemonia viridis and its photosynthetic dinoflagellate endosymbionts (Symbiodinium). We 

compared the lipid content and fatty acid profiles of the host cellular layers, non-symbiotic epidermal and 

symbiont-containing gastrodermal cells, and those of Symbiodinium, in a mass spectrometry-based 

assessment. Lipids were more concentrated in Symbiodinium cells, and the lipid class distribution was 

dominated by polar lipids in all tissues. The fatty acids distribution between host cell layers and Symbiodinium 

cells suggested potential lipid transfers between the partners. The lipid composition and distribution was 

modified during short-term hyperthermal stress, mainly in Symbiodinium cells and gastrodermis. Exposure to 

elevated temperature rapidly caused a decrease in polar lipid C18 unsaturated fatty acids and a strong and 

rapid decrease in the abundance of polar lipid fatty acids relative to sterols. These lipid indicators could 

therefore be used as sensitive biomarkers to assess the physiology of symbiotic cnidarians, especially the 

effect of thermal stress at the onset of cnidarian bleaching. Overall, the findings of this study provide some 

insight on key lipids that may regulate maintenance of the symbiotic interaction. 

 

Keywords: lipidomics, symbiotic interaction, cnidarian bleaching, hyperthermal stress, Symbiodinium, 

Anemonia 

 

1. Introduction 

Marine organisms, especially sponges and cnidarians, produce a great variety of lipids and fatty acids 

(FAs), often with unusual chemical structures (Bergé and Barnathan 2005). In these organisms, lipids are 

involved in various processes, such as reproduction, growth, morphogenesis, cell proliferation, cell 

differentiation and immunity (Tarrant 2005; Wang et al. 2013). Lipogenesis pathways depend on the enzyme 

repertoire expressed by the organisms and differ between animals (n-6 pathway), plants (n-3 pathway), and 

algae (both n-6 and n-3 pathways). Therefore, FAs have been used as chemotaxonomic biomarkers of 

organisms (Sahu et al. 2013), or trophic markers to highlight feeding preferences of organisms (Ramos and 

González-Solís 2012). Marine algae—which are known to synthesize high amounts of the essential FAs linoleic 

acid (18:2n-6) and α-linolenic acid (18:3n-3), as well as their main derivatives, such as arachidonic acid 

(20:4n-3), eicosapentaenoic acid (20:5n-3) and docosahexaenoic acid (22:6n-3) —occupy a key position in 

marine foodwebs (Jeong et al. 2010). Indeed, animals have a limited ability to synthesize 18:2n-6 and 18:3n-3 
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and must acquire them via dietary sources (Sargent et al. 1990; Bergé and Barnathan 2005; Bachok et al. 

2006). An alternative mode of lipid acquisition in animals is through a symbiotic interaction with microalgae 

that are able to synthesize essential FAs. Such FA transfers from symbiotic photosynthetic dinoflagellates 

(Symbiodinium spp.) to their cnidarian hosts have been suggested (Muscatine and Cernichiari 1969; 

Whitehead and Douglas 2003; Davy et al. 2012). 

Cnidarians, such as corals, jellyfish or sea anemones, are diploblastic animals that are organized in 

two cellular layers, i.e. the outer epidermis and inner gastrodermis. In symbiotic cnidarians, dinoflagellate 

symbionts are localized within the host gastrodermal cells, where they are maintained inside specific vacuoles 

called symbiosomes (Wakefield et al. 2000; Davy et al. 2012; Garrett et al. 2013). Cnidarians can capture prey 

using their stinging cells. However, especially in nutrient-poor waters, their association with autotrophic 

dinoflagellate symbionts can give them a significant competitive advantage, largely supported by nutrient 

exchanges between the symbiotic partners. Indeed, large amounts of Symbiodinium photosynthetic products 

are transferred to the cnidarian host, contributing substantially to its carbon and energy needs to support its 

metabolism, growth and reproduction (Muscatine 1967; Kellogg and Patton 1983). The hosted Symbiodinium 

meet their own requirements for nutrients, such as carbon (Furla et al. 1998), nitrogen (Grover et al. 2002) 

and phosphate (Muller-Parker et al. 1990), mainly through recycling the cnidarian waste products (for a 

review, see Davy et al. 2012). Glycerol, glucose, amino acids and lipids are the major transferred 

photosynthates identified so far (Gates et al. 1995; Kellogg and Patton 1983; Muscatine 1967; Papina et al. 

2003; Patton and Burris 1983; Whitehead and Douglas 2003). Lipids are essential to the cnidarian host for 

three main reasons: i) some lipid classes, such as wax esters (WEs) and triglycerides (TGs), are a valuable 

source of energy and are stored in animal tissues (Muscatine and Cernichiari 1969; Oku et al. 2002), ii) other 

classes, such as phospholipids and sterols, are important constituents of cell membranes (Boutry et al. 1979; 

Tchernov et al. 2004), and iii) glycolipids and sterol-derived compounds have important roles in cellular 

recognition and cell signaling processes (Tarrant 2005; Hiraga et al. 2008). Lipid and FA compositions of both 

cnidarian hosts and their dinoflagellate symbionts have been widely reported. For example, differences 

between host and symbiont lipid contents have been described in sea anemones and corals (Harland et al. 

1991; Zhukova and Titlyanov 2003; Treignier et al. 2008; Imbs et al. 2010b; Imbs et al. 2014). Transfers of 

Symbiodinium FAs, such as myristic acid (14:0), palmitic acid (16:0), α-linolenic acid (18:3n-3) or γ-linolenic 

acid (18:3n-6), to the cnidarian host have been strongly suggested (Al-Moghrabi et al. 1995; Papina et al. 

2003; Zhukova and Titlyanov 2003; Imbs et al. 2010a; Teece et al. 2011), and recent studies also found 

evidence of FA transfers from host to symbionts (Imbs et al. 2014). Recent studies highlighted lipid regulatory 

mechanisms established between host and symbionts. Cnidarian species have a high sterol content, although 

these organisms are unable to synthesize sterols de novo from glycolytic intermediates (Baumgarten et al. 

2015; Tarrant et al. 2009; Yamashiro et al. 1999). Cnidarians must therefore obtain sterols directly through 

dietary intake or from their dinoflagellate symbionts. Active transport of lipids/sterols through endosomes 

has been identified between the host and symbionts. A potential lipid/sterol transporter was recently 
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identified in both A. viridis and A. pallida (Dani et al. 2014; Lehnert et al. 2014). The related genes were shown 

to be differentially expressed between the symbiont-containing tissue (gastrodermis) and the non-symbiotic 

tissue (epidermis), as well as between healthy and stressed specimens (Ganot et al. 2011; Dani et al. 2014). In 

A. viridis, this protein is localized at the symbiosome membrane complex surrounding Symbiodinium and is 

proposed to play a role in the symbiotic interaction (Dani et al. 2014). Under standard conditions, 

Symbiodinium have also been shown to produce lipid droplets, which may translocate in host gastrodermal 

cells (Peng et al. 2011). This lipid trafficking seems to be mostly involved in symbiotic cells, whereas the 

epidermal contribution has yet to be determined. Nevertheless, the specific contribution of the host cellular 

layers has never been investigated via lipid content comparisons in healthy specimens or at the onset of 

symbiosis disruption. 

Symbiotic cnidarians, such as corals, have a key role in marine biodiversity as they form both the 

trophic and structural foundation of coral reef ecosystems, as well as diverse temperate habitats. However, 

coral reefs, for example, are highly vulnerable to global warming. Environmental changes, such as increases in 

seawater temperature or acidification, often result in the loss of symbionts (bleaching), which can ultimately 

lead to the death of corals and destruction of the reef (Hoegh-Guldberg et al. 2007). Substantial differences in 

lipid abundance have been described in bleached specimens compared to healthy symbiotic cnidarians 

(Bachok et al. 2006; Garrett et al. 2013). Environmental changes, such as light and temperature increases, 

have also been shown to induce variations in cnidarian lipid and FA contents (Zhukova and Titlyanov 2003; 

Treignier et al. 2008), as well as in Symbiodinium cells cultured under high temperatures (Tchernov et al. 

2004, Kneeland et al. 2013). These shifts in FA composition have therefore been proposed as sensitive 

indicators of thermal stress (Tchernov et al. 2004, Bachok et al. 2006, Tolosa et al. 2011, Kneeland et al. 2013). 

Nevertheless, these indicators have never been investigated in both epidermis and gastrodermis to assess the 

effect of thermal stress on host physiology. 

This study focuses on the FA composition of lipids in the temperate sea anemone A. viridis and 

involves a comparison between host cellular compartments, the non-symbiotic epidermis and symbiont-

containing gastrodermal cells, while assessing the FA composition of dinoflagellate symbionts isolated from 

gastrodermal cells. A.viridis was chosen as a model to study cnidarian-dinoflagellate symbiosis because of its 

homogeneity in the hosted symbiont (“temperate A” clade) and for its experimental advantages (the size of 

individuals and tentacles). Lipids and FAs were extracted from tentacles, then characterized and identified 

from each cellular compartment. Lipid and FA compositions were compared to assess potential transfers 

between the partners, especially those involved in symbiosis maintenance. We also investigated the response 

of A. viridis to short-term hyperthermal stress (5 days) to assess modifications in lipid and FA composition. 

This was based on the use of lipid indicators of thermal stress previously identified in Symbiodinium cells, 

such as C18 unsaturation and 18:1n-9 to 18:4n-3 ratios, or the polar/neutral lipid-to-sterol ratio (Tchernov et 

al. 2004; Kneeland et al. 2013). The results indicated that these lipid indicators can be used to assess 
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symbiotic cnidarian physiology, especially in response to environmental changes or at the onset of cnidarian 

bleaching.  

2. Materials and methods 

Biological material 

A. viridis specimens (n=5) were collected in shallow waters in the bay of Villefranche-sur-Mer 

(Mediterranean Sea, France). They were maintained in laboratory-controlled conditions and acclimated for at 

least 2 months before experimentation. The sea water temperature was maintained at 19 ± 1°C. The light level 

was maintained at 175-200 µE.m-2.s-1 with a 12 h light/dark photoperiod, corresponding to the photosynthetic 

light saturation of Symbiodinium, occurring at about 190 µE.m-2.s-1 (Fitt et al. 1982; Tytler and Davies 1984). 

Sea water was renewed every 2 days. Specimens were fed brine shrimp weekly, then starved a few days 

before the experiments to avoid sample contamination by food metabolites. Four sea anemones were 

subjected to hyperthermal stress (+ 10°C) for 5 days, with continuous monitoring of temperature and salinity, 

using the same experimental design as already reported for transcriptomic analyses (Moya et al. 2012). One 

was not subjected to the thermal stress and was used as an experimental control to assess the sampling bias. 

Twenty tentacles were sampled using scissors from each of the 5 specimens at day 0 (d0), day 1 (d1) and day 

5 (d5). All sampling was performed at 10:00 am to avoid circadian lipid shifts (Crossland et al. 1980).  

Symbiodinium density quantification 

Symbiodinium density was quantified as described by Moya et al. (2012). Briefly, samples were 

homogenized in phosphate buffer using a glass homogenizer, and the protein content was determined by the 

Bio-Rad protein assay (Bio-Rad, France). An aliquot of this homogenate was used to count the Symbiodinium 

density on a Neubauer hemocytometer (p2074) and results were expressed as a number of cells per mg of 

protein. 

Tissue layer separation 

A. viridis has large tentacles, which is an experimental advantage since the two cellular layers can be 

separated from each other, and the Symbiodinium cells may also be isolated. A. viridis hosts an average of 1.105 

symbionts per mg of tentacle (Ganot et al. 2011), that all belong to the “temperate A” clade (Visram et al. 2006; 

Casado-Amezúa et al. 2014). Gastrodermis (Gas) hosting Symbiodinium cells (Sym) was scrapped from 

epidermis (Epi) with forceps. Symbiodinium cells were further isolated from the gastrodermis by mechanical 

cell disruption using a 23 gauge hypodermic needle and then centrifugation at 1500 g for 3 min (Figure 1). 

The supernatant containing the gastrodermal fraction was centrifuged again to remove any trace of 

symbionts. The pellet containing Symbiodinium cells was washed three times with filtered seawater to ensure 
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complete separation between symbionts and gastrodermal cells. The purity of the symbiont fraction was 

assessed as described in Dani et al. (Dani et al. 2014). Samples were weighed, deep frozen in liquid nitrogen 

and stored at -80°C until analysis.  

 

Figure 1: sample processing scheme. Preparation of epidermal, gastrodermal and Symbiodinium cell 

extracts from A. viridis tentacles.  

 

Lipid extraction 

Total lipids were extracted from separated animal tissues and symbionts of each of the 5 specimens 

according to a method adapted from Bligh and Dyer (Bligh and Dyer 1959). Tissue samples were ground in a 

blender at 2500 g for 2 min in a 38 mL mixture of chloroform:methanol: 7% aqueous NaCl (1:2:0.8, v/v/v) 

and filtered. The slurry and the filter were then ground in a blender, mixed and filtered with the same 

extraction buffer, and this operation was renewed with 30 mL of chloroform. The liquid phase was transferred 

into extraction funnel with 30 mL of 7% aqueous NaCl, mixed and degassed under a nitrogen atmosphere. 

Layer separation took at least 2 hours. The organic layer was evaporated under reduced pressure at 38°C. All 

evaporated samples were transferred into vials, freeze-dried, and weighed. To avoid lipid auto-oxidation, all 

operations were carried out under a nitrogen atmosphere. Samples were stored at -80°C between each 

analysis. 

Lipid separation 

Total lipids were separated into neutral lipids (NLs) and polar lipids (PLs) by solid-phase (silica) 

extraction. NLs were eluted with 12 mL of chloroform. PLs were eluted with 8 mL of acetone and 12 mL of 

methanol, followed by 4 mL of methanol-30% aqueous NH3 (90/10, v/v). Fractions were derivatized with 

1mL of 7% boron trifluoride in methanol (BF3-MeOH) and 1mL of toluene (100°C for 60 min) according to a 

method adapted from Morrison and Smith (1964) to prepare FA methyl esters (FAMEs). After heating, 2 mL of 

distilled water were added. Samples were centrifuged (3000 g for 4 min). The organic layer was separated 
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and the aqueous layer was extracted three times with 1mL of toluene. FAMEs were isolated from sterols and 

sterol esters by thin layer chromatography on silica gel plates, according to Miller et al. (Miller et al. 1998). 

The neutral fraction was diluted with 125 µL of chloroform and applied with a syringe pump, as well as 10 µL 

of commercial FAME and sterol standards. Elution was performed in n-hexane:diethylether:acetic acid 

(170:30:2.5, v/v/v) for 30 min. Plates were dried, sprayed with a solution containing 0.2% of 2,7-dichloro-

fluorescein in ethanol and placed under a UV lamp (Ultraviolet products, λ= 254 and 366 nm) to display strips. 

Silica strips containing FAMEs and sterols were extracted separately and washed with 20 mL of n-hexane. The 

liquid phase was separated under reduced pressure through fritted glass, and the operation was renewed 

with 20 mL of chloroform:n-hexane (1:1, v/v) and 20 mL of chloroform. Sterols were derivatized just prior GC-

MS analyses with N,O-Bis(trimethylsilyl)trifluoroacetamide (BSTFA). 500 µL of BSTFA was added to sterol 

samples under stirring at ambient temperature for 1 hour. The samples were diluted with 500µL of 

cyclohexane and analyzed by GC-MS.  

Lipid and fatty acid identification 

Total lipids were separated by thin-layer chromatography coupled with flame-ionization detection 

(TLC-FID) using an Iatroscan MK V TH10 (Chromarods SIII, Iatron Laboratories) and ChromStar 4.14 software 

(Ackman 1981). Sigma standards were purchased for Chromarods calibration: cholesterol, diacylglycerols 

(DGs), free FAs (FFAs), polar lipids (PLs), triacylglycerols (TG), and sterol esters (SE). Extracts were diluted 

with chloroform (12 mg mL-1) and 1µl of solution was applied to 10 cm long silica-coated quartz rods using an 

automatic sampler and the process was carried out in triplicate. For lipid separation, they were successively 

eluted in n-hexane:benzene:formic acid 80:20:1 (v/v/v) for 23 min followed by 5 min dry at room 

temperature, eluted in n-hexane:diethyl ether:formic acid 97:3:1.5 (v/v/v) for 22 min followed by 5 min 

drying at room temperature. After development, chromarods were dried (100°C for 5 min) and analyzed 

immediately to minimize adsorption of atmospheric contaminants. Samples were injected in duplicates, and 

chromatograms were compared to standards and integrated manually (Volkman and Nichols 1991). The 

results were given as an area percentage of 1 peak (= 1 lipid class) relative to the total chromatogram area. A 

blank sample (100% solvent) was injected between each analysis to avoid carry over.  

FAMEs and sterols were analyzed by GC-MS, and each sample was injected in triplicate. GC-MS 

analyses were performed on a ThermoQuest trace GC/Automass III multi, single quadrupole mass 

spectrometer run with the Xcalibur 1.2 software package (instrument A) and on a ThermoQuest trace 

GC/Thermo ITQ 900, ion trap mass spectrometer run with the Xcalibur 2.1 software package (instrument B). 

The Electron Ionization method was used at 70 eV. Separation of FAMEs was conducted in a Zebron ZB-WAX 

column (30 m long, 0.32 mm i.d., 0.25 µm film thickness, Phenomenex) using instrument A. The temperature 

program was as follows: initial, 80°C; ramp 52.5°C min-1 to 185°C with a 118 min hold. The injector 

temperature was maintained at 225°C. Using instrument B, FAMEs were separated on a Thermo TG-5MS 
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column (30 m long, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film thickness). The temperature program was as follows: initial, 

160°C; ramp1.5°C min-1 to 270°C. The injector temperature was maintained at 280°C. The sterol fraction was 

analyzed with instrument A, on a Zebron ZB-5MS (5% phenyl, 30 m long, 0.25 mm i.d., 0.25 µm thickness, 

Phenomenex). The temperature program was as follows: initial, 100°C; ramp 25°C min-1 to 230°C, 2.5°C min-1 

to 290°C, and 11°C min-1 to 300°C. For both instruments, the carrier gas was helium at a constant flow of 1 ml. 

min-1, and solutions were injected in split mode with a ratio of 10. GC-MS analytical standards were purchased 

from Sigma-Aldrich (Menhaden:Capelin 1:1 fish oil; sterol standards and FAME Mix no. 47885-U). The GC-MS 

results were given in relative area (percentage of 1 peak = 1 FAME). Areas are calculated from raw data, and 

the ionization cross-section of each class of molecules was not taken into account. A blank sample (100% 

solvent) was injected between each analysis to avoid carryover. Due to the reduced lipid amounts, FAMEs and 

sterols were identified in 3 of the 4 tested sea anemones. FAMEs and sterols were identified using the mass 

spectral database (NIST 2008) and diagnostic ions in mass spectra, with additional FAME identification based 

on the retention index (equivalent chain length: ECL). Two sets of analytical standards were injected to 

confirm the FAME and sterol identification. ECLs were calculated using an equation from Dubois et al. (Dubois 

et al. 2009), which is a modification of Kovats indices. Each FAME has a specific ECL based on its retention 

parameters and compared to the corresponding saturated fatty acid. According to the international 

nomenclature, the position of the first double bond is given by the (n-x) notation, by counting the number of 

carbon atoms from the methyl end (Christie 1982). 

Data analysis 

Non-parametric statistics were chosen to analyze data since they are specifically designed for analyzing small 

datasets (n<30) (LeBlanc 2004; Linebach et al. 2014).  

Differences in individual lipid classes between epidermis, gastrodermis and Symbiodinium, specific FA 

variations between tissues, and temperature stress ratios were analyzed using the one-way permutation test 

(an equivalent of the Kruskal and Wallis test, based on permutations). When significant variations were 

detected between tissues, a post-hoc Tukey’s test was performed to define to which tissue differences were 

attributed.  Analyses were performed using R software (v. 2.15.2; R Development Core Team 2012) with the 

Coin package (Zeileis et al. 2008). Analyses were performed on raw data, except for lipid ratios, which were 

log transformed. Comparisons were considered significantly different for P-values < 0.05. 

A second set of analyses were performed to investigate the overall FA composition of the different 

compartments: (i) The differences in global FA content between animal tissues (epidermis and gastrodermis) 

and symbionts were tested with the non-parametric one-way ANOSIM test (analysis of similarities, Clarke and 

Green 1988), which is an analogue of the ANOVA test (analysis of variance), using PRIMER 5, (ii) the 

covariation of polar lipid fatty acids (PFAs) between animal tissues was analyzed using factorial 

correspondence analysis (FCA, Benzécri 1973), with SPAD 3.0 software. The analysis was performed on a 
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reduced data matrix (raw data and Arcsin transformed data independently), where FAs were used as the 

variables and animal tissues (epidermis and gastrodermis) as observations. Symbiodinium data were added as 

supplementary observations, i.e. they were graphically projected but not used in the factorial axes 

calculations. Distances between FAs were computed with the χ2 metrics, which allows simultaneous 

representation of variables and observations on the same plane. The size of symbols is proportional to their 

contribution on the projected factorial axes, (iii) following the FCA, a hierarchical cluster analysis (HCA) was 

conducted on PFAs using Ward’s method and Manhattan’s distance to agglomerate animal tissues and 

symbionts according to their FA composition, using R 2.15.2, with the FactoMineR package (Lê 2008).  

3. Results 

Lipid class composition 

Total lipids extracted from A. viridis whole tentacles averaged 17±2% (n=5) of tissue dry mass. Total lipids 

were also extracted separately from epidermal, gastrodermal and Symbiodinium cells (Table 1). Symbionts displayed 

the highest amount of lipids (23.5±1% of tissue dry mass) compared to animal cell layers, while the lowest lipid 

content was recorded for the epidermal cell layer (14.1±1.4% of tissue dry mass). 

Table 1: Lipid content in A. viridis. Dry weight and lipid content in A.viridis host tissues (epidermis and 

gastrodermis) and isolated Symbiodinium cells (mean ± SEM, n=5).  

  Epidermis Gastrodermis Symbiodinium 

tissue dw1 (mg)   41.3 ± 3.3 19.0 ± 2.1 19.1 ± 3.1 

tissue dw (%)  52.0 ± 4.1 23.9 ± 2.7 24.1 ± 3.8 

lipid content per tissue (mg) 5.8 ± 1.2 3.2 ± 0.6 4.5 ± 0.4 

lipid content per tissue dw (%)  14.1 ± 1.4 16.9 ± 1.2 23.5 ± 1.0 

 1dry weight 

Total lipids from each cellular fraction were divided into six distinct lipid classes: WEs/SEs, FFAs, TGs, 

DGs, sterols and PLs, which are mainly composed of phospholipids, glycolipids and, in small proportions, pigments. 

The lipid class distribution (Table 2) was characterized by the dominance of PLs in both animal and Symbiodinium 

cells (81.9 to 86.5% of total lipids) and a high proportion of sterols (8.4 to 15.5% of total lipids).  
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Table 2:  Lipid classes composition in A. viridis. Content of individual lipid classes (% of total lipids, mean ± 

SEM, n=5) in epidermal and gastrodermal tissues of A.viridis and Symbiodinium (WE/SE: wax esters and 

sterols esters; FFA: free fatty acids; TG: triacylglycerol; DG: diacylglycerol). *, significant values (one-way test 

followed by Tukey post-hoc test; P<0.05) 
 

Lipid class Epidermis Gastrodermis Symbiodinium 

WE/SE 0.8 ± 0.1 0.9 ± 0.3 1.2 ± 0.4 

FFA 0.6 ± 0.1* 1.4 ± 0.2 1.6 ± 0.4 

TG 0.5 ± 0.1 0.9 ± 0.2 1.3 ± 0.4 

DG 0.7 ± 0.0* 1.5 ± 0.2 1.0 ± 0.2 

Sterols 15.5 ± 0.9* 11.5 ± 0.6* 8.4 ± 1.0* 

Polar Lipids 81.9 ± 0.8 83.8 ± 0.8 86.5* ± 0.8 

Regarding the tissue distribution, Symbiodinium had a significantly higher relative PL content than 

gastrodermis and epidermis (86.5%, 83.8% and 81.9% of total lipids, respectively; P= 0.027, one-way test; P <0.05, 

post-hoc Tukey test). In contrast, sterols showed higher percentages in epidermis (15.5% of total lipids) than in 

gastrodermis and Symbiodinium (11.5% and 8.4% of total lipids, respectively; P= 0.019, one-way test; P <0.05 for 

each pairwise comparison, post-hoc Tukey test). The main contribution to the sterol fraction was cholesterol (70.2-

74.9% of total sterol content). We also detected various quantities of the following sterols: cholesta-4,6-dien-3βol, 

24-norcholestadienol, dehydroergosterol, 22-dehydrocholesterol, cholestanol, stellasterol, brassicasterol and β-

sitosterol, as well as the steroid ketone Cholesta-3,5-dien-3β-one (Table 3).  

Table 3 A. viridis sterol composition. Sterol relative composition (%) in epidermis and gastrodermis of A. 

viridis tentacles, and Symbiodinium. Mean ± SEM, n=3. 

Sterol Epidermis Gastrodermis Symbiodinium 

Cholesta-4,6-dien-3ß-
ol 

0.1 ± 0.1 tr 0.1 ± 0.1 

24-norcholestadienol 0.8 ± 0.3 0.4 ± 0.1 0.1 ± 0.1 

Dehydroergosterol 1.1 ± 0.3 1.0  ± 0.1 0.9 ± 0.2 

Cholesta-5,22-dien-3ß-
ol 

7.1 ± 1.1 6.6 ± 1.3 6.0 ± 0.9 

Cholesterol 65.8 ± 2.3 74.9 ± 5.4 70.2 ± 5.3 

Cholestanol 0.2 ± 0.1  0.3 ± 0.1 

Stellasterol 3.3 ± 0.7 4.9 ± 1.0 6.8 ± 1.4 

Brassicasterol 3.3 ± 0.5 3.6 ± 0.9 3.8 ± 1.8 

Unknown C28H46O 6.7 ± 0.2 5.3 ± 1.4 3.8 ± 1.8 

β-sitosterol 0.9 ± 0.3 0.7 ± 0.3 0.5 ± 0.3 

Other sterols 8.7 ± 1.5 2.4 ± 0.6 7.4 ± 3.9 

 tr, trace 
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Fatty acid composition 

The FA composition of epidermis, gastrodermis and Symbiodinium were determined by GC-MS after 

derivatization of lipids into their corresponding FAMEs (transesterification). The overall FA composition of 

PLs (PFAs), which contained phospholipids and glycolipids, and FA composition of NLs (NFAs), which were 

composed of WEs/SEs, FFAs, DGs, and TGs, are presented in Table 4. We identified 71 FAMEs, which had a 

linear carbon chain that ranged from 14 to 24 carbons, 0 to 6 unsaturations and 0 to 4 methyl-groups. The FA 

composition was similar overall between NFAs and PFAs, but the relative distribution of specific FAs differed 

between cellular fractions (see for example 18:4n-3 or 20:1n-7, Figure 2). The polyunsaturated FA to 

monounsaturated FA ratio (PUFA/MUFA) was higher for PFAs (3.3-3.9) than for NFAs (0.4-0.9, Table 4). For 

both lipid classes, the PUFA/MUFA ratio was highest in Symbiodinium cells and lowest in gastrodermal cells. 

However, the n-6/n-3 ratio was similar in all cellular fractions for both lipid classes, ranging from 0.2 

(Symbiodinium) to 0.4 (epidermis). 

The NFA composition was dominated in both animal and Symbiodinium cells by the saturated FAs 

palmitic acid (16:0) and stearic acid (18:0), as well as the MUFAs oleic acid (18:1n-9) and paullinic acid 

(20:1n-7), and the PUFAs 20:5n-3 and docosapentaenoic acid (22:5n-3), as listed in Table 4.  

Table 4: A. viridis NFA and PFA composition. Fatty acid relative composition (%) and ratios of fatty acids 

within neutral lipid fatty acid (NFA) and polar lipid fatty acid (PFA) fractions in epidermis and gastrodermis of 

A. viridis tentacles, and Symbiodinium. Mean ± SEM, n=3. 

FA NFA PFA 

 Epidermis Gastrodermis Symbiodinium Epidermis Gastrodermis Symbiodinium 

14:0 0.2 ± 0.1 0.3 ± 0.2 0.2 ± 0.1 tr 0.2 ± 0.1 0.6 ± 0.1 

16:0 20.1 ± 4.9 14.9 ± 3.0 23.6 ± 2.9 13.7 ± 1.6 19.9 ± 3.0 22.9 ±1.6 

18:0 18.7 ± 7.5 18.5 ± 5.5 4.8 ± 0.9 9.1 ± 0.2 8.5 ± 0.5 6.9 ± 1.0 

19:0 0.7 ± 0.2 0.7 ± 0.3 tr 0.3 ± 0.1 tr tr 

20:0 0.9 ± 0.5 1.4 ± 0.5 0.3 ± 0.1 0.1 ± 0.1 0.1 ± 0.1 0.2 ± 0.1 

∑ Saturated 42.9 ± 11.2 36.6 ± 3.4 29.3 ± 3.4 23.8 ± 1.5 29.2 ± 3.4 31.1 ± 2.3 

16:1n-9 0.8 ± 0.3      tr 

16:1n-7 2.4 ± 1.0 3.8 ± 2.0 12.7 ± 2.1 0.5 ± 0.1 1.7 ± 0.2 4.7 ± 0.6 

Iso 17:1 0.8 ± 0.4 0.2 ± 0.1 0.3 ± 0.1 1.7 ± 0.3 0.5 ± 0.1 0.2 ± 0.2 

18:1n-9 5.5 ± 0.8 10.1 ± 0.7 10.6 ± 2.2 1.4 ± 0.1 1.8 ± 0.2 2.3 ± 0.2 

18:1n-7 4.0 ± 0.1 6.8 ± 0.6 5.1 ± 0.4 1.1 ± 0.1 0.7 ± 0.1 1.4 ± 0.3 
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20:1n-11 0.2 ± 0.1 0.8 ± 0.1   tr    

20:1n-9 1.7 ± 0.2 2.9 ± 0.6 1.3 ± 0.3     

20:1n-7 9.6 ± 1.2 12.6 ± 0.9 4.8 ± 1.4 3.6 ± 0.6 4.0 ± 0.2 1.9 ± 0.4 

22:1n-9 7.1 ± 0.5 5.3 ± 0.8 2.5 ± 0.9 6.4 ± 0.6 6.5 ± 0.3 3.1 ± 0.5 

22:1n-7 1.0 ± 0.1 1.1 ± 0.1 0.5 ± 0.2 0.3 ± 0.1 0.3 ± 0.1 0.1 ± 0.1 

∑ MUFA 33.6 ± 2.0 43.7 ± 0.6 37.9 ± 0.7 16.3 ± 0.8 16.2 ± 0.8 14.1 ± 1.9 

18:2n-9 0.5 ± 0.1 0.2 ± 0.1 0.3 ± 0.1 0.8 ± 0.1 0.6 ± 0.1 0.5 ± 0.1 

18:2n-6 0.5 ± 0.2 1.9 ± 0.3 1.1 ± 0.5 0.3 ± 0.1 0.5 ± 0.1 0.7 ± 0.2 

18:3n-6 0.1 ± 0.1 0.1 ± 0.1 2.4 ± 1.4  0.8 ± 0.3 1.9 ± 0.9  

18:4n-3 tr 0.3 ± 0.1 5.3 ± 0.9 tr 1.4 ± 0.1 5.6 ± 0.4 

18:5n-3    1.5 ± 0.6 tr 0.6 ± 0.1 1.1 ± 0.1 

20:2n-9 0.4 ± 0.2 0.1 ± 0.1 0.2 ± 0.1 0.7 ± 0.1 0.5 ± 0.1 0.2 ± 0.1 

20:4n-6 1.3 ± 0.6 0.5 ± 0.3 0.5 ± 0.1 5.8 ± 0.6 4.0 ± 0.3 3.1 ± 0.1 

20:5n-3 6.2 ± 2.6 4.4 ± 0.7 6.3 ± 1.7 28.7 ± 0.7 24.0 ± 1.9 20.5 ± 2.1 

22:2 0.9 ± 0.5  0.3 ± 0.1 1.3 ± 0.2 1.2 ± 0.3 0.4 ± 0.1 

22:4n-6 3.8 ± 1.8 1.3 ± 0.7 1.8 ± 0.5 8.1 ± 0.3 7.2 ± 0.7 2.8 ± 0.4 

22:5n-3 8.1 ± 3.4 7.6 ± 1.5 5.8 ± 1.7 12.3 ± 0.4 7.5 ± 1.2 5.3 ± 1.2 

22:6n-3 0.5 ± 0.3 1.9 ± 0.6 5.8 ± 0.4 0.3 ± 0.1 5.0 ± 1.2 11.1 ± 2.1 

∑ PUFA 23.1 ± 9.2 18.6 ± 3.3 32.2 ± 4.1 59.0 ± 4.1 54.0 ± 4.0 54.3 ± 4.2 

PUFA/MUFA 0.7 ± 0.2 0.4 ± 0.1 0.9 ± 0.1 3.6 ± 0.1 3.3 ± 0.4 3.9 ± 0.7 

∑ n-6 6.4 ± 2.4 3.8 ± 1.3 6.3 ± 1.3 15.0 ± 0.8 13.0 ± 1.0 9.3 ± 1.3 

∑ n-3 14.9 ± 6.3 14.5 ± 1.8 25.0 ± 4.5 41.7 ± 1.0 38.7 ± 3.2 43.9 ± 3.9 

n-6/n-3 0.4 ± 0.1 0.3 ± 0.1 0.3 ± 0.1 0.4 ± 0.1 0.3 ± 0.1 0.2 ± 0.1 

tr, trace; Minor fatty acids (<0.5%) not listed; areas are calculated from raw data, the ionization cross-section 
of each class of molecules was not taken into account. 

 

We performed an ANOSIM to highlight differences in FA composition between cell compartments. The 

ANOSIM test revealed no significant difference in the overall NFA composition between epidermal, 

gastrodermal and Symbiodinium cells (Table S1; global R = 0.56, P = 0.014). A focus on selected NFAs (Figure 

2A) demonstrated that specific NFAs were exclusively or predominantly found in Symbiodinium cells, such as 

octadecapentaenoic acid (18:5n-3), stearidonic acid (18:4n-3), 22:6n-3, and to a lesser extent palmitoleic acid 
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(16:1n-7), as demonstrated by the One-way permutation test, followed by the Tukey post-hoc test (P = 0.043; 

0.026; 0.031 and 0.033, respectively, One-way test). In contrast, NFAs 18:0, 20:4n-6, 20:1n-7 and 22:1n-9 

tended to be more abundant in sea anemone cell layers than in Symbiodinium (Figure 2A, significant for 20:1n-

7, P = 0.041 and 22:1n-9, P = 0.072, One-way test).  

 

Figure 2: A. viridis FA composition. Relative contribution of specific (A) neutral lipid fatty acids (NFAs) and 

(B) polar lipid fatty acids (PFAs) in A. viridis tissues. The results are given as means ± SEM, n=3; *, significant 

values (one-way test followed by Tukey post-hoc test, P<0.05). 

 

The PFA composition was dominated in both animal cells and Symbiodinium by the saturated FAs 

16:0 and 18:0, and the PUFAs 20:5n-3 and 22:5n-3 (Table 4). Both ANOSIM and HCA analyses were first 

performed to estimate the difference in FA composition. The covariation of FAs with cell compartments was 

then analyzed using FCA. The results of the ANOSIM test revealed significant differences in the overall PFA 

distribution, not only between animal fractions and Symbiodinium, but also between epidermal and 

gastrodermal cell layers (Table S2; R = 0.86, P = 0.004). A comparison of specific PFA distributions between 
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epidermal, gastrodermal and Symbiodinium cells demonstrated that 16:1n-7, 18:4n-3, 18:5n-3 and 22:6n-3 

were mainly found in Symbiodinium and gastrodermis (P = 0.032, 0.027, 0.055 and 0.048, respectively, one-

way test), while only traces of these PFAs were detected in epidermis (Figure 2B). In contrast, the PFA 

composition of sea anemone cell layers (both epidermis and gastrodermis) was dominated by 22:1n-9, 22:4n-

6 and 22:5n-3 (P = 0.034, 0.026, 0.040, respectively, One-way test), which were found in lower concentration 

in Symbiodinium. An HCA analysis was conducted to identify similarities between PFA patterns that were 

characterized for each cellular extract (epidermis, gastrodermis and Symbiodinium) from the three tested sea 

anemones. The results presented in Figure 3 showed three distinct groups, i.e. epidermis, gastrodermis and 

Symbiodinium, thus supporting the previous results obtained in the ANOSIM analysis.  

 

Figure 3: HCA on A. viridis PFA composition. Hierachical cluster analysis of the polar lipid fatty acid (PFA) 

composition of epidermis, gastrodermis and Symbiodinium (n=3), tested with Ward’s method and Manhattan’s 

distance. 

 

Sources of variability in PFA composition were characterized using FCA (Figure 4), with animal PFAs 

as active variables and Symbiodinium PFAs as supplementary variables in order to highlight animal tissue 

variability. The first two factorial axes explained 90.59% of the total variance. The first axis explained 76.56% 

of the total inertia, while axis 2 explained 14.03%. Axis 1 distinguished PFAs from Symbiodinium, 

gastrodermis and epidermis. PUFAs 18:3n-6, 18:4n-3, 18:5n-3 and 22:6n-3 were associated with 

Symbiodinium samples, whereas 18:1n-7, 20:5n-3 and 22:5n-3, were associated with the epidermal cell layer. 

Figure 4 also suggested that the PUFA 18:2n-6 was associated with gastrodermis. Axis 2 matched the 

saturated FA 16:0 against the PUFAs 18:3n-6 and 22:6n-3n, which were mainly associated with Symbiodinium 

fractions. 
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Figure 4: FCA on A. viridis PFA composition. Factorial correspondence analysis on the polar lipid fatty acid 

(PFA) composition of epidermis (Epi), gastrodermis (Gas) and Symbiodinium (Sym), n=3. Epidermis and 

gastrodermis were used as active variables and plotted with▲, whereas Symbiodinium cells were used as 

supplementary variables and plotted with ▼. Observations are plotted with ●. The size of symbols is 

proportional to their respective contribution to the factorial plane. 

 

Short-term thermal stress 

We investigated the effect of short-term hyperthermal stress on the FA composition in animal tissues 

(epidermis and gastrodermis) and symbionts. Sea anemones were exposed to an acute 10°C increase in water 

temperature from 19°C to 29°C for 5 days. Indeed, in the Mediterranean Sea, average mean sea surface 

temperatures range from 14°C in winter to 24°C in summer, but average maximum temperatures of 29.6°C 

have been recorded (Garrabou et al. 2009). The symbiont density was monitored during the stress experiment 

to assess host bleaching, and showed no difference at day 1, with a slight decrease for Symbiodinium at day 5 

(80% of d0 symbiont density, Figure S1). We focused on three thermal stress indicators to evaluate the A. 

viridis stress response in terms of lipid composition for each lipid class, membrane constituting lipids (PFAs 

and sterols) and storage lipids (NFAs). No significant variation in lipid composition due to sampling (tentacle 

removal) was observed in the control specimen. 

The first indicator was the C18 unsaturation ratio, defined by Equation 1, which described the degree 

of FA unsaturation within the C18 series.  

Equation 1:     𝐶18 𝑢𝑛𝑠𝑎𝑡𝑢𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑒𝑔𝑟𝑒𝑒 =
∑ 𝑢𝑛𝑠𝑎𝑡𝑢𝑟𝑎𝑡𝑒𝑑 𝐶18 𝐹𝐴𝑠 

∑ 𝐶18 𝐹𝐴𝑠 
 

The results are presented in Figure 5.  
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Figure 5: Lipid indicators of thermal stress. Variations in the C18 unsaturation ratio (sum of unsaturated 

C18 fatty acids to total C18 fatty acids) in response to short-term hyperthermal stress, based on the equation 

1; (A) neutral lipid fatty acids (NFAs) and (B) polar lipid fatty acids (PFAs) C18 unsaturation ratio in 

epidermis, gastrodermis, and Symbiodinium fractions of A. viridis. Variations in the fatty acid (FA)/sterol ratio 

in response to short-term hyperthermal stress, calculated from the mass of FAs and the mass of sterols 

obtained from each sample; (C) neutral lipid fatty acids (NFAs) and (D) polar lipid fatty acids (PFAs) to sterol 

ratio in epidermis, gastrodermis, and Symbiodinium fractions of A. viridis. Variations in the 18:1n-9/18:4n-3 

ratio in response to short-term hyperthermal stress. (A) neutral lipid fatty acids (NFAs) and (B) polar lipid 

fatty acids (PFAs) 18:1n-9/18:4n-3 ratio in gastrodermis, and Symbiodinium fractions of A. viridis. Log-

transformed data. The results are given as means ± SEM, n=3. Significant values: one-way test followed by 

Tukey post-hoc test; * different from d0, P<0.05 different between d1 and d5. 
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Exposure to thermal stress resulted in a significant decrease in the NFA C18 unsaturation degree in 

Symbiodinium cells (P = 0.043, one-way test; Figure 5A). In contrast, this ratio tended to increase in animal 

tissues, mostly at day 1 (Figure 5A; epidermis and gastrodermis). Regarding PFAs (Figure 5B), the C18 

unsaturation ratio remained stable in epidermis, while it decreased significantly in symbionts (P= 0.046, one-

way test) and, to a lesser extent, in gastrodermis (P = 0.052, one-way test). 

The NFA- or PFA-to-sterol ratio was the second indicator chosen to evaluate thermal stress. The NFA-

to-sterol ratio reflected variations in energy reserves over membrane lipids, while the PFA-to-sterol ratio 

indicated modifications in membrane components.  These ratios displayed different patterns for storage lipids 

(Figure 5C) and membrane lipids (Figure 5D). While no significant modifications were noted for the NFA-to-

sterol ratios (Figure 5C), at day 1 in Symbiodinium cells we observed a marked decrease in the PFA-to-sterol 

ratio (Figure 5D), which seemed to come back to its initial value at day 5 (P= 0.048, one-way test; P <0.05, 

Tukey post-hoc test; Figure 5D). Epidermis followed the same trend and was significant at a different P-value 

(P= 0.096, one-way test; P <0.05, Tukey post-hoc test) 

We also monitored variations in the 18:1n-9 to 18:4n-3 ratio in both NFA and PFA prepared from 

gastrodermal and Symbiodinium cells. This indicator was not calculated for epidermis because 18:4n-3 was 

under the detection limit. Values of this ratio were much higher for NFAs than for PFAs (0.2 to 1.8 and -0.4 to 

0.8, respectively, log transformed data), due to a greater 18:1n-9 concentration in storage lipids (Figures 5E 

and F). Regarding the storage lipid fraction, the NFA 18:1n-9 to 18:4n-3 ratio displayed a significant increase 

at day 1 in Symbiodinium cells (Figure 5E; P = 0.037, one-way test; P <0.05, Tukey post-hoc test), while it 

remained stable in gastrodermis. In contrast, the PFA 18:1n-9 to 18:4n-3 ratio, which is a qualitative indicator 

of membrane lipids, strongly increased in gastrodermis over a time course of exposure to high temperatures 

(Figure 5F; P = 0.040, one-way test; P <0.05; Tukey post-hoc test). An increase of this ratio was also observed 

in Symbiodinium cells at day 5 (P = 0.051, one-way test; P <0.05; Tukey post-hoc test). 

 

4. Discussion 

Polar lipids constitute the main lipid class in A. viridis 

The total lipid content found in A. viridis tentacles (17% of the dry weight) was in accordance with 

previous quantifications of total lipids extracted from temperate symbiotic sea anemones (Harland et al. 

1991). These values ranged from 5 to 20% of the dry weight, whereas estimations from non-symbiotic sea 

anemones were lower, ranging from 5 to 9% of the dry weight (Harland et al. 1991). Tropical symbiotic 

cnidarians, however, displayed higher total lipid contents representing 12 to 37% of their dry weight 

(Harland et al. 1993; Yamashiro et al. 1999; Imbs et al. 2010b). In corals, lipids are the main source of stored 
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energy and symbiotic dinoflagellates largely contribute to coral health by translocating part of their lipids to 

their host (Patton and Burris 1983; Treignier et al. 2009; Imbs et al. 2014). In A. viridis tissues, lipids were 

more concentrated in Symbiodinium (23.5% of lipid per dry weight) than in the animal cell layers (14.1% to 

16.9% in epidermis and gastrodermis, respectively), indicating that Symbiodinium may be the main site of 

lipid production within the holobiont. 

The lipid composition of epidermis, gastrodermis, and hosted Symbiodinium was determined for the 

first time in the sea anemone A. viridis. Each cellular compartment (epidermal, gastrodermal) and 

Symbiodinium cells can be isolated without cross-contamination (Ganot et al. 2011; Dani et al. 2014). The 

same lipid classes were found in both animal cell layers and Symbiodinium. The lipid class distribution was 

characterized by the dominance of PLs, which ranged from 81.9 to 86.5% of total lipids, and by small amounts 

of WEs, FFAs, DGs and TGs. This is, to our knowledge, the highest amount of PLs found so far in symbiotic 

cnidarians, in which PL proportions ranging from 14 to 56% have been documented (Patton et al. 1977; 

Yamashiro et al. 1999; Imbs et al. 2010b; Imbs et al. 2014). This high PL content is generally found in polar 

non-symbiotic cnidarians, such as Diphyes antartica (Nelson et al. 2000). Most PLs, such as phospholipids and 

glycolipids, constitute the building blocks of eukaryotic membranes lipid bilayers. Differences in PL 

composition have been observed in several Symbiodinium cultures and field corals in response to 

environmental changes, mostly an increase in sea water temperature (Tchernov et al. 2004; Bachok et al. 

2006; Tolosa et al. 2011; Kneeland et al. 2013). These studies suggested that PLs are involved in biochemical 

adaptations associated with thermal tolerance in both Symbiodinium cells and their coral hosts. A comparison 

of lipid profiles between aposymbiotic (bleached) and symbiotic specimens of the sea anemone Aiptasia 

pallida also suggested that a subset of PLs are involved in the symbiotic interaction with Symbiodinium 

(Garrett et al. 2013). Therefore, the high proportion of PLs found in A. viridis may be related to the hosted 

Symbiodinium (“temperate A” clade), or may be explained by the necessity for these temperate sea anemones 

to regularly cope with environmental changes, such as temperature increases in tide pools or seasonal 

temperature changes. 

In contrast to many symbiotic corals, A. viridis contain fewer NLs (2.6 to 5.2% of total lipids), such as 

TGs and WEs (Yamashiro et al. 1999; Imbs et al. 2006). Indeed, the NL content in corals varies with 

environmental conditions, such as nutrient availability, light and temperature, and usually ranges from 50% 

to 65% of total lipid per dry tissue weight. NLs are mostly used for energy production and are partly stored in 

lipid droplets in coral gastrodermal cells (Kellogg and Patton 1983; Luo et al. 2009; Peng et al. 2011). Recent 

studies have suggested that lipid droplets accumulated in Symbiodinium may be transferred to the host 

gastrodermal cells (Luo et al. 2009; Peng et al. 2011; Weng et al. 2014). Nevertheless, such lipid droplet 

structures were seldom encountered in A. viridis using transmission electron microscopy (data not shown). 

This observation, which was correlated with the low amount of NLs, may be explained by the stability in the 
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availability of nutrients from dietary sources or from symbionts, in Mediterranean Sea anemones compared to 

tropical corals. 

A. viridis also contained high proportions of sterols, that were differentially distributed among tissues, 

with epidermis having more sterols (15.5% of total lipids) than gastrodermis and isolated Symbiodinium cells 

(11.5% and 8.4% of total lipids respectively, P <0.05, one-way test). Many other cnidarian species have a high 

sterol content (7 to 15% of total lipids), although these organisms have not been shown to synthesize sterols 

de novo. Indeed, analysis of the cnidarian genomes available so far were found lack some of the genes that 

encode critical enzymes required for de novo synthesis from glycolytic intermediates (Baumgarten et al. 2015; 

Tarrant et al. 2009; Yamashiro et al. 1999). Cnidarians must therefore obtain cholesterol directly through 

dietary intake or from dinoflagellate-synthesized sterols that are then converted into cholesterol. Cholesterol 

was the main sterol found in all tissues. The dominance of cholesterol has already been observed in 

dinoflagellates (Mansour et al. 1999; Volkman 2003). A variety of sterols, including specific dinoflagellate-

synthesized sterols, were detected in addition to cholesterol. Although part of the sterol production was 

expected to be assumed by dinoflagellates, the high sterol content within epidermis suggests that cnidarians 

may have cellular mechanisms that regulate the uptake, trafficking, and conversion of dinoflagellate-

synthesized sterols in cells. A potential lipid/sterol transporter was recently identified in both A. viridis and 

Aiptasia (Dani et al. 2014; Lehnert et al. 2014). In A. viridis, this protein is localized at the symbiosome 

membrane complex surrounding Symbiodinium and is proposed to play a role in the symbiotic interaction 

(Dani et al. 2014). These findings supported the probable active transport of lipids/sterols from dinoflagellate 

symbionts to their host. However, the biological function of most of these sterols is still unknown, although 

some were assumed to have important physiological roles, such as steroid signaling (Tarrant 2005; Tarrant et 

al. 2009; Garrett et al. 2013). 

FA composition differs between animal cell layers and Symbiodinium 

The FA composition was slightly different between PLs and NLs. PUFAs were more abundant than 

MUFAs in PLs, which was expected as multiple unsaturations are essential for membrane fluidity in both 

cnidarian cells and Symbiodinium (Tchernov et al. 2004). PUFA/MUFA ratios were also in accordance with 

those described in other cnidarians (Yamashiro et al. 1999).  

The issues discussed in this section are supported by Figure 6, which summarizes the results, and 

describes possible pathways of FA biosynthesis in A. viridis cells and in Symbiodinium, as well as possible 

transfers of FAs between the symbiotic partners, according to FA identifications and quantifications within the 

different cell compartments. The proposed biosynthetic FA pathways are in accordance with the previous 

results of Imbs et al. (2010a) and Dunn et al. (2012). Table 5 summarizes the principal FAs discussed in the 

text, with their main distribution in sea anemones.  
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Figure 6: FA biosynthesis. Possible fatty acid (FA) biosynthesis pathways in cnidarian cells and 

Symbiodinium, and potential transfers of FAs between the symbiotic partners. FAS, fatty acid synthase; Δ, 

desaturase; E, elongase; T, documented (continuous arrow) and potential (dotted arrow) transfers. *, more 

concentrated in gastrodermis than in epidermis; **, more concentrated in animal tissues than in Symbiodinium 

cells. Putative roles of FAs: 1, Bishop and Kendrick 1980; 2, Pernet et al. 2002; 3, Kaur et al. 2011; 4, Miyazaki et 

al. 2001. 
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Table 5:  Main fatty acids discussed in this study. Specific fatty acids discussed in the text, their presence in 
host (epidermis and gastrodermis) and symbiont, putative functions and associated references. 

Fatty acid 
Main 

distribution 
Note Reference 

18:2n-6 G, S gastrodermis signature, 

transfer from Symbiodinium 

Bachok et al. 2006;  

Dunn et al. 2012 

18:4n-3 G, S 
Symbiodinium signature, 

transfer from Symbiodinium 

Ghioni et al. 2001;  

Imbs et al. 2010b 

20:5n-3 E, G, S 
sperm and egg maturation, 

symbiosis 

Pernet et al. 2002; 

Treignier et al. 2008 

22:5n-3 E, G 
epidermis signature, 

immune response and cell migration 
Kaur et al. 2011 

E, epidermis; G, gastrodermis; S, Symbiodinium 

 

The main NFAs extracted from animal cell layers (epidermis and gastrodermis) were 16:0 and 18:0, 

while 16:0, 16:1n-7 and 18:1n-9 prevailed in Symbiodinium cells. Since these later FAs are known to be 

synthesized by dinoflagellates (Leblond and Chapman 2000), these results gave additional clues about the 

efficiency and specificity of the tissue separation that was performed in this study. Palmitate in animal cells is 

de novo synthesized from glucose, but also derives from dietary sources, or from Symbiodinium, as in the case 

of symbiotic cnidarians. Chain elongation and desaturation of 16:0 and subsequent FAs may occur to yield 

longer chain FAs of the n-7 and n-9 series (Miyazaki and Ntambi 2008). In A. viridis, 18:1n-9 was twofold more 

abundant in NLs from gastrodermis and Symbiodinium than in NLs from epidermis, and this MUFA may be 

transferred from Symbiodinium to host cells. More surprisingly, 20:1n-7, 20:1n-9 and 22:1n-9 predominated 

in animal cells (epidermis and gastrodermis), but were also found in Symbiodinium. Dinoflagellates usually do 

not possess long chain MUFAs, such as 20:1n-7, 20:1n-9 and 22:1n-9 (Mansour et al. 1999). The presence of 

such MUFAs in Symbiodinium may therefore result from their transfer from A. viridis. MUFAs have diverse and 

crucial roles in organisms. Apart from being incorporated in more complex lipids, they can act as mediators of 

signal transduction, cellular differentiation, and metabolic homeostasis. In addition, 20:1n-9 is the main MUFA 

found in another class of lipids in rodents, i.e. 1-alkyl-2,3-diacylglycerols, which are known to be lubricants 

and to prevent the evaporation of moisture from the skin and eyeball (Miyazaki et al. 2001). These 

diacylglycerols may therefore participate in the same process in sea anemones, as they have to protect 

themselves from water evaporation during low tides, e.g. by producing mucus (Bythell and Wild 2011).  

The most abundant PFA was 20:5n-3 in both epidermis and gastrodermis, whereas Symbiodinium 

PFAs were dominated by 16:0 and 20:5n-3. The latter is essential for sperm and egg maturation in cnidarians 

(Bishop and Kenrick 1980; Pernet et al. 2002). Moreover, PUFAs contribute to membrane fluidity. Free living 

dinoflagellate PUFAs are usually dominated by 22:6n-3 over 20:5n-3 (Mansour et al. 1999; Leblond and 
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Chapman 2000; Mansour et al. 2003). The relatively high content of 20:5n-3 found in Symbiodinium cells may 

therefore reflect their symbiotic state, as reported in other corals (Zhukova and Titlyanov 2003; Treignier et 

al. 2008). A. viridis cells also contained high amount of 16:0, 18:0, and 22:5n-3, which can be retro-converted 

into 20:5n-3 in animals (Kaur et al. 2011). Animals are completely dependent on plants (or algae in this case) 

for providing the two major precursors of n-6 and n-3 FAs, 18:2n-6 and 18:3n-3, which are called essential 

FAs (Papina et al. 2003; Bachok et al. 2006; Dunn et al. 2012). Moreover, the FCA analysis highlighted 

differences between epidermis and gastrodermis in terms of PFA content, and showed that 18:2n-6 

contributed to a gastrodermis signature, suggesting a FA transfer of 18:2n-6 from Symbiodinium to 

gastrodermal cells. The PUFAs 18:3n-6, 18:4n-3, and 18:5n-3, which are mainly synthesized by Symbiodinium, 

were already suggested to be lipid markers of coral symbionts (Papina et al. 2003; Imbs et al. 2010b). In 

fishes, 18:5n-3 can be rapidly converted to 18:4n-3, which is the precursor of longer PUFAs of the n-3 series 

(Ghioni et al. 2001). Consequently, we assumed that the high amount of 20:5n-3 and 22:5n-3 in animal tissues 

was the result of a transfer from Symbiodinium of either of these FAs or their respective precursors, 18:5n-3 

and 18:4n-3. The same observations and hypotheses have been reported with regard to other symbiotic 

cnidarian species (Papina et al. 2003; Treignier et al. 2008; Imbs et al. 2010b; Imbs et al. 2014). While animals 

have a limited capacity to convert 22:5n-3 to 22:6n-3, Symbiodinium can directly produce 22:6n-3 using its 

Δ4-desaturase. We therefore propose that the PUFA 22:6n-3 was also transferred from Symbiodinium to A. 

viridis gastrodermal cells (Figure 6), where it may be used or further metabolized, as only traces were found 

in epidermis (Table 4). Interestingly, a role of these PUFAs in coral reproduction and larval dispersion has also 

been hypothesized because the main PUFAs found in non-symbiotic eggs and larvae of the coral Goniastrea 

retiformis were 20:5n-3, 22:5n-3 and 22:6n-3, which were probably derived from Symbiodinium cells hosted 

in the adult colony (Figueiredo et al. 2012). Further investigations are needed to determine the biological 

roles of these n-3 PUFAs in symbiotic cnidarians. PUFAs of the n-6 series, such as 18:3n-6, 20:3n-6, 20:4n-6 

and 22:4n-6, may be produced by cnidarians or their dinoflagellate symbionts (Dunn et al. 2012). We have 

quantified higher amounts of 20:4n-6 and 22:4n-6 in A. viridis cell layers, especially in epidermis, than in 

Symbiodinium. The same observations were reported in other cnidarians species, such as the coral Montipora 

digitata (Imbs et al. 2014). Nevertheless, neither 20:4n-6 nor 22:4n-6 were found in free-living marine 

dinoflagellates or in Symbiodinium cultures (Suzuki et al. 2003). Our results therefore suggested that PUFAs 

may also be transferred from the cnidarian host to its dinoflagellate symbionts. Moreover, the FCA analysis 

clearly showed that gastrodermal tissue was linked with Symbiodinium cells in terms of overall PFA contents, 

while the epidermal tissue appeared to have a more specific signature. Indeed, some PFAs of symbiont origin, 

such as 18:2n-6 or 22:6n-3, displayed a gastrodermal signature. The host-symbiont lipid regulation seems 

more specifically focused on symbiont FA transfers to the host gastrodermal tissues. These results are in 

accordance with previous investigations on host-symbiont FA transfers, from lipid droplets (Peng et al. 2011) 

or active transport by proteins (Dani et al. 2014). 
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A. viridis lipids are affected by a short-term hyperthermal stress 

Lipid metabolism is known to be affected by a thermal stress event in symbiotic cnidarians (Bachok et 

al. 2006, Fitt et al. 2009, Imbs et al. 2012). A relatively high level of C18 PUFAs, such as 18:3n-3, 18:4n-3 or 

18:5n-3, has been found in symbiotic cnidarians (Papina et al. 2003), compared to non-symbiotic species 

(Imbs et al. 2009) or bleached individuals (Bachok et al. 2006). Lipid sensitivity to thermal stress can be 

evaluated through specific indicators, such as FA unsaturation degrees or ratios between lipid classes 

(Tchernov et al. 2004; Kneeland et al. 2013). The C18 unsaturation ratio was correlated with Symbiodinium 

thermal sensitivity and bleaching (Tchernov et al 2004). A shift in the PUFA content in both stressed 

cnidarians and cultured Symbiodinium has been demonstrated, but none of these studies examined its 

patterns in separated host tissues (epidermis and gastrodermis) and symbionts during thermal stress. 

Exposure of A. viridis to hyperthermal stress resulted in a decrease in the C18 unsaturation ratio for 

Symbiodinium NFAs and PFAs, as already observed in different Symbiodinium spp. strains (Kneeland et al. 

2013). In A. viridis, the PFA C18 unsaturation ratio in gastrodermis (symbiont containing tissue) decreased 

over the course of the thermal stress. This was correlated with a substantial increase in the 18:1n-9 to 18:4n-3 

ratio, mainly supported by the drop in 18:4n-3 relative quantity. Such results have been reported for cultured 

Symbiodinium strains, e.g. a lower 18:1n-9 to 18:4n-3 ratio was reported for thermally sensitive Symbiodinium 

strains as compared to thermally tolerant ones (Tchernov et al. 2004). Production of reactive oxygen species 

(ROS) at elevated temperatures is thought to oxidize Symbiodinium membrane lipids (Tchernov et al. 2004), 

and is known to be a significant contribution to cnidarian bleaching (Downs et al. 2002). Since reactive 

oxidation affects unsaturated fatty acids, modulation of the PUFA concentration in thylakoid membranes 

enhances their thermal stability (Murakami et al. 2000). The rapid loss of PUFAs during thermal stress could 

be explained by ROS attack or by the reduction in symbiont metabolic activity and lipid transfers. Indeed, lipid 

peroxidation products were observed as early as day 1 in heat-stressed A. viridis tissues and isolated 

symbionts in a similar stress experiment (Richier et al. 2005). Nevertheless, a significant loss of symbionts 

was not observed at day 5 (Figure S1), and was only quantified after 10 days of thermal stress (Moya et al. 

2012; Dani et al. 2014).  

Sterols are linked to saturated FAs (SAFAs) within membranes (Pitman et al. 2004). The total FA-to-

sterol ratio was described as being a useful indicator to investigate thermal stress (Kneeland et al. 2013).  In A. 

viridis, the sterol concentration was stable over the 5 days of exposure to high temperature. The FA-to-sterol 

ratio was thus highly impacted by the FA concentrations, which displayed high modifications, mostly in PFA 

fractions. Indeed, we observed a stress-induced depletion of PFAs compared to sterols in Symbiodinium at day 

1, and to a lesser extent in epidermis. This decrease in PFA concentration was correlated with results from the 

other indicators (18:1n-9 to 18:4n-3 and C18 unsaturation ratios), that all reflected the loss of PUFAs. Such 

results have already been highlighted in corals and cultured Symbiodinium in response to thermal stress 

(Bachok et al. 2006; Kneeland et al. 2013).  
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Interestingly, most indicators displayed significant modifications at day 1. These results suggested 

that thermal stress induced a rapid modification in lipid metabolism, especially PUFAs and their incorporation 

into membranes. Transcriptomic analyses have been performed previously on A. viridis specimens under the 

same experimental conditions (Moya et al. 2012). These data also highlighted a strong but transient 

transcriptional response at day 1. Among the most differentially expressed genes, we found many annotated 

genes involved in FA metabolism (Moya et al 2012). Nevertheless, the pattern of most lipid indicators at day 5 

suggested that sea anemones were able to acclimate to high temperature, at least temporarily. Overall, these 

results suggested that lipid and FA metabolism were strongly regulated in the A. viridis-Symbiodinium spp. 

symbiosis. Induction of thermal stress resulted first in a decrease in FA unsaturation, possibly attributed to 

ROS attack (Tchernov et al. 2004; Richier et al. 2005) and/or modifications in gene expression (Moya et al. 

2012), but not in symbiont loss. 

5. Conclusion  

Lipids have multiple roles in regulating the symbiotic interaction between a cnidarian host and its 

dinoflagellate symbionts. For example, lipids may be involved in fulfilling energy requirements, signaling, 

communication, membrane fluidity and remodeling. Characterization of lipid and FA compositions of A. viridis 

epidermal, gastrodermal and hosted Symbiodinium cells suggested that some lipid translocations may occur 

from Symbiodinium to A. viridis, but also the other way round. Such metabolite transfers have been the focus of 

extensive studies but lipid translocations have seldom been demonstrated. While several lines of evidence are 

in favor of such transfers, further studies are still needed to gain further insight into how these translocations 

occur (from lipid droplet production, as well as active transport of lipids), and how they are regulated during 

stress events. For example, we demonstrated that lipid metabolism was not uniformly regulated within the 

holobiont during short-term thermal stress. Gastrodermal and Symbiodinium cells were highly impacted. We 

observed a decreased unsaturation rate in FAs of both NLs and PLs soon after thermal stress induction, 

probably due to the reduction in lipid translocation from symbionts to animal cell layers. We also observed a 

marked decrease in the PFA-to-sterol ratio, which resulted from the loss of PUFAs.  

The ecological importance of cnidarian-dinoflagellate symbiosis is largely recognized, and massive 

bleaching phenomena due to global warming has prompted the study of early physiological responses to 

stress in order to better understand and prevent bleaching episodes. The results presented in this study 

highlighted a short-term response in terms of lipid regulation during stress, several days before the beginning 

of massive symbiont loss, and mostly focused on symbiotic tissues. Indeed, the PFA-to-sterol ratio can be used 

as a useful indicator to investigate thermal stress consequences at the onset of cnidarian bleaching. 

Nevertheless, the role of specific lipid compounds in symbiotic cnidarian physiology remains to be 

investigated in closer detail. For example, matrix-assisted laser desorption ionization mass spectrometry 
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imaging (MALDI-MSI) will be used to study the distribution of lipids affected by a thermal stress and to gain 

insight into their putative biological roles (Kopp et al. 2015). 
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Supplementary data 

Table S1: Pairwise comparisons. ANOSIM (analysis of similarity) test on neutral lipid fatty acid (NFA) 

signatures between epidermal and gastrodermal tissues of A. viridis, and Symbiodinium (n=3). 

 

Global test 

    

NFA 

Sample statistic (Global R): 0.564 

   Significance level of sample statistic: 1.4% (0.014) 

  Number of permutations: 280 

    Number of permuted statistics greater than or equal to global R: 4 

 

      Pairwise tests 

     

Groups R statistic 
Significance 

level % 
Possible 

permutations 
Actual 

permutations 
Number >= 

observed 

Epidermis, 
Gastrodermis 

0.185 30 10 10 3 

Epidermis, 
Symbiodinium 

0.667 10 10 10 1 

Gastrodermis, 
Symbiodinium 

0.778 10 10 10 1 
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Table S2: Pairwise comparisons. ANOSIM (analysis of similarity) test on polar lipid fatty acid (PFA) signatures 

between epidermal and gastrodermal tissues of A. viridis, and Symbiodinium (n=3). 

Global test 

    

PFA 

Sample statistic (Global R): 0.86 

    Significance level of sample statistic: 0.4% (0.004) 

  Number of permutations: 280 

    Number of permuted statistics greater than or equal to global R: 1 

 

      Pairwise tests 

     

Groups R statistic 
Significance 

level % 
Possible 

permutations 
Actual 

permutations 
Number >= 

observed 

Epidermis, 
Gastrodermis 

0.741 10 10 10 1 

Epidermis, 
Symbiodinium 

1 10 10 10 1 

Gastrodermis, 
Symbiodinium 

0.963 10 10 10 1 

 

Figure S1: Symbiodinium abundance quantified for control and heat-stressed specimens at day 0, day 1 and 

day 5. Data (number of Symbiodinium cells) were normalized by the sample protein concentration. The results 

(means ± SEM) are expressed as a percentage relative to the d0 value. N = 2 for control specimens and n=4 for 

heat-stressed specimens. 
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Running title: cnidarian-dinoflagellate host-symbiont interface 

 

 Abstract (150-250) 

The sea anemone Anemonia viridis hosts its photosynthetic dinoflagellate symbionts (Symbiodinium spp.) 

within gastrodermal cells. Symbionts are mainly acquired by a phagocytosis process and are maintained in a 

symbiotic entity, which is referred to as the symbiosome. The host-derived perisymbiont membrane, or 

symbiosome membrane, is central to the metabolic exchanges between the two partners. In order to 

investigate the host-symbiont interface, we used shotgun proteomics and metabolomics to identify proteins 

and metabolites involved in the symbiotic interaction. Symbiosomes with or without perisymbiont membrane 

were prepared and we identified 202 proteins that were overexpressed in intact symbiosomes, including 

proteins involved in recognition, cytoskeletal remodeling, metabolic exchanges and stress response. 

Characterization and distribution of metabolites differentially expressed between healthy symbiotic and 

bleached sea anemones allowed the identification of metabolites potentially involved in the interaction, such 

as betaines and phospholipids. These results indicated that the recruitment of proteins at the symbiosome 

membrane is a complex and dynamic process. Proteomics and metabolomics results demonstrated that both 

host and symbionts seemed to contribute to shape the host-symbiont interface. Moreover, the symbiosome 

membrane is involved in many cellular and molecular processes that underlie the symbiotic interaction.  

 


