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I- Biofilm et biofouling en environnement marin  

1- Biofouling, Problématiques et Impacts 

Toutes structures ou surfaces immergées dans un milieu aqueux ou en atmosphère humide 

peuvent être soumises au développement du biofouling, cet amas de micro et macroorganismes 

tels que les balanes, algues etc, que l’on appelle communément biosalissures (figure 1). Dès le 

début de la construction navale, il n’est pas étonnant que les bateaux aient été les premiers à 

subir les effets néfastes de cette colonisation indésirable aboutissant à la détérioration du bois 

constituant les coques de bateaux.  

 

Figure 1 : Schéma de la formation du biofouling sur une surface immergé (inspiré par Haras 2005; Monroe 2007; Wahl 
1989) 

Dès l’antiquité, des stratégies ont été développées pour lutter contre ces phénomènes : doublage 

des coques par une deuxième coque en bois, plomb ou cuivre ; il s’agit des premières techniques 

antifoulings. Au cours du temps, l’efficacité des stratégies et des produits antifoulings s’est 

améliorée, cependant leurs toxicités se sont accrues. Dans les années 60, les revêtements à base 

de Tributylétain  (TBT) se sont imposés, de par leur efficacité et ont progressivement recouvert 

l’ensemble des bateaux. En 1970, une première étude a permis l’observation du phénomène d’ 

« imposex » observé chez un escargot de l’Atlantique (Blaber, 1970). L’imposex correspond 

au développement de caractéristiques mâles (organes génitaux) chez un organisme de type 

femelle. C’est en 1981 que Smith a mis en relation direct l’utilisation de TBT et le phénomène 

d’imposex (Smith, 1981). Les études mettant en relation les effets néfastes du TBT se sont 

multipliées par la suite, cependant il a fallu attendre 2008 pour aboutir à une interdiction totale 

du TBT sur les coques des navires. Parallèlement, des revêtements contenants des sels de cuivre 

et ou de zinc ont été utilisés afin de remplacer le TBT. Leurs effets sur les organismes marins 
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n’étant pourtant pas anodins. Il a été ainsi mesuré que les concentrations létales pour divers 

types d’organismes (bactéries, algues, crustacés) pouvaient être mesurées dans des zones à forte 

densité de navire (Ytreberg et al., 2010). Depuis les années 90, d’autres molécules ont été 

développées par les industriels, comme l’irgarol 1051, le seanine 211, le diurion… Cependant 

aucune ne présente une totale innocuité pour l’environnement marin. De nombreuses études 

démontrent et ont déjà démontré un effet écotoxique de ces produits (Konstantinou et Albanis, 

2004).  

En 2001, l'OMI (Organisation Maritime Internationale) a préparé une « convention 

internationale sur le contrôle des antifoulings toxiques sur les navires. » Cette convention qui a 

été ratifiée autorise chacun des pays membres à « interdire et / ou limiter l'utilisation de 

systèmes antisalissures nuisibles sur les navires battant leur pavillon, ainsi que sur les navires 

non autorisés à battre leur pavillon, mais qui circulent sous leur autorité ainsi que tous les 

navires qui entrent dans un port, un chantier naval ou un terminal au large d'une des parties. »  

De plus, la directive européenne cadre sur l’eau de 2015 impose aujourd’hui un plan de gestion 

afin d’arriver au « bon état » des masses d’eau. Les zones de carénage des bateaux sont la 

plupart du temps très loin d’être classées en bon état, du fait du relargage et de l’application des 

revêtements antifoulings et biocides. Aujourd’hui pour les industriels et les professionnels des 

transits commerciaux par voix marine, il est nécessaire de trouver de nouvelles stratégies dites 

« eco-friendly, » devant les futures interdictions que les pays ou l’union européenne seront dans 

l’obligation d’adopter en ce qui concerne les revêtements antifoulings afin d’arriver au « bon 

état » des masses d’eau. 

De plus, les revêtements actuellement sur le marché n’ont qu’une efficacité limitée en matière 

de temps ou d’efficience. Ils reposent aujourd’hui sur deux technologies : les FRCs (Free 

Release Coatings) et les SPCs (Self Polishing Coatings) (Lejars et al., 2012). Les SPCs ont la 

particularité de relarguer de façon contrôlée des molécules comme des biocides dans 

l’environnement. Ils sont donc efficaces mais reste toxique de nos jours pour l’environnement. 

Les FRCs ont eux la particularité d’avoir une faible energie de surface et sont donc 

particulierement efficaces sur le macrofouling lorsque les bâtiments sont en mouvement mais 

restent inefficaces sur le microfouling. Aujourd’hui des revêtements hybrides couplant à la fois 

le principe des FRCs et des SPCs sont en développement (Azemar et al., 2015). Les chercheurs 

sont toujours à la recherche de solutions pour remplacer l’utilisation des sels de cuivre ou de 

zinc toujours en application aujourd’hui dans les SPCs. Cependant il n’existe toujours pas 
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actuellement de produit à la fois respectueux de l’environnement et efficace pouvant répondre 

à la demande à la fois des industriels et des utilisateurs d’infrastructure marine. 

Aujourd’hui, les problématiques de réchauffement climatique ainsi que d’invasion d’espèces 

autour de la planète rendent nécessaire le développement de technologies antifoulings viables 

et peu couteuses. Le domaine marin subi une pression accrue et son utilisation ne fait 

qu’augmenter. Le développement des technologies naturels d’énergies marines renouvelables  

(vent en mer, houle et vague, courants de marée, gradient de température entre surface et 

profondeur…) impose également de nouveaux défis aux technologies antifoulings (figure 2).  

 

Figure 2 : Exemples de projets ou de technologies d’energies marines renouvelables. A Projet d’éolien offshore 
« Winflo » à Brest, B Centrale marémotrice de l’estuaire de la rance, C Dispositif d’énergie houlomotrice « oyster 1 » 
tester par aquamarine power dès 2009, D Projet de centrale à énergie thermique des mers. 

Afin de développer de nouveaux biocides à large spectre et non toxiques, il est nécessaire 

d’avoir une compréhension précise et détaillée de la formation du biofilm. La formation du 

biofilm microbien étant considérée comme une étape préalable à la colonisation par les 

macroorganismes et donc du biofouling, de par l’abondance et la diversité des microorganismes 

qui composent cette communauté dans l’environnement marin, cibler le biofilm marin est une 

approche qui pourrait permettre de limiter l’adhésion et la colonisation par d’autres organismes 

marins. De plus, le biofilm qui est généralement la couche la plus difficile à éliminer de ces 

surfaces comme par exemple sur les FRCs, pourtant très efficaces contre le macrofouling sur 

des navires en déplacement (ce qui représente la majorité de la flotte commerciale). Un 

microfilm essentiellement composé de bactéries et de diatomées reste visible à la surface de ces 

revêtements, induisant une réduction de trainée hydrodynamique non négligeable. Par 

conséquent, certaines des nombreuses questions sur le biofilm en milieu marin qui peuvent se 

poser sont les suivantes : Quels mécanismes moléculaires et cellulaires sont mis en jeux par les 

bactéries pour adhérer à une surface ? Dans un environnement ouvert tel que celui de 

l’environnement marin, peut-on cibler des mécanismes appartenant à un large spectre 
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d’organismes sans utiliser de molécules ou de cocktails de molécules toxiques ? Quel est le rôle 

de la coopération entre bactéries et de la sécrétion de la matrice dans la formation du biofilm 

ou dans la résistance aux biocides ? Quel est le rôle des interactions entre organismes dans la 

résistance des biofilms ? La grande difficulté ici contrairement à d’autres secteurs d’activité tel 

que celui de la santé est que l’objectif est non pas d’éradiquer un type d’organisme mais plutôt 

d’empêcher ou de limiter l’adhesion d’une grande variété d’organismes sur les surfaces 

immergées tout en restant respectueux de l’environnement. L’enjeu est de taille lorsque l’on est 

confronté à un environnement totalement ouvert, comprenant des paramètres extérieurs bien 

différents de ceux auxquels les chercheurs ont été confrontés pendant des décennies et qui 

restent peu connu jusqu’à présent.  La réponse à ces questions pourtant pourrait permettre de 

mieux comprendre comment ces biofilms complexes se forment dans ces conditions et de 

développer des cocktails de biocides large spectre, non toxiques, visant les mécanismes ciblés 

et propres à la formation du biofilm pour des solutions antifouling efficaces et plus écologiques 

dans le respect des normes environnementales qui devraient être mises en application dans les 

prochaines années. 

2-Formation du biofilm 

La formation du biofilm a été de nombreuses fois décrite dans la littérature  (Haras, 2005; 

Monroe, 2007). Cependant le passage d’un mode de vie planctonique libre à un mode de vie 

sessile est complexe et aujourd’hui la communauté est en accord avec le fait que la durée des 

étapes, la forme prise par le biofilm ou encore le type de matrice sécrétée est fortement variable 

en fonction des souches présentes ou utilisées. Dans le modèle théorique (figure 3), la formation 

du biofilm est divisée en quatre étapes majeures présentes chez la plupart des bactéries : le 

conditionnement de la surface, l’adhésion (réversible ; irréversible), la formation du biofilm et 

sa maturation et pour finir le détachement du biofilm.  
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Figure 3 : Etapes de formation d’un biofilm sur surfaces immergées inspiré par :(Haras, 2005; Monroe, 2007) 

2.1 Conditionnement de la surface 

Le conditionnement de la surface est la première étape de la formation du biofilm. A partir du 

moment où une surface est immergée, une adsorption spontanée de composés du milieu se met 

en place (molécules organiques et ions) (figure 4). Ces composés vont modifier les propriétés 

physico-chimiques de la surface externe du matériau en modifiant la charge et l’énergie libre 

de surface. Ce conditionnement peut créer des microniches et être favorable à l’adhésion des 

organismes et aux interactions spécifiques mais il peut également être défavorable (La Barre et 

Haras, 2007). Loeb et Neihof (Loeb et Neihof, 1975) se sont intéressés à la formation du film 

conditionnant en environnement marin avec différents échantillons naturels mais également 

avec de l’ASW (Artificial Sea Water). Ainsi, ils démontrent qu’en milieu marin le film est 

majoritairement de nature organique et qu’il confère une charge modérément négative à la 

plupart des surfaces. De plus, une part non négligeable dans la participation à ce film est de 

nature humique. L’absorption de matière organique constitue donc une étape précoce de 

l’encrassement des surfaces en milieu marin. La formation de ce film conditionnant serait de 

l’ordre de la minute (Wahl, 1989). 

 

Figure 4 : Film conditionnant formé sur un neurostimulateur observé par microscopie électronique à balayage (Courtesy, 
G. James, Center for Biofilm Engineering, Montana State University). 



Richard Guillonneau 

 

8 
 

2.2 L’adhésion microbienne 

2.2.1 L’adhésion réversible : « Docking » 

Afin d’initier une adhésion, la première étape est l’approche des bactéries à une surface. Les 

bactéries peuvent s’approcher du substrat via des mécanismes passifs ou actifs. 

Parmi les phénomènes passifs, la sédimentation due à la gravité, la convection, les mouvements 

Brownien ainsi que la diffusion jouent probablement un rôle prépondérant. La sédimentation 

due à la gravité correspond aux forces de gravité qui vont s’appliquer sur la masse bactérienne 

et l’attirer vers la Terre en l’absence d’autres forces, celle-ci va se déposer sur la surface la plus 

proche de la Terre. Les mouvements de convection sont l’ensemble des déplacements internes 

générés dans un fluide ou gaz dus aux différences de température ou de densité en divers point. 

Dans le cas d’une bactérie dans un fluide, les mouvements Brownien sont dus aux chocs des 

bactéries avec des petites molécules présentent dans leur environnement immédiat. Pour finir, 

la diffusion correspond aux déplacements de particules (bactéries) d’une zone de forte densité 

vers une zone de plus faible densité.  

Dans les environnements relativement stagnants avec peu de courant, la convection a un rôle 

mineur et c’est la diffusion ainsi que la sédimentation qui sont déterminantes pour l’adhésion. 

Dans les environnements plus agités tels qu’au niveau des coques de bateau, les rivières ou les 

zones à forte courantologie la convection a le rôle primordiale (Busscher et van der Mei, 2006).  

Une fois que les bactéries sont à proximité immédiate de la surface (généralement < 5nm), 

l’adhésion va dépendre du ratio entre les forces d’attraction et de répulsion. Ces forces incluent 

les interactions électrostatiques et hydrophobes, les entraves stérique, les forces de van der 

Waals, la température et l’hydrodynamisme (figure 5) (Dunne, 2002; Armentano et al., 2014). 

Donc les forces passives mises en jeu lors de l’adhésion sont fortement dépendantes de 

l’environnement (courants) ainsi que des propriétés du film conditionnant.  
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Figure 5 : La première phase de l'adhésion bactérienne consiste en l'attraction initiale des cellules vers la surface par 
les effets des forces physiques. Les interactions physiques sont en outre classées en tant qu'interactions à longue distance 
(non spécifiques, distances> 50 nm entre les cellules et les surfaces) et interactions de courtes portés (distances <5 nm, 
impliquant les liaisons hydrogènes, les interactions ioniques et dipolaires et les interactions hydrophobes) (selon, 
Amenatano et al., 2014) 

Certaines bactéries possèdent également des appendices locomoteurs, leurs permettant de se 

mouvoir et donc de se diriger vers la surface, il s’agit de mécanismes actifs (figure 6). Ainsi les 

flagelles vont permettent aux bactéries de se diriger vers la surface. Pseudomonas aeruginosa 

utilise ses flagelles afin de nager le long de la surface et de trouver le meilleur endroit où adhérer 

et coloniser (O’Toole et Kolter, 1998). Les cellules adhèrent alors à la surface par 

l’intermédiaire de pili de type IV et des fimbriae (Vallet et al., 2001). Ces pili de type IV et 

leurs rôles dans l’adhésion à des surfaces sont largement décrits à la fois chez le phylum des 

archées et des bactéries (Pohlschroder et Esquivel, 2015). Une fois adhérées à la surface, les 

bactéries continuent de se mouvoir sur la surface par un phénomène de « twitching » (Mattick, 

2002). D’autres mécanismes de déplacement se mettent également en place chez certaines 

bactéries comme le « swarming » et le « gliding. » Le « swarming » se défini comme un 

mouvement multicellulaire rapide de bactérie sur la surface oppéré par l’intermédiaire des 

flagelles en rotation tandis que le gliding qui est également un mouvement des bactéries sur la 

surface est oppéré uniquement par les adhésions entre l’axe long du corp bactérien et la surface 

(Kearns, 2010). Des mécanismes de chimiotactisme vont également entrer en jeu afin que les 

bactéries se déplacent vers des substances nutritives contenues dans le film conditionnant 

(Banks et Bryers, 1992). Si la présence de pilli de type IV semble être un avantage pour 

l’adhésion et la formation de biofilm chez P. aeruginosa et V. cholerae, le phénomène de 
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twitching n’est pas indispensable à l’adhésion, Vibrio cholerae une fois adhéré ne se déplace 

pas sur la surface (Watnick et Kolter, 2000).  La phase d’adhésion même active est également 

très dépendante des conditions du milieu et des souches en présence. P. aeruginosa est capable 

de coloniser une surface dans la plupart des milieux (O’Toole et Kolter, 1998), tandis que V. 

cholerae ne formera pas de biofilm en milieu minimum (Watnick et Kolter, 1999).  

 

Figure 6 : Pili type IV, fimbriae et Flagelle de Neisseria gonorrhoeae(A), Geobacter sulfurreducens (B) et Listeria 
monocytogenes (C) observé par microscopie électronique à transmission en contraste négatif  (Peel et al., 1988; Reguera 
et al., 2005; Craig et al., 2006) . 

 2.2.2 L’adhésion irréversible : « Locking » 

La seconde étape de l’adhésion qui consiste en un verrouillage des  bactéries sur la surface met 

en jeu des liaisons moléculaires entre des adhésines (des protéines adhésives) et la surface 

(Dunne, 2002). Aux liaisons de type Van der Waals, électrostatiques et hydrophobes toujours 

présentes, des interactions de type acido-basique de Lewis permettent la formation de liaisons 

hydrogènes (Palmer et al., 2007). Un grand nombre de mécanismes actifs initiés par la bactérie 

durant cette étape viennent consolider le processus d’adhésion. La production de substances 

exopolymériques en fait partie. Par exemple, les exopolysaccharides peuvent se complexer avec 

la surface et/ou aux corps bactérien grace à des ligands spécifiques à leurs récepteurs qui sont 

bien souvent localisés au niveau des pili, fimbriae et fibrillae (Dunne, 2002). De même, il a été 

démontré que P. aeruginosa a besoin d’ADN extracellulaire pour adhérer à la surface 

(Whitchurch et al., 2002). Différents appendices bactériens extracellulaires peuvent être utilisés 

lors de l’adhésion irréversible. Les bactéries à gram négatif utilisent les pili, les curli 

comprenant des adhésines spécifiques. Ces bactéries peuvent aussi utiliser la capsule du 
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glycocalix, tout comme les bactéries à gram positif qui peuvent en plus utiliser les acides 

teichoïques et/ou les acides mycoliques (Van Houdt et Michiels, 2010). 

Il a été démontré que la production d’adhésine peut être régulée en fonction de l’environnement. 

Ansi V. cholerae utilise un pilus co-régulé par une toxine pour s’attacher et coloniser 

l’épithélium intestinal tandis qu’il utilise une hémagglutinine sensible au mannose pour s’ancrer 

aux surfaces abiotiques en environnement aquatique (Watnick et al., 1999).   

2.3. Formation du biofilm et maturation 

Selon le modèle classique de développement du biofilm (figure 2) retrouvé dans un grand 

nombre de publication, les bactéries se multiplient afin de former des microcolonies qui 

recouvrent une partie ou la totalité de la surface. Selon ce même modèle, la multiplication peut 

induire la formation de structures tridimensionnelles telles que celles de type « champignon » 

decrites chez certaines bactéries  (figure 7) (Crusz et al., 2012). Des canaux de circulation de 

nutriments et d’eau ainsi que d’évacuation des déchets se créent dans le biofilm. Durant la 

formation du biofilm, les bactéries continuent à secréter de la matrice, un mélange de substances 

comprenant des exopolysaccharides, des protéines, de l’ADN extracellulaires ou encore des 

lipides et d’autres bio-polymères (Flemming et Wingender, 2010). Le volume occupé par la 

matrice pourrait représenter 75 à 95 % du volume du biofilm (Ghigo, 2001; Kuchma et al., 

2005). 

 

Figure 7 : Structure de type « mushroom » sur un biofilm de P. aeruginosa en flowcell, après 4 jours de formation en 
milieu minimum contenant du glucose (Crusz et al., 2012). 

Cependant, le biofilm est une structure hétérogène dépendant de nombreux facteurs liés les uns 

aux autres (Stewart et Franklin, 2008). Le modèle largement relayé par la littérature correspond 

en fait au schéma de développement de certaines souches, en particulier la souche modèle P. 

aeruginosa, dans certains milieux. Aujourd’hui, la variété de formes que peut prendre un 

biofilm est largement documenté et de nombreux autres modèles ont été mis en évidence (Hall-
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Stoodley et al., 2004). De plus, il est connu que le biofilm est un environnement riche facilitant 

la survie bactérienne en milieu naturel. Cependant, lors des premières phases d’adhésion du 

biofilm sur une surface propre (coques de bateau avec un nouveau revêtement antifouling, 

instruments chirurgicaux stérilisés) la quantité de nutriment présente est peu différente par 

rapport au milieu environnant si ce n’est l’apport issu du film conditionnant, issu lui-même du 

milieu exterieur qui pourrait modifier l’état physiologique de la bactérie. Lors de l’étude du 

biofilm, il est donc préférable que la mise en place d’un biofilm sur une surface « propre » 

s’effectue dans un milieu similaire au milieu environnant dans lequel sont trouvés naturellement 

les bactéries, qu’il soit riche ou pauvre. Le recouvrement de la surface dépendra à la fois des 

capacités de la bactérie comme de ses propriétés de surfaces mais dépendra également des 

propriétés du matériau sur laquelle elle va former son biofilm ou encore du milieu environnant 

(Ghigo, 2001; Kuchma et al., 2005).  

2.4. La dispersion 

Selon le modèle le plus décrit, lorsque le développement du biofilm est entravé par le manque 

d’espace ou de nutriments, la phase de dispersion se met en place. Elle peut s’effectuer 

passivement via l’action du flux ou des forces de cisaillement mais également par des 

mécanismes actifs misent en jeu par les bactéries. Le biofilm préexistant peut persister très 

longtemps mais une partie des bactéries repasse à l’état planctonique afin de coloniser de 

nouvelles surfaces. La dispersion favorise donc la recolonisation d’une nouvelle niche plus 

favorable à la survie et au développement des bactéries.  

Les conditions environnementales telles que la variation de la concentration en nutriments, la 

modification du pH ou la limitation en oxygène sont essentielles lors de cette étape (Gjermansen 

et al., 2005). Sauer et al. suggèrent par exemple que l’augmentation du pH accentue le 

phénomène de dispersion par induction de la perte des pili et la production de flagelles chez P. 

aeruginosa, l’aidant  à repasser à l’état planctonique (Sauer et al., 2004). Certaines bactéries 

sont également capables de dégrader la matrice afin de s’en libérer. C’est le cas de P. 

aeruginosa qui va produire de l’alginate lyase qui dégrade l’alginate (Kostakioti et al., 2013) 

ou encore de Aggragatibacter actinomycetemcomitans qui synthétyse la dispersine B qui 

hydrolyse les exopolymères du biofilm (Kaplan et al., 2003). Chez Esherichia coli, la protéine 

CsrA réprime la synthèse de PGA (adhésine polysaccharidique), ce qui aide à la dispersion 

(Wang et al., 2005). De même, le c-di-GMP serait également impliqué dans la dispersion des 

biofilms, son taux intracellulaire pourrait induire des cascades enzymatiques à l’origine de la 

dispersion du biofilm (Ha et O’Toole, 2015). 
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3. Rôle de la matrice extracellulaire 

Durant leur mode de vie en biofilm, les bactéries sont enchâssées avec différents types de 

biopolymères dans une matrice. La matrice peut être considérée comme la maison des cellules 

du biofilm au sein de laquelle elles s’organisent et se développent (figure 8) (Watncik et Kolter, 

2000 ; Flemming, 2011; Kåhrström, 2012).  

 

Figure 8 : Représentation humoristique de la construction d'une matrice de biofilm par des bactéries (selon, Kåhrström, 
2012) 

Pendant longtemps, la matrice était définie comme ne contenant majoritairement que des 

exopolysaccharides (EPS). Aujourd’hui, de nombreuses recherches ont démontré que le biofilm 

contient différents types de molécules. Le terme EPS ou SPE est aujourd’hui utilisé comme 

abréviation de « substances polymériques extracellulaires » (nous utiliserons cette définition 

pour cet acronyme tout au long du manuscrit). Le biofilm se compose d’eau, de cellule, 

d’exopolysaccharides, de protéines, d’ADN extracellulaire, ainsi que de lipides ou surfactants. 

Dans la plupart des cas, les microorganismes représentent moins de 10 % de la masse sèche du 

biofilm, tandis que les SPEs peuvent dépasser les 90 % (Flemming et Wingender, 2010). La 

régulation (adhésion, développement, dispersion) ou l’initiation des fonctions de l’écosystème 

biofilm (interactions intra et inter spécifiques, transfert de nutriment, lutte contre la dessiccation 

ou la prédation …) sont très fortement régulées par les propriétés de la matrice (Sutherland, 

2001).  

3.1 Les composants de la matrice 

Il est difficile de donner une composition claire des composants de la matrice du fait qu’une 

grande variété d’organismes produit des SPEs de nature diverse et de plus, en fonction des 

conditions du milieu le type de SPE peut différer. Cependant, l’eau est le composant majoritaire 

dans un biofilm vivant ou naturel dit « humide » et elle peut représenter entre 50 et plus de 97 
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% du volume selon les auteurs (Siegert, 1999; Sutherland, 2001). Les SPEs vont représenter 

entre 60 % et 98% de la masse sèche, soit après avoir déshydraté le biofilm (Siegert, 1999; 

Flemming et Wingender, 2010). Parmi ceux-ci, les exopolysaccharides et les protéines sont 

considérés comme les plus importants, représentant respectivement entre 40 % et 95 % et entre 

1 et 60 % de la masse sèche  (Flemming et Wingender, 2010). Ensuite, en moindre quantité, 

l’ADN extracellulaire ainsi que les lipides sont retrouvés dans la matrice, représentant  

respectivement entre 1 et 10 % et entre 1 et 40 % (Flemming et Wingender, 2010). Chaque 

souche ne produit qu’un nombre limité de SPE par rapport à la diversité de ce qui peut être 

produit ; par conséquent, en fonction des souches en présence dans les biofilms multi-

organismes, des variations dans la composition de la matrice sont observées (Branda et al., 

2005).  

3.1.1 L’eau 

L’eau qui peut représenter plus de 97 % du biofilm inclut celle trouvée  à l’intérieur  des cellules. 

Dans la matrice, elle agit comme solvant, déterminant la viscosité de la matrice en fonction de 

la quantité de solutés qu’elle contient (Sutherland, 2001). La matrice extracellulaire fournit un 

environnement hautement hydraté protégeant les microorganismes à la fois du manque d’eau 

et de la dessiccation, les SPEs étant bien souvent hygroscopiques, et donc capables de stocker 

l’eau (Or et al., 2007). De plus, les bactéries enchâssées dans leur matrice sont séparées par des 

canaux ouverts servant aux flux d’eau et constituant un système circulatoire primitif pour la 

distribution de nutriments et l’élimination des déchets (Costerton et Stewart, 2001; Davies, 

2003). La liaison et la mobilité de l’eau dans la matrice font partie intégrante des processus de 

diffusion qui se produisent dans le biofilm. L’eau est donc un élément essentiel de la structure 

fine du biofilm (Sutherland, 2001). 
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Figure 9 : Représentation shématique des flux d’eau et donc du « système circulatoire primitif » présent au sein des 
biofilms (modifié selon Costerton, Stewart, 2001) 

3.1.2 Les exopolysaccharides  

Les polysaccharides représentent la fraction majeure en masse sèche de la matrice selon de 

nombreux auteurs (Sutherland, 2001; Branda et al., 2005). Il s’agit, la plupart du temps de 

longues molécules, linéaires ou ramifiées avec une masse moléculaire comprise entre 0,5.106 

daltons et 2.106 daltons (Flemming et Wingender, 2010). Deux types d’exopolysaccharides sont 

distingués, ceux regroupés sous le terme « glycocalix » qui forment une capsule polymérique 

autour de la bactérie (généralement de nature polysaccharidique). Ils sont présents à proximité 

immédiate des cellules et ils leur servent généralement à adhérer à la surface. Les 

exopolysaccharides qui sont dispersés, eux représentent plus des constituants de la matrice 

(Hori et Matsumoto, 2010). Différents exopolysaccharides ont été visualisés par microscopie 

électronique comme de fins filaments attachés à la surface de la cellule et formant des réseaux 

complexes (figure 10).  
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Figure 10 : Biofilm in vitro et exopolysaccharydes sécrétés par une souche uropathogène d’Escherichia coli dans une 
chambre implantable (boitier implanté en sous cutané, relié à un catheter implanté dans une veine, qui permet 
l’administration répété de traitement en intraveineux) (© Institut Pasteur/Ashwini Chauhan, Christophe Beloin, Jean-
Marc Ghigo - Unité Génétique des Biofilms - Brigitte Arbeille et Claude Lebos LBCME, Faculté de Médecine de Tours). 

Les techniques de microscopie combinées avec des marquages par anticorps ou par lectines de 

résidus carbohydrates ou encore les analyses biochimiques ont démontré l’ubiquité des matrices 

polysaccharidiques non seulement dans l’environnement naturel marin, d’eau douce ou de sol 

mais également dans les systèmes de distribution d’eau  ou encore associé à certaines infections 

chroniques chez l’homme ainsi que dans des cultures pures expérimentales (Flemming et 

Wingender, 2010). Aujourd’hui, l’un des outils les plus utilisés pour l’étude structure/fonction 

non destructive in situ des composants des SPEs en biofilm est la miroscopie confocale à 

balayage laser (CLSM) combinée avec des sondes fluorescentes (Neu et Lawrence, 1999). En 

utilisant des lectines associées à des fluorochromes, les exopolysaccharides sont visualisés en 

fonction de leurs contenus en sucres spécifiques. De telles approches permettent d’avoir une 

idée de la composition et de l’arrangement complexe des SPEs dans un biofilm naturel 

(Flemming et Wingender, 2010). Aujourd’hui, de nouvelles techniques d’imagerie chimique 

couplant la spectroscopie Raman, STXM, et nanoSIMS sont utilisées pour examiner des SPEs 

dans des biofilms. Cependant pour ce type d’analyse l’échantillon de biofilm doit être restreint 

en terme de taille et d’épaisseur, de montage (bien souvent sur surface d’aluminium), 

d’hydratation et de profondeur d’analyse (Neu et Lawrence, 1999; Zhang et al., 2010; Eichorst 

et al., 2015). Par CLSM, il reste difficile d’avoir une représentation totale des glycoconjugués 

présents dans la matrice du fait du manque de spécificité de chaque lectine et du nombre limité 

de lectine utilisable en même temps (Neu et al., 2001). Depuis quelques années, l’étude des 

composés de la matrice par l’utilisation de lectine a augmentée (Neu et Lawrence, 1997, 1999). 

Les lectines sont des protéines ou glycoproteines d’origine végétale, animale ou microbienne 

qui se lient à certains hydrates de carbones possédant des caractéristiques spécifiques (Kennedy 
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et al., 1995). Ils en existent un grand nombre, plus ou moins spécifique de certaines liaisons 

entre les dérivés osidiques (Tableau 1). 

Tableau 1 : Liste non exhaustive de quelques lectines utilisées pour marquer des dérivés Exopolysaccharydiques de 
biofilm 

Lectines Abréviation Specificité Biofilms testés Références 

Concanavalin A ConA α-Man, α-Glc 
Pseudomonas 
aeruginosa 

(Strathmann et 
al., 2002) 

Wheat germ agglutinin WGA (β-GlcNAc)2, NeuNAc 
Pseudomonas 
aeruginosa 

(Strathmann et 
al., 2002) 

Calcofluor - β-D-glucopyranose comunauté naturelle 
(Chen et al., 
2006) 

Soybean agglutinin SBA 
Gal, N-
acetylgalactosamine 

Staphylococcus 
carnosus 

(Domenech et 
al., 2013) 

Ricinus communisis agglutinin I RCA I 
Gal, N-
acetylgalactosamine Shewanella epidermis 

(Kawaguchi et 
Decho, 2000) 

Hippeastrum hybrid agglutinin HHA α-Man 
Pseudomonas 
aeruginosa 

(Ma et al., 
2009) 

Aleuria aurantia AAL dérivés Fuc et Gal comunauté naturelle 
(Staudt et al., 
2004) 

Peannut agglutinin PNA Antigene T Cyanobacteria 
(Zippel et Neu, 
2011) 

Snowdrop Lectin GNA α1-3 et α1-6 Man Archea 
 (Zhang et al., 
2015) 

 

Afin de définir plus précisément la composition fine des exopolysaccharides de la matrice, 

l’utilisation de techniques biochimiques d’identification moléculaire reste les outils les plus 

adéquats. Depuis quelques années, les exopolysaccharides issus d’un nombre croissant 

d’espèces bactériennes et d’environnements ont été isolés et caractérisés (Götz, 2002; Haras, 

2005; Nichols et al., 2005; Poli et al., 2010). Ainsi, plusieurs exopolysaccharides appartenant 

aux homopolysaccharides ont été identifiés. Cela inclut les glucanes et les fructanes produits 

par les Streptococci dans les biofilms oraux et la cellulose formée par Gluconacetobacter 

xylinus, Agrobacterium tumefaciens, Rhizobium spp. ainsi que différentes espèces appartenant 

aux familles des Enterobacteriaceae et Pseudomonadaceae. 

La plupart des exopolysaccharides identifiés appartiennent aux hétéropolysaccharides qui 

consistent en un mélange de résidus sucrés neutres ou chargés. Ils peuvent contenir des 

substituants organiques ou inorganiques qui peuvent grandement affecter leurs propriétés 

physiques et biologiques. En raisons de la présence d’acides uroniques, de nombreux 

exopolysaccharides connus comme l’alginate et le xanthane, sont polycationiques (Flemming 
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et Wingender, 2010). Des exopolysaccharides polyanioniques sont également retrouvés tels que 

la β-1,6-N-acetylglucosamine avec une partie des résidus désacétylés. Ces adhésines 

intracellulaires ont été découverts chez différents pathogènes comme Staphylococcus aureus et 

Staphylococcus epidermidis (Götz, 2002). 

Les oses les plus couramment retrouvés dans la composition des exopolysaccharides de 

bactéries marines sont le D-Arabinose, le D-Ribose et le D-Xylose pour les pentoses ; le D-

Glucose, le D-Galactose, le D-Mannose, le D-Allose, le L-Rhamnose ainsi que le L- Fucose 

pour les hexoses (Haras, 2005; Poli et al., 2010). Dans la composition des exopolysaccharides 

des bactéries marines, des sucres aminés sont également retrouvés comme le D-glucosamine, 

le D-galacturonique ou encore différents acides (acétique, succinique, pyruvique…) (Nichols 

et al., 2005). Les exopolysaccharydes produits varient en fonction du rôle qu’ils peuvent avoir 

et donc de l’environnment dans lequel ils sont trouvés (Poli et al., 2010).  

Les exopolysaccharides bactériens sont très divers même entres souches d’une même espèce. 

Les souches de Streptococcus thermophilus produisent des hétéropolysaccharides avec une 

composition en monomère, un ratio ou une masse moléculaire différente (Vaningelgem et al., 

2004). De plus, P. aeruginosa, une des souches modèles les mieux étudiées dans la formation 

du biofilm, produit au moins trois exopolysacharides distincts qui contribuent au 

développement et à l’architecture du biofilm (alginate, Pel et Psl) (Ryder et al., 2007). Chez 

beaucoup de bactéries, les exopolysaccharides sont indispensables à la formation du biofilm et 

les mutants qui ne peuvent pas synthétiser d’exopolysaccharides sont sévèrement compromis 

ou incapable de former un biofilm mature (Flemming et Wingender, 2010).  

3.1.3 Les protéines extracellulaires 

Tandis que les composés polysaccharidiques de la matrice ont été bien étudiés, le contenu en 

protéine reste largement inconnu alors que celui-ci peut représenter une quantité considérable 

dépassant parfois le contenu en exopolysaccharides (Toyofuku et al., 2012). Cela a été reporté 

dans les biofilms (Jahn et Nielsen, 1998). Ces protéines font essentiellement partie de deux 

catégories : les enzymes et les protéines de structure (Flemming et Wingender, 2010). 

Les enzymes 

Différentes enzymes extracellulaires ont été détectées dans les biofilms, et beaucoup sont 

impliquées dans la dégradation des biopolymères (Tableau 2). Les substrats de ces enzymes 

extracellulaires incluent les polymères solubles dans l’eau (comme les polysaccharides, les 

protéines ou les acides nucléiques), les composés insolubles ( tels que la cellulose, la chitine et 
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les lipides) ou encore les particules organiques qui sont piégées par le biofilm (Wingender et 

al., 1999). La présence d’enzymes qui dégradent les SPEs fait de la matrice un système digestif 

externe qui décompose les biopolymères en produits de faible masse moléculaire qui peuvent 

ensuite être utilisés comme source de carbone et d'énergie.  

Tableau 2 : Enzymes retrouvées dans des biofilms en environnements naturels et artificiels (Flemming et Wingender, 
2010) 

Enzymes  Types de biofilms 

Enzymes dégradant les protéines 
Protéase Riviéres et boues activées 
Peptidase Eaux de consommation, Rivières, Eaux usées, Egouts, 

aggrégats marins et boues activées 

Enzymes dégradant les oligosaccharides ou polysaccharydes 
Endocellulase Rivères 
Chitinase Rivères et sédiments estuariens 
α-glucosidase Rivières, Egouts, Flux de sédiments, Sédiments de lacs, Eaux 

usées, Aggrégats marins et Boues activées 

β-glucosidase Rivères, Filtres à lits bactériens,  Egouts, Flux de sédiments, 
Sédiments de lacs, Aggrégats marins et Boues activées 

β-xylosidase Rivières et Sédiments de lacs 
N-acetyl-β-D-glucosaminidase Rivières, Aggrégats marinset Boues activées 
Chitobiosidase Aggrégats marins 
β--glucuronidase Boues activées 

Enzymes dégradant les lipides 
Lipase Aggrégats marins et Boues activées 
Esterase Rivières, Sédiments de lacs, Eaux de consomation, Egouts, 

Flux de sédiments, et Boues activées 

Phosphomonoestérases  
Phosphatase Rivières, Egouts, biofilms en flux, Aggrégats marins et Boues 

activées 

Oxydoréductases  
Phénol oxydase Rivières 
Peroxudase Rivières 
Activité redox extracellulaire Boues activées 

 

Certaines enzymes peuvent être impliquées dans la dégradation de SPEs structurales qui vont 

favoriser la phase de dispersion des bactéries. Pour finir, d’autres enzymes seront des facteurs 

de virulence durant les processus d’infection (Flemming et Wingender, 2010). Les enzymes 

extracellulaires peuvent être retenues de façon efficace au sein de la matrice du biofilm par 

leurs interactions avec les polysaccharides (Wingender et al., 1999). Par exemple, l’association 

entre la lipase LipA et l’alginate produit par P. aeruginosa est basée sur de faibles forces de 
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liaison (Mayer et al., 1999). Cet arrangement conserve l'activité enzymatique proche de la 

cellule et maintient les faibles distances de diffusion des produits enzymatiques, optimisant 

ainsi leur absorption par les bactéries. En outre, les interactions entre les enzymes et les 

exopolysaccharides structuraux améliorent la thermostabilité des enzymes et leur résistance à 

la protéolyse (Skillman et al., 1998). 

Les protéines de structure 

Les protéines non enzymatiques de la matrice, tels que les protéines de liaison aux dérivés 

hydrates de carbone extracellulaires ou associées à la surface cellulaire (appelé « lectines »), 

sont impliquées dans la formation et la stabilisation du réseau polysaccharidique de la matrice 

et constitue un lien entre la surface bactérienne et les SPEs extracellulaires (Flemming et 

Wingender, 2010). Parmi celles-là, on retrouve les protéines de liaisons aux glucanes du 

pathogène dentaire Steptococcus mutans (Lynch et al., 2007), la lectine specifique du galactose 

(LecA) et du fucose (LecB) chez P. aeruginosa. Elles sont toutes impliquées dans la formation 

du biofilm (Tielker et al., 2005; Diggle et al., 2006).  

Le second groupe de protéines de structure est celui associé aux protéines de surface de la 

bactérie. Il s’agit de protéines de haut poids moléculaire qui favorisent la formation de biofilm 

chez différentes espèces, comme par exemple la protéine Bap (biofilm-associated protein) qui 

a été identifiée la première fois chez Staphylococcus aureus (Lasa et Penadés, 2006). Ce groupe 

comprend également les protéines de membrane associées aux systèmes de sécrétion comme 

les transporteurs de type ABC (ATP Binding Cassette). Leur absence chez Pseudomonas 

fluorescens entrainent un handicap pour l’adhésion et une incapacité à former un biofilm mature 

(Hinsa et al., 2003). Egalement, le système de sécrétion de type VI présent chez de nombreuses 

bactéries qui est impliqué dans les interactions à la fois avec les eucaryotes et les procaryotes 

joue un rôle particulier dans la formation du biofilm. Ainsi, les souches de Burkholderia 

thailandensis mutées pour le gène T6SS-1 sont rapidement déplacées par Pseudomonas putida 

lors de la mise en place d’un biofilm mixte, tandis que la souche sauvage non muté persiste 

avec P. putida (Schwarz et al., 2010). 

Pour finir, les appendices extracellulaires tels que les pili, fimbriae et flagelles peuvent 

également être considérés comme des éléments structuraux de par leurs interactions avec les 

composants des SPEs (Flemming et Wingender, 2010). Ils possèdent également des protéines 

de structure associées à leur membrane. Par exemple, les pili de type IV de P. aeruginosa lient 

l’ADN (van Schaik et al., 2005) et vont donc possiblement agir comme structure de réticulation. 
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Chez Salmonella typhimurium et E. coli, la coproduction de cellulose par E. coli et de fins 

fimbriae agrégatifs par S. typhimurium donne pour résultat la formation d’une matrice 

extracellulaire hydrophobe et rigide, tandis que lorsque les souches sont inoculées séparément, 

la formation d’un seul de ces composés donne une matrice fragile (Zogaj et al., 2001). De 

même, chez Haemophilus influenzae, la protéine pilA associée au pili de type IV est nécessaire 

à la formation de biofilm à la fois dans les tests in vitro et in vivo (Jurcisek et al., 2007). Chez 

Vibrio cholerae, les mutants dépourvus de la protéine FlaA associée au flagelle sont 70 fois 

moins capable de coloniser l’épithélium intestinal que la souche sauvage (Watnick et al., 2001). 

Des analyses protéomiques chez P. aeruginosa PAO1 ont mis en évidence que les protéines 

associées à la matrice étaient dérivées des protéines sécrétées ou issues de cellules lysées et 

pour une grande partie issues de vésicules de membranes externes bactériennes (figure 11) 

(Toyofuku et al., 2012). Ces vésicules permettent aux bactéries généralement gram négatif de 

communiquer avec d’autres formes vivantes par trafic de molécules de signalisation cellulaire 

bactérienne qui peuvent inclure de l’ADN, de l’ARN, des protéines, des endotoxines ou encore 

des facteurs de virulence. Cette communication se met en place dans un grand nombre 

d’environnement y compris dans les océans (Biller et al., 2014). Aujourd’hui, si quelques 

études se sont attachées à caractériser le contenu protéique de certains biofilms, quasiment 

aucune donnée n’est disponible quant à leur structure ou organisation au sein de la matrice du 

biofilm.  

 

Figure 11 : Vésicules de membrane externe avant et après purification visualisées et colléctées dans différents milieux 
et conditions (planctoniques et en biofilm) (selon Toyofuku et al., 2012) 
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3.1.4 L’ADN extracellulaire (ADNe) 

Des biofilms d’origines variées ont été décrits comme contenant de l’ADN extracellulaire et en 

particulier dans les biofilms d’eaux usées. Le taux d’ADN produit peut varier même entre 

espèces étroitement apparentées. Ainsi, chez deux espèces appartenant au même genre, l’ADNe 

est un composant structurel majeur de la matrice de  Staphylococcus aureus, alors qu’il ne s’agit 

que d’un composant mineur des biofilms formés par Staphylococcus epidermidis (Flemming et 

Wingender, 2010). 

L’ADNe a été initialement décrit comme un matériel résiduel issu de la lyse cellulaire. 

Cependant, il est devenu clair qu’il s’agit en fait d’une partie intégrante des composants de la 

matrice (Wingender et al., 1999) et de la vie en biofilm (Molin et Tolker-Nielsen, 2003). 

Aujourd’hui, différents marqueurs fluorescents ont été utilisés pour localiser et observer la 

forme de cet ADNe (Tableau 3).  

Tableau 3 : Liste non exhaustive de marqueurs utilisés pour mettre en évidence l'ADN extracellulaire au sein de biofilm 
bactérien 

Marqueurs Utilisée avec  Références 

DDAO Shewanella oneidensis (Gödeke et al., 2011) 

 Pseudomonas aeruginosa (Okshevsky et Meyer, 2014) 
Propidium Iodide Listeria monocytogenes (Guilbaud et al., 2015) 

 Myxococcus Xanthus (Hu et al., 2012) 

 Pseudomonas aeruginosa (Ma et al., 2009) 
TOTO Sthaphylococcus aureus (Mann et al., 2009) 

 Pseudomonas aeruginosa (Gloag et al., 2013) 

 Pseudomonas aeruginosa (Okshevsky et Meyer, 2014) 
PicoGreen Streptococcus pneumoniae (Hall-Stoodley et al., 2008) 

 

La localisation de l’ADNe varie largement en fonction des souches présentes dans le biofilm. 

Ainsi, dans le biofilm de P. aeruginosa, l’ADNe forme une structure en forme de grille 

(Allesen-Holm et al., 2006), tandis que dans un isolat de bactérie aquatique (une 

gammaproteobacteria appelée souche F8), l’ADNe forme un réseau filamenteux (Böckelmann 

et al., 2006) (figure 12).  
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Figure 12 : Réseau filamenteux d’ADNe de la souche F8 après 4 jours de croissance sur filtre isopore en milieu FBM, 
barre d’echelle 50 μm, (selon Böckelmann et al., 2006) 

De même, des concentrations particulièrement élevées d’ADNe ont été retrouvées de façon 

transitoire dans les parties externes du pied des structures en forme de champignons de P. 

aeruginosa, constituant ainsi une bordure entre les sous-populations formant le pied et le 

chapeau du champignon (Allesen-Holm et al., 2006). Dans le modèle de formation du biofilm 

de P. aeruginosa, les premières microcolonies s’établissent avec une sous-population de 

bactéries non mobiles. Ces bactéries formant le pied du champignon produisent de l’ADNe, qui 

serait retenu dans le pied par l’intermédiaire de l’exopolysaccharyde Pel. L’ADNe permettrait 

aux bactéries migrantes de former le chapeau. Les bacteries migrantes se déplacent par 

l’intermédiaire des pili de type IV, et sont connus pour se lier à l’ADN. Selon les auteurs, il a 

été suggéré que l’ADN dans le pied pourrait provoquer l’accumulation de bactéries migrantes 

(Allesen-Holm et al., 2006; Jennings et al., 2015). Après de nombreuses années de recherche, 

deux hypothèses quant à l’export d’ADNe chez les bactéries semblent se confirmer. La 

première a mis en évidence, l’utilisation de petites vesicules issues de la membrane externe 

(Muto et Goto, 1986; Kadurugamuwa et Beveridge, 1995; Sumei et al., 2014; Grande et al., 

2015) tandis que l’autre implique la lyse de la cellule bactérienne.  
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Figure 13 : Image représentative d’une structure en champignons de Pseudomonas aeruginosa (vert) réalisé en flowcell 
après 3 jours d’incubation en milieu minimum suplémenté en glucose, avec secretion de l’exopolysaccharyde Pel qui lie 
l’ADNe au pied du champignon (selon Jennings et al., 2015). 

Certaines études, grâce aux analyses de séquençage de l’ADNe, ont mis en évidence une 

certaine similarité avec l’ADN génomique des cellules chez Pseudomonas aeruginosa et 

Pseudomonas putida, laissant penser que l’ADNe était issu de la lyse cellulaire. Cependant, 

celui-ci présente une conformation différente. L’ADNe est majoritairement sous forme linéaire 

ou circulaire. De plus certaines fonctions cataboliques de l’ADNe semblent avoir été amplifiées 

de façon disproportionnée par rapport à l’ADN génomique, ce qui indiquerait que celui-ci n’est 

pas issu de la lyse cellulaire (Steinberger et Holden, 2005). 

Des études suggèrent également que l’ADNe provient de sous-populations de bactéries. Chez 

S. epidermis, l’ADNe est généré à travers un phénomène de lyse d’une sous population de 

bactéries. Ce phénomène est lié à la présence d’une autolysine bifonctionelle (AtlE) 

(Steinberger et Holden, 2005). Certaines souches comme la souche F8 des 

gammaproteobacteria possèdent un ADNe similaire à l’ADN génomique mais présentant des 

différences distinctes (Böckelmann et al., 2006). Il a été par exemple démontré que les 

mécanismes de lyses cellulaires fratricides apparaissent comme étant une hypothèse non valide 

pour les biofilms jeunes d’Enterococcus faecalis, qui présentent de l’ADNe dans leur matrice. 

Il semblerait que la sécrétion d’ADN s’effectue à partir de cellules métaboliquement actives 

(Barnes et al., 2012). Aujourd’hui, la sécrétion de vésicules issues de la membrane externe des 

bactéries contenant de l’ADN est à nouveau mis en avant et semble avoir été démontré chez 

d’autres bactéries comme  Helicobacter pylori, Streptococcus mutans ou Lactobacillus reuteri 

(Sumei et al., 2014; Grande et al., 2015, 2017).   
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Depuis quelques années, les vésicules de membrane qui dérivent de la membrane externe des 

bactéries gram négative sont plus fréquemment retrouvées dans les biofilms, dont celui de P. 

aeruginosa (Schooling et Beveridge, 2006). Jusqu’ici, elles ont été plus souvent étudiées dans 

leur rôle de facteur de pathogénie bactérienne (Schwechheimer et Kuehn, 2015). Leur 

production serait importante en condition de biofilm et elles contiendraient à la fois des 

protéines et des molécules insolubles (Kulp et Kuehn, 2010).  

Très récemment, un mécanisme actif de sécrétion de l’ADNe associé aux protéines DNABII, 

permettant la stabilisation de celui-ci, a été mis en évidence chez Haemophilus influenzae 

(Jurcisek et al., 2017a). L’ADNe  associé au DNABII transiterait du cytoplasme bactérien au 

périplasme par un pore complexe de la membrane interne (TraC et TraG). Ce système 

présenterait une homologie avec le système de sécretion type IV (Jurcisek et al., 2017b) (Figure 

14). 

 

3.1.5 Les lipides et tensioactifs 

Les exopolysaccharides, les protéines et l’ADNe sont des molécules hydrophiles fortement 

hydratées mais certains autres SPEs présentent des propriétés hydrophobes (Flemming et 

Wingender, 2010) comme les polysaccharides liés aux groupements acetyl ou méthyl de 

Rhodococcus sp. (Neu et al., 1992). Cependant, la majeure partie des SPEs possédant une nature 

hydrophobe est attribuée aux lipides et biosurfactants. Ces structures lipidiques peuvent avoir 

des propriétés tensio-actives comme c’est le cas pour Serratia marcescens (Matsuyama et 

Nakagawa, 1996). Elles peuvent être impliquées dans l’adhérence tels que les 

lipopolysaccharides de Thiobacillus ferrooxidans (Sand et Gehrke, 2006). D’autre SPEs 

tensioactifs comme les surfactines, viscosines ou les émulsanes ont la capacité de disperser les 

Figure 14 : Sous population de NTHI (Non typable Haemophilus influenzae) rejetant de l'ADNe à partir d'un seul 
pôle cellulaire le long de l'axe de la cellule. Image représentative des bactéries (vert) prise durant un time-lapse 
cultivées en milieu contenant de l'Ethidium homodimere-2 (rouge, eDNA), barre d’échelle = 10 μm et grossissement 
= 2 μm 
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substances hydrophobes et donc d’améliorer leur biodisponibilité (Flemming et Wingender, 

2010).  

Les biosurfactants peuvent également avoir des propriétés antibactériennes et antifongiques. 

Certains peuvent augmenter la croissance bactérienne sur des surfaces hydrophobes ou 

intervenir dans les phases d’adhésion bactérienne et de dispersion (Ron et Rosenberg, 2001). 

De façon intéressante, les rhamnolipides qui peuvent agir comme des biosurfactants ont été 

trouvés dans les SPEs de P. aeruginosa (Davey et al., 2003), et ils agiraient sur la formation 

initiale des microcolonies en facilitant la migration des bactéries associées à la surface et la 

formation des structures en champignons caractéristiques des biofilms de P. aeruginosa (Davey 

et al., 2003). 

Certains fluorochromes associés à la microscopie confocale permettent d’observer la 

distribution des lipides dans les biofilms (Lawrence et al., 2003; Canette et al., 2015). 

Cependant, contrairement aux autres types de SPEs, ceux-ci restent largement inexplorés. Une 

nouvelle technique couplant la microscopie à fluorescence super résolution et la spectrométrie 

de masse d'ions secondaires à temps de vol (ToF-SIMS) en milieu liquide, permettrait à la fois, 

de localiser et d’identifier les molécules sur un biofilm in situ (Ding et al., 2016). 

 

3.2. Rôle et fonction de la matrice extracellulaire 

La matrice correspond au matériel extracellulaire principalement produit par les organismes 

eux-mêmes, au sein desquels ils sont intégrées. Ils consistent en un agglomérat de différent 

types de biopolymères connus sous le nom de substances polymériques extracellulaires (SPEs) 

qui constituent la charpente de l’architecture tridimensionnelle du biofilm et qui est responsable 

de l’adhérence aux surfaces et de la cohésion du biofilm. La formation d’un biofilm permet un 

mode de vie entièrement différent de l’état planctonique. Bien que les interactions précises et 

moléculaires des différents SPEs de la matrice n’aient pas été définies, ainsi que leurs 

contributions à l’intégrité de la matrice, plusieurs fonctions des SPEs ont été déterminées 

(Tableau 4). Ces fonctions démontrent une large gamme d’avantage pour le mode de vie du 

biofilm. 
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Tableau 4 : Les principaux rôles et fonctions des substances polymériques extracellulaires dans les biofilms microbiens 
(Flemming et Wingender, 2010). 

Fonction Rôle au sein du biofilm SPEs impliquées 

Adhésion 
Permettre l'étape initiale de colonisation de surfaces biotiques 
ou abiotiques par des cellules planctoniques et l'attachement à 
long terme de l'ensemble du biofilm à la surface 

Polysaccharides, 
protéines, ADNe et 
molécules amphiphiles 

Agrégation des 
cellules 
bactériennes 

Permettre le pontage des cellules bactériennes entres elles, une 
immobilisation temporaire de la population, le développement à 
forte densité de la population et la reconnaissance cellulaire  

Polysaccharides, 
protéines et ADNe 

Cohésion du biofilm 

Former un réseau de polymères hydratés assurant la stabilité 
mécanique du biofilm (souvent en conjonction avec les cations 
multivalents), déterminer l'architecture du biofilm et permettre 
la communication intercellulaire 

Polysaccharides neutres 
et chargés, protéines 
(amyloides et lectines) et 
ADNe 

Rétention d'eau 
Maintenir un microenvironnement fortement hydraté autour 
des organismes du biofilm permettant une meilleure résistance 
à la dessiccation  

Polysaccharides 
hydrophiles et 
potentiellement des 
protéines 

Barrière de 
protection 

Confèrer une résistance aux mécanismes de défense spécifique 
et non spécifique de défense d'un hôte durant une infection,  une 
tolérance à différents agents antimicrobiens, une protection 
contre les effets nocifs de l'oxygène ou encore une protection 
contre le broutage des protozoaires 

Polysaccharides et 
protéines 

Absorption de 
composés 
organiques 

Permettre l'accumulation de nutriments issus de 
l'environnement et l'absorption de xenobiotiques 

Polysaccharides 
hydrophobes ou chargés 
et protéines 

Absorption d'ions 
inorganiques 

Favoriser la formation de gels polysaccharidique, l'échange d'ion, 
la formation minérale et l'accumulation d'ions métaux toxiques 
(contribue à la détoxification environnemental) 

Polysaccharides chargés 
et protéines incluant les 
substituants 
inorganiques tels que les 
phosphates et sulfates 

Activités 
enzymatiques 

Permettre la digestion de macromolécules exogènes pour 
l'acquisition de nutriments et la dégradation des SPEs 
structuraux permettant le relargage du biofilm 

Protéines 

Source de 
nutriments 

Fournir une source de composés contenant du carbonne, de 
l'azote et du phosphore utilisables par la communauté du biofilm  

Potentiellement tous les 
SPEs 

Echange 
d'information 
génétique 

Faciliter le transfert horizontal de gènes ADN 

Export des 
composants 
cellulaires 

Relargager du matériel cellulaire comme résultat d'un turnover 
métabolique 

Vésicules membranaires 
contenant acides 
nucléiques, enzymes, 
lipopolysaccharides et 
phospholipides 

Accepteur et 
donneur d'électrons 

Permettre les activités redox dans la matrice ADNe 

Puits pour l'énergie 
en excès 

Stocker le surplus de carbone sous des rapports déséquilibrés 
carbone / azote Polysaccharides 
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Fonction Rôle au sein du biofilm SPEs impliquées 

Fixation des 
enzymes 

Fixer les enzymes résultant de l'accumulation, rétenir et 
stabiliser les enzymes suite à leurs interactions avec les 
polysaccharides 

Polysaccharides et 
enzymes 

 

4. Formation de sous-populations en biofilm 

Au sein d’un biofilm mature, les phénomènes de diffusion/consommation ne seront pas les 

mêmes aux différents points d’un biofilm. Ainsi, dans un biofilm mature les couches 

supérieures seront à la fois alimentées en oxygène et en nutriments, tandis que dans les couches 

inférieures, l’oxygène diminuera rapidement suivi par les nutriments jusqu’à une zone ou ni 

oxygène ni nutriments ne seront présents (figure 15) (Stewart et Franklin, 2008). 

 

Figure 15 : Hétérogénéité chimique dans un biofilm mono-spécifique. Biofilm fin dans les phases précoces de formation 
du biofilm (a)saturé à la fois en nutriments et oxygène. Dans les biofilms matures, l’environnement peut contenir à la 
fois oxygène et nutriments (b), nutriments mais pas d’oxygène (c) et ni nutriments ni oxygène (d). Dans les cultures 
planctoniques en phase exponentielle, les nutriments et l’oxygène sont présents (e) tandis qu’en phase stationnaire agité, 
le milieu contient uniquement de l’oxygène (f) (selon Stewart, Franklin, 2008). 

Cette variation  de concentration en nutriments ou oxygène au sein du biofilm s’applique 

également aux antibiotiques ou toxines utilisés contre le biofilm (Anderson et O’Toole, 2008). 

Il est donc raisonnable d’anticiper que l’hétérogénéité chimique présente au sein d’un biofilm 

est également accompagnée d’une hétérogénéité physiologique, même au sein d’un biofilm 

mono-spécifique (Stewart et Franklin, 2008). Ainsi, les régions à l’intérieur d’un biofilm 

développé présentent une activité et une croissance bactérienne ralenties ou arrêtées du fait de 

la limitation en substrat ou oxygène (Figure 16). De plus, l’accumulation de déchets acides peut 

aboutir à une diminution du pH et affecter l’état physiologique des cellules. De même, une 

expression génique différentielle apparait dans ces biofilms mono-spécifiques (Stewart et 

Franklin, 2008). 
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Parmi ces expressions géniques différentielles certaines d’entres elles peuvent aboutir à la 

mortalité d’une sous-population. Il a été suggéré que la lyse de certaines sous-populations de 

bactéries pourrait être bénéfique à la croissance du biofilm (par libération de nutriments et 

d’ADN) et permettre à la sous-population survivante une dispersion et une différentiation 

continue (Mai-Prochnow et al., 2004) . Chez la bactérie marine Pseudoalteromonas tunicata, 

une protéine autotoxique (AlpP) induit la mortalité des bactéries à l’intérieur des microcolonies 

formées pendant l’établissement du biofilm (figure 17). 

 

 

Figure 16 : Variation physiologique au sein du biofilm. Les petits points noirs représentent la diffusion des antibiotiques 
au sein du biofilm. La diffusion d’oxygène et de nutriments ainsi que l’évolution du pH est représentée par le gradient 
de couleur du rouge (forte concentration en oxygène et nutriments), au vert (faible concentration en nutriment et 
oxygène et pH acide). 
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Comme vu précédemment avec les biofilms de P. aeruginosa et les sous populations du pied et 

du chapeau (3.1.4 L’ADN extracellulaire (ADNe)). Les deux populations qui sont soit inertes 

ou mobiles et produisent ou non de l’ADNe (Allesen-Holm et al., 2006) présentent également 

une susceptibilité différente à la présence d’antibiotiques et de toxines. De façon intéressante, 

il a été remarqué que les cellules du chapeau présentaient une tolérance vis à vis de la colistine 

et du SDS (Sodium Dodecyl Sulfate) tandis que les cellules du pied y étaient sensibles 

(Haagensen et al., 2007). 

Aujourd’hui, même si les biofilms semblent plus résistants aux antibiotiques, la plupart des 

cellules de biofilm sont fortement sensibles à des agents bactéricides tels que les antibiotiques 

fluoroquinolones ou les métaux oxyanions. Cependant une petite population de cellule reste en 

vie, indépendamment de la concentration en antibiotiques (Lewis, 2008). Lors d’infection, ces 

cellules dites « persistantes » sont sensibles aux facteurs d’immunité en planctonique, 

cependant en mode de vie en biofilm, la matrice les protège des facteurs d’immunité  et après 

une diminution de la concentration en antibiotiques, les cellules persistantes peuvent 

recoloniser le biofilm et produire de nouvelles cellules planctoniques (figure 18) (Lewis, 2008; 

Conlon, 2014). 

Figure 17 : Développement de biofilm et visualisation des cellules mortes de P. tunicata. Le biofilm a été marqué avec 
du Baclight Live/dead bacterial viability kit. L’Iodure de propidium (rouge) marque les cellules dont la membrane a 
été compromise et cellules mortes tandis que le syto 9 (vert) marque la totalité des cellules. Biofilm après 48h 
d’inoculation. Barre d’echelle = 50 µm (Mai-Prochnow et al. 2004) 
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Figure 18 : Modèle de redéveloppement et de réinfection d’un biofilm suite à la présence de cellules persistantes (Conlon, 
2014). 

 

5. Les biofilms multi-spécifiques, entre compétition et avantage, un voisinage pas 

toujours amical 

La plupart des biofilms étudiés encore actuellement, sont examinés en culture mono-spécifique 

alors que dans l’environnement les communautés de biofilms sont représentées par une variété 

de microorganismes en un même lieu. Les études sur les dynamiques de composition des 

premières étapes d’établissement d’un biofilm en milieu marin montrent une diversité 

impressionnante au sein des communautés microbiennes, même ces approches sont encore un 

challenge, puisque les différents sites d’études sont associés à différentes conditions 

environnementales (concentration en nutriment, température, hydrodynamique et chimie de 

l’eau) qui peuvent varier au cours du temps (saisons…). Ceci influence profondément 

l’ecophysiologie des bactéries planctoniques et en biofilm (Salta et al., 2013). Ainsi chaque 

biofilm naturel étudié présente des caractéristiques uniques. Cependant, il est indéniable que 

les nouvelles techniques de séquencage haut débit permettront à plus long terme d’avoir une 

idée très précise de la grande diversité des espèces présentes dans un endroit particulier et à un 

moment donné. En revanche, les écosystèmes environnementaux étant en réalité faits de 

nombreux microhabitats dynamiques, les études d’interactions inter-espèces à l’échelle des 

microhabitats sont les points manquants entre les nombreuses études mono et bispécifiques et 

les études à une échelle beaucoup plus large focalisée sur la diversité globale d’une 

communauté. En effet, cette échelle manquante apporte des informations sur les microhabitats, 

l’organization spatiale ainsi que sur les interactions entre espèces bactériennes ou microbiennes 

(Røder et al., 2016). Les communautés microbiennes interagissent préférentiellement, et à 
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minima en tant que groupes metaboliquement interdependants à l’échelle du microhabitat 

(Zelezniak et al., 2015; Røder et al., 2016). Les bactéries colonisent des microhabitats 

compatibles avec leurs besoins physiologiques et métaboliques, ce qui dépend des bactéries 

voisines, influençant ainsi la structure spatiale de la communauté (Stubbendieck et al., 2016). 

Par consequent, étudier les changements dans la composition d’une communauté avec le temps 

et ce qui est produit par les populations peut apporter des informations capitales sur la capacité 

de chaque individu à survivre dans ce microhabitat. Or très peu d’informaton, excepté celles 

sur les cavités orales humaines ou les études multi-espèces sont les plus abondantes, sont 

disponibles sur les microhabitats dans l’environnement naturel, en particulier dans 

l’environnement marin.  

Les interactions interspécifiques sont très variées et peuvent impliquer des mécanismes tels que 

celui du « quorum sensing », de la coopération métabolique ou de la compétition. Ces 

interactions peuvent avoir des effets antagonistes, tels que la compétition pour la disponibilité 

en nutriments, l’inhibition de la croissance… ou synergétique comme une meilleure résistance 

aux toxines ou aux prédateurs ou de l’utilisation des métabolites produits par les voisins (figure 

19). Ces interactions bénéfiques ou néfastes dans les biofilms mixtes peuvent avoir de 

nombreuses conséquences à la fois dans les secteurs environnementaux, industriels ou cliniques 

(Elias et Banin, 2012; Rendueles et Ghigo, 2012).  

 

Figure 19 : Processus individuel et social se produisant au sein des commaunautés biofilms (selon Elias et Banin, 2012). 
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5.1 Un voisinage amical 

Les biofilms sont des groupes différenciés de microorganismes sessiles arrangés en structures 

agrégées appelées microcolonies présentant des propriétés communautaires distinctes (Elias et 

Banin, 2012). Dans les biofilms multi-spécifiques, les processus qui gouvernent leurs 

développements, leurs formes et leurs natures sont intimement liés aux mécanismes de 

communication cellulaire, aux modifications de la composition en SPEs, à leurs résistances aux 

agents antimicrobiens, à leurs capacités d’exploitation des nutriments ou encore à leurs 

distributions spatiales. Chacun de ces mécanismes peut être largement influencé par les 

interactions inter souches ou espèces au sein d’un même biofilm. Sachant que les biofilms 

mixtes sont ubiquitaires et trouvés à la fois dans les environnements naturels, industriels et 

cliniques, il peut être présumé que les interactions synergétiques prédominent sur les 

interactions antagonistes en particulier les synergies qui facilitent une coexistence plus robuste 

et plus pérenne (Periasamy et Kolenbrander, 2010). Dans un premier temps, une brève 

description des mécanismes bénéfiques à l’établissement ou à la persistance des biofilms est 

mise en lumière. 

5.1.1. La communication cellulaire dans un biofilm multi-spécifique 

La communication entre bactéries voisines via le quorum sensing est un comportement social 

qui augmente les interactions au sein des communautés mono- ou multi-spécifiques (Elias et 

Banin, 2012). Le quorum sensing requière la production et le relargage de petits signaux 

chimiques appelés autoinducteurs qui vont augmenter en concentration en fonction de la densité 

cellulaire mais dont la sécrétion dépend également des conditions physiologiques (Ng et 

Bassler, 2009). Il permet aux bactéries d’exprimer spécifiquement certains gènes de façon 

coordonnée. Le quorum sensing est connu comme jouant un rôle important dans le 

développement des biofilms (Hammer et Bassler, 2003; Sakuragi et Kolter, 2007). Par exemple, 

le système AI-2 est requis pour le développement de biofilm et de la plaque dentaire. Les 

bactéries Porphyromonas gingivalis et Streptococcus gordonii ne sont pas capables de former 

de biofilm si les deux bactéries ne possèdent pas le gène luxS requis pour la synthèse du signal 

AI-2, tandis que si une des souches  dans un biofilm bi-spécifique est capable de produire ce 

signal, les deux peuvent former un biofilm (McNab et al., 2003). Similairement, les biofilms 

mixtes d’Actinomyces naeslundii et de Streptococcus oralis dépendent également de la 

production d’AI-2 par S. oralis qui en produit à un niveau plus élevé qu’A. naeslundii. L’effet 

synergétique est mesuré par une augmentation du biovolume du biofilm lorsqu’un biofilm 

mixte comprenant les deux acteurs est mis en place par rapport aux biofilms mono-spécifiques. 
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Ces résultats indiquent que lors de la co-aggrégation, il existe une augmentation locale de la 

concentration en AI-2 qui déclenche le mutualisme et facilite la formation de biofilm  (Rickard 

et al., 2006) (figure 20).  

 

Figure 20 : Observation d’un biofim bispécifique entre S. oralis (vert) et A. naeslundii (rouge) après 22h à 37°C en 
flowcells, A- Souches sauvages, B-  A. naeslundii sauvage et S. oralis  déplété du gène luxS (ΔluxS), C- A. naeslundii 
sauvage et S. oralis ΔluxS complémentée (selon, Rickard et al., 2006). 

Des interactions entre organismes ont également été décrites via le système AI-2. Par exemple, 

le champignon Candida albicans qui se trouve à proximité de la bactérie S. gordonii dans la 

cavité orale, peut former un biofilm présentant un biovolume plus important lorsque les deux 

acteurs sont en présence par rapport à leurs biofilms mono-spécifiques respectifs. Donc, il 

apparaît que le système AI-2 est également important pour le développement de ce champignon 

(Bamford et al., 2009). 

Le système de quorum sensing basé sur les N-acylhomoserine lactones (AHL) est un système 

qui lui, implique un large panel de molécules de communication, qui peuvent être détectées par 

des bactéries différentes. Quelques exemples ont mis en lumière son rôle dans l’élaboration de 

biofilms multi-spécifiques. Les deux pathogènes Pseudomonas aeruginosa et Burkholderia 

cepacia peuvent former un biofilm multi-spécifique et chacun emploie le système AHL pour 

contrôler sa virulence et sa formation de biofilm (Van Delden et Iglewski, 1998; Huber et al., 

2001). Ainsi, B. cepacia est capable de reconnaitre différents AHLs produit par P. aeruginosa. 

De plus, lorsque ces AHLs sont produites, les deux souches vivent en association dans des 

microcolonies mixtes, ce qui n’est pas le cas lorsque celles-ci ne sont pas produites (Riedel et 

al., 2001). De même, An et al arrivent aux mêmes conclusions dans un biofilm de P. aeruginosa 

associé à Agrobacterium tumefaciens (An et al., 2006). Enfin, la communication via des AHLs 

entre organismes différents a été également observée puisque certaines AHLs sont capables de 

promouvoir l’établissement des spores de l’algue Ulva, à la fois suite à leur contact avec des 
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bactéries sauvages produisant des AHLs mais également, avec des molécules synthétiques 

(Joint et al., 2007).  

Des résultats similaires ont été observés avec les systèmes de type quorum sensing impliquant  

des « peptides autoinducteurs » ou des « molécules d’acide gras » (Elias et Banin, 2012).  

De façons générales, il est important de noter que les phénotypes associés aux biofilms mixtes 

peuvent être le résultat de la communication entre deux espèces ou le reflet d’effets secondaires 

d’une communication intraspécifique (Elias et Banin, 2012). 

5.1.2. La coopération bactérienne pour le biofilm : adhésion, matrice et métabolisme 

Lors de l’établissement de biofilms mixtes, chacun des partenaires jouent un rôle distinct qui 

permet l’établissement d’un biofilm. Par exemple, Streptococcus mutans sert de colonisateur 

primaire de la surface des dents, puis s’associe avec des Actinomyces sp. afin de promouvoir 

ensemble la croissance en biofilm de Lactobacillus (Filoche et al., 2004). S. gordonii est, quant 

à lui, également considéré comme un colonisateur primaire promouvant les conditions 

nécessaires à l’établissement de P. gingivalis. Cette co-colonisation n’est donc pas un processus 

passif. S. gordonii exprime différents gènes nécessaires à l’établissement de P. gingivalis 

comme ceux impliqués dans la biosynthèse des SPEs, dans l’intégrité de la paroi cellulaire, 

dans l’adhésion et dans les signaux cellulaires intra ou inter spécifiques. Les gènes impliqués 

dans la synthèse de SPEs chez S. gordonii fonctionnent comme des récepteurs pour les 

adhésines de surface exprimés par P. gingivalis, facilitant ainsi la co-agrégation (Kuboniwa et 

al., 2006).  

De même, comme vu précédemment, avec Salmonella typhimurium et E. coli, la coproduction 

de cellulose par E. coli et de fimbriae agrégatifs par S. typhimurium donne pour résultat la 

formation d’une matrice extracellulaire hydrophobe et rigide, tandis que lorsque les souches 

sont séparées, la formation d’ un seul de ces composés donne une matrice fragile (Zogaj et al., 

2001).  Ainsi, la coopération entre ces deux bactéries induit la formation d’un biofilm plus 

robuste de par la rigidité de sa matrice. 

Les coopérations métaboliques au sein du biofilm représentent également un avantage. Certains 

sous-produits issus du métabolisme de nutriments d’une espèce peuvent être utilisés par une 

autre espèce. Ce phénomène est nommé commensalisme métabolique (Elias et Banin, 2012). 

Pseudomonas putida et Acinetobacter peuvent utiliser toutes les deux l’alcool benzylique 

comme unique source de carbone et d’énergie. Ceci devrait normalement aboutir à une 
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compétition entre ces espèces pour l’accès à ce nutriment. Or, lorsqu’elles sont présentes en 

biofilm mixte, Acinetobacter produit du benzoate, à partir de l’alcool benzylique, qui est à son 

tour métabolisé par P. putida. Il s’agit donc d’une coopération. De plus, cette coopération induit 

une structuration spécifique du biofilm, puisque Acinetobacter réside dans les couches 

supérieures du biofilm afin d’avoir un accès facilité à l’alcool benzylique, tandis que P. putida  

se trouve dans les couches inférieures, lui permettant de bénéficier du benzoate secrété par 

Acinetobacter (Christensen et al., 2002) (figure 21). Les capacités métaboliques de chacun des 

acteurs en présence peuvent induire d’autres organisations du biofilm qui seront vues dans le 

paragraphe « stratification métabolique des biofilms. » 

 

Figure 21 : Coopération métabolique au sein d’un biofilm mixte d’Acinetobacter C6 (bleu) et P. putida R1 (rouge), après 
6 jours de croissance avec comme seule source de carbone de l’alcool benzoique (Christensen et al., 2002). 

 

5.1.3 Le biofilm, une forteresse contre les défenses de l’hôte, les agents antimicrobiens et la 

prédation 

Dans les biofilms multi-spécifiques, l’habilité de la communauté à coopérer peut l’aider à 

survivre à différents fléaux comme les défenses immunitaires d’un hôte lors d’une infection, 

les agents antimicrobiens ou la prédation par un grand nombre de brouteurs. 

Les biofilms multi-spécifiques par rapport aux mono-spécifiques sont connus comme étant 

moins sensibles aux agents antimicrobiens ou aux procédés de désinfection. Un des mécanismes 

augmentant la résistance aux antibiotiques est le changement de la composition en SPEs de la 

matrice. Bien que certains SPEs soient communs à la plupart des biofilms, la composition de la 

matrice varie largement en fonction des espèces bactériennes et des conditions 

environnementales (Flemming et Wingender, 2010). Ainsi, il a été mis en évidence que lors 
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d’un biofilm multi-organismes entre le champignon C. albicans et Staphylococcus epidermis, 

deux espèces pathogènes qui sont capables de former un biofilm mixte, S. epidermis produit 

des exopolymères qui contribuent à la formation du biofilm, mais également à la résistance 

contre les antibiotiques. S. epidermis produit également ces composés lors d’un biofilm mono-

spécifique. Cependant, lors de l’association avec C. albicans, celui-ci est protégé également par 

la matrice de S. epidermis contre les composés antifongiques (Adam et al., 2002). De même, 

Lee et coauteurs (Lee et al., 2014) ont étudié un consortium de biofilms multi-spécifiques 

comprenant Klebsiella pneumoniae, Pseudomonas protegens et P. aeruginosa. Les biofilms 

mono-spécifiques de ces espèces ont différents niveaux de résistance à la fois à la tobramycine 

et au SDS (Sodium Dodecyl Sulfate). Lors de leur association commune en biofilm, elles ne 

sont pas affectées par l’ajout de ces agents antimicrobiens, même si certaine sont présentes en 

trés faibles proportion (figure 22). Donc, l’effet protecteur d’une souche peut se transmettre à 

l’ensemble de la communauté. Il s’agit d’une protection croisée issue du partage des protections 

individuelles. P. aeruginosa peut métaboliser le SDS et K. pneumoniae sequestre le SDS dans 

sa matrice réduisant son effet sur les cellules du biofilm ce qui facilite l’action de P. aeruginosa. 

Par conséquent, une protection contre le SDS se met en place pour P. protegens. De même pour 

la tobramicine, P. protegens partage sa protection avec les deux autres espèces. Dans un 

cocktail de quatre souches marines,  le biofilm multi-spécifique présente une biomasse 167% 

plus importante que les biofilms mono-spécifiques. Deplus, le biofilm multi-spécifique résiste 

mieux à la tétracycline et au peroxyde d’hydrogène ainsi qu’à la colonisation par 

Pseudoalteromonas tunicata que leurs équivalents mono-spécifiques (Burmølle et al., 2006). 
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Figure 22 : Localisation spatiale et structure d’un biofilm multi-spécifique comprenant Klebsiella pneumoniae KP-1 
(rouge), P. aeruginosa PAO1 (jaune) et Pf-5 Pseudomonas protegens (cyan) en flowcell avec un milieu minimum M9 
(selon Lee et al., 2014). 

Le mode de vie en biofilm est également considéré comme étant un mécanisme adaptatif de 

défense contre les prédateurs en particulier les brouteurs (Matz et Kjelleberg, 2005). Ainsi, 

Vibrio fischeri aurait une aptitude anti-prédateur en mode de vie « biofilm » par la sécrétion 

potentiel de facteur(s) anti protozoaire(s) (Chavez-Dozal et al., 2013). De même, P. aeruginosa 

et V. cholerae sont également capables de résister aux prédateurs par sécrétion respective 

d’alginate comme exopolysaccharides et d’un facteur anti-protozoaire (Matz et al., 2005). 

Aujourd’hui, il n’y a que peu de données sur les biofilms multi-spécifiques contre le broutage, 

mais de même que pour la résistance aux agents antimicrobiens, il peut être supposé que ces 

souches soient capables de partager leurs résistances avec d’autres au sein d’un biofilm multi-

spécifique. 

Finalement, le biofilm peut également être un mécanisme de défense contre la réponse 

immunitaire innée de l’hôte lors d’infections. Chez les patients atteints de fibrose kystique au 

niveau des poumons qui sont alors souvent colonisés par plusieurs espèces bactériennes, deux 

des pathogènes les plus fréquemment trouvés Staphyloccocus aureus et P. aeruginosa 

interagissent de façon synergique. Ainsi, P. aeruginosa sécrète un exoproduit qui améliore la 

résistance aux aminoglycosides et qui déclenche l’apparition de variants chez S. aureus. Ces 

variants présentent une susceptibilité réduite à d’autre agents antimicrobiens (Samuelsen et al., 

2005; Hoffman et al., 2006; Singh et al., 2009). 

5.1.4 Une distribution spatiale en fonction de leur relation 

Les biofilms multi-spécifiques peuvent présenter une organisation spatiale particulière. Trois 

modèles d’organisation du biofilm ont été établis (Elias et Banin, 2012). Le premier correspond 

à la formation de microcolonies mono-spécifiques ou chaque espèce forme une microcolonie 

côte à côte sans se mélanger. C’est le cas par exemple entre les biofilms mixtes de Burkholderia 

sp. et Pseudomonas sp., qui se developpent en flowcell. La formation de ces microcolonies 
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séparées est le résultat d’une interaction non commensale entre ces espèces. Cette interaction 

est dépendante des ressources nutritionnelles disponibles (Nielsen et al., 2000). Le second et le 

troisième modèles correspondent aux co-agrégations. Les cellules des deux espèces vont former 

des structures ou les deux espèces bactériennes sont présentes. Dans le deuxième modèle, une 

co-agrégation des bactéries de différentes espèces s’effectue aboutissant à un mélange réel des 

deux espèces. Dans le troisième modèle, la co-agrégation s’effectue sous la forme d’une 

structure en couches de bactéries l’une sur l’autre, ce qui ne correspond pas à un mélange réel 

entre les deux espèces. Le deuxième modèle est par exemple observé avec les biofilms 

d’Actinomyces naeslundii et de Streptococcus oralis qui auront une interaction de type 

mutualisme grâce au système de quorum sensing de type AI-2 (Rickard et al., 2006) (Figure 

23). Le troisième modèle correspondant au développement de biofilm en couches est décrit 

dans le système synergétique entre Actinobacter qui occupe la couche supérieure et 

Pseudomonas putida qui occupe la couche inférieure dans un système de type flowcell. Cette 

organisation leurs permettrait une interaction métabolique ou compétitive (Christensen et al., 

2002; An et al., 2006). 

 

Figure 23 : Distribution spatiale au sein d’un biofilm multi-spécifique. Différentes voies d’organisation : A- 
Microcolonies mono-spécifiques séparées, B- Coaggrégation au sein d’une même microcolonie, C- Biofilm organisé en 
couches (selon Elias et Banin, 2012) 

A B C 
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5.1.5. Modification de l’expression génique et transfert horizontal de gènes 

L’étude du changement de l’expression génique lors de l’établissement d’un biofilm multi-

spécifique peut fournir une meilleure compréhension des interactions entre les espèces. Ces 

modifications peuvent être le reflet d’interactions synergiques ou antagonistes. Différentes 

études ont mesuré ces modifications de l’expression de gènes lors de la formation de biofilms 

multi-spécifiques. Ainsi lors d’un biofilm mixte, Veillonella parvula induit des changements 

dans la physiologie de Streptococcus mutans, ce qui aboutit à une augmentation de sa résistance 

aux agents antimicrobiens. L’expression de différents gènes est également altérée incluant ceux 

impliqués dans le métabolisme des purines et des acides aminés, dans la synthèse de protéines 

ou encore dans le métabolisme des polysaccharides intracellulaires (Luppens et al., 2008). De 

même, en présence de Streptococcus aureus, P. aeruginosa a augmenté significativement sa 

production d’exotoxine A. Il est suggéré que S. aureus crée des poches appauvries en fer à 

l’intérieur du biofilm ce qui induirait une surexpression d’exotoxine A par P. aeruginosa 

(Goldsworthy, 2008). De nombreux autres modèles d’interaction ont mis en évidence cette 

modification de l’expression génique au sein d’un biofilm multi-spécifique. Dans certains cas, 

les interactions dans des biofilms mixtes peuvent aboutir à la formation de variants issus d’une 

espèce. Lors de l’établissement d’un biofilm entre une souche de Pseudomonas putida 

incapable d’utiliser l’alcool benzylique et Acinetobacter sp., dans un milieu avec comme seule 

source de carbone l’alcool benzylique, il a été observé un contact étroit entre les deux souches. 

De plus, après plusieurs jours, un variant de P. putida apparait se présentant sous forme de 

colonie rugueuse (figure 24). Ce phénotype apparait comme héritable et exprime des gènes 

spécifiques. Celui-ci forme un biofilm plus aisément avec Acinetobacter. L’évolution de ce 

variant de P. putida est clairement une réponse adaptative à l’environnement physique, la 

croissance en mode vie « biofilm » est plus spécifiquement liée à la présence d’Acinetobacter 

(Hansen et al., 2007). 
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Figure 24 : Biofilm caractéristique et phénotype des colonies issues des variants ancestraux ou dérivés rugueux de P. 
putida. Les biofilms ont été réalisés en flowcell pendant 24 h avec 500 mM d'alcool benzylique comme seule source de 
carbone. a, b, Les images ont été obtenues de biofilms mixtes contenant Acinetobacter sp. C6 (rouge) et P. putida  
ancestral (vert) (a) et Acinetobacter sp. C6 (rouge) et une variante rugueuse de P. putida (vert) (b). c,  morphologie de la 
colonie lisse de l'ancestrale P. putida. d,  morphologie de la colonie rugueuse d'un génotype dérivé de biofilm. 

Parallèlement, les systèmes de transferts horizontaux de gènes (HGT) jouent un rôle 

prépondérant au sein des biofilms du fait de la proximité des individus qui le compose. Le 

système de transfert horizontal le plus étudié dans le cadre des résistances aux antibiotiques, 

biocides et métaux sont les systèmes de conjugaison y compris au sein de biofilms multi-

spécifiques (Christensen et al., 1998). Ils amenent à de nouvelles combinaisons génétiques 

potentielles comprenant différentes cassettes de gènes de résistances (Burmølle et al., 2008). 

L’écosystème du biofilm tend à promouvoir et induire ces échanges. Par exemple, des souches 

bactériennes incapables de recevoir un plasmide en culture simple, peuvent devenir receveuses 

en présence d’un donneur uniquement lorsqu’elles font partie d’une communauté composée de 

quinze espèces (Cruz-Perera et al., 2013). Il a également été mis en évidence que la compétence 

de Vibrio cholerae peut être induite par d’autres espèces de Vibrio spp. dans un biofilm multi-

spécifique, ce qui peut augmenter le taux de HGT dans les biofilms multi-spécifiques 

(Antonova et Hammer, 2011). Enfin, au sein du biofilm, une forte quantité d’ADNe peut être 

une source importante d’information génétique utilisable par les souches bactériennes 

(Burmølle et al., 2014). 

Donc, les interactions au sein de biofilms multi-spécifiques peuvent avoir de multiples effets 

bénéfiques pour la communauté mais également des effets antagonistes (Elias et Banin, 2012).  

5.2. Des problèmes de voisinage qui peuvent rendre service à l’homme 

Dans les écosystèmes de type biofilm, de nombreuses interactions se mettent en place. Avant 

d’accéder à un environnement stable, les bactéries mettent en place des stratégies compétitives 

pour se développer en biofilm dans une nouvelle niche. Un grand nombre d’investigations ont 
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été menées pour identifier des composés antagonistes non toxiques produits par les micro-

organismes ciblant les différentes étapes de la formation du biofilm.  La compréhension de ces 

mécanismes d’interaction négative et l’identification des composés antagonistes produits 

peuvent bien souvent avoir un intérêt industriel, notament dans des secteurs d’activité ou le 

biofilm induit des conséquences néfastes. 

5.2.1. Compétition et  antagonismes au sein du biofilm 

Au sein du biofilm, des relations de type compétition ou antagonisme peuvent se mettre en 

place. Ces relations peuvent fortement limiter les capacités de certaines populations à former 

un biofilm. Par exemple, lors des expériences avec Pseudomonas aeruginosa et Agrobacterium 

tumefaciens, P. aeruginosa utilise le swimming et le swarming pour rapidement coloniser la 

surface, empêchant l’adhésion d’A. tumefaciens (An et al., 2006). La compétition peut 

également être d’ordre chimique. La production de biosurfactants par une espèce peut être par 

exemple délétère pour un autre. Notamment, lorsque Bacillus subtilis secrète de la surfactine 

nécessaire à son déplacement en swarming à la surface, elle inhibe en même temps la formation 

de biofilm d’Escherichia coli, de Proteus mirabilis ou encore de Salmonella enterica (Mireles 

et al., 2001). De même, lors de la formation d’un biofilm bi-spécifique entre Streptococcus 

gordonii et Streptococcus mutans dans des microplaques de polystyrène, les capacités de 

formation de biofilm de S. mutans sont fortement compromises. En effet, S. gordonii secrète 

une protéase qui va dégrader un peptide de stimulation de la compétence de S. mutans et 

interfère avec ses capacités à former du biofilm (Wang et al., 2011).  

Une espèce peut également interférer avec le quorum sensing d’une autre espèce afin d’affecter 

la formation de biofilm en diminuant par exemple la concentration des molécules signal, 

typiquement les acylhomoserines lactones (AHLs). Pour ce faire, elle utilise des enzymes de 

dégradation telles que  les  AHL lactonases, les AHL acylases ou les AHL oxydoreductases 

(Dong et al., 2002; Dong et Zhang, 2005; Czajkowski et Jafra, 2009; Elias et Banin, 2012). Des 

molécules signal telles que celles du QS peuvent induire une modification de l’expression d’un 

certain nombre de gènes d’une espèce voisine en compétition.  

De la même manière que pour les interactions synergiques, une sous-expression des gènes de 

formation du biofilm peut être induite par une population voisine. Par exemple, il a été décrit 

que la transcription des gènes des curli, ou du chimiotactisme est sévèrement diminuée chez E. 

coli enterohémorragique en présence de Lactobacillus acidophilus. Ces gènes étant 

normalement impliqués dans l’établissement d’un biofilm. Cette modification de l’expression 
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génique a été décrite comme une conséquence du relargage d’exopolysaccharydes par L. 

acidophilus (Kim et al., 2009). 

Parfois, grâce à ces outils, les bactéries peuvent arriver à remplacer une population déjà installée 

en biofilm.  La bactérie marine Pseudoalteromonas tunicata produit par exemple des protéines 

antibactériennes à large spectre de type AlpP qui peuvent permettre d’éliminer une population 

installée pour prendre sa place (Rao et al., 2005). Ces mauvaises relations de voisinage ne sont 

pas uniquement rencontrées chez les bactéries et ont été décrite dans le cas où l’une des 

populations porte des gènes de résistance, ce qui la rend naturellement plus robuste qu’une autre 

aux conditions adverses de l’environnement. Lors d’une expérience impliquant un mélange de 

trois espèces bactériennes et de trois espèces de champignons, ces derniers ont été plus sensibles 

aux traitements de désinfection en présence des bactéries tandis que les bactéries ont été plus 

résistantes aux biocides en présence des champignons. Celles-ci ont donc pu plus facilement 

survivre  dans cet environnement (Elvers et al., 2002). 

5.2.2. Sécrétion de molécule de type anti biofilm 

Aujourd’hui, un grand nombre de composés naturels produits par des microorganismes qui 

peuvent s’attaquer aux différentes phases de la formation du biofilm, de l’adhésion à la 

dispersion ont été identifiés (tableau 5). Cependant, même si leurs rôles écologiques sont 

suspectés dans les biofilms multi-spécifiques, la plupart ont été testées en composé pure sur des 

biofilms mono-spécifiques, donc dans des conditions différentes et incompatibles avec une 

application industrielle. 

 

Tableau 5 : Molécules d’inhibition du biofilm produites par d’autres bactéries. Les différentes couleurs du tableau 
indiquent les différentes étapes de formation du biofilm susceptibles d’être impactées, modifié d’après (Rendueles et 
Ghigo, 2012). 

Souche 
sensible 

Produit par Molécules Phase touchée Mécanisme d'action 
Base 
moléculaire 

Références 

Large spectre Escherichia 
coli UPEC 

capsules 
groupe II 

Adhésion 
réversible 

Altération des 
interactions 
cellule/surface et 
cellule/cellule 

région kps (Valle et al., 2006) 

Large spectre 
Lactobacillus 
acidophilus 

SPEs 
Adhésion 
réversible 

Sous régulation des 
curli et 
chimiotactisme 

- (Kim et al., 2009) 

Streptococcus 
pyogenes 

Differentes 
bactéries 
marines 

- 
Adhésion 
réversible 

Réduction de 
l'hydrophobicité 
cellule/surface 

- 
(Nithyanand et 
al., 2010) 
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Souche 
sensible 

Produit par Molécules Phase touchée Mécanisme d'action 
Base 
moléculaire 

Références 

Streptococcus 
pyogenes 

Bacillus 
horikoshii 

- 
Adhésion 
réversible 

Inhibition du QS - 
(Thenmozhi et al., 
2009) 

Vibrio spp. 
Streptomyces 
albus - 

Adhésion 
réversible 

Réduction de l'indice 
d'hydrophobicité et 
production de SPEs 

- (You et al., 2007) 

Large spectre 
Bacillus 
pumilus S6-15 

acide 4-
phenylbut
anoic 

Adhésion 
réversible 

- - 
(Nithya et al., 
2011) 

Escherichia coli 
CFT073  

Bacillus 
suptilis 

Biosurfacta
nt 

Adhésion 
réversible 

Indépendant du QS - 
(Rivardo et al., 
2009) 

Large spectre 
Bacillus 
licheniformis 

α-D-
galactopyr
anosyl-
(12)glyce
rol-
phospahte 

Adhésion 
réversible 

- - 
(Sayem et al., 
2011) 

Staphylococcu
s aureus 

Bacillus 
licheniformis 

Biosurfacta
nt 

Adhésion 
réversible 

Inhibition du QS - 
(Rivardo et al., 
2009) 

Streptococcus 
mutans 

Streptococcus 
gordonii et 
Streptococcus 
salivarius 

Challisine 
Adhésion 
réversible 

CSP inactivation sgc 
(Tamura et al., 
2009) 

Gram positif et 
levures 

Streptococcus 
termophilus A 

Biosurfacta
nt 

Adhésion 
réversible 

Réduction de 
l'hydrophobicité 
cellule/surface 

- 
(Rodrigues et al., 
2006) 

Enterococcus 
faecalis 

Lactobacillus Surfactine 
Adhésion 
réversible 

- - 
(Velraeds et al., 
1996) 

Agrobacterium 
tumefaciens 

Pseudomonas 
aeruginosa 

Petite 
molécule 
diffusible 

Adhésion 
réversible 

- - 
(Mowat et al., 
2010) 

Pseudomonas 
aeruginosa 
PAO1 

Bacillus spp. 
SS4 

Non 
enzymatiq
ue 

Adhésion 
réversible Inhibition du QS - 

(Musthafa et al., 
2011) 

Gram positif 

Escherichia 
coli Ec300 et 
Klebsiella 
pneumoniae 
342 

Polysaccha
ride riche 
en 
mannose 

Adhésion 
réversible 

Altération des 
interactions 
cellule/surface  

région galF-
his 

(Rendueles et al., 
2011) 

Large spectre 
Kingella 
kingae 

galactane 
PAM 

Adhésion 
réversible - pamABCDE 

(Bendaoud et al., 
2011) 

Streptococcus 
mutans  

Enterococcus 
faecium 

Protéine 
Adhésion 
réversible 

- - 
(Kumada et al., 
2009) 
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Souche 
sensible 

Produit par Molécules Phase touchée Mécanisme d'action 
Base 
moléculaire 

Références 

Salmonella 
enterica, 
Escherichia 
coli, Proteus 
mirabilis et 
Pseudomonas 
aeruginosa 

Bacillus 
substilis 

Surfactine 
Adhésion 
réversible 

Altération des 
interactions 
cellule/surface  

locus sfp 
(Mireles et al., 
2001) 

Large spectre 
Streptococcus 
phocae PI80 

Biosurfacta
nt 

Adhésion 
réversible 

- - 
(Kanmani et al., 
2011) 

Différentes 
bactéries 
marines 

Pseudoaltero
monas sp. _ - - - (Klein et al., 2011) 

Staphylococcu
s epidermis 

Pseudomonas 
aeruginosa 

Polysaccha
ride Psl 
etPel 

Adhésion 
réversible et 
détachement 

- 
opérons psl 
et pel  (Qin et al., 2009) 

Pseudomonas 
putida 

Pseudomonas 
aeruginosa 

2-heptyl-3-
hydroxy-4-
quinolone 

Adhésion 
réversible et 
détachement 

Surrégulation de la 
motilité swarming pqsABCDE 

 (Fernández-Piñar 
et al., 2011) 

Bacillus 
purnilus TiO1 

Serratia 
marcescens Glycolipide 

Adhésion 
réversible et 
détachement 

Altération des 
propriétés de surface - 

 (Dusane et al., 
2011) 

Staphylococcu
s aureus 

Staphylococc
us epidermis 

Protéase 
serine Esp 

Adhésion 
réversible et 
détachement 

- esp 
 (Iwase et al., 
2010) 

Pseudomonas 
aeruginosa 

Bactéries 
marines 

- 
Adhésion 
réversible et 
détachement 

Inhibition du QS et 
réduction de 
l'hydrophobicité 
cellule/surface 

- 
 (Nithya et al., 
2011) 

Staphylococcu
s aureus et 
Staphylococcu
s epidermis 

Lactobacillus 
acidophilus 

Biosurfacta
nt 

Adhésion 
réversible, 
développeme
nt du biofilm 
et 
détachement 

- - 
 (Walencka et al., 
2008) 

Gram négative Large spectre Lactonase 
Adhésion 
irréversible 

Inhibition du QS  - 
(Schipper et al., 
2009) 

Porphyromona
s gingivalis 

Streptococcus 
intermidius 

Deaminase 
arginine 

Adhésion 
irréversible 

Sous régulation des 
fimbriae 

- 
 (Christopher et 
al., 2010) 

Large spectre 
Pseudomonas 
aeruginosa 

Quinolone
s Maturation 

Altération de la 
motilité - 

 (Reen et al., 
2011) 

Streptococcus 
mutans 

Streptococcus 
salivarius 

Exo-β-D-
fructosidas
e 

Maturation Digestion du sucrose fruA 
 (Ogawa et al., 
2011) 

Candida 
albicans 

Pseudomonas 
aeruginosa 

- Maturation 

Sous régulation de la 
promotion et sur 
régulation de 
l'inhibition du biofilm 

- 
 (Holcombe et al., 
2010) 



Richard Guillonneau 

 

46 
 

Souche 
sensible 

Produit par Molécules Phase touchée Mécanisme d'action 
Base 
moléculaire 

Références 

Porphyromona
s gingivalis 

Streptococcus 
crisatus 

Deiminase 
arginine 

Maturation 
Sous régulation des 
fimbriae 

arcA  (Wu et Xie, 2010) 

Large spectre 
Staphylococc
us aureus Nuclease Maturation 

Dégradation des 
acides nucléiques Nuc1 

 (Tang et al., 
2011) 

P. aeruginosa P. aeruginosa 
Alginate 
lyase 

Maturation et 
détachement 

Dégradation de 
l’alginate - 

(Alkawash et al., 
2006) 

Large spectre 
Bacillus 
licheniformis 

DNAse 
Maturation et 
détachement 

Activité nucléase et 
dégradation de l'ADN 

NucB 
 (Nijland et al., 
2010) 

Large spectre 
Bacillus 
subtilis 

Acide D-
amino Détachement 

Détachement des 
fibres amyloides de la 
paroi cellulaire 

Racemases 
 (Kolodkin-Gal et 
al., 2010) 

Bordetella 
bronchiseptica 

Pseudomonas 
aeruginosa 
PAO1 

Rhamnolip
ides Détachement - rdlAB  (Xu et Liu, 2011) 

Streptococcus 
mutans 

Lactobacillus 
reuteri - - - - 

 (Söderling et al., 
2011) 

Legionella 
pneumophila 

LBacillus 
subtilis 

Surfactine Détachement - - 
 (Loiseau et al., 
2015) 

 

5.3. Stratification métabolique du biofilm  

A partir du moment où le biofilm prend une certaine épaisseur ou qu’il est assez mature, un 

gradient de substrats et de produits métaboliques se met en place. L’oxygène par exemple est 

le facteur le mieux étudié (Stewart et Franklin, 2008). Les profils de concentration en oxygène 

peuvent se mesurer de façon routinière (Stewart et Franklin, 2008). Ce gradient d’oxygène 

induit une stratification du biofilm qui peut être décomposé en trois zones, les zones aérobie, 

anaérobie facultative et anaérobie stricte. La zone oxique représente entre 10 à quelques 

centaines de microns d’épaisseur en fonction des souches et de la matrice produite (Stewart et 

Franklin, 2008). Au contraire de l’oxygène ou des nutriments, les produits métaboliques sont 

caractérisés par une forte concentration à l’intérieur du biofilm et une plus faible à l’extérieur. 

Il est raisonnable de penser que l’hétérogénéité chimique présente dans les biofilms est 

accompagnée d’une hétérogénéité physiologique (Xu et al., 1998). 

Des expériences ont été réalisées avec des populations mixtes, dans des eaux contenant 

naturellement de l’oxygène, du sulfate et du carbone. Dans les biofilms formés, se développent 

des bactéries hétérotrophiques aérobies, des bactéries sulfato-réductrices (SRB) et des bactéries 
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oxydant les sulfites. L’hypothèse est la suivante : la couche supérieure du biofilm contient les 

hétérotrophiques aérobies qui consomment l’oxygène, et dans les couches anoxiques sont 

retrouvées les SRBs qui produisent le sulfite d’hydrogène à partir du sulfate, puis les bactéries 

qui recyclent le sulfite en sulfate (Stewart et Franklin, 2008) (Figure 25). La juxtaposition de 

ces groupes de microorganismes doit faciliter les interactions de type commensaliste et 

mutualiste. Or, dans différentes études, il a été observé que les bactéries ne se développaient 

pas forcément en couches fines. En effet, les différentes espèces peuvent être entremêlées ou 

présentes dans des poches clonales dispersées à travers le biofilm. Par exemple, les SRBs sont 

trouvées non seulement dans les profondeurs anaérobies du biofilm mais également dans les 

zones d’oxydation des sulfites et dans la couche aérobie (Ramsing et al., 1993; Schramm et al., 

1996; Okabe, Itoh, et al., 1999; Okabe, Satoh, et al., 1999). Des expériences similaires ont mis 

en évidence les mêmes résultats avec d’autres groupes de microorganismes.   

 

Figure 25 : Hétérogénéité physiologique au sein d’un biofilm multi-spécifique. Trois groupes de microorganismes sont 
distribués au sein du biofilm. A-Schéma des microenvironnements au sein de ces biofilms. B- Zones théoriques de 
disponibilité en oxygènes (rouge), d’oxydation des sulfites (bleue) et de réduction des sulfates (jaune), les courbes noires 
décrivent le profil de concentration de l’oxygène et du sulfite d’hydrogène (Stewart et Franklin, 2008). 

En théorie, l’organisation en strates devrait être similaire à celle des sédiments : de la surface 

vers les profondeurs, les bactéries métabolisant l’oxygène sont suivies par celles métabolisant 

l’azote, puis le soufre et enfin le méthane. Même si l’organisation est plus ou moins respectée 

dans les biofilms matures, celle-ci n’est pas toujours observée. 
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II- Les protistes amiboïdes : agent secret de l’environnement marin, 

impacts écologiques, économiques et environnementaux 

 

1. Spectre : phylogénie et diversité  

Les amibes et protistes amiboïdes forment un groupe large et diversifié d’eucaryotes 

caractérisés généralement par différents types de pseudopodes. Ils représentent une part 

importante de la diversité eucaryotique. En 2007, il y avait plus de 15 000 espèces décrites (Adl 

et al., 2007). Auparavant, ils étaient regroupés dans un macrotaxon nommé Sarcodina mais les 

études phylogénétiques moléculaires ont induit le démantèlement de ce groupe et ont placé la 

majorité des individus dans deux nouveaux groupes, les Amoebozoa et les Rhizaria, ainsi que 

quelques espèces dans le groupe des Heterolobozoa appartenant aux Excavata et, d’autres ont 

été dispatchés de façon indéfini parmi les super groupes des S.A.R. et des Opisthokontes (figure 

26) (Pawlowski et Burki, 2009). Parmi le groupe des Rhizaria, les Foraminifères et les 

Radiolaires sont trouvés (Adl et al., 2005). Ils peuvent être englobés dans les protistes 

amiboïdes puisqu’ils possèdent des pseudopodes et la plupart d’entre eux se  nourrissent par 

phagocytose.  

 

Figure 26 : Arbre phylogénétique représentant la dispersion des protistes amiboïdes au sein des eucaryotes et plus 
spécifiquement au sein des taxons Rhizaria et Amoebozoa, modifié d’après (Pawlowski et Burki, 2009) 
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Les récents programmes de recherche et larges campagnes océanographiques (Tara Oceans, 

Malaspina expeditions et Marine Microbial Eukaryotes Transriptome Sequencing Projects – 

MMETSP) ont permis de séquencer une large distribution d’organismes de l’environnement 

marin. Ces résultats ont mis en évidence l’importance des protistes amiboïdes dans ces 

environnements. La campagne Tara Oceans  a mis en évidence que la plupart de la biodiversité 

planctonique eucaryote au sein des groupes de protistes hétérotrophes pouvait généralement 

être considérée comme étant des brouteurs de bactéries. Il s’agit du second groupe le plus 

abondant après les organismes prokaryotes. Parmi eux, dans la zone photique, les Rhizaria 

représentent une classe importante et diversifiée dans toutes les gammes de taille du plancton 

et, à moindre degrés, les Amoebozoa sont répandus dans le pico et nano plancton (de Vargas et 

al., 2015). Les expéditions Malaspina, qui ont exploré la zone bathypélagique de l’océan, ont 

démontré que les Rhizaria étaient dominant et représentaient 35 % des pyrotags, tandis que les 

Amoebozoa représentaient 5 % des pyrotags (figure 27) (Pernice et al., 2016). 

 

Figure 27 : Aperçu de la diversité microbienne eucaryotique en milieu profond au niveau des super-goupes 
taxonomiques. (a) Nombre de pyrotags par supergroupe, moyenne de l’abondance relative de chaque échantillon. (b) 
Nombre d’OTUs clustorisé à 97% de similarité par super-groupe (Pernice et al., 2016). 

Aujourd’hui pour les sédiments, il n’y a pas de grandes campagnes océanographiques qui aient 

exploré la diversité micro-eucaryotique en milieu marin. Dans de multiples études, différents 

auteurs ont mis en évidence l’abondance des Rhizaria, parmi eux les taxons des Acantharea et 

Vampyrellidae et les Polycystines qui sont réparties au sein des Radiolaria. Pour les 

Amoebozoa, les Tubulinea semblent dominer (Park et al., 2008; Massana et al., 2015; Forster 

et al., 2016). Les énumérations microscopiques des protistes dans les sédiments marins ont 

permis de mettre en évidence la dominance des amibes en terme de biomasse dans différentes 

stations littorales (Lei et al., 2014). Les différences qui ont été observées entre les énumérations 

et les techniques de séquençages peuvent être expliquées par le manque d’information 
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génétique et génomique concernant les protistes amiboïdes encore aujourd’hui (Piganeau et al., 

2011; Burki et Keeling, 2014; Keeling et al., 2014). Par exemple, la famille des Vampyrellides, 

qui a été décrite il y a 150 ans, était considérée comme un petit groupe de Rhizaria occupant 

seulement les environnements non marins. Avec un séquençage environnemental massif, des 

centaines de milliers de séquences ont permis de mettre en évidence qu’ils représentent une 

proportion significative de la diversité eucaryotique dans les habitats marins (Berney et al., 

2013; Burki et Keeling, 2014). Par conséquent, la diversité des protistes amiboïdes pourrait 

encore être sous-estimée, en particulier en milieu marin alors que quelques-uns de leurs impacts 

écologiques, économiques et environnementaux ont déjà été décrits. 

2. Au service secret de l’environnement : Cycles biogéochimiques 

Aujourd’hui les protistes hétérotrophes représentent le second groupe en termes d’abondance 

dans l’océan ouvert après les procaryotes. Parmi eux, spécialement les Rhizaria représentent 

respectivement 33 % et 35 % du zooplancton dans les zones photiques et bathypélagiques 

(Biard et al., 2016; Pernice et al., 2016). Avec ces nouvelles données d’abondance, il est 

nécessaire de repenser entièrement les cycles marins du carbone et plus généralement 

l’ensemble des cycles biogéochimiques dans l’environnement marin (figure 28) (Worden et al., 

2015). 

 

Figure 28 : Les modèles biogéochimiques et écologiques mondiaux reposent sur la compréhension de la biologie des 
organismes et des interactions qui se produisent dans les réseaux trophiques microbiens marins (selon Worden et al., 
2015). 
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Biard et colaborateurs ont estimé que les Rhizaria sur les premiers 200 m de la colonne d’eau 

de l’océan mondial représentaient un stock de 89.109 g de carbone, équivalent à 5,2 % du 

réservoir total de carbone biotique de l’océan (Biard et al., 2016). Cette quantité est équivalente 

au contenu en carbone de tous les autres mesozooplancton (plancton compris entre 0,2 et 20 

mm) et représente un important puits de carbone. 

En mer de Chine, les Rhizaria représentent plus de la moitié du total de l’ADN détecté des 

eukaryotes microbiens. Les Rhizaria et Amoebozoa représentent respectivement 17,1 % et 10,5 

% de la population eucaryotique microbienne active. Cette population active de Rhizaria 

augmente avec la profondeur tandis qu’elle reste stable pour les Amoebozoa (Xu et al., 2017). 

Celles-ci pourraient également participer à la production primaire de carbone et à son export 

tout comme celle de la population des zones photiques. Jusqu’à aujourd’hui, les mesures de 

l’activité de re-minéralisation microbienne dans l’océan mésopélagique sombre (« dark ») 

restent supérieures aux entrés de carbone estimées. 

De même, les foraminifères partagent avec les procaryotes la caractéristique singulière de 

pouvoir fixer l’azote de l’environnement (en nitrate) et de le faire retourner à l’atmosphère sous 

forme gazeuse (N2) (Burki et Keeling, 2014). Par conséquent, ils peuvent également participer 

au cycle biogéochimique de l’azote dans l’environnement marin. 

Une partie des  protistes amiboïdes possèdent une thèque ou un squelette minéral formé d’opale 

(SIO2), de célestine (SrSO4) ou de calcite (CaCO3) (Nikolaev et al., 2005; Caron, 2016). Ces 

thèques contiennent différents éléments comme le carbone, le calcium, la silice et le strontium. 

Avec la mort de ces organismes, leur sédimentation dans l’océan profond représente un piège 

pour ces squelettes minéraux et par conséquent pour le CO2 atmosphérique. Il s’agit donc d’un 

agent fondamental de protection contre le réchauffement climatique. 

3. Bons baisers de la mer : Qualité de l’eau et paléoclimatologie 

Les foraminifères benthiques et amibes possédant une thèque sont des bio-indicateurs communs 

utilisés pour évaluer la qualité présente ou passée des écosystèmes marins (Pawlowski et al., 

2016). Les foraminifères sont considérés comme de meilleurs bio-indicateurs de la qualité de 

l’écosystème ou de la pollution comparé à la macrofaune et ils permettent d’utiliser de plus 

faible quantité de sédiments  (Mojtahid et al., 2008; Denoyelle et al., 2010). Les foraminifères 

sont utilisés pour surveiller différents types de pollution : organiques, pétroles, piscicultures, 

métaux lourds (Bergin et al., 2006; Mojtahid et al., 2008; Denoyelle et al., 2010; Vidović et 

al., 2014). La composition et la structure des protozoaires hétérotrophiques dans 
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l’environnement marin permet d’enregistrer l’impact de la pollution et l’influence des activités 

humaines sur la qualité biologique de l’environnement marin (Pawlowski et al., 2016). Les 

Amoebozoa sont également connus pour être plus abondants près de fermes piscicoles (Crosbie 

et al., 2005) et utilisés comme bioindicateurs des changements climatiques passés, grâce à leur 

squelette minéral qui se conserve dans les sédiments (figure 29)(Bobrov et al., 2004). Payne a 

listé sept raisons pour lesquelles les protistes sont de bon bio-indicateurs. Ils sont sensibles aux 

variations de l’environnement. Ils ont donc une importance fonctionnelle et une distribution 

généralisée avec une petite taille et une forte abondance. Ils ont un court temps de réponse, ils 

restent facile à analyser et ont un potentiel de préservation dans les sédiments (Payne, 2013). 

 

Figure 29 : Squelettes de radiolaire, foraminifères et spores d'éponges fossilisés issus de l'océan Indien occidental 
profond - Moyen Eocène (45 millions d'années). Photographiés à l'aide d’un microscope électronique à balayage avec 
un grossissement de 200X. Image réalisée par le Scripps Institution of Oceanography. 

Les analyses des protistes amiboïdes représentent une carte postale issue d’un environnement 

spécifique à un temps donné. De plus, ils peuvent être utilisés pour examiner des 

environnements extrêmes tels que les canyons marins profonds (Guardiola et al., 2015). 

L’utilisation des protistes comme bio-indicateurs reste ralentie par la difficulté de leur 

identification. Aujourd’hui, l’observation microscopique est encore l’approche principalement 

utilisé pour distinguer ces protistes (Pawlowski et al., 2016). Avec une augmentation générale 

de l’effort de séquençage des protozoaires, l’utilisation du metabarcoding devrait permettre 

l’accès à la diversité des protistes dans un environnement et d’effectuer son bio-monitoring. 

4. Dangereusement votre : Pathogénie des amibes marines 

Les Amoebozoa sont connues pour être plus abondants près des fermes piscicoles (Crosbie et 

al., 2005). Bien que les protozoaires hétérotrophiques sont une source important de nourriture 
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directement ou indirectement pour tous les poissons et fermes piscicoles à travers le monde, 

une partie de ces organismes sont pathogènes et peuvent avoir un impact important sur la survie 

des organismes marins, en particulier les organismes d’intérêt industriel, allant jusqu’à annihiler 

la viabilité économique des projets industriels. La première maladie des branchies 

amoebozoïque (Amobozoic Gill Disease, AGD) a été reportée dans le sud-est de la Tasmanie 

en 1986 et elle a affecté à la fois la truite arc-en-ciel Oncorhynchus mykiss et le saumon Salmo 

salar (Young et al., 2008). Rapidement, les cas d’AGDs se sont transmis aux autres fermes 

autour du monde et ont affecté une large variété d’espèces de poissons (figure 30) (Johnson-

Mackinnon et al., 2016; Oldham et al., 2016) 

 

Figure 30 : Distribution spécifique et géographique des cas d'AGD autour du monde (modifié à partir de Johnson-
Mackinnon, Oldham et Nowak 2016; Oldham, Rodger et Nowak 2016) 

Par la suite, l’Afrique du sud et l’Espagne ont arrêté la production de saumon issue des fermes 

piscicoles ainsi que celle du Turbot pour l’Afrique du sud (Johnson-Mackinnon et al., 2016). 

En 2015, 6,7 à 60 % de mortalité a été observée sur différentes espèces de poissons issues de 

fermes sur la côte sud-coréenne (Kim et al., 2017). En Tasmanie, les AGDs représentent 14% 

du coût de production totale pour les fermes de saumon. Il s’agit d’une charge économique 

substantielle en termes de main d’œuvre et d’infrastructure (Adams et Nowak, 2001). 

L’Amoebozoa Neoparamoeba perurans a été identifiée comme le principal responsable des 

AGDs chez le saumon (Young et al., 2008). Bermingham et Mulcahy ont suggéré que d’autres 

amibes pouvaient être impliquées dans les AGDs durant les cas épidémiques et ils ont isolé 

d’autres genres qui seraient potentiellement associés à cette maladie comme Platyamoeba, 



Richard Guillonneau 

 

54 
 

Mayorella, Vexillifera, Flabellula and Nolandella (Bermingham et Mulcahy, 2007). Les 

traitements contre les AGDs restent couteux, difficiles à mettre en place et posent des problèmes 

écologiques. Différents traitements à base d’antibiotiques ont été utilisés avec succès comme 

l’oxytetracycline et le chloramphénicol. Aujourd’hui, l’utilisation du chloramphénicol n’est 

plus autorisée lorsqu’il est associé à des produits destinés à l’alimentation (Paperna, 1977; 

Goodwin et al., 2005). De plus, le relargage de grandes quantités d’antibiotiques dans 

l’environnement pose un réel problème écologique. Un autre traitement contre les AGDs qui 

reste le plus utilisé actuellement repose sur un bain d’eau douce avec ou sans ajout de 

Lévamisole, un nématodicide, mais sa mise en place reste difficile, puisque chaque poisson doit 

être traité dans un bain d’eau douce durant plusieurs heures avant de retourner dans sa cage 

(Clark et Nowak, 1999). Durant les AGDs, dans les fermes d’eau de mer contenant des saumons 

atlantiques en Norvège, le ratio de mortalité sans traitement peut aller jusqu’à 82 % (Steinum 

et al., 2008). Les maladies amobozoaires ne touchent pas uniquement l’industrie du poisson 

mais d’autres denrées alimentaires d’origine marine sont infectées par les protistes amiboïdes. 

En 1979, la première description de maladie amobozoaire chez l’huitre est reportée par Chun 

(Chun, 1979). Ce parasite nommé Marteiliodes chungmuensis appartient au  groupe des 

Rhizaria. C’est un des pathogènes majeurs de l’huitre creuse originaire du Pacifique 

Crassostrea gigas, le bivalve le plus cultivé dans le monde (4 millions de tonnes métriques par 

an (FAO, 2000)). Celui-ci infecte le compartiment ovarien, dans lequel il est capable de croître. 

Récemment, de nouveaux protistes amiboïdes appartenant aux Amoebozoa ont été découverts 

dans les huitres issues du Brésil. Ces amibes parasites (ordre : Dactylopodida) infectent les 

ovaires et oocytes de l’huitre de la même façon que M. chungmuensis. Aujourd’hui, l’infection 

à Marteiliodes a également été mise à jours chez la palourde, mais il n’y a pas de symptôme 

pathologique remarquable (Yanin et al., 2013). De même, les infections à Paramoeba sont 

apparues chez des populations d’oursins induisant des mortalités massives (Scheibling et 

Hennigar, 1997). Cependant, il ne faut pas omettre qu’une partie de ces infections pourrait être 

due à l’association de protistes amiboïdes avec des bactéries possédant un caractère pathogène.  

5. Permis de tuer : Prédation 

Aujourd’hui, il est établi que la lyse par les virus et la prédation par les protistes hétérotrophes 

sont les deux processus principaux impliqués dans la consommation de la biomasse 

microbienne, ce qui équivaut approximativement à la production bactérienne (Pernthaler, 

2005). Les nouvelles études sur l’abondance des protistes amiboïdes suggèrent un rôle 

important de ceux-ci dans le contrôle de la population procaryotique dans les écosystèmes 
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marins. Les protistes amiboïdes peuvent être définis comme des tueurs professionnels de 

populations procaryotiques, parce qu’ils survivent et se développent en les consommant (figure 

31).  

 

Figure 31 : Phagocytose d'une bactérie par une amibe 

Aujourd’hui, les impacts généraux des protistes amiboïdes sur la population procaryotique sont 

peu compris. Cependant quelques récentes études ont examiné le broutage général des 

hétérotrophes dans différents écosystèmes. En mer Méditerranée, la consommation des 

bactéries par le microzooplancton, dans les couches mésopélagiques et bathypélagiques, est le 

modèle majeur de transfert de carbone organique, directement ou indirectement au travers du 

nanoplancton (Zoccarato et al., 2016). Dans les mêmes profondeurs, en Antartique et 

Atlantique, le broutage par les protistes soustrait entre 3,79 %.ml-1.j-1 et 31,14 %.ml-1.j-1 du 

stock de procaryotes (Rocke et al., 2015). En mer Méditerranée, un environnement 

oligotrophique, le broutage par les protistes phagotrophiques élimine 31,3 %.j-1 du stock de 

procaryotes à 40 m dans la zone euphotique tandis qu’en zone bathypélagique, le broutage 

détruit entre 0,49 et 9,77 %.j-1 et à 3540 m, où une chémocline existe, la consommation par les 

protistes fait diminuer de 19,9 %.j-1 l’abondance procaryotique (Pachiadaki et al., 2014). Pour 

finir, dans les zones estuariennes, le broutage par le microzooplancton induit la consomation de 

70 % de la production procaryotique et 83 % de la production phytoplanctonique (Ortell et 

Ortmann, 2014).  

Ces études dans différentes mers, océans et profondeurs suggèrent un impact significatif du 

broutage par les protistes hétérotrophiques sur la population procaryotique. Avec l’inévitable 

réchauffement climatique, une prédiction a mis en évidence qu’un réchauffement de 1°C de 

l’océan aurait pour résultat à l’échelle globale une augmentation de la biomasse du procario-

plancton jusqu’à 29 % (Morán et al., 2017). De plus, il a été établi qu’une augmentation de 

température induirait une diminution de la lyse virale, qui est connue pour être dominante en 

période hivernale, et une augmentation du broutage par les protozoaires, aujourd’hui dominant 
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en période estivale (Sarmento et al., 2010; Tsai et al., 2015). Cette augmentation serait 

directement corrélé avec l’augmentation de la population procaryotique et pourrait être dû à 

l’augmentation du taux de rencontre entre brouteurs et proies (Sarmento et al., 2010; Tsai et 

al., 2015). Par conséquent, le rôle des protistes hétérotrophes dans le contrôle de la population 

procaryotique va augmenter avec le temps et le réchauffement climatique. Aujourd’hui, il n’y 

a aucune étude qui différencie l’impact de chaque population et spécialement des protistes 

amiboïdes dans la prédation globale des communautés microbiennes, mais il peut être supposé, 

du fait de leur importante abondance dans le milieu marin, que le rôle des Rhizaria et 

Amoebozoa dans ce phénomène est large. Quelques auteurs ont tout de même analysés le 

broutage de certaines souches ou espèces contre les bactéries en condition planctonique ou de 

biofilm. Ainsi, Minorisa minuta, un flagellé hétérotrophe appartenant aux Rhizaria, qui a une 

distribution planctonique mondiale, peut représenter jusqu’à 5 % de la communauté des 

protistes hétérotrophes dans les eaux côtières, et son taux de broutage s’élève à 

7 bacteries.flagellé-1.h-1 sur les bactéries planctoniques naturelles (del Campo et al., 2013). 

Dans les écosystèmes biofilms de mangrove, les flagellés hétérotrophes et amibes sont les deux 

groupes les plus importants de protozoaires avec respectivement 2,7.10-3 g-1 de biofilm sec et 

7,7.10-3 g-1 tandis que les bactéries représentent 6,9.10-9 g-1 de poids sec. Il est évalué que les 

amibes sont capables d’éliminer 0,3 % du stock de bactéries par jour et les flagellés 

hétérotrophes, 2,5 % (Maybruck et Rogerson, 2004). Dans un autre type de biofilm marin, les 

agrégats de neige marine, le taux d’ingestion par les flagellés est évalué à 15 flagellé-1h-1 

(Kiørboe et al., 2003). La formation des biofilms bactériens est connue comme un mécanisme 

de protection contre le broutage par les protistes amiboïdes (Matz et Kjelleberg, 2005) mais les 

résultats ou les opinions sur ce sujet nécessiterait une clarification par des investigations plus 

poussées. En effet dans la plupart des études ou le biofilm offre une meilleure résistance contre 

le broutage, la formation de biofilm est corrélée avec la sécrétion de molécules antiprotozoaire 

liées ou non au quorum sensing (Matz, Webb, et al., 2008; Chavez-Dozal et al., 2013). Dans 

les milieux d’eaux douces ou marins, A. castellanii appartenant aux Amoebozoa a clairement 

la capacité de brouter des biofilms mixtes, normalement connus comme étant plus résistants 

aux conditions environnementales drastiques (Huws et al., 2005).  Cependant, les protistes 

amiboïdes comme d’autres protistes ont des préférences en termes de nourriture. Une partie de 

ces microorganismes est plus habiles pour brouter sur des surfaces tandis qu’une autre partie 

est plus adaptée pour l’ingurgitation de bactéries en suspension. Les biofilms restent 

naturellement une source importante de nourriture pour une partie des amibes.  Il est probable 

comme le suggère Cram et collaborateurs (Cram et al., 2016) que certaines bactéries des 



Introduction bibliographique      

 

57 
 

biofilms qui étaient confrontées naturellement au broutage, aient développé des mécanismes 

d’échappement à la prédation. Ces mécanismes restent peu étudiés dans le contexte marin. En 

réalité, seuls les mécanismes d’échappement des pathogènes pour l’homme sont aujourd’hui 

bien étudiés. 

6. Meurt un autre jour : Echappement à la prédation et sélection de pathogènes 

La prédation par les protozoaires a un effet significatif dans le contrôle de la population 

bactérienne en environnement marin. Cependant, toutes les bactéries ne sont pas une bonne 

source de nourriture. Par exemple, les protistes amiboïdes peuvent agir comme un cheval de 

Troie pour les bactéries et pour la sélection de pathogènes dans l’environnement (Barker et 

Brown, 1994). Les protistes amiboïdes peuvent également établir des relations à plus longs 

termes comme les symbioses, où chacun des partenaires est favorisé (Barker et Brown, 1994). 

Différentes bactéries sont capables de résister à l’invagination ou à la digestion. Matz et 

Kjelleberg ont divisé ces mécanismes d’échappement selon s’ils s’effectuent avant ou après 

l’ingestion par les protozoaires (figure 32) (Matz et Kjelleberg, 2005). 

 

Figure 32 : Différentes voies potentielles empruntées par les bactéries contre la prédation par les protozoaires observés 
en environnement marin  

Beaucoup d’entre elles sont décrites dans les environnements marins même si les mécanismes 

ne sont pas encore clairement identifiés. Parmi les mécanismes précédant l’ingestion, la 

filamentation a été décrite comme pouvant représenter un avantage de survie pour les bactéries 

contre les prédateurs protistes dans beaucoup d’environnements (Justice et al., 2008). Certains 

auteurs ont indiqué que les bactéries filamenteuses seraient rares en environnement marin 

(Pernthaler, 2005). Cependant, dans les communautés oligotrophiques naturelles de biofilms 
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méditerranéens, le ratio de bactéries filamenteuses est important en particulier durant les 

contaminations métalliques (Coclet, com. Pers.). Dans les fermes polynésiennes de crevettes, 

le broutage induit la formation de filaments chez Ancalomicrobium et leur développement 

(Bianchi, 1989). L’hypothèse serait que l’échappement à la phagocytose s’effectuerait grâce à 

la capacité à filamenter des bactéries entrainant une exclusion de taille. Un autre mécanisme 

d’adaptation précédant l’ingestion est la formation de microcolonies (Matz et Kjelleberg, 2005). 

Dans ces micocolonies, tout comme dans le biofilm, la communication bactérienne via 

« quorum sensing » peut s’effectuer le plus efficacement possible du fait de la concentration 

augmentée des molécules signal. De ce fait, les mécanismes de défense tels que le relargage 

coordonné de toxine peut permettre l’échappement à la prédation. La violacéine décrite comme 

un pigment violet produit par de nombreuses bactéries marines qui est souvent décrit comme 

étant sous le contrôle du Quorum sensing peut permettre aux bactéries de se défendre contre 

leurs principaux prédateurs. Cette toxine induit notamment un programme de mort cellulaire 

chez différents protozoaires dont A. castellanii (Matz, Webb, et al., 2008). Les bactéries 

peuvent également utiliser la production de toxines après invagination. Par conséquent, en plus 

des mécanismes pré-ingestion, certaines bactéries ont développé des mécanismes 

intracellulaires pour échapper à la digestion et l’élimination au sein de leurs hôtes.  

Suite à l’invagination de la bactérie dans l’amibe, les bactéries sont en général localisées dans 

un phagosome, qui fusionne ensuite avec des lysosomes. L’acidification du phago-lysosome 

est suivie par la digestion de son contenu. Ces étapes peuvent commencer très rapidement après 

l’entrée de la bactérie au sein des phagocytes professionnels que représentent ces protozoaires 

amibiens (Cosson et Soldati, 2008). Certaines bactéries capables d’échapper à la digestion 

peuvent utiliser deux types de stratégies une fois qu’elles sont à l’intérieur : stopper le processus 

de digestion en inhibant la fusion avec les lysosomes, ou trouver une niche protectrice à 

l’intérieur de la cellule. Durant les infections entre Vibrio cholerae et A. castellanii, en eau de 

mer artificiel, le pathogène entre dans le trophozoite par phagocytose et une grande partie de la 

population est digérée. Cependant tandis qu’une petite partie va résister au mécanisme de 

digestion et va ressortir intact par un mécanisme d’éxocytose, une autre partie va résister au 

mécanisme de digestion et entré dans les vacuoles contractiles (CVs) (figure 33) (Van der Henst 

et al., 2016). Par conséquent, V. cholerae utilise deux mécanismes pour échapper à la predation.  
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Figure 33 : Schéma résumant l'interaction entre V. cholerae et A. castellanii. Lors de la phagocytose des cellules libres 
de V. cholerae (1)  par les trophozoïtes amibiens, les bactéries sont contenues dans des vacuoles endosomales (2). La 
fusion des vacuoles endosomiales conduit à la génération de grandes vacuoles (3). A. castellanii relargue fréquemment 
la teneur en petites et grandes vacuoles, libérant ainsi des bactéries vivantes dans l'environnement (4). Parfois, les 
vacuoles endosomiales peuvent aussi fusioner avec les vacuoles contractiles (CVs) (5), ce qui permet aux bactéries 
d'établir une niche de réplication. Lorsque les amibes contenant de tels CVs colonisés subissent un enkystement, les 
vacuoles digestives sont vidées mais V. cholerae reste dans la CV du kyste (6). V. cholerae prolifère dans cet 
environnement protecteur, conduisant finalement à une lyse de la CV dans le cytosol du kyste (7). Enfin, un 
affaiblissement de la paroi cellulaire du kyste se produit (8), conduisant à la libération de V. cholerae proliférante dans 
l’environnement (selon Van der Henst et al., 2016). 

Après l’entrée des bactéries, certaines d’entre elles sont capables de résister au processus 

d’acidification et d’être relarguées dans l’environnement marin. Il existe plusieurs voies de 

relargages des bactéries dans l’environnement. Ces vacuoles contenant les bactéries peuvent 

devenir des pelotes (ou vésicules) fécales, qui peuvent être sécrétées. Ces mécanismes sont 

décrits dans de nombreux environnements (Denoncourt et al., 2014). Les vésicules peuvent 

avoir différentes formes en ayant par exemple  une ou plusieurs membranes qui leur octroie une 

meilleure résistance aux conditions drastiques qu’elles peuvent rencontrer dans 

l’environnement (Berk et al., 2008; Denoncourt et al., 2014). De plus un trophozoïte peut 

générer de multiples vésicules et donc participer à la propagation des bactéries (notamment 

celles qui sont capables de réplication intra-vésiculaire) dans l’environnement. Dans le cas de 

V. cholerae ayant envahi les CVs, celui-ci établi une niche de réplication que l’amibe va 

maintenir tout au long de son processus d’enkystement. Une fois A. castellanii sous forme de 

kyste, V. cholerae va s’échapper dans le cytosol du kyste. La CV et le cytosol du kyste offre 

une niche protectrice pour la croissance du pathogène jusqu’à la lyse du kyste et le ralargage 

des V. cholerae dans l’environnement (Van der Henst et al., 2016). 
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Dans le cas des kystes, une nouvelle paroi se forme à partir du trophozoïte contenant la bactérie 

qui a préalablement commencé à se répliquer. Les parois des kystes ainsi que des pelotes fécales 

sont extrêmement résistantes aux conditions difficiles de l’environnent (dessiccation….) et à la 

désinfection (biocides, antibiotiques…), protégeant d’autant plus les bactéries (Berk et al., 

2008; Denoncourt et al., 2014; Van der Henst et al., 2016).   

Les compartiments intracellulaires pouvant représentés une  protection vis-à-vis de la digestion 

pour les bactéries varient. Il a par exemple été décrit une croissance des bactéries à l’intérieur 

du compartiment nucléaire de différents organismes (Schulz et Horn, 2015). Ces mécanismes 

d’échappement peuvent représenter un  cheval de Troie pour des bactéries pathogènes pour 

l’homme ou d’autres organismes de l’environnement. La souche Vibrio tsamaniensis LGP32, 

impliquée dans des évènements mortels massifs chez l’huitre creuse Crasostreas gigas, résiste 

à la phagocytose de l’amibe et induit des altérations cellulaires qui sont conservées entre les 

protistes amiboïdes et les hémocytes d’huitre (Poirier et al., Unpublished). Similairement, 

durant les AGD, une co-occurrence de N. pemaquidensis avec certaines souches bactériennes a 

permis de soutenir l’hypothèse que les bactéries pourraient être des pathogènes opportunistes 

potentiels associés à ces maladies (Bowman et Nowak, 2004). Par conséquent, similairement 

au modèle bien décrit d’interaction entre amibes et Legionella pneumophila, qui s’est élargi 

depuis quelques années à différentes bactéries (Rowbotham, 1980; Molmeret et al., 2005), 

l’environnement est donc le lieu de stratégies bactériennes d’échappement et donc de risques 

sanitaires et écologiques. 

7. L’espion qui m’aimait : Interactions symbiotiques 

Les mécanismes d’échappement à la digestion peuvent également aboutir à des relations à plus 

long terme, dites symbiotiques. Le terme symbiose a été défini par de Bary en 1879 comme la 

capacité de deux organismes à vivre ensemble (de Bary, 1879). Aujourd’hui la définition 

admise par la majorité des biologistes est une association entre différentes espèces à partir 

duquel l’ensemble des participants en retire un bénéfice. Il s’agit donc d’une relation mutualiste 

persistante (Douglas, 2010). Quelques-uns de ces organismes ingérés acquièrent la capacité de 

vivre et de se reproduire intracellulairement. Schulz et collaborateurs  ont reporté deux 

nouvelles amibes nues sténohalines issues d’échantillons marins (une Vanenellidae et une 

appartenant à un nouveau taxon non identifié au sein des Amoebozoa) (Schulz et al., 2015). 

Elles possèdent deux symbiontes avec différentes niches intracellulaires. Le symbionte affilié 

au genre Nucleophilum est localisé près du compartiment nucléaire dans l’espace 

périplasmique. Les bactéries capables d’envahir le compartiment nucléaire peuvent bénéficier 
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d’un environnement riche en nutriments, d’une protection contre la digestion ainsi que contre 

les mécanismes de défense cytoplasmique de l’hôte et d’un chemin direct de transmission 

horizontale des gènes entre bactéries et protistes amiboïdes durant la réplication de l’hôte 

(Schulz et Horn, 2015). L’autre symbionte Occultobacter peut se répliquer à l’intérieur de 

vacuoles dérivées de l’hôte ou occasionnellement être trouvé comme cellule solitaire à 

l’intérieur du cytoplasme (Schulz et al., 2015). 

Boite 1 : Les bactéries intranucléolaires  

En 1944, Harold Kirby a été le premier à décrire des microorganismes vivants au sein des 

noyaux du protozoaire zooflagellé Trichonympha qui vivait lui-même en temps que symbionte 

dans le tube digestif des termites (Kirby, 1944). Récement, ces symbiontes ont été identifiés en 

tant que nouveaux genres et espèces nommés Candidatus Nucleococcus trichonymphae et 

Candidatus Nucleococcus kirbyi (Sato et al., 2014). Des parasites intranucléaires ont également 

été identifiés chez des moules issues d’environnements profonds (Zielinski et al., 2009) et 

quelques bactéries pathogènes comme Burkholderia pseudomallei (Vadivelu et al., 2017) ou 

des bacteries intracellulaires obligatoires appartenants au genre Rickettesia (Burgdorfer et al., 

1968; Burgdorfer et Brinton, 1970; Urakami et al., 1982) ont été décrites dans le nucléoplasme 

de cellules murines ou humaines. 

De même, des bactéries appartenant au phylum des Proteobacteria ont été isolées durant des 

recherches sur les micro-organismes en milieu naturel résistants aux amibes. Ainsi deux 

souches nommées Candidatus Berkiella aquae et Candidatus Berkiella cookevillensis ont été 

isolées à partir d’amibes issues de biofilm. Ces deux souches infectent Acanthamoeba 

polyphaga et sont localisées dans le noyau (Mehari et al., 2016). Aujourd’hui, très peu d’études 

ont été réalisées suite à la dificulté de récupérer ces bactéries bien souvent non cultivables. 

Cependant, quelques études d’infections ont permit de mettre en évidence la réinfection des 

compartiments nucléaires par ces bactéries chez Hartmanella sp. et A. castellanii (Schulz et al., 

2014) ou chez quelques Paramecium (Bella et al., 2016).  

Les bacteries de types Holospora sp. sont également capable d’infecter les noyaux de 

protozoaires appartenant aux Paramecium sp. de façon spécifique. Les paramécies ont la 

particularité de posséder deux noyaux ayant des caractéristiques différentes (le macronucléus 

et le micronucléus).  Tandis que certaines souches ont infecté spéciquement le micronucleus de 

ces organismes, d’autres ont infecté le macronucleus (Rautian et Wackerow-Kouzova, 2013). 

Ces interactions symbiotiques entre les paramécies et ces bactéries semblent potentiellement 
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influencées par la souche de l’hôte ainsi que celle de la bactérie mais également par la phase de 

croissance de l’hôte (Bella et al., 2016). De plus, il a été mis en évidence que la plupart des 

souches d’Holospora sp. présentent un génome réduit qui les empèche de se répliquer en dehors 

de l’hôte (Fujishima et Kodama, 2012), ce qui pourrait indiquer une longue co-évolution qui a 

induit la perte de gènes par les Holospora sp.  

Les études portant sur les mécanismes d’infection du compartiment nucléaire sont très rares. 

Dans le cas de B. pseudomallei, des bactéries majoritairement cytoplasmiques, quelques 

cellules dormantes sont trouvées dans les noyaux de cellules epitheliales humaines et murines. 

Après échappement à la digestion et multiplication à l’intérieur du cytoplasme, B. pseudomallei 

induit la formation d’une queue de comette d’actine qui permettrait l’entrée dans le 

compartiment nucléaire (Vadivelu et al., 2017). Avec Candidatus Nucleicultix amoebiphila 

retrouvé chez Hartmannella sp., les bactéries gagneraient le cytoplasme à partir d’endosomes 

ayant fusionné avec des lysosomes, afin de gagner le noyau au sein duquel ces bactéries sont 

capables de se multiplier (figure 34) (Schulz et al., 2014).   

 

Figure 34 : Modes de transmission de Candidatus Nucleicultrix amoebiphila. Les événements clés pendant la 
transmission de Nucleicultrix dans Hartmannella sp. sont visualisés par FISH dans le panneau de gauche. Les bactéries 
et les amibes ont été marquées avec des sondes CBR125 (orange) et EUK516 (gris), respectivement. Un trophozoïte de 
Hartmannella est montré (i) dans lequel la distribution de Nucleicultrix entre les deux cellules filles peut être observée. 
Notez la cellule bactérienne unique (flèches) dans le noyau d'amibe en cours de ségrégation. La lyse des cellules hôtes 
(ii) survient rarement chez Hartmannella sp . ; barre,  10 mm. Le modèle du cycle de vie et de transmission de 
Nucleicultrix chez les amibes est shématisé dans le panneau de droite (Schulz et al., 2014).   

La localisation intranucléaire pourrait représenter la meilleure niche de protection pour 

l’établissement d’une symbiose ou d’un parasitisme au sein d’un cellule hôte, les bactéries étant 

protégées des processus cytoplasmiques tel que la digestion (Schulz et Horn, 2015). De plus, 
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les bactéries pourraient exploiter les ressources du noyaux et les différents processus qui s’y 

établissent, pour leur survie (Bierne et Cossart, 2012). 

Les amibes possédant un squelette sont connu pour abriter des symbiontes d’algues vertes, qui 

fournissent des sous-produits de photosynthèse pour la nourriture et l’énergie de l’hôte et 

changent donc le modèle trophique de leur hôte en le faisant devenir mixotrophe (Grube et al., 

2016). Parmi les foraminifères, les symbiontes algales les plus connus sont les dinoflagellés 

(Anderson et Be, 1976; Gast et Caron, 2001). Similairement aux foraminifères, les symbiontes 

des radiolaires incluent des dinoflagellés mais également des cellules brunes pigmentées, 

probablement des prymnesiida et prasinomonades. Ces symbiontes algaux sont distribués 

périphériquement dans le réseau de pseudopodes ou d’axopodes cytoplasmiques durant la 

journée et plus proches des capsules centrales quand la nuit approche (Anderson, 2014). 

Récemment, des cyanobactéries appartenant aux Synechococcus ont été identifiées comme 

endosymbiontes des foraminifères planctoniques (Bird et al., 2017), tandis que d’autres avaient 

auparavant été identifiées chez les foraminifères benthiques (Yuasa et al., 2012). Par 

l’utilisation des technologies de séquençage au sein des Rhizaria sur l’expression de gènes 

spécifiques impliqués dans les processus symbiotiques, les domaines de la lectine de type c ont 

été trouvés dans des espèces connues comme ayant des symbiontes photosynthétiques et non 

dans celles n’en possédant pas (Balzano et al., 2015). Le développement de ces techniques et 

les connaissances des gènes impliqués dans les processus symbiotiques pourraient permettre de 

sonder à grande échelle la distribution des symbiontes au sein des Rhizaria et des Amoebozoa 

dans les environnements terrestres et marins. Les études sur les relations entre organismes 

endosymbiontiques et protistes amiboïdes pourraient aider à une meilleure compréhension de 

l’évolution et du transfert de gènes au sein des différents organismes. 

8. Opération biofilm : Protistes amiboïdes versus biofilm 

Le mode de vie en biofilm est considéré comme étant un mécanisme adaptatif de défense contre 

les prédateurs, en particulier contre les brouteurs (Matz et Kjelleberg, 2005). La défense est 

même considérée comme étant une des quatres forces qui induit la formation de biofilm (figure 

35). Il est connu pour offrir une résistance à la phagocytose et les phagocytes qui s’y attaquent 

font en général plus de mal aux tissus environnants qu’au biofilm lui-même (Jefferson, 2004). 
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Figure 35 : Interpretation artistique du Dr Sean D. Taverna des quatres froces induisant la formation de biofilm, selon 
(Jefferson, 2004) 

La consomation des bacteries en biofilm par des brouteurs a été  tout de même évaluée dans 

différentes études. Ainsi, sur six espèces d’amibes marines nues benthiques appartenant au 

Gymamoebae, il a été évalué que celles-ci pouvaient ingérer entre 0,2 et 194,7 bactérie.h-1 

correspondant à une biomasse comprise entre 0,16 et 155,8 µm3 sur des biofilms de 

Planococcus citreus (Butler et Rogerson, 1997). Ces taux de consomation ont été évalués à 4 

températures (5°C, 10°C, 15°C et 20°C) et les données mettent en évidence une augmentation 

du taux de consomation des bactéries par micromètre cube d’amibe avec la température (de 

0,042 bacterie.h-1.µm-3 à 5°C à 0,131 bacterie.h-1.µm-3 à 20°C). Cela serait dû au fait que les 

cellules sont plus larges à faibles températures (Butler et Rogerson, 1997). De même, des 

résultats similaires ont été obtenus avec des amibes marines bentiques peu communes isolées 

en Mer de Clyde (Royaume Uni), sur des biofilms de P. citreus¸ montrant que les amibes les 

plus petites en terme de volume (57,3 µm3) consomment 10 bacterie.h-1 tandis que les plus 

volumineuses (61021µm3) consomment 1465 bacterie.h-1 (Rogerson et al., 1996). Ainsi les 

auteurs en déduisent que bien qu'il soit peu probable que la population d'amibes réticulées joue 

un rôle majeur dans l'élimination des bactéries des sédiments marins, les taux de consommation 

observés suggèrent que les protozoaires amiboïdes, en général, peuvent être des brouteurs 

importants dans cet habitat. 

Lors de la consomation de biofilm de Vibrio natriegens, l’amibe nue Vanella septentrionalis 

séparent ses temps de broutage du biofilm de sa multiplication propre. Ainsi, celle-ci qui est 
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capable de consomer 60% des bactéries disponibles entre le 5éme et le 15éme jours d’incubation, 

consomme des bactéries tant qu’elles seront disponibles ou tant qu’il n’est plus possible d’en 

ingurgiter davantage, avant d’entrer en division. Par conséquent, elle croît relativement 

rapidement en biomasse ou biovolume mais peu en terme quantitatif dans une culture avec un 

approvisionement limité en nourriture (Zubkov et Sleigh, 1999). De plus, le mécanisme de 

broutage par Vanella sur les bactéries adhérées est admirablement adapté à cet effet. L’amibe 

s'accroche à la surface, avance lentement et utilise ses lobopodes d'abord pour détacher les 

bactéries attachées à la surface, puis elle passe dessous à l’aide de sa cape hyaline (figure 36) 

(excroissance très fine de la cellule), et enfin elle ingére sa proie dans la partie postérieure 

granulée de la cellule (Zubkov et Sleigh, 1999). Ainsi, certains protistes amiboïdes sont plus 

efficaces dans le broutage sur cellules adhérées tandis que d’autres le seront plus sur les cellules 

planctoniques. 

 

Figure 36 : Exemple d'organisation cellulaire de deux amibes nues différentes 

Certains protistes amiboïdes commes les foraminifères bentiques sont également capables de 

récolter les bactéries sur des surfaces importantes. Ainsi, Allogromia sp. et Allogromia 

laticollaris, deux espèces de foraminifère sont capables de supprimer respectivement 50 %  et 

80% de la surface d’un biofilm mixte issu d’isolat naturel tandis que les foraminifères calcaires 

et agglutinés n’ont pas présenté de comportement de prédation envers ces biofilms (Bernhard 

et Browser, 1992). De plus, ces foraminifères ont utilisé une stratégie de prédation similaire 

aux Vanella. A l’aide de leurs reticulopodes, ils peuvent exercer une tension sur le biofilm afin 

d’en décrocher des morceaux à partir du substrat, ensuite les parcelles de biofilms sont 

transportées extracellulairement le long de ces pseudopodes jusqu’à la region apertural ou ils 

s’accumulent et sont ensuite potentiellement phagocytés (Bernhard et Browser, 1992). 

Dans le milieu marin, quelques autres données sont disponibles sur la prédation des flagellés et 

amibes envers certains types de biofilm particulier. Ainsi, le taux d’ingestion est évalué à 15 

flagellé-1.h-1 dans les agrégats de neige marine (Kiørboe et al., 2003).  Dans les écosystèmes 



Richard Guillonneau 

 

66 
 

« biofilm» de type mangrove, les flagellés hétérotrophes et les amibes sont les deux groupes les 

plus présents et il a été évalué que les amibes peuvent retirer 0,3% du stock de bactéries par 

jours et les flagellés hétérotrophes 2,5% (Maybruck et Rogerson, 2004). 

Parallèlement au broutage, l’association étroite des protistes amiboïdes et des bactéries en 

biofilm ainsi que leur longue histoire co-évolutive a donné lieu à une série de mécanisme 

d’adaptation bactérienne assurant la survie et la coexistence au sein des biofilms (Matz et 

Kjelleberg, 2005). Par exemple, certaines bactéries marines sont capables de produire des 

composés antiprotozoaires comme la violacéine, qui est principalement produite en mode de 

vie « biofilm » par l’intermédiaire du quorum sensing. Cette toxine présente une action 

antiprotozoaire à large spectre contre des flagellés, des ciliés mais également contre des amibes 

comme Acanthamoeba castellanii et A. poliphaga (Matz, Webb, et al., 2008). De même, 

certaines souches de Vibrio fischeri isolées dans l’environnement marin, contrairement à celles 

isolées dans leurs hôtes symbiotiques (deux genres de calamar : Eupryma et Sepiola) présentent 

une activité antiprotozoaire contre des flagellés et des ciliés. Cette activité semble plus 

importante sur les biofilms plus tardifs. Celle-ci qui pourrait provenir de la synthèse de 

composés lytiques potentiellement par l’intermediaire du quorum sensing, pourrait induire 

l’inactivation du prédateur (Chavez-Dozal et al., 2013). Les souches de Vibrio cholerae qui 

forment un biofilm sur une surface de chitine et utilisent cette dernière comme seule source de 

carbone, sont capables de produire des facteurs antiprotozoaires contre des flagellés. Ces 

facteurs sont plus efficaces et semblent être produit en plus grande quantité chez les V. cholerae 

ayant un système de quorum sensing fonctionelle (Matz et al., 2005; Sun et al., 2015).  

Dans les milieux d’eau douce, les biofilms de Serratia marcescens tardifs différenciés 

présentent un système distinct de résistance contre le broutage par A. polyphaga qui reste sous 

le contrôle du quorum sensing. Ce biofilm tardif forme des structures filamenteuses ou chaines 

de cellules, qui sont dépendantes de la présence d’un système de quorum sensing fonctionnel. 

Quand A. polyphaga est introduit à l’intérieur de ces biofilms, celle-ci ne colonise que peu le 

biofilm de S. marcescens contrairement aux mutants du quorum sensing qui ne sont pas 

capables de former ces structures (Queck et al., 2006). Les auteurs emmetent l’hypothèse que 

la différence de broutage serait soit due à une diminution d’accés aux substrats pour les amibes 

du fait de la présence de ces structures, soit à une exclusion de taille de ces bactéries par les 

amibes. Aujourd’hui, il n’y a pas de données sur les biofilms multi-spécifiques contre le 

broutage, mais de même que pour la resistance aux agents antimicrobiens, il peut être supposé 
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qu’un consortium de souches soit capable de partager leurs résistances vis-vis des amibes avec 

d’autres au sein d’un biofilm multi-spécifique. 
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III- Objectifs du travail de thèse  

La première étape de ce travail de thèse a été de choisir un panel de souches à étudier. Ce panel 

a été choisi au sein de la collection de Toulon. Il s’agit de souches isolées sur différentes 

surfaces dans la rade de Toulon et caractérisées selon leurs capacités d’adhésion et de formation 

de biofilm (Camps et al., 2011; Brian-Jaisson et al., 2014). Parmi les souches isolées, certaines 

appartiennent au groupe des γ-Proteobacteria, tels que Shewanella et Pseudoalteromonas, 

groupes décrits comme correspondant aux colonisateurs primaires de biofilms en environnemnt 

marin, d’autres font partie des souches moins souvent décrites dans ces écosystemes telles que 

Polaribater sp. et Persicivirga mediterranea (Dang et Lovell, 2000, 2002; Webster et al., 2004; 

Jones et al., 2007; Lee et al., 2008; Huggett et al., 2009; Chung et al., 2010). Durant ce travail 

nous avons donc choisi de travailler avec des souches représentant à la fois les taxons 

fréquemment retrouvés dans les biofilms ainsi que celles plus éxotiques présentant des 

phénotypes particuliers et differents des Pseudoalteromonas ou Shewanella (Brian-Jaisson et 

al., 2014) (tableau 6).  

Tableau 6 : Presentation des souches bacteriennes utilisées dans cette étude et caractéristiques de celles-ci ; adapté de 
(Brian-Jaisson et al., 2014) 

 

Sur la base de ces différences phénotypiques qui ont été confirmées par la suite (El-Kirat-Chatel 

et al., 2017; Favre et al., 2017), nous avons donc entrepris de mettre au point des biofilms multi-

spécifiques voire multi-organismes en nous demandant si certaines de ces souches pourraient 

tirer avantage par rapport aux autres des interactions en biofilm mixte ou si elles arriveraient 

chacune à trouver le moyen de coexister au sein du biofilm. 

 

 

Souche désignation putative Classe Gram
Formation 
de biofilm 

(BFRT)

Swimming Swarming Twitching Polaire Apolaire

TC4 Persicivirga mediterranea Flavobacteria negatif + 24h

TC5 Polaribacter sp. Flavobacteria negatif + +

TC8 Pseudoalteromonas lipolytica γ -Proteobacteria negatif + + + 24h

TC9 Shewanella sp. γ -Proteobacteria negatif + + 24h

TC10 Shewanella sp. γ -Proteobacteria negatif + + + 48h

TC11 Shewanella sp. γ -Proteobacteria negatif + + + + 24h

TC14 Pseudoalteromonas ulvae γ -Proteobacteria negatif + + + 24h

Motilité
Adhésion au solvant         

   < 40%
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1. Etude de la formation de biofilms multi-spécifiques 

La première étape a été de caractériser plus précisement les différents modèles de formation de 

biofilm de ces souches afin de choisir quatre souches qui serviraient à établir un biofilm multi-

spécifique. Ces caractérisations ont été réalisées en grande partie par l’utilisation de la 

microscopie à balayage laser confocal (CLSM). Il s’agit d’un appareil qui est arrivé au 

laboratoire MAPIEM au cours de ma thèse. J’ai donc été le premier à me familiariser avec cet 

appareil et donc à le maitriser. Puis, afin de me familiariser avec la technique des Flowcell et 

de la mettre en place au laboratoire, je suis partie au LBCM à Lorient, ce qui m’a également 

permis de paufiner mon apprentissage du CLSM notamment en terme de détermination des 

visualisations 3D et du calcul des biovolumes, me permettant ainsi d’étudier la formation de 

biofilm en condition dynamique. Afin de réaliser les modèles de biofilm multi-spécifique, les 

différentes souches bactériennes ont dû être marquées avec différents fluorochromes. Un grand 

nombre de protocoles de transformation et de conjugaison ont été testés sur le panel de souche 

choisi avec une post-doctorante Aurore Puymège afin de leur ajouter un gène exprimant une 

protéine fluorescente. Seule une souche a pu être transformée par le plasmide pX5-GFP. Il a 

donc été choisi d’utiliser l’immunomarquage afin d’obtenir des anticorps spécifiques des autres 

souches bactériennes dans l’objectif de réaliser les multimarquages de biofilm mixte.  

L’objectif était de comprendre à la fois comment ces biofilms se forment, les modèles de 

biofilms multi-spécifiques étant peu nombreux dans la litérature d’autant plus dans un contexte 

marin. La compréhension des interactions microbiennes et la constitution d’un micro-habitat 

plus complexe et plus representatif de l’environnement naturel était un objectif très passionnant 

en soi mais ces modeles multi-espèces pourraient également être utilisés par la suite pour 

évaluer l’efficacité des nouveaux revêtements et/ou molécules anti-biofilms ou anti-foulings 

conçus par les chimistes polyméristes et organiciens du laboratoire, préalablement aux tests in 

situ. 

2. Etudes des intéractions amibes / bactéries 

Les protozoaires tels que les amibes sont des membres importants des communautés 

microbiennes dans tous les environnements terrestres, d’eaux douces et marins. La prédation 

par les protozoaires est considérée comme une des causes principales de mortalité bactérienne 

dans l’environnement (Sherr et Sherr, 2002). De plus, l’étroite association des bactéries et des 

protozoaires dans les biofilms et leur longue histoire co-évolutive a donné lieu à des adaptations 
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assurant la survie bactérienne et leur coéxistence au sein de ces environnements (Matz, Moreno, 

et al., 2008). 

L’objectif de cette partie a été d’évaluer si les amibes digéreraient la plupart des bactéries 

marines isolées de la rade de Toulon ou si amibes et bactéries pouvaient interagir de manière 

différente. Pour ce faire, après avoir essayé de trouver des amibes axéniques issues de 

l’environnement marin ou tenté de cultiver et d’axeniser des amibes pour lesquelle un tapis 

bactérien était nécessaire à leur croissance, nous avons fait le choix de prendre un modèle 

ubiquitaire connu, étudié avec un large panel de bactéries de l’environnement, dont 

l’environnement marin (Matz, Webb, et al., 2008; Van der Henst et al., 2016) et dont le génome 

est séquencé. Il s’agit d’Acanthamoeba castellanii, une amibe qui a été isolée de différentes 

sources incluant le sol, les eaux douces et les échantillons marins (Sawyer, 1980; Page, 1983; 

Fernandez et al., 1989; Rogerson et Laybourn-Parry, 1992). Après avoir commencé la culture 

de ces organismes au sein du laboratoire, différents milieux ont été testés afin de trouver le 

milieu le plus apte pour réaliser les intéractions entre les souches bactériennes marines et 

l’amibe dans des conditions les plus proches possibles du milieu marin. Ensuite, l’intéraction 

entre chaque souche et cette amibe a été principalement étudiée par CLSM ainsi que par 

microscopie éléctronique à transmission (MET).   

3. Etudes des intéractions entre amibes et un biofilm préformé 

La dernière étape de ce travail de thèse a été de caractériser les intéractions entre l’amibe modèle 

choisie et les différents modèles de biofilm réalisés et caractérisés préalablement. L’objectif 

était dans un premier temps de compléxifier nos modèles de biofilm en passant de biofilms 

multi-spécifiques à multi-organismes, mais également d’essayer de comprendre le rôle des 

amibes dans les écosystèmes de type biofilm. Il s’agissait aussi de déterminer si les bactéries 

ayant préalablement formé un biofilm, adoptaient un comportement en lien avec celui observé 

lors des interactions amibe-bacteries marines.  
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Chapitre II :  
Etude de la formation de biofilms multi-
spécifiques par différentes bactéries 
marines 
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La première étape de ce travail de thèse a été de choisir parmi la collection de Toulon un panel 

de souches présentant des caractéristiques différentes. Les bactéries issues de la collection de 

Toulon ont été isolées à partir de biofilms immergés en mer Méditerranée. Elles ont été 

caractérisées en fonction de leurs capacités à se mouvoir ainsi que sur leurs habilités à adhérer 

et à former du biofilm (Brian-Jaisson et al., 2014 ; Camps et al., 2011). Parmi celles-ci, quatre 

souches bactériennes ont finalement été choisies appartenant à des grands groupes retrouvés 

dans les biofilms. Ainsi la caractérisation fine des biofilms de Persicivirga mediterranea TC4, 

une nouvelle espèce précédemment identifiée par le laboratoire et de Polaribacter sp. TC5 a été 

réalisée. Ces deux espèces sont non motiles et appartiennent à la classe des Flavobacteria du 

groupe des Bacteroidetes (Brian-Jaisson et al., 2014). Deux autres souches motiles appartenant 

au γ-Proteobacteria ont également été sélectionnées pour cette étude, appartenant aux 

Shewanella sp. TC10 et TC11. Ces quatre souches présentent des caractéristiques 

phénotypiques singulières (Brian-Jaisson et al., 2014 ; Camps et al., 2011 ; El-Kirat-Chatel et 

al., 2017 ; Favre et al., 2017). 

Avant cette sélection de souches qui ont servi dans tous le travail de thèse et afin d’étudier à 

l’échelle cellulaire les interactions que pouvaient avoir ces souches dans un biofilm multi-

spécifique, un des premiers objectifs a été d’étudier la possibilité de marquer certaines des 

souches de la collection avec un marqueur fluorescent. Pour ce faire, des techniques de 

transformation et de conjugaison ont été réalisées sur un groupe de 7 à 8 souches afin d’ajouter 

dans ces différentes souches un plasmide contenant un gène exprimant une protéine 

fluorescente. Les différentes techniques de transformation bactérienne réalisée en partie par 

moi-même et par Aurore Puymège n’ont pas permis d’obtenir de transformants (Tableau 7 et 

fiche technique n°3). Par la suite et dans le même objectif, différentes techniques de conjugaison 

ont été réalisées (Tableau 8 et fiche technique n°4). 
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Tableau 7 : Tableau récapitulatif des différentes méthodes de transformation appliquées à des souches de bactéries marines afin de leur ajouter un gène exprimant une protéine 
fluorescente (cf : Fiche technique °3) 

Variations des méthodes et paramètres utilisés lors de la transformation bactérienne Combinaisons de conditions testées 
Souches et plasmides utilisés   n°1 n°2 n°3 
Souches bactériennes receveuses : TC5, TC8, TC9, TC10, TC11, TC14 et NCIMB400 TC5, TC9, 

TC10, TC11, 
TC14 et 

NCIMB400 

TC8 et TC9 TC5, TC10 et 
TC11 

Plasmides : pX5 (Rapp, 2012)  pX5 pX5  
pBC-L-GFP-pPmip  (Matthysse et al., 1996) pBC-L-GFP-

Pmip 
pBC-L-GFP-

Pmip  
pBC-L-GFP-

Pmip  
  pXDC50-pLac-redFP (Franco, Shohdy, et Shuman, 2012) pXDC50-

pLac-redFP     
Techniques de préparation de cellules compétentes         
Choc chimique : CaCl2 = [100 µM] X X X 

 CaCl2 = [200 µM]   X  
 Chlorure de rubidium = [100  µM]   X 
Choc physique : Electroporation     X 
Transformation bactérienne         
Phase de croissance des bactéries : Exponentielle, post-exponentielle et stationnaire X X X 
Préchoc thermique : aucun  X X 

 9 min à 42°C X X X 
Choc thermique : aucun  X X 

 1 min à  42°C  X  
 1 min à 30°C, 35°C, 40°C ou 42°C X  X 
Milieu de croissance de la bactérie receveuse : VNSS X X X 

 
VNSS dont la concentration en NSS est dilué au 3/4, 
1/2 et 1/4  X  

Temps de régeneration avec plasmide : 3 ou 4h  X X X 
  24h X   X 
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Tableau 8 : Tableau récapitulatif des différentes méthodes de conjugaison appliquées à des souches de bactéries marines afin de leur ajouter un gène exprimant une protéine fluorescente 
(cf : Fiche technique °4) 

Variations des méthodes et paramètres utilisés lors de la conjugaison bactérienne Combinaisons de conditions testées 
Souches et plasmides utilisés   n°1 n°2 
Souches bactériennes receveuses : TC5, TC8, TC9, TC10, TC11 et NCIMB400 TC8 et TC9 TC5, TC10, TC11 

et NCIMB400 
Souches bactériennes donneuses : Escherichia coli  WM3064 E. coli WM3064 E. coli WM3064 
Plasmides : pX5 (conjugaison bipartenaire) pX5 pX5  

pCJS10 (donor, conjugaison tripartenaire) pCJS10 (donor) pCJS10 (donor) 
  pRK600 (helper, conjugaison tripartenaire) pRK600 (helper) pRK600 (helper) 
Conjugaison       
Croissance de la donneuse sans antibiotique  X 
ratio donneuse/receveuse 1:1 X  
 1:1, 1:2 et 1:3  X 
Solution de lavage  MgSO4 = [10 mM] X X 

 50% NSS + 50% MgSO4 = [10 mM] X  
Type de conjugaison  bipartenaire X X 

 tripartenaire X X 
Phase de croissance  post exponentielle X  
 exponentielle, post exponentielle et stationnaire  X 
Type interaction milieu solide VNSS et LB X X 

 Sur filtre VNSS et LB X X 

 milieu liquide VNSS et LB X  
Temps d'incubation 1 nuit X X 

 48h X X 
Température d'incubation 30°C X  
  20°C, 30°C et 37°C   X 
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La conjugaison a permis d’obtenir des transformants pour les souches Shewanella frigidimarina 

NCIMB400, une souche de référence dont le génome a été séquencé et qui est génétiquement 

manipulable  (Dobbin et al., 1999 ; Maier Tamara M., Myers Judith M., et Myers Charles R., 

2003) (mais qui ne fait pas partie de la collection d’isolats de Toulon), et Shewanella sp. TC10. 

Ces souches bactériennes ont été transformées à l’aide du plasmide pX5 contenant un gène 

d’expression de la GFP (protéine fluorescente verte) et de la souche bactérienne donneuse E. 

coli DH5α. Les bactéries donneuses et receveuses ont été mélangées à un ratio 1 :1 à partir de 

leur phase post exponentielle de croissance et un lavage au MgSO4 a été réalisé durant la 

conjugaison bipartenaire. L’interaction a été faite sur milieu solide VNSS durant 1 nuit à 20°C. 

Pour la souche TC10, la bactérie donneuse a réalisé sa croissance sans antibiotique, du fait 

d’une sensibilité de TC10 au Chloramphénicol. 

Puisque seulement 2 souches bactériennes, dont une ne faisant pas partie de la collection de 

Toulon, avaient été transformées, nous avons effectué une deuxième sélection de souches à 

étudier sur la base de leurs différences phénotypiques. Parmi les souches ayant montré une 

faible capacité à former un biofilm (Brian-Jaisson et al., 2014 ; El-Kirat-Chatel et al., 2017), 

Persicivirga mediterranea TC4 a été sélectionnée car elle représentait une nouvelle espèce 

précédemment identifiée par le laboratoire, et TC5 car elle faisait partie des bactéries les plus 

hydrophobes de la collection. Parmi les bactéries capables de former un biofilm plus important, 

les 2 souches du genre Shewanella ont été choisies. En effet, TC10 est la seule souche 

transformée par le pX5-GFP et TC11 présentait un des biofilms les plus importants avec celui 

de Pseudoalteromonas ulvae TC14 (cette dernière a été éliminée pour donner suite aux résultats 

préliminaires peu probants obtenus avec les amibes, obtenus lors d’un stage de Master 2 que 

j’ai supervisé techniquement). Afin d’obtenir des marqueurs fluorescents pour les trois 

bactéries sélectionnées mais non marquées, utilisées dans cette étude, il a été choisi d’organiser 

la production et d’utiliser des anticorps permettant de reconnaître spécifiquement Persicivirga 

mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5 et Shewanella sp. TC11. Des essais préliminaires de 

marquage par FISH avaient été effectués précédemment au laboratoire qui s’étaient avérés 

difficiles à mettre au point sur ces souches et surtout très couteux. Ce travail préliminaire a donc 

permis de réaliser par la suite des expériences d’interactions bactériennes au sein de biofilm. 

Ces travaux font l’objet d’une publication qui est en cours de soumission. 

Jusqu’à présent, peu de modèle de biofilms multispécifiques ont été réalisés et publiés alors que 

les interactions entre bactéries jouent probablement un rôle considérable dans l’établissement 

et le devenir des biofilms (Røder, Sørensen, et Burmølle, 2016). De plus, aucun modèle de 
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biofilm multi-spécifique aujourd’hui n’a été réalisé avec des bactéries marines qui pourraient 

en outre partager la même niche écologique. La seule étude réalisée sur des biofilms 

multispécifiques constitués de bactéries marines visait plus à sélectionner des bactéries avec 

certains phénotypes (synergie) au sein de ces biofilms plutôt qu’à étudier leurs interactions 

cellulaires par microscopie (Burmølle et al., 2006) . 
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Abstract 

Microbial communities composition is largely shaped by interspecies competition or 

cooperation in most environments. Environmental ecosystems are made of various dynamic 

microhabitats where microbial communities interact with each other establishing metabolically 

interdependent relationships. Very limited information is available on multispecies biofilms 

and their microhabitats. The objective of this study is to understand how marine bacteria 

isolated from biofilms in the Mediterranean Sea interact and compete with each other when 

cultivated in multispecies biofilms. Four strains (Persicivirga mediterranea TC4, Polaribater 

sp. TC5, Shewanella sp. TC10 and TC11) with different phenotypical traits and abilities to form 

a biofilm have been selected from a previous study.  Here, we show that these strains displayed 

a different capacity to form a biofilm in static versus dynamic conditions where one strain, 

TC11, was highly susceptible to the flux. These bacteria appeared to be specialized in the 

secretion of one or two exopolymers. Only TC5 seemed to secrete inhibitory molecule(s) in its 

supernatant, with a significant effect on TC10. Most of the strains negatively impacted each 

other, except one couple, TC4 and TC10, which presented a synergetic effect in two and three 

species biofilms. Interestingly, this two strains produced a newly secreted compound when 

grown in bispecific versus monospecific biofilms. In a four-species biofilm, TC5 which 

secreted an antibiofilm compound(s) and induced the strongest inhibition on its partners in 

bispecific biofilms, outfitted the other bacteria. Therefore, understanding how bacteria responds 

to interspecific interactions or competition should help comprehending the dynamics of 

bacterial populations in their ecological niches.  

Keywords: Marine bacteria, multispecies biofilm, competition, synergy, matrix components 

Introduction 

Interspecies interactions appear to have a preponderant role in natural ecosystems. Indeed, the 

composition of microbial communities, which populate most environments, is largely shaped 
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by interspecies competition or cooperation. Environmental ecosystems are made of various 

dynamic microscale microhabitats, where microbial communities preferably interact “as 

metabolically interdependent groups” (Zelezniak et al., 2015; Roder et al., 2016)). Bacteria 

colonize microhabitats compatible with their physiologic and metabolic needs, which depend 

on their neighboring bacteria and this will influence the spatial structure of the community 

(Stubbendieck et al., 2016). According to Roder et al., microscale bacterial interspecies 

interactions studies are the “missing bridge” between mono and dual species studies and the 

large-scale investigations focusing on the overall diversity of a community. Microscale 

interactions studies have the advantage of bringing information on microhabitat and spatial 

organization as well as bacterial interspecies interactions. Interspecies interactions may also 

result in different microbial functions and abilities (reviewed in (Roder et al., 2016)). Very 

limited information except for the human oral cavities, where multispecies studies are the most 

abundant, are available on microhabitats related to the natural environment (Filoche et al., 

2004a; Filoche et al., 2004b; Kuboniwa et al., 2006). Studying changes in the community 

composition over time or what is produced by the population can provide information on the 

ability of each individuals to establish themselves and survive in their microhabitat. 

As most biofilm communities are composed of multiple different bacteria living in close 

proximity, embedded in extracellular polymeric substances such as polysaccharides, proteins, 

nucleic acids, lipids, studying multispecies or multi-organisms biofilms, appears therefore a 

relevant challenge to take up with the goal to understand how the different populations interact 

with each others at the microscale level. Numerous obstacles exist in studying mixed biofilms 

such as labelling the different populations, in particular when they are not amenable for genetic 

manipulations, or identifying what is produced and by who, interpreting why one strain is better 

fit than another. Most four or more species biofilm studies have very recently emerged in the 

last 3 or 4 years but remain overall quite rare (Lee et al., 2014; Ren et al., 2015; Sherry et al., 

2016; Bloch et al., 2017; Hansen et al., 2017; Liu et al., 2017). Many studies have used different 

variants of the same strains or mathematical models and flow systems (Momeni et al., 2013b; 

Momeni et al., 2013a; Lee et al., 2014; van Gestel et al., 2014; Liu et al., 2017).  The latter for 

instance adds flux as an additional external factor on the interactions, which can be appropriate 

in certain studies but can restrict quickly space and therefore community structure spatial 

organization (Lee et al., 2014; van Gestel et al., 2014) (Liu et al., 2017). Multiple species 

approaches with 4 or more strains, with a focus on only one or two of the partners, have also 

been performed, which can bring interesting information on the targeted strains (Bloch et al., 
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2017; Hansen et al., 2017). Only few four or more species biofilm studies following the fate of 

the different bacterial species in interaction, quantitatively (Burmolle et al., 2006; Ren et al., 

2015) and on their spatial organization (Lee et al., 2014; Liu et al., 2017) are available. To our 

knowledge, only one dealt with marine bacterial isolates (Burmolle et al., 2006). 

Our study focuses on the comprehension of the interaction within multispecies biofilms of 4 

bacterial strains that has been isolated from immersed biofilms recovered from the Toulon bay 

(France). The selection of these strains for this study has been performed on their different 

phenotypic traits and ability to form a biofilm in vitro (Camps et al., 2011; Brian-Jaisson et al., 

2014; El-Kirat-Chatel et al., 2017; Favre et al., 2017). The objective of this work is to 

understand how marine bacteria isolated from biofilms in the Mediterranean Sea interact and 

compete with each other when cultivated together. We investigated whether the outcome of 

mono or two-species biofilms between these four marine strains cultivated in artificial sea water 

could give some information on the behaviors they would have in three or four species biofilms. 

We hypothesized that even if some strains have been described as good or poor biofilm 

producers in monospecies biofilms, the outcome in a multispecies biofilm, which is not easily 

predicable, would give valuable information on their ability to colonize and survive in their 

microhabitats. 

Materiel and methods 

Bacterial strains and culture media:  

Four marine bacterial strains were used in this study : Persicivirga (Nonlabens) mediterranea 

TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10 and Shewanella sp. TC11. The strains have 

been isolated from various surfaces immerged in the bay of Toulon and displayed different 

phenotypical traits regarding motility, hydrophobicity, adhesion, biofilm formation (Camps et 

al., 2011; Brian-Jaisson et al., 2014). All bacterial strains have been grown in VNSS (Mårdén 

et al., 1985) at 20°C, 120 rpm. The TC10 strain, which harboured the pX5 plasmid encoding 

GFP (kindly constructed by Dr. Aurore Puymège), was cultured in VNSS supplemented with 6 

μg/mL of Chloramphenicol. 

Bacterial labelling:  

TC10 pX5-GFP was obtained by conjugation using E. coli WM3064 as a donor strain. Briefly, 

post-exponential phase culture of WM3064 transformed with pX5-GFP by Cacl2 chemical choc 

was mated with post-exponential phase Shewanella sp. TC10 in a 1:1 ratio on VNSS plates 

containing 100 µg/ml of DAP (2,6-Diaminopimelic acid) (Sigma-aldrich, Saint Louis, 
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Missouri, USA) overnight at 20°C. Shewanella sp. TC10 transconjugants were selected on 

VNSS DAP free agar plates containing 6 µg/mL chloramphenicol.  

Because transformation and conjugation assays of the bacterial strains only resulted in the 

creation of TC10 pX5-GFP despite numerous different conditions tested on the strains, 3 

polyclonal antibodies directed against the 3 other strains, TC4, TC5 and TC11 were ordered 

(ACRIS Antibodies GmbH, Herford, Germany) for labelling purposes. Strains were grown to 

post exponential phases and washed in PBS 1X by centrifugation at 3700 g for 10 min. The 

pellets were suspended in formalin 0,1 % PBS 1X at 4°C during 10 h and washed thrice with 

PBS 1X prior to obtaining a final concentration of approximately 108 cells/ml before sending 

them. The antigens were emulsified with an equal volume of Complete Freund’s Adjuvant and 

injected into three to four subcutaneous sites for the primary immunization. Subsequent 

immunizations were performed depending on hosts. TC4, TC5 and TC11 polyclonal antibodies 

were respectively designed into chicken, goat and rabbit hosts. 

Single species biofilm formation in static and dynamic conditions: 

For the biofilm formed in static conditions, post exponential grown bacteria were suspended in 

ASW (Artificial Sea Water at 36 g/L, Sigma-Aldrich, Darmstadt, Germany) and inoculated at 

OD600nm 0.1 and 0.3 into 24 well plates (Corning Incorporated Costar®, New York, USA) 

containing a sterilized glass coverslip into each well. At each time point (3h, 24h, and 48h), 

bacteria were fixed using formalin 3,7% during 15 min and permeabilized using Triton™ X-

100 (0,05%) during 15 min. The bacteria staining  was performed with DAPI at 5 μg/mL 

(Sigma-Aldrich, Darmstadt, Germany) and the coverslips were mounted with a drop of 

Prolong™ Diamond Antifade (Thermo Fisher Scientific, Wathman, USA) before observation 

using epifluorescence microscopy (Zeiss Axiovert 40 CFL, Göttingen, Germany).  

Bacterial biofilms were also developed in dynamic conditions on glass slides in ASW in three-

channel flow cells (channel dimensions 1 by 4 by 40 mm, Technical university of Denmark 

Systems Biology, Denmark) as previously performed (Pamp et al., 2009; Bazire et al., 2010). 

Flow cells were inoculated with bacteria in post-exponential growth phase suspended in ASW 

at OD600nm 0.3. Adhesion of bacteria occurred at 20°C for 3h without medium flow. A wash to 

remove non-attached bacteria was applied by a flow of ASW at 3 mL.h-1 during 15 min. The 

biofilm evolution was monitored with a constant ASW flow of 3 mL.h-1 from this stage. At each 

time point (T0h, T24h and T48h), the biofilms were stained with 5 μM of Syto 61 Red during 
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20 min and observed by confocal laser scanning microscopy (CLSM, Zeiss LSM 510 and Zeiss 

LSM 710, Göttingen, Germany). 

Matrix components staining: 

For the matrix staining, a static biofilm of 48h were performed. Each biofilm was stained with 

DAPI at 5 μg/mL (Sigma-aldrich, Darmstadt, Germany) and one of the following matrix dyes. 

Exopolysaccharides were stained with (i) a Concanavalin A (ConA) tetramethylrhodamine 

conjugate (Thermo Fisher Scientific, Wathman, USA) at 20 μg/mL to label Mannose/Glucose 

residues, (ii) the Wheat Germ Agglutinin (WGA) associated with the Alexa Fluor™ 555 

conjugate (Thermo Fisher Scientific, Wathman, USA) at 100 μg/mL to label sialic acids and 

N-acetyl-glucosamine and (iii) the Peanut Agglutinin (PNA) lectin from Arachis hypogaea 

peanut associated with the Alexa Fluor™ 568 conjugate (Thermo Fisher Scientific, Wathman, 

USA) at 50 μg/mL to label mostly glycoproteins which include the Gal-β(1-3)-GalNAc 

carbohydrate. The proteins were stained with the FilmTracer™ Sypro™ Ruby biofilm matrix 

stain (Thermo Fisher Scientific, Wathman, USA) according to the manufacturer’s indications 

and the eDNAs were stained with TOTO™-3 iodide (Thermo Fisher Scientific, Wathman, USA) 

at 2 μM. After 30 min of incubation of each probes, each coverslip was washed off 3 times. 

Finally, the coverslips were mounted with a drop of Prolong™ Diamond Antifade before 

observation with CLSM. 

Crystal Violet assay:  

Bacterial biofilms were developed into 96-well microtiter plates with 100 μL of bacteria in 

post-exponential growth phase in VNSS per well and 100 μL of bacterial supernatant of another 

strain collected in VNSS at the beginning of the stationary growth phase. The final OD600nm 

was 0.4 into each well. After 48h of growth in static conditions and a temperature of 20°C, 

samples were washed thrice with NaCl (36 g.L-1) and dried during 30 min at 50°C. Biofilms 

were stained during 15 min with 200 μL of Crystal Violet at 0.01% (w/v) and rinsed thrice with 

NaCl (36 g.L-1) and dried for 10 min. The quantification of biofilm was evaluated by releasing 

the stain from the biofilm with absolute ethanol for 10 min at 20°C, at 120 rpm and measuring 

the absorbance of the Crystal Violet solution at 595 nm. 

Multispecies biofilm formation:  

For the bi-species biofilm, bacteria in post-exponential growth phase were suspended in ASW 

and inoculated in 24 well plates (Corning Incorporated Costar®, New York, USA), containing 
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a sterilized glass coverslip into each well, to a OD600nm of 0.15 per strain. Similarly, for the 

biofilms involving 3 or 4 bacteria, the OD600nm was of 0.1 per strain to make the overall OD600nm 

between 0.3 and 0.4 in the bi-tri and four species biofilms. Controls included single species 

biofilm formed in the same concentrations and conditions than the multispecies biofilm. 

Biofilm formation was monitored after 24h and 48h and at each time point, cells were fixed 

using Formalin 3.7% during 15min. For the immunostaining, samples were blocked with BSA 

3% (Acros organics, Geel, Belgium) in PBS 1X overnight at 4°C. The primary antibodies were 

added during 1h in BSA 3% at 1/300 for Chicken-anti-TC4, 1/100 for Goat-anti-TC5 and 1/300 

for Rabbit-anti-TC11. After a second blocking step of 2h at room temperature, secondary 

antibodies were added in BSA 3% to a concentration of 1/2000 for Goat anti-Chicken IgY 

(H+L) conjugated to FITC (Invitrogen™, Waltham, Massachusetts, USA) for 1h, to a 

concentration of 1/500 for Goat anti-Chicken IgY (H+L) conjugated to Alexa Fluor 405 

(Abcam, Cambridge, United kingdom) for 1h, to a concentration of 1/1000 for Donkey anti-

Goat IgG (H+L) coupled to Alexa Fluor 633 (Invitrogen™, Waltham, Massachusetts, USA) for 

1h, to a concentration of 45 µL/mL for Donkey anti-Rabbit IgG coupled to Alexa Fluor 594 

during 30 min and to a concentration of 1/200 for Mouse anti-rabbit IgG coupled to 

CruzFluor™ 488. Finally, the coverslips were mounted with a drop of ProLong™ Diamond 

Antifade before observation using CLSM.   

Data extraction from images and statistics: 

At least three replicates and five pictures per replicate were performed and used for data 

extraction. The pictures have been acquired by epifluorescence microscopy or by CLSM. The 

percentages of recovery of epifluorescence microscopy were determined using an algorithmic 

method with Rstudio 0.98.1025 (Rstudio, Boston, Massachusetts, USA), where the brightness 

pixel was determined by threshold’s definition of small area of picture around the pixel and 

against the background. Each picture has been divided in 36 pieces, that permitted empirically 

to render negligible the distortion of objective and the threshold was defined as two multiplied 

by percentile 5th of pixel values on a small area in which the pixel was measured 

(Supplementary figure 1). The biovolume, the average thickness and the evaluation of the 

maximum coverage in the CLSM pictures was determined with the COMSTAT software 

developed in MATLAB R2015a (Mathworks, Natick, Massachusetts, USA) as previously 

performed (Heydorn et al., 2000). 
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To test for statistically significant differences (P<0.05) between two conditions a T-test was 

performed and between different time points, a two-way analysis of variance including the 

Bonferroni post-test were performed using SPSS 13.0 (IBM, Armonk, New York, USA). 

Results 

Biofilm formation in static and dynamic conditions 

Before studying multispecies biofilm formation, we performed a preliminary experiment in 

monospecies conditions with the four strains isolated from the same area of the Mediterranean 

coast (Toulon bay) in order to evaluate their biofilm formation ability in the conditions selected 

for the multispecies biofilms. First, these strains were selected on the basis of their phenotypical 

differences established in a previous study (Brian-Jaisson et al., 2014). Of particular interest, in 

rich media and microplates, Persicivirga mediterranea TC4 and Polaribacter Sp. TC5 appeared 

to form a smaller biofilm, while the strains belonging to the Shewanella genus, TC10 et TC11 

seemed to build a thicker biofilm (Brian-Jaisson et al., 2014). Second, the artificial seawater 

(ASW) medium was selected as it is a nutrient poor solution close to the marine environment 

composition and that poor or low nutriments media are supposed to force the strains to be in 

metabolic or competitive interactions, a situation encountered by strains that are colonizing 

niches in the natural marine environment. These strains were thus inoculated onto glass surfaces 

and their biofilm formation was evaluated in static conditions in ASW using a epifluorescence 

microscope.  

We noticed first that in this low nutrient saline solution, all the strains were able to form a 

biofilm over 48h with different surface coverages (figure 37). Persicivirga mediterranea TC4 

appears to have a better surface coverage than at least Shewanella sp. TC10 at both OD600nm 

and all time points and in a lesser extent than Shewanella sp. TC11 at the OD600nm of 0.1 and 

the OD600nm of 0.3 at 3h only. The Polaribacter sp. TC5 biofilm formation was only 

significantly different from the one of Persicivirga mediterranea TC4 at the OD600nm of 0.3 at 

3h. The concentration of the initial inoculum seemed to have an effect on the TC11 biofilm 

formation, since it is the only strain with an improved surface coverage at the OD600nm of 0.3 

compared to 0.1. For the other strains, the profiles at each time points appeared similar at both 

OD600nm. Therefore, TC4 displayed the best ability in covering the surface at all time points and 

OD, while TC10 showed the lowest capacity to cover the surface. This is different from the 

results obtained in the previous study, which shows that external factors such as media and 

surfaces can significantly influence the strains abilities to form a biofilm. 
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Figure 37: Percentage of recovery regarding static biofilm formation on glass surface in ASW of the four marine 
bacteria: Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10 and Shewanella sp. TC11 were 
inoculated at an OD600nm of 0.1 (A), 0.3 (B). After various times of incubation (3h, 24h and 48h), the bacteria were 
stained with DAPI, and the epifluorescence pictures were analyzed by algorithmic method to define the percentage of 
coverage. 

In order to study if these strains would behave similarly in dynamic conditions, the same 

experiment was performed using a flow system set at 3 ml/h and images were analyzed at 0h, 

24h and 48h. To obtain the sufficient coverage of the surface in dynamic conditions, the 

OD600nm of 0.3 was chosen. The results show that the biofilm of the four marine bacteria 

presented different patterns over the time than the ones observed when in static conditions 

which could be at least for Shewanella sp. TC11 attributed to the flux (figure 38A). Shewanella 

sp. TC11 detached itself very rapidly from the surface with the instauration of the flux, as TC11 

had less than 5% of surface coverage at 3h. The other strains managed to adhere in more 

important proportion with the flux, covering the surface at around 40%. While in static 

conditions, TC4 displayed a surface coverage above 60% at 3h (figure 37), it was only around 

40% in dynamic conditions (figure 38A). The difference between the surface coverages in static 

versus dynamic conditions at 3h was less important for Polaribacter sp. TC5 and Shewanella 

sp. TC10. This suggests that TC4 was also impacted by the flux at least at the first time point. 

The surface coverage of TC4, TC5 and TC10 increased slowly over the 48h in contrast with the 

monospecific biofilm. The biovolumes were significantly more important for TC10, in 

particular at 48h, compared to the other strains (figure 38B). This could be attributed to the 

observation of bigger patches of filamentous bacteria, in sharp contrast with the thinner regular 

homogeneous repartition of TC4 and TC5 on the surface (figure 38C and data not shown). 

Indeed, TC5 and TC4 appeared to form a biofilm that covered well the surface (at least similar 

to TC10) but without the presence of 3D structures (figure 38C). Because TC11 was not able 
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to form a real biofilm in dynamic conditions, we decided for the interactions studies in 

multispecies biofilms, to perform these experiments in static conditions at an OD600nm of about 

0.1 per strain in order to avoid a high overall inoculum and the influence of additional external 

factors such as the flux that complexify interpretation in regards with biofilm inhibition versus 

detachment. 

 

Figure 38: Biofilm formation in dynamic conditions of the four marine bacterial strains in ASW. The formation of 
biofilm were monitored using a flux of 3mL/h with Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. 
TC10 and Shewanella sp. TC11. After various times of incubation (T0h, T24h and T48h), the bacteria were stained with 
Syto 61 or directly imaged for TC10, which harboured the pX5 plasmid encoding GFP. (A) The percentages of coverage 
of the most occupied slice were defined  over the times by COMSTAT algorithm. (B) The biovolumes were defined at 
the same time points by COMSTAT algorithm. (C) Representative pictures of the biofilm formed after 3h and 48h of 
incubation. Values are the mean of three replicates, errors bars represent standard deviation and significant differences 
between incubation times (p-value<0.05) are indicated by stars 
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Bacteria appear to be specialized in the secretion of few expolymeric compounds  

Before performing multispecies biofilms, and in order to better understand the different 

characteristics of biofilm formation of these strains, we used fluorescent markers to label major 

compounds of the extracellular matrix : the proteins (SYPRO® ruby biofilm matrix staining), 

the eDNA (a  cell-impermeant nuclear acid stain TOTO®-3) (Okshevsky and Meyer) and 

different exopolysaccharides thanks to  lectins (Neu and Lawrence, 1999) described as follows: 

Concanavalin A (ConA) binds specifically to the monosaccharides of α-D-glucose and α-D-

mannose but is also able to target polysaccharides containing derivatives such as dextran, 

glycogen, mannan, amylopectin (Goldstein et al., 1965) and sphingans (Johnsen et al., 2000), 

or with certain polysaccharides containing a derivative of specific sugars such as alginate 

(Strathmann et al., 2002). Wheat germ agglutinin (WGA) binds to N-acetyl-glucosamine or 

sialic acids family contained in the peptidoglycan of the cell walls and the lipopolysaccharides 

(Strathmann et al., 2002). Peanut Agglutinin (PNA) binds preferentially to the β-galactose 

residues when they are spaced by a glucose from the EPS backbone. It is generally used to label 

glycoproteins (Angeloni et al., 2005). Total bacteria were labelled with DAPI staining. 

First, we observed that each strain presented a specific pattern of production of the studied 

matrix compounds. While P. mediterranea TC4 produced mainly eDNA in its matrix, 

Polaribacter sp. TC5 produced also exopolysaccharides composed of glucose or mannose 

residues (figure 39A). For these 2 strains, eDNA was the major secreted compounds. The 2 

Shewanella strains TC10 and TC11 produced mainly proteins in their matrix but TC10 secreted 

also sialic acid residues or N-acetyl-glucosamine. Overall, among the extracellular matrix 

compounds tested, most of the compounds secreted by these bacteria were eDNA or proteins. 

Interestingly, when observing CLSM images, TC4 appeared to secrete eDNA at one pole of the 

cell, more specifically on the top of the bacteria if we look at the Z section, similar to TC5 

(figure 39B and C). TC5 produced also polysaccharides that are composed of glucose and 

mannose, which appeared as thin filaments and are distributed on the surface without being all 

the time directly associated with the bacterial body (figure 39C). This suggests that these 

polysaccharides seemed to be entirely secreted outside of the cell, without remaining attached 

to it. Similarly, for TC10, exopolysaccharides were composed of sialic acids residues or N-

acetyl-glucosamine, which appeared bigger than and separated from TC10 (figure 39D). The 

production of proteins for TC10 and TC11 appeared to be smaller compounds, less 

homogeneous in size with the presence of lumps (figure 39D and E). In the bacteria tested, none 

of them secreted compounds tagged by PNA. 
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Figure 39: Exopolymeric matrix secreted by marine bacterial strains in static and single species conditions. 
Exopolymeric substances secreted in the biofilm of each of the 4 strains were evaluated in ASW after 48h. Different 
fluorescent markers were used : Concanavaline A for exopolysaccharides of glucose and/or mannose, WGA lectins for 
exopolysaccharides of sialic acids, PNA lectins for exopolysaccharides containing glycoproteins, TOTO3  for eDNA and 
Sypro Ruby for proteins. (A) The biovolumes of each matrix compound were evaluated by COMSTAT algorythmic 
method. Representative pictures of the positive secretion of matrix compounds are presented for Persicivirga 
mediterranea TC4 (B), Polaribacter sp. TC5 (C), Shewanella sp. TC10 (D) and Shewanella sp. TC11 (E). Values are the 
mean of three replicates, errors bars represent standard deviation.  

 

Taken together, these results show that bacteria secrete a variety of compounds in their matrix. 

Among the extracellular matrix compounds tested, some bacteria secreted only one of the 

compounds, such as TC4 with eDNA or TC11 with proteins. Thus, bacteria were specialized in 

the secretion of one or two types of exopolymeric compounds in their matrix. 
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Most of the bacteria exert an inhibitory effect on their partners when they are in presence 

of each other  

In order to study how these strains behave when they are in presence of each other, we first, 

examined if some bacterial strains secreted antibiofilm molecules by testing their supernatants 

against each other’s biofilms using the Crystal Violet assay. As all the strains can form a biofilm 

in ASW but cannot grow planktonically in this medium, these experiments were performed 

using the VNSS marine medium. 

Most strain supernatants had no efficiency in limiting biofilm formation of the other strains, 

except for the supernatant of TC5 (figure 40 and data not shown). When harvested in the early 

stationary phase, TC5 supernatants limited biofilm formation of TC10. None of the supernatant 

induced a pH modification of the medium (data not shown). These results showed a potential 

anti-biofilm effect of TC5 supernatant on one of the strains tested. 

 

Figure 40: Antibiofilm activity of the TC5 supernatant measured by Crystal Violet on the marine bacteria. The biofilm 
formation of Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10 and Shewanella sp. TC11 was 
monitored in VNSS with or without the addition of TC5 supernatant harvested in stationary growth phase after 48h in 
static conditions. Values are the mean of three replicates, error bars represent standard deviations and asterisks indicate 
significant difference to the VNSS reference (p: *<0.05 and **<0.01). 

 

In order to better understand the antagonist or synergetic interactions that could link the bacteria 

within their biofilms and to verify if TC5 could exert a similar anti biofilm effect against one 

of its potential competitors in an actual biofilm, bispecific biofilms were performed and studied 

after 24 and 48h using CLSM. As controls and for biovolume calculations purposes, 
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monospecific biofilms were performed in the same conditions than the ones used for bispecific 

biofilms. 

When the bispecific biofilm of TC4 and TC5 was studied, we noticed that the biovolume of 

TC4 did not vary significantly when TC5 was present at 24h and 48h. However, a significant 

decrease of the biovolume of TC5 was observed when in combination with TC4 (figure 41.II.A) 

compared to the TC5 monospecific biofilm at both 24h and 48h (figure 41.I.B and 41.II.A). 

While the TC5 monospecific biofilm biovolume demonstrated a slight increase between 24h 

and 48h, no significant evolution in the biofilm inhibition was observed during the same period 

in presence of TC4. Therefore, TC5 was affected by the presence of TC4 in the bispecific 

biofilm. This was not observed with the supernatants experiments (data not shown), which 

could suggest that TC4 needs to be in presence of TC5 to trigger the TC5 biofilm inhibition. 

For the bispecific biofilm of TC4 and T10, the TC4 biofilm formation increased significantly 

between 24h and 48h, in contrast with the monospecific biofilm biovolumes (figure 41.II.B). 

At 24h, the biofilm of TC4 in the bispecific biofilm displayed higher biovolumes compared to 

the TC4 monoculture, and this increase was even more important à 48h. The biofilm 

morphology of TC4 consisting of small patches of bacteria in the monospecific biofilm evolved 

in the bispecific biofilm toward bigger patches at 24h and 48h. For TC10, no differences 

between the biovolumes were observed at 24h in the monospecific versus bispecific biofilms. 

At 48h, a significant decrease of the TC10 biofilm biovolume was observed compared to in the 

monospecific biofilm. However, the TC10 biofilm biovolume in the bispecific biofilm 

augmented between 24h and 48h (figure 41.I.C and 41.II.B). This suggests that while inhibited 

in the bispecific compared to the monospecific biofilms, the TC10 biofilm was still able to grow 

over time. Thus, TC10 appeared to be inhibited in the presence of TC4 at 48h only, but this 

inhibition did not prevent TC10 from growing between 24h and 48h. In contrast, TC4 appeared 

to be stimulated by the presence of TC10 at both time points.  
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Figure 41: Biovolumes and spatial patternings of bacteria in bispecific biofilms after 24h or 48h of incubation in ASW. 
(A) Images of the single-species biofilms with Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10 
and Shewanella sp. TC11. (B-F) Spatial patterning and biovolumes of each strain in bispecific biofilms compared to 
when incubated alone. Values are the mean of three replicates, error bars represent standard deviations and asterisks 
indicate significant difference to the strain incubated alone (p: *<0.05, **<0.01 and ***<0.001). 

 

When TC4 and TC11 were cultivated together (figure 41.I.A, 41.I.D and 41..II.C), both strains 

were submitted to a significant reduction of biovolume at 24h and 48h. However, the biofilm 

biovolume decreased significantly between 24h and 48h for TC4, but it stagnated for TC11 (the 

difference being not significant). Therefore, TC11 and TC4 were both detrimental to each other. 

TC4 influenced negatively both Shewanella TC10 and TC11. In this case, the fall in the biofilm 

biovolume triggered by TC4 was more important (Δ-3.1) on TC11 at 48h than on TC10 (Δ-

1.45). However, TC4 can benefit from the presence of TC10, while it did not benefit of the 

decrease of TC11, which was most probably responsible for the negative impact on TC4.  

 TC5 and TC10 appeared also to affect each other in the bispecific biofilm since the biovolumes 

of both strains decreased significantly at 24h and 48h compared to their monospecific biofilm 
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(figure 41.I.C and 41.II.D). The fall in the biofilm biovolume was more important on TC10 (Δ-

2,95) at 48h suggesting that TC5 exerted a stronger inhibition on the TC10 biofilm. However, 

in the bispecific biofilm, both biofilms grew significantly between 24h and 48h. Therefore, the 

biovolumes of TC10 and TC5 increased significantly over time, but stayed largely impacted by 

the presence of both strains (figure 41.I.B and 41.II.D).  

Similarly, in the bispecific biofilm of TC5 and TC11, both strains had a negative impact on 

each other at both time points compared to when they were both cultivated alone at 24h and 

48h. The fall in the biofilm biovolume was more important for TC11 (Δ-3.6) than for TC5 (Δ-

1.7) at 48h. For both strains, the biofilm biovolume stayed at the same level between 24h and 

48h, suggesting that each strain biofilm was able to maintain itself until at least 48h. In presence 

of TC5, only very few TC11 were on the surface (figure 41.I.B, 41.I.D and 41.II.E). This 

confirms that TC5 exert a strong effect on both Shewanella strains TC10 and TC11, while TC5 

is less impacted overall. 

At last, when the two Shewanella sp. were present in the same biofilm, they also inhibited each 

other biofilm at both time points compared to when they were grown as monospecific biofilms 

at 24h and 48h. Bigger patches could be observed in particular for TC11 as well as bigger 

filamentous structures for TC10 compared to when they were grown alone (figure 41.I. C, 

41.I.D and 41.II.F). The TC10 biofilm was less affected at 24h than the one of TC11 by the 

presence of each other. After 48h, the difference between TC10 alone and TC10 mixed with 

TC11 had worsened compared to the 24h time point with a decrease of Δ-2.94, while the fall 

for TC11 was only of Δ-1.73 at the same time point. These observations suggest that TC11 

induces the biggest inhibitory effect among the two strains.  

Taken together, these results show that Percisivirga mediterranea TC4 is the only bacteria 

which appeared to benefit from a partner, TC10, and to not be impacted by the presence of TC5. 

Overall, TC4 appears to cope better with the presence of the other bacteria since only TC11 has 

a negative impact on this strain. In contrast, TC4 has a negative impact on TC5, TC10 and 

TC11. Polaribacter sp. TC5 is impacted by the presence of all the other strains and appears to 

inhibit the biofilm of TC10 and TC11 but not the one of TC4.  Shewanella sp. TC10 is impacted 

by all the strains. While it reduces the biofilm biovolumes of TC11 and TC5, it appears to help 

TC4 forming more biofilm. It is interesting to note that the shape of TC10 varies according to 

the situation, appearing bigger and/or filamentous with TC4 and TC11 than when cultivated 

with TC5 or alone. At last, Shewanella sp. TC11 is impacted by all the other partners but 
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appears to induce a negative effect on them too. Overall the fact that only the supernatant of 

TC5 seems to have an inhibitory effect on TC10 suggest that this inhibition may be due to the 

secretion of molecule(s) in the supernatant. Whether TC5 is able to secrete these component(s) 

in ASW and in presence of other bacteria is not known. It is interesting to note that TC5 induces 

two of the biggest diminution of biofilm biovolumes on TC10 (Δ-2.94) and on TC11 (Δ-3.6), 

while TC4 induces only one important diminution over TC11 biofilm (Δ-3.1) and TC11 induces 

another one over TC10 biofilm (Δ-2.94). Therefore, even though, TC5 negatively impacts only 

two strains TC10 and TC11, both effects are among the strongest. 

 

The bispecific biofilm of TC4 and TC10 unravels the production of a newly secreted 

compounds in the matrix compared to when grown in their monospecific biofilm 

In order to better understand if the increase of the biofilm formation of Percisivirga 

mediterranea TC4 (and in a lesser extent of Shewanella sp.TC10) could be due to a modification 

of the matrix composition, different compounds of the matrix were tagged with fluorescent 

markers after 48h of biofilm formation and analyzed using CLSM (figure 42). The results 

showed that when the two strains were together, sialic acids residues or N-acetyl-glucosamine 

(detected by WGA) were detected (figure 42.I) as well as proteins (labelled by SyproRuby) 

similar to when TC10 was alone (figure 42.II and figure 39). The production of eDNA was also 

observed similar to when TC4 was alone (figure 42.III). No production of glycoprotein or β-

galactose residues were detected by PNA as it was also the case when both strains were grown 

alone (figure 42.IV). Surprisingly the association of the two bacteria triggered the production 

of exopolysaccharides made of mannose and glucose (detected by ConA), while these 

exopolysaccharides were not observed in the monospecific biofilm (figure 42.V and 45 SF). 

Therefore, it is possible that the association between TC10 and TC4 leads to the production of 

a newly secreted compound in the matrix that may be responsible for the TC4 increased biofilm 

as it has been previously shown with other bacteria (Zogaj et al., 2001). 
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Figure 42: Exopolymeric matrix secreted in the bispecific biofilm of TC4 and TC10 after 48h of incubation in ASW. 
The exopolymeric substances were tagged by various fluorochromes (exopolysaccharides of sialic acids by WGA lectins 
(I), proteins by Sypro Ruby (II), eDNA by TOTO3 (III), exopolysaccharides containing glycoproteins by PNA lectins 
(IV) and exopolysaccharides of glucose and/or mannose by Concanavaline A (V)).  

 

The inhibitory effect of TC11 does not affect the beneficial interactions between TC10 and 

TC4  

In order to know if the synergetic effect detected in the P. mediterranea TC4 and Shewanella 

sp. TC10 bispecific biofilm could take place in a three-species biofilm and could be inhibited 

by Shewanella sp. TC11, TC11 was added to this biofilm as it is the only strain able to impact 

both TC4 and TC10. Similar to the bispecific biofilms, TC4, TC10, and TC11 were inoculated 

in the same proportion on to glass coverslips and the biofilms were studied at 24 and 48h using 

CLSM.  
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In the three-species biofilm comprising TC4, TC10 and TC11, TC4 still presented a significant 

increase of the biofilm biovolume at 24h and at 48h (figure 43.D). Thus, the presence of TC11, 

which was the only strain able to negatively impact the TC4 biofilm in the bispecific biofilm, 

did not induce a diminution of the TC4 biovolumes in presence of the 3 strains. While the TC4 

ability to adhere on the surface strongly decreased at 24h in the TC4 and TC11 bispecific 

biofilms (figure 41.C), here the biovolume of TC4 at 24h was more important than in the TC4 

monospecific biofilm. This could suggest a synergetic effect of TC10 stimulating and protecting 

TC4 against TC11. In the three-specific biofilm, the biovolume of TC10 increased slightly 

between 24h and 48h, while the one of TC11 diminished significantly. The morphology of 

TC10 at 24h, which presented the same distinctive big and/or filamentous shapes than in the 

bispecific biofilm with TC11, changed toward smaller bacteria at 48h similarly to when 

cultivated  alone (figures 43.E and 41.I.B). This is probably due to the reduction of the presence 

of TC11, similar to the results observed in the bispecific biofilms, where TC11 seemed to 

trigger filamentation of TC10 (figure 41.II.D and F). Since TC11 was impacted by all the 

bacteria in the bi-species biofilms, the TC11 biofilm decreased sharply in the tripartite biofilm, 

probably under the effect of both TC10 and more importantly TC4 (figure 43.B). Therefore, in 

this situation, it is TC11 that suffered the most of the presence of the two other partners, even 

though TC11 was able to negatively impact TC10 and in a lesser extent TC4 in the bispecific 

biofilms. 
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Figure 43: Biovolumes and spatial patternings of bacteria in three-species biofilms after 24h or 48h of incubation in 
ASW. Representative Images of the single-species biofilms with Persicivirga mediterranea TC4 (A), Shewanella sp. TC10 
(B)and Shewanella sp. TC11 (C). (D) Biovolumes of each strain in three-species biofilms compared to when incubated 
alone. (E) Representative spatial patterning images after 24h or 48h of bacteria in three-species biofilms. Values are the 
mean of three replicates, error bars represent standard deviations and asterisks indicate significant difference to the 
strain incubated alone (p: **<0.01 and ***<0.001). 

 

TC5 outfits its competitors in a four species biofilm  

In order to know which of the 4 bacteria would overtake the other ones in a four-species biofilm, 

the biofilm comprising the four bacteria inoculated in the same proportion onto glass coverslips 

was monitored using CLSM at 24h and 48h (figure 44). After 24h, the TC4 biovolume was not 

modified in the presence of its 3 other partners compared to its monospecific biofilm (figure 

44A, 44E and 44F) similarly to the results obtained in the bispecific and three-specific biofilms. 

For all the other strains, the biofilm biovolumes decreased sharply at 24h. However, at 48h, 

TC4 decreased strongly while TC11 maintained its biofilm at the same level between 24h and 

48h in the four-species biofilm. While TC10 was subjected to a small but significant increase, 

it is TC5 which displayed the more important growth at 48h compared to 24h. Therefore, even 
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though, they were all impacted compared to their respective monospecific biofilms, TC5 was 

able to regain a stronger biofilm at 48h. It is possible that the fact that TC5 displayed a strong 

inhibition on TC11 and TC10 in the bispecific biofilms, which might have impacted the TC4 

growth indirectly, might have made TC5 the strongest fit in this four-species biofilm. 

 

Figure 44: Biovolumes and spatial patternings of bacteria in four-species biofilms after 24h or 48h of incubation in 
ASW. Representative mages of the single-species biofilms with Persicivirga mediterranea TC4 (A), Polaribacter sp. TC5 
(B), Shewanella sp. TC10 (C) and Shewanella sp. TC11 (D). (E) Representative spatial patternings after 24h or 48h of 
development in four-species biofilms. (F) Biovolumes  of each strain in four species biofilms compared to when 
incubated alone. Values are the mean of three replicates, error bars represent standard deviations and asterisks indicate 
significant difference to the strain incubated alone (p: **<0.01 and ***<0.001). 
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Discussion  

 In this study, we decided to pursue the comparison between the different biofilm 

formation abilities of several marine strains isolated from the Mediterranean sea (Camps et al., 

2011; Brian-Jaisson et al., 2014), with the objectives to understand to which extent they 

capacity of adhesion and biofilm formation are different in other conditions and how they could 

interact and compete with each other when cultivated in multispecies biofilm. In order to get 

closer from the natural marine environment and to induce bacterial metabolic or competitive 

interactions, we used artificial sea water for all the experiments. To set up multispecies biofilms, 

we selected four strains with different phenotypical particularities and abilities to adhere and to 

form biofilms (Brian-Jaisson et al., 2014; El-Kirat-Chatel et al., 2017), hypothesizing that even 

if in some conditions bacteria appear to produce more biofilms than others, the outcome in a 

multispecies biofilm is not easily predictable, due to the existence of multiple types of 

interactions (antagonistic, synergetic..). The four strains displayed different characteristics in 

terms of adhesion, biofilm formation, hydrophobicity, motility (Brian-Jaisson et al., 2014). TC4 

a newly identified species of Persicivirga mediterranea, and TC5 a Polaribacter strain, 

characterized by a higher hydrophobicity, both non-motile rods produced small biofilms when 

cultivated in microplates and rich media. Two motile bacilli belonging to the Shewanella genus, 

TC10 and TC11 appeared to produce more biofilm in the same conditions (Brian-Jaisson et al., 

2014). In addition, TC11 formed an important biofilm when inoculated in ASW on glass surface 

at high OD600nm, compared to TC5 and TC10 (El-Kirat-Chatel et al., 2017). However, using 

Atomic Force Microscopy (AFM), TC11 appeared to display a phenotypic heterogeneity in the 

very early stage of the adhesion in sharp contrast with TC5 or TC10 (El-Kirat-Chatel et al., 

2017). 

In this study, we show that the strain which adhered and covered the most the surface when in 

monospecific and static conditions is a strain initially described as a poor biofilm producer 

Persicivirga mediterranea TC4 (Brian-Jaisson et al., 2014). Overall, the development of most 

bacterial biofilms within the multispecies biofilms appears to be altered compared to the 

development of their respective single species biofilm, with the exception of TC4. In two- and 

three species biofilms, this strain is the only one able to benefit from its interaction with one of 

its partners, here Shewanella sp. TC10. In the four-species biofilm, Polaribacter sp. TC5 outfits 

all the other strains, including TC4, but its biofilm biovolume is still below the one measured 

in its monospecific biofilm. In contrast, the strain which appears to be overall the most impacted 

is Shewanella sp. TC11. In bispecific biofilms, TC11 appears to be impacted negatively by all 
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the strains and to be outfitted by its partners in the three- and four-species biofilms. However, 

since none of the TC11 cells have completely disappeared at 48h, it is possible that due to its 

potential phenotypical heterogeneity (El-Kirat-Chatel et al., 2017), presumably increasing its 

bacterial fitness, this strain could become a tolerant slow-growth subpopulation and/or could 

play a role in the overall growth fitness and spatial organization of the multispecies biofilm, as 

it has been recently shown (Liu et al., 2017; Grote et al., 2015). Specific sub-population of 

persister bacteria corresponding to phenotypic variants, which emerge under stressful 

conditions such as nutrient limitation, antibiotic pressure, or transition from planktonic to 

biofilm state, may be still present in small proportions in the biofilm. Quorum sensing and/or 

horizontal genes transfer may alter gene expression of the bacteria and be responsible for the 

persister phenotype (Wen et al., 2014; Grote et al., 2015). On another hand, TC11 might simply 

be less resistant to harsh or competitive conditions such as in multispecies biofilms than the 

other strains.  

In our case, the only strain which appears to secrete molecule(s) with an anti biofilm activity is 

Polaribacter sp. TC5. However, we show that the TC5 supernatant inhibits the Shewanella sp. 

TC10 biofilm but not the one of Shewanella sp. TC11, although TC5 is able to inhibit both 

Shewanella in their bispecific biofilms. This suggests that the secreted molecule(s) could be 

involved in TC10 inhibition while a direct interaction is required to inhibit TC11. Therefore, in 

our experiments, TC5 is potentially able to inhibit the two Shewanella strains TC10 and TC11 

biofilms through different mechanisms. Whether this secretion has help TC5 to outcompete in 

particular at 48h the others strains in the four species biofilm is not known.  Some bacteria may 

secrete enzymes that could interfere with mechanisms involved in this secretion or counteract 

the secreted effectors and therefore could interfere with a specific population beneficial 

phenotype (reviewed in(Sanchez-Vizuete et al., 2015)). In addition, direct or physical 

interactions between bacteria, which involve for instance horizontal gene transfer (HGT), could 

have taken place between the isolates, inducing different phenotypical consequences on the 

receiver (Sanchez-Vizuete et al., 2015). For instance, they could be responsible for the 

upregulation of genes that promote persistence in microbial communities through the ability to 

invade a new niche or to improve its performance in its current niche. HGT is an efficient 

mechanism to improve adaption and to originate new ecological populations (reviewed in 

(Wiedenbeck and Cohan, 2011)). Although, we have tried repeatedly to transform the four 

strains with plasmids carrying GFP without success, except for TC10, this does not mean that 

gene transfer cannot occur in these biofilms conditions. It is interesting to note that TC4 and 
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TC5 secrete mainly eDNA in their matrix in sharp contrast with TC10 and TC11 and that in 

TC10 and TC4 bispecific biofilms, eDNA was still present. As explained by Wiedenbeck et al., 

adaptive HGT occurs mainly “through promiscuity of genetic exchange and the shortness of 

segments” (Wiedenbeck and Cohan, 2011). Overall, how these mechanisms take place within 

multispecies biofilms are difficult to decipher and poorly studied up to now. 

In our study, we clearly witnessed competition between most bacteria through the inhibition of 

their biofilm. In the bispecific biofilms, Percisivirga mediterranea TC4 is the only bacteria able 

to benefit from Shewanella sp. TC10, and to not be impacted by Polaribacter sp. TC5. Overall, 

TC4 appeared to cope better with the presence of the other partners, while TC5 induced two of 

the biggest diminution of the biofilm biovolumes on the Shewanella TC10 and TC11 strains. 

Interestingly, TC4 and TC10, produced a newly secreted compound (exopolysaccharide made 

of mannose and glucose residues), that was not present in their respective monospecific biofilm. 

When TC11 is added to the bispecific biofilm of TC4 and TC10, the inhibitory effect of TC11 

observed independently in the bispecific biofilms towards TC10 and TC4, does not affect the 

beneficial interactions between TC10 and TC4 in the three-species biofilm. Cooperative 

phenotypes could include the production of exopolymers in the biofilm matrix which can 

enhance biofilm-related properties, such as resistance or growth. Secreted molecules can also 

be considered as cooperative public goods as they can be utilized by bacteria that are not 

producing them. The mechanisms by which public goods-producing bacteria avoid exploitation 

in biofilm is not fully understood. Public goods usually benefit nearby clonemates and factors 

such as restricted diffusion of nutrients, inoculation under flow or at low density are benefiting 

the public goods producing bacteria (Drescher et al., 2014; van Gestel et al., 2014). While 

studies on the mechanisms involved in competition or synergy are rare in multispecies biofilms, 

a transcriptomic study focusing on gene expression analyses in multispecies biofilms involving 

Xanthomonas retroflexus, has recently shown that the majority of the genes only regulated in 

the four strains biofilm were downregulated, suggesting that X. retroflexus seems to deprioritize 

vital functions for mono species cultures as partners in the four species biofilm may share 

products from energy-consuming pathways (Hansen et al., 2017).  

Numerous studies focusing on spatial organization, tend to show that bacteria reside in 

multispecies biofilms by positioning themselves in response of interspecific interactions as it 

may help bacteria enhancing their fitness and influences community assembly and function. 

(reviewed in (Liu et al., 2016)). It has been shown that two distinct bacteria are expected to 

intermix, if both are found in strong cooperative interactions and benefit from being spatially 
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located closed to each other (Momeni et al., 2013b). In our case, we noticed that TC10 appear 

to avoid TC5 in the four-species biofilm at 24h and 48h as well as in the two-species 

experiments, while TC10 and TC4 labelling often overlapp in the two-, three- and four species 

biofilms, in accordance with the fact that both strains appear to be beneficial to each other. TC4 

and TC5 appear also to stay away from each other, although while TC4 inhibits the TC5 biofilm, 

TC4 does not appear to mind the presence of TC5 except in the four-species biofilm. Similarly, 

TC11 tend to avoid TC4 and somewhat TC10 but not TC5, while they are inhibiting each other. 

The reason why TC5 and TC11, which have both a negative impact on each other biofilm, are 

not staying away from each other is not known. In our study, we only observed the initial stage 

of the biofilm development in relation to the initial interactions. A longer incubation time might 

have given a different organization. However, mechanisms explaining how interspecies 

interactions affect spatial organization are poorly understood as it corresponds to complex and 

multiples dynamics sequential events involving many external parameters. Growth of some 

strains might be initially affected by both cooperative and competitive interactions, but this 

interrelationship might change over time with the development of the community in response 

to both cell-cell interactions and environmental factors. For instance, types of cell-cell 

interactions such as exploitation might be transient as the selective pressure upon the partner 

benefitted from may induce modifications in order for this partner to avoid being exploited (Liu 

et al., 2016).  
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Supplementary Figures  

 

Figure 45: (Supplementary Figure) Flow chart of the processing of the epifluorescence pictures to calculate the 
percentage of bacterial coverage on the surfaces. 
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Ce graphique (Figure 45) représente les decisions qui sont prises lors du calcul du pourrcentage 

de recouvrement à partir des images de microscopie à épifluorecence. A partir d’une image 

codé en RGB, la matrice contenant les données du bleu est extraite. Cette matrice est divisée 

en 36 zones égales afin de rendre négligeable la distortion inhérente à l’utilisation de la 

microscopie optique. Sur chaque zone, le seuil de fluorescence d’un pixel est defini par une 

valeur supérieure au double du percentile 5% de la totalité des valeurs de pixel de la zone. Pour 

finir, le pourcentage de recouvrement est defini comme le ratio entre le nombre de pixel 

fluorescent par rapport à la totalité des pixels d’une image. 
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Figure 46: (Supplementary Figure) Exopolymeric matrix components secreted by the marine bacterial strains in ASW 
after 48h of static biofilm formation. Representative pictures of the labelled components secreted in the matrix of 
Persicivirga mediterranea TC4 (I), Polaribacter sp. TC5 (II), Shewanella sp. TC10 (III) and Shewanella sp. TC11 (IV) 
are presented. Different markers tagged with fuorochromes were used (Concanavaline A for exopolysaccharides of 
glucose and/or mannose (A), PNA for exopolysaccharides containing glycoprotein (B), WGA for exopolysaccharides of 
sialic acids by lectin (C), Syrpo Ruby for proteins (D) and TOTO3 for eDNA (E)). 

Ces photos (figure 46) mettent en evidence que sur l’ensemble des marqueurs utilisés, un certain 

nombre ne fluoresce pas en fonction des souches sur lesquels ils sont appliqués. 
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Chapitre III :  
Etude des interactions entre différentes 
bactéries marines et l’amibe A. 
castellanii 
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Les amibes et protistes amiboïdes forment un groupe large et diversifié d’eucaryotes 

caractérisés généralement par différents types de pseudopodes. Ils représentent une part 

importante de la diversité eucaryotique. En 2007, il y a avait plus de 15 000 espèces décrites 

(Adl et al., 2007). La campagne « Tara Oceans » a mis en évidence que la plupart de la 

biodiversité planctonique eucaryote au sein des groupes de protiste hétérotrophe pouvait être 

considérée comme étant des brouteurs de bactéries. Aujourd’hui pour les sédiments ou les zones 

benthiques, il n’y a pas de grandes campagnes océanographiques qui aient explorées la diversité 

micro-eucaryotique en milieu marin. Dans de multiples études, différents auteurs ont mis en 

évidence l’abondance des Rhizaria, parmi eux les taxons des Acantharea et Vampyrellidae et 

les Polycistines tandis que les Tubulinea semblent dominer chez les Amoebozoa (Forster et 

al., 2016 ; Massana et al., 2015 ; Park et al., 2008). Les énumérations ont permis de mettre en 

ITATION {"citationID":"aooka4dc49","properties":{nt tique en milieu marin. Dans de 

multiples études, différents auteurs ont mis en évidence l’abondance des Rhizaria, parm (Huws, 

McBain et Gilbert, 2005 ; Seiler et al., 2017). Il est donc envisageable que ces organismes 

face partie intégrante des écosystèmes biofilms et qu’ils se nourrissent préférentiellement des 

bactéries disponibles dans ces environnements. Par conséquent les protistes amiboïdes et les 

bactéries des biofilms qui ont partagé une longue histoire co-évolutive ont potentiellement dle 

que ces organismes face partie iurant la survie et la coexistence entre ces deux partenaires (Matz 

et Kjelleberg, 2005eiler z et al., 2008).  

Afin de complexifier le modèle du biofilm, il a été choisi d’étudier les interactions entre un 

panel de bactéries marines et un de leurs principaux prédateurs, les amibes. Dans un premier 

temps, différentes amibes marines que nous avons commandées à des centres internationnaux 

de collections de cultures d’organismes marins (Culture Collection of Algae and Protozoa, 

Scottish Marine Institute, Dunbeg, Oban, UK), telles que Acanthamoeba griffini CCAP 1501/4 

ou Vahlkampfia dumnonica CCAP 1588/9 ont été cultivées au laboratoire.  Cependant, du fait 

des difficultés pour axéniser ces cultures et du manque d’information générale sur ces souches, 

un organisme modèle a été choisi. L’amibe Acanthamoeba castellanii est un organisme 

ubiquiste qui a été isolé à partir de différentes sources incluant le sol, les eaux naturelles ou 

artificielles (comme les réseaux de distribution) et les eaux marines  (Fernandez et al., 1989 ; 

Page, 1983 ; Rogerson et Laybourn-Parry, 1992 ; Sawyer, 1980).   De plus, les amibes libres 

telles qu’A. castellanii sont considérées comme des brouteurs sur surfaces. Par conséquent, des 

bactéries en biofilm pourraient donc partager la même niche écologique que les bactéries de la 

collection de Toulon (Huws, McBain, et Gilbert, 2005 ; Seiler et al., 2017). Elle a également 
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l’avantage d’être utilisée comme modèle dans les interactions bactérie/amibe avec différentes 

souches bactériennes y compris des souches d’origine marine (Hilbi et al., 2007 ; Laskowski-

Arce et Orth, 2008 ; Reyes-Batlle et al., 2017 ; Van der Henst et al., 2016).   

Les mêmes bactéries que précédemment ont été choisies. Comme expliqué au chapitre 

précédent, ces bactéries qui ont été isolées à partir de biofilm de la rade de Toulon, ont des 

capacités différentes à adhérer et à former du biofilm (Brian-Jaisson et al., 2014 ; Camps et 

al., 2011 ; El-Kirat-Chatel et al., 2017). On peut se demander si ces différences en terme de 

formation de biofilm par exemple peuvent influencer l’interaction qu’elles peuvent mettre en 

place avec l’amibe ou l’efficacité du broutage opéré par ce protozoaire. Il est intéressant de 

noter que P. mediterranea TC4 est également une espèce qui se détache le plus 

métabolomiquement de ces compatriotes  (Favre et al., 2017) L’objectif est donc d’abord dans 

ce chapitre d’étudier les interactions amibe-bactérie 2 à 2 avant d’étudier dans le chapitre 

suivant ce que l’ajout de l’amibe sur les biofilms préformés de ces bactéries pourrait engendrer. 

Ces travaux font l’objet d’une publication qui est en cours de soumission. 

Dans cette étude, les différents anticorps développés précédemment et dirigés contre ces 4 

bactéries ont été utilisés afin de suivre le devenir des bactéries dans les amibes et de vérifier si 

l’association étroite des bactéries et des protozoaires aboutit à la mise en place de stratégies 

d’adaptation et de survie des bactéries ou si elles sont toutes rapidement digérées par l’amibe 

(Matz et Kjelleberg, 2005 ; Matz et al., 2008).  
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Summary  

Free-living amoeba are members of microbial communities in terrestrial, fresh and marine 

habitats. Protozoa are known to live in close association with bacteria, against which they are 

considered to be a major predator in many ecosystems. The first associations between amoeba 

and bacteria have been described for human pathogenic bacteria, which can multiply within its 

host. Other potential paths for bacterial adaptations against predation by protozoa have been 

recently described. Despite their potential importance, very little is known on protozoa, for 

which very few molecular and cellular tools, and genetic information are available. Overall, 

very few studies have focused on interactions between marine bacteria and protozoa. This is 

the first investigation of interactions between marine bacteria isolated from immersed biofilms 

displaying different phenotypical traits and the ubiquitous amoeba Acanthamoeba castellanii.  

Here, we show that each bacterium are following a singular intracellular path within this host 

cell. Among those, one of them appears to be expelled into vesicles outside the protozoan host. 

Using a CLSM colocalization approach with the nucleolin, we also made the first original 

observation of an intranucleolar bacteria within an eukaryotic host cell.  

Keywords: Marine bacteria, amoeba, intracellular trafficking, vesicles expulsion, 

intranucleolar niche 

Introduction  

Protozoa such as free-living amoeba are important members of microbial communities in all 

terrestrial, fresh and marine environments. Protozoa are known to live in close association with 

bacteria in many ecosystems such as biofilms (Matz et al., 2008a). Predation by protozoa is 

considered to be the leading cause of bacterial death (Sherr and Sherr, 2002). Nowadays, studies 

are mostly focused on understanding the physiology and regulation of sessile bacteria without 

enough taking in consideration other major players of microbial communities (Matz et al., 
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2008a). The close association of bacteria and protozoa in biofilm and their long co-evolutionary 

history are thought to give rise to a series of bacterial adaptations ensuring survival and 

coexistence (Matz and Kjelleberg, 2005). Protozoa are considered like a “Trojan horse” for the 

selection of pathogen bacteria (Barker and Brown, 1994; Molmeret et al., 2005). In marine 

environment, protozoa could be having a major impact on the selection of bacteria in biofilm 

ecosystem and on the selection of pathogens in aquaculture. Studies on the coexistence of 

bacteria and protozoa including amoeba in the environment are emerging but little is known on 

the establishment of this type of relationship in particular when marine microorganisms are 

considered. 

The first interactions between amoeba and bacteria that have been reported involved human 

pathogenic bacteria (Rowbotham, 1980; Molmeret et al., 2005). Since then, various potential 

routes of bacterial adaptations against predation by protozoa have been described. Two types 

of bacterial adaption or resistance towards amoeba has been recently proposed: pre-ingestional 

and post-ingestional with various adaptation strategies associated with bacterial size or 

grouping, bacterial speed, amoeba surface masking, digestional resistance, toxin release or 

intracellular growth (Matz and Kjelleberg, 2005). In recent years, original interactions have 

also been discovered in marine environments. For instance, several intranuclear bacterial 

symbionts of marine amoeba have been identified (reviewed in (Schulz and Horn, 2015)). 

While different types of interactions have been described with various bacteria, mostly human 

pathogens, very few studies have been interested in interactions between marine and more 

widely non-pathogenic bacteria with protozoa, their intracellular fate and the potential outcome 

within the microbial communities.  

Different marine bacteria have been isolated from biofilm recovered from Toulon bay, France 

(Camps et al., 2011; Brian-Jaisson et al., 2014). These bacteria have been identified and 

characterized on their capacity to swim, adhere and form a biofilm in vitro in different 

conditions (Brian-Jaisson et al., 2014). Among the Toulon collection (TC) strains, we have 

identified, a new species of Persicivirga named mediterranea (TC4), a species belonging to the 

Polaribacter genus (TC5), and 2 strains of Shewanella (TC10 and TC11). In this study, we 

have investigated the interactions between these four different marine bacterial strains selected 

on the basis of their phenotypical differences (Brian-Jaisson et al., 2014; El-Kirat-Chatel et al., 

2017; Favre et al., 2017) and an amoeba susceptible to occupy the same ecological niche, the 

ubiquitous axenized amoeba, Acanthamoeba castellanii. A. castellanii has been isolated from 

various sources including soil, natural and tap waters as well as marine samples (Sawyer, 1980; 
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Page, 1983; Fernandez et al., 1989; Rogerson and Laybourn-Parry, 1992) and has been used as 

a model organism for bacteria-amoeba interaction studies with different bacteria, including 

marine bacteria (Hilbi et al., 2007; Laskowski-Arce and Orth, 2008; Van der Henst et al., 2016; 

Reyes-Batlle et al., 2017). We show that first all the bacteria are phagocytized within the 

protozoan cells and that bacterial uptake occurs at very different efficiency; second, none of 

them are totally eliminated by A. castellanii during the 48h incubation, even when inoculated 

at low concentration; third and most importantly, each bacteria are following a singular 

intracellular fate. Among these intracellular paths, Shewanella sp. TC11 appears to be expelled 

from the amoeba in vesicles at 24h and we made the first observation of an intranucleolar 

bacteria (P. mediterranea TC4) within an eukaryotic host cell.  

Results 

A. castellanii phagocytizes the marine bacteria TC5, TC10 and TC11. 

To study marine bacteria-amoeba interactions, a medium in which both partners could survive, 

without replicating, had to be selected. Among a set of media tested (data not shown), NSS, 

which tends to mimic the marine environment composition, appeared to be the most promising 

one. NSS did not induce a significant decrease in the overall bacteria and amoebae number and, 

none of them grew either in this low nutrient solution (figure 52 SF). The advantage low nutrient 

media is that they tend to promote interactions between both partners (Schulz et al., 2014).  

To know if bacteria could exert a potential cytotoxic effect on the protozoan cells, propidium 

iodide was used on the protozoa incubated with each of the strains at MOI 100 . The results 

show that none of the bacteria triggered a cytotoxic effect on A. castellanii, similar to the non-

infected cells and in sharp contrast with the formalin-killed control samples (figure 53 SF). 

With the purpose of evaluating the bacterial fate when cocultured with amoeba, amoeba were 

cultivated in the presence of bacteria in NSS, lysed, harvested then bacteria cells were 

enumerated within lysed amoeba cells (figure 54 SF). An absence of bacteria cells within 

amoeba would generally suggest an absence of phagocytosis, a decrease of bacteria cells count 

over time would indicate that the phagocytosis is followed by a digestion of bacteria or a release 

of bacteria in the medium, whereas an increase in bacteria numeration would indicate a 

replication of bacteria within the amoebal cells. Our results showed that intracellular bacteria 

CFU decreased significantly for TC5, TC10 and TC11 by a factor 10 to 1000 depending on the 

bacteria (figure 54 SF). For TC4, no bacteria could be detected, however in contrast with the 
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other strains, TC4 appeared sensitive to the triton treatment used for amoeba cell lysis (data not 

shown).  

Taken together, these results show that when cultivated alone in NSS, the overall proportion of 

amoeba and bacterial cells in the coculture experiments did not show variations over 48h. 

However when in interaction, no bacteria cytotoxic effect toward amoeba was detected but an 

overall decrease of intracellular bacterial concentrations for TC5, TC10 and TC11, suggesting 

that a phagocytosis of bacteria by the amoeba occurs, followed by bacterial digestion and/or 

release. 

All the marine bacteria are phagocytized in different proportion and persist over 48h 

within A. castellanii 

To characterize the mechanisms behind the phagocytosis events, the interaction between A. 

castellanii and the four bacterial marine strains were analyzed using CLSM. The monitoring of 

the coincubated micro-organisms over the 48h time period using CLSM shows that bacteria 

were phagocytized by A. castellanii in different proportions and appeared to display different 

behavioral patterns (figure 47 and 48). The evaluation of the presence of intracellular bacteria 

within A. castellanii indicates that most (i.e 90%) of all amoeba contained P. mediteranea TC4 

at both MOI 10 and MOI 100 (figure 47A) at all time points. The fact that no increase or 

decrease of the number of infected cells was observed suggests some stability in the interaction 

over time. Shewanella sp. TC11 was present in most amoeba at T0h (about 99%), but their 

numbers sharply decreased from T24h at both MOI and reached about 57% and 19% at MOI 

10 and 100, respectively at T48h (figure 47B). For Polaribacter sp. TC5, only 50% at MOI 10 

and 72% at MOI 100 could be observed at most (figure 47C). A significant decrease of infected 

cells was observed after 24h at both MOI and this number stayed stable up to 48h. The 

phagocytosis of Shewanella sp. TC10 was observed in about 21% or 53% of the cells at MOI 

10 and 100 respectively from T0h (figure 47D). These numbers decreased as well afterward but 

bacteria were still present within cells at T48h. Therefore, these results show that A. castellanii 

phagocytosis occurred at different rate, and that marine bacteria behave in a different manner 

once inside, which could suggest that they utilize different mechanisms to circumvent rapid 

amoebal predation, since the four bacteria are still present at 48h. 
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Figure 47: The marine bacteria are phagocytized and persists within A. castellanii over 48h. Kinetics of A. castellanii 
infection was monitored over a course of 48h at MOI 10 and MOI 100 by marine bacterial strains: Persicivirga 
mediteranea TC4 (A), Schewanella sp. TC11 (B), Polaribacter sp. TC5 (C) and Schewanella sp. TC10 (D). The 
percentage of amoeba containing bacteria was determined at T0h, T24h and T48h. Values are the means of three 
replicates, error bars represent standard deviations and asterisks indicate significant differences to the samples (P: 
**<0.01 and ***<0.001). 

TC4 is located within the nucleolar compartment  

Analysis of CLSM images show that most of the protozoan cells have invaginated few TC4 

(figure 48Aa-e). Most of the TC4 immunostaining appeared to be associated with the DAPI 

staining (figure 48Ae). The results show that at T0h more than 60% of the bacteria colocalized 

with DAPI and this number increased with incubation time, reaching 90% at 48h (figure 48A 

and 49A). It suggests that this bacterium is localized within or nearby the nucleus of the host 

cells. This observation could be made at all time points and at both MOI (data not shown), 

suggesting that the bacterium goes quickly (within the 3h of contact time) toward the nucleus 

area and stays in this intracellular niche for over 48h. The 3D images displayed in two axial 
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planes y/x and z/x (rotation of 3D images)  showed that TC4 staining was mostly detected in 

the middle of the DAPI staining area, suggesting a central location of the bacteria in the nucleus 

(figure 49A). To confirm the location of TC4 in the amoeba nucleus, we performed TEM 

experiments. TEM photographs showed the presence of one to six electron dense structures of 

the size of a bacteria per amoeba (figure 50a and b). A large majority of these structures were 

observed in the nucleus of the amoeba and more precisely they were observed in the electron-

dense area of the nucleus, corresponding to the nucleolar compartment. This result suggests that 

TC4 cells are located in the nucleolus of amoebal cells. To verify this observation, antibodies 

directed toward the nucleolin protein known to be located within the nucleolus were used 

(Lozano-Amado et al., 2016). The results show that at T0h around 50% of bacteria colocalized 

with the nucleolin labelling, demonstrating that bacteria were already located within the 

nucleolus by that time (figure 49B and C). At T24h and T48h, the proportion of bacteria 

colocalizing with the nucleolin labelling increased to reach over 60%. Therefore, more than 

half of TC4 are already associated with the host nucleolus within the first 3h of the contact time 

and stay there during at least 48h. Therefore, our data suggest that TC4 goes rapidly in the 

nucleolar compartment of the amoebal cells and stays there for a long period.  
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Figure 48: Bacteria are found in distinct locations within A. castellanii. (A) TC4 is located nearby the nucleus while 
TC5, TC10, TC11 are cytoplasmic. Persicivirga mediterranea TC4 (a, b, c, d, e) was visualized using FITC (green)-
conjugated polyclonal antibodies (PAb)(black arrows: nuclear bacteria; white arrows: cytoplasmic bacteria). 
Shewanella sp. TC11 (f, g, h, i, j) was labelled with Alexa Fluor 594 (red)-conjugated PAb. Polaribacter sp. TC5 (k, l, 
m, n, o) was observed with PAb conjugated to Alexa Fluor 633 (magenta). Shewanella sp. TC10 (p, q, r, s, t) harbored 
the plasmid pX5-GFP (green). For all bacteria, pictures were taken using CLSM at T0h and at MOI 100. (B) TC11 is 
expelled in vesicles out of the cells over a course of 48h. Shewanella sp. TC11 was observed in association with amoeba 
at MOI 100 at T0h (a), T24h (b), T48h (c) (g and h black arrows: intracellular bacteria-filled vesicles; white arrows: 
expelled bacteria-filled vesicles). In each picture, amoeba were observed using DAPI (blue) and with the corresponding 
DIC picture of the CLSM. 
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Figure 49: TC4 is located within the nucleolus.  Persicivirga mediterranea TC4 (a, b, c, d, e) was visualized using FITC 
(green)-conjugated polyclonal antibodies (PAb) and amoeba cells were labelled with DAPI. The 3D CLSM images of 
TC4 are displayed in 2 axial planes (A). Persicivirga mediterranea TC4 (a, b, c, d, e) and amoeba were labelled as above. 
The nucleolin protein is labelled with C23 antibodies conjugated to CruzFluorTM594. The related evaluations in 
percentage of the colocalization with DAPI and C23 stainings for each of the intracellular bacteria or group of bacteria 
at T0h, T24h, and T48h (B and C). Values are the means of three replicates, error bars represent standard deviations 
and asterisks indicate significant differences to the samples (P: *<0.05 and **<0.01). 

TC5, TC10 and TC11 are localized in the cell cytoplasm and TC11 appears to be expelled 

outside the protozoan host at 24h 

Analysis of the CLSM images as well as TEM photographs showed that TC5, TC10 and TC11 

are located in the cytoplasm (figure 48Af-t). TC11 are phagocytized in numerous phagosomes 

within the protozoan host and by groups of one or more bacteria at both MOI (figure 48Af-j 

and figure 50g-j). At T24h, structures resembling to vesicles (also called pellets) containing 

bacteria appeared outside the amoeba (figure 48Bb, white arrows and 4k) and at T48h, bacteria 

seem to have been released from their vesicles (figure 48Bc, white arrows). This suggests that 

TC11 have been expelled from the cells and this is further supported by the decrease of 

intracellular bacteria in the CFU experiments (figure 47B). In CLSM images, TC5 is also shown 

within the cell cytoplasm in isolated phagosomes (figure 48Ak-o). TEM Images suggests that 

at T0h one or two bacteria are within phagosomes, some within intact phagosome, others within 

phagosomes with compromised membranes (figure 50c, d). Similarly, TC10 appears to be 
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within the cytoplasmic area of the protozoan cells on CLSM and TEM images within intact and 

disrupted membranes (figure 48Ap-t and 50e, f). In addition, while TC11 is present in groups 

in 5 to 20 phagosomes, filling most area of the cell cytoplasm of bacteria, TC4, TC5 and TC10 

appears to have been invaginated in very small groups of bacteria in one or 2 phagosomes at 

the time (figure 48Ae, j, o, t). Therefore, our results show that the four marine bacteria are 

phagocytized in different quantity/rate and they follow most probably different intracellular fate 

when they are phagocytized within A. castellanii. This suggests that bacteria utilize different 

mechanisms triggering such different patterns within their host. 

 

Figure 50: TEM photographs show the morphological characteristics of the bacteria and their phagosomes within A. 
castellanii. Photographs were taken at T0h for P. mediterranea TC4 (a, b), Polaribacter sp. TC5 (c, d), Shewanella sp. 
TC10 (e, f), Shewanella sp. TC11 (g, h) and at T24h for Shewanella sp. TC11 (i, j) within amoeba, or within a vesicle 
outside the amoeba cells (k) (white arrows: bacteria; nu: nucleus; no: nucleolus). 

The bacterial strains follow different intracellular paths within A. castellanii 

In order to better understand to which extent these marine bacteria could follow each a different 

intracellular path, colocalization studies were performed using CLSM with an intracellular 

marker, the pHrodo™ Red Dextran staining, which color goes toward the red along with the 

vacuoles acidification.   
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We showed previously that at T0h more than 60% of the TC4 bacteria colocalized with DAPI, 

and that this value increased to 90% at T48h (figure 49B). In order to check if the bacteria that 

were in the cytoplasm were in acidified endosomes, cells were subjected to pHrodo™ Red 

Dextran staining. The results show that about 70% of the cytoplasmic TC4 strains colocalized 

with pHrodo™ Red Dextran staining at T0, which suggest that lysosomal fusion with bacterial 

endosomes occurred for a majority of the cytoplasmic bacteria (figure 51A).  

 

Figure 51: The four marine bacteria follow a specific intracellular trafficking within A. castellanii. Colocalization of P. 
mediterranea TC4 (A1), Shewanella sp.TC11 (B1), Polaribacter sp. TC5 (C1), and of Shewanella sp. TC10 (D1) was 
performed with acid endosome pHrodo staining at T0h. Bacteria were labelled with either polyclonal antibodies 
conjugated with FITC (green) for TC4, Alexa Fluor 633 for TC5, Alexa fluor 594 (red) or CruzFluorTM 488 (green) 
for TC11, or with the pX5-GFP for TC10. DAPI staining (blue) was used for the visualization of the host cell. Each set 
of pictures includes a superposition with the corresponding DIC picture. A2, B2, C2, D2 are the related evaluations in 
percentage of the colocalization with pHrodo staining for each of the intracellular bacteria filled-phagosomes at T0h, 
or T0h, T24h, and T48h. Values are the means of three replicates, error bars represent standard deviations and asterisks 
indicate significant differences to the samples (P: *<0.05 and **<0.01). 

 

The other bacteria TC5, TC10 and TC11 appeared to be in the cytoplasm. The most striking 

difference was associated with Shewanella sp. TC11 intracellular trafficking with a high 

phagocytosis proportion of this strain, in multiples phagosomes compared to the other bacteria, 
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and an important expulsion of bacteria-containing vesicles outside the host cell at 24h. In order 

to known if some of the numerous phagocytized bacteria were routed to acidified compartment, 

pHrodo™ Red Dextran staining was used on the infected cells at T0h, T24h and T48h. The 

staining of endocytic compartments shows that compartments are not or little acidified at T0h 

(figure 51B1 and B2). After 24h and 48h post infection, about 70% and 60%, respectively, of 

the bacteria-containing vacuoles colocalized with the pHrodo staining. Therefore, acidification 

of the TC11 phagosomes occurs after 24h or 48h, which does not appear to prevent expulsion 

of bacteria filled vesicles outside the host cells and subsequent release of the bacteria in the 

extracellular medium.  

Both Polaribacter sp. TC5 and Schewanella sp. TC10 were phagocytized into phagosomes by 

A. castellanii at both MOI. Only 1 to 4 bacteria per infected amoeba were observed at T0h. The 

pHrodo staining was then used to verify if these bacteria were within acidified endocytic 

compartments as suggested by TEM pictures (figure 50d, e). At T0h, while only about 30% of 

TC5 colocalized with pHrodo staining, more than 80 % of TC10 did (figure 51C1, C2, D1 and 

D2). For TC5, the percentage of acidified endosomes decreased with the time to reach about 

5% at T48h. This suggests that TC10 is the bacteria the more rapidly digested within amoebae, 

while for TC5, the digestion appears slower. This is also supported by CFU numeration of 

intracellular bacteria (figure 54 SF). Taken together, these results show that acidification occurs 

in different proportion and different paces for each strain, while undergoing their own 

intracellular trafficking, suggesting that bacteria utilize different mechanisms to circumvent or 

resist this process. 

Discussion 

This study is the first description of interactions between 4 different marine bacteria isolated 

from the Mediterranean Sea (Brian-Jaisson et al., 2014) and the amoeba A. castellanii. The 4 

marine bacteria have been isolated from immersed biofilms, where they are supposed to 

encounter predators such as amoeba. The consumption of bacteria by protozoa is a well-known 

phenomenon in most environments including the marine environment. Our findings show that 

protozoan interactions with bacteria considered as non-pathogenic can unravel different 

intracellular paths including intranucleolar localization and expulsion of bacteria-filled vesicles 

outside the protozoan cells, when we could have expected a quick bacterial grazing for all of 

them. Despite an important diversity of amoeba present in the marine environment, these 

microorganisms and their interactions with bacteria are poorly studied and understood.  
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Our results show that P. mediterranea TC4 was found within the nucleolar compartment of A. 

castellanii. To our knowledge, this location has never been described in the literacy for bacteria. 

In some cases, bacterial symbionts have been identified in the nucleus of protozoan cells 

(reviewed in (Schulz and Horn, 2015)) but due to the difficulty of recovering non-culturable 

bacteria from this location, very few infection studies have been performed, which usually 

allow further molecular and/or cellular investigations (Rautian and Wackerow-Kouzova, 2013; 

Sato et al., 2014; Schulz et al., 2014; Mehari et al., 2015). For instance, the re-infection of an 

isolated protozoa by intranuclear symbiontic bacteria, which is able to recolonize again the 

nucleus of cells of Hartmannella sp. and A. castellanii (Schulz et al., 2014) or of some ciliates 

Paramecium (Bella et al., 2016) have been described. Intranuclear bacterial parasites have also 

been identified within mussels from deep sea environments (Zielinski et al., 2009) or other 

invertebrates (Elston, 1986; Azevedo, 1989; Friedrich et al., 1999), and few pathogenic bacteria 

such as Burkholderia pseudomallei (Vadivelu et al., 2017) or obligate intracellular bacteria 

belonging to the Rickettesia genus (Burgdorfer et al., 1968; Burgdorfer and Brinton, 1970; 

Urakami et al., 1982) have been detected in the nucleoplasm of murine or human cells.  

Studies on the mechanisms explaining how the bacteria reach the nucleus are very rare. In the 

case of B. pseudomallei, while bacteria are mostly cytoplasmic, few dormant bacteria were 

found within the nucleus of human and murine epithelial cells, which they reach after escape 

and multiplication into the cytoplasm, and formation of actin comet tails to enter this location 

(Vadivelu et al., 2017). In the case of the symbiont Candidatus Nucleicultrix amoebiphila 

recovered from Hartmannella sp. isolated from an activated sludge sample, the purified 

bacterium was used for re-infection studies and was able to reach the nucleus of Hartmannella 

sp. within 4 to 6h and quickly started replicating. They reached this location right after bacterial 

escape in the cytoplasm from endosomes fused with lysosomes. The bacteria became lytic for 

Hartmannella sp. FS5 and A. castellanii after 96h, while being located within the nucleus. 

Infection was not observed for Acanthamoeba sp UWC8 and Naegleria gruberi (Schulz et al., 

2014) suggesting it is a host cell-dependent mechanism. In our case, TC4 appears to find, in a 

similar time frame, a stable niche in the nucleolar compartment, in which it stays for at least 

48h, without any signs of elimination, expulsion, or replication. No difference between MOI 

10 and 100 was observed suggesting that the phagocytosis capacity of the amoeba cells were 

already at its maximum at MOI 10. Since a majority of the few cytoplasmic bacteria colocalized 

with acidified endosomes, it is possible that either some bacteria are quickly digested during 

the infection process while others are routed to the nucleolus or, they manage to escape after 
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lysosomal fusion into the cytoplasm before going to the nucleolus as previously described 

(Schulz et al., 2014). The mechanism by which the TC4 bacterium goes from the endosomal to 

the nucleolus compartment remains to be discovered. Nucleolus is known to be often hijacked 

by effector proteins secreted by pathogenic intracellular bacteria such as L. pneumophila, as its 

first role is rRNA synthesis, ribosome biogenesis, mitosis regulation and cell proliferation, that 

bacteria may exploit for their own survival as do numerous viruses (Bierne, 2013). The 

intranuclear and even more intranucleolar location may represent the best protective niche for 

establishing symbiosis or parasitism within host cells, as bacteria are protected from 

cytoplasmic processes such as digestion (Schulz and Horn, 2015). Culturable bacteria such as 

TC4 may help understanding how bacteria enter the nucleolus and stay there. It is interesting 

to note that it’s the first description of an endonuclear and therefore endonucleolar bacteria 

among flavobacteria.  

Another interesting intracellular fate found in this study is the one of Schewanella sp. TC11, 

which are found in expelled vesicles after 24h infection of A. castellanii. The formation of 

vesicles or fecal pellets have been shown to represent an advantage against harsh conditions 

and allows bacterial survival such as chlorine, antibiotics, and biocides (Berk et al., 1998; 

Brandl et al., 2005; Raghu Nadhanan and Thomas, 2014). It is also involved in spreading on 

long distance of respirable particles (Berk et al., 1998). A. castellannii are able to produce both 

cysts, vesicles, and multilamellar bodies containing bacteria such as L. pneumophila or 

Francisella tularensis (Berk et al., 1998; Abd et al., 2007; Bouyer et al., 2007; Berk et al., 2008; 

El-Etr et al., 2009; Lambrecht et al., 2015; Sanchez-Hidalgo et al., 2017). Bacteria in cysts are 

less likely to be able to easily propagate as they are originated from a single trophozoite cell, 

while numerous vesicles containing bacteria are released through exocytosis, which is a 

continuous process for some grazing protozoa (Berk et al., 2008; Denoncourt et al., 2014; Bella 

et al., 2016; Van der Henst et al., 2016). Vesicles can be of different morphologies as described 

previously (Berk et al., 2008; Trigui et al., 2016). For instance in the case of the protozoa 

Tetrahymena pyriformis, some vesicles contained amorphous material and fragments of 

membranes, others contained non continuous membranous materials or whorls, while 

sometimes they lacked of defined membrane around them or were a mix of all above 

descriptions (Berk et al., 1998; Berk et al., 2008). The ability of the bacteria to be packaged by 

the protozoa is known to be dependent on the bacterial strains, the protozoa and the culture 

conditions (Chen et al., 2004; Berk et al., 2008; Paquet et al., 2013; Denoncourt et al., 2016). 

In our case, the TEM picture of the Figure 4k shows that a membrane is surrounding the vesicle 
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that contains at least one TC11 bacteria. This expulsion and propagation of bacteria-filled 

vesicles from protozoa could be a widespread phenomenon in environment including in the 

marine environment.  

Polaribater Sp TC5 and most importantly Schewanella sp. TC10 are the least able to be 

phagocytized by A. castellanii. While few TC5 colocalize with acidified endosomes, a majority 

of TC10 did. One observation that could explain a poor phagocytosis is the fact that TC10 is 

able to filament in some conditions, which was not observed with the other bacteria. In NSS 

the bacteria appeared to filament in a lesser extent than in the rich VNSS medium (figure 55a, 

b SF). When either the filtered supernatants of A. castellanii or the amoebae themselves are 

inoculated with the bacteria (whether at the same time or 24h after bacteria settlement), TC10 

appears as longer and bigger filaments (figure 55c, e, f SF). Within the cell, TC10 displays 

smaller shape than filamentous bacteria found outside the cell. It is therefore possible that 

bacteria are able to shape filaments as a defense mechanism to avoid amoeba phagocytosis, 

which would up-take only the smaller bacteria. This hypothesis would need to be further 

investigated. Morphological plasticity as part of phenotypic heterogeneity have been poorly 

studied while it may play a functional role within isogenic bacterial populations (reviewed in 

(Shen and Chou, 2016)). Filamentous morphology is known to provide survival advantages in 

particular during environmental stress, the presence of antibiotics or predators (reviewed in 

(Justice et al., 2008)). While some intracellular replicating bacteria form filaments within its 

host cells, it has been shown that in order to survive in their environment, some opportunist 

bacteria can modify their morphologies when in presence of their predator to avoid grazing 

(Hahn and Höfle, 2001; Jürgens and Matz, 2002). The size and shape depend on the bacteria 

and preference for grazing on the protists (Horvath et al., 2011; Lamrabet and Drancourt, 2013). 

The mechanisms behind it is still to be understood, as it is not clear what really triggers the 

filamentation, unavailability of some nutrients or molecules produced by the protists. While in 

our experiments, media seem to play a role, amoeba definitely appear to trigger a change in 

TC10 morphology. Moreover, swimming speed of the bacteria can also be a way for the bacteria 

to escape phagocytosis by the protozoan host (Matz and Jurgens, 2005). It is interesting to note 

that in our case, the phagocytosis rate is not correlated to the presence of flagella, as non-motile 

TC5 and TC4 and motile TC10 and TC11 were phagocytized in very different proportions. At 

last, Polaribacter sp. TC5 appears to resist or slow down the rate of phagosomes acidification 

as very few bacteria at 24h and 48h colocalized with pHrodo compared to TC10 at T0h. 

Although the decrease in intracellular TC5 CFU appears the slowest, it is surprising that the 
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decrease in the proportion of infected amoeba was similar to TC10. One explanation could be 

that the bacteria did not bear acidification of their compartments similarly. It is well known that 

some bacteria can resist acidified environments and that acidification of phagolysosomes is not 

the only cause of bacterial death (Butler et al., 2010). Overall, if we consider that part or most 

of the bacteria are being digested, which is supported for TC5, TC10 and TC11 by the decrease 

of the number of infected amoeba over time, as well as the decrease of the intracellular bacteria 

CFU, the digestion process, occurring through different potential mechanisms that remain to be 

better characterized, still allow the observation of bacteria at 48h. 

In conclusion, as most microorganisms live preferably in close association in biofilm 

communities, understanding interactions between protozoa and bacteria is of major importance 

to understand the place of grazing and its role in the biofilm ecology. This study represents the 

first investigation of various interactions between A. castellanii and marine bacterial strains. 

The analysis of only four marine bacterial strains, has led to the description of four specific and, 

for one strain, original patterns of intracellular trafficking. To our knowledge, we have made 

the first description of an intranucleolar bacteria within an eukaryotic host cell. The other 

bacteria present in the host cell cytoplasm are either able to be expulsed within vesicles outside 

the host cell, or follow their own elimination process through different strategies. Overall, this 

study brings a preview of the diversity of the interactions between eukaryotic cells and bacteria 

that could exist in the marine environment and that remains to be investigated. 

Experimental procedures 

Bacterial and protozoan strains:  

Four marine bacterial strains were used in this study: Persicivirga (Nonlabens) mediterranea 

TC4 (Toulon Collection), Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10, and Shewanella sp. 

TC11. These strains were isolated from surfaces immerged in the bay of Toulon (Camps et al., 

2011; Brian-Jaisson et al., 2014). All bacterial strains were grown in VNSS (Mårdén et al., 

1985) at 20°C, with shaking at 120 rpm. When the TC10 strain harbors the pX5 plasmid 

encoding GFP (kindly constructed by Dr. Aurore Puymège) the VNSS medium is  

supplemented with 6 µg/mL of chloramphenicol.  

A. castellanii is an axenized environmental isolate that was provided by Pr. F. Pernin (Institut 

des Sciences Pharmaceutiques et Biologiques-Faculté de Pharmacie-Université Lyon1, Lyon, 

France).  The amoeba, whose axenization implies that they do not require any addition of 

bacteria for growth, were grown into 175 cm² tissue culture flasks (Nunc™, Thermo Scientific, 
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Roskilde, Denmark) containing 30 mL of PYG (Peptone, Yeast-extract, Glucose) at 20°C. The 

coculture assays were performed in the NSS solution (Mårdén et al., 1985; Matz et al., 2008b).  

Bacterial labelling:  

TC10 pX5-GFP was obtained by conjugation using E. coli WM3064 as a donor strain. Briefly, 

post-exponential phase culture of WM3064 transformed with pX5-GFP by Cacl2 chemical choc 

was mated with post-exponential phase Shewanella sp. TC10 in a 1:1 ratio on VNSS plates 

containing 100 µg/ml of DAP (2,6-Diaminopimelic acid) (Sigma-aldrich, Saint Louis, 

Missouri, USA) overnight at 20°C. Shewanella sp. TC10 transconjugants were selected on 

VNSS DAP free agar plates containing 6 µg/mL chloramphenicol.  

Because transformation and conjugation assays of the bacterial strains only resulted in the 

creation of TC10 pX5-GFP despite numerous different conditions tested on the strains, 3 

polyclonal antibodies directed against the 3 other strains, TC4, TC5 and TC11 were ordered 

(ACRIS Antibodies GmbH, Herford, Germany) for labelling purposes. Strains were grown to 

post exponential phases and washed in PBS 1X by centrifugation at 3700 g for 10 min. The 

pellets were suspended in formalin 0,1 % PBS 1X at 4°C during 10 h and washed thrice with 

PBS 1X prior to obtaining a final concentration of approximately 108 cells/ml before sending 

them. The antigens were emulsified with an equal volume of Complete Freund’s Adjuvant and 

injected into three to four subcutaneous sites for the primary immunization. Subsequent 

immunizations were performed depending on hosts. TC4, TC5 and TC11 polyclonal antibodies 

were respectively designed into chicken, goat and rabbit hosts. 

Bacterial and amoeba numeration in NSS:  

Growth kinetics in NSS of amoeba has been performed every 24h over a time course of 96h 

directly on 175 cm² tissue culture flasks using an inverted optical Motic AE21 microscope 

(Motic, Kowloon, Hong Kong). Evaluation of bacterial concentration was performed at the 

same time points by measuring absorbance at OD600nm. 

Bacterial survival during A. castellanii co-incubation:  

Amoebae suspensions obtained by scrapping culture flasks (Corning Incorporated Costar®, 

New York, USA) were inoculated into 96 transparent well plates at 1.105 cells per well. Plates 

were incubated during 12h at 20°C to initiate amoebae adhesion at the bottom of the wells. Post 

exponentially grown bacteria suspended in NSS were inoculated on amoebae monolayers at a 

multiplicity of infection (MOI) of 10 or 100. Low speed centrifugation (5 min at 900 g) was 

used to move slowly the bacteria down toward the adhered protozoan cells, and initiate and 
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synchronize physical interaction between bacteria and amoeba as it is usually performed in 

many studies of bacteria-host cell interactions (Harrison et al., 2013; Allombert et al., 2014; 

Kicka et al., 2014; Lampe et al., 2016; Taylor-Mulneix et al., 2017). After 3h of contact time, 

the samples were washed off 3 times with NSS to remove extracellular bacteria and start the 

kinetics study at T0h, T24h and T48h. At each time points of the kinetic, host cell samples, 

treated with TritonTM X-100 (0.05%) during 15 min on ice,  were submitted to serial dilutions 

before plating 5 µl drops on VNSS agar plates for the estimation of the intracellular bacteria 

concentration. 

Cytotoxicity assay against A. castellanii:  

Bacteria and amoeba were prepared as previously described except that 24 well plates (Corning 

Incorporated Costar®, New York, USA) containing a sterilized glass coverslip into each well 

were used and that 5.105 cells per well were added in each well. Only MOI 100 samples were 

performed. After 24h, amoeba-associated bacteria were stained with propidium iodide (Thermo 

Fisher Scientific, Waltham, USA) according to the manufacturer’s instructions followed by 20 

min incubation at room temperature in the dark. Samples were then washed thrice with NSS 

before formalin fixation and mounting on a slide with a drop of ProLong™ Diamond Antifade 

(Molecular Probes™, Eugene, Oregon, USA). The percentage of live or dead cells was 

determined using CLSM (Zeiss LSM 510). A negative control corresponding to the non-

infected amoeba and a positive control corresponding to the non-infected amoeba treated with 

Formalin 3,7 %  and TritonTM X-100 (0.05%) to kill the cells were prepared before propidium 

iodide addition and subsequent fixation and mounting procedures.  

Bacterial localization within A. castellanii using CLSM:  

Bacteria and amoebae were prepared as previously described except that 24 well plates 

(Corning Incorporated Costar®, New York, USA) containing a sterilized glass coverslip into 

each well were used, that 5.105 amoeba cells were added in each well and that bacteria were 

both inoculated at both MOI10 and MOI100. At T0h, T24h and T48h, cells were fixed using 

Formalin 3,7 % during 1h for amoeba-associated TC10 pX5-GFP and TC5 strains, and using 

Acetone/Methanol (1:1, v:v) during 20 min at -20°C for amoeba-associated TC4 and TC11 

strains. The permeabilization steps were performed using TritonTM X-100 (0.05%) during 15 

min or using Tween® 20 (0.5%) during 20 min in order for the TC4 antibodies to access the 

nucleus. For the immunostaining, samples were blocked with BSA 3% (Acros organics, Geel, 

Belgium) in PBS 1X overnight at 4°C. The primary antibodies were added during 1h in BSA 

3% at 1/300 for Chicken-anti-TC4, 1/100 for Goat-anti-TC5 and 1/300 for Rabbit-anti-TC11. 
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After a second blocking step of 2h at room temperature, secondary antibodies were added in 

BSA 3% with DAPI at 5µg/mL (Sigma-aldrich, Darmstadt, Germany), at a concentration of 

1/4000 for Goat anti-Chicken IgY (H+L) conjugated to FITC (Invitrogen™,Waltham, 

Massachusetts, USA) for 1h, at a concentration of 1/2000 for Donkey anti-Goat IgG (H+L) 

coupled to Alexa Fluor 633 (Invitrogen™,Waltham, Massachusetts, USA) for 1h, at a 

concentration of 45 µL/mL for Donkey anti-Rabbit IgG coupled to Alexa Fluor 594 during 30 

min and at a concentration of 1/200 for Mouse anti-rabbit IgG coupled to CruzFluor™ 488. 

Finally, the coverslips were mounted with a drop of ProLong™ Diamond Antifade before 

observation using CLSM.   

For the observation of TC10 shapes and sizes experiments in function of the media or the 

presence of amoeba, post-exponential TC10 pX5-GFP grown in VNSS were let to adhere for 

3h on the surface or were resuspended in NSS just before the 3h adhesion step, or were added 

to amoeba monolayers at MOI100 (corresponding to OD600nm of 0.05) in NSS. In a second set 

of experiments, post-exponential TC10 pX5-GFP grown in VNSS were resuspended in NSS at 

an OD600nm of 0.4 and added to the surface for 3h. After 3 washes, they were either incubated 

for additional 24h alone, or in presence of a filtered amoeba surpernatants or in presence of 

5.105 cells/mL amoeba. After 24h incubation in NSS, the fixation, permeabilization, the DAPI 

labelling and the mounting steps were performed as above. 

At least three replicated infection experiments were performed and at least 100 amoeba cells 

were counted per sample under the 63x/1.40 Oil DIC objective. 

Colocalization studies with cellular organelles:  

The bacteria and the amoeba were prepared at MOI 100, as described above. The colocalization 

study of TC4, TC5, TC10 and TC11 strains with acid endosomes was performed at T0h, T24h 

and T48h using 40 µg/mL of pHrodo™ Red Dextran (Molecular probes™, Eugene, Oregon, 

USA). Samples were incubated during 20 min at 37°C. The colocalization with the nucleolus 

was carried out using mouse anti-nucleolin primary antibody (C-23(MS-3): sc-8031) (Santa 

Cruz biotechnology, Dallas, Texas U.S.A.) at 1/50 during 1h as previously performed (Lozano-

Amado et al., 2016). The secondary mouse antibody IgGκ (m-IgGκ BP-CFL 594: sc-516178) 

(Santa Cruz biotechnology, Dallas, Texas U.S.A.) conjugated to CruzFluor™ 594 was applied 

during 1 h at 1/50. 
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Bacterial localization within A. castellanii using Transmission electron microscopy (TEM):  

Coculture experiments took place in 24 well plates at MOI 100. At T0h, T24h and T48h, 

samples were fixed in 3.5% glutaraldehyde during 45 min at 4°C in NSS and post fixed with 

1% osmium tetroxide (OsO4) in 0.1 M sodium Sorenson's buffer for 1h. Dehydration in 

increasing ethanol concentration solutions was followed by embedding of the samples in 

LX112 resin (Ted Pella, Redding, California, USA). Ultrathin sections were stained with uranyl 

acetate followed or not by lead citrate at the CIQLE (Centre d' Imagerie Quantitative Lyon Est, 

platform of lyon1 university) or at the PiCSL-FBI core facility (IBDM UMR CNRS 7288, Aix-

Marseille University) and examined with a Tecnai G2 electron microscope (FEI, Hillsboro, 

Oregon, USA) operating at 200 kV at the PiCSL-FBI core facility. 

Statistics:  

For each experiment, at least 3 replicates were performed. To test for statistically significant 

differences (P<0.05) between different conditions and time points, a two way analysis of 

variance including the Bonferroni post-test were performed using SPSS 13.0 (IBM, Armonk, 

New York, USA). 
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Supplementary figures 

 
Figure 52: (Supplementary Figure) The NSS medium does not trigger major variations of cell numbers over 96h. 
Growth kinetics in NSS of P. mediterranea TC4 (blue line), Polaribacter sp. TC5 (purple dot line), Schewanella sp. TC10 
(red dash line), Schewanella sp. TC11 (green dash and dot line) and A. castellanii (black line) were evaluated using an 
inverted optical microscope for the amoeba and by OD600nm measurement over a course of 96h. Error bars show 
standard deviation based on three independent experiments. 
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Les courbes de croissance mettent en évidence qu’il n’y a pas d’évolution stricte du nombre de 

cellule au cours des 96h en milieu NSS. 

  

Figure 53: (Supplementary figure) None of the 4 marine strains are cytotoxic towards A. castellanii. Persicivirga 
mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Schewanella sp. TC10 and Schewanella sp. TC11 were inoculated in presence 
of  A. castellanii  and a cytotoxicity assay was performed 24h post infection using Propidium Iodide (PI). The number 
of dead amoeba cells were evaluated for A. castellanii in incubated with bacteria. The 2 controls includes non-infected 
amoeba and Formalin-killed(FK) amoeba. Values are the means of three replicates and error bars represent standard 
deviations. The results are representative of three different experiments. 

L’histogramme mets en évidence le taux de cellule morte de différents écahntillons par 

utilisation de l’iodure de propidium. Il s’agit d’un marqueur fluorescent qui rentre dans les 

cellules perméables. Aucune des quatre souches ne présente d’effet cytotoxique envers 

Acanthamoeba castellanii. 

 

Figure 54: (Supplementary Figure) The TC5, TC10, TC11 intracellular concentrations decrease during A. castellani 
infection. Polaribacter sp. TC5 (blue-full line), Schewanella sp. TC10 (green-dotted line) and Schewanella sp. TC11(red-
dashed line) were cocultured with A. castellanii at MOI 100 and the amoeba lysates in presence of each bacteria were 
analyzed by CFU numeration at T0h, T24h and T24h. Values are the means of triplicate samples, and error bars 
represent standard deviations. The results are representative of three different experiments. 

Les concentrations des bactéries TC5, TC10 et TC11 diminuent au cours du temps dans le lysat 

des amibes. Cela indique un potentiel relargage ou une potentielle digestion de celles-ci par A. 

castellanii. 
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Figure 55 : (Supplementary Figure) TC10 display different sizes and shapes in presence of amoeba. Post-exponential 
TC10 pX5-GFP grown in VNSS were let to adhere for 3h (a), were resuspensed in NSS prior to the 3h adhesion step (b) 
or were added to amoeba at MOI 100 in NSS (c). Post-exponential TC10 pX5-GFP grown in VNSS were resuspended 
in NSS at an OD600nm of 0.4 and added to the surface for 3h. After 3 washes, they were either incubated for additional 
24h alone (d), or in presence of a filtered amoeba surpernatants (e) or in presence of amoeba. Additional 24h incubation 
was performed prior to fixation, permeabilization, labelling and the mounting steps. 

 La bactérie Shewanella sp. TC10 forme des filaments en présence d’amibe ou uniquement dde 

surnageant précondiotionné d’amibe alors qu’elle ne présente que peu de ces filament seul en 

milieu VNSS ou NSS. 
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Chapitre IV :  
Etude des interactions entre l’amibe A. 
castellanii et les biofilms 
monospécifiques et multispécifiques 
des différentes bactéries marines  
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Le broutage planctonique par les protistes hétérotrophes est considéré comme une source 

majeure de mortalité bactérienne dans les environnements du sol, marins ou d’eaux douces 

(Huws, McBain et Gilbert, 2005). Celui-ci peut cependant induire des réponses à l’échelle de 

la communauté bactérienne et à l’échelle de l’espèce, tels que des changements morphologiques 

en termes de taille ou de filamentation des bactéries ou des changements de comportements tels 

que la formation d’agrégats bactériens.  

Aujourd’hui, le mode de vie en biofilm est toujours considéré comme étant un mécanisme 

adaptatif de défense contre les prédateurs en particulier contre les brouteurs (Matz et Kjelleberg, 

2005). Cependant, dès les années 90, des déclarations ont mis en lumière que les effets du 

broutage par les protozoaires pouvaient probablement être le facteur le plus important de 

contrôle de la composition des biofilms dans les écosystèmes aquatiques (Pedersen, 1990 ; Sun, 

Kjelleberg et McDougald, 2013). Il a également été rapporté une abondance non négligeable 

des protistes amiboïdes au sein des communautés de biofilms, ces protistes seraient capables 

de se déplacer au travers du biofilms, de brouter les bactéries et de causer des perturbations et 

des détachements importants de consortium cellulaire (Bigot et al., 2013 ; Erken et al., 2011 ; 

Jackson et Jones, 1991). Certains auteurs ont indiqué que la présence de protozoaires au sein 

d’un biofilm peut même stimuler la croissance du biofilm (Hahn et Hofle, 1998).  Jusqu’à 

présent, les études sur le biofilm se sont centrées sur les communautés procaryotes ou alors sur 

certaines algues comme les diatomées associées aux surfaces (Molino et Wetherbee, 2008). Au 

contraire du grand nombre de publication sur ces organismes associés aux surfaces, celles 

traitant du rôle des protozoaires dans ces environnements restent relativement peu nombreuses. 

Ces protozoaires ont pourtant été trouvés dans de multiples environnements y compris à 

différentes interfaces tels que celles entre les surfaces solides et l’air (Cowling, 1994), à 

l’interface air/eau (Pennak, 1963), ou les interfaces eau/surface solide. Sur cette dernière, les 

protozoaires ont été isolées sur les roches (Foissner, 1992), les macrophytes (Baldock, Baker, 

et Sleigh, 1983), les animaux (Fenchel, 1965), les détritus tels que les microplastiques  (Franco, 

1998), dans des agrégats de la colonne d’eau (Arndt, 1993 ; Caron, 1991) aussi bien que sur 

différents substrats artificiels   (Cairns et Yongue, 1968 ; Foissner, 1992 ; Jackson et Jones, 

1991). Certains d’entre eux peuvent être eux-mêmes pathogènes pour l’animal  (Hvas et al., 

2017). Par conséquent, étudier la place que peuvent avoir ces microorganismes dans 

l’environnement et leur lien avec les biofilms peut apporter des informations capitales dans 

divers secteurs d’activités y compris dans la gestion de l’eau, en raison de leur contrôle des 
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populations bactériennes et par conséquent leur impact sur la qualité de l’eau (Fried et al., 

2000 ; Sibille et al, 1998). 

Afin de comprendre qu’elle est la place de l’amibe dans les modèles de biofilms établis 

précédemment avec les quatre bactéries marines sélectionnées présentant des caractéristiques 

phénotypiques et une capacité à former du biofilm différentes, les interactions entre le biofilm 

préformé par les bactéries marines et Acanthamoeba castellanii ont été étudiées. Comme 

indiqué au chapitre précédent, cette amibe libre ubiquiste isolée à partir de différentes sources 

incluant le sol, les eaux douces et marines (Fernandez et al., 1989 ; Page et Protoza, 1983 ; 

Rogerson et Laybourn-Parry, 1992 ; Swayer, 1980), est utilisée comme modèle pour les études 

d’interactions bactérie/amibe y compris avec des souches d’origine marine (Hilbi et al., 2007 ; 

Laskowski-Arce et Orth, 2008 ; Reyes-Batlle et al., 2017 ; Van der Henst et al., 2016). Elle est 

considérée comme une spécialiste du broutage sur surface, donc des bactéries en biofilm (Huws, 

McBain, et Gilbert, 2005 ; Seiler et al., 2017). Celle-ci pourrait donc partager la même niche 

ecologique que les bactéries marines isolées de biofilms de la rade de Toulon. 

C’est pourquoi nous avons choisi d’évaluer en présence d’A. castellanii le comportement des 

quatre bactéries marines étudiées précédemment lorsqu’elles sont cultivées en biofilms 

monospécifiques ou en biofilms multi-spécifiques comportant les 4 souches étudiées au 

chapitre précédent. Cette étude a été rédigée sous la forme d’un article scientifique bien qu’elle 

puisse encore être largement complétée par des résultats complémentaires. 
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Abstract 

Protozoa such as free-living amoeba are important members of microbial communities in all 

terrestrial, fresh and marine environments. The biofilm and its matrix has been described as a 

fortress to protect bacteria from various harmful mechanisms, such as antimicrobials or 

predatory actions. The biofilm and protozoan grazing are poorly understood and very few 

studies have been interested in interactions between marine bacterial biofilms and protozoa 

susceptible to occupy the same ecological niche. In this study, we have investigated the 

interactions between the biofilms of four different marine bacteria with the ubiquitous axenized 

amoeba, Acanthamoeba castellanii. Here, we have shown that first all biofilms were subjected 

to detachment from the surface during the 24h interaction with amoeba; Second, the amoeba 

supernatant triggered the elimination of two of the bacteria from the surface, suggesting that A. 

castellanii produces chemical cues that may induce bacterial dispersal from monospecies 

biofilms and of each bacteria involved in the multispecies biofilm; Third, the formation of 

filamentous structures with Shewanella sp. TC10 has been observed in presence of amoebae 

and of the amoebae supernatant but not when the medium was added onto the bacteria alone, 

suggesting that molecule(s) secreted by the amoeba may induce as well phenotypical 

modifications on at least one of the bacteria. A better understanding of the regulation of cell 

detachment and the identification of the dispersal signal(s), would give crucial information for 

potentially future eco-friendly strategies to control bacterial biofilm in a variety of sectors of 

activity. 

Keywords: Marine bacteria, amoeba, biofilm, grazing, detachment 
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Introduction 

In aquatic ecosystems, most bacteria live attached to inert or living surfaces and form 

communities called biofilms (Costerton et al., 1995; O'Toole et al., 2000; Watnick and Kolter, 

2000). The bacteria in biofilm live embedded in a self-produced matrix of exopolysaccharides, 

eDNA, proteins and lipids (Flemming and Wingender, 2010). The biofilm and its matrix allow 

the accumulation of nutrients on surfaces and act as a fortress to protect bacteria from various 

harmful mechanisms, such as antimicrobials or predatory actions (Kjelleberg and Givskov, 

2007). In this type of environment, the presence of different microorganisms renders the 

structure of the biofilms very complex and makes the interaction between organisms necessary. 

The interactions between bacteria result in an increase or a decrease of the bacterial ability to 

resist at various stress (Elias and Banin, 2012; Rendueles and Ghigo, 2012).  Biofilms is also a 

feeding environment for protozoa that is different from the one offered by suspensions or 

planktonic cells. The biofilm and its protozoan grazing are poorly understood. Some results 

have endowed biofilms with a protection function against the predation (Decho, 1990; Darby 

et al., 2002; Bjarnsholt et al., 2005; Matz et al., 2005; Queck et al., 2006). However, other 

studies have shown that protozoan grazing may affect biofilm thickness, biomass and 

morphology (Böhme et al., 2009; Derlon et al., 2012). Furthermore, numerous bacterial 

biofilms have developed various strategies to avoid or respond to the predation, such as 

formation of grazing resistant structures or secretion of antiprotozoal factors (Matz et al., 

2008b; Böhme et al., 2009; Bigot et al., 2013). 

Protozoa such as free-living amoeba are important members of microbial communities in all 

terrestrial, fresh and marine environments. Protozoa are known to live in close association with 

bacteria in many ecosystems such as biofilms (Matz et al., 2008a). Nowadays, studies are 

mostly focused on understanding the physiology and regulation of sessile bacteria without 

enough taking in consideration other major players of microbial communities (Matz et al., 

2008a). Predation by protozoa is considered to be the leading cause of bacterial death (Sherr 

and Sherr, 2002). However, two types of potential routes for bacterial adaptations against 

predations by protozoa have been described (Matz and Kjelleberg, 2005; Matz et al., 2008a): 

pre-ingestional and post-ingestional with various adaptation strategies associated with bacterial 

size or grouping, bacterial speed, amoeba surface masking, digestionnal resistance, toxin 

release or intracellular growth (Matz and Kjelleberg, 2005). In marine, freshwater, and 

terrestrial ecosystems, pre-ingestional morphological adaptations, such filament formation or 

clumping  (Hahn et al., 1999; Corno and Jürgens, 2006; Queck et al., 2006), or the production 
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of toxic secondary metabolites (Matz et al., 2008b; Mazzola et al., 2009; Jousset et al., 2010) 

are the most described strategies to avoid engulfment. In recent years, the spotting of protozoa 

and specially amoeba of their prey and the modification of their behavioral, morphological and 

genomic expression has been highlighted (Kusch, 1993; Corno and Jürgens, 2006; Blom et al., 

2010; Jousset and Bonkowski, 2010; Jousset et al., 2010).  While different types of interactions 

and responses were observed in these studies with various bacteria mostly isolated from 

terrestrial or fresh water sources, very few studies have been interested in interactions between 

marine bacterial biofilms and protozoa susceptible to occupy the same ecological niche.   

Different marine bacteria have been isolated from biofilms recovered from the Toulon bay, 

France (Camps et al., 2011; Brian-Jaisson et al., 2014). These bacteria have been identified and 

characterized on their different capacity to swim, adhere and form a biofilm in vitro in different 

conditions (Brian-Jaisson et al., 2014) and thereafter various studies have highlighted other 

phenotypical differences (El-Kirat-Chatel et al., 2017; Favre et al., 2017). Among the Toulon 

collection (TC) strains, we have identified a new species of Persicivirga named mediterranea 

(TC4), a species belonging to the Polaribacter genus (TC5), and two strains of Shewanella 

(TC10 and TC11). In this study, we have shown that first all biofilms were greatly eliminated 

from the surface during the 24h interaction with amoeba, most probably through detachment; 

Second, the amoeba supernatant triggered the detachment of two of the bacteria from the 

surface, suggesting that A. castellanii produces chemical cues that may induce bacterial 

dispersal from the monospecies and the three-species biofilms; Third, the formation of 

filamentous structures with Shewanella sp. TC10 has been observed in presence of amoebae 

and the amoebae supernatant but not when the medium was added onto the bacteria alone, 

suggesting that molecule(s) secreted by the amoeba may induce as well phenotypical 

modifications on at least one of the bacterial strains.  

Materials and Methods 

Bacterial and protozoan strains: 

 Four marine bacterial strains were used in this study: Persicivirga (Nonlabens) mediterranea 

TC4 (Toulon Collection), Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10 and Shewanella sp. 

TC11. These strains have been isolated from various sufaces immersed in the bay of Toulon 

and displayed different phenotypical traits regarding motility, adhesion, biofilm formation 

(Camps et al., 2011; Brian-Jaisson et al., 2014). All bacterial strains have been grown in VNSS 

(Mårdén et al., 1985) at 20°C, 120 rpm. The TC10 strain, which harbored the pX5 plasmid 
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encoding GFP (kindly constructed by Dr Aurore Puymège) was cultured in VNSS 

supplemented with 6 μg/mL of Chloramphenicol. 

Acanthameoba castellanii is an axenized environmental isolate that was provided by Pr F. 

Pernin, Institut des Sciences Pharmaceutiques et Biologiques-Faculté de Pharmacie-Université 

Lyon1, Lyon, France.  The amoeba have been cultured into 175 cm² tissue culture flasks 

(Nunc™, Thermo Scientific, Roskilde, Denmark) containing 30 mL of PYG (Peptone, Yeast-

extract, Glucose) at 20°C. The coculture assays were performed in the NSS solution (Mårdén 

et al., 1985; Matz et al., 2008b). 

Biofilm development: 

Bacterial biofilms were developed into 96-well microtiter plates (Corning Incorporated 

Costar®, New York, USA) with 200 μL of bacteria harvested in post exponential growth phase 

in VNSS and suspended in NSS at an OD600nm of 0.4 into each well. After 15h, 24h, 48h and 

72h of development in static conditions and a temperature of 20°C, samples were washed thrice 

with NaCl (36 g.L-1) and dried during 30 min at 50°C. Biofilms were stained during 15 min 

with 200 μL of Crystal Violet and rinsed thrice with NaCl (36 g.L-1) and dried 10 min. The 

quantification of biofilm was evaluated by releasing the stain from the biofilm with absolute 

ethanol for 10 min at 20°C, 120 rpm and by measuring the absorbance of Crystal Violet solution 

at 595 nm. At least, three biological replicates of the biofilm development experiments were 

performed. 

Amoeba against bacterial biofilm: 

A preformed biofilm of bacteria was established in NSS in 24 well plates (Corning Incorporated 

Costar®, New York, USA), containing a sterilized glass coverslip into each well, to a final 

OD600nm of 0.4 (0.1 per strain for multispecies biofilm). After 24h or 48h of incubation at 20°C 

in static conditions, 1 ml of NSS for the blank, 1 ml of amoeba-preconditioned supernatant or 

1 mL of amoeba suspension at 5.105 cells/ml in NSS was added onto the preformed biofilms. 

The preconditioned supernatant was collected from a culture of amoeba at 5.105 cell/ml in NSS, 

which was filtrated onto a 0.2 μm filter after 24h of incubation. After 24h of incubation at 20°C 

in static conditions, cells were fixed using Formalin 3.7% during 3h. The permeabilization steps 

were performed using Triton™ X-100 (0.05%) during 15 min and using Tween® 20 (0.5%) 

during 20 min in order for the antibodies to access all cellular compartments. For the 

immunostaining, samples were blocked with BSA 3% (Acros organics, Geel, Belgium) in PBS 

1X overnight at 4°C. The primary antibodies were added during 1h in BSA 3% at 1/300 for 
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Chicken-anti-TC4, 1/100 for Goat-anti-TC5 and 1/300 for Rabbit-anti-TC11. After a second 

blocking step of 2h at room temperature, secondary antibodies were added in BSA 3% together 

with DAPI at 5µg/mL only for the wells containing amoeba (Sigma-aldrich, Darmstadt, 

Germany), to a concentration of 1/4000 for Goat anti-Chicken IgY (H+L) conjugated to FITC 

(Invitrogen™,Waltham, Massachusetts, USA) for 1h, to a concentration of 1/2000 for Donkey 

anti-Goat IgG (H+L) coupled to Alexa Fluor 633 (Invitrogen™,Waltham, Massachusetts, USA) 

for 1h, to a concentration of 45 µL/mL for Donkey anti-Rabbit IgG coupled to Alexa Fluor 594 

(Invitrogen™,Waltham, Massachusetts, USA) during 30 min and to a concentration of 1/500 

for Goat anti-chicken IgG coupled to Alexa Fluor 405 (Abcam, Cambridge, United kingdom) 

for 1h. Finally, the coverslips were mounted with a drop of ProLong™ Diamond Antifade 

before observation using CLSM. For biofilm of TC10 pX5-GFP, after the fixation step, the 

samples were directly mounted with the same Antifade mounting medium. At least three 

biological replicates for the biofilm grazing experiments were performed and at least 10 pictures 

were analyzed per sample under the 63x/1.40 Oil DIC objective (Zeiss, Göttingen, Germany). 

Evaluation of the presence of planktonic bacteria. 

A preformed biofilm of bacteria was performed in NSS in 24 well plates, containing a sterilized 

glass coverslip into each well, to a final OD600nm of 0.4 (0.1 per strain for multispecies biofilm). 

After 24h of incubation at 20°C in static conditions and after three washes, 1 ml of NSS for the 

blank, 1 ml of amoeba-preconditioned supernatant prepared as described above, or 1 mL of 

amoeba suspension at 5.105 ml in NSS was added onto preformed biofilms. After 24h of 

incubation at 20°C in static conditions, the supernatant of the biofilms were plated on VNSS 

agar before analyzing CFU enumeration. At least, three biological replicates of the planktonic 

bacterial enumerations were performed. 

Data extraction from images and statistics:  

At least three biological replicates and ten pictures per replicate were performed in each case. 

The pictures have been acquired by CLSM (Zeiss LSM 510, Göttingen, Germany). The 

biovolume of CLSM pictures was determined with the COMSTAT software developed in 

MATLAB R2015a (Mathworks, Natick, Massachusetts, USA) (Heydorn et al., 2000). To test 

for statistically significant differences (P<0.05) between two conditions a T-test was performed 

and a one way analysis of variance including the Bonferroni post-test were performed between 

different time points, using SPSS 13.0 (IBM, Armonk, New York, USA). 
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Results 

Biofilm formation in NSS 

To evaluate the abilities of various marine bacterial strains to form a biofilm in NSS, a marine 

solution depleted of carbon sources, kinetics of biofilm formation were performed at 15h, 24h, 

48h and 72h using the Crystal Violet method. This medium has been chosen as bacteria and 

amoeba were able to survive without displaying important variations of cell numbers as shown 

in our previous study (Guillonneau et al., 2018a). In addition, poor or low nutrient marine media 

may have the advantage to promote cell interactions in multispecies biofilms. The results 

showed that while the strains are unable to grow planktonically in this medium, all the bacterial 

strains were able to form a biofilm in NSS with various efficiencies and paces (figure 56). The 

four bacterial strains formed a biofilm within 15h. A progression of the biofilm formation over 

the 72h period was observed for all the strains, except for Polaribacter sp. TC5, whose biofilm 

decreased after 24h. The most important progression in the biofilm formation was observed for 

Shewanella sp. TC10 and in a lesser extent, Shewanella sp. TC11. Both strains presented a 

significant difference in their biofilm formation between 15h and 72h as well as between 24h 

and 72h, which was not the case for TC4 and TC5. Both the TC4 and TC5 biofilms reached a 

maximal DO595nm of about 4.2 and 4 at 72h and 24h, respectively, while the TC10 and TC11 

biofilms reached a maximal DO595nm of 6.4 and 5.8, respectively, both at 72h. These results 

suggest that the biofilms of the two Shewanella stains grew better in NSS than the one of P. 

mediterranea TC4 and Polaribacter sp. TC5. 
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Figure 56: Kinetic of the biofilm formation of Percisivirga mediteranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10 
and Shewanella sp. TC11 on microplates measured with Crystal Violet after different incubation times (15h, 24h, 48h 
and 72h) in NSS. Values are the means of three technical replicates representative of three biological replicates, errors 
bars represent standard deviation and significant differences between incubation times (p-value<0.05) are displayed by 
different letters (A versus B) in a same alphabet. 

Biofilm fate and bacterial localization during the interaction with A. castellanii 

In order to evaluate the outcome of preformed single species bacterial biofilms in presence or 

absence of Acanthamoeba castellanii, 24h- and 48h-old biofilms were selected for the grazing 

experiments as they were relatively important without showing any sign of detachment. The 

preparation of the 24h- and 48h-old biofilms was followed by a wash and by the addition of 

first either the NSS medium or the amoeba for another 24h incubation.  

The results showed that while in absence of amoeba, all the biofilms presented numerous 

bacteria spread out onto the surface, most of the bacterial biofilms had disappeared in presence 

of A. castellanii at both time points (figure 57-I A and B, 57-II A and B, 57-III A and B, 57-IV 

A and B). In presence of the amoeba, only few bacteria were left on the surface or were 

associated with the amoeba as shown by the calculation of the bacteria biofilm biovolumes in 

the presence and in the absence of amoebae (figure 57-I D, 57-II-D, 57-III D and 57-IV D). We 

have noticed that similar to our previous study describing the intracellular interactions of these 

bacteria with the same amoeba (Guillonneau et al., 2018a), P. mediterranea TC4 was mostly 

associated with the nucleus of A. castellanii. We have also observed that extracellular 

Shewanella sp. TC10 were mostly under a filamentous form when A. castellanii was present, 
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in sharp contrast with when TC10 were in the biofilm alone. When TC11 was in the presence 

of amoebae, we have observed patches of bacteria in rounded shapes, which look like bacteria-

containing vesicles, around or within the host cells similar to what we previously observed 

(Guillonneau et al., 2018a). However, for TC5, the few remaining amoebae observed looked 

bigger as if they had phagocyted each other, and showed necrotic signs, such as impaired 

membranes integrity (figure 57-III B). Numerous bacteria were associated with the amoebae 

which appeared very flat and stressed out. Whether this observation resulted from a high 

phagocytosis rate of numerous bacteria by the amoeba, resulting in a progressive toxic bacterial 

indigestion or from a bacterial attachment onto dying amoeba bodies is not known. This result 

was quite surprising, but all these experiments were performed at the same time with the same 

initial inoculum of amoebae. For the 3 other bacteria, all the amoebae appeared healthy 

suggesting that these observations were not linked to a bad batch of amoeba cultures. In 

addition, these experiments had 3 biological replicates that displayed similar features. It is 

possible that with a 24h- or 48h-old preformed biofilms, the ratio of bacteria/amoeba was 

unfavorable for the amoeba in the case of TC5. We had previously shown that TC5 was able to 

secrete component(s) with an antibiofilm activity on TC10 and that TC5 when in presence of 

the other strains, exerted 2 of the strongest inhibitory activities toward TC11 and TC10 

(Guillonneau et al., 2018b). Therefore, while TC4, TC10 and TC11 behaved with the amoebae 

very similarly as what we had previously observed, it is possible that the phagocytosis of a high 

number of TC5 may have triggered cytotoxic effect on A. castellanii, resulting on a negative 

outcome for both partners. Overall, except for TC5, few bacteria were associated with the 

amoeba similar to when the ratio bacteria/amoeba was much lower (Guillonneau et al., 2018a), 

which may suggest that bacteria have detached from the surface rather than being phagocytosed 

and digested.  
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Figure 57: Biofilm formation of Persicivirga mediterranea TC4 (I) and Shewanella sp. TC10 (II), Polaribacter sp. TC5 
(III) and Shewanella sp. TC11 (IV) in presence of A. castellanii and of the amoeba supernatant. The formation of 
biofilms were monitored using CLSM after the addition for an additional 24h of NSS (control) (A), amoebae (B) and 
the amoeba supernatant on a 24h- and 48h-old biofilm (C). Pictures are representative of three biological replicates. 
Bar plot represents the calculated biofilm biovolume in the different conditions relative to the incubation time (D). The 
biovolumes were evaluated by a COMSTAT algorithmic method. Values are the means of three biological replicates, 
error bars represent standard deviation and significant differences between incubation times (p-value<0.05) are 
displayed by different letters (a,b,c) in a same alphabet (a≠α). 

Secretion of amoeba chemical cues inducing biofilm detachment 

In order to verify if bacterial phagocytosis and subsequent digestion were the sole responsible 

for the bacterial disappearance, we performed the same experiments but with the addition of 

amoeba supernatants on to the preformed bacterial biofilms. Therefore, in these experiments, 

we added on each of the 24h- or 48h-old biofilms, either the NSS medium as a control, the 
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amoeba supernatant or the amoeba suspension in NSS. The results showed that the biofilm 

biovolumes of TC4 and TC10 decreased significantly when the amoeba supernatant was added 

compared to when the bacteria were alone but were significantly higher than when the amoebae 

were present (figure 57-I D and 57-II D). These suggests that the amoeba supernatant 

significantly affected the bacterial biofilm, through the potential secretion of molecule(s) 

present in the amoeba supernatant. However, for TC5, no significant difference was found in 

the biofilm biovolumes between TC5 alone and when the amoeba supernatant was added (figure 

57-III D). This suggests that while adding amoebae triggered the elimination of the bacteria, 

the supernatant had no significant effect. For TC11, the same result was obtained, except that 

on a 24h-old biofilm, the addition of the supernatant had initially a significant effect on the 

bacterial biovolume, which was lost in a the 48h-old biofilm (figure 57-IV D). Therefore, the 

presence of amoeba was directly responsible for the bacterial elimination of all the strains but 

A. castellanii might secrete component(s) in its supernatants to which TC4 and TC10 are more 

susceptible to than TC11 and had no effect on TC5.  

Interestingly, changes were observed in the biofilms of TC4 and TC10, in the presence of the 

amoeba supernatant compared to when only NSS was added, while no change was noticed in 

the TC5 and TC11 biofilms. First, the TC4 patches observed in the biofilm reduced significantly 

in size when the supernatant was added, which was not the case for the biofilm made of patches 

of TC11 (figure 57-I A and C). More importantly, TC10 which were all small sized bacteria 

when grown in NSS, became bigger and filamentous when in presence of the amoeba 

supernatant (figure 57-II A and C). This tends to suggest that while the supernatant had an effect 

on TC4 and TC10 in terms of biofilm biovolumes, it triggered also visible changes on the 

biofilm and the bacteria. Moreover, when amoebae were present on the TC10 biofilm, only 

small bacteria appeared to be engulfed within the cell, while long and bigger filamentous 

bacteria (over 10 μm for some) could be seen outside the amoebae (figure 57-II.B). Since these 

phenotypical changes were triggered by the supernatant of A. castellanii, this suggests that it 

could be induced by molecule(s) secreted by the amoebae. When amoebae were present, these 

or this component(s) triggering bacterial filamentation and size augmentation could provide a 

way for the bacteria to avoid full scale phagocytosis by the amoebae.  
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Detachment by chemical cues was transferred to other strains in multi-species biofilm 

In order to know if we would obtain similar results in a multispecies biofilm, we performed the 

same experiments with the mixed biofilm of P. mediterranea TC4, Shewanella TC10 and 

TC11. Polaribacter sp. TC5 was not used in these experiments as its interaction with A. 

castellanii appeared to trigger an important stress on the amoebae. Similarly, after 24h and 48h 

incubation, either NSS alone, A. castellanii, or the amoeba supernatant was added on the 

biofilms, which was incubated for an additional 24h. The mixed and the monospecies biofilms 

were performed with an OD600 of 0.1 per strain, similarly to our previously study  (Guillonneau 

et al., 2018b). Interestingly, the results showed that similar to our previous study, P. 

mediterranea TC4 outfitted the other strains in the three-species biofilm at both time points 

when they were cultivated in NSS without the amoebae or the amoeba supernatant (figure 58 

A and D). Therefore, the NSS appeared to maintain some of the relationships that existed 

between the strains in ASW (Guillonneau et al., 2018b), where TC4 had a synergetic interaction 

with TC10. However, the TC10 biofilm seemed more impacted in this mixed biofilm while 

TC11 appeared less inhibited. Nevertheless, when the amoeba supernatant was added, all the 

strains had a decreased biofilm biovolume, except for TC11 at 24h only. At 48h the amoeba 

supernatant has an impact on all the strains. The addition of the amoeba themselves did not 

induce a significant additional fall in the strains biovolumes except for TC11 at 24h (figure 58 

B, C and D). The reason why the TC10 biofilm biovolume was significantly less impacted in 

presence of the amoeba versus the amoeba supernatant on the 48h-old biofilms is not known. 

It is possible that the molecules from the prepared supernatant collected on a monoculture of 

amoebae may be different that the ones secreted from amoeba in presence of bacteria. It is also 

possible that the other bacteria when together, secreted other molecules or induced changes in 

amoeba secretions, which changed the overall outcome of the interactions between the partners, 

making the amoeba supernatants more efficient that when the amoeba were themselves present. 
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Figure 58: Multispecies biofilm formation including Persicivirga mediterranea TC4, Shewanella sp. TC10 and 
Shewanella sp. TC11 in presence of A. castellanii and A. castellanii supernatant. The formation of 24h- and 48h-old 
biofilms was monitored using CLSM after the addition for an additional 24h of NSS (control) (A), the amoebae 
supernatant (B) and the amoebae (C). Bar plot represents the calculated biofilm biovolumes in the different conditions 
(D). Pictures are representative of three biological replicates. Biovolumes were evaluated by a COMSTAT algorithmic 
method. Values are the means of three biological replicates, error bars represent standard deviation and significant 
differences between incubation times (p-value<0.05) are displayed by different letters (a,b,c) in a same alphabet (a≠α). 

In order to confirm that the presence of the amoeba supernatant or the amoeba themselves on 

the monospecific or multispecific biofilms induced bacterial detachment, the non-adhered 

bacteria floating above the single or multispecies biofilms, which had all been treated similarly 

were plated for CFU enumeration. First, we noticed that even when the bacteria were alone, 

after the addition of NSS, a substantial concentration of bacteria were found in the biofilm 

supernatant (figure 59). In addition, this experiment showed that when the amoeba supernatant 

or the amoeba themselves were added, the dispersal was significantly more important for all 
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the bacteria. The fact that no significant difference was found between the addition of the 

supernatant versus of the amoeba, which is less than one log difference, might be due to the 

sensitivity of the technique. Nevertheless, this experiment showed that a significant bacterial 

dispersal occurred when amoebae or amoeba supernatants were added to the single species and 

multispecies biofilms. 

 

Figure 59: Concentrations of extracellular planktonic bacteria collected from the biofilms of Persicivirga mediterranea 
TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10, Shewanella sp. TC11 and of the TC4, TC10 and TC11 multispecific 
biofilm in presence of the amoeba and the amoeba supernatant. After 24h of biofilm formation, samples were washed 
and either NSS (control), the amoeba or the amoeba supernatant was added and incubated for an additional 24h. Serial 
dilution and plating of the different biofilm supernatants were performed on VNSS. Values are the means of three 
technical replicates representative of three biological replicates, error bars represent standard deviation and significant 
differences between incubation times (p-value<0.05) are displayed by different letters (a,b,c) in a same alphabet 
(A≠a≠α≠A≠a). 

Discussion 

In this present study, we tend to assess the impact of grazing by the free living amoeba 

Acanthamoeba castellanii on single and three-species biofilms, set up from a previous study 

(Guillonneau et al., 2018b). The bacteria were initially isolated from biofilms collected from 

the Toulon bay (Camps et al., 2011; Brian-Jaisson et al., 2014). Before studying amoeba grazing 

on bacterial biofilms, we have also described the intracellular fate of the same bacteria, in a 

host cell-bacteria interaction study using A. castellanii, which showed that very different paths 

are followed by the bacteria, including an intranucleolar location and an expulsion of bacteria 

containing vesicles outside the host cell (Guillonneau et al., 2018a). Our results showed that 

first all biofilms were greatly eliminated from the surface during the 24h interaction with the 

amoeba, most probably through detachment; Second, amoeba supernatant triggered the 

detachment of two of the bacteria from the surface, suggesting that A. castellanii produces 

chemical cues that may induce bacterial dispersal from monospecies and multispecies biofilms; 
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Third, the formation of filamentous structures with Shewanella sp. TC10 has been observed in 

the presence of amoebae and of amoebae supernatants but not when the medium was added 

onto the bacteria alone, suggesting that molecule(s) secreted the amoeba may induce as well 

phenotypical modifications on at least one of the bacterial strain.  

Sessile microbial biofilms have developed mechanisms that trigger dispersal of differentiated 

often highly motile cells into the medium. This allows the bacteria to colonize new niches to 

ascertain spread and survival of the population, propagation and rejuvenation of biofilms, 

despite the cost and the risk incurred by the population. Two types of detachment have been 

described: the sloughing, a passive process, which may be mainly triggered by events such as 

shear forces; the active or seeding dispersal, which is controlled by mechanisms involving 

environmental factors and bacterial or other organisms signals (Barraud et al., 2015). In our 

study, the addition of amoebae or the amoeba supernatant induces an important detachment of 

the bacterial biofilms. The fact that all the samples were submitted to the same amount of 

washes and were treated in parallel with the NSS medium, the amoebae or the amoeba 

supernatant, rules out any cause coming from a differential treatment or from the NSS medium 

itself. Stress such as the presence of protozoan predator or of bacteriophages has been shown 

to be responsible for dispersal in biofilms. In addition, many organisms are known to produce 

antifouling compounds that inhibit or induce the dispersion of the biofilm (McDougald et al., 

2012; Rendueles and Ghigo, 2012; Marks et al., 2013). Bacteria have developed mechanisms 

that trigger differential gene expression in responses to these stressful conditions. 

Acanthamoeba sp. are known to be very efficient predators in feeding on sessile bacteria, as it 

does not belong to swimmers (Rodríguez-Zaragoza, 1994; Weitere et al., 2005). Therefore, it 

is possible that bacteria were able to sense the presence of their predator, either directly or 

indirectly through chemical cues present in the supernatant, which induce dispersion of the 

biofilms. In the three-species biofilm, the amoeba supernatant was able to induce the 

detachment of all bacteria including the one, which were not sensitive to the amoeba 

supernatant in their monospecies biofilm. This may suggest that some kind of communication 

has taken place to induce its detachment. The amoeba spotting by bacteria have been 

demonstrated with various strains of amoeba and bacteria. For example, when Pseudomonas 

fluorescens is exposed to the A. castellanii supernatant, the expression of the prnA, phlA and 

hcnA genes involved in the synthesis of the toxins pyrrolnitrin, 2,4-diacetylphloroglunicol 

(DAPG), and hydrogen cyanide, is increased. These modifications of gene expression increase 

of 25 % bacterial toxicity (Jousset and Bonkowski, 2010; Jousset et al., 2010). During 
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interaction between Staphylococcus aureus and Acanthamoeba polyphaga, some metabolites 

may be produced in the amoeba supernatant which inhibit bacterial growth (Souza et al., 2017). 

In this study, we also show that morphological changes take place in response to the amoeba 

supernatant. The most striking example is the one linked to Shewanella sp. TC10, which forms 

bigger and filamentous shapes when the amoeba supernatant is added. We have also previously 

described similar phenotypical modifications. When Shewanella sp. TC10 was grown in the 

rich medium VNSS, filamentous bacteria were observed, in contrast with the NSS medium 

(Guillonneau et al., 2018a). Therefore, Shewanella sp. TC10 in response to change of 

environmental factors or to the amoeba secretion of chemical cues induces morphological 

changes. Similarly, in presence of A. castellanii, while the intracellular TC10 stay small, the 

extracellular bacteria appear larger and more filamentous. This mechanism has been shown to 

be used by bacteria in response to a predator to avoid phagocytosis (Matz and Kjelleberg, 2005; 

Justice et al., 2008). High grazing pressure is often correlated with the development of 

filamentous morphotypes (Jürgens et al., 1999; Simek et al., 2001; Hahn et al., 2003; Corno et 

al., 2008; Justice et al., 2008; Jousset, 2012). If in some cases, the filamentous abilities of 

bacteria interacting with grazers can be growth rate or quorum sensing dependent (Hahn et al., 

1999; Queck et al., 2006; Salcher et al., 2007), others auteurs have shown that filamentous or 

aggregation abilities are triggered by chemical stimuli released by the predator (Pernthaler et 

al., 1997; Corno and Jürgens, 2006; Blom et al., 2010). These chemical signals exchanged 

between organisms have been named “Kairomones” as they can give a benefit to the recipient 

organism while not being beneficial for the producer (Pohnert et al., 2007; Blom et al., 2010). 

For instance, the amoeba Amoeba proteus, which feeds on ciliates, is known to produce 

kairomones with a molecular weight between 5,000 and 10,000 Da that induce a size increase 

of the ciliate Euplotes octocarinatus and an avoidance behavior with E. octocarinatus and E. 

daidales (Kusch, 1993). 

Taken together these results showed that the four marine bacteria harvested from biofilms 

triggered various strategies to prevent the predation by A. castellanii such as dispersal and 

filamentation. Future investigations are needed to determine which type of compound induces 

this detachment. The mechanisms by which dispersal is triggered are diverse. A better 

understanding of the regulation of cell detachment and the identification of the signal involved, 

would give crucial information for potentially future eco-friendly strategies to control bacterial 

biofilm in a variety of sectors of activity, including for the design of environmentally friendly 

antifouling coatings limiting the biofilm development. Therefore, this study reiterates that the 
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co-evolutionary history of bacteria and amoeba may have developed numerous strategies to 

spot and avoid predation by amoeba, one of the main bacterial predators.  
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Ce travail de thèse a permis l’étude et la description de la formation de biofilm par  

différentes souches bactériennes ainsi que l’étude de leurs comportements sociaux les unes avec 

les autres. Il a également permis l’étude de leurs comportements durant leurs interactions avec 

des amibes, des micro-organismes eucaryotes phagocytaires généralement considérés comme 

prédateurs bactériens.  

Les souches utilisées ont été isolées à partir de biofilms issus de la rade de Toulon et 

caractérisées en fonction de leurs capacités à se mouvoir, à adhérer et à former du biofilm in 

vitro dans différentes conditions (Brian-Jaisson et al., 2014-Jaisson et al., 2011). Au sein de la 

collection de Toulon (TC), quatre souches bactériennes ont été choisies durant cette étude : une 

nouvelle espèce précédemment identifiée par le laboratoire Persicivirga mediterranea (TC4), 

une espèce appartenant aux Polaribacter sp. (TC5) ainsi que deux souches différentes de 

Shewanella sp. (TC10 et TC11). Ces bactéries ont été choisies sur la base de leurs différentes 

caractéristiques phénotypiques (Brian-Jaisson et al., 2014 ; Camps et al.., 2011 ; El-Kirat-

Chatel et al., 2017 ; Favre et al., 2017). Ce travail a permis dans un premier temps de 

caractériser leurs capacités à adhérer et à former un biofilm à l’échelle cellulaire en conditions 

statiques et dynamiques, de décrire et d’observer la nature et l’organisation de leurs matrices 

mais également de voir comment celles-ci interagissent lors de l’établissement de biofilms 

multi-spécifiques. Dans un second temps ce travail a permis d’étudier les interactions entre ces 

bactéries et une amibe susceptible d’occuper la même niche écologique. Le choix s’est porté 

sur Acanthamoeba castellanii, un organisme ubiquiste qui a été isolé à partir de différentes 

sources qu’elles soient telluriques, aquatiques, ou marines (Fernandez et al., 1989 ; Page, 1983 ; 

Rogerson et Laybourn-Parry, 1992 ; Sawyer, 1980). Il s’agit également d’un organisme model 

pour les études d’interaction bactérie/amibe avec différentes bactéries incluant certaines 

souches marines (Hilbi et al., 2007 ; Laskowski-Arce et Orth, 2008 ; Reyes-Batlle et al., 2017 ; 

Van der Henst et al., 2016) Dans une troisième partie, l’étude du devenir des biofilms mono ou 

multi-spécifiques de ces mêmes souches en présence d’A. castellanii a été entrepris. Le but était 

d’examiner sur des biofilms bactériens préformés, le comportement des bactéries et des amibes 

en sachant que la présence d’amibes en biofilm a non seulement été décrite comme responsable 

de l’élimination de la plupart des bactéries mais aussi comme pouvant stimuler la croissance de 

certains biofilms.  Le biofilm est également considéré comme une forteresse protégeant les 

bactéries contre les mécanismes nocifs, comme les antimicrobiens ou la prédation (Kjelleberg 

et Givskov, 2007).  
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Développement de biofilms multi-spécifiques  

Afin d’être plus proche des conditions d’établissement d’un biofilm en milieu marin, 

l’eau de mer artificielle (ASW pour Artificial Sea Water) a été utilisée. Les milieux pauvres en 

nutriments tels que l’ASW sont supposés forcer les souches à être en interaction compétitive 

ou métabolique, comme cela est souvent le cas lorsque les souches colonisent de nouvelles 

niches en environnement naturel. Des souches d’origine marine présentant des caractéristiques 

et des capacités différentes à adhérer et à former un biofilm ont été choisies (Brian-Jaisson et 

al., 2014). Une des hypothèses de départ était que même si certaines de ces souches produisent 

dans différents milieux plus de biofilms que d’autres, le devenir d’un biofilm multi-spécifique 

entre ces mêmes souches reste difficilement prévisible et donc ces souches peuvent, pour 

diverses raisons (synergie, compétition…), se développer de façons complètement différentes 

par rapport à lorsqu’elles sont cultivées en biofilms monospécifiques. 

En regardant la formation du biofilm mono-spécifique de ces souches à l’échelle 

cellulaire, lors de 2 études précédentes, les souches Persicivirga mediterranea TC4 et 

Polaribacter sp. TC5 étaient initialement décrites comme faiblement productrices de biofilm 

lorsqu’elles sont cultivées dans différentes conditions alors que Shewanella sp TC10 et de façon 

encore plus importante TC11 semblaient en produire plus (Brian-Jaisson et al., 2014 ; El-Kirat-

Chatel et al., 2017). Dans l’article de Florence Brian-Jaisson et collaborateurs, Shewanella sp 

TC10 produit un biofilm important mais de façon plus progressive que TC11, ce qui fait qu’à 

24h son niveau de biofilm est presque aussi faible que celui de TC5 (Brian-Jaisson et al., 2014). 

Dans la première partie de notre travail, TC4 et dans une moindre mesure TC5 semblaient 

mieux adhérer à la surface en milieu pauvre. TC10 et TC5 ont des niveaux de pourcentage de 

recouvrement relativement similaires en conditions statiques et dynamiques. La seule 

différence repose sur le biovolume qui progresse significativement pour TC10 alors que la 

progression chez TC4 ou TC5 est moins flagrante, leur biofilm étant beaucoup plus plat. C’est 

également ce que nous avions remarqué en milieu riche (Brian-Jaisson et al., 2014). Au final, 

le fait le plus marquant reste le détachement très important de TC11 en condition dynamique, 

ce qui a été la principale raison de notre choix de rester en conditions statiques dans les 

expériences suivantes afin de ne pas rajouter l’effet flux dans l’interprétation de nos résultats 

pour des bactéries potentiellement en compétition en biofilm multi-spécifiques.  

L’étude de la composition de la matrice a mis en évidence avec les quelques marqueurs 

utilisés que les bactéries étaient plutôt spécialisées dans la sécrétion de certains types 
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d’exsudats. Ainsi,  P. mediterranea TC4 et Polaribacter sp. TC5 sécrètent plutôt de l’ADN 

extracellulaire (ADNe) tandis que les deux souches de Shewanella TC10 et TC11 sécrètent 

plutôt des protéines dans leur matrice. De même, les souches TC5 et TC10 sécrètent 

respectivement, de manière moins importante, des exopolysaccharides contenant du glucose 

et/ou du mannose pour TC5 et des acides sialiques et/ou du N-acetyl-glucosamine pour TC10. 

Bien qu’il existe probablement bien plus d’éléments secrétés que ce que nous avons montrés 

avec 5 marqueurs d’exopolymères, nous aurions pu nous attendre à des profils de sécrétion plus 

diversifiés pour certaines de ces souches.  

Lors de l’étude des biofilms bispécifiques, il est intéressant de noter que la souche P. 

mediterranea TC4 est la seule à bénéficier de la présence d’un autre partenaire, puisque dans 

tous les autres cas, une inhibition des souches est la plupart du temps observée. En effet, 

lorsqu’elle est accompagnée de TC10, la production de biofilm de TC4 est plus importante. De 

plus, ce couple engendre la formation d’un nouveau composé de la matrice qui n’est pas 

retrouvé dans les biofilms mono-spécifiques. Il s’agit d’un exopolysaccharide composé de 

glucose et/ou de mannose. De même, alors que les biofilms mono-spécifiques de ces deux 

souches semblent fortement impactés par la présence de TC11, lorsque les trois partenaires 

forment un biofilm multi-spécifique, l’interaction bénéfique de P. mediterranea TC4 et 

Shewanella sp. TC10 n’est pas impactée par la présence de Shewanella sp. TC11. Cela peut 

laisser supposer l’existence d’une relation forte entre les souches présentes en biofilm résultant 

en de profondes modifications de l’expression génique de celles-ci. A moyen terme, il pourrait 

être intéressant d’effectuer des expériences de transcriptomique (RNAseq) sur TC4 (voire sur 

TC10), qu’il faudrait préalablement séquencer, durant la formation de biofilms mono-

spécifiques et multi-spécifiques. Ceci permettrait de vérifier quelles modifications de 

l’expression génique se sont mises en place au cours de cette relation synergique, similairement 

à ce qui a pu être déjà effectué (Hansen et al., 2017 ; Ren et al., 2015). Dans ces 2 études 

successives effectuées par la même équipe, quatre souches isolées du sol ont été étudiées pour 

leurs effets synergiques en biofilms multi-spécifiques comparés à leurs biofilms 

monospecifiques respectifs (Ren et al., 2015). Les études de transcriptomique sur ces quatre 

souches en biofilm multi-spécifique révèlent des schémas d’interactions complexes et 

interdépendants. Un grand nombre des fonctions régulées sont liées aux interactions avec 

l’environnement externe et suggèrent une grande plasticité phénotypique en réponse à la 

coexistence avec d’autres espèces. En outre, l’expression modifiée des gènes impliqués dans la 

biosynthèse de certains acides aminés suggère un apport croisée de nutriments comme facteur 
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contribuant à la production de biofilm synergique observée lorsque ces quatre espèces 

coexistent dans un biofilm. De façon intéressante, lors de l’étude de transcriptomique dont le 

focus était centré sur l’une des 4 souches, une majorité de gènes était régulée à la baisse dans 

le biofilm comprenant les 4 espèces. Ceci suggère que dans ces conditions, certaines fonctions 

sont dépriorisées car les souches sont potentiellement en mesure de partager certains produits 

issus de voies métaboliques couteuses en énergie (Hansen et al., 2017). 

Dans nos modèles d’interactions cellulaires en biofilm bispécifique, Polaribacter sp. 

TC5 inhibe la formation de biofilm des deux souches de Shewanella. Or les expériences 

impliquant l’ajout du surnageant de TC5 sur chacun des biofilms montrent que Polaribacter sp. 

TC5 secrèterait une ou des molécule(s) inhibitrice(s) de la formation de biofilm présentant un 

effet significatif sur un des partenaires, Shewanella sp. TC10. Il est donc possible que 

l’inhibition observée, lorsque les 2 souches sont en présence, soit liée à cette ou ces molécules 

secrétée(s) dans le surnageant. Cependant, les expériences montrant l’inhibition du surnageant 

de TC5 sur le biofilm de TC10 ont été effectuées en VNSS, le milieu de croissance des bactéries, 

car aucune des souches ne poussent planctoniquement dans l’ASW. Il est donc possible que 

dans le milieu ASW ou qu’en condition de biofilm, ces molécules ne soient pas secrétées ou 

encore qu’en présence de TC10, l’action de ces molécules ne soit pas effective. Il est intéressant 

de noter qu’en revanche, TC5 n’a aucun effet en présence de TC4 alors que TC4 inhibe le 

biofilm de TC5. Ceci aurait pu signifier que TC4 serait la bactérie plus amène de prendre le 

dessus en biofilm multi-espèces à 4 partenaires, puisqu’elle est stimulée par la présence de 

TC10, que l’ajout de TC11 n’affecte pas cette stimulation et que TC5 n’a aucun effet sur elle 

en biofilm bispécifique. Cependant, avec le biofilm à quatre espèces, c’est Polaribacter sp. TC5 

qui domine largement en terme de biovolume la surface à 48h. TC5 exerçant deux des plus 

grosses inhibitions du biovolumes en biofilms bispécifiques sur TC10 et TC11, la formation de 

biofilm de P. mediterranea TC4 en biofilm multi-spécifiques à quatre espèces est donc 

indirectement impactée par l’inhibition des deux souches de Shewanella (TC10 et TC11).  

Un grand nombre de souches bactériennes est connu pour produire des molécules anti 

biofilm qui peuvent touchées toutes les phases de la formation du biofilm (Rendueles et Ghigo, 

2012). De même, le transfert horizontal de gènes qui peut impliquer un contact physique entre 

souches, ainsi que plus largement l’ensemble des systèmes de sécrétion bactériens pourraient 

être responsables de l’inhibition de la capacité de formation du biofilm ou de la stimulation 

observée chez Shewanella sp. TC10 (Sanchez-Vizuete et al., 2015). Il serait intéressant de 

savoir si le fait que TC5 ou TC4 secrètent de l’ADNe dans leur matrice, ce qui pourrait faciliter 
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le HGT entres espèces, joue un role dans les phénotypes observés. A court ou moyen terme, la 

caractérisation des potentiels molécules anti-biofilms sécrétées par TC5 dans différentes 

conditions pourrait être entreprise. L’utilisation de la transcriptomique pourrait nous aider à 

identifier quels mécanismes sont mis en place par la souche TC5 pour dominer les autres 

souches lorsqu’elles sont en biofilms multi-espèces à 4 partenaires comme cela a été effectués 

par Hansen et collaborateurs (Hansen et al., 2017).  

Interactions amibes/bactéries 

Cette étude présente la première description des interactions entre quatre souches de bactéries 

marines isolées à partir de la mer Méditerranée et l’amibe A. castellanii  (Brian-Jaisson et al., 

2014). Ces quatre bactéries marines ont été isolées à partir de biofilms immergés ou elles sont 

supposées rencontrer un de leurs principaux prédateurs, les amibes. La prédation par les 

protozoaires est considérée comme une cause majeure de mortalité bactérienne  (Sherr et Sherr, 

2002). De plus, les protozoaires sont considérés comme des « chevaux de Troie » dans la 

sélection et la dissémination des bactéries pathogènes (Barker et Brown, 1994 ; Molmeret  et 

al.., 2005). Dans le monde microbien, les amibes et parmi elles A. castellanii  sont considérées 

comme des spécialistes du broutage sur surface (Huws, McBain, et Gilbert, 2005 ; Seiler et al., 

2017). Cette étude a eu pour intention première de vérifier si l’association étroite de bactéries 

marines considérées comme non pathogènes et des protozoaires aboutissait obligatoirement à 

une élimination rapide des bactéries après ingestion dans l’amibe ou si ces bactéries pouvaient 

avoir développé des mécanismes d’adaptation assurant leur survie et la coexistence de ces deux 

partenaires (Matz et Kjelleberg, 2005 ; Matz et al., 2008) 

De façon surprenante, les résultats montrent que ces bactéries ne sont pas toutes rapidement 

éliminées par A. castellanii mais que certaines, après 48h, étaient toujours présentes dans la 

coculture, sans que leur nombre ne soit foncièrement diminué. Le premier résultat interessant 

que nous avons mis en évidence est que la souche P. mediterranea TC4 se trouve dans le 

compartiment nucléolaire lors des interactions avec A. castellanii à raison de quelques bactéries 

par cellule et que le nombre d’amibes ayant un marquage fluoresceant ciblant TC4 dans le 

nucléole reste constant sur les 48h. À notre connaissance, cet emplacement n’avait jamais été 

décrit dans la littérature auparavant pour les bactéries et les cellules eucaryotes. Seule une étude 

décrit la présence d’un endosymbionte dans l’espace périnucléolaire de l’amibe (Schulz et al., 

2015). Dans quelques cas, des symbiontes bactériens ont été identifiés dans le noyau des 

cellules de protozoaire (Schulz et Horn, 2015) mais dû à la difficulté de récupérer des bactéries 
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non cultivables à partir de cet emplacement, très peu d’études de re-infection ont été réalisées, 

permettant généralement des investigations cellulaires et moléculaires plus poussées (Mehari 

et al., 2015 ; Rautian et Wackerow-Kouzova, 2013 ; Sato et al., 2014 ; Schulz et al., 2014). De 

même, les études expliquant comment les bactéries gagnent les noyaux sont extrêmement rares. 

Dans le cas de Burkolderia pseudomallei, tandis que la plupart des bactéries sont 

cytoplasmiques, quelques bactéries dormantes ont été trouvées au sein des noyaux de cellules 

humaines et épithéliales (Vadivelu et al., 2017). Elles gagneraient ce compartiment après 

échappement du phagosome et multiplication dans le cytoplasme et formation d’une queue de 

comète d’actine qui leur permettrait d’accéder à ce sanctuaire. P. mediterranea TC4 pourrait 

potentiellement utiliser des mécanismes similaires à Candidatus Nucleicultrix amoebiphila 

retrouvée dans Hartmannella sp. puisque celle-ci entre dans le noyau dans un laps de temps 

similaire (Schulz et al., 2014). Candidatus Nucleicultrix amoebiphila gagne cet emplacement 

après que la bactérie se soit échappée dans le cytoplasme à partir d’endosomes ayant déjà 

fusionné avec des lysosomes. Après multiplication intranucléaire, les cellules hôtes 

Hartmannella sp. FS5 et A. castellanii deviennent lytiques dès 96h. Dans le cas de P. 

mediterranea TC4, les bactéries cytoplasmiques se retrouvent dans un compartiment acide mais 

il n’a pas été possible de savoir si les bactéries intranucléolaires étaient originaires d’un 

compartiment acide. Le nucléole est connu pour être souvent détourné de ces rôles premiers de 

synthèse d’ARNr (acide ribonucléique ribosomique), de biogénèse de ribosome, de régulation 

de la mitose et de prolifération cellulaire par des protéines effectrices sécrétées par des bactéries 

pathogènes intracellulaires tels que Legionella pneumophila (Bierne, 2013). Les bactéries 

pourraient donc exploiter ces mécanismes pour leur propre avantage, comme le font de 

nombreux virus. Le compartiment intranucléaire et par conséquent intranucléolaire pourrait être 

une excellente niche protectrice pour l’établissement d’une symbiose ou d’un parasitisme au 

sein d’une cellule hôte, puisque les cellules sont protégées des processus cytoplasmiques tels 

que la digestion (Schulz et Horn, 2015). 

Shewanella sp. TC11 suit également une voie intracellulaire intéressante puisqu’elle est 

retrouvée dans des vésicules expulsées par l’amibe après 24h d’infection. La souche TC11 est 

phagocytée en grand nombre dès le premier temps de mesure puis elle se retrouve rapidement 

empaquetée dans des vésicules qui peuvent être expulsées de la cellule après 24h d’interaction. 

Un des faits remarquables observés est que les bactéries après 48h semblent capables de se 

libérer des vésicules et de recoloniser la surface. La formation ou la localisation des bactéries 

dans ces vésicules ou pelotes fécales représenterait un avantage pour survivre face à des 
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conditions néfastes tels que des milieux contenant des antibiotiques ou des biocides (Berk et 

al., 1998 ; Brandl et al., 2005 ; Raghu, Nadhanan et Thomas, 2014). Elles sont également 

impliquées dans la propagation sur de longues distances de bactéries (Berk et al., 1998). A. 

castellanii est capable de produire à la fois des kystes, et des vésicules contenant des bactéries 

telles que L. pneumophila ou Francisella tularensis (Abd et al., 2007 ; Berk et al.  2008 ; Berk 

et al., 1998 ; Bouyer et al., 2007 ; El-Etr et al., 2009 ; Lambrecht et al., 2015 ; Sanchez-Hidalgo 

et al., 2017). La capacité des bactéries à être empaquetées par des protozoaires est dépendante 

à la fois des souches bactériennes et de protozoaires ainsi que des conditions de culture (Berk 

et al., 2008 ; Chen et al., 2004 ; Denoncourt et al., 2016 ; Paquet et al., 2013). 

Les deux autres souches Polaribacter sp. TC5 et Shewanella sp. TC10 sont des souches 

phagocytées en moins grand nombre que TC11 par A. castellanii. Alors que peu de TC5 co-

localisent avec des vésicules acides, la plupart des TC10 au premier temps d’infection co-

localisent avec celles-ci. Même si les Shewanella sp. TC10 qui sont phagocytées sont 

rapidement digérées par la suite, les TC10 non phagocytées apparaissent le plus souvent plus 

grosses et filamenteuses contrairement à celles observées intracellulairement. Ceci n’a pas été 

observé avec les autres souches bactériennes. Les morphologies filamenteuses sont connues 

pour prodiguer des avantages dans les environnements stressants, ou en présence 

d’antibiotiques ou de prédateurs (Justice et al., 2008). De plus, la capacité à filamenter ou a 

devenir plus grosse a été décrite comme un mécanisme d’échappement afin d’éviter la 

phagocytose et par conséquent les mécanismes de digestion (Matz et Kjelleberg, 2005). Il est 

également intéressant de noter que dans le cas étudié durant cette thèse, le taux de phagocytose 

n’est pas corrélé à la présence de flagelle puisque les bactéries non mobiles TC4 et TC5 et les 

mobiles TC10 et TC11 sont phagocytées en différentes proportions. 

Cette étude présente un aperçu de la diversité des interactions que l’on peut rencontrer lors des 

interactions entre protistes amiboïdes et bactéries en milieu marin. Par la suite, des 

investigations plus poussées pourraient permettre de comprendre par quel mécanisme TC4 

gagne le compartiment nucléolaire, combien de temps elle peut y rester et si elle est capable 

d’en ressortir. Pour ce faire, l’utilisation de la microscopie à balayage laser confocal peut être 

complétée par d’autres approches telleques la video microscopie et l’utilisation de différents 

marqueurs du traffic intracellulaire comme la phalloidine qui pourrait permettre de vérifier si 

les comètes d’actine sont impliquées similairement à B. pseudomallei. Avec Shewanella sp. 

TC11, la compréhension des mécanismes par lesquels elles sont expulsées de la cellule hôte et 

à quel ratio, pourrait donner des informations sur sa propagation potentielle dans le milieu et 
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donc dans l’environnement. Des approches tels que des analyses de RNAseq pourraient donner 

des informations sur l’état de bactéries telles que TC4 ou TC11 lors de leurs différentes 

interactions avec l’amibe (dormant versus pleinement actif) ainsi que sur les gènes requis durant 

le trafic intracellulaire leur permettant de survivre. De même, les nouvelles approches de « dual 

RNAseq » pourraient permettre d’étudier l’expression des gènes d’A. castellanii, dont le 

génome est séquencé (Clarke et al., 2013), et des bactéries en présence afin de savoir comment 

la présence de l’un influence celle de l’autre au niveau moléculaire  (Westermann et al., 2016). 

Interactions amibes/biofilms 

Les biofilms et leurs matrices permettent l’accumulation de nutriments à leurs surfaces et 

agissent comme une forteresse pour protéger les bactéries des mécanismes nocifs comme les 

agents antimicrobiens ou les actions des prédateurs (Kjelleberg et Givskov, 2007). Dans ce type 

d’environnement, la présence de différents micro-organismes rend la structure des biofilms très 

complexes et les interactions entre organismes nécessaires (Elias et Banin, 2012 ; Rendueles et 

Ghigo, 2012). Les protozoaires tels que les amibes sont connus pour vivre en association étroite 

avec les bactéries dans de nombreux d’écosystèmes tels que les biofilms (Matz et al., 2008). 

Jusqu’à présent, les études sur le biofilm se sont la plupart du temps concentrés sur la 

compréhension de la régulation et de la physiologie des bactéries sessiles sans prendre en 

compte les autres acteurs majeurs du biofilm. Compte tenu des profils variés d’interaction entre 

bactéries d’une part et entre amibes et bactéries d’autre part, l’objectif de ce travail était de 

comprendre le rôle que peuvent jouer les amibes dans un biofilm multi-espèces et d’examiner 

si une coexistence était possible avec certains des partenaires. 

Les résultats de cette présente étude ont mis en évidence qu’en NSS, le milieu salin dans lequel 

les amibes et les bactéries ne subissent ni de diminution ni d’augmentation importante de leur 

concentration, les bactéries sont toutes capables de développer un biofilm au moins jusqu’à 

72h. Lorsque les amibes sont d’abord ajoutées sur des biofilms mono-espèces de 24h et de 48h 

en parallèle du milieu NSS, un détachement important de chacune des bactéries est observé.  

Les bactéries restantes de Persicivirga mediterranea TC4, ou de TC10 et TC11, les 2 souches 

de Shewanella sont détectées aux endroits qui ont été décrit dans la partie précédente, c’est-à-

dire dans le noyau pour TC4, dans ce qui apparait comme être des vésicules pour TC11 et dans 

le cytoplasme pour TC10. Les TC10 extracellulaires, elles semblent beaucoup plus grosses et 

filamenteuses par rapport aux bactéries phagocytées. En revanche pour Polaribacter sp. TC5, 

les amibes moins nombreuses mais plus grosses, apparaissent stressées et associées avec de 
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nombreuses bactéries, ce qui n’était pas le cas lors des études d’interactions hôte-bactéries dans 

la partie précédente. Il semblerait donc que l’interaction qui s’effectue ici avec un ratio 

bactéries/amibes bien plus important, se fasse non seulement au détriment de l’amibe, mais n’a 

pas non plus empêché le détachement de la bactérie. D’après l’étude effectuée sur les biofilms, 

nous savons que non seulement TC5 est capable de secréter des molécules à activités 

antibiofilm, mais elle est également capable lorsqu’elle est présente, d’induire 2 des inhibitions 

de biofilm les plus fortes sur TC10 et TC11, ce qui, au final, lui permet d’être la plus compétitive 

en biofilm à 4 espèces. Il s’agit donc d’une souche qui possède des mécanismes de défense 

intrinsèque lui permettant de survivre en présence d’autres organismes et qui pourrait 

également, à haute dose, présenter une cytotoxicité vis-à-vis d’A. castellanii.  

Lorsque le surnageant d’amibes est ensuite ajouté, deux des souches P. mediterranea TC4 et 

Shewanella sp. TC10 subissent un détachement important contrairement à Polaribacter sp. TC5 

et Shewanella sp. TC11. De nombreux organismes sont connus pour produire des composés 

antifoulings qui inhibent ou dispersent le biofilm (Marks et al., 2013 ; McDougald et al., 2012 ; 

Rendueles et Ghigo, 2012). Cependant, A. castellanii ne tireraient aucun avantage à produire 

de tels composés pour éloigner sa source de nourriture, excepté dans le cas ou les bactéries sont 

pathogènes pour elle. Une autre hypothèse serait que P. mediterranea TC4 et Shewanella sp. 

TC10 détectent un de leurs principaux prédateurs par des indices chimiques et induisent un 

détachement massif de leurs biofilms afin de fuir leurs prédateurs. De plus, ce phénomène serait 

transférable à d’autres souches sur un biofilm mixte, puisque l’ajout de surnageant d’amibes 

sur un biofilm multi-espèces composé de TC4, TC10, et TC11 induit également le détachement 

de TC11 qui n’était pas significativement impactée par le surnageant lorsqu’elle était cultivée 

en biofilm mono-spécifique. Ce phénomène de dispersion des bactéries par la détection de 

protozoaires de manière directe c’est à dire en présence de l’amibe ou de manière indirecte 

lorsque le surnageant d’amibes est ajouté, qui n’a pas encore été publié à notre connaissance, a 

pourtant déjà été observé (McDougald et al., 2012). De plus, il a été précédemment mis en 

évidence que Pseudomonas fluorescens était capable de détecter spécifiquement A. castellanii  

(Jousset et Bonkowski, 2010 ; Jousset et al., 2010). Ainsi, lorsque P. fluorescens est exposée 

au surnageant d’A. castellanii, celle-ci augmente l’expression de gènes liés à certaines toxines. 

Cette modification de l’expression génique augmente de 25 % la toxicité bactérienne.   

Dans cette étude, un autre argument en faveur de la présence de composés amibiens pouvant 

être détectés par les bactéries est lié à l’apparition de changements au niveau du biofilm de TC4 

et au niveau de la morphologie de TC10. En effet, l’ajout du surnageant d’amibes sur le biofilm 
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monospécifique de TC4 induit une modification de la taille des patches des bactéries en biofilm 

alors que pour TC11 qui présentent également de gros patches dans son biofilm, aucune 

modification n’est observée dans la structure du biofilm et la forme des bactéries. Concernant 

TC10, l’ajout du surnageant d’amibes change drastiquement la taille des bactéries, qui 

deviennent plus grosses, et la forme puisqu’elles deviennent en majorité filamenteuses.  Par 

conséquent, après ajout de la suspension d’A. castellanii ou uniquement de son surnageant, des 

formes filamenteuses sont observables à la surface alors qu’elles ne le sont pas dans le milieu 

NSS seul. Il est donc vraisemblable que ces changements soient dûs à la sécrétion d’indices 

chimiques par A. castellanii qui induiraient de profondes modifications morphotypiques et 

phénotypiques.  

Lorsque l’amibe est en présence de TC10, comme nous l’avons dit plus haut, seules les bactéries 

extracellulaires apparaissent plus grosses et filamenteuses. La filamentation des bactéries ou 

l’augmentation de leur taille est connue pour être un mécanisme pré-ingestionnel permettant 

d’éviter la prédation par les protozoaires (Justice et al., 2008 ; Matz et Kjelleberg, 2005). Ainsi 

une exclusion de taille serait effectuée par les protozoaires, ce qui réduirait de façon importante 

la pression de prédation sur ces bactéries filamenteuses. De nombreuses études ont mis en 

évidence que la capacité à filamenter fournit une protection contre le broutage par les amibes 

tandis que le biofilm serait plus une protection contre des protozoaires tels que les ciliées ou les 

flagellés (Hahn et Höfle, 1998 ; Hahn, Moore, et Höfle, 1999 ; Queck et al., 2006). De plus, 

une forte pression de broutage est bien souvent corrélée avec le développement de morphotypes 

filamenteux (Caron, Goldman, et Dennett, 1988 ; Engström-Öst et al., 2002 ; Jürgens et Stolpe, 

1995 ; Pernthaler et al., 2004). Cependant, même si dans certains cas la filamention durant les 

interactions avec les protozoaires est définie comme étant dépendante de la phase de croissance 

ou du quorum sensing des bactéries (Hahn, Moore, et Höfle, 1999 ; Queck et al., 2006 ; Salcher 

et al., 2007), d’autres auteurs décrivent la capacité à filamenter ou à former des agrégats comme 

un système déclenché par des indices chimiques relargués par le prédateur (Blom et al., 2010 ; 

Corno et Jürgens, 2006 ; Pernthaler et al., 1997). Ces signaux chimiques sont nommés 

« Kairomones. » Ils sont définis comme un transfert d’information entre espèces qui induisent 

un bénéfice chez l’organisme receveur tandis qu’ils ne le sont pas pour l’organisme producteur, 

comme par exemple dans la détection de prédateurs par les proies (Blom et al., 2010 ; Pohnert, 

Steinke, et Tollrian, 2007).    

Dans l’ensemble, ces résultats mettent en évidence que sur quatre bactéries isolées à partir de 

biofilms, différentes stratégies permettant d’empêcher la prédation par les amibes ont été mis 
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en évidence. Une des suites logiques de ce travail serait d’essayer de caractériser plus 

précisément quel type de molécules ou kairomones sont produites par l’amibe permettant 

d’induire des changements phénotypiques tels que  la filamentation et/ou ce détachement. Il 

serait intéressant de savoir s’il s’agit des mêmes molécules ou si plusieurs composés sont 

nécessaires pour induire ces phénotypes. Une étude transcriptomique, voire métabolomique 

pourrait peut-être nous permettre d’obtenir quelques réponses. Il serait également intéressant 

de vérifier si ces kairomones seraient efficaces sur un plus grand nombre de bactéries ou dans 

différentes conditions. Il pourrait s’agir d’une nouvelle voie de recherche pour l’indentification 

de solutions antibiofilm/antifouling non toxiques et respectueuses de l’environnement. 

Conclusion générale 

Cette étude est l’une des premières à regarder les interactions entre des micro-organismes 

susceptibles d’occuper une même niche écologique au sein du biofilm dans le domaine marin. 

Elle a mis en évidence que les interactions entre bactéries au sein du biofilm étaient complexes 

et que la connaissance de la formation des biofilms mono-spécifiques n’était pas suffisante pour 

prédire le devenir des communautés multi-spécifiques. De même, en ajoutant une amibe comme 

acteur du biofilm, une première mise en lumière du rôle qu’elle peut jouer en présence de 

bactéries considérées comme non pathogènes a été effectuée. 

En perspective à plus long terme, des modèles multi-spécifiques de ce type pourraient être 

utilisés afin d’évaluer les nouveaux composés ou les nouveaux revêtements/surfaces 

antibiofilm et antifouling. De plus, l’utilisation d’outils moléculaires pourrait permettre de 

comprendre en quoi les interactions cellulaires peuvent rendre les biofilms plus résistants ou 

plus faibles face aux conditions néfastes de l’environnement. Depuis que les nouvelles données 

de séquençage sur l’abondance des protozoaires en milieu marin sont accessibles, il est 

nécessaire de redéfinir les modèles biogéochimiques qui régissent les réseaux trophiques 

microbiens. La compréhension fine des interactions entre bactéries et protozoaires permettra de 

définir plus précisément ces modèles. L’identification des kairomones et leurs possibles champs 

d’application pourraient amener à de nouvelles stratégies respectueuses de l’environnement 

dans la lutte contre le biofouling et plus particulièrement dans des domaines tels que le domaine 

marin. Pour finir, aujourd’hui les amibes sont utilisées par une société (Amoeba biocide) pour 

nettoyer les biofilms issues des systèmes d’aération dans l’industrie. Si celles-ci sont 

difficilement utilisables sur les coques des navires, une utilisation pour nettoyer par exemple 

les cuves de ballastage peut être imaginée. Depuis la convention internationale pour le contrôle 
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et la gestion des eaux de ballast réalisée par l’organisation maritime internationale et son entrée 

en vigueur le 8 septembre 2017, le contrôle des organismes viables rejetés dans les eaux de 

ballast doit être strictement contrôlé et donc le développement des biofilms dans ces cuves 

maitrisé. Aujourd’hui, différents systèmes à la sortie des eaux de ballast permettent d’éliminer 

un maximum d’organismes. Les cuves de ballastage sont soumises aux impacts néfastes du 

biofouling et elles pourraient donc être traitées avec des suspensions d’amibes afin d’éliminer 

le plus précocement possible le biofilm. Les suspensions d’amibes utilisées sont classées pour 

le moment sans risques physiques, pour la santé humaine, pour l’environnement et pour les 

manipulateurs, contrairement aux produits toxiques utilisés aujourd’hui dans les solutions 

antifouling.  
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 Fiche technique n° 1 : Culture et 
conservation des souches bactériennes et 

d’amibes 

Introduction 

Les milieux de culture permettent aux organismes de trouver l’ensemble des composants 

indispensables à leur croissance. Ils permettent en général une croissance forte, rapide et 

répétable des organismes aux cours du temps. Un milieu de culture doit satisfaire à toutes les 

exigences nutritives des micro-organismes (apport en source d’énergie, de carbone et d’azote, 

besoins en ions minéraux et facteurs de croissance, pH et force ionique). Il en existe donc un 

grand nombre présentant des caractéristiques spécifiques permettant une croissance optimale 

de certains organismes.  

La conservation des souches pures dans l’absolu doit permettre de les maintenir viables, 

disponibles et à l’identique (génotype). Il existe plusieurs méthodes de conservation des 

souches variants selon les organismes (cryoconservation, lyophilisation…).  

Les bactéries issues de la collection de Toulon utilisées dans cette étude ont été cultivées en 

milieu VNSS (Väätänen nine-salt solution) suivant les résultats de précédentes études (Brian-

Jaisson, 2014 ; Camps et al., 2011 ; Mårdén et al., 1985). La souche d’amibe Acanthamoeba 

castellanii a été cultivée en milieu PYG (Peptone Yeast extract Glucose). Ce milieu permet une 

croissance rapide et facile de l’amibe et de ne pas utiliser d’autres bactéries (mortes ou vivantes) 

afin de la nourrir. De plus, ce milieu a été utilisé dans un grand nombre d’études (Jousset et 

Bonkowski, 2010 ; Matz et al., 2008 ; Van der Henst et al., 2016). La conservation de 

l’ensemble des souches a été faites par cryoconservation à -80°C, une des méthodes les plus 

simples et efficaces.  

 

 

Milieu de culture VNSS (bactérie) 

Préparation du NSS (Nine-Salt Solution)  
Pour 1L de milieu, ajouter 850 mL d’eau distillée et commencer à 
chauffer à 100°C sous agitation, puis ajouter les produits suivants : 
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17,6 g de NaCl 
1,47 g de Na2SO4 
0,08 g de NaHCO3 
0,25 g de KCl 
0,04 g de KBr 
1,87 g de MgCl2 – 6H20 
0,31 g de CaCl2 anhydre 
0,01 g de SrCl2 – 6H2O 
0,01 g de H3BO3 

 
Compléments à ajouter pour obtenir le VNSS : 
1 g de peptone 
0,5 g d’extrait de levure 
0,5 g de glucose 
0,5 g d’amidon soluble (Note 1) 
0,01 g de FeSO4 – 7H2O 
0,01 g de Na2HPO4 
Homogénéiser le milieu par chauffage durant 20 min à 100°C sous 
agitation puis ajouter le volume d’eau distillée requis pour obtenir 
1 L avant un autoclavage de 20 min à 121°C. 

PYG (amibes) 

Préparation de solutions stocks 
Les solutions sont préparées dans de l’eau distillée aux 
concentrations suivantes : 
Solution de MgSO4 – 7H2O (Sigma)              0,4 M 
Solution de CaCl2 (Sigma)                              0,05 M 
Solution de FeNH4(SO4)2 (Sigma)                  0,005 M 
Glucose                                                              2,0 M 
Les solutions sont filtrées sur 0,2 μm afin d’être stérilisées et 
conservées. 

Préparation du milieu PYG 
Pour 1L de milieu, ajouter 800 mL d’eau distillée du volume 
souhaité et commencer à chauffer à 100°C sous agitation, puis 
ajouter les produits suivants : 
20 g de Peptone Protéase (Difco) 
1 g d’extrait de levure (Difco) 
10 mL de la solution de MgSO4 – 7H20 à 0,4 M 
8 mL de la solution de CaCl2 à 0,05 M 
10 mL de la solution de FeNH4(SO4)2 à 0,005 M 
Homogénéiser le milieu puis ajouter le volume d’eau distillée 
requis afin d’avoir 950 mL avant un autoclavage durant 20 min à 
121°C. 
Ajouter 50 mL de la solution de Glucose à 2,0 M après autoclavage 
(Note 2). 
  

Croissance Culture des souches bactériennes 

A partir des souches cryoconservées : 
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1- un prélèvement issu des tubes est étalé à l’oese sur une 
boite de Pétri contenant du milieu VNSS agar. Les boites 
sont incubées durant 72h à 20°C. 

2- Une colonie unique est prélevée à l’aide d’un cône et 
déposée dans un flacon de 60 mL contenant 10 mL de 
VNSS. La préculture est incubée à 20°C, 120 rpm une nuit. 

3- A partir de la préculture, une culture de 10 mL dans du 
VNSS est démarrée  en ajustant la DO600nm à 0,1. La culture 
est incubée à 20°C, 120 rpm jusqu’à la phase post-
exponentielle (Note 3). 

Culture des amibes 

A partir des souches cryoconservées : 

1- Un tube de 1 mL de souche cryoconservée est décongelé 
puis vidé en totalité dans une flasque de 175 cm2 contenant 
30 mL de milieu PYG. 

2- La flasque est allongée puis incubée à 20°C en statique.  
3- Après 2-3 jours, le milieu est vidé par renversement et 30 

mL de nouveau PYG sont ajoutés.  
4- La flasque est incubée à 20°C en statique jusqu’à ce que les 

cellules soient arrivées à confluence (Note 4). 

Cryoconservation Conservation des souches bactériennes 

Les souches bactériennes sont conservées par congélation à -80°C. 

1- Pour ce faire, une culture planctonique sur la nuit de 10 mL 
est centrifugée à 6000 rpm durant 10 min. Le culot est 
repris dans 2 mL d’une solution de VNSS contenant 20 % 
de glycérol. Cette suspension est répartie en cryotubes 
avant d’être congelée à -80°C. 

2- Les souches sont relancées par reprise d’une petite quantité 
de la suspension congelée avec une oese, qui est étalée sur 
boite avant d’être incubée durant 72h à 20°C. 

Conservation des amibes 

Les amibes sont conservées par congélation à -80°C.  

1- Pour ce faire, une culture adhérée à confluence de 30 mL 
est grattée à l’aide d’un grattoir souple.  

2- La suspension ainsi obtenue est centrifugée à 2500 rpm 
durant 15 min. Le culot est repris dans 3 mL d’une solution 
de PYG contenant 20 % de DMSO et réparti dans des 
cryotubes (1 mL/tube). Les cryotubes sont déposés dans un 
cryoportoir nommé « Mr Freeze » et congelés à -80 °C. Le 
portoir permet une décroissance progressive de la 
température durant environ 48h. Après deux jours, les tubes 
peuvent être stockés définitivement dans une boite de 
conservation à -80°C. 
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3- Les souches sont relancées par dépôt de la totalité d’un tube 
juste fondu dans une flasque contenant 30 mL de PYG. La 
culture est ensuite incubée à 20 °C durant 10 jours avant de 
pouvoir être utilisée. 

 

Notes Note 1 : L’amidon doit normalement être mis en dernier durant la 
préparation de la solution car cela facilite sa dissolution.  
Note 2 : Le glucose est ajouté après la stérilisation par autoclavage 
pour éviter les réactions de caramélisation de celui-ci. 
Note 3 : La phase post-exponentielle est connue pour être 
majoritairement la phase ou les bactéries vont exprimer leurs 
facteurs de virulence ou avoir une meilleure habilité à adhérer et à 
former du biofilm. Cependant, cela reste relativement dépendant 
des souches utilisées. 
Note 4 : À partir d’un tube cryoconservé, il faut environ une 
semaine et demi pour arriver à confluence. 
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Fiche technique n° 2 : Evaluation du 
biofilm par le marquage au cristal violet 

Introduction 

Les tests de formation de biofilm en microplaque, couplés à des colorations capables de 

quantifier le biofilm, sont depuis quelques dizaines d’années largement utilisés dans les 

laboratoires de microbiologie. Le cristal violet est le colorant le plus utilisé ; il permet de 

quantifier le biofilm par une simple mesure de spectrophotométrie. Le cristal violet est un 

colorant violet qui colore les groupements méthyles. Il devient de plus en plus foncé en fonction 

de l’importance de leur nombre. Il est également utilisé en microbiologie dans la coloration de 

Gram ou dans certains milieux sélectifs. Celui-ci marque de façon indifférenciée l’ADN et les 

protéines issus des cellules bactériennes adhérées et de la matrice  (Feoktistova, Geserick et 

Leverkus, 2016).  

Un grand nombre de protocole de cristal violet présentant quelques variantes existe. Suivant les 

protocoles, les concentrations en cristal violet ou les solutions d’extraction utilisées (Ethanol, 

DMSO) peuvent être différentes (Stepanovic et al., 2000 ; Watnick et al., 2001). La méthode 

décrite et utilisée durant cette étude est la même que celle utilisée par Brian-Jaisson et 

collaborateurs durant leurs études sur ces mêmes souches bactériennes (Brian-Jaisson, 2014). 

Cette méthode a permis une bonne discrimination des différentes souches marines utilisées et 

de caractériser leurs capacités d’adhésion et de formation de biofilm. Il s’agit d’une méthode 

dérivée de l’étude de Rivas et collaborateurs (Rivas, Dykes et Fegan, 2007).  

Matériels Equipements et consommables 

Lecteur de microplaques  
Microplaques transparentes 96 puits transparentes 
Centrifugeuse 
Incubateurs 
Etuve 
Agitateur orbital 

 
Milieux et solutions 

Milieu VNSS 
Milieu NSS 
Solution de cristal violet à 0,01% (m/v) dans de l’eau (Note 1) 
Ethanol 100% 

Méthodes Croissance du biofilm 
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1- La croissance des souches est réalisée à partir d’une préculture 
planctonique, dans du milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-
exponentielle en flacon en verre à 20°C, sous agitation à 120 rpm.  

2- Les cultures bactériennes sont centrifugées à 6000 rpm durant 10 
min et reprises dans du VNSS. 

3- La suspension est ajustée à D0600nm=0,4 (Note 2 et 3). 
4- Un volume de 200 μL de la suspension bactérienne est ajouté dans 

chaque puits d’une plaque de 96 puits (en triplicat pour chaque 
condition) (Note 4) 

5- Les plaques sont incubées à 20°C en statique pendant 3h à 72h. 

 Marquage et quantification du biofilm 

1- Suite à l’incubation, les plaques sont renversées afin d’éliminer la 
majorité des bactéries non adhérées, suivi de trois rinçages doux 
à la micropipette au NSS. 

2- Les plaques sont mises à sécher à l’étuve à 50°C durant 30 min 
afin de fixer les biofilms. 

3- La solution de cristal violet à 0,01% est ajoutée dans tous les puits 
à raison de 200 μL/puits et est laissée à incuber durant 15 min. 

4- Les plaques sont rincées de façon douce à la micropipette, trois 
fois au NSS, puis séchées 10 min à température ambiante. 

5- L’extraction du cristal violet est réalisée par ajout de 200 μL 
d’éthanol dans chaque puits.  

6- Les plaques sont ensuite mises à agiter durant 10 min à 120 rpm 
sur un agitateur orbital. 

7- Le contenu des plaques est transvasé dans de nouvelles plaques. 
8- L’absorbance est mesurée à 590 nm à l’aide d’un lecteur de 

microplaque. 
9- Les résultats sont exprimés par l’équation : 

   x =
( ) ( )

( )
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Résultats 

attendus 

 

Figure 60 : Représentation de l'extraction du cristal violet (A) et des résultats d’absorbance 
obtenus sur un biofilm de Pseudomonas sp. B4 déficient en polyP (B) en conditions réprimé 
(glucose 1%) et induit (arabinose 0,5%) dans différents milieux (ChB4 déficient en polyP 
(B) en co. 

 

Les résultats mettent en évidence que la souche de Pseudomonas sp. B4 

déficiente en polyP (pBADPPX1) est capable de former du biofilm 

uniquement quand l’expression de PPX1 est induite par du glucose tandis 

que le mutant recombinant (pMLBAD) est quant à lui capable de former 

du biofilm dans les trois milieux testés (Chávez, Mauriaca, et Jerez, 

2009). La photographie et l’histogramme mettent en avant le marquage 

du biofilm par le cristal violet ainsi que l’expression des résultats 

attendus. 

 

Notes Notes 1 : Une solution mère de concentration 0,1% a été au préalable 
préparée et conservée à 4°C, permettant d’avoir une masse facilement 
mesurable avec une balance de précision classique. La solution fille est 
ensuite préparée juste avant l’expérience à partir de la solution mère.  
Notes 2 : Les mesures de biofilm par le cristal violet ont été réalisées avec 
un inoculum bactérien de départ à une DO600nm de 0,4 afin d’être en 
accord avec les expériences réalisées lors des interactions 
multispécifiques. 
Notes 3 : Afin de tester la potentielle activité inhibitrice d’un surnageant 
de culture, les DO600nm sont ajustées à 0,8. 
Notes 4 : Afin de tester la potentielle activité inhibitrice d’un surnageant 
de culture. Ceux-ci ont été préparés par centrifugation d’une culture 
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bactérienne planctonique afin d’éliminer le culot bactérien. Le surnageant 
ainsi préparé est ensuite filtré sur 0,2 μm afin de le stériliser  (Dos Santos 
Goncalves et al., 2014). Pour finir, 100 μL de surnageant de culture sont 
ajoutés dans chaque puits ainsi que 100 μL de la suspension bactérienne 
à une DO600nm de 0,8. Des témoins sont réalisés avec 100 μL de NSS et 
100 μL de la suspension bactérienne ajustée à une DO600nm de 0,8, afin 
d’obtenir une DO600nm de 0,4 final. 
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Fiche technique n° 3 : Transformation 
plasmidique 

Introduction 

La compétence est la capacité naturelle d’un grand nombre de bactéries à facilement absorber 

de l’ADN exogène par transfert horizontale de gène. La transformation bactérienne naturelle 

était décrite chez plus de 80 espèces en 2014 (Johnston et al., 2014). Elle leur permet d’acquérir 

de nouveaux traits génétiques et de s’adapter aux conditions environnementales favorisant la 

résistance aux antibiotiques (Croucher et al., 2011). La plupart des bactéries transformables 

n’expriment pas de façon permanente les protéines impliquées et requises au développement de 

la compétence pour la transformation génétique. La compétence est donc une « fenêtre 

d’opportunité » transitoire pour l’internalisation de l’ADN et permettre ainsi une transformation  

(Johnston et al., 2014).  

Seul un nombre restreint de bactéries exprime une compétence naturelle, Cependant, la 

compétence peut être induite de manière artificielle en inhibant par exemple les systèmes de 

restriction/modification. Les systèmes de restriction/modification sont composés de deux 

enzymes. La première est une enzyme de restriction qui va cliver de petites séquences 

nucléotidiques spécifiques situées sur des ADNdb non méthylés, donc de l’ADN exogène. La 

deuxième est une méthylase qui va méthyler l’ADN double brins chromosomique afin de 

protéger ce dernier de l’action de l’enzyme de restriction. Un grand nombre de protocoles existe 

permettant d’arriver à un état de compétence (Mercenier et Chassy, 1988).  Cependant en 

fonction des différentes souches à transformer, les techniques permettant de rendre compétente 

les bactéries varient en fonction du choc utilisé pour rendre les bactéries perméables (choc 

physique (électroporation), choc chimique, préchocs thermiques…), les phases de croissance 

de la bactérie, les milieux de croissance ou de régénération les plus propices, le choix des 

plasmides diffèrent de façon importante (Mercenier et Chassy, 1988 ; Yoshida et Sato, 2009). 

Malgré cette variété de méthodes, certaines bactéries restent impossibles à transformer. 

Afin de réaliser des biofilms multi-spécifiques et d’avoir un suivi des bactéries lors de leurs 

interactions avec des amibes et de les visualiser par microscopie à fluorescence, différentes 

méthodes de transformation ont été testées sur les bactéries de la collection de Toulon 

récupérées en mer Méditerranée afin de leur ajouter un gène exprimant une protéine 

fluorescente.   
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Par choc Chimique : 

Matériels Souches et plasmides 

Souches bactériennes : Polaribacter sp. TC5, Pseudoalteromonas 
lipolytica TC8, Shewanella sp. TC9, Shewanella sp. TC10, Shewanella 
sp. TC11, Pseudoalteromonas ulvae TC14 et Shewanella frigidimarina 
NCIMB400 
Plasmides : pX5-GFP, pminp-GFP, pBC-L-GFP-pmip et pLac-redFP-
pXDC50 

Milieux et solutions 

Milieu de croissance et solvants : 
Milieu VNSS 
Glycérol 
Traitements  permettant d’obtenir la compétence: 
Solution de CaCl2 à 100 μM 
Solution de CaCl2 à 200 μM 
Solution de chlorure de rubidium à 100 μM 

Equipements et consommables 

Bain marie 
Incubateurs 
Congélateur à -80°C 
Falcons® 

Méthodes Préparation de cellules compétentes 

1- Croissance des souches dans du milieu riche LB ou VNSS dont la 
concentration en NSS est diluée ou non au ¾, ½, et ¼ jusqu’à la 
phase exponentielle, post-exponentielle et stationnaire en flacon 
en verre à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique.  

2- Les flacons contenant les suspensions bactériennes sont 
transférées sur glace durant 15 min. 

3- Les suspensions bactériennes sont transférées dans des Falcons® 
et centrifugées à 2500 rpm durant 10 min à 4°C (Note 1). 

4- Le surnageant est jeté et le culot est resuspendu dans 2 mL d’un 
des traitements permettant d’obtenir la compétence puis 
conservés 15 min sur glace. 

5- Après centrifugation à 2500 rpm durant 10 min à 4°C, le culot est 
repris dans 1 mL d’une solution de compétence à 15% de glycérol 
glacé. 

6- Enfin après 15 min de repos sur glace, des aliquots de 50 ou 100 
μL sont répartis dans des cryotubes avant d’être conservés à -80°C 
(Note 2). 

Transformation bactérienne 

1- Les aliquots de cellules compétentes sont décongelés de manière 
progressive sur glace. 
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Par choc Physique : 

2- Le préchoc thermique, lorsqu’il a lieu, est réalisé à 42°C pendant   
9 min. 

3- Les cellules compétentes sont mises en contact avec 2 μL de 
plasmides et mises à reposer sur glace durant 30 min. 

4- Le choc thermique, lorsqu’il a lieu, est réalisé au bain marie 
pendant 1 min à 42°C, 40°C, 35°C ou 30°C. 

5- 300 μL de LB ou VNSS sont ajoutés à la suspension de cellules 
et de plasmides. 

6- Les suspensions sont  incubées durant 3h, 4h ou 24h à 20 °C sous 
agitation (120 rpm) afin de régénérer les cellules et de permettre 
l’expression du plasmide sans pression de sélection. 

7- Un dépôt de 100 μL de la culture bactérienne est déposé sur des 
boites d’agar contenant du chloramphénicol. La concentration en 
chloramphénicol dépend de la sensibilité de chacune des souches 
à cet antibiotique. 

8- Les boites de Pétri sont incubées à 20°C en statique durant 72h. 

 

Notes 
Note 1 : Les Falcons® doivent être préalablement refroidis sur glace et 
la température de la centrifugeuse doit être également préalablement 
descendue à 4°C. 
Note 2 : Les cellules compétentes préparées peuvent être conservées à -
80°C pendant quelques mois. 

Matériels Souches et plasmides 

Souches bactériennes : Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. TC10, 
Shewanella sp. TC11  
Plasmides : pX5-GFP, pminp-GFP 

Milieux et solutions 

Milieu VNSS  
Glycérol 

Equipements et consommables 

Incubateurs 
Electroporateur  
Cuvette d’électroporation  
Falcons® 

Méthodes 
1- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées 

dans du milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en 
flacon en verre de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une 
préculture planctonique.  
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2- Les suspensions bactériennes sont transférées dans des Falcons® 
et centrifugées à 2500 rpm durant 10 min à 4°C (Note 1). 

3- Le surnageant est jeté et le culot est resuspendu dans 2 mL de 
glycérol à 10 %  et  encore centrifugé à 2500 rpm durant 10 min 
à 4°C (répété 3 fois). 

4- Le culot est repris dans 50  μL  d’une solution à 10% de glycérol. 
5- 10 à 100 ng de plasmides sont ajoutés à la suspension bactérienne. 
6- La solution est déposée durant 30 min sur glace avant 

électroporation. 
7-  Le mélange cellules et plasmides est transféré dans une cuvette 

d’électroporation (Note 2). 
8- La cuvette d’électroporation est placée sur l’électroporateur   

avant d’appliquer le choc électrique aux paramètres préétablis 
(Note 3). 

9- Le mélange est transféré dans  2 mL de milieu glucose SOC ou de 
VNSS, et incubé sous agitation (120 rpm) à 20°C durant 3h, 4h 
ou 24h. 

10- Un dépôt de 100 μL de la culture bactérienne est déposé sur des 
boites d’agar contenant un milieu sélectif. 

11- Les boites de  Pétri sont incubées à 20°C en statique durant 72h.  
 

Notes Note 1 : Les Falcons® doivent être préalablement refroidis sur glace et 
la température de la centrifugeuse également préalablement descendue à 
4°C. 
Note 2 : Les cuvettes d’électroporation doivent être préalablement 
refroidis en les conservant à -20°C au moins 24h ou en les refroidissant 
sur glace avant la manipulation. 
Note 3 : Le système d’électroporation « Gene Pulser » (Biorad) doit être 
réglé en « Time constant. » Pour une transformation efficace, les réglages 
suivants doivent être sélectionnés : 200 Ω, 25 μF et 2,5 kV, pour des 
cuvettes de 2 mm de largeur. 
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Fiche technique n° 4 : Conjugaison 
bacterienne 

Introduction 

Le transfert horizontal de gènes (HGT) est le principal contributeur à la diffusion des gènes de 

résistance aux antibiotiques (Lopatkin et al., 2016). Les gènes issus du HGT sont acquis via des 

éléments génétiques mobiles tels que les plasmides, virus ou transposons ou par absorption et 

incorporation d’ADN nu par recombinaison illégitime ou homologue (Frost et al., 2005 ; She 

et al., 2001). Un des mécanismes les plus communs pour effectuer ce transfert de gène en plus 

de la transformation est la conjugaison  (Davison, 1999 ; Norman, Hansen et Sørensen, 2009). 

La conjugaison consiste en une transmission d’ADN plasmidique ou chromosomique d’une 

souche donneuse vers une souche receveuse, elle se fait par l’intermédiaire d’un plasmide 

conjugatif. Un plasmide conjugatif est un élément génétique mobile qui porte entre autre les 

gènes nécessaires à l’encodage de la machinerie de conjugaison  (Johnston et al., 2014).  

La première étape de la conjugaison implique un pili conjugatif (pili sexuel) sur la bactérie 

donneuse (appelé F+) qui se lit à la bactérie receveuse dépourvue de pili conjugatif (appelé F-) 

(Sana, Laubier et Bleves, 2014). Typiquement, le pili conjugatif se rétracte (dépolymérise) en 

approchant au fur à mesure les deux bactéries jusqu’à ce que celles-ci deviennent liées par un 

point de contact entre leurs deux enveloppes. Des protéines codées par le plasmide permettent 

alors l’établissement d’une ouverture et d’un pont entre les deux bactéries. Un des deux brins 

de l’ADN plasmidique est brisé au niveau du site de l’origine de transfert (oriT) et pénètre dans 

la bactérie receveuse. Par conséquent, un des deux brins passe dans la cellule donneuse tandis 

que l’autre reste dans la bactérie receveuse. Pour finir les deux brins d’ADN complémentaire 

sont synthétisés et les deux bactéries possèdent un plasmide conjugatif  (Sana, Laubier et 

Bleves, 2014).     

Cependant, de même que pour la transformation un grand nombre de protocole existe, en 

fonction des différentes souches à modifier. Les ratios de bactéries, les phases de croissance 

des bactéries, les milieux de croissance ou d’interaction, les plasmides ou encore l’utilisation 

de deux ou trois partenaires bactériens peuvent être modifiés en fonction des bactéries à 

conjuguer (Angles, Marshall et Goodman, 1993 ; Goodman et al., 1993 ; Sana, Laubier et 

Bleves, 2014). Malgré ces nombreuses méthodes, certaines bactéries restent impossibles à 

transformer par conjugaison. 
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Afin de réaliser des biofilms multi-spécifiques, d’avoir un suivi des bactéries lors de leurs 

interactions avec des amibes et de les visualiser par microscopie à fluorescence, différentes 

méthodes de conjugaison ont été testées sur les bactéries de la collection de Toulon issues de 

l’environnement marin afin de leur ajouter un gène exprimant une protéine fluorescente.  

Conjugaison bipartenaire : 

Matériels Souches et plasmides 

Souches bactériennes receveuses : Polaribacter sp. TC5, 
Psedoalteromonas lipolytica TC8, Shewanella sp. TC9, Shewanella sp. 
TC10, Shewanella sp. TC11  
Souches bactériennes donneuses : Escherichia coli WM3064  
(génotype : thrB1004 pro thi rpsL hsdS lacZΔM15 RP4-1360 
Δ(araBAD)567 ΔdapA1341::[erm pir]), Souche auxotrophe au DAP 

Plasmides : pX5-GFP 

Milieux et solutions 

Milieu de croissance et solvants : 

Milieu VNSS et LB 

DAP : acide diaminopimélique 

Solution de lavage : 
Solution de MgSO4 à 10 μM 
Solution (1 :1) de NSS et  MgSO4 à 10 μM 

Equipements et consommables 

Vortex 
Incubateurs 
Tubes Eppendorfs 1,5 mL  
Boite de pétri 
Micropipettes et cônes 
Filtres  

Méthodes Croissance des souches 

1- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes  receveuses sont 
réalisées dans du milieu riche  LB ou VNSS jusqu’à la phase 
exponentielle, post-exponentielle et stationnaire en flacon en verre 
de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique.  

2- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes  doneuses sont 
réalisées dans du milieu riche  LB ou VNSS avec ou sans 
antibiotique jusqu’à la phase exponentielle, post-exponentielle et 
stationnaire en flacon en verre de 60 mL à 37°C, 180 rpm à partir 
d’une préculture planctonique. 
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Méthode 1 : Conjugaison bipartite avec interaction sur boite   

1- Méthode 1.1 : les suspensions bactériennes sont centrifugées à 
6000 rpm, 10 min et le culot et repris dans 5 mL d’une solution de 
lavage  
Méthode 1.2 : Les suspensions bactériennes restent dans leur 
milieu d’origine. 

2- Des spots de 50 μL de bactéries sont déposés sur boite de Pétri 
(VNSS + DAP et LB + DAP) issus des suspensions de bactéries 
donneuses et receveuses et un spot de mélange contenant à la fois 
les bactéries donneuses et receveuses avec un ratio de 1/1, 1/2 et 
1/3 suivant le plan :    

 

  

3- Après séchage des spots sous PSMII, les boites sont incubées à 
20°C, 30°C ou 37°C durant une nuit ou 48h. 

4- Les spots de mélange sont repris à l’oese et déposés dans 1 mL de 
LB ou de VNSS, puis vortexés. (Note 1) 

5- Des dilutions de 10 en 10 sont réalisées avant que 100 μL de 
chacune des dilutions soit étalées avec un râteau sur boite de Pétri 
contenant du milieu VNSS ou LB  supplémenté en antibiotique 
avec ou sans DAP  à 100  μg/mL  (Note 2). 

6- Les boites sont incubées durant 72h à 20°C. 
7- Les clones ayant poussés sur les boites de Pétri sans DAP 

correspondent aux transformant putatifs. 

Notes  Note 1 : S’il n’y a pas eu de croissance des spots donneurs (D) ou 
receveurs (R), le problème est issu de la souche n’ayant pas poussé. 
Note 2 : S’il n’y a pas eu de colonie sur les boites contenant le DAP, il y 
a eu un problème avec la souche donneuse. S’il n’y a pas de colonie sur 
les boites contenant uniquement l’antibiotique et le milieu de croissance, 
il n’y a pas de transformants putatifs. 

 Méthode 2 : Conjugaison bipartite avec interaction sur filtre 

1- Méthode 2.1 : Des prélèvements de 100 μL de donneur ainsi  que 
de receveur (avec un ratio donneuse/ receveuse de : 1/1, 1/3 et 1/2) 
sont ajoutés dans 5 mL d’une solution de lavage dans un Falcon® 
15 mL et mélangés par retournement. Les suspensions sont filtrées 
sur 0,22 μm ou 0,45 μm et un lavage est effectué avec 5 mL de 
solution de lavage.  
Méthode 2.2 : Des prélèvements de 100 μL de donneur ainsi  que 
de receveur  (avec un ratio donneuse/ receveuse de : 1/1, 1/3 et 
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Conjugaison Tripartenaire : 

1/2) sont ajoutés dans 5 mL de milieu VNSS ou LB dans un 
Falcon® 15 mL et mélangés par retournement. Les suspensions 
sont filtrées sur 0,22 μm ou 0,45 μm et un lavage est effectué avec 
5 mL de VNSS ou LB. 

2- Les filtres sont déposés sur une boite de pétri contenant du VNSS 
et du DAP à 100 μg/mL ou du LB  et du DAP à 100 μg/mL (Note 
1). Les boites sont incubées à 20°C, 30°C ou 37°C durant une nuit 
ou 48h. 

3- Les filtres sont roulés puis déposés dans un Falcon® 15 mL 
contenant 2 mL de VNSS ou LB et vortexés. 

4- Des dilutions de 10 en 10 sont réalisées avant que 100 μL de 
chacune des dilutions soit étalées avec un râteau sur boite de Pétri 
contenant du milieu VNSS  ou LB supplémenté en antibiotique 
avec ou sans DAP  à 100  μg/mL  (Note 2). 

5- Les boites sont incubées durant 72h à 20°C. Les clones ayant 
poussés sur les boites de Pétri sans DAP correspondent aux 
transformants putatifs 

Notes Note 1 : S’il n’y a pas eu de croissance des spots donneurs (D) ou 
receveurs (R), le problème est issu de la souche n’ayant pas poussé. 
Note 2 : S’il n’y a pas eu de colonie sur les boites contenant le DAP, il y 
a eu un problème avec la souche donneuse. S’il n’y a pas de colonie sur 
les boites contenant uniquement l’antibiotique et le milieu de croissance, 
il n’y a pas de transformants putatifs 

Matériels Souches et plasmides 

Souches bactériennes receveuses : Polaribacter sp. TC5, 
Psedoalteromonas lipolytica TC8, Shewanella sp. TC9, Shewanella sp. 
TC10, Shewanella sp. TC11  (Note 1) 
Souches bactériennes donneuses : Escherichia coli WM3065 et DH5α 
Plasmides : pCJS10 (donneur), pRK600 (helper) 

Milieux et solutions 

Milieu de croissance et solvants : 
Milieu VNSS et LB 
Solution de lavage : 
Solution de MgSO4 à 10 μM 
Solution (1 :1) de NSS et  MgSO4 à 10 μM 

Equipements et consommables 

Vortex 
Incubateurs 
Tubes Eppendorfs 1,5 mL  
Boite de pétri 
Micropipettes et cônes 
Filtres  

Méthodes Croissance des souches 
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1- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes receveuses sont 
réalisées dans du milieu riche LB ou VNSS jusqu’à la phase 
exponentielle, post-exponentielle et stationaire en flacon en verre 
de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique.  

2- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes donneuses et 
helper sont réalisées dans du milieu riche LB ou VNSS avec ou 
sans antibiotique jusqu’à la phase exponentielle, post-
exponentielle et stationnaire en flacon en verre de 60 mL à 37°C, 
180 rpm à partir d’un préculture planctonique. 

 

Conjugaison tripartite avec interaction sur filtre 

1- L’agitation de la bactérie helper doit être arrêtée 30 min avant son 
utilisation. 

2- Des prélèvements de 50 μL de donneur et de helper ainsi que 100 
μL de receveur sont ajoutés à 5 mL d’une solution de lavage dans 
un Falcon® 15 mL et mélangés par retournement. Les suspensions 
sont filtrées sur 0,22 μm ou 0,45 μm et un lavage est effectué avec 
5 mL de solution de lavage.  

3- Les filtres sont déposés sur une boite de pétrie contenant du VNSS  
ou du LB supplémenté en DAP à 100  μg/mL (Note 2). Les boites 
sont incubées à 20°C, 30°C ou 37°C durant une nuit ou 48h. 

4- Les filtres sont roulés puis déposés dans un Falcon® 15 mL 
contenant 800 μL de VNSS ou LB et vortexés. 

5- Des dilutions de 10 en 10 sont réalisées avant que 100 μL de 
chacune des dilutions ne soit étalées avec un râteau sur boite de 
Pétri contenant du milieu VNSS ou LB supplémenté en 
antibiotique avec ou sans DAP à 100  μg/mL (Note 3). 

6- Les boites sont incubées durant 72h à 20°C. 
7- Les clones ayant poussés sur les boites de Pétri sans DAP 

correspondent aux transformants putatifs. 

 

  

Notes Note 1 : Les souches receveuses doivent être naturellement résistantes à 
la Streptomycine, ou avoir été préalablement sélectionnées. 
Note 2 : Les filtres sont déposés sur la gélose côté bactéries vers le haut. 
Note 3 : S’il n’y a pas eu de colonie sur les boites contenant le DAP, il y 
a eu un problème avec la souche donneuse. S’il n’y a pas de colonie sur 
les boites contenant uniquement l’antibiotique et le milieu de croissance, 
il n’y a pas de transformants putatifs. 
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Résultats 

attendus 

Les souches TC10 et NCIMB 400 expriment le plasmides pX5 – GFP 
après conjugaison :  

 
Figure 61 :  Formation de biofilm en condition dynamique à 3mL/h (flow cells) de 
Shewanella sp. TC10 et Shewanella frigidimarina NSCIMB400 contenant le plasmide pX5 - 
GFP en eau de mer artificielle après 3h et 24H d'incubation. 

 
Les deux souches TC10 et NCIMB400 ont été transformées par 

conjugaison avec la méthode 1. Durant la conjugaison de la souche TC10, 

la bactérie donneuse a effectué sa croissance sans antibiotique, aidant à la 

transformation de la souche TC10. Cette différence a été majeure et est 

potentiellement due à la forte sensibilité au chloramphénicol de la 

bactérie.  
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Fiche technique n° 5 : Conception 
d’anticorps anti bactérie  pour 

l’immunomarquage 

Introduction 

En biologie et biochimie, l’immunomarquage concerne toutes approches basées sur l’utilisation 

des anticorps pour détecter des motifs moléculaires spécifiques dans un échantillon. Elle a 

commencé à être utilisé en 1942 par Albert Coons et ses collaborateurs qui ont localisé des 

antigènes de pneumocoque dans une section de foie grâce à un anticorps lié à une protéine 

fluorescente (Coons, Creech et Jones, 1942). Par la suite, l’utilisation d’anticorps pour localiser 

des structures ou des éléments dans des cultures cellulaires ou sur des sections de tissue est 

devenue une méthode extrêmement puissante et elle est responsable de beaucoup de 

découvertes importantes (Burry, 2011). Cependant, l’utilisation d’anticorps dans un 

environnement cellulaire complexe et hétérogène peut aboutir quelques fois à la liaison des 

anticorps avec des antigènes aspécifiques. Pour éviter de mauvaises interprétations, un 

ensemble de contrôles doit montrer que tous les aspects du marquage et de la spécificité ont été 

correctement testés afin de ne pas laisser de doutes sur la fiabilité des résultats  (Burry, 2011).  

Aujourd’hui l’utilisation d’anticorps permet de repérer un grand nombre d’antigènes dans 

différentes utilisations. Ils sont classés selon leur capacité à reconnaître un ou plusieurs épitopes 

d’un antigène, on parle alors respectivement d’anticorps monoclonaux ou polyclonaux. 

L’utilisation des anticorps polyclonaux couplés à de la fluorescence pour le marquage des 

bactéries permet aisément de suivre le devenir d’une bactérie lors d’un processus d’infection 

ou lors de la réalisation de biofilm (Hall-Stoodley et al., 2006 ; Lepanto et al., 2014). Le 

marquage par les anticorps peut être direct ou indirect. Dans le cas du marquage direct, 

l’anticorps qui reconnaît l’antigène d’intérêt est directement couplé à une protéine fluorescente. 

Dans le cas du marquage indirect, l’anticorps dit « primaire » reconnaît l’antigène d’intérêt mais 

un second anticorps couplé à une protéine fluorescente dit « secondaire » est ajouté et reconnaît 

l’anticorps primaire. L’immunomarquage indirect permet d’amplifier le signal de fluorescence.  

Afin de réaliser des biofilms multi-spécifiques et d’avoir un suivi des bactéries lors de leurs 

interactions avec des amibes et de les visualiser par microscopie à fluorescence, la conception 
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d’anticorps polyclonaux sur différents animaux a été réalisée sur les bactéries de la collection 

de Toulon afin de réaliser des immunomarquages indirects.  

I - Conception des anticorps primaires 

Matériels Souches  

Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5 et Shewanella sp. 
TC11  

Milieux et solutions 

Milieu VNSS  
PBS 1X 
Formaldéhyde  

Equipements et consommables 

Falcon® 
Bain marie 
Incubateurs 
Centrifugeuse 
  

Méthodes 
1- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées 

dans du milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en 
flacon en verre de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture 
planctonique.  

2- Les cultures sont transférées dans un Falcon® 15 mL et 
centrifugées à 6000 rpm durant 10 min, puis repris dans 10 mL de 
PBS 1X. 

3- Méthode 1 : Les cellules sont inactivées par la chaleur en 
plongeant le Falcon® 15 mL contenant la suspension bactérienne 
1h dans un bain marie à 48°C (Note 1). 
Méthode 2 : Du formaldéhyde est ajouté à la suspension 
bactérienne pour obtenir une concentration de 0,01 %. La 
suspension est incubée durant 10h à 4°C. La suspension est rincée  
par une centrifugation de 10 min à 6000 rpm et  le culot est  repris 
dans 10 mL de PBS 1X. Trois rinçages successifs sont effectués 
(Note 2). 

4- La concentration des suspensions doit être approximativement de 
108 cellules/mL. 

5- Les étapes suivantes ont été réalisées par la société ACRIS 
Antibodies GmbH, Herford, Allemagne : Les antigènes ont été 
émulsifiés par mélange avec un volume égal d’adjuvant de Freud 
complet. 

6- Trois à quatre injections sous cutanées ont été réalisées dans 
différents hôtes (Poulet pour TC4, Chèvre pour TC5 et Lapin pour 
TC11) à différents endroits en immunisation primaire. 

7- Des immunisations supplémentaires ont été réalisées en fonction 
de l’hôte. 
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II – Marquage aux anticorps de biofilm multispécifique 

 

Notes 
Note 1 : Cette étape a été réalisée, mais les anticorps ont par la suite été 
produit avec l’inactivation au formaldéhyde (méthode 2), du fait d’un 
risque de moins bonne conservation durant la durée du transport. 
Notes 2 : L’utilisation d’aldéhydes pour l’inactivation peut aboutir à un 
« cross linking » des complexes protéiques de la bactérie et donc à une 
modification de la reconnaissance de l’antigène cible par la suite. 

Matériels Souches  

Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Shewanella sp. 
TC10 contenant le plasmide pX5-GFP et Shewanella sp. TC11  

Milieux et solutions 

Milieu VNSS  
Milieu ASW (eau de mer artificielle à 36g/L) 
PBS 1X 
Formaldéhyde  
BSA (Albumine de sérum bovin) 
DAPI 

Equipements et consommables 

Microplaques 24 puits 
Coverslips (diamètre 13 mm, épaisseur 0) 
Falcon® 
Spectrophotomètre 
Pince à dissection fine sans griffes 
Cure-dents 
Parafilm 
Lampe UV 
Agitateur à balancement 3D 
Micropipettes et cônes stériles 
Incubateurs 
Centrifugeuse 
 

Méthodes Coculture des souches 

1- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées dans 
du milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en flacon 
en verre de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture 
planctonique (Note 1). 
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2- Les cultures sont transférées dans un Falcon® 50 mL et 
centrifugées à 6000 rpm durant 10 min, puis repris dans 10 mL 
d’ASW. 

3- Des suspensions dans de l’ASW sont réalisées afin d’obtenir un 
échantillon pour chacune des souches bactériennes à une 
DO600nm=0,1 , ou un échantillon contenant les quatre souches à une 
DO600nm=0,1 finale 

4- Les suspensions sont inoculées dans des plaques 24 puits contenant 
un coverslip préalablement stérilisé par exposition aux UV durant 
20 min, 1 mL de chacune des suspensions est ajouté dans chacun 
des puits (Note 2 et 3). 

5- Les plaques sont incubées durant 24h, 48h ou 72h à 20°C en 
conditions statiques. 

6- A chaque temps d’incubation, les plaques sont rincées : les plaques 
sont renversées afin de les vider de leur contenu et chacun  des puits 
est rerempli avec 1 mL d’ASW, trois rinçages successifs à l’ASW 
sont effectués (Note 4). 

7- La fixation des cellules est réalisée par ajout d’1 mL par puits d’une 
solution de formaldéhyde à 3,7% dans du PBS 1X durant 20 min 
(Note 5). 

8- Trois rinçages successifs au PBS 1X sont effectués puis les plaques 
sont conservées à 4°C (Note 6). 

Immunomarquage des bactéries en biofilm à quatre espèces 

1- Blocage 1 : Les plaques sont vidées par retournement et 700 μL 
d’une solution de BSA à 3% dans du PBS 1X sont ajoutés dans 
chacun des puits. Les plaques sont incubées à 4°C durant une nuit 
(Note 7). 

2- Anticorps primaires : Des solutions d’anticorps primaires sont 
préparées aux concentrations suivantes dans une solution de BSA à 
3 % : 

 

 

Les plaques sont vidées par retournement puis 300 μL des solutions 
d’anticorps sont ajoutés aux puits correspondant à leurs cibles. Une 
solution contenant les trois anticorps en même temps est préparée 
et ajoutée dans les puits de la plaque contenant le mélange 
bactérien. Les puits contenant uniquement la bactérie TC10 pX5-
GFP subissent le même traitement avec uniquement la solution de 
BSA à 3%. 
Les plaques sont incubées durant une heure à température ambiante 
sur un agitateur à balancement à 50 rpm (Note 8). 
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3- Blocage 2 : Les plaques sont vidées par retournement puis trois 
rinçages au PBS 1X sont effectués. Une solution de blocage de BSA 
à 3% est ajoutée dans chaque puits à hauteur de 700 μL/puits. Les 
plaques sont incubées durant 2h à température ambiante sur un 
agitateur à balancement à 50 rpm (Note 8 et 9). 

4- Anticorps secondaires : Des solutions d’anticorps secondaires 
sont préparées aux concentrations suivantes avec ou sans 
DAPI dans de la BSA à 3% :  

Dans le cas du biofilm mixte à 4 espèces, une seule solution 
contenant les deux anticorps suivants est d’abord préparée dans un 
tube contenant de la BSA à 3% (Note 10): 

 

 

5- Méthode 1 : Les plaques sont vidées par retournement puis : 
- 300 μL/puits de la solution d’anti poule couplée à la FITC sont 

déposés sur le biofilm monospécifique de TC4  
- 300 μL/puits de la solution d’anti chèvre couplé à l’Alexa fluor 

633 sont déposés sur le biofilm monospécifique de TC5 
- 300 μL/puits de la solution d’anti lapin couplé à l’Alexa fluor 

594 sont déposés sur le biofilm monospécifique de TC11  
- 300 μL/puits de la solution contenant uniquement le DAPI sont 

déposés sur le biofilm monospécifique de TC10 – pX5-GFP.  
- Enfin 300 μL/puits de la solution contenant à la fois l’anti 

chèvre et l’anti lapin sont déposés sur le biofilm mixte à quatre 
espèces (contenant TC5 et TC11).  

Les plaques sont mises à incuber durant 1h à température ambiante 
sur un agitateur à balancement à 50 rpm (Note 8). 
Les plaques sont rincées trois fois avec une solution de PBS 1X. 
Blocage 3 : Uniquement dans les puits contenant le biofilm 
mixte, ceux–ci sont vidés par retournement et 700 μL/puits de la 
solution de BSA à 3% sont ajoutés. Les plaques contenant les 
biofilms mixtes sont incubées durant 1h à température ambiante sur 
un agitateur à balancement à 50 rpm (Note 8). Ensuite 300 μL/puits 
de la solution contenant l’anti poule couplé à l’Alexa fluor 405 sont 
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déposés sur le biofilm mixte. Les plaques sont incubées durant 1h à 
température ambiante sur un agitateur à balancement à 50 rpm 
(Note 8).  Puis les plaques sont rincées trois fois au PBS 1X. 
 

6- Méthode 2 : des gouttes de 70 μL des solutions d’anticorps sont 
déposées sur une feuille de parafilm dans une chambre humide 
suivant le plan : 

 

A l’aide d’une pince et d’un cure-dent les coverslips sont extraits et 

déposés sur les gouttes suivant le plan : 

- le biofilm monospécifique de TC4 sur la solution d’anti poule 
couplé à la FITC  

- le biofilm monospécifique de TC5 sur la solution d’anti chèvre 
couplé à l’Alexa fluor 633 

- le biofilm monospécifique de TC11 sur la solution d’anti lapin 
couplé à l’Alexa fluor 594 

- le biofilm monospécifique de TC10 – pX5-GFP sur la solution 
contenant uniquement le DAPI 

- Enfin le biofilm mixte sur la solution contenant à la fois l’anti 
chèvre et l’anti lapin 

Les coverslips sont laissés incuber durant 1h dans une chambre 
humide à l’abri de la lumière. 
Des gouttes de PBS de 200 μL sont disposées sur la feuille de 
parafilm comme ci-dessous : 
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Les coverslips sont prélevés à l’aide de la pince, égouttés sur la 
tranche sur du papier absorbant et déposés sur la première goutte de 
rinçage durant 5 min, puis sur la seconde et enfin sur la troisième 
(Note 11). 
Blocage 3 : Uniquement pour les coverslips contenant le biofilm 
mixte à quatre espèces, ceux–ci sont déposés sur une goutte de 
200 μL d’une solution de BSA à 3% et incubés durant 1h en 
chambre humide. Les coverslips sont ensuite égouttés sur la tranche 
sur du papier absorbant puis déposés sur une goutte de 70 μL de la 
solution contenant l’anti poule couplé à l’Alexa fluor 405 durant 
1h. Enfin trois lavages successifs sont effectués à l’aide de trois 
gouttes de 200 μL de PBS 1X. 
 

6- Les coverslips sont ensuite montés sur une lame (montage entre 
lame et lamelle) avec une goutte de Prolong diamond antifade ou 
de Mowiol antifade (Note 12). 

7- Les lames sont mises à sécher à l’obscurité durant 48h, avant d’être 
rangées en boite et conservées à 4°C (Note 13). 

Notes 
Note 1 : Toutes les souches bactériennes doivent arrivées à la phase post 
exponentielle en même temps. 
Note 2 : Les lampes UVs incorporées dans les PSMII suffisent pour 
permettre la stérilisation des plaques contenant des coverlips. 
Note 3 : Les puits contenant le biofilm mixte doivent être préparées sur une 
plaque séparée des biofilms monospécifiques avec la méthode 1, car ceux-
ci seront plus facile à traiter et subissent une étape de blocage ainsi qu’une 
étape de marquage en plus.  
Note 4 : Le rinçage s’effectue par renversement des plaques : le geste doit 
être fait en un mouvement circulaire en une fois sans à-coups.  
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III – Marquage aux anticorps des bactéries phagocytées par les amibes 

Note 5 : La fixation peut être effectuée avec une solution 
d’acétone/méthanol (1 :1, v : v) durant 20 min à -20°C, certains anticorps 
ne supportant pas certains types de fixation, en particulier les anticorps qui 
visent la bactérie TC5 ne supporte pas la fixation à l’acétone/méthanol. 
Note 6 : Les plaques peuvent être conservées entre 1 et 2 semaines à 4 °C 
après la fixation. 
Note 7 : Le blocage permet d’éliminer le bruit de fond en masquant les 
sites antigéniques aspécifiques : plusieurs solutions de blocages peuvent 
être utilisées en fonctions des anticorps (Albumine de sérum de diverses 
espèces, Regilait,…). Durant ces experiences, la BSA qui présentait les 
meilleurs résultats a été utilisée en priorité. 
Note 8 : Un agitateur orbital peut également être utilisé, mais le marquage 
a tendance à être moins bon. 
Note 9 : Le reste des manipulations doit se faire à l’obscurité. 
Note 10 : Lors de la réalisation du marquage à quatre espèces, une première 
solution contenant les anticorps secondaires anti chèvre visant la bactérie 
TC5 et les anti lapin visant la bactérie TC11 est utilisée en premier sur ces 
biofilms. Dans une seconde étape l’anticorps anti poulet réalisé dans une 
chèvre est ajouté. Cela évite d’avoir une cross réaction ou les anticorps anti 
chèvre visant la bactérie TC5 irait se fixer sur les anticorps secondaire anti 
poulet visant TC4 qui ont été réalisée dans la chèvre.  
Note 11 :  Il est nécessaire d’utiliser un vrai papier absorbant (pas de papier 
kimtech), sinon les rinçages seront de mauvaise qualité. 
Note 12 : Le Mowiol antifade donne moins de bruit de fond lors de 
l’imagerie, mais la conservation des lames est potentiellement moins 
bonne. 
Note 13 : Les lames une fois les solutions de montage polymérisées 
peuvent se conserver au moins 1 an sans perte importante de fluorescence.  

Matériels Souches  

Acanthamoeba castelanii, Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. 
TC5, Shewanella sp. TC10 contenant le plasmide pX5-GFP et Shewanella sp. 
TC11  

Milieux et solutions 

Milieu PYG 
Milieu VNSS  
Milieu NSS  
PBS 1X 
Formaldéhyde  
BSA (Albumine de sérum bovin) 
DAPI 

Equipements et consommables 

Microplaques 24 puits 
Grattoir souple (Costar®) 
Coverslips (diamètre 13 mm, épaisseur 0) 
Falcon® 
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Cellule de Malassez 
Spectrophotomètre 
Pince à dissection fine sans griffes 
Cure-dents 
Parafilm 
Lampe UV 
Agitateur à balancement 3D 
Micropipettes et cônes stériles 
Incubateurs 
Centrifugeuse 
 

Méthodes Coculture : Interaction amibes/bactéries 

1- Des cultures de 30 mL d’amibes cultivées en flasques en PYG arrivées 
à congruence sont grattées à l’aide d’un grattoir et centrifugées durant 
15 min à 2500 rpm. 

2- Le culot est repris dans 20 mL de NSS et la suspension est ajustée à 
5.105 cellules/mL par comptage à la cellule de Malassez. 

3- La suspension est inoculée dans des plaques 24 puits contenant des 
coverslips préalablement stérilisés par exposition aux UVs durant 20 
min, 1 mL de la suspension est ajouté dans chacun des puits et incubé 
à 20°C durant une nuit (Note 1). 

4- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées dans du 
milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en flacon en 
verre de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique 
(Note 2). 

5- Les cultures sont transférées dans un Falcon® 50 mL et centrifugées à 
6000 rpm durant 10 min, puis reprises dans 10 mL de NSS. 

6- Les suspensions dans du NSS sont ajustées afin d’obtenir une MOI de 
10 et 100 pour chacune des souches bactériennes (MOI 10 = 
DO600nm=0,005 et MOI 100 = DO600nm=0,05) 

7- Les plaques contenant les amibes sont rincées : elles sont renversées 
afin de les vider de leur contenu et chacun des puits est rerempli avec 1 
mL de NSS, trois rinçages successifs sont effectués (Note 3). 

8- Les suspensions sont inoculées dans les plaques 24 puits contenant les 
amibes (1mL/puit). Une centrifugation des plaques est effectuée durant 
5 min à 900g (en utilisant un rotor à microplaque). 

9- Après 3h de mise en contact des bactéries et des amibes, les plaques 
sont rincées par renversement afin de les vider de leur contenu et 
chacun des puits est rerempli avec 1 mL de NSS, trois rinçages 
successifs sont effectués, afin d’éliminer les bactéries extracellulaires 
non phagocytées (Note 3). 

10- Les plaques sont incubées durant 0h, 24h ou 48h à 20°C en condition 
statique. 

11- A chaque temps d’incubation, les plaques sont rincées par 
renversement afin de les vider de leur contenu et chacun des puits est 
rerempli avec 1 mL de NSS, trois rinçages successifs sont effectués 
(Note 3). 

12- La fixation des cellules est réalisée par ajout d’1 mL par puit d’une 
solution de formaldéhyde à 3,7% dans du PBS 1X durant 4 heures ou 
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par ajout d’une solution d’Acétone/méthanol (1 :1, v :v) durant 20 min 
à -20°C (Note 4). 

13- Trois rinçages successifs sont effectués puis les plaques sont 
conservées à 4°C (Note 5). 

Immunomarquage des bactéries phagocytées  

1- Perméabilisation : Les plaques fixées au formaldéhyde sont vidées par 
retournement puis une solution de Triton X100 à 0,05% dans du PBS 
1X est ajoutée (1 mL/puits) durant 15 min à température ambiante. Les 
plaques contenant la bactérie TC4 sont vidées par retournement puis 
une solution de Tween 20 à 0,5% dans du PBS 1X est ajoutée durant 
20 min. Les plaques sont rincées trois fois au PBS 1X (Note 6).  

2- Blocage 1 : Les plaques sont vidées par retournement et 700 μL d’une 
solution de BSA à 3% dans du PBS 1X est ajoutée dans chacun des 
puits, les plaques sont incubées à 4°C durant une nuit (Note 7). 

3- Anticorps primaire : Des solutions d’anticorps primaires sont 
préparées aux concentrations suivantes dans une solution de BSA à 3 
% réalisée dans du PBS 1X : 

Les plaques sont vidées par retournement (Note 3) puis 300 μL des 
solutions d’anticorps sont ajoutées aux puits correspondant à leurs 
cibles. Les puits contenant uniquement la bactérie TC10 pX5-GFP et 
les amibes subissent le même traitement avec uniquement la solution 
de BSA à 3%. 
Les plaques sont incubées durant une heure à température ambiante sur 
un agitateur à balancement à 50 rpm (Note 8). 

4- Blocage 2 : Les plaques sont vidées par retournement puis trois 
rinçages au PBS 1X sont effectués. Une solution de blocage de BSA à 
3% est ajoutée dans chaque puits à hauteur de 700 μL/puits. Les plaques 
sont incubées durant 2h à température ambiante sur un agitateur à 
balancement à 50 rpm (Note 7, 8 et 9). 

5- Anticorps secondaires : Des solutions d’anticorps secondaires sont 
préparées aux concentrations suivantes avec du DAPI dans de la BSA 
à 3%:  
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(Note 10). 

 

 

6- Méthode 1 : Les plaques sont vidées par retournement puis : 
- 300 μL/puits de la solution d’anti poule couplé à la FITC sont 

déposés sur les amibes contenant TC4  
- 300 μL/puits de la solution d’anti chèvre couplé à l’Alexa fluor 633 

sont déposés sur les amibes contenant TC5 
- 300 μL/puits de la solution d’anti lapin couplé à l’Alexa fluor 594 

sont déposés sur les amibes contenant TC11  
- 300 μL/puits de la solution contenant uniquement le DAPI sont 

déposés sur les amibes contenant TC10 – pX5-GFP.  
Les plaques sont mises à incuber durant 1h à température ambiante sur 
un agitateur à balancement à 50 rpm (Note 8). 
Les plaques sont rincées par renversement trois fois avec une solution 
de PBS 1X (Note 3). 

6- Méthode 2 : des gouttes de 70 μL des solutions d’anticorps sont 
déposées sur une feuille de parafilm dans une chambre humide suivant 
le plan : 

 

 

A l’aide d’une pince et d’un cure-dent les coverslips sont extraits et 

déposés sur les gouttes suivant le plan : 

- Les amibes contenant TC4 sur la solution d’anti poule couplé à la 
FITC  
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- Les amibes contenant TC5 sur la solution d’anti chèvre couplé à 
l’Alexa fluor 633 

- Les amibes contenant TC11 sur la solution d’anti lapin couplé à 
l’Alexa fluor 594 

- Les amibes contenant TC10 – pX5-GFP sur la solution contenant 
uniquement le DAPI 

Les coverslips sont laissés incuber durant 1h dans une chambre humide 
en statique. 
Des gouttes de PBS 1X de 200 μL sont disposées sur la feuille de 
parafilm comme ci-dessous : 

 

 

Les coverslips sont prélevés à l’aide de la pince égouttés sur la tranche 
sur du papier absorbant et déposés sur la première goutte de rinçage 
durant 5 min, puis même chose sur la seconde et enfin sur la troisième 
(Note 11). 
 

7- Les coverslips sont ensuite montés sur une lame (montage entre lame 
et lamelle) avec une goutte de Prolong diamond antifade ou de Mowiol 
antifade (Note 12) 

8- Les lames sont mises à sécher à l’obscurité durant 48h, avant d’être 
rangées en boite et conservé à 4°C (Note 13). 

Notes 
Note 1 : Les lampes UVs incorporées dans les PSMII suffisent pour permettre 
la stérilisation des plaques et des coverlips. 
Note 2 : Toutes les souches bactériennes doivent arrivées à la phase post 
exponentielle en même temps. 
Note 3 : Le rinçage s’effectue par renversement des plaques : le geste doit être 
fait en un mouvement circulaire en une fois sans à-coups.  
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Note 4 : La fixation est effectuée avec une solution d’Acétone/méthanol (1 :1, 
v :v) durant 20 min à -20°C pour les amibes en interaction avec TC4, TC10 – 
pX5-GFP et TC11. La fixation est effectuée avec du formaldéhyde 3,7 % 
durant 4h avec les amibes en interaction avec TC5. Certains anticorps ne 
supportent pas certains types de fixation. 
Note 5 : Les plaques peuvent être conservées entre 1 et 2 semaines à 4 °C après 
la fixation. 
Note 6 : La perméabilisation permet aux anticorps de pouvoir pénétrer dans la 
cellule. La fixation à l’acétone/méthanol permet déjà une perméabilisation, 
cependant non optimum pour tous les compartiments cellulaires, d’ou 
l’utilisation du Tween 20, pour la bactérie TC4 qui est localisée dans le 
compartiment nucléaire. 
Note 7 : Le blocage permet d’éliminer le bruit de fond en masquant les sites 
antigéniques aspécifiques : plusieurs solutions de blocages peuvent être 
utilisées en fonctions des anticorps (Albumine de sérum de diverses espèces, 
Regilait,…). Durant ces experiences, la BSA qui présentait les meilleurs 
résultats a été utilisée en priorité. 
Note 8 : Un agitateur orbital peut également être utilisée, mais le marquage a 
tendance à être moins bon. 
Note 9 : Le reste des manipulations doit se faire à l’obscurité. 
Note 10 : Afin de ne pas avoir de fuite du DAPI en dehors des zones nucléaires, 
ne pas ajouter le DAPI aux solutions d’anticorps secondaires. Le marquage au 
DAPI est alors effectué indépendamment grâce à une solution de DAPI dans 
du PBS 1X à 5 μg/mL. Le marquage est réalisé durant 20 min suivie par trois 
rinçages aux PBS 1X. 
Note 11 : Il est nécessaire d’utiliser un vrai papier absorbant (pas de papier 
kimtech), sinon les rinçages seront de mauvaise qualité. 
Note 12 : Le Mowiol antifade donne moins de bruit de fond lors de l’imagerie, 
mais la conservation des lames est potentiellement moins bonne. 
Note 13 :  Les lames, une fois les solutions de montage polymérisées, peuvent 
se conserver au moins 1 an sans perte importante de fluorescence. 
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Résultats 

attendus 

 

Figure 62 : Biofilm multi-spécifique comprenant les souches Persicivirga meditérranea TC4 (bleu), 
Shewanella sp. TC10 contenant le plasmide pX5 - GFP (vert), Shewanella sp. TC11 (rouge) après 
24h d'incubation en condition statique à 20 °C avec un inoculum de départ de DO600nm=0,1. 
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Fiche technique n° 6 : Marquages des 
bactéries et des composants de la matrice 

Introduction 

Durant leur mode de vie en biofilm, les bactéries sont enchâssées avec différents types de 

biopolymères dans une matrice. La matrice peut être considérée comme la maison des cellules 

du biofilm au sein de laquelle elles s’organisent et se développent  (Flemming, 2011 ; 

Kåhrström, 2012). Pendant longtemps, la matrice était définie comme ne contenant 

majoritairement que des exopolysaccharydes. Aujourd’hui de nombreuses recherches ont 

démontré que le biofilm contient différents types de molécules (en plus de l’eau, des cellules et 

des exopolysaccharydes) comme des protéines, de l’ADN extracellulaire (ADNe) ou encore 

des lipides (Flemming et Wingender, 2010). Les techniques de microscopie combinées avec 

différents marquages  comme par exemple les anticorps ou les lectines ont démontré l’ubiquité 

des composants de la matrice non seulement dans l’environnement naturel marin, d’eau douce 

ou de sol mais également dans les systèmes de distribution d’eau ou encore associé à certaines 

infections chroniques chez l’homme ainsi que dans des cultures pures expérimentales  

(Flemming et Wingender, 2010). 

L’utilisation de la microscopie confocale à balayage laser couplée à des sondes fluorescentes 

restent un des outils qui permet l’étude structure/fonction  non destructive in situ des 

composants des SPEs en biofilm  (Neu et Lawrence, 1999). De telles approches permettent 

d’avoir une idée de l’arrangement complexe des SPEs dans un biofilm (Flemming et 

Wingender, 2010). L’étude des composés de la matrice et en particulier des exopolysaccharydes 

par le marquage aux lectines est depuis de nombreuses années largement utilisée (Neu et 

Lawrence, 2014 ; Strathmann, Wingender et Flemming, 2002). Cependant, jusqu’à récemment, 

l’utilisation d’autres marqueurs permettant de marquer les autres composants de la matrice 

comme les protéines ou l’ADNe était moins répandue, même si certaines études s’y sont 

intéressées (Gloag et al., 2013 ; Lynch et al., 2007 ; Mann et al., 2009 ; Tielker et al., 2005).  

Matériels Souches  

Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Pseudoalteromonas 
lipolytica TC8, Shewanella sp. TC10 et Shewanella sp. TC11  

Milieux et solutions 

Milieu VNSS  
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Milieu ASW (eau de mer artificielle à 36g/L) 
PBS 1X 
Formaldéhyde  
DAPI 
Con A : Concanavalin A couplé à la tetramethylrhodamine (Note 1) 
WGA : Agglutinine de germe de blé couplé à l’Alexa fluor 555 (Note 1) 
PNA : Lectine d’Arachis hypogaea (cacahuète) couplé à l’alexa fluor 568 
(Note 1) 
TOTO – 3 (Note 1) 
Film Tracer Sypro Ruby (Note 1) 

Equipements et consommables 

Microplaques 24 puits 
Coverslips (diamètre 13 mm, épaisseur 0) 
Falcon® 
Spectrophotomètre 
Pince à dissection fine sans griffes 
Cure-dents 
Parafilm 
Lampe UV 
Micropipettes et cônes stériles 
Incubateurs 
Centrifugeuse 
 

Méthodes Culture des souches 

1- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées dans du 
milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en flacon en 
verre de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique 
(Note 2). 

2- Les cultures sont transférées dans un Falcon® 50 mL et centrifugées à 
6000 rpm durant 10 min, puis repris dans 10 mL d’ASW. 

3- Des suspensions dans de l’ASW sont réalisées afin d’obtenir une 
DO600nm de 0,3 pour chacune des souches bactériennes. 

4- Les suspensions sont inoculées dans des plaques 24 puits contenant un 
coverslip préalablement stérilisé par exposition aux UVs durant 20 
min, 1 mL de chacune des suspensions est ajoutée dans chacun des 
puits (Note 3). 

5- Les plaques sont incubées durant 48h à 20°C en conditions statiques. 
6- Après 48h d’incubation, les plaques sont rincées : les plaques sont 

renversées afin de les vider de leur contenu et chacun des puits est 
rerempli avec 1 mL d’ASW, trois rinçages successifs sont effectués 
(Note 4). 

7- La fixation des cellules est réalisée par ajout d’1 mL par puit d’une 
solution de formaldéhyde à 3,7% dans du PBS 1X durant 20 min. 

8- Trois rinçages successifs sont effectués puis les plaques sont 
conservées à 4°C (Note 5). 

Marquage des biofilms : bactéries et composants de la matrice 



Richard Guillonneau 

 

214 
 

1- Des solutions de marqueurs contenant du DAPI sont préparées aux 
concentrations suivantes dans du PBS 1X (Note 6) : 

 

2- Méthode 1 : Les plaques sont vidées par retournement puis : 
- 300 μL/puits des solutions de marqueurs sont ajoutés sur les 

différents biofilms.  
- Les plaques sont incubées durant 30 min à l’obscurité.  
- Les plaques sont vidées par retournement puis trois rinçages au PBS 

1X sont effectués. 
2- Méthode 2 : des gouttes de 70 μL des solutions de marqueurs sont 

déposées sur une feuille de parafilm dans une chambre humide comme 
sur le plan (exemple uniquement pour une souche) : 

 

 

- A l’aide d’une pince et d’un cure-dent, les coverslips sont extraits 
et déposés sur les gouttes correspondantes. 
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- Les coverslips sont laissés à incuber durant 30 min dans une 
chambre humide. 

- Des gouttes de PBS de 200 μL sont disposées sur la feuille de 
parafilm comme ci-dessous  

- Les coverslips sont prélevés à l’aide de la pince, égouttés sur la 
tranche sur du papier absorbant et déposés sur la première goutte 
de rinçage durant 5 min (Note 7). 

-  La même chose sur la seconde et enfin sur la troisième ligne de 
gouttes. 

 

3- Les coverslips sont ensuite montés sur une lame (montage entre lame 
et lamelle) avec une goutte de Prolong diamond antifade ou de Mowiol 
antifade (Note 8). 

4- Les lames sont mises à sécher à l’obscurité durant 48h, avant d’être 
rangées en boite et conservées à 4°C (Note 9). 

Notes 
Note 1 : Le DAPI marque les cellules bactériennes en marquant l’ADN. La 
Con A se lie spécifiquement au monosaccharides d’α-D-glucose et d’ α-D-
mannose mais il peut également ciblé les polysaccharydes contenant des 
dérivés tel que le dextran, le glycogène, le mannane, les amylopectines 
(Goldstein, Hollerman et al. 1965) et le sphingan (Johnsen, Hausner et al. 
2000) ou avec certains polysaccharydes contenant des derives de sucres 
spécifiques tel que l’alginate (Strathmann, Wingender et al. 2002). Le WGA 
marque  le N-acetyl-glucosamine et les dérivés de la famille des acides 
sialiques contenus dans les peptidoglycanes de la paroi cellulaire et dans les 
lipopolysaccharides (Strathmann, Wingender et al. 2002). La PNA marque 
préférentiellement les résidus  β-galactose  quand ils sont espacés par un 
glucose dans la chaine principale de l’exopolysaccharyde, il est génèralement 
utilisée pour marquer les glycoprotéines (Angeloni, Ridet et al. 2005). Le 
TOTO – 3 marque l’ADNe tandis que Le Sypro ruby marque les protéines. 
Note 2 : Toutes les souches bactériennes doivent arrivées à la phase post 
exponentielle en même temps. 
Note 3 : Les lampes UVs incorporées dans les PSMII suffisent pour permettre 
la stérilisation des plaques et des coverslips. 
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Note 4 : Le rinçage s’effectue par renversement des plaques : le geste doit être 
fait en un mouvement circulaire en une fois sans à-coups.  

 
Note 5 : Les plaques peuvent être conservées entre 1 et 2 semaines à 4 °C après 
la fixation. 
Note 6 : À partir de cette étape, les manipulations doivent se faire à l’obscurité. 
Note 7 : Il est nécessaire d’utiliser un vrai papier absorbant (pas de papier 
kimtech), sinon les rinçages seront de mauvaise qualité. 
Note 8 : Le Mowiol antifade donne moins de bruit de fond lors de l’imagerie, 
mais la conservation des lames est potentiellement moins bonne. 
Note 9 :  Les lames, une fois les solutions de montage polymérisées, peuvent 
se conserver au moins 1 an sans perte importante de fluorescence. 
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Résultats 

attendus 

 

Figure 63 : Substances polymériques extracellulaires secrétées par Pseudoaltermonas lipolityca 
TC8 en conditions statiques après 48h après l’inoculation. Différents marqueurs fluorescents ont 
été utilisés : La Concanavaline A marque les exopolysachharydes contenant du glucose et du 
mannose. La lectine WGA marque les exopolysaccharides contenant des dérivées d’acide sialique 
et le N-acetyl-glucosamine. La lectine PNA marque les exopolysaccharides contenant des 
glycoprotéines. Le TOTO-3 marque l’ADNe et le Syproruby les protéines. 

Les marquages mettent en évidence que la souche Pseudoalteromonas 
lipolityca TC8 produit dans sa matrice des dérivés d’acide sialique et ou de N-
acétyl-glucosamine, des protéines ainsi que de l’ADNe.  
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Fiche technique n° 7 : Marquages des 
bactéries adhérées en conditions 

dynamiques (« Flow cell ») 

Introduction 

Les biofilms sont des communautés microbiennes sessiles qui se développent sur des surfaces, 

et qui sont fréquemment enchâssés dans une matrice de substances polymériques 

extracellulaires. Ils sont caractérisés par une forte densité et par une organisation structurelle 

(Stoodley et al., 1999). L’organisation structurelle des communautés microbiennes est 

influencée par de nombreux facteurs comme la composition en nutriments, les forces de 

cisaillement et la température (Heydorn, Ersbøll, et al., 2000). Les biofilms dans la nature sont 

souvent difficiles à étudier et les conditions expérimentales à définir. Pour ce faire, des systèmes 

expérimentaux de biofilm en laboratoire ont été développés. Ces systèmes permettent l’étude 

des biofilms dans des conditions définies, afin de pouvoir reproduire des expériences bien 

contrôlées (Heydorn, Ersbøll, et al., 2000). En milieu marin, les biofilms et plus largement le 

biofouling qui est localisé par exemple sur les navires,  peuvent se développer en conditions de 

flux plus ou moins importants selon si le navire est à l’arrêt en zone portuaire ou s’il est en 

déplacement (les courants, la marée, la houle, les vagues induisant un mouvement d’eau 

pouvant avoir un effet).  

L’utilisation de système de « flow cell » permet de mimer le développement de biofilm en 

conditions dynamiques. Son utilisation reste aisée et associée à l’utilisation d’algorithme de 

quantification du biofilm (COMSTAT, cf Fiche Technique n°10).  La reproductibilité de ces 

expériences est bonne et permet la mesure de nombreux paramètres  (Heydorn, Ersbøll, et al., 

2000 ; Heydorn, Nielsen, et al., 2000). Aujourd’hui, son utilisation est classique dans l’étude 

de la formation de biofilm et les études précédentes ont permis de mettre en avant 

l’établissement de structures particulières en conditions dynamiques par rapport aux conditions 

statiques  (Ksontini, Kachouri, et Hamdi, 2013 ; Rieu et al., 2008). 

 

Matériels Souches  

Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. TC5, Pseudoalteromonas 
lipolytica TC8, Shewanella sp. TC10 contenant le plasmide pX5-GFP, 



Fiches Techniques 

 

219 
 

Shewanella sp. TC11 et Shewanella frigidimarina NCIMB400 contenant le 
plasmide pX5-GFP. 

Milieux et solutions 

Milieu VNSS  
Milieu ASW (eau de mer artificielle à 36g/L) 
PBS 1X 
Syto 61 
Javel 

Equipements et consommables 

Pompe péristaltique Watson Marlow 205S 
Falcon® 
Spectrophotomètre 
Micropipettes et cônes stériles 
Incubateurs 
Centrifugeuse 
Erlenmeyer 1L 
Filtre PTFE 0,2 μm 
Petits consommables, raccords et tubes (Note 1) 
 

Méthodes Collage des  flow cells  

1- Une seringue munie d’un cône coupé de 200 μL à l’embouchure est 
remplie de colle comme ci-dessous : 

  

2- La colle est déposée comme ci-dessous sur la flow cell, puis le 
coverslip est collé en appuyant doucement avec le doigt : 

(Note 2) 

3- Les flow cells sont laissées à sécher au moins 12h. 

Montage du système de flow cell   

1- Le système de flow cell est monté comme ci-dessous : 
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2- Une solution de 500 mL de Javel à 0,5% (v : v) est réalisée dans de 
l’eau distillée en erlenmeyer avec un tube de 2 mm de diamètre plongé 
dedans et dont une extrémité est en dehors de l’erlenmeyer. 

3- Les flow cells sont connectées sur le système entre les clamps (Note 
3). 

4- Les connecteurs en T sont connectés au tuyau de l’Erlenmeyer de javel. 
La pompe est amorcée :  
- La pompe est mise en marche à vitesse maximale jusqu’à ce que 

des gouttes de javel arrivent dans les pièges à bulles.  
- La pompe est alors stoppée et les robinets sur les pièges à bulles 

sont ouverts jusqu’à ce que les  pièges à bulles se remplissent (≈1 ;  
le chiffre 1 est indiqué sur le piège à bulles  ) (Note 4). 

- Les robinets au-dessus des  pièges à bulles  sont fermés, la pompe 
est relancée. 

- Quand le système est entièrement rempli, la pompe est mise à sa 
vitesse de croisière (2 rpm  4 mL/h) (Note 5) 

5- Le système est laissé à tourner une nuit ou une journée (≈12h). 

Rinçage du système et inoculation du milieu 

1- Le tuyau plongé dans la javel est tiré afin qu’une entrée d’air s’effectue. 
La vitesse de la pompe est accélérée afin que le système se vide. 

2- Nos mains sont désinfectées à l’éthanol, les connecteurs en T sont 
déconnectés de l’Erlenmeyer de javel, et désinfectés en déposant 
quelques gouttes d’éthanol dessus et connectés aux tuyaux d’un 
Erlenmeyer contenant de l’eau distillée stérile (Note 6). 

3- La pompe est amorcée avec de l’eau stérile et le système est mis en 
vitesse de croisière durant au moins 4h ou une nuit (Note 7). 

4- Faire de même avec l’Erlenmeyer contenant le milieu de formation du 
biofilm (ASW). Le système doit tourner durant au moins 2h avec le 
milieu de formation du biofilm avant l’inoculation des bactéries. 

Culture des souches bactériennes  

1- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées dans du 
milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en flacon en 
verre à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique (Note 8). 

2- Les cultures sont transférées dans un Falcon® 50 mL et centrifugées à 
6000 rpm durant 10 min, puis repris dans 10 mL d’ASW. 
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3- Des suspensions dans de l’ASW sont réalisées afin d’obtenir une 
DO600nm de 0,3 pour chacune des souches bactériennes. 

Inoculation des bactéries 

1- La pompe est stoppée et les tuyaux sont clampés en amont des flow 
cells. Les cassettes entrainant le flux dans les tubes en marpène sont 
déconnectées afin que le flux puisse s’écouler (Note 9). 

2- Les bactéries préparées sont prélevées avec une seringue de 1 mL. Les 
bulles d’air de la seringue sont évacuées. 

3- Le tuyau en amont de la flow cell est désinfecté avec un peu d’éthanol 
au niveau du point d’inoculation. Le tuyau est piqué dans l’axe de celui-
ci et les bactéries sont inoculées doucement (≈300 μL par canal) sans 
faire rentrer d’air, comme ci-dessous : 

 

4- La flow cell est clampée en aval. 
5- Le tuyau est désinfecté au niveau de l’orifice d’inoculation des 

bactéries avec de l’éthanol et le trou est rebouché à la colle comme ci 
–dessous : 

 

6- Les cassettes sont réinsérées sur la pompe et les bactéries sont laissées 
à incuber durant 3h pour permettre l’adhésion à 20°C. 

7- Après 3h, le tuyau est déclampé en amont et en aval de la flow cell et 
le flux est relancé en vitesse de croisière durant 0h, 24h et 48h. 

Marquage des bactéries 

1- Méthode 1 ; Pour les bactéries marquées à la GFP : A chaque temps 
d’incubation : les bactéries sont imagées en déposant les flow cells 
directement sur le microscope confocal. 
 

1- Méthode 2 ; Pour les bactéries à marquer : Une solution de Syto 61 
diluée au 1/1000 est préparée. La solution est inoculée comme 
précédemment avec les bactéries dans les flow cells (≈300μL/canal). 
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2- Après 20 min d’incubation, Les cellules sont rincées en déclampant les 
flow cells et en allumant la pompe à sa vitesse de croisière durant 20 – 
30 min. 

3- Les biofilms sont imagés en déposant directement les flow cells sur le 
microscope confocale. 

Désinfection et Nettoyage  

1- Pour tuer les bactéries, le système est mis à tourner avec une solution 
de javel à 0,5% (v : v). 

2- Si le système n’est pas directement réutilisé, celui –ci est rincé à l’eau 
distillée. 

3- Lors d’un long arrêt du système, celui-ci doit être vidé complétement. 
4- Afin de faciliter le décollement des coverslips des flow cells, celles-ci 

sont plongées dans l’éthanol 100%, au moins durant une nuit. 

Notes 
Note 1 : 

 

Note 2 : Il ne doit pas y avoir de passage d’air ni entre les canaux ni vers 
l’extérieur. Il ne doit pas y avoir non plus de colle dans les canaux. 
Note 3 : Si les tuyaux ont déjà été préalablement percés, les tuyaux sont coupés 
1 cm en amont du point d’inoculation. 
Note 4 : Si les filtres en PTFE ont reçu du liquide, il faut les changer sinon le 
système ne fonctionnera plus. 
Note 5 : Les bulles d’air dans la flow cell sont enlevées en tapant dessus avec 
le doigt ou en pinçant le tuyau en amont. Si les bulles sont trop importantes, le 
système est vidé et les étapes précédentes sont reprises une à une. 
Note 6 : Les milieux sont stérilisés à l’autoclave dans un Erlenmeyer fermé à 
l’aide de papier aluminium et avec un tuyau dont une des extrémités, qui est 
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fermée au papier aluminium, sort de l’Erlenmeyer tandis que l’autre est 
plongée dans le milieu. 
Note 7 : A partir de cette étape, le système doit être sous température régulée. 
Il doit être placé dans un incubateur afin d’éviter la formation de bulles d’air. 
Note 8 : Les bactéries doivent arriver en même temps en phase post 
exponentiel au moment ou le système est prêt à être inoculé. 
Note 9 : L’Erlenmeyer contenant les déchets est mis à la même hauteur que le 
reste du système afin d’éviter l’entrée de bulles d’air durant l’injection. 
 

Résultats 

attendus 
 

Figure 63 : Images représentative de la formation de biofilm par Shewanella firgidimarina 
NCIMB400 en flow cell avec un flux de 3 mL/h en eau de mer artificielle après 3h et 48h 
d'incubation. 
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Fiche technique n° 8 : Préparation des 
échantillons amibes/bactéries pour 

microscopie électronique à transmission 

Introduction 

Les protozoaires tels que les amibes libres sont des membres importants de la communauté 

microbienne dans tous les environnements. Ils vivent en collaboration étroite avec les bactéries 

dans la plupart des écosystèmes  (Matz et al., 2008) et leur prédation est considérée comme une 

cause majeur de mortalité bactérienne  (Sherr et Sherr, 2002). L’association étroite des bactéries 

et des protozoaires dans les biofilms et leur longue histoire co-évolutive a donné lieu à une série 

d’adaptation bactérienne assurant leur survie et leur coexistence  (Matz et al., 2005 ; Matz et 

al., 2008). Dans l’environnement marin, les protozoaires peuvent avoir un impact majeur sur la 

sélection des bactéries dans les écosystèmes de biofilm ou dans l’aquaculture. Cependant 

jusqu’à présent, la plupart des interactions décrites portent sur des modèles pathogènes et très 

peu d’études se sont intéressées aux interactions entre amibes et bactéries dans le domaine 

marin. 

Dans l’étude des interactions entre amibes et bactéries, la microscopie électronique à 

transmission reste un des outils essentiels pour donner des informations aux niveaux cellulaires 

ou des organelles. Celui-ci permet d’atteindre une résolution de 0,5 nm contrairement à la 

microscopie optique qui a une résolution de 200 nm. Cependant, l’utilisation de la microscopie 

électronique implique que les organismes doivent être fixés, déshydratés (la plupart du temps) 

préservés dans une résine et marqués tout en limitant les altérations cellulaires que ces 

manipulations peuvent engendrées  (Eid et Parent, 2017).  

Matériels Souches  

Acanthamoeba castellanii, Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. 
TC5, Shewanella sp. TC10 et Shewanella sp. TC11.  

Milieux et solutions 

Milieu PYG 
Milieu VNSS  
Milieu NSS 
Solution tampon phosphate de Sorenson à 0,1 M 
Glutaraldehyde pour microscopie électronique 
Tetraoxyde d’osmium (OsO4) 
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Ethanol 
Acétone 
Azote liquide 
Uranyl Acetate (8% saturé dans eau) 
Citrate de plomb 

Résine d’enrobage 

1- Dans un petit pot en verre ajouter 
26 g de LX112 (Ladd) 
12,5 g de DDSA (EMS) 
10 g de NMA (EMS) 

2- Le mélange est agité à l’aide d’un bâton de verre, puis il est mis sur une 
plaque agitant avec un bâton aimanté durant 3 minutes afin de 
l’homogénéiser 

3- Le durcisseur est ajouté : 0,73 g  de DMP 30 (Ted Pella). Le mélange 
est agité au bâton puis sur la plaque agitante durant 30 à 45 min (Note 
1). 

Equipements et consommables 

Microplaques 24 puits (marque Falcon® ou Corning) 
Falcon® 
Coverslips 
Papier Benchkote™ 
Pipette pasteur 
Grattoirs souples (Costar®) 
Capsule d’enrobage Beem®, taille 00 
Pince à dissection 
Papier filtre en fibre de verre wathman GF/F sans matière carboné 
Spectrophotomètre 
Micropipettes et cônes stériles 
Incubateurs 
Centrifugeuse 
Papier Benchkote™ 
 

Méthodes Coculture : Interaction amibes/bactéries 

1- Des cultures de 30 mL d’amibes cultivées en flasques en PYG arrivées 
à congruence sont grattées à l’aide d’un grattoir souple et centrifugées 
durant 15 min à 2500 rpm. 

2- Le culot est repris dans 20 mL de NSS et la suspension est ajustée à 
5.105 cellules/mL par comptage à la cellule de Malassez. 

3- La suspension est inoculée dans des plaques 24 puits contenant ou non 
un coverslip préalablement stérilisé par exposition aux UVs durant 20 
min, 1 mL de la suspension est ajouté dans chacun des puits et incubé 
à 20°C durant une nuit (Note 2). 

4- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées dans du 
milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en flacon en 
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verre de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique 
(Note 3). 

5- Les cultures sont transférées dans un Falcon® 50 mL et centrifugées à 
6000 rpm durant 10 min, puis repris dans 10 mL de NSS. 

6- Des suspensions dans du NSS sont réalisées afin d’obtenir une MOI de 
100 pour chacune des souches bactériennes (La MOI 100 correspond 
ici à une DO600nm de 0,05). 

7- Les plaques contenant les amibes sont rincées : elles sont renversées 
afin de les vider de leur contenu et chacun des puits est rerempli avec 
1 mL de NSS. Puis trois rinçages successifs sont effectués (Note 4). 

8- Les suspensions sont inoculées dans les plaques 24 puits contenant les 
amibes (1mL/puit). Une centrifugation des plaques est effectuée durant 
5min à 900g (grâce à un rotor à microplaques). 

9- Après 3h, les plaques sont rincées par renversement afin de les vider 
de leur contenu et chacun des puits est rerempli avec 1 mL de NSS. 
Puis trois rinçages successifs sont effectués, afin d’éliminer les 
bactéries extracellulaires non phagocytées (Note 4). 

10- Les plaques sont incubées durant 0h, 24h ou 48h à 20°C en conditions 
statiques. 

11- A chaque temps d’incubation, les plaques sont rincées avec du tampon 
Sorenson par renversement afin de les vider de leur contenu et chacun 
des puits est rerempli avec 1 mL de tampon de Sorenson. Puis, trois 
rinçages successifs sont effectués (Note 4). 

12- La fixation des cellules est réalisée par ajout de 500 μL par puit d’une 
solution de glutaraldéhyde à 3,5% dans du tampon de Sorenson durant 
45 min à 4°C. 

13- Trois rinçages successifs au tampon de Sorenson sont effectués puis 
les plaques sont conservées à 4°C (Note 4 et 5). 

Post fixation et incorporation en résine 

1- Une post fixation est réalisée par ajout d’une solution de tétraoxyde 
d’Osmium à 1% durant 45 min à 4°C (500 μL/puits). 

2- Laver trois fois par renversement au tampon de Sorenson (Note 4). 
3- Une déshydratation des échantillons est réalisée dans des bains 

successifs d’éthanol de 30 min chacun (de 50% à 100% dans l’eau, de 
10% en 10%). 

4- Deux bains d’éthanol 100% supplémentaires sont effectués. 
 

Méthode 1 : (dans les plaques ne contenant pas de coverslips) 

- Refaire de même avec des bains de résine dans l’éthanol (exemple : 
50% résine / 50% éthanol) de 50% à 100% (Note 5). 

- Un nouveau bain de résine est mis à agiter sous une lampe durant 
4h ou à agiter à 4°C durant une nuit (le couvercle des microplaques 
ouvert). 

- Les microplaques sont renversées sur un papier type Benchkote™. 
- Les capsules Beem® sont remplies avec la résine jusqu'à la 

formation d’un dôme important au-dessus des capsules, comme ci-
dessous : 
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 (Note 5 et 6) 

- Les capsules sont renversées rapidement au fond des puits afin que 
la résine polymérise et que les couches d’amibe contenues au fond 
des puits soient au niveau de l’ouverture de la capsule. 

- Les capsules sont mises à polymériser à 60°C durant 72h. 
- Les plaques sont ramenées à température ambiante et les capsules 

sont séparées d’un coup sec des microplaques. 

Méthode 2 : (dans les plaques contenant des coverslips) 

- Des bains d’acétone dans l’ethanol (exemple : 50% acétone / 50% 
éthanol) de 50% à 100% acétone de 10% en 10 % sont effectués 
(Note 5)  

- Des bains de résine dans l’acétone (exemple : 50% résine / 50% 
acétone) de 50% à 100% résine de 10% en 10 % sont également 
effectués (Note 5). 

- Un nouveau bain de résine est mis à agiter à 4°C durant une nuit 
(le couvercle des microplaques ouvert) 

- Les microplaques sont renversées sur un papier type Benchkote™. 
- Les capsules Beem® sont remplies avec de la résine jusqu'à la 

formation d’un dôme important au-dessus des capsules, comme ci-
dessous : 

 (Note 5 et 6) 

- Les coverslips sont extraits à l’aide d’une pince à dissection et d’un 
cure-dent et sont déposés sur les dômes formés par la résine dans 
les capsules (le côté cellules contre le dôme). 

- Les capsules sont mises à polymériser à 60°C durant 72h. 
- Pour détacher les coverslips des capsules, les capsules sont jetées 

dans un bain d’azote liquide jusqu'à entendre un crac (environ 1 
min). 

Marquage (Note 6) 

1- Les caspules sont découpées en tranches de 70 nm à l’aide d’un 
ultramicrotome et d’un couteau diamant. 

2- Les tranches sont déposées sur des grilles. 



Richard Guillonneau 

 

228 
 

3- Des petites gouttes d’uranyl acétate sont déposées sur une feuille de 
parafilm comme ci dessous : 

  

Les grilles sont déposées dessus à l’aide d’une pince durant 5 min (le 
coté résine contre la goûte) en prenant soin de ne pas les endommager. 

4- Des grosses gouttes d’eau sont déposées sur une feuille de parafilm 
comme ci dessous : 

 

5- Les grilles sont prélevées à l’aide de la pince égouttées sur la tranche 
sur du papier filtre et déposées sur les premières gouttes de rinçage, 
puis sur les secondes gouttes de rinçage durant 5 min. 
Les grilles sont prélevées, égouttées sur le papier filtre et remises sur 
les troisièmes gouttes de rinçage durant 5 min. La même chose est 
effectuée sur la quatrième goutte. 

6- Des petites gouttes de citrate de plomb sont déposées sur du parafilm 
comme précédemment. Les grilles sont égouttées sur papier filtre et 
déposées 2 min sur les gouttes de citrate de plomb. Le rinçage par 
gouttes est effectué comme précédemment. 
 

Notes 
Note 1 : Normalement la résine peut être conservée en aliquot à -20°C (non 
testé ici) ou utilisée dans les 2h – 3h qui suivent. Les goulots des bouteilles 
doivent être nettoyés à l’acétone avant de refermer les bouteilles. 
Note 2 : Les lampes UVs incorporées dans les PSMII suffisent pour permettre 
la stérilisation des plaques et des coverlips. 
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Note 3 : Toutes les souches bactériennes doivent arrivées à la phase post 
exponentielle en même temps. 
Note 4 : Le rinçage s’effectue par renversement des plaques : le geste doit être 
fait en un mouvement circulaire en une fois sans à-coups.  

 
Note 5 : Des pipettes pasteur en plastique dont le bout a été coupé sont utilisées 
pour prélever la résine. 
Note 6 : Le marquage doit se faire dans un laboratoire habilité à travailler avec 
des produits radioactifs. 

 

 

 

Résultats 

attendus 

 

Figure 64 : Acanthamoeba castellanii observée en microscopie électronique à transmission. 
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L’image ci-dessus a été réalisée avec la méthode n°1. 
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Fiche technique n° 9 : Dénombrement des 
bactéries en interaction avec les amibes 

Introduction 

La première interaction entre amibes et bactéries qui a été reportée impliquait des bactéries 

pathogènes pour l’homme (Rowbotham, 1980). Depuis différentes routes potentielles 

d’adaptation bactérienne contre la prédation par les protozoaires ont été décrites  (Matz et 

Kjelleberg, 2005). Les amibes sont pourtant considérées comme le principal prédateur des 

bactéries. Pour se nourrir, les amibes phagocytent donc les bactéries, puis les digèrent 

intracellulairement, ce qui aboutit à une baisse de la concentration bactérienne. Mais grâce à 

des mécanismes de résistance ingénieux, certaines bactéries arrivent à résister à la phagocytose 

ou à la digestion, voire dans certains cas à les utiliser comme support de multiplication et 

vecteur de propagation (Cateau et al., 2011 ; Huws et al., 2008 ; Matz et Kjelleberg, 2005). 

Traditionnellement, la méthode la plus couramment utilisée pour l’analyse quantitative des 

cultures bactériennes pures ou en co-cultures repose sur le dépôt de dilution en série de 

l’échantillon bactérien à étudier sur des milieux de culture solides, suivie par l’incubation des 

milieux de culture en conditions optimales pour la croissance bactérienne et le dénombrement 

d’unité formant des colonies (CFU) (Sieuwerts et al., 2008). Dans les années 2000, un grand 

nombre de méthodes alternatives à haut débit ont gagné en popularité (Liu, Li et Hu, 2004). 

Cependant, la plupart de ces méthodes mesurent différents paramètres. De plus, ces méthodes 

requièrent l’utilisation d’équipements spécifiques, de développement de protocole couteux et 

sont souvent peu compatibles entre les différents échantillons. Cela explique que les CFUs 

soient toujours largement utilisées. 

Matériels Souches  

Acanthamoeba castelanii, Persicivirga mediterranea TC4, Polaribacter sp. 
TC5, Shewanella sp. TC10 contenant le plasmide pX5-GFP et Shewanella sp. 
TC11.  

Milieux et solutions 

Milieu PYG 
Milieu VNSS  
Milieu VNSS agar 
Milieu NSS  
Triton X100 
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Equipements et consommables 

Microplaque 96 puits 
Falcon® 
Grattoirs souples (Costar®) 
Cellule de Malassez 
Spectrophotomètre 
Micropipettes monocanals et multicanals (12 canaux : P200 et P20) 
Cônes stériles 
Incubateurs 
Centrifugeuse 
 

Méthodes Coculture : Interactions amibes/bactéries 

1- Des cultures de 30 mL d’amibes cultivées en flasque en PYG arrivées à 
congruence sont grattées à l’aide d’un grattoir souple et centrifugées 
durant 15 min à 2500 rpm. 

2- Le culot est repris dans 20 mL de NSS et la suspension est ajustée à 
5.105 cellules/mL par comptage à la cellule de Malassez. 

3- La suspension est inoculée dans des plaques 96 puits, et 200 μL de la 
suspension sont ajoutés dans chacun des puits (soit 1.105 cellules), 
suivant le plan (une plaque par souche bactérienne) :  

 

Les plaques sont incubées à 20°C durant une nuit. 

4- Des cultures de 10 mL des souches bactériennes sont réalisées dans du 
milieu riche VNSS jusqu’à la phase post-exponentielle en flacon en 
verre de 60 mL à 20°C, 120 rpm à partir d’une préculture planctonique 
(Note 1). 

5- Les cultures sont transférées dans un Falcon® 50 mL et centrifugées à 
6000 rpm durant 10 min, puis repris dans 10 mL de NSS. 

6- Des suspensions dans du NSS sont réalisées afin d’obtenir une MOI de 
10 et 100 pour chacune des souches bactériennes (Dans ce cas, une MOI 
de 10 correspond à une DO600nmde 0,005 et une MOI de 100 correspond 
à une DO600nde 0,05). 

7- Les plaques contenant les amibes sont rincées : elles sont renversées 
d’un coup sec afin de les vider de leur contenu et chacun des puits est 
rerempli avec 200 μL de NSS avec la micropipette multicanale. Puis, 
trois rinçages successifs sont effectués. 

B 

C 

D
E 

F 

A

G

H

1    2     3     4     5     6    7     8     9   10   11   12 
Amibes Amibes Amibes 
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8- Les suspensions bactériennes ou de NSS sont inoculées dans les plaques 
96 puits contenant les amibes (200 μL/puit) suivant le plan (1 plaque 
par souche bactérienne) (TC : bactéries de la collection de Toulon): 

 

 Une centrifugation des plaques est effectuée durant 5min à 900g (grâce 
à un rotor à microplaques) (Note 2). 

9- Après 3h, les plaques contenant les amibes sont rincées : elles sont 
renversées d’un coup sec afin de les vider de leur contenu et chacun des 
puits est rerempli avec 200 μL de NSS avec la micropipette multicanale. 
Puis trois rinçages successifs sont effectués. 

10- Les plaques sont incubées durant 0h, 24h ou 48h à 20°C en conditions 
statiques. 

11- A chaque temps d’incubation : le surnageant des plaques est transféré 
dans une nouvelle plaque sur la ligne A en gardant la même organisation 
(Il s’agit de la « plaque surnageants »). Les puits des plaques contenant 
les amibes adhérées et/ou les bactéries sont reremplis avec 200 μL de 
NSS (Note 3). 

12- Tous les autres puits de la « plaque surnageant » (de la ligne B à H) sont 
remplis à la pipette multicanale avec 180 μL de NSS. 

Libération des bactéries phagocytées 

1- Sur les plaques contenant les amibes adhérées uniquement : Les 
puits contenant les amibes sont vidés à la micropipette puis une solution 
de Triton X100 à 0,05% dans du NSS est ajoutée (100 μL/puits) durant 
15 min sur glace, permettant une lyse chimique. 

2- Des aller-retours à la micropipette multicanal en grattant au fond des 
puits permettent également une lyse mécanique des amibes et de libérer 
les bactéries (15 aller-retours).  

3- Un prélèvement de 20 μL est ajouté dans la ligne A d’une nouvelle 
plaque, qui a été préparée (il s’agit de la « plaque lysats ») pour les 
dilutions en série par ajout de 180 μL de NSS  à la pipette multicanale 
dans chaque puits des lignes B à H. 

Dilution et croissance des CFUs 

1- Un prélèvement de 20 μL des échantillons de la « plaque surnageants » 
de la ligne A (dilution 10-0) est ajouté à la ligne B (dilution 10-1).  

B 
C 

D
E 

F 

A

G

H

1    2     3     4     5     6    7     8     9   10   11   12 TC  
MOI 10 

TC MOI 
100 

NSS TC MOI 
100 
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2- La ligne B est homogénéisée par des aller-retours à la micropipette 
multicanal (P200) et 20 μL des lignes B des microplaques sont 
transférés à la micropipette et ajoutés à la ligne C (dilution à 10-2). 

3- La même chose est réalisée jusqu'à la ligne H (soit une dilution à 10-7). 
4- Chaque ligne est homogénéisée à la pipette multicanal (P200) avant de 

prélever 5 μL des suspensions issues des puits à la pipette multicanal 
(P20) et de déposer celle-ci sur boite de VNSS agar, par exemple 
comme ci-dessous : 

 

5- Les boites sont incubées durant 72h à 20°C en statique avant 
énumération des colonies formées.  La même procédure est effectuée 
pour la « plaque lysats ». 

 

Notes Note 1 : Toutes les souches bactériennes doivent arriver à la phase post 
exponentielle en même temps. 

Note 2 : Les puits TC MOI 10 avec amibes correspondent aux bactéries en 
interaction avec les amibes à MOI 10. Les puits TC MOI 100 avec amibes 
correspondent aux bactéries en interaction avec les amibes à MOI 100. Les puits 
TC MOI 100 correspondent aux témoins bactéries seules. Les puits NSS avec 
amibes correspondent aux témoins amibes seules. 

Note 3 : Les amibes ne doivent jamais être laissées à sec. 

 

Résultats 

attendus 
Les dépôts sur les boites VNSS agar doivent pousser après 72h comme 
l’exemple ci dessous : 

B 

C 

D
E 

F 

A

G

H

1    2     3     4     5     6    7     8     9   10   11   12 
TC  

MOI 10 
TC MOI 

100 
NSS TC MOI 

100 
100 

10-1 

10-2 

10-3 

10-4 

10-5 

10-6 

10-7  

100 

10-1 

10-2 

10-3 

10-4 

10-5 

10-6 

10-7  
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Figure 65 : Photographie de la croissance des CFUs de la souche Shewanella sp. TC11 sur boites 
VNSS. 

Le comptage des CFUs est effectué et les résultats sont ramenés aux différentes 
concentrations présentes dans les échantillons, les graphiques ci-dessous 
permettent d’évaluer les différentes concentrations. 

Figure 66 : Cinétique de la concentration bactérienne durant un processus d'infection 
d'Acanthamoeba castellanii par Shewanella sp. TC11 dans le surnageant (A) et dans le lysat des 
cellules (B). Les lignes pleines vertes représentent la condition témoin, les lignes hachurées rouges 
représentent une infection à MOI 100 tandis que les lignes hachurées bleues représentent une 
infection à MOI 10. 

 

Après réalisation des courbes, le surnageant et le lysat des bactéries seules ne 
présentent pas d’évolution au cours du temps, ce qui signifie qu’il n’y a pas 
d’évolution de la concentration bactérienne en conditions témoins. Le 
surnageant des cellules infectées à MOI 10 et à MOI 100 par TC11 ne semble 
pas présenter de variation tandis que celui du lysat diminue au cours du temps 
ce qui indique une digestion des cellules.  
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Fiche technique n°10 : Traitement des 
images de fluorescence de biofilms par 

des méthodes algorithmiques 

Introduction 

Les biofilms sont des communautés microbiennes sessiles qui se développent sur des surfaces 

et qui sont fréquemment enchâssés dans une matrice de substances polymériques 

extracellulaires. Ils sont caractérisés par une forte densité et par une organisation structurelle 

(Stoodley et al., 1999). Ils sont capables de s’adapter aux changements environnementaux et 

augmentent leurs résistances aux antibiotiques en modifiant l’expression de leurs gènes pouvant 

se traduire par une modification de leur physiologie générale (Davies, 2003 ; Flemming et 

Wingender, 2010 ; O’Toole et Kolter, 1998). Une des voies par lesquelles ils s’adaptent à ces 

changements est la modification de leur organisation structurelle en biofilm  (Nielsen et al., 

2000). Afin d’étudier l’organisation structurelle de ces biofilms, un des instruments clefs le plus 

souvent utilisé encore aujourd’hui est la microscopie couplée à la fluorescence. Cependant, un 

traitement des images obtenus est nécessaire afin d’obtenir des données quantitatives. 

Les méthodes algorithmiques permettent un calcul rapide par informatique de façon plus ou 

moins automatisée de différents paramètres issus des images de microscopie. Différentes 

méthodes d’étude des biofilms par microscopie à épifluorescence existent. Cependant, ces 

méthodes reposent souvent sur l’utilisation de logiciels relativement lourds (ImageJ) et leur 

mise en fonction est coûteuse en temps (analyse image par image et établissement des 

paramètres à chaque image). L’analyse des images tridimensionnelles permet en outre la 

mesure de différents paramètres mais il s’agit également souvent de méthodes plus 

automatisées et donc plus rapides. Les paramètres sélectionnés peuvent permettre de 

caractériser un biofilm suivant son pourcentage de recouvrement, son biovolume, son épaisseur 

moyenne, son épaisseur maximale…  

 

 

Méthodes I – Analyse des biofilms imagés par microscopie à épifluorescence 
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Préambule 

 

Figure 67 : Diagramme de flux représentant le calcul du pourcentage de recouvrement des images 
2D issues de la microscopie à épifluorescence. 

 

1- A partir d’une image de biofilm issue de microscopie à épifluorescence, 
la matrice bleue de l’image codée en RGB est extraite. 

tcn0118 
Image encodée en 
RGB (format ff)  

Extrac on 
de la 
matrice 
Bleue (B) 

V[n] ≤ Seuil 

Division de la 
matrice en 36 
zones égales   
 distorsion 
négligeable 

m=1 
z=0 

Calculer # de pixel 
“nc” 

Balayer les pixels  et 
allouer les valeurs au 

vecteur “V[nc]” 

n=1 m≤36 Fin 

z=z+1 

n=n+1 n≥ nc m=m+1 

Calculer 
Seuil =2[p5th.V] 

Valeurs des pixels 

Fr
eq

ue
nc

e 

Seuil 

OUI 

OUI 

OUI 

NON 
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NON 



Richard Guillonneau 

 

240 
 

2- Celle-ci est divisée en 36 zones égales afin de rendre négligeable la 
distorsion inhérente à l’utilisation de la microscopie optique. La 
distorsion mesurée de notre microscope est visualisable ci-dessous : 

 

3- Le seuil au-dessus duquel un pixel est compté comme fluorescent est 
calculé comme le double de la valeur du percentile 5 de la zone analysée. 

4- Le nombre de pixels fluorescents est ramené au nombre de pixels totaux 
de l’image afin d’obtenir un pourcentage de recouvrement. 

Code et mise en application 

1- Le logiciel Rcran est téléchargé et les library « pixmap » et « rtiff » 
ajoutées. 

2- Le « working directory » est défini (lieu de stockage des fichiers 
sources).  

3- Le code ci-dessous est collé : 

#Définir le "Working directory" 

#package nécessaire (à charger) 

library(pixmap) 

library(rtiff) 

#Définir le nom du fichier 

b<-'NAME'  

#ouverture du fichier tiff dans le script R  

tiff<-readTiff(b) 

#Variable (ne pas toucher) 

x<-1 # abscisse de chaque pixel 

y<-1 # ordonné de chaque pixel 

z<-0 # nombre de pixels au-dessus du seuil 

#carré [1,1] 

y1<-1 
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y2<-324 

Y<-324 

x1<-1 

x2<-432 

X<-432 

while (x2<=2592) 

{ 

  while (y2<=1944) 

  {   

while 

(x<=x2) # tant que l'abscisse de chaque pixel est inférieure à la borne externe 
#du carré An (Note 2) 

#calcul du seuil : peut se modifier en fonction des échantillons #(modification 
du facteur multiplicatif, ici 2) (Note 1) 

{ seuil<-(quantile(tiff@blue[y1:y2,x1:x2], c(.05))*2) 

  while 

 (y<=y2) # tant que l'ordonné de chaque pixel est inférieure à la borne #externe 
du carré An 

{  

   if (tiff@blue[y,x] >=seuil) # Si la donnée d'une cellule unique est #supérieure 
au seuil  

   {z<-z+1} #alors le nombre de pixels au-dessus du seuil augmente de 1 

   y<-y+1 #l'ordonné augmente de 1 (soit on passe à la cellule d'en dessous) 

 } 

x<-x+1 # l'abscisse augmente de 1 (soit on passe à la cellule de droite) 

y<-y1 #l'ordonné retourne à 1 (soit la première cellule de la colonne) 

#Renvoie le nombre de pixels au-dessus du seuil 

y1<-y1+Y 

y2<-y2+Y 

} 

x<-x1 
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y<-y1 

} 

x1<-x1+X 

x2<-x2+X 

y<-y1+Y 

} 

#calcul le pourcentage du nombre de pixels au-dessus du seuil 

Pourcent<-z*100/5038848 #5038848=nombre de pixel de l’image 

Pourcent 

4- Le nom du fichier ‘NAME’ est modifié en fonction du fichier à analyser 
(Note 3). 

5- Le logiciel est lancé « Run » et il doit retourner le pourcentage de 
recouvrement de l’image. 

II – Analyse des biofilms imagés en 3D par microscopie confocale  

Préambule 

Les paramètres issus des biofilms ont été calculés par l’utilisation de 

l’algorithme COMSTAT utilisé sur MATLAB®  (Heydorn, Nielsen, et al., 

2000). 

Mise en application 

1- Les fichiers images de microscopie confocale doivent être enregistrés en 
« .tif » dans un même dossier et nommés « 1_ nom_ ». Chaque tranche 
de l’image 3D doit être numéroté par ordre d’apparition : « 1_nom_13 » 
(ici tranche n°13) (Note 4). 

2- Chaque dossier d’image doit contenir un fichier .info contenant les infos 
comme ci-dessous : 
Range 

#2# 

#13# 

Pixelsize (x) 

0.28 

Pixelsize (y) 

0.28 

Pixelsize (z) 
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0.32 

Le « range » signifie que les images entre les tranches 2 et 13 seront 
utilisées pour l’analyse. Les « Pixelsize » définissent la taille des pixels 
en x, en y et en z. 

3- Les cinq programmes du package COMSTAT doivent être enregistrés 
sur l’ordinateur (COMSTAT, CHECKALL, LOOK, LOOKTIF and 
CONVERT000). Ces fichiers sont appelés dans MATLAB® à l’aide du 
« set path » et sauvés (Note 5). 

4- Le dossier contenant les images est ouvert dans le « current folder » de 
MATLAB. 

5- Le calcul est réalisé en tapant « comstat » dans la « command 
windows ». 

6- Au lancement de l’agorithme, répondez aux questions suivantes : 
- Enter the number of the first image stack that you want to analyze 

(1-1) > 1 
- Enter the number of the last image stack that you want to analyze (1-

1) > 1 
- Setting of threshold values: The threshold value for each image stack 

must be known 
From image stack number 1 to image stack number > 1 

- Enter threshold value > 5 
- Do you want to save the report files (and filtered images) in the 

current directory (y/n) > y 
7- L’algorithme renvoi une image en dégradé de rouge et bleu ou les zones 

bleues doivent correspondre à des zones vides de bactéries et les zones 
rouges doivent correspondre à des zones pleines de bactéries comme ci-
dessous : 

 

8- L’algorithme enregistre les données en fichier texte dans le dossier 
contenant les images analysées. Les paramètres mesurés sont : la 
biomasse ou le biovolume total (en μm3/μm2), les pourcentages de 
chaque tranche occupée par les bactéries, les pourcentages d’épaisseur 
du biofilm, l’épaisseur moyenne et l’épaisseur maximale. 

1
T
C

.
info: Intensity map reflecting biofilm thickness. Scaled.
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Notes Note 1 : Le seuil peut être modifié en fonction du fluorochrome utilisé ou de 
l’analyse réalisée ici DAPI durant la formation de biofilm par des bactéries 
marines. 
Note 2 : Si la matrice d’acquisition n’est pas la bleue dans l’image RGB, celle-
ci peut être modifiée en changeant les « tiff@blue » dans le code par : 
« tiff@red » pour la matrice rouge 
« tiff@green » pour la matrice verte. 
Note 3 : Une automatisation du calcul des différentes images est possible par 
algorithmique si les noms des fichiers évoluent par numérotation dans un même 
dossier : Rcran peut alors incrémenter les noms de fichier et la valeur du 
pourcentage de recouvrement correspondante dans un fichier excel. 
Note 4 : Le « nom » peut être défini au choix. Les fichiers natifs .tif peuvent être 
renommés avec le logiciel « Ant Renamer. » 
Note 5 : Les fichiers sont enregistrés à un endroit où vous ne les effacerez pas 
pour ne pas avoir à refaire la manipulation 3 les fois suivantes. 

 

Résultats 

attendus 

I – Analyse des biofilms imagés par microscopie à épifluorescence 

A.                                   B.                                   C. 

 
Figure 68 : Image représentative de la formation de biofilm par Shewanella frigidimarina 
NCIMB400 après 48h en eau de mer artificielle marquée au DAPI (A), de l'extraction de la matrice 
bleue issue de l'image native (B) et des pixels calculés au-dessus du seuil par méthode 
algorithmique en blanc (C). 

 
A partir de cette image, l’algorithme renvoie comme résultat un pourcentage de 
recouvrement de 59,74% 

II – Analyse des biofilms imagés en 3D par microscopie confocale  

tcn0118 Extrac' on de la matrice bleue Pixel blanc correspondant au 
biofilm dépassant le sui du 
calcul 

: image d’origine 
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Figure 69 :  Image représentative de la formation de biofilm par Shewanella sp. TC11 après 24h en 
NSS marqué au Syto 61. 

 

Pour chaque image analysée, l’algorithme renvoie ces données : 
 
GENERAL INFO  
Infofilename 1_TC_.info  
Number of images/slices 20  
Threshold 5  
Pixelsize x,y (µm) 0.28  
Pixelsize z (µm) 0.32  
Voxelsize (µm^3) 0.025088  
Filtration method Connected volume filtered  
BIOMASS  
Total biomass (µm^3/µm^2) 1.56629  
AREA OCCUPIED BY CELLS  
Portion of slice occupied by bacteria (%) 2.948 62.8323 61.4162
 58.0772 54.5017 50.5508 44.2097 36.1893
 29.3915 22.9733 18.9644 13.6826 10.5118
 7.42874 5.24292 3.60603 2.58179 1.98174
 1.37367 1.00098  
THICKNESS  
Thickness distribution (µm) 0 0.32 0.64 0.96 1.28 1.6 1.92
 2.24 2.56 2.88 3.2 3.52 3.84 4.16 4.48 4.8 5.12
 5.44 5.76 6.08  
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Thickness distribution (spots measured) 63682 8302 10253 10594
 12952 18835 22241 20439 18529 15301 15521 11344 9749 7145
 5175 3387 2401 2066 1604 2624  
Thickness distribution (% of total number of spots) 24.2928 3.16696
 3.91121 4.04129 4.9408 7.18498 8.48427
 7.79686 7.06825 5.83687 5.92079 4.32739
 3.71895 2.7256 1.97411 1.29204 0.915909
 0.788116 0.611877 1.00098  
Average thickness (µm) 1.87307  
MAXIMUM THICKNESS OF THE BIOFILM  
Maximum thickness (µm) 6.08  
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Diversité des interactions microbiennes au sein de l'environnement marin : 

de biofilms multi-spécifiques à multi-organismes 

Résumé  

La formation de biofilm multi-organismes est rarement étudiée en particulier avec des organismes marins. Ce 
travail a d’abord mis en évidence une hétérogénéité des capacités de formation du biofilm et de la matrice de 
bactéries isolées de Méditerranée. L’étude de biofilms multi-espèces a permis de révéler des effets antagonistes 
et bénéfiques de certaines souches sur le développement du biofilm de leurs partenaires. Les interactions entre 
amibes et bactéries marines inoculées à un faible ratio ont ensuite montré que toutes les souches testées ont été 
phagocytées par Acanthamoeba castellanii. Cependant, différents mécanismes d’échappement à leur prédateur 
ont été mis en évidence tels qu’une localisation intranucléolaire des bactéries ou au sein de pelotes fécales 
expulsées de l’amibe. En revanche, lorsque les amibes ont été ajoutées sur des biofilms monospécifiques ou 
multi-spécifiques préalablement formés, une majorité de bactéries a fini par se détacher. Le surnageant amibien 
a également induit un détachement chez deux des bactéries de leur biofilm monospécifique, ainsi que des 
modifications phénotypiques chez ces mêmes souches, suggérant que des composés amibiens sont secrétés et 
détectés par les bactéries. Par conséquent, alors qu’on aurait pu s’attendre à un simple broutage des bactéries 
marines par les amibes, une diversité de comportements bactériens a été mis en évidence donnant une idée sur 
la diversité des mécanismes d’interaction pouvant exister dans l’environnement marin. 

 

Mot clés : Biofilm, Bactéries marines, Interactions multi-organismes, Amibes, Mécanismes d’échappement. 

Diversity of microbial interactions in the marine environment: 
from multi-specific to multi-organisms biofilms 

Abstract 

The formation of multi-organisms biofilms is poorly studied especially with marine organisms. This work first 
showed that strains harvested in biofilms from the Mediterranean Sea displayed a heterogeneity in their biofilm 
formation abilities and a diversity of matrix compounds. The study of multi-species biofilms revealed 
antagonistic and beneficial effects of some strains on the biofilm development of their partners. The interactions 
between amoebae and marine bacteria inoculated at a low ratio showed that all the strains tested were 
phagocytosed by Acanthamoeba castellanii. However, different mechanisms of escapement from their predators 
have been unraveled, such as a bacterial localization within the cell nucleolus or within fecal pellets expelled 
from amoebae. However, when the amoebae were added to a preformed bacterial monospecies or multispecies 
biofilms, a majority of bacteria detached from the surface. The amoebae supernatant induced also a bacterial 
detachment on two of the bacteria in monospecies biofilms, as well as morphological changes of these bacteria, 
suggesting that amoeba chemical cues are secreted and detected by the bacteria. Therefore, although a simple 
grazing of non-pathogenic marine bacteria by amoebae could have been expected, a diversity of bacterial 
behaviors was unraveled giving an idea on the diversity of interaction mechanisms that may exist in the marine 
environment. 

 

Keywords: Biofilm, Marine bacteria, Multi-organisms interactions, Amoebae, Escapement mechanisms. 


