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Introduction  

Régulièrement, de nouvelles maladies infectieuses apparaissent. Elles sont essentiellement 

d’origine bactérienne, virale ou protozoaire. Les animaux d’élevage, et parmi eux, les animaux 

d’aquaculture sont fortement concernés, avec des conséquences économiques importantes. Au 

cours de ma thèse, je me suis intéressée à l’émergence de lignées de bactéries pathogènes de 

bivalves au sein de l’espèce Vibrio aestuarianus. Cette espèce est connue comme étant 

pathogène pour l'huître creuse Crassostrea gigas en Europe depuis le début des années 2000, 

et depuis 2012, des souches appartenant à cette espèce ont été associées à des mortalités de 

coques Cerastoderma edule en France. Comprendre comment les agents infectieux émergent 

est une question importante en santé publique et en santé vétérinaire. En effet, la lutte et la 

prévention de ces émergences passent nécessairement par la compréhension des mécanismes 

et l’identification des facteurs les favorisant. Dans cet état de l’art, après une première partie 

décrivant les maladies infectieuses émergentes et leurs impacts, je présenterai dans une 

deuxième partie les processus gouvernant l’émergence et l’évolution des agents pathogènes 

bactériens. La troisième partie est consacrée au cas particulier des environnements marins, en 

décrivant certains facteurs y favorisant les émergences d’agents pathogènes, notamment dans 

le genre Vibrio. Enfin, je donnerai une description du modèle d'étude V. aestuarianus utilisé pour 

mes travaux et présenterai les problématiques et les questions abordées pendant ma thèse. 

1. Les maladies infectieuses émergentes 

1.1. Les agents responsables de maladies infectieuses 

Jusqu’au 19e siècle, les causes des maladies infectieuses n’étaient pas comprises (Debré, 2020). 

La théorie microbienne, également appelée « théorie pathogénique » ou « théorie des germes », 

selon laquelle des micro-organismes sont à l’origine de maladies, et que ces micro-organismes 

peuvent être transmis, n’a été validée qu’à la fin de ce siècle, notamment grâce aux travaux 

menés par Louis Pasteur (Pasteur, 1861). Cette théorie a bénéficié de plusieurs avancées 

comme l’observation directe des micro-organismes par microscopie grâce à Antoni van 

Leeuwenhoek (Finlay & Esteban, 2001), ou les premières études épidémiologiques. Par exemple, 

l’étude menée par le médecin John Snow dans le quartier de Soho à Londres en 1854 a permis 

d’identifier l’eau contaminée comme vecteur de propagation lors de la troisième épidémie de 

choléra qui était en cours (Kohn, 2007). Le développement de la théorie microbienne a conduit à 

une lutte plus efficace contre les micro-organismes pathogènes car elle s’est accompagnée de la 

pratique de l’hygiène préventive, de la désinfection, de la découverte des antibiotiques (Fleming, 

1929) et de la vaccination. Permettant d’établir le lien de cause à effet entre un agent pathogène 

et une maladie, les postulats de Henle-Koch (Evans, 1976), définis entre la fin du 19e siècle et le 
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20e siècle, sont encore utilisés aujourd’hui. Ils stipulent par exemple que pour qu’un micro-

organisme soit reconnu comme étant la cause d’une maladie, il doit être retrouvé en abondance 

dans les organismes atteints de cette maladie. De plus, il doit provoquer cette maladie lorsqu’il 

est inoculé à un organisme sain, et être à nouveau isolé de l’organisme hôte rendu malade. En 

1996, une nouvelle adaptation des postulats est proposée, adaptée aux techniques moléculaires, 

qui permet d’inclure les organismes non cultivables (Fredericks & Relman, 1996). 

 

Les agents pathogènes sont les organismes qui sont dotés de mécanismes favorisant la 

colonisation directe ou indirecte d’un hôte pour se multiplier en son sein (Baudart & Paniel, 2014). 

La pathogénicité est définie comme la capacité à infecter un hôte et à causer une maladie chez 

l’hôte infecté (S. R. Thomas & Elkinton, 2004). La virulence correspond à la sévérité de la maladie 

chez les hôtes infectés (S. R. Thomas & Elkinton, 2004). Selon le cadre, elle peut être mesurée 

pour un agent pathogène donné, par sa vitesse d’envahissement d’un hôte, ou encore par la 

diminution de la valeur sélective de l’hôte (sa capacité à se reproduire), due à l’infection. Des 

agents pathogènes existent parmi les virus, les bactéries, les champignons, les parasites 

eucaryotes et les prions (K. E. Jones et al., 2008). Certains peuvent être qualifiés d’agents 

pathogènes primaires et d’autres d’agents pathogènes opportunistes. Les premiers sont capables 

de causer des maladies chez des hôtes préalablement sains, indépendamment de leur statut 

immunitaire. Les agents pathogènes opportunistes sont, quant à eux, présents dans 

l’environnement ou dans la flore commensale (par ex. intestinale, cutanée, voies respiratoires, 

génitales) de l’hôte. Ils se distinguent des agents pathogènes primaires par la colonisation d’hôtes 

fragilisés (par ex. par une immunodépression, un statut reproductif particulier, l’âge, d’autres 

pathologies sous-jacentes). L’ensemble des microorganismes associés à un hôte et à un état de 

santé réduit constitue le pathobiome  (Bass et al., 2019). La pathogénicité des agents pathogènes 

opportunistes ne s’exprime que si les conditions offertes par leurs hôtes leur sont favorables 

(Baudart & Paniel, 2014). La connaissance de ces caractéristiques des agents pathogènes peut 

être difficile à obtenir. Elle apparaît pourtant nécessaire pour mieux comprendre la pathogénèse 

et mettre en place des mesures de lutte ou de prévention adaptées.  

1.2. Les maladies infectieuses émergentes et ré-émergentes 

Comme l’augurait le médecin microbiologiste Charles Nicolle, de nouvelles maladies infectieuses 

apparaissent fréquemment (Nicolle, 1937). Par exemple, depuis 1980, 87 nouveaux agents 

pathogènes pour l’être humain sont apparus (Woolhouse & Gaunt, 2007). L'épidémiologiste 

Stephen S. Morse a proposé la notion de maladies infectieuses émergentes (MIE), et définit ces 

maladies comme “récemment apparues dans une population ou ayant existé auparavant, mais 

avec une incidence ou une aire géographique qui augmentent rapidement” (Morse, 1995). Elles 
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sont causées par des agents pathogènes qui (i) ont augmenté en termes d'incidence, 

géographique ou de gamme d'hôtes, (ii) ont changé de pathogenèse, (iii) ont récemment évolué 

ou (iv) ont été découverts ou nouvellement reconnus (P. K. Anderson et al., 2004; Daszak et al., 

2000; Engering et al., 2013).    

 

Certaines maladies disparaissent puis réapparaissent de façon sporadique dans leur zone 

d’endémicité, c’est-à-dire la région ou la population dans laquelle elles sont habituellement 

présentes. Par exemple, le virus Ebola connaît des émergences répétées ou des réémergences 

depuis son apparition en République Démocratique du Congo en 1976 (Rojas et al., 2020). De 

même, des maladies telles que la peste et le choléra, ré-émergent de manière très localisée, 

comme ce fut le cas pour la souche “El Tor” de choléra en Haïti en 2010 (Ali et al., 2011), suite à 

l’ouragan Tomas et à un séisme qui avait détruit les infrastructures du pays. Des réémergences 

de la peste en Asie ont été observées jusqu’à très récemment, comme en Mongolie en 2020 

(Shen et al., 2020), les patients ayant potentiellement été infectés par des puces portées par des 

rongeurs (Meriones unguiculatus). Des ré-émergences de peste sont toujours constatées à 

Madagascar (Randremanana et al., 2019) faisant de cette maladie un problème de santé publique 

encore aujourd’hui, notamment en raison de la faible capacité financière du pays qui empêche la 

mise en place d’une stratégie de préparation et de riposte adéquate 

(who.int/fr/emergencies/disease-outbreak-news/item/plague---madagascar, consulté le 

15/07/22). 

 

Les MIE concernent tous les environnements et une grande majorité d’êtres vivants. Afin de 

comprendre quels sont les déterminants et les causes des maladies dans les populations, 

l’épidémiologie étudie leurs distributions dans le temps et l’espace et les facteurs influençant ces 

distributions. Ces études sont fondamentales pour la mise en place de mesures de luttes et pour 

la prévention contre ces maladies (Dufour, 2017). Le champ de l’épidémiologie est vaste, allant 

de l’étude de terrain à la compréhension des émergences. L'intérêt s'est porté sur les maladies 

infectieuses qui affectent les humains (Binder et al., 1999), les animaux domestiques (Cleaveland 

et al., 2001), les plantes cultivées (P. K. Anderson et al., 2004) et la faune sauvage (Daszak et 

al., 2000). Néanmoins, les connaissances sur ces maladies émergentes sont parfois 

insuffisantes, en raison par exemple des faibles moyens de recherche qui y sont consacrés 

comme cela peut-être le cas pour les maladies tropicales négligées (MTN) (Eisenstein, 2021). Il 

s’agit de maladies infectieuses qui sévissent en zones tropicales et qui ne sont pratiquement pas 

prises en compte dans l’action mondiale en faveur de la santé humaine (who.int/fr/news-

room/questions-and-answers/item/neglected-tropical-diseases, consulté le 15/07/22). Elles 

bénéficient d’allocations de ressources pour la recherche très faibles ce qui limite les opportunités 

de développer des outils diagnostics et de les contrôler grâce à la mise au point de traitements 
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et de vaccins. De plus, l’épidémie de COVID-19, si elle a permis une prise de conscience de la 

gravité des impacts des MIE, a réorienté les priorités de recherche en réduisant encore les 

moyens alloués aux MTN (Eisenstein, 2021). 

1.3. L’impact grandissant des maladies infectieuses émergentes 

1.3.1. Sur la santé humaine 

D’après les chiffres de l'Organisation mondiale de la santé (OMS), entre 2000 et 2020, en 

moyenne 9 millions de décès par an ont été imputés aux maladies infectieuses, essentiellement 

dans les pays à faible revenu, où elles constituent près de la moitié des causes de mortalité chez 

l’être humain (Figure 1, plages violettes) (World Health Organization, 2022).  

 

 
Figure 1 : Causes de décès, en pourcentage, par région OMS, groupe de revenu de la Banque mondiale et monde, en 
2000 et 2019 (World Health Organization, 2022).  
LICs : low income countries / pays à faible revenu ; LMICs : lower middle income countries / pays à revenu moyen 
inférieur ; UMICs : upper middle income countries / pays à revenu intermédiaire supérieur ; HICs : high income countries 
/ pays à revenu élevé.  
 

L’émergence du SARS-CoV-2, le coronavirus responsable de la COVID-19, et sa propagation 

rapide à l’échelle planétaire ont causé 1,9 millions de décès en 2020 et 3,5 millions en 2021 

(https://covid19.who.int/data, consulté le 11/07/22). Bien que ces chiffres soient probablement 

sous-évalués, ils montrent le caractère imprévisible et dramatique de l’impact de ces maladies 

sur la santé humaine.   
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Les maladies infectieuses émergentes impactent les sociétés humaines probablement depuis le 

néolithique (Debré, 2020) alors que les sociétés sédentaires ont commencé à apparaître, 

favorisant la concentration des populations dans des villes, ainsi que l’agriculture et la 

domestication des animaux (Armelagos et al., 1991). Ce passage à des sociétés sédentarisées 

et agricoles est appelé “première transition épidémiologique” (Omran, 2005), et il a entraîné des 

modifications majeures de l’écologie microbienne : de nouveaux vecteurs et de nouveaux 

réservoirs sont apparus, le manque d’hygiène et les fortes densités de populations fournissant 

de multiples opportunités d’émergence et de propagation de lignées pathogènes. Les premières 

zoonoses ont été favorisées par la domestication de nombreux animaux (Debré, 2020). Par 

exemple, les agents responsables de la tuberculose, l’anthrax, la fièvre Q et la brucellose 

pourraient avoir été transmis aux êtres humains par les produits issus de l’élevage d’animaux 

(Barrett et al., 1998; Tax, 2017). L’amélioration de l’hygiène et la découverte de moyens de lutte 

contre les agents infectieux (vaccin, antibiotique) ont permis une nette amélioration de 

l’espérance de vie des êtres humains, notamment en Europe et dans les pays les plus 

développés, au 19e siècle. Cette période de découvertes médicales majeures, appelée 

“deuxième transition épidémiologique” (Omran, 2005), a laissé penser que les maladies 

infectieuses pouvaient être contrôlées et ne constituaient plus une menace pour les sociétés 

humaines. Cependant, l’humanité fait actuellement face à la “troisième transition 

épidémiologique”, dans laquelle une résurgence d'infections familières s'accompagne d'un 

éventail de nouvelles maladies, qui ont toutes le potentiel de se propager rapidement à l’ensemble 

de la planète en raison de la mondialisation (Harper & Armelagos, 2010).  

 

Ainsi, la mondialisation apparaît comme un processus favorisant l’émergence et la propagation 

de nouveaux agents infectieux ou d’agents infectieux ré-émergents, en raison d’une 

augmentation spectaculaire du commerce international et des transports, de populations, de 

marchandises et de produits alimentaires (Vouga & Greub, 2016). Par exemple, la réémergence 

du choléra (Vibrio cholerae O1) en Amérique du Sud en 1991 serait liée aux eaux de cale 

déversées par un navire marchand asiatique au large des côtes péruviennes, à l’origine d’une 

infection de plus de 1,4 million de personnes sur 6 ans (Mayer, 2000). De plus, les changements 

environnementaux d’origine anthropique ou non, peuvent être à l’origine d’émergence d’agents 

pathogènes. Les évènements climatiques ont probablement joué un rôle important dans 

l'émergence de V. cholerae O139 au Bangladesh en 1992. La vie marine, comme les algues ou 

les copépodes, sert de réservoir pour les V. cholerae spp. Ils subsistent sous une forme 

dormante, mais ensuite dans des conditions favorables (i.e. température de l’eau plus élevée), 

ils se réactivent et se propagent parmi les espèces marines (Epstein, 1993). L'émergence réussie 

d'un nouvel agent infectieux nécessite généralement leur diffusion rapide au sein des populations. 

Ainsi, l'augmentation de la densité de population a été un facteur important d'émergence de 
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maladies. En effet, la plus forte concentration de MIE par million de kilomètres carrés a été 

trouvée entre 30 et 60 degrés nord et entre 30 et 40 degrés sud, avec les principaux points chauds 

dans le nord-est des États-Unis, l'Europe occidentale, le Japon et le sud-est de l'Australie. Une 

étude, basée sur un modèle linéaire généralisé, a montré une corrélation positive entre la densité 

de population et la probabilité d’émergence de maladies infectieuse, suggérant que ce facteur est 

déterminant pour cette distribution (K. E. Jones et al., 2008). D’autres facteurs sont liés aux 

pratiques médicales actuelles, telles que l’utilisation abusive ou mal appropriée des antibiotiques, 

mais aussi l’utilisation croissante de procédures invasives, qui ont entraîné une augmentation 

des infections nosocomiales, résistantes aux antibiotiques, telles que les infections à Clostridium 

difficile, qui représentent désormais un enjeu de santé publique important (Ghose, 2013; Vouga 

& Greub, 2016). Parmi les décès dus aux maladies infectieuses, actuellement, 700 000 par an 

sont dus à des bactéries résistantes aux antibiotiques. Il a été estimé que ce nombre de décès 

pourrait atteindre 10 millions par an en 2050 (O’Neill, 2016). Enfin, au cours des 30 dernières 

années, il y a eu une augmentation du nombre de patients dont le système immunitaire est affaibli 

(Vouga & Greub, 2016). Les avancées médicales récentes contribuent en partie à ce phénomène 

en permettant des taux de survie plus élevés des patients atteints de cancer, de maladies 

chroniques telles que l'insuffisance rénale et le diabète, ou les thérapies de transplantation. Les 

autres facteurs contributifs incluent le vieillissement de la population et, à l'opposé, un taux plus 

élevé de bébés prématurés ainsi que l'épidémie de VIH et l'utilisation courante de traitement 

immunosuppresseur dans la gestion des maladies auto-immunes. Ainsi, des syndromes 

atypiques dus à des bactéries généralement inoffensives sont apparus parmi les populations 

vulnérables. Par exemple, Bartonella henselae ou B. quintana sont responsables de 

l'angiomatose bacillaire potentiellement mortelle chez les patients VIH, alors que ces bactéries 

n’entraînent que très peu de symptômes dans la population générale (Vouga & Greub, 2016).   

1.3.2. Sur la sécurité alimentaire mondiale 

 
Les agents pathogènes impactent les animaux d’élevage et les plantes cultivées, menaçant ainsi 

la sécurité alimentaire mondiale. Par exemple, le champignon Phytophthora infestans (mildiou) a 

été responsable de la famine la plus meurtrière qui a particulièrement touché l’Irlande entre 1845 

et 1851. Le nombre total de victimes a été estimé à un million en cinq ans, et autant de personnes 

obligées de fuir le pays pour survivre (Ó Gráda, 2007; Woodham-Smith, 1962). P. infestans 

détruisit environ un tiers de la récolte de pommes de terre en 1845, et presque toute celle de 

1846 (Ó Gráda, 2007).  
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Pourtant, ce n'est que récemment que les agents pathogènes et les maladies ont été considérés 

comme des menaces directes à la sécurité alimentaire mondiale (Brooks et al., 2022). Dans les 

régions de l'hémisphère Nord, les agents pathogènes émergents devraient entraîner une 

augmentation significative et directe des menaces pesant sur les ressources alimentaires. En 

effet, une projection récente basée sur des modèles de circulation générale (MCG, modèles 

climatiques qui simulent la circulation atmosphérique et océanique (Manabe & Bryan, 1969)) a 

suggéré que, même si les rendements des principales cultures tempérées et tropicales sont 

susceptibles d'augmenter, le risque de maladies liées à des champignons et à des oomycètes 

augmentera davantage à des latitudes plus élevées. En effet, selon leurs calculs, à mesure que 

la frontière des terres arables progresse vers les pôles, les agents pathogènes qui étaient 

autrefois séquestrés dans les zones plus chaudes suivent. Ainsi, les pays situés plus près des 

pôles finiront par devenir suffisamment propices à l’installation de nouveaux agents pathogènes 

(Chaloner et al., 2021) (Figure 2). En effet, un déplacement moyen des agents pathogènes 

fongiques et oomycètes de 2,7 km par an vers les pôles est observé depuis 1960 (Bebber, 2013). 

De plus, la température influence le taux de reproduction de base des agents pathogènes (R0, 

encadré 2) et donc leur potentiel de transmission dans les populations. En effet, il existe un seuil 

de température au-dessus duquel cette valeur de R0 devient supérieure à 1, c’est-à-dire que 

l’agent pathogène devient potentiellement épidémique. Avec l’augmentation globale des 

températures, la durée pendant laquelle les agents pathogènes sont potentiellement épidémiques 

devrait augmenter (Harvell, 2002).      

 

 
Figure 2 : Changement moyen de la richesse en espèces d'agents pathogènes sous le scénario de forçage radiatif 
RCP 6.0 sur tous les mois.  
Chaloner et ses collaborateurs ont défini la richesse en espèces d'agents pathogènes, Rr, comme le nombre d'agents 
pathogènes avec un taux d’infection r(T) ≥ 0,5 pour leurs hôtes dans un endroit particulier. Le rouge et le bleu indiquent 
respectivement des augmentations et des diminutions de Rr (Chaloner et al., 2021).  
 
Malgré une sous-représentation importante dans le débat mondial sur la sécurité alimentaire 

(Béné et al., 2015), les produits de la mer (les poissons, les invertébrés et les algues) sont les 

produits alimentaires les plus commercialisés (FAO Fisheries and Aquaculture Department, 2012; 
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R. A. Norman et al., 2019), jouant un rôle clé dans la sécurité nutritionnelle et financière, en 

particulier dans les économies en développement (Béné et al., 2015). Ils fournissent environ 15% 

de l’apport en protéines animales pour la population mondiale (Cooley et al., 2012). Plusieurs 

études ont suggéré que l'évolution de l'alimentation humaine vers une consommation accrue de 

poisson et de fruits de mer pourrait être une solution au besoin de protéines qui soutiendrait la 

santé humaine et environnementale (Froehlich et al., 2018; Springmann et al., 2015; Thilsted et 

al., 2016). Pourtant, dans certains secteurs (conchyliculture et crevetticulture), les maladies 

infectieuses ont des impacts économiques et sociaux particulièrement dévastateurs, avec des 

pertes totales dépassant 40 % de la capacité mondiale (Arthur et al., 2002; Stentiford et al., 2012). 

Les environnements aquatiques imposent un risque constant et omniprésent d'exposition aux 

agents pathogènes pour les hôtes résidents, peut-être même plus que les systèmes terrestres 

(Oidtmann et al., 2013) et nécessitent ainsi toute notre attention.  

 

Bien que l’émergence de maladies infectieuse se produise couramment et dans tous les 

environnements, chaque évènement est le produit de mécanismes évolutifs et de facteurs 

environnementaux particuliers. Dans une optique de lutte contre les émergences de maladies 

infectieuses, la connaissance de ces mécanismes et des facteurs les favorisant est nécessaire. 

Certains d’entre eux sont présentés dans les deux parties suivantes.  

 

2. Émergence et évolution des lignées pathogènes bactériennes 

Parmi les agents pathogènes responsables de MIE, les bactéries sont associées à un peu plus 

de la moitié des MIE affectant la santé humaine. Environ 160 nouvelles MIE causées par des 

bactéries ont été découvertes au cours des 70 dernières années (K. E. Jones et al., 2008). Une 

importante part des maladies affectant les plantes sont également d’origine bactérienne, avec 

une estimation de 200 espèces bactériennes impliquées (Buttimer et al., 2017). La part des 

infections bactériennes affectant le bétail est, elle aussi, devenue très importante notamment à 

cause de l’utilisation massive d’antibiotiques et l’émergence de bactéries pathogènes résistantes 

(EFSA Panel on Animal Health and Welfare (AHAW) et al., 2021).    

 

La définition d’une espèce bactérienne est une question largement débattue. Selon le concept 

d'espèce biologique, proposé par Ernst Mayr, « toute espèce est séparée des autres par des 

mécanismes d'isolement reproductif » (Mayr, 1942). Comme nous le verrons dans les 

paragraphes suivants, les échanges génétiques entre bactéries sont possibles, même si elles 

appartiennent à des espèces différentes, rendant caduc la définition de Mayr. Pour des raisons 

pratiques, les limites d’une espèce sont généralement fixées par un seuil arbitraire (Achtman & 
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Wagner, 2008) de similarité entre les séquences nucléotidiques. Cette similarité peut être évaluée 

par le degré d’hybridation de séquences ADN (acide désoxyribonucléique) dans des conditions 

standards. Les bactéries sont assignées à une même espèce si le taux d’hybridation de leur ADN 

est supérieur ou égal à 70 % (Wayne et al., 1987). Plus récemment, face au nombre croissant de 

génomes bactériens disponibles, la définition des espèces s’est tournée vers des mesures in 

silico avec en particulier le pourcentage-seuil d’identité moyenne des nucléotides (ANI : Average 

nucleotide identity) qui a été fixé à 95%. Il s’agit de l'identité moyenne de toutes les séquences 

qui ont montré plus de 30  % d'identité de séquence globale (recalculée en une identité sur toute 

la séquence) sur une région alignable d'au moins 70   % de leur longueur (Goris et al., 2007). De 

plus, toutes les souches d'une espèce doivent posséder un certain degré de cohérence 

phénotypique (Wayne et al., 1987). Cependant, selon ces critères, la diversité au sein d’une 

espèce peut être très importante et regrouper des lignées qui ont des trajectoires évolutives 

indépendantes. Par conséquent, l'identification des espèces ne fournit pas d'informations 

écologiques spécifiques sur ses membres (Cohan & Perry, 2007). Au sein d'une espèce 

pathogène, les populations peuvent différer dans leurs gammes d'hôtes (N. H. Smith et al., 2006), 

leurs tissus cibles (Enright et al., 2001), ou dans le mode de transmission (Paraskevopoulos et 

al., 2006). Il apparaît donc plus pertinent de s’intéresser aux populations écologiques ou écotypes 

(Cohan, 2002a, 2002b; Cohan & Perry, 2007; Wiedenbeck & Cohan, 2011), qui peuvent être 

définis comme des groupe monophylétiques partageant la même niche écologique. Ils forment 

donc des ensembles plus cohérents pour les études épidémiologiques.  

 

Un écotype peut être considéré comme une subdivision de l’espèce. Il s’agit de populations 

génétiquement cohésives et écologiquement distinctes : chaque écotype a ses propres 

préférences écologiques et au sein d’un écotype, les préférences écologiques sont homogènes. 

Tout l’écotype est issu d’un unique évènement fondateur. Il peut s’agir d’un mutant ou d’un 

recombinant adaptatif qui a été favorisé par la sélection naturelle dans une niche, ce qui conduit 

à une purge de la diversité à tous les locus de l’écotype. A chaque fois qu’une mutation ou une 

recombinaison adaptative apparaît, une nouvelle purge de la diversité a lieu : c’est la sélection 

périodique (Cohan, 2006). Cohan et ses collaborateurs expliquent que plusieurs écotypes 

peuvent cohabiter à l’intérieur d’une niche en raison de leurs divergences écologiques (utilisation 

de différentes ressources). Ils soutiennent que la systématique devrait chercher à reconnaître et 

à caractériser ces groupes, car ce sont les unités fondamentales jouant des rôles uniques dans 

l'assemblage de la communauté, la fonction de l'écosystème et les interactions biotiques (Cohan 

& Perry, 2007; Koeppel et al., 2008). Cette approche vise à satisfaire la mission centrale de la 

systématique de Hutchinson : s'assurer que le nom taxonomique d'un organisme peut nous 

informer précisément sur les propriétés écologiques et physiologiques de l'organisme (G. E. 

Hutchinson, 1968). 
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Les populations ainsi définies se caractérisent par différentes dynamiques évolutives qui vont 

être influencées par des processus responsables de la diversité génétique (les mutations qui 

génèrent de la diversité génétique dans une population, les transferts génétiques et les 

recombinaisons qui permettent la création de nouvelles combinaisons alléliques) et par les 

mécanismes évolutifs (sélection et dérive génétique).  La génétique des populations est l’analyse 

de la distribution dans le temps et l’espace des fréquences alléliques résultant de ces forces ou 

processus évolutifs (Milgroom, 2015).  

 

La génétique des populations bactériennes a largement bénéficié de l’arrivée des données 

moléculaires, sur quelques loci dans un premier temps (MLST = multi-locus sequence typing, 

MLSA = multi-locus sequence analysis), jusqu’aux séquençage de génomes complets 

actuellement. Il s’agit d’une discipline récente qui a considérablement enrichit les études 

épidémiologiques. Auparavant, les microbiologistes n’avaient à leur disposition que des 

caractères phénotypiques (forme de la cellule, mobilité, morphologie de la colonie, variation 

antigénique, sensibilité aux bactériophages, capacité métabolique) qui ne sont pas suffisamment 

résolutifs pour permettre d’étudier la diversité génétique au sein des populations bactériennes. 

Les données moléculaires ont permis de mettre en évidence la diversité génétique jusque-là 

insoupçonnée des procaryotes (bactéries et archées) (Denamur & Picard, 1995) et ainsi que 

l’adoption d’une approche phylogénétique, autorisant la délimitation de groupes avec des 

trajectoires évolutives distinctes.  

 

L’un des enjeux dans l’étude d’une espèce bactérienne pathogène est donc la délimitation de ces 

écotypes, pour ensuite pouvoir étudier la dynamique de leur population, définir la ou les espèces 

hôtes, les modes de transmission, ou encore les préférences écologiques.  

2.1. Mutations, transferts horizontaux et recombinaisons 

2.1.1. Processus 

Deux processus majeurs génèrent de la diversité génétique chez les bactéries : (a) les erreurs 

lors de la réplication de ADN bactérien, qui génèrent des mutations, des réarrangements et des 

délétions (Sheppard et al., 2018) (Figure 3,a), et (b) la recombinaison, c’est à dire l’incorporation 

ou le remplacement d’ADN d’une cellule donneuse dans le génome d’une cellule receveuse (Vos, 

2009), qui fait intervenir du transfert horizontal d’ADN (Figure 3,b). La recombinaison permet donc 

la création de nouvelles combinaisons alléliques (ou en modifie la fréquence) à partir d’allèles 

présents. Lorsque l’ensemble de la séquence nucléotidique de l’ADN exogène est très semblable 
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à une portion d’ADN de la cellule receveuse, la recombinaison est dite homologue. Dans le cas 

contraire, elle est dite non-homologue. 

 
 
 
 
Figure 3 : La mutation et la recombinaison entraînent une variation de la séquence d'ADN.  
a : Lorsqu’une mutation (par substitution non synonyme, insertion ou délétion d’une à plusieurs paires de bases) 
impacte une région codante, elle peut conduire à de nouvelles isoformes de protéines ayant une nouvelle fonction ou 
ayant perdu sa fonction. b : Le transfert horizontal de gènes (HGT) conduit soit au remplacement de l'ADN homologue 
par une séquence d'une autre lignée (recombinaison homologue), soit à l'insertion ou à la suppression de matériel 
génétique non homologue (via une recombinaison non homologue) (Sheppard et al., 2018).  

 

Trois principaux mécanismes permettent à de l’ADN étranger de pénétrer dans une cellule 

bactérienne : la conjugaison, la transduction et la transformation (Figure 3, b). Dans le cas de la 

conjugaison, un contact direct temporaire (par l'intermédiaire de pili sexuels) conduit à l'échange 

d'ADN plasmidique (voir Encadré 1). Il faut donc qu’une bactérie donneuse se trouve à proximité 

d’une bactérie receveuse, comme lors de co-infection d’un hôte ou d’un vecteur. Pendant la 

transduction, l'ADN de la cellule donneuse est transmis par un bactériophage et est intégré dans 

le génome de la cellule receveuse en tant que prophage (voir Encadré 1). Enfin, lors de la 

transformation, la bactérie receveuse absorbe l'ADN extracellulaire d'un donneur. Il faut donc que 

la bactérie receveuse soit compétente, c'est-à-dire, qu’elle soit dotée d’une machinerie de 

compétence fonctionnelle et active, permettant l’absorption d’ADN de l’environnement. Cela 

nécessite un ensemble de loci hautement spécialisés qui sont souvent répartis dans tout le 

génome et qui sont conservés au sein d’une espèce (Croucher et al., 2016).  
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Encadré 1 : Les éléments génétiques mobiles (MGE) 
  
Les éléments génétiques mobiles (MGE), découverts par la cytogénéticienne Barbara McClintock, 
comprennent des éléments qui interviennent dans la mobilité des morceaux d’ADN, soit intracellulaire, soit 
entre les cellules (Botelho & Schulenburg, 2020). Chez les bactéries, ces éléments sont déterminants pour 
leur permettre de s'adapter aux changements environnementaux.  Les MGE peuvent s’intégrer dans le 
chromosome de leur hôte ou rester extra-chromosomiques. Ils sont habituellement classés dans trois 
catégories : les éléments transposables, les plasmides et les prophages.  
  
1/ Les éléments transposables 
Cette catégorie contient les séquences d’insertion (IS), les intégrons et les transposons. Les IS sont les 
plus petits éléments transposables. Ils ne contiennent que les gènes qui codent pour leur fonction de 
transposition, c'est-à-dire une ou deux transposases (enzyme dont la fonction est d’exciser la séquence 
transposon du génome hôte et de l'insérer dans un nouveau site accepteur) flanquée de séquences 
inversées répétées, qui constituent les sites de recombinaison. Les IS peuvent être associées avec des 
gènes passagers, présents dans une cassette de gènes située dans un intégron, le tout formant un 
transposon. Les éléments transposables ne peuvent pas se transférer à un autre organisme sans l’aide 
d’éléments génétiques mobiles autotransmissibles (comme des plasmides), ou en utilisant des 
mécanismes de transfert horizontal comme la transformation ou la formation de vésicules de la membrane 
externe. Plusieurs études ont proposé que le mode de vie de la cellule hôte influence la dynamique des 
éléments transposables dans le génome (Moran & Plague, 2004; Plague et al., 2008). Par exemple, une 
expansion des IS est observée chez les bactéries ayant récemment adopté un mode de vie restreint à 
l’hôte. Il pourrait s’agir d’une première étape dans un processus de réduction génomique, résultant d’une 
diminution des pressions de sélection s’appliquant sur des gènes qui deviennent inessentiels dans 
l’environnement nutritionnellement riche de l’hôte de ces bactéries (Siguier et al., 2014).      
  
2/ Les plasmides 
Il s’agit de molécules d’ADN circulaire extrachromosomique, capables de se répliquer de manière 
autonome. La taille varie entre 2 kb et 400 kb. Ils peuvent être présents en plusieurs copies. Certains 
plasmides, dits “conjugatifs”, contiennent des gènes qui codent pour une machinerie de conjugaison par 
des pili sexuels (T4P chez les bactéries à Gram négatif), permettant leurs transferts d’une bactérie à une 
autre lors de la conjugaison. D’autres plasmides, dits “mobilisables”, ne contiennent pas ces gènes et ne 
sont donc pas auto-transférables. Ils peuvent néanmoins être transférés d’une bactérie à une autre grâce 
à un autre plasmide, conjugatif, qui va encoder la machinerie de conjugaison. Les plasmides peuvent servir 
de véhicule pour le transfert d’éléments transposables (Norman et al., 2009).  
 
3/ Les prophages 
Parmi les virus bactériophages, il y a les phages purement lytiques et les phages tempérés. Alors que les 
phages lytiques ne vont qu’infecter les cellules bactériennes et les tuer pour libérer leur descendance, les 
phages tempérés peuvent aussi s’intégrer dans le chromosome bactérien, ou persister sous forme 
extrachromosomique. Ils deviennent alors des prophages. Le portage du prophage s’accompagne d’un 
certain danger pour la bactérie puisque celui-ci peut réintégrer le cycle lytique. Mais il y a également trois 
avantages potentiels majeurs du portage de prophage : en tant qu'agents de transfert horizontal de gènes 
(HGT), en tant que sources de variation génétique pour l'innovation évolutive et en tant qu'armes de 
compétition bactérienne (Harrison & Brockhurst, 2017).   
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Une fois entré à l’intérieur du cytoplasme, l’ADN exogène peut être détruit par les systèmes de 

dégradation de l’ADN étranger. Ces systèmes de protection sont capables de cliver 

spécifiquement l’ADN étranger. Il s’agit des endonucléases et des systèmes CRISPR-Cas 

(Cohan, 2002a). L’ADN exogène peut aussi se maintenir en tant qu’unité réplicative autonome, 

le plus souvent sous forme de plasmide. Mais une réduction de la valeur sélective peut être 

associée au portage plasmidique (Carroll & Wong, 2018), en raison du coût métabolique lié à la 

réplication des gènes plasmidiques et  du détournement de ressources que cela implique pour le 

micro-organisme porteur. De plus, l’expression des gènes plasmidiques entraîne une 

séquestration des ribosomes et des problèmes liés à l’utilisation des codons et à 

l’approvisionnement limité en ARNt (ARN de transfert). En effet, certains codons sont reconnus 

avec plus de précision et/ou d’efficacité par les ARNt les plus abondants, par rapport à d’autres 

codons dont ils sont synonymes (Ikemura, 1985; Plotkin & Kudla, 2011; Sharp et al., 2005). Il est 

donc possible que la population d’ARNt de l’hôte ne soit pas adaptée aux codons constituants 

les gènes plasmidiques. Par exemple, ce problème lié à l’utilisation des codons a été observé 

pour l’expression de gènes plasmidiques chez Escherichia coli (Gouy & Gautier, 1982). Pour les 

plasmides conjugatifs, la production de la machinerie conjugative du système de sécrétion de 

type 4 (voir Encadré 1) a un coût pour la cellule bactérienne. Même dans les cas où le portage 

de plasmide n'est pas coûteux, on s'attend à ce que les plasmides soient lentement perdus par 

hasard lors des divisions cellulaires (Lenski & Bouma, 1987; Nordström et al., 1984; Scott, 1984),  

sauf si des gènes à valeur sélective forte s’y trouvent (Lenski et al., 1994). Il arrive donc que les 

gènes plasmidiques s’intègrent dans le ou les chromosomes de l’hôte. Cette intégration va 

dépendre de plusieurs facteurs comme le degré de similarité avec les séquences d’ADN de l’hôte 

dans le cas d’une recombinaison homologue, ou de la liaison physique des gènes plasmidiques 

avec d’autres séquences susceptibles de s’intégrer, comme les éléments transposables ou des 

gènes de bactériophages (voir Encadré 1). Ainsi, le taux de succès du transfert horizontal est 

réduit à mesure que la distance génétique entre un hôte et un receveur augmente et que 

l'homologie entre leurs séquences génomiques s'affaiblit (Cohan, 1994). La distance génétique 

entre les bactéries peut également réduire l'efficacité des plasmides et des bactériophages en 

tant que vecteurs de transferts horizontaux car leurs gammes d'hôtes sont limitées à des 

bactéries similaires (Cohan, 2002a).  

 

Les transferts horizontaux peuvent générer une diversité du contenu en gènes entre des cellules 

appartenant à une même espèce. Cette observation a conduit à développer la notion de 

pangénome (Tettelin et al., 2005), qui divise le répertoire de gènes d’une espèce procaryote en 

deux parties : le core génome contient les gènes qui sont partagés par l’ensemble des individus 

appartenant à cette espèce, et le génome accessoire (ou flexible) contient des gènes dont 

l'occurrence varie au sein de l’espèce. Les changements dans le core génome impliquent des 
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mutations transmises verticalement et des mutations acquises horizontalement via des 

évènements de recombinaison homologue (Polz et al., 2013; C. M. Thomas & Nielsen, 2005). 

Les changements dans le génome accessoire des procaryotes sont souvent associés à des 

transferts horizontaux et des recombinaisons non homologues impliquant des éléments 

génétiques mobiles (MGE).   

2.1.2. Détection des évènements de recombinaison 

Historiquement, trois approches ont été adoptées pour la détection des événements de 

recombinaison. La première approche est basée sur la détection d’échanges au sein d’un 

échantillon, c’est-à-dire, la recherche de similitudes locales inattendues entre des séquences 

divergentes, qui sont supposées représenter le mouvement de séquence d'un donneur vers un 

receveur, ou un donneur commun agissant comme source de la séquence pour les deux 

indépendamment (Sneath et al., 1975). Ces méthodes sont plus efficaces lorsque des séquences 

sont disponibles pour les génotypes donneur, receveur et recombinant. Ceci n'est souvent pas le 

cas chez les bactéries en raison de la diversité non échantillonnée de donneurs potentiels, qui 

peuvent être membres d'une espèce différente ou ne plus exister dans la population (Croucher 

et al., 2015).   

 

Par conséquent, une deuxième approche s’intéresse à la structure en mosaïque de régions 

génomiques dérivées de différents ancêtres (J. Smith, 1992). Une telle structure est une preuve 

d’importation de séquences divergentes provenant de sources éloignées et les recombinaisons 

sont identifiées comme des régions contenant une densité élevée de polymorphismes par rapport 

au niveau basal (Croucher et al., 2015), qui correspond au “cadre clonal” (Milkman & Bridges, 

1993). Le cadre clonal représente l'ADN ancestral au sein d'une lignée clonale, qui au fil du temps 

est de plus en plus perturbé par l'accumulation de recombinaisons localisées. L'une des 

premières méthodes de ce type a été l'application du test χ2 maximal aux gènes bactériens 

mosaïques (J. Smith, 1992), développée par John Maynard Smith. Cette méthode a permis 

d’identifier les frontières entre les régions de différentes densités de polymorphisme 

nucléotidique. Les méthodes actuelles (Croucher et al., 2015; Didelot & Falush, 2007; Didelot & 

Wilson, 2015) reposent sur l’examen de la distribution des sites polymorphes le long 

d’alignements de séquences. En l'absence de recombinaison, les sites polymorphes doivent être 

réparties approximativement au hasard le long d'un gène. Les échanges de matériel génétique 

intragénique impliquant des isolats génétiquement distincts entraînent une distribution non 

aléatoire du polymorphisme nucléotidique (structure en mosaïque). Par exemple, un gène 

provenant de deux isolats peut être identique sauf dans une région où les séquences diffèrent 
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sensiblement en raison de l'apparition dans un isolat d'un échange recombinatoire à partir d'un 

troisième isolat génétiquement éloigné. 

 

Il faut aussi noter que les loci dans un génome sont physiquement liés, et que ce lien est d’autant 

plus fort que les loci sont proches, c'est-à-dire qu’ils ont plus de chance d’être transmis ensemble 

à la génération suivante. Or, la recombinaison a pour conséquence de perturber l’association 

entre les loci puisque des morceaux d’ADN peuvent s’intégrer dans le génome. Ainsi, moins il y 

a de recombinaison dans un génome, plus les loci sont liés entre eux, c’est ce qu’on appelle le 

déséquilibre de liaison. Une autre méthode pour quantifier la recombinaison consiste à estimer 

l’association entre des loci dans les génomes d’une population (Crawford et al., 2004).     

 

L’estimation des taux de recombinaison dans une population, liée aux échanges génétiques à 

l’intérieur d’une population ou entre populations, est nécessaire en épidémiologie moléculaire. 

Elle permet de formuler des hypothèses sur l’écologie et le mode de vie de cette population.  

2.2. Impact de la sélection naturelle et de la dérive génétique  

Le paradigme Darwinien repris dans la première moitié du 20e siècle, notamment par R.A. Fisher 

(Fisher, 1958), J.B.S. Haldane (Haldane, 1932), S. Wright (S. Wright, 1931) et J. Huxley (Huxley, 

1942), dans la théorie synthétique de l’évolution, considère la sélection comme le moteur de 

l’évolution. Selon ce paradigme, toutes les mutations qui apparaissent dans la séquence 

génomique d’un individu (issues d’erreurs lors de la réplication ou de la recombinaison) sont 

soumises à des pressions de sélection. Celles qui apportent un avantage sont rapidement fixées 

dans la population, alors que celles qui sont délétères sont rapidement purgées de la population. 

Tous ces processus adaptatifs ont donc tendance à purger la diversité génétique dans une 

population. Néanmoins, d’autres processus, tels que la sélection balancée, qui favorise la 

coexistence de plusieurs allèles, ou la sélection diversifiante qui favorise les phénotypes 

extrêmes par rapport aux intermédiaires, peuvent maintenir une certaine quantité de 

polymorphisme génétique dans une population.  

 

Dans la deuxième moitié du 20e siècle, grâce à l’arrivée de données moléculaires et à 

l’observation de quantités de polymorphisme génétique (existence de plusieurs allèles différents 

sur un locus) dans les populations plus élevés que celles attendues dans le cas d’une évolution 

adaptatrice, Kimura a proposé la théorie neutre (Kimura, 1983). Elle a introduit le fait que c’est 

en priorité la dérive génétique, c'est-à-dire le hasard, et non l’adaptation, qui détermine le 

changement de fréquence des allèles au cours des générations dans une population. Après la 

découverte de l’ADN comme support de l’information génétique, le code génétique a pu être 
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décrypté. Compte-tenu de sa redondance, une mutation dans la séquence nucléotidique peut 

être synonyme, c’est-à-dire qu’elle n’entraine pas de changement dans la séquence protéique 

après traduction. De telles mutations sont considérées neutres, c’est-à-dire non soumises à des 

pressions de sélection, de même que les mutations qui apparaissent dans les parties non 

codantes du génome. La dérive génétique est donc, a priori, la seule force qui s’applique à ces 

mutations. L’effet de la dérive génétique sur la fréquence des mutations étant beaucoup plus lent 

que celui de la sélection, cette fréquence va dériver entre 0 et 1 pendant un temps assez long, 

expliquant pourquoi une quantité importante de polymorphisme se maintient. 

 

En réalité, dans la plupart des cas, le comportement d’une mutation est influencé à la fois par la 

sélection et par la dérive génétique (Ohta, 1992). Les effets relatifs de la sélection et de la dérive 

génétique sur les fréquences des mutations dépendent de la force de l’avantage (ou du 

désavantage) associé à ces mutations, et également du nombre de géniteurs dans la population, 

c’est-à-dire la taille efficace de la population (Ne). Le coefficient de sélection (s) augmente avec 

l’avantage (ou le désavantage) associé à la mutation. Le coefficient de dérive (1/Ne) augmente 

lorsque la taille efficace diminue. Si le coefficient de sélection d’une mutation est petit face au 

coefficient de dérive (s << 1/Ne), alors le destin de la mutation sera dicté par la dérive génétique. 

Ainsi, lorsque la taille efficace est petite, la pression de sélection agissant sur des allèles 

faiblement délétères va être moins importante et la dérive génétique devient la force 

prédominante, conduisant à une fixation aléatoire de ces variants dans la population (Bobay & 

Ochman, 2017). A l’inverse, lorsque la taille efficace est importante, on considère que la dérive 

n’a plus d’impact par rapport à la sélection. 

 

Cependant, E. Rocha a nuancé les implications des théories de Kimura et Ohta en génétique des 

populations bactériennes (Rocha, 2018). En effet, chez les bactéries, les gènes correspondent à 

85 à 90 % du génome et les régions intergéniques sont petites et portent un grand nombre de 

sites régulateurs (Mira et al., 2001). De plus, les gènes ont peu ou pas d'introns et sont 

généralement organisés en opérons où les insertions et les délétions de matériel génétique ont 

généralement des effets délétères sur l'expression des gènes (Price et al., 2006). Le code 

génétique indique que les mutations non synonymes, qui ont des effets sur la valeur sélective, 

sont beaucoup plus nombreuses que les mutations synonymes (Nei & Gojobori, 1986). Parce 

que ces effets sur la valeur sélective sont généralement négatifs, ces mutations sont 

progressivement purgées des populations par la sélection naturelle - sélection purificatrice - 

conduisant à de faibles ratios de taux de substitution non synonymes (dN) sur synonymes (dS) 

(dN / dS ≪ 1) (Kuo et al., 2009).  De plus, les substitutions synonymes peuvent également être 

affectées par la sélection naturelle. Par exemple, certains codons sont reconnus avec plus de 
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précision et/ou d'efficacité par les espèces d'ARNt les plus abondantes, par rapport à d’autres 

codons dont ils sont synonymes. Les gènes exprimés à des niveaux élevés présentent un biais 

vers ces codons (Ikemura, 1985; Plotkin & Kudla, 2011; Sharp et al., 2005), en particulier chez 

les bactéries à croissance rapide (Vieira-Silva & Rocha, 2010).  

Enfin, un autre paramètre peut influencer la destinée d’une variation : il s’agit de la liaison entre 

les loci. Ainsi, une mutation presque neutre ou neutre peut se transmettre dans une population à 

la même fréquence qu’une mutation avantageuse, par auto-stop, et finalement, être rapidement 

fixée dans la population. Ce processus de remplacement allélique définit par Maynard-Smith et 

Haig est appelé le “balayage sélectif” (Smith & Haigh, 1974).   

 

L’effet de la sélection sur la diversité génétique dans une population peut être difficile à 

différencier d’effets démographiques. Chez les bactéries pathogènes, les dynamiques de 

transmission peuvent impliquer des goulots d’étranglement dans la population, avec une 

diminution brutale du nombre de géniteurs (Toft & Andersson, 2010). En effet, la taille efficace se 

limitera aux bactéries qui ont pu se transmettre à un nouvel individu. Pourtant, les effets 

démographiques s’appliquent à l’ensemble des génomes alors que les effets sélectifs sont 

localisés. Il apparaît donc possible d’identifier des loci sous sélection, potentiellement liés à 

l’adaptation à un environnement dans une population.    

2.3. Application aux lignées pathogènes bactériennes 

2.3.1. Emergence de lignées pathogènes grâce à l’acquisition de nouveaux traits 

Grâce aux mutations, au transfert horizontal de gènes et aux recombinaisons, les bactéries 

peuvent acquérir de nouvelles caractéristiques qui vont entraîner une poussée soudaine de la 

maladie chez les mêmes hôtes (Engering et al., 2013). Par exemple, dans certaines conditions, 

elles peuvent développer un plus grand degré de virulence (Encadré 2). L’implication du transfert 

latéral dans l’acquisition de la virulence a été mise en évidence dès 1928, par Frederick Griffith  

qui observa que des pneumocoques non virulents pouvaient acquérir un pouvoir pathogène par 

simple contact avec des bactéries virulentes (Griffith, 1928). Elles peuvent aussi développer une 

résistance nouvelle ou accrue aux antibiotiques. Par exemple, Wirth et ses collaborateurs, en 

2020, ont montré que chez l’espèce Staphylococcus capitis, le clone NRCS-A, responsable de 

décès d’enfants de moins de 5 ans, se distingue des autres lignées de l’espèce par plusieurs 

polymorphismes nucléotidiques (single nucleotide polymorphism, SNP) dans des gènes codant 

des protéines impliquées dans la résistance à des antibiotiques (Wirth et al., 2020). L’acquisition 

de nouveaux traits peut aussi permettre d’échapper aux défenses immunitaires de l’hôte. Par 

exemple, des souches pathogènes d’E. coli et du genre Shigella sont capables de sécréter des 
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effecteurs qui vont inhiber une voie de signalisation impliquée dans les défenses immunitaires 

humaines (de Jong & Alto, 2018). On peut alors observer une transition du statut de commensal 

à celui de pathogène.  

 

Si, dans de nombreux cas, l’acquisition de traits de pathogénicité est liée à l’acquisition de gènes 

ou à des mutations bénéfiques, la pseudogénisation peut aussi jouer un rôle. Les pseudogènes 

sont des segments génomiques homologues à des gènes fonctionnels qui ne codent pas pour 

des produits fonctionnels en raison de la présence de défauts génétiques. Par exemple, il arrive 

que la pseudogénisation entraîne une augmentation de la virulence, comme chez Salmonella 

enterica serovar Typhi. En effet, Valenzuela et ses collaborateurs ont montré que le gène sopE2, 

qui code un facteur d'échange de guanine nécessaire à l'invasion des cellules épithéliales, a été 

perdu par pseudogénisation. Or, une expérience de complémentation restaurant le gène codant 

une protéine fonctionnelle, résulte en une invasion altérée par le mutant dans toutes les cellules 

épithéliales testées (Valenzuela et al., 2015).   

 

Un autre enjeu dans les études d’épidémiologie moléculaire sera alors, après avoir délimité la 

population pathogène, d’identifier des mutations, des recombinaisons, des acquisitions de gènes, 

voire d’ilots génomiques, qui ont pu permettre l’émergence de cette population.  

 

2.3.2. Structure des populations bactériennes pathogènes 

Selon l’importance relative des forces évolutives, les populations bactériennes occupent un 

spectre de structures populationnelles allant de la panmixie avec une structure fortement sexuée 

(terme qui indique une très grande proportion d'échanges horizontaux entre souches (Martinez, 

1991)) à la structure “épidémique” (Figure 4).  

 

Dans les populations panmictiques, le taux de transfert horizontal est supérieur au taux de 

division cellulaire verticale, ce qui entraîne une association aléatoire (équilibre de liaison) entre 

les loci du génome (Shapiro, 2016). L’exemple le plus connu est celui de la bactérie Helicobacter 

pylori, qui colonise la muqueuse gastrique de la moitié de la population humaine (Falush et al., 

2001). Cette bactérie présente un degré très élevé de diversité génétique, à tel point que presque 

chaque personne infectée porte une ou plusieurs souches uniques (Suerbaum & Josenhans, 

2007). Cette diversité est générée par la combinaison d'un taux de mutation élevé et de 

recombinaisons fréquentes entre les souches lors d'infections mixtes qui génèrent un grand 

nombre de combinaisons alléliques (Suerbaum & Josenhans, 2007).  
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Encadré 2 : Évolution de la virulence et du potentiel de transmission des bactéries 
  
La virulence est une diminution de valeur sélective d’un hôte face à une infection. Entre la fin du 19e et le 
début du 20e siècle, plusieurs chercheurs ont émis que la relation hôte-pathogène devrait évoluer vers 
l’avirulence (T. Smith, 1904; Van Beneden, 1878). Pourtant, chez plusieurs agents pathogènes, la virulence 
persiste, comme chez M. tuberculosis ou N. gonorrhoeae malgré une longue histoire de coévolution avec 
l’être humain (Manchester, 1984). Il est alors apparu que le plus important pour l’agent pathogène, en 
termes de valeur sélective, est sa capacité de transmission, qui est positivement corrélée à sa multiplication 
dans un hôte. Et plus il se multiplie, plus un agent pathogène est virulent, puisqu’il utilise des ressources 
de l’hôte pour sa réplication. Ainsi, une notion importante en épidémiologie est le nombre de reproduction 
de base, R0. Il désigne le nombre moyen de cas secondaires d'infection générés par un seul cas primaire 
introduit dans une population d'hôtes close précédemment non exposée (équation 1) (Alizon, 2006).  

R0 =
ஒ.ୗ

ஜାν ା ஑
   (Équation 1) 

β : taux de transmission du parasite 
ν : taux de guérison des hôtes 
µ : mortalité naturelle de l’hôte 
α : virulence de l’agent pathogène 
S : Nombre d’individus sains dans la population 
 
Ce paramètre va ainsi nous renseigner sur la capacité d’une maladie à se propager dans une population, 
c'est-à-dire sur son caractère épidémique. Si le R0 est inférieur à 1 dans la population d'hôtes, alors il n'y 
aura qu'une propagation limitée de l'infection au sein de cette population. Si le R0 est supérieur à 1, alors 
l’épidémie se développe dans la population hôte. Selon l’équation 1, la virulence optimale qui maximiserait 
le R0 serait une virulence nulle. Pour résoudre ce paradoxe, Anderson et May (R. M. Anderson & May, 
1982) ont proposé la théorie du compromis entre la virulence et la transmission. Selon cette théorie, il 
existe un niveau de virulence optimal chez un hôte qui va maximiser le potentiel de transmission de l’agent 
pathogène. Selon eux, la transmission et la virulence sont liées et ils intègrent ce lien dans l’équation de 
calcul du R0 (équation 2).  

R0 =
ஒ(஑).ୗ

ஜାν ା ஑
   (Équation 2) 

Cette nouvelle équation permet de tracer la courbe suivante, et de déterminer en théorie la virulence 
optimale d’un agent pathogène (Figure A).  

 
Figure A : Courbe de compromis évolutif entre la transmission (𝛽) et la virulence (𝛼) (Alizon, 2006).  
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Dans les populations présentant une structure épidémique (Figure 4), la population de fond est 

panmictique et au sein de cette population de fond, des types particuliers émergent et explosent 

en évoluant de manière clonale, par des mutations aléatoires qui se produisent lors de la 

réplication de l'ADN (Shapiro, 2016). Dans ces types particuliers, le transfert horizontal d’ADN 

est négligeable ou non observable. Ces clones résistent à court terme à l’effet homogénéisant de 

la recombinaison (J. M. Smith et al., 2000). Un exemple est celui d’un clone de N. meningitidis 

qui avait acquis un avantage sélectif important au sein d’une population panmictique de N. 

meningitidis. Ce clone a émergé et provoqué une pandémie de méningite cérébrospinale sur trois 

continents dans les années 1980 (Caugant et al., 1986). L’un des meilleurs exemples de bactéries 

à évolution clonale est le complexe Mycobacterium tuberculosis (Dos Vultos et al., 2008), chez 

qui les transferts horizontaux semblent ne plus se produire depuis longtemps (X. Liu et al., 2006; 

Rosas-Magallanes et al., 2006).   

 

 

 
Figure 4 : La structure de la population bactérienne « épidémique ».  
Une telle population est composée de deux parties. Premièrement, la population de fond est composée d'un grand 
nombre de génotypes relativement rares et non apparentés (petits cercles) qui recombinent à une fréquence élevée. 
Sur ce fond se superposent un nombre limité de génotypes (ou des groupes de génotypes étroitement apparentés) 
très fréquents en raison de leur succès reproducteur, illustrés sous forme de cônes. Ce sont des complexes clonaux 
qui émergent généralement d'un génotype ancestral unique, hautement adaptatif (les grands cercles), dont la 
diversification est causée par la mutation et/ou la recombinaison (J. M. Smith et al., 2000). 

 

2.3.3. Isolement écologique des lignées bactériennes 

Le transfert d’ADN nécessite que les bactéries donneuses et receveuses partagent au moins 

temporairement la même niche écologique. Elles doivent donc partager un habitat, mais aussi 

des conditions physico-chimiques (température, salinité, pH, etc.) (G. E. Hutchinson, 1957) 

propices à leur développement concomitant dans cet habitat. Par conséquent, l’isolement spatial 

ou écologique peut être un obstacle au flux de matériel génétiques (Cohan, 2002a; Polz et al., 

2013).  
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Or, les populations pathogènes peuvent avoir connu un changement de niche (passage d’un 

mode de vie libre à parasitaire obligatoire) se traduisant in fine par un isolement et donc l’inhibition 

de transferts d’ADN avec la population parentale, voire avec la communauté bactérienne au sens 

large (Bergstrom et al., 1999; Hauck & Maiden, 2018). Dans ce cas, le transfert d’ADN peut avoir 

lieu à l’intérieur des populations bactérienne isolées, mais la distance génétique entre les 

individus est tellement faible que l’échange d’ADN est sans conséquence sur les fréquences 

alléliques dans la population (Tibayrenc & Ayala, 2015). Il peut néanmoins être utile pour la 

réparation de l’ADN (Feil & Spratt, 2001). 

 

L’isolement spatial ou écologique des lignées pathogènes favorise leur spécialisation et 

éventuellement leur spéciation. En effet, les transferts horizontaux peuvent fournir de nouveaux 

gènes à une population bactérienne, leur permettant de s’adapter à une nouvelle niche 

écologique. L’absence de ces transferts entraine donc une perte d’adaptabilité des populations 

isolées, qui vont avoir tendance à se spécialiser de manière irréversible (Moran & Wernegreen, 

2000). De plus, en l’absence de recombinaison, les mutations délétères ou faiblement délétères 

ne peuvent que s’accumuler dans une population isolée. Ce processus est connu sous le nom 

de « cliquet de Muller » (Muller, 1964). Ainsi, la restriction à une gamme d'hôtes donnée 

approfondit le niveau extrême de spécialisation que ces populations ont subi. Il peut également 

entraîner une perte de fitness, en raison de l'accumulation de mutations délétères ou légèrement 

délétères.  

 

Face aux nombreux facteurs qui peuvent influencer l’évolution des populations bactériennes, il 

apparaît important de combiner les données génétiques, qui vont nous renseigner sur les 

distributions alléliques, à des données écologiques et des connaissances sur la biologie des 

bactéries, afin d’identifier les forces agissant sur ces distributions alléliques.  
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3. Vibrios et émergences en aquaculture 

3.1. Le genre bactérien Vibrio 

Les bactéries du genre Vibrio sont des gamma protéobactéries ubiquistes hétérotrophes des 

environnements aquatiques (Reen et al., 2006). Ce genre regroupe des bactéries très diverses 

sur le plan génétique, phénotypique et sur le plan écologique. La diversité des vibrios résulte 

d’une capacité à générer de la diversité génétique, par a) mutations ou petites délétions, 

transférées verticalement à la progéniture ou b) par transfert horizontal de gènes (HGT) (Hazen 

et al., 2010). Ils possèdent deux chromosomes : le chromosome 1 contient les gènes qui codent 

pour la plupart des fonctions essentielles alors que le chromosome 2, de taille plus variable, 

contient des gènes accessoires, codant pour des fonctions plus ou moins spécifiques, dont des 

gènes de virulence (Grimes et al., 2009). Les gènes présents sur le chromosome 2 ne sont induits 

que dans des conditions environnementales particulières (Grimes et al., 2009). Les deux 

chromosomes ont été façonnés par recombinaison et transfert horizontal de gènes (Baker-Austin 

et al., 2018). Il a été proposé que cette structure du génome en deux chromosomes est 

avantageuse pour les vibrios dans les conditions environnementales spécifiques qu'ils 

rencontrent au cours de leur cycle de vie, et pourrait contribuer à la diversité environnementale 

du genre (Okada et al., 2005).  

 

Les bactéries du genre Vibrio peuvent vivre libres, associées à des particules en suspension, ou 

être associées à une espèce hôte dans une relation symbiotique, commensale ou parasitaire (Le 

Roux & Blokesch, 2018). Par exemple, l’association symbiotique entre Vibrio fischeri et Euprymna 

scolopes (bobtail squid) a été largement étudiée. Bien que cette relation soit non obligatoire, 

l’organe lumineux de E. scolopes fournit un environnement sûr et riche en nutriments pour 

V. fischeri. De son côté, le calamar peut utiliser la lumière produite par les bactéries pour éviter 

la prédation pendant la nuit (Davidson et al., 2004; Nyholm & McFall-Ngai, 2004). Cette relation 

repose sur plusieurs étapes complexes telles que la formation d’un biofilm bactérien sur le mucus 

sécrété par les cellules épithéliales formant la surface de l’organe lumineux d’E. scolopes. La 

formation de biofilm est régulée notamment par la concentration en sels et en nutriments dans 

l’environnement de V. fischeri (Marsden et al., 2017). Puis, les cellules bactériennes migrent à 

travers les conduits qui mènent aux cryptes de l’organe lumineux (Nyholm et al., 2002). Pour 

atténuer le stress oxydatif auquel elles sont exposées dans ces cryptes, les bactéries V. fischeri 

sont capables d’atténuer la production d’oxyde nitrique (NO) (Davidson et al., 2004). Elles 

peuvent aussi induire une morphogénèse des cellules épithéliales qui limitera les futures 

colonisations (McFall-Ngai et al., 2010). Ces étapes de colonisation de l’organe lumineux ont lieu 

le soir, puis le matin, presque toutes les cellules bactériennes sont expulsées. Ce cycle de 



37 
 

colonisation-expulsion se produit  ainsi chaque jour. D’autres vibrios peuvent être associés à un 

hôte dans une relation pathogène. L’espèce de vibrio pathogène la plus étudiée est Vibrio 

cholerae, l’agent responsable du choléra, une maladie diarrhéique potentiellement mortelle, 

endémique dans de nombreux pays africains et asiatiques, et qui s'est également manifestée 

sous forme d'épidémies et de pandémies depuis 1817 (Didelot et al., 2015; Harris et al., 2012). 

Plus de 200 sérogroupes (c’est-à-dire des souches regroupées en fonctions des caractéristiques 

de leurs antigènes de surface ou de leurs protéines) sont connus, mais seuls les sérogroupes O1 

et O139 seraient à l'origine d'épidémies de choléra (Baker-Austin et al., 2018). Depuis 1817, sept 

épidémies se sont propagées depuis l’Asie à l’ensemble du monde. Les souches épidémiques 

ont émergé à partir de souches environnementales ayant acquis des îlots génomiques par 

transfert horizontal leur conférant leur pathogénicité (Davis, 2003). Elles ont successivement 

acquis un premier îlot de virulence codant la protéine TCP (Toxin coregulated pilus), un facteur 

de colonisation, puis un phage (CTXΦ) portant un gène codant pour la toxine cholérique (CTX) 

(Figure 5). La sous-unité A de la toxine cholérique, après internalisation dans les cellules 

intestinales provoque un maintien de l’activité de l’enzyme adénylate cyclase qui convertit l’ATP 

intracellulaire en AMPc (AMP cyclique). La forte teneur en AMPc intracellulaire en résultant 

entraîne la sécrétion d'ions et d'eau à partir de cellules intestinales (Collier & Mekalanos, 1980; 

Gill & Meren, 1978; Mekalanos, 1983). Enfin, l’acquisition d’un dernier îlot de pathogénicité leur 

apporte des gènes codant des protéines impliquées dans le transport et le catabolisme de l’acide 

sialique, donnant à ces lignées un avantage compétitif contre les autres bactéries (Almagro-

Moreno & Taylor, 2013).       

 
Figure 5 : Représentation schématique de l'émergence et de l'évolution du V. cholerae pandémique.  
Des souches environnementales de V. cholerae ont acquis le pilus corégulé par la toxine et la toxine cholérique via 
HGT. Ces événements HGT conduisent à l'émergence du groupe pandémique clonal (James, 2018) 

 

Au cours du 20e siècle, le variant “El Tor” est apparu et a provoqué la 7e pandémie, qui a 

commencé en 1961. Les souches pandémiques El Tor, dont une sous-variante avec un 

polysaccharide de surface O139, correspondent également à une lignée monophylétique, L2, qui 

est étroitement liée à d'autres lignées du choléra pandémique, mais se regroupe dans une 

branche phylogénétique distincte (Didelot et al., 2015). La septième pandémie continue d'être 
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une menace majeure pour la santé publique de 175 pays d'Asie, d'Afrique et d’Amériques (Baker-

Austin et al., 2018).  

 

Compte-tenu de la diversité d’habitats que les vibrios peuvent occuper, elles doivent être 

capables de s’adapter à des changements ou des stress comme une limitation en nutriments, 

des températures fluctuantes, de la prédation par les protozoaires, des infections virales, des 

variations de salinité, et donc d’adapter leurs réponses à ces stress environnementaux. L’un des 

mécanismes de régulation permettant l’adaptation aux stress est la détection de quorum ou 

« quorum sensing ». Il s’agit de la régulation de l’expression de gènes en réponse à des 

fluctuations des densités de population. Plusieurs mécanismes sont régulés ainsi, comme la 

virulence mais aussi la formation de biofilms, la motilité, impliqués dans la réponse aux stress 

environnementaux (Miller & Bassler, 2001). Chez V. vulnificus et V. angustum, deux espèces 

marines, le quorum sensing permet de détecter une limitation en ressources nutritionnelles 

(McDougald et al., 2003).   

3.2. Facteurs environnementaux favorisant l’émergence d’agents pathogènes en 
aquaculture 

Les zones côtières représentent des espaces de plus en plus densément peuplées, mais 

également favorables au développement d’activités récréatives (tourisme, activités nautiques), 

ou à l’installation d’infrastructures industrielles. C’est aussi en zones côtières que l’aquaculture 

est majoritairement pratiquée (FAO Fisheries and Aquaculture Department, 2010). Cependant, 

la population croissante et le développement économique augmentent les menaces sur les 

écosystèmes de ces zones, en particulier parce que les activités anthropiques modifient les 

apports en nutriments et favorisent l’augmentation des concentrations en polluants dans les eaux 

(Ansari et al., 2003; Tornero & Hanke, 2016). Les estuaires sont particulièrement impactés 

puisqu’ils recueillent également les contaminants transportés depuis les bassins versants jusque 

dans les fleuves et enfin, aux embouchures (Kennish, 2002). Ces espaces sont donc soumis à 

de nombreuses pressions anthropiques, et sont influencés par une vaste gamme de facteurs 

biotiques et abiotiques. Par exemple, l’arrivée d’eaux riches en contaminants et en nutriments 

par les fleuves ou directement depuis la côte (eaux pluviales, eaux usées) peut affecter la gestion 

de l'aquaculture. 

 

L’émergence et la réémergence des maladies infectieuses est liée à des perturbations des 

relations entre les hôtes, les agents pathogènes et l’environnement (Engering et al., 2013). De 

nombreux facteurs biotiques et abiotiques peuvent perturber ces relations. Dans le paragraphe 

suivant, plusieurs facteurs agissant dans les écosystèmes côtiers seront explorés.  
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3.2.1. Facteurs abiotiques 

Les pressions anthropiques, comme les contaminations chimiques, de même que les 

conséquences des changements globaux, comme l’acidification, l’augmentation de température, 

les variations de salinité, de teneur en oxygène des eaux côtières sont autant de facteurs pouvant 

favoriser l’émergence et la diffusion d’organismes pathogènes.  

 

Parmi les contaminants chimiques, les antibiotiques sont largement utilisés en élevage, en 

aquaculture et dans les traitements d’infections humaines, et se sont répandus sur l’ensemble de 

la planète (Davies & Davies, 2010), induisant la sélection de souches bactériennes résistantes à 

ces produits. L’aquaculture apparaît donc fortement liée à cette problématique de résistance aux 

antibiotiques : elle peut à la fois favoriser l’apparition de bactéries résistantes, puisqu’elle pourrait 

être le siège d’échanges génétiques entre les bactéries de sa flore, mais elle peut également en 

pâtir et subir les conséquences de bactéries pathogènes ayant acquis des gènes de résistance, 

parfois accompagnés de gènes de virulence. Par exemple, en salmoniculture, Piscirickettsia 

salmonis est une bactérie responsable de mortalités majeures en Norvège et au Chili contre 

laquelle les traitements antibiotiques sont devenus inefficaces (Cabello, 2006; Rozas & Enríquez, 

2014).   

 

Un autre exemple de pollution affectant l’aquaculture est le microplastique. L’usage de matières 

plastiques s’est généralisé dans la plupart des domaines, générant une pollution visible mais 

également une pollution par les microparticules de plastiques (Lavers & Bond, 2017). En plus des 

nombreux effets directs sur la santé des écosystèmes induits par cette pollution (Loiseau & Sorci, 

2022), les particules microplastiques sont colonisées par une flore microbienne pouvant être 

différente de celle de l’environnement dans lequel elle se trouve (Foulon et al., 2016; Zettler et 

al., 2013). Ces particules peuvent donc jouer un rôle dans la propagation d’organismes 

pathogènes (Loiseau & Sorci, 2022).  

 

Les environnements côtiers sont également très impactés par la pollution aux métaux lourds, ces 

composés étant relativement stables et ayant donc tendance à s’accumuler (H. Li et al., 2017). 

Selon l’Agence Européenne pour l’Environnement (EEA), 75 à 96% des mers européennes sont 

contaminées par des niveaux élevés de métaux lourds (European Environment Agency., 2019). 

Par exemple, le cuivre, utilisé dans de nombreux procédés industriels mais également en 

agriculture comme pesticide (Kiaune & Singhasemanon, 2011; Tamm et al., 2022), peut être 

lessivé et contaminer les eaux côtières (Kiaune & Singhasemanon, 2011). Il est également utilisé 

dans les peintures anti-salissure, dont bon nombre de coques de bateaux sont recouvertes 

(Claisse & Alzieu, 1993; Kiaune & Singhasemanon, 2011) et contamine directement l’eau de mer.  



40 
 

Bien que le cuivre soit un métal essentiel, les sources anthropiques de cuivre représentent une 

menace, notamment pour la faune marine littorale qui peut le bioaccumuler jusqu’à des niveaux 

toxiques (Figure 6).  

 

 

 

Figure 6 : Comparaison de la médiane locale 2003-2007 à la médiane nationale des concentrations en cuivre dans la 
chair des moules et des huîtres.  
Plus un point est gros plus les teneurs sont élevées par rapport à la valeur de la médiane nationale. Pour les moules, 
la médiane nationale est de 6,3 mg/kg. Pour les huîtres, elle est de 206 mg/kg (Données IFREMER : 
https://wwz.ifremer.fr/envlit/Outils-de-synthese/Les-contaminants-chimiques-dans-les-huîtres-et-les-moules-du-
littoral-francais, consulté le 16/07/22).  

 
De plus, la contamination en cuivre de l’environnement peut favoriser l’émergence d’agents 

pathogènes. Son implication dans l’émergence de bactéries pathogènes de cultures terrestres 

est largement documentée. Par exemple, Xanthomonas citri pv. citri , un agent pathogène majeur 

des agrumes, est porteur d’une résistance au cuivre codée par un plasmide en réponse à la 

pression de sélection induite par le cuivre (Richard et al., 2017). Mais la résistance au cuivre a 

également été observée au sein de l’espèce bactérienne marine V. tasmaniensis, qui contient 

des souches pathogènes d’huîtres. L’une d’entre elle, LGP32, utilise un système d’efflux du cuivre 

pour survivre dans les hémocytes (cellules immunitaires) des huîtres, des environnements riches 

en cuivre. La sélection de ces traits de résistance pourrait provenir de l’interactions de certains 

vibrios avec des niches environnementales riches en cuivre, y compris les invertébrés marins, 

qui favorisent l’émergence de vibrios pathogènes résistants à la destruction intraphagosomale 

chez les espèces animales (Vanhove et al., 2016).  
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Parmi les facteurs abiotiques, on peut mentionner également certains paramètres physico-

chimiques de l’environnement littoral, susceptibles d’être perturbés par les changements 

climatiques globaux : température, pH, oxygène dissous et salinité (Figure 7). Tous ces facteurs 

modifient l’équilibre hôte-pathogène-environnement (Burge et al., 2014). 

 

Les changements climatiques entraînent une augmentation de la température de la surface de la 

mer (SST) de manière plus rapide dans les régions littorales que dans les océans mondiaux (Le 

Roux et al., 2015). Or, cette augmentation de la SST est un facteur favorisant la présence et la 

viabilité des bactéries, comme celles du genre Vibrio dans l’environnement aquatique (Baker-

Austin et al., 2013). En effet, une augmentation des taux de croissance de plusieurs espèces de 

vibrios est associée à une augmentation de la température, comme chez V. parahaemolyticus 

(Kim et al., 2012; Miles et al., 1997), chez V. vulnificus (Kim et al., 2012), chez V. anguillarum 

entre 20 et 33°C (Guérin-Faublée et al., 1995). Une augmentation de température peut aussi 

perturber la composition de la communauté microbienne associée aux organismes marins. Par 

exemple, chez les coraux de l’espèce Pocillopora damicornis d’Australie, une augmentation de 

température de 2 à 3°C provoque l’enrichissement de la communauté bactérienne associée en 

vibrios, et plus particulièrement dans l’espèce V. coralliilyticus, qui est pathogène pour les coraux 

(Tout et al., 2015). La température peut également influencer l’expression de gènes de virulence, 

comme chez V. harveyi (Montánchez et al., 2019) et chez V. parahaemolyticus (Gotoh et al., 

2010; Mahoney et al., 2010), entraînant une plus forte pathogénicité des bactéries. De plus, les 

augmentations thermiques extrêmes causent du stress et compromettent le système immunitaire 

de la plupart des espèces aquatiques, les rendant plus vulnérables aux infections (Dittmar et al., 

2014; O’Gorman et al., 2016).  

 

Ensuite, l'augmentation des concentrations de CO2 dans l'atmosphère augmente les 

concentrations de CO2 dans l'océan, provoquant des réactions chimiques qui réduisent le pH de 

l'océan, un phénomène appelé acidification des océans (Doney et al., 2016). Cette acidification 

peut modifier la sensibilité des organismes marins aux infections par des agents pathogènes. En 

particulier, les coraux, qui construisent leur squelette à partir du carbonate de calcium, sont 

affectés par ce stress, de même que les communautés microbiennes qu’ils hébergent. Chez 

l’espèce Acropora eurystoma, une modification de la communauté bactérienne est observée lors 

d’essais de diminution du pH en laboratoire, avec un enrichissement en bactéries des familles 

Vibrionaceae et Alteromonadaceae, associées à des maladies (Meron et al., 2011). Chez les 

bivalves aussi, cet effet de l’acidification est observé. Par exemple, chez la moule Mytilus 

chilensis, la diminution du pH en conditions contrôlée est associée à une sensibilité plus 

importante à l’infection par V. anguillarum, liée à une immunomodulation (N. Castillo et al., 2017).  
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Les modèles climatiques prédisent une baisse globale de la concentration d'oxygène dissous 

océanique et une expansion conséquente de l'OMZ (oxygen-minimum zone : les couches à faible 

teneur en oxygène de profondeur intermédiaire) dans des conditions de réchauffement climatique 

(Matear & Hirst, 2003), les baisses les plus importantes se produisant dans les régions 

extratropicales (Stramma et al., 2008). Or, l'hypoxie (la disponibilité en oxygène dissous est 

réduite) et l'anoxie (absence d’oxygène dissous) peuvent fortement affecter la physiologie des 

organismes marins tels que les bivalves. Par exemple, chez Chamelea gallina, un bivalve 

comestible, le stress anoxique entraine une altération de plusieurs fonctions immunitaires 

médiées par les hémocytes, telles que la phagocytose (ou internalisation, par exemple, de micro-

organismes) et l’activité lysozyme (Matozzo et al., 2005). Des mortalités massives de bivalves 

ont été constatées dans plusieurs zones d’élevage ou de pêche pouvant entraîner des 

diminutions importantes des stocks (Diaz & Rosenberg, 1995).  

 

 
Figure 7 : Impacts du changement climatique sur les relations hôte-pathogène-environnement marin.  
Le réchauffement climatique entraîne des modifications physiques de l'océan, notamment des changements de 
température, des augmentations des concentrations de CO2 / des diminutions du pH, des modifications des 
précipitations (entraînant des modifications de la salinité) et une exposition aux tempêtes et aux cyclones. Tous ces 
facteurs modifient l'équilibre hôte-pathogène-environnement (Burge et al., 2014).   
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En lien avec les changements globaux, l’augmentation projetée de la fréquence des phénomènes 

météorologiques extrêmes et l’augmentation associée des précipitations (Bender et al., 2010) 

pourrait réduire la qualité des eaux côtières et océaniques en raison des apports terrestres 

provenant des événements de ruissellement et de remise en suspension. L'augmentation du 

ruissellement terrestre entraîne, en plus d’une augmentation de l’apport en contaminants, une 

réduction transitoire de la salinité. Les changements de conditions environnementales liées aux 

fortes précipitations et au ruissellement important sont connus pour favoriser l’infection des 

coraux Montipora capitata par des bactéries du genre Vibrio. La diminution de la salinité joue un 

rôle puisqu’il a été observé que l’hyposalinité permet à des souches pathogènes de 

V. coralliilyticus d’infecter les coraux à de plus faibles doses et réduit le temps avant le début de 

l’infection (Shore-Maggio et al., 2018).   

 

Ainsi un ensemble de facteurs abiotiques influence l’émergence et l’occurrence de bactéries 

pathogènes en milieu marin, et doit être considéré pour mieux appréhender les maladies 

engendrées. 

 

3.2.2. Facteurs biotiques 

Parmi les facteurs biotiques capables de perturber les relations entre les hôtes, les agents 

pathogènes et l’environnement en milieu aquatique, les prédateurs des espèces bactériennes 

occupent une place importante.  

 

Il faut avant tout mentionner les virus bactériophages (aussi appelés phages) pour leur rôle de 

prédation et donc de contrôle des populations bactériennes, un rôle qu’ils partagent avec certains 

protozoaires (Brüssow, 2007), c’est-à-dire des eucaryotes ciliés ou flagellés hétérotrophes 

(Pernthaler, 2005). Il a été estimé que les phages et les protozoaires lysent chacun environ 20% 

de la biomasse bactérienne chaque jour (Brüssow, 2007; Fuhrman & Noble, 1995). Les bactéries 

ainsi soumises à la prédation par les phages et par les protistes et ont donc dû mettre en place 

des systèmes de défense contre ces deux prédateurs.  

 

Il peut arriver que des systèmes anti-prédation, impliqués dans la défense contre les protistes 

eucaryotes, soient associés à la virulence des bactéries envers des hôtes multicellulaires. Les 

protistes se nourrissent de bactéries par phagocytose, un mécanisme très ancien et retrouvé tout 

au long de l’arbre du vivant, comme chez les macrophages humains ou chez les hémocytes 

d’invertébrés, pour lesquels il est associé à la défense immunitaire plutôt qu’à la nutrition 
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cellulaire. Ainsi, la résistance des bactéries à la prédation par les protistes peut permettre 

d’échapper aux défenses immunitaires des hôtes multicellulaires. Ce mécanisme a été décrit 

dans l’interaction entre V. tasmaniensis, les amibes et les cellules immunitaires des huîtres 

Crassostrea gigas. En effet, une souche V. tasmaniensis (LGP32) résiste à la phagocytose des 

hémocytes d’huîtres grâce à certains facteurs de virulence (la métalloprotase Vsm et la pompe 

d’efflux du cuivre CopA) qui permettent sa survie à l’intérieur des hémocytes (Rubio et al., 2019; 

Vanhove et al., 2016). Ces mêmes facteurs sont impliqués dans la résistance de cette souche au 

broutage (grazing) par l’amibe Vanella sp. AP1411 (Robino et al., 2019).   

 

Inversement, il a été observé que les bactéries pouvaient acquérir une résistance à la prédation 

par les phages, mais que cela était associé à une réduction de leur virulence. Par exemple, 

Castillo et ses collaborateurs ont observé que des souches de Flavobacterium psychrophilum, 

une bactérie pathogène pour des poissons, étaient devenues résistantes à l’infection par des 

phages grâce à l’apparition de mutations dans des gènes codant des protéines liées aux 

propriétés de la surface cellulaire, à la motilité et à la biosynthèse des lipopolysaccharides et de 

la paroi cellulaire. Néanmoins, ces mutations conféraient un phénotype moins virulent envers les 

poissons à ces souches (D. Castillo et al., 2015). La réduction de virulence des bactéries associée 

à la résistance aux phages s’explique par le fait que les bactériophages utilisent des structures 

présentes à la surface de la cellule bactérienne comme récepteur. Ces structures sont aussi des 

facteurs de virulence. Ainsi, des mutations rendent à la fois ces structures inopérantes comme 

récepteurs pour les phages mais aussi comme facteurs de virulence (León & Bastías, 2015). Un 

compromis similaire entre résistance à la prédation amibienne et virulence chez l’huître a été 

identifié chez des souches de l’espèce V. splendidus (Oyanedel et al., 2020). En effet, Oyanedel 

et ses collaborateurs ont observé que la structure de l’antigène-O (partie externe des 

lipopolysaccharides des bactéries à Gram négatif) de souches de V. splendidus étaient le produit 

d’un compromis entre la résistance à la prédation amibienne et la résistance aux défenses 

immunitaires de l’huître.  

 

Au-delà de leur rôle en tant que prédateurs, les phages sont bien connus pour fournir du matériel 

génétique aux bactéries, et notamment des gènes de virulence, comme chez V. cholerae, dont 

la virulence repose en grande partie sur le matériel génétique du phage CTX (partie 3.1). Plus 

généralement, les phages sont un moteur de diversité génétique dans les populations 

bactériennes grâce aux transferts horizontaux par transversion (Harrison & Brockhurst, 2017) 

(Encadré 1).  

 

Enfin, au sein de ces communautés, les populations bactériennes rivalisent pour l'espace et les 

ressources (Hibbing et al., 2010). Une capacité de compétition élevée peut être associée à la 
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virulence, comme chez la bactérie pathogène de poisson Flavobacterium columnare, qui connait 

une virulence élevée à des échelles de temps courtes, de même qu’une capacité accrue de 

compétition (Sundberg et al., 2016). Chez les bactéries à Gram négatif, la compétition pour 

l’occupation de niches repose, par exemple, sur le système de sécrétion de type 6 (T6SS) qui 

leur permet de délivrer des protéines effectrices toxiques dans les cellules bactériennes ou hôte 

adjacentes (Salomon et al., 2015). Par exemple, il a été observé que le T6SS de V. cholerae lui 

apporte des capacités de compétitions plus élevées contre les bactéries E. coli présentes dans 

l’intestin de souris, ce qui lui permet de s’installer dans cet environnement. Il en résulte une 

réponse immunitaire inflammatoire plus forte, provoquant des symptômes plus violents (Zhao et 

al., 2018).  

3.2.3. En conchyliculture 

En France et en Europe, la conchyliculture (culture de coquillages) repose essentiellement sur 

l’exploitation de l’huître creuse (ostréiculture), de la moule (mytiliculture) puis des coques 

(cérastoculture) et des palourdes (vénériculture).  

 

L’ostréiculture est pratiquée sur l’ensemble des littoraux français : Normandie (19,5% de la 

production), Bretagne (30%), Charente Maritime (24%), Arcachon (8,5%) et la Méditerranée 

(8,5%) (Robert et al., 2013). Elle repose presque exclusivement sur l’élevage de l’espèce 

Crassostrea gigas, qui fait partie des mollusques bivalves, plus précisément de la sous-classe 

des ptériomorphes qui contient également les moules bleues (Mytilus sp.) et les coquilles Saint-

Jacques (Pecten maximus). Les huîtres C. gigas occupent 93% du marché ostréicole mondial et 

98% du marché français. La production annuelle française est estimée à 130 000 tonnes (comité 

national de la conchyliculture, coquillages.com/les-statistiques). Selon la zone de production, la 

technique d’élevage, le type de larves utilisées, la culture d’une huître s’étale sur 2 à 4 ans. La 

plupart des larves proviennent du captage naturel (essentiellement en Charente-Maritime et dans 

le Bassin d’Arcachon) grâce à des collecteurs permettant leur fixation (Figure 9). La larve connait 

d’abord une phase planctonique (Figure 8). Elle dispose alors d’un velum (ou voile) qui permet 

son déplacement au grés des courants marins, ainsi que sa nutrition par captation du 

phytoplancton en suspension dans la colonne d’eau (Figure 8) (Fabioux, 2004). Elle est alors 

appelée larve véligère. Puis, pendant quelques jours, chez la larve dite pédivéligère, un pied se 

développe, qui va aider à sa fixation sur un support. Après la fixation, une métamorphose a lieu 

au cours de laquelle le pied et le velum régressent alors que les branchies et les palpes labiaux 

se développent et prennent le relai pour la nutrition. Il s’agit d’un animal suspensivore, qui va 

donc capter sa nourriture en suspension dans l’eau grâce à ces organes.  
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Figure 8 : Cycle de vie de l’huître creuse Crassostrea gigas (Fabioux, 2004)  

 

Quelques mois après la fixation de la larve, qui est alors appelé naissain, ceux-ci sont détachés 

par vibration du collecteur. Cette opération dite de détroquage permet la suite de l’élevage en 

poches (Figure 9) ou sur cordes selon la région (Legué & Prou, 2012).  

 

 
Figure 9 : A gauche, collecteurs en plastique utilisés pour le captage des larves d’huîtres. A droite, sur l’estran, poches 
d’huîtres alignées sur des tables recouvertes à marée haute.  
Extraits de (Legué & Prou, 2012), photographie de Jean Prou.  
 

L’histoire de l’ostréiculture est marquée par plusieurs épidémies, depuis les débuts de cette 

activité au XIXe siècle, alors qu’elle reposait complètement sur l’espèce indigène, l’huître plate 

Ostrea edulis. En effet, l’huître plate a été impactée par des parasites tels que Marteilia refringens 

et Bonamia ostreae, qui, avec la surpêche, ont entraîné un déclin des populations et des 
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extinctions locales (Pernet et al., 2016). En France, O. edulis a été remplacée par l'huître 

portugaise Crassostrea angulata en 1925, mais cette espèce a été décimée par une maladie 

causée par un iridovirus dans les années 70 (Comps & Duthoit, 1979). Puis l'huître creuse 

Crassostrea gigas, originaire du Japon, a été introduite dans plusieurs pays européens au cours 

des années 1960 et 1970 et elle s'est bien établie le long de la côte nord-ouest de l'Europe où 

elle est souvent considérée comme invasive (Lodge, 1993; Troost, 2010). Mais actuellement, 

C. gigas est impactée par deux principales maladies. Une maladie d’origine polymicrobienne, 

appelée POMS (Pacific oyster mortality syndrome) affecte préférentiellement le naissain et une 

maladie d’origine bactérienne, liée à la bactérie V. aestuarianus affecte plutôt les adultes. Ces 

maladies seront décrites respectivement dans le paragraphe 3.3.2 et dans la partie 4.  

 

L’ostréiculture accumule plusieurs conditions favorables à l’émergence de maladies infectieuses. 

Elle est pratiquée dans des espaces riches en micro-organismes et en tant qu’organisme filtreur, 

les huîtres sont en contact avec des micro-organismes potentiellement pathogènes (Schmitt et 

al., 2012).  Ensuite, elle est généralement pratiquée de manière intensive, avec des densités de 

population bien plus importantes que dans les populations sauvages, fournissant à un agent 

pathogène une grande quantité d’hôtes potentiels à infecter, et favorisant la transmission entre 

individus et donc la survenue d'épidémies à grande échelle (Pernet et al., 2012; C. Rodgers et 

al., 2019). Comme chez de nombreuses espèces d’élevage (Tisdell, 2003), la domestication a 

mené à une perte de diversité génétique chez les huîtres d’élevage (Appleyard & Ward, 2006; 

Meistertzheim et al., 2013), ce qui peut réduire sa plasticité phénotypique en réponse à 

l’émergence d’une nouvelle maladie. Enfin, le transport d’animaux vivants entre régions, voire 

entre pays, est une pratique courante. Par exemple, les huîtres d’Arcachon et de Charente-

Maritime sont emmenées en camion vers les eaux bretonnes et normandes où elles vont 

engraisser, puis retournent dans le bassin d’Arcachon, ou en Charente-Maritime (Legué & Prou, 

2012). Or les animaux transportés ne sont pas nécessairement exempts de micro-organismes 

pathogènes. De plus, la traçabilité de ces échanges n’est que très peu mise en œuvre (Pernet et 

al., 2016). Les nombreux échanges d’animaux vivants entre fermes aquacoles peuvent faciliter 

la propagation et l’expansion géographique d’un agent pathogène (C. J. Rodgers et al., 2011). A 

tous ces facteurs de dispersion d’agents pathogènes en ostréiculture, le stress subi par les 

animaux, dû aux manipulations dont ils font l’objet, peut être ajouté. En effet, il a été prouvé 

expérimentalement que la mortalité d’huîtres soumises à un stress mécanique pendant 15 

minutes après avoir été injectées avec une faible dose (100 bactéries / animal) d’une souche de 

V. splendidus isolé d’huîtres juvéniles affectées par les mortalités estivales était plus importante 

que celle d'huîtres seulement injectées avec la bactérie (Lacoste, Jalabert, Malham, Cueff, & 

Poulet, 2001). D’autres facteurs comme la ploïdie ont pu être avancés comme influençant la 

sensibilité des huîtres aux pathogènes. Les huîtres triploïdes sont apparues plus sensibles à 
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certains agents pathogènes (Azéma et al., 2016; De Decker et al., 2011) bien qu’elles n’allouent 

pas de ressources à la reproduction, le statut reproductif étant pourtant reconnu comme 

augmentant la sensibilité des organismes (Huvet et al., 2010).        

 

En France, l’exploitation des coques Cerastoderma edule est pratiquée à moins grande échelle 

que l’ostréiculture, essentiellement en Loire-Atlantique et en baie de Somme. La Loire-Atlantique 

est une région d’élevage, avec un approvisionnement en juvéniles à partir des récoltes effectuées 

par dragage dans la baie de la Vilaine, puis semis de ces juvéniles, et récolte après 2 ans de 

croissance. Elle produit annuellement 1200 à 2000 tonnes (Haure et al., 2004). La baie de 

Somme est un site important de pêche à pied au niveau des gisements naturels avec une 

production annuelle moyenne de 3000 tonnes (Bellamy et al., 2009). C. edule est un mollusque 

bivalve, faisant partie de la sous-classe des Hétérodontes, et de la famille des Veneroidae, dans 

laquelle on trouve également la palourde (genre Ruditapes). L’aire de répartition de la coque est 

étendue des littoraux de la mer du Nord jusqu’aux côtes du Sénégal. Elle est aussi présente en 

Méditerranée, en mer Noire et en mer Caspienne (Figure 10) (Bellamy et al., 2009). Dans 

certaines régions, comme la baie de Somme en France ou Ria de Aveiro au Portugal, la coque 

représente une source d’emplois pour les pêcheurs locaux et donc une source de revenus non 

négligeable (Lesueur, 2014; Maia et al., 2021). 

 

 
Figure 10 : Aire de répartition de la coque C. edule. 
Données GBIF (Global Biodiversity Information Facility, https://www.gbif.org/ consulté le 1er août 2022).  
 
C. edule est principalement pêchée dans les vasières et les eaux peu profondes par des pêcheurs 

à pied équipés d'outils de pêche simples tels que des râteaux ou des dragues à main. Elle vit 

enfouie juste sous la surface dans des fonds de sable propre, de sable boueux, de boue ou de 

gravier boueux et on la trouve couramment dans les plaines intertidales et les zones subtidales 

peu profondes des estuaires, des lagunes côtières et des baies côtières abritées (Gam et al., 
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2010; Kater et al., 2006). Chez les coques, la libération des gamètes a lieu entre mai et août 

(Malham et al., 2012). Elle peut avoir lieu, soit une seule fois, soit de manière polycyclique sans 

période de repos. Tout comme chez l’huître creuse, la fécondation est externe et les larves sont 

pélagiques et équipées d’un velum puis se sédentarisent mais sans fixation sur un substrat. Elles 

subissent alors une métamorphose vers l’état de juvénile, puis d’adulte.  

 

Contrairement à l’ostréiculture, la cérastoculture, notamment en baie de Somme, n’est associée 

ni à des densités de populations élevées ni à des transferts d’animaux vivants. Cependant, les 

coques sont soumises à des épisodes de mortalité liés à plusieurs facteurs comme l’anoxie ou la 

température. L’anoxie eut affecter directement les animaux ou favoriser la prolifération de 

bactéries anaérobies, potentiellement pathogènes pour les bivalves (Coffin et al., 2021). De plus, 

les coques vivent dans un milieu riche en microorganismes, le sédiment et leur alimentation en 

tant que filtreur suspensivore les met en contact avec de nombreux micro-organismes. Elles sont 

affectées par plusieurs parasites comme le trématode Gymnophallus choledochus et le 

protozoaire Marteilia cochillia (Longshaw & Malham, 2013). Elle sont également impactées par 

une néoplasie transmissible (Carballal et al., 2015; Ujvari et al., 2017). De plus, depuis 2012, des 

mortalités liées à la bactérie V. aestuarianus ont été observées chez ce bivalve dans le nord de 

la France (François et al., 2013).      

3.3. Exemples d’émergences de vibrios pathogènes en aquaculture 

Les maladies liées aux bactéries du genre Vibrio affectent la culture d’animaux marins de manière 

répétée, causant des diminutions de production et des pertes économiques importantes (Travers 

et al., 2015). Les bactéries appartenant au clade Splendidus, Harveyi ou aux espèces V. 

aestuarianus, V. nigripulchritudo, V. tubiashii, V. coralliilyticus et V. tapetis sont fréquemment 

signalées en association avec des événements de mortalité de bivalves en écloserie ou dans les 

parcs conchylicoles (Travers et al., 2015). Les processus menant à l’émergence de souches 

pathogènes dans ces groupes ont pu être déchiffrés dans seulement quelques cas, dont 

V. nigripulchritudo et dans le clade Splendidus.  

3.3.1. V. nigripulchritudo, bactérie pathogène primaire de la crevette en Nouvelle-
Calédonie 

En Nouvelle-Calédonie, la culture de la crevette repose sur l’espèce Penaeus stylirostris, qui est 

affectée par une vibriose hivernale appelée Syndrome 93, depuis 1993, associée à l’espèce V. 

penaeicida (Costa et al., 1998). Un autre Vibrio, V. nigripulchritudo est associée à une vibriose 

estivale depuis 1997, appelée syndrome estival (Goarant et al., 2006). Il a été observé que les 

souches de V. nigripulchritudo se répartissent dans trois clades distincts (A, B et M), chacun de 
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ces clades regroupant des souches plus ou moins virulentes (Goarant et al., 2006; Goudenège 

et al., 2013) (Figure 11).  

 

 
Figure 11 : Analyse phylogénétique de 16 souches de V. nigripulchritudo (ATCC 27043T comme groupe externe). 
Le pathotype de chaque souche, lorsqu'elle est testée, est indiqué entre parenthèses (Goudenège et al., 2013). HP : 
hautement pathogène, MP : moyennement pathogène, NP : non pathogène. 
 

Dans chaque clade, la virulence est corrélée à la présence de 1 ou 2 plasmides. Les souches les 

plus virulentes du clade A contiennent deux plasmides (pASFN1, 250 kb et pBSFN1, 11 kb), la 

présence des deux plasmides étant nécessaire à un haut niveau de virulence (Le Roux et al., 

2011). Les souches les plus virulentes du clade B portent un plasmide (200 kb), qui est absent 

des souches non virulentes. Un des modules de gènes présent sur ces plasmides, le module 

HP4 (Figure 12) contient un gène codant une toxine excrétée par la bactérie avec ses produits 

extracellulaires (ECP), la nigritoxine, qui contribue à la toxicité des souches les plus virulentes 

(Goudenège et al., 2013).   

    

 
Figure 12 : Diversité plasmidique parmi les différents pathotypes de V. nigripulchritudo (Goudenège et al., 2013). 

 

Ainsi, l’émergence de souches pathogènes chez V. nigripulchritudo semble liée à l'acquisition 

horizontale de plasmides de virulence.  



51 
 

3.3.2. V. tasmaniensis et V. crassostreae, bactéries pathogènes opportunistes de 
l'huître 

Depuis 1993, le naissain d'huîtres (larves avant la fixation) est affecté par un syndrome de 

mortalité estivale, le POMS (Pacific oyster mortality syndrome). L’un des agents responsables de 

ce syndrome a été identifié en 1994, il s’agit d’un virus de type Herpès appelé OsHV-1 (Ostreid 

Herpes Virus 1) (Renault et al., 1994). Depuis 2008, et l’apparition d’un nouveau variant, OsHV-

1 µvar, les mortalités liées au POMS se sont accélérées (Martenot et al., 2011; Segarra et al., 

2010). Cependant, ce virus n’agit pas seul (Petton et al., 2015). Son action se traduit 

principalement par une altération de la physiologie des hémocytes des huîtres, rendant ces 

derniers inefficaces à contrôler le microbiote de l'huître. Cette situation d'immunodépression 

permet à des bactéries opportunistes de coloniser l’hémolymphe des huîtres, provoquant une 

dysbiose (altération du microbiote), puis une bactériémie (l’ensemble des tissus est envahi par 

les bactéries) (Figure 13).  

 

 

 
Figure 13 : Les étapes de la pathogenèse du syndrome de mortalité estivale des huîtres du Pacifique (POMS), une 
maladie polymicrobienne induite par une primo-infection par OsHV-1, qui altère la physiologie des hémocytes. 
Ceci est suivi d'une bactériémie secondaire qui entraîne la mort des huîtres (Petton et al., 2015). 
 

 

Parmi les genres bactériens associés au POMS, on compte des vibrios appartenant au clade 

Splendidus et plus précisément aux espèces V. crassostreae et V. tasmaniensis (Bruto et al., 
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2018). Dans le clade Splendidus, la virulence envers les huîtres apparaît comme un trait 

ancestral, qui repose sur deux loci. Le cluster de gènes R5.7/R5.8, qui avait déjà été identifié 

chez V. crassostreae LGP7 (Lemire et al., 2015) est présent dans tout le clade Splendidus. Il 

semble avoir été acquis de manière ancestrale et par la suite principalement hérité verticalement 

(Bruto et al., 2018). Le cluster de gènes rtxABCDEH code une toxine (MARTX encodée par le 

gène rtxA), une acyltransferase (rtxC), une protéine non identifiée (rtxH), et un système de 

sécrétion de type 1 (T1SS) (rtxBDE). Les toxines RTX sont des protéines « effectrices » qui sont 

sécrétées par les bactéries grâce au T1SS, et qui leur permettent de manipuler leur 

environnement hôte (Gavin & Satchell, 2015). Elles peuvent, par exemple, modifier des 

processus biologiques tels que la signalisation ou la structure du cytosquelette (Satchell, 2015). 

Ce cluster de gènes a été perdu par certaines branches de la phylogénie du clade Splendidus, 

ce qui se traduit par une virulence plus faible envers les huîtres (Bruto et al., 2018).  

 

Chez V. crassostreae, la pathogénicité apparaît dépendante de la présence d’un plasmide de 

virulence mobilisable, pGV1512, qui code des facteurs de virulence, dont des systèmes de 

sécrétion de type 4 et de type 6 et des gènes impliqués dans l’export du cuivre. L’acquisition de 

ce plasmide de virulence a transformé une partie de cette population, originellement non 

pathogène, mais qui possédait néanmoins la capacité de survivre dans l’hémolymphe des 

huîtres, en agent pathogène opportuniste de l'huître (Bruto et al., 2017).   
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4. L’espèce bactérienne Vibrio aestuarianus, pathogène de bivalve  

En France, au début des années 2000, les huîtres sont affectées par des épisodes de mortalité 

estivale dont quelques-uns, affectant le naissain, ont pu être attribués au virus OsHV-1 et aux 

Vibrios opportunistes (Lipart & Renault, 2002). Pour les autres épisodes de mortalité, l'implication 

de bactéries du genre Vibrio, agissant sans le virus, était suspectée (Lacoste, Jalabert, Malham, 

Cueff, Gélébart, et al., 2001; Waechter et al., 2002). Finalement, l’isolement des bactéries 

majoritaires dans l'hémolymphe des huîtres moribondes, puis l’analyse phylogénétique, basée 

sur la séquence du gène gyrB, ont permis d’attribuer certains isolats à l’espèce V. aestuarianus 

(Garnier et al., 2007) (Figure 14). 

 
Figure 14 : Fréquence de détection des différentes espèces bactériennes isolées dans l'hémolymphe des huîtres 
(Garnier et al., 2007). V. aestuarianus était l'espèce la plus fréquemment isolée (56%), suivi du groupe V. splendidus 
à 25%, Pseudoalteromonas sp. à 12%, et d'autres souches de Vibrio (V. natriegens et V. parahaemolyticus ) à 6% 

 

V. aestuarianus a été initialement isolée et décrite par Tison et Seidler en 1983, dans l’Oregon, à 

partir d’échantillons d’eau de mer, d’huîtres, de palourdes et de crabes (Tison & Seidler, 1983). 

Jusqu’à la réalisation de l’étude de Garnier et ses collaborateurs en 2007 (Garnier et al., 2007), 

et la réalisation de tests de toxicité par infections expérimentales (Garnier et al., 2008), les 

bactéries de cette espèce n’étaient pas considérées comme pathogènes. Contrairement aux 

Vibrios pathogènes, qui sont décrits comme opportunistes (Brown et al., 2012), cette bactérie 

apparaît comme un agent pathogène primaire, capable d’infecter son hôte quelles que soient ses 

défenses immunitaires. Néanmoins, la sensibilité des huîtres à V. aestuarianus varie avec leur 

âge. En effet, alors que la sensibilité des huîtres au virus OsHV-1 diminue au cours de leur vie, 

Azéma et ses collaborateurs (Azéma et al., 2017) ont observé que la sensibilité à V. aestuarianus 

augmente (Figure 15).   
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Figure 15 : Pourcentage de mortalité chez des huîtres infectées par OsHV-1 (en bleu) et par V. aestuarianus (en rouge) 
dans des conditions de laboratoire, à plusieurs stades de vie. 
2 points au stade naissain, 2 points au stade juvénile et 1 point au stade adulte. Les bandes représentent des limites 
de confiance de 95 %. a : Évolution des sensibilités en fonction de l'âge des animaux, b : évolution des sensibilités en 
fonction du poids moyen des animaux (Azéma et al., 2017).  

Comme les génomes des autres espèces de Vibrio, le génome de V. aestuarianus est composé 

de deux chromosomes. Le plus grand contient autour de 3 millions de paires de bases et le plus 

petit, 1,5 millions (Goudenège et al., 2015). L’espèce V. aestuarianus est regroupée avec deux 

espèces contenant des pathogènes des poissons, V. ordalii et V. anguillarum, dans le clade 

Anguillarum (Sawabe et al., 2007). La cellule est en forme de bâtonnet droit ou incurvé. Elle est 

mobile grâce à la présence d’un flagelle polaire. Sa température optimale de croissance se situe 

autour de 25°C en milieu Zobell (peptone 4 g L−1, extrait de levure 1 g L−1, tampon Tris–HCl 0,5 

g L−1, gélose 15 g L−1 dans 1 L d’eau de mer artificielle, pH 7,8) même si elle est capable de 

pousser de 5°C à 37°C.  

Les épisodes de mortalité d’huîtres liés à Vibrio aestuarianus se sont accélérés depuis 2012, ce 

qui a laissé supposer l’émergence d’une nouvelle lignée génétiquement différente et plus 

virulente. Or les analyses des génomes et les infections expérimentales réalisées à partir de 

nombreuses souches isolées avant et pendant les épisodes de mortalité n’ont pas révélé de 
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corrélation entre les doses létales, le génotype et la date à laquelle elles ont été isolées 

(Goudenège et al., 2015).  

 
En 2009, Saulnier et ses collaborateurs ont développé une PCR avec des amorces spécifiques 

de V. aestuarianus, permettant de tester la présence de la bactérie pendant les épisodes de 

mortalités d'huîtres, et la réalisation de suivis en environnement naturel (Saulnier et al., 2009).  

4.1. Diversité au sein de l’espèces V. aestuarianus 

En 2008, Garnier et ses collaborateurs ont pu différencier les souches isolées en France pendant 

des mortalités d'huîtres, de la souche type isolée par Tison et Seidler en Oregon sur la base de 

critères phénotypiques et génétiques (Garnier et al., 2008). Par exemple, les souches françaises, 

contrairement à la souche type, se sont révélées incapables de pousser sur milieu TCBS 

(Thiosulfate Citrate Bile Saccharose), un milieu sélectif pour les Vibrio spp. De plus, elles se 

différencient par certaines capacités métaboliques, comme l’absence d’utilisation de plusieurs 

molécules. Ensuite, l’hybridation ADN:ADN entre une souche isolée pendant des mortalités 

d'huîtres (01/032, isolée en 2001, à partir d'huîtres issues de l’écloserie expérimentale Ifremer à 

Argenton) et la souche type d’une part, et les autres souches isolées pendant des mortalités 

d'huîtres, d’autre part, a montré des niveau d’hybridation différents : respectivement 61% et entre 

81 et 100%. Enfin, la virulence de la souche type pouvait être considérée comme négligeable 

alors que la plupart des souches isolées pendant des mortalités d'huîtres étaient moyennement 

à fortement virulentes lors de tests par injection. C’est ainsi que les souches françaises ont été 

attribuées à la sous-espèce V. aestuarianus francensis alors que la souche type appartient à la 

sous-espèce V. aestuarianus aestuarianus (Garnier et al., 2008).  

 

Mais, si une certaine diversité génétique existe au sein de l’espèce V. aestuarianus, celle-ci s’est 

révélée limitée, à l’intérieur de la sous-espèce V. aestuarianus francensis, à l’existence de deux 

lignées virulentes, A et B (Figure 16), ces deux lignées étant très proches (Identité moyenne des 

nucléotides (ANI) >98,4%). Au sein de chaque lignée, la diversité génétique est très faible (ANI 

>99%) (Goudenège et al., 2015). 
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Figure 16 : Analyse phylogénétique basée sur l’alignement concaténé des séquences nucléotidiques de 2866 gènes 
communs à 14 souches de V. aestuarianus. 
Les souches constituant les clades A et B ont été isolées pendant des épisodes de mortalités d'huîtres alors que les 
autres souches ont été isolées sur des sites exempts de mortalités d'huîtres (Goudenège et al., 2015).  

Néanmoins, l’estimation de la diversité dans l’espèce V. aestuarianus repose principalement sur 

des isolats collectés lors d'événements de mortalité d'huîtres en France. Les quelques souches 

non virulentes étudiées (isolées du zooplancton en Italie, des coques en France et des huîtres 

saines en Espagne) se sont révélées plus diversifiées (Goudenège et al., 2015) suggérant que 

la diversité des isolats environnementaux est supérieure à celle des souches capables de 

provoquer la maladie des huîtres (Barbosa Solomieu et al., 2015).  

4.2. Préférences écologiques de V. aestuarianus 

Les préférences écologiques de V. aestuarianus ont été investiguées afin de mieux comprendre 

son cycle. Ces études ont porté sur des souches pathogènes pour les huîtres, appartenant à la 

sous-espèce V. aestuarianus francensis. Les préférences écologiques des souches 

n’appartenant pas à cette sous-espèce sont restées jusqu’ici peu étudiées.  

Tout d’abord, les souches étudiées ont montré une faible persistance dans l’eau de mer, quelle 

que soit la température et la salinité (Garnier et al., 2008; Vezzulli et al., 2015). Ceci est en accord 

avec les études écologiques qui n'ont détecté que sporadiquement sa présence dans l'eau de 

mer, sans aucune corrélation avec la température et la salinité (Vezzulli et al., 2015). Cependant, 

les conditions permissives au développement de la maladie des huîtres causée par 

V. aestuarianus apparaissent en été (Barbosa Solomieu et al., 2015) suggérant un lien avec la 

température (Vezzulli et al., 2015). 



57 
 

Lors du suivi d’un épisode de mortalité dans une claire ostréicole (bassin d’affinage), plusieurs 

compartiments ont été échantillonnés : huîtres, sédiments et différentes tailles de particules en 

suspension dans la colonne d’eau. Ce suivi s’est poursuivi pendant 15 semaines après le début 

des mortalités. Pendant l’épisode de mortalités, V. aestuarianus est apparue plutôt associée aux 

huîtres. En effet, elle n’a été détectée qu’en très faibles concentrations dans les autres 

« compartiments » de cet environnement (Parizadeh et al., 2018) (Figure 17). De manière 

intéressante, elle est restée présente dans les huîtres en concentration faible alors que l’épisode 

de mortalité était terminé. Ce résultat a permis d'identifier les huîtres comme le réservoir principal 

des souches pathogènes de V. aestuarianus, plutôt que le sédiment comme cela avait été 

suggéré (Azandégbé et al., 2010).  

 

Figure 17 : Quantification de V. aestuarianus et de l'ADN Vibrio total par qPCR (axe y) dans les sédiments (gris), 
fractions d'eau de mer (rouge, zooplancton ; jaune, gros phytoplancton et particules organiques ; vert, particules 
organiques plus petites ; bleu, cellules bactériennes libres) et l'hémolymphe de l'huître (violet, moyenne sur 30 
individus). 
Les quantifications sont exprimées en unités de génome par g dans le sédiment, par L dans l'eau de mer et par mL 
dans l'hémolymphe d'huître (Parizadeh et al., 2018). 
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4.3. Interactions entre V. aestuarianus et les huîtres 

V. aestuarianus est connu comme bactérie pathogène pour les huîtres depuis 2001 (Garnier et 

al., 2007) et pour les coques depuis 2012 (François et al., 2013). Cependant, la pathogenèse 

chez les coques, de même que l’interaction entre la bactérie et les cellules immunitaires des 

coques n’ont, actuellement, fait l’objet d’aucune étude, contrairement à la pathogénèse chez les 

huîtres et les interactions avec les hémocytes des huîtres.  

 

Parmi les avancées importantes aidant à la compréhension de l’interaction entre V. aestuarianus 

et les huîtres, la mise au point d’un modèle d’infection écologiquement réaliste a été 

déterminante. Parizadeh et ses collaborateurs avaient observé que V. aestuarianus était 

transmise d’une huître donneuse à une receveuse principalement comme bactérie libre dans 

l’eau de mer (Parizadeh et al., 2018). Couramment, lors d’infections expérimentales, les bactéries 

sont injectées dans le muscle des animaux, ne reproduisant pas le mode d'infection des animaux 

par V. aestuarianus. Une première tentative de contamination directe d’eau de mer par des 

bactéries cultivées n’a pas permis d’infecter de manière reproductible des huîtres placées dans 

cette eau de mer contaminée (Parizadeh et al., 2018). C’est pourquoi Parizadeh et ses 

collaborateurs ont injecté des bactéries dans des huîtres donneuses qui ont excrété la bactérie 

dans l’eau de mer au cours de la maladie. Puis des huîtres receveuses ont été placées dans cette 

eau de mer contaminée et ont développé la maladie dans 94% des expérimentations, suggérant 

que la virulence de V. aestuarianus augmente in vivo, comme celle de V. cholerae (Alam et al., 

2005; Butler et al., 2006; Merrell et al., 2002).   

 

Grâce à la mise au point de ce modèle d’infection, Parizadeh et ses collaborateurs (Parizadeh et 

al., 2018) ont observé que les souches pathogènes de V. aestuarianus sont capables dans un 

premier temps de coloniser l’hémolymphe des huîtres, puis de s’y multiplier. En effet, lors d’une 

expérimentation menée en mésocosme (en conditions de température contrôlées), la charge 

bactérienne dans plusieurs tissus des animaux vivants et moribonds a été quantifiée par qPCR 

pendant le développement de la maladie. Cette expérimentation a également montré qu’une 

souche virulente est capable de persister et de proliférer dans l’hémolymphe, puis de se répandre 

dans tous les tissus. Au contraire, une souche non virulente est apparue capable de pénétrer 

dans l’environnement interne de l’huître mais s’est révélée incapable de s’y multiplier.  

 

L’interaction entre V. aestuarianus et les hémocytes est donc apparue déterminante dans le 

développement de la maladie. Labreuche et ses collaborateurs ont observé que V. aestuarianus 

interagissait avec les hémocytes d'huîtres de manière extracellulaire et inhibait les capacités de 

phagocytose de ces derniers (Labreuche et al., 2010; Labreuche, Lambert, et al., 2006a; 
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Labreuche, Soudant, et al., 2006). Les ECP (extracellular products) synthétisés par la souche de 

V. aestuarianus testée (01/032) avaient des effets sur les hémocytes d'huîtres : diminution de la 

phagocytose, diminution des capacités d’adhésion (perte des pseudopodes, arrondissement 

cellulaire), augmentation de la production d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) (Labreuche, 

Soudant, et al., 2006). L’hypothèse était donc que 01/032 échappait à la phagocytose et en plus, 

induisait la production de ROS par les hémocytes, provoquant leur propre cytotoxicité.  

 

Il a ensuite été proposé que ces effets immunosuppresseurs des ECP reposaient sur une activité 

protéase, d’autant plus que la production de protéases extracellulaires était impliquée dans la 

pathogenèse de plusieurs vibrionaceae (Hasegawa et al., 2009; Nottage & Birkbeck, 1987; 

Sussman et al., 2009). L’activité de type métalloprotéase de ces ECP a été mise en évidence et 

repose sur la protéine Vam (V. aestuarianus metalloprotease) (Labreuche et al., 2010). Afin de 

vérifier son implication dans la virulence de V. aestuarianus, le gène vam a été transféré à une 

souche de V. splendidus, connue comme étant non pathogène pour les huîtres. L’expression du 

gène transféré a conféré un phénotype toxique à cette souche in vivo (Labreuche et al., 2010). 

 

Cependant, le gène codant la métalloprotéase est également présent chez des souches non 

virulentes. Pour aller plus loin, Goudenège, Travers et ses collaborateurs ont effectué des 

comparaisons de génomes de souches génétiquement très proches, présentant des phénotypes 

de virulence contrastés (Goudenège et al., 2015). Cette étude a permis de détecter un décalage 

du cadre lecture (frameshift) dans le génome d’une souche de virulence intermédiaire (07/115). 

Cette mutation était située sur le gène varS qui code pour un récepteur à activité tyrosine kinase, 

faisant partie d’un système de régulation à deux composants (varA/varS). Les systèmes de 

signalisation à deux composants permettent aux bactéries de capter des signaux extérieurs, 

transmettre l’information dans la cellule et convertir cette information en une modification 

appropriée de l’expression de gènes (Tsou et al., 2011). Ce type de système à deux composants 

est très conservé chez les gammaprotéobactéries. Un système à deux composants équivalent a 

été découvert chez E. coli (BarA/UvrY), chez qui il est impliqué dans de nombreuses fonctions, 

telles que la formation de biofilm, la motilité, dans le métabolisme, la résistance au stress, la 

virulence, le quorum sensing (Mitra et al., 2013; Palaniyandi et al., 2012; Zere et al., 2015). Les 

analyses génétiques ont confirmé que ce gène était nécessaire pour que V. aestuarianus infecte 

les huîtres, mais également pour l’expression du gène vam. Néanmoins, les déterminants 

environnementaux de la régulation de vam par varA/varS restent à identifier, de même que les 

autres gènes potentiellement régulés par ce système à deux composants, ainsi que la cible 

protéique de la métalloprotéase Vam.  
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Problématiques et plan de thèse 

 
L’espèce bactérienne V. aestuarianus a été décrite comme une bactérie associée au 

environnements estuariens (Tison & Seidler, 1983) pouvant être isolée d’espèces de bivalves ou 

de crabes, mais sans provoquer de maladies. Mais au début des années 2000, son implication 

dans des mortalités d’huîtres C. gigas a pu être constatée (Garnier et al., 2007). Jusqu’alors, la 

diversité de V. aestuarianus n’avait fait l’objet que d’études limitées par l’échantillonnage qui 

reposait essentiellement sur des souches isolées pendant des épisodes de mortalité d’huîtres. 

Ainsi, les souches responsables de ces mortalités ont été regroupées dans la sous-espèce V. 

aestuarianus francensis (Garnier et al., 2008). Puis en 2012, des mortalités de coques C. edule 

associée à V. aestuarianus ont été rapportées (François et al., 2013). Cependant, les processus 

ayant mené à l’émergence de ces lignées pathogènes de bivalves sont restés inconnus. Dans ce 

contexte, l’objectif de ma thèse était de mieux comprendre les processus gouvernant l’émergence 

et l’évolution de ces lignées en associant des données génétiques et écologiques et en adoptant 

des approches de génétique des populations, de génomique comparative et de phylogénétique.  

 

La première étape, objet du premier chapitre, était de mieux comprendre la structuration 

génétique de l’espèce V. aestuarianus. Il avait déjà été établi que les souches isolées d’huîtres 

moribondes et les souches non cliniques appartenaient à deux sous-espèces différentes, 

respectivement V. aestuarianus francensis et V. aestuarianus aestuarianus. Une nouvelle étude, 

publiée dans le journal international de systématique et de microbiologie évolutive (IJSEM) (co 

premier auteur), a permis d’évaluer la proximité entre les souches isolées de coques et les deux 

sous-espèces précédemment identifiées, sur la base d’analyses génétiques mais aussi sur le 

plan phénotypique, en comparant notamment les capacités métaboliques, et les spectres MALDI-

TOF. Cette étude a établi que les souches isolées de coques étaient suffisamment éloignées des 

sous-espèce V. aestuarianus francensis et V. aestuarianus aestuarianus, pour être affiliées à une 

troisième sous-espèce, V. aestuarianus cardii. Une question qui émergea alors était de savoir si 

les deux sous-espèces pathogènes étaient capables de provoquer des mortalités chez d’autres 

bivalves que ceux auxquels elles étaient associées. Afin de mieux caractériser la spécificité d’hôte 

au sein de l’espèce V. aestuarianus, nous ajoutons des données complémentaires sur le spectre 

d’hôte de deux souches, 02/041 et 12/122 3T3. La première appartient à la sous-espèce V. 

aestuarianus francensis et est virulente pour les huîtres. La deuxième appartient à la sous-espèce 

nouvellement décrite V. aestuarianus cardii, et est virulente pour les coques. La capacité de ces 

deux souches à infecter et coloniser des individus appartenant à cinq espèces de bivalves (huître 

creuse C. gigas, huître plate O. edulis, moule bleue Mytilus sp., palourde Ruditapes philipinarum 

et coque C. edule) ont été évaluées grâce à une expérimentation de cohabitation entre des 
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animaux donneurs infectés et des animaux receveurs appartenant à ces cinq espèces de 

bivalves. Enfin des expériences de contamination par injection de souches V. aestuarianus 

francensis et V. aestuarianus cardii dans des huîtres creuses et dans des coques ont été 

réalisées afin d’évaluer la toxicité de ces souches vis-à-vis de ces deux espèces de bivalves.  

 

Dans le deuxième chapitre, nous tentons de comprendre l’histoire évolutive de la sous-espèce 

V. aestuarianus francensis, qui est associée aux mortalités d'huîtres. Dans un article soumis dans 

le journal mBio (premier auteur), nous utilisons des approches de génétique des populations et 

de génomique comparative, pour mettre en évidence l’expansion clonale à l’échelle européenne 

de deux lignées pathogènes, A et B, déjà identifiées. L’histoire évolutive de ces deux lignées se 

caractérise par la rareté des échanges génétiques avec d’autres populations, laissant supposer 

que sa gamme d’habitats est restreinte à son hôte connu, c'est-à-dire l'huître. Elle est capable 

d’y persister en faible concentrations en dehors des périodes de permissivité pour le 

développement de la maladie. Il s’agit donc probablement d’un pathogène spécialiste. 

L’accumulation de séquences d’insertions dans son génome, pourrait en être un marqueur. De 

plus, nous identifions un élément génétique mobile (MGE : mobile genetic element), intégré dans 

le génome des souches de cette sous-espèce, contenant des gènes conférant une meilleure 

capacité de résistance au cuivre. L’acquisition ancestrale de cet MGE pourrait être une des 

étapes clé précédant l’émergence de cette sous-espèce pathogène. Notre deuxième objectif était 

de mieux définir l’habitat de V. aestuarianus francensis. Des données complémentaires, acquises 

lors de campagnes de prélèvements en zones ostréicoles, sont donc présentées dans ce 

chapitre. Ces prélèvements ont été réalisées dans le bassin de Thau, où les huîtres sont 

impactées par des mortalités liées à V. aestuarianus depuis au moins 2008 (1ère détection dans 

le cadre de la surveillance zoosanitaire française, réseau Repamo, Ifremer). Nous observons que 

V. aestuarianus francensis est présente dans les tissus des huîtres adultes tout au long de 

l’année, mais que la bactérie n’est pas retrouvée dans les autres compartiments de 

l’environnement échantillonnés, ce qui appuie notre hypothèse de spécialisation de cette sous-

espèce.    

 

Le troisième chapitre porte sur la sous-espèce V. aestuarianus cardii, qui est associée aux 

mortalités de coques. Dans un article en préparation, nous présentons les résultats de plusieurs 

campagnes d’échantillonnage réalisées dans la baie de Somme, une zone de gisements naturels 

de coques, impactée par des mortalités liées à la sous-espèce V. aestuarianus cardii depuis 

2012. Ces campagnes ont permis de mieux caractériser l’habitat de cette sous-espèce et 

d’identifier des paramètres environnementaux influençant le développement de la maladie. Pour 

cela, des prélèvements mensuels de coques naissains et adultes, ainsi que d’autres 

compartiments de leur environnement ont été réalisés, de manière à isoler la flore bactérienne 
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associée et à chercher V. aestuarianus. Ces campagnes ont également permis de compléter 

notre collection de génomes de souches de cette sous-espèce et de réaliser des analyses de 

génétique de populations, et d’identifier des facteurs potentiels d’émergence de lignées 

pathogènes pour les coques. 

 

Un chapitre supplémentaire porte sur l’identification des déterminants moléculaires de 

l’interaction entre la bactérie V. aestuarianus et l’huître creuse C. gigas. Notre objectif était 

d’étudier le rôle de l’interaction entre les hémocytes d’huîtres et V. aestuarianus dans la virulence 

des souches. Nous avons donc étudié la réponse des hémocytes et la réponse bactérienne lors 

de contacts in vitro et in vivo entre les hémocytes d’huîtres et des souches de V. aestuarianus 

présentant différents niveaux de virulence à l’égard des huîtres. La souche 12/016 est hautement 

virulente envers les huîtres, le mutant 12/016∆varS présente une virulence atténuée et la souche 

12/122 3T3 n’est pas virulente envers les huîtres. Ces contacts nous ont permis d’observer que 

le gène varS n’influençait ni la capacité de colonisation des huîtres de V. aestuarianus francensis, 

ni la réponse des hémocytes à V. aestuarianus francensis. Nous avons également observé que 

la souche 12/122 3T3 était capable de coloniser les huîtres et que sa présence entraînait une 

diminution de la réponse pro-inflammatoire des hémocytes.     

Enfin, dans le dernier chapitre de cette thèse, les résultats obtenus seront synthétisés, discutés 

et mis en relation avec différentes perspectives de recherche.  
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Chapitre 1 : Les différentes lignées pathogènes se répartissent 
dans des sous-espèces avec un tropisme d’hôte spécifique 

 

La bactérie Vibrio aestuarianus a été isolée pour la première fois dans les années 1980 aux Etats-

Unis à partir d'eau de mer et de plusieurs coquillages dont des huîtres et des palourdes, ainsi 

que des crabes. Tous ces animaux ne présentaient aucun signe de maladie (Tison & Seidler, 

1983). Puis cette espèce a été isolée en France, pour la première fois en 2001 lors d'événements 

de mortalités d'huîtres creuses Crassostrea gigas (Garnier et al., 2007). Sur la base de 

différences de caractères phénotypiques et génétiques, les souches françaises et la souche 

américaine ont été attribuées à des sous-espèces différentes. La souche américaine appartient 

à la sous-espèce V. aestuarianus aestuarianus alors que les souches françaises appartiennent à 

la sous-espèce V. aestuarianus francensis (Garnier et al., 2008). Depuis 2012, des souches de 

V. aestuarianus sont également associées à des épisodes de mortalités de coques 

(Cerastoderma edule) adultes en France, le long de la côte de la Manche.  

 

L’article 1, publié dans le journal international de systématique et de microbiologie évolutive 

(IJSEM), permet de compléter les données génétiques et phénotypiques sur V. aestuarianus 

grâce à l’isolement, et au séquençage du génome de plusieurs souches obtenues pendant des 

épisodes de mortalités de coques. Il confirme que plusieurs sous-espèces peuvent être décrites: 

les sous-espèces V. aestuarianus francensis et V. aestuarianus aestuarianus, décrite par Garnier 

et ses collaborateurs (Garnier et al., 2008) et la sous-espèce nouvellement décrite, V. 

aestuarianus cardii. La sous-espèce V. aestuarianus francensis (1) contient des souches 

capables de coloniser les huîtres. Le test de virulence par injection effectué avec la souche 

02/041 sur des coques suggère qu'elles ne sont pas toxiques pour les coques. La sous-espèce 

V. aestuarianus aestuarianus (2) contient quant à elle des souches non cliniques, qui ne sont pas 

associées à un habitat particulier en milieu estuarien. Les tests de virulence réalisés avec la 

souche type (03/008T), qui appartient à cette sous-espèce, par Garnier et al. (2008) et dans le 

cadre de cette étude, respectivement sur des huîtres et sur des coques, suggèrent qu’elle n’est 

pas toxique pour ces animaux.  Enfin, la sous-espèce V. aestuarianus cardii (3) est capable 

d’affecter les coques.  

 

Ces sous-espèces semblent donc présenter différents tropismes d’hôtes, qui sont explorés grâce 

à différentes méthodes d’infection et présentés dans des données complémentaires à cet article.  
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Article 1 : Vibrio aestuarianus subsp. cardii, pathogenic to the edible 
cockles Cerastoderma edule in France, and establishment of Vibrio 
aestuarianus subsp. aestuarianus and Vibrio aestuarianus subsp. 
Francensis 

 
Par Garcia, C.*, Mesnil, A.*, Tourbiez, D., Moussa, M., Dubreuil, C., Gonçalvez de Sa, A., 
Chollet, B., Godfrin, Y., Dégremont, L., Serpin, D., Travers, M-A. (2021). International Journal of 
Systematic and Evolutionary Microbiology. doi : 10.1099/ijsem.0.004654 
 
*  : Co-premiers auteurs 
 

Résumé de l’article 1 

Des caractéristiques phénotypiques de ces souches de coques ont été explorées. Une souche 

de coques (12/122 3T3) présente un profil de spectrométrie de masse (MALDI-TOF) différent de 

celui d’une souche V. aestuarianus francensis (02/041) et de la souche-type V. aestuarianus 

(03/008T), Contrairement aux souches d'huîtres, les souches de coques sont capables d’utiliser 

le D-mannitol, l’arginine et se distinguent également par la fermentation de l’amidon, du D-ribose 

et du glycogène. Les souches de coques ont néanmoins plusieurs caractéristiques en commun 

avec les souches d’huîtres, comme l’absence de croissance sur milieu TCBS (Thiosulfate Citrate 

Bile Saccharose), un milieu sélectif pour les Vibrios ; et la même sensibilité à plusieurs 

antibiotiques testés (fluméquine 30 µg, kanamycine 30 µg, tétracycline 30 µg, 

sulfaméthoxazole/triméthoprime 19:1 25 µg, streptomycine 25 µg, sulfamides 300 µg, 

érythromycine 30 µg, pénicilline 6 µg, Triméthoprime 5 µg, Chloramphénicol 30 µg, ampicilline 10 

µg, gentamicine 30 µg). Les tests de virulence effectués avec neuf souches de coques et une 

souche V. aestuarianus francensis (02/041) sur des coques d’élevage ont montré des niveaux 

variables pour les souches de coques, et une virulence négligeable pour la souche 

V. aestuarianus francensis.  

 

Des caractéristiques génétiques ont également été explorées, via le séquençage du gène ldh 

(lactate deshydrogenase) et le séquençage de génomes complets. Les génomes des souches 

de coques ont des tailles similaires à ceux des souches d'huîtres et de la souche type, et elles ne 

diffèrent pas non plus par le pourcentage de G+C (entre 42 et 43% quelle que soit la souche). 

Une matrice de distance basée sur le calcul de l’identité moyenne des nucléotides (Average 

nucleotide identity, ANI) avec les génomes entiers a montré que toutes les souches appartenaient 

à la même espèce (ANI>95%) mais pouvaient être classées en trois sous-espèces différentes. 
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Données supplémentaires 

Les figures et tableaux supplémentaires sont présentés en annexe 1 de ce manuscrit.  
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Données supplémentaires à l’article 1 : Spectre d’hôte des sous-
espèces V. aestuarianus cardii et V. aestuarianus francensis 

Introduction 

Dans l’article 1, nous avons montré que plusieurs agents pathogènes ont émergé au sein de 

l’espèce V. aestuarianus. Ces agents pathogènes appartiennent à deux sous-espèces 

différentes: la sous-espèce V. aestuarianus francensis contient de bactéries pathogènes pour les 

huîtres et la sous-espèce V. aestuarianus cardii contient des bactéries pathogènes pour les 

coques. Afin de mieux comprendre le cycle et la biologie de ces deux sous-espèces, nous avons 

voulu déterminer leur spectre d’hôte.  

 

Assez couramment, les tests de pathogénicité des bactéries à l’égard de bivalves sont effectués 

par injection (dans le muscle adducteur ou dans le péricarde). Bien que permettant des infections 

synchrones, cette méthode permet d’estimer la toxicité des bactéries (i.e. capacité à tuer une fois 

dans l’animal) plutôt que la pathogénicité réelle (i.e. capacité à infecter un animal et à le tuer). 

L’étape de colonisation initiale et plus précisément d’infection (i.e. pénétration dans les tissus) est 

une étape clé dans de nombreuses maladies, et en particulier celle induite par V. aestuarianus 

francensis : elle induit de très fortes mortalités quelle que soit la dose injectée (80-100%) sur 

différents lots d’animaux, mais n’induit que 6% de mortalités quand elle est transmise par l’eau 

(Azéma et al., 2015). Ces résultats démontrent l’importance de la première étape d’infection dans 

la pathogénicité de V. aestuarianus francensis chez l’huître (Figure 18). 

 

 

 
Figure 18 : Mortalités moyennes d’huîtres juvéniles infectées par (A) injection intramusculaire de V. aestuarianus et (B) 
cohabitation avec des huîtres infectées par V. aestuarianus. 
Les huîtres testées appartenaient à deux lignées A et B. Il s’agissait d’individus contrôles (AC et BC) et d’individus 
sélectionnés pour leur résistance au virus OsHV-1. En injection, plusieurs concentrations bactériennes ont été testées 
entre 2.104 et 2.107 UFC/mL d’hémolymphe. 
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Parizadeh et al. ont observé que V. aestuarianus était transmise en milieu naturel d’un individu à 

l'autre en tant que bactérie libre en suspension dans l’eau (Parizadeh et al., 2018). Afin d’adopter 

un mode d’infection plus réaliste, dans notre étude, nous avons choisi de placer des animaux 

donneurs infectés par injection en cohabitation avec des animaux receveurs (=protocole de 

cohabitation), s’assurant ainsi la reproduction de l’ensemble des étapes de la maladie. La 

mortalité de ces animaux receveurs a été suivie et leurs tissus ont été échantillonnés. Ce mode 

d’infection a été utilisé pour déterminer la capacité de colonisation et la virulence de V. 

aestuarianus envers cinq espèces de bivalves qui présentent un intérêt commercial et que l’on 

peut trouver à proximité des parcs à huîtres ou des gisements de coques. 

 

Il s’agit d’huîtres creuses (Crassostrea gigas), d’huîtres plates (Ostrea edulis), de moules (Mytilus 

edulis), de palourdes (Ruditapes philippinarum) et de coques (Cerastoderma edule), qui ont été 

produites et conservées en milieu contrôlé, dans les installations sécurisées de l’Ifremer.  

 

Afin de mieux comprendre la dynamique des infections ainsi que les voies d’entrée des 

pathogènes, plusieurs tissus ont été échantillonnés (manteau, branchie, muscle, glande digestive 

et hémolymphe). Deux souches de V. aestuarianus ont été choisies : la souche 02/041, 

représentative de la sous-espèces V. aestuarianus francensis et la souche 12/122 3T3, 

représentative de la sous-espèce V. aestuarianus cardii. Les infections par cohabitation et les 

quantifications de V. aestuarianus dans les tissus des animaux ont été obtenus dans le cadre des 

stages réalisés par Amélie Gonçalves de Sa (“Caractérisation de la sensibilité de certaines 

espèces de mollusques marins à des souches bactériennes de Vibrio aestuarianus”) et Gabriel 

Bonnefoy ("Étude par des approches moléculaires du spectre d’hôte de la bactérie pathogène 

Vibrio aestuarianus”). De plus, dans l’article 1, la toxicité d’isolats d'huîtres à l’égard des coques 

n’a été testée qu’avec une souche (02/041). Afin de compléter les données de virulence de la 

sous-espèce V. aestuarianus francensis vis-à-vis des coques, des tests par injection dans le 

muscle de coques à partir de suspensions bactériennes de souches V. aestuarianus francensis 

ont été réalisés. Pour terminer, la toxicité des souches de coques à l’égard des huîtres est restée 

inexplorée. Nous avons donc réalisé des tests par injection dans le muscle d'huîtres à partir de 

suspensions bactériennes de souches V. aestuarianus cardii.  
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Matériel et méthodes 

Souches de V. aestuarianus 

Lors des tests par cohabitation, deux souches représentatives des sous-espèces V. aestuarianus 

francensis et V. aestuarianus cardii ont été choisies. Il s’agit de la souche 02/041 (V. aestuarianus 

francensis), isolée à Argenton en 2002 lors d’un épisode de mortalité d'huîtres et utilisée comme 

souche type pour décrire la sous-espèce. Lors des tests de virulence réalisés par Garnier et ses 

collaborateurs (Garnier et al., 2007, 2008), cette souche a présenté des niveaux de toxicité élevés 

à l’égard des huîtres. La souche représentative de la sous-espèce V. aestuarianus cardii est 

12/122 3T3, isolée en 2012, en baie de Somme, lors de mortalités de coques. Cette souche a 

entraîné des mortalités élevées de coques lors de tests de toxicité par injection, comme présenté 

dans l’article 1. 

 

Pour la réalisation des tests de virulence par injection, nous avons utilisé les souches présentées 

dans le tableau 1.  

 

Tableau 1 : Souches de V. aestuarianus utilisées pour les tests par injection 

Souche Sous-espèce Pays Région Année 
12-122-3T3 V. aestuarianus cardii France Hauts-de-France 2012 
15-064-4T2 V. aestuarianus cardii France Bretagne 2015 
15-061-1T1 V. aestuarianus cardii France Normandie 2015 
15-075-3T2 V. aestuarianus cardii France Hauts-de-France 2015 
19-040-1T1 V. aestuarianus cardii France Hauts-de-France 2019 
21-072-1T1 V. aestuarianus cardii France Hauts-de-France 2021 
02-041 V. aestuarianus francensis France Bretagne 2002 
07-115 V. aestuarianus francensis France Bretagne 2007 
04-091-1T1 V. aestuarianus francensis France Poitou-Charentes 2004 
12-016 V. aestuarianus francensis France Poitou-Charentes 2012 
01-308 V. aestuarianus francensis France Normandie 2001 
03-008T V. aestuarianus aestuarianus USA Oregon 1983 
16-055-1T1 V. aestuarianus aestuarianus France  2016 
U29 V. aestuarianus aestuarianus Italie Veneto 2012 
U36 V. aestuarianus aestuarianus Italie Veneto 2012 
U40 V. aestuarianus aestuarianus Italie Veneto 2012 

 

Animaux 

Les animaux utilisés dans les tests par balnéation sont des huîtres creuses (C. gigas), des huîtres 

plates (Ostrea edulis), des moules bleues (Mytilus sp.), des palourdes (Ruditapes philippinarum) 

et des coques (Cerastoderma edule). Ils étaient tous âgés de 1 an et ont été produits dans les 

installations expérimentales de La Tremblade (production de L. Dégremont). 

Avant toute infection, au sein de chaque espèce de bivalves, 30 animaux ont fait l’objet d’analyses 

bactériologiques et de biologie moléculaire afin de vérifier qu’ils n’étaient pas porteurs de souches 
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de V. aestuarianus, de souches de V. splendidus et de virus OsHV-1. Pour les analyses 

bactériologiques, pour chaque individu, un morceau de branchie, de muscle adducteur et de 

manteau ont été prélevés, puis broyés au piston pellet dans de l’eau de mer stérile. Les broyats 

ont été rapidement centrifugés pour éliminer les débris principaux puis les surnageant ont été 

étalés sur milieu nutritif (Marine Agar) après dilution à 10-1 et 10-2. Après 48 à 72h d’incubation, 

l’ensemble des types de colonies obtenus ont été prélevées et suspendues (pointe d’un cure-

dent) dans de l’eau de mer stérile pour une extraction de l’ADN total à 98°C pendant 10 minutes. 

Pour la recherche du virus OsHV-1, pour chaque individu, 20 à 25 mg de branchie, de muscle 

adducteur et de manteau ont été prélevés, puis lysés à 56°C pendant une nuit en présence de 

protéinase K (20 mg/ml). L’ADN total a été extrait à l’aide du kit QIAmp DNA kit (Qiagen). La 

concentration en ADN total extrait a été mesurée en utilisant un spectrophotomètre (Nanodrop, 

Thermo Fisher). Les détections de V. aestuarianus, de V. splendidus ont été réalisées grâce aux 

protocoles de qPCR développés par Saulnier et ses collaborateurs (Saulnier et al., 2009, 2017). 

La détection du virus OsHV-1 a été réalisée grâce au protocole de qPCR développé par Martenot 

et ses collaborateurs (Martenot et al., 2011). L’ensemble des réactions d’amplifications ont été 

réalisées sur des thermocycleurs Mx3000 et Mx3005 (Agilent) en duplicat. Les protocoles des 

réactions d’amplification sont résumés dans le tableau 2. 

 

Les animaux utilisés pour les tests par injection sont des huîtres et des coques produites en 

condition contrôlée au sein de la station IFREMER de la Tremblade, âgés de 1 an (production de 

L. Dégremont).  

 

Préparation des suspensions bactériennes 

Les souches bactériennes ont été mises en culture liquide sous agitation constante, à 22°C 

pendant 24h dans du milieu Zobell. Les cultures ont été lavées par centrifugation (10 min, 1500g) 

puis resuspendues dans de l’eau de mer artificiel stérilisée, de façon à obtenir un D0600nm = 1. La 

concentration et la pureté des suspensions ont été vérifiées en étalant systématiquement des 

dilutions sur milieu Zobell agar. 

 

Protocole d’infection par cohabitation 

50 µL de suspension bactérienne ont été injectés dans le muscle adducteur des animaux 

donneurs, auparavant anesthésiés. Après l’injection, les animaux donneurs ont été placés dans 

des aquarium avec des animaux receveurs pendant deux jours. Ainsi trois huîtres donneuses 

infectées par la souche 02/041 ont été mises en cohabitation avec dix moules dans un premier 

bac, dix coques dans un deuxième bac, dix palourdes dans un troisième bac, dix huîtres plates 

dans un quatrième bac et dix huîtres creuses dans un cinquième bac. Le même plan a été utilisé 

avec des coques donneuses infectées par 12/122 3T3. Chaque cohabitation a été réalisée en 
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duplicat. A l'issue de cette cohabitation, les animaux receveurs ont été placés dans des béchers 

individuels pour un suivi des mortalités pendant 14 jours. La quantité de bactéries dans l’eau 

contaminée a été estimée par qPCR en dosant la quantité d’ADN bactérien dans l’eau de mer à 

J1 et J2 post-injection. 

 

Quantification de V. aestuarianus dans les tissus et l’hémolymphe des animaux 

receveurs 

L’hémolymphe de chaque individu a été prélevée et l’ADN total a été extrait de 100 µL en utilisant 

le kit Qiagen QiaAmp. Chaque individu receveur a été décoquillé et un morceau de muscle, de 

branchie, de manteau et de glande digestive ont été prélevés. L’ADN total a été extrait à partir de 

20 à 25 mg de tissus en utilisant le kit DNeasy 96 Blood & Tissue (Qiagen). La concentration en 

ADN total extrait a été mesurée en utilisant un spectrophotomètre (Nanodrop, Thermo Fisher). 

Les détections de V. aestuarianus ont été réalisées grâce aux protocoles de qPCR développés 

par Saulnier et ses collaborateurs (Saulnier et al., 2009). L’ensemble des réactions 

d’amplifications ont été réalisées sur des thermocycleurs Mx3000 et Mx3005 (Agilent) en 

duplicat. Le protocole de la réaction d’amplification est résumé dans le tableau 2. 

 

Estimation de la toxicité bactérienne par injection 

50 µL de suspension bactérienne diluée à DO600 nm = 0,1 (107 UFC) ont été injectés dans le muscle 

adducteur des animaux, auparavant anesthésiés.  Après l’injection, les animaux ont été 

transférés dans des aquariums (10 animaux par aquarium de 2,5L, aquarium en duplicats pour 

chaque souche) contenant 2 L d’eau de mer traitée aux UV, et aérée, à 22°C. Le suivi des 

mortalités a été réalisé pendant 5 jours.  
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Tableau 2 : Protocoles d’amplification 

Agent 
pathogène  

Amorces (5’-3’) Sonde (5’-3’) Mix de PCR Cycles Référence 

V. 
aestuarianus 

DNAj-F 
GTATGAAATTTTAACTGACCCACAA,  
DNAj-R  
CAATTTCTTTCGAACAACCAC 
-> 276 bp 

DNAj TGGTAGCGCA 
GACTTCGGCGAC 

5 µL d’ADN extrait (ajusté à 5 ng.µL-1), 10 μl 
d’Ultra-Fast Master Mix Brillant III (Agilent), 
0.060 μl de chaque amorce à 100 μM, 0.040 μl 
de sonde à 100 μM , et 4.84 μl d’eau milliQ 
(volume total de 20µL)  

3 min de dénaturation à 
95°C, suivies de 40 cycles 
d’amplification à 95°C 
pendant 10 secondes et à 
60°C pendant 20 secondes 

(Saulnier et al., 
2009)  

V. Splendidus 16S SpF2 5’-
ATCATGGCTCAGATTGAACG 
16S SpR2 5’-
CAATGGTTATCCCCCACATC    
-> 152 bp 

16S 
CCCATTAACGCACC 
CGAAGGATTG 

5 µL d’ADN extrait (ajusté à 5 ng.µL-1), 10 μl 
d’Ultra-Fast Master Mix Brillant III (Agilent), 
0.060 μl de chaque amorce à 100 μM, 0.040 μl 
de sonde à 100 μM , et 4.84 μl d’eau milliQ 
(volume total de 20µL)  

3 min de dénaturation à 
95°C, suivies de 40 cycles 
d’amplification à 95°C 
pendant 10 secondes et à 
60°C pendant 20 secondes 

(Saulnier et al., 
2017) 

OsHV-1 OsHV1BF  
GTCGCATCTTTGGATTTAACAA 
B4 
ACTGGGATCCGACTGACAAC 
-> 103 bp 

B 
TGCCCCTGTCATCTTG 
AGGTATAGACAATC 

5 µL d’ADN extrait (ajusté à 5 ng.µL-1), 10 μl 
d’Ultra-Fast Master Mix Brillant III (Agilent), 
0.080 μl de chaque amorce à 100 μM, 0.040 μl 
de sonde à 100 μM , et 4.84 μl d’eau milliQ 
(volume total de 20µL) 

3 min de dénaturation à 
95°C, suivies de 40 cycles 
d’amplification à 95°C 
pendant 15 secondes et à 
60°C pendant 20 secondes 

(Martenot et 
al., 2011)  
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Résultats et discussion 

Sensibilité des différentes espèces de bivalve face à V. aestuarianus francensis et V. 

aestuarianus cardii : Mortalités des animaux receveurs 

Dans notre première expérience, la cohabitation avec des huîtres creuses infectées par la 

souche 02/041 a entraîné des mortalités faibles des huîtres creuses et plates receveuses 

(respectivement jusqu’à 20% et 10%) à partir du cinquième jour après la fin des cohabitations 

(Figure 19.A). La dynamique et les niveaux de mortalité observés chez les huîtres creuses 

étaient inattendus. Une expérimentation similaire avait été réalisée (Parizadeh et al., 2018) 

avec la souche 12/016, appartenant au même clade que la souche 02/041 (Goudenège et al., 

2015) et présentant une toxicité équivalente à celle de 02/041 par injection (Goudenège et al., 

2015). Lors de cette expérimentation, la mortalité des huîtres receveuses avait commencé 

dès trois jours après immersion dans l’eau contaminée, et la mortalité cumulée avait atteint 

40% des animaux. Parmi les hypothèses pouvant expliquer ce résultat, nous pouvons 

envisager que la bactérie n’a pas été suffisamment excrétée par les animaux donneurs. Cette 

expérimentation a donc été reproduite avec cette souche, mais les animaux fouisseurs 

(coques et palourdes) sont difficiles à maintenir dans les installations IFREMER. Il n’a dont 

pas été possible de tester tous les animaux, seulement les huîtres creuses et les huîtres 

plates, chez qui les mortalités ont commencé respectivement après 7 et 9 jours, pour atteindre 

des mortalités cumulées de 30 à 75% (Figure 19.B). La cohabitation avec des huîtres creuses 

infectées par la souche 02/041 n’a entrainé aucune mortalité parmi les moules, les coques et 

les palourdes receveuses. Malheureusement, compte-tenu des faibles mortalités observées 

chez les huîtres creuses dans la première expérimentation, nous ne pouvons écarter la 

possibilité que les conditions expérimentales n’étaient pas propices au développement de la 

maladie liée à 02/041.  
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Figure 19 : Evolution du nombre d’individus morts observé dans des lots d’huîtres creuses, d’huîtres plates, de 
coques, de moules et de palourdes, placées en cohabitation avec des huîtres infectées. 
A et B : par la souche 02/041 (2 expériences indépendantes) et C : des coques infectées par la souche 12/122 
3T3. Chaque expérimentation a été réalisé en duplicat (bacs A et B).  
 
 
La cohabitation avec des coques infectées par la souche 12/122 3T3 a entraîné des mortalités 

rapides (dès de premier jour après la fin des cohabitations) et importantes des coques 

receveuses, jusqu’à 80% (Figure 19.C). Aucune mortalité n’a été observée parmi les autres 

espèces de bivalves, à part un unique individu chez les moules, huit jours après la fin des 

cohabitations, probablement non liée à la bactérie. Compte-tenu de la dynamique et du fort 

niveau de mortalité observés chez les coques avec cette souche, nous pouvons conclure à 

l’innocuité de V. aestuarianus cardii vis-à-vis des autres animaux ici testés.  
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Prévalences et charges bactériennes chez les animaux receveurs, infection par la 

souche V. aestuarianus francensis 02/041 

Dans l’objectif d’évaluer la capacité de V. aestuarianus à infecter et coloniser différentes 

espèces de bivalves, sans forcément induire de maladie, la présence d’ADN bactérien a été 

évaluée dans les animaux vivants prélevés à la fin de l’expérimentation n°1. 

La souche V. aestuarianus francensis 02/041, n’a pas été retrouvée chez les palourdes et les 

moules mises en contact avec les huîtres donneuses, suggérant qu’elle ne peut pas infecter 

ces animaux. Quelques concentrations faibles ont été observées dans les tissus des coques, 

suggérant que la bactérie peut infecter l’animal, sans coloniser l’ensemble des tissus (Tableau 

S1). Concernant les huîtres creuses, peu d’animaux receveurs ont été infectés (Figure 20), 

expliquant les faibles pourcentages de mortalité (Figure 19). Sans surprise, tous les animaux 

moribonds étaient infectés et colonisés (Figure 20). Pour ces animaux, le prélèvement d’un 

volume suffisant hémolymphe n’a pas été possible pour quantifier la bactérie par biologie 

moléculaire. Néanmoins, l’étalement de dilutions d’hémolymphe nous a permis d’y valider la 

présence de fortes concentrations de V. aestuarianus. Quelques animaux vivants étaient 

infectés, avec des charges bactériennes élevées (Figure 20), laissant supposer qu’une 

dégradation de leur état physiologique serait apparue quelques jours plus tard. Ainsi, la 

dynamique des mortalités chez les huîtres creuses est apparue plus lente qu’attendu 

(Parizadeh et al., 2018), certainement de par une trop faible dose dans l’eau de mer lors de 

l’infection initiale du lot.    

 

 
Figure 20 : A : Prévalence et B : charges bactériennes tissulaires d’huîtres creuses receveuses, mise en contact 
avec des huîtres creuses infectées par la souche 02/041 (Figure 19.A). 
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Chez les huîtres plates, la prévalence est restée faible et la plupart des animaux infectés 

étaient moribonds (Figure 21).   

 

 

 
Figure 21 : A : Prévalence et B : charges bactériennes tissulaires d’huîtres plates receveuses, mise en contact 
avec des huîtres creuses infectées par la souche 02/041 (Figure 19.A). 

 

Les résultats présentés ont ceux obtenus dans les premières expérimentations. Ils seront 

complétés par les analyses des tissus prélevés lors de la deuxième expérimentation (Figure 

19.B) afin de conclure sur la capacité de la souche 02/041 à coloniser les différents tissus des 

huîtres creuses et plates.  

 

 

Prévalences et charges bactériennes chez les animaux receveurs, infection par la 

souche V. aestuarianus cardii 12/122 3T3 

Les prévalences bactériennes chez les huîtres plates, les palourdes et les moules mises en 

contact avec des coques donneuses infectées par 12/122 3T3 étaient nulles, suggérant que 

cette souche ne peut pas infecter ces animaux. Concernant les coques, compte-tenu des 

niveaux de mortalité (Figure 19), au moins 80% des animaux ont été infectés. La bactérie s’est 

multipliées dans tous les tissus (Figure 22), entraînant des mortalités élevées.  

Chez les individus moribonds, la quantité de V. aestuarianus semble variable selon les 

individus et les tissus, très certainement à cause de problèmes d’inhibitions de PCR sur les 
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ADN de bivalves fouisseurs, ce qui ne nous permet pas de conclure sur le tissus cible de cette 

bactérie.  

Il faut noter que les prélèvements d’hémolymphe n’ont pas pu être réalisés en quantité 

suffisante chez les animaux moribonds (à cause de la dégradation tissulaire rapide chez les 

coques) pour réaliser des quantifications par biologie moléculaire. Néanmoins, une analyse 

bactériologique a été effectuée sur tous les individus, ce qui a permis de valider la présence 

systématique du pathogène chez tous les individus moribonds sous sa forme viable et 

cultivable.  

Quelques animaux vivants étaient infectés par la bactérie, avec des charges assez élevées 

(figure 4,B), ce qui laisse penser que ces animaux sont tolérants à la bactérie, ou qu’ils ont 

été prélevés avant de mourir.    

 

 
Figure 22 : A : Prévalence et B : charges bactériennes tissulaires de coques receveuses, mise en contact avec 
des coques infectées par la souche 12/122 3T3. 

 

De manière surprenante, la prévalence était importante chez les huîtres creuses receveuses 

(Figure 23), bien qu’aucune mortalité n’ait été constatée dans cette condition. Chez la plupart 

des animaux, la présence de la bactérie se limitait à l’hémolymphe et aux branchies. Mais 

chez quelques animaux, des concentrations importantes ont été observées dans le muscle 

adducteur, la glande digestive et le manteau, suggérant que la bactérie est parfois capable de 

se propager dans l’ensemble des tissus.     
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Figure 23 : A : Prévalence et B : charges bactériennes tissulaires de huîtres creuses receveuses, mise en contact 
avec des coques infectées par la souche 12/122 3T3. 

 

Ces résultats suggèrent que les huîtres creuses pourraient servir de réservoir à la souche 

12/122 3T3 ou tout au moins qu’elle serait capable de porter la bactérie au niveau de ses 

branchies ou dans son hémolymphe. Sa stabilité dans le temps devra être évaluée, de même 

que son existence en milieu naturel sur des sites où les deux espèces de bivalves sont 

présentes. 

 

Infections croisées 

Afin de compléter les données de toxicité des souches V. aestuarianus francensis à l’égard 

des coques et la toxicité de souches V. aestuarianus cardii à l’égard des huîtres, nous avons 

procédé à des tests de virulence par injection. Lors des tests par cohabitation, la souche 

12/122 3T3 a été capable d’infecter les huîtres, sans entraîner de mortalité. Les tests réalisés 

par injection confirment que les souches de la sous-espèce V. aestuarianus cardii n’entrainent 

qu’une mortalité limitée des huîtres infectés, même lorsqu’elles sont présentes dans leurs 

tissus. Ce résultat a été obtenu avec 4 souches différentes, dont la souche 12/122 3T3 (Figure 

24).  

Lors des tests par cohabitation, la souche 02/041 était apparue incapable d’infecter les 

coques. De plus, les tests par injection montrent que cette souche, ainsi que les autres 

souches de la sous-espèce V. aestuarianus francensis testées, n’entrainent pas de mortalité 

importante des huîtres creuses.   
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Figure 24 : Relations phylogénétiques entre des souches V. aestuarianus et mortalités d’huîtres creuses et de 
coques injectées avec ces souches. 
La virulence des souches de la sous-espèce V. aestuarianus cardii semble limitée aux coques alors que celle des 
souches de la sous-espèce V. aestuarianus francensis semble limitée aux huîtres creuses. Toutes les souches 
n’ont pas été testées sur les deux espèces de bivalves. L’absence de valeur indique l’absence de test. 

 

Conclusions 

Ces résultats montrent une spécificité d’hôte différente pour les deux sous-espèces, les 

huîtres pour V. aestuarianus francensis et les coques pour V. aestuarianus cardii.  

Il s’agit des premiers résultats montrant que V. aestuarianus francensis peut tuer des huîtres 

plates O. edulis. Il est également à noter que des souches de V. aestuarianus francensis du 

clade B ont été isolées à partir d’huîtres plates en 2004, en Charente-Maritime, pendant des 

mortalités dans une écloserie (souches 04/091). Cette souche est virulente envers les huîtres 

creuses. Il apparaît que les souches des clades A et B de V. aestuarianus francensis sont 

pathogènes pour les huîtres creuses et pour les huîtres plates, qui font toutes les deux parties 

de l’ordre des Ostréidés dans la sous-classe des Ptériomorphes (Figure 25). La souche 

02/041 semble donc spécialisée avec un habitat et une gamme d’hôtes sensibles limitée aux 

bivalves appartenant à ce groupe taxonomique. La souche 12/122 3T3 peut infecter mais 

aussi coloniser l’hémolymphe de l’huître creuse en plus de coques, qui fait partie de l’ordre 

des Cardiidés dans la sous-classe des Hétérodontes (Figure 25). Ce résultat est corroboré 

par l’isolement d’une souche appartenant à la sous-espèce V. aestuarianus cardii, à partir de 

tissus d’huîtres sur le site de Castlemain Harbour dans le sud-ouest de l’Irlande en 2009 

(souche MI-24/09 isolée par Deborah Cheslett (Irish Marine Institute)). Elle est capable de 

coloniser deux hôtes qui sont plus distants génétiquement, et apparaît donc comme étant plus 

généraliste, avec une gamme d’habitat plus large que celle de 02/041.  Cependant, aucune 

mortalité n’est observée chez les huîtres infectées quel que soit le mode d’infection utilisé. 

Ces résultats suggèrent que les huîtres creuses peuvent servir de réservoir à la souche 
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12/122 3T3, même si la force et les conséquences de cette association restent à déterminer. 

Compte-tenu des nombreux transferts d’animaux inhérents à l’ostréiculture en Europe (Legué 

& Prou, 2012; Pernet et al., 2016), cela soulève la question du risque de propagation de la 

sous-espèce V. aestuarianus cardii à grande échelle.  

 

 

 

 
Figure 25 : Synthèse des résultats obtenus et taxonomie des bivalves testés.  
En bleu :V. aestuarianus francensis 02/041 ; en vert : V. aestuarianus cardii 12/122 3T3 
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Données supplémentaires : Charges bactériennes mesurées dans les tissus 

des animaux receveurs 

 

Animal receveur Souche Tissues Status 
Nombre d’animaux positifs/ nombre 
d’animaux analysés (charge moyenne 

en nb copies/25 ng d’ADN) 
C. gigas 02/041 Branchie Vivant 1/16 (4,1.107) 

C. gigas 02/041 Glande digestive Vivant 2/16 (1,8.107) 

C. gigas 02/041 Hémolymphe Vivant 4/16 (1,3.107) 

C. gigas 02/041 Manteau Vivant 4/16 (4,4.105) 

C. gigas 02/041 Muscle adducteur Vivant 1/16 (3,2.103) 

C. gigas 02/041 Branchie Moribond 4/4 (3,5.105) 

C. gigas 02/041 Glande digestive Moribond 4/4 (1,5.105) 

C. gigas 02/041 Hémolymphe Moribond Non analysé 

C. gigas 02/041 Manteau Moribond 4/4 (1,7.105) 

C. gigas 02/041 Muscle adducteur Moribond 2/4 (1,8.107) 

O. edulis 02/041 Branchie Vivant 1/18 (7,7.105) 

O. edulis 02/041 Glande digestive Vivant 1/18 (4,0.106) 

O. edulis 02/041 Hémolymphe Vivant Non analysé 

O. edulis 02/041 Manteau Vivant 0/18 

O. edulis 02/041 Muscle adducteur Vivant 0/18 

O. edulis 02/041 Branchie Moribond 2/2 (3,1.106) 

O. edulis 02/041 Glande digestive Moribond 2/2 (2,4.106) 

O. edulis 02/041 Hémolymphe Moribond Non analysé 

O. edulis 02/041 Manteau Moribond 1/2 (2,4.106) 

O. edulis 02/041 Muscle adducteur Moribond 2/2 (4,4.106) 

C. edule 02/041 Branchie Vivant 1/20 (6,6.106) 

C. edule 02/041 Glande digestive Vivant 0/20 

C. edule 02/041 Hémolymphe Vivant 0/20 

C. edule 02/041 Manteau Vivant 3/20 (1,5.107) 

C. edule 02/041 Muscle adducteur Vivant 1/20 (7,6.105) 

Mytilus sp. 02/041 Branchie Vivant 0/20 

Mytilus sp. 02/041 Glande digestive Vivant 0/20 

Mytilus sp. 02/041 Hémolymphe Vivant Non analysé 

Mytilus sp. 02/041 Manteau Vivant 0/20 

Mytilus sp. 02/041 Muscle adducteur Vivant 0/20 

R. philippinarum 02/041 Branchie Vivant 0/20 

R. philippinarum 02/041 Glande digestive Vivant 0/20 

R. philippinarum 02/041 Hémolymphe Vivant Non analysé 

R. philippinarum 02/041 Manteau Vivant 0/20 

R. philippinarum 02/041 Muscle adducteur Vivant 0/20 
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Animal receveur Souche Tissues Status 
Nombre d’animaux positifs/ nombre 
d’animaux analysés (charge moyenne 

en nb copies/25 ng d’ADN) 
C. gigas 12/122 3T3 Branchie Vivant 12/20 (1,6.106) 

C. gigas 12/122 3T3 Glande digestive Vivant 2/20 (9,8.105) 

C. gigas 12/122 3T3 Hémolymphe Vivant 18/20 (3,0.105) 

C. gigas 12/122 3T3 Manteau Vivant 3/20 (1,3.106) 

C. gigas 12/122 3T3 Muscle adducteur Vivant 2/20 (6,1.106) 

O. edulis 12/122 3T3 Branchie Vivant 0/20 

O. edulis 12/122 3T3 Glande digestive Vivant 0/20 

O. edulis 12/122 3T3 Hémolymphe Vivant Non analysé 

O. edulis 12/122 3T3 Manteau Vivant 0/20 

O. edulis 12/122 3T3 Muscle adducteur Vivant 0/20 

C. edule 12/122 3T3 Branchie Vivant 2/4 (9,0.104) 

C. edule 12/122 3T3 Glande digestive Vivant 0/4 

C. edule 12/122 3T3 Hémolymphe Vivant 1/4 (7,1.105) 

C. edule 12/122 3T3 Manteau Vivant 0/4 

C. edule 12/122 3T3 Muscle adducteur Vivant 1/4 (1,9.103) 

C. edule 12/122 3T3 Branchie Moribond 13/16 (5,6.106) 

C. edule 12/122 3T3 Glande digestive Moribond 9/16 (3,0.106) 

C. edule 12/122 3T3 Hémolymphe Moribond Non analysé 

C. edule 12/122 3T3 Manteau Moribond 10/16 (4,7.106) 

C. edule 12/122 3T3 Muscle adducteur Moribond 8/16 (7,3.105) 

Mytilus sp. 12/122 3T3 Branchie Vivant 0/20 

Mytilus sp. 12/122 3T3 Glande digestive Vivant 0/20 

Mytilus sp. 12/122 3T3 Hémolymphe Vivant Non analysé 

Mytilus sp. 12/122 3T3 Manteau Vivant 0/20 

Mytilus sp. 12/122 3T3 Muscle adducteur Vivant 0/20 

R. philippinarum 12/122 3T3 Branchie Vivant 0/19 

R. philippinarum 12/122 3T3 Glande digestive Vivant 1/19 (2,8.102) 

R. philippinarum 12/122 3T3 Hémolymphe Vivant Non analysé 

R. philippinarum 12/122 3T3 Manteau Vivant 0/19 

R. philippinarum 12/122 3T3 Muscle adducteur Vivant 0/19 

R. philippinarum 12/122 3T3 Branchie Moribond 0/1 

R. philippinarum 12/122 3T3 Glande digestive Moribond 0/1 

R. philippinarum 12/122 3T3 Hémolymphe Moribond Non analysé 

R. philippinarum 12/122 3T3 Manteau Moribond 0/1 

R. philippinarum 12/122 3T3 Muscle adducteur Moribond 0/1 
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Chapitre 2 : Émergence et expansion clonale de lignées 
pathogènes d'huîtres chez V. aestuarianus à l’échelle 
européenne 

 

Les populations, définies comme des groupes monophylétiques partageant la même niche 

écologique, sont façonnées par les forces évolutives telles que la recombinaison, les 

mutations, les pressions de sélection qui s’exercent sur elles. Or, ces forces évolutives sont 

fortement liées à la niche écologique de ces populations.  

 

Concernant les populations de bactéries pathogènes, cette niche écologique est notamment 

définie par une (pour les spécialistes) ou plusieurs (pour les généralistes) espèces hôte. Elle 

est également définie par les conditions environnementales permissives au développement 

de la maladie.  

 

Dans l’article 2, soumis, nous nous appuyons sur des approches de génétique des populations 

et de génomique comparative pour mieux comprendre les processus évolutifs à l’origine de 

l’émergence de la sous-espèce V. aestuarianus francensis, qui contient les souches 

pathogènes d’huîtres.  

 

Des données complémentaires à cet article présentent une étude visant à mieux définir la 

niche écologique de cette sous-espèce, grâce à plusieurs campagnes de suivi de la bactérie 

en environnement naturel. Ces campagnes ont été réalisées dans une zone ostréicole 

impactée par les mortalités liées à V. aestuarianus francensis : l’étang de Thau.  
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Article 2: Emergence and clonal expansion in Europe of Vibrio 
aestuarianus lineages pathogenic for oysters 

 

Par Mesnil, A., Jacquot, M., Garcia, C., Tourbiez, D., Canier, L., Bidois, A., Dégremont, L., 

Cheslett, D., Geary, M., Vetri, A., Roque, A., Furones, D., Garden, A., Orozova, P., Arzul, I., 

Sicard, M., Charrière, M., Destoumieux-Garzón, D., Travers, M-A 

Article soumis 
 
 
  

Résumé de l’article 2 

Dans cet article, nous nous intéressons à la sous-espèce V. aestuarianus francensis, qui est 

associée aux mortalités d'huîtres. Nous étudions sa diversité génétique et mettons en 

évidence l’expansion clonale à l’échelle européenne de deux lignées pathogènes, 

génétiquement proches l’une de l’autre. Ces deux lignées se caractérisent par la rareté des 

échanges génétiques avec d’autres populations, laissant supposer que sa gamme d’habitats 

est restreinte à son hôte connu, c'est-à-dire l'huître. Elle est donc capable d’y persister en 

faible concentrations en dehors des périodes de permissivité pour le développement de la 

maladie. Il s’agit donc probablement d’un pathogène spécialiste. L’accumulation de 

séquences d’insertions dans son génome, en est un marqueur. De plus, nous identifions 

l’acquisition d’un élément génétique mobile contenant des gènes conférant une meilleure 

capacité de résistance au cuivre, comme une des étapes clé qui ont permis son émergence.   
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Abstract 

Crassostrea gigas oysters represent a significant global food source, with 4.7 million tons 

harvested per year. In 2001, the bacterium V. aesturianus francensis emerged as a pathogen 

that causes adult oyster mortality in France and Ireland. Its impact on oyster aquaculture has 

increased in Europe since its reemergence in 2012. To better understand the evolutionary 

mechanisms leading to the emergence and persistence over time of this pathogen, we 

conducted a survey of mollusk diseases through national reference laboratories (NRLs) across 
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Europe. We analyzed 54 new genomes of V. aestuarianus (Va) isolated from multiple 

environmental compartments since 2001, in areas with and without bivalve mortalities. We 

used a combination of comparative genomics and population genetics approaches to show 

that Va francensis lineages have undergone clonal expansion in Europe, likely after a recent 

selective bottleneck. Low mutation and recombination rates may have selected particular 

virulent genotypes. Furthermore, we identified a specific cus-cop-containing island conferring 

copper resistance to Va francensis whose acquisition may have favored the emergence of 

pathogenic lineages adapted to oysters. 

 

Introduction 

Marine populations are under increasing threat of emerging infectious disease (EID) (1), 

contributing to mass mortality events impacting corals, sea-stars, mollusks and fish (2-4). 

Aquaculture is practiced in an open and highly connected environment and thus particularly 

threatened by pathogen propagation (5). Moreover, aquacultural practices frequently result in 

high population densities and many animal transfers, increasing the risk of pathogen 

introduction and dispersal (6).  

Oysters (Crassostrea gigas) are frequently impacted by bacterial pathogens of the genus 

Vibrio (7-9). Vibrios are ubiquitously distributed in the oceans and show a wide range of niche 

specialization, ranging from free-living forms to those attachment to biotic and abiotic surfaces, 

from symbionts to pathogens, and from estuarine inhabitants to deep-sea piezophiles living 

under high pressure (10). Among them, Vibrio aestuarianus subsp. francensis (Va francensis) 

has caused recurrent mortality of adult oysters since 2001 (11). Having previously been 

restricted to France, this disease has now spread across European countries (France, Italy, 

Ireland, and Spain) (12, 13). This spread of Va francensis has resulted in mortality rates of 

approximately 25% and is a major economic concern as it impacts market-size oysters (14). 

Previous field studies found that pathogenic strains of Va francensis can colonize sentinel 

oysters, but are rare in samples from the local environment, i.e. sediment and water column. 

These data suggest that oysters are the preferred habitat of this pathogen (15). Moreover, it 

has been proposed that Va francensis can persist in oyster tissues during winter (15). These 

observations suggest Va francensis has adapted to oysters and raise questions about how 

this host specialization has occurred. 

 

The emergence of pathogenic bacterial lineages can follow the acquisition of new traits which 

increase the ability to colonize a host (16). Trait acquisition can be achieved by mutation (17), 

but it occurs more frequently through horizontal transfer (through transformation, conjugation 
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or transduction) of one or more genes favoring rapid adaptation to new niches and hosts (18). 

After emergence, the dynamics of pathogenic lineages are dictated by the relative importance 

of evolutionary forces: mutation, selection, genetic drift and recombination. Populations whose 

evolution is not or little influenced by recombination evolve clonally (19). One of the factors 

limiting the rates of horizontal transfer and recombination in a population is ecological isolation 

(20, 21) which limits opportunity to exchange genetic material with other populations.  

 

Previous studies on V. aestuarianus diversity were based on a limited number of genomes, 

not reflecting overall diversity across diverse isolation contexts (22). This lack of genomic data 

hinders a complete understanding of the mechanisms governing the emergence and 

evolutionary dynamics of pathogenic lineages in Va francensis.  

 

In the present study, we analyzed 54 genomes of isolates collected since 2001 across Europe. 

We combined phylogenetic and population genetic approaches to decipher evolutionary 

processes associated with the origin of the emergence of this oyster pathogen. Our study 

shows that Va francensis strains exhibit numerous features commonly reported in specialized 

pathogens. In particular, our data suggest the acquisition of genes involved in copper 

resistance is one mechanism promoting V. aestuarianus adaptation to oysters. 

Results 

European spread of V. aestuarianus oyster pathogens 

To assess the geographic distribution of pathogenic V. aestuarianus in Europe, a 

questionnaire was sent in 2021 to all European laboratories in charge of the diagnosis and 

surveillance of mollusk diseases (supplementary material). Eight out of the 12 respondent 

laboratories reported that V. aestuarianus was detected during adult oyster mortality events. 

The earliest detections were reported by France and Ireland in 2001, and the most recent 

detection was reported by Denmark in 2021 (case used DNA detection only) (fig. 1, A). The 

number of countries reporting detection has increased since 2011, with 8 European countries 

currently reporting V. aestuarianus. Importantly the date of first detection may be under-

estimated, since surveillance and testing for the pathogen has varied between countries and 

was only implemented in the majority of the laboratories following the development of a 

diagnostic tool in 2009 (23). 
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V. aestuarianus diversity is structured according to environmental origin and 

isolation context.  

In order to assess the overall population structure of V. aestuarianus in Europe, we studied 

genetic diversity at the whole genome level using V. aestuarianus isolates from a broad variety 

of origins. 54 strains were sequenced and genomes were de novo assembled. We obtained 

15 4.5-Mb complete genomes (with 2 to 4 contigs) and 39 draft genomes (with up to 150 

contigs) (table S1). Whole genomes were aligned, and relationships between isolates were 

studied by building a maximum likelihood phylogeny (fig. 2). Overall, genomes were close to 

each other in the tree and showed highly similar nucleotide compositions, showing average 

nucleotide identities (ANIs) higher than 97.1% for all pairwise comparisons (table S2). The 

tree showed a tightly clustered clade of oyster clinical isolates (i. e., isolates from moribund 

oysters) (n = 25) inside genetically diverse V. aestuarianus strains isolated outside of oyster 

mortalities (n = 29), encompassing non-clinical isolates (i.e. strains isolated from sites without 

mortalities) and strains isolated during cockles mortalities.  All oyster clinical isolates are 

encompassed in Va francensis subspecies (24) and all Va francensis isolates were found in 

oysters, and showed higher virulence levels when assayed through injection into oyster 

muscle (p-value< 0.001). The reconstructed tree also confirmed that this subspecies is 

composed of two lineages named A (n = 17) and B (n = 8) (22). 

Analysis of molecular variance (AMOVA) performed on the sequence dataset revealed that 

the isolation context (“oyster mortality” or not) and environmental origin (five host species, 

zooplankton and water) explained most significantly (p < 0.005) genetic variation (table 1). 

AMOVA also indicated the absence of spatial and temporal delineation of the oyster pathogen 

lineages. Altogether, our data reveal V. aestuarianus lineages linked European expansion of 

this oyster pathogen. 

 

Temporal emergence of oyster pathogen lineages 

Next, we used a Bayesian approach to date the emergence and reconstruct the temporal 

evolution of oyster pathogens lineages. As a critical prerequisite, we checked whether the Va 

francensis subspecies is a measurably evolving population. A temporal signal was observed 

with a correlation between genetic distances from a reconstructed common ancestor and 

strains sampling time, yielding a R² of 0.4236 (fig. S1A). The best-fitting evolutionary model 

for the Va francensis population was obtained under a GMRF Bayesian skyline population 

model with a relaxed clock, leading to a rate of 7.27 × 10−7 substitutions per position per year, 

or 3.2 mutations per genome per year. The mean time of emergence of the most recent 
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common ancestor (TMRCA) of the lineage A was estimated to be 1956 (95% highest posterior 

density (HPD): 1919–1972). At this time, a divergence occurred between strain 01-151, which 

is non-virulent toward oysters, and other lineage A strains that are mostly pathogenic. The 

TMRCA of lineage B maps to the late 1970s, albeit with uncertainty (95% HPD: 1898–1993). 

According to the coalescence-based reconstruction of demographic variation, the Va 

francensis population has slowly decline since its emergence, with accelerated decline since 

2000 (fig S1B).  

 

 

Genome stability in V. aestuarianus francensis lineages 

Recombination can drive genetic diversity and evolutionary dynamics in bacterial populations. 

We therefore quantified homologous recombination events using V. aestuarianus genome 

alignments.  

Recombination has little impact on oyster pathogen evolution. We found that 

recombination (r) has a lower impact on the core genome substitution rate in Va francensis 

lineages than the impact of mutation (m), with mean r/m = 0.36+/- 0.22 and 0.28+/- 0.09 in 

lineages A and B respectively. The ratios of these lineages are significantly (student test p-

value < 0.005) smaller than in non-clinical V. aestuarianus isolates (i.e. strains isolated from 

sites without mortalities) (r/m = 0.91 +/- 0.45). 7.8 and 3.3 recombination events were identified 

on average for these lineages. Recombination in genomes can generate phylogenetic 

inconsistencies between taxa that can emerge in phylogenetic networks as the presence of 

alternative pathways (25). The network that we constructed from the whole-genome alignment 

(fig. S2) confirmed that recombination does not affect Va francensis isolate relationships, with 

few ambiguities among these taxa. One known consequence of the absence of recombination 

impact is strong linkage between loci in non-recombinant genomes (26). In Va francensis 

lineage A and, to a lesser extent, in lineage B, strong linkage between single nucleotide 

polymorphisms (SNPs) was observed (fig. S3). In contrast, the recombination impact detected 

in all other genomes was confirmed with phylogenetic networks, which showed ambiguities 

between taxa (fig. S2) and low linkage between loci in these genomes (fig. S3). However, 

recombination might have supported the emergence of the Va francensis group: 488 

recombination events were detected at the node corresponding to the hypothetical common 

ancestor of all pathogenic oyster isolates (fig. S4). 
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Core genome stability was observed in Va francensis lineages. Mutations also generated 

little genetic diversity among Va francensis. Indeed, apart from the recombinant segments, 

among the 19 775 variant genomic positions in the full dataset, 666 and 83 positions vary 

among  Va francensis A and B lineages. Finally, low impact of recombination and mutation on 

Va francensis lineages results in core genome stability. We used Tajima’s D to compare 

observed genetic diversity in V. aestuarianus to that expected under neutral evolution and 

constant population size. Deviation from neutrality was larger among the Va francensis 

lineages A (Tajima’s D = -2.3) and B (-2.5) than in the full dataset (-0.7), with less 

polymorphism than expected under neutral evolution (fig. 3 A). To determine whether the low 

genetic diversity was due to demographic effects (affecting whole genomes) or to selection 

effects (affecting particular genes), we adopted a gene-based approach to investigate 

selection pressures at the gene level. While most of the 1,974 core genes were under neutral 

evolution outside of the Va francensis subspecies, the vast majority were monomorphic within 

lineages A and B (fig. 3 B), which is consistent with the purging of genetic diversity through 

bottlenecks during transmission dynamics. 

 

Va francensis subspecies were found to have a closed pangenome, with genes largely 

shared among all isolates and almost no strain-specific genes, as determined by dataset 

pangenome analysis (fig S5). In contrast, other V. aestuarianus isolates exhibited many strain-

specific genes. Altogether, our data support the clonal evolution of the two Va francensis 

lineages.  

 

Positive selection signatures of oyster pathogen lineages 

We used pcadapt, which detects structure and clustering of individuals in a population, to 

detect potential signatures of positive selection affecting oyster pathogen lineages. 2,925 

SNPs were selected with an adjusted p-value <0.001. Based on principal component analysis, 

principal component 1 (PC1) segregated the Va francensis lineages from the rest of V. 

aestuarianus strain collection (fig. S6). 46 outlier SNPs were associated with PC1 including 

17 non-synonymous and one stop-gained SNP potentially involved in diversifying selection. 

These genes are listed in table S3 and notably include genes encoding flagellar proteins 

(pomA) or related to chemiotaxis. 
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Oyster-pathogenic V. aestuarianus have genomic features of specialist 

pathogens 

According to low rates of homologous recombination and the closed pangenome, the two Va 

francensis lineages can be considered as clonally evolving lineages. Furthermore, clonal 

evolution, as well as the small number of known habitats (15), suggest that these lineages are 

oyster specialists. Pathogen populations have often undergone a change of niche (passage 

from a free-living lifestyle to an obligatory parasitic one), ultimately resulting in ecological 

isolation and thus inhibition of DNA transfer with the parental population, or even with the 

broader bacterial community (27, 28). 

We further tested the hypothesis of specialization by analyzing genomic features known to be 

enriched during transition to specialist lifestyle : insertion sequences (ISs) and pseudogene 

(29). We found a higher number of ISs in the genomes of pathogenic oyster lineages A and B 

than in strains isolated from contexts without bivalve mortality (p-value = 0.01 and 0.02, 

respectively). Interestingly, in groups containing strains isolated during cockle mortality 

events, ISs were more abundant than in pathogenic oyster genomes (p-value = 0.02 and 0.03, 

respectively) (fig. 4). IS families were conserved between oyster pathogen genomes, with 

most ISs belonging to the IS66, IS902 and ISAS1 families (table S4 and fig S7). IS 

conservation in theses clades suggests that IS enrichment and expansion in genomes stopped 

after pathogen emergence. The dynamics of the ISs appeared to be different in the cockle 

isolates. Indeed, the number and families of ISs represented appeared to be poorly conserved. 

We suspect that IS flux is active in cockle isolates, with ongoing horizontal exchange and 

intragenomic expansion. 

To check whether IS enrichment is involved in pseudogenization, we crossed IS and 

pseudogene genomic coordinates and determined the number of ISs with pseudogenes 

around them (from 2,000 bp before the IS start to 2,000 bp after the IS end) (table S5 and S6). 

Regardless of the genome and chromosome considered, the vast majority (on average 86%) 

of ISs had pseudogenes nearby. IS and pseudogene enrichment supports our hypothesis that 

the Va francensis lineages are specialized toward oyster. 

Copper resistance acquisition: One potential step in the emergence of oyster-

pathogenic clades 

Trait acquisition is often the first step preceding selective bottlenecks and clonal expansion of 

host-adapted pathogens. To identify traits that may have preceded oyster pathogen 

emergence, we studied the V. aestuarianus pangenome and detected 139 genes that were 

shared exclusively by Va francensis genomes. Most of them (106) were annotated as 
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hypothetical proteins. The remaining 33 genes encode proteins with functions related to 

copper export, cell-bacteria interaction (LPS/antigen O, cell wall or peptidoglycan), chemotaxis 

and DNA repair. The sequences of these 139 genes were identical or well conserved between 

strains (table S7). 

Some oyster pathogen specific genes localize to a putative mobile genetic element (MGE), as 

determined by crossing their coordinates with IS coordinates in an oyster pathogen genome 

(02_041) (fig. 5 A). This putative MGE contains Cus operon genes (cusABCF,S/R) surrounded 

by ISs from the IS66 family (length = 15 kb), as well as the copper export genes copA and 

copG and the regulator cueR, located near tn7 transposon genes (tnA, B, C and E) (length = 

10 kb), and is later referred to as a cus-cop-containing island.  

The Va francensis ancestor could have acquired copper export genes by horizontal transfer. 

Presence in an MGE could have facilitated integration of these genes into the bacterial 

genome. To investigate the origin of cus-cop-containing islands, we used BLAST analyses of 

each operon and of the entire region in 127 reference genomes of different Vibrio species 

(table S8 and fig S8). The cus-cop-containing island presence is scattered along the Vibrio 

phylogeny and is not specific to a monophyletic group. It appeared highly similar to some V. 

fluvialis and V. furnissii genomic sequences with a nucleotide identity >95%. Moreover, this 

region was close to plasmidic elements identified in V. crassostreae and Vibrio sp. dgh with a 

nucleotide identity >89% (fig. 5B). 

To test whether the genomic differences between the oyster pathogens and other strains could 

lead to phenotypic differences, we tested copper resistance in 27 V. aestuarianus strains using 

an agar diffusion assay. Supporting our hypothesis, all tested oyster pathogens (8 strains from 

lineage A and 5 from lineage B) appeared significantly (p-value < 0.001) more resistant than 

other strains to copper in radial diffusion assays (fig. 5C). 

Discussion 

Here, we describe a genomic analysis of V. aestuarianus isolated from multiple European 

countries, in different epidemic contexts and from multiple environments (five host species, 

zooplankton and water) since 2001. We report the expansion and clonal evolution of two 

oyster-pathogenic lineages from the V. aestuarianus francensis subspecies (11). 

We estimate that 7.23 x 10-7 substitutions occur per site per year in Va francensis, similar to 

the evolutionary rate inferred in V. cholerae during pandemic waves (30): this indicates that 

pathogenic Va francensis lineages emerged during the 1990s, a decade when global oyster 

production greatly increased according to Food and Agriculture Organisation. Indeed, oyster 

production increased to over 140,000 tons per year in the 1990s (31). According to the 
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reconstructed demographic history, the effective population size of Va francensis is small and 

showed a slowly decrease that accelerated in the 1990s. This sharper decreased may have 

followed emergence of oyster-pathogenic lineages, indicating a possible bottleneck that 

resulted in selection of oyster-adapted strains. This bottleneck may have purged 

polymorphisms from this ancestral population, explaining the observed monomorphism in Va 

francensis core genes. Indeed, some pathogenic monomorphic lineages may endure 

population bottlenecks, supporting acquisition of new functions and colonization of new hosts 

(32). 

Several genomic modifications may help pathogenic oyster lineages adapt to their host, 

including core genome substitutions and gene acquisition. We found non-synonymous 

substitutions that were fixed in pathogenic oyster lineages. These occurred in genes involved 

in host interaction or virulence, such as the pomA gene which encodes a flagellum motor 

protein and the gene luxP linked to quorum-sensing. The functional consequences of these 

substitutions remain to be explored.  

Acquisition of copper resistance traits may also have contributed to the emergence of the 

oyster-pathogenic lineages. Our data indicate that the Va francensis ancestor acquired a 

genomic island carrying copper detoxification genes. Indeed, copper is a heavy metal found 

at high levels in coastal waters because of agricultural and industrial activities (33-35). Copper 

can accumulate in oyster tissues (up to 18,000 µg/g in China (36)), particularly at infection 

sites (37) where it supports antimicrobial defense as copper can kill invading microorganisms 

(37-39). Bacteria have, in turn, developed copper detoxification mechanisms which utilize the 

cop and cus genes (40). Cop genes support initial Cu+ translocation from the cytoplasm to the 

periplasm. Cus genes encode a CusABC system that exports periplasmic copper into the 

extracellular medium (41). Importantly, copA is essential for copper resistance, oyster 

colonization and virulence in V. tasmaniensis LGP32, an oyster-pathogenic strain associated 

with the Pacific Oyster Mortality Syndrome (42). Similarly, copA deletion in V. crassostreae 

also attenuates virulence in oysters (7). Our data further support copper resistance as a 

shared trait that allows pathogens to adapt to oysters as a host. 

Our results suggest clonal evolution in Va francensis lineages. Recombination has a low 

impact on genetic diversity. The r/m ratio, ~0.3 in both lineages, is similar to clonally evolving 

pathogenic bacteria like the V. cholerae 7 pandemic lineage (r/m = 0.1 ; (43)), M. tuberculosis 

complex (between 0,426 and 0,565, (44)) and lineage 1 of Salmonella enterica (r/m = 0.2 ; 

(45)). We also found that Va francensis has a closed pangenome. This led us to formulate the 

hypothesis of an ecological isolation of these lineages, a hallmark of specialized pathogens 

that do not exchange genes with other bacterial populations. This hypothesis is also supported 
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by enrichment of insertion sequences and pseudogenization in both oyster-pathogenic 

lineages. During specialization, pathogens transition from a free-living lifestyle to a permanent 

association with a host. Through host association, pathogens can acquire compounds of 

intermediate metabolism that allow genes associated with related biosynthetic pathways to 

become facultative or redundant (25). Studies on pathogen specialization have largely focused 

on highly specialized intracellular bacteria, which can undergo an extreme genome 

rationalization process (26). This process implies pseudogenization of non-essential genes 

that accumulate mutations or ISs and can ultimately result in gene loss (29, 46, 47). However, 

genome size reduction was not observed, probably because Va francensis pathogenic 

lineages are not obligate intracellular parasites. While oyster pathogens have a restricted 

habitat, they can still replicate in the absence of their host, at least in rich medium. Moreover, 

Va francensis can colonize diverse host tissues, including hemolymph, gills and digestive 

connective tissues (15). As a consequence, Va francensis is adapted to diverse tissular micro-

environments, consistent with being less specialized than obligate intracellular bacteria. 

Further studies of oyster pathogen microhabitats may help to elucidate their complete intra-

host life cycle, and the functions of specific genes linked to adaptation. Whether clades A and 

B occupy similar niches in infected oysters and whether they have the potential to cooperate 

remains unknown. Neither epidemiological parameter estimation (48) nor in-depth analysis of 

their genomes identified lineage-specific functional traits. 

Here we report the clonal expansion of Va francensis lineages across Europe. It has been 

reported that another major pathogen, the herpes virus Ostreid OsHV-1, has also caused the 

mortality of C. gigas (49) along the French coasts since the emergence of a new variant in 

2008 (50). Double infections by OsHV-1 and Va francensis were reported in French oyster 

farms in 2014 and 2015 (51, 52) and have also been observed in Ireland since 2008 (Cheslett, 

pers comm). Although experimental infections combining the two pathogens at high doses in 

spat and juvenile C. gigas have not demonstrated direct collaboration between them (53, 54), 

at the population level the virus may still weaken animal defenses and thus amplify the impact 

of Va francensis.  

The global spread of pathogens is a recurrent problem in agriculture and aquaculture and is 

often favored by anthropogenic introductions via infected hosts (55). The many transfers 

taking place during the lifetime of an oyster probably explain most of the spread of pathogenic 

lineages of Va francensis across Europe. Preventing the spread of pathogens during transfers 

is particularly complicated in the case of Va francensis since the animals may be 

asymptomatic (15). There is therefore an urgent need to develop sensitive detection assays 

to monitor the spread of pathogens: the specific Va francensis genes revealed in this study, 
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such as the cusS/R genomic island, may provide new diagnostic tools, which may help to 

monitor and prevent future mortality events. 

 

Material & methods 

Isolate selection 

The study collection was designed to represent the temporal, geographic and clinical 

heterogeneity of V. aestuarianus origins. However, ascertainment bias could occur due to 

sampling strategy used. Indeed, strains were mainly isolated during bivalve mortalities. We 

maximized recovery of the genetic diversity of oyster pathogenic V. aestuarianus by collecting 

isolates from all European countries reporting mortalities related to V. aestuarianus or 

presence of the bacteria. We also included strains isolated during field surveys of sites without 

known mortality events. Strains were collected with the help of European NRLs responsible 

for the diagnosis and surveillance of mollusk diseases: Ifremer (France), MI (Ireland), IZSVE 

(Italy), IRTA (Spain), Marine Scotland Science (Scotland), and NRLFMC (Bulgaria). Sequence 

comparisons of isolates from France, notably those isolated from moribund oysters, turned 

out to be very similar. In order to equilibrate our sampling, we excluded 17 isolates identical 

with included isolates. We selected approximately one strain per batch of moribund oysters (a 

batch represents a sampling point) (table S9). The 54 isolates used in the study are 

summarized in table S10. 

Illumina, Ion torrent and PacBio whole-genome sequencing 

Genome sequencing was performed between 2019 and 2021. Several sequencing 

technologies were used depending on the objectives. We used a long-read sequencing 

technology for some strains to improve assembly quality and study genomic features.  DNA 

was isolated from 35 strains using the NucleoSpin Tissue Kit (Macherey-Nagel) following the 

manufacturer’s guidelines. The concentration of each sample was adjusted to 0.2 ng/μl for 

library preparation using the Illumina Nextera XT DNA Library Preparation Kit according to the 

manufacturer’s guidelines. For each library, paired-end reads of 150 bp were produced on the 

Illumina NextSeq 550 platform (Bio Environnement, Perpignan, France). The quality of the 

resultant fastq files was assessed using FastQC (56). Primers, Illumina adapter sequences, 

low-quality bases at the 3′ end of reads with Phred-scaled quality scores less than 30 and 

reads with a length <50 bp were removed using Trim Galore (57). Quality-controlled reads 
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were de novo assembled using the SPAdes genome assembler v3.13.1 (58) with the default 

kmer size and a coverage cutoff value of 20 reads (59). 

For 2 strains (04_091_1T1 and U8), enzymatic shearing was performed on 500ng of genomic 

bacterial DNA using the NEBNext Fast DNA Library Prep kit (New Englands Biolabs) and 

following the manufacturer's recommendations. Samples were barcoded with individual 

IonCodes (Thermo). Purified libraries were then quantified by real-time PCR using the Ion 

Universal Library Quantification Kit (Thermo) prior to be diluted and pooled at 25µM each. The 

Ion Torrent S5 libraries were prepared using the “Ion 510™ & Ion 520™ & Ion 530™” for Ion 

Chef Kit and sequenced on the Ion Torrent S5 using an Ion 530 semi-conductor sequencing 

chip (Thermo). 

DNA was isolated from other strains using a MagAttract HMW DNA Kit (Qiagen) following the 

manufacturer's instructions. Library preparation and sequencing on a PacBio Sequel II 

instrument were performed with the GENTYANE INRAe platform (Clermont-Ferrand, France). 

De novo genome assemblies were obtained using FLYE v2.8.3 (60). One round of polishing 

was performed using RACON v 1.4.3 (61). 

The assembly was evaluated with QUAST, and genome completeness was checked using 

the BUSCO v5.1.1 (62) and vibrionales_odb10 databases as lineage datasets, including 57 

Vibrionales as detailed in table S11. 

Assembly features and GenBank accession numbers are summarized in table S1. 

Genome annotations 

For each assembly, coding sequences (CDSs) were predicted using PROKKA v1.12 (63) with 

default databases and –compliant and –rfam flags and annotation of rRNAs, tRNAs and other 

ncRNAs enabled. Functional annotation of the detected CDSs was performed using EggNog-

Mapper v2.1.0 (64, 65). ISs were detected in the genomes using ISEScan v1.7 (66). 

Pseudogene detection was performed with the GenBank files released from PROKKA with 

PSEUDOFINDER v1.0  (67) , using the diamond flag and NCBI nonredundant database. 

These later analyses were performed only on resolved genomes to avoid obtaining false 

negatives in IS detection and false positives in pseudogene detection at the intercontig 

locations.  

Phylogeny and recombination analysis 

Pairwise ANIs (%) were calculated using FastANI (68). Whole-genome alignments of the 54 

isolate contigs were made using Progressive Mauve v13/02/2015 (69). Whole-genome 

alignment was used to infer the maximum likelihood phylogeny using RAxML v8.2.12 with the 
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TVM model of nucleotide substitution (transversion model, AG=CT and unequal base 

frequencies) and 100 bootstrap replicates, with strain 03_008T as the outgroup.  

To identify polymorphic sites, the haploid variant calling pipeline snippy v4.6 (available at 

https://github.com/tseemann/snippy) was used with default parameters. 

To assess the influence of various structuring factors on the observed genetic diversity, we 

performed AMOVA on the sequence dataset, with environmental origin, isolation context, 

sampling year, and country as structuring factors, using the R package pegas.  

 

Recombination was evaluated across this genome alignment using ClonalFrameML v1.12 

(70). We used an extension that allows different recombination parameters to be inferred on 

different branches of the clonal genealogy. Linear regression analysis of the root-to-tip 

distances against sampling time was performed using TempEst v1.5.3 (71). The substitution 

rate was estimated under different demographic and clock models, using Beast v1.10.4, taking 

advantage of the sampling timeframe between 2001 and 2021. We tested both a strict and a 

relaxed molecular clock. Constant-sized, exponential-sized and GMRF Bayesian skyride plot 

models (72, 73) were used. For each model, two independent chains were conducted for 200 

million generations and convergence was assessed by checking effective sample size values 

for key parameters using Tracer v1.7.1 (74). For robust model selection, both path sampling 

and stepping-stone sampling approaches were applied to each BEAST analysis to estimate 

the marginal likelihood (75, 76). The best model selected by Bayes factor comparison was a 

relaxed molecular clock with a GMRF Bayesian skyride demographic model. For this model, 

triplicate runs were combined using LogCombiner v1.10.4, with removal of 10% burn-in. 

Selection analysis 

Tajima’s D was calculated considering core genome alignment using MEGA 11 Tajima’s test 

on neutrality. Core genome alignment were previously partitioned according to lineages or 

subspecies, resulting in Va francensis lineage A alignment (n = 17 sequences), Va francensis 

lineage B alignment (n = 8 sequences) and no Va francensis alignment (n = 29 sequences). 

Since sample size is known to influence population genetic parameter estimations (77), we 

calculated Tajima’s D on subsamples of eight sequences. For Va francensis lineage A and no 

Va francensis isolates, Tajima’s D was calculated on ten different alignments constructed with 

eight sequences randomly subsampled. Then we calculated mean of the Tajima’s D obtained 

from the ten alignments. For the Va francensis lineage B alignment, the eight sequences 

represented the entire sampled set. Tajima’s D was also calculated for each core genes, 

considering the same partitions, employing the R package pegas. 
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In order to detect SNPs that may explain Va francensis emergence, we performed a genome 

scan analysis using pcadapt package v.4.3.3 for R (78)  that detect structure and clustering of 

individuals in a population. Number of principal components was set to six. We used 

LD.clumping option, with window size of 5 kb. LD.clumping uses p-value to sort the SNPs by 

importance (e.g. keeping the most significant ones). It takes the first one (e.g. most significant 

SNP) and removes SNPs that are too correlated with this one in a window around it. We also 

removed SNP with minor allele frequency under 0.05. After computing the test statistic, we 

used Bonferroni adjustment to correct for multiple comparisons, and threshold of 0.001 was 

applied to identify outliers SNPs. 

Bacterial virulence estimation by injection 

Bacteria were grown with constant agitation at 22°C for 24 h in Zobell medium. Cultures were 

washed by centrifugation (10 min, 1500 g) and resuspended in artificial, sterile seawater to 

obtain OD600nm = 0.1. Fifty microliters of bacterial suspensions (107 cfu, checked by plating on 

Zobell agar) were injected intramuscularly into anesthetized specific pathogen-free (SPF) 

oysters produced and maintained in the IFREMER facility (79). After injection, the oysters 

were transferred to aquaria (10 oysters per 2.5 L aquarium, duplicate aquaria per bacterial 

strain) containing 2 L of aerated, UV-treated seawater at 22°C and kept under static conditions 

for 5 days. 

Copper resistance phenotyping 

Paper discs (6 mm) were loaded with CuSO4 by soaking them overnight in 50 mM CuSO4. 

Cells from stationary phase cultures at DO = 1 were washed twice with SSW before being 

spread onto agar plates containing 15 g.L－1 bactopeptone and 0.5 M NaCl. Using sterile 

tweezers, copper-impregnated disks were placed on the bacterial lawn before incubation at 

20°C. After 5 days of incubation, the diameter of the inhibition zone around the disk was 

measured.  

 

Statistic tests 

Basic statistical analysis of all of the data were performed using R v4.1.2. Data were checked 

for normality and homogeneity of variance before analysis. Wilcoxon-Mann-Whitney was 

performed to evaluate if recombination ratios, IS number in genomes, virulence toward oysters 

and halo size (representing strains sensitivity to copper) differed among Va francensis 

lineages and between Va francensis lineages and other strains.   
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Table and figures: 

Table 1: Analysis of molecular variance supporting genetic partitioning according to 

environmental origin and isolation context 
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Figure 1: European expansion of V. aestuarianus francensis. While the geographic distribution of 
V. aestuarianus strains involved in C. gigas mortalities expands, genetic diversity remains stable over 
time. A) The number of countries reporting the detection of V. aestuarianus was assessed through a 
questionnaire sent to European national reference laboratories (NRLs). *Note: Denmark case report 
corresponds to a suspected case without bacterial isolation. B) The two lineage expansions: 2 
genotypes were determined based on a maximum likelihood phylogenetic tree from complete genome 
alignments (GTR substitution model). 
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Figure 2: V. aestuarianus diversity is structured according to host species and isolation context. 
Phylogenetic tree of V. aestuarianus species calculated with RAxML using a GTR substitution model 
and rooted with the midpoint rooting option from whole-genome alignments. Several layers of 
annotations are added: country (check mark), matrix of isolation (star), year of isolation (point), virulence 
testing in the laboratory by injection into oysters (107 UFC/animal, duplicates of 10 animals) indicated 
with a bar plot on the right side representing mortality percentages, and context (strains isolated during 
oyster mortality events are indicated with a red arrow on the right). Va francensis lineages A and B are 
highlighted in blue and green, respectively. Their virulence is significantly higher compared to non 
clinical isolates (i. e. strains isolated on sites without mortalities) by Wilcoxon-Mann-Whitney test (p-
value < 0.001). The absence of virulence data means the absence of a test for this strain.  
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Figure 3: Support for a recent bottleneck that purged genetic diversity in V. aestuarianus 
francensis lineages. Genetic statistics in V. aestuarianus species (black), other than Va francensis 
(yellow), Va francensis, lineage A (blue) and lineage B (green). A) Whole genome scale. Even through 
the expected genetic diversity under neutral evolution and a stable population size in Va francensis is 
low (Watterson’s theta), the observed diversity (Pi) is still lower, as shown by the Tajima's D value below 
-2. Pi: observed genetic diversity; Theta_w: Watterson estimate of expected genetic diversity; 
Tajima_D: Tajima’s D test statistic. The Y axis in the Pi and Watterson’s theta plots is log10 scaled. B) 
Gene scale. Core genes show different selection patterns among groups of strains and among core 
genes within groups. While most core genes are under neutral evolution in isolates other than Va 
francensis, most genes are monomorphic in Va francensis lineage A and B. D>0 and D<0: significantly 
negative or positive Tajima’s D value (p < 0.05) and D=0 (p > 0.05). A negative Tajima’s D is indicative 
of purifying selection or recent population expansion, while a positive Tajima’s D is indicative of 
diversifying selection or population contraction. A zero value is indicative of neutral evolution. 
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Figure 4: Differential Insertion sequence (IS) enrichment is observed in Va francensis and cockle 
associated isolates genomes. Distribution of the number of IS elements (complete and partial) in 16 
complete genomes (chromosomes A and B). Colors represent IS families predicted by ISEScan. The 
genomes are those of 4 Va francensis lineage A strains, 3 Va francensis lineage B strains, 5 non clinical 
strains (isolated on sites without mortalities) (group 1), and 4 strains isolated during cockle mortality 
events (group 2). The conservation of IS number and families between genomes of Va francensis from 
lineage A or clade B indicates an ancestral origin of ISs. The genomes that contain the most ISs are 
those of strains isolated during cockle mortality events (group 2). The diversity of IS quantities and 
families represented suggests that IS enrichment is in progress. The number of ISs in groups was 
significantly different between Va francensis and other strains from group 1 and group 2 (**: Kruskal 
test p value < 0.05). 
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Figure 5: A) Va francensis-specific 
locus containing copper 
resistance genes. Transposase and 
integrase are indicated in yellow, cus 
genes in orange, and cop genes in 
blue. B) Evolutionary history of the 
cus/cop locus. NJ, bootstrap test 
(500 replicates). The evolutionary 
distances were computed using the 
Kimura 2-parameter method and are 
shown as the number of base 
substitutions per site. This analysis 
involved 8 nucleotide sequences. All 
ambiguous positions were removed 
for each sequence pair (pairwise 
deletion option). There was a total of 
29 555 positions in the final dataset. 
Evolutionary analyses were 
conducted in MEGA X [4]. C) Agar 
plate assay: bacterial growth 
inhibition diameter around a pellet 
impregnated with 50 mM CuSO4 
solution. Va francensis linages A 
and B are significantly more resistant 
to copper that other V. aestuarianus 
strains (Wilcoxon-Mann-Whitney test 
p value < 0.001). 
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Données supplémentaires 

Les figures supplémentaires sont disponibles en annexe 2 de ce manuscrit.  
Les tableaux supplémentaires sont disponibles dans un document en ligne, à l’adresse 
suivante :  
https://docs.google.com/spreadsheets/d/1LsP2QPjiRlrcZ3yEAJZIIQrUB71TEHBwy6FsLvER
9WI/edit?usp=sharing 
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Données supplémentaires à l’article 2 : Écologie de V. aestuarianus 
francensis  

Introduction 

Bien que V. aestuarianus francensis soit associée aux mortalités des huîtres, les informations 

sur son cycle de vie, ses préférences écologiques et sur les facteurs favorisant le 

développement de la maladie sont limitées. Parizadeh et ses collaborateurs (Parizadeh et al., 

2018) ont détecté des souches V. aestuarianus francensis, la sous-espèce pathogène 

d'huîtres, en association forte avec les tissus des huîtres, pendant et après des mortalités 

d'huîtres lors d’un suivi dans une claire ostréicole. De plus, les données supplémentaires sur 

le spectre d’hôte de cette sous-espèce, présentées dans le chapitre 1, ont montré que la 

souche 02/041 n’avaient pas pu infecter d’autre bivalve que les huîtres creuses et les huîtres 

plates. Ces données suggèrent que la bactérie est fortement associée à son hôte, et qu’elle 

aurait perdu la capacité d'occuper d'autres habitats. Ainsi, cet agent pathogène pourrait être 

un spécialiste de l'huître. Appuyant cette hypothèse, l’article présenté ci-dessus, montre que 

V. aestuarianus francensis possède d’autres caractéristiques de pathogène spécialiste, telles 

que la faible recombinaison dans les génomes de chaque lignée ainsi qu’un pan-génome 

fermé. Ces deux indices suggèrent que les échanges de gènes avec des bactéries d’autres 

populations sont rares voire inexistants depuis l’émergence de ces lignées. L’une des 

explications de cela pourrait être un isolement écologique : les bactéries des lignées 

pathogènes occuperaient un seul habitat, l'huître, et auraient alors peu d'opportunités 

d’échanger du matériel génétique avec d’autres populations. Une autre caractéristique des 

bactéries des lignées pathogènes d'huîtres est l'enrichissement de leurs génomes en petits 

éléments transposables (séquences d’insertion), associé à une pseudogénisation, qui pourrait 

être la première étape d’une rationalisation génomique, un processus largement décrit chez 

les bactéries pathogènes intracellulaires. En effet, la stabilité de leur habitat entraîne l’inutilité 

d’une partie de leurs gènes, qui ne sont alors plus sous pression de sélection, et peuvent 

accumuler des mutations et des éléments transposables (Siguier et al., 2014). L’ensemble de 

ces observations nous mène ainsi à émettre l’hypothèse que l’huître serait le seul habitat 

stable de V. aestuarianus francensis. 

 

Au-delà des habitats, les connaissances sur les facteurs environnementaux influençant la 

dynamique de l’infection des huîtres par V. aestuarianus francensis sont restreintes. Des 

premiers travaux ont suggéré une transmission modérée de V. aestuarianus chez les huîtres 

creuses, sous influence de la température (Lupo et al., 2020).  En effet, plus l’eau de mer est 

chaude plus rapide est l’infection (O'Toole et al., 2017). A ce jour, un seul suivi en milieu 
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naturel a été réalisé (Parizadeh et al., 2018), il paraît donc important de disposer de plus de 

données solides se basant sur des échantillonnages in situ et de préciser l’ensemble des 

conditions environnementales influençant la transmission ou l’expression de la maladie 

associée à V. aestuarianus francensis. 

 

Cette partie présente des données supplémentaires permettant d’apporter quelques réponses 

quant à l’écologie de V. aestuarianus francensis, acquises dans le cadre des projets MIRAGE 

(financé par la DPMA1 et porté par MA Travers) auquel j’ai eu l’opportunité de participer et 

MICROLAG (financé par le labex Cemeb2 et porté par A Caro). De nombreuses personnes 

sont intervenues pour mener à bien ces projets : Marie-Agnès Travers (IHPE), Marion Richard 

(MARBEC LERLR), Gaëlle Courtay (IHPE), Remi Villeneuve (MARBEC LERLR), Franck 

Lagarde (MARBEC LERLR), Gregory Messiaen (MARBEC LERLR), Nicolas Cimitterra 

(MARBEC LERLR), Hervé Violette (MARBEC LERLR), Béatrice Bec (Université de 

Montpellier), Sofia Sahnoun (IHPE) pour le projet MIRAGE ; et Audrey CARO (MARBEC), 

Yannick Gueguen (MARBEC), Juliette Pouzadoux (IHPE) et Arthur Cousson (MARBEC) pour 

le projet MICROLAG. 

 

Dans le cadre de ces projets, des suivis en milieu naturel ont été menés dans le bassin de 

Thau, dans des parcs ostréicoles proches, sur lesquels des épisodes de mortalités d’adultes 

avaient été recensés, et attribués à V. aestuarianus. Le projet MICROLAG était initialement 

centré sur l’écologie d’un autre agent pathogène affectant les huîtres, l’herpès virus OsHV-1, 

mais nous avons eu l’opportunité de pouvoir utiliser cet échantillonnage complémentaire pour 

rechercher la bactérie V. aestuarianus. 

Dans le cadre du projet MIRAGE, 5 campagnes de prélèvements dans plusieurs 

compartiments environnementaux (huîtres, macroalgues, sédiments, eau filtrée sur 20 μm, 5 

μm et 0.2 μm) ont été réalisées entre mai et octobre 2021. Le site suivi était situé dans la 

première rangée de table de la zone de Bouzigues. 

Dans le cadre du projet MICROLAG, 9 campagnes de prélèvement dans plusieurs 

compartiments environnementaux (huîtres adultes, eau filtrée 0.2 µm, sédiment) ont été 

réalisées entre février et octobre 2021. Le site suivi était situé dans la rangée de table du 

milieu de la zone de Bouzigues. 

  

 
1 DPMA Direction des Pêches Maritimes et de l’Aquaculture, du ministère en charge de l’écologie 
2 CEMEB Centre Méditerranéen Environnement et Biodiversité 



127 

Matériel et méthodes 

Suivi des mortalités sur le terrain 

Un suivi des mortalités d’huîtres a été réalisé en partenariat avec l’entreprise conchylicole 

Huîtres-Bouzigues.com (HBC), située dans la Zone conchylicole accès Est du Port de 

Loupian, sur l’étang de Thau en 2020 et en 2021.  

 

 

 

Figure 26 : Localisation des zones de suivi dans le Bassin de Thau (Source : Geoportail.fr). 

 

Pour les 2 projets, des tables ostréicoles ont été mises à disposition par des producteurs de 

l’Etang de Thau (HBC). Des animaux achetés par ces producteurs d’huîtres dans des 

écloseries (selon leurs pratiques culturales habituelles) ont également été utilisés. 

 

Pour le projet MIRAGE, 3 poches de 15kg d’huîtres issues de tables « Grande » ont été tirés 

au hasard parmi les 190 poches, stockées sur la même table. Ces poches ont été identifiées 

pour le suivi de mortalité. A chaque comptage, les poches ont été vidées pour un 

dénombrement des individus morts, moribonds et vivants.  Chez une huître moribonde, les 

valves sont relâchées mais se referment après stimulation. Chez une huître morte, les valves 

sont ouvertes et il n’y a plus de réaction aux stimulations. A partir des comptages, les taux de 
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mortalité ont été calculés en cumulé (cumul des morts rapporté à l’abondance initiale 

d’huîtres) et en instantané (nombre de mort à l’instant t rapporté à l’abondance initiale 

d’huîtres) à fréquence hebdomadaire ou mensuelle. Après chaque comptage, toutes les 

huîtres ont été remises en poches quel que soit leur statut (mort, vivant, moribond). 

 

Pour le projet MICROLAG, les huîtres suivies étaient collées sur deux cordes, avec 144 

adultes chacune. Une des cordes était dédiée au suivi de mortalité et l’autre aux prélèvements 

(même si les données de mortalité ont tout de même été enregistrées pour cette seconde 

corde). Comme précédemment, les mortalités ont été calculées en instantané et en cumulé. 

 

 

Niche écologique de V. aestuarianus francensis dans l’étang de Thau 

Afin de définir la niche écologique de V. aestuarianus francensis, quatre campagnes 

d’échantillonnages ont été réalisées en plongée. Elles ont été réalisées les 26/05/21, 

30/06/21, 28/07/21 et 27/10/21. Ces dates ont été définies à partir des constats de mortalités 

effectués antérieurement dans l’étang de Thau. En effet des mortalités avaient été constatées 

à la fin du mois de mai 2020 et à la fin du mois de juin 2021.  

 

Habitat de la bactérie 

Lors de chaque campagne d’échantillonnage, des prélèvements d’eau de mer ont été 

effectués à hauteur des poches d’huîtres à l’aide d’une bouteille Hydrobios. Au laboratoire, 

l’eau de mer prélevée a été filtrée sur 20 μm, 5 μm et 0,2 μm. Cinq carottes de sédiment ont 

été réalisés par des plongeurs et des prélèvements ont été effectués sur les premiers 

centimètres de la carotte. Un diagnostic de macrophytes et un prélèvement de chaque espèce 

d’algues a été effectué par deux plongeurs. Lors de chaque campagne, 10 huîtres ont été 

prélevées par les plongeurs dans les poches de réserves.  

 

L’ensemble des échantillons du projet Mirage (filtres, sédiments, huîtres, macrophytes) et 

Microlag (huîtres adultes) ont été broyés selon le protocole standard du broyeur Precellys : 

5500 rpm, 2 cycles de 20 secondes séparés par une pause de 30 secondes à température 

ambiante, avec 1ml/g de tampon de lyse ATL. Pour les échantillons d’huîtres, la concentration 

en ADN total extrait a été mesurée en utilisant un spectrophotomètre (Nanodrop, Thermo 

Fisher), et ajustée à 5 ng/µL. Les détections de V. aestuarianus ont été réalisées grâce aux 

protocoles de qPCR développés par Saulnier et ses collaborateurs (Saulnier et al., 2009) en 

utilisant une courbe standard d’ADN titré de V. aestuarianus.  
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Données environnementales 

Les données météorologiques (température de l’air et cumul de pluie) ont été fournies par 

Météofrance pour la station de Sète.  Les données concernant la température de l’eau, la 

salinité, l’oxygène dissous ont été obtenues grâce aux bases de données du réseau 

d’observation du REPHY (Réseau Phytoplancton). Toutes ces données couvrent la période 

comprise entre le 1er janvier 2020 et le 31 décembre 2021.  

 

De plus, un enregistreur mesurant les concentrations en oxygène dissous et la température 

de l’eau (HOBO U26) a été mis en place au niveau de poches d’huîtres suivies pour la 

mortalité. Les mesures étaient enregistrées toutes les heures entre le 29/05/2020 et le 

02/09/2020, et toutes les 15 minutes entre le 17/05/2021 et le 04/11/2021. 
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Résultats et discussion 

Sur le site choisi sur la base des données de mortalité observées en 2020 (Données de M. 

Richard et huitresbouzigues.com), nous avons pu suivre en 2021 des mortalités plus 

progressives. En 2020, les mortalités ont été importantes, jusqu’à atteindre un taux cumulé 

de 64.5 ± 4.9% le 19 août (Figure 27). La mortalité avait progressé rapidement puisque 

l’essentiel des individus étaient morts entre la 20e semaine et la 30e semaine de l’année. En 

2021, les mortalités d’huîtres ont augmenté plus progressivement et sur toute la période de 

suivi, entre la 20e semaine et la 50e semaine de l’année (Figure 27). Aucun phénomène de 

mortalité massive n’a été observé pendant le mois de mai, comme cela avait été le cas en 

2020. Finalement, la mortalité cumulée a atteint 43,9 ± 6,9% le 25 octobre. Sur le deuxième 

site suivi en 2021 sur le site de Bouzigues, et avec des pratiques culturales différentes (cordes 

et non poches), les mortalités cumulées ont atteint 39.93% en 2021, ce qui est tout à fait 

comparable aux données obtenues sur l’autre site. Ces résultats montrent que, quelle que 

soit la dynamique des mortalités, les conséquences pour les ostréiculteurs sur l’année restent 

importantes.  

 

Les plus faibles mortalités observées en 2021 peuvent être liées à des conditions 

environnementales moins favorables comme de salinités de l’eau de mer importantes 

constatée cette année-là (Figure 28.D). En effet, des tests de corrélation entre les moyennes 

mensuelles de salinité et les taux de mortalité ont montré une corrélation négative (R² = 0,69, 

p=0,0026, n=10). Les taux de mortalités les plus élevées étaient en effet observés au moment 

des valeurs de salinités les plus faibles (Figure 29.A). Aucune relation linéaire n’a été 

observée entre mortalité et température de l’eau (Figure 29.B). Les mortalités ont été 

observées entre 18 et 25°C.  
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Figure 27 : A : Moyennes (± Ecart type) du taux mensuel de mortalité observés dans le cadre du projet MIRAGE 
en 2021 et des projets MIRAGE et MICROLAG en 2021, dans le bassin de Thau. B : Boxplot représentant la 
distribution des taux cumulés de mortalité. 
Les taux de mortalité mesurés dans le cadre de MIRAGE ont été obtenus à partir de 3 poches. Les taux de mortalité 
observés dans le cadre de MICROLAG ont été obtenus à partir de 2 cordes.   
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Figure 28 : Evolution mensuelle de A) la température de l’air (°C), B) du cumul de pluie, C) de la température de 
l’eau et C) de la salinité de l’eau observés au niveau de Sète (A, B) et au niveau du site REPHY Bouzigues a (C, 
D) en 2020 et 2021. 
La ligne centrale des boîtes à moustache correspond à la médiane. Les boites sont construites à l’aide du 25 et 
du 75eme percentile. Les extrémités des moustaches représentent les valeurs min et max du paramètres étudiés. 
Les points sont considérés comme des valeurs aberrantes. Figure extraite du rapport MIRAGE 2021, réalisée par 
Marion Richard.   

 
 

 
Figure 29 : A) Relation linéaire significative observée entre les taux cumulés mensuels moyens de mortalités et les 
moyennes de salinité mensuelles, B) taux cumulés mensuels moyens de mortalité représentés en fonction des 
températures moyennes mensuelles de l’eau. 
Figure extraite du rapport MIRAGE 2021, réalisée par Marion Richard.   
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Lors du suivi de la bactérie dans les différents compartiments de l’environnement, effectué en 

2021, la prévalence était faible dans les animaux même si l’échantillonnage ne permet pas de 

l’estimer précisément (Tableau 3). En dehors d’un échantillon d’eau de mer prélevé le 25 mai, 

tous les échantillons autres que les huîtres étaient négatifs pour V. aestuarianus, suggérant 

que la bactérie ne se développe pas dans l’environnement, même si elle se transmet par l’eau 

de mer. Concernant les huîtres adultes, les concentrations mesurées dans les tissus étaient 

faibles (de l’ordre de 104 bactéries / 25 ng d’ADN extrait) et n’ont été observées que dans 6 

des 13 campagnes. Ces résultats suggèrent que V. aestuarianus francensis est présente dans 

les huîtres pendant toute l’année à faibles concentrations et en prévalences faibles. 

 

 

 
Tableau 3 : Nombre d’échantillons positifs / nombre d’échantillons total prélevés dans plusieurs compartiments de 
l’environnement. 
Les compartiments échantillonés étaient les huîtres adultes (1 échantillon = 1 individus), le sédiment (premiers 
centimètres du sédiment à proximité des tables ostréicoles), les particules en suspension dans l’eau de mer 
(fractions 0,22-5 µm ; 5-20 µm et > 20 µm) et les  macroalgues. Les échantillons positifs sont indiqués en gras. La 
dernière ligne indique le nombre de campagne au cours desquelles V. aestuarianus a été détecté / nombre total 
de campagnes effectuées, pour chaque compartiment. 
 

Date 
Huîtres 
adultes 

Sédiment Eau de mer  Macroalgues Projet 

   
0,22 – 5 

µm 
5 – 20 

µm 
> 20 
µm 

  

23/02 2/10 0/10 - - - - MICROLAG 

27/04 0/10 0/10 - - - - MICROLAG 

20/05 0/10 0/10 - - - - MICROLAG 

27/05 2/10 0/10 - - - - MICROLAG 

25/05 1/11 - 2/3 0/3 0/3 0/9 MIRAGE 

03/06 0/5 0/10 - - - - MICROLAG 

10/06 0/5 0/10 - - - - MICROLAG 

17/06 1/5 0/10 - - - - MICROLAG 

01/07 1/10 - 0/3 0/3 0/3 0/9 MIRAGE 

13/07 0/5 0/10 - - - - MICROLAG 

28/07 1/10 - 0/3 0/3 0/3 0/9 MIRAGE 

27/08 0/5 0/10 - - - - MICROLAG 

28/10 0/10 - 0/3 0/3 0/3 0/11 MIRAGE 

 
Toutes les 
campagnes 

6/13 0/9 1/4 0/4 0/4 0/4  
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Conclusions 

Grâce à deux projets de suivi des mortalités liées à V. aestuarianus dans l’étang de Thau, 

MIRAGE et MICROLAG, la niche de cette bactérie pathogène pour les huîtres a pu être 

précisée. Son habitat semble limité aux huîtres puisque la bactérie n’a pas été détectée dans 

les autres compartiments échantillonnés, quel que soit le mois d’échantillonnage et le niveau 

de mortalité observé. Seul un échantillon de particules en suspension dans l’eau de mer 

(fraction 0,22-5 µm, correspondant aux bactéries libres et aux petites particules (Yung et al., 

2016) a été positif, au moment où nous avons pu isoler la bactérie dans un individu moribond. 

Nous savons que V. aestuarianus est transmise d’un individu à l’autre en tant que bactérie 

libre dans l’eau de mer (Parizadeh et al., 2018). Les bactéries détectées dans cette échantillon 

pourraient être des bactéries excrétées par des huîtres moribondes peu de temps avant leur 

décès. Le fait qu’il s’agisse de l’unique échantillon positif, parmi ceux prélevés dans 

l’environnement, suggère que la bactérie ne se maintient pas dans l’environnement, qu’elle y 

transite et que l’huître est son unique habitat. Néanmoins, il reste difficile de prouver l’absence 

d’un micro-organisme, de par les seuils de détection des méthodes de dépistage. De 

nouvelles études, au cours d’évènements plus massifs, et avec un échantillonnage plus 

conséquent sont à prévoir pour compléter nos données.  

 

Dans le cadre de ces suivis, il a été observé qu’une diminution de la salinité pourrait être liée 

à une augmentation des mortalités liées à cette bactérie. En effet, une corrélation négative a 

été mise en évidence entre les mortalités cumulées et la salinité. De plus, les mortalités moins 

importantes et plus progressives observées en 2021, pourraient être liées à une salinité 

globalement plus élevée dans le bassin de Thau cette année-là. Cependant, d’autres facteurs 

sont à explorer et pourraient participer au développement de la maladie (oxygène dissous, 

état reproductif, microflore hémolymphatique…) afin d’identifier les périodes/zones/pratiques 

à risque et d’imaginer avec les professionnels d’éventuelles mesures prophylactiques.  
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Chapitre 3 : Dynamique de Vibrio aestuarianus chez les coques 
Cerastoderma edule dans des gisements exploités des Hauts 
de France 

 

Dans ce chapitre, nous nous intéressons à la sous-espèce V. aestuarianus cardii, qui contient 

les pathogènes de coques Cerastoderma edule. Jusqu’alors, les données concernant la niche 

écologique de V. aestuarianus cardii étaient très lacunaires, de même que la structure 

génétique de cette population. Nous présentons donc une étude portant sur la dynamique 

évolutive et l’écologie des populations de V. aestuarianus cardii dans les gisements naturels 

de coques des Hauts de France. Il s’agit d’une zone impactée par les mortalités de coques 

dues à ce pathogène, plus précisément en baie de Somme et en baie d’Authie. Ces deux 

baies, distantes d'environ 10 kilomètres, sont caractérisées par une activité professionnelle 

de pêche à pied et environ 3000 tonnes de coques y sont collectées par an. Un suivi a été 

réalisé sur plusieurs sites dans ces deux baies entre 2019 et 2021 et a permis de collecter de 

nombreux échantillons de coques adultes et naissains et de sédiments. De plus, des moules 

élevées à proximité des gisements de coques ont été prélevées dans le cadre de ce suivi. 

Ces échantillons ont été collectés avant, pendant et après les mortalités de coques.  

 

Les objectifs de cette étude étaient de mieux caractériser l’habitat de V. aestuarianus cardii 

tout au long de l’années tout en identifiant des paramètres environnementaux influençant le 

développement de la maladie. De plus, l’isolement des souches et le séquençage de leurs 

génomes complets, a permis de réaliser des analyses de génétique de populations, et 

d’identifier des facteurs potentiels d’émergence de lignées pathogènes pour les coques. 
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Article 3:  Ecology and population genetic of Vibrio aestuarianus 
cardii in cockle beds in Hauts-de-France 

 
 
Mesnil, A., Tourbiez, D., Jacquot, M., Hocquet, J., Dégremont, L., Girardin, F., Ricard, M., 
Rocroy, M., Merland, A., Destoumieux-Garzón, D., Travers, M-A., Garcia, C. 
 
 
 

Résumé de l’article 3 

Les données génétiques combiné aux données de prévalence permettent de décrire les 

distributions des populations chez les hôtes et peut aider à caractériser leur niche écologique. 

La sous-espèce Vibrio aestuarianus cardii récemment décrite est une bactérie pathogène qui 

affecte depuis 2012 les gisements naturels de coques C. edule situés le long des côtes de la 

Manche. Cependant, on sait peu de choses sur les préférences écologiques de cette sous-

espèce et sur les processus évolutifs qui façonnent sa diversité. Dans cette étude, nous avons 

suivi V. aestuarianus cardii dans des bancs naturels de coques sur deux sites impactés en 

baie de Somme et en baie d'Authie et effectué des analyses génomiques comparatives de 40 

souches afin de mieux définir les préférences écologiques de V. aestuarianus cardii dans ces 

zones. Cela nous permet de définir des conditions thermiques permissives permettant le 

développement bactérien au sein des populations de coques, et d'identifier les naissains de 

coques comme un réservoir probable. Nous avons identifié plusieurs génogroupes associés 

aux coques mais avec différents niveaux de virulence. De plus, les résultats ont montré que 

les échanges génétiques sont fréquents au sein de ces génogroupes et auraient pu favoriser 

la différenciation génétique et permettre l'acquisition de facteurs de virulence tels que les 

systèmes de sécrétion de type 1 et de type 6. 
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Abstract 

Genetic data combined with prevalence data make it possible to describe the distributions of 

populations among hosts and can help to characterize their ecological niche. The recently 

described Vibrio aestuarianus cardii subspecies is a pathogenic bacterium that has been 

affecting natural cockle C. edule beds along the Channel coasts since 2012. However, little is 

known about the ecological preferences of this subspecies and the evolutionary processes 

that shape its diversity. In this study, we followed V. aestuarianus cardii in natural cockle beds 

at two impacted sites in the Bay of Somme and the Bay of Authie and performed comparative 

genomic analyses of 40 strains to better define the ecological preferences of V. aestuarianus 

cardii in these areas. This allows us to define permissive thermal conditions allowing bacterial 

development within cockle populations, and to identify cockle spat as a likely reservoir. We 

identified several cockle-associated genogroups but with different levels of virulence. 

Moreover, the results showed that genetic exchanges are frequent within these genogroups 

and could have favoured genetic differentiation and allowed the acquisition of virulence factors 

such as type 1 and type 6 secretion systems.  

 

Introduction 

Cerastoderma edule is a key species of estuarine ecosystems and of the economics of 

professional beach fishing in Hauts-de-France. Cockle beds in the Picardy estuaries are 

among the most productive for this species in France (3000 tons a year) (Bellamy et al., 2009). 

However, cockles are subjected to mortality episodes linked to several factors such as anoxia 

(Desprez et al., 1992), that can promote the proliferation of anaerobic bacteria, potentially 

pathogenic for bivalves (Coffin et al., 2021). Other driving factors are predation, diseases, 

climatic events, pollution, poor recruitment and over-fishing (Ducrotoy et al., 1991). They are 
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affected by numerous parasites including trematod Gymnophallus choledochus, and 

protozoan Marteilia cochillia (Longshaw & Malham, 2013). In 2012, a novel cockle pathogen 

has been identified in Hauts-de-France: the bacteria V. aestuarianus. Several strains from this 

species have regularly been isolated from moribund adult cockles since then, collected 

through French zoosanitary surveillance system (Garcia et al., 2021).  

 
V. aestuarianus is known as an oyster pathogen involved in adult mortalities dramatically 

affecting oyster farms in France since its re-emergence in 2012 (Garnier et al., 2008; 

Goudenège et al., 2015), and expanding in Europe (Mesnil et al submitted). V. aestuarianus 

oyster pathogenic isolates belong to Francensis subspecies (Garnier et al., 2008) whereas 

cockle pathogenic isolates belong to the recently described subspecies Cardii (Garcia et al., 

2021). To date, cockle mortalities associated with V. aestuarianus cardii were reported only 

on the French Channel coast, mostly during summer and their dynamic seems to be influenced 

by temperature (Garcia et al., 2021).   

 

In order to better understand, and potentially predict, the development of diseases and the 

spread of pathogens, it is crucial to define their ecological niche, namely the multidimensional 

properties of the lifestyle of the pathogen population, including the resources it uses, preferred 

physico-chemical conditions, and interactions (predators, preys, etc.) (G. E. Hutchinson, 

1957). In Vibrios, the occurrence of specific populations has been linked to temperature 

(Motes et al., 1998), salinity (S. C. Jiang & Fu, 2001; Motes et al., 1998) and nutrient status of 

water (Thompson et al., 2004). Consequently, different vibrio populations have been described 

to succeed each other throughout the year. In addition, populations of pathogenic bacteria can 

have different behaviors, from generalist (often opportunistic), to specialist strongly associated 

with a particular host. This is particularly true for Vibrios (Preheim et al., 2011). To better 

characterize ecological niche and environmental factors influencing disease development, 

bacteria prevalence time-series are necessary and must be supplemented by genomic data 

to study population genetic structure and diversity.  

 

In this study, we took advantage of a monitoring program of mortalities in Haut-de-France to 

collect isolates from cockles and their environment. This monitoring was performed, 

cumulatively, for 2 years and allowed to better define ecological preferences of V. 

aestuarianus cardii in the studied area. Isolate genome sequencing allowed conducting a 

population genetic study of V. aestuarianus cardii. Several genomic groups with contrasting 

levels of virulence towards cockles were identified and genetic exchanges have been shown 

to potentially have favoured the differentiation of these groups and allowed virulence factors 

acquisition. 
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Material and methods 

Field study of V. aestuarianus cardii prevalence in cockles, sediment and 

mussels 

To better understand the ecological preferences of the subspecies V. aesturianus cardii, we 

followed the dynamics of two populations, one from the Bay of Somme and one from the Bay 

of Authie, both located in the Hauts-de-France ten kilometres away from each other. These 

sites have been impacted by cockle mortalities and on one site (Bay of Somme), V. 

aestuarianus cardii has been detected since 2012. Two sites were monitored during this study 

(Figure 1): i) one in Baie of Somme (CH’4) and ii) one in Bay of Authie (Fort Mahon in 2019 

then Groffliers in 2020 and 2021). 

 

 

Fig. 1 : Map of the main cockle sites in the Bay of Somme and the Bay of Authie: Groffliers N:50°22’11’’ 
et E:1°35’20’’ ; CH’4 N:50°14’51.1’’ et E:1°33’05.6’’ 

 

These sites were monitored in 2019 during a preliminary study and their monitoring continued 

in 2020 and 2021 in order to collect two years of data on these two deposits. Unfortunately, in 

2020, the Fort Mahon shell deposit in the Bay of Authie disappeared due to re-silting work; 

this sampling point was therefore replaced by another nearby site with similar environmental 

conditions, the Groffliers deposit (Figure 1). Cockle samples were collected by the Hauts-de-
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France CRPMEM (Regional Committee for Maritime Fisheries and Marine Farming), 

professionals and GEMEL (Estuarine and Coastal Environments Study Group). Sampling was 

conducted monthly during spring and summer 2019 and quarterly during fall and winter 2019. 

In 2020 and 2021, sampling was conducted monthly between August 2020 and August 2021 

regardless of the sampling season. Two cohorts were systematically sampled at each site: 

large shells, i.e. greater than 27 mm length, and smaller shells, i.e. less than 25 mm length. A 

minimum of fifty cockles from each cohort were sampled for the analyses. In addition, 

sediments and mussels were sampled in order to determine whatever the bacterium V. 

aestuarianus cardii could also be found in these compartments. Sediment was sampled at the 

same site of cockles samples (bay of Somme and Authie) and mussel came from the mussel 

breeding located in “Pointe St-Quentin” of bay of Somme. A total of 73 batches of cockles 

were received, corresponding to 1824 individuals as well as 10 mussels and 18 sediment 

samples and all were analysed. To search for V. aestuarianus, three techniques were used 

(Figure 30) : i) a real-time PCR on shredded whole individuals, allowing to follow the evolution 

of the bacterium over time within the different beds, ii) a real-time PCR after enrichment of 

whole individual shredded material: this technique makes it possible to detect the bacterium 

in a “latency/dormancy” period without clinical expression in carrier individuals, iii) 

bacteriological seeding after enrichment of ground individuals on ChromAgar medium. This 

technique makes it possible to isolate bacterial strains and then to characterize their virulence 

and genetic diversity. Enrichment was performed using Alkaline Peptone Water, which allow 

growth and selection of Vibrio species. Animals were crushed in 500 µl of Sterile Seawater 

(SSW) in 7ml CK-28 tubes (Precellys): three series of 20s with 10s of delay between cycles. 

After conservation of a part of the tissues for direct DNA extraction (Qiagen DNeasy 96), 3ml 

of saline APW pH9 was added directly to the tube and incubated at 22°C overnight. 

Enrichment broths were (1) subcultured to ChromAgar that were incubated at 22°C for 18 to 

20 h. Colonies resembling those of V. aestuarianus (turquoise blue) were picked, restricked 

and identified by qPCR. (2) Enrichment broth supernatants were also boiled (100°C 5min, 4°C 

5min), diluted to 1/100 and subjected to qPCR for V. aestuarianus detection. Finally (3) a part 

of the enrichment broths was conserved at -80°C (Figure 2). 
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Fig. 2 : Process diagram applied to cockles batches 

 

Isolates selection 

From the 77 batches of cockles that were received from both sampling sites, V. aestuarianus 

cardii could have been isolated from 51 of them and 370 isolates were obtained. Among them, 

53 isolated strains were sequenced, representing 50 batches. After removal of incomplete and 

contaminated genomes, or those finally not attributed to V. aestuarianus, we kept 30 genomes 

(Table 1) for the subsequent analysis. From the ten mussel samples received, three isolates 

belonging to V. aestuarianus could have been isolated from only one batch. Two isolates got 

prepared for sequencing. From the 18 sediment samples received, seven isolates belonging 

to V. aestuarianus could have been isolated from two batches. Two of them were prepared for 

sequencing. They were added to five previously sequenced and assembled V. aestuarianus 

cardii genomes. The context of isolation of each strain is presented in table S1.  
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Tab. 1: Genome selection from strains isolated during field survey in Hauts-de-France between 2019 and 2021 

 

    Isolated Sequenced Included 

Strains            

  C. edule 250 53 21% 30 12% 

  Sediment 7 2  29% 2 29%  

  Mytilus sp. 3 2  66% 2 66%  
             

Batches from which Va is originated        

  C. edule 30 30 100% 30 100% 

  Sediment 2 2 100%  2 100%  

  Mytilus sp. 1  1 100%  1 100%  
 

 

Sequencing, assembly and genome annotation 

DNA was isolated from 35 strains using the NucleoSpin Tissue Kit (Macherey-Nagel) following 

the manufacturer’s guidelines, and the concentration of each sample was adjusted to 0.2 ng/μl 

for library preparation using the Illumina Nextera XT DNA Library Preparation Kit according to 

the manufacturer’s guidelines. For each library, paired-end reads of 150 bp were produced on 

the Illumina NextSeq 550 platform (Bio Environnement, Perpignan, France). The quality of the 

resultant fastq files was assessed using FastQC (Andrews et al., 2010). Primers, Illumina 

adapter sequences, low-quality bases at the 3′ end of reads with Phred-scaled quality scores 

less than 30 and reads with a length <50 bp were removed using Trim Galore (available at 

github.com/ FelixKrueger/TrimGalore). Quality-controlled reads were de novo assembled 

using the genome assembler SPAdes v3.13.1 (Bankevich et al., 2012) with the default kmer 

size and a coverage cut-off value of 20 reads.  

For each assembly, coding sequences (CDSs) were predicted using PROKKA v1.12 

(Seemann, 2014) with default databases and –compliant and –rfam flags and annotation of 

rRNAs, tRNAs and other ncRNAs enabled. Functional annotation of the detected CDSs was 

performed using EggNog-Mapper v2.1.0 (Huerta-Cepas et al., 2016, 2017). The annotated 

genomes were then processed with Roary v3.13, using the options “-e -n -i 95 -cd 100” params 

to perform a pangenome analysis and identify the set of core genes (Page et al., 2015). 

Assembly features and GenBank accession numbers are summarized in table S2. 
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Phylogeny and recombination analysis 

Pairwise ANIs (%) between pairs of genomes were calculated using FastANI (Jain et al., 

2018). We performed a core-genome alignment of the contigs using ParSNP v13/02/201 

(Treangen et al., 2014).  

This alignment was used to perform a cluster analysis of samples by genetic distance via 

Ward-linkage (hclust, method = “ward.D”) with the R package stat (Murtagh & Legendre, 

2014). Paiwise genetic distances between samples were calculated using GENPOFAD 

distance (dist.snp, model = "GENPOFAD") with the R package pofadinr (Joly et al., 2015). 

GENFOPAD distance can be defined as one minus the ratio of the number of nucleotides 

shared between two samples divided by the maximum number of nucleotides observed in 

either individual at a given sequence site. A phylogenetic network was computed using the 

neighborNet command from the R package phangorn (Schliep, 2011).  

The core-genome alignment was also used to infer a maximum likelihood phylogeny using 

RAxML v8.2.12 (Stamatakis, 2014) with the TVM model of nucleotide substitution 

(transversion model, AG=CT and unequal base frequencies), as determined using jModelTest 

based on Akaike Information Criterion (AIC) (Posada, 2008) and 100 bootstrap replicates were 

performed for robustness assessment. To single nucleotide polymorphisms (SNPs), the 

haploid variant calling pipeline snippy v4.6 (available at https://github.com/tseemann/snippy) 

was used with default parameters. Recombination was evaluated across this genome 

alignment using ClonalFrameML v1.12 (Didelot & Wilson, 2015); we used an extension that 

allows different recombination parameters to be inferred on different branches of the clonal 

genealogy. 

 

Positive selection signatures  

In order to detect SNPs that may explain V. aestuarianus cardii population structure, we 

performed a genome scan analysis using the pcadapt package v.4.3.3 for R (Luu et al., 2017) 

that detects structure and clustering of individuals in a population. Number of principal 

components was set to six, based on scree.plot analysis (Figure S5). We used LD.clumping 

option, with window size of 5 kb. LD.clumping uses p-values to sort SNPs by relevance (i.e. 

keeping the most significant ones). It takes the first one (i.e. the most significant SNP) and 

removes SNPs that are highly correlated with this one in a window around it. We also removed 

SNP with minor allele frequency under 0.05. After computing the test statistic, a Bonferroni 

adjustment was used to correct for multiple comparisons, and a threshold of 0.001 was applied 

to identify outliers SNPs. 
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Bacterial virulence estimation by injection 

Pathogenicity of 69 Vibrio aestuarianus cardii isolates on reared cockles was investigated by 

experimental injections, which also included Vibrio aestuarianus oyster strain 02/041, 

pathogenic for oysters (negative control) and Vibrio aestuarianus cockle strain 12/122 3T3 

pathogenic for cockles (positive control). Cockles were induced to spawn in February 2021 at 

the Ifremer hatchery in La Tremblade and larvae were grown according to standard protocols 

used for C. gigas, except that seawater temperature was maintained at 20°C for cockle larvae. 

Settlement took place from 11 to 16 days post fertilization. All progenies were maintained 

under controlled environmental conditions in our facilities using unheated UV treated (40 

mj/cm2) seawater in a flow-through system. All animals were fed ad libitum. Following an initial 

screening of 30 of these animals (no detection of Vibrio aestuarianus and no detection of any 

other pathogens by histology) for each experiment and in the absence of mortality over the 

rearing period, we chose to use this biological material for the controlled infections. 

Experiments were conducted in July and November 2021 and May 2022 when cockles 

weighed 0.75 g and measured 12.92 mm. 

Bacteria were grown with constant agitation at 22°C for 24 h in Zobell medium. Cultures were 

washed by centrifugation (10 min, 1500 g) and resuspended in artificial, sterile seawater to 

obtain OD600nm = 0.1. Fifty microliters of bacterial suspensions (107 cfu, checked by plating on 

Zobell agar) were injected in the posterior adductor muscle into anesthetized cockles. After 

injection, cockles were transferred to aquaria (10 cockles per 2.5 L aquarium, duplicate 

aquaria per bacterial strain) containing 2 L of aerated, UV-treated seawater at 22°C and kept 

under static conditions for 5 days. During this period, cockle mortalities were followed and 

recorded twice a day.  

 

Results 

Cockles spat could be reservoir of V. aestuarianus cardii in Hauts-de-France 

To better characterize ecological preferences of V. aestuarianus cardii, field study allowed 

collecting 1824 cockles, 17 sediment samples and 10 mussel samples. It appears that the 

favourable period for V. aestuarianus cardii extends between April and September. During this 

period, bacteria can be detected in cockles tissues of spat and adults using real time PCR 

without enrichment, suggesting that they are present in high concentrations (Figure 3). They 

can also be found in sediment samples using real-time PCR after enrichment and in mussels 

using culture technique (table S3), but not using real-time PCR without enrichment, suggesting 

that they are present at low concentrations in these compartments. Outside this period, V. 
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aestuarianus cardii was mainly detected in spat batches, using real-time PCR after 

enrichment, and was never detected in sediment and mussels samples, whatever the technic 

used. These results suggest that the bacterium remains alive but in latent or dormant state, 

principally in cockle spat during winter.  

 

 

 
 

Fig. 3 : Cockle spats could be reservoir of V. aestuarianus cardii in Hauts-de-France. V. aestuarianus 
prevalence was evaluated on batches of 30 cockles. Prevalence in spat batches is represented by pink points, 
prevalence in adult batches is represented by green points. Bacteria presence in individuals from the batches was 
determined before bacteria enrichment, in Bay of Authie (A) and Bay of Somme (B) and after (plots C and D). 
Monthly average air temperatures were collected from meteociel.fr, on Abbeville station (in Somme department) 
(plot E). Absence of data in 2020 is linked to French restrictions linked to Covid pandemy. 
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One of the factors governing the bacteria prevalence in cockles could be the increase in 

temperature as suggested by the positive correlation between temperature and prevalence in 

cockles adult and spat (linear regression : R² between 0.32 and 0.63) (Figure S1). 

 

V. aestuarianus cardii encompasses several genogroups that can coexist  

In order to study parental relationship between oyster pathogenic lineages and cockle 

pathogenic lineages at the whole genome level, we performed core genome alignment using 

cockle isolates (n=34 sampled during the field survey + 6 isolated in other regions/countries 

and shared by collaborators), oyster isolates (n=7) and non-clinical isolates (n=6) whole 

genome assemblies. V. aestuarianus belongs to V. anguillarum clade so we used V. 

anguillarum strain 775 as an outgroup, to root the tree. Phylogenetic analysis confirmed the 

non-random phylogenetic distribution of the two clinical phenotypes, i.e. oyster clinical isolates 

and cockle clinical isolates that emerged from different sibling ancestors (Figure S2). 

 
To reconstruct the overall population structure of V. aestuarianus cardii, we assessed the 

genetic diversity at the whole genome level. We aligned the 40 genome sequences with the 

type strain (03/008T) genome and detected a total of 146,942 SNPs. Relationships between 

isolates were studied by building a maximum likelihood phylogeny (Figure 4). Globally, 

genomes were close to each other in the tree and showed highly similar nucleotide 

compositions, as indicated by average nucleotide identities (ANIs) higher than 97.0 % for all 

pairwise comparisons (Table S4). According to Ward clustering (Figure S3), we could 

differentiate three monophyletic groups (Figure 4): group A composed of nine strains, group 

B including 20 strains and group C with 12 strains. In groups A and B, ANI were higher than 

98% (minimum ANI in group A: 98.7% and B: 98.4%). In group C, diversity is slightly higher 

with a minimum ANI of 97%. On the phylogenetic tree, group C is paraphyletic. Indeed, a 

divergence appears at the node corresponding to the common ancestor of the subspecies 

between the first part of group C and the other strains of the subspecies. Among these, a new 

divergence takes place between the second part of group C and the other strains.   

 

As indicated in Figure 3, all group A strains were isolated in Hauts-de-France between 2012 

and 2021, from cockle and mussel tissues. Group B contains strains from more diverse 

geographical origin including Normandy (15/061 1T1), Italy (151-ITT-15-cp1, isolated from 

clam Ruditapes philippinarum), Brittany (15/064 4T2), all isolated in 2015 and in Hauts-de-

France in 2020 and 2021 from cockles and mussel. Finally, group C contains isolates from 

Hauts-de-France between 2019 and 2021, from cockle tissues and sediment. It also includes 

one strain isolated in Ireland in 2009 (MI-24-09) from oyster tissues (Table S1).  



149 

 
Fig. 4 : Phylogenetic tree of V. aestuarianus cardii calculated with RAxML using a TVM substitution model and 
rooted with the midpoint rooting option from whole-genome alignments. Several layers of annotations are added: 
geographical origin (check mark), year of isolation (point) and environmental origin (star), V. aestuarianus cardii 
groups A to C, determined using Ward clustering, are colored in yellow, blue and green, respectively and were 
delaminated according to a Ward clustering. White stars indicate strains isolated on Bay of Somme in May 2021. 

 

Several isolates sampled during May 2021 in Bay of Somme (indicated with white stars on 

Figure 4), from spat cockles (isolates names beginning with 21-072), adult cockles (names 

beginning with 21-073) or mussels (names beginning with 21-072-073) belong to different 

groups. 21-073-5T1 and 21-072-073-M2T1 belong to group A. 21-072-3T1, 21-073-7T1, 21-

072-073-M3T1, 21-073-8T1 and 21-072-1T1 belong to group B. This observation suggests 

that important diversity is maintained and that multiple genogroups can coexist on the same 

place at the same time. 

 

All these observations suggest the absence of geographical structuration of V. aestuarianus 

cardii, as well as the coexistence of the three genogroups in Hauts-de-France cockle beds.  
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V. aestuarianus cardii population is structured according to virulence toward 

cockles 

The V. aestuarianus cardii populations are structured according to virulence toward cockles. 

Groups A and B include cockles high-virulence isolates (HV), causing more than 50% mortality 

during cockle infections in the laboratory by injection in muscles (105 CFU / animal). Group C 

contains significantly lower-virulent isolates (LV) (p-value < 0.001) (Figure 5). Two exceptions 

have to be noted though: 19-064-14T1 belonging to group C, showing high virulence 

phenotype and 21-045-3T1, belonging to group B, showing low virulence phenotype. 

 
Fig. 5: Percentages of cockle mortalities after V. aestuarianus cardii strains injection assays in laboratory (105 
CFU/animal). Wilcoxon-Mann-Witney tests were used to determine if virulence of the three datasets were 
significantly different from each other. Lineages A to C are highlighted respectively in yellow, blue, and green. 

 

LV and HV strains were isolated throughout the year (from March to November, Table S1) 

from cockle’s tissues. In conclusion, the three identified genogroups differed by their toxicity 

toward cockles, but may have the same population dynamics whatever their virulence level. 

Strains isolated from mussels (21/072-073-M3T1 and 21/072-073 M2T1) belong to HV groups 

whereas strains isolated from sediment belong to LV group (21/070-071 S2T1 and 21/047-

048 S1T2).      

 

Homologous recombination strongly impacts V. aestuarianus cardii evolution 

We further examined the evolutionary processes of the V. aestuarianus cardii subspecies by 

looking for signals of homologous recombination. Homologous recombination in genomes can 

generate phylogenetic inconsistencies between taxa that can be visible on a phylogenetic 

network by the presence of alternative pathways. The one we have constructed from the whole 
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genome alignment confirms that recombination affects V. aestuarianus cardii isolates 

relationship, with alternative pathways between these taxa (Figure S4). 

 
To quantify homologous recombination at the subspecies and genogroups scales, we used 

ClonalFrameML (Didelot & Wilson, 2015). By this method, only 975 375 bp were remaining 

after removing the predicted recombinant sites from the original 2 833 354 bp alignment, 

suggesting that approximately 66% of the sites may have undergone recombination at some 

point. However, results indicated that the impact of recombination (r) on the genome wide 

substitution rate is more than half of the impact of substitution in HV in all groups (Table 2). 

This result suggest that V. aestuarianus cardii groups exchange genetic material with other 

microbial populations.    

 

Tab. 2: Mean r/m ratios calculated using ClonalFrameML (Didelot & Wilson, 2015) on each genogroup 

 

Genogroup Mean r/m sd 

V. aestuarianus cardii 0.76 0.43 

Group A 0.63 0.30 

Group B 0.54 0.16 

Group C 0.69 0.27 

 

 

To study the impact of homologous recombination on the genetic structure of the Cardii 

subspecies, we compared phylogenies constructed from the alignment of the whole core 

genome with the one purged from genomic region potentially impacted by recombination. The 

removal of the recombinant regions disturbs the relationships within the group C (which 

contain low-virulence strains). Indeed, while this group is paraphyletic in a phylogeny 

constructed from complete data (Figure 6, A), it is monophyletic when recombinant regions 

are filtered (Figure 6, B). The fact that recombination increases the distance between the two 

parts of group C suggests that they have access to different pools of genetic material.  

In the HV strains, we observe a homogenizing effect of recombination between groups A and 

B. Indeed, genetic distance appears less important between the two groups with 

recombination. We also observe this homogenizing effect inside the groups, with lower 

distances between strains inside groups when we consider recombination. This result suggest 

that recombination takes place between groups.  
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Fig. 6: Tanglegram depicting the relationship between the predicted evolutionary histories of V. aestuarianus cardii. Left plot: Core genome phylogenies, with recombination 
(length : 2 833 354 bp) versus core genome phylogeny without regions detected to be impacted by recombination (975 375 bp). Right plot: Core genome phylogenies, with 
recombination versus Hierarchical clustering of the pangenome presence/absence matrix. Correspondences were used to designate clade groups, which are linked in the 
tanglegram using individual colours per clade. Trees A and B were constructed with a TVM substitution model and maximum likelihood algorithm. The trees were midpoint rooted. 
Genogroups A to C are highlighted respectively in yellow, blue and green. “Unique” nodes, with a combination of labels not present in the other tree, are highlighted with dashed 
lines. 
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V. aestuarianus cardii groups have open pan-genomes 

To assess overall gene content diversity, we conducted a pan-genome analysis using Roary 

(Page et al., 2015), and estimated a core genome size of 2355 genes and a pangenome size of 

11 661 genes. We calculated gene content heterogeneity in each group. The heterogeneity is 

calculated as the inverse of the ratio between intersection and union genes, minus 1, as defined 

in (Pedersen, 2017). Intersection genes are common to all samples in the genome set. Union 

genes are present in at least one genome of the set. The more genes the genomes share, the 

higher the ratio, the lower the heterogeneity. A value of 0 means that all genes are shared by all 

strains, and a value of 1 means that half of genes in the pool is shared by every strain.  

 

In order to reduce sampling size bias into the calculation of heterogeneity, we calculated it for 100 

random subsamples of 5 genomes per group. The results obtained for the 100 sub-samplings 

show that heterogeneity is significantly less important in pathogenic group A (average 

heterogeneity = 0.42 +/- 0.20) than in pathogenic group B (0.84 +/- 0.14) and non-pathogenic 

group C (0.93 +/- 0.15) (student test, p-value < 10-5) (Figure 7). Heterogeneity is higher in the 

group B than in the group A, probably because several subgroups are appearing in this group. 

Indeed, a phylogeny based on genes heterogeneity, splits group B into two subgroups, one of 

which becoming closer to group A (Figure 6, C).  

 

 
Fig. 7: Calculated heterogeneity in V. aestuarianus cardii groups on one hundred subsamples of 5 genomes. 
Genogroups A to C are highlighted respectively in yellow, blue and green. 
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Cockles pathogenic strains share virulence genes repertoires 

Pangenome study allowed identifying groups conserved and specific genes. Specific group genes 

set sizes range from 2 in LV group C to 55 in HV group A. 53 genes are common and specific to 

all HV strains. Among them are gene encoding a complete type 6 secretion system potentially 

involved in interspecific competition (MacIntyre et al., 2010). Furthermore, in this gene set, are 

genes encoding complete type 1 secretion system (T1SS: macAB/tolC) involved in virulence 

(Fuche et al., 2015; Navarro-Garcia et al., 2019), genes encoding transcriptional regulators 

involved in metabolism (cdhR, csgD and sgrR : for a complete list of these genes see Table S5). 

Therefore, these results suggest that the common ancestor of HV groups A and B acquired T1SS 

and T6SS encoding genes, favouring the HV lineages emergence.  

 

Positive selection signatures in pathogenic groups  

To investigate the evolutionary changes that led to the divergence of cockle virulent isolates in V. 

aestuarianus cardii, we performed a genome scan analysis using pcadapt that detect structure 

and clustering of individuals in a population. Number of principal components was set to eight 

based on scree.plot (Figure S5A). Based on principal component analysis, principal component 

1 (PC1) segregated the HV groups (groups A and B) from the LV group (group C) in strain 

collection (Figure S5B). 

Finally, we kept outliers that are more correlated to PC1 than other principal components. 126 

outliers SNPs were associated with PC1 including 19 non-synonymous SNPs potentially involved 

in diversifying selection. These SNPs are listed in table S6 and notably include the two members 

of the two-component system cpxA/cpxR which is known to be involved in regulation of 

expression of the porins ompF and ompC in Escherichia coli (Batchelor et al., 2005), and in 

colonization ability and virulence of uropathogenic E. coli (Debnath et al., 2013).   

 

Discussion 

In this study, ecological preferences of V. aestuarianus cardii were investigated through a field 

study of prevalence of the bacteria conducted in cockle beds in Hauts-de-France between 2019 

and 2021. Our study revealed that V. aesturianus cardii is present in cockle spats, one of its 

probable reservoirs, throughout the year, within which the bacterial load increases sharply from 

April to August. At this time, corresponding to the spawning period for adult cockles (Malham et 

al., 2012), the bacteria is also present in cockle adults, sediment, where the bacterium might be 

able to maintain itself. Thus, the presence of V. aestuarianus cardii in the sediment could be 
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explained by the fact that the infected cockles reject the bacterium in the environment and that it 

is thus found in the sediment. The presence of V. aestuarianus cardii in mussels could be due to 

an accumulation by filtration of the bacterium by the mussels due to its significant presence in the 

environment. Indeed, V. aestuarianus cardii proliferation in cockles tissues is observed during this 

period, and could lead to cockles mortalities. The presence in adult cockles could be favoured by 

their reproductive status. Susceptibility to infectious diseases has already been linked to 

physiological status of bivalves. For example, negative correlation between reproductive effort 

and oysters resistance to summer mortality has been observed (Huvet et al., 2010). These 

assumptions should be tested in other populations of V. aestuarianus cardii impacting Breton or 

Norman cockles for example. Mortality episodes do not occur every summer, suggesting that 

other factors influence the development of the disease, and still remain to be identified.  

 

Although strains isolated over a decade were included in our dataset, the sampling time range is 

not sufficient enough to get strong temporal signal and date the emergence of this subspecies 

(data not shown) (Drummond et al., 2003). However, our sampling enabled describe V. 

aestuarianus cardii genomic structuring in function of their virulence phenotype in cockles. Thus, 

we could differentiate highly virulent (HV) strains and low virulent (LV) strains. A second level of 

structuring appears inside the HV strains with two different groups, A and B. The evolutionary 

trajectory of the different lineages is impacted by recombination and genetic exchange. Group B 

appears to have a more complex evolutionary history than group A. Indeed, the phylogeny based 

on gene content splits this group into two. Part of this group has a gene content closer to that of 

group A strains. One hypothesis could be that this subgroup shares at least partially a niche with 

group A. Furthermore, we observed that the two HV groups (A and B) coexist at a sampling point 

(a site in the Bay of Somme in May 2021). Additionally, we observe a homogenizing effect of 

recombination between groups A and B. All these results suggest that genetic exchanges take 

place between groups A and B, involving that they share, at least partially the same niche.  

 

Finally, the data collected allow us to formulate a population dynamics hypothesis summarized in 

Figure 8. The bacterium, regardless of its genogroup, is maintained in the cockle spats throughout 

the year. Then, depending on factors, including temperature, it multiplies between April and 

August. During this period, it is found in adult cockles, and in the environment. Data suggest little 

exchange between the different groups, whose microhabitats remain to be delimited. The role of 

low-virulence group C in cockles mortality events in Bay of Somme remains to be elucidated.  
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Fig. 8: V. aestuarianus cardii population dynamics hypothesis. Genogroups A, B and C are highlighted in yellow, blue 
and green respectively. 

 
Unlike the subspecies V. aestuarianus francensis, which shows characteristics of a specialist 

pathogen (Mesnil et al., in prep), field study suggests that strains of the subspecies cardii could 

be able to survive in the environment during summer. This might give them the opportunity to 

recombine with other bacterial populations, which generates diversity of sequences and gene 

content in these groups. This suggests that the Cardii subspecies has a more generalist lifestyle. 

 
The existence of lineages presenting contrasting virulence allow detecting genes involved in 

virulence that could be specific of HV groups. Two operons encoding secretion systems (T1SS 

and T6SS), potentially involved in interspecific competition (MacIntyre et al., 2010) and virulence 

(Fuche et al., 2015; Navarro-Garcia et al., 2019) are present in HV groups. These genes could 

have been acquired from the environmental gene pool, conferring toxicity toward cockles to these 

groups. However, T1SS/T6SS direct implication in V. aestuarianus cardii virulence has to be 

demonstrated. 

 

Considering that V. aestuarianus cardii seems to be able to survive for a time in the environment, 

there is a risk of introduction into "unscathed" areas linked to the transfer of other animals, 

equipment or by hydrodynamic currents. Furthermore, considering the geographical area of C. 

edule, our study leads us to consider the risk of expansion of this disease. Moreover, the frequent 

recombinations suggest a risk of emergence of new pathogenic lineages. Addtionnaly, increasing 
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temperatures could extend the period during which the bacteria can multiply (Harvell, 2002), 

leading to a stronger impact of mortality. This could also push back the northern limit of its 

distribution. Macro-ecological studies on the impact of climate change on persistence and spread 

of V. aestuarianus cardii in the aquatic environment, combined with studies on host susceptibility 

and exposure, are needed to better understand the risks for C. edule, linked to V. aestuarianus 

cardii.  

 

 

Données supplémentaires 

Les figures supplémentaires sont disponibles en annexe 3 de ce manuscrit.  
  
Les tableaux supplémentaires sont disponibles dans un document en ligne, à l’adresse 
suivante :  
https://docs.google.com/spreadsheets/d/1RfeS0O8VsNAO5R025ZcvpQz4H5JH4rnFleM7Tcyqy
Mg/edit?usp=sharing 
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Chapitre 4 : Interactions cellulaires entre V. aestuarianus et les 
hémocytes d’huîtres creuse C. gigas 

 

Résumé du chapitre 

Chez les invertébrés, les hémocytes sont des cellules de la défense immunitaire, qui circulent 

dans l’hémolymphe et sont recrutées en cas d’infection ou de blessure de l’animal au niveau des 

tissus lésés et/ou infectés. Afin d’étudier l’interaction entre V. aestuarianus et les hémocytes 

d’huîtres creuses, Labreuche et ses collaborateurs ont choisi la souche 01/032, qui appartient à 

la sous-espèce V. aestuarianus francensis. Leurs observations ont suggéré que 01/032 échappait 

à la phagocytose des hémocytes et en plus, induisait la production de ROS par ces cellules, 

provoquant leur propre cytotoxicité, grâce à un facteur de virulence, la métalloprotéase Vam. 

Cependant, 01/032 n’est pas capable de coloniser l’huître et d’induire des mortalités lorsqu’elle 

est transmise par des protocoles « écologiquement réalistes » suggérant qu’elle ne possède pas 

l’ensemble du répertoire de virulence de la sous-espèce V. aestuarianus francensis. Afin d’étudier 

le rôle de l’interaction entre V. aestuarianus et les hémocytes dans la virulence des souches, 

nous avons voulu observer la réponse des hémocytes d’huîtres face à des souches avec 

différents niveaux de virulence à l’égard des huîtres. Nous avons donc réalisé des contacts in 

vitro et in vivo entre les hémocytes et trois souches. La souche 12/016 est hautement virulente 

envers les huîtres, le mutant 12/016∆varS présente une virulence atténuée et la souche 12/122 

3T3 n’est pas virulente envers les huîtres. Ces contacts nous ont permis d’observer que le gène 

varS n’influençait ni la capacité de colonisation des huîtres de V. aestuarianus francensis, ni la 

réponse des hémocytes à V. aestuarianus francensis, mais probablement des étapes ultérieures. 

Nous avons également observé que la souche 12/122 3T3 était capable de coloniser les huîtres 

et que sa présence entrainait une diminution de la réponse pro-inflammatoire des hémocytes.     
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Introduction 

 
Lors d’infections expérimentales réalisées dans des conditions proches de celles rencontrées 

dans la nature (« écologiquement réalistes ») par des souches pathogènes de V. aestuarianus, il 

est apparu que la bactérie est capable de coloniser l’hémolymphe des huîtres, de s’y multiplier 

puis de se propager dans tous les tissus (Parizadeh et al., 2018). Au contraire, une souche non 

pathogène peut pénétrer dans l’environnement interne de l’huître mais est incapable de s’y 

multiplier (Parizadeh et al., 2018). L’interaction entre V. aestuarianus et des facteurs présents 

dans l’hémolymphe est donc apparue déterminante pour le développement de la maladie.  

 

Chez les invertébrés, les hémocytes sont les cellules immunitaires, jouant un rôle central dans la 

défense antimicrobienne. Ces cellules circulent dans l’hémolymphe et sont mobilisables en cas 

d’infection. En effet, chez les huîtres creuses, leur recrutement a été observé avec une infiltration 

massive dans les tissus lésés et/ou infectés (Bachère et al., 2004). Afin d’étudier l’interaction 

entre les hémocytes de l’huître et V. aestuarianus, Labreuche et ses collaborateurs ont réalisé 

des contacts in vitro entre la souche 01/032 (V. aestuarianus francensis, clade A) et des 

hémocytes d’huîtres, révélant que la bactérie interagissait avec ces cellules de manière 

extracellulaire et inhibait leurs capacités de phagocytose (Labreuche et al., 2010; Labreuche, 

Lambert, et al., 2006a; Labreuche, Soudant, et al., 2006). Les ECP (extracellular products) 

synthétisés par la souche testée avaient des effets sur les hémocytes d'huîtres : diminution de la 

phagocytose, diminution des capacités d’adhésion (perte des pseudopodes, arrondissement 

cellulaire) et augmentation de la production d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) (Labreuche, 

Soudant, et al., 2006). Les ROS sont synthétisés à l’intérieur des hémocytes où ils vont avoir une 

action microbicide contre les bactéries phagocytées (Bachère et al., 2015). Les effets observés 

des ECP sur les hémocytes ont été reliés à l’activité protéase, reposant sur la métalloprotéase 

Vam (Labreuche et al., 2010). L’hypothèse était donc que 01/032 échappait à la phagocytose et 

en plus, induisait la production de ROS par les hémocytes, provoquant leur propre cytotoxicité, 

grâce à un facteur de virulence, la métalloprotéase Vam. Ces conclusions sont néanmoins à 

nuancer, principalement parce que la souche 01/032 n’est pas capable de coloniser l’huître et 

d’induire des mortalités chez les huîtres quand elle est transmise par des protocoles 

« écologiquement réalistes » c’est-à-dire via l’eau de mer. A forte dose, en injection, elle induit 

des symptômes chez les animaux, mais il est possible qu’il lui manque une partie du répertoire 

de virulence permettant de réaliser l’ensemble du cycle. Les conclusions obtenues avec cette 

souche ne paraissent donc pas forcément généralisables à l’ensemble des bactéries pathogènes 

de V. aestuarianus francensis. 
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Chez V. aestuarianus, des niveaux contrastés de virulence envers les huîtres sont observées 

selon les souches. Au sein de la sous-espèce V. aestuarianus francensis, la souche 12/016 est 

considérée comme hautement virulente, alors que la souche 07/115 présente une virulence 

intermédiaire (Goudenège et al., 2015). Un décalage du cadre de lecture a été constaté dans la 

séquence du gène varS chez cette souche. Une délétion de ce gène chez le mutant 12/016∆varS 

aboutit à une perte de toxicité, démontrant son rôle dans la pathogénicité de V. aestuarianus 

francensis envers les huîtres (Goudenège et al., 2015). Dans les autres sous-espèces, V. 

aestuarianus cardii et V. aestuarianus aestuarianus, les souches sont non virulentes envers les 

huîtres, même lorsqu’elles sont injectées en forte concentration dans l’animal (cf. chapitre 1).  

    

Afin d’étudier le rôle de l’interaction entre V. aestuarianus et les hémocytes dans la virulence des 

souches, nous avons voulu observer la réponse des hémocytes d’huîtres face à des souches 

avec différents niveaux de virulence à l’égard des huîtres. Nous avons donc réalisé des contacts 

in vivo entre les hémocytes et trois souches présentant différents niveaux de virulence (12/016, 

hautement virulente, 12/016∆varS, faiblement virulente et 12/122 3T3, appartenant à la sous-

espèce V. aestuarianus cardii, non virulente envers les huîtres). Afin d’identifier les gènes 

impliqués dans cette interaction, nous avons réalisé un séquençage du transcriptome de la 

bactérie et des hémocytes (dual RNAseq) après un contact in vitro.  

 

Nous avons pu observer que les deux souches de la sous-espèce V. aestuarianus francensis 

sont capables de proliférer dans l’hémolymphe des huîtres, quelle que soit leur virulence. Au 

contraire, la souche 12/122 3T3 ne peut que s’y maintenir, sans prolifération. Parmi les gènes 

impliqués dans la réponse hémocytaire face à V. aestuarianus francensis, le gène codant 

l’interleukine-17 apparaît surexprimé, lors du contact avec les deux souches testées.  

 

Matériel et méthodes 

Suspensions bactériennes 

Les souches 12/016 (une souche hautement pathogène isolée lors d'un épisode de mortalité 

d'huîtres), sa variante mutante 12/016ΔvarS (une mutation du gène varS) (Goudenège et al., 

2015) et la souche 12/122 3T3 (une souche non virulente pour les huîtres, isolées pendant un 

épisode de mortalité de coques) (Garcia et al., 2021) de V. aestuarianus ont été utilisées pour les 

interactions bactéries hémocytes réalisées dans cette étude.  

 

Les souches de V. aestuarianus étaient conservées à -80 °C dans un milieu Zobell contenant 

15% de glycérol (v/v). Elles ont été cultivées sur un milieu nutritif Zobell (peptone 4 g L−1, extrait 
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de levure 1 g L−1, tampon Tris–HCl 0,5 g L−1, gélose 15 g L−1 dans 1 L d’eau de mer artificielle, 

pH 7,8) à 22 °C. Chaque suspension a été obtenue à partir d'un isolat, placée dans le milieu 

Zobell liquide et incubée pendant 24 h à 22°C sous agitation constante à 20 tr/min. La suspension 

résultante a été centrifugée à 1500 g pendant 10 min à température ambiante. Le culot a été 

remis en suspension dans de l'eau de mer artificielle stérile (ASSW). La concentration 

bactérienne a été évaluée par spectrophotométrie à 600 nm et ajustée à une densité optique 

(DO) de 1,0 (5 × 108 cellules bactériennes ml-1). La pureté et la concentration des bactéries ont 

été contrôlées par étalement sur gélose Zobell. 

 

 

Animaux 

Des huîtres ASI (Adultes Standardisés Ifremer) ont été produites à l’écloserie d’Argenton 

(Ifremer) à partir d’un pool de géniteur. Elles ont, par la suite, été transféré pour grossissement 

sur le site de Bouin (Ifremer) et conservés indemnes dans ces installations bénéficiant d’un 

traitement de l’eau adapté (filtration et traitement aux UV de tous les entrants) puis ramenés à La 

Tremblade à l’âge de 12 mois pour les expérimentations. 

 

Capacité de prolifération dans l’hémolymphe in vivo 

Contact in vivo, protocole par injection 

Quelques jours avant l’expérimentation, un trou a été percé dans la coquille des huîtres, à 

proximité du muscle adducteur afin de pouvoir injecter et prélever les animaux sans les 

anesthésier. Puis les individus percés ont été replacés en stabulation jusqu’à l’injection des 

bactéries, dans un aquarium de 2,5L contenant 2L d’eau de mer filtrée et traitée aux UV. 100 µL 

de suspension bactérienne à DO600nm=0.1, diluée 50 fois (105 bactéries) ont été injectés dans le 

muscle adducteur des animaux. 10 individus ont été injectés par condition, puis ont été replacés 

dans leur aquarium.   

 

Contact in vivo, protocole par balnéation dans de l’eau contaminée 

Cinq huîtres donneuses ont été infectés par injection avec une souche de V. aestuarianus, puis 

placés dans de l’eau de mer artificielle stérile pendant 24h. Après 24h, les huîtres donneuses ont 

été retirés de l’eau de mer, puis la bactérie a été dosée par qPCR pour ajuster les concentrations 

bactériennes dans les différents bacs d’eau de mer contaminée à 7.106 copies de 

V. aestuarianus/mL. Après ajustement, des huîtres receveuses ont été placées dans l’eau de mer 

contaminée pendant 24 heures. Puis un trou a été percé dans la coquille des huîtres receveuses, 

qui ont ensuite été placées dans de nouveaux bacs d’eau de mer « propre » (filtrée et traitée aux 

UV) pendant deux jours. Le premier prélèvement d’hémolymphe a donc eu lieu 24 heures après 

la mise en place de l’infection par balnéation. 
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Prélèvements d’hémolymphe et quantification de V. aestuarianus 

100 µL d’hémolymphe ont été prélevés 1h, 24h et 48h après l’injection des bactéries, et après 

24h et 48h après immersion dans l’eau de mer contaminée. L'ADN total a été extrait de 

l'hémolymphe au moyen du kit DNeasy 96 Blood and Tissue (Qiagen). Les concentrations d'ADN 

ont été mesurées à l'aide d'un spectrophotomètre (Nanodrop, Thermo Fischer). La quantification 

de l'ADN de V. aestuarianus a été réalisée via un protocole qPCR (Saulnier et al., 2009) sur des 

thermocycleurs Mx3000 et Mx3005 (Agilent). Les réactions d'amplification ont été réalisées en 

double, dans un volume total de 20 µl. Chaque puits contenait 5 μl d'ADN génomique (5 ng μl−1), 

10 μl du Brillant III Ultra-Fast Master Mix (Agilent), 0,060 μl de chaque amorce à 100 μM (DNAj-

F 5′-GTATGAAATTTTAACTGACCCACAA, DNAj- R 5'-CAATTTCTTTCGAACAACCAC), 0,040 

µl de sonde DNAj 100 µM (5'-TGGTAGCGCAGACTTCGGCGAC), et 4,84 µl d'eau distillée. Les 

conditions de cycle qPCR étaient les suivantes : 3 min à 95°C, suivis de 40 cycles d'amplification 

à 95°C pendant 10 s et 60°C pendant 20 s. Les concentrations bactériennes ont été calculées en 

utilisant une courbe standard réalisée à partir de l’ADN total de la souche 02/041 dosé et ajusté 

à 1010 unités génomiques UG/ml 

 

Analyses statistiques 

Afin de comparer les concentrations bactériennes dans l’hémolymphe des huîtres après différents 

temps d’infection, des tests non-paramétriques de Wilcoxon-Mann-Witney ont été réalisés. 

 

Dual RNA seq 

Préparation de l’hémolymphe 

L’hémolymphe de 200 huîtres dont la coquille avait été préalablement percée, a été prélevée. 

Chaque prélèvement a fait l’objet d’un contrôle pour vérifier la présence et la qualité des 

hémocytes ainsi que l’absence de gamètes ou d’éventuelles traces d’infection microbiologique. 

L’hémolymphe a été centrifugée (1 000g, 15 minutes, 4°C). Le surnageant a été filtrée sur 0,22 

µm et utilisé pour resuspendre le culot d’hémocytes. Puis l’hémolymphe a été conservée sur 

glace jusqu’à la réalisation des contacts. Un comptage des hémocytes a été réalisé sur lame de 

Malassez et estimé à 2.105 hémocytes/mL d’hémolymphe. 

 

Contact in vitro 

Pour chaque souche testée (12/016, 12/016∆varS et 12/122 3T3), 1 mL de suspension 

bactérienne ajustée à DO = 0,5 (5.107 bactéries) a été ajouté à 10 mL d’hémolymphe (2.106 

hémocytes) pour obtenir une MOI de 1:25, dans des tubes Falcon de 15 mL. Pour chaque 

condition, le contact a été réalisé en 5 réplicats techniques. Puis les tubes de contact ont été 

laissés à 20°C pendant 2 heures. En parallèle, des hémocytes sans bactéries ajoutées ont été 



167 

laissée dans les mêmes conditions pendant 2 heures (5 tubes). Puis les tubes contenant les 

hémocytes seuls ou les hémocytes et les bactéries ont été centrifugés (1 500g, 10 min à 4°C). 

Le surnageant a été retirée, et les culots ont été lysés dans 1,5 ml de Trizol, puis vortéxés pendant 

15 secondes (Life technologies Inc.). Les échantillons ont été stockés à -80 °C jusqu'à l'extraction 

de l'ARN. 

 

Extraction d’ARN et préparation des librairies 

L'ARN a été extrait dans chaque tube de contact à l'aide du kit Direct-Zol RNA (Zymo), et selon 

le protocole du fabricant. Une étape de purification de l’ARN a été réalisée avec le kit RNA Clean 

& Concentrator. Après contrôle de la qualité des extractions (ratio 260/280 et 260/230), 3 

échantillons ont été sélectionnés pour la construction des librairies. La construction des librairie 

a été réalisée par Acobiom (Montpellier, France, https://www.acobiom.com/fr/). Elle comprend 

une étape de ribo-deplétion avec le kit RiboMinus Transcriptome Isolation kit, bacteria (Invitrogen, 

référence K155004), puis la construction des librairies proprement dite avec le kit Truseq stranded 

mRNA (Illumina), selon le protocole du kit. Les librairies ont été séquencées sur une plate-forme 

Nextseq500, en paired-end 2x150 pb. Au total, 1,1 milliard de reads ont été séquencés, dont 

0,8% ont été mappé sur le génome de C. gigas et 0,8% sur le génome de V. aestuarianus.  

 

Tableau 4 : Nombre de reads et pourcentage des reads totaux alignées sur les génomes de V. aestuarianus 02/041 et 
C. gigas, dans les différents échantillons. 
HC : hémocytes seuls ; HC(12/016) : Hémocytes en contact avec 12/016 ; HC(12/016∆VARS) : Hémocytes en contact 
avec 12/016∆varS ; HC(12/122 3T3) : hémocytes en contact avec 12/122 3T3.  
 

LIBRAIRIES 
Séquences alignées sur le génome de V. aestuarianus  Séquences alignées sur le génome de C. gigas  

Nombre 
% du nombre de 

reads totaux Nombre 
% du nombre de 

reads totaux 

HC 1 119 0,00 223 149 0,02 

HC 2 149 0,00 756 363 0,07 

HC 3 150 0,00 375 526 0,03 

HC(12/016) 1 827 354 0,08 942 497 0,09 

HC(12/016) 2 608 004 0,06 581 742 0,05 

HC(12/016) 3 527 948 0,05 697 527 0,06 

HC(12/016∆VARS) 1 593 128 0,05 813 607 0,07 

HC(12/016∆VARS) 2 581 097 0,05 769 204 0,07 

HC(12/016∆varS) 3 456 856 0,04 1 325 085 0,12 

HC(3T3) 1 1 722 504 0,16 770 246 0,07 

HC(3T3) 2 1 299 484 0,12 523 665 0,05 

HC(3T3) 3 1 744 125 0,16 805 734 0,07 
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Bioinformatique et analyses statistiques 

Une première étape de nettoyage des séquences (adaptateurs et séquences de mauvaise qualité 

ou trop courtes) a été réalisée avec FastP (Chen et al., 2018), suivi d’un contrôle de la qualité 

des séquences avec FastQC (Simons, 2010). Les séquences ont été alignées sur le génome de 

la souche 02/041 avec le logiciel RNA Star (Dobin et al., 2013). Le nombre de séquences alignées 

par gènes bactériens a été compté grâce au logiciel HTseq count (Anders et al., 2015). Ensuite, 

les séquences restantes ont été alignées sur le génome de l’huître C. gigas (version V9, 

disponible sur NCBI) (G. Zhang et al., 2012), et le nombre de séquences alignées par gènes de 

l’huître a été compté grâce au logiciel HTseq count (mode union). Les gènes différentiellement 

exprimés (DEG) ont été identifiés avec DESeq v.2 (Love et al., 2014) sur R (R Core Team, 2021) 

lors des comparaisons suivantes : 

- Hémocytes en contact avec 12/016 (HC(12/016)) vs Hémocytes seuls (HC) 

- Hémocytes en contact avec 12/016∆varS (HC(12/016∆varS)) vs Hémocytes seuls (HC) 

- Hémocytes en contact avec 12/122 3T3 (HC(12/122 3T3)) vs Hémocytes seuls (HC) 

- Bactéries 12/016 en contact avec des hémocytes (12/016(HC)) vs Bactéries 12/016∆varS 

en contact avec des hémocytes (12/016∆varS(HC)) 

Des annotations fonctionnelles des gènes de l’huître (Goterms http://geneontology.org/) ont été 

obtenues grâce au logiciel Blast2GO (Conesa & Götz, 2008) et les annotations fonctionnelles des 

gènes bactériens ont été obtenues en utilisant EggNog-Mapper v2.1.0 (Huerta-Cepas et al., 

2016, 2017).  
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Résultats et discussion 

VarS n’influence pas la capacité de colonisation de l’hémolymphe des huîtres de V. 

aestuarianus francensis. La dynamique de la colonisation et du maintien, voire du 

développement de V. aestuarianus a été étudiée via des expériences d’injection dans le muscle 

adducteur d’animaux, et d’immersion d’huîtres dans de l’eau de mer contaminée. Lors des tests 

par injection, nous avons observé que V. aestuarianus francensis est capable de proliférer dans 

l’hémolymphe, quel que la souche 12/016 ou son mutant delta varS, à virulence atténuée (Figure 

30). Il est à noter que malgré le parcours zootechnique « sécurisé » que les huîtres ASI ont suivi, 

de faibles détection de l’ADN de V. aestuarianus ont pu être détecté dans l’hémolymphe de nos 

animaux témoins. 

 

 

 
Figure 30 : Charges bactériennes mesurées par qPCR dans l’hémolymphe d’huîtres injectées avec V. aestuarianus. 
Pour chaque souche, les charges bactériennes mesurées après 24 et 48h ont été comparées avec celles mesurées 
après 1h avec un test de Wilcoxon-Mann-Whitney. *** : p-value < 0,01 et **** : p-value < 0,005, ns : non significatif. 
Pour chaque condition, 10 individus ont été injectés. 
 

 

 

Lors des expérimentations d’infection des huîtres par immersion dans l’eau de mer contaminée, 

nous avons constaté que les deux souches de la sous-espèce V. aestuarianus francensis 

parvenaient à coloniser l’hémolymphe des huîtres creuses dès 24h après immersion, et à y 

proliférer (Figure 31), même si le développement de la souche 12/016∆varS parait plus limité. 
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Figure 31 : Charges bactériennes mesurées par qPCR dans l’hémolymphe d’huîtres immergées dans de l’eau de mer 
contaminée avec V. aestuarianus. 
Pour chaque souche, les charges bactériennes mesurées après 48h ont été comparées avec celles mesurées après 
24h avec un test de Wilcoxon-Mann-Whitney. ** : p-value <0,005, *** : p-value < 0,01 et **** : p-value < 0,005, ns : non 
significatif. Pour chaque condition, 10 individus ont été infectés. 
 

Ces expérimentations montrent que le gène varS de Vibrio aestuarianus n’est pas impliqué dans 

la capacité bactérienne d’infection et de colonisation de l’hémolymphe des huîtres. Cela suggère 

que le système à deux composants varA/varS régule des facteurs de toxicité de la bactérie, une 

délétion de ce gène entrainant une virulence plus faible (Goudenège et al., 2015), mais pas des 

facteurs de prolifération (ou du moins pas aux temps que nous avons étudiés).  

VarS n’influence pas la réponse des hémocytes des huîtres face à V. aestuarianus 

francensis. Lors du contact in vitro entre les hémocytes d’huîtres et la souche V. aestuarianus 

francensis 12/016, 226 gènes significativement différentiellement exprimés (DEG, FDR < 0,01 ; 

log2FC <-1 ou >1) par les hémocytes ont été détectés. 152 sont surexprimés et 74 sont sous 

exprimés. Ce nombre de DEG n’a pas permis de réaliser une étude d’enrichissement 

fonctionnelle, de type RBGOA (Rank-based gene ontology analysis) (R. M. Wright et al., 2015), 

pour identifier d’éventuelles fonctions hémocytaires régulées en présence de la bactérie. Nous 

nous sommes donc intéressés à des fonctions spécifiques comme l’immunité.       

 

Parmi les gènes surexprimés à des temps précoces en présence de la bactérie, nous avons 

identifié plusieurs gènes impliqués dans l’immunité, et plus précisément dans la réponse pro-

inflammatoire chez les invertébrés (J. Li et al., 2014; Lv et al., 2022; Qiu et al., 2009; Y. Zhang et 

al., 2011) (Tableau 1). Parmi eux, un gène code pour l’interleukine IL17-like, une cytokine 

(molécule jouant le rôle de médiateur chimique) connue pour stimuler la transcription de gènes 

codant des molécules pro-inflammatoires et généralement surexprimée en présence de 

pathogènes du genre Vibrio (J. Li et al., 2014). Ces gènes sont également surexprimés par les 
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hémocytes en présence de la souche 12/016∆varS. Plus généralement, nous n’avons pas 

détecté de DEG entre les hémocytes en contact avec 12/016 et les hémocytes en contact avec 

12/016∆varS. Cela suggère que les deux bactéries sont reconnues de la même manière par les 

hémocytes et que le gène varS n’influence pas la réponse hémocytaire.  

 

Tableau 5 : Gènes de l’hôte différentiellement exprimés en présence de différentes souches, impliqués dans la réponse 
inflammatoire. 
HC(souche S) = hémocytes en présence de la souche S. HC = hémocytes seuls. Le log2FC condition 1/condition 2 
représente le différentiel d’expression de la condition 1 par rapport à la condition 2. 

ID Gène Protéine 
Log2FC 

HC(12/016) / HC 

Log2FC 

HC(12/016∆varS) / 

HC 

Log2FC 

HC(12/122 3T3) / 

HC 

30492 interleukin 17-like protein +2,53 +2,19 -1,88 

24775 
TNF receptor-associated 
factor 6 

+1,82 +1,68 - 

26254 
tumor necrosis factor 
receptor superfamily member 
27 

+1,61 +1,41 - 

23464 
tumor necrosis factor alpha-
induced protein 3 

+1,40 +1,37 - 

14572 
interleukin enhancer-binding 
factor 2 homolog 

+1,39 - - 

26465 
NF-kappa-B inhibitor epsilon-
like 

+1,38 - -1,04 

 

VarS régule des gènes impliqués dans l’export du cuivre chez V. aestuarianus francensis. 

Pour tenter d’identifier des gènes régulés par le système varA/varS chez V. aestuarianus 

francensis, nous avons comparé les transcriptomes de la souche WT 12/016 et de la souche 

mutée 12/016∆varS, lorsqu’elles sont en présence d’hémocytes d’huîtres. Nous avons identifié 

404 DEG, dont 213 sont sous-exprimés et 191 sont surexprimés chez le mutant 12/016∆varS par 

rapport à la souche WT. 30 DEG (12 surexprimés et 18 sous-exprimés) n’ont pas d’annotation 

fonctionnelle. Ensuite, que ce soient les gènes sous exprimés chez le mutant (Figure 32.A) ou 

les gènes sur-exprimés chez le mutant (Figure 32.B), ils codent majoritairement pour des 

protéines impliqués dans le métabolisme.   
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Figure 32 : Pourcentages de gènes (A) sous-exprimés chez le mutant 12/016∆varS par rapport à la souche WT et (B) 
de gènes sur-exprimés chez le mutant, dans les différentes catégories fonctionnelles.  

 

De manière surprenante, nous n’avons pas retrouvé le gène codant la métalloprotéase Vam 

parmi les DEG. Cependant nous avons pu observer une sous-expression chez le mutant du gène 

codant pour la protéase permettant la maturation de Vam : Vpp (Vam processing protease). Cette 

enzyme permet la transformation en une forme active de la protéase dans le périplasme et limite 

ainsi sa toxicité dans les bactéries qui la produisent. Cela suggère que la souche 12/016 régulerait 

l’activité de sa protéase par des mécanismes post-traductionnels plutôt que transcriptionnels, tout 

du moins dans ces conditions d’expérimentation et/ou dans cette phase de l’infection (soit après 

2h de contact). Ceci serait en accord avec Goudenège et ses collaborateurs qui avaient observé 

une activité protéasique plus faible des ECP (extracellular products) produits par la souche 

mutée, in vitro (Goudenège et al., 2015).  

Les gènes codant pour les ARN interférents CsrB sont sous-exprimés chez 12/016∆varS par 

rapport à 12/016 (Tableau 6). La régulation de ces ARN interférents par le système à deux 

composants VarA/VarS avait déjà été observée chez des bactéries du genre Vibrio. Par exemple, 

chez V. tasmaniensis LGP32, une bactérie pathogène d’huîtres creuses, VarA/VarS régule 

l’expression des gènes csrB2, csrB3 et csrB4, mais pas celle de csrB1 (Nguyen et al., 2018). Les 

deux systèmes VarS/VarA et csrB/csrA sont également impliqués dans la virulence de LGP32, 

par la synthèse de toxines Vsm et PrtV (métalloprotéases).  

 

De façon intéressante, nous avons observé que plusieurs gènes impliqués dans l’export du cuivre 

sont significativement plus exprimés par le mutant 12/016∆varS que par la souche WT (Tableau 
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6). Cela suggère que les systèmes de régulation de l’export du cuivre sont eux-mêmes régulés 

par VarA/VarS. Ces 2 systèmes étant des éléments clés du répertoire de virulence de V. 

aestuarianus francensis, il serait intéressant d’explorer leur interconnexion. 

 

Tableau 6 : Gènes bactériens différentiellement exprimés par la souche 12/016 et par 12/016∆carS en présence 
d’hémocytes d’huîtres. 
Souche S(HC) = souche S en présence d’hémocytes. Le log2FC condition 1/condition 2 représente le différentiel 
d’expression de la condition 1 par rapport à la condition 2. 
 

ID Gène Protéine Log2FC 

12/016∆varS (HC) 

/ 12/016(HC) 

12832160 Signal transduction histidine-protein kinase barA (or varS) -9,28 
12834731 CsrB-like sRNA -6,07 
12834834 CsrB -5,10 
12834730 CsrB-like sRNA -3,90 
12831215 Vam processing protease (Vpp) -1,38 
   
12831123 copper/silver efflux system, membrane component CusA +1,21 
12834172 NA-binding response regulator in two-component 

regulatory system CusR 
+1,33 

 
12831122 putative copper/silver efflux system membrane fusion 

protein CusB 
+1,42 

 

 

La souche 12/122 3T3 parvient à coloniser l’hémolymphe des huîtres creuses. Lors des 

tests par injection, la souche 12/122 3T3, appartenant à la sous-espèce V. aestuarianus cardii, 

s’est maintenue dans l’hémolymphe des huîtres, sans prolifération (Figure 1). Lors des 

expérimentations d’infection des huîtres par immersion dans l’eau de mer contaminée, nous 

avons constaté que cette souche parvenait à coloniser l’hémolymphe des huîtres creuses dès 

24h après immersion, tout comme les deux souches de la sous-espèce V. aestuarianus 

francensis, mais encore une fois, sans se multiplier (Figure 2). 

Ces deux expérimentations confirment que la souche 12/122 3T3 peut être portée par les huîtres 

creuses, au moins sur les temps courts ici étudiés (48h). L’importance de cette association dans 

le cycle naturel de la bactérie reste néanmoins à préciser. Sa stabilité dans le temps devra être 

évaluée, de même que son existence en milieu naturel sur des sites où les deux espèces de 

bivalves sont présentes.  

La souche 12/122 3T3 entraine une diminution de la réponse pro-inflammatoire des 

hémocytes des huîtres creuses. Lorsque les hémocytes sont mis en contact avec la souche 

12/122 3T3, 280 gènes sont différentiellement exprimés. La plupart (200 DEG) sont sous-

exprimés en présence de la bactérie, suggérant que globalement, celle-ci réprime l’expression 

des gènes dans les hémocytes. Parmi les DEG sous-exprimés, nous retrouvons le gène codant 
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l’interleukine-17. Cela suggère que la souche 12/122 3T3 réprime la réponse pro-inflammatoire 

des hémocytes. Une hypothèse pourrait alors être que la réponse pro-inflammatoire des 

hémocytes de l’huître, face à V. aestuarianus francensis, pourrait jouer un rôle dans la virulence, 

peut-être en se dirigeant vers des cellules de l’huître et non vers la bactérie. Il a été observé que 

les hémocytes phagocytaires chez C. gigas étaient riches en cytokines de type interleukine-17 et 

en espèces réactives de l’oxygène (ROS) (S. Jiang et al., 2016). On peut alors imaginer que 

lorsque les hémocytes phagocytaires d’huîtres sont en contact avec une souche appartenant à 

la sous-espèce V. aestuarianus francensis, ils mettent en place une réponse de type phagocytose 

et inflammation avec production de ROS, qui est médiée notamment par l’interleukine-17, mais 

que la bactérie échappe à la phagocytose par un mécanisme qui doit encore être identifié. Ainsi, 

la réponse inflammatoire se retourne contre les hémocytes, comme cela a déjà été suggéré par 

Labreuche et ses collaborateurs (Labreuche, Lambert, et al., 2006a).  Sous cette hypothèse, la 

souche 12/122 3T3 pourrait alors avoir un rôle bénéfique puisqu’elle est capable de réprimer la 

réponse anti-inflammatoire. Considérant que cette souche est néanmoins contrôlée par le 

système immunitaire de l’huître, d’autres voies de signalisation sont potentiellement activées par 

sa présence. Néanmoins, nous n’avons pas pu identifier de voie de signalisation liée à l’immunité, 

surexprimée en présence de cette souche.   
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Conclusions 

 
Ce chapitre présente des résultats préliminaires qui devront être complétés pour mieux 

comprendre l’interaction entre V. aestuarianus et les hémocytes. Par exemple, pour mieux 

caractériser la stratégie de V. aestuarianus, il apparaît primordial d’étudier d’autres fonctions 

hémocytaires, comme la production de ROS. La survie des hémocytes et le dénombrement en 

présence des bactéries devraient également être estimés. Labreuche et ses collaborateurs 

avaient observé une faible survie hémocytaire en présence de la souche 01/032 (V. aestuarianus 

francensis), potentiellement liée à la réponse pro-inflammatoire des hémocytes en présence de 

la bactérie, se traduisant par une production de ROS (Labreuche, Lambert, et al., 2006a). Comme 

le suggère nos résultats, cette réponse pro-inflammatoire pourrait être médiée par l’interleukine-

17. Dans l’étude de Labreuche et ses collaborateurs, une diminution de la capacité de 

phagocytose des hémocytes avaient également été observée. Celle-ci devrait être confirmée, 

avec d’autres souches plus virulentes, et en tenant compte des types hémocytaires. Bien que ce 

nombre soit très probablement sous-évalué, au minimum trois types hémocytaires différents sont 

présents dans l’hémolymphe des huîtres, avec des fonctions différentes et plus ou moins 

spécifiques. Des approches single-cell RNAseq et de cytométrie accompagnée de tri cellulaire 

permettraient d’évaluer plus précisément l’impact de V. aestuarianus francensis sur la réponse 

cellulaire chez C. gigas. Ensuite, pour tester l’hypothèse du rôle protecteur de la souche 12/122 

3T3, des infections par un mélange de bactéries (une souche virulente V. aestuarianus francensis 

et la souche 12/122 3T3) pourraient être réalisées.  

 

Ce chapitre présente des résultats préliminaires d’interactions in vivo et de RNAseq in vitro. Le 

comportement des gènes candidats identifiés devra être étudié in vitro et in vivo en utilisant un 

ensemble de souches pour s’assurer de pouvoir généraliser nos conclusions.   

 

Enfin, les connaissances sur l’interaction entre les souches de la sous-espèce V. aestuarianus 

cardii et les coques sont actuellement nulles. Dans le chapitre 3 de cette thèse, nous avons 

identifié plusieurs génogroupes dans cette sous-espèce avec des niveaux de virulence contrastés 

à l’égard des coques. Des tests d’infection de coques par immersion dans de l’eau de mer 

contaminée pourraient être réalisés avec des souches de niveaux de virulence différents pour 

étudier la dynamique de l’infection, ainsi que la réponse hémocytaires dans ces différents cas.  

Cela permettrait potentiellement de mieux comprendre le rôle des souches les moins virulentes 

dans le développement de la maladie.  
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Discussion générale 

 
Dans les années 1980, l’espèce bactérienne V. aestuarianus a été décrite comme une bactérie 

associée aux environnements estuariens (Tison & Seidler, 1983) pouvant être isolée d’espèces 

de bivalves ou de crabes, mais sans provoquer de maladies. Mais au début des années 2000, 

son implication dans des mortalités d’huîtres C. gigas a pu être constatée (Garnier et al., 2007). 

Les souches responsables de ces mortalités ont été regroupées dans la sous-espèce 

V. :aestuarianus francensis (Garnier et al., 2008). Puis en 2012, des mortalités de coques C. 

edule associées à V. aestuarianus ont été rapportées (François et al., 2013). Cependant, les 

processus ayant mené à l’émergence de ces lignées pathogènes de bivalves sont restés 

inconnus. Dans ce contexte, l’objectif de ma thèse était de mieux comprendre les processus 

gouvernant l’émergence et l’évolution de ces lignées en intégrant des données génétiques, 

phénotypiques et écologiques.  

 

Grâce aux travaux réalisés dans le cadre de cette thèse, la structuration génétique de l’espèce 

est mieux connue : à la sous-espèce V. aestuarianus francensis, qui regroupe les souches 

pathogènes d’huîtres (Garnier et al., 2008), s’ajoute la sous-espèce V. aestuarianus cardii, décrite 

dans le cadre de cette thèse (chapitre 1, article 1), qui regroupe les souches pathogènes de 

coques. Les deux sous-espèces provoquent des maladies dans leurs populations d’hôtes en été, 

et parmi les facteurs définissant les conditions permissives au développement des maladies, la 

température a été identifiée. De plus, le développement de la maladie des huîtres est également 

corrélé à une diminution de la salinité.   

 

Dans le chapitre 2, nous proposons que les souches de la sous-espèces V. aestuarianus 

francensis ont un mode de vie de spécialiste, avec un habitat restreint aux huîtres. Elle a émergé 

au cours de la seconde moitié du 20e siècle, et l’un des évènements ayant favorisé l’émergence 

de ce pathogène pourrait être l’acquisition et l’intégration génomique d’un élément génétique 

mobile contenant des gènes codant des protéines impliquées dans l’export du cuivre. Nous avons 

observé que, depuis son émergence, l’histoire évolutive de cette sous-espèce est peu impactée 

par la recombinaison et les échanges génétiques. Nous assistons ainsi à l’expansion clonale de 

ce pathogène, à l’échelle européenne. Nous avons pu étendre son spectre d’hôtes sensible à 

l’huître plate, en montrant qu’une souche de cette sous-espèce est capable de se multiplier dans 

l’hémolymphe de ces animaux puis de se propager dans l’ensemble des tissus (chapitre 1). Les 

connaissances sur l’interaction entre les bactéries de cette sous-espèce et les hémocytes des 

huîtres creuses ont été complétées par la mise en évidence de l’induction d’une réponse pro-

inflammatoire chez les hémocytes en contact avec ces souches (chapitre 4).   
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Dans le chapitre 3, nous montrons que l’histoire évolutive de la sous-espèce V. aestuarianus 

cardii (pathogène de coques) est plus impactée par la recombinaison et les échanges génétiques 

que celle de la sous-espèce V. aestuarianus francensis. Plusieurs groupes génétiques présentant 

des niveaux de virulence différents envers les coques ont pu être identifiées et la comparaison 

des génomes entre ces groupes a permis d’identifier des facteurs de virulence potentiels (T1SS 

et T6SS). Bien que cette sous-espèce ne tue que les coques, elle apparaît moins dépendante de 

son hôte que la sous-espèce V. aestuarianus francensis. En effet, elle peut se maintenir dans 

l’environnement des coques en été. La maladie liée à cette sous-espèce apparaît 

géographiquement moins répandue que celle due à V. aestuarianus francensis. En effet, à notre 

connaissance, des épisodes de mortalité de coques causés par V. aestuarianus cardii n’ont été 

rapportés qu’en France.  

 

Structuration génomique en fonction de l’espèce-hôte chez V. aestuarianus 

Comme nous l’avons expliqué en introduction de ce manuscrit de thèse, lorsque l’on s’intéresse 

à l’émergence et aux dynamiques évolutives de lignées bactériennes pathogènes, le niveau 

taxonomique de l’espèce n’est pas toujours adapté. En effet, des groupes ayant une niche 

écologique différente peuvent exister chez une même espèce bactérienne (Cohan, 2006; Cohan 

& Perry, 2007). Il est donc plus pertinent de s’intéresser aux groupes écologiques, ou écotypes.  

 

Dans le cadre de cette thèse, nous avons cherché à identifier et caractériser les écotypes chez 

V. aestuarianus ainsi que leurs niches écologiques et leurs modes de vie. Grâce aux études 

précédemment réalisées par Garnier et ses collaborateurs, et par Goudenège et ses 

collaborateurs (Garnier et al., 2008; Goudenège et al., 2015), les souches de V. aestuarianus 

pathogènes d’huîtres avaient été regroupées dans la sous-espèce V. aestuarianus francensis. 

Au-delà de leur virulence envers les huîtres, ces souches se caractérisaient par une très faible 

diversité génétique, avec deux clades très proches comprenant des souches hautement 

similaires au niveau nucléotidique. Nous avons complété les connaissances sur la structure 

génétique de l’espèce, en identifiant une autre sous-espèce, V. aestuarianus cardii, au sein de 

laquelle se regroupent les souches pathogènes pour les coques C. edule (chapitre 1). Ainsi, chez 

V. aestuarianus, la virulence envers un hôte donné est spécifique à un groupe phylogénétique. 

Une structuration de la population en fonction de l’espèce hôte a été observé chez d’autres Vibrio. 

Par exemple, chez V. vulnificus, trois biotypes ont été décrits. Le biotype 1 contient la plupart des 

isolats cliniques associés à des infections humaines, le biotype 2 est considéré comme 

pathogène pour des espèces d’aquaculture, comme les anguilles (Sanjuán et al., 2011). Le 
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biotype 3 est associé à de graves épidémies d'infections de plaies chez les pisciculteurs et les 

consommateurs de tilapia cultivé en aquaculture (M. K. Jones & Oliver, 2009). 

 

Nous avons montré qu’en plus d’avoir des spectres d’hôtes distincts, ces deux sous-espèces 

différent par d’autres caractéristiques, notamment leur aire de répartition. En effet, alors que la 

maladie due à V. aestuarianus francensis impacte l’ostréiculture à l’échelle européenne, les 

mortalités de coques liées à V. aestuarianus cardii ne sont rapportées qu’en  France (Tableau 7), 

et à une fréquence moindre. Il faut ajouter que les coques C. edule sont menacées par de 

nombreux stress et agents pathogènes, tels que le trématode Gymnophallus choledochus et le 

protozoaire Marteilia cochillia (Longshaw & Malham, 2013), et par une néoplasie transmissible 

(Carballal et al., 2015; Ujvari et al., 2017). Ainsi, la part des mortalités naturelles des bancs de 

coques imputables à V. aestuarianus cardii apparaît moindre en comparaison avec celles liées à 

V. aestuarianus francensis chez les huîtres (Tableau 7). 

 

 

Tableau 7 :  Caractéristiques générales des deux sous-espèces pathogènes de V. aestuarianus  

 V. aestuarianus francensis V. aestuarianus cardii 

Distribution géographique Europe France 

Facteurs environnementaux 
Température, salinité, & autres 

facteurs à identifier 
Température, & autres facteurs 

à identifier 

Impact de la recombinaison et 
des échanges génétiques sur 
l’évolution 

- + 

Habitat (hiver) 
Huîtres creuses 
(huîtres plates ?) 

Coques (naissain ?) 

Habitat (été) 
Huîtres creuses  
(huîtres plates ?) 

Coques, sédiment, huître, 
autres 

Hôte sensible Huîtres creuses, huîtres plates Coques 

Part de la mortalité des 
populations naturelles ou 
cultivées due à V. aestuarianus 

++ - 

Facteurs de virulence/ 
adaptation 

copA, cusRSABCF, … T1SS, … 
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V. aestuarianus francensis, une bactérie pathogène spécialisée envers les 
huîtres 

Nous avons pu compléter les connaissances sur l’écologie de V. aestuarianus francensis, qui 

apparaît comme une bactérie pathogène spécialiste dont le spectre d’hôtes et l’habitat semblent 

limités aux huîtres creuses et aux huîtres plates. Les données génétiques et écologiques 

concernant cette sous-espèce bactérienne sont cohérentes avec cette hypothèse de 

spécialisation, mais également avec une population évoluant peu et de petite taille efficace 

(nombre d’individus qui transmettent leurs gènes). Chez les agents infectieux ayant un habitat 

restreint à une espèce hôte, la taille efficace de la population est petite, en raison de la dynamique 

de transmission. Chaque individu hôte infecté est colonisé par un inoculum, qui se multiplie, puis 

se transmet à d’autres individus. La taille efficace se limite donc aux bactéries qui vont réussir à 

infecter un nouvel individu. De plus, chez V. aestuarianus francensis, la transmission est 

saisonnière avec des mortalités de l’ordre de 30% survenant pendant les mois d'été (Garnier et 

al., 2007). Cela crée des goulots d'étranglement pendant la saison froide. La taille efficace de la 

population peut donc refléter le nombre d’hôtes infectées pendant la saison froide, qui seront les 

seuls individus à partir desquels de nouvelles épidémies pourront avoir lieu (Figure 33). Ainsi, 

une épidémie ayant lieu dans une ferme ostréicole est potentiellement liée à une seule population 

de V. aestuarianus francensis issue de quelques individus fondateurs, qui se sont multipliés dans 

des huîtres, les cellules résultant de cette multiplication se transmettant à de nouveaux individus 

et ainsi de suite.  

 

 
Figure 33 : Cycle proposé pour la sous-espèce V. aestuarianus francensis. 
La maladie apparaît en été avec une dynamique de transmission progressive aboutissant à des mortalités cumulées 
moyennes de 30% des animaux par élevage. Des transmissions inter-espèces sont possibles des huîtres creuses vers 
les huîtres plates. A la fin de l’été, quelques animaux porteurs de la bactérie en faible concentration survivent et 
conservent cet état pendant l’hiver. Le micro-habitat de la bactérie dans ces individus porteurs reste à déterminer. Puis 
au début de l’été, de nouvelles épidémies peuvent avoir lieu à partir de ces individus porteurs.   
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Nous avons montré que le taux de mutation (2,5 mutations par génome et par an) est faible dans 

les deux clades de V. aestuarianus francensis. Ce taux de mutation peut être expliqué par une 

pression de sélection purificatrice qui mènerait à la perte des allèles alternatifs dans les génomes. 

Celle-ci devrait alors s’appliquer à l’ensemble des génomes. Mais cela apparaît peu probable 

dans la mesure où nous avons détecté 500 pseudogènes en moyenne par génome. Ces loci ne 

codent pas de protéines fonctionnelles et ne sont donc probablement pas sous sélection. Malgré 

cela, ces loci sont peu polymorphes dans la sous-espèce V. aestuarianus francensis, ce qui 

suggère que la faible diversité génétique dans cette sous-espèce n’est certainement pas la 

conséquence d’une pression de sélection purificatrice.  

 

Une deuxième hypothèse pourrait relier ce taux de mutations à la cinétique des mortalités 

d’huîtres creuses liées à V. aestuarianus francensis. Ces mortalités progressent lentement dans 

les populations d’huîtres. Cette observation suggère que la bactérie se multiplie lentement en 

conditions naturelles, ce qui peut participer à maintenir un taux de mutation faible. Une autre 

hypothèse est l’existence d’une phase de latence dans le cycle de V. aestuarianus francensis. 

En effet, comme l’avaient montré Parizadeh et al. (2018), des huîtres porteuses de faibles 

concentrations de V. aestuarianus francensis peuvent être asymptomatiques dans des conditions 

non permissives au développement de la maladie, c’est-à-dire en hiver. Puis la modification d’un 

paramètre (comme une augmentation de la température de l’eau) peut « réveiller » la bactérie 

qui se multiplie et se propage dans les tissus de l’huître jusqu’à la mort de l’animal et sa 

transmission à un autre individu. Cette observation suggère qu’en dehors de la période 

permissive (période pendant laquelle la maladie s’exprime dans les élevages), V. aestuarianus 

francensis pourrait subsister dans les tissus de son hôte à l’état latent, ce qui serait cohérent avec 

un mode de vie spécialiste. Chez M. tuberculosis, qui peut également subsister à l’état latent 

chez son hôte humain, des taux de mutation significativement plus faibles sont observés pendant 

ces phases de latence (Colangeli et al., 2014). De même, chez V. aestuarianus francensis, 

pendant la phase de latence, les activités cellulaires pourraient être fortement réduites et le taux 

de réplication de la bactérie, très faible, de même que les erreurs accompagnent la réplication 

des génomes. Afin de tester cette hypothèse, nous pourrions, comme Colangeli et ses 

collaborateurs, effectuer des expériences d’évolution expérimentales pour évaluer l’effet de la 

durée de latence sur le taux de mutation (Colangeli et al., 2014), en jouant sur la durée de la 

phase de latence en laboratoire par le contrôle d’un paramètre connu pour influencer le 

développement de la maladie, comme la température. Nous pourrions alors appliquer différents 

rythmes de maladies à des populations d’huîtres et séquencer des génomes de V. aestuarianus 

après chaque phase permissive, pendant plusieurs générations. 
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Nous avons également montré que les taux de recombinaison (r/m dans le clade A et le clade B : 

0.36+/- 0.22 and 0.28+/- 0.09) sont faibles chez V. aestuarianus francensis et que les échanges 

génétiques semblent rares, se traduisant par un pangénome fermé. Pour expliquer cela, nous 

avons proposé que des barrières écologiques limitent fortement la recombinaison et les flux de 

gènes avec les autres populations microbiennes. Selon notre hypothèse de pathogène 

spécialiste, V. aestuarianus francensis passe la quasi-totalité de son cycle à l’intérieur de son 

hôte, ce qui empêche les échanges avec les populations microbiennes environnementales. 

Cependant, les huîtres abritent de nombreux micro-organismes, constituant leur microbiote, 

notamment dans l’hémolymphe (Lokmer, Goedknegt, et al., 2016; Lokmer & Mathias Wegner, 

2015), la glande digestive (Vezzulli et al., 2018), les branchies et le manteau (Lokmer, Kuenzel, 

et al., 2016). Pour que les échanges n’aient pas lieu avec ces populations microbiennes, plusieurs 

hypothèses peuvent être envisagées. (1) V. aestuarianus francensis peut occuper un micro-

habitat stérile, et serait donc isolée des autres populations. Il est donc important de préciser la 

localisation tissulaire et les micro-habitats de V. aestuarianus francensis pendant la totalité de 

son cycle par des approches de biologie moléculaire. (2) Une autre hypothèse est l’existence de 

systèmes de défenses contre l’ADN exogène chez V. aestuarianus francensis (endonucléases, 

système de restriction-modification), qui pourront être recherchés dans le génomes des souches 

de cette sous-espèce (Jaskólska et al., 2022; Piel et al., 2022). (3) Enfin, les barrières sélectives 

pourraient agir : les bactéries recombinantes pourraient être contre-sélectionnées. Cette question 

de la recombinaison chez V. aestuarianus francensis implique de mieux comprendre la nature 

des interactions entre cette sous-espèce et le microbiote des huîtres. Pour cela, l’évolution de ce 

microbiote dans différents tissus pourrait être étudiée au cours de la pathogénèse par des 

approches de pathologie expérimentale et de métabarcoding. En effet, on peut supposer que 

V. aestuarianus francensis a des capacités de compétitions élevées face aux autres micro-

organismes, ce qui lui permet de dominer le microbiote des huîtres au cours de la pathogénèse, 

mais limite également la possibilité de réaliser des échanges génétiques.     

 

Selon le modèle de l’écotype de Cohan, les deux clades identifiés chez V. aestuarianus 

francensis pourraient correspondre à des populations écologiques différentes. En effet, la théorie 

écologique nous dit que les espèces ne peuvent coexister à long terme que si elles utilisent des 

ressources différentes ou prospèrent dans des conditions différentes (Chase & Leibold, 2009). 

Pour tester si les deux clades identifiés correspondent à des populations écologiques différentes, 

il reste à caractériser plus précisément les niches écologiques respectives de ces deux clades. 

Pour caractériser leur niche, leur micro-habitat (au sein de l’huître) doit être identifié, ce qui 

nécessite la mise au point d’outils diagnostics plus spécifiques à chaque sous-espèce. En effet, 

ceux utilisés actuellement (culture, qPCR) ne permettent de quantifier ni les sous-espèces de V. 
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aestuarianus, ni les clades au sein de ces sous-espèces. Nous pourrions alors tester l’hypothèse 

de micro-habitats différents comme chez Staphylococcus pyogenes, dont les deux écotypes 

montrent des tropismes tissulaires différents : la gorge pour l’écotype responsable de pharyngites 

et la peau pour l’écotype responsable de l’impetigo (Bessen, 2009).  

 

Il est à noter que nos études visant à identifier des différences génétiques entre les deux clades 

n’ont pas été concluantes. Nous n’avons trouvé que quelques gènes spécifiques du clade B, dont 

les fonctions sont inconnues. Il s’agit probablement de gènes portés par un plasmide dont nous 

suspectons la présence parmi les souches de ce clade. En effet, des tests d’extraction avec un 

kit permettant de ne conserver que l’ADN plasmidique a permis d’observer une bande avec des 

souches du clade B (données non présentées). L’ADN issu de ces extractions a été séquencé. 

Des assemblages plasmidiques et l’étude du contenu en gènes seront réalisés ultérieurement.  

 

Pour approfondir encore la caractérisation de la niche écologique de chaque clade, les études 

d’interactions avec leur hôte doivent être complétées. Jusqu’ici, les interactions entre V. 

aestuarianus francensis et les huîtres ont été étudiées en utilisant des souches du clade A. Les 

travaux réalisés avec la souche 01/032 ont montré qu’elle provoque une diminution de la capacité 

de phagocytose des hémocytes (cellules immunitaires des huîtres) des huîtres en même temps 

qu’une augmentation de la production d’espèces réactives de l’oxygène, entrainant la destruction 

de ces cellules (Labreuche, Lambert, et al., 2006b). Nous avons observé que la souche 12/016 

se multiplie lorsqu’elle est injectée dans l’hémolymphe des huîtres et qu’à son contact, une 

réponse pro-inflammatoire, associée à une surexpression du gène codant la cytokine IL-17, est 

induite dans les hémocytes. Il serait intéressant d’étudier la pathogénèse et l’interaction avec les 

hémocytes en utilisant plus de souches du clade A et des souches du clade B, pour déterminer 

si les mécanismes identifiés sont conservés au sein de la sous-espèce ou spécifiques.  

 

Diversité d’habitats de V. aestuarianus cardii  

 
La diversité génétique et phénotypique des souches appartenant à la sous-espèce V. 

aestuarianus cardii est plus importante que celle des souches appartenant à la sous-espèce V. 

aestuarianus francensis. En effet, nous avons identifié trois clades, présentant différents niveaux 

de virulence à l’égard des coques. Ces niveaux de virulence contrastés nous ont permis 

d’identifier par génomique comparative des gènes potentiellement impliqués dans la virulence 

(T1SS et T6SS). Leur fonction devra être validée grâce à l’étude de leur expression (RNAseq), 

et par invalidation fonctionnelle (mutagénèse). La dynamique évolutive dans la sous-espèce V. 

aestuarianus cardii apparaît plus impactée par la recombinaison et les échanges génétiques que 
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celle de V. aestuarianus francensis. En effet, nos résultats suggèrent que les deux groupes 

virulents (HV) de V. aestuarianus cardii échangent du matériel génétique et partagent donc, au 

moins partiellement, leur niche écologique. Cette hypothèse est appuyée par la co-détection de 

ces deux clades à la même date et sur le même site (chapitre 3). Les modalités de coexistence 

de ces deux groupes sont encore inconnues. Les deux groupes peuvent coexister dans l’hôte 

et/ou dans son environnement. Il serait intéressant d’étudier les capacités d’échanges de matériel 

génétique entre ces souches et éventuelles recombinaisons dans différents environnements. 

Pour déterminer si des échanges génétiques peuvent avoir lieu entre les groupes identifiés dans 

la sous-espèce V. aestuarianus cardii, des suivis de prévalence des groupes lors de tests en 

mésocosme ou pendant un suivi sur le terrain, réalisés grâce à des approches de métabarcoding 

seront nécessaires.  

 

Dynamique des séquences d’insertion chez V. aestuarianus 

Les facteurs influençant la dynamique des séquences d’insertion (IS) dans les génomes 

bactériens sont multiples. Des données génétiques et écologiques sont nécessaires pour 

identifier ces facteurs, et le mode de vie des bactéries en fait partie (Moran & Plague, 2004; 

Plague et al., 2008). Par exemple, un enrichissement en IS est observé dans les génomes des 

bactéries ayant récemment adopté un mode de vie restreint à l’hôte (Siguier et al., 2014). 

L’hypothèse de spécialisation de V. aestuarianus francensis peut donc expliquer l’expansion des 

IS observée dans les génomes des souches de cette sous-espèce. Ce processus évolutif 

correspond au « cliquet de Muller » (Muller, 1964), dans lequel, en l’absence de recombinaison, 

les mutations délétères ou faiblement délétères, et les insertions d’éléments transposables tels 

que les séquences d’insertion ne peuvent que s’accumuler dans une population isolée. Ce 

processus pourrait expliquer la perte de la capacité de V. aestuarianus francensis à se maintenir 

en dehors de son hôte. Selon cette hypothèse de spécialisation, une partie du génome de ces 

souches évolue de façon neutre : les gènes inutiles dans la niche. L’accumulation de mutations 

et / ou de séquences d’insertions a pu avoir lieu dans et à proximité de ces gènes (chapitre 2, 

article 2). La fonction des gènes perdus devrait être étudiée afin de déterminer leur rôle potentiel 

dans l’écologie de V. aestuarianus en dehors de son hôte. 

 

Etonnamment, dans les génomes de V. aestuarianus francensis, qui ont été échantillonnés sur 

20 années, les familles, les quantités et la localisation (données non présentées) des IS sont 

stables, suggérant que cette expansion est ancestrale. Il est observé que les taux de mutation 

ont tendance à diminuer dans les populations bien adaptées à leur environnement (Wielgoss et 

al., 2013). De la même manière, lors d’une évolution expérimentale menée sur des populations 
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d’E. coli, il a été observé qu’après une phase d’enrichissement spectaculaire en IS dans les 

génomes, une stabilisation avait lieu (Consuegra et al., 2021). Les auteurs avaient proposé que 

des mutations liées à des IS aient finalement réduit la tolérance des cellules à l’enrichissement 

en IS, limitant leur accumulation. De plus, des systèmes d’auto-régulation sont décrits pour 

certains IS, qui limitent l’activité de leur propre transposase (Sekine et al., 1999).   

 

La gamme d’habitat de V. aestuarianus cardii semble moins restreinte que celle de V. 

aestuarianus francensis en été. Des bactéries appartenant à cette sous-espèce ont été isolées à 

partir d’échantillons de sédiment et de moules. Cela suggère que les souches de cette sous-

espèce sont moins spécialisées envers leur hôte. Paradoxalement, nous avons observé un 

enrichissement en IS dans les génomes de quatre souches des groupes HV A et B (groupes les 

plus virulents) (Chapitre 2, article 2, Figure 4). Cette analyse nécessite de disposer de génomes 

assemblés à partir de données de séquençage en longs fragments et n’a pas pu être étendue à 

un plus grand nombre de génomes. Pour expliquer ce paradoxe, on peut envisager que les clades 

de la sous-espèce V. aestuarianus cardii sont en cours de spécialisation. Cette hypothèse est 

difficile à tester actuellement mais une étude de la dynamique des IS et des pseudogènes ainsi 

que de la niche de V. aestuarianus cardii à plus long terme pourrait permettre de la vérifier, par 

exemple, en comparant des souches de 2012 et de 2021, issues d’un même clade. 

 

Rôles des facteurs anthropiques dans l’émergence et la propagation de 
lignées pathogènes chez V. aestuarianus 

 
Dans le cadre de cette thèse, nous avons identifié l’un des évènements ayant probablement 

favorisé l’émergence de lignées pathogènes pour les huîtres dans la sous-espèce V. 

aestuarianus francensis. Il s’agit de l’acquisition d’un élément génétique mobile contenant des 

gènes codant des protéines impliquées dans l’export du cuivre. Comme nous l’avons vu, les 

huîtres sont capables de mobiliser le cuivre dissous dans leur hémolymphe en cas d’infection 

bactérienne ce qui rend la résistance au cuivre essentielle à la colonisation des tissus d’huîtres, 

comme montré chez l’espèce pathogène d’huître V. tasmaniensis (Vanhove et al., 2016). De 

fortes concentrations en cuivre environnemental auraient pu contribuer à la sélection du portage 

de ces gènes, et favoriser selon l’hypothèse de l’évolution fortuite (coincidental evolution), la 

capacité des V. aestuarianus à coloniser les huîtres. Cette hypothèse suggère que des facteurs 

de virulence résultent d’une adaptation à d’autres niches écologiques (Levin & Eden, 1990). En 

effet, l’enrichissement en cuivre dans les environnements littoraux en France peut être important 

localement, notamment en zones ostréicoles. Le cuivre est utilisé dans de nombreux domaines, 

générant une pollution en cuivre sur l’ensemble du littoral français (Figure 6). En raison de sa 
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persistance, les bivalves en général et de façon encore plus marquée les huîtres, qui filtrent l’eau 

de mer pour respirer et se nourrir, peuvent bioaccumuler cet élément métallique (Y. Liu et al., 

2021). C’est ainsi que la concentration médiane en cuivre dans la chair des huîtres est de 206 

mg/kg (https://wwz.ifremer.fr/envlit/Outils-de-synthese/Les-contaminants-chimiques-dans-les-

huîtres-et-les-moules-du-littoral-francais) avec des teneurs particulièrement élevées dans le 

bassin d’Arcachon, une zone d’ostréiculture (quatre à six fois la médiane nationale). La 

concentration en cuivre dans cette zone a fortement augmenté entre 1979 et 1994, en raison, 

entre autres, de l’emploi des peintures anti-fouling sur les coques des bateaux (Claisse & Alzieu, 

1993).  

 
Figure 34 : Evolution de la teneur en cuivre moyenne dans plusieurs sites du bassin d’Arcachon entre 1979 et 1994. 
Les concentrations ont été mesurées dans la chair d’huîtres et sont exprimés en mg par kg de matière sèche (Cantin, 
1996).  
 

De même que le rejet d’eau contaminés par des antibiotiques dans l’environnement peut favoriser 

l’émergence de bactéries pathogènes résistantes aux antibiotiques (Wellington et al., 2013), nous 

pouvons supposer que l’enrichissement du milieu en cuivre a favorisé l’émergence de lignées 

pathogènes résistantes au cuivre chez V. aestuarianus. Ce phénomène a pu être observé en 

agriculture en raison de l’utilisation massive de phytosanitaires à base de cuivre (I. Smith & British 

Crop Protection Council, 1985), particulièrement dans les genres Pseudomonas et Xanthomonas 

(Richard et al., 2017).  
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Il est donc important de comprendre à quelle étape de son cycle V. aestuarianus francensis doit 

résister au cuivre. Nous pouvons supposer qu’une meilleure capacité à l’exporter de ces cellules, 

lui permet de demeurer plus longtemps dans un environnement riche en cuivre. En effet, des 

micro-organismes ne présentant pas cette résistance élevée, comme la souche 12/122 3T3, qui 

appartient à la sous-espèce V. aestuarianus cardii, sont tout de même capables de coloniser les 

huîtres, probablement de façon transitoire. Nous avons proposé que V. aestuarianus francensis, 

en tant qu’agent pathogène spécialiste, ne peut pas survivre longtemps en dehors de son hôte. 

Elle doit donc se maintenir dans son hôte, afin de pouvoir se multiplier lorsque les conditions le 

permettent, puis infecter un nouvel individu. Elle a donc besoin de résister au cuivre pendant 

toute la période non permissive au développement de la maladie. La résistance au cuivre fait 

probablement partie des caractéristiques de cette sous-espèce qui lui permettent de rester à l’état 

latent dans les huîtres. Pour tester cette hypothèse, la capacité de persistance à long terme dans 

les tissus des huîtres chez des souches mutées pour ces gènes pourrait être comparée à celle 

de souches sauvages.  

 

Comme nous l’avons vu en introduction de cette thèse, l’ostréiculture a toujours été confrontée à 

des maladies infectieuses émergentes, en lien avec le modèle de production qui y est utilisé. 

Dans le cas de V. aestuarianus francensis, les facteurs d’émergence et de propagation détaillés 

en introduction pourraient avoir joué un rôle. En effet, nous savons que V. aestuarianus francensis 

se maintient peu de temps en dehors de son hôte (Lupo et al., 2020), une caractéristique 

cohérente avec notre hypothèse de spécialisation envers les huîtres (chapitre 2). Ainsi, le fait que 

l’ostréiculture soit pratiquée de manière intensive fournit à cet agent pathogène des conditions 

favorables à sa transmission inter-individuelle (fortes densités et faible diversité génétique 

d’hôtes) et donc à son maintien dans une population infectée. Concernant la dispersion 

géographique des lignées pathogènes d’huîtres, nous avons montré que deux lignées clonales 

de V. aestuarianus francensis circulent en Europe depuis au moins 20 ans. Or, les huîtres 

infectées par V. aestuarianus francensis peuvent être asymptomatique (Parizadeh et al., 2018). 

Encore une fois, cette caractéristique peut être liée à la spécialisation de cet agent pathogène. 

Ainsi, le transport d’animaux vivants, courant en ostréiculture (Legué & Prou, 2012; Pernet et al., 

2016), est probablement à l’origine de la propagation à grande échelle de cette bactérie (C. J. 

Rodgers et al., 2011), des animaux asymptomatiques ayant pu être transportés au travers des 

régions et des pays. Les conséquences financières de V. aestuarianus francensis pour les 

ostréiculteurs sont dramatiques, avec une augmentation probable du coût de production d’une 

huître depuis son émergence et il conviendrait de prendre des mesures pour limiter cette 

propagation. 
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Au-delà des conséquences négatives de certaines pratiques culturales sur la qualité sanitaire 

des élevages de C. gigas, on peut également supposer que sa culture intensive fait augmenter 

le risque infectieux pour O. edulis qui demeure une espèce largement sauvage (actuellement non 

cultivée) en France. En effet, les maladies émergentes peuvent également avoir de graves 

répercussions sur les populations sauvages (Harvell, 1999) et nous avons pu montrer que la 

souche 02/041 (V. aestuarianus francensis) peut infecter et tuer les huîtres plates lors 

d’expérimentations « écologiquement réalistes » (chapitre 1). De plus, des souches du clade B 

de V. aestuarianus francensis a été isolée de tissus d’huîtres plates pendant des mortalités en 

2004 (souches 04/091 1T1 et 04/091 2T1, chapitre 2). Ainsi, l’ostréiculture intensive pourrait 

fournir une niche et un véhicule à ce pathogène. On peut supposer que V. aestuarianus 

francensis s’est répandue dans l’espace et s’est maintenue dans le temps grâce à l’ostréiculture 

intensive. En effet, ce que nous avons appris de cet agent pathogène montre que s’il n’y avait 

pas de transport d’animaux, sa faible capacité de survie dans l’environnement ne lui aurait pas 

permis de se transmettre de fermes ostréicoles en fermes ostréicoles, même sur des distances 

relativement courtes. Le problème est alors qu’une autre espèce de bivalve sensible à V. 

aestuarianus francensis, l’huître plate, vit à proximité des fermes ostréicoles ou des huîtres 

creuses échappées. Elle est alors soumise au risque d’infection par V. aestuarianus francensis 

sur l’ensemble de son aire de répartition. Afin de vérifier cette hypothèse, il serait intéressant 

d’identifier des gisements d’huîtres plates situés à proximité de fermes ostréicoles et d’autres plus 

éloignés, puis de comparer la prévalence en V. aestuarianus francensis entre ces deux types de 

gisements.  

 

Les souches non-cliniques, réservoir de lignées pathogènes ?  

Les différents arbres phylogénétiques de l’espèce V. aestuarianus présentés dans cette thèse 

ont permis d’étudier les relations de parenté entre les souches non cliniques et les souches des 

sous-espèces V. aestuarianus francensis et V. aestuarianus cardii. Les souches non cliniques 

avaient initialement été regroupées dans une autre sous-espèce : V. aestuarianus aestuarianus 

(Garcia et al., 2021; Garnier et al., 2008). Mais la description de cette sous-espèce reposait plus 

sur des critères phénotypiques que génétiques. Ainsi, un arbre phylogénétique réalisé avec des 

souches de tous ces groupes ne soutient pas l’existence de cette sous-espèce comme un groupe 

monophylétique qui aurait émergé au même titre que les sous-espèces V. aestuarianus 

francensis et V. aestuarianus cardii. En effet, dans une phylogénie, basée seulement sur les 

régions génomiques n’ayant pas été impacté dans des évènements de recombinaison et 

enracinée avec une souche de l’espèce V. anguillarum comme outgroup (Figure 35), les souches 

non cliniques semblent constituer une population basale à partir de laquelle émergent les deux 



189 

sous-espèces pathogènes de bivalves. La sous-espèce V. aestuarianus francensis (en gris clair) 

apparaît proche de la souche U36 isolée en Italie en 2012, avec laquelle elle partage un ancêtre 

commun. La sous-espèce V. aestuarianus cardii (en gris foncé) est quant à elle plus proche de 

la souche U8, également isolée en Italie en 2012. De la même manière, les souches non 

virulentes de la sous-espèces V. aestuarianus cardii forment une population de fond, de laquelle 

les lignées pathogènes ont émergé.  

 

 
Figure 35 : Arbre phylogénétique de l’espèce V. aestuarianus calculé à partir de l’alignement des régions génomiques 
n’ayant pas été impactées par des évènements de recombinaison. 
La souche V. anguillarum 775 a été utilisée comme outgroup pour enraciner l’arbre. La sous-espèce V. aestuarianus 
francensis est colorée en gris clair, la sous-espèce V. aestuarianus cardii est colorée en gris foncé. Les souches non 
cliniques ne sont pas colorées. 
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Cette structure de population évoque une structure épidémique, comme définie par John 

Maynard Smith (J. M. Smith et al., 2000). Dans ce cas, la population de fond serait formée par 

des souches non cliniques, qui ont des préférences écologiques moins strictes que celles des 

souches cliniques. Les sous-espèces identifiées seraient des complexes clonaux en cours de 

spéciation, échangeant pas ou peu avec les autres populations bactériennes. Pour valider cette 

hypothèse, des connaissances supplémentaires sur les souches non cliniques sont nécessaires. 

Il serait intéressant d’utiliser des données de séquençage obtenues à partir d’échantillons 

prélevés en zone littorale, quel que soit le compartiment échantillonné (colonne d’eau, sédiment, 

faune sauvage, faune cultivée), puis de rechercher des séquences pouvant appartenir à 

V. aestuarianus. Cela permettrait de compléter les données génétiques, qui sont pour le moment, 

principalement obtenues pendant des épisodes de mortalité d’huîtres ou de coques, et donc 

biaisées au profit des sous-espèces V. aestuarianus francensis et V. aestuarianus cardii. En tant 

que réservoir de lignées pathogènes, les souches non cliniques pourraient avoir un potentiel 

adaptatif plus élevé que celui des souches pathogènes. Celui-ci pourrait être mesuré en évaluant 

la compétence de ces bactéries et en la comparant à celle des lignées pathogènes. De même, 

l’étude de leur capacité d’adaptation à un stress pourrait nous renseigner sur leur potentiel 

adaptatif.  

 

Lutter contre l’émergence et la propagation de maladies infectieuses en 
aquaculture : un défi dans les conditions d’ostréiculture actuelles    

 
Les enjeux pour l’avenir sont de comprendre les risques infectieux liés à l’évolution des maladies 

afin de tenter de les prévenir. Notre objectif, dans le cadre de cette thèse, était donc d’apporter 

des connaissances sur des agents pathogènes qui impactent la conchyliculture, dans le but 

d’établir des mesures préventives ou des stratégies pour un meilleur contrôle et une meilleure 

gestion de la maladie.  

 

A l’heure actuelle, la seule solution apportée face aux maladies qui touchent les huîtres est la 

sélection d’individus résistants aux maladies. Toutefois, les études réalisées par Azéma et ses 

collaborateurs montrent les limites de cette stratégie face à V. aestuarianus francensis. En effet, 

la résistance des huîtres à cet agent pathogène est peu héritable (Azéma et al., 2017). De plus, 

jusqu’ici, les résistances au virus OsHV-1, agent causal du POMS (Pacific Oyster Mortality 

Syndrome) et à V. aestuarianus francensis ne semblent pas pouvoir être concomitantes. Il semble 

donc illusoire de générer des familles d’huîtres résistantes aux deux maladies les plus 

prévalentes en élevage. De plus, une nouvelle réduction de la diversité génétique de la population 



191 

d’hôte pourrait être problématique en cas d’émergence d’un nouvel agent pathogène auquel ces 

individus, sélectionnés pour leur résistance à des agents pathogènes connus, seraient sensibles.  

 

Une solution alternative, consisterait à développer des outils diagnostics et de surveillance plus 

sensibles, afin de mettre en évidence la présence d’individus porteurs asymptomatiques dans 

une population d’huîtres. Une pratique utilisée en laboratoire est le « choc chaud » qui consiste 

à placer les huîtres dans une eau à 26°C, provoquant la multiplication de V. aestuarianus et le 

développement de la maladie. Couplé à une détection par qPCR, le choc chaud serait une 

solution relativement simple à mettre en œuvre pour une meilleure détection de l’agent 

pathogène. De plus, la MPN-qPCR (MPN : most probable number), utilisée dans le cadre du suivi 

de V. aestuarianus cardii en Baie de Somme a également permis de détecter la bactérie en faible 

concentration dans les tissus des coques alors que la qPCR standard ne le permettait pas. Cette 

technique, qui met en œuvre un pré-enrichissement des populations bactériennes par culture en 

amont de la détection par qPCR, est couramment utilisée pour la détection des Vibrio (A. C. 

Wright et al., 2007). 

 

Les analyses des données génétiques et écologiques que nous avons obtenues n’ont pas permis 

d’identifier ou de formuler de nouvelles hypothèses quant aux facteurs anthropiques et 

environnementaux qui auraient pu favoriser l’émergence de lignées pathogènes chez V. 

aestuarianus cardii. Cependant, que ce soit pour V. aestuarianus francensis ou V. aestuarianus 

cardii, la température gouverne l’apparition des maladies (chapitre 2 et 3). Les mortalités, quelle 

que soit la sous-espèce considérée, ont lieu en été. En effet, la température influence le taux de 

reproduction de base des agents pathogènes (R0). Un autre facteur, la salinité, influence le 

développement de la maladie liée à V. aestuarianus francensis avec une corrélation inverse entre 

les mortalités observées et la salinité (chapitre 2). Il convient donc d’ores et déjà de modéliser le 

risque épizootique dans le contexte global du réchauffement des eaux de surface. Afin de prédire 

si les changements climatiques mondiaux vont influencer la répartition spatiale et temporelle des 

lignées pathogènes de V. aestuarianus, les autres paramètres environnementaux influençant le 

développement des maladies doivent être identifiés, participant ainsi à mieux définir la niche de 

chaque écotype. Ces paramètres pourront ainsi alimenter des modèles incluant des données 

hydrodynamiques et climatiques, visant à estimer le risque spatial et temporel de la maladie 

(diffusion des agents pathogènes ou extension de la fenêtre de permissivité). 
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Annexe 1 : Données supplémentaires de l’article 1 
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Annexe 2 : Données supplémentaires de l’article 2 

 

 
Figure S1: Temporal signal and reconstructed demographic history of V. aestuarianus francensis. A) Hierarchical root-to-tip analyses performed on the 
V. aestuarianus francensis data set, using TempEst (2007). B) GMRF Bayesian skyride plot indicating variation over time of the median of the effective 
population size of V. aestuarianus francensis. The estimated variations and the 95% confidence intervals are represented by black line and grey area 
respectively.  
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Figure S2: NeighborNet graph estimated from distance matrix calculated from the complete 
alignment. Va francensis lineages A and B are indicated in blue and green respectively   
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Figure S3: Association map between SNP in A) Va francensis, lineage A (n=17, all SNP); B) Va francensis, lineage B (n = 8, all SNP) and C) No francensis 
strains (n = 29, 5000 first SNP), obtained thanks to the LDscan and LDmap functions of the package pegas (R). The horizontal axis indicates the position of 
the loci on the chromosome. The linkage coefficients (r2) between each pair of loci are indicated as coloured squares: the squares at the bottom of the triangle 
are for nearby loci, whereas the square at the top is for the two most distant loci. The stronger the association between two loci (i.e. found in all the sequences), 
the redder the square. 
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Figure S4: A limited number of recombination events occurred in Va francensis genomes after their expansion. Detected recombination events are 
shown by dark blue horizontal bars. For a given branch, light blue sites indicate no substitution. All other colors (from white to red) indicate a substitution. White 
represents a nonhomoplasic substitution. An increasing level of redness means an increasing degree of homoplasy. Va francensis lineages A and B are 
represented in blue and green, respectively, and the other strains are shown in yellow. For improved readability, some nodes of the tree as well as the row of 
the recombination events matrix related to these nodes are indicated with points and dashed lines. 
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Figure S5: Phandango plot of Roary gene presence and absence. Genes are shown as light blue bricks along the top and are sorted left to right by the 
proportion of isolates they are observed in and might not represent the genome order. Presence (blue) and absence (white) of genes is plotted with respect to 
each isolate phylogenetic placement. Va francensis lineages A and B are represented respectively in blue and green color areas. 
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Figure S6: Genome scan analysis of V. aestuarianus strains for detecting SNPs involved in adaptation. A) Plot of the first two principal components (PC). 
The 54 Vibrio aestuarianus strains are represented by points and colorized according they belong to Va francensis (blue) or not (pink). B) and C) Manhattan 
plot respectively for chromosome 1 and 2, representing the 2925 SNPs and –log10(p.value). The SNPs are colorized according to the principal component to 
which they correlate most (PC1: pink, PC2: brown, PC3: green, PC4: blue, PC5: purple). 
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Figure S7: IS number and subgroups on each Vibrio aestuarianus chromosome (A and B) for 11 strains other than Va francensis (N=4), Va francensis, 
lineage A (N = 4) and B (N=3).  
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Figure S8: Genes of the copper resistance island occurrence in a same genomic region in 128 vibrio strains. Va francensis strain 02_041 is highlighted.  
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Les tableaux supplémentaires sont disponibles dans un document en ligne, à l’adresse 
suivante :  
https://docs.google.com/spreadsheets/d/1LsP2QPjiRlrcZ3yEAJZIIQrUB71TEHBwy6FsLvER
9WI/edit?usp=sharing 
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Annexe 3 : Données supplémentaires de l’article 3 

 
 

 
 
Figure S1: Linear regression between the prevalence in adult cockles (A and C) and in spat (B 
and D) and the maximum air temperature, in Bay of Authie (A and B) and Bay of Somme (C and D). 
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Figure S2 : Phylogenetic tree of V. aestuarianus species calculated with RAxML v8.2.12 
(Stamatakis, 2014). According to Bayesian information criterion (BIC), the best-fit model was TVM (4 
transversion rates, 1 transition rate), as determined by JmodelTest (Posada, 2008). V. anguillarum 
strain 775 was used as outgroup to root the tree. Core genome alignment generated using ParSNP 
(Treangen et al., 2014) was filtered from recombinant segments using ClonalFrameML (Didelot & 
Wilson, 2015). Oyster isolates (V. aestuarianus francensis) are highlighted in light grey. Cockles isolates 
(V. aestuarianus cardii) are highlighted in dark grey. 
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Figure S3 : Cluster analysis of samples by genetic distance performed via Ward-linkage allowed to define three groups in V. aestuarianus cardii population.  
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Figure S4: Impact of homologous recombination on V. aestuarianus cardii genomes shown by the 
presence of alternative pathways in the phylogenetic network constructed from core genome alignment.  
Strains assigned to group A, B and C have their labels colored in yellow, blue and green respectively.  
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Figure S5 : Genome scan analysis of V. aestuarianus cardii strains for detecting SNPs involved in 
population structure. A) "Scree-plot" diagram established between the number of PCA dimensions and 
the eigenvalues. B) plot of the first two principal components (PC). The 40 V. aestuarianus cardii strains 
are represented by points and colorized according to the group they belong to : group A in yellow, group B 
in blue and group C in green. 
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Les tableaux supplémentaires sont disponibles dans un document en ligne, à l’adresse 
suivante :  
https://docs.google.com/spreadsheets/d/1RfeS0O8VsNAO5R025ZcvpQz4H5JH4rnFleM7Tcyqy
Mg/edit?usp=sharing 
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Émergence, dynamique évolutive et écologie de lignées pathogènes de bivalves marins au sein de 
l’espèce bactérienne Vibrio aestuarianus  
 
L’huître creuse Crassostrea gigas est l’espèce de bivalve la plus cultivée dans le monde et est confrontée 
à des maladies infectieuses impliquant des bactéries du genre Vibrio. Parmi ces Vibrio, l’espèce V. 
aestuarianus, initialement décrite en 1983 comme bactérie des environnements estuariens, est associée à 
des mortalités d’huîtres creuses adultes en Europe depuis 2001. En 2012, des mortalités de coques adultes 
Cerastoderma edule associées à cette espèce ont également été rapportées. Cependant, les processus 
ayant mené à l’émergence des lignées pathogènes de bivalves sont restés inconnus. Au cours de cette 
thèse, nous avons cherché à préciser (1) la structure des populations de V. aestuarianus et leurs 
déterminants génomiques ; (2) les évènements évolutifs ayant participé à l’émergence et l’évolution des 
sous-espèces, et (3) les habitats, cycles et espèces sensibles à V. aestuarianus. Nous avons montré que 
les souches de V. aestuarianus pathogènes se répartissent dans deux sous-espèces aux histoires 
évolutives différentes. V. aestuarianus francensis, décrite en 2008, regroupe les souches pathogènes 
d’huîtres alors que V. aestuarianus cardii regroupe les souches pathogènes de coques. Les deux sous-
espèces provoquent des maladies dans leurs populations d’hôtes en été, et la température a été identifiée 
comme un facteur favorable au développement des maladies. V. aestuarianus francensis impacte 
l’ostréiculture et nous montrons que deux lignées distinctes se sont propagées à l’échelle de l’Europe 
depuis au moins 20 ans. Cette sous-espèce se caractérise par une faible diversité génétique et une 
évolution essentiellement clonale. Les souches de V. aestuarianus francensis ont un mode de vie de 
spécialiste, avec un habitat restreint aux huîtres. L’un des évènements ayant favorisé son émergence 
pourrait être l’acquisition et l’intégration génomique d’un élément génétique mobile contenant des gènes 
codant des protéines impliquées dans l’export du cuivre. Actuellement, la sous-espèce V. aestuarianus 
cardii impacte les coques uniquement en France. La diversité phénotypique et génétique dans cette sous-
espèce est plus importante que dans la sous-espèce V. aestuarianus francensis. Plusieurs groupes 
génétiques présentant des niveaux de virulence différents envers les coques ont pu être identifiées et la 

comparaison des génomes entre ces groupes a permis d’identifier des facteurs de virulence potentiels. 
 

Emergence, evolutionary dynamics and ecology of pathogenic lineages of marine bivalves within 
the bacterial species Vibrio aestuarianus 
 
The oyster Crassostrea gigas is the most cultured species of bivalve in the world and is confronted with 
infectious diseases involving bacteria of the genus Vibrio. Among these Vibrio, the species V. aestuarianus, 
initially described in 1983 as a bacterium of estuarine environments, has been associated with mortality of 
adult oysters in Europe since 2001. In 2012, mortality of adult cockles Cerastoderma edule associated with 
this species have also been reported. However, the processes leading to the emergence of pathogenic 
bivalve lineages have remained unknown. During this thesis, we sought to clarify (1) the population 
structure of V. aestuarianus and their genomic determinants, (2) the evolutionary events that participated 
in the emergence and evolution of the subspecies, and (3) the habitats, cycles and species sensitive to 
V.   aestuarianus. We have shown that pathogenic V. aestuarianus strains fall into two subspecies with 
different evolutionary histories. V. aestuarianus francensis, described in 2008, includes pathogenic oyster 
strains while V. aestuarianus cardii includes pathogenic cockle strains. Both subspecies cause disease in 
their host populations in summer, and temperature has been identified as a favorable factor for disease 
development. V. aestuarianus francensis impacts oyster farming and we show that two distinct lineages 
have spread across Europe for at least 20 years. This subspecies is characterized by low genetic diversity 
and essentially clonal evolution. Strains of V. aestuarianus francensis have a specialist lifestyle, with a 
habitat restricted to oysters. One of the events that favored its emergence could be the acquisition and 
genomic integration of a mobile genetic element containing genes coding for proteins involved in copper 
export. Currently, the subspecies V. aestuarianus cardii impacts cockles only in France. The phenotypic 
and genetic diversity in this subspecies is greater than in the subspecies V. aestuarianus francensis. 
Several genetic groups with different levels of virulence towards cockles could be identified and the 
comparison of genomes between these groups made it possible to identify potential virulence factors. 


