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Introduction 

Sur les cotes atlantiques françaises et plus particulièrement dans le bassin de 

Marennes-Oléron, la conchyliculure représente une activité économique de première 

importance. La Charente maritime est la première zone ostréicole en Europe (stock : 

125 420 tonnes). Une part importante de la production d'huîtres Crassostrea gigas 

est cultivée sur l'estran vaseux, sur les grandes vasières intertidales des pertuis 

(4 800 ha) et dans les marais maritimes semi-clos, les claires ostréicoles (3 000 ha). 

L'huître tire ses ressources énergétiques de l'eau de mer qu'elle filtre : elle 

capte au niveau de la branchie des particules organiques en suspension. Ces 

particules mesurent de 5 à 100 ~rn (Barillé et al., 1993) et la rétention optimale 

s'exerce sur les particules de 8 à 20 ~rn (Héral, 1987). La croissance comme la 

reproduction de Crassostrea gigas dépendent de la valeur nutritive des éléments 

qu'elle retient (Bayne & Newell, 1983 ; Berg & Newell,· 1986). L'importance du 

phytoplancton dans la nutrition de l'huître est bien connue (Héral, 1987 ; 

Pastoureaud et al., 1996). Ainsi, une grande majorité des expériences de rétention 

de matériel sestonique par l'huître se font avec un mélange d'algues et de silts 

(Barillé et al. , 1993 ; Barillé et al., 1997, Ren et al., 2000). D'autres auteurs utilisent 

des prélèvements de seston naturel mais ne mesurent que la quantité de 

Chlorophylle a (Newell & Jordan, 1983 ; Prins et al., 1996 ; Smaal & Haas, 1997). 

Paradoxalement, la production phytoplanctonique des écosystèmes ostréicoles du 

bassin de Marennes-Oléron est relativement faible et ne suffit pas à équilibrer la 

demande des huîtres (Héral, 1987). 

Les grandes vasières sont le siège d'importantes productions benthiques 

autotrophes (microphytobenthos) et de faibles productions phytoplanctoniques 

limitées par la turbidité de l'eau (Ravaii-Legrand et al., 1993). Il est largement admis 

que la principale ressource énergétique des huîtres est le microphytobenthos lorsqu'il 

est remis en suspension par les courants de flux et de jusant (Blanchard, 1997). 

Dans les claires ostréicoles, les conditions environnementales ne permettent 

pas le développement du phytoplancton. En effet, le confinement des bassins en 

période de mortes eaux provoque un épuisement rapide des nutriments (Zanette, 

1980). Néanmoins, la biomasse de microphytobenthos des claires peut atteindre 

jusqu'à 25 fois celle du phytoplancton dans la colonne d'eau (Zanette, 1980 ; Robert, 

1983), mais elle ne représente pas directement une ressource importante pour les 
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huîtres, car la remise en suspension y est faible, du fait du manque de turbulence de 

l'eau (Blanchard, 1997). Les claires sont aussi le siège d'une forte production 

bactérienne, qui est susceptible d'être transférée vers des niveaux trophiques 

supérieurs comme les protistes hétérotrophes et mixotrophes (nanoflagellés) (Dupuy 

et al., 1999) très présents dans cet écosystème. Les bactéries sont trop petites pour 

être retenues par le filtre branchial de l'huître (Deslous-Paoli et al., 1987), mais sont 

broutées par les protozoaires (Ohman & Snyder, 1991 ). Les protistes hétérotrophes 

et mixotrophes, du fait de leur taille (4 à 72 1-1m), n'échappent pas à la prédation des 

huîtres (Barillé et al., 1993 ; Dupuy et al., 1999). Ils servent de relais trophique entre 

les bactéries et l'huître. 

L'ingestion des protozoaires par l'huître a été montrée de manière qualitative 

(Le Gall et al., 1997) et de manière quantitative dans un système statique (Dupuy 

et al. , 1999). Le taux d'ingestion trouvé était de 126 1-19 C h-1 g·1 de poids sec, ce qui 

représente un apport 4 fois plus important que le phytoplancton dans les mêmès 

conditions expérimentales (27,5 1-Jg C h-1 g·1 de poids sec, Fiala-Medioni et al., 1983). 

En système statique la filtration de l'huître fait diminuer la concentration en 

phytoplancton. Or, le débit de filtration de l'huître varie en fonction de la 

concentration en phytoplancton (Barillé et al., 1993 ; Hawkins et al., 1998). Les 

systèmes dynamiques permettent de travailler à concentration constante (Riisgard, 

2001 ). Des mesures sur de l'eau de mer côtière en système dynamique avec 

Crassostrea gigas donnaient en septembre 2001 des mesures d'ingestion de 

1,495 mg MO h-1 g·1 de poids sec d'huître (Garen, com.pers.). 

L'objectif de ce travail consiste à élaborer une ou plusieurs méthodes 

permettant d'obtenir les taux d'ingestion et d'absorption des protozoaires par l'huître 

Crassostrea gigas dans un système dynamique de circulation d'eau en flux laminaire. 

Nous travaillerons également sur l'espérance de croissance (SFG) de l'huître 

Crassostrea gigas nourrie par un flux continu de protozoaires. 

Deux méthodes ont été étudiées en parallèle : 

-la première méthode est basée sur la mesure de paramètres 

écophysiologiques classiques permettant de savoir ce que l'huître a ingéré 

(Anonymes, 1984 ; Le Gall & Raillard, 1988 ; Bari lié et al., 1993, Ren et al., 2000 ; 

Riisgard, 2001 ). 

-la seconde méthode consiste en l'utilisation de protozoaires marqués 

radioactivement (Zubkov & Sleigh, 1995). Le marquage permet de quantifier la part 
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de protozoaires ingérés et absorbés par l'huître. Cette méthode est tirée des 

expériences de Kreeger & Newell (1996) sur l'ingestion de flagellés hétérotrophes et 

de bactéries marquées au carbone 14 par Geukensia demissa et Mytilus edulis. 

Matériel et méthodes 

1- Le choix du protozoaire 

Les protistes sont des micro-organismes unicellulaires autotrophes, 

hétérotrophes ou mixotrophes. Le protiste hétérotrophe choisi est un cilié 

bactérivore de forme ovale, mesurant 20 1-Jm de long et 10 1-Jm de large: Uronema 

marinum. Ce cilié a été choisi pour sa vitesse de croissance rapide (temps de 

génération de 4h (Dupuy, 1999)) et pour son abondance élevée en fin de phase 

exponentielle (Ohman et Snyder, 1991 ). En comparaison, d'autres ciliés sont bien 

moins performants, c'est le cas de Strombidium sp., dont l'abondance est 100 fois 

inférieure à celle d'Uronema sp. en fin de phase exponentielle (Ohman et Snyder, 

1991 ). 

La souche d' Uronema marinum a été isolée à partir des claires ostréicoles 

expérimentales du CREMA L'Houmeau (Charente Maritime) et maintenue sur un 

milieu FAG (annexe 1 ), où se développe un consortium de bactéries. Pour que la 

culture se développe de manière optimale, elle doit être mise à l'obscurité, à 20°C, 

sans bu liage. Ce milieu de culture permet d'aboutir à 4,5 x 105 Uronema ml-1. 

2- Préparation du protozoaire cilié Uronema marinum 

Afin d'obtenir une culture propre de ciliés Uronema marinum, deux techniques 

ont été testées : 

• Un tamisage sur un nylon de vide de maille de 5 1-Jm: le nylon est placé 

dans un bac rempli d'eau de mer en mouvement. Le volume de culture à filtrer est 

versé dans le nylon toujours dans l'eau. Le nylon doit retenir les ciliés et laisser 

passer le milieu de culture (FAG) et les bactéries. 

• Une centrifugation : le milieu est d'abord filtré sur un nylon de vide de 

maille de 20 1-Jm afin d'éliminer les films et amas bactériens. La culture est ensuite 

placée dans la glace pilée pendant 15 min afin de ralentir les protozoaires. Puis elle 
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est centrifugée à 1000 g pendant 15 min à 4°C (Ohman & Snyder, 1991 ). Le culot est 

récupéré et resuspendu dans de l'eau de mer filtrée stérile. 

3- Etude des taux d'ingestion et d'absorption du protozoaire Uronema marinum 

par l'huitre Crassostrea gigas 

1- Terminologie 

La consommation, en terme de flux d'énergie entre le milieu et l'animal, c'est 

ce que l'alimentation d'un animal fait disparaître du milieu où il vit. Plus précisement, 

il s'agit de la quantité de particules retenues par le filtre branchial de l'animal par 

unité de temps. 

La nourriture ingérée (1) est la part qui pénètre dans l'œsophage , c'est à dire 

la nourriture retenue moins les pseudoféces (PF) lorsqu'ils existent (Anonymes, 

1984). 

1 =ingestion (mg C d-1 ind-1) 

FR= consommation (mg C d-1 ind-1) 

PF = pseudoféces (mg C d-1 ind-1) 

1 = FR-PF 

La nourriture absorbée (A) est au sens strict la fraction de la nourriture 

traversant la paroi du tube digestif vers le milieu intérieur. Elle correspond à la 

nourriture ingérée moins les rejets (féces (F)) (Anonymes, 1984). 

A= absorption (mg C d-1 ind-1) 

F = féces (mg C d-1 ind-1) 

A = FR - ( PF + F ) 

Le "scope for growth" (SFG) se définit comme la matière disponible pour la 

croissance. Le SFG est une valeur supplémentaire, qui nous informe sur l'état 

physiologique de l'animal. Il se calcule par la différence entre l'absorption et la 

respiration (R) (Bayne et Newell, 1983). Si SFG est négatif, l'animal utilise ses 

réserves pour assurer son métabolisme de maintenance. Dés que SFG devient 
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positif, la matière disponible autorise la croissance et la reproduction (Pouvreau, 

1999) . 

1 SFG = FR- ( PF_ + F + R ) 1 

R =respiration (mg 0 2 d-1 ind-1 converti en mg C d-1 ind-1
) 

Deux méthodes de mesure des taux d'ingestion et d'absorption de l'huître 

Crassostrea gigas ont été expérimentées : l'une repose sur la mesure des 

paramètres écophysiologiques "classiques" de l'huître et l'autre sur le marquage 

radioactif du protozoaire cilié. 

2- Mesure des taux d'ingestion, d'absorption et du SFG par l'analyse des 

paramètres écophysiologiques de l'huître Crassostrea gigas 

1- Le circuit de mesure des paramètres écophysiologiques 

Le circuit expérimental a été mis en place par I'IFREMER Argenton et utilisé 

pour des mesures d'ingestion, d'absorption et du SFG de Crassostrea gigas sur les 

algues isochrysis sp. (Anonymes, 1984) (figure 1 ). 

Les huîtres (Crassostrea gigas) utilisées sont de calibre no4 (1 ,64 +/- 0,29 g 

de poids sec) et ont été acclimatées dans une eau à 18° C, de salinité 36 %o et 

nourries avant l'expérience d'un mélange d'algues à raison d'un apport quotidien de 

8 % de matière sèche d'algues par gramme de matière sèche d'huître. Pour chaque 

mesure écophysiologique, un minimum de quatre bacs est utilisé : le premier ne 

contient pas d'huître (le témoin), les autres contiennent une huître. Dés que l'huître 

s'ouvre, les mesures commencent. 

L'eau de mer utilisée (EMF) sort du vivier d'Argenton (17,5°C) et est filtrée en 

continu sur une maille de 1 J.Jm. Une pompe péristaltique envoie les protozoaires 

marqués (et lavés) dans le circuit d'eau. Le débit d'eau dans les bacs expérimentaux 

contenant les huîtres est conditionné par le débit d'EMF, par la pompe injectant la 

culture, par les robinets contrôlant l'entrée des bacs et par le trop plein (débit 

supplémentaire qui permet de diluer la solution injectée aux huîtres). Les bacs sont 

des microcosmes clos de 1,2 L (annexe 2). L'eau s'écoule de façon laminaire afin 

d'éviter toute remise en suspension des biodépots de l'huître. Ce type d'écoulement 

permet également à l'animal d'être constamment alimenté en un mélange d'eau et de 

protozoaires à concentration constante (Beiras et al., 1993). Ensuite la solution sort 
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des bacs et arrive à l'oxymètre et aux cuves de mesures de Ja turbidité et de la 

fluorescence, par une pompe à valves. 

Les mouvements créés par la pompe péristaltique et par la pompe à valves 

sont susceptibles de faire éclater les cellules d'Uronema marinum. Afin d'estimer ta 

mortalité des protozoaires au contact des différentes pompes, des comptages sur 

cellules de Malassez ont €té faits avant et après chaque pompe (la pompe a valve 

testée est deux fois plus puissante (250 l h-1
) que cette du circuit). 

Eau de mer filtrée 
sur 1 ~m 

-Pempe-d'alimefltatiefl 
en protozoaires 

Enceinte 
Témoin 

Enceinte 1 Enceinte 2 
(animal 1) (animal 2) 

fi <fi 

Capteurs d'oxygène 

Enceinte 3 
(animal3) 

Fluorimètres et turbid1mètres 

Trop plein d'eau 

Evacuation 
d'eau 

Figure 1 : Schéma du circuit expérimental de mesure des paramètres 
écophysiologiques de l'huître (IFREMER Argenton) 

2- Les paramètres écophysiologiques mesurés 

La respiration (R) est mesurée à l'aide d'un oxymètre placé dans le circuit. Les 

pseudoféces (PF) et les féces (F) sont récupérés dans le bac à huître et leur teneur 

en carbone est mesurée au CHN analyser Carlo erba. 
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La consommation (FR) correspond à la différence entre le nombre de 

protozoaires dans le flux d'eau à l'entrée de l'enceinte de mesure et la concentration 

mesurée à sa sortie. Pour ce faire, il faut pouvoir mesurer les variations des 

concentrations en Uronema dans le circuit expérimental en temps réel. 

Plusieurs techniques ont été testées (déjà utilisées pour les mesures faites 

avec des algues): 

A- La mesure de la turbidité 

Après mise en culture intensive des Uronema, une gamme étalon de 

concentrations croissantes de protozoaires est faite. Elle est d'abord testée au 

turbidimètre Hach Madel 2100 au CREMA L'Houmeau puis testée sur le 

turbidimètre du circuit expérimental de I'IFREMER Argenton, aux 

concentrations requises. 

8- La mesure de la fluorescence 

Il est aisé de faire cette mesure sur des algues. En revanche les protozoaires 

hétérotrophes Uronema ne possèdent pas de pigments et ne sont donc pas 

fluorescents. Cependant, au moyen de colorants ou de fluorochromes, les 

protozoaires pourront être détectés par le fluorimètre du circuit. Ce fluorimètre 

émet une longueur d'onde à 470 nm et reçoit les longueurs d'ondes 

d'émissions des algues à 685 nm. Plusieurs substances correspondant plus 

ou moins bien à ces longueurs d'ondes ont été testées. Pour chacun la 

viabilité des protozoaires avec le marqueur, la concentration du marqueur et la 

durée du marquage ont été testées. 

o Le DAPI se fixe sur l'ADN des cellules. La culture de 

protozoaires (26 x 103 cellules mL-1) et le DAPI (concentration finale 

2,5 x103 1-1g L"1) sont mélangés à l'obscurité pendant 30 minutes. Cette 

solution est homogénéisée puis placée dans la glace pilée durant 15 min. Elle 

est ensuite centrifugée à 1000 g pendant 15 min à 4°C. Le culot est 

resuspendu dans de l'eau de mer filtrée stérile et à nouveau placé dans la 

glace avant d'être une nouvelle fois centrifugé dans les mêmes conditions et à 

nouveau resuspendu dans de l'eau de mer filtrée stérile. 

La fluorescence a été d'abord testée sur le fluorimètre Turner 10 AU 

du CREMA L'Houmeau puis sur le fluorimètre du circuit expérimental de 

L'IFREMER Argenton. 
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o La fluorescéine se fixe sur les protéines cellulaires. Ce colorant 

(fluorescéine aqueuse à 1 o/oo} est testé pour deux concentrations finales : 

2,5 x103 !Jg L-1 (comme pour le DAPI) et 5 x 103 !Jg L-1 avec une 

concentration d' Uronema de 26 x 103 ciliés mL-1. L'incubation comme le 

lavage se déroulent selon le même protocole que pour le DAPI (sauf dans le 

cas où le colorant est à 5 x 103 !Jg L-1 
: un lavage supplémentaire est 

nécessaire). 

o La proflavine, se fixe sur les acides nucléiques. Elle est 

mélangée avec 50 ml de culture d' Uronema marinum (28 x 104 cellules mL-1
) 

pour une concentration finale de 8,25 !Jg L-1 de proflavine (proflavine 

hemisulfate dihydrate (Fiuka)) . Le protocole est le même que précédemment. 

La proflavine a été testée uniquement sur le fluorimètre Kontron SFM 25 du 

LBEM. 

C- La mesure au compteur Coulter 

Le compteur Coulter (Coulter counter TA Il) permet l'énumération des cellules. 

Pour ce faire, il utilise les diamètres équivalents sphériques de toutes les 

particules en suspension dans le milieu conducteur. 

Contrairement aux autres mesures, celle ci n'est pas faite en continu sur le 

circuit. Elle se fait à intervalles de temps réguliers en sortie de circuit et permet 

de contrôler les variations mises en évidences par les différentes sondes 

mesurant la consommation en continu (FR). 

3- Protocole expérimental 

Le protocole expérimental est résumé sur la figure 2. Après comptage de la 

souche de protozoaires Uronema à la cellule de Malassez ou de Nageotte (phase 

1.2), un volume de culture est prélevé et mis à incuber avec un fluorochrome selon le 

protocole vu précédemment (phase 1.3). Puis la solution est lavée pour n'avoir plus 

que les protozoaires (phase 1.4). Ils sont alors resuspendus dans un volume précis 

pour obtenir la concentration voulue. Pour que les taux d'ingestion et d'absorption 

soient les plus proches de la réalité, les concentrations en protozoaires utilisées lors 

des expériences tendront vers celles du milieu naturel en zone côtière : 6 ciliés mr1
. 

Le mélange eau et protozoaires est mis en circulation dans le circuit et est filtré par 

les huîtres (phase 3.1 ). Les mesures de fluorescence ou de turbidité sont converties 

en concentrations grâce aux valeurs du microcosme témoin ne contenant pas 
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d'huître. Les mesures écophysiologiques sont toutes suivies en direct sur un 

ordinateur et confrontées aux résultats ponctuels du compteur Coulter (phase 3.2) 

pendant 24 heures. 

2.1 Les huîtres sont acclimatées et mises à jeun (48 h) 

2.2 Les huîtres sont placées dans les microcosmes du 
circuit expérimental 

1.1 Culture de protozoaires Uronema en phase exponentielle. 
Le milieu de culture contient un mélange de bactéries. 

y 
1 .2 Comptage des protozoaires 

y 
1.3 Incubation avec marqueur fluorescent 

1.4 Séparation des protozoaires du milieu d'Incubation et de 
culture. 

3.1 Les protozoaires sont incorporés au circuit expérimental fermé avec les huilres ouvertes. 

3.2 Les mesures écophysiologiques sont suivies 
en direct sur ordinateur. 

Figure 2 : Schéma du protocole expérimental de l'expérience de mesure des 
taux d'ingestion et d'absorption des protozoaires par les huîtres. 

3- Mesure du taux d'ingestion de l'huître Crassostrea gigas par un 

marquage radioactif des protozoaires ciliés 

1- Le choix du marqueur radioactif 

Des études d'ingestion sur Mytilus edu/is ont été effectuées en marquant au 

carbone 14 des flagellés hétérotrophes et des bactéries (Kreeger & Newell, 1996) et 

sur Hydrobia ulvae en marquant au carbone 14 des diatomées benthiques 

(Blanchard et a/, 2000). Mais, le carbone est fortement respiré par les bactéries 

(Delmas, corn. pers). Cette perte de radioactivité provoquerait un mauvais marquage 

des bactéries. La thymidine tritiée, largement utilisée dans les expériences de 

production bactérienne (Servais & Lavandier, 1995) est un marqueur radioactif, qui 

se fixe sur l'ADN et est très peu perdu par excrétion et respiration. 

2- Les mesures 

Le choix de la thymidine tritiée nous a contraint de ne travailler que sur les 

taux d'ingestion et d'absorption des protozoaires par l'huître. En effet, nous n'avions 

pas le matériel nous permettant de déterminer le SFG en mesurant la quantité de 

thymidine tritiée respirée par Crassostrea gigas. 

Fiala-Medioni (1983) a montré lors d'expériences d'alimentation contrôlée que 

l'huître remplit complètement son tube digestif (phase de prise alimentaire), puis en 
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digère progressivement le contenu. La phase d'absorption se déroule donc sur un 

temps bien plus long que la phase d'ingestion. Pour des raisons de durée de 

l'expérience et de quantité de protozoaires à marquer radioactivement, nous nous 

sommes focalisés sur la -détermination du taux- d'ingestion des protozoaires ciliés par 

l'huître Crassostrea gigas. Pour ce faire, l'expérience est adaptée au temps de 

remplissage du tube digestif : 4h30 (à 20°C) (Fiala-Medioni, 1983). 

3- Le circuit expérimental fermé 

Le marquage des protozoaires étant radioactif, Je circuit est fermé (figure 3): 

les eaux usées sont réutilisées en continu. Le circuit est constitué de 3 stands de 6 

microcosmes. Les stands sont alimentés par trois pompes péristaltiques, qui mettent 

en circulation le mélange -eau -et protozoaires. C'est au niveau du bac 

d'homogénéisation que le mélange se fait entre l'eau recyclée et les protozoaires (les 

ciliés sont stockés dans le bac de réserve). 

Pompe péristaltique 

Bac de réserve 
des 

protozoaires 
(forte 

concentration) 

.Bac 
d·homogénéisation 

Figure 3: Schéma du circuit expérimental fermé. 

10 

Bac individuel 
témoin 

~ Systèmede 
retraitement des 

eaux usées 



3- Manipulations préparatoires 

A- Estimation de la concentration en thymidine tritiée nécessaire au marquage 

des protozoaires et estimation du temps d'incubation 

La thymidine tritiée exogène est incorporée par les bactéries (Setvais & 

Lavandier, 1995) et vient concurrencer la synthèse "de Novo" de thymidine de l'ADN 

des bactéries. L'idéal est que la seule voie de synthèse de l'ADN, soit celle utilisant 

ta thymidine exogène (tritiée) afin qu'il n'y ait pas de dilution isotopique. De ta même 

manière, les protozoaires peuvent potentiellement intégrer de la thymidine tritiée 

dissoute (figure 4). 

De plus, les bactéries marquées à la thymidine tritiée sont la proie des 

protoz~aires et leur transmettent 1ionc 1e man:~uage (ZtJbkov & S!eigh, 1994). 

EdmJ res ooitr~s ffi9èrent -les pmtoz-oair~s -mar~sJ -qW sont.a!ors qyantjf4és. 

~~~ 

~ 
Thymidine tritiée 

Crassostrea gigas 

Figure 4: schéma conceptuel du réseau trophique bactérie/Protozoaire/Huître 

et du trajet de la thymidine tritiée. 

Il est important de travailler à concentration saturante en thymidine tritée. la 

concentration est considérée saturante s'il n'y a pas d'augmentation du taux 

d'incorporation lorsque augmente la concentration en thymidine exogène. 

Pour une même concentration en protozoaires ciliés (5 x 1 a4 cellules ml·\ 

trois concentrations finales de thymidine tritiée en triplicats proches de celles utilisées 

par Delmas (corn. pers.) sont testées: 16 x 1as dpm L-1
, 22 x 1as dpm L-1 et 

33 x 1 as dpm L-1 
. Comme nous ne pouvions pas tester plus de deux concentrations 

en même temps, l'expérience s'est déroulée en deux temps et le triplicat de 

22 x 1 as dpm L-1 a servi de référence. L'incubation se déroule dans les conditions de 

l'expérience. Toutes les 3a minutes et pendant 3 heures, un aliquot de 3 ml est 

prélevé pour chaque échantillon. Ils sont alors lavés deux fois avec 7 ml d'eau de 

mer filtrée stérile pour enlever la thymidine tritiée dissoute et les bactéries. Après la 
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seconde centrifugation, le culot est resuspendu dans 2,5 ml d'EMFS. Ce volume est 

mis dans une fiole à scintillation à laquelle est ajoutée 2,5 ml d'instagel (liquide 

scintillant). Les deux phases sont homogénéisées par agitation forte avant la mesure 

au compteur. 

8- Estimation de l'importance du marquage à la thymidine tritiée du 

compartiment bactérien et des agrégats 

a- Le compartiment agrégats 

Après quelques heures, le milieu de culture contient de la MO détritique en 

agrégats sur laquelle des bactéries vivantes viennent s'agglomérer. Or, la 

centrifugation ne permet pas de séparer les agrégats et les protozoaires. De ce fait, 

ils sont mis en circulation dans le circuit expérimental fermé et viennent fausser les 

mesures d'ingestion faites sur l'huître. En filtrant le milieu de culture sur 20 ~m. on 

mesure l'absorption de la thymidine tritiée par les plus gros agrégats (>20 ~rn) . Le 

même protocole que dans la partie précédente est appliqué à deux triplicats de 

20 ml de culture de protozoaires (26 x 103 cellules mL-1) avec une concentration 

finale de 33 x 108 dpm L-1 de thymidine tritée. Les mesures sont faites toutes les 

20 minutes pendant 60 minutes. 

b- Le compartiment bactérien 

Le milieu de culture FAG permet le développement d'un consortium de 

bactéries nécessaires au développement des protozoaires ciliés hétérotrophes. On 

veut connaître l'efficacité du marquage des bactéries à la thymidine tritiée et ainsi 

visualiser le transfert de la radioactivité aux protozoaires (figure 4 ). 

Le protocole est résumé sur la figure 5. Les bactéries du milieu de culture et 

les protozoaires Uronema sont séparés par centrifugation (2000 g) pendant 15 

minutes à 4°C (phase 1.0). Le premier ml du surnageant est prélevé et est placé 

dans un puit de culture bactérienne avec 1 ml de milieu FAG. Après une nuit de 

culture et vérification au microscope de la viabilité des cellules, la culture bactérienne 

est relancée dans un volume de 100 ml de milieu de culture FAG (phase 1.1 ). 

L'incorporation de la thymidine tritiée par les bactéries est classiquement 

mesurée dans la fraction insoluble à l'acide trichloroacétique (TCA) froid (0°C) 

(Servais & Lavandier, 1995). Le TCA a la particularité de casser les cellules et de 

faire précipiter les macromolécules comme l'ADN. Pratiquement, le protocole 
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appliqué est celui de Delmas (corn. pers.): 10 ml de culture bactérienne (en triplicat) 

sont marqués à la thymidine tritiée (concentration finale: 22 x 108 dpm L-1) (phase 

2.0). Toutes les 20 minutes, pendant une heure, 100 ~L du milieu d'incubation sont 

prélevés et mélangés avec 150 ~L de TCA 50 % et 1 ml d'eau très pure 

(miliO :filtrée trois fois sur 0,2 ~rn) (phase 2.1 ). La suite du protoCOle doit se dérouler 

au froid pour que l'ADN reste précipité. le mélange est donc placé pendant 

30 minutes dans la gtace pilée (phase 3.0), puis filtré sur filtre nuclépore 0,2 J..lm 

.(P<1 00 mm Hg) (phase 3.1 ). Les colonnes de filtration sont ensuite rincées trois fois 

avec 3 ml de TCA 5 %. Enfin, les filtres sont mis dans des tubes à scintillation de 

6 ml, où ils sont recouverts de 4 ml d'instagel (liquide scintillant) (phase 3.2). 

La mesure du marquage des bactéries à TO est particulière, car un méfange 

œ 1i) ml -cuitore bactérierme et de 1 ;5 ml de TCA 50 -% est fait avant i~ de Ja 

thymidine tritiée (phase 2.2). Ce TO donne la radioactivité naturelle des bactéries et 

le biais apporté par les manipulations de conditionnement des aliquotes. 

En parallèle, à TO, T30 et T60, des comptages bactériens ont été faits 

(marquage au DAPI et comptages au microscope à épifluorescence). 

l 1.0 Séparation des bactéries et des protozoaires 

., 
2.2 Ajout de 1,5 ml de TCA 50 % 1 ~ Triplicats de 10 ml 1 1.1 Mise en culture des bactéries dans.milieu FAG 

pour la mesure du TO , ...... 
Triplicats ~e 10ml 

c .2.0 Ajout de la thymidine 1rliée [::::> 
~ 

,. 
l 2.1 Pr~menttoutes les 20 miootes de 

~ , 100 ~o~L et ajout de 150 !JL de TCA 

., 
1 3.0 Echantillons placés 30 minutes dans la glace pilée pour faire précipiter l'ADN 

1 ., 
1 3.1 Filtration sur filtre nuclépore (20 !Jm) puis 3 rinçages avec 3 ml de TCA 5% 

1 ., 
1 3.2 Filtre placé dans une fiole à scintillation avec 4 ml d'instagel 

1 ., 
1 3.3 Après agitation des fioles, mesure au compteur à scintillations 

1 

Figure 5 : Schéma du protocole expérimental de marquage des bactéries à la 
Thymidine tritiée. 
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C- Tests du circuit expérimental fermé 

1- Test d'homogénéisation du bac tampon 

Le bac tampon est un volume cubique de 55 L. Son rôle est d'homogénéiser 

l'eau et les protozoaires, qui viennent soit de la souche concentrée, soit du système 

de recyclage de l'eau du circuit. Pour mélanger les protozoaires et l'eau, on a mis au 

point un système couplé de : 

- quatre barreaux magnétiques (à armature pour ne pas casser les 

protozoaires) répartis au fond du bac 

une pompe péristaltique qui aspire l'eau du fond et la rejète en sub

surface 

le flux d'eau du circuit mis en mouvement par une pompe 

péristaltique. 

La concentration finale théorique testée dans le bac de brassage est de 

218 cellules mL-1. 10 minutes après ajout, des prélèvements sont faits à mi

profondeur. Les échantillons sont fixés au formol (concentration finale 1%) et des 

comptages sont faits sur cellule de Nageotte ou chambre Utermôhl. 

2- Test d'homogénéisation du circuit 

La concentration en protozoaires Uronema marinum dans chaque microcosme 

doit être la même. On teste donc la répartition des protozoaires dans le circuit 

expérimental. Pour ce faire, un circuit réduit composé du bac de brassage de 55 L 

(système d'homogénéisation précédent) et d'un stand alimenté par une pompe 

péristaltique (prélève l'eau à mi-profondeur du bac de brassage) est monté. Seuls 

trois microcosmes du stand sont utilisés. Le premier microcosme est le témoin, les 

deux suivants contiennent chacun une huître. 

Après ajout de protozoaires dans le bac d'homogénéisation (concentration 

finale : 218 cellules mL-1) . Des prélèvements sont faits dans les trois microcosmes à 

T30 min, T60 min et T1 05 min. Les échantillons sont fixés au formol (concentration 

finale 1 %) et des comptages sont faits sur cellule de Nageotte ou chambre Utermôhl. 

3- Protocole général 

Le protocole de l'expérience est réalisé 3 fois dans les mêmes conditions et 

est résumé sur la figure 6. Les huîtres Crassostrea gigas sont élevées en poches 

dans le pertuis Breton et sont de calibre n°4. Elles sont acclimatées pendant 15 jours 
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dans un bassin d'évacuation de l'eau (19°C) du marais expérimental du CREMA 

L'Houmeau et sont mises à jeun 2 jours avant le début de l'expérience. Elles sont 

ensuite nettoyées et brossées (phase 2.1 ). Une huître est mise dans chaque 

microcosme (Phase 2.2). Elles y sont installées quelques heures à l'avance pour 

disposer d'animaux n'ayant subi aucun stress (Anonymes, 1984). L'huître est placée 

de telle manière que la charnière de l'huître soit tournée vers la sortie d'eau du 

microcosme (Annexe 2). 

Les protozoaires Uronema sont en phase exponentielle de croissance et sont 

comptés à la cellule de Malassez avant l'expérience (phase 1.2). Une dose de 

thymidine tritiée déterminée par les expériences préliminaires est alors ajoutée à un 

volume calculé de la souche. L'incubation se fait pendant un temps défini par les 

expériences préliminaires, à l'obscurité, sur agitateur orbital et à température 

ambiante (20°C) (phase 1.3). 

Les protozoaires sont séparés du milieu d'incubation et de culture (chapitre 

2.2). Le surnageant est jeté dans un récipient à produits radioactifs, le culot est 

resuspendu dans de I'EMFS. L'opération est réalisée deux fois de suite (phase 1.4). 

L'expérience est adaptée au temps de remplissage du tube digestif de l'huître 

Crassostrea gigas : 4h30 (à 20°C) (Fiala-Medioni, 1983). L'expérience en circuit 

commence quand les huîtres sont toutes ouvertes. Il faut alors prélever une huître 

toutes les 20 minutes, ce qui correspond à un temps total de 5 heures. En effet, en 

considérant que les quinze huîtres composant le système ne sont pas toutes 

ouvertes en même temps, nous sommes contraints de prévoir un temps de 

manipulation supérieur à 4h 30. 

Dés que l'huître est sortie du circuit, la chair est détachée de la coquille (phase 

4.1 ). On part du principe que la coquille n'absorbe pas de protozoaires. La chair est 

alors broyée au mixeur et placée dans un flacon à scintillation. Le broyat est alors 

recouvert de soluène qui va dissoudre la chair à 60°C (phase 4.2). Ensuite, le liquide 

scintillant (hionic fluor) est ajouté, le flacon est agité, et la radioactivité de l'échantillon 

est mesurée au compteur à scintillations Packard (21 00 TR) (phase 4.3). 

Pour ramener la mesure des DPM mesurées au compteur, à un nombre de 

cellules d'Uronema, un ratio de conversion (CR) est calculé (phase 1.5). Un aliquote 

de la souche marquée est passé au compteur à scintillation après ajout de liquide 

scintillant (instagel). Le nombre de cellules de l'aliquote a été déterminé par 

comptage à la cellule de Malassez ou de Nageotte. 
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Taux d'ingestion 

(Uronema/ mollusque/ heure) 

radioactivité ingérée x CR 

(DPM/ mollusque/ heure) (Uronemal DPM) 

et radioactivité ingérée = radioactivité consommée - radioactivité des pseudoféces 

1.1 Culture de protozoaires Uronema en phase exponentielle. 
Le milieu de culture contient un mélange de bactéries. 

y 
1 .2 Comptage des protozoaires 

y 
1 31 b . h . ncu at1on avec t ym1dine trit1ee 

2.1 Les huîtres sont acclimatées et mises à jeun (48 h) y 
y 

1.4 Séparation des protozoaires du milieu d'incubation et de 
2.2 Les huîtres sont placées dans les microcosmes du culture. 

circuit expérimental 2 lavages successifs . ... T 

3.1 Les protozoaires sont incorporés au circuit expérimental fermé avec les huîtres ouvertes. 
1 

'Y 
3.2 Toutes les 20 minutes, une huître est sortie du 

circuit. 

y , r 
4.1 L'expérience est stoppée en séparant la chair de la 
coquille. La chair est broyée puis placée dans un flacon ,1.5 Mesure de l'activité spécifique des Uronema (dpm/cellule) en 1 à scintillations. Enfin elle est solubilisée par ajout de y ajoutant du liquide scintillant. 

soluêne. 

4.2 ajout de liquide scintillant 

4.3 La radioactivité ingérée est mesurée au compteur. 

Figure 6: Schéma du protocole expérimental de l'expérience d'ingestion des 
protozoaires marqués à la thymidine tritiée par les huîtres. 

Résultats 

1- Séparation des protozoaires du milieu de culture et de marquage 

Les protozoaires Uronema traversent le nylon de vide de maille de 5 ~m. La 

méthode de filtration ne permet pas la séparation des protozoaires de leur milieu 

(milieu de culture et d'incubation). 

La méthode de centrifugation implique un pourcentage de perte de 

protozoaires de 36% pour chaque centrifugation de 15 minutes à 1000 g à 4°C. 
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2- Mesure des taux d'ingestion, d'absorption et du SFG par l'analyse des 

paramètres écophysiologiques de l'huitre Crassostrea gigas. 

1- Mesure de la quantité de protozoaires à la sortie des microcosmes : 

résultats des tests 

Mesure de la quantité de protozoaires Uronema par turbidimétrie 

Les mesures faites dans un premier temps au CREMA L'Houmeau 

s'échelonnent sur une gamme de 4,6 x 103 à 4,6 x 105 cellules mL-1 (figure 7). 

500 000 

450 000 

400 000 

i 350 000 

• ~ 300 000 = 3 250 000 
• , 
! 200000 ... 
~ 150 000 
c: 

100000 

50000 

0 100 200 300 

turbidité NTU 

y= 684,82x + 6018,2 

R'=o.9956 

500 600 

Figure 7 : Mesure de la turbidité en NTU en fonction de la concentration en 
protozoaires. 

100 

La turbidité augmente linéairement avec la concentration en protozoaires. Le 

coefficient de corrélation (R2
) est fort. Malheureusement, les mesures faites à 

I'IFREMER Argenton sur le turbidimètre du circuit expérimental ne donnent pas de 

signal suffisamment fort en dessous de 2 x 104 cellules mL-1. 

Mesure de la quantité de protozoaires Uronema par fluorimètrie 

o Le DAPI: 

Après marquage au DAPI, les protozoaires Uronema sont vivants pendant 24h 

au moins. Dans un premier temps, une gamme étalon a été faite, s'étalant de 2 100 à 

240 000 cellules mL-1 (figure 8). 

17 



300000 

"";' 

e 
250000 

411 
.!! 200000 
..:! 
'ii 150000 u 
Gl 
'Q 

100000 ! 
.a 
E 
0 50000 
c 

0 0,5 

y = 107545x- 3414,1 
R2 = 0,9837 

1,5 

fluorescence relative 

• 

2 

Figure 8 : Mesure de la fluorescence relative en fonction de la concentration en 
protozoaires marqués au DAPI. 

La fluorescence relative augmente linéairement avec la concentration en 

protozoaires (R2 =0,9837). Les mesures faites par la suite sur la sonde fluorimétrique 

d'Argenton ont donné dans un premier temps un signal fort, puis 15 minutes après, la 

mesure du même échantillon donnait un signal faible. 

o La fluorescéine : 

Les protozoaires Uronema sont toujours vivants 24 heures après marquage à 

la fluorescéine. Les premiers tests effectués avec 2 500 IJg L-1 de fluorescéine en 

concentration finale donnent un signal fort. Pour la concentration finale de 

5 000 IJg L-1 de fluorescéine, une gamme étalon s'étalant de 0 à 12 cellules mL-1 

(concentrations du milieu naturel en zone côtière) est réalisée (figure 9). 

~ 10 
E 

~ 8 
:::1 
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Gl 
'Q 4 
! 
.a 
E 2 
0 
c 

0,4 0,45 0,5 0,55 0,6 0,65 0,7 
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Figure 9 : Mesure de la fluorescence relative en fonction de la concentration en 
protozoaires marqués à la fluorescéine. 
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La fluorescence relative augmente avec la concentration en protozoaires, 

mais le coefficient de corrélation (R2= 0,9155) est plus faible que dans les autres cas. 

o La proflavine : 

Après marquage à la proflavine, les protozoaires sont toujours vivants au bout 

de 24 heures. La gamme étalon testée sur le fluorimètre du LBEM, dans les mêmes 

longueurs d'ondes d'excitation et d'émission que celui du circuit expérimental, varie 

de 1 ,5 à 17 600 cellules mL-1. 
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Figure 10 : Mesure de la fluorescence relative, en fonction de la concentration en 
protozoaires marqués à la proflavine. 

La fluorescence relative augmente linéairement avec la concentration en 

protozoaires. Le coefficient de corrélation est très fort (R2 =0,9993) et la détection des 

protozoaires est très sensible (1 ,5 cellule .mL-1} . Pour des raisons de temps, ce 

colorant n'a pas pu être testé sur le fluorimètre du circuit expérimental. 

Mesure de la quantité de protozoaires Uronema au compteur Coulter 

Les protozoaires Uronema forment des amas qui viennent souvent obstruer 

l'embouchure du compteur. Le signal est tout de même clair pour les faibles 

concentrations en protozoaires. 

2- Les pompes du circuit de mesure des paramètres écophysiologiques 

La pompe péristaltique ne provoque pas d'édatement des cellules d'Uronema, 

alors que la pompe à valves en détruit 4 % sachant que cette seconde pompe est 

deux fois plus puissante que celle utilisée dans le circuit expérimental. 
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3- Mesure du taux d'ingestion de l'huître Crassostrea gigas par un marquage 

radioactif des protozoaires 

1- Le circuit expérimental fermé 

a- Homogénéité du bac tampon 

Les prélèvements effectués dans des zones opposées du bac tampon, 

10 minutes après l'ajout de protozoaires donnent des concentrations variant de 4,5 à 

9,1 cellules mL-1
. La répartition des ciliés est donc mauvaise. 

De plus, la concentration en protozoaires attendue dans le bac de 55 L était 

de 218 cellules mL-1 
, or seuls 3 % sont dans les prélèvements. 97 % des cellules 

sont soit lysées par les différents appareils de mises en suspension (barreaux, 

pompes péristaltiques) soit elles sédimentent et échappent au courant de fond créé 

par la pompe péristaltique. 

b- Répartition des protozoaires dans le circuit 

La concentration théorique dans le bac tampon comme dans les microcosmes 

est de 218 cellules mL-1
. Le microcosme témoin est vide alors que les microcosmes 

1 et 2 ont une huître chacun. 

Tableau 1 : Concentration en protozoaires Uronema marinum (cellules mL-1) dans 3 
microcosmes en f cr d t on IOn u emps. 

témoin microcosme 1 microcosme 2 
T30 5,4 3,1 14,4 
T60 12,9 17,4 4,5 

T105 10,4 10,4 10,5 

La mauvaise homogénéité du bac tampon donne des concentrations dans les 

microcosmes très inférieures à 218 cellules mL-1 mais proches de celles du bac 

tampon. A TO, les concentrations en protozoaires varient de 3,1 à 14,4 cellules mL-1. 

D'une manière générale, le nombre de protozoaires dans les 3 microcosmes 

augmente pendant 60 minutes et se stabilise au bout de 1 05 minutes à 

10,4 cellules mL-1 (soit 5% de la concentration théorique). Le mélange 

eau/protozoaires est alors réparti de manière homogène dans les 3 microcosmes. 

L'huître du microcosme 1 est restée fermée pendant les 1 05 minutes alors que 

l'huître du microcosme 2 filtrait à T60, ce qui explique la diminution du nombre de 

protozoaires dans le microcosme. 
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2- Temps d'incubation et concentration en thymidine tritiée 

Lors de la première expérience, deux concentrations ont été testées : 

16 x 108 dpm L-1 et 22 x 1 08 dpm L-1 de thymidine tritiée. Pour des raisons 

méthodologiques, le TO n'a pas été fait, la première mesure correspond à 

T30 minutes. 

400000 .-------------------------------------------------~ 

Ê 350000 
Q, 300000 
;- 250000 
; 200000 
g 150000 
.2100000 , 
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0 +------------.------------.------------.----------~ 

0 50 100 

temps (minutes) 
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1--- 16 x 108 dpm L-1 -+-22 x 108 dpm L-1 1 

Figure 11 : Mesure de la radioactivité des protozoaires Uronema en fonction du 
temps d'incubation (la barre d'erreur représentée correspond à l'intervalle de 
confiance de la moyenne à 95%). 

Sur ces deux courbes d'incubations, apparaissent plusieurs phases : 

-Une première phase correspondant à une augmentation de ta radioactivité des 

protozoaires pendant 120 minutes. Le maximum étant de 3,5 x 10S dpm pour la 

concentration de 22 x 108 dpm L-1 et 2,8 x 105 dpm pour celle de 16 x 108 dpm L-1 
. 

-Une seconde phase correspondant à une diminution de 9 x 104 dpm pour la 

concentration de 22 x 1 o B dpm L -1 et de 6 x 1 04 dpm pour celle de 16 x 1 o B dpm L"1. 

-Enfin, une dernière phase où la radioactivité se stabilise à 2,6 x 1 05 dpm pour la 

concentration de 22 x 108 dpm L-1 et à 2,2 x 105 dpm dans l'autre cas. 

Lors de la seconde expérience, la concentration finale de 22 x 108 dpm L-1 a 

servi de référence (pour comparer avec les résultats précédents) et celle de 

33 x 108 dpm L-1 a été testée. 
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Figure 12 : Mesure de la radioactivité des protozoaires Uronema en fonction · du 
temps d'incubation (la barre d'erreur représentée correspond à l'intervane de 
confiance de la moyenne à 95%). 

Les résultats obtenus diffèrent beaucoup de ceux trouvés dans l'expérience 

précédente et ne permettent pas d'estimer si les conditions de marquage sont 

saturantes. 

La radioactivité des protozoaires marqués avec 22 x 108 dpm L-1 commence à 

1,8 x 105 dpm et diminue pendant 180 minutes pour arriver à 1,2 x 1 as dpm et enfin 

remonter jusqu'à 1,7 x 105 dpm. 

La radioactivité des protozoaires marqués avec 33 x 108 dpm L-1 débute à 

2,7 x 105 dpm puis diminue pendant 120 minutes jusqu'à 1,7 x 105 dpm et enfin 

remonte à 2 ,5 x 105 dprn 

3- Importance du marquage à la thymidine tritiée du compartiment 

bactérien et des agrégats 

a- L'effet de la filtration sur 20 um : 

La radioactivité représentée (figure 13) correspond à la moyenne des mesures 

faites pendant une heure. 
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Figure 13 : Radioactivité moyenne des protozoaires des souches filtrées sur nylon de 
vide de maille de 20 ~m et non filtrées. Les barres d'erreurs représentées sont les 
intervalles de confiance de la moyenne à 95%. 

Les protozoaires sont marqués dans les deux cas avec 22 x 108 dpm L-1 de 

thymidine tritiée. Le signal obtenu dans le cas de la culture filtrée sans agrégat est en 

moyenne de 1 ,8 x 105 dpm. Dans le cas de la souche non filtrée, la radioactivité 

moyenne est de 2,5 x 105 dpm. 

b- Le marquage des bactéries du milieu de culture: 

Le marquage à la thymidine tritiée des bactéries du milieu de culture se fait en 

moins d'une heure (1 points toutes les 20 minutes). 
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Figure 14 : Mesure de la radioactivité des bactéries en fonction du temps (la barre 
d'erreur représentée correspond à l'intervalle de confiance de la moyenne à 95%). 
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La radioactivité du TO est de 380 dpm, puis augmente pendant 20 minutes 

jusqu'à 2 400 dpm, pour finalement se stabiliser à ce niveau de radioactivité. 

Des comptages bactériens ont été effectués pendant le déroulement de 

l'expérience. La concentration en bactéries du milieu varie entre 8,9 et 

9,3 x 1 08 bactéries mL-1. La population bactérienne est composée de 61 % de formes 

coccoïdes, 31 %de formes bâtonnets et 8% de cellules en cours de divisions. 

Discussion 

1- Séparation de la culture de protozoaires Urone'!'a marinum de leur milieu de 

culture et de marquage. 

Le tamisage sur un nylon de vide de maille de 5 ~m ne permet pas de retenir 

les protozoaires Uronema marinum malgré leur taille (20 ~m de longueur et 1 0 ~m de 

large). Leur capacité à se déformer (ciliés nus) leur permet de traverser la maille. La 

deuxième méthode est la centrifugation différentielle: Elle implique 36 % de pertes de 

protozoaires à chaque centrifugation mais permet la meilleure séparation en laissant 

les bactéries du milieu de culture dans le surnageant. Cette forte perte est sûrement 

due à la fragilité des cellules d'Uronema qui éclatent sous l'effet de l'agitation et à 

une mauvaise migration des cellules (force centrifuge pas assez forte). En effet, la 

séparation n'est pas optimale car il reste des protozoaires en quantité non 

négligeable (220 cellules mL-1) dans les premiers millilitres du surnageant, mais en 

augmentant la vitesse de rotation les cellules d' Uronema éclateraient encore plus. 

Pour séparer les protozoaire~ du milieu d'incubation, deux centrifugations sont 

nécessaires ce qui implique des pourcentages de perte de 72 %. Mais c'est tout de 

même la méthode retenue pour les expériences ultérieures. 

2- Mesures des taux d'ingestion, d'absorption et du SFG par mesure des 

paramètres écophysiologigues de l'huître Crasostrea gigas. 

a- Détection des protozoaires 

On a une relation entre la turbidité et le nombre de protozoaires (R2 =0,9955). 

Mais, les mesures de la quantité de protozoaires par turbidimétrie donnent un signal 

trop faible pour les concentrations que l'on veut tester et qui correspondent à celles 

du milieu naturel en zone côtière (6 000 cellules L-1 
) . 
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Les protozoaires Uronema marinum ont survécu aux trois fluorochromes 

testés. Le marquage des protozoaires au DAPI donne un signal fort au fluorimètre du 

circuit expérimental, même pour les faibles concentrations. Mais il est trop sensible à 

la lumière et son utilisation implique des contraintes trop dures pour l'expérience (le 

DAPI perd ses propriétés fluorescentes après quelques secondes à la lumière, 

même à faible intensité). Le marquage à la fluorescéine ne donne pas de signal 

assez fort dans les petites concentrations de protozoaires pour être retenu. Le 

spectre d'émission de la fluorescéine n'est pas entièrement capté par le fluorimètre. 

Le marquage des protozoaires à la proflavine donne un excellent signal dans les 

longueurs d'ondes du fuorimètre du circuit expérimental (R2= 0,9993), et même pour 

les très faibies concentrations Uusqu'à 1,5 cellule mL-1). Pour des raisons de temps, 

des essais avec des protozoaires marqués à la proflavine et le fluorimètre du circuit 

n'ont pas pu être faits. 

La mesure au compteur Coulter donrie des résultats satisfaisants pour les 

faibles concentrations uniquement. Le compteur ne donne que des mesures 

ponctuelles qui permettent de vérifier les variations des concentrations en 

protozoaires à la sortie des microcosmes. 

b- Mesures d'ingestion, d'absorption et du SFG. 

Du fait des problèmes de détection des protozoaires dans le circuit 

expérimental qui n'ont pu être résolus, l'expérience d'ingestion des protozoaires par 

l'huître n'a pas pu être effectuée dans le temps qui nous était imparti. 

3- Mesure du taux d'ingestion de l'huitre Crassostrea Gigas sur les 

protozoaires Uronema marinum, par marquage à la thymidine tritiée 

1- Le circuit expérimental fermé 

La concentration en ciliés dans le circuit passe de 3% (1 0 minutes après 

l'ajout des ciliés) à 5% de la concentration théorique (105 minutes après l'ajout des 

ciliés). Cette augmentation du nombre de protozoaires détectables tend à montrer 

qu'il y a un phénomène de remise en suspension des protozoaires par les 

mécanismes de brassage du bac tampon. La diminution de l'écart type entre les 3 

microcosmes (de 5,9 pour T30 à 0,07 pour T105) montre que le mélange 

eau/protozoaires s'homogénéise au cours du temps (105 minutes) par phénomène 

de dilution. 
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Toutefois, 95% des ciliés Uronema ajoutés au bac tampon ne sont pas mis en 

circulation dans le circuit. Ce pourcentage de pertes implique un éclatement des 

cellules au contact des appareils de remise en suspension du bac tampon ou une 

sédimentation des protozoaires, qui ne serait pas compensée par l'effet des barreaux 

magnétiques et des pompes péristaltiques. 

2- Le marquage des protozoaires 

a- Estimation de la concentration en thymidine tritiée nécessaire au marquage 

des protozoaires et estimation du temps d'incubation 

Les concentrations en thymidine tritiée exogène de 16 x 108 dpm L-1 et 

22 x 108 dpm L-1 ne sont pas assez· fortes pour saturer le marquage des bactéries et 

des protozoaires. En effet, la radioactivité des protozoaires augmente 

proportionnellement aux doses de thymidine tritiée testées. A titre de comparaison, 

Fuhrman et Azam (1980) utilisent pour leurs échantillons marins, des concentrations 

en thymidine tritiée 5 X 105 fois plus élevés pour saturer les processus d'assimilation 

des bactéries. Néanmoins, pour les deux concentrations testées, le temps de 

marquage des protozoaires est stable (120 minutes). Il correspond au maximum 

préconisé par Servais et Lavandier (1995) pour le marquage de leurs échantillons 

bactériens aquatiques. 

b- Analyse du marquage des protozoaires 

Dans cette étude, 5% de la thymidine tritiée totale du milieu d'incubation se 

retrouve dans les protozoaires. Pour la même expérience sans protozoaires, on ne 

retrouve que 1% de la thymidine tritiée totale dans les bactéries. Les protozoaires 

Uronema assimilent donc 4% environ de la thymidine tritiée exogène. De ce fait, les 

phénomènes d'assimilation étant régis par les concentrations extracellulaires, on 

peut penser que si la concentration en thymidine tritiée exogène est plus importante, 

alors le marquage sera plus fort. 

c- Les problèmes de marquage 

1- Les agrégats 

La centrifugation différentielle fait migrer dans le culot les protozoaires mais 

aussi les agrégats. La filtration sur 20 !Jm est nécessaire car elle élimine les plus 

gros agrégats ce qui représente en moyenne 27 % de la radioactivité mesurée. Mais 
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les agrégats inférieurs à 20 1-Jm restent dans le milieu et les plus gros migrent lors de 

la centrifugation, provoquant ainsi un biais inconnu dans nos mesures. La 

radioactivité de ces agrégats est très variable du fait de leur composition. 

2- Les bactéries 

La souche bactérienne a été contaminée par une grosse bactérie (bacille) que 

nous n'avons pas pu éliminer. De ce fait, la composition de la population bactérienne 

varie énormément d'un jour à l'autre et les expériences ne sont donc pas 

reproductibles. 

3- Ingestion des protozoaires 

Les variations de la composition de la population bactérienne et les agrégats 

créent des biais dans le marquage radioactif des protozoaires. Ces problèmes de 

marquage nous ont empêché encore une fois d'effectuer la seconde phase des 

expériences : la mesure du taux d'ingestion des protozoaires Uronema marinum par 

les huîtres Crassostrea gigas. 

Bilan 

Les mesures des paramètres écophysiologiques de l'huître Crassostrea gigas 

réalisées à I'IFREMER Argenton servent à déterminer en direct les taux d'ingestion, 

d'absorption et le SFG des huîtres sur les protozoaires. La détection des 

protozoaires par fluorimétrie n'ayant pas été finalisée, aucune mesure du SFG, des 

taux d'absorption et d'ingestion n'a pu être faite. 

Le marquage des protozoaires à la thymidine tritiée réalisé au CREMA 

L'Houmeau sert à mesurer le taux d'ingestion des ciliés par l'huître. Nous avons été 

confrontés à deux problèmes qui nous ont empêché d'obtenir des résultats 

d'ingestion : des pertes énormes de ciliés dans le bac d'homogénéisation du circuit et 

un problème de marquage des protozoaires à la thymidine tritiée. 

Le principal problème rencontré dans les deux cas, provient de la culture 

bactérienne sur laquelle poussent les Uronema. La composition du consortium 

bactérien variant d'un jour à l'autre, les expériences de marquage ne sont donc pas 

reproductibles. 
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L'objectif de cette étude était de mettre au point des méthodes permettant 

d'obtenir les valeurs d'ingestion, d'absorption ou de SFG des protozoaires par 

l'huître, mais finalement ce travail n'a pas abouti durant le temps qui nous était 

imparti. Par contre, il apporte beaucoup de résultats méthodologiques. Cette étude 

est une étape préliminaire nécessaire dans la détermination du rôle des protozoaires 

dans la nutrition, la croissance et la reproduction de l'huître. 

Perspectives 

1- Mesures des taux d'ingestion, d'absorption et du SFG par mesure des 

paramètres écophysiologigues de l'huître Crassostrea gigas 

La détection des protozoaires est le principal problème rencontré au cours de 

cette étude. Les longueurs d'onde d'émission et d'absorption de la proflavine 

correspondent à celles requises par le fluorimètre du circuit expérimental de 

I' IFREMER Argenton. Il doit être testé en circuit et avec les huîtres. 

2- Mesures du taux d'ingestion de l'huître Crassostrea gigas sur les 

protozoaires Uronema marinum, par marquage à la thymidine tritiée 

A- Le marquage radioactif 

Des doses de thymidine tritiée très supérieures à celles utilisées doivent être 

testées pour se rapprocher de celles préconisées par Servais & Lavandier (1995) 

comprises entre 5 et 20 nM. 

Une fois la dose de thymidine tritée connue, il faut tester la durée du 

marquage des protozoaires ainsi que sa linéarité. 

La mesure de la radioactivité des huîtres au compteur à scintillation implique 

de broyer la chair de l'huître et de la solubiliser pour qu'elle se mélange avec le 

liquide scintillant (Hionic fluor). Le soluène permet de solubiliser la chair de l'huître 

(phase 4.2 de la figure 3). Il faut tester son temps d'action. 

Enfin, il faut tester l'incorporation de la thymidine tritiée par la coquille de 

l'huître Crassostrea gigas. 

B- Homogénéité de la répartition des protozoaires dans le circuit 

Pour que les protozoaires de culture se retrouvent tous en circulation dans le 

circuit, il faut empêcher la sédimentation dans le bac de brassage et donc 
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homogénéiser la répartition des protozoaires. Différents systèmes sont actuellement 

à l'étude comme une roue à aubes, un agitateur "à peinture", un système 

reproduisant le mouvement des vagues. 

C- Mesure du taux d'absorption 

Le taux d'absorption doit être mesuré pendant un temps plus long que celui 

utilisé pour la mesure du taux d'ingestion (>4h 30). 

3- Traitement de la souche de protozoaires avec des antibiotiques 

Pour éviter tous les problèmes de contamination de la culture bactérienne, les 

Uronema sont actuellement traités avec deux antibiotiques : la streptomycine 

(concentration finale : 1 mg L-1
) et la pénicilline A (concentration finale : 10 mg L-1) . 

les protozoaires sont cultivés sur un milieu FAG. En effet, la levure et les peptones 

permettent potentiellement la croissance du protozoaire. C'est le cas pour d'autres 

protozoaires comme Tetrahymena termophyla (Ethuin et al., 1995 ; Ethuin & De 

Coninck, 1996). 

Le but de l'expérience étant de rendre la souche axénique, de la cultiver avec 

de la MOD et de la marquer directement à la thymidine tritiée dissoute. 

Actuellement, il ne reste visiblement plus qu'une souche bactérienne. Un 

troisième antibiotique doit être testé : la moxifloxacine. 

4- Méthode de détection in situ 

Une autre méthode de détection des protozoaires est à envisager. Elle 

consiste en la détection des protozoaires à l'aide d'un marqueur immunologique 

spécifique. 
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Annexe 1 

Le FAG est un milieu gélosé pour culture de bactéries marines. 

Pour 1 litre de milieu FAG : 

1- Peptone bactérien 3g 

2- Extrait de levure 1 g 

3- Sulfate d'ammonium 1 g 

·4- Fer -séquestrène 6mg 

5- Glycérophosphate de sodium 25mg 

6- Eau de mer filtrée SOOmL 

7- eau milliQ 1000 ml 

Puis le PH est ajusté entre 7,4 et 7,8, enfin le milieu est autoclavé. 
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Annexe 2 

Dans les deux circuits expérimentaux utilisés pour mesurer l'ingestion 

des protozoaires par l'huître Crassostrea gigas, les bacs individuels contenant les 

huîtres ont des structures identiques. La seule différence est pour les bacs de 

mesure du circuit expérimental de I'IFREMER Argenton : ils sont complètements 

fermés à l'air. Une fois l'huître placée dans le bac, celui ci est rempli de telle manière 

qu'aucune bulle d'air ne reste. 

Figure 15 : Description du dispositif expérimental en flux laminaire pour les mesures 
écophysiologiques. Les flèches bleues indiquent le mouvement du mélange eau de 
mer et protozoaires. Les biodépots restent sur place et sont facilement prélevés. 
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