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Résumé : La préservation de l’environnement est un sujet majeur de préoccupation des 

sociétés actuelles. Afin d’évaluer la qualité des écosystèmes aquatiques, la Directive Cadre 

sur l’Eau appelle au développement de nouveaux outils à la fois précoces dans le temps et 

intégrateurs de l’état de santé des organismes. Le métabolisme énergétique permet aux 

organismes d’assurer l’ensemble des fonctions physiologiques et peut être source de 

biomarqueurs d’intérêt en biosurveillance. L’objectif de ce travail était d’enrichir les 

connaissances sur le fonctionnement du métabolisme énergétique cellulaire chez une espèce 

d’eau douce couramment utilisée en écotoxicologie, Dreissena polymorpha, afin de proposer 

de nouveaux biomarqueurs associés à la production et à la régulation de l’ATP. Différents 

substrats, produits, enzymes et gènes associés ont été ciblés. Les modulations naturelles de 

ces réponses par les facteurs extrinsèques (saison) et intrinsèques (cycle de reproduction) ont 

été caractérisées lors d’un suivi saisonnier in situ. En parallèle, des expérimentations ont été 

réalisées en laboratoire afin d’étudier l’effet de différents stress (cadmium, température et 

hypoxie) sur ces réponses du métabolisme énergétique à différents stades de reproduction. La 

batterie de réponses mesurées dans l’ensemble des travaux a permis de mettre en avant 

certains marqueurs révélateurs des modifications de la qualité du milieu (e.g charge 

énergétique en adénylates, gènes atp et cs). A l’avenir, ces travaux devraient permettre une 

meilleure appréhension de la tolérance de cette espèce ainsi qu’une interprétation affinée des 

réponses du métabolisme énergétique dans une perspective de biosurveillance. 

Mots clés : Dreissena polymorpha, métabolisme énergétique, ATP, biomarqueurs 

 

Abstract: The environment preservation is a growing concern in our society. To assess 

aquatic ecosystems quality, the Water Framework Directive calls for the development of new 

tools that could be both early in time and integrative of the organism health. Energy 

metabolism enables all physiological functions, and thus it could be a source of relevant 

biomarkers in biomonitoring. The objective of this work was to enrich the knowledge on the 

energy metabolism management in a freshwater species commonly used in ecotoxicology, 

Dreissena polymorpha, in order to propose new biomarkers involved in the production of 

ATP and its regulation. Several substrates, products, enzymes and genes related to energy 

metabolism were targeted. Natural response variations influenced by extrinsic (season) and 

intrinsic (reproduction cycle) factors were characterised over a reproduction cycle in situ. In 

parallel, experiments were carried out in laboratory to study the effect of different stresses 

(cadmium, temperature, hypoxia) on energy metabolism responses with expositions at 

different periods of the reproductive cycle. The panel of responses measured into the overall 

work allowed to highlight several markers, which revealed changes in the environment quality 

(e.g adenylate energy charge). In the future, this work will provide a deeper understanding of 

tolerance mechanisms but also a sharpened interpretation of energy metabolism responses in a 

biomonitoring perspective. 

Key words: Dreissena polymorpha, energy metabolism, ATP, biomarkers 

Laboratoire SEBIO, UFR SEN, Campus Moulin de la Housse, BP 1039, 51687 Reims cedex 

2, France. 
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Introduction 

 

L’environnement et sa préservation constituent aujourd’hui un sujet grandissant de 

préoccupation au sein de notre société. Dans les années 1970, la notion de services 

écosystémiques a été proposée par des auteurs comme Westman (1977) avant d’être reprise 

ensuite par Ehrlich et Mooney (1983). Néanmoins, cette notion n’est devenue un concept 

qu’en 1997 grâce à un article de Daily et al., le définissant comme l’ensemble des bénéfices 

fournis aux Hommes par les écosystèmes naturels. Les ressources en eau, la nourriture, la 

biodiversité ainsi que toutes les ressources naturelles qui contribuent au bien-être de 

l’humanité sont considérées comme des services écosystémiques essentiels. La dégradation en 

constante intensification des écosystèmes impacte inévitablement la qualité ainsi que la 

quantité de leurs services associés. Les activités anthropiques telles que l’industrie, 

l’agriculture, l’urbanisation, le transport, le tourisme et le quotidien de chacun sont à l’origine 

de la production de nombreux polluants de toutes formes qui, tôt ou tard, pénètrent dans 

l’ensemble des compartiments de la biosphère. Les polluants présents dans les 

environnements terrestres et aériens, par le biais de différents processus comme la pluie, le 

lessivage des sols, les rejets de stations d’épuration, se retrouvent in fine dans le compartiment 

aquatique. 

La pollution des milieux aquatiques ainsi que la nécessité de veiller à leur protection et 

de limiter les apports en contaminants sont devenues un réel enjeu sociétal. De ce fait, 

différents dispositifs ont été mis en place et soutenus législativement. En Europe, la DCE 

(Directive Cadre sur l’Eau) concernant l’ensemble des masses d’eau continentales et côtières 

est appliquée en 2000 et la DCSMM (Directive Cadre Stratégie pour le Milieu Marin), ciblant 

le milieu marin, en 2008. Ces directives s’appuient notamment sur l’utilisation de la physico-

chimie ainsi que sur différents indices biologiques tels que l’IBGN (Indice Biologique Global 

Normalisé) ou encore l’I2M2 (Indice Invertébrés Multi-Métrique) depuis 2007 pour évaluer 

« l’état de santé » des masses d’eau. Afin de limiter la dispersion incontrôlée des substances 

chimiques, la réglementation REACH (Registration, Evaluation, Authorization and 

Restriction of Chemicals) a été créée en 2006. Cette dernière se focalise sur l’utilisation de 

tests standardisés, appelés biotests ou bioessais, visant à évaluer l’effet écotoxicologique des 

substances chimiques sur des organismes vivants terrestres et aquatiques appelés espèces 
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modèles. Bien que ces biotests permettent l’évaluation rapide du potentiel impact des 

contaminants sur la biosphère, ils présentent certaines limites. Ces tests, simples, manquent de 

pertinence écologique, c’est-à-dire qu’ils ne représentent pas les conditions 

environnementales naturelles. Le développement de nouveaux outils précoces permettant la 

mise en évidence de la contamination des milieux est essentiel pour l’évaluation des effets des 

polluants sur les espèces non modèles en milieu naturel, avant que des répercussions 

n’apparaissent aux niveaux d’organisation supérieurs, pouvant mettre en péril le maintien des 

populations et donc la biodiversité de ces écosystèmes. Parmi ces outils, les biomarqueurs 

représentent de bons candidats pour ce type d’approche. Un biomarqueur défini comme « un 

changement mesurable au niveau comportemental, physiologique, biochimique ou 

moléculaire suite à l’exposition présente ou passée à des substances chimiques » (Depledge et 

Fossi, 1994), permet d’évaluer non seulement l’état de contamination du milieu, mais aussi 

ses effets sur les organismes.  

En plus de la contamination, ces marqueurs sont également largement soumis aux 

facteurs intrinsèques des organismes (e.g. cycle de reproduction) et extrinsèques comme les 

fluctuations saisonnières (Faria et al., 2014 ; Viarengo et al., 2007). De nombreux 

biomarqueurs individuels et sub-individuels sont ainsi développés pour comprendre les 

mécanismes de réponse des organismes exposés à une contamination chimique chronique. La 

plupart d'entre eux s’attache à mettre en évidence des perturbations au niveau de fonctions 

physiologiques vitales pour l'organisme (reproduction, détoxication, immunité...) (Le gal et 

al., 1997). Il est toutefois nécessaire de considérer des marqueurs plus généralistes et 

intégratifs de l’impact des contaminants sur les organismes aquatiques permettant l’évaluation 

globale de leur état de santé. Le métabolisme énergétique apparaît alors comme un candidat 

de choix. 

Le métabolisme énergétique joue un rôle primordial pour la survie de l’organisme et 

lui permet d’assurer les différentes fonctions physiologiques vitales. L’allocation énergétique 

aux différentes fonctions varie selon les besoins de l’organisme. La régulation de cette 

allocation énergétique est fondamentale pour conserver la fitness des individus, c’est-à-dire le 

maintien de leur capacité à se maintenir, se reproduire et de transmettre leurs gènes (Sokolova 

et al., 2012). En conditions de stress, l’organisme mobilise l’énergie nécessaire pour maintenir 

l'homéostasie et mettre en place des mécanismes de défense, pouvant ainsi restreindre 

l’allocation énergétique associée aux systèmes impliqués dans l'acquisition, la conversion et le 

stockage de l’énergie (Calow, 1991; Calow and Forbes, 1998). Cette gestion de l’énergie est 



 

 
3 

soumise aux variations des facteurs abiotiques (e.g. température) et biotiques (e.g. statut 

reproducteur). Les variations saisonnières impactent ainsi fortement la physiologie des 

organismes et peuvent diminuer leur tolérance face aux différents stress (Lannig et al., 2006). 

La température est un facteur environnemental clé affectant les organismes. Les variations de 

température ont un effet direct sur l’ensemble des réactions physiologiques et biochimiques 

ainsi que sur la stabilité des molécules (Hochaka and Somero, 2002). La demande en énergie 

élevée lors d’un stress thermique est souvent associée avec une réallocation énergétique vers 

les coûts de maintenance cellulaire au détriment de la croissance et de la reproduction 

(Kooijman, 2010). En plus des variations saisonnières, les polluants, et notamment les 

éléments traces métalliques, peuvent interférer fortement avec le métabolisme cellulaire et les 

voies de conservation de l’énergie (Sokolova, 2004). Les marqueurs du métabolisme 

énergétique incluant les différents processus de synthèse et de gestion de l’ATP (Adénosine 

Tri-Phosphate) devraient permettre d’obtenir une vue globale de la santé de l’organisme. En 

milieu aquatique, ces nouveaux marqueurs sont développés en écotoxicologie principalement 

chez des espèces marines. Le bivalve Dreissena polymorpha (Pallas, 1771), communément 

appelé moule zébrée, est une espèce invasive des eaux douces de l’hémisphère Nord 

(Borcherding, 1991). D. polymorpha est considérée comme une espèce sentinelle en 

écotoxicologie par son rôle important de filtreur des eaux continentales (Benson, 2013; 

Smolders et al., 2002 ; Walz, 1978).  

Le chapitre 1 de ce manuscrit présente le contexte général de ce travail. L’apport de 

l’écotoxicologie en biosurveillance sera détaillé avec l’utilisation des espèces modèles. 

L’espèce étudiée ici, D. polymorpha, est présentée ainsi que son utilisation dans la discipline. 

Enfin, le métabolisme énergétique et les différentes fonctions et marqueurs ciblés sont 

présentés. Les différentes techniques et méthodologies abordées pour mesurer ces marqueurs 

sont détaillées dans le chapitre 2 ainsi que les différentes expérimentations réalisées pour 

répondre au questionnement du projet doctoral. Réalisé afin d’améliorer les connaissances 

générales du fonctionnement du métabolisme énergétique chez D. polymorpha et d’identifier 

de potentiels marqueurs dans une perspective de biosurveillance, le chapitre 3 présente les 

résultats issus d’un suivi annuel d’une même population de dreissènes in situ et identifie les 

motifs de réponses des organismes en fonction des saisons et des différents paramètres 

physico-chimiques mesurés. Suite à cette première partie, les effets de différents stress ont été 

évalués en conditions contrôlées à différentes périodes du cycle de reproduction afin de 

caractériser l’influence des stades de reproduction sur les réponses du métabolisme 
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énergétique face à un stress simple ou multiple. Le chapitre 4 de ce manuscrit rapporte les 

résultats acquis suite à ces différentes expérimentations réalisées en condition contrôlées de 

laboratoire. Les données acquises lors du suivi saisonnier et des différentes expositions 

réalisées au laboratoire ont été traitées statistiquement et intégrées afin de mettre en avant de 

potentiels marqueurs dans une perspective de biosurveillance (chapitre 5).  Enfin, le chapitre 6 

discute l’ensemble de ce travail de thèse et ouvre vers de nouvelles perspectives. Ces travaux 

visent à permettre, à terme, d’affiner, à la fois, les connaissances physiologiques de cette 

espèce en écotoxicologie ainsi que l’interprétation des réponses des biomarqueurs potentiels 

dans une perspective de biosurveillance. 

 

Ce projet doctoral MÉENDRE (Métabolisme énergétique : synthèse et gestion de 

l’énergie cellulaire chez la moule d’eau douce Dreissena polymorpha) a été cofinancé par une 

bourse doctorale de la région Grand-Est et de l’Université de Reims Champagne Ardenne.  
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Chapitre 1. 
 

 

Synthèse bibliographique : 

Écotoxicologie et métabolisme 

énergétique 

 

Ce chapitre expose le contexte général de ce travail avec l’insertion de la discipline dans un 

schéma réglementaire défini et l’utilisation d’espèces modèles, parmi lesquelles Dreissena 

polymorpha, en écotoxicologie. Les différentes approches du métabolisme énergétique 

abordées dans ce manuscrit sont approfondies ainsi que l’utilisation des acteurs de ce 

métabolisme clé dans l’évaluation des risques en biosurveillance.  
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I. Biosurveillance en écotoxicologie 

 

1. Évaluation de l’état de santé des masses d’eau 

La gestion durable de la ressource en eau repose sur un grand nombre de textes 

internationaux, européens et nationaux. La Directive européenne Cadre sur l’Eau de 2000 

(DCE) et la Loi sur l’Eau et les Milieux Aquatiques de 2006 (LEMA) qui en découle sont 

deux textes centraux qui structurent la politique publique de la gestion de l’eau en France. En 

effet, les diverses activités anthropiques engendrent des pressions sur la faune et la flore et 

peuvent amener à la dégradation des écosystèmes aquatiques. L’évaluation de l’état de santé 

des masses d’eau selon la DCE comprend deux aspects : un état écologique et un état 

chimique. Elle est notamment basée sur un suivi régulier des paramètres physico-chimiques 

ainsi que de la faune et de la flore aquatiques via l’utilisation d’indicateurs de qualité (DCE 

2000/60/CE). La DCE introduit une obligation de résultats avec des échéances impératives 

selon une démarche de progrès organisée en cycles de six ans. Trois cycles ont d’ores et déjà 

été annoncés. Le premier cycle du plan de gestion des eaux couvrait la période 2010-2015 

avec pour objectif le maintien ou l’atteinte du bon état écologique des masses d’eau. Le 

second cycle est actuellement en cours (2016-2021) avec des objectifs dits « moins stricts ». 

Un troisième cycle est en préparation et est prévu de 2022 à 2027. 

1.1. L’état écologique des masses d’eau 

En 2015, en France, parmi les 10 706 masses d’eau : 8,5 % sont en très bon état 

écologique ; 36,3 % sont en bon état écologique ; 39,2 % sont en état écologique moyen ; 

12,3 % sont en état écologique médiocre et 3,6 % sont en mauvais état écologique 

(www.eaufrance.fr). 

Le Système d’Évaluation de l’État des Eaux (SEEE) est le système national de 

référence pour l’évaluation écologique des masses d’eau. Ce dernier consiste en l’évaluation 

séparée de plusieurs paramètres : la qualité biologique, la qualité hydro-morphologique et la 

qualité physico-chimique. Ces différents paramètres sont mis en commun pour établir l’état 

écologique d’un cours d’eau. Il existe 5 classes d’états allant du très bon au très mauvais état 

écologique (Figure 1 ; Arrêté du 27 juillet 2018). 

file:///E:/Thèse%20Fanny/Manuscrit/www.eaufrance.fr
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Figure 1. Détermination de l'état écologique des masses d'eau en fonction de la qualité 

biologique, physico-chimique et de l’hydro-morphologie. D'après le guide technique relatif à 

l’évaluation de l’état des eaux de surface continentales (Ministère de la Transition 

énergétique et solidaire, 2019). NQE : norme de qualité environnementale. 

 

1.1.1. La qualité biologique 

 La qualité biologique est évaluée à travers différents éléments qui sont : la flore 

aquatique (macrophytes, diatomées), la faune benthique invertébrée (macro-invertébrés) et 

l’ichtyofaune. Plusieurs indices ont été créés afin d’évaluer la qualité de chacun de ces 

éléments et sont, à ce jour, validés par la Commission européenne (DCE, 2018/229/UE). Les 

indices IBMR (Indice Biologique Macrophytique en Rivière) et IBD (Indice Biologique 

Diatomées) permettent l’évaluation de la flore aquatique. En ce qui concerne la faune 

benthique, l’IBGN (Indice Biologique Global Normalisé), consistant en l’évaluation de 

l’abondance des espèces de macro-invertébrés et le classement des masses d’eau en fonction 

la sensibilité de chaque espèce, était utilisé dans le cadre de la DCE. A partir du troisième 

cycle DCE (2022-2027), l’I2M2 (Indice Invertébrés MultiMétrique) sera l’indice indiqué 

comme étant la méthode d’évaluation de la faune benthique. Cet indice est aujourd’hui utilisé 

comme outil diagnostique. Un dernier indice, l’IPR (Indice Poisson Rivière), est utilisé pour 

l’évaluation de la qualité biologique des masses d’eau. 
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1.1.2. La qualité physico-chimique et hydro-morphologie 

La qualité physico-chimique est basée sur la prise en compte des paramètres généraux 

et la comparaison avec des valeurs seuils. Parmi ces paramètres, la température, le bilan 

oxygène, la salinité, l’état d’acidification ainsi que la concentration en nutriments sont 

mesurés. En plus de ces paramètres physico-chimiques, des polluants spécifiques de l’état 

écologique (PSEE) sont également dosés dans les milieux. Ces polluants, définis par la DCE, 

possèdent différents critères : « ils ne sont ni interdits ni ubiquistes ; sont rejetés en quantité 

abondante et possèdent des normes de qualité environnementale robustes » (DCE, 

2018/229/UE).  

En ce qui concerne l’hydro-morphologie des cours d’eau, deux outils existent à ce 

jour, l’indice SYRAH (système relationnel d’audit de l’hydro-morphologique) et l’indice 

CARHYCE (caractérisation de l’hydro-morphologie des cours d’eau ; Gob et al., 2014). 

SYRAH est basé sur des données SIG recensant les pressions anthropiques susceptibles 

d’affecter le cadre physique des cours d’eau (Valette et al., 2008). En complément, 

CARHYCE apporte des informations objectives sur les caractéristiques physiques du cours 

d’eau (Gob et al., 2014). Cet outil représente aujourd’hui le standard national (départements 

d’outre-mer y compris) déployé sur les réseaux de surveillance DCE. 

1.2. L’état chimique des masses d’eau 

En 2015, 62 % des cours d’eau étaient en bon état chimique en France 

(www.eaufrance.fr).  

 L’évaluation de l’état chimique des masses d’eau est basée sur le dosage de 45 

substances choisies sur la base de leurs persistance, toxicité ou capacité de bioaccumulation 

(DCE, 2013/39/UE). Selon les résultats obtenus, si la concentration mesurée est inférieure à la 

norme de qualité environnementale (NQE) de la substance en question, la masse d’eau est 

considérée en bon état chimique. Dans le cas contraire, il suffit que la concentration d’une 

seule des 45 substances mesurées soit supérieure à sa NQE pour que la masse d’eau soit 

déclassée en mauvais état chimique (Figure 2). 

 

file:///E:/Thèse%20Fanny/Manuscrit/www.eaufrance.fr
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Figure 2. Détermination de l'état chimique des masses d'eau en fonction des NQE. D'après le 

guide technique relatif à l’évaluation de l’état des eaux de surface continentales (Ministère de 

la Transition énergétique et solidaire, 2019). 

 

1.2.1 Les normes de qualité environnementale 

L’état chimique d’une masse d’eau de surface est déterminé au regard du respect des 

normes de qualité environnementales (NQE). Ces normes représentent des seuils à ne pas 

dépasser afin de protéger l’environnement et la santé humaine. Il existe deux types de NQE 

établis dans la DCE : la NQE-CMA (la concentration maximale admissible) et la NQE-MA 

(la concentration moyenne annuelle à ne pas dépasser). Ces valeurs sont acquises pour des 

substances dites « prioritaires » qui se divisent en trois grandes classes : les éléments traces 

métalliques (ETM), les pesticides et les polluants industriels (DCE, 2013/39/UE). Les NQE 

sont établies à partir de l’évaluation du risque visant à identifier le danger et l’exposition des 

organismes aux différentes substances. La PEC (Predicted Environmental Concentration) et la 

PNEC (Predicted No effect Concentration) sont deux paramètres permettant le calcul du 

risque : RQ (Risk Quotient) = PEC/PNEC. Lorsque le RQ est supérieur à 1, on considère qu’il 

existe un risque potentiel pour l’environnement. Les NQE pour l’eau, les sédiments et le biote 

sont ensuite établies, soit par des méthodes d’extrapolation suite à des résultats issus de 

bioessais, soit par modélisation. L’utilité des NQE pour le biote peut cependant être mise en 

cause, puisqu’elles sont basées sur des espèces dites « modèles » ne prenant pas en compte 

une large gamme de facteurs tels que le stade de développement, le sexe, la sensibilité ou la 

vulnérabilité des espèces et ne sont pas toujours représentatives des milieux étudiés. Les 

concentrations en substances mesurées dans les différents compartiments pourront se situer en 

dessous ou au-dessus de ce seuil mais la présence du risque sera dépendante de l’espèce 

considérée (Lepom et al., 2012). 
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1.2.2 L’utilisation des bioessais 

Les NQE sont basées sur des données obtenues sur des organismes aquatiques 

représentatifs par le biais d’essais d’écotoxicité. Les espèces utilisées, dites modèles, pour 

l’établissement des valeurs seuils doivent représenter trois niveaux trophiques au minimum : 

les producteurs primaires (algues ou plantes aquatiques), les invertébrés (e.g. Daphnia 

magna) et les poissons (e.g. Danio rerio). La validité de ces tests est basée sur la 

méthodologie de l’étude grâce à des lignes directrices nationales (AFNOR) ou internationales 

(Europe ; OCDE ou ISO) (INERIS, 2011). Ces tests présentent des avantages car ils sont peu 

onéreux et permettent l’établissement des résultats sur des temps courts. La toxicité des 

substances testées est donc rapidement évaluée. Cependant, l’utilisation des bioessais présente 

certaines limites. Lors des essais d’écotoxicité aigüe, la mortalité est fréquemment ciblée avec 

la détermination des LCx
1
 (Lethal Concentration) ou encore les effets visibles ECx

2
 (Effect 

Concentration).  

Néanmoins, la méthodologie appliquée reste peu réaliste par rapport aux 

environnements étudiés. En effet, les espèces modèles utilisées sont issues d’élevage en 

laboratoire, limitant notamment la diversité génétique. Les fenêtres de tolérance des 

organismes étant dépendantes à la fois de cette diversité génétique et des caractéristiques 

intrinsèques des organismes (vécu des organismes ; Sokolova, 2012), l’évaluation des 

substances peut être biaisée puisque la tolérance des organismes peut varier au sein d’une 

même population (Amiard-Triquet, 2015). La source de contamination est uniquement 

réalisée à travers le milieu. Les sources provenant de l’alimentation ou encore des sédiments 

ne sont pas prises en compte, négligeant ainsi, un apport plus ou moins important de la 

contamination selon les espèces (Wang, 2011). La troisième limite importante de ces essais 

porte sur l’évaluation isolée des substances. En milieu naturel, les organismes sont 

généralement en présence de cocktails de polluants. Les effets synergiques, additionnels ou 

encore antagonistes restent non intégrés dans l’établissement des NQE.  

 1.2.3. Vers une nouvelle approche des bioessais 

De nouvelles approches sont d’ores et déjà en cours de développement notamment en 

ce qui concerne les bioessais in situ (Amiard-Triquet, 2015). Cette approche consiste à 

évaluer l’état global des organismes suite à une exposition à du milieu prélevé in situ (eau et 

sédiments). Les organismes exposés sont, en général, des espèces modèles comme D. magna 

 
1 Concentration pour laquelle x % des organismes sont morts 
2 Concentration pour laquelle x % des organismes présentent l’effet d’intérêt mesuré 
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(Maltby et al., 2000), Chironomus sp. (Li et al., 2013), des larves d’invertébrés (His et al., 

1999), des amphipodes (Bundschub et al. 2011) ou encore le poisson Pimephales promelas, 

recommandé par l’OCDE. Pour ces tests, les organismes sont exposés à l’eau, aux sédiments 

décantés ainsi qu’aux élutriats de sédiments (Geffard et al., 2005).  

Une seconde approche consiste en l’exposition des organismes directement in situ. En 

premier lieu, une caractérisation chimique des milieux étudiés est réalisée. Par la suite, les 

organismes sont encagés et placés dans le milieu sur une période définie. Bien que les espèces 

modèles citées précédemment restent couramment utilisées dans ce type d’études, les espèces 

indigènes comme les invertébrés benthiques, les gastéropodes, les amphipodes ou encore les 

poissons sont également utilisées (Correia et al., 2013 ; De Castro-Català et al., 2013 ; 

Moreira et al., 2006 ; Perez and Wallace, 2004 ; Steward et al., 2010). Après exposition, des 

marqueurs comportementaux, physiologiques ou biochimiques sont mesurés afin de 

déterminer l’état de santé des organismes (Amiard-Triquet et al., 2015). Ces deux approches 

novatrices permettent l’augmentation de la pertinence écologique des résultats acquis, qui 

était jusqu’à aujourd’hui une limite importante des bioessais ( 

Figure 3). Cependant, ces méthodes ne sont pas encore en vigueur dans le cadre de la 

DCE et les bioessais classiques restent utilisés. En effet, bien que ces approches permettraient 

d’affiner l’évaluation écotoxicologique, l’utilisation des biomarqueurs reste délicate et 

comporte encore de nombreuses limites. 

 

 

 

 

Figure 3. Relations entre la méthode utilisée pour la conduite des bioessais et les paramètres 

de répétabilité, de variabilité, de contrôle et des coûts associés. D’après Amiard-Triquet 

(2015). 
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2. Les biomarqueurs 

 La définition des termes comme « marqueur », « biomarqueur » ou encore « réponse » 

peut être différente selon la discipline dans laquelle ils sont employés. Afin d’éviter toutes 

confusion dans la suite de ce manuscrit, le terme « marqueur » sera associé aux paramètres 

d’intérêt ciblés dans la thèse et le terme « biomarqueurs » sera utilisé dans un contexte 

écotoxicologique dans lequel les marqueurs ciblés présentent un intérêt dans les études de 

biosurveillance des milieux aquatiques et qui est d’ores et déjà établit dans la discipline. 

Pour le terme « réponse », ce dernier sera défini comme étant une mesure d’un marqueur 

chez un organisme dans toutes ses conditions de vie, qu’il soit en conditions contrôlées de 

laboratoire, en milieu naturel, soumis ou non à la présence d’une contamination.  

L’utilisation des indices biologiques pour l’évaluation de l’état de santé des masses 

d’eau comporte des limites. En effet, lorsqu’un changement apparait dans la valeur de 

l’indice, cela signifie que les effets sont d’ores et déjà visibles au niveau populationnel. Dans 

un contexte d’évaluation des risques environnementaux, l’écotoxicologie se tourne depuis une 

trentaine d’années vers le développement de biomarqueurs. Leur utilisation permet la 

détection précoce de changements mesurables à l’échelle sub-individuelle ou individuelle 

avant que des effets délétères n’apparaissent aux niveaux biologiques supérieurs (de 

Lafontaine et al., 2000 ; Depledge et Fossi, 1994 ; Newman, 2015 ; Vasseur et Cossu- 

Leguille, 2003).  

2.1 Définition 

Un biomarqueur est défini comme étant « un changement mesurable au niveau 

comportemental, physiologique, biochimique ou moléculaire suite à l’exposition présente ou 

passée à des substances chimiques » (Depledge et Fossi, 1994). Cette définition a fait l’objet 

de nombreuses discussions depuis sa proposition (Kroon et al., 2017). Néanmoins, il est 

confirmé qu’un biomarqueur se doit de remplir certaines conditions. Mesuré après une 

exposition à une substance chimique, (i) le biomarqueur doit montrer des variations rapides ; 

(ii) la variation de réponse doit être connue ; (iii) le biomarqueur doit refléter l’état de santé 

global de l’organisme ; (iv) les niveaux de base doivent être connus et (v) la mesure du 

biomarqueur doit être peu onéreuse (van der Oost et al., 2003). Cependant, ces critères ne sont 
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pas toujours respectés. Les niveaux de base des biomarqueurs sont généralement méconnus 

dans le milieu naturel. Au-delà des effets de la contamination, les paramètres intrinsèques 

(e.g. cycle de reproduction) et extrinsèques (e.g. fluctuations saisonnières) modulent 

également les réponses des biomarqueurs étudiés (Pain et al., 2007). De plus, il est très 

difficile de cibler un seul biomarqueur remplissant tous les critères, notamment celui de la 

pertinence écologique. Il est rarement possible de regrouper à la fois une forte pertinence 

écologique et une forte précocité de réponse (Figure 4). L’objectif d’un biomarqueur est, in 

fine, de suivre en continu la qualité d’un milieu, d’identifier la source des perturbations 

observées au niveau populationnel, ou encore de permettre d’identifier une pollution 

spécifique (Vasseur et Cossu-Leguille, 2003). L’approche multi-marqueurs devient alors, 

indispensable dans l’évaluation des risques par l’utilisation des biomarqueurs en 

écotoxicologie. 

 

Figure 4. Relation entre les biomarqueurs ciblés et la précocité de réponse ainsi que la 

pertinence écologique qui leur sont associées. D'après Adams et al. (1989). 
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2.2. Les biomarqueurs développés en écotoxicologie 

Par le passé, trois catégories de biomarqueurs étaient classiquement distinguées : les 

biomarqueurs d’exposition, les biomarqueurs d’effets et les biomarqueurs de sensibilité 

(NAS/NRC, 1989). Après de nombreuses réflexions, il s’avère difficile de relier directement 

la variation d’un biomarqueur à l’exposition ou l’effet d’une substance chimique unique 

(Forbes et al., 2006). Seules deux catégories sont alors, à ce jour, préférées en écotoxicologie : 

les biomarqueurs de défense et les biomarqueurs de dommages (de Lafontaine et al., 2000). 

Les biomarqueurs ciblés peuvent être spécifiques ou, plus souvent, non-spécifiques d’une 

contamination. Les plus classiquement ciblés dans les études écotoxicologiques de ces cinq 

dernières années sont présentés dans la figure 5. Les biomarqueurs liés au métabolisme 

énergétique ne sont pas présentés ici puisqu’ils seront discutés à part entière dans la deuxième 

partie de ce chapitre.
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Figure 5. Représentation schématique des réponses d’un organisme face à la présence intracellulaire d’un xénobiotique sur les différents 

biomarqueurs de défense et de dommages couramment mesurés en écotoxicologie chez D. polymorpha sur les cinq dernières années (hors 

métabolisme énergétique). Les biomarqueurs en vert et en rouge sont respectivement des biomarqueurs de défense et de dommages (schéma cellulaire 

issu du site www.biorender.com). 

file:///E:/Thèse%20Fanny/Manuscrit/www.biorender.com
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2.2.1. Les biomarqueurs de défense 

Les biomarqueurs de défense sont associés aux mécanismes compensatoires mis en 

place par les organismes lors d’un stress leur permettant de faire face à la présence de 

contaminants. Ils correspondent généralement à une capacité de détoxication des 

contaminants bioaccumulés dans les tissus et limitent leur assimilation et/ou facilitent leur 

métabolisation et leur excrétion (Newman, 2015). Ces mécanismes peuvent être soit 

constitutifs soit acquis ou améliorés au cours de la vie. En écotoxicologie, des biomarqueurs 

ont ainsi été développés en ciblant divers mécanismes de défense (Amiard-Triquet et al., 

2012). Ces biomarqueurs peuvent être modulés différemment au sein d’une même population 

(Pain et al., 2007). Cette diversité de tolérance peut résulter d’une exposition chronique des 

organismes et aboutir à l’acclimatation voire l’adaptation des espèces (Vigneron, 2015). La 

contamination des milieux n’est pas le seul facteur influençant la capacité de défense des 

organismes. Les caractéristiques intrinsèques, la diversité phénotype et génétique, le taux de 

mutation ou encore la condition physiologique sont tout autant des paramètres à prendre en 

compte dans l’évaluation de la tolérance d’une population (Vigneron, 2015). Les 

biomarqueurs de défense ont été développés sur la base des connaissances du sens de 

variation des biomarqueurs ciblés permettant aux organismes de faire face à la contamination 

(Amiard-Triquet et al., 2012). Plusieurs biomarqueurs de défense sont d’ores et déjà bien 

connu et utilisés en écotoxicologie (Figure 5). 

2.2.2. Les biomarqueurs de dommages 

Les biomarqueurs de dommages ciblés en écotoxicologie sont principalement des 

marqueurs moléculaires ou cellulaires. Cette classe de biomarqueurs permet notamment de 

lever l’ambiguïté du terme « effet » qui caractérisait les classes de biomarqueurs d’effet et de 

sensibilité (Amiard-Triquet et al., 2012 ; Vasseur et Cossu-Leguille, 2003). Les biomarqueurs 

de dommages reflètent l’effet d’une contamination lorsque les mécanismes de défense ne sont 

plus suffisants pour contrer les potentiels impacts néfastes liés à la contamination (Amiard-

Triquet et al., 2012).  
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2.3. La biosurveillance à travers les biomarqueurs : les éternels 

verrous ? 

L’utilisation des biomarqueurs, comme indiqué précédemment, nécessite la 

connaissance d’un certain nombre de paramètres. Le premier verrou à lever est celui 

concernant la relation entre les réponses des biomarqueurs mesurés et les effets aux niveaux 

supérieurs (Bartell 2006 ; Forbes et al., 2006). L’extrapolation reste délicate lorsque les 

biomarqueurs ciblés se situent à des niveaux d’organisation faibles. Ces niveaux 

d’organisation faibles représentent une gamme de biomarqueurs mesurés à petite échelle au 

niveau moléculaire ou cellulaire. De ce fait, l’extrapolation au niveau de l’organisme voire de 

la population reste délicate. L’approche multi-marqueurs permet, sur ce point, de cibler 

diverses fonctions biologiques afin d’obtenir une vision globale de l’état de santé de 

l’organisme. La mise en place de bioessais in situ pour l’évaluation des risques nécessite 

également la connaissance des variations naturelles des réponses des biomarqueurs. Dans ce 

cadre, la caractérisation des niveaux de base devient essentielle en cas d’études exclusivement 

in situ. De plus certains facteurs confondants tels que l’âge, le sexe, les caractéristiques 

intrinsèques ainsi que le cycle de reproduction des organismes jouent un rôle prépondérant 

dans l’interprétation des réponses des biomarqueurs mesurés, représentant ainsi un second 

verrou dans leur utilisation en biosurveillance (Amiard-Triquet et al., 2012). Le manque de 

connaissances sur la biochimie, la physiologie et le comportement des organismes aquatiques 

sentinelles utilisés, et sur l’amplitude des réponses attendues dans un contexte physiologique 

normal, limitent en effet souvent l’intérêt des biomarqueurs comme signal d’alarme d’un 

stress pouvant être dû à des causes biotiques ou abiotiques, d’origine naturelle ou 

anthropogénique (Garric et al., 2010). Aujourd’hui, l’utilisation d’un panel de biomarqueurs 

est de plus en plus répandue en écotoxicologie. Bien que les outils statistiques développés 

depuis quelques années permettent l’intégration de l’ensemble des réponses suivies, il reste 

cependant délicat d’interpréter clairement les réponses ciblées.  

Afin de lever les différents verrous rencontrés dans l’utilisation des biomarqueurs en 

biosurveillance, de nombreux projets de recherche misent sur le développement de nouveaux 

biomarqueurs à la fois précoces et intégrateurs de l’état de santé des organismes. Des espèces, 

dites sentinelles, sont ciblées dans ces travaux car elles possèdent des critères communs leur 

permettant de refléter la qualité du milieu dans lequel elles vivent.  
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3. Dreissena polymorpha, une espèce sentinelle en 

écotoxicologie 

Dreissena polymorpha est l’espèce utilisée pour les différents travaux réalisés dans ce 

projet doctoral. Cette partie de la synthèse bibliographique présente globalement D. 

polymorpha et discute les connaissances du métabolisme déjà acquises chez cette espèce et 

son utilisation en écotoxicologie. 

3.1. Description de D. polymorpha 

Dreissena polymorpha, communément appelée moule zébrée, est une espèce invasive 

de bivalve d’eau douce (Figure 6). Ce bivalve fait partie de la famille des Dreissenidae 

appartenant à la sous classe des hétérodontes (Mackie, 1991). Comme chaque espèce de 

bivalves, D. polymorpha possède deux valves qui s’entre-ouvrent et se ferment grâce à la 

présence d’un ligament (charnière) et de muscles adducteurs. Cette espèce filtre les particules 

présentes dans la colonne d’eau pour se nourrir via ses siphons ; le siphon inhalant qui lui 

permet d’entrainer un flux d’eau à l’intérieur du corps mou et un siphon exhalant lui 

permettant d’éjecter l’eau. Ce flux, chargé de nombreuses particules, traverse les branchies 

avant de gagner l’appareil digestif. Les particules dont la taille est trop importante, sont 

rejetées via le siphon inhalant sous la forme de pseudo-fèces. Après digestion dans la glande 

digestive, les déchets métaboliques sont excrétés sous forme de fèces. L’ensemble des 

organes est entouré d’une enveloppe appelée le manteau qui est majoritairement adhérente à 

la coquille. D. polymorpha est une espèce qui vit fixée sur des substrats durs grâce à son 

byssus, et la présence d’un pied lui permet de se déplacer dans son environnement (Claudie et 

Mackie, 1994).  
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Figure 6. D. polymorpha : (A) Photographie (crédit photo : D. Coacolo) ; (B) Schéma 

représentant les principaux organes des bivalves et la circulation des aliments ingérés via 

l’eau (d'après Claudie et Mackie, 1994; Willer and Aldridge, 2017). 
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3.2 Ecologie et physiologie de l’espèce 

3.2.1. Distribution de l’espèce 

D. polymorpha est une espèce invasive originaire de la région Ponto-Caspienne en 

Europe de l’Est (Borcherding, 1991). Sa présence en Europe de l’Ouest a été reportée au 19ème 

siècle. Son expansion vers les régions de l’Ouest de l’Europe a été effectuée de manière 

naturelle et anthropique via notamment la construction abondante de nouveaux canaux pour la 

navigation marchande (transport fixées sur les coques de bateau, ou dans les eaux de ballast) 

(Karatayev et al., 2015). En ce qui concerne son invasion en Amérique du Nord, elle fut 

beaucoup plus tardive qu’en Europe, vers la fin du 20ème siècle (Ram et al., 2012). Sa 

dispersion sur le continent américain a principalement été provoquée par la vidange des 

ballasts des navires dans les grands lacs américains (Tachet et al., 2000). De nos jours, 

Dreissena polymorpha est retrouvée dans la plupart des cours d’eau douce de l’hémisphère 

Nord (Figure 7).  

 

 

Figure 7. Aire de répartition de D. polymorpha en 2008 (Gray, 2008). Les zones en vert et en 

rouge représentent respectivement les zones natives et non-natives. 

 



 

 
22 

3.2.2. Caractéristiques intrinsèques : cycle de vie 

Dreissena polymorpha est une espèce dioïque, les mâles et les femelles sont des 

individus distincts. Cependant, des cas rares d’hermaphrodisme ont déjà été rapportés (Claudi 

et Mackie, 1994; Ram et al., 1996 ; Sprung, 1995). Le ratio de distribution rencontré entre 

mâles et femelles est le plus souvent de 1 : 1 (Ram et al., 1996 ; Claudi et Mackie, 1994).  

Le cycle de reproduction de cette espèce est annuel. En période hivernale 

(températures comprises entre 0 et 7 °C), les moules sont en repos. Avant le début du 

printemps, les individus débutent le développement de leurs gamètes jusqu’à leur maturation. 

Lorsque la température de l’eau avoisine 12 °C, la ponte des gamètes débute dans les 

populations. Le pic d’émission a été observé aux alentours de 15 °C (Claudi et Mackie, 1994 ; 

Borcherding, 1991). La période de reproduction s’étale sur plusieurs mois pouvant aller des 

mois de mars-avril aux mois d’août-septembre (Borcherding, 1991 ; Claudi et Mackie, 1994 ; 

Palais et al., 2011). La ponte des gamètes peut être influencée par plusieurs facteurs 

intrinsèques et extrinsèques à l’organisme. Le déclenchement de la production de gamètes 

dépend principalement de la température du milieu et de la quantité de nourriture disponible, 

mais également du taux de sérotonine, un neurotransmetteur essentiel, ainsi que du taux de 

phéromones présentes dans le milieu (Borcherding, 1991 ; Ram et al., 1996 ; Stoeckmann, 

2003). La prolifération de la moule zébrée dans les cours d’eau douce de l’hémisphère Nord 

résulte principalement de son taux de fécondité élevé caractéristique d’une stratégie r de 

reproduction (Ram et al., 1996). Une femelle mature peut émettre plus d’un million 

d’ovocytes chaque année. La taille des gamètes rejetés par les femelles est comprise entre 40 

et 50μm de diamètre. Les gamètes mâles sont, eux, plus petits (environ 5μm) (Claudi et 

Mackie, 1994 ; Ram et al., 1996). Peu d’études ont jusqu’à présent été réalisées sur le 

fonctionnement des gamètes chez D. polymorpha. Certaines se sont penchées sur l’étude du 

stade de développement des gamètes mâles par cytométrie de flux mais aucune ne s’est 

intéressée, pour l’heure, au fonctionnement physiologique de ces derniers ni aux gamètes 

femelles (Magniez et al., 2017).  

Le cycle de vie des dreissénidés comprend deux phases, une phase pélagique et une 

phase fixée (Figure 8). La phase pélagique correspond à la forme de vie larvaire. Après 

émission des gamètes mâles et femelles, l’ovocyte fécondé devient un embryon grâce aux 

réserves présentes dans l’œuf, et qui à son tour se transforme en larve nageuse appelée 

trocophore. L’évolution en larve véligère intervient lors de la formation du vélum qui permet 
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la locomotion et l’alimentation de cette dernière (Sprung, 1995). L’initiation de la formation 

de la coquille ainsi que le développement de plusieurs organes (ébauches branchiales, 

siphons, pied…) intervient à ce stade. Suite à la formation du pied, la larve entre alors en 

stade post-véligère et devient pédivéligère (Gosling, 2003). La vie pélagique des larves est 

généralement comprise entre 4 et 5 semaines (Claudi et Mackie, 1994). Lorsque le substrat est 

favorable, la larve se fixe grâce à la production de son byssus et c’est après cette étape 

d’attachement initial que commence la métamorphose qui marque le passage entre la phase 

pélagique et la phase fixée benthique (Claudi et Mackie, 1994). L’individu continuera de 

croître pour devenir un juvénile puis un adulte avec une durée de vie de 4 à 7 ans (Ackerman, 

1994 ; Claudi et Mackie, 1994 ; McMahon, 2002). 

 

 

Figure 8. Cycle de reproduction de D. polymorpha (d'après Ackerman, 1994 ; Claudi et 

Mackie, 1994 ; Potet, 2017). 

 

3.2.3. Rôle écologique et impacts 

D. polymorpha est une espèce du groupe fonctionnel des filtreurs. Elle est présente en 

nombre important dans les écosystèmes aquatiques. La colonisation des écosystèmes par cette 

espèce n’a pas été sans impact, des changements ont été observés et rapportés après son 

établissement dans les milieux. Sa grande capacité de filtration est le principal facteur de son 

impact sur l’environnement puisqu’elle joue notamment sur les concentrations du 

phytoplancton dans la colonne d’eau. De plus, des changements physiques, chimiques et 
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biologiques ont été observés (Karatayev et al., 2002). En effet la présence en grand nombre de 

moules zébrées a principalement abouti en premier lieu à des déséquilibres chimiques dans les 

milieux à travers l’augmentation des nutriments, pouvant amener à des blooms 

phytoplanctoniques (Higgins et Zanden, 2010). La colonisation par les dreissènes des 

dispositifs industriels comme les portes des écluses, les canaux de sorties d’eau, les filtres ou 

encore les filets de pêche a engendré certaines problématiques notamment concernant la 

fonctionnalité de ces derniers ainsi que les coûts associés à leur restauration. L’ensemble de 

l’expansion de l’espèce peut et a engendré de forts impacts économiques pour le contrôle des 

populations (Prescott et al., 2014). Néanmoins, son caractère invasif dans les écosystèmes a 

également eu des effets positifs : la diminution de la turbidité de l’eau, son rôle important 

dans les cycles de l’azote et du phosphore ou encore l’apport de nourriture que représente D. 

polymorpha pour d’autres espèces présentes dans les milieux (Goedkoop et al., 2011 ; Sousa 

et al., 2014). Ces observations ont été réalisées dans l’ensemble des espaces colonisés, 

puisque D. polymorpha possède une forte plasticité physiologique (Ram et al., 2012). 

3.2.4. Caractéristiques métaboliques  

Les caractéristiques métaboliques de D. polymorpha ont fait l’objet de peu d’études en 

écotoxicologie. Les demandes métaboliques de cette espèce sont dépendantes de plusieurs 

facteurs comme la température, la disponibilité en nourriture ainsi que la période du cycle de 

reproduction (Sprung, 1995). En effet les coûts énergétiques augmentent avec la température, 

cela étant également corrélé avec la mise en place de la reproduction chez cette espèce 

(Fanslow, 2001 ; Stoekmann, 2003). Comme décrit dans la section 2.2.2. Les 

biomarqueurs de dommages, le cycle de reproduction de D. polymorpha est bien connu. 

Des études ont été menées sur certaines populations de moules zébrées le long d’un cycle de 

reproduction en suivant notamment les réserves énergétiques de ces dernières. Il a été montré 

que les réserves énergétiques, évaluées par les concentrations en protéines, glycogène et 

lipides, augmentaient en période hivernale et printanière pour ensuite être utilisées lors de la 

période de reproduction s’étalant des mois d’avril à septembre (Palais et al., 2011). Cette 

observation a également été établie au niveau subcellulaire avec une augmentation de 

l’activité mitochondriale en été à travers le système de transport d’électrons ou l’expression 

du gène de l’ATP synthase (Fanslow et al., 2011 ; Kerambrun et al., 2016). Globalement, D. 

polymorpha présente une activité métabolique plus active en période estivale qu’en période 

hivernale.  
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Cette espèce utilise une stratégie de reproduction appelée « r » faisant référence à 

l’effort de reproduction mis en place par les espèces invasives (Ram et al., 2012). Cette 

stratégie consiste en plusieurs paramètres, notamment la production élevée de gamètes mâles 

et femelles dans le but d’augmenter la probabilité de rencontre et ainsi assurer une forte 

fécondation et l’expansion de l’espèce. La reproduction chez les espèces invasives représente 

une part majoritaire de la dépense énergétique (Ram et al., 2012 ; Karatayev et al., 2013). 

Cependant, cette espèce est présente depuis le 19ème siècle dans les cours d’eau douce 

d’Europe de l’Ouest. Comme présenté précédemment, elle possède un forte capacité 

d’acclimatation et s’est adaptée à son environnement, changeant aussi la gestion de son 

métabolisme énergétique. Dreissena polymorpha présente une plus forte capacité de tolérance 

que d’autres espèces non natives des milieux arrivées plus récemment en Europe de l’Ouest 

comme Corbicula fluminea, Limnoperna fortune ou comme sa consœur Dreissena 

rostriformis bugensis (Mc Mahon, 2002 ; Potet et al., 2018). Cette particularité serait 

principalement due au développement de mécanismes de défense au niveau individuel comme 

une coquille et un byssus plus résistants, ainsi que la mise en place de mécanismes de défense 

subcellulaires (Grutters et al., 2012 ; Louis et al., 2019 ; Nalepa et al., 2010). Ces 

caractéristiques, en plus d’autres facteurs, font de cette espèce une espèce sentinelle utilisée 

en écotoxicologie.   

3.4. Utilisation de D. polymorpha en écotoxicologie 

Dreissena polymorpha est considérée comme une espèce sentinelle en écotoxicologie 

et a fait l’objet de nombreuses études dans le but d’évaluer l’effet des diverses pressions 

environnementales sur les écosystèmes aquatiques. Chaque espèce sentinelle se doit de 

répondre à plusieurs critères que remplit la dreissène, justifiant son utilisation. Sa présence en 

grand nombre ainsi que sa large aire de répartition permettent des prélèvements plutôt aisés. 

Elle doit également être représentative de son milieu, c’est-à-dire refléter la qualité du milieu 

dans lequel elle vit. D. polymorpha ayant une forte capacité de filtration, elle accumule les 

particules présentes dans la colonne d’eau et est connue pour notamment accumuler les 

contaminants sans entrainer une mortalité au sein des populations (Binelli et al., 2015).  

L’effet des contaminants chimiques comme les métaux, les pesticides ainsi que les dérivés 

pharmaceutiques, sont les plus couramment étudiés en conditions contrôlées de laboratoire 

(Bacchetta and Mantecca, 2009 ; Contardo-Jara et al., 2011 ; Johns, 2011 ; Louis et al., 2019 ; 

Potet et al., 2018, 2016 ; Quinn et al., 2011; Yancheva et al., 2017). Le biomonitoring actif, 
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consistant au déploiement de l’espèce sur différents sites par la méthode de l’encagement, est 

également utilisé afin d’évaluer la qualité des milieux à travers l’état de santé des organismes 

(Marie et al., 2006 ; Smolders et al., 2004, 2002). Dreissena polymorpha a fait l’objet 

d’études in situ ayant pour objectif d’évaluer l’influence des fluctuations naturelles sur les 

réponses ciblées (Kerambrun et al., 2016; Pain et al., 2007; Pain-Devin et al., 2014; Palais et 

al., 2012, 2011). Dans l’ensemble de ces études de nombreuses réponses physiologiques et 

biochimiques ont été ciblées et sont utilisées en tant que biomarqueurs en écotoxicologie 

(Tableau 1). 
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Tableau 1. Biomarqueurs de défense et de dommage étudiés chez D. polymorpha durant les 5 dernières années (2015-2020) et le stress étudié. 

ACP : acide phosphatase ; EROD : 7-ethoxy-resorufin O-deethylation ; GPx : glutathion peroxydase ; GST : glutathion s transférase ; HAPs : 

hydrocarbures aromatiques polycycliques ; MXR : multixenobiotic resistance system ; NPs : nanoparticules ; SOD : superoxyde dismutase ; 

TAC : capacité anti-oxydante totale.  

 

Classe de 

biomarqueurs 
Biomarqueur Stress Auteurs 

Défense 

GPx 
NPs, pharmaceutiques, 

polystyrène, métaux 

Garaud et al. (2015, 2016) ; Potet et al. (2016, 2018) ; Magni et al. (2017, 

2018) ; Parolini et al. (2015, 2016) ; Kerambrun et al. (2016) 

GST 

NPs, pharmaceutiques, 

polystyrène, métaux, 

gadolinium,  désinfectants 

Garaud et al. (2015, 2016) ; Potet et al. (2016, 2018) ; Magni et al. (2017, 

2018) ; Parolini et al. (2015, 2016) ; Kerambrun et al. (2016) ; Hanana et 

al. (2017) ; Sapone et al. (2016) ; André and Gagné (2017) ; Louis et al. 

(2019) 

SOD 
Pharmaceutiques, métaux, 

gadolinium 

Magni et al. (2017, 2018) ; Hanana et al. (2017) ; Parolini et al. (2015, 

2016) ; Kerambrun et al. (2016) 

Catalase 

NPs, pharmaceutiques, 

polystyrène, métaux, 

gadolinium,  désinfectants 

Garaud et al. (2015, 2016) ; Potet et al. (2016, 2018) ; Magni et al. (2017, 

2018) ; Parolini et al. (2015, 2016) ; Kerambrun et al. (2016) ; Magni et 

al. (2017, 2018) ; Hanana et al. (2017) ; Sapone et al. (2016) ; Louis et al. 

(2019) 

TAC NPs, métaux Garaud et al. (2016) ; Potet et al. (2016, 2018) ; Louis et al. (2019) 

Métallothionéines Métaux Farkas et al. (2017 ; Kerambrun et al. (2016) 

MXR NPs Garaud et al. (2015, 2016) 

EROD Désinfectants, métaux Sapone et al. (2016) ; Farkas et al. (2017) 

Immunomarqueurs (ex-vivo) Métaux, protozoaires Evariste et al. (2017) ; Le Guernic et al. (2020) 

Dommages 

ACP Nps, métaux Garaud et al. (2016) ; Potet et al. (2016, 2018) ; Louis et al. (2019) 

Peroxydation lipidique 

NPs, pharmaceutiques, 

polystyrène, métaux, 

gadolinium 

Garaud et al. (2016) ; Potet et al. (2016, 2018) ; Louis et al. (2019) ; 

Magni et al. (2017, 2018) ; Hanana et al. (2017) ; André and Gagné 

(2017) ; Parolini et al. (2015, 2016) ; Farkas et al. (2017) 

Lésions à l’ADN 

Variations naturelles, HAPs, 

métaux, pharmaceutiques, 

polystyrène, neurotoxine 

Vincent-Hubert (2015) ; Châtel et al. (2015) ; Parolini et al. (2015, 2016) ; 

Lepoutre et al. (2018) ; Magni et al. (2017) 

Caspase-3 NPs, métaux Garaud et al. (2016) ; Potet et al. (2016, 2018) ; Louis et al. (2019) 
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3.5. Utilisation du métabolisme énergétique chez D. polymorpha 

en écotoxicologie 

Le métabolisme énergétique chez D. polymorpha a également fait l’objet de plusieurs 

études. Les grandes fonctions vitales des organismes que sont la croissance, la reproduction, 

le métabolisme basal et la production de réserves sont dépendantes de l’énergie disponible au 

sein de cet organisme. Chez D. polymorpha, Sprung (1995) et Sprung et Rose (1988) se sont 

focalisés sur la filtration, la clairance, la croissance et l’effort de reproduction de cette espèce. 

L’indice de condition (IC), calculé sur la base du poids des tissus et de la coquille (ou volume 

de la coquille) est très souvent utilisé comme indicateur général de l’état de santé des 

organismes (Kerambrun et al., 2016 ; Palais et al., 2011). Une diminution de l’IC est 

principalement reliée à une perte de masse, qui peut être due à la libération des gamètes ou à 

une croissance plus faible (réallocation énergétique lors d’un stress). Afin d’évaluer au mieux 

l’énergie disponible dans les organismes, les réserves énergétiques, comprenant les protéines, 

les lipides ainsi que le glycogène sont également couramment mesurés. Lors d’un stress, la 

demande énergétique augmente forçant les organismes à puiser dans leurs réserves 

énergétiques afin d’assurer l’apport d’énergie nécessaire pour se maintenir. Les réserves ont 

fait l’objet d’études in situ le long d’un gradient de contamination (Smolders et al., 2004, 

2002 ; Voets et al., 2006) ou lors d’un suivi annuel sur une même population (Palais et al., 

2011). A partir de mesures énergétiques comprenant la filtration et la formation des réserves, 

certains indices ont été développés afin de déterminer l’allocation énergétique aux diverses 

fonctions. Parmi ces indices, l’allocation énergétique à la croissance et à la reproduction 

(SfG : Scope for Growth) est calculée à partir de plusieurs paramètres tels que la filtration, la 

clairance, l’assimilation et l’excrétion des organismes. Cet indice a été étudié chez D. 

polymorpha et il a été observé que cette allocation diminuait en présence de stress 

(métallique, sédiments) traduisant une allocation énergétique faible pour la croissance et la 

reproduction (Louis et al., 2019 ; Madon et al., 1998 ; Smolders et al., 2002). Cette diminution 

peut être liée à une réallocation énergétique vers le métabolisme de base des organismes. Un 

second indice est utilisé afin d’évaluer le coût énergétique associés à la maintenance cellulaire 

des organismes : l’Allocation Énergétique Cellulaire (AEC). Dans cette approche, les réserves 

énergétiques disponibles et la consommation d’énergie traduite par l’activité du système de 

transport d’électrons (ETS) sont mesurées au niveau cellulaire et intégrées dans ce modèle, 

indicateur de stress général (Fanslow et al., 2001). Tout comme pour le SfG, la présence de 

stress peut affecter le budget énergétique des organismes, entrainant une dépense énergétique 
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supplémentaire, et donc une diminution de la charge énergétique en adénylates (CEA ; 

Smolders et al., 2004).  

L’exposition à des polluants peut aussi influencer la balance énergétique, en 

augmentant la demande énergétique. Les indices énergétiques ne sont plus beaucoup utilisés 

dans les études écotoxicologiques. Dans la littérature, l’activité ETS ainsi que l’expression 

des gènes codant pour l’ATP synthase et la cytochrome c oxydase sont les plus souvent 

étudiées afin d’évaluer l’activité aérobie des organismes tandis que l’activité LDH (lactate 

déshydrogénase) cible, elle, le métabolisme anaérobie (Garaud et al., 2016 ; Kerambrun et al., 

2016 ; Louis et al., 2019 ; Potet et al., 2018, 2016). Cependant, les réponses des marqueurs du 

métabolisme énergétique sont dépendantes du cycle reproducteur rendant ainsi nécessaire la 

bonne connaissance de leur variation naturelle. Kerambrun et al. (2016) et Fanslow et al. 

(2001) ont observé respectivement une surexpression de l’ATP synthase et une augmentation 

de l’activité de l’ETS en période estivale comparée à la période hivernale. Bien que de 

nombreuses études ont montré un effet négatif de la pollution sur le budget énergétique des 

organismes, le fonctionnement de ce dernier chez D. polymorpha, est peu ciblé et le 

métabolisme ne fait que rarement l’objet même d’une étude (Tableau 2). Dans ce sens, les 

connaissances fondamentales sur la gestion du métabolisme énergétique chez D. polymorpha 

sont encore, à ce jour, largement méconnues.
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Tableau 2. Marqueurs du métabolisme énergétique les plus étudiés chez D. polymorpha et le stress étudié. AEC : allocation énergétique 

cellulaire ; ETS : electron transport system (système de transport des électrons) ; IC : indice de condition ; NPs : nanoparticules ; SfG : scope 

for growth (allocation énergétique à la croissance et à la reproduction). 

 

 Marqueur Stress Auteurs 

Métabolisme 

énergétique 

Croissance milieu naturel, 
Sprung, 1995 ; Sprung and Rose, 1988 ; Stoeckmann, 2003 ; Stoeckmann 

and Garton, 2001 

Filtration (respiration) Nutritionnel, sédiments, métaux 
Louis et al., 2019 ; Madon et al., 1998 ; Sprung, 1995 ; Sprung and Rose, 

1988 

Clairance Nutritionnel, métaux, sédiments 
Berg et al., 1996 ; Smolders et al., 2004, 2002 ; Sprung, 1995 ; Sprung 

and Rose, 1988 

IC Métaux, variations naturelles, 
Kerambrun et al., 2016 ; Palais et al., 2011 ; Potet et al., 2016 ; 

Stoeckmann and Garton, 2001 

Lipides / triglycérides 

Thermique, nutritionnel, 

métaux, NPs, variations 

naturelles 

Garaud et al., 2016 ; Louis et al., 2019 ; Palais et al., 2011 ; Potet et al., 

2018, 2016 ; Stoeckmann and Garton, 2001 

Glycogène 
Variations naturelles, gradient 

de contamination 
Palais et al., 2011 ; Smolders et al., 2004, 2002 

Protéines 

Les protéines sont mesurées dans la majeure partie des études écotoxicologiques chez D. polymorpha: soit 

pour rapporter une activité enzymatique, soit pour avoir la valeur de protéines en tant que réserves 

énergétiques. 

ETS 
Métaux, NPs, variations 

naturelles 

Fanslow et al., 2001 ; Garaud et al., 2016 ; Louis et al., 2019 ; Potet et al., 

2018, 2016 

ATP synthase Métaux et variations naturelles Kerambrun et al., 2016 

Cytochrome c oxydase Métaux et variations naturelles Kerambrun et al., 2016 

AEC Gradient de contamination Fanslow et al., 2001 ; Smolders et al., 2004 

SfG 
Gradient de contamination, 

métaux, sédiments, nutritionnel 
Louis et al., 2019 ; Smolders et al., 2002 
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II. Le métabolisme énergétique cellulaire 

 

Le métabolisme énergétique est à la base du fonctionnement de chaque organisme. Il 

regroupe l’ensemble des réactions de transformation et d’utilisation d’énergie, de synthèse 

(anabolisme) et de dégradation (catabolisme) des biomolécules. Le métabolisme énergétique 

fait référence à toutes les réactions impliquées dans la production d'adénosine triphosphate 

(ATP), l’énergie chimique libre, à partir de nutriments. Cette production d’ATP peut être 

entreprise en milieu aérobie (production de 36-38 molécules d’ATP pour une molécule de 

glucose), ou anaérobie (2 molécules d’ATP produites lors de la glycolyse). Dans des 

conditions normoxiques, les cellules ont classiquement recours à la respiration aérobie pour 

oxyder le glucose via une phosphorylation oxydative (PHOSOX) mitochondriale 

(Aminzadeh-Gohari et al., 2019).  

1. Les apports énergétiques 

1.1. Les apports alimentaires 

L’ensemble des êtres-vivants acquièrent leur énergie via l’alimentation. Les dreissènes 

filtrent les particules présentes dans la colonne d’eau. Les particules ingérées vont ensuite être 

soit digérées et assimilées pour permettre la production d’énergie soit rejetées sous forme de 

pseudo-fèces. Selon l’abondance et la qualité des apports alimentaires, une certaine quantité 

d’énergie est formée. Selon la littérature, D. polymorpha possède un taux d’assimilation de la 

nourriture de 63 % (Baldwin et al., 2002). L’ensemble des processus biochimiques et 

physiologiques va dépendre de ce taux d’assimilation et de l’énergie disponible, par la suite, 

au niveau cellulaire. Cette énergie est allouée aux différentes fonctions vitales telles que le 

maintien du métabolisme basal, qui requiert une quantité minimale d’énergie, mais aussi la 

croissance, la reproduction, la formation de réserves comme le glycogène qui représente la 

principale source d’énergie stockée dans les organismes La production de l’énergie sous 

forme d’ATP est liée à plusieurs facteurs, notamment la présence de substrats endogènes 

essentiels à la formation de cette molécule énergétique. Les apports alimentaires digérés et 

assimilés vont être soit directement métabolisés par l’organisme pour la production d’énergie 

soit stockés sous forme de réserves. Ces réserves permettent la synthèse d’ATP grâce à la 
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métabolisation du glucose et/ou à la béta-oxydation des acides gras (Le Gal et al., 1997 ; 

Sokolova et al., 2012).  

1.2. La métabolisation du glucose 

La métabolisation du glucose est le processus qui se déroule dans le cytosol permettant 

la conversion du glucose en pyruvate indépendamment de la présence d’oxygène (Figure 9). 

La glycolyse est le principal processus de formation du pyruvate. Le devenir du pyruvate 

formé dépend des tissus et des conditions environnementales. Dans des conditions 

normoxiques, le pyruvate est converti en acétyl-coenzyme A (ACoA) dans les mitochondries, 

où il est entièrement oxydé en dioxyde de carbone via le cycle tricarboxylique (tricarboxylic 

acid cycle, TCA) ou cycle de Krebs. Dans des conditions hypoxiques ou anoxiques, l’activité 

glycolytique augmente, de sorte que le pyruvate, qui n'est plus métabolisé dans les 

mitochondries, est converti en lactate. Bien que ce processus soit énergétiquement moins 

efficace, il peut se produire à un rythme suffisant pour répondre aux besoins énergétiques de 

la cellule, au détriment d'une consommation accrue de glucose. Le glucose peut également 

être métabolisé par la voie des pentose-phosphates (PPP) ou voie de Warburg-Dickens-

Horecker. Dans cette voie, le glucose-6-phosphate est décarboxylé pour former du ribose-5-

phosphate dans une série de réactions qui conserve son énergie redox sous la forme de 

NADPH (Nicotinamide Adénine Dinucléotide Phosphate). Bien que cela ne soit pas considéré 

comme une voie métabolique bioénergétique, c'est la source cytosolique principale de 

NADPH, un cofacteur pour de nombreuses réactions réductrices, notamment celles 

impliquées dans la biosynthèse des acides gras et la régénération du glutathion réduit 

(Bolaños et al., 2009). Le glucose, en concentration saturante, peut être stocké dans de 

nombreuses cellules sous forme de glycogène pour fournir du pyruvate lorsque la demande 

énergétique augmente. Bien que le glucose soit le substrat métabolique le plus important pour 

la plupart des organismes et notamment chez les bivalves, les acides gras ou les acides aminés 

peuvent également être des précurseurs bioénergétiques (Anacleto et al., 2013 ; Andrade et 

al., 2017; Cordeiro et al., 2016, 2017).  
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Figure 9. Métabolisation d'une molécule de glucose par la glycolyse (vert) et la voie des 

pentoses phosphates (bleu) aboutissant à la production de pyruvate. Le pyruvate est soit 

convertit en ACoA en présence d'oxygène soit en lactate en son absence. Métabolites : G6P : 

glucose-6-phosphate ; F6P : fructose-6-phosphate ; F1,6PP : fructose 1,6-biphosphate ; 

DHAP : dihydroxyacetone-phosphate ; G3P : glycéraldéhyde-3-phosphate ; 6PGL : 6-

phosphogluconolactone ; 6PG : 6-phosphogluconate ; R5P : ribulose-5-phosphate ; X5P : 

xylylose-5-phosphate. Enzymes : HK : hexokinase ; PGI : phosphoglucoisomérase ; PFK1 : 

phosphofructokinase 1 ; LDH : lactate déshydrogénase. TCA : cycle tricarboxylique. 

 

1.2. La β-oxydation des acides gras 

La β-oxydation des acides gras peut se dérouler dans les peroxysomes ainsi que dans 

les mitochondries. La β-oxydation mitochondriale des acides gras saturés (lipides) est une 

voie catabolique dépendante du système de transport carnitine contrairement à la voie 

peroxysomale (Figure 10). Elle implique également un certain nombre d'enzymes et génère de 

l’acétyl co-enzyme A (ACoA), du nicotinamide adénine dinucléotide (NADH) et de flavine 

adénine dinucléotide (FADH2) à partir d'esters d'acyl-CoA (Adeva-Andany et al., 2019). La β-

oxydation représente un apport conséquent en substrats essentiels pour la production d’ATP 
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dans les organismes (Pan et al., 2017). Les lipides sont donc considérés comme des réserves 

énergétiques chez les bivalves et ont déjà fait l’objet de nombreuses études chez plusieurs 

espèces aquatiques notamment chez D. polymorpha (Dudognon et al., 2014 ; Palais et al., 

2011 ; Plaistow et al., 2001). A l’issue de la β-oxydation, l’ACoA produit est ensuite 

incorporé au cycle tricarboxylique pour ensuite fournir les substrats nécessaires à la 

production d’ATP par la chaine respiratoire.  

 

Figure 10. β-oxydation mitochondriale des acides gras. D’après Adeva-Andany et al. (2019). 

 

2. Lieu de production de l’énergie en condition aérobie, la 

mitochondrie 

La mitochondrie est un organite présent dans les cellules eucaryotes qui est 

responsable de nombreuses fonctions clés d’un organisme. Elle est notamment le lieu de la 

dégradation des sucres (cycle tricarboxylique, TCA) et des acides gras à longue chaîne (β-

oxydation), de la synthèse de stéroïdes et de lipides ainsi que de nombreuses autres fonctions. 
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Le principal rôle qu’il lui est alloué reste celui de la formation de l’ATP à partir de l’ADP via 

la PHOSOX mais la mitochondrie joue également un rôle essentiel dans la régulation de 

l'apoptose, le maintien de l'homéostasie de l’oxydoréduction cellulaire et la signalisation 

intracellulaire par l’intermédiaire du calcium (Duchen, 2004 ; Rizzuto et al., 2012 ; Sena et 

Chandel, 2012 ; Tait et Green, 2010). La mitochondrie a fait l'objet d'intenses recherches au 

cours des 50 dernières années puisqu’un dysfonctionnement mitochondrial a pu été relié à de 

nombreuses maladies chez l’Homme (Calvo and Mootha, 2010 ; Wisnovsky et al., 2016). La 

mitochondrie est une source d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) produites par la chaine 

respiratoire et pouvant provoquer divers dommages cellulaires. En excès, les ROS 

mitochondriaux ont en effet été montrés comme responsables de lésions de l’ADN dans 

certaines maladies neurologiques (Kovtun et al., 2007 ; Lin and Beal, 2006). De plus, un 

certain nombre de mutations génétiques héréditaires dans le génome nucléaire codant des 

protéines mitochondriales sont responsables de graves anomalies respiratoires (Calvo and 

Mootha, 2010). De ce fait, la mitochondrie est à ce jour la cible de nombreuses thérapies dans 

le domaine de la santé humaine (He et al., 2010 ; Wisnovsky et al., 2016).  

En écotoxicologie, des connaissances approfondies sur cet organite et ses constituants 

chez des espèces sentinelles, permettront, à long terme, de mieux comprendre le mode 

d’action des polluants pour mieux en prévenir les effets. En effet, de nombreux polluants, 

notamment les éléments traces métalliques ou encore certains pesticides comme les SDHI 

(inhibiteurs de succinate déshydrogénase) ont pour cible principale certains composants de la 

mitochondrie (Sokolova et al., 2012). 

2.1. Structure mitochondriale 

Les caractéristiques structurales des mitochondries reflètent l'importance de maintenir 

une interface étroitement régulée avec d'autres compartiments subcellulaires. Les 

mitochondries sont entourées par une double membrane comprenant une membrane externe et 

une membrane interne. La membrane interne est imperméable, grâce à la présence de 

phospholipides formant une combinaison hydrophobe et dense (Smith et al., 2012). Un 

potentiel membranaire (ψm) est constamment maintenu à travers cette membrane interne et 

entretenu par la chaine respiratoire. Afin de maintenir le gradient d’électrons, un transport 

actif des ions H+ allant de la matrice mitochondriale vers l’espace inter-membranaire est 

réalisé et crée un différentiel de pH à travers la membrane interne de la mitochondrie. Ces 

gradients de protons et de pH sont essentiels à la production de la force protomotrice qui est 
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indispensable pour la production d’ATP par la chaine respiratoire (Smith et al., 2012 ; 

Wisnovsky et al., 2016 ; Figure 11). 

Bien que les centaines de protéines qui constituent les mitochondries soient en partie 

codées par le génome nucléaire, ces organites contiennent également une petite quantité 

d’ADN endogène. C’est un génome circulaire présent dans la matrice mitochondriale (Kazak 

et al., 2012). Chez certains bivalves, l’ADN mitochondrial (ADNmt) peut être d’origine 

biparentale (Capt et al., 2019) mais une étude a montré que l’ADN mitochondrial hérité chez 

D. polymorpha était uni parental maternel (Soroka et al., 2018). Cet ADN code pour de 

nombreuses sous-unités protéiques ayant des rôles clés dans les fonctions mitochondriales.  

 

Figure 11. Schéma de la mitochondrie et de ses fonctions. ADNmt : ADN mitochondrial, 

PHOSOX : phosphorylation oxydative, ROS : espèces réactives de l’oxygène, TCA : cycle 

tricarboxylique, Ѱm : potentiel de membrane. D’après Smith et al. (2012).  

2.2. Fonctions mitochondriales 

La mitochondrie assure un grand nombre de fonctions au sein des cellules. Dans ce 

manuscrit, seront abordées uniquement les fonctions ciblées dans la suite de ce travail. Le 

cycle tricarboxylique (tricarboxylic acid cycle, TCA) ou cycle de Krebs est détaillé ainsi que 

la phosphorylation oxydative, machinerie responsable de la production de l’énergie cellulaire 
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sous forme d’ATP. La mitochondrie ayant également un rôle clé dans la mort cellulaire 

programmée par la voie canonique, cette dernière est également présentée ici.   

2.2.1. Cycle de Krebs 

Le cycle tricarboxylique ou cycle de Krebs se déroule dans la matrice mitochondriale 

et aboutit à l’oxydation complète du pyruvate (Stobbe et al., 2012). La majorité de l’acétyl-

CoA (ACoA) entrant dans le cycle de Krebs est issue de la décarboxylation oxydative du 

pyruvate par le complexe pyruvate déshydrogénase. Plusieurs molécules sont produites au 

cours du cycle : de l’ATP, du NADH et du FADH2. Cette production de NADH et de FADH2 

est nécessaire au fonctionnement de la chaine respiratoire. La première réaction du cycle de 

Krebs est la condensation de l’ACoA avec l’oxaloacétate pour former le citrate grâce à la 

citrate synthase. Cette enzyme joue un rôle clé dans la voie métabolique aérobie. Elle est 

codée par l’ADN nucléaire mais est ensuite transportée dans la matrice mitochondriale. La 

citrate synthase est utilisée en tant que marqueur de la densité mitochondriale ainsi que 

comme « proxy » du métabolisme aérobie (Eigentler et al., 2012). Bien que le rôle principal 

de la citrate synthase soit bien connu à ce jour dans le domaine de la santé humaine, il a été 

montré que cette enzyme avait un « effet moonlight » traduisant des rôles secondaires de cette 

dernière dans d’autres réactions (Castello et al., 2015). 

2.2.2. Phosphorylation oxydative 

La phosphorylation oxydative correspond à l’ensemble des réactions membranaires 

par lesquelles l’oxydation de coenzymes et métabolites aboutissent à la production d’ATP en 

présence d’oxygène (Guérin, 2004). Les électrons sont libérés lors de ces réactions 

d'oxydations tout au long du système de transport d'électrons (ETS) jusqu'à un accepteur final 

qui est l’oxygène moléculaire. Ce transfert d'électrons est couplé à l’extrusion de protons vers 

l’espace inter-membranaire générant le gradient de protons ainsi que la différence de potentiel 

membranaire. Une force protomotrice est générée, nécessaire à la production d’ATP (Duchen, 

2004 ; Rizzuto et al., 2012 ; Sena et Chandel, 2012 ; Tait et Green, 2010). La phosphorylation 

oxydative est associée aux 5 complexes de la chaine respiratoire (Figure 12). 

- Le complexe I ou NADH-coenzyme Q  

Le complexe I du système de transport d’électrons transporte les électrons du NADH issu du 

cycle de l’acide tricarboxylique à l’ubiquinone (coenzyme Q), tout en transférant quatre 

protons dans l’espace inter-membranaire. 

- Le complexe II ou succinate déshydrogénase 



 

 
38 

La succinate déshydrogénase (SDH) ou complexe II est la plus petite unité de la chaine 

respiratoire mitochondriale, elle relie le TCA et la chaîne respiratoire (Cecchini, 2003). La 

SDH fournit le FADH2 nécessaire à la chaîne respiratoire au niveau du complexe II. Cette 

enzyme est liée à la membrane interne de la mitochondrie et fait partie intégrante de la chaîne 

respiratoire (Smith et al., 2012).  La SDH est le seul complexe de la chaine respiratoire qui est 

entièrement codé par de l’ADN nucléaire. De plus, la SDH ne pompe jamais de proton à 

travers la membrane interne de la mitochondrie lors de la phosphorylation oxydative (Jodeiri 

Farshbaf and Kiani-Esfahani, 2017). 

- Le complexe III ou coenzyme Q-cytochrome c réductase  

La coenzyme Q-cytochrome c réductase, ou complexe III de la chaîne respiratoire, catalyse le 

transfert des électrons de l’ubiquinol au cytochrome c. Il est composé de plusieurs sous-

unités, notamment le cytochrome b (Cyt b) qui est codé par l’ADN mitochondrial. 

- Le complexe IV ou cytochrome c oxydase (COX) 

Le complexe IV de la chaine respiratoire mitochondriale transfère les électrons du 

cytochrome c réduit à l’oxygène moléculaire et contribue à la production d’un gradient de 

protons à travers la membrane interne de la mitochondrie conduisant à la synthèse d’ATP. La 

COX est une enzyme importante qui maintient le gradient de protons à travers l’espace inter-

membranaire des mitochondries (Hu et al., 2018). 

- Le complexe V ou ATP synthase 

L’ATP synthase utilise la force protomotrice du gradient de protons afin de produire l’ATP à 

partir de l’ADP. Elle constitue la dernière étape de la phosphorylation oxydative. On peut 

diviser ce complexe en trois parties : la partie catalytique (F1) se situant dans la matrice 

mitochondriale, la partie membranaire constituant le canal (F0), ainsi que les deux bras 

connecteurs, le périphérique et le central (Arnold, 1998). La réaction peut également être 

réversible et produire de l’ADP à partir de l’ATP (Guérin, 2004). 

En plus de ces 5 complexes, l’alternative oxydase est une protéine située au niveau de 

la membrane interne des mitochondries. Sa fonction entre dans le mécanisme de transport 

d’électrons avec notamment l’oxydation de l’ubiquinol et la réduction d’oxygène en eau. Elle 

est à la fois un élément de la chaîne respiratoire et un terminal supplémentaire pour la sortie 

des électrons. Le flux d’électrons passant par l’AOX n’est pas couplé à une translocation de 

protons, ce qui représente une dépense d’énergie plus importante pour le transport d’électrons. 

En effet le passage par l’AOX permet de contourner les deux derniers sites de translocation de 

protons (les complexes III et IV) associés à la voie du cytochrome. Sa présence a déjà été 

démontrée chez les plantes et les animaux (Mc Donald and Vanlerberghe, 2004) et elle est 
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également répandue chez les champignons (Vanlerberghe and McIntosh, 1997) et les protistes 

(van Hellemond et al., 1988 ; Suzuki et al., 2004). L’AOX est un moyen d’intégrer les 

processus couplés au métabolisme du carbone et le transport d’électrons afin de maintenir la 

balance redox ainsi que l’homéostasie au sein de la mitochondrie (Mc Donald and 

Vanlerberghe, 2004 ; Vanlerberghe and Ordog, 2002).  

En plus de moduler la production de ROS, l’AOX peut être un moyen de maintenir la 

respiration si jamais la voie du cytochrome est altérée. Cette voie comprend les deux 

complexes III et IV par lesquels les électrons sont transférés par la COX. Lorsqu’une 

altération apparait, l’AOX permettrait de contourner ces deux complexes. Cette hypothèse est 

appuyée par des études dans lesquelles la voie du cytochrome a été inhibée de manière 

chimique ou génétique et a abouti à une induction de l’expression du gène de l’AOX chez les 

plantes, les champignons et les protistes (Dufour et al., 2000 ; Funes et al., 2004 ; 

Vanlerberghe and McIntosh, 1997 ; van Hellemond et al., 1988). La résistance de l’AOX au 

cyanure a déjà été démontrée chez plusieurs invertébrés, en particulier chez les vers marins 

tels que Arenicola marina (Völkel and Grieshaber, 1997), Sipunculus nudus (Buchner et al., 

2001) ainsi que chez le bivalve Arctica islandica (Tschischka et al., 2001), la moule 

Geukensia demissa (Parrino et al., 2000) et l’huitre Crassostrea gigas (Sussarellu et al., 

2013). Chez Dreissena polymorpha, des séquences partielles du gène codant l’alternative 

oxydase sont disponibles dans des banques de transcrits récemment construites dans des 

projets de recherche impliquant l’unité SEBIO. 
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Figure 12. Schéma de la phosphorylation oxydative associée aux différents complexes de la 

chaine respiratoire, de l'alternative oxydase, du coenzyme q (Q) et cytochrome c (C) se 

déroulant au niveau de la membrane interne de la mitochondrie. 

2.2.3. Rôle dans la mort cellulaire programmée : voie canonique 

La mitochondrie joue un rôle clé dans le déclenchement de l’apoptose (Smith et al., 

2012). L'apoptose est un processus actif, coordonné et dépendant de l'énergie, alors que la 

nécrose est généralement le résultat d'une défaillance métabolique menant à l'effondrement 

énergétique, à la dégradation des gradients ioniques, au gonflement des cellules et à la 

désorganisation structurelle (Osellame et al., 2012). La mort cellulaire programmée ou 

apoptose peut se produire via deux voies de signalisation : la voie extrinsèque ou non 

canonique, qui implique des récepteurs de surface cellulaire aboutissant à l'activation de la 

caspase 8, et la voie intrinsèque ou canonique, qui nécessite une perméabilisation de la 

membrane externe mitochondriale (Li et al., 2000).  

Dans la voie canonique, les protéines impliquées dans l’apoptose résident dans 

l'espace inter-membranaire et, en réponse aux différents signaux de l’apoptose, sont libérées 

dans le cytosol. Elles favorisent la mort cellulaire en activant les caspases et/ou en inactivant 

les inhibiteurs cytosoliques de ce processus. La voie canonique est un équilibre délicat entre 

les mitochondries et les divers facteurs cytosoliques qui régissent l'intégrité cellulaire 

(Osellame et al., 2012). Le cytochrome c est la protéine impliquée dans l’apoptose par voie 

canonique lorsqu’il est découplé de la chaine respiratoire suite à la perméabilisation de la 
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membrane mitochondriale. Après son rejet, le cytochrome c va se lier au facteur Apaf-1 

(Apoptotic protease activating factor) qui entre dans la composition de l’apoptosome. 

L’apoptosome est un complexe de plusieurs protéines impliquées dans la voie apoptotique. La 

liaison de l'ATP au complexe Apaf-1 / cytochrome c entraîne l'oligomérisation et la formation 

des apoptosomes. Lorsque ces derniers sont formés, la pro-caspase 9 est mobilisée afin 

d’activer l’apoptosome. La caspase-9 est la seule capable de cliver et d’activer par la suite la 

caspase-3 qui va déclencher la mort cellulaire (Figure 13 ; Green et al., 2008).  

 

 

Figure 13. Déclenchement de la mort cellulaire programmée par la voie canonique. 

Différents stress vont activer des signaux de mort cellulaire. Le cytochrome c est découplé de 

la chaine respiratoire et sort dans le cytosol où il se lie au facteur de composition de 

l’apoptosome (Apaf-1). L’apoptosome devient actif après liaison à la pro-caspase 9. La 

caspase 3 est activée pour déclencher l’apoptose. D’après Osellame et al. (2012). 

 

2.3. Bilan de la production d’énergie en milieu aérobie 

Le cycle de Krebs et la PHOSOX aboutissent à la production de 38 molécules d’ATP 

à partir de la dégradation complète d’une molécule de glucose. L’activité de ces deux 

processus dépend de plusieurs facteurs, tout d’abord la demande cellulaire en énergie, mais 

aussi la concentration en substrats présents dans la cellule et la présence d’oxygène. Ce 

dernier paramètre est essentiel au fonctionnement de la PHOSOX. Lorsqu’il est limitant pour 

la production d’ATP via la chaine respiratoire, l’énergie peut être produite par une voie 

alternative en milieu anaérobie.  
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3. Production de l’ATP en milieu anaérobie 

Le métabolisme anaérobie intervient lorsque la concentration en oxygène devient 

critique. Chez les bivalves, elle peut être le résultat d’une hypoxie ou d’un stress engendrant 

une forte demande en ATP (Sokolova and Pörtner, 2001). La quantité d’énergie produite en 

condition anaérobie est bien moindre qu’en présence d’oxygène puisque seulement 2 

molécules d’ATP sont produites lors de la glycolyse (voir section 1.2). En réponse à un stress 

hypoxique, l’organisme va activer la glycolyse afin d’augmenter la présence de substrat pour 

la lactate déshydrogénase. Cette glycolyse intensive est notamment régulée par l’enzyme 

PFK-1 (phosphofructokinase) qui, en présence d’une forte concentration en ADP va lancer la 

cascade de réactions. En conditions hypoxiques, la mise en place rapide d’une glycolyse 

excessive n’est pas la seule réponse face au stress. L’expression de certains gènes, comme 

ceux codants pour le facteur HIF-1 (hypoxia inducible factor), est augmentée afin de mettre 

en place une capacité glycolytique globale de l’organisme pour compenser un manque 

d’énergie prolongé (Storey, 2004).  

Lorsque les conditions hypoxiques ou anoxiques sont prolongées dans le temps, les 

organismes peuvent mettre en place des mécanismes d’acclimatation voire d’adaptation à ces 

conditions. Le métabolisme anaérobie des espèces diffère selon leurs conditions de vie. En 

effet, il a été montré que des espèces différentes de gastéropodes (Littorina sp.) présentaient 

un métabolisme anaérobie plus ou moins actif en fonction de leur milieu de vie (Sokolova et 

Pörtner, 2001). L’anaérobiose chez les mollusques conduit dans les tissus à d’importantes 

réserves de glycogène et d’acides aminés fermentescibles, et à la modification du catabolisme 

des sources énergétiques afin d’augmenter le rendement en ATP. Les espèces tolérantes aux 

conditions hypo/anoxiques présentent une capacité élevée de réponse face à la diminution 

d’ATP intracellulaire à travers une diminution drastique de la dépense énergétique (metabolic 

rate depression, MRD). En cas de privation d’oxygène, les organismes peuvent diminuer le 

taux d’utilisation de l’ATP à moins de 10 % par rapport à l’utilisation en conditions optimales 

(Storey, 2004). Afin d’éviter le déficit énergétique au sein des organismes, une enzyme clé du 

métabolisme anaérobie, la lactate déshydrogénase, est fortement sollicitée pour le maintien de 

la balance énergétique (Falfushynska et al., 2014).  
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4. La balance énergétique 

4.1. Définition 

La balance énergétique renseigne sur la différence entre l’énergie produite et l’énergie 

dépensée. L’équilibre de cette balance est donc atteint lorsque la production d’ATP équivaut à 

son utilisation. Néanmoins, il est essentiel que cette balance reste positive puisque cela permet 

aux organismes de stocker l’énergie formée sous forme de réserves (glycogène, lipides, 

protéines). Le gain d’énergie est alloué à cette formation de réserves, à la croissance des 

organismes, ainsi qu’au processus de reproduction (Campbell and Wisniewski, 2017). Le 

chiffrage de la balance énergétique est basé sur un ratio de concentrations de trois nucléotides 

énergétiques : ATP, ADP (Adénosine Di-Phosphate) et AMP (Adénosine Mono-Phosphate). 

Ce ratio, appelé charge énergétique en adénylates (CEA) est calculé selon la formule suivante 

(Atkinson, 1968) : 

CEA=
[ATP] + 0,5 × [ADP] 

[ATP] + [ADP] + [AMP]
 

La charge énergétique en adénylates est souvent utilisée comme indicateur de l’énergie 

disponible au sein d’un organisme. Elle est comprise entre 0 ([AMP] >> [ATP]) et 1 ([ATP] 

>> [AMP]). Lorsqu’un organisme est considéré comme étant dans des conditions optimales, 

un équilibre s’établit au sein des cellules entre une dégradation et une régénération de l’ATP. 

Lorsque la valeur de la CEA se situe aux alentours de 0,8, la survie, la croissance et la 

reproduction de l’organisme sont assurées. En cas de perturbations ponctuelles, la CEA 

diminue et peut-être comprise entre 0,5 et 0,8. Dans ce cas, l’allocation énergétique à la 

croissance et la reproduction diminue jusqu’à être totalement orientée vers la maintenance 

basale cellulaire de l’organisme. Lorsque la valeur passe en dessous de 0,5 il est considéré que 

l’organisme subit des perturbations sévères mettant ainsi sa survie en question (Le Gal et al., 

1997). Néanmoins la corrélation entre la CEA et l’intensité des perturbations subies n’est pas 

toujours observée. En effet lorsque les capacités de l’organisme sont dépassées, les valeurs de 

CEA sont très dispersées et de la mortalité peut être observée (Le Gal et al., 1997 ; Mayer et 

al., 2002). 

Dans une cellule saine, la concentration en ATP est supérieure à celle en ADP qui est, 

elle, largement plus élevée que la concentration en AMP. L’adénylate kinase, qui catalyse la 

réaction de conversion réversible d’ADP en ATP, est très proche de l’équilibre en conditions 
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in vivo. Il y a peu de variations entre les quantités en ADP et en ATP cellulaires. Néanmoins, 

chaque petit changement du ratio ATP:ADP va entrainer une grande variation de la 

concentration en AMP. Chez un insecte en vol, une perte d’ATP de 10% aboutit à une 

augmentation de 250% de la concentration en AMP (Storey, 2004). La charge en adénylates 

joue un rôle essentiel dans la régulation du métabolisme énergétique. L’ATP, l’ADP et l’AMP 

représentent, en effet, des effecteurs allostériques puissants de nombreuses enzymes clés du 

métabolisme énergétique (Storey, 2004 ; Figure 14).
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Figure 14. Schéma synthétique de la régulation du métabolisme énergétique.
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4.2. Régulation du métabolisme énergétique 

Le métabolisme énergétique est soumis à une régulation fine mettant en jeu un large 

éventail d’enzymes et de co-facteurs. Les premiers effecteurs sont les nucléotides adényliques 

qui vont être responsables de la régulation d’enzymes clés du métabolisme énergétique. En 

amont de ces réactions, l’AMPk (5’-AMP-activated protein kinase) et l’AMPd (AMP 

désaminase) sont des enzymes qui elles, régulent la concentration en nucléotides adényliques 

(figure 14). 

4.2.1. Régulation par les nucléotides adényliques 

Les nucléotides adényliques, ATP, ADP et AMP, sont des facteurs clés de la 

régulation du métabolisme énergétique (Atkinson, 1968). Les ratios ATP:ADP et ATP : AMP 

contrôlent le flux de réaction de manière allostérique. Lorsque ces ratios diminuent, les voies 

glycolytiques vont être activées à travers plusieurs enzymes comme la phosphofructokinase 

qui est activée par l’ADP et présente une forte affinité avec l’AMP. La néoglucogénèse va 

être dans ce cas inhibée au niveau de l’enzyme phosphoglycérate kinase qui utilise de l’ATP 

pour sa réaction (Pradet and Raymond, 1983). Le ratio ATP:ADP régule également certaines 

enzymes du cycle de Krebs notamment l’isocitrate déshydrogénase qui est activée par l’ADP 

et inhibée par l’ATP pour l’oxydation du substrat. 

L’AMP joue également un rôle prépondérant dans la régulation de nombreuses 

enzymes du métabolisme énergétique. Lors d’une augmentation de sa concentration cellulaire, 

l’AMP active des enzymes clés de la production de l’ATP (Storey, 2004). L’AMP est 

notamment responsable de l’activation de kinases AMP dépendantes comme l’AMPk. 

4.2.2. Rôles de l’AMPk et de l’AMPd 

L’AMP kinase est souvent comparée à une jauge de carburant métabolique (Winder 

and Hardie, 1999) et joue un rôle crucial dans le métabolisme énergétique avec le maintien de 

la balance énergétique (Hardie et al., 2006). L’activation de l’AMPk par l’AMP comprend 

une cascade de protéines kinases qui a été hautement conservée tout au long de l’évolution. 

Une fois phosphorylée par l’AMPkk, l’AMPk phosphoryle à son tour les enzymes conduisant 

à l'activation des voies cataboliques pour augmenter la synthèse de l'ATP, et l’inhibition des 

voies anaboliques pour limiter sa consommation (Hardie et al., 2006 ; Hardie and Sakamoto, 

2006 ; Jost et al., 2014). Par exemple, la phosphorylation de l’AMPk par l’AMPkk (5’-AMP-

activated protein kinase kinase) décroit l’activité de l’acétyl-CoA carboxylase, ce qui active la 

β-oxydation dans les mitochondries augmentant ainsi la production d’ATP. Lors d’une 
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diminution du ratio ATP:ADP, l’AMPk va activer la glycolyse par le biais du facteur mTOR. 

L’AMPk régule donc la consommation d’ATP à travers la régulation de divers processus 

comme la synthèse de glycogène, de cholestérol ou encore d’acides gras (Friedrich and 

Balschi, 2001).  

Lors d’une diminution de la CEA, l’AMP désaminase (AMPd) est activée. L’AMPd 

catalyse l’hydrolyse irréversible de l’AMP en IMP et en ammoniac. Elle est commune dans 

les tissus des invertébrés. Elle est impliquée dans de nombreux processus biologiques comme 

la conversion de l’adénine en hypoxanthine ou guanine, le maintien de la balance énergétique, 

le métabolisme des acides aminés dérivés de l’azote et les réactions du cycle des nucléotides 

puriques (Dieni et al., 2008). Les nombreux régulateurs physiologiques de cette enzyme 

incluent les nucléotides, le phosphate inorganique, le phosphate de sucres, les phospholipides. 

Un fort taux en AMP dans les cellules peut être toxique, l’AMPd apparait donc comme une 

enzyme clé dans le métabolisme énergétique. La conversion de l’AMP en IMP, et donc une 

accumulation d’IMP intracellulaire peut traduire un stress subit par les organismes (Lushchak 

et al., 2008 ; Składanowskia et al., 2005). 

D’autres effecteurs entrent en jeu dans la régulation du métabolisme énergétique 

comme les cations Ca2+ et Mg2+. En effet, le calcium et le magnésium participe au maintien de 

l’homéostasie au sein des mitochondries ainsi qu’au bon fonctionnement de la chaine 

respiratoire (Pilchova et al., 2017 ; Rossi et al., 2019).   

5. Effets des paramètres physico-chimiques naturels et 

anthropiques sur le métabolisme énergétique 

Lorsque les organismes sont soumis à un/des stress, l’énergie disponible allouée aux 

différentes fonctions vitales est en partie réquisitionnée pour augmenter l’apport énergétique 

basal pour le fonctionnement cellulaire (Figure 15A). Cet accroissement de la dépense 

énergétique est connu sous le nom de syndrome d’adaptation général (Le Gal et al., 1997 ; 

Selye, 1976). La quantité d’énergie disponible (ATP) est affectée en fonction de l’intensité du 

stress subit par les organismes. Selon le type et l’intensité du stress, l’organisme peut passer 

de l’état optimum à l’état pejus puis pessimum traduisant une demande d’énergie supérieure à 

la quantité disponible dans les cellules (Figure 15B). Cette diminution de la disponibilité en 

ATP peut être associée à des dommages structuraux et fonctionnels de la mitochondrie, ainsi 

qu’au niveau de tous les processus reliés au bon fonctionnement de la PHOSOX (Sokolova et 

al., 2012).  
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Figure 15. A. Utilisation de l’ATP par les grandes fonctions vitales en fonction de l’intensité 

du stress subit par les organismes. B. Balance entre la production et la demande d’ATP en 

fonction de l’intensité du stress. Les états optimum, pejus et pessimum sont représentés sur les 

deux illustrations. D’après Sokolova et al. (2012). 
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5.1. Effets des stress associés aux paramètres environnementaux 

naturels 

5.1.1. Effets du stress thermique 

Les organismes ectothermes, comme les bivalves, sont sensibles aux variations 

thermiques, menant directement à un changement des niveaux de base des processus 

physiologiques et biochimiques (Hochaka and Somero, 2002 ; Sokolova, 2004a). Le stockage 

de réserves énergétiques est une caractéristique commune des animaux qui utilisent ce stock 

pour sauvegarder des excès d’énergie assimilée et y puiser les ressources nécessaires lors de 

variations de disponibilité ou de demande en énergie. La réduction ou l’arrêt de stockage de 

réserves énergétiques peut être considéré comme un indicateur de la transition de l’optimum 

vers le pejus (état médiocre) et l’épuisement des réserves énergétiques peut être le signe d’une 

instabilité et de conditions de « pessimum » (état sub-létal). L’épuisement des réserves de 

glycogène et de lipides en réponses à des stress environnementaux comme une hausse de la 

température a été observé chez les animaux aquatiques (Allen and Downing 1986 ; Encomio 

and Chu 2000 ; Smolders et al. 2004 ; Li et al. 2007 ; Ivanina et al. 2011 ; Dickinson et al. 

2012). Les réserves sont puisées dans le but de maintenir la balance énergétique à travers la 

CEA. Les indices du statut énergétique cellulaire (CEA, ratios de nucléotides) ont été 

proposés en tant que biomarqueurs du stress chez une variété d’organismes (Isani et al. 1997 ; 

Thebault et al. 2000 ; Hardie and Hawley 2001). Le statut énergétique cellulaire est fortement 

soumis aux variations mais son utilisation en biosurveillance reste encore débattue car les 

fortes variations des réponses ne sont visibles que lors d’un stress sévère (Sokolova et al. 

2000, 2005 ; Melzner et al. 2006 ; Morley et al. 2009 ; Ivanina et al. 2010, 2011 ; Dickinson et 

al. 2012). Néanmoins, les protéines kinases, et notamment l’AMPk, ont été mises en avant par 

plusieurs études pour leur implication dans l’énergie cellulaire et la signalisation du stress. 

Des études réalisées sur des crustacés marins ont montré que l’activité de l’AMP kinase est un 

marqueur précoce du stress thermique (Frederich et al., 2009 ; Jost et al., 2012). Plus 

spécifiquement, on peut observer une augmentation de l’activité AMPk avant d’autres 

indicateurs du stress thermique (Heat Shock Proteins, accumulation de lactate) et le pic 

d’activité est observé lors d’expositions à des températures sub-létales. Chez les crustacés, 

une augmentation de l’activité AMPk traduit la transition entre l’état optimum et pejus de 

l’animal (Frederich et al., 2009).  
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L’augmentation de la température engendre une augmentation de la respiration chez 

les bivalves (Sokolova and Pörtner, 2003). La demande d’énergie élevée durant un stress 

thermique a souvent pour conséquence une réallocation énergétique vers la maintenance 

cellulaire au détriment de la croissance et de la reproduction (Kooijman, 2010). Les 

mitochondries sont directement impactées par les variations thermiques. L’accroissement de 

la température provoque non seulement une augmentation de la respiration mais également 

une fuite de protons plus importante et une dissociation progressive des mitochondries 

(Pörtner, 2001). Ces dommages mitochondriaux sont en partie dus aux altérations des 

membranes et principalement au niveau des membranes internes des mitochondries. En effet, 

la température peut affecter la composition en phospholipides membranaires aboutissant à une 

augmentation de la fluidité des membranes et une fuite des protons (Chung et al., 2018 ; 

Dudognon et al., 2014). L’activité du cycle tricarboxylique ainsi que celle de la PHOSOX 

augmentent avec la température (Sokolova, 2018). Les organismes intertidaux incluant les 

invertébrés et les poissons possèdent de fortes tolérance et plasticité du métabolisme 

mitochondrial lors d’une acclimatation thermique (Dahlhoff and Somero 1993 ; Cherkasov et 

al. 2010; Hilton et al. 2010). Les mitochondries du poisson Bellapiscis medius sont capables 

de maintenir un fort flux PHOSOX ainsi qu’une forte activité du système de transport des 

électrons lors de fortes températures (30°C) comparé à deux espèces sympatriques subtidales 

(Forsterygion varium and F. malcolmi ; Hilton et al. 2010). Le seuil de tolérance de 

température pour la PHOSOX ou l’activité ETS est plus élevée chez les organismes 

intertidaux (38-44°C) par rapport aux organismes subtidaux (32-35°C). Chez le crabe Scylla 

serrata, la température maximale est d’environ 37°C et ses mitochondries peuvent maintenir 

la régénération d’ATP entre 25 et 37°C (Paital and Chainy, 2014). Une diminution drastique 

de l’activité de la PHOSOX a été observée à partir de 40°C chez le crabe. Généralement, le 

stress thermique réduit l’efficacité du couplage mitochondrial et augmente la production de 

ROS comme cela a été montré chez les bivalves Crassostrea virginica et Mya arenaria 

(Abele et al. 2002 ; Sokolova 2004 ; Cherkasov et al. 2006, 2007, 2010). L’efficacité du 

couplage mitochondrial correspond à la capacité de production d’ATP en fonction de la 

consommation d’oxygène (Brijs et al., 2017). La diminution de cette efficacité en présence de 

fortes températures est principalement liée à une fuite de protons importante (Sokolova et al., 

2012). Les variations de densité mitochondriale sont impliquées dans les réponses adaptatives 

à la température chez les ectothermes aquatiques. L’acclimatation ou l’adaptation aux 

températures froides entraîne une augmentation compensatoire de la densité mitochondriale 

(Sommer and Pörtner, 2002 ; Cherkasov et al. 2010). L’acclimatation saisonnière entraine 
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également une augmentation du nombre de mitochondries en hiver et une diminution en été 

(Cherkasov et al., 2010). La prolifération de mitochondries en période hivernale peut 

participer à la compensation métabolique en maintenant la production d’ATP et en réduisant 

la distance de diffusion de l’oxygène dans les cellules (Tyler and Sidell 1984 ; Londraville 

and Sidell 1990). Alternativement, une diminution de la densité mitochondriale en été peut 

minimiser les dépenses énergétiques (Peck et al., 2002 ; Keller et al., 2004). Cette variation de 

densité mitochondriale peut être également associée à un remodelage de la composition de la 

membrane interne des mitochondries afin de limiter les fuites de protons en présence de 

températures élevées (Chung et al., 2018). En parallèle, l’exposition à des températures 

élevées influence les variations de la concentration en oxygène disponible pour l’organisme. 

5.1.2. Effets du stress hypoxique 

La transition vers l’anaérobiose partielle à des températures critiques chez les 

ectothermes est caractérisée par la quantité limitée d’oxygène disponible plutôt que par un 

dysfonctionnement mitochondrial en soi (Frederich et Pörtner, 2000 ; Sokolova et Pörtner, 

2003 ; Eliason et al., 2011). Il a été démontré que le taux d’oxygène peut directement affecter 

la tolérance des organismes face aux stress via une moindre capacité aérobie et donc une 

moindre production d’ATP. L’hypoxie peut également indirectement affecter le métabolisme 

énergétique à travers une hausse de la génération de ROS conduisant à une augmentation du 

stress oxydatif. Paradoxalement, les principaux dommages de la mitochondrie chez les 

espèces sensibles surviennent lors de la réoxygénation avec la surproduction de ROS 

(Kalogeris et al., 2014 ; Korge et al., 2015). La production incontrôlée de ROS peut conduire 

à la perméabilisation de la membrane mitochondriale et la fuite du cytochrome c dans le 

cytosol induisant ainsi la cascade apoptotique cellulaire (Kalogeris et al., 2014). Peu d’études 

sont disponibles sur l’effet de l’hypoxie sur les espèces de bivalves d’eau douce, mais 

nombreuses sont celles qui se sont penchées sur des espèces fortement soumises aux 

variations d’oxygène vivant dans les milieux intertidaux. La plupart des organismes 

intertidaux ont développé la capacité de diminuer la consommation d’énergie par le 

métabolisme à travers la mise en place du MRD qui équivaut à un « arrêt métabolique » 

(Hochachka et al., 1996 ; Hochachka and Lutz, 2001). La diminution de l'utilisation de l'ATP 

pendant cet arrêt est notamment possible grâce à la déviation de l’allocation énergétique à des 

fonctions non vitales (croissance, reproduction) vers la maintenance basale de l’organisme 

(Sokolova et al., 2012). Lorsque les organismes se retrouvent en milieu anoxique, la 

ventilation cesse. Cet arrêt est également observé lors de l'exposition à d'autres facteurs de 
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stress qui déclenchent la fermeture de la coquille, tels que des salinités extrêmes, la 

dessiccation ou encore l'exposition aiguë à des contaminants (Hulbert et Else, 2005). La 

membrane plasmique cellulaire est une grande consommatrice d'ATP représentant 25 à 30% 

de l'utilisation de l'ATP pour le maintien du gradient ionique (Na+ et K+) à travers la 

membrane cellulaire. Contrairement à la membrane cellulaire, la perméabilité de la membrane 

mitochondriale reste inchangée durant un « arrêt métabolique » mais le potentiel membranaire 

diminue, réduisant le renouvellement de l'ATP et la fuite de protons (Hochachka et al., 1996; 

St-Pierre et al., 2000).  

Les effets de l’hypoxie sur les organismes intertidaux sont spécifiques à chaque espèce 

et dépendent de son intensité. Chez Crassostrea virginica, une hypoxie extrême (0,5% 

d’oxygène dissous) entraine une forte diminution de la capacité du système de transport 

d’électrons mais n’affecte pas le ratio de protons, conduisant à une diminution significative du 

couplage mitochondrial (Ivanina et al., 2012). Chez l’huitre C. gigas, une hypoxie modérée 

(20% d’oxygène dissous) provoque une diminution de la phosphorylation oxydative 

(Sussarellu et al., 2013) tandis que chez des espèces extrêmement tolérantes à l’hypoxie, 18h 

d’une quasi anoxie conduisent à une augmentation de l’activité de l’ETS et une suppression 

du flux de la PHOSOX (Ivanina et al., 2016). Néanmoins, une étude récente montre que 

l’ensemble des processus de production de l’ATP est surexprimé chez C. gigas exposée 24 

heures à 1% d’oxygène dissous (Sokolov et al., 2019). Chez les bivalves d’eau douce, les 

réponses observées après une exposition à l’hypoxie ne sont pas identiques. En effet, l’activité 

PHOSOX, estimée à travers les activités SDH et ETS, diminue significativement en condition 

hypoxique chez le bivalve Diplodon chilensis (Yusseppone et al., 2018). Néanmoins, cet 

organisme d’eau douce a développé certaines stratégies d’acclimatation voire d’adaptation 

puisqu’aucun stress oxydant n’a été mesuré après l’exposition à l’hypoxie chez cette espèce 

grâce, peut-être, à la fois à l’augmentation de l’expression du système AOX mais aussi à la 

diminution de la PHOSOX (Yusseppone et al., 2018).  La diminution de l’activité de la 

PHOSOX lors de l’hypoxie chez les mollusques tolérants peut-être également un mécanisme 

adaptatif de l’espèce afin d’éviter le gaspillage de l’ATP (Hochachka and Lutz, 2001 ; St-

Pierre et al., 2000).  

Les fluctuations environnementales naturelles peuvent être amplifiées avec les 

perturbations d’origine anthropique comme la pollution. Lorsqu’un ou plusieurs facteurs 

environnementaux dévient des optima spécifiques, cela peut aboutir à des perturbations 

physiologiques et à une diminution de la fitness des organismes ainsi que de leur tolérance 

face aux polluants (Ivanina et al., 2008). 
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5.2. Effets des stress d’origine anthropique 

Contrairement aux fluctuations abiotiques (température ou oxygène) qui sont des 

facteurs de stress naturels dans les eaux douces, des concentrations élevées de polluants 

comme les éléments traces métalliques et les toxines organiques sont des facteurs de stress 

anthropiques. L’exposition des organismes aux métaux a un effet direct au niveau de la 

bioénergétique cellulaire notamment en interférant avec la voie de production de l’ATP. Les 

métaux comme le cadmium (Cd), le cuivre, le zinc ou encore le mercure, ont des effets 

néfastes sur les fonctions mitochondriales et la capacité à produire de l’ATP par voie aérobie 

en réduisant l’efficacité mitochondriale (Stohs and Bagchi, 1995 ; Li et al., 2003 ; Sappal et 

al., 2014 ; Sokolova, 2004 ; Sokolova et al., 2005). En effet, le Cd est capable de prendre la 

place des ions calciques au niveau des pompes membranaires mitochondriales, conduisant au 

déclenchement de la voie apoptotique canonique suite à l’accumulation de calcium à 

l’intérieur des mitochondries (Saddala et al., 2017). Une étude a également montré que le Cd 

peut affecter le métabolisme anaérobie chez Crassostrea virginica (Ivanina et al., 2010). Lors 

d’une exposition métallique à de faibles concentrations, la diminution de la capacité aérobie 

est principalement due à l’augmentation du métabolisme basal. En revanche, lors d’une 

exposition aigüe, les dommages au niveau mitochondrial ainsi que sur les capacités aérobies 

sont dominants (Sokolova and Lannig, 2008). La réduction de la capacité aérobie induite par 

l’exposition à un métal peut restreindre la fenêtre de tolérance thermique chez les ectothermes 

aquatiques (Sokolova and Lannig, 2008). En effet de nombreuses études ont décrit l’effet 

synergique de stress thermique et métallique croisés conduisant à une diminution d’activité du 

cycle tricarboxylique, des complexes I, II et IV, et à une augmentation de l’activité COX 

(Ivanina et al., 2008). Cette augmentation a notamment été observée après une exposition de 

D. polymorpha à différents métaux avec une surexpression du gène codant pour la COX 

(Achard-Joris et al., 2006). En général, l’activité PHOSOX est diminuée en présence de 

contaminants aboutissant à la diminution du ratio ATP:ADP et donc à une diminution de la 

CEA (Cherkasov et al. 2010 ; Ivanina et al., 2008, 2010 ; Kurochkin et al., 2011 ; Lanning et 

al., 2006 ; Sokolova, 2004 ; Sokolova et al., 2004, 2005).  

Les variations des paramètres physico-chimiques naturels et la présence de polluants 

affectent donc fortement le métabolisme énergétique, processus clé du bon fonctionnement 

des organismes (Figure 16). 
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Figure 16. Schéma synthétique des effets connus de différents stress sur le métabolisme 

énergétique. Sont indiqués respectivement en rouge, vert et violet les effets du stress 

thermique, hypoxique et métallique. 

  



 

 
55 

III. Objectifs de la thèse 

L’objectif de ce projet doctoral est de développer de nouveaux biomarqueurs du 

métabolisme énergétique cellulaire chez une espèce sentinelle modèle en écotoxicologie, la 

moule d’eau douce Dreissena polymorpha. Cet objectif global se divise en 3 grandes parties. 

Une première question a donc été posée : quelles sont les influences des fluctuations 

temporelles naturelles in situ sur les réponses des différents marqueurs étudiés chez D. 

polymorpha ? Pour y répondre, une population de dreissènes, dont le cycle de reproduction 

était connu, a été ciblée. Pour cela, plusieurs marqueurs associés à des processus clés du 

métabolisme énergétique ont été choisis. La régulation de la balance énergétique, la CEA 

ainsi que les processus aboutissant à la production de l’ATP ont été mesurés aux niveaux 

moléculaire et cellulaire afin de cerner au mieux la gestion du métabolisme énergétique chez 

D. polymorpha. Un suivi saisonnier a donc été entrepris dans le but de caractériser les 

variations naturelles de ces réponses chez cette espèce, étape clé pour le développement de 

potentiels biomarqueurs. En effet, l’acquisition de données le long d’un cycle de reproduction 

permet d’établir les niveaux de base de ces marqueurs dans le but d’affiner l’interprétation des 

réponses des espèces sentinelles utilisées pour l’évaluation de la toxicité des molécules 

d’intérêt. En découlent ensuite plusieurs questions sous-jacentes : comment varient ces 

réponses lorsque les organismes sont soumis à un stress simple ou multiple en conditions 

contrôlées de laboratoire ? Et ces réponses au stress sont-elles influencées par le cycle de 

reproduction ? Le but, ici, était de voir les variations de ces réponses en présence de stress 

simples ou en combinaison en fonction de deux périodes distinctes du cycle de reproduction. 

Ont été ciblées dans ce projet doctoral, la période de repos sexuel ainsi que la période de 

reproduction afin d’affiner l’interprétation des réponses des marqueurs du métabolisme 

énergétique en fonction de la période d’exposition. La prise en compte d’un facteur 

intrinsèque considéré comme confondant - le statut reproducteur - a répondu ainsi à un second 

critère de la mise au point de biomarqueurs. La troisième partie consiste alors en 

l’intégration de l’ensemble des réponses mesurées dans ces travaux. Dans un contexte 

multi-marqueurs, l’ensemble des données récoltées in situ et en laboratoire ont été compilées 

et comparées afin d’identifier de potentiels marqueurs pertinents dans une perspective de 

biosurveillance. L’objectif étant, à terme, de développer de nouveaux biomarqueurs 

métaboliques chez des espèces non cibles utilisées pour la biosurveillance des milieux 

aquatiques dulçaquicoles. 
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Chapitre 2. 
 

 

Outils et méthodologie : 

Description des marqueurs ciblés et 

des travaux réalisés 
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I. Les travaux réalisés : suivi saisonnier et 

expérimentations en conditions contrôlées de laboratoire 

 

1. Suivi saisonnier des réponses du métabolisme énergétique 

chez Dreissena polymorpha  

1.1. Choix du site d’échantillonnage 

Les moules ont été prélevées sur le canal de la Meuse entre Commercy et Vertuzey (55) 

(Figure 17). La population de dreissènes ciblée a déjà fait l’objet de plusieurs études. Le cycle 

de reproduction ainsi que les fluctuations en réserves énergétiques ont été étudiées à travers 

des travaux réalisés par Frédéric Palais (2011). Des expositions en laboratoire ont également 

été réalisées sur cette population. Dans le cadre du projet PolQua, des organismes ont été 

exposés au cadmium pendant 7 jours (Louis et al., 2019).   

 

Figure 17. Carte et photos des sites de prélèvement des organismes à Commercy et Vertuzey 

(Meuse) (www.maps.google.fr). 
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1.2. Plan d’échantillonnage et analyses 

Les organismes ont été prélevés mensuellement ou bimensuellement au cours du cycle 

de reproduction (Figure 18). Le suivi a été effectué à partir du mois de mai 2018 jusqu’au 

mois de juin 2019 suivant le plan d’échantillonnage présenté dans la figure 18. Les moules 

zébrées ont été prélevées à la main à une hauteur d’eau de 150 cm maximum sur les cailloux 

ou sur des pontons. Le byssus de chaque individu a été sectionné au scalpel. Sur place, les 

organismes ont immédiatement été disséqués et congelés dans la carboglace. Les moules 

utilisées pour la détermination du stade de développement des gonades ont été transportées 

vivantes au laboratoire dans des bidons de 3 L remplis d’eau du milieu avec une oxygénation 

constante. Les paramètres physico chimiques tels que l’oxygène, la température, la 

conductivité et le pH ont été relevés sur le terrain et un échantillon d’eau a été rapporté au 

laboratoire pour la mesure des concentrations en ammonium, nitrates, nitrites, hydrocarbures, 

Cd et chlorophylle a, à chaque prélèvement. 

 

 

Figure 18. Calendrier d'échantillonnage des organismes pour le suivi saisonnier des 

marqueurs étudiés. Les boites pleines bleues et oranges représentent respectivement les mois 

non échantillonnés et ceux pour lesquels la totalité des mesures n’a pu être réalisée.    

 

A chaque échantillonnage, 60 individus ont été prélevés correspondant à 12 réplicats 

pour chaque type de mesure (Tableau 3). Après leur prélèvement, les moules ont été 

disséquées et congelées dans de la carboglace (-80 °C) sur place afin d’éviter les 

modifications physiologiques associées au transport jusqu’au laboratoire. Suite aux aléas 

climatiques (sécheresse, gel), les échantillonnages prévus certains mois n’ont pas pu être 

réalisés. Ainsi, les mois d’octobre, décembre 2018, janvier, février et mars 2019 n’ont pas ou 

partiellement permis l’échantillonnage. Au mois de février 2019, seuls 4 individus ont été 
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prélevés, et utilisés pour les mesures d’expression génique. Le mois suivant (mars 2019), 16 

individus au total ont été échantillonnés ; 4 pour les mesures d’expression génique, 4 pour les 

mesures d’activités enzymatiques, 4 pour les mesures de concentration en nucléotides et 4 

pour la détermination de l’indice gonadique.  

Tableau 3. Effort de prélèvement des organismes et mesures effectuées lors à chaque date de 

prélèvement du suivi saisonnier. 

Année 2018 2019 

Mois mai juin juillet août septembre novembre février mars avril mai juin 

Expression de 

gènes 
n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 n=4 n=4 n=12 n=12 n=12 

Activités 

enzymatiques 
n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 / n=4 n=12 n=12 n=12 

Nucléotides 

énergétiques 
n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 / n=4 n=12 n=12 n=12 

Réserves 

énergétique 
n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 / / n=12 n=12 n=12 

Indice gonadique n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 n=12 / n=4 n=12 n=12 n=12 

Phosphorylation 

AMPk 
/ / / / / / / / / / / 

Oxygraphie / / / / / / / / / / / 

 

A chaque prélèvement, un échantillon d’eau a été rapporté au laboratoire pour la 

mesure de la concentration en Cd dans le milieu.  

2. Les expositions en laboratoire 

En parallèle du suivi saisonnier, plusieurs expérimentations ont été réalisées en 

conditions contrôlées de laboratoire sur la même population de dreissènes. Afin d’évaluer 

l’effet du stade de reproduction sur les réponses du métabolisme énergétique lors d’un stress 

ou d’une combinaison de stress, deux expérimentations ont été réalisées. 

2.1. Stress métallique et thermique 

Des dreissènes ont été exposées au laboratoire à deux périodes distinctes du cycle de 

reproduction. Afin de cibler d’une part la période de repos sexuel (automne-hiver) des moules 

et d’autre part la période de formation des gonades (printemps-été) pour lesquelles un fort 

effort énergétique est investi, les mois de novembre (2018) et juin (2019) ont été choisis. 

Différents stress ont été ciblés dans le cadre de ce projet de thèse.  

Une exposition à un stress métallique et un stress thermique a été réalisée dans les 

mêmes conditions aux deux périodes d’exposition. Le cadmium a été choisi comme 
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contaminant métallique. Une exposition au Cd avait été réalisée antérieurement au laboratoire 

avec la même population de dreissènes (Projet PolQua RT2E Rovaltain) apportant ainsi de 

premières données quant à l’impact de ce métal sur ces organismes. De plus, le Cd est un 

métal connu pour ses effets sur le métabolisme énergétique et spécifiquement sur les 

mitochondries chez d’autres modèles (Sokolova, 2004).  

2.1.1. Prélèvement des organismes et acclimatation 

Les individus ont été prélevés à la main dans le canal de la Meuse (Euville, France, 

E05°37’28’’, N48°44’59’’) en novembre 2018 et juin 2019. Les individus dont la taille était 

comprise entre 15 et 25 mm ont été sélectionnés et apportés au laboratoire dans de l’eau du 

milieu continuellement oxygénée. Les moules ont été réparties dans 4 aquariums de 4,5 L et 

acclimatées aux conditions du laboratoire pendant 15 jours dans des bains thermostatés à la 

température relevée sur le terrain (11 °C en novembre 2018 et 14 °C en juin 2019). L’eau du 

milieu a été progressivement remplacée par de l’eau de source (Cristaline®, source Aurèle) à 

raison d’un tiers par jour pendant 3 jours. Une photopériode artificielle a été mise en place 

mimant la photopériode naturelle de la saison, ainsi qu‘une oxygénation continue. Après la 

période d’acclimatation, un bain thermostaté a été maintenu à la température du milieu et celle 

du second bain a été progressivement augmentée de 5 degrés en 3 jours. Les moules ont été 

nourries à raison de 15.103 cells.jour-1.dreissène-1. 

2.1.2. Schéma expérimental 

Une première exposition a été réalisée en novembre 2018 en période de repos des 

organismes et une seconde en juin 2019 lors de la période de reproduction. Les conditions 

d’expérimentation ont été identiques lors des deux périodes. Les moules ont été exposées 

pendant 7 jours à 10 µg.L-1 de Cd ou gardées dans l’eau de source (témoin), à deux 

températures différentes  : (i) température in situ, soit 11 °C en novembre 2018 ou 14 °C en 

juin 2019 et (ii) température in situ + 5 °C, soit 15 °C en novembre 2018 ou 19 °C en juin 

2019 (Figure 19). 
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Figure 19. Photo du dispositif expérimental mis en place pour les deux expérimentations 

réalisées dans le cadre de l’exposition aux stress métallique et thermique. 

Une solution mère de Cd a été préparée à une concentration de 10 mg.L-1 et acidifiée à 

1 % avec du HNO3. L’eau des aquariums a été oxygénée tout le long de l’expérimentation. 

Les milieux ont été renouvelés chaque jour et des échantillons d’eau ont été prélevés et 

acidifiés afin de doser la concentration effective en Cd. Les organismes ont été nourris avec le 

même ratio que lors de l’acclimatation après chaque renouvellement des milieux. 

Des moules ont été disséquées avant le lancement de l’exposition (T0) afin de 

connaitre un niveau de base des différents marqueurs mesurés mais aussi le stade de 

développement des gonades des individus (n=10). Un premier prélèvement a été effectué 

après 24 heures d’exposition et un second après 7 jours. Pour chaque mesure réalisée au 

laboratoire, 10 réplicats ont été analysés par condition. L’intégralité des marqueurs ciblés a 

été mesuré sur ces échantillons exceptée la respiration cellulaire (Tableau 4). 
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Tableau 4. Effort de prélèvement des organismes et mesures effectuées lors des 

expérimentations réalisées en novembre 2018 et en juin 2019. Les mesures réalisées 

uniquement en juin 2019 sont présentées en gras. 

Prélèvement Après 

acclimatation 

24h 7j 

Température in situ in situ + 

5 °C 

in situ in situ 

+ 5 °C 

in situ in situ 

+ 5 °C 

in situ in situ 

+ 5 °C 

in situ in situ 

+ 5 °C 

Condition T0 T0 Témoins Cd Témoins Cd Témoins Cd Témoins Cd 

Expression de 

gènes 

n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 

Activités 

enzymatiques 

n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 

Nucléotides 

énergétiques 

n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 

Réserves 

énergétique 

n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 

Indice gonadique n=10 n=10 / / / / / / / / 

Phosphorylation 

AMPk 

/ / n=3 n=3 n=3 n=3 n=3 n=3 n=3 n=3 

Oxygraphie / / / / / / / / / / 

 

2.2. Stress hypoxique et thermique séparés 

L’hypoxie et la température ont été les deux autres stress appliqués séparément mais 

en parallèle sur les dreissènes. Les individus ont été prélevés comme indiqué précédemment à 

une hauteur d’eau de maximum 150 cm. Lors d’un pic de température, les organismes 

peuvent donc être soumis à de fortes variations thermiques. La population de D. polymorpha 

ciblée est située dans un canal et donc soumise à un marnage pouvant atteindre quelques 

dizaines de centimètres. De ce fait, la concentration en oxygène disponible est soumise à de 

fortes variations qui, lors d’une augmentation de la température, peuvent être intensifiées. 

2.2.1. Prélèvement des organismes et acclimatation 

Les moules ont été prélevées à la main dans le canal de la Meuse (Sampigny, France, 

E5°30'35" / N48°49'31") en novembre 2019. Ce site se situe à proximité (5 km) du site où été 

prélevés les dreissènes pour le suivi saisonnier. Les individus dont la taille était comprise 

entre 15 et 25 mm ont été sélectionnés et apportés au laboratoire dans l’eau du site 

continuellement oxygénée. Les moules ont été placées dans un aquarium rempli avec 9 L 

d’eau apportée du site de prélèvement. Elles y ont été acclimatées pendant 15 jours dans une 

chambre thermostatée à la température relevée sur le terrain (10 °C). L’eau a été 

progressivement remplacée par de l’eau de source (Cristaline®, source Aurèle) à raison d’un 

tiers par jour pendant 3 jours. Une oxygénation continue a été mise en place. Les moules ont 

été nourries à raison de 15.103 cells.jour-1.dreissène-1. En parallèle, un aquarium a été placé 
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dans une chambre hermétique, rempli avec 4,5 L d’eau, avec un dispositif de bullage à l’azote 

afin de maintenir une oxygénation de 30 % dans le milieu maintenu à 10°C. Un 

thermoplongueur a été placé dans un second aquarium de 4,5 L afin d’augmenter la 

température à 25°C avec une oxygénation continue (92 % ± 4,3 en oxygène saturé). Enfin, un 

troisième aquarium de 4,5 L a été maintenu sous oxygénation constante (témoin) (98 % ± 2,4 

en oxygène saturé) à la température initiale de 10 °C.  

2.2.2. Schéma expérimental 

A la fin de la période d’acclimatation, des individus (n=10 par type de mesure) ont été 

prélevés et disséqués afin de connaitre le niveau de base des différents marqueurs mesurés 

(T0). Les autres moules ont ensuite été disposées aléatoirement dans les trois différents 

aquariums à raison de 80 individus par aquarium. Un premier prélèvement a été effectué après 

24 heures d’exposition et un second après 7 jours. Pour chaque mesure réalisée au laboratoire, 

10 réplicats ont été analysés par condition et 5 pools de 5 individus par condition ont été 

utilisés pour la mesure de la respiration cellulaire. A l’issue de l’expérimentation, les 

échantillons prélevés ont été conservés à -80 °C jusqu’à la mesure des différentes activités 

enzymatiques, expressions de gènes et des concentrations en nucléotides énergétiques 

(Tableau 5). 

Une sonde multiparamétrique a été placée dans l’enceinte hermétique et des mesures 

continues des différents paramètres ont été réalisées dans l’aquarium maintenu en hypoxie 

constante. Les paramètres physico-chimiques (température, pH, conductivité et concentration 

en O2) des deux autres conditions (25 °C et témoin) ont été relevés 10 fois par jour. 

Tableau 5. Effort de prélèvement des organismes et mesures effectuées lors de 

l’expérimentation hypoxie/thermie réalisée en novembre 2019.  

Prélèvement Après 

acclimatation 

24h 7j 

Condition T0 Témoins Hypoxie 25°C Témoins Hypoxie 25°C 

Expression de gènes n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 

Activités enzymatiques n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 

Nucléotides énergétiques n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 n=10 

Réserves énergétique / / / / / / / 

Indice gonadique / / / / / / / 

Phosphorylation AMPk / / / / / / / 

Oxygraphie / / / / n=5 n=5 n=5 
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II. Les marqueurs mesurés 

 

1. Les réserves énergétiques 

Les mesures des réserves énergétiques ont été réalisées d’après la méthode de Plaistow 

et al. (2001). Les concentrations en protéines, lipides et glycogène ont été dosées dans les 

organismes entiers (Figure 20). Les différentes concentrations sont toutes présentées en mg.g-1 

de poids frais. Après dissection, les tissus mous ont été placés dans un tampon phosphate (0,2 

M) avec un ratio de 5:1. Une bille de 5 mm a été ajoutée à chaque échantillon avant 

l’homogénéisation des tissus au broyeur à billes (MM400 Retsch) durant 3 minutes à 30 Hz. 

L’ensemble de ces étapes a été réalisé sur glace (4 °C). 

 

Figure 20. Schéma de l'extraction des protéines, des lipides ainsi que du glycogène chez D. 

polymorpha. 
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1.1. Les protéines 

Les homogénats obtenus ont ensuite été dilués (entre 1/15ème et 1/30ème selon les 

échantillons) dans un tampon phosphate 0,2 M et 20 µL ont été ajoutés à 1 mL de réactif de 

Bradford. Après 20 minutes d’attente à l’obscurité, l’absorbance des échantillons a été 

mesurée à 595 nm. La concentration en protéines a été calculée à partir d’une courbe 

d’étalonnage réalisée avec une solution d’albumine de sérum bovin. Le reste des homogénats 

non dilués a été conservé à -80 °C pour le dosage des glucides et des lipides. 

1.2. Extraction du glycogène et des lipides 

Les glucides et les lipides ont été quantifiés d’après le protocole de Plaistow et al. 

(2001). Après décongélation des homogénats, du sulfate de sodium (Na2SO4, 2 %) a été 

additionné pour précipiter les sucres ainsi qu’une solution de chloroforme/méthanol (1:2, 

volume : volume) afin d’extraire les lipides, et les échantillons ont ensuite été placés à 4 °C 

pendant 30 min. Une centrifugation (3000 g, 10 min, 4 °C) a ensuite été réalisée. Le 

surnageant a été récupéré et placé à -80 °C pour le dosage des lipides. Après séchage du culot, 

contenant le glycogène, les échantillons ont été conservés à -80 °C. 

1.2.1. Dosage des glucides 

Le culot obtenu et séché antérieurement a été remis en suspension dans de l’eau 

déminéralisée (400 µL) et placé sur glace 15 minutes. Les culots resuspendus ont ensuite été 

broyés afin d’obtenir un homogénat à partir duquel 50 µL ont été prélevés et additionnés à de 

l’anthrone (2,45 mL). Après 17 minutes à 95 °C, la réaction entre l’anthrone et les sucres 

donne une coloration verte, stable pendant 30 minutes. Les échantillons ont été placés à 4°C 

pendant 5 minutes avant la lecture de l’absorbance à 630 nm. La concentration en glucides a 

été déterminée à partir d’une courbe d’étalonnage réalisée à l’aide d’une solution de glucose.  

1.2.2. Dosage des lipides 

Le surnageant obtenu à l’issue de l’extraction a été placé à 95 °C, puis 100 µL d’acide 

sulfurique (95 %) ont été additionnés aux échantillons avant de les replacer à 95 °C pendant 

10 minutes. Une solution d’acide phosphorique (85 %) et de vanilline a ensuite été ajoutée 

(2,4 mL). Les lipides en milieu sulfo-phospho-vanilline développent une coloration rose dont 

l’absorbance est lue à 525 nm après 20 minutes d’incubation. La concentration en lipides des 

échantillons a été déterminée en utilisant une courbe d’étalonnage réalisée à l’aide d’une 

solution d’huile d’olive standard.  
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2. Les activités enzymatiques 

2.1. Préparation des échantillons 

L’ensemble des activités enzymatiques a été mesuré dans la glande digestives des 

organismes. Les échantillons ont été broyés dans un tampon phosphate (50 mM, pH 7,6) à 

l’aide d’un broyeur à bille (1 bille de 5mm par échantillon) (MM400 Retsch) pendant 30 

secondes à 30Hz. Après une centrifugation (3000 g, 10 min, 4 °C), le surnageant a été 

récupéré pour les différentes mesures. Toutes les activités enzymatiques ont été mesurées sur 

un même individu. L’ensemble des analyses a été effectué avec un spectrophotomètre 

automatisé (Gallery, Thermofisher). Au sein de l’analyseur, les réactions ont été réalisées à 

température ambiante. 

2.2. Les enzymes ciblées 

Toutes les activités enzymatiques ont été exprimées en fonction de la quantité de 

protéines mesurée dans les glandes digestives des organismes. La concentration en protéines a 

été déterminée avec l’utilisation d’un réactif prêt à l’emploi U/CSF protein (ThermoScientific, 

Ref 981843). Cette mesure est basée sur la méthode du rouge de Pyrogallol, qui se lie aux 

groupements amines des protéines formant un complexe coloré dont on mesure l’absorbance à 

600 nm. La concentration en protéines dans les échantillons a été calculée à partir d’une 

gamme réalisée à l’aide d’un standard fourni par le fabricant (Scal, ref. 981831). La 

concentration en protéines présentes dans les échantillons a été exprimée en g.L-1. 

Réactif U/CSF Protein : rouge de Pyrogallol (56 µM), molybdate de sodium (40 µM), acide 

succinique (50 mM), benzoate de sodium (3,5 mM), oxalate de sodium (1 mM) et méthanol 

(0,9 M).  

2.2.1. L’activité de la citrate synthase 

La citrate synthase (CS) catalyse la condensation du groupe acétyle de l’acétyl co-

enzyme A (ACoA) avec l’oxaloacétate (OAA) pour former le citrate. Cela représente la 

première étape du cycle de Krebs. La méthode de mesure a été adaptée de Sidell et al. (1987). 

Le principe est basé sur le suivi de la formation du coenzyme A, qui, en présence de DTNB 

va former un complexe jaune absorbant la lumière à 412 nm après fixation de ce dernier au 

groupement thiol du coenzyme. La réaction de formation du coenzyme A est initiée par 

l’ajout d’OAA dans le milieu. 
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ACoA + OAA → Citrate + CoA-SH + H+ + H2O  

CoA-SH +  DTNB → 2 TNB + CoA-S-S-TNB 

Du tampon citrate (0,15 mM DTNB ; 0,2 mM ACoA ; Tris-HCL 0,1 M pH 8,1) a été 

ajouté (200 µL) à 5 µL d’échantillon. Une première mesure de cinétique a été réalisée pendant 

3 minutes (11 points/18 s) à 412 nm. Afin d’activer la réaction, 4 mM d’OAA ont été 

additionnés au milieu. Après 30 secondes d’incubation, une seconde lecture a été réalisée afin 

de suivre l’activité citrate synthase en présence de substrat. Les mesures ont été réalisées à 

412 nm. L’activité CS a été exprimée en U.g protéines-1 et calculée comme suit : 

CS (U.g protéines
-1

) = 
(

((Penteéch.+OAA-Penteblanc+OAA)-(Penteéch.-Penteblanc))

13600*1
)*FD*1000000

Concentration en protéines
  

Avec :  

13600 = coefficient d’extinction molaire du DTNB à 420 nm ; 1 = le trajet optique (cm) ; 106 

= facteur de conversion de mol.L-1 en µmol. L-1 et FD = facteur de dilution de l’échantillon. 

2.2.2. L’activité de la lactate déshydrogénase 

La lactate déshydrogénase (LDH) a été ciblée pour évaluer le fonctionnement du 

métabolisme anaérobie. La LDH est une enzyme cytoplasmique de transfert de l’hydrogène 

qui joue un rôle important dans le cycle glycolytique ; elle catalyse la réduction réversible du 

pyruvate en lactate. La mesure de l’activité LDH a été réalisée à l’aide d’un kit de réactifs 

(Thermo Scientific, Kit LDH IFCC ref. 981782) visant à quantifier l’activité LDH dans le 

sérum humain.  

Lactate + NAD+ → Pyruvate + NADH + H+  

Réactif A : methyl-D-glucamine (405 mM), lactate de lithium (63 mM), NaN3 (< 0.1 %) 

Réactif B : NAD (50 mM), NaN3 (< 0.1 %) 

Le protocole de mesure de l’activité LDH a été réalisé d’après Garaud et al. (2016) et 

Potet et al. (2016). Un ajout de 100 µL de réactif LDH IFCC A a été réalisé dans 15µL 

d’échantillon suivi d’une incubation de 300 secondes. Une deuxième addition de 25µL de 

réactif LDH IFCC B a été effectuée avec une deuxième incubation de 120 secondes. La 

réaction a été suivie 243 secondes (10 points ; 1 point toutes les 27 s) à 340 nm. A partir des 

10 points de mesure, la pente de la cinétique a été calculée pour chaque échantillon. Un blanc 
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a également été mesuré partir du tampon d’homogénéisation. L’activité LDH a été calculée 

comme suit : 

LDH (µmol NADH.g protéines
-1

.h
-1)= 

(
(pente éch. -pente blanc)

6220 x 1
) x 3600 x FD x 1000000

Concentration en protéines 
 

Avec :  

6220 = coefficient d’extinction molaire du NADH à 340 nm ; 3600 = conversion des minutes 

en heure ; 1 = le trajet optique (cm) ; 106 = facteur de conversion de mol.L-1 en nmol.mL-1 ; 

FD = facteur de dilution de l’échantillon. 

2.2.3. L’activité du système de transport d’électrons (ETS) 

Le système de transport d’électrons ou ETS (Electron Transport System) permet le 

transfert des électrons via les différents cytochromes, flavoprotéines et ions métalliques de la 

chaine respiratoire pour atteindre les molécules d’oxygène et ainsi former de l’ATP grâce à la 

réduction de l’oxygène en eau. L’essentiel de la consommation d’oxygène (96 %) dans un 

organisme est réalisé par la chaine respiratoire. La mesure de l’activité ETS permet d’évaluer 

le potentiel de réduction de l’oxygène dans les cellules. 

Le protocole de mesure de l’activité ETS a été réalisé d’après la méthode établie par 

Owens et King (1975) modifiée par de Coen et Janssen (1997) et adaptée par Garaud et al. 

(2016) et Potet et al. (2016) à l’automate. Le principe de cette mesure consiste à suivre la 

réduction du p-iodonitrotetrazolium (INT) qui joue le rôle d’accepteur final d’électron de la 

chaine respiratoire mitochondriale. La réduction de l’INT forme du formazan (INT réduit). La 

présence de triton dans le milieu, un perméabilisant membranaire, va permettre la 

solubilisation du formazan et ainsi le suivi en continu de sa formation à 480 nm. Ici, 

l’échantillon (5µL) a été incubé durant 2 minutes avec 15 µM de MgSO4, 0,16 % de Triton 

X-100, 0,3 g.L-1 PVP (polyvinylpyrrolidone), 1 mM de NADH (nicotinamide adénine 

dinucléotide) et 0,15 mM de NADPH (nicotinamide adénine dinucléotide phosphate) dans un 

tampon phoshate 80 mM (pH 8,5). Afin d’initier la réaction, 0,133 g.L-1 d’INT ont été ajoutés. 

Après 3 minutes d’incubation, la cinétique de formation du formazan a été suivie à 480 nm 

durant 12 minutes (1 point/90 s). L’activité ETS est calculée en sachant que pour 2 µmol de 

formazan formées, 1 µmol d’O2 est consommée (équivalent oxyenthalpique de 480 kJ.mol-1 

d’oxygène ; De Coen et Janssen, 1997). 
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Activité ETS (mmol O2.g protéines
-1

.h
-1)=

(((
(Penteéch.-Penteblanc)

15900*1
) *1000) *FD) *60*0,5

Concentration en protéines 
 

Avec :  

15900 = coefficient d’extinction molaire du formazan à 480 nm ; 60 = conversion des 

secondes en minutes ; 1 = le trajet optique (cm) ; 103 = facteur de conversion de mol.L-1 en 

mmol. L-1 ; FD = facteur de dilution de l’échantillon ; 0,5 = conversion de µmol de formazan 

en µmol d’oxygène (De Coen et Janssen, 1997). 

2.2.4. L’activité de la cytochrome c oxydase 

L’enzyme cytochrome c oxydase (COX) catalyse la dernière réaction d’oxydation de 

la chaine respiratoire. Elle transfère les électrons du cytochrome c réduit à l’hydrogène 

produisant des molécules d’eau. Le principe de mesure de l’activité COX est basé sur 

l’oxydation du cytochrome c, d’après Trounce et al. (1996).  

4 cytochrome créduit + O2 + 4 H+
entrant + 4 e- → 4 cytochrome coxydé + 2 H2O  

Le cytochrome c a été réduit au préalable avec un ajout d’ascorbate (6 %). La 

réduction du cytochrome a été vérifiée par la mesure des absorbances à 550 et 565 nm. 

Lorsque que le ratio A550/A565 se situe entre 10 et 20, le cytochrome c est réduit. 

L’échantillon et le cytochrome c réduit (0,8 mM) ont été incubés 30 secondes avec du tampon 

Tris-HCL (0,1 M, pH 8,1). La réaction est ensuite suivie pendant 3 minutes (11 points/18 s) à 

550 nm. L’activité COX a été exprimée en U.g protéines-1 et calculée comme suit : 

COX (U.g protéines
-1

) = 

(
(Penteéch.-Penteblanc)

7040*1
) *FD*1000000

Concentration en protéines
 

Avec :  

7040 = coefficient d’extinction molaire du cytochrome c réduit à 550 nm ; 1 = le trajet optique 

(cm) ; 106 = facteur de conversion de mol.L-1 en µmol. L-1 et FD = facteur de dilution de 

l’échantillon. 

2.2.5. La peroxydation lipidique 

La mesure des hydroperoxydes lipidiques (LOOH) est basée sur la méthode de Jiang 

et al. (1991) et adaptée par Potet et al. (2016).  Le principe repose sur l’oxydation du fer (Fe2+ 
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→ Fe3+) par les hydroperoxydes en milieu acide. Les ions ferriques (Fe3+) formés, complexés 

avec le xylénol orange (o-cresosulfonephtalein-3,3’-bismethylimino-diacetic acid ; XO), 

créent un complexe violet selon la réaction suivante : 

R-OOH + Fe2+ → Fe3+ + RO. + OH- 

Fe3+ + XO → Fe-XO 

Une première incubation de 3 minutes a été réalisée avec l’échantillon dilué au 1/5ème 

et 180µL de XO (0,8 M) après laquelle une première lecture d’absorbance a été effectuée à 

620 nm afin de la soustraire aux absorbances finales. Le réactif Fe2+ (150 mM) a été ajouté au 

milieu et une seconde incubation de 20 minutes a été réalisée. L’absorbance finale a été 

ensuite mesurée en triplicats. La solution utilisée pour réaliser les deux réactifs (XO et Fe2+) 

était composée d’acide sulfurique (40 mM), de glycérol (1,37 mM) et d’acide formique (20 

mM) dilués dans une solution de chlorure de sodium (0,9 %). Afin de calculer la 

concentration en hydroperoxydes dans les échantillons, une courbe d’étalonnage a été réalisée 

à l’aide d’une solution de tert-butyl hydroperoxyde (TBH).  

3. Les expressions géniques 

Plusieurs gènes codant pour des enzymes clés du métabolisme énergétique ont été 

ciblés (Tableau 6). Afin de normaliser les valeurs d’expression relative de chacun, les gènes 

codant pour l’actine et la protéine ribosomale S3 ont été utilisés comme gènes de ménage 

d’après Navarro et al. (2011). L’ensemble des mesures d’expression des gènes a été réalisé 

sur la glande digestive des organismes.
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Tableau 6. Ensemble des couples d'amorces utilisés en RT-PCR en temps réel. Abr. : abréviation ; Conc. : concentration. NCBI : numéro d’accession 

de la séquence du gène dans les bases de données 

 

 

Gènes Abr. NCBI Amorces F Amorces R Taille (pb) Conc. (nM) 

Actine act AF082863 CCTCACCCTCAAGTACCCCAT TTGGCCTTTGGGTTGAGTG 153 300 

Alternative oxydase aox Q9P959 GTGAACCATACCCTCGCCTC TGTAGTGACTGCGGATGGTC 154 300 

AMP désaminase ampd Q9DBT5 ACCCAGCCAGTGTTGTTTCA TTTGCTCGTGGACTCAACGT 195 300 

AMP kinase sous unité alpha ampk Q8BRK8 TGCTAAATGAAAGAGGTGACGC CATGTGGTGGCATATACGATGT 117 300 

ATP synthase atp JQ781135 GACTCCACCTCCCGTATCCT TCCTCTGAAAGCTCGTCCAT 143 600 

Catalase cat EF681763 ACGGCTATGGAAGCCACACG AGGTCGCGCATCGCATAGTC 157 600 

Citrate synthase cs MN579511 GTGCCCTGTCAGACCCTTAC CTGTCCTGCCTTGAGTGTGT 182 300 

Cytochrome b cytb DQ072120.1 CGCCACTTTAAAGCGATTTTT TGGGTCAGCAAATAGATCTGG 244 150 

Cytochrome c oxidase 1 cox AAL55513 AGGCCCTGCGATAGATTTTT AAAGGGACCCGGTAAAATTG 132 300 

Hypoxia inducible Fator 1 hif Q309Z6 GGGTAGTACATTTCTATTGGGCT TCAACGATGCGGATGAGGTG 197 300 

Lactate déshydrogénase ldh Q7TNG8 TGCCCAAACTACATTGCCAAAT ATTGGGATTGGCAAACGGGA 181 150 

Protéine ribosomale S3 s3 AJ517687 CAGTGTGAGTCCCTGAGATACAAG AACTTCATGGACTTGGCTCTCTG 155 150 

Succinate déshydrogenase sdh Q9YHT2 TAGACCGTCCAGTTTAGCGC CCTCTGCCACACATGTACGT 171 150 
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3.1. Extraction des ARN totaux 

Les échantillons de glandes digestives (50 à 100 mg) ont été homogénéisés dans 1 mL 

de Tri-Reagent (Molecular Research Center Inc.) à l’aide d’un broyeur à billes (MM400 

Retsch) avec une bille en inox de 3 mm (2 fois 30 s à 30 Hz). Après 5 minutes à température 

ambiante pour permettre la lyse des cellules, du chloroforme (200 µL) a été ajouté et le 

mélange centrifugé (12000 g, 10 min, 4 °C). La phase aqueuse contenant les ARN a été 

récupérée et de l’isopropanol (500µL) y a été additionné pour précipiter les ARN. Après une 

nouvelle centrifugation (12000 g, 8 min, 4 °C), le culot a été rincé à l’éthanol 75 % afin 

d’éliminer les résidus de phénol. Après une dernière centrifugation (7500 g, 5 min, 4 °C), le 

culot a été séché à l’air libre puis dissous dans un volume approprié d’eau sans ribonucléases 

(RNase free). 

La concentration en ARN dans les échantillons a été déterminée à l’aide d’un 

spectrophotomètre pour micro-volumes (GenovaNano, Bibby Scientific). La pureté des 

extractions a été vérifiée par la valeur du ratio A260/A280 devant être compris entre 1,7 et 2 

pour que les extraits soient considérés comme purs. La qualité des ARN a ensuite été vérifiée 

par une migration sur gel d’agarose 1 % (40 min à 120 Volts) dans un tampon Tris-Borate-

EDTA 0,5X. Après 15 minutes dans un bain de bromure d’éthidium (BET), les gels ont été 

révélés sous UV (Figure 21). 

 

Figure 21. Photographie de la migration par électrophorèse sur gel d’agarose à 1 % des 

ARN totaux extraits, après un bain de BET. 
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3.2. RT-PCR en temps réel 

La technique de RT-PCR en temps réel est réalisée en 2 étapes : la transcription 

inverse des ARN extraits, suivie d’une réaction de polymérisation en chaîne pour chaque gène 

étudié. La première étape permet la synthèse d’ADNc (complémentaires) double brin. La 

réaction a été effectuée à partir de 400 ng d’ARN totaux, à l’aide du kit Verso cDNA 

Synthesis (Thermo Scientific), dans un thermocycleur (Eppendorf) pendant 30 minutes à 42 

°C puis 2 minutes à 95 °C afin d’inactiver l’enzyme. La seconde étape permet l’étude du 

niveau d’expression des gènes par une réaction de polymérisation en chaine (PCR). Les 

ADNc ont été préalablement dilués au 10ème avant d’être ajoutés à un mix réactionnel 

contenant de l’Absolute Blue qPCR SYBR Green ROX Mix (Thermo Scientific) (7,5 µL), 

150 nM à 600 nM d’amorces sens et anti-sens selon les gènes étudiés (1,5 ou 3 µL) et de l’eau 

(1,5 ou 3 µL) pour un volume final de 15 µL. L’amplification a été effectuée au CFX96 

Touch™ Thermal Cycler (Biorad), par une étape de dénaturation initiale à 95 °C pendant 15 

minutes, suivie de 40 cycles de 10 secondes à 95 °C et 1 minute à 60 °C chacun. 

 A la fin de chaque cycle, l’incorporation de SYBR Green a été mesurée par l’appareil. 

Le niveau relatif d’expression de chaque gène repose sur la détermination du nombre de 

cycles au bout duquel le seuil de détection de fluorescence a été franchi (Ct, Cycle 

Threshold).  

L’expression relative des gènes cibles a été calculée à partir de la méthode dite du -

ΔΔCt (Pfaffl, 2001) tout en prenant en compte l’efficacité de la PCR. Pour chaque couple 

d’amorces, une gamme standard d’ADNc dilués du 10ème au 1000ème a été réalisée, pour 

calculer l’efficacité d’amplification selon la formule suivante : 

E=(10(1/-a)) - 1 

Avec : a représentant le coefficient directeur de la droite des Ct en fonction du logarithme de 

la quantité d’ADNc. 

Un rapport R représentatif de la quantité initiale de molécules cibles de chaque gène a été 

calculé de la manière suivante : 

R=
Seuil

(1+E)
Ct

 

L’expression relative (X) de chaque gène a ensuite été calculée : 
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X=
R(gène cible)

 Moyenne géométrique R(gènes de ménage)

 

 

3.3. Caractérisation de séquences partielles codant pour les gènes 

ciblés 

Seules les amorces spécifiques des gènes codant pour le cytochrome b (cytb), l’ATP 

synthase (atp), la cytochrome c oxydase (cox) ainsi que pour les gènes de ménage étaient 

disponibles au sein du laboratoire. D’autres séquences partielles ont été dessinées grâce à une 

banque d’ADNc ou par l’utilisation d’amorces dégénérées.  

3.3.1. Disponibilité des séquences chez D. polymorpha 

Les couples d’amorces spécifiques correspondant aux gènes codant pour la lactate 

déshydrogénase (ldh), l’AMP kinase (ampk), l’AMP désaminase (ampd), l’alternative 

oxydase (aox), l’hypoxia inducible factor (hif) et la succinate déshydrogénase (sdh) ont été 

dessinés à partir de séquences issues d’ un séquençage du transcriptome réalisé chez D. 

polymorpha par Arnaud Tanguy (Station Biologique de Roscoff) dans le cadre du projet 

PolQua (RT2E Fondation Rovaltain). Les amorces ont été dessinées à l’aide du logicel 

Primer3 à partir des séquences disponibles dans la base de données existante. Les produits 

d’amplification ont été vérifiés par séquençage.  

3.3.2. Utilisation d’un couple d’amorces dégénérées 

Une séquence partielle de l’ARN messager codant pour la citrate synthase a été 

caractérisée à l’aide d’amorces dégénérées (Figure 22).
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Figure 22. Etapes de caractérisation d’une séquence partielle d’un gène à partir d’un couple d’amorces dégénérées. 
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Les étapes sont les suivantes : 

① Alignement des séquences : plusieurs séquences disponibles dans les bases de données 

NCBI (National Center for Biotechnology Information) ont été alignées grâce au logiciel 

Multialin. Ici, 6 séquences codantes d’espèces différentes (Crassostrea gigas, Crassostrea 

virginica, Capitella teleta, Aplysia californica, Xenopus tropicalis et Danio Rerio) ont été 

utilisées. Le dessin d’amorces dégénérées a ensuite été effectué sur les régions les plus 

conservées. 

② Une PCR a été réalisée afin d’amplifier le fragment d’intérêt suivie d’une migration sur 

gel d’agarose 1,5 %. Le produit d’amplification a été purifié. 

③ Une ligation a été réalisée afin d’intégrer le fragment d’ADN d’intérêt dans un vecteur 

(pGEM®-T) à l’aide du kit pGEM®-T (Promega) en suivant le protocole du fabricant.  

④ Une transformation bactérienne a ensuite été effectuée pour introduire le plasmide 

contenant le fragment d’ADN d'intérêt dans des bactéries. Pour cela, 5 μL de produit de 

ligation ont été ajoutés à 200 μL de bactéries compétentes (Escherichia coli souche DH5α) et 

placés 30 minutes sur glace. Le mélange a ensuite été placé 90 secondes à 42 °C puis 3 

minutes sur glace. Ces étapes ont permis de réaliser un choc thermique facilitant l’entrée du 

plasmide dans les bactéries. Après 1 heure d’incubation à 37 °C sous agitation dans du milieu 

SOC (Tryptone, levure, NaCl 5 M, KCl 2 M, glucose 1 M MgCl2 1 mM, eau), les bactéries 

ont été étalées sur des boites de Pétri contenant du milieu Luria Bertani-agar (LB) (Tryptone, 

levure, NaCl, agar, eau), de l’ampicilline (100 mg.L-1), du X-gal (20 mg.mL-1) et de 

l’isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG, 100 mM). Les boites ont été ensuite placées 

une nuit à 37 °C. Les colonies blanches qui possèdent le plasmide recombinant ont ensuite été 

prélevées et placées à 37 °C une nuit sous agitation dans du milieu LB liquide avec 

ampicilline. 

⑤ L’extraction du plasmide recombinant a été réalisée grâce à une « minipréparation ». Les 

cellules bactériennes ont été remises en suspension dans une première solution (Tris, 50 mM, 

pH 8 ; EDTA, 10 mM, pH 8 ; RNase 400 μg.mL-1). Les membranes des cellules bactériennes 

ont ensuite été lysées avec une seconde solution (NaOH, 0,2 N ; SDS 1 %). Après 5 minutes 

d’incubation, une dernière solution (acétate de potassium, 5 M, acide acétique glacial) a été 

additionnée afin de précipiter les différents déchets cellulaires. Une première centrifugation a 
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été réalisée (5 min, 13000 g, 4 °C) pour récupérer le surnageant contenant l’ADN, qui a été 

précipité à l’éthanol 100 % pendant une nuit à -20 °C. Après une seconde centrifugation (30 

min, 13000 g, 4 °C), le culot d’ADN a été rincé avec de l’éthanol 70 %. Après une dernière 

centrifugation (5 min, 13000 g), le culot a été séché et repris dans 50 µL d’eau. 

⑥ Les fragments d’ADN d’intérêt insérés dans le plasmide ont été ensuite amplifiés par PCR 

avec les amorces universelles T7 et SP6 dont le plasmide porte les séquences. Après 

migration des produits sur un gel d’agarose à 1,5 % dans un tampon Tris-Borate-EDTA 0,5X 

(40 min à 120 Volts), la taille des fragments obtenus a été vérifiée et les produits ont ensuite 

été envoyés à séquencer (plateforme de séquençage Biofidal). Les séquences ont été vérifiées 

par l’outil BLASTX puis déposées dans les bases de données GenBank. A partir de la 

séquence partielle du gène d’intérêt, des amorces spécifiques ont été dessinées à l’aide du 

logiciel Primer 3. 

4. Étude de l’activation de l’AMP kinase par western-blotting 

4.1. Extraction des protéines totales 

Les glandes digestives des moules ont été homogénéisées dans un tampon de lyse 

contenant 10 mM TrisHCl pH 7,4 ; 5 mM EDTA ; 1% de Triton X-100 et des inhibiteurs de 

protéases et de phosphatases. L’homogénat a ensuite été centrifugé 10 minutes à 3000 g. La 

concentration protéique a été déterminée dans le surnageant à l’aide d’une solution 

commerciale (Biorad) par spectrophotométrie à 595 nm d’après la méthode de Bradford, à 

partir d’une gamme standard d’albumine bovine sérique (BSA) à différentes concentrations 

connues. 

4.2. Séparation électrophorétique et transfert sur membrane 

Les protéines (25 µg) ont été dénaturées à 95°C pendant 5 minutes dans 62,5 mM 

TrisHCl pH 6,8 contenant 2 % de Sodium Dodécyl Sulfate (SDS), 8 % de glycérol, 75 mM de 

dithiothéitol (DTT) et du bleu de bromophénol. Elles ont ensuite été déposées sur un gel 

d’acrylamide (5 %) dans 0,25 M TrisHCl pH 6,8 contenant 0,1 % de SDS. Le gel de 

séparation a été préparé avec 10 % d’acrylamide, dans 0,375 M TrisHCl pH 8,8 contenant 0,1 

% de SDS. La migration a été réalisée à 140 V pendant 1 heure 30 dans un tampon contenant 

0,05 M Tris, 0,384 M Glycine et 0,1 % SDS. Les protéines ont été transférées du gel vers une 

membrane de polyvinyl-difluoride (PVDF, Biorad) dans un milieu semi-sec entre deux piles 
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d’éponge et de papier Whatman imbibés de tampon de transfert contenant 0,05 M Tris, 0,384 

M Glycine, 0,1 % SDS et 20 % d’éthanol, durant 7 minutes à 1,3 A. Un marqueur de poids 

moléculaire connu et pré-coloré (ThermoFischer) a permis de calibrer la membrane. 

4.3. Détection immunologique 

A l’issue du transfert, la membrane a été incubée pendant 2 heures sous agitation avec 

une solution bloquante composée de 5 % de lait dilué dans un tampon TrisHCl 50 mM pH 7,5 

contenant 150 mM NaCl et 0,1 % de Tween-20 (TBS Tween) afin de bloquer les sites 

aspécifiques. Des anticorps monoclonaux produits chez le lapin dirigés contre l’AMPk total 

alpha 1 et 2 (ab207442, Abcam) et phospho-AMPk (ab133448, Abcam) ont été dilués au 

millième dans du TBS-Tween contenant 2,5 % d’agent bloquant et ont été placés sur la 

membrane pour la nuit à 4°C sous agitation. Après trois lavages de 10 minutes dans du TBS-

Tween, la membrane a été incubée pendant 45 minutes sous agitation en présence des 

anticorps anti-immunoglobulines de lapin couplés à la peroxydase, à raison de 0,04 U.mL-1 

dans du TBS 0,1 % Tween contenant 2,5 % d’agent bloquant. Avant la révélation, la 

membrane a été lavée trois fois 15 minutes avec du TBS Tween. L’activité peroxydase a été 

révélée à l’aide d’un substrat chimioluminescent commercial ClarityTM ECL Substrate 

(Biorad). L’exposition des membranes a été réalisée grâce au ChemiDoc (Biorad) permettant 

ainsi de mettre en évidence une bande correspondant spécifiquement à la protéine reconnue 

par l’anticorps primaire. L’intensité des bandes ainsi révélées a été quantifiée par 

densitométrie à l’aide du logiciel ImageLab (Biorad). 

5. Les nucléotides énergétiques 

5.1. Extraction des nucléotides 

Les nucléotides énergétiques (ATP, ADP, AMP et IMP) ont été extraits d’après la 

méthode décrite par Sokolova et al. (2005). Une fois les moules prélevées, elles ont 

directement été congelées entières (coquille comprise) à -80 °C. Après dissection sur 

carboglace, l’ensemble des tissus mous a été lyophilisé pendant 48 heures.  Après broyage des 

tissus secs, 10 à 20 mg ont été placés dans une solution d’acide perchlorique (0,6 M) à 4 °C 

durant 30 minutes. L’acide et le froid permettent d’éviter la dégradation des nucléotides. Les 

échantillons ont ensuite été broyés à l’aide d’un broyeur à billes (MM400 Retsch) avec une 

bille de 5 mm pendant 3 min à 30 Hz puis centrifugés (3000 g, 10 min, 4 °C). Le surnageant a 

été récupéré et l’étape décrite ci-dessus répétée une seconde fois. L’extrait total a ensuite été 
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neutralisé à un pH compris entre 5 et 6,5 avec 5 mM d’hydroxyde de potassium (KOH) et 1 M 

d’une solution de bicine. Le KOH permet de précipiter le perchlorate de potassium. Le 

surnageant a été récupéré après une seconde centrifugation. Les extraits ont ensuite été filtrés 

(0,45 µm) et conservés à -80 °C. 

5.2. Dosage des nucléotides 

Les concentrations en nucléotides ont été mesurées par HPLC avec une colonne C18 

(Nucleosil) selon le protocole de Fisher (1995) et adapté par Sokolova et al. (2000). La 

séparation des nucléotides a été effectuée pendant 15 minutes avec un flux de 0,8 mL.min-1 en 

utilisant une phase mobile composée d’un tampon phosphate (1 M) et 5 % de méthanol (pH 

6). Les différents pics ont été suivis à 254 nm. La concentration en nucléotides a été calculée 

grâce à l’utilisation de standard (Sigma) d’ATP, d’ADP, d’AMP et d’IMP de 20, 10, 2 et 10 

µM, respectivement. 

6. La respiration cellulaire 

6.1. Isolation des cellules 

Afin d’avoir suffisamment de cellules pour effectuer une mesure, plusieurs individus 

ont été utilisés pour constituer des réplicats incluant chacun les glandes digestives de 5 

individus. Après dissection, les glandes ont été broyées délicatement sur un filtre (100 µm) à 

l’aide d’un piston et d’un tampon d’isolement (2 mM Hépès, 200 mM Mannitol, 0,1 mM 

EDTA, 40 mM saccharose, 0,5 % BSA, pH 7,4). Après récupération de l’homogénat, une 

centrifugation a été réalisée afin de sédimenter les cellules (450 g, 5 min). Le culot de cellules 

a ensuite été remis en suspension dans 1 mL de milieu L-15 15 % (Leibovitz) et placé dans la 

chambre hermétique de l’appareil. Un aliquot de cette suspension a été utilisé pour le 

comptage cellulaire (10µL) afin de rapporter les mesures de consommation d’oxygène au 

comptage cellulaire réalisé pour chaque réplicat.  

6.2. Mesure de la respiration 

La respiration cellulaire a été évaluée à l’aide d’une électrode de Clark (oxygraphe, 

Hansatech Instruments). L'électrode de Clark est composée d’une cathode et d’une anode 

reliées par un électrolyte (chlorure de potassium, KCl). L'ensemble est séparé des échantillons 

par une membrane perméable au dioxygène. Le dioxygène qui diffuse à travers la membrane 

est réduit en eau par les électrons libérés au niveau de la cathode et le courant qui s'établit 
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entre les deux électrodes est proportionnel à la concentration en dioxygène dans les 

échantillons. 

Les mesures de respiration cellulaire ont été réalisées avec le logiciel OxygraphPlus 

(Hansatech Instruments) à partir du traitement des différentes pentes observées suite à l’ajout 

de différents inhibiteurs (Figure 23). La consommation de l’oxygène a été mesurée après 

avoir placé la suspension cellulaire dans l’enceinte. Une première pente correspondant à la 

respiration endogène a été mesurée. Afin d’observer le pourcentage de respiration réalisée par 

l’alternative oxydase, un inhibiteur de celle-ci (SHAM, acide salicylhydroxamique) a été 

ajouté au milieu (200 µM). Après la mesure de la seconde pente, un inhibiteur de l’ATP 

synthase a été additionné afin de provoquer une accumulation de protons au niveau de 

l’espace inter-membranaire. Une troisième pente a alors été mesurée. Cette accumulation de 

protons a ensuite été dissipée grâce à un découpleur de la chaine respiratoire, le CCCP 

(carbonylcyanure m-chlorophénylhydrazone). Après cet ajout, lorsque la pente observée était 

plus importante que la précédente, les mitochondries étaient perméables aux ions. Lorsque la 

pente ne variait pas avant et après ajout du CCCP, la chaine respiratoire mitochondriale était 

alors déjà découplée dans les extraits cellulaires. La respiration endogène a été exprimée en 

nmoles O2.106 cellules-1
.min-1. L’efficacité de couplage mitochondrial a été déterminée par le 

ratio « respiration endogène / (respiration endogène après ajout de l’oligomycine) ».  
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Figure 23. Exemple de résultat issu de la mesure de la respiration cellulaire suivie avec le 

logiciel OxygraphPlus. Les différents ajouts d’inhibiteurs ont été positionnés ainsi que les 

correspondances de chaque pente mesurée. 

7. Les analyses histologiques 

7.1. Détermination du stade de développement des gonades 

L'identification du sexe et la détermination du stade de développement des gonades 

ont été menées à partir des tissus gonadiques. Les tissus disséqués ont été fixés pendant 24 à 

48 heures dans une solution aqueuse de Bouin et traités pour l'histologie. Après 

déshydratation dans des bains successifs d'alcool (éthanol), les tissus ont ensuite été 

incorporés dans de la paraffine puis coupés (7 µm) et colorés au rouge solide + picro-indigo-

carmin. Les échantillons ont ensuite été examinés au microscope, le sexe des individus 

déterminé, et à chaque individu a été affecté l'un des stades de développement suivants : au 

repos (A), en développement (B), maturation (C), pré-ponte (D) ou post-ponte (E) (Figure 

24). Les scores associés ont été utilisés pour le calcul d'un indice de maturité sexuelle. Les 

stades de développement des gonades ont été adaptés à partir de la classification décrite par 

Gist et al. (1997). 
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Figure 24. Photographies de coupes de gonades mâles et femelles aux différents stades de 

reproduction ; A: repos ; B: développement ; C: maturation ; D: pré-ponte et E: post-ponte. 

 

8. Les dosages de métaux par spectrométrie d’absorption 

atomique 

Le cadmium présent dans les matrices environnementales et biologiques a été mesuré 

par spectrométrie d’absorption atomique (SAA). Le principe de cette méthode est basé sur 

l’atomisation spécifique des échantillons afin de permettre le dosage du métal d’intérêt. Les 

atomes dissociés absorbent une partie de la lumière émise par la lampe permettant au 

spectrophotomètre de mesurer la part de rayonnement absorbé en fonction de la quantité 

émise. 

8.1. Extraction 

8.1.1. Matrice environnementale 

Les échantillons d’eau prélevés ont été acidifiés avec du HNO3 65 % (1:7,5 ; v:v) et 

directement analysés en spectrométrie d’absorption atomique. 

8.1.2. Matrice biologique 

  Les tissus de moule ont été placés 48h à l’étuve afin de les déshydrater. Les 

échantillons ont ensuite été digérés dans de l’acide nitrique (HNO3, 65 %) avec un ratio de 

30:1 et placés une nuit à 80 °C. Ils ont ensuite été portés à sec pendant 2 h à 120 °C. Le dépôt 

ainsi obtenu a alors été dissous dans 400 µL de HNO3 65 % et dilué dans de l’eau 

déminéralisée pour un volume final de 3 mL. 
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8.2. Dosage du cadmium  

La concentration en Cd dans les échantillons a été déterminée après l’établissement 

d’une gamme d’étalonnage réalisée avec une solution de Cd. Les échantillons ont été 

incorporés par injecteur dans un tube en graphite (four) balayé par un gaz inerte (Argon) pour 

éjecter les foulées de la carbonisation et le nuage d’atomes produit lors de l’atomisation. Le 

tube a ensuite été chauffé par effet Joule suivant un cycle thermique comprenant 4 étapes : 

dissolution (A), carbonisation (B), atomisation (C) et nettoyage/séchage (D) (Figure 25). Le 

logiciel associé trace directement la courbe d’étalonnage et déduit ensuite la concentration 

présente dans les échantillons.   

 

Figure 25. Schéma simplifié du fonctionnement du spectrophotomètre atomique et des 4 

étapes du cycle thermique : dissolution (A), carbonisation (B), atomisation (C) et 

nettoyage/séchage (D). 
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III. Analyses statistiques 

 

Les données acquises ont été traitées statistiquement afin de comparer l’ensemble des 

réponses étudiées. Des tests statistiques paramétriques (tests t de Student, ANOVA) ou non 

paramétriques (Mann-Withney, Kruskal-Wallis), avec une évaluation préalable de la 

normalité (Shapiro) et de l’homoscédasticité des données (Bartlett, Levene) ont été effectués 

pour évaluer de potentielles différences entre les réponses selon les conditions testées ou selon 

les différentes dates de prélèvement durant le cycle de reproduction. Des tests post-hoc 

(Tukey HSD, Kruskal) ont ensuite été réalisés afin de comparer les groupes expérimentaux 

deux à deux. Des ANOVA à 2 facteurs ont également été réalisées pour évaluer l’effet des 

différents facteurs testés sur les réponses ciblées. 

Dans le but de considérer l’ensemble des données acquises, des analyses multivariées 

ont été réalisées soit par le biais d’analyses discriminantes par les moindres carrés partiels 

(PLS-DA, Partial Least Square Discriminant Analysis) soit par analyses en composantes 

principales (ACP). Des modèles PLS-DA ont été utilisés lorsque le nombre de variables 

dépassait le nombre d’individus. Ces analyses factorielles permettent de sélectionner, voire de 

hiérarchiser les variables en fonction de leur importance dans la séparation des groupes (VIP, 

Variable Importance Projection). L’utilisation d’ACP within/between a permis de soustraire le 

facteur « période du cycle de reproduction » testé afin de visualiser uniquement les effets des 

stress subits par les organismes sur les réponses du métabolisme énergétique. Des analyses de 

corrélations entre biomarqueurs et de co-inertie ont été réalisées. L’ensemble des analyses 

statistiques a été réalisé à l’aide du logiciel R (version 3.5.0). Un seuil de p ≤ 0.05 était 

considéré comme significatif. 
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Chapitre 3. 
 

 

Suivi des variations saisonnières des 

marqueurs du métabolisme 

énergétique chez Dreissena 

polymorpha : Étude in situ 
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1. Contexte et objectifs 

Les organismes aquatiques, comme les bivalves, sont particulièrement soumis aux 

fluctuations saisonnières. Les variations naturelles des paramètres extrinsèques, liés au milieu 

(température, nourriture, oxygène) et intrinsèques à l’organisme (cycle de reproduction, âge, 

taille) influencent l’ensemble des réponses du métabolisme des bivalves ectothermes 

(Sokolova et al., 2012). L’effet de ces paramètres est déjà bien connus chez les espèces 

marines de par leur fort intérêt économique. Les études réalisées ont notamment montré un 

lien étroit entre les fluctuations saisonnières et la gestion du métabolisme énergétique. Les 

variations des paramètres abiotiques peuvent, en effet, modifier l’allocation énergétique pour 

les différentes fonctions vitales des animaux, en favorisant le métabolisme aérobie afin de 

répondre à la demande énergétique (Hochaka and Somero, 2002; Salin et al., 2015; Sokolova 

and Pörtner, 2001; Sokolova et al., 2012). Les variations saisonnières de nombreux 

biomarqueurs sont bien documentées chez D. polymorpha mais peu d’entre eux sont 

impliqués directement dans le métabolisme énergétique. Cependant, certaines études ont 

montré des variations des réponses de ce métabolisme selon la saisonnalité avec, en général, 

une augmentation de l’activité métabolique en période estivale et une diminution après la 

saison de reproduction (automne-hiver), à travers l’activité ETS ou encore l’expression de 

gènes de la PHOSOX (Fanslow et al., 2001; Kerambrun et al., 2016; Navarro et al., 2013). Un 

suivi saisonnier des réserves énergétiques a également fait l’objet d’une étude chez cette 

espèce et a révélé une gestion de ces réserves étroitement corrélée avec le cycle de 

reproduction chez D. polymorpha (Palais et al., 2011).  

Néanmoins, de nombreuses informations quant à la gestion de l’énergie chimique libre 

disponible (ATP), la régulation de la balance énergétique ou encore le fonctionnement 

mitochondrial restent méconnus chez cet organisme sentinelle. Afin d’approfondir les 

connaissances sur cette espèce ainsi que d’initier un premier pas vers le développement de 

biomarqueurs, les réponses des différents processus métaboliques clés ciblés dans ce projet 

doctoral ont été mesurées tout au long d’un suivi saisonnier in situ. Pour cela, des marqueurs 

de la balance énergétique et de sa régulation, de la densité mitochondriale, les réserves 

énergétiques ainsi que le métabolisme aérobie et anaérobie ont été mesurés de mai 2018 au 

mois de juin 2019 sur une population de dreissènes du canal de la Meuse à Commercy. La 

campagne de prélèvements a été menée selon un rythme mensuel ou bimensuel en fonction 

des périodes et de l’accessibilité des organismes. 
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2. Principaux résultats 

La plupart des marqueurs du métabolisme énergétique ciblés ici présente un schéma de 

réponses attendu au regard des études antérieures menées chez cette espèce ainsi que chez 

d’autres bivalves marins. Globalement, le métabolisme est plus actif en période estivale qu’en 

période hivernale. L’activité de la phosphorylation oxydative augmente lorsque les moules 

entrent en période de reproduction. A la fin de l’automne, cette activité diminue et les 

dreissènes reforment leur stock de réserves. Les marqueurs de la balance énergétique 

(nucléotides adénylés et IMP) et de sa régulation (AMPk and AMPd) présentent des motifs de 

réponses différents. La charge énergétique en adénylate diminue drastiquement à partir du 

mois d’avril 2019 traduisant un potentiel stress subi par la population de dreissènes étudiée. 

Le développement des gonades a également été suivi tout au long du cycle annuel. En 2018, 

le cycle de reproduction était similaire à ce qui a déjà été observé sur cette même population 

(Palais et al., 2011). La période de développement des gamètes s’étend de l’hiver au 

printemps avant la ponte des gamètes qui peut durer jusqu’au mois de septembre qui s’en suit 

une courte période de repos. Cependant, en 2019, un décalage dans la durée de la maturation 

des gamètes a été observé entre les individus mâles et femelles. Plusieurs évènements 

climatiques exceptionnels ont été enregistrés lors de l’étude. En effet, des périodes de 

canicules ainsi que de crues ont été recensées durant l’été 2018 et le début de l’année 2019. 

L’ensemble de ces phénomènes, associés à un potentiel stress subi par les moules détecté à 

partir d’avril 2019, peut être une cause de ce décalage de ponte entre les individus mâles et 

femelles. A chaque date de prélèvement, les paramètres physico-chimiques généraux de l’eau 

ont été mesurés. L’étude de la corrélation entre ces paramètres et l’ensemble des réponses des 

marqueurs étudiés a permis de discerner l’influence des variations saisonnières des paramètres 

abiotiques sur les réponses du métabolisme énergétique : la plupart des marqueurs ciblés sont 

fortement corrélés positivement ou négativement avec les paramètres physico-chimiques de 

l’eau. D’un autre côté, certains marqueurs comme l’expression relative des gènes codant pour 

les différents complexes de la PHOSOX et l’ampd ainsi que la concentration en ATP ne sont 

pas corrélés et donc a priori pas influencés par les fluctuations saisonnières des paramètres 

physico-chimiques suivis. Ils pourraient alors constituer de bon biomarqueurs potentiels à 

caractériser dans une perspective de biosurveillance.  

L’ensemble des résultats de cette étude a été valorisé sous la forme d’un article publié 

dans le journal Science of the Total Environment. 
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Highlights:  

• Energy metabolism disturbances were observed from April to June 2019 

• Asynchronous spawning between male and female organisms was noticed in 2019 

• Markers are potentially proposed in a biomonitoring perspective 

Graphical abstract: 

 

Keywords: energy, ATP, Dreissena polymorpha, biomarkers 

Abstract: Aquatic organisms such as bivalves are particularly sensitive to seasonal 

fluctuations associated with climate changes. Energy metabolism management is also closely 

related to environmental fluctuations. Changes in both biotic and abiotic conditions, such as 

the reproduction status and temperature respectively, may affect the organism energy status. 

A bivalve sentinel species, Dreissena polymorpha was sampled along its one-year 

reproduction cycle in situ (2018–2019) to study natural modulations on several markers of 

energy metabolism regarding seasonal variations in situ. A panel of different processes 

involved in energy metabolism was monitored through different functions such as energy 

balance regulation, mitochondrial density, and aerobic/anaerobic metabolism. The typical 

schema expected was observed in a major part of measured responses. However, the 

monitored population of D. polymorpha showed signs of metabolism disturbances caused by 

an external stressor from April 2019. Targeting a major part of energy metabolism functions, 

a global analysis of responses suggested a putative impact on the mitochondrial respiratory 

chain due to potential pollution. This study highlighted also the particular relevance of in situ 

monitoring to investigate the impacts of environmental change on sentinel species. 
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1. Introduction 

Depending on scenarios, a 0.3 to 0.7 °C increase is predicted in the mean Earth surface 

temperature by 2019 to 2035 (IPCC, 2014). The global climate change also includes the 

appearance of “exceptional” climatic events. These occurrences also bring important floods or 

droughts and may have an impact on aquatic populations. Since cellular energy production is 

dependent on multiple factors such as temperature, food availability or oxygen content 

(Sokolova et al., 2012), these events could significantly affect the metabolism management of 

organisms. Indeed, all biochemical and physiological processes are closely related to the 

amount of energy available within organisms (Frieder et al., 2017; Somero, 2010). Energy 

metabolism management is also closely related to natural environmental fluctuations. 

Seasonal temperature variations may lead to the establishment of adaptation and acclimation 

processes such as metabolic restructuring. Indeed, the aerobic metabolism can be favoured in 

order to improve the energy available for fitness-related functions including growth and 

reproduction (Hochaka and Somero, 2002; Salin et al., 2015; Sokolova and Pörtner, 2001; 

Sokolova et al., 2012). Environmental factors directly modulate cellular and mitochondrial 

energy management and the energy allocation to vital functions such as maintenance, growth, 

reproduction and reserves storage (Amiard and Amiard-Triquet, 2008; Hong et al., 2020; 

Verslycke et al., 2004). In invasive species, reproduction represents a large part of energy 

allocation (Louis et al., 2019). Seasonal modulations of water physicochemical parameters 

influence the gonadal maturation and spawning regulation. Fluctuations in energy investment 

priorities between vital functions have already been observed during the spawning in marine 

bivalves (Cheung, 1993; Louis et al., 2019; Petes et al., 2008). In this way, natural 

fluctuations monitoring could be a potential lead to understand energy metabolism 

management and ATP production in the model species, Dreissena polymorpha, along one 

reproduction cycle. 

Mitochondria are the key organelles involved in multiple essential cellular processes 

(Lane, 2005; Sokolov et al., 2019). They provide >90% of cellular ATP and serve as a cellular 

centre connecting energy metabolism, stress response, signalling and cell survival (Lane, 

2007; Monlun et al., 2017; Naquet et al., 2016). Studies on different model species have 

demonstrated that mitochondria are particularly sensitive to environmental stressors 

(Kurochkin et al., 2011; Sokolov et al., 2019; Sokolova et al., 2012). In such context, 

mitochondria are considered as a stress target and/or the coordinating centre of the adaptive 

cellular response (Eisner et al., 2018; Sokolova and Lannig, 2008). Positive thermal stress is 
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known to reduce ATP production leading thus to an increase of oxidative phosphorylation 

(OXPHOS) activity and of reactive oxygen species (ROS) production associated with 

oxidative damage in bivalve species (Cherkasov et al., 2010; Hraoui et al., 2020; Sokolova et 

al., 2005). The environmental temperature increase has been associated with a higher 

respiration rate, leading to a strong proton leak and a gradual mitochondria dissociation in 

Crassostrea virginica (Sokolova and Pörtner, 2001; Sokolova et al., 2005). An increase of 

mitochondrial damage could also engage the pathway of apoptosis in order to eliminate 

damage and ensure survival (Vakifahmetoglu-Norberg et al., 2017). 

For freshwater risk assessment, integrative biomarkers are required in an active 

biomonitoring perspective. As the energy metabolism is crucial for all physiological reactions, 

several studies were realised to develop new energy markers in different model species. The 

energy cost of metabolism management against environmental disturbances has been 

discussed in several reviews (Calow, 1991; Calow and Forbes, 1998; Sokolova et al., 2012). 

The scope for growth and/or the cellular energy charge was investigated in Dreissena 

polymorpha along a pollution gradient (Smolders et al., 2004) or after a metal stress (Louis et 

al., 2019). These studies pointed out a decrease of the energy allocation to growth and 

reproduction in presence of stress. Furthermore, the measurement of energy reserves is a 

useful tool to provide information about the global organism's energy available for 

maintenance, growth and reproduction (Palais et al., 2011; Sprung, 1995). The adenylate 

energy charge (AEC) is used as a biomarker of the global health status of the organisms (Le 

Gal et al., 1997; Smolders et al., 2004). After a chemical contamination, Sokolova et al. 

(2000, 2005) highlighted the decrease of the AEC in the oyster (Crassostrea virginica) and in 

the White Sea periwinkles (Littorina spp.). 

The zebra mussel, Dreissena polymorpha is an invasive filter feeder bivalve 

widespread in European freshwaters. Due to several biological characteristics such as its 

abundance, wide geographical distribution and high filtration activity, D. polymorpha has 

been used as a model species for freshwater biomonitoring for several years (de Lafontaine et 

al., 2000; Faria et al., 2009, Faria et al., 2011; Kerambrun et al., 2016; Pain and Parant, 2007; 

Palais et al., 2011). At the cellular level, mitochondria activities are usually reflected by the 

electron transport system (ETS). Potet et al. (2016) have observed an increase of ETS activity 

under a metal stress and a decrease after a thermal or dietary stress in D. polymorpha. At the 

molecular level, some units of the OXPHOS were followed (ATP synthase and cytochrome c 
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oxidase). It was shown that the relative gene expression level of ATP synthase increased in 

summer (Kerambrun et al., 2016). 

In this study, cellular energy production (ATP) and management were monitored 

during one reproduction cycle in situ. The whole energy metabolism was targeted through 

different functions such as energy balance regulation, mitochondrial density and 

aerobic/anaerobic metabolism. Digestive gland was principally targeted for gene expression 

and enzymatic activities. Indeed, this organ, similarly to vertebrate liver, play a key role in 

detoxification mechanisms and has already been noticed as a target for bioaccumulation and 

biomarker analysis in molluscs (Faggio et al., 2018; Rodrigo and Costa, 2017). Furthermore, 

most of literature focused on digestive glands concerning biomarker analyses analysis (Faria 

et al. 2014; Potet et al., 2016, 2018; Louis et al., 2019). In parallel, energy reserves, condition 

index and the gonadal stage were analysed. As the respiratory chain may be a major source of 

ROS production, lipid peroxidation content was also measured. Our approach allows a better 

understanding of the physiology of Dreissena polymorpha, under changing natural 

fluctuations. Energy metabolism studies in Dreissena polymorpha are still too few and are 

only taking in account one or 2 parameters concerning energy management (Louis et al., 

2019; Weber et al., 2020). A previous study of our laboratory aimed to characterise the 

reproduction cycle of the same population of dreissenids. Indeed, Palais et al. (2011) studied 

D. polymorpha gonadal development stage as well as reserves storage for one year. Since this 

sentinel species is commonly used for in situ monitoring, it is essential (1) to characterise the 

response pattern of monitored markers along the years and (2) to develop new and 

complemental markers of energy metabolism. 

2. Material and Methods 

2.1. Organisms collection 

Specimens were hand-collected in the Meuse channel (Euville, France, E05°37′28″, 

N48°44′59″) for one reproduction cycle from May 2018 to June 2019 with a monthly or 

bimonthly frequency. This site was chosen since data about physiology responses were 

available on this population of D. polymorpha as well as the reproduction cycle 

characterisation along one year (Palais et al., 2011). Organisms with a length between 15 and 

25mm were selected in a depth of 1.5m maximum. Organisms were measured and weighted 

in order to determine the condition index using the following formula: CI = fresh 

weight / volume (length × height × width). For gene expression and enzymatic activity 
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analysis (n = 12 for each sampling time), digestive glands were dissected and snap frozen. For 

reserve contents measurement (n = 12), the whole organism was dissected and snap frozen. 

Whole body mussels were frozen for energy nucleotide contents analysis (n = 10). All of 

these procedures were done in the field, except for organisms intended to the gonadal 

development analysis that were quickly transported to the laboratory in field water (n = 12). 

All marker measurements were realised without taking into account organisms' gender. 

Dissections and freezing were performed at the sampling site in order to avoid mRNA and 

protein degradation and to limit marker measurements bias. 

2.2 Environmental parameters 

At each sampling time, physicochemical parameters were recorded. Water samples (10 

L) were carried to the laboratory and processed for analysis in black container. Ammonium 

(NH4), nitrates (NO2), nitrites (NO3) and chlorophyll a (chl a) contents were measured by 

spectrophotometric analyses. Chemical oxygen demand and suspended matter were measured 

by electrochemical and gravimetric methods, respectively. The temperature was recorded 

every 10min from June 2018 to June 2019 using two probes (TidbiT v2 Temp) installed on 

the site. The average temperature was calculated for each month. 

2.3 Gene expression 

Total RNA was extracted from digestive gland using TriReagent (Euromedex) 

following manufacturer’s protocol. RNA integrity was estimated by UV revelation after 

electrophoresis on 1% agarose gel in TBE (Tris Borate EDTA 0.5%) buffer. RNA purity was 

estimated by the measurement of the ratio of absorbance at 260 and 280nm. Reverse 

transcription was performed on 400ng of total RNA using Verso cDNA Synthesis Kit 

(Thermo Scientific) according to manufacturer’s instructions. The reaction was conducted at 

42°C for 30min using a PCR Mastercycle (Eppendorf). 

Gene expression levels were carried out by real-time quantitative PCR using Absolute 

Blue qPCR SYBR Green ROX Mix (Thermo Scientific) according to the manufacturer’s 

protocol. Specific primers are given in Table 1. Energy balance regulation was studied 

through ampk (AMP-activated protein kinase) and ampd (AMP deaminase) gene expressions. 

Concerning the OXPHOS, three genes were selected: beta subunit ATP synthase (atp), 

cytochrome b (cytb), cytochrome c oxidase (cox) and succinate dehydrogenase (sdh). Another 

unit of the respiratory chain, the alternative oxidase (aox) was recorded. Gene expression 

levels were also measured for citrate synthase (cs) and lactate dehydrogenase (ldh), an 
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anaerobic metabolism enzyme. The optimal primer quantity was evaluated across a range of 

concentrations between 150 and 600nM. Dilutions of the cDNA mixture between 1:10 and 

1:1000 were tested to calculate the PCR efficiency. The PCR steps consisted in 15 min initial 

denaturation at 95°C followed by 40 cycles of heat denaturation at 95°C for 10sec, annealing 

at 60°C for 60sec and were carried out in a CFX Manager (BioRad) on 1/10e of ADNc. The 

relative gene expression level was calculated using the Pfaffl method (Pfaffl, 2001) taking 

into account the PCR efficiency and normalized by the geometric mean of the two 

housekeeping genes (actine and ribosomal protein S3) according to Navarro et al. (2011). 

Table 1. Summary of the primers used for gene expression measurements. Abbreviations, 

NCBI accession numbers of the original sequences of the target genes in D. polymorpha. 

Gene Abbreviation NCBI F primers R primers 

Actin act AF082863 CCTCACCCTCAAGTACCCCAT TTGGCCTTTGGGTTGAGTG 

Alternative 

oxidase 
aox Q9P959 GTGAACCATACCCTCGCCTC TGTAGTGACTGCGGATGGTC 

AMP 

deaminase 
ampd Q9DBT5 ACCCAGCCAGTGTTGTTTCA TTTGCTCGTGGACTCAACGT 

AMP kinase α 

subunit 
ampk Q8BRK8 TGCTAAATGAAAGAGGTGACGC CATGTGGTGGCATATACGATGT 

ATP synthase atp JQ781135 GACTCCACCTCCCGTATCCT TCCTCTGAAAGCTCGTCCAT 

Citrate 

synthase 
cs MN579511 GTGCCCTGTCAGACCCTTAC CTGTCCTGCCTTGAGTGTGT 

Cytochrome b cytb DQ072120.1 CGCCACTTTAAAGCGATTTTT TGGGTCAGCAAATAGATCTGG 

Cytochrome c 

oxidase 
cox AAL55513 AGGCCCTGCGATAGATTTTT AAAGGGACCCGGTAAAATTG 

Lactate 

dehydrogenase 
ldh Q7TNG8 TGCCCAAACTACATTGCCAAAT ATTGGGATTGGCAAACGGGA 

Ribosomal 

protein S3 
s3 AJ517687 CAGTGTGAGTCCCTGAGATACAAG AACTTCATGGACTTGGCTCTCTG 

Succinate 

dehydrogenase 
sdh Q9YHT2 TAGACCGTCCAGTTTAGCGC CCTCTGCCACACATGTACGT 

 

 

2.4 Enzymatic activities  

The set of enzymatic activities was individually measured in each mussel. The 

digestive glands were weighted and crushed in 50mM phosphate buffer containing protease 

inhibitors (pH 7.6, supplemented with 1mM phenylmethylsulfonyl fluoride and 1mM L-

serineborate) at 8:1 (v/w) ratio. Samples were then centrifuged (3000g, 10min, 4°C). The 

supernatant was collected for the enzymatic activity measurement. Assays were performed 

with an automated spectrophotometer (Galery, ThermoScientific) and with a 

spectrofluorimeter (SAFAS, Xenius). ETS, lactate dehydrogenase (LDH) as well as proteins 

content and lipid peroxidation were measured according to Garaud et al. (2016) and Potet et 

al. (2016). Caspase-3 activity was measured according to Garaud et al. (2016) in cytosolic 

extract. 
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For cytochrome c oxidase (COX) activity, supernatant was diluted to 1:45 in 100mM 

Tris buffer (pH 8.1). Reduced cytochrome c at 1mM (Merck) supplemented with 16% of 

ascorbate (Merck) was added to the previous dilution. Cytochrome c oxidation was then 

monitored for 3min at 550nm. For citrate synthase (CS) activity, supernatant was diluted to 

1:55 in 0.1M Tris buffer (pH 8.1) supplemented with 0.15mM DTNB (Merck) and 0.2mM 

acetyl co enzyme A (Merck). The activity was first monitored 3min at 420nm. A second 

measure was performed after the addition of 4mM oxaloacetate (Merck). Enzymatic activity 

was expressed in U.g-1 proteins (molar extinction coefficient (ε) reduced cytochrome c = 

7040M-1.cm-1, ε oxaloacetate = 14140M-1.cm-1). 

2.5 Energy reserve contents 

Organisms were weighted and crushed in 50mM phosphate buffer (pH 8) at 5:1 (v/w) 

ratio. Protein, lipid and glycogen contents were measured on the homogenate. Protein content 

was determined by the Bradford’s method. Lipid and glycogen contents were measured 

according to the method of Van Handel (1985) and adapted by Plaistow et al. (2001). Results 

were expressed in mg.g-1 of fresh weight (FW).  

2.6 Energy nucleotide contents 

Nucleotides extraction was realised as described by Sokolova et al. (2005). Briefly, 

frozen mussels were quickly dissected and lyophilized for 48h. Samples were then crushed in 

0.6M perchloric acid (Merck) solution, centrifuged (3000g, 10min, 4°C) and the supernatant 

was collected. The pH of each extract was adjusted to 5 - 6.5 with 5mM potassium hydroxide 

and 1M bicine solution. Precipitated potassium perchlorate was removed by a second 

centrifugation. Extracts were then filtered (0.45µM) and stored at -80°C. Concentrations of 

ATP, ADP, AMP and IMP were measured with an HPLC system and Nucleosic C18 column 

(Nucleosil) according Sokolova et al. (2005). The separation was performed at a flow rate of 

0.8ml.min-1 using a mobile phase of 1M phosphate buffer with 5% methanol (pH 6) for 

15min. Nucleotide contents were monitored at 254nm and nucleotide quantifications were 

calculated using ATP, ADP, AMP and IMP standards (Sigma) of 20, 10, 2 and 10µM, 

respectively. 

Adenylate energy charge (AEC) was calculated from the tissue concentrations of adenylates 

as follows: 

AEC=
[ATP] + 0.5 × [ADP]

[ATP] + [ADP] + [AMP]
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2.7 Gonadal development analysis 

Dissected organisms (without byssus and shell) were fixed in Bouin’s aqueous 

solution for 24h followed by successive alcohol dehydration baths from 50° to 100°. After 

dehydration, sampled were placed in a butanol solution in order to permeate all tissues. 

Samples were then paraffin-embedded and 7µM sections were prepared from the foot to 

gonads of organisms. Sections were stained with picro indigo carmine and solid nuclear red 

and observed with a microscope to sex the gonads and to assign them to a development stage 

(Gist et al., 1997; Palais et al., 2011). This method was based on the size and the number of 

present oocytes as well as spermatogenesis steps. 

2.8 Statistical analysis 

Marker responses were analysed by a one-way ANOVA to assess time effect. 

Parametric (Tukey) or non-parametric (Kruskal-Wallis) post-hoc tests were processed on 

markers and obtained p-values were adjusted for multiple comparisons by a correction 

method (Benjamini and Hochberg). Normality and homoscedasticity of the data were tested 

with Shapiro and Bartlett tests respectively. Correlations were performed on the total data set. 

A clustered map was built on a complete linkage using Euclidean distance measures between 

different variables. The obtained values can be seen as a robust approximation of the Pearson 

correlation. A global analysis of biomarker results was also performed with a Partial Least 

Square Discriminant Analysis (PLS-DA) to identify the overall capacity of biomarkers to 

discriminate the months and to define the most relevant markers among the battery. 

Relevance of marker responses was based on the individual role of each marker in the overall 

model, estimated by the VIP (Variable Importance in the Projection). Only markers with a 

VIP > 1 were considered significant in the model (PLS-DA). Since only four organisms could 

be sampled in February (used for gene expression) and 16 in March 2019 (4 for gene 

expression, 4 for enzymatic activity, 4 for nucleotide contents and 4 for histology), the results 

obtained for these months are presented in the different figures but the data were excluded for 

statistical analysis. A threshold of p < 0.05 was considered significant. Statistical analyses 

were performed using R software (R Development Core Team, 3.5.0). 

3. Results 

3.1 Environmental parameters 
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Water physicochemical features are reported in Table 2 and Fig. 1. Water temperature 

varied seasonally, the lowest values were recorded in fall (November) and the highest values 

were recorded in summer (August). Strong daily temperature variations were observed in 

August (5°C min - 30°C max) and November (-2°C min – 20°C max). In 2019, suspended 

matter values were higher than in 2018 as well as the mean of nitrates contents. May and June 

2019 chl a levels were not detected. All physicochemical parameters measured along the 

study complied with the framework directive on water (2000/60/CE, 2000). 

Table 2. Environmental parameters recorded in situ or in water samples: water physico-

chemistry and contamination measurements; dO2: dissolved oxygen; SM: suspended matter; 

COD: chemical oxygen demand; NO2
-: nitrites; NO3

-: nitrates; NH4
+: ammonium; Chl a: 

chlorophyll a; ND: not detected. 

 

 

Fig. 1. Temperature continuously measured on sampling site. Means, minimum and maximum 

temperatures are presented. 
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May-18 22.7 497 9.1 ND 15.5 0.14 18 0.14 0.2 ND 

June-18 22.9 485 9.8 ND 17.4 0.08 15 0.10 0.4 ND 

July-18 24.2 505 9.4 4 18.9 0.13 12 0.10 0.6 0.002 

August-18 21.6 410 7.1 5 14.2 0.11 8 0.09 6.7 ND 

September-18 17.8 410 9 8 14.2 0.13 7 0.07 2.7 ND 

November-18 6.3 740 13 5 8.88 0.08 11 0.01 4.1 0.001 

February-19 5.8 521 13.2 20 16.2 0.09 26 0.09 9.8 ND 

March-19 9.3 491 10.7 24 16.5 0.12 19 0.19 1.9 ND 

April-19 12.5 520 10.4 20 40.5 0.09 21 0.02 1.5 ND 

May-19 15.8 547 9.7 25 11.7 0.19 14 0.04 ND ND 

June-19 20.4 527 9.6 20 13.8 0.1 13 0.09 ND ND 
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3.2 Reproduction cycle 

Gonadal development stages are presented in Fig. 2. Since only one male was 

observed in November 2018 in histological analysis, the male gonadal index could not be 

determined. In 2018, males spawned their gametes between July and September (Fig. 2A) and 

females between May and August (Fig. 2B). The spawning events were synchronous for both 

sexes in 2018. Females’ gonadal development seemed to be more premature than males’ 

development in 2019. A shift was observed between males and females’ gonadal stage 

between April and June 2019. Indeed, the spawning of oocytes began in April when males 

were halfway between maturation and pre-spawn stage. In addition, in June 2019, all the 

females had spawned their gametes whereas no male had spawned theirs. It is also necessary 

to take into account the sampling randomness resulting in a sex ratio rarely equals to 1:1.  
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Fig. 2. Gonadal development stage for males (A) and females (B) according to the months. 

Different development stages are presented in terms of percentage of each stage (n=12). 

3.3 Global health status 

Condition index (CI) (Fig. 3A), lipid and protein contents (Fig. 3C-D) showed 

globally the same response variations. CI values decreased just after the spawning (July and 

August 2018) and then gradually increased until the next reproduction period (from 

September 2018 to April 2019). Lipid contents also decreased in reproduction period (from 

August to November 2018) and increased from April 2019. Although protein content 

variations were less marked, it decreased during the gametes spawning and then increased 

again. Concerning glycogen reserves (Fig. 3B), a significant decrease was observed in August 

2018 followed by a significant increase until November 2018 (5-10mg.gFW-1). From April 

2019, glycogen content reached the same level as in August 2018 (< 2mg.gFW-1).  
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Fig. 3. Condition index (n=60) (A), glycogen (B), lipids (C) and proteins (D) content (n=12) 

according to the months. Data are presented as median ± SD, min, max. Different letters 

indicate significant differences between months (p < 0.05). 

 

3.4 Mitochondria efficiency  

Mitochondria efficiency was assessed in our study by the OXPHOS and the citrate 

synthase activity and transcriptional level. CS activity increased during the pre-reproduction 

and reproduction periods while trend to decrease during post reproduction and rest (Fig. 4A). 

Concerning COX activity, a significant decrease since April 2019 was observed (Fig. 4B). 

The ETS activity showed a 2-fold increase in June 2018 and came back to lower level in July 

and August (Fig. 4C). A gradually increase was then observed from September 2018 to June 

2019. Globally, relative gene expression levels exhibit two distinct patterns. OXPHOS 
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subunits genes (cox, atp and cytb) reach their highest levels during the pre-reproduction and 

reproduction periods while they exhibited a marked decrease during post reproduction and 

rest periods (Fig. 5A-B-C). On the contrary, citrate synthase gene expression (cs) level was 

significantly higher during the rest period (Fig. 5D). No difference of sdh relative gene 

expression level could be noticed along the year (Fig. S1). 

 

Fig. 4. CS (A), COX (B) and ETS (C) activities according to the months. Data are presented 

as median ± SD, min, max (n=12). Different letters indicate significant differences between 

months (p < 0.05). 
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Fig. 5. atp (A), cox (B), cytb (C) and cs (D) relative gene expression levels according to the 

months. Data are presented as median ± SD, min, max (n=12). Different letters indicate 

significant differences between months (p < 0.05). 

3.5 Energy balance 

Energy balance regulation was studied through ampk and ampd gene expressions (Fig. 

6). The transcript levels of ampk (Fig. 6A) gradually increased from May 2018 to November 

2018 and decreased significantly in April 2019. Levels stayed low until June 2019. Although 

no significant difference could be observed, the expression of ampd gene (Fig. 6B) showed 

the same pattern of variation. ATP and ADP contents presented a similar progression over the 

year than ampk and ampd gene expression levels (Fig. 7, part I: A-B). Energy nucleotides 

concentration was stable from May 2018 to September 2018. A strong increase was observed 

in November 2018 followed by an important reduction of ATP and ADP contents in April 

2019. The pattern of AMP and IMP contents were similar but they slightly differed from the 
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previous markers (Fig. 7, part I: C-D). Indeed, the concentration of these nucleotides were 

stable from May 2018 to August 2018 and gradually increased until April 2019 where they 

reached a steady state (p < 0.05). A correlation was observed between ATP content and the 

expression of ampd involved in energy balance regulation but also with cs gene expression, 

glycogen and lipid contents (Table S1). The AEC remained stable from May 2018 to 

November 2018 (0.5-0.7). Nevertheless, a significant decrease was observed in April 2019 

(0.13-0.32) (Fig. 7, part II). 

 

Fig. 6. ampk (A) and ampd (B) relative gene expression levels according to the months. Data 

are presented as median ± SD, min, max (n=12). Different letters indicate significant 

differences between months (p < 0.05). 
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Fig. 7. Part I: ATP (A), ADP (B), AMP (C) and IMP (D) contents. Part II: adenylate energy 

charge (AEC). Results are presented according to the months and data are expressed as 

median ± SD, min, max (n=12). Different letters indicate significant differences between 

months (p < 0.05). 

 

3.6 Stress markers 

Anaerobic metabolism was assessed through ldh gene expression and LDH activity, 

both presenting a similar pattern of responses (Fig. 8 A-B). Values were higher in pre-

reproduction and reproduction periods than during post-reproduction and rest periods. A 

gradual increase of aox relative gene expression was observed from May 2018 to August 

2018 and it decreased until June 2019 (Fig. 8C). On the contrary, lipid peroxidation (LOOH) 

content was stable from May 2018 to November 2018, while it displayed a significant 

increase from April 2019 compared to July and August 2018 (Fig. 8D). LOOH concentration 

was negatively correlated with condition index, energy reserves (lipids and glycogen). 

Positive correlations were also observed between LOOH and LDH activity and AMP/IMP 

contents (Table 3). Caspase-3 (CSP3) activity was measured only on 7 sampling times (May, 

June, July, August and November 2018 and May and June 2019). Its activity increased 

significantly from November 2018 to June 2019 (Fig. 8E). Negative correlation between 

CSP3 activity and cytb gene expression was noticed while positive correlation with stress 
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markers like LOOH measurements (r² = 0.57, p < 0.05) and IMP/AMP contents were 

observed (Table 3).  

Table 3. Pearson’s correlations between the lipid peroxidation and the caspase-3 activity with 

the target markers for the total dataset. Only significant correlations for LOOH content 

and/or caspase activity are presented.  

 

 Lipid peroxidation Caspase-3 activity 

 r² 

Lipids 0.59 n.s 

Glycogen 0.4 n.s 

[AMP] 0.71 0.91 

[IMP] 0.68 0.88 

Condition Index (CI) 0.57 n.s 

LDH activity 0.55 n.s 

cytb gene expression n.s 0.51 
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Fig. 8. ldh relative gene expression level (A), LDH activity (B), aox relative gene expression 

level (C), lipid peroxidation (LOOH) (D) and caspase-3 activity (E) according to the months. 

Data are expressed as median ± SD, min, max (n=12). Different letters indicate significant 

differences between months (p < 0.05). 

3.7 Global analysis 

A PLS-DA model was built and explained 68.2% of between-month variance with the 

two first axis. The first three VIP markers were atp, cs and ldh gene expressions (Table S2). 

Caspase-3 activity was excluded of the total data set.  

The PLS model built explained 70.6% of between physico-chemical parameters 

variance with the two first axis. PLS allowed us to identify the importance of each parameter 

on biological responses. A clustered map was then built. The rows and columns were 

reordered according to hierarchical clustering method to identify interesting patterns. 
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According to the cluster results (Fig. 9), stress markers as LOOH and IMP content, condition 

index and LDH activity were strongly positively correlated with suspended matter, nitrate and 

oxygen contents and negatively correlated with temperature and the content of ammonium. 

Conversely, aox gene expression was negatively correlated with suspended matter and oxygen 

content and positively correlated with temperature and the content of ammonium. 

Furthermore, cluster results highlighted that environmental parameters such as nitrites and chl 

a content had no effect on biological responses along the reproductive cycle. Some biological 

responses as sdh, cox, cs, ampd, atp relative gene expression and ATP content were not 

influenced by measured environmental parameters.  
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Fig. 9. Hierarchical cluster analysis (complete linkage using Euclidean distance measures) applied 

on the PLS model.  The values in the similarity matrix can be seen as a robust approximation of the 

Pearson correlation. The rows and columns were reordered according to some hierarchical 

clustering method to identify interesting patterns. SM: suspended matter; COD: chemical oxygen 

demand. 
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4. Discussion 

The aim of this study was to understand the effect of natural fluctuations and intrinsic 

variations on global energy metabolism in the model species Dreissena polymorpha in situ. 

4.1 Global status 

According to our observations, D. polymorpha exhibited a typical annual reproductive 

cycle with a gonad development phase during fall, a maturation and spawning phase in 

spring–summer and, if present, a resting phase at the end of the summer (males). These 

observations are consistent with the reproductive patterns previously described in D. 

polymorpha populations (Binelli et al., 2004; Juhel et al., 2006; Mackie and Ontario, 1990; 

Palais et al., 2011). In 2019, the expected reproductive cycle was observed but the 

reproduction period was asynchronous between males and females. No reason was bringing 

out to explain this observation. Indeed, natural media are continuously submitted to several 

perturbations. This asynchronous spawning could be a consequence of a potential pollution or 

an accumulation of different exceptional events like drought or flood periods.  Concerning 

energy reserves, lipid content followed the reproduction cycle with a significant decrease in 

August 2018 concurrently with gamete emission, similarly to what is reported by Kwan et al. 

(2003), Hassan et al. (2018) and Hong et al. (2020). Since females were mostly represented in 

our samples for histology analysis, the high lipid content observed until April 2019 might be 

explained by the accumulation of lipid nutrients in the oocytes (Palais et al., 2011). According 

to our results, glycogen content increased after spawning of the gametes and decreased in 

April 2019. Tourari et al. (1988) shown that glycogen was largely used for the formation of 

the gametes and the gonadal tissues during gametogenesis and is especially converted into 

lipid materials in maturing oocytes in Dreissena polymorpha. These observations were also 

highlighted in oysters through an increase of glycogen content in pre-reproduction period 

followed by a net decrease during the spawning one (Hong et al., 2020). However, in our 

study, glycogen storage was significantly lower from April to June in 2019 compared to the 

same period in 2018. Reproduction cycle and glycogen content observations did not follow 
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the schema described for Dreissena polymorpha and others bivalves’ species (Hong et al., 

2020; Palais et al., 2011; Ram et al., 1996, 1993). Glycogen might have been used 

simultaneously for the gamete development and spawning as well as for other cellular energy 

demands since glycogen is a main source of energy in organisms (Anacleto et al., 2013; 

Andrade et al., 2017; Cordeiro et al., 2016, 2017). 

4.2 Energy metabolism 

Globally, energy metabolism appeared to be more active during the pre-reproduction 

and the reproduction periods than during the post-reproduction and rest periods. The 

respiratory chain units (i.e. cox, atp, and cytb gene expressions) presented the same pattern of 

responses as the anaerobic metabolism markers (ldh gene expression and LDH activity). 

Study of the ETS activity during two years on D. polymorpha showed similar responses with 

an increase of the activity from May to June of each year (Fanslow et al., 2001). According to 

our results of ampk relative expression level, a significant decrease was observed from April 

2019 compared to November 2018. An accumulation of AMP was simultaneously measured 

in the organisms. As the AMPk is activated by high AMP concentrations (Chauhan et al., 

2020; Fredrich and Balschi, 2002), the decrease of ampk relative expression might be the 

result of a negative feedback. This negative feedback could also be applied to the ampd 

relative gene expression modulation as this enzyme is activated by AMP intracellular 

concentration too (O’Brien et al., 2017; Składanowski et al., 2005). Higher production of ATP 

should be observed consequently to counterbalance AMP accumulation and maintain a 

positive energy balance. However, in our study, a significant decrease in ATP content was 

observed from April 2019 while ETS activity seemed to remain stable. The oxygen consumed 

in the mitochondria is directly linked to the flow of electrons and the synthesis of ATP by the 

ATPsynthase. However, part of this flow can be shunted by an alternative route, which 

bypasses the respiratory chain before complex III. Hence, especially in the presence of low 

levels of COX activity, the electron transport system contributes less to the driving force of 

the protons, and from there to the production of ATP. Thus from March to April 2019, the 

AOX activity could maintain the ETS level in parallel with a decrease in the ATP level. All 

these observations suggesting thus an imbalance of the energy metabolism. 

The observed increase in IMP and AMP concentrations may activate glycogen 

phosphorylase and further enhance glycolysis and the tricarboxylic acid (TCA) cycle when 

the demand for ATP production increases (Han et al., 2016). Decreased glycogen content 
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observed could be a consequence of the accumulation of IMP and AMP in organisms. CS 

catalyses condensation of the acetyl group of acetyl-CoA with oxaloacetate forming citrate. It 

represents the first step of the TCA cycle (Eprintsev et al., 2018). Products provided by TCA 

cycle are then used by the respiratory chain in order to produce ATP. In our study, CS activity 

increased during the pre-reproduction and reproduction periods as well as atp, cytb and cox 

relative gene expression levels. These results were already observed through an atp and cox 

relative expression increasing during spring and/or summer (Kerambrun et al., 2018; Navarro 

et al., 2011). These results suggest an increase in the respiratory chain functioning during pre-

reproduction and reproduction periods. Although it is difficult to compare a gene expression 

with the activity of the corresponding enzyme, a global suppression of the metabolic rate was 

observed when all biological responses are considered. Indeed, COX activity and ATP 

content decreased significantly while ETS activity and LOOH measurements increased from 

April 2019 to June 2019. Meanwhile, the caspase-3 (CSP3), a protease involved in apoptosis, 

was significantly more active. In addition, CSP3 activity was also correlated with the 

expression of OXPHOS-related genes and IMP concentrations. Caspase activation and 

apoptosis are associated with a decline in ATP levels and a production of reactive oxygen 

species (ROS) (Ricci et al., 2004; Sharma et al., 2017). The changes in metabolic processes 

and CSP3 activity suggest an activation of apoptosis pathway likely resulting from a global 

stress. 

4.3 A global response overview 

The multivariate analysis allowed us to consider the modulations of the whole panel of 

markers. This method showed that some markers were positively or negatively correlated with 

environmental parameters. The contents of IMP and LOOH, and LDH activity are modulated 

by stressing conditions (Falfushynska et al., 2014; Lushchak, 2011). LDH activity is a marker 

of global stress whereas lipid peroxidation is used as an indicator of oxidative stress. AMP 

deaminase protein catalyses the hydrolysis of AMP to form IMP and ammonia. AMPd and 

AMPk proteins play a role in the energy balance and its regulation. An intracellular AMP 

content increase reflects an enhanced use of ATP. To avoid the accumulation of AMP, the 

AMPd converts it into IMP thus suggesting that some stress is challenging the organisms 

(Lushchak, 2011). In our study, these markers were correlated to all analysed environmental 

factors except for chl a and nitrite contents. Moreover, lipid peroxidation was positively 

correlated with IMP and lipid concentrations. The global health status of the organisms 

seemed to be affected in situ through the induction of stress markers like IMP and LOOH. 
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According to our global analysis, suspended matter and nitrate concentrations seemed to be 

associated with an impact on energy metabolism of D. polymorpha. 

4.4 Exceptional events: a long-term impact? 

There was a significant increase in the frequency and the intensity of meteorological 

and hydrological events (EEA, 2007). In the Meuse department, drought periods were 

recorded in summer 2018 and 2019. The year 2018 was characterized by an exceptional 

drought that led to placing the entire department in a situation of alert that was extended from 

August to December. This prefectural decree was renewed in summer 2019 (Decree of the 8th 

August 2019 on the water use). Drought events may have more effects than flood periods on 

aquatic organisms due to their duration and large spatial impacts (Hrdinka et al., 2012). The 

decrease in the water column height leads to a more drastic increase in water temperature (van 

Vliet and Zwolsman, 2008). According to our in situ observations in summer 2018, the 

temperature stayed above 25°C during three weeks in July and August. D. polymorpha is an 

ectotherm organism with a lethal temperature in acute stress between 35°C and 37°C (Spidle 

et al., 1995). Several studies reported optimal temperatures for the reproduction, the 

development and the survival of D. polymorpha between 10°C and 20°C (bij de Vaate et al., 

2002; Ram et al., 1993; Sprung, 1995). Drought periods observed may also have an impact on 

the physiology of organisms. Seasonal acclimation to different temperatures changes the 

tolerance window for invertebrates due to a switch in energy metabolism management in 

order to assure vital functions related to the fitness (Jost et al., 2015; Lannig et al., 2006; 

Sokolova et al., 2000). Based on our results, in 2018, temperature varied up to 20°C 

(November) and 25°C (August) in one day. Populations of D. polymorpha are usually hand-

sampling close to the shore. These populations are also submitted to the strong variations that 

may have an impact on physiology of mussels, changing thus their global status. Temperature 

is also known to have a synergic effect together with contaminants (Cherkasov et al., 2010; 

Lannig et al., 2006; Soon and Zheng, 2019). Energy cost caused by natural fluctuations and 

exceptional events repetition might make organisms more vulnerable to anthropic pollution at 

long term and impact population dynamics.  

4.5 Water physicochemistry and biological responses: a potential pollution? 

Physicochemical parameters like pH, temperature and ion concentrations (NO3
-, PO4

3-) 

are known to regulate the distribution of D. polymorpha populations (McMahon, 2002; 

Ramcharan et al., 1992). The values recorded for pH and temperature in the Meuse channel 
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from May 2018 to June 2019 were consistent with the ecological requirements of the species 

(Ramcharan et al., 1992). However, a peak of nitrate and phosphate concentrations (31mg.L-1 

and 0.126mg.L-1 respectively) was noticed in December 2018 in the Meuse channel 20km 

from the sampling site. These concentrations remained stable until February 2019 (31-

25.96mg.L-1 NO3
- and 0.120-0.114mg.L-1 PO4

3-) (French Water Agency data and Table 2). 

According to the Water Framework Directive, a maximum concentration of 50mg.L-1 of 

nitrates is defined as a threshold for a “good” ecological status by the regulation (2000/60/CE, 

2000). However, studies showed that effects on aquatic fishes might be observed at lower 

concentrations after 30 days of exposure (Camargo et al., 2005). Alonso and Camargo (2003) 

exposed the mollusc Potamopyrgus antipodarum to N-NO3
- to evaluate the LC10 at 24, 48, 72 

and 96h. The calculated LC10 values were divided by 2 between 24h (1128 ppm) and 96h (585 

ppm) of exposure. Similar observations were highlighted after a 14-days chronic exposure 

with a LC50 divided by 10 between 1 and 14 days (Benítez-Mora et al., 2014). Camargo et al. 

(2005) concluded that LC measured values may be divided by a factor 18 to 20 between acute 

and chronic exposures. However, to our knowledge, no data are available on the effect of 

nitrates in D. polymorpha. Simultaneous presence of nitrates and orthophosphates is known to 

reflect a pesticides pollution (Majumdar and Gupta, 2000). Based on the DCE legislation, the 

limit of pesticides emission is 0.5mg.L-1 in freshwaters (2000/60/CE, 2000). In December 

2018, total pesticides concentration was 0.495mg.L-1 (French Water Agency data). Several 

pesticides targeting the mitochondria, and especially the respiratory chain, are extensively 

found in freshwaters. Nevertheless, more information would be necessary to approve the 

hypothesis of a potential pesticide impact on organism’s mitochondria.  

5. Conclusion 

This study bring deeper knowledge in the management of energy metabolism in a 

sentinel species, D. polymorpha, in order to develop new potential biomarkers in a 

biomonitoring perspective. According to our results, three genes involved in ATP production 

could constitute potential biomarkers. Indeed, sdh, atp and cs genes expression were not 

influenced by natural seasonal fluctuations. Complementary studies are necessary to confirm 

their relevance as potential biomarkers. Targeting a major part of energy metabolism and 

globally analysing their responses allowed us to suggest a putative impairment of 

mitochondrial respiratory chain, likely resulting from an in situ perturbation. Indeed, the 

monitored population of D. polymorpha seemed to be impacted by an external stress from 

April 2019. Natural environments are subjected to multiple stressors and it is impossible to 
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know the origin of the perturbations. However, flood and drought periods associated with 

high temperature variations in only one day or during several days may sensitize the 

organisms to potential chemical stress and could affect vital functions. The asynchronous 

gonadal development between males and females observed in 2019 as well as the metabolic 

depletion could be a consequence of exceptional climatic events associated with the pollution. 

Beyond the characterisation of the energy metabolism management in D. polymorpha along 

one reproduction cycle, this study highlighted the relevance of in situ monitoring in particular 

to investigate the impact of global change on sentinel species. 
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Supplementary data: 

 

Fig. S1. sdh gene expression level according to the months. Data are expressed as median ± 

SD, min, max (n=12). Different letters indicate significant differences between months (p < 

0.05). 

Table S1. Correlations of temperature and ATP content according to target markers of the 

total data set using multiple linear regression. Only significant correlations were presented. 

 Temperature [ATP] 

 p value r² p value r² 

cox gene expression 0.0159 0.43   

atp gene expression 0.0148 0.44   
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cytb gene expression 0.001 0.66   

ldh gene expression 0.004 0.56   

cs gene expression 0.036 0.34 0.013 0.50 

ampd gene expression   0.015 0.48 

Lipids   0.019 0.50 

Glycogen   0.025 0.47 
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Table S2. VIP values of PLS DA model built on biology responses. Only values ≥ 0.9 were 

presented. 

 

 Variable VIP value 

atp 1.23 

ldh 1.19 

cs 1.17 

IC 1.12 

cytb 1.05 

ATP 1.03 

LDH  1.02 

IMP 1.02 

ETS 1.02 

LOOH 1.02 

Lipids 0.99 

ampd 0.99 

aox 0.97 

Proteins 0.92 

ampk 0.91 

cox 0.90 
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3. Perspectives issues de cette étude 

 Les fluctuations de processus métaboliques clés de la gestion de l’énergie ont été 

caractérisées au cours d’un cycle annuel complet en conditions naturelles. Cette démarche 

permettra, par la suite, d’affiner l’interprétation des réponses des dreissènes lors de 

l’évaluation de l’effet d’un stress en conditions contrôlées de laboratoire. En effet, le suivi 

saisonnier constitue une première étape pour le développement de nouveaux biomarqueurs. 

Le second pas vers ce développement vise à évaluer le potentiel de réponse des marqueurs 

ciblés lorsque les organismes sont soumis à un stress ou des stress environnementaux. Dans ce 

sens, cette seconde étape pourrait permettre de valider l’intérêt du métabolisme énergétique 

dans les études écotoxicologiques ainsi que la pertinence des marqueurs choisis ici dans une 

perspective de biosurveillance. 
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Chapitre 4. 
 

 

Réponses du métabolisme 

énergétique en conditions contrôlées 

de laboratoire  

 

 

Ce chapitre présente l’ensemble des expositions réalisées en conditions contrôlées de 

laboratoire. Il est constitué de deux grandes parties. La première présente les effets de stress 

hypoxique d’une part et thermique d’autre part sur les réponses du métabolisme énergétique. 

La seconde partie expose les résultats issus de deux expositions au cadmium réalisées 

à des périodes contrastées du cycle de reproduction chez D. polymorpha.
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I. Effet du stress thermique et hypoxique sur les 

réponses du métabolisme énergétique 

 

1. Contexte  

Les fluctuations des paramètres physico-chimiques en milieu naturel représentent un 

réel défi pour les organismes aquatiques ectothermes (Sokolova et al., 2012). Le suivi 

saisonnier réalisé a permis d’observer de fortes variations thermiques journalières du milieu 

pouvant atteindre des amplitudes de plus de 20°C (Publication n°1). Dans un contexte de 

réchauffement climatique, la hausse des températures peut conduire à des phénomènes 

d’eutrophisation des milieux aboutissant à un déclin de la concentration en oxygène 

disponible pour les organismes. Depuis plusieurs années, les zones hypoxiques sont en 

constantes augmentation dans les écosystèmes aquatiques et notamment dans les eaux 

continentales, provoquant des effets délétères sur les organismes qui y vivent, dont les 

invertébrés (Diaz and Rosenberg, 2008 ; Stramma et al., 2008 ; Vaquer-Sunyer and Duarte, 

2008). Les effets des stress thermiques et hypoxiques sont bien documentés chez les espèces 

marines intertidales constamment exposées aux fortes variations de température et d’oxygène. 

Parmi les espèces d’eau douce, la tolérance de D. polymorpha face à ces paramètres 

abiotiques a fait l’objet de quelques études mais reste peu connue (Aldridge et al., 1995 ; 

Alexander Jr et McMahon, 2004 ; Johnson et McMahon, 1998 ; Karatayev et al., ,2018, 2007 

; Redders et bij de Vaate, 1992). L’approfondissement des connaissances sur la plasticité 

physiologique de la dreissène pourrait permettre à terme, d’appréhender les effets potentiels 

du réchauffement climatique sur cette espèce soumise à de fortes fluctuations naturelles dans 

son environnement. 

2. Les fenêtres de tolérance chez D. polymorpha 

D. polymorpha possède une large fenêtre de tolérance vis-à-vis de certains paramètres 

physico-chimiques. Cette tolérance est notamment le résultat d’une forte diversité génétique 

intra- et inter-populationnelle (Astanei et al., 2005 ; Gomes et al., 2020 ; Hebert et al., 1989). 

La tolérance de la dreissène aux variations des facteurs environnementaux a été rapportée 

dans plusieurs études afin de comprendre au mieux et d’anticiper la colonisation des milieux 

par cette espèce (Cohen, 2005 ; Garton et al., 2014 ; Hallstan, 2010 ; Karatayev et al., 1998). 
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Les variations des paramètres physico-chimiques auxquelles sont soumises les dreissènes 

jouent directement sur la capacité des individus à s’acclimater aux conditions 

environnementales voire des populations à s’adapter.  

2.1 Fenêtre de tolérance thermique  
 

La tolérance aux variations de la température est le paramètre le plus étudié chez D. 

polymorpha. Sa large fenêtre de tolérance (Figure 26) fait que cette espèce peut être retrouvée 

à des latitudes très diverses. La gamme de températures considérée comme optimale chez la 

dreissène est variable selon le paramètre physiologique étudié (filtration, respiration, etc.) 

(Aldridge et al., 1995 ; Karatayev et al., 2007 ; Redders et bij de Vaate, 1992). Bien que le 

taux de filtration optimal chez D. polymorpha se situe entre 10 et 22 °C (Reeders et bij de 

Vaate, 1992), lorsque les différentes fonctions physiologiques sont prises en compte comme 

la croissance, l’alimentation ou encore le développement larvaire, la gamme de température 

optimale est comprise entre 10 et 15 °C (Aldridge et al., 1995 ; Elderkin and Klerks, 2005 ; 

Karatayev et al., 1997, 2007 ; Redders et bij de Vaate, 1992). En deçà et au-delà de ces 

températures, l’organisme passe dans un état physiologique dégradé (ou pejus). 

Une forte variabilité des données concernant la tolérance thermique de la dreissène est 

observée dans la littérature, en fonction de la méthodologie utilisée pour l’évaluer. 

Néanmoins, des limites de tolérance ont été proposées avec une température minimum de 0 

°C et une température maximum comprise entre 28 et 32 °C (Elderkin and Klerks, 2005 ; 

Karatayev et al., 1997 ; Spidle et al., 1995). Cependant, White et al. (2015) ont montré une 

augmentation de la mortalité chez D. polymorpha lorsque les moules étaient exposées pendant 

plusieurs jours à plusieurs semaines à des températures inférieures (25°C).  

Le dépassement des températures dites sub-létales, entraine d’un côté comme de 

l’autre, le basculement de l’organisme dans un état critique (ou pessimum), remettant ainsi en 

cause sa survie (Sokolova et al., 2012). La valeur limite haute de tolérance peut cependant 

varier selon plusieurs facteurs lors d’expérimentations contrôlées en laboratoire, comme la 

température d’acclimatation, la disponibilité et la qualité de la nourriture. Cependant, le 

paramètre le plus influent sur cette tolérance est la saison à laquelle les organismes sont 

exposés au stress thermique. Il a été montré que la tolérance était plus importante en période 

estivale qu’en période hivernale (Elderkin and Klerks, 2005 ; Hernandez, 1995 ; Karatayev et 

al., 1998 ; Morse, 2005). De plus, lors de ces différentes études, la tolérance au choc 
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thermique positif augmentait avec la température d’acclimatation. En effet, plus la 

température d’acclimatation était élevée, plus les organismes survivaient au stress subi. Il a 

également été observé que la tolérance des individus variait selon leurs conditions de vie 

(abondance de la nourriture, prédation, présence de pollution…). L’exposition chronique à de 

fortes températures force les organismes à s’acclimater à ces conditions (Aldridge et al., 

1995). 

 

 

Figure 26. Fenêtre de tolérance thermique chez D. polymorpha d’après les données de la 

littérature. 

Lorsque D. polymorpha est soumise à un stress thermique, ses fonctions métaboliques, 

comme la consommation d’oxygène ou la tolérance à l’hypoxie sont également affectées 

(Chapitre 1, 5.1.1 et 5.1.2 ; Alexander Jr et McMahon, 2004 ; Johnson et McMahon, 1998). 

2.2 Fenêtre de tolérance à l’hypoxie  

Les conditions hypoxiques et anoxiques sont le résultat d’une combinaison de 

processus dont les deux principaux sont l’eutrophisation des milieux et le réchauffement 

climatique (Altieri and Gedan, 2015 ; Diaz, 2001 ; Diaz and Rosenberg, 2008 ; Scavia et al., 

2014). Les eaux douces sont particulièrement touchées par ces phénomènes. Depuis plusieurs 

dizaines d’années, la surface de zones hypoxiques relevées dans les écosystèmes a augmenté 

exponentiellement provoquant ainsi des effets délétères sur les organismes, y compris les 
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invertébrés (Diaz and Rosenberg, 2008 ; Stramma et al., 2008 ; Turner et al., 2008 ; Vaquer-

Sunyer and Duarte, 2008). Bien que l’effet de la concentration en oxygène soit surtout très 

étudié chez les espèces intertidales soumises aux fortes variations de l’oxygène disponible, 

plusieurs recherches ont également été menées chez D. polymorpha afin d’établir sa gamme 

de tolérance (Figure 27 ; Alexander Jr et McMahon, 2004 ; Johnson et McMahon, 1998 ; 

Karatayev et al., 2018).  

 La moule zébrée peut être considérée comme une espèce peu adaptée aux conditions 

hypoxiques. L’hypoxie est un facteur jouant un rôle prépondérant dans l’absence de la 

dreissène en eaux profondes (Alexander Jr et McMahon, 2004 ; Tachet et al., 2000). Les 

conditions optimales en oxygène sont comprises entre 80 et 100 % de saturation (Garton et 

al., 2014). D. polymorpha est capable de réguler son taux de prise d’oxygène lors d’un stress 

hypoxique modéré (50-80 % de saturation en O2 ; Alexander Jr et McMahon, 2004). Il n’y a 

pas de données disponibles à ce jour dans la littérature en deçà de ces valeurs ainsi qu’au-delà 

de 100 % de saturation (hyperoxie) issues d’expérimentations en conditions contrôlées de 

laboratoire. Certaines études ont tout de même montré que D. polymorpha était capable de 

survivre plusieurs mois en conditions hypoxiques. Ainsi, il a été observé, que suite à un 

encagement de dreissènes à 5 mètres de profondeur, 76 % des individus survivaient après 3 

mois d’exposition à environ 20 % d’oxygène dissous (Yu and Culver, 1999). Cependant, dans 

les conditions naturelles, les mêmes auteurs ont montré qu’aucune dreissène n’était présente 

au-delà de 2,8 mètres de profondeur. Une étude ayant suivi des populations de D. polymorpha 

dans le milieu naturel a montré une densité d’individus plus élevée aux faibles profondeurs où 

la saturation en oxygène dissous est supérieure à 40 % (Mihuc et al., 1999). Une autre récente 

étude a notamment montré l’absence de D. polymorpha dans les zones hypoxiques mesurées 

dans le lac Erie aux États-Unis (Karatayev et al., 2018). En conditions anoxiques, les 

dreissènes pourraient survivre entre 3 et 6 jours en fonction de la température (Matthews and 

McMahon, 1999). Il n’y a que peu d’études disponibles présentant des résultats de l’effet de 

l’hypoxie combinée à la température sur D. polymorpha. Néanmoins, il a été montré que plus 

la température était élevée moins les individus étaient tolérants à l’hypoxie (Alexander Jr et 

McMahon, 2004). Dreissena polymorpha vivant à faible profondeur, elle peut être exposée à 

des épisodes d’hypoxie plus transitoires que dans les zones plus profondes. Cependant, les 

épisodes hypoxiques étant plus fréquents en été, les populations peuvent être simultanément 

exposées à de fortes variations de la température (Karatayev et al., 2018).  
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Figure 27. Fenêtre de tolérance par rapport à la concentration en oxygène dissous (%) chez 

D. polymorpha d’après les données de la littérature. 

La température ainsi que la disponibilité en oxygène sont deux facteurs abiotiques 

principalement soumis aux fluctuations saisonnières et météorologiques. Les espèces 

aquatiques invasives comme D. polymorpha sont dotées d’une forte plasticité physiologique 

et d’une grande capacité d’acclimatation et d’adaptation. La tolérance d’un organisme dépend 

notamment des mécanismes mis en place pour survivre lors d’un épisode caniculaire ou 

hypoxique. Comme cela a été décrit dans le premier chapitre de ce manuscrit, une variation de 

la température peut entrainer une augmentation (lors d’une baisse de température) ou une 

diminution (lors d’une température élevée) de la densité mitochondriale (Sommer and 

Pörtner, 2002 ; Cherkasov et al. 2010). A fortes températures, la baisse du nombre de 

mitochondries permet principalement d’éviter les pertes énergétiques (Peck et al., 2002 ; 

Keller et al., 2004). Afin de limiter ces pertes principalement associées aux fuites de protons, 

la composition lipidique des membranes internes des mitochondries peut varier afin de 

maintenir la capacité mitochondriale et la production d’ATP (Cheung et al., 2018). Une étude 

menée chez la perchaude a notamment montré qu’un des processus d’acclimatation à des 

températures élevées consistait en une diminution d’acides gras polyinsaturés dans les 

membranes (Fadhlaoui and Couture, 2016). Au-delà de ces remodelages membranaires, 

l’efficacité des défenses contre le stress oxydatif est également un procédé d’acclimatation 

des individus aux fortes températures ainsi qu’aux épisodes d’hypoxie (Sokolova, 2018). En 

effet, les capacités de résilience des mitochondries aux différents stress sont notamment 

associées à une sur-régulation des défenses anti-oxydantes, une modulation de l’efficacité 

mitochondriale, ainsi qu’une forte activité des protéases impliquées dans la dégradation des 
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protéines altérées au sein des mitochondries (Salin et al., 2015 ; Sokolova, 2018). Chez des 

espèces tolérantes à l’hypoxie, de nombreux mécanismes sont mis en place pour compenser le 

manquer d’oxygène. Hochachka et al. (1996) divisent cette réponse en deux phases 

successives dans le temps : une phase de défense comprenant l’activation des signaux 

cellulaires, l’arrêt des pompes Na+ K+ ATPases, de la néoglucogénèse et de la synthèse 

protéique. La suppression du turnover de l’ATP ne se produit qu’en conditions hypoxiques 

extrêmes. La seconde phase est appelée « phase de secours » elle est notamment caractérisée 

par la surexpression de certains gènes codant pour des facteurs de transcription tels que le 

gène hif qui joue lui-même un rôle primordial dans la régulation de l’expression de nombreux 

gènes afin de minimiser les pertes énergétiques. Néanmoins, la mise en place de l’ensemble 

de ces processus est très coûteuse en énergie et n’est pas la seule source de dépenses 

énergétiques. La présence de pollution en plus des variations des paramètres physico-

chimiques peut aboutir, à court ou long terme selon les conditions de vie, à un déséquilibre de 

la balance énergétique pouvant affecter fortement la survie des organismes (Sokolova et al., 

2012). 

3. Objectifs de l’étude  

Cette étude propose d’évaluer l’effet d’un stress thermique d’une part et d’un stress 

hypoxique d’autre part sur les réponses du métabolisme énergétique chez D. polymorpha. 

Pour cela, la population de dreissènes étudiée lors du suivi saisonnier a été de nouveau 

choisie. Une exposition de 7 jours à 25°C ou à 30 % d’oxygène dissous (à la température 

relevée in situ au moment du prélèvement : 10 °C) a été réalisée au laboratoire. Un premier 

point de prélèvement a été effectué après 24 heures et un second après 7 jours d’exposition. 

L’objectif ce cette étude était (1) d’enrichir les connaissances sur le métabolisme énergétique 

cellulaire chez cette espèce sentinelle afin (2) d’affiner l’interprétation des réponses de ce 

métabolisme en présence de stress physico-chimiques.  

4. Principaux résultats 

Cette étude a permis de mettre en évidence différents profils de réponses en fonction 

du stress subi par les dreissènes. Après une exposition courte à 25°C (24h), une augmentation 

de l’expression relative des gènes associés à la régulation de la balance énergétique (ampk), à 

la PHOSOX (cox et atp) a été observée. Cependant, cette augmentation des réponses est 

limitée dans le temps. Après 7 jours d’exposition à 25°C, l’expression des gènes cox et atp est 
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revenue à un niveau similaire à celui des individus témoins avec, en parallèle, une diminution 

du ratio ATP:ADP, évoquant un épuisement des organismes face au stress. En conditions 

hypoxiques, l’inverse a été observé. L’activité métabolique a été considérablement réduite et 

une diminution significative de la CEA a été observée après 24 heures d’exposition avant un 

retour à un niveau similaire aux témoins à la fin de l’expérimentation. Après 7 jours 

d’exposition, les mesures de respiration cellulaire ont montré à la fois une tendance à la baisse 

de la respiration endogène ainsi qu’une diminution significative de l’efficacité mitochondriale 

par rapport aux contrôles. Néanmoins, l’analyse globale des données (PLS-DA) a permis 

d’observer un potentiel arrêt métabolique mis en place par la dreissène en réponse au stress 

hypoxique. Certains marqueurs se sont révélés sensibles aux deux stress à court terme comme 

les indices énergétiques tels que l’AEC et le ratio ATP:ADP. De plus, un effet combiné de la 

température et de la durée de l’exposition a été observé pour l’expression du gène hif. Ce 

caractère à la fois intégrateur du stress et du temps fait de ce marqueur un bon candidat 

potentiel pour son utilisation dans des études de biosurveillance.  

L’ensemble des résultats de cette étude fait l’objet d’un article soumis au journal 

Science of the Total Environment (Publication n°2). 
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Graphical abstract: 

 

Keywords: Energy metabolism, ATP, hypoxia, temperature, Dreissena polymorpha 

Highlights: 

• Energy metabolism was enhanced in mussels exposed to 25°C. 

• D. polymorpha showed a potential metabolic rate depression under hypoxia. 

• Compensatory mechanisms to high temperature exposure were limited in time. 
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Abstract: Mitochondria are key intracellular targets of hypoxia and temperature variations 

due to their role in ATP generation. These environmental factors are the main ones 

challenging ectotherm organisms’ survival. The aim of this study was to refine responses 

interpretation of metabolism management under these two different stresses. Dreissena 

polymorpha, is a bivalve commonly used as a sentinel species in freshwater ecotoxicological 

studies. Mussels were maintained during seven days under high temperature (25°C) or 

hypoxia (30% of dissolved oxygen) to study the effect of abiotic factors on several markers of 

energy metabolism. Different metabolic processes involved in energy management were 

monitored through energy nucleotides regulation and aerobic/anaerobic metabolism. 

Contrasted patterns of responses were observed between the two stresses in D. polymorpha. 

Signs of global metabolism activation (energy nucleotides regulation, OXPHOS) were noticed 

in high temperature exposed mussels after short-term exposure (24h) while longer exposure (7 

days) resulted in a decline of ATP:ADP ratio. A global analysis of the whole data set (Partial 

Least Square Discriminant Analysis) showed that a metabolic rate depression probably 

occurred in mussels exposed to hypoxia. This study brought new knowledge on the responses 

to environmental parameters fluctuations and the relation between exposure duration and 

tolerance in a sentinel species in a general context of global change.  
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1. Introduction 

Fluctuations in environmental oxygen (O2) availability represent a major challenge to 

aerobic aquatic organisms. In aquatic environments, hypoxic and anoxic conditions frequently 

result from media eutrophication and global warming (Altieri and Gedan, 2015; Diaz and 

Rosenberg, 2008; Scavia et al., 2014). Freshwaters are particularly exposed to these 

phenomena. Since several decades, hypoxic areas increased in aquatic ecosystems, causing 

deleterious effects on organisms including invertebrates (Diaz and Rosenberg, 2008; Stramma 

et al., 2008; Vaquer-Sunyer and Duarte, 2008). Available oxygen concentrations in cells are 

directly related to energy metabolism efficiency. Under hypoxia, mitochondrial respiratory 

chain efficiency is affected, leading to a decrease of electron transport system activity and 

ATP synthesis (Hochachka and Lutz, 2001; Sokolova et al., 2012). The disrupted activity of 

cellular ATPases could interfere with the maintenance of the ion gradients in the cell and 

could lead to an oxidative stress (Sokolova et al., 2012). Oxidative burnout could then result 

in a membrane disruption followed by a leak of cytochrome c inducing apoptosis (Kalogeris 

et al., 2014). In marine environments, since intertidal species are particularly exposed to 

hypoxic and re-oxygenation periods, they are able to reduce energy consumption through a 

metabolic rate depression, which is equivalent to a "metabolic arrest" (Hochachka et al., 

1996). The decreased ATP consumption under hypoxic conditions relies on energy allocation 

to basal maintenance of bivalves at the expense of non-vital functions like growth or 

reproduction. Conversely, global metabolism is enhanced under moderate thermal stress in 

bivalves (Sokolova et al., 2012). Indeed, oysters’ respiration increases with temperature as 

well as oxidative phosphorylation (OXPHOS) activity associated with increased ROS 

production and a mitochondrial uncoupling (Sokolova et al., 2012). 

Although hypoxia impacts have been largely studied in intertidal marine molluscs 

such as oysters (Crassostrea sp.) or mussels (Mytilus edulis) due to their economic interest 

(Sanders et al., 2014; Sokolova et al., 2012), hypoxia tolerance and effects remain poorly 

described in freshwater bivalve species. Dreissena polymorpha is currently considered as a 

hypoxia-sensitive species (Alexander Jr and McMahon, 2004). Oxygen saturation in media 

optimally lies between 80 and 100% for D. polymorpha (Garton et al., 2013). This species is 

able to adapt its oxygen uptake during a moderate hypoxia (50-80% O2 saturation) (Alexander 

Jr and McMahon, 2004). Oxygen availability in the water can also be affected by temperature 

variations. Reported tolerance-limit temperatures in Dreissena polymorpha stand around 30°C 

(Garton et al. 2013). However, White et al. (2015) showed high mortality of caged D. 
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polymorpha which increased with exposure duration when mussels were placed at 25 ± 3°C. 

High temperatures could challenge oxygen uptake by organisms, leading thus to physiological 

partial anaerobic conditions (Eliason and Farrell, 2014; Frederich and Pörtner, 2000; 

Sokolova and Pörtner, 2001). Moreover, hypoxia-tolerance is temperature-dependent and 

decreases with increasing temperatures since temperature plays a key role in oxygen uptake 

mechanisms (Elderkin and Klerks, 2005; Karatayev et al., 1997; Spidle et al., 1995). 

Temperature variations could reach mussels’ lethal limit in summer. These high temperatures 

can generate hypoxia periods in freshwater ecosystems (Karatayev et al., 2018). Alexander 

and McMahon (2004) showed that oxygen consumption in Dreissena polymorpha increased 

with temperature from 5 to 15°C and decreased beyond. These observations suggest a 

potential synergistic effect of hypoxia and thermal stress on mussels’ physiology.  

In a global change context, exceptional events such as drought periods will become 

more frequent and could affect all aquatic organisms such as Dreissena polymorpha. The 

purpose of this work was to study the separated effect of hypoxic and thermal stress on energy 

metabolism responses in this sentinel species. Several markers of cellular energy production 

and management were measured after short-term (24h) and middle term (7 days) of thermal 

stress (25˚C vs.10˚C for controls) and hypoxic (30% dissolved O2 vs. 100% for controls) 

exposure. The whole cellular energy metabolism was targeted. Different functions such as 

energy nucleotides regulation (energy nucleotides concentration, AMP-activated protein 

kinase and AMP deaminase), a proxy of mitochondrial density (citrate synthase) and 

aerobic/anaerobic metabolism (oxidative phosphorylation and lactate dehydrogenase) were 

studied through gene expressions and/or enzymatic activities. In addition, cellular respiration 

was measured after 7 days of exposure. The study of natural abiotic parameters effects, such 

as hypoxia and temperature on the energy metabolism in D. polymorpha aimed at 

apprehending the effect of natural parameter fluctuations in a sentinel species’ responses. 

2. Material and methods 

2.1 Mussels collection and acclimation 

Dreissena polymorpha specimens were hand-collected in the Meuse channel (Euville, 

France, E05°37’28’’, N48°44’59’’) in November 2019. Mussels with a length comprised 

between 15 and 25mm were selected and quickly transported to the laboratory in aerated field 

water. Mussels were acclimated for 15 days at field temperature (10°C). Individuals were 

placed in 9L tank with continuously aerated water. Water from the field was progressively 
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replaced by spring water (Cristaline®, Aurèle spring, 1/3 per day). Mussels were fed with 

15000cells.ml-1 of fresh algae (Chlorella vulgaris) per mussel per day during the acclimation 

period.  

2.2 Exposure design 

Three water baths were prepared before the exposure beginning. Two of them were 

maintained at the field temperature (10°C), and one of these two was placed in a hermetic 

chamber with a controlled continuous nitrogen supply in order to maintain 30% of dissolved 

oxygen in water. In the third water bath, temperature was increased up to 25°C and water was 

continuously aerated. After 15 days of acclimation, mussels were either (i) maintained in 

acclimation conditions (10 ± 0.8°C; 94.2 ± 2.6% O2), (ii) exposed for 7 days to 30% of 

dissolved oxygen at the field temperature (10 ± 0.4°C; 30 ± 1.2% O2), or (iii) exposed to 25°C 

in normoxia (25 ± 1.1°C; 92.1 ± 3.2% O2). Mussels were unfed during the exposure in order 

to avoid oxygen supply in the hermetic chamber. A first sampling step was conducted after 

24h of exposure and a last one at after 7 days. For cellular oxygen consumption measurement, 

mussels were sampled only after 7 days of exposure (n=5). At each sampling time, digestive 

glands were dissected and snap-frozen for gene expression and enzymatic activity analysis 

(n=10 for each measurement). Mussels were frozen entirely for energy nucleotide contents 

analysis (n=10).  

2.3 Gene expression 

Total RNA was extracted from digestive gland using TriReagent (Euromedex) 

following manufacturer’s protocol. Reverse transcription was performed on 400ng of total 

RNA using Verso cDNA Synthesis Kit (Thermo Scientific) according to manufacturer’s 

instructions. The reaction was conducted at 42°C for 30min using a PCR Mastercycle 

(Eppendorf). 

Gene expression levels were measured by real-time quantitative PCR using Absolute 

Blue qPCR SYBR Green ROX Mix (Thermo Scientific) according to the manufacturer’s 

instructions. Specific primers are given in supplementary data (Table S1). Energy balance 

regulation was assessed through ampk (AMP-activated protein kinase) and ampd (AMP 

deaminase) genes expressions. Concerning the OXPHOS, four genes were selected, encoding: 

beta subunit ATP synthase (atp), cytochrome b (cytb), cytochrome c oxidase (cox) and 

succinate dehydrogenase (sdh). Another unit of the respiratory chain, the alternative oxidase 

(aox) was also targeted. Gene expression levels were also measured for citrate synthase (cs), 
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lactate dehydrogenase (ldh) and hypoxia inducible factor-1 (hif). The PCR steps consisted in 

15min initial denaturation at 95°C followed by 40 cycles of heat denaturation at 95°C for 10s, 

annealing at 60 °C for 60s, and were carried out in a CFX Manager (BioRad) on 1/10 diluted 

complementary DNA (cDNA). The relative gene expression level was calculated using the 

Pfaffl method (Pfaffl, 2001) taking into account the PCR efficiency and normalized by the 

geometric mean of two housekeeping genes (encoding actin and ribosomal protein S3) 

according to Navarro et al. (2011). 

2.4 Enzymatic activities  

The whole set of enzymatic activities was measured in each mussel individually. The 

digestive gland was weighed and crushed in phosphate buffer containing protease inhibitors 

(50mM pH 7.6 with 1mM phenylmethylsulfonyl fluoride and 1mM L-serineborate) at 8:1 

(v/w) ratio, and centrifuged (3000g, 10min, 4°C). The supernatant was collected for the 

enzymatic activity measurements. Assays were performed with an automated 

spectrophotometer (Galery, ThermoScientific). Activities of electron transport system (ETS) 

and lactate dehydrogenase (LDH) and proteins content were measured according to Garaud et 

al. (2016) and Potet et al. (2016). Cytochrome c oxidase (COX) and citrate synthase (CS) 

activities were measured according to Louis et al. (2020). 

2.5 Energy nucleotides contents 

Nucleotides extraction was realised with perchloric acid as described by Sokolova et 

al. (2005) and adapted by Louis et al. (2020). Extracts were then filtered (0.45µm) and stored 

at -80°C. Concentrations of ATP, ADP, AMP and IMP were measured with an HPLC system 

and Nucleosic C18 column (Nucleosil) according to Sokolova et al. (2000). The separation 

was performed at a flow rate of 0.8ml.min-1 using a mobile phase of 1M phosphate buffer 

with 5% methanol (pH 6) for 15min. Nucleotides contents were monitored at 254nm and 

nucleotides quantifications were calculated using ATP, ADP, AMP and IMP standards 

(Sigma) of 20, 10, 2 and 10µM, respectively. 

Adenylate energy charge (AEC) was calculated from the tissue concentrations of adenylates 

as follows: 

AEC =
[ATP]  +  0.5 ×  [ADP]

[ATP]  + [ADP] +  [AMP]
 

2.6 Cellular oxygen consumption 
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Mussels were sampled after 7 days of exposure. In each condition, cellular respiration 

was performed on 5 replicates. Digestive glands from 5 mussels per replicate were collected, 

pooled and slightly crushed on 100µm cell strainer with 20mL of buffer (2mM Hépès, 

200mM mannitol, 0.1mM EDTA, 40mM saccharose supplemented with 0.5% BSA before pH 

7.4 adjustment). After centrifugation (500g, 5min), cells pellet was suspended in 1mL of 

Leibovitz-L15 medium 15% (Gibco) and then placed in a glass chamber containing Clarke-

type oxygen electrode (Hansatech Instruments). Oxygen uptake was recorded using the 

OxygraphPlus software (Hansatech Instruments). Endogen respiration was first measured. A 

specific inhibitor of ATP synthase, oligomycin (2.5µg.mL-1) was added to provoke a protons 

accumulation. Mitochondrial coupling efficiency was determined through the ratio: endogen 

respiration / respiration after oligomycin injection. After oxygen consumption measurements, 

cells were collected and counted with Trypan Blue in a counting chamber. For each replicate, 

the respiration rates were normalized by the number of viable cells. 

2.8. Statistical analysis 

Markers responses were analysed by a two-way ANOVA to assess time and condition 

effects. Parametric (Tukey) or non-parametric (Kruskal-Wallis) post-hoc tests were processed 

on markers. Previously, normality and homoscedasticity of the data were assessed with 

Shapiro and Bartlett tests respectively. A global analysis of biomarkers results was also 

performed with a Partial Least Square Discriminant Analysis (PLS-DA) to identify the overall 

capacity of biomarkers to discriminate the different conditions and periods as well as to define 

the most relevant markers among the whole set. Relevance of marker responses was based on 

the individual role of each marker in the overall model, estimated by the VIP (Variable 

Importance in the Projection). Only markers with a VIP > 1 were considered significant in the 

model. A threshold of p < 0.05 was considered significant. Statistical analyses were 

performed using R software (R Development Core Team, 3.5.0). 
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3. Results 

3.1 Energy balance 

Figure 1. Energy nucleotides regulation through ampk (A) and ampd (B) gene expression 

levels measured in control, high temperature and hypoxia-exposed mussels after 24h and 7 

days of exposure. Asterisks indicate significant difference between conditions (p < 0.05; 

n=10). 

 

Energy nucleotides regulation was assessed through ampk and ampd genes expression 

levels (Fig. 1). At both exposure times, ampk gene expression level increased significantly in 

thermal-stress exposed individuals while no variation was noticed between hypoxia-exposed 

mussels and controls (Fig. 1A). No significant difference was highlighted for ampd gene 

expression (Fig.1B). 
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Figure 2. Energy balance state measured in control, high temperature and hypoxia-exposed 

mussels after 24h and 7 days of exposure (A: AMP content and B: AEC). Asterisks indicate 

significant difference with controls (p < 0.05; n=10). (C) and (D) ATP:ADP ratios 

represented according to AEC values (C: 24h and D: 7 days) in D. polymorpha. Each point 

represents an individual sample. Lines represent power regressions and the slope of each 

curve is indicated in the legend.  

Concerning energy nucleotides, AMP content significantly increased after 24h of 

hypoxia, leading to a decrease of AEC (Fig. 2 A-B). AEC values remained stable in high 

temperature exposed mussels and controls after 7 days. ATP:ADP ratios were plotted versus 

AEC after 24h (Fig. 2C) and 7 days of exposure (Fig. 2D). A power regression was drawn for 

each condition and the slope of each equation was calculated. According to these results, 

control slopes were higher than those in hyperthermia- and hypoxia-exposed mussels at both 

sampling times. After seven days of exposure, slopes in control and thermal stress-exposed 

mussels decreased compared to 24h (Fig. 2D). In hypoxia-exposed organisms, no variation 

was observed between the two times of exposure. 

 

 

 

 



 

 
154 

3.2 Oxidative phosphorylation 

OXPHOS genes expression levels and activities were analysed after 24h and 7 days of 

exposure (Fig. 3 and Table 1). Measured activities (ETS, COX and CS) remained stable along 

the experiment between all conditions (Table 1). Relative expression levels of cox and atp 

genes increased significantly after 24h in thermal stress-exposed mussels compared to 

controls and hypoxia-exposed ones. After 7 days of exposure, they decreased and returned to 

the level of control (Fig. 3 A-B). No variation in sdh and cytb relative gene expression levels 

was observed between conditions at each sampling time (Table 2). Endogenous cellular 

oxygen consumption measured in mussel digestive glands after 7 days of exposure showed no 

variation between conditions (Fig. 3C). Mitochondrial coupling efficiency was significantly 

lower in hypoxia-exposed mussels than in controls (Fig. 3D).  

Figure 3. OXPHOS markers measured in controls, high temperature- and hypoxia-exposed 

mussels after 24h and 7 days of exposure. cox (A) and atp (B) relative gene expression level 

(n=10). Endogenous cellular oxygen consumption (C) and mitochondrial coupling efficiency 

(D) measured after 7 days in D. polymorpha (n=5). Asterisks indicate significant difference 

between conditions (p < 0.05). 
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3.3 Anaerobic metabolism and stress markers 

The expression levels of three genes involved in general stress and/or hypoxia 

response were analysed (Fig. 4). After 24h of high temperature exposure, mussels showed a 

significant increase of hypoxia-inducible factor (hif) relative gene expression level compared 

to controls but its expression returned to control level after 7 days (Fig. 4A). Although no 

difference was observed for aox relative gene expression, inter-individual variability was 

higher in exposed mussels than control after 24h (p<0.05, Bartlett test) (Fig. 4B). Lactate 

dehydrogenase (ldh) gene expression level remained stable in all conditions (Fig. 4C). 

Concerning IMP content, variability of content increased in high temperature-exposed 

mussels after 24h (p<0.01, Bartlett test; Fig. 4D). 

 

 

Figure 4. Anaerobic and stress markers measured in controls, high temperature- and 

hypoxia- exposed mussels after 24h and 7 days of exposure (n=10). Relative genes expression 

levels of hif (A), aox (B), ldh (C) and IMP content (D). Asterisks indicate significant 

difference between conditions (p < 0.05). 
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3.4 Global responses overview 

The whole set of markers was used to build a PLS-DA model (Fig. 5). The model 

explained 70% of the total variance of the dataset. The primary axis was mainly defined by 

OXPHOS, anaerobic metabolism and energy nucleotides regulation markers. The secondary 

axis was mainly characterized by energy balance with ATP and AEC on the top and AMP and 

ADP on the bottom. These four markers were VIP (Variable Importance in Projection) 

markers as well as sdh, atp, ampd, hif and cox relative gene expressions and discriminate the 

overall data set. All conditions were clearly separated by the model. Exposure times were also 

separated in each condition along the secondary axis with higher ADP and AMP content in 

tissues after 7 days of exposure whatever the condition. Mussels exposed to short-term 

thermal stress showed the highest levels of gene expression. The responses of hypoxia-

exposed organisms were grouped close to the two-axis intersection, suggesting a low 

metabolism activity.  

 

 

Figure 5. Partial Least Square Discriminant Analysis (PLS-DA) and its superposed 

correlation circle representing markers responses for controls and mussels exposed to high 

temperature or hypoxia. The F1-F2 axes represent 49% and 21% of the total variance of the 

data set respectively. Bold and underlined markers indicate VIP markers. 
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Table 1.   Effects of condition (temperature and hypoxia) and duration (24h and 7 days) on 

energy metabolism marker responses in D. polymorpha. The effects were statistically 

calculated by an ANOVA 2 factors. Significant effects (p<0.5) are presented in bold and 

underlined. 
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A Two-way ANOVA was performed on the overall data set (Table 1). This approach 

allowed the observation of the stress effect on each marker in a global view. Of note, there 

were no combinatory effect between thermal stress and time of exposure except for hif, cs and 

aox gene expression levels. Energy-related indices (AEC, ATP/ADP ratio) were sensitive to 

 

Two-way ANOVA 

 

Condition Time Condition*Time 

 

Hypoxia 25 °C Hypoxia 25 °C Hypoxia 25 °C 

Metabolites 

      

ATP F
1,30

 = 11.56 p < 0.01 F
1,31

 = 2.08 p = 0.15 F
1,30

 = 0.01 p = 0.98 F
1,31

 = 2.37 p = 0.13 F
1,30

 = 0.29 p = 0.53 F
1,31

 = 1.07 p = 0.31 

ADP F
1,30

 = 4.10 p = 0.02 F
1,31

 = 1.21 p = 0.28 F
1,30

 = 4.10 p = 0.02 F
1,31

 = 7.89 p < 0.01 F
1,30

 = 2.96 p = 0.09 F
1,31

 = 1.03 p = 0.32 

AMP F
1,30

 = 8.85 p < 0.01 F
1,31

 = 0.41 p = 0.53 F
1,30

 = 7.13 p = 0.01 F
1,31

 = 13.95 p < 0.01 F
1,30

 = 1.46 p = 0.23 F
1,31

 = 0.67 p = 0.41 

IMP F
1,30

 = 1.17 p = 0.19 F
1,31

 = 0.44 p = 0.51 F
1,30

 = 0.89 p = 0.35 F
1,31 

= 2.08 p = 0.15 F
1,30

 = 0.80 p = 0.37 F
1,31

 = 0.12 p = 0.73 

Energy-related 

indexes 

      

AEC F
1,30

 = 20.81 p < 0.01 F
1,31

 = 3.48 p = 0.07 F
1,30

 = 3.49 p = 0.07 F
1,31

 = 14.22 p < 0.01 F
1,30

 = 2.65 p = 0.11 F
1,31

 = 0.21 p = 0.65 

ATP/ADP F
1,30

 = 19.65 p < 0.01 F
1,31

 = 7.37 p = 0.01 F
1,30

 = 2.56 p = 0.11 F
1,31

 = 12.08 p < 0.01 F
1,30

 = 3.08 p = 0.08 F
1,31

 = 0.01 p = 0.95 

Enzyme 

activities 

      

CS F
1,36

  = 0.75 p = 0.39 F
1,35

  = 0.24 p = 0.62 F
1,36

  = 0.31 p = 0.57 F
1,35

 = 1.03 p = 0.31 F
1,36

 = 0.09 p = 0.76 F
1,35

  = 1.71 p = 0.19 

COX F
1,33

 = 0.27 p = 0.61 F
1,35

  = 0.01 p = 0.96 F
1,33

 = 0.77 p = 0.38 F
1,35

 = 0.74 p = 0.39 F
1,33

 = 0.07 p = 0.89 F
1,35

  = 0.04 p = 0.84 

ETS F
1,36

 = 0.42 p = 0.52 F
1,35

  = 0.96 p = 0.33 F
1,36

 = 0.02 p = 0.88 F
1,35

 = 0.27 p = 0.60 F
1,36

 = 0.01 p = 0.98 F
1,35

  = 0.49 p = 0.48 

LDH F
1,36 

= 0.39 p = 0.53 F
1,35

  = 1.48 p = 0.23 F
1,36 

= 0.48 p = 0.49 F
1,35

 = 3.60 p = 0.06 F
1,36 

= 0.15 p = 0.69 F
1,35

  = 2.62 p = 0.11 

mRNA 

expression 

      

ampd F
1,32

 = 1.29 p = 0.26 F
1,35

  = 7.04 p = 0.01 F
1,32

 = 0.48 p = 0.49 F
1,35

  = 0.51 p = 0.48 F
1,32

 = 0.01 p = 0.93 F
1,35

  = 0.06 p = 0.80 

ampk F
1,32

 = 0.87 p = 0.87 F
1,35

  = 23.97 p < 0.01 F
1,32

 = 0.69 p = 0.41 F
1,35

  = 0.24 p = 0.62 F
1,32

 = 0.03 p = 0.85 F
1,35

  = 0.01 p = 0.93 

cs F
1,32

 = 0.06 p = 0.81 F
1,35

  = 0.72 p = 0.40 F
1,32

 = 0.09 p = 0.77 F
1,35

  = 8.82 p = 0.01 F
1,32

 = 0.38 p = 0.54 F
1,35

  = 5.13 p = 0.02 

ldh F
1,32

 = 0.24 p = 0.63 F
1,35

  = 4.82 p = 0.03 F
1,32

 = 0.21 p = 0.65 F
1,35

  = 0.39 p = 0.53 F
1,32

 = 0.49 p = 0.49 F
1,35

  = 0.51 p = 0.47 

cytb F
1,32

 = 0.26 p = 0.61 F
1,35

  = 4.45 p = 0.04 F
1,32

 = 3.95 p = 0.04 F
1,35

  = 1.12 p = 0.29 F
1,32

 = 0.19 p = 0.67 F
1,35

  = 0.08 p = 0.77 

cox F
1,32

 = 0.01 p = 0.97 F
1,35

  = 8.69 p = 0.01 F
1,32

 = 0.58 p = 0.45 F
1,35

  = 0.01 p = 0.94 F
1,32

 = 0.91 p = 0.34 F
1,35

  = 1.53 p = 0.22 

atp F
1,32

 = 0.01 p = 0.91 F
1,35

  = 6.43 p = 0.01 F
1,32

 = 1.43 p = 0.24 F
1,35

  = 0.03 p = 0.85 F
1,32

 = 0.15 p = 0.70 F
1,35

  = 2.61 p = 0.11 

aox F
1,32

 = 0.12 p = 0.73 F
1,35

  = 0.23 p = 0.63 F
1,32

 = 0.01 p = 0.96 F
1,35

  = 0.99 p = 0.32 F
1,32

 = 1.23 p = 0.27 F
1,35

  = 4.89 p = 0.03 

sdh F
1,32

 = 1.19 p = 0.28 F
1,35

  = 1.07 p = 0.31 F
1,32

 = 2.61 p = 0.12 F
1,35

  = 5.96 p = 0.02 F
1,32

 = 0.57 p = 0.45 F
1,35

  = 1.02 p = 0.32 

hif F
1,32

 = 0.35 p = 0.55 F
1,35

  = 38.55 p < 0.01 F
1,32

 = 9.36 p < 0.01 F
1,35

  = 10.18 p < 0.01 F
1,32

 = 2.35 p = 0.13 F
1,35

  = 14.81 p < 0.01 
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the different stress and to the duration of thermal exposure. Hypoxia was associated with 

condition effects on adenylate nucleotides while sole effect of time was noticed in hypoxia- 

and high temperature-exposed mussels on ADP and AMP contents. Relative gene expression 

levels were particularly sensitive to temperature. Indeed, all gene expressions except cs, aox 

and sdh ones were affected by high temperature condition. Concerning enzymatic activities, 

no effect of condition and exposure duration was highlighted. No hypoxia effect was noticed 

on targeted genes. However, a time effect was observed in cytb and hif gene expression levels. 

No combined effect of hypoxia and time duration was noticed in all markers responses. 

4. Discussion 

The aim of this study was to characterise and compare energy metabolism responses 

after a thermal or a hypoxic stress in Dreissena polymorpha. Energy metabolism management 

is critical for individual survival and is involved in species tolerance to environmental 

conditions and their adaptation and/or acclimatization capacities (Pörtner, 2010; Sokolova, 

2018; Sokolova et al., 2012). Although several studies already focused on thermal stress 

effects on D. polymorpha energy metabolism (Aldridge et al., 1995; Alexander Jr. et al., 

1994; Elderkin and Klerks, 2005; Spidle et al., 1995; White et al., 2015), hypoxia effects are 

still poorly known in this species (Alexander Jr and McMahon, 2004; McMahon, 1996). To 

the best of our knowledge, we present for the first time a study dealing with several functional 

processes related to energy metabolism in a freshwater sentinel species exposed to hypoxia or 

high temperature.  

4.1 Thermal stress 

Temperature increase induced a metabolic activity enhancement after 24h of exposure. 

Energy nucleotides regulation, highlighted by ampk and ampd relative gene expression, 

increased in thermal-stress exposed mussels at the two sampling times. AMPk enzyme is 

activated by an upstream kinase through free AMP accumulation. This process occurs very 

quickly as soon as ATP supply decreases (Ke et al., 2018). Here, no AMP accumulation was 

observed in 25°C exposed mussels. However, ampd gene expression level tended to increase 

associated with an increase of inter-individual variability of IMP content after 24h of thermal 

stress. These observations may result in a conversion of AMP into IMP in part of the 

organisms and avoiding thus its accumulation (O’Brien et al., 2017). AMPk enzymatic 

activation under thermal stress has already been shown in D. polymorpha (Jost et al., 2015). 

Indeed, its activity is season-dependant and increases with temperature. In winter, AMPk 
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activity quickly reached a steady state from a water temperature of 12°C (Jost et al., 2015). 

Studies in bivalve and crustacean species showed that AMPk is an early indicator of heat 

stress since its activity increases before other cellular heat stress indicators such as heat shock 

proteins or lactate accumulation (Frederich et al., 2009; Jost et al., 2015). The activation of 

AMPk allows the maintenance of a positive energy balance, in particular by preserving 

ATP:ADP ratio (Hardie and Evans, 2019; Ke et al., 2018). According to our results, the slope 

of the curve plotting ATP:ADP ratio versus AEC, was lower in heat-exposed mussels 

compared to controls. However, no decrease of AEC was observed, suggesting such 

conservation of the energy balance equilibrium.  

Oxidative phosphorylation relative gene expressions increased in high temperature 

exposed mussels after 24h. The increased relative expression of these transcripts has already 

been shown under heat stress in the redband trout (Garvin et al., 2015) as well as in natural 

environments during spring and summer in D. polymorpha (Kerambrun et al., 2016; Louis et 

al., 2020). Since no variation was observed in ETS and COX activities, the increased 

expression of the genes encoding these enzymes may contribute to the activity maintenance. 

Indeed, the discrepancies between gene expression and activities could also be due to 

different levels of regulation of these pathways. Hypoxia markers, such as hif relative gene 

expression, also increased with temperature. The transcriptional factor hif-1α is not only 

known to be regulated by oxygen but also by hyperthermia which plays a key role in its up-

regulation in cells (Chun et al., 2003). In addition, ldh relative gene expression also trended to 

increase suggesting an overwhelmed aerobic capacity since mussels need to recruit anaerobic 

metabolism. The global increase of metabolism is known to reflect the transition from 

optimum to pejus range of environmental conditions (Sokolova et al., 2012). With increasing 

temperature, aerobic scope is favoured supported by the anaerobic metabolism to ensure the 

energy demand (Mascaró et al., 2019; Pörtner, 2010). Some authors showed that the 

mobilization of anaerobic metabolism under thermal stress resulted from a limited capacity of 

oxygen uptake and transport rather than in mitochondrial dysfunction, in the rock crab Cancer 

irroratus (Frederich and Pörtner, 2000) and in periwinkle Littorina saxatilis (Sokolova and 

Pörtner, 2003). Although no significant difference in aox relative gene expression was noticed 

here, a tendency to increase was observed after 24h suggesting a potential impact of the 

temperature on the redox balance. AOX accepts electrons directly from ubiquinol bypassing 

complexes III and IV without transferring protons. Thus, the use of AOX complex leads to a 

lowered ATP production capacity, which is consistent with the decrease tendency of ATP 
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content under high temperature. In addition, AOX is involved in mitochondrial redox balance 

by neutralising ROS (Mc Donald et al., 2009), mainly produced by the mitochondrial 

respiratory chain. However, no increase of OXPHOS activity and cellular damage associated 

with ROS production (data not shown) were revealed after 7 days at 25°C. The unchanged 

ROS level may result from both absence of oxidative stress and ROS counterbalancing by 

AOX. After seven days of exposure, all markers showed similar level to control, except for 

ampk gene expression, suggesting that D. polymorpha is able to implement compensatory 

mechanism during middle-term exposure to high temperature.  

Although most of markers presented levels similar to controls after 7 days of high 

temperature exposure, our results seem to show an overwhelmed global energy metabolism. 

Indeed, the slope of the curve representing ATP:ADP ratio versus AEC drastically decreased 

compared to control. In addition, ADP and AMP tended to accumulate, and the PLS-DA 

model confirmed their potency in discriminating the data set. The accumulation of ADP and 

AMP could be partially linked to the mussels' fasting during the experimentation. Although 

cellular respiration measured in heat-exposed organisms did not differ from control after 7 

days, compensatory mechanisms seemed to be no longer able to respond to the energy 

demand, suggesting a further transition to pessimum range. Indeed, the cumulative effect of 

thermal stress in time affects the overall organisms’ performance making organisms 

overwhelmed (Mascaró et al., 2019). According to our present results, after 7 days of thermal 

stress at 25°C, a beginning of transition between pejus to pessimum range seemed to appear 

challenging thus organisms’ fitness and survival (Sokolova et al., 2012). This hypothesis is 

supported by White et al. (2015) study which showed an increase of mortality when D. 

polymorpha was exposed more than 10 days to high temperatures (25-28°C).  

4.2 Hypoxic stress 

Overall, mussels’ responses to hypoxia showed an impairment of energy balance. 

After 24h of exposure, the AEC decreased significantly compared to control, mainly due to 

lower ATP content in hypoxia-exposed mussels. The reduced ATP level and consequently 

AEC, have been previously associated with a decrease of the OXPHOS as revealed by ETS 

activity (Sokolova, 2018). However, in our study, no variation of ETS activity was noticed in 

hypoxia-exposed organisms at the two times suggesting that the increased energy demand was 

not compensated. Of note, anaerobic markers were not upregulated in mussels exposed to 

hypoxia and no variation was observed in enzymatic activity responses either. After seven 
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days of hypoxia, cellular respiration rate was lower and mitochondrial coupling efficiency 

significantly decreased compared to controls, suggesting proton leak (Sokolova, 2018).  

Adaptive mechanisms facing hypoxia depend on species tolerance (Sokolov et al., 

2019; Sokolova, 2018). Yusseppone et al. (2018) exposed a freshwater hypoxia-tolerant clam, 

Diplodon chilensis, to a moderate hypoxia (2mg.L-1 O2 ~ 30% dissolved oxygen). Authors 

showed no variation in most of analysed energy metabolism markers except for sdh gene 

expression, which decreased after 10 days under hypoxia. In addition, aox gene expression 

increased only under anoxia conditions. The authors concluded that D. chilensis used an 

energy conservation strategy through a metabolic rate depression (MRD) under hypoxia. 

Although no significant increase was observed here in aox gene expression level, its 

responses variability increased after 24h of hypoxia. After 7 days of exposure, no variation 

was observed in sdh relative gene expression. These results are consistent with observations 

of the literature and suggest that D. polymorpha could tolerate such hypoxic conditions (30% 

O2) at least one week. However, a recent study showed that Dreissena polymorpha 

distribution is correlated with hypoxic areas. Authors showed that only few and young 

mussels were found in hypoxic zones suggesting a sensitivity to long-term hypoxic conditions 

(Karatayev et al., 2018).  

The global responses analysis allowed us to consider the whole panel of markers 

measured in each condition. After 24h of hypoxia, mussels’ responses were close to the axis 

intersection, showing a slight decline of global energy metabolism. After 7 days of exposure, 

global responses remained nearby this intersection, suggesting thus a sustained low metabolic 

rate after 7 days under hypoxia. Hypoxia effect has already been studied in D. polymorpha 

(Alexander Jr and McMahon, 2004) and displayed a metabolic rate decrease under hypoxia 

(50% dissolved O2) when mussels were acclimated to high temperatures (15 and 25°C). Since 

its living environment is not submitted to huge oxygen variations, D. polymorpha has been 

considered as a poorly hypoxia-adapted species (McMahon, 1996). Nevertheless, studies 

realised on hypoxia tolerant species such as C. gigas and C. virginica showed a decrease of 

mitochondrial coupling related to a MRD under hypoxic conditions (Ivanina et al., 2012; 

Kurochkin et al., 2011; Sussarellu et al., 2013), similarly to our observations in D. 

polymorpha. This metabolic arrest through a decline of ATP turnover was described as 

hypoxia adaptive mechanism in organisms (Hochachka et al., 1996). In this way, D. 

polymorpha appears to be more hypoxia-tolerant than expected since a MRD was observed 

through the overall dataset. It is likely that this species developed potential acclimation or 



 

 
163 

adaptation to changing environments. Indeed, a significant increase in the frequency and the 

intensity of meteorological and hydrological events has been observed (EEA, 2007). 

According to the data collected by the French Water Agency, dissolved oxygen measurements 

strongly varied in previous summer months near our sampling site. Average oxygen saturation 

decreased from 95% in 2016 to 86% in 2018 with values below 70% in summer in 2018 

(http://rhin-meuse.eaufrance.fr). The increased frequency of drought periods associated with 

oxygen variations could affect populations, bringing them to develop new strategies in order 

to ensure their survival.  

4.3 Potential biomarkers? 

The ANOVA-2 factor performed on overall responses allowed to evaluate condition, 

time and their combination effects. Only few combined effects of condition and time were 

recorded. Indeed, only cs, aox and hif gene expressions were significantly affected by both 

factors simultaneously. According to our observations, energy related indices were 

significantly impacted by the two conditions and by time under thermal stress. AEC has 

already been used as biomarker in ecotoxicology but its interpretation is controversial (Le Gal 

et al., 1997; Marazza et al., 1996; Sokolova et al., 2005). Although low AEC values seem to 

systematically indicate a stress, higher AEC values do not reflect the absence of disturbance. 

Indeed, an exposure to higher contaminant concentrations leads to an increase of AEC 

variability without a significant decrease of the average values (Le Gal et al., 1997; Marazza 

et al., 1996). The evolution of the curve representing the ratio ATP:ADP versus the AEC 

could allow to visualize the evolution of the three parameters and could bring more insights. 

Indeed, this representation of responses was revealed as good indicator of energetic changes 

that would have been missed by simple analysis of the usual energetic parameters (Thébault et 

al., 2000). 

Concerning enzymatic activities, the targeted markers seemed to be less sensitive at 

the biochemical level than at the molecular one. Indeed, under thermal stress, most of the 

gene expressions were upregulated after 24h of exposure. However, only ampk significantly 

remained overexpressed after seven days. Few markers, i.e: aox, hif and cs, showed a 

combined effect of time and condition (25°C). They could constitute putative relevant 

biomarkers since they integrate both thermal stress and exposure duration. In an active 

biomonitoring, these markers could bring information in a global change context. However, 
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no significant difference in their expression level was shown after seven days of exposure. 

Their use as potential biomarker of disturbance chronicity still need to be further investigated. 

5. Conclusion 

This study highlighted that the D. polymorpha population studied here presented 

different energy metabolism management strategies according to the kind of stress in 

laboratory conditions. Indeed, our observations showed that thermal stress led to an increased 

metabolic rate and on the contrary, hypoxia induced a MRD. In addition, after 7 days of 

thermal stress, compensatory mechanisms seemed overwhelmed. In risk assessment, time 

factor should be taken into account since organisms’ tolerance window depends on the 

duration of stress exposure. Mitochondria are a centre of animals’ adaptation to environmental 

conditions through diverse metabolic rearrangements (fusion, fission, proliferation, and 

mitophagy) (Sokolova, 2018). More studies regarding combined effect of hypoxia and 

temperature and natural physicochemical parameters fluctuations effects on energy 

metabolism could allow the detection of global change impact on aquatic organism 

populations. 
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Supplementary material: 

Table S1. Primers used for gene expression measurements. Abbreviations, NCBI accession 

numbers of the original sequences of the genes targeted in D. polymorpha. 

Gene Abbreviation NCBI F primers R primers 

Actin act AF082863 CCTCACCCTCAAGTACCCCAT TTGGCCTTTGGGTTGAGTG 

Alternative oxidase aox Q9P959 GTGAACCATACCCTCGCCTC TGTAGTGACTGCGGATGGTC 

AMP deaminase ampd Q9DBT5 ACCCAGCCAGTGTTGTTTCA TTTGCTCGTGGACTCAACGT 

AMP kinase α subunit ampk Q8BRK8 TGCTAAATGAAAGAGGTGACGC CATGTGGTGGCATATACGATGT 

ATP synthase atp JQ781135 GACTCCACCTCCCGTATCCT TCCTCTGAAAGCTCGTCCAT 

Cytochrome c oxidase cox AAL55513 AGGCCCTGCGATAGATTTTT AAAGGGACCCGGTAAAATTG 

Citrate synthase cs MN579511 GTGCCCTGTCAGACCCTTAC CTGTCCTGCCTTGAGTGTGT 

Cytochrome b cytb DQ072120.1 CGCCACTTTAAAGCGATTTTT TGGGTCAGCAAATAGATCTGG 

Hypoxia inducible factor-

1α 
hif P59723 TGTATGGGGTCAGTAAGAAGCT TCCTGCAAGCACTCAACGAT 

Lactate dehydrogenase ldh Q7TNG8 TGCCCAAACTACATTGCCAAAT ATTGGGATTGGCAAACGGGA 

Ribosomal protein S3 s3 AJ517687 CAGTGTGAGTCCCTGAGATACAAG AACTTCATGGACTTGGCTCTCTG 

Succinate dehydrogenase sdh Q9YHT2 TAGACCGTCCAGTTTAGCGC CCTCTGCCACACATGTACGT 
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5. Conclusions 

 L’étude des effets des stress thermique et hypoxique sur les réponses du métabolisme 

énergétique a permis d’observer un profil de réponses différent selon le stress considéré. 

Comme cela est classiquement décrit dans la littérature, en hyperthermie, l’ensemble de 

l’activité métabolique augmente afin de répondre aux besoins énergétiques de l’organisme. 

Néanmoins, ces mécanismes compensatoires semblent ici être dépassés après 7 jours 

d’exposition suggérant que la tolérance à l’hyperthermie est limitée dans le temps (Figure 28). 

Les mêmes observations ont d’ores et déjà été décrites par Mascaro et al. (2019) chez 

l’hippocampe Hippocampus erectus dont la capacité à réguler le métabolisme pouvait 

dépendre du temps d’exposition. Dans une démarche de biosurveillance active, la prise en 

compte d’outils à la fois précoces et intégrateurs des stress dans le temps est donc essentielle. 

 

Figure 28. Fenêtre de tolérance thermique chez D. polymorpha en fonction du temps 

d’exposition précisée d’après les résultats obtenus dans cette étude. 

A l’inverse du stress thermique, le stress hypoxique a induit une diminution de 

l’activité métabolique générale des moules exposées à 30% d’oxygène dissous. Cet « arrêt 

métabolique » est classiquement décrit chez des espèces tolérantes à l’hypoxie. Ce processus 

consiste en une forte diminution de l’activité métabolique des organismes dans le but de 

minimiser les dépenses énergétiques et d’assurer la survie des organismes (Sokolova and 

Pörtner, 2001). D’après les résultats obtenus dans cette étude, cette hypothèse d’un « arrêt 

métabolique » peut être notamment appuyée par l’analyse statistique globale. En effet, 
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l’ensemble des réponses des individus exposés à l’hypoxie a été regroupé sur le plan de 

l’analyse à proximité de l’intersection des deux axes, suggérant une faible réponse des 

marqueurs ciblés. D. polymorpha est un organisme souvent considéré comme peu tolérant à 

l’hypoxie (Alexander and Mc Mahon, 2004). Néanmoins, les résultats acquis dans cette 

expérimentation ont montré une capacité compensatoire de D. polymorpha face à la limitation 

en oxygène jusqu’à la fin de l’expérimentation de 7 jours notamment à travers le maintien de 

la balance énergétique et la mise en place d’un potentiel arrêt métabolique (Figure 29).  

 

Figure 29. Fenêtre de tolérance à l’hypoxie chez D. polymorpha en fonction du temps 

d’exposition précisée d’après les résultats obtenus dans cette étude. 

L’éventuelle acclimatation ou adaptation de la population à l’hypoxie peut notamment 

résulter des changements globaux auxquels cet animal ectotherme est fortement soumis. 

Néanmoins, l’augmentation de la température appliquée (+ 15 °C) semble avoir fortement 

affecté les organismes après 7 jours d’exposition, suggérant ici une limite de la plasticité 

physiologique des dreissènes à un stress thermique prolongé dans le temps. Dans ce sens, 

l’utilisation de marqueurs intégrateurs du temps d’exposition au stress comme l’expression du 

gène hif, apparait comme un outil potentiel pertinent en biosurveillance, complémentaire des 

indices énergétiques.  
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II. Effet d’un stress métallique à différentes 

températures sur les réponses du métabolisme 

énergétique en fonction du stade de reproduction 

 

1. Contexte et objectifs 

D. polymorpha alloue 30 à 45% de son énergie aux différents processus 

physiologiques impliqués dans la reproduction (Sprung, 1995). Dans ce sens, la majorité des 

réserves énergétiques est utilisée au printemps-été lors de la période de reproduction et 

renouvelée en automne-hiver (Publication n°1 ; Palais et al., 2011, 2012). Cet effort 

énergétique peut sensibiliser les organismes et les rendre plus vulnérables en présence de 

stress environnementaux (Bacchetta and Mantecca, 2009 ; Binelli et al., 2004, 2001 ; Zorita et 

al., 2006). En effet, les animaux exposés à la contamination mettent en place différents 

mécanismes de défense engageant ainsi une dépense énergétique au détriment d’autres 

fonctions vitales telles que la reproduction, la croissance ou la formation de réserves 

énergétiques (Sokolova and Lannig, 2008). Néanmoins, en période de reproduction, l’apport 

en énergie peut ne pas être suffisant pour supporter à la fois la demande énergétique liée au 

développement des gamètes et la réponse à un stress supplémentaire. En effet, le suivi 

saisonnier réalisé au préalable sur la même population de D. polymorpha a permis d’identifier 

les fluctuations naturelles des marqueurs métaboliques étudiés, révélant une diminution de 

l’énergie disponible au sein de l’organisme à partir du printemps. Globalement, le 

métabolisme énergétique de D. polymorpha est donc fortement soumis aux variations 

saisonnières.  

L’objectif de cette étude était de caractériser les réponses des différents processus du 

métabolisme énergétique ciblés dans ce travail, lors de l’exposition à des stress métallique et 

thermique modéré. Au sein des écosystèmes aquatiques, le cadmium est considéré comme un 

des métaux les plus toxiques représentant ainsi un risque certain pour les organismes qui y 

sont exposés (Hanana et al., 2019; Simpson, 1981; Sokolova, 2004; Sokolova et al., 2005). La 

toxicité du Cd est notamment due à sa capacité à se substituer à certains métaux essentiels tels 

que le zinc, le cuivre et le calcium et ainsi, à perturber l’activité de diverses métallo-enzymes 

(Martin-Garin et Simon, 2004 ; Simpson, 1981). Les organismes filtreurs comme la dreissène 
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peuvent accumuler cet élément trace métallique dans leurs tissus, ce qui peut induire des 

effets néfastes au niveau de leur métabolisme (Kraak et al., 1999 ; Kwan et al., 2003). Le Cd 

est notamment connu pour ses effets sur les mitochondries. En effet, en remplaçant certains 

métaux essentiels comme le calcium, il peut s’interposer au niveau des mécanismes de 

transport de ce dernier, conduisant à l’activation de l’apoptose par voie intrinsèque (Kesseler 

and Brand, 1994 ; Skulachev et al., 1967 ; Sokolova et al., 2004). Les perturbations 

mitochondriales observées lors d’une exposition au Cd peuvent également être amplifiées 

avec l’augmentation de la température (Ivanina et al., 2012; Lannig et al., 2006; Sokolova, 

2004). Lors d’un stress thermique, l’activité métabolique des organismes ectothermes 

augmente, entrainant une dépense énergétique importante. Cette perte énergétique peut 

aboutir à une sensibilité et une vulnérabilité plus importante des organismes face à 

l’exposition à un contaminant, limitant ainsi leur fenêtre de tolérance thermique. Dans un 

contexte de changements globaux, l’impact de l’augmentation de la température est un 

paramètre essentiel à prendre en compte dans l’évaluation des risques.  

Afin de comprendre comment la gestion du métabolisme énergétique lors de 

l’exposition aux stress pouvait être affectée par la période de reproduction des dreissènes, 

deux expérimentations ont été réalisées successivement : une première en novembre 2018 en 

période de repos et une seconde en juin 2019 en période de reproduction. Les dreissènes ont 

été prélevées au sein de la même population que celle étudiée lors du suivi saisonnier. Les 

individus ont été exposés 7 jours à 10 µg.L-1 de Cd à deux températures différentes : la 

température mesurée in situ au moment du prélèvement et la température in situ + 5 °C. Les 

moules ont été échantillonnées après 24 heures et 7 jours d’exposition et l’ensemble des 

réponses des processus clés du métabolisme énergétique étudiés a été mesuré.  

2. Principaux résultats 

Cette étude a permis de révéler des différences en fonction de la période du cycle 

saisonnier dans les réponses de plusieurs marqueurs étudiés, tels que l’ensemble des activités 

enzymatiques (ETS, COX, CS et LDH), l’expression des gènes ampk, cox et aox ainsi que la 

concentration en protéines et en IMP. Lors du suivi saisonnier, ces activités s’étaient avérées 

influencées par la saison ainsi que par l’ensemble des fluctuations des paramètres physico-

chimiques associées (Publication n°1). Les activités ETS et LDH ont également déjà été 

montrées sensibles aux variations saisonnières à travers une augmentation de l’activité en été 

et une diminution en période hivernale chez Dreissena polymorpha (Fanslow et al., 2001 ; 
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Potet, 2017). D’un autre côté, certains marqueurs ont présenté des réponses similaires pour les 

deux saisons après la phase d’acclimatation de 15 jours en laboratoire (T0). On retrouve parmi 

ces marqueurs l’ensemble des nucléotides adényliques et la CEA, l’ensemble des gènes 

codant pour les différents complexes de la chaine respiratoire excepté le gène cox, 

l’expression relative des gènes ampk et cs, et les réserves énergétiques (lipides, glycogène). 

En juin 2019, les valeurs de la CEA mesurées après la phase d’acclimatation au laboratoire 

étaient plus élevées que dans le milieu naturel à la même période. Les concentrations en 

glycogène et lipides étaient, elles, toujours plus basses à T0. Le stress, difficilement évitable, 

subi par les dreissènes suite au transport et au changement de milieu peut provoquer une 

utilisation de ces réserves. En effet, le glycogène est la première source énergétique utilisée 

avant les lipides lors de l’apparition d’un stress chez les bivalves (Anacleto et al., 2013; 

Andrade et al., 2017; Cordeiro et al., 2017, 2016). D’autre part dans cette étude, les analyses 

statistiques globales ont montré que le facteur saison représentait plus de 92 % de la variance 

totale du jeu de données tandis que la contamination représentait seulement 0,1 %. 

Effectivement, peu d’effets du Cd ont été observés sur les différents marqueurs. En période de 

reproduction, les dreissènes exposées au Cd ont utilisé leurs réserves énergétiques 

(glycogène) après 24 heures d’exposition. La dégradation du glycogène a notamment pu 

permettre d’assurer l’apport énergétique nécessaire pour lutter contre le stress et limiter 

l’impact du contaminant métallique sur les fonctions mitochondriales ou l’équilibre de la 

balance énergétique. Cependant, des dommages cellulaires ont été mesurés en juin 2019 chez 

les moules exposées à la fois au stress thermique et au stress métallique suggérant une 

sensibilité accrue lors de la période de reproduction.  

L’ensemble des résultats de cette étude a été valorisé sous la forme d’un article soumis 

au journal Aquatic Toxicology (Publication n°3). 
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Keywords: energy metabolism, ATP, Cd, biomonitoring 

Highlights:  

• OXPHOS and anaerobic metabolism-related markers varied between seasons in D. 

polymorpha 

• Mussel responses to Cd and warming depended on the reproduction stage.  

• The reproductive cycle period accounted for 92% of marker responses variance. 

 

Abstract: Metal trace elements such as cadmium (Cd) are commonly present in ecosystems 

and could lead to impairment of mitochondrial functions and energy imbalance in aquatic 

organisms including molluscs. Combined exposure to increasing temperatures and Cd could 

enhance such an impact on animals. Seasonal fluctuations, such as temperature, and the 

corresponding reproduction cycle can affect biomarker responses. However, the reproduction 

cycle stage is rarely taken into account in ecotoxicological studies. Thus, this work aimed at 

understanding energy metabolism responses in a sentinel species, Dreissena polymorpha. 

Mussels were collected during the rest and the reproduction periods and were exposed to 10 

µg.L-1 of cadmium (Cd) at two temperatures (in situ temperature and in situ temperature + 

5°C) during 7 days. Energy metabolism was monitored by measuring reserves and energy 

nucleotides charge and by assessing aerobic and anaerobic metabolism markers, and upstream 

regulation pathways. Markers related to OXPHOS activity revealed seasonal variations under 

laboratory conditions. Conversely, adenylate nucleotides, glycogen, lipid and transcript levels 

of AMP-activated protein kinase, citrate synthase, ATP synthase and cytochrome b encoding 

genes remained steady after the acclimation period. No evident effect of Cd on energy 

metabolism markers was noticed for both exposures although the transcript level of succinate 

dehydrogenase and citrate synthase encoding genes decreased with Cd during the rest period. 

Cellular stress, revealed by lipid peroxidation and catalase mRNA levels, only occurred in Cd 

and warming-co-exposed mussels during the reproduction period. These results suggest that 

contaminant impact might differ according to the reproduction cycle stage. The effect of 

confounding factors on biomarker variations should be further investigated to have a deeper 

knowledge of metabolism responses under laboratory conditions. 
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1. Introduction 

Dreissena polymorpha is a freshwater model species commonly used in biomonitoring 

(Binelli et al., 2015, 2004; de Lafontaine et al., 2000; Faria et al., 2011, 2009; Kerambrun et 

al., 2016; Pain and Parant, 2007; Palais et al., 2011). Its reproduction cycle, with 

gametogenesis occurring in winter, maturation and release of gametes in spring and summer, 

and post-reproduction and rest periods in autumn, was described to be energy-costly since this 

species allocates 30 to 45% of its energy to reproduction (Palais et al., 2011; Sprung, 1995). 

The gonadal development of D. polymorpha, similarly to other bivalves, depends on several 

environmental factors, in particular temperature and food availability (Haag et al., 1993; 

Mcmahon, 1996; Ram et al., 1996). Several studies characterised annual fluctuations of 

diverse physiological responses in D. polymorpha. A transcriptomic study revealed seasonal 

variations with higher transcripts related to gametogenesis and mitochondrial metabolism in 

the rest period than in the reproduction period (Navarro et al., 2013). Energy reserve storage 

such as lipids and glycogen were shown to increase and be stored during winter, and used 

during the reproduction period (Palais et al., 2011). Oxidative phosphorylation markers, such 

as electron transport system (ETS) activity and ATP synthase mRNA expression level, were 

higher during summer than during the winter period (Fanslow et al., 2001; Kerambrun et al., 

2016). These seasonal fluctuations are considered as confounding factors and challenge the 

link between marker responses and the health status of model species (Faria et al., 2014; 

Minguez et al., 2009; Pain-Devin et al., 2014; Viarengo et al., 2007). 

Temperature and trace metals are common environmental stressors in ectotherm 

species, which are directly exposed to environmental variations and anthropogenic pollution. 

High temperatures, such as those resulting from seasonal fluctuations, strongly affect the 

physiology of ectothermic aquatic bivalves and may decrease their tolerance to toxic 

substances like metals (Sokolova and Lannig, 2008). Cadmium (Cd) is a widespread toxic 

trace metal in aquatic environments (Simpson, 1981) and is known to be accumulated in 

bivalves’ soft tissues (Kraak et al., 1992; Marie et al., 2006). Cd concentrations ranging from 

1 to 90μg.g-1 were measured in Dreissena polymorpha during biomonitoring surveys (Kraak 

et al., 1999; Kwan et al., 2003). From 9µg.L-1, in vivo Cd exposures lead to significant 

physiological disturbances (apoptosis, respiration rate decline, AMP accumulation) in aquatic 

organisms including molluscs (Hanana et al., 2019; Simpson, 1981; Sokolova, 2004; 

Sokolova et al., 2005).  
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Mitochondria are considered as a major target of temperature and trace metals effects, 

since mitochondrial metabolism plays an important role in energy balance, stress and 

adaptation (Salin et al., 2015; Sokolova and Lannig, 2008). Several studies reported an effect, 

which is enhanced at high temperatures, of Cd on energy metabolism. The additive effect of 

Cd and warming results in an energy deficit in molluscs through a decline of respiration rate 

(Cherkasov et al., 2010; Ivanina et al., 2012; Lannig et al., 2006; Mubiana and Blust, 2007; 

Sokolova, 2004). The exposure to Cd coupled to high temperatures also inhibits 

mitochondrial enzymes such as citrate synthase activity in Crassostrea virginica (Cherkasov 

et al., 2010; Ivanina et al., 2012; Sokolova, 2004). Other metabolism-related markers, such as 

energy balance and respiratory chain complexes, have already been targeted in metal and 

thermal stress studies. The adenylate energy charge (AEC) and cytochrome c oxidase (cox) 

mRNA expression decreased after 3 weeks of Cd exposure (25µg.L-1) in Crassostrea gigas 

(Sokolova et al., 2005). Besides their combined effect, Cd and high temperature impacts could 

differ according to the season of the exposure. Cherkasov et al. (2010) exposed Crassostrea 

virginica to a thermal and metal cross-stress at two different seasons (winter and summer) and 

observed a higher impact of temperature and Cd on energy metabolism during the 

reproduction period (summer) than during rest (winter).  

The influence of confounding factors on energy metabolism is largely described in 

marine species but is still poorly studied in freshwater species. In the context of freshwater 

pollution biomonitoring, the purpose of this work was to study how the reproduction cycle 

stage influenced the effects of a short-term Cd and warming co-exposure on energy 

metabolism responses in the sentinel species Dreissena polymorpha. Therefore, two Cd 

exposures at two different temperatures were conducted on mussels harvested during the rest 

period (November 2018) and during the reproduction period (June 2019). Several markers 

associated with cellular ATP production and management were measured after 24 hours and 7 

days of Cd exposure. Key processes involved in energy metabolism such as energy 

nucleotides and their regulation (AMP kinase and AMP deaminase), anaerobic (lactate 

dehydrogenase) and aerobic (citrate synthase, succinate dehydrogenase, cytochrome b, 

cytochrome c oxidase and ATP synthase) metabolism markers were targeted by analysing 

mRNA levels and/or enzymatic activities. The potential cellular damage induced by Cd or 

reactive oxygen species (ROS) produced by the respiratory chain was also assessed through 

lipid peroxidation and catalase mRNA expression.  
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2. Material and Methods 

2.1 Mussels collection and acclimation 

Dreissena polymorpha specimens were hand-collected in the Meuse channel 

(Commercy, France, E05°35’32’’, N48°45’50’’) in October 2018 and May 2019. 

Physicochemical parameters of water at the sampling points are presented in Table S1.  Only 

individuals between 15 and 25mm in length were selected and were quickly transported to the 

laboratory in aerated field water. Mussels were acclimated for 15 days at the field temperature 

(11°C in November 2018 and 14°C in June 2019) in two separate 4.5L aquaria. Water was 

continuously aerated and an artificial photoperiod corresponding to the one at the sampling 

time (8 a.m. – 6 p.m. in November and 6 a.m. – 10 p.m. in June) was applied. Water from the 

field was progressively replaced by spring water (Cristaline®, Aurèle spring, 1/3 per day). 

After 15 days, one water bath was maintained at the field temperature and the temperature of 

the second was increased by 5°C on three days (2°C per day the two first days and 1°C the 

third day).  

2.2 Exposure design 

After acclimation, mussels were exposed for 7 days to 10µg.L-1 of Cd or kept in spring 

water (control). Both conditions were repeated at two different temperatures (in situ 

temperature and in situ temperature + 5°C), in November 2018 and in June 2019. Cadmium 

chloride (CdCl2-H2O; ref 45-23/25-33) was purchased from Sigma-Aldrich. A stock solution 

of Cd (10mg.L-1, expressed as total ion concentration) was prepared and acidified to 1% with 

nitric acid to limit metal adsorption. All exposure media (4.5L) were renewed every day with 

a prediluted Cd solution to ensure a homogenous exposure to Cd. After each renewal, mussels 

were fed with 15.103 cells.mL-1 of fresh algae (Chlorella vulgaris). Cadmium concentration 

was measured twice a day in all tanks. The actual concentrations of Cd in exposure water 

were 7.51µg.L-1 ± 2.73 (November 2018) and 7.93µg.L-1 ± 2.25 (June 2019) during the 

experiment. Physicochemical parameters (pH, temperature, conductivity and dissolved 

oxygen) were monitored twice per day in each tank (Table S2). Gonadal development stage 

was analysed on mussels (n =12) before the start of the exposure and 10 other individuals 

were frozen for metal tissue concentration measurements. After 24 hours and after 7 days of 

exposure, mussels were also sampled and dissected to perform all other analyses. For 

transcript level of the genes and enzymatic activity analyses (n = 10 for each measurement), 

digestive glands were dissected and shock-frozen. For reserve content measurements (n = 10), 
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the whole organisms were dissected and shock-frozen. Mussels were entirely shock-frozen 

with their shell for energy nucleotide contents analysis (n = 10). 

2.3 Gonadal development analysis 

Dissected mussels (without byssus and shell) were fixed in Bouin’s aqueous solution 

for 24h followed by successive alcohol dehydration baths from 50° to 100°. After 

dehydration, samples were placed in a butanol solution to permeate all tissues. Samples were 

then paraffin-embedded, and 7µM sections were prepared from the foot to gonads of mussels. 

Sections were stained with picro-indigo carmine and solid nuclear red and observed with a 

microscope to sex the gonads and to assign them to a development stage (Gist et al., 1997; 

Palais et al., 2011). The assignment was based on the size and the number of present oocytes 

(females) or spermatogenesis steps (males). 

2.4 Cd concentration in tissues 

Mussel soft tissues were dried at 60°C for 24h and digested in nitric acid 65% for 48h 

at 80°C. Metal quantifications were performed in the resulting acid solutions (adjusted to 3mL 

with deionized water) by flameless atomic absorption spectrophotometry (flameless AAS: 

Varian SpectrAA 220 Zeeman), as described in Palais et al. (2012). Results are expressed in 

µg.g-1 of dry weight (DW). 

2.5 Enzymatic activities 

The digestive glands were weighed and crushed in phosphate buffer containing 

protease inhibitors (50mM pH 7.6 supplemented with 1mM phenylmethylsulfonyl fluoride 

and 1mM L-serineborate) at 8:1 (v/w) ratio. Samples were centrifuged (3000g, 10min, 4°C). 

The supernatant was collected for the enzymatic activities’ measurement. Assays were 

performed with an automated spectrophotometer (Gallery, ThermoScientific). Electron 

transport system (ETS) and lactate dehydrogenase (LDH) activities, protein content, and lipid 

peroxidation (LOOH) were measured according to Garaud et al. (2016) and Potet et al. 

(2016).  

For cytochrome c oxidase (COX) activity, cytochrome c (10 mg.ml-1) was dissolved in 

potassium phosphate buffer (10 mM, pH 7.0) and reduced by the addition of 6% of ascorbate. 

The absorbance of cytochrome c was measured at 550nm and 565nm to calculate the ratio 

A550/A565, which indicates a correct reduction for values comprised between 10 and 20. No 

purification step was realised after ascorbate addition. The sample supernatant was diluted to 
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1:45 in 100mM Tris buffer (pH 8.1). Reduced cytochrome was added to the previous dilution. 

Cytochrome c oxidation was then monitored for 3min at 550nm. For citrate synthase (CS) 

activity, supernatant was diluted to 1:55 in 0.1M Tris buffer (pH 8.1) supplemented with 

0.15mM DTNB (5,5'-dithiobis-2-nitrobenzoate; Merck) and 0.2mM acetyl-coenzyme A 

(Merck). The activity was first monitored for 3min at 420nm to subtract the background due 

to the buffer absorbance. Absorbance at 420nm was recorded again for 3min after the addition 

of 4mM oxaloacetate (Merck). Enzymatic activity is expressed in U.g-1 proteins (molar 

extinction coefficient (ε) reduced cytochrome c = 7040M-1.cm-1, ε DTNB = 14140M-1.cm-1). 

2.6 Energy reserve contents 

Mussel soft tissues were weighed and crushed in 50mM phosphate buffer (pH 8) at 5:1 

(v/w) ratio and centrifuged (3000g, 5min, 4°C). Protein content was determined by Bradford’s 

method. Lipid and glycogen contents were measured according to the method of Plaistow et 

al. (2001). 

2.7 Energy nucleotide contents 

Nucleotides extraction was realized as described in Sokolova et al. (2005). Briefly, 

frozen mussels were quickly dissected and lyophilized for 48h. Soft tissues were then crushed 

in 0.6M perchloric acid (Merck) solution, centrifuged (3000g, 10min, 4°C) and the 

supernatant was collected. The pH of each extract was adjusted to 5 - 6.5 with 5mM 

potassium hydroxide and 1M bicine solution. No EDTA was added to perchloric acid solution 

leading to a potential underestimation (10-20%) of nucleotide contents. Precipitated 

potassium perchlorate was removed by a second centrifugation. Extracts were then filtered 

(0.45µm) and stored at -80°C. Concentrations of ATP, ADP, AMP and IMP were measured 

with a high-performance liquid chromatography (HPLC) system and Nucleosic C18 column 

(Nucleosil) according to Sokolova et al. (2000). The separation was performed at a flow rate 

of 0.8mL.min-1 using a mobile phase of 1M phosphate buffer with 5% methanol (pH 6) for 

15min. Nucleotide contents were monitored at 254nm and nucleotide concentrations were 

calculated using ATP, ADP, AMP, and IMP standards (Sigma) of 20, 10, 2 and 10µM, 

respectively. Adenylate energy charge (AEC) was calculated using the following formula: 

AEC=
[ATP] + 0.5 × [ADP]

[ATP] + [ADP] + [AMP]
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2.8 mRNA expression of metabolism-related genes 

Total RNA was extracted from digestive glands using TriReagent (Euromedex) 

following the manufacturer’s protocol. Reverse transcription was performed on 400ng of total 

RNA using Verso cDNA Synthesis Kit (Thermo Scientific) and random hexamer/oligo dT 

primers (v/v 3:1) according to the manufacturer’s instructions. The reaction was conducted at 

42°C for 30min using a PCR Mastercycle (Eppendorf). 

Transcript levels of the genes were analysed by real-time quantitative PCR using 

Absolute Blue qPCR SYBR Green ROX Mix (Thermo Scientific) according to the 

manufacturer’s protocol. Specific primers are given in Table 1. Energy nucleotides regulation 

was studied through AMP-activated protein kinase (ampk) and AMP deaminase (ampd) 

mRNA expressions. Concerning the OXPHOS, genes encoding the beta subunit of the ATP 

synthase (atp), cytochrome b (cytb), cytochrome c oxidase (cox), but also another unit of the 

respiratory chain, the alternative oxidase (aox) were selected. Citrate synthase (cs), lactate 

dehydrogenase (ldh), and catalase (cat) transcript levels were also measured. The optimal 

primer quantity was evaluated across a range of concentrations between 150 and 600nM. The 

PCR steps consisted in 15min initial denaturation at 95°C followed by 40 cycles of heat 

denaturation at 95°C for 10s, annealing at 60°C for 60s and were carried out in a CFX 

Manager (BioRad) on 1/10 diluted complementary DNA (cDNA). The relative transcript 

expression level was calculated using the Pfaffl method (Pfaffl, 2001) taking into account the 

PCR efficiency and normalized by the geometric mean of the two housekeeping genes 

(encoding actin and ribosomal protein S3) according to Navarro et al. (2011). A standard 

curve using dilutions of cDNA between 1:10 and 1:1000 was performed to calculate the PCR 

efficiency. 
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Table 1. Summary of the primers used for gene expression measurements. Abbreviations, 

NCBI accession numbers of the original sequences of the genes targeted in D. polymorpha. 

Gene Abbreviation NCBI F primers R primers 

Actin act AF082863 CCTCACCCTCAAGTACCCCAT TTGGCCTTTGGGTTGAGTG 

Alternative oxidase aox Q9P959 GTGAACCATACCCTCGCCTC TGTAGTGACTGCGGATGGTC 

AMP deaminase ampd Q9DBT5 ACCCAGCCAGTGTTGTTTCA TTTGCTCGTGGACTCAACGT 

AMP kinase α subunit ampk Q8BRK8 TGCTAAATGAAAGAGGTGACGC CATGTGGTGGCATATACGATGT 

ATP synthase atp JQ781135 GACTCCACCTCCCGTATCCT TCCTCTGAAAGCTCGTCCAT 

Catalase cat EF681763 ACGGCTATGGAAGCCACACG AGGTCGCGCATCGCATAGTC 

Cytochrome c oxidase I cox AAL55513 AGGCCCTGCGATAGATTTTT AAAGGGACCCGGTAAAATTG 

Citrate synthase cs MN579511 GTGCCCTGTCAGACCCTTAC CTGTCCTGCCTTGAGTGTGT 

Cytochrome b cytb DQ072120.1 CGCCACTTTAAAGCGATTTTT TGGGTCAGCAAATAGATCTGG 

Lactate dehydrogenase ldh Q7TNG8 TGCCCAAACTACATTGCCAAAT ATTGGGATTGGCAAACGGGA 

Ribosomal protein S3 s3 AJ517687 CAGTGTGAGTCCCTGAGATACAAG AACTTCATGGACTTGGCTCTCTG 

Succinate dehydrogenase sdh Q9YHT2 TAGACCGTCCAGTTTAGCGC CCTCTGCCACACATGTACGT 

2.9. Statistical analysis 

Marker responses were analysed by a two-way ANOVA to assess temperature, 

exposure duration, and contamination effects. Parametric (Tukey) or non-parametric 

(Kruskal-Wallis) post-hoc tests were used to determine the significant differences between 

conditions. Marker responses measured on mussels sampled after the acclimation were 

compared by a t-test to assess differences between the two reproduction cycle steps. 

Previously, normality and homoscedasticity of the data were tested with Shapiro and Bartlett 

tests respectively. A global analysis of marker results was also performed with a Partial Least 

Square Discriminant Analysis (PLS-DA) to identify the overall capacity of markers to 

discriminate the different conditions and periods as well as to define the most relevant 

markers. The relevance of marker responses was based on the individual role of each marker 

in the overall model, estimated by the VIP (Variable Importance in the Projection). Only 

markers with a VIP > 1 were considered significant in the model. Partial redundancy analysis 

was also performed on the total dataset to see whether well-characterised variables (months) 

with strong effects obscure the effects of other explanatory variables. A threshold of p < 0.05 

was considered significant. Statistical analyses were performed using R software (R 

Development Core Team, 3.5.0). 
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3. Results 

3.1. Gonadal development  

Gonadal development was analysed on mussels before exposure for both seasons (Fig. 

1). In November, 6 females and 2 males were identified, and sex could not be determined in 4 

individuals due to complete gonad regression. The histological analysis revealed that 82% of 

mussels were in the resting stage and 18% in developing one. In June, there were 7 females 

and 5 males which were either in pre-spawn (33.4%) or post-spawn period (66.6%).  

 

Figure 1. Gonadal development stage in November 2018 and June 2019 observed in overall 

male and female mussels (n=12). Different development stages are represented in percentage 

of each stage. 

 

3.2. Cadmium bioaccumulation 

No Cd accumulation was observed in control mussels after 24h or 7 days. Mussels 

exposed to Cd accumulated metal in both experimentations compared to control mussels, with 

a significantly higher accumulation after 7 days of exposure compared to 24h (Fig. 2).  

Temperature effects on Cd accumulation were observed in Cd-exposed mussels with higher 

Cd concentration at the elevated temperature after 7 days. While Cd accumulation after 24h 

was similar between the two months, mussels’ tissues presented a significantly higher Cd 

concentration in November than in June after 7 days of exposure.  
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Figure 2. Cadmium bioaccumulation before (T0) and during exposure (24h and 7d) in control 

and Cd-exposed mussels in November 2018 (A) and June 2019 (B) at in situ temperature 

(white) and in situ temperature + 5°C (grey). Data are expressed as mean ± SD. Asterisk 

indicates significant difference with controls. Different letters indicate significant difference 

between Cd-exposed mussels (p < 0.05) (n=10).  

 

3.3. Cellular energy metabolism 

3.3.1. Seasonal variations 

Several markers showed differences between seasons after the acclimation period 

(Table 2). All energy nucleotide contents (ATP, ADP, and AMP) remained stable after 15 

days of acclimation (T0) in both months. Only IMP content was higher in November than in 

June (Table 2). Glycogen and lipid contents were similar between November and June, while 

protein content increased significantly in June (Table 2). The mitochondrial density, which is 

revealed by CS relative mRNA expression and activity, did not vary between the two 

reproduction periods (Table 2). The oxidative phosphorylation was assessed by measuring 

ETS and COX activities and relative transcript levels of cytb, cox, sdh, atp and aox genes. 

Most of these markers did not show differences between seasons except for aox, sdh and cox 

mRNA expressions and COX and ETS activities (Table 2). COX activity, sdh and aox 

transcript levels were higher in November than in June, while the opposite was observed for 

ETS activity and cox mRNA expression. The increase of ldh transcript level and LDH activity 

in June suggested that the potential capacity for anaerobic metabolism was enhanced in 

summer period (Table 2). The regulation of energy nucleotides was affected by the sampling 

period. Transcript level of ampd was significantly increased in June compared to November, 

while no difference was noticed in ampk relative mRNA expression (Table 2). No difference 

between the two seasons was observed in cellular stress markers, as revealed by cat transcript 

level and lipid peroxidation measurement (Table 2). 



 

 
190 

Table 2. Inter-seasonal variations of marker responses measured on mussels sampled after 

the acclimation period (T0). Results were expression as mean ± SD (n = 10, p < 0.05). 

 November 2018 June 2019 p value 

ldh 0.01 ± 0.005 0.02 ± 0.004 0.001 

aox 0.6E-3 ± 0.3E-3 0.3E-3 ± 0.3E-3 0.048 

cox 1.21 ±  0.36 4.2 ± 2.5 0.002 

ampd 0.0043 ± 0.02 0.01 ± 0.006 0.001 

ampk 0.01 ± 0.009 0.02 ± 0.01 0.05 

sdh 5.38E-5 ± 1.3E-5 2.42E-5 ± 1.3E-5 0.048 

cytb 0.40 ± 0.25 0.18 ± 0.14 0.06 

atp 0.15 ± 0.03 0.016 ± 0.06 0.64 

cs 0.05 ± 0.01 0.04 ± 0.01 0.08 

cat 0.02 ± 0.01 0.02 ± 0.01 0.58 

ETS 0.74 ± 0.11 0.99 ± 0.09 1.40E-8 

LDH 89.61 ± 25.03 105.4 ± 18.3 0.03 

COX 5.40 ± 2.1 1.62 ± 0.62 2.10E-10 

CS 88.04 ± 24.47 100.93 ± 35.03 0.09 

IMP 0.33 ± 0.17 0.21 ± 0.17 0.04 

ATP 5.18 ± 2.28 4.30 ± 2.10 0.42 

ADP 2.82 ± 0.72 2.01 ± 0.64 0.05 

AMP 1.47 ± 0.59 0.99 ± 0.59 0.06 

AEC 0.68 ± 0.12 0.71 ± 0.06 0.43 

Lipids 0.61 ± 0.12 0.50 ± 0.19 0.08 

Glycogen 1.09 ± 0.77 1.38 ± 0.60 0.46 

Proteins 35.70 ± 6.57 48.67 ± 14.46 0.001 

LOOH 22.37 ± 15.13 21.82 ± 5.51 0.34 

 

3.3.2. Exposure effects 

The effects of Cd exposure on available energy were assessed by analysing energy 

nucleotide and reserve contents. In November, levels of adenylates (ATP, ADP and AMP) 

showed no variation between control and Cd-exposed mussels (Fig. 3A and Table 3). In June, 

ATP content significantly increased at 14°C in Cd-exposed mussels for 24h while no 

variation was observed in AMP and ADP contents (Fig. 3B, Table 3). AEC values remained 

unchanged in all conditions in November (Fig. 3C), while a significant decrease in AEC 

values was observed in control mussels in June after 7 days at the highest temperature (Fig. 

3D). Although no effect of Cd on AEC values was observed, inter-individual variability 

increased in mussels co-exposed to Cd and elevated temperature for both sampling times (Fig. 

3C and D). In November, energy reserves did not show any significant variation (Fig. 3E and 
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Table 3). During the reproduction period, 24h of Cd exposure led to a significant decrease in 

glycogen at both temperatures (Fig. 3F), whereas no effect was observed after 7 days of 

exposure. Protein and lipid contents remained unchanged in all conditions (Table 3). 

Mitochondrial responses were evaluated by the activity and mRNA levels of 

OXPHOS-related enzymes and the citrate synthase (Fig. 4 and Table 3). In November, only 

sdh relative mRNA expression decreased significantly after 7 days of exposure at the highest 

temperature (Fig. 4A). The other OXPHOS related genes did not display any variation in their 

transcript level under Cd exposure (Fig. 4C and Table 3). In June, Cd did not affect the 

relative mRNA expression of the genes involved in OXPHOS (Fig.4B-D and Table 3). A Cd 

effect was observed on cs relative mRNA expression in both exposures. In November, after 

24 hours at 11°C (Fig. 4E), cs relative transcript level significantly increased in Cd-exposed 

mussels. In June, it decreased in Cd and warming-co-exposed mussels after 7 days compared 

to control (Fig. 4F). ETS, COX and CS activities remained stable in all conditions (Table 3).
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Table 3. D. polymorpha marker responses after 24 hours and 7 days of exposure to Cd at in situ temperature and in situ temperature + 5°C. 

Data are expressed as mean ± SD (n = 10). Abbreviations: Temp. (temperature); ETS (electron transport system); CS (citrate synthase); COX 

(cytochrome c oxidase); LDH (lactate dehydrogenase); cytb (cytochrome b gene); ampd (AMP deaminase gene); ampk (AMP-activated protein 

kinase gene) aox (alternative oxidase gene). Units: µmol.g DW-1 (ADP, AMP and IMP), mg.g FW (proteins, lipids), mmolO2.g proteins-1.h-1 

(ETS), U.g proteins-1 (CS and COX), µmolNADH.g proteins-1.h-1 and relative mRNA expression (ampk, ampd, ldh, cytb, cox and aox).  

Month Time Temp. Condition ADP AMP IMP Proteins Lipids ETS CS COX LDH  ampk ampd ldh cytb cox aox 

November 
2018 

24 

hours 

11 °C 

Control 
2,68 ± 
0,28 

1,18 ± 
0,55 

0,23 ± 
0,12 

37,56  ± 
3,23 

0,55 ± 
0,09 

0,77 ± 
0,09 

87,09 ± 
19,04 

4,81 ± 
1,54 

86,87 ± 
27,89 

0,013 ± 
3,7E-03 

0,006 ± 
2,8E-03 

0,009 ± 
4,4E-03 

0,45  ± 
0,15 

1,58 ± 
1,29 

0,0005 ± 
1,8E-04 

Cd 
2,56 ± 

0,63 

1,19 ± 

0,34 

0,24 ± 

0,09 

35,31 ± 

4,78 

0,53 ± 

0,11 

0,76 ± 

0,08 

91,98 ± 

13,14 

5,14 ± 

1,65 

76,71 ± 

16,68 

0,014 ± 

6,3E-0,3 

0,004 ± 

1,8E-03 

0,009 ± 

1,5E-03 

0,51 ± 

0,29 

1,28 ± 

0,62 

0,0004 ± 

1,8E-04 

16 °C 

Control 
2,67 ± 

0,34 

0,83 ± 

0,29 

0,24 ± 

0,13 

39,83 ± 

8,76 

0,65 ± 

0,17 

0,74 ± 

0,07 

88,54 ± 

13,16 

5,78 ± 

1,65 

89,62 ± 

20,31 

0,012 ± 

3,9E-03 

0,004 ± 

1,6E-03 

0,009 ± 

2,9E-03 

0,37 ± 

0,14 

0,91 ± 

0,41 

0,0004 ± 

1,8E-04 

Cd 
2,82 ± 

0,57 

1,16 ± 

0,5 

0,26 ± 

0,07 

34,92 ± 

8,11 

0,58 ± 

0,16 

0,80 ± 

0,1 

89,17 ± 

15,11 

3,96 ± 

1,56 

75,33 ± 

17,20 

0,018 ± 

9,1E-03 

0,003 ± 

1,1E-03 

0,01 ± 

2,9E-03 

0,40 ± 

0,21 

1,16 ± 

0,65 

0,0006 ± 

3,4E-04 

7 

days 

11 °C 

Control 
2,91 ± 

0,87 

1,27 ± 

0,75 

0,19 ± 

0,11 

42,34 ± 

11,3 

0,57 ± 

0,09 

0,70 ± 

0,04 

78,08 ± 

10,85 

4,27 ± 

1,47 

70,84 ± 

20,67 

0,011 ± 

8,2E-03 

0,004 ± 

2,1E-03 

0,006 ± 

2,9E-03 

0,34 ± 

0,14 

0,93 ± 

0,51 

0,0005 ± 

2E-04 

Cd 
3,10 ± 
0,82 

1,40 ± 
0,46 

0,26 ± 
0,13 

37,48 ± 
11,8 

0,68 ± 
0,15 

0,71 ± 
0,07 

78,76 ± 
13,23 

5,31 ± 
1,43 

79,32 ± 
13,66 

0,010 ± 
3,9E-03 

0,005 ± 
1,5E-03 

0,005 ± 
1,7E-03 

0,27 ± 
0,07 

1,10 ± 
0,52 

0,0006  ± 
3,2E-04 

16 °C 

Control 
2,89 ± 

0,63 

1,40 ± 

0,58 

0,21 ± 

0,11 

45,54 ± 

9,83 

0,63 ± 

0,10 

0,79 ± 

0,09 

82,02 ± 

17,22 

5,73 ± 

1,19 

78,43 ± 

13,43 

0,015 ± 

8,7E-03 

0,004 ± 

1,2E-03 

0,01 ± 

4E-03 

0,44 ± 

0,20 

1,05 ± 

0,66 

0,0006 ± 

2,8E-04 

Cd 
2,93 ± 

0,54 

1,38 ± 

0,95 

0,27 ± 

0,15 

43,90 ± 

6,88 

0,61 ± 

0,08 

0,75 ± 

0,08 

77,20 ± 

11,12 

5,88 ± 

2,6 

78,73 ± 

8,53 

0,013 ± 

5,3E-03 

0,004 ± 

1,3E-03 

0,007 ± 

2,2E-03 

0,38 ± 

0,13 

0,86 ± 

0,33 

0,0005 ± 

2,7E-04 

June 2019 

24 

hours 

14 °C 

Control 
1,11 ± 

0,27 

0,37 ± 

0,13 

0,09 ± 

0,04 

52,94 ± 

13,34 

0,49 ± 

0,1 

0,92 ± 

0,14 

107,63 

± 25,01 

1,76 ± 

0,82 

103,41 

± 20,93 

0,022 ± 

4,4E-03 

0,0137 ± 

5,7E-03 

0,018 ± 

6,9E-03 

0,19 ± 

0,10 

5,97 ± 

4,03 

0,0003 ± 

1,2E-04 

Cd 
1,07 ± 

0,68 

0,30 ± 

0,12 

0,06 ± 

0,02 

48,13 ± 

10,61 

0,59 ± 

0,57 

0,83 ± 

0,24 

118,56 

± 73,00 

1,34 ± 

0,81 

90,75 ± 

16,90 

0,029 ± 

2,1E-02 

0,011 ± 

3,9E-03 

0,02 ± 

8,3E-03 

0,21 ± 

0,12 

5,24 ± 

2,47 

0,0003 ± 

3,4E-04 

19 °C 

Control 
1,10 ± 
0,41 

0,35 ± 
0,11 

0,1 ± 
0,06 

47,82 ± 
12,27 

0,40 ± 
0,15 

0,83 ± 
0,16 

89,79 ± 
18,75 

1,59 ± 
1,11 

118,21 
± 34,24 

0,031 ± 
2,3E-02 

0,010 ± 
3,6E-03 

0,016 ± 
6,1E-03 

0,21 ± 
0,14 

5,75 ± 
3,91 

0,0002 ± 
1,2E-04 

Cd 
1,09 ± 

0,16 

0,42 ± 

0,27 

0,07 ± 

0,03 

56,19 ± 

11,60 

0,46 ± 

0,23 

0,84 ± 

0,25 

99,97 ± 

46,70 

1,37 ± 

0,41 

94,42 ± 

28,43 

0,023 ± 

9,3E-03 

0,01 ± 4,2E-

03 

0,017 ± 

6,8E-03 

0,23 ± 

0,12 

7,90 ± 

3,97 

0,0003 ± 

2,2E-04 

7 
days 

14 °C 

Control 
0,84 ± 
0,21 

0,33 ± 
0,20 

0,04 ± 
0,02 

53,04 ± 
17,30 

0,47 ± 
0,39 

0,90 ± 
0,20 

89,34 ± 
28,39 

1,69 ± 
0,65 

103,47 
± 20,80 

0,036 ± 
2,3E-03 

0,016 ± 
6,,2E-03 

0,02 ± 
1,2E-02 

0,29 ± 
0,21 

6,54 ± 
3,69 

0,0004 ± 
3,6E-04 

Cd 
0,98 ± 

0,40 

0,50 ± 

0,10 

0,05 ± 

0,02 

52,80 ± 

11,41 

0,54 ± 

0,24 

0,89 ± 

0,32 

85,17 ± 

19,89 

1,13 ± 

0,32 

112,15 

± 32,55 

0,025 ± 

1,1E-02 

0,013 ± 

6,2E-03 

0,018 ± 

7,5E-03 

0,24 ± 

0,08 

7,42 ± 

3,81 

0,0002  ± 

9,7E-05 

19 °C 

Control 
1,34 ± 

0,36 

0,74 ± 

0,12 

0,08 ± 

0,06 

52,01 ± 

12,71 

0,39 ± 

0,13 

0,80 ± 

,13 

83,42 ± 

33,49 

1,19 ± 

0,43 

75,90 ± 

25,43 

0,032 ± 

1,2E-02 

0,017 ± 

1,3E-02 

0,03 ± 

1,2E-02 

0,30 ± 

0,13 

13,53 ± 

7,10 

0,0005 ± 

4,0E-04 

Cd 
0,87 ± 

0,47 

0,43 ± 

0,37 

0,04 ± 

0,07 

56,15 ± 

20,08 

0,52 ± 

0,14 

0,91 ± 

0,19 

101,98 

± 39,44 

1,77 ± 

0,89 

96,40 ± 

32,20 

0,04 ± 

2,3E-02 

0,0158 ± 

6,0E-03 

0,019 ± 

9,3E-03 

0,22 ± 

0,10 

6,45 ± 

3,08 

0,0003 ± 

1,6E-04 
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Figure 3. ATP contents, AEC and glycogen contents measured in November 2018 (A, C and E 

respectively) and June 2019 (B, D and F respectively) in control mussels (white boxes) and 

Cd-exposed mussels (grey boxes) at in situ temperature (11°C and 14°C) and in situ 

temperature + 5°C (16°C and 19°C) (n=10). Data are expressed as median ± SD. Asterisk 

represent significant difference between two conditions (p < 0.05).  
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Figure 4. sdh, atp and cs relative gene expression levels measured in November 2018 (A, C 

and E respectively) and in June 2019 (B, D and F respectively) in control mussels (white 

boxes) and Cd-exposed mussels (grey boxes) at in situ temperature (11°C and 14°C) and in 

situ temperature + 5°C (16°C and 19°C) (n=10). Data are expressed as median ± SD. 

Asterisk represent significant difference between two conditions (p < 0.05).  
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3.4. Stress markers 

In November, no difference was observed between the different experimental groups 

neither on cat relative mRNA expression nor on lipid peroxidation measurement (Fig. 5 A-C). 

In June, no Cd effect was observed after 24h of exposure. After 7 days, cat transcript level 

and lipid peroxidation increased significantly in Cd and warming-co-exposed mussels 

compared to the corresponding control (Fig. 5 B-D).  

 

Figure 5. cat relative gene expression level and lipid peroxidation measured in November 

2018 (A and C respectively) and June 2019 (B and D respectively) in control mussels (white 

boxes) and Cd-exposed mussels (grey boxes) at in situ temperature (11°C and 14°C) and in 

situ temperature + 5°C (16°C and 19°C) (n=10). Data are expressed as median ± SD. 

Asterisk represents significant difference between two conditions (p < 0.05).  
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3.5. Global analysis 

The PLS-DA model explained 74% of the variance of the entire data set with the two 

first axes (Fig. 6). The identified structure was tested against a null model which revealed its 

significance (p = 0.001, 999 permutations). According to the results, energy nucleotides and 

reserves (left side) as well as energy nucleotides regulation and OXPHOS markers (right side) 

mainly defined the primary axis. The secondary axis was mainly characterised by the mRNA 

expression of genes involved in mitochondrial energy metabolism (cs, sdh and atp). The 

transcript levels of these three genes were VIP markers and discriminated the overall data set. 

The two reproduction periods were separated along the primary axis. In November, responses 

between controls and Cd-exposed mussels were distinguished along the secondary axis while 

in June the same axis separated the experimental groups according to the exposure duration. 

According to the redundancy analysis results, 92% of the variance was due to the exposure 

period. Conditions (control and Cd) represented only 0.1% of the observed variance while 

cumulated temperature and exposure duration variance was 1.1%. Only 7.1% of the total 

variance was unexplained.  

 

 

Figure 6. Partial Least Square Discriminant Analysis (PLS-DA) representing biomarkers 

responses in November 2018 and June 2019 for controls and 10µg.L-1 Cd-exposed mussels at 

in situ temperature and in situ temperature + 5°C. The F1-F2 axes represent 62.4% and 

11.5% of the total variance of the data set respectively. Markers in bold and underlined 

indicate VIP markers. 
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4. Discussion 

4.1 Seasonal variations 

Biomarker development encounters some locks. Confounding factors such as 

reproduction cycle could bias marker responses interpretation (Amiard-Triquet et al., 2012). 

This study provided evidence for the potent effect of seasonality on metabolism-related 

marker responses in biomonitoring. Contrasted marker behaviours emerged after acclimation 

period to laboratory conditions (15 days) with markers presenting similar or different levels 

between November 2018 and June 2019. In the present study, all adenylate nucleotide 

contents and AEC values were similar between November and June after 15 days of 

acclimation. However, we previously showed that adenylate energy charge values 

significantly decreased in situ between November 2018 (mean AEC = 0.8) and June 2019 

(mean AEC = 0.2) in the same population of mussels (Louis et al., 2020). Although sampling, 

transport and handling were stress factors, mussels were able to stabilise their energy balance 

during the acclimation period under laboratory conditions by potentially using energy 

reserves.  

Lipid and glycogen levels did not vary between both exposures after the acclimation 

period in the present study although mussels spawned their gametes during acclimation in 

June. However, glycogen and lipids are the main energy storage in organisms, and are largely 

known to be used for gametes and gonadal tissues formation, leading thus to strong seasonal 

variations (Anacleto et al., 2013; Andrade et al., 2017; Cordeiro et al., 2017, 2016; Louis et 

al., 2020 ; Palais et al., 2011; Tourari et al., 1988). By contrast, a seasonal variation was 

observed in protein contents with an increase in June. In reproduction period, the synthesis of 

specific proteins of interest could be enhanced to ensure gametes development (Li et al., 

2011). 

Aerobic metabolism markers such as cs, cytb and atp mRNA transcript levels and CS 

activity did not differ between November and June in our study after the acclimation period. 

These markers, however, have been shown to be submitted to seasonal variation with a global 

aerobic metabolism activity enhancement in summer compared to winter season (Louis et al., 

2020; Majed et al., 2002; Soren et al., 2018). Of note, ETS activity was reported to show 

seasonal variations in the natural environment with an increase in summer months (Fanslow et 

al., 2001; Louis et al., 2020), which is consistent with the increased ETS activity that we 

observed in June compared to November. Cytochrome c oxidase relative mRNA expression 



 

 
198 

was higher in June than in November, while its activity decreased. The discrepancy between 

these two levels of response might result from diverse regulations steps at the transcriptional 

but also at the post-translational level (Gedeon and Bokes, 2012).  

The regulation of energy nucleotides was partially affected by the sampling period. 

While no seasonal variation was noticed in ampk transcript level, ampd mRNA expression 

significantly increased in June compared to November. Interestingly, ampd transcript level 

increased while IMP content decreased in June. AMP deaminase converts AMP into IMP to 

avoid AMP accumulation in cells (Składanowski et al., 2005). However, only ampd mRNA 

expression was analysed in this work restricting thus an extrapolation to the enzymatic level.  

Lactate dehydrogenase activity and transcript level showed a higher level in June than 

in November after the laboratory acclimation period. Seasonal variations in LDH activity or 

ldh mRNA expression have been observed in different fish species and in D. polymorpha with 

an increase during summer months (Koenig and Solé, 2014; Louis et al., 2020; Vornanen, 

1994). This enhancement could result from a higher energy demand during reproduction 

period (Sokolova et al., 2012). 

This study brought out few markers, which presented stable levels after the 

acclimation period under laboratory conditions at both exposure periods. These markers 

include ampk, cs, cytb, atp mRNA expression, glycogen, lipid, adenylate nucleotide contents 

and citrate synthase activity. Markers with stable level present an interest for risk assessment 

since they could be used whatever the period of the reproduction cycle, limiting thus bias in 

response interpretation. 

4.2 Exposure effects 

The results of the present study highlighted an increased Cd bioaccumulation in 

mussels exposed to Cd at the highest temperature. Mussels accumulated twice more Cd in 

November than in June. Nardi et al. (2017, 2018) showed the same results in Mytilus 

galloprovincialis exposed to Cd during winter and summer months. In November, the 

increase of Cd bioaccumulation under warming-stress could result from a temperature-

dependent enhancement of metabolic rate in mussels whose metabolic activity is reduced 

during winter months (Louis et al., 2020; Nardi et al., 2017, 2018). 

No clear impact of Cd was highlighted on energy-related markers in the present study. 

Adenylate energy charge values remained unchanged and no mitochondrial activity variation 
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was noticed in both exposures. However, inter-individual AEC variability increased in June in 

Cd-exposed mussels. Energy nucleotide are tightly regulated and continuously balanced 

(Storey, 2004). Exposure to pollutants may lead to an increase of AEC variability without a 

significant decrease of the average value (Le Gal et al., 1997; Marazza et al., 1996). 

Variability changes could be as informative as significant difference between means (Devin et 

al., 2014). This variability increase suggests a disparity of physiological status between 

mussels that could be due to an energy reallocation to compensatory mechanisms. Regarding 

mussels’ energy reserves, only a decrease in glycogen content was observed in Cd-exposed 

mussels after 24 hours at both temperatures in June. The use of glycogen is likely to 

contribute to ensuring energy demand (Koukouzika and Dimitriadis, 2008). Glycogen is a 

very labile energy source and can be degraded very quickly in response to a stress, which is 

supported by the simultaneous increase of ATP content after 24h of Cd exposure in June.  

A slight negative Cd effect was here noticed on transcript level of two OXPHOS 

complexes (sdh and atp) and citrate synthase mRNA expression in D. polymorpha. During the 

rest period, the transcript levels of these genes trended to decrease under Cd exposure. To the 

best of our knowledge, the transcript levels of these genes has never been analysed after 

warming and Cd multi-stress although their activities were previously investigated. A 

decrease in OXPHOS activity under Cd exposure has already been shown in a D. polymorpha 

sister species, Dreissena rostriformis bugensis (Hanana et al., 2019). In addition, Kurochkin 

et al. (2011) showed that mitochondrial complex II (succinate dehydrogenase) was the most 

sensitive to Cd among all electron transport complexes in Crassostrea virginica isolated 

mitochondria. Temperature increase enhanced its sensitivity since a more pronounced 

decrease of complex II and citrate synthase activities was observed at 30°C compared to 20°C 

in Cd-exposed oysters (Ivanina et al., 2008). However, no variations of CS and ETS activities 

were observed in our study suggesting that Cd did not affect mitochondria activity in D. 

polymorpha whatever the season.  

In ecotoxicological investigations on D. polymorpha, induction of defence 

mechanisms and cellular damage are usually observed under metal stress (Garaud et al., 2016; 

Marie et al., 2006; Potet et al., 2018, 2016; Schäfer et al., 2012). The appearance of cellular 

damage after 7days of Cd and warming co-exposure in June but not in November could 

suggest that mechanisms involved to overcome a contamination could differ over the 

reproduction cycle. Nardi et al. (2017, 2018) showed a greater efficiency of antioxidant 

protection mechanisms in winter than in summer in Mytilus galloprovincialis exposed to 
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20µg.L-1 of Cd. This difference in protection efficiency between seasons could lead to a 

higher sensitivity of mussels exposed to pollutant during summer months. 

Marker variations in response to stress are essential to assess before considering it as a 

potential biomarker for risk assessment. This study brought out several markers being both 

stable whatever the period after acclimation to laboratory conditions and sensitive under 

contaminant exposure. These markers are ATP synthase, citrate synthase mRNA expression, 

energy nucleotides and glycogen, which may be considered as promising biomarkers. 

4.3 Global response overview 

The global analysis performed on control and Cd-exposed mussels’ responses allowed 

the consideration of the whole panel of markers at each period. According to the profile of 

responses, the two reproduction cycle stages were separated along the first axis while the 

conditions (control vs Cd-exposed in November and 24h vs 7 days in June) were separated 

along the second axis. Exposure conditions were discriminated by the transcript levels of the 

mRNA expression of three genes involved in mitochondrial energy metabolism (cs, sdh and 

atp). After the acclimation to laboratory conditions, two of these markers (cs and atp) 

presented similar mRNA transcript level between November and June, while sdh mRNA 

expression varied between the two reproduction periods. This variation of sdh mRNA 

transcript level could result from a “laboratory effect” and lead to a misinterpretation of 

marker response. In the present study, the period factor represented more than 92% of the 

total variability of the dataset while the exposure factor represented only 0.1%. These results 

comfort the potent role of seasonality influence on biomarker response interpretations in 

ecotoxicological studies.  

4. Conclusion and perspectives 

This study brings a deeper understanding of how responses to chemical stress depend 

on the reproduction cycle in D. polymorpha. Strong differences were highlighted in energy 

metabolism responses under laboratory conditions between seasons. However, several 

markers (atp, cs mRNA expression, glycogen and adenylate nucleotide contents) were shown 

to be season-independent with the same level after laboratory acclimation period, but also 

sensitive to the contamination. These markers could be potentially used in contaminant effect 

studies under laboratory conditions. Complementary studies on several D. polymorpha 

populations would be necessary to confirm their potential use in a biomonitoring perspective. 

Although energy metabolism carries vital functions out, it is also a complex and tightly 
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regulated process. More studies considering intrinsic factor effects on energy metabolism in 

long-term controlled exposures are required to confirm the potential of energy-related markers 

as early contamination biomarkers.  
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Supplementary data 

Table S1. Physicochemical parameters of water at the two sampling months. N.D: not 

detected. 

Date Temperature (°C) Oxygen (%) pH Conductivity Cd (µg.L-1) 

10/23/2018 11.9 83 7.562 578 N.D 

05/15/2019 15.1 101 7.747 562 N.D 

 

 

 

Table S2. Physicochemical parameters of exposure media (mean ± SD). 

Month Condition 
Temperature 

(°C) 
pH Oxygen (%) Conductivity (µS) 

Nov. 18 

Control 11°C 11.2 ± 0.2 8.2 ± 0.2 109.1 ± 6.6 546 ± 12 

Cd 11 °C 11.2 ± 0.2 8.1 ± 0.2 107.1 ± 6 543 ± 13 

Control 16 °C 16.4 ± 0.5 8 ± 0.2 109.3 ± 5.2 555 ± 4 

Cd 16 °C 16.4 ± 0.5 8 ± 0.3 108 ± 7.5 559 ± 7 

June 19 

Control 14 °C 13.7 ± 0.4 7.6 ± 0.4 95.9 ± 0.7 522 ± 6 

Cd 14 °C 13.8 ± 0.5 7.8 ± 0.3 92.7 ± 0.4 534 ± 5 

Control 19 °C 19 ± 0.4 7.7 ± 0.2 90.6 ± 0.5 535 ± 5 

Cd 19 °C 18.8 ± 0.5 7.8 ± 0.3 92 ± 0.5 525 ± 5 
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3. Résultats supplémentaires : étude de la phosphorylation de 

l’AMP kinase par Western-Blotting 

L’étude de la phosphorylation de l’AMPk a été réalisée sur des échantillons issus de 

l’expérimentation menée en juin 2019, soit en période de reproduction des dreissènes, d’une 

exposition à un stress métallique (Cd) et thermique (+5 °C). L’AMPk est une enzyme activée 

par une cascade de réactions catalysées par des kinases aboutissant à sa phosphorylation. 

L’activation de cette enzyme traduit notamment un déséquilibre de la balance énergétique 

puisqu’elle est principalement régulée par la concentration en AMP cellulaire (Hardie et al., 

2006 ; Hardie and Sakamoto, 2006).  

Le ratio AMPk phosphorylée (pAMPk) / AMPk totale (AMPK α) a été calculé à partir 

des résultats de quantifications par Western-blot (Figure 30). Il correspond à la proportion 

d’AMPK activée dans les cellules. Le faible nombre de réplicats disponibles rend l’analyse 

statistique délicate par rapport au nombre de conditions existantes. Néanmoins, malgré 

l’absence de différence significative, une forte tendance à la diminution de ce ratio a été 

observée chez les dreissènes exposées 24 heures au Cd, aux deux températures. Après 7 jours 

d’exposition, l’activation de l’AMPk semblait être plus faible chez les individus témoins à 19 

°C par rapport aux témoins après 24 heures à la même température.  
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Figure 30. Analyse de l'activation de l'AMPk chez les organismes contrôles et exposés au Cd 

à deux températures pendant 24 heures et 7 jours par Western-Blotting. L'expression 

protéique de l'AMPk a été étudiée par Western-Blotting sur des extraits de protéines totales, 

chez les individus témoins ou les individus exposés à la contamination (Cd). La quantification 

a été réalisée par la mesure de la densitométrie des bandes, rapportée à celle d’un 

échantillon (Témoin 19 °C 7 jours). Les résultats concernant les échantillons Cd 19 °C 7 

jours et Témoins 14 °C 7 jours sont présentés (A) mais suite à un mauvais transfert de 

membrane, les résultats sont potentiellement biaisés par la qualité de l’image et ne sont pas 

discutés. Les photos des différentes membranes sont présentées (A, B et C) ainsi que le ratio 

entre l’AMPk totale et phosphorylée (D). Aucune analyse statistique n’a été réalisée du fait 

du faible nombre de réplicats et de la mauvaise qualité de transfert pour certains 

échantillons. 

Ces résultats suggèrent donc une inhibition de l’activation de l’AMP kinase lors de 

l’exposition au Cd. Dans la littérature, cette inhibition a déjà été décrite dans des 

spermatozoïdes de souris exposés au Cd, conduisant à un « blocage » du métabolisme 

énergétique (Li et al., 2017). L’AMPk étant à l’origine d’une cascade d’activation de 

plusieurs enzymes clés de la glycolyse, telles que la phosphofructo-kinase 2 ou encore la 

GAPDH (glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase), son inhibition conduit à terme à une 

diminution de la concentration en ATP cellulaire. Néanmoins, ces résultats vont à l’encontre 

de nos précédentes observations. En effet, à la même période, le taux de glycogène diminuait 

significativement chez les organismes exposés au Cd après 24 heures, suggérant une 

activation des voies glycolytiques. Cependant, l’impact du Cd est controversé dans la 

littérature puisque certaines études montrent également l’activation de l’AMPk en présence de 
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Cd sur des cultures cellulaires humaines (Chen et al., 2011). Après 7 jours, la baisse de 

l’activation de l’AMPk que nous avons observée chez les dreissènes témoins exposées aux 

deux températures est cohérente avec l’augmentation en AMP intracellulaire. D’après nos 

connaissances, aucune étude ne porte sur l’activité AMPk lors d’un stress thermique à moyen 

terme. Il se peut que les organismes, même non exposés au Cd, soient affectés par 

l’augmentation de température conduisant à un stress physiologique. L’analyse de l’activation 

de cette protéine clé de la régulation du métabolisme énergétique apporte une information 

importante sur l’état de santé global des individus. Cette étude préliminaire a permis de 

révéler : (1) la validité des anticorps primaires anti-souris AMPK total alpha 1 et 2 et 

phospho-AMPk (Abcam) monoclonaux chez D. polymorpha et (2) que l’AMPk étant une 

kinase activée par phosphorylation, l’étude de son état phosphorylé est plus informative que 

l’étude de son expression au niveau génique. En effet, aucune variation de l’expression du 

gène ampk n’a été observée lors de cette étude. Néanmoins, l’expression relative du gène 

permet d’avoir tout de même une certaine information quant au niveau de régulation inférieur 

ainsi que sur l’investissement énergétique potentiel dans l’expression de l’information 

génétique. 

4. Conclusions 

Différentes stratégies de gestion de l’énergie cellulaire ont été mises en évidence dans 

cette étude. En présence d’un stress thermique, le métabolisme énergétique est globalement 

plus actif par rapport à celui des témoins tandis que l’inverse a été observé en conditions 

hypoxiques. Bien que les deux expérimentations aient été menées dans des conditions 

analogues, le facteur période représente 92 % de la variabilité des réponses. Cependant, 

plusieurs marqueurs se sont révélés indépendants du stade de reproduction à travers des 

niveaux de réponse similaires mesurés après la phase d'acclimatation en laboratoire, ouvrant 

la voie à leur utilisation possible dans les études des effets des contaminants en laboratoire. La 

prise en compte des facteurs intrinsèques (cycle de reproduction, saisonnalité, âge, sexe…) est 

essentielle dans l’évaluation du risque car la fenêtre de tolérance des organismes peut être 

plus ou moins limitée en fonction de ces facteurs. En effet, une augmentation des dommages 

cellulaires a été observée chez les dreissènes exposées au Cd à la plus haute température 

uniquement en période de reproduction. Cependant, aucune perturbation des fonctions 

mitochondriales par le Cd n’a été décelée quelle que soit la période d’exposition suggérant 

ainsi que le métabolisme énergétique est un processus complexe finement régulé.  
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III. Perspectives issues de ces études 

Lors de l’exposition à un stress thermique ou hypoxique, le temps d’exposition peut 

sensiblement jouer sur les réponses des organismes. Le stress thermique a, ici, révélé une 

activation du métabolisme à court terme avant une potentielle diminution de la capacité de 

réponse des dreissènes après 7 jours d’exposition. La sensibilité des organismes ectothermes 

vis-à-vis des contaminants peut être accrue avec la température (Sokolova et al., 2012). De 

plus, la réponse des organismes face à des stress multiples peut également être fortement 

influencée par des facteurs confondants tels que le cycle de reproduction limitant ainsi la 

bonne interprétation des marqueurs métaboliques ciblés (Faria et al., 2014 ; Minguez et al., 

2009 ; Pain-Devin et al., 2014 ; Viarengo et al., 2007). En effet, l’ensemble des résultats 

acquis a permis d’observer un effet saisonnier (Chapitre 3) sur les réponses du métabolisme 

énergétique tant en milieu naturel qu’en conditions contrôlées de laboratoire. Cependant, 

certains marqueurs ont montré un même niveau de réponse après une acclimatation en 

conditions contrôlées de laboratoire, quelle que soit la saison d’exposition, pouvant ainsi 

limiter l’effet du paramètre « période » dans leur interprétation. Dans la suite de ce travail, 

l’ensemble des données acquises va être regroupé et traité statistiquement dans le but 

d’identifier des marqueurs potentiellement utilisables dans une démarche de biosurveillance. 
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Chapitre 5. 

 

 

Intégration des données dans une 

perspective de biosurveillance  
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Contexte 

L’utilisation des biomarqueurs en biosurveillance nécessite la levée d’un premier 

verrou afin d’affiner leur interprétation (voir Chapitre 1, Partie I.2.3), celui de la connaissance 

précise de leurs variations naturelles. Dans ce travail, cette étape a été initiée par la réalisation 

d’un suivi saisonnier des réponses des marqueurs ciblés sur un cycle annuel (mai 2018 - juin 

2019). Une seconde étape a ensuite permis d’évaluer l’effet d’un facteur confondant (stade de 

reproduction des dreissènes) sur les réponses mesurées lorsque les organismes étaient exposés 

à un stress. En effet, les facteurs confondants tels que l’âge, le sexe, les caractéristiques 

intrinsèques ou le cycle de reproduction des animaux interférent dans l’interprétation des 

réponses des biomarqueurs mesurés et représentent ainsi un second verrou dans leur 

utilisation en biosurveillance (Amiard-Triquet et al., 2012). 

Dans ce travail de thèse, vingt marqueurs, impliqués dans différentes voies 

métaboliques et à différents niveaux de régulation, ont été ciblés et mesurés sur l’ensemble 

des dreissènes échantillonnées soit lors du suivi saisonnier soit à l’issue des différentes 

expérimentations réalisées en conditions contrôlées de laboratoire. Afin d’organiser les 

informations apportées par l’étude de ces marqueurs non plus au niveau physiologique mais 

comme outils potentiels de biosurveillance, ce chapitre, en regroupant toutes les données 

acquises, constitue une première approche d’analyse globalisée des différents résultats 

obtenus dans l’ensemble des travaux réalisés au cours de la thèse. Il est divisé en trois grandes 

parties. 

 - La première partie vise à confronter les réponses des marqueurs en conditions contrôlées et 

en conditions naturelles. Elle compare pour cela les niveaux des marqueurs mesurés suite à 

une phase d’acclimatation au laboratoire de 15 jours avec ceux mesurés en conditions 

naturelles aux mêmes périodes de l’année.  

 - La seconde partie vise à évaluer la capacité des différents marqueurs à rendre compte de 

l’exposition à une pression environnementale en conditions contrôlées en fonction de leur 

comportement décrit en 1ère partie. Pour cela, des modèles ACP simples ont été utilisés dans 

un premier temps en prenant en compte l’ensemble des facteurs influençant les réponses afin 

d’observer le comportement de l’ensemble des réponses suivies en fonction des différentes 

conditions. Dans un second temps, des modèles ACP « within/between » ont été utilisés afin 

de s’affranchir de la période à laquelle les expérimentations ont été réalisées, grâce à une 
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normalisation des données par la période. Cette normalisation est basée sur différents calculs 

réalisés par le modèle permettant la superposition des valeurs selon le facteur choisi. Elle rend 

plus simple la lecture des résultats et l’observation d’une potentielle discrimination des 

groupes en fonction des conditions expérimentales, en masquant l’effet de la période. Cette 

approche peut permettre de mieux comprendre les effets des stress appliqués en laboratoire 

afin d’affiner l’interprétation des résultats (Artigas et al., 2012). 

- La troisième et dernière partie discute l’ensemble des résultats obtenus lors de cette 

approche d’intégration des données et propose des perspectives quant à l’utilisation des 

marqueurs du métabolisme énergétique en biosurveillance.  

A l’inverse des précédents chapitres, celui-ci est donc principalement basé sur 

l’analyse statistique des données pour évaluer le potentiel des réponses suivies des 

biomarqueurs de contamination du milieu ou de stress environnemental. Lors des précédents 

chapitres, les réponses ont été interprétées d’un point du vue biologique ou physiologique afin 

d’améliorer les connaissances sur le fonctionnement du métabolisme énergétique chez D. 

polymorpha et ses modulations par le stress. Ici, l’exercice est de concilier à la fois 

l’intégration de l’ensemble des réponses grâce aux outils statistiques et l’interprétation 

biologique pour pouvoir discuter de leur intérêt en écotoxicologie.  
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I. Variabilité temporelle des réponses du métabolisme 

énergétique en conditions naturelles et contrôlées  

 
 Le suivi saisonnier des réponses du métabolisme énergétique dans la population de 

dreissènes du canal de la Meuse en 2018-2019 (Publication n°1) a permis d’observer les 

fluctuations saisonnières des différents marqueurs étudiés dans la population de D. 

polymorpha ciblée. La connaissance des variations naturelles des marqueurs est un point clé 

dans l’interprétation de leur réponse en conditions contrôlées de laboratoire. Ainsi, l’ensemble 

des données acquises lors de ce suivi a été traité de manière à observer par représentation 

graphique les variations des réponses (moyennes et intervalles de confiance calculés pour 

chaque mois de prélèvement). Sur ces même graphiques, la moyenne des réponses mesurées 

après la phase d’acclimatation des organismes lors des différentes expérimentations réalisées 

au laboratoire (pour rappel : expositions au Cd en novembre 2018 et juin 2019, exposition aux 

stress thermique et hypoxique en novembre 2019) a été ajoutée afin d’observer leur niveau 

après transport et acclimatation au laboratoire, par rapport à celui qu’ils présentaient à la 

même période en milieu naturel. Pour ce faire, seules les réponses mesurées à T0 (point de 

prélèvement avant le lancement des expérimentations, après la période d’acclimatation de 15 

jours) ont été utilisées et positionnées sur les représentations graphiques.  

Dans cette partie, ne peuvent être considérés que les marqueurs mesurés à la fois lors 

du suivi saisonnier in situ et à T0. De ce fait, pour novembre 2019, seule la mesure des 

nucléotides énergétiques est représentée, les autres marqueurs n’ayant pas été mesurés lors 

des prélèvements in situ. 

1. Analyse des différents marqueurs mesurés 

Marqueurs de la balance énergétique et de sa régulation 

La comparaison des réponses de la balance énergétique et de sa régulation mesurées à 

T0 et dans le milieu naturel à la même période montre un décalage entre les valeurs obtenues 

lors du suivi saisonnier et celles mesurées à T0 pour les différentes expositions réalisées 

(Figure 31). Ces marqueurs semblent donc être sensibles aux conditions contrôlées de 

laboratoire. Les individus prélevés au T0 des expérimentations réalisées en novembre 2018 et 

juin 2019 présentent des réponses similaires entre les deux périodes après acclimatation, pour 
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l’ensemble des marqueurs de la balance énergétique hormis l’expression relative du gène 

ampd. Ce dernier montre un niveau d’expression plus élevé en juin 2019 qu’en novembre 

2018 

 

 

Figure 31. Variabilité des réponses des marqueurs de la balance énergétique et de sa 

régulation observée in situ lors du suivi saisonnier (ligne noire) et valeurs moyennes des 

réponses observées à l’issue des différentes phases d’acclimatation réalisées au laboratoire 

(T0 croix noire, +/- écart-type) lors d’expérimentations en laboratoire chez la même 

population de D. polymorpha. L’intervalle de confiance (95 %) associé à la mesure du 

marqueur in situ est également représenté (aire rose) pour chaque marqueur. Expression 

relative des gènes ampk (A) et ampd (B), concentrations en ATP (C), ADP (D) et AMP (E) et 

valeur de la charge énergétique en adénylates (CEA ; F). 
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Réserves énergétiques 

Concernant les réserves énergétiques, les réponses observées lors du suivi saisonnier et 

celles observées après acclimatation au laboratoire présentent des profils de variation 

différents (Figure 32). À T0, les concentrations en glycogène (Figure 32A) et en lipides 

(Figure 32B) sont au même niveau, quelle que soit la période d’exposition, et ne suivent pas 

la courbe annuelle des variations mesurées in situ. Concernant la concentration en protéines 

(Figure 32C), les valeurs mesurées après acclimatation au laboratoire suivent sensiblement les 

variations observées lors du suivi saisonnier bien que les niveaux soient à la fois 

significativement plus faibles à chaque T0 par rapport aux valeurs mesurées in situ et 

significativement différents entre les deux T0 (p < 0.05). Il semble donc que les 

concentrations en protéines mesurées à T0 soient principalement influencées par la période 

d’expérimentation et plus légèrement affectées par un changement d’environnement (milieu 

naturel versus acclimatation au laboratoire).  

 

Figure 32.  Variabilité des réponses des marqueurs des réserves énergétiques observée in situ 

lors du suivi saisonnier (ligne noire) et valeurs moyennes des réponses observées à l’issue des 

différentes phases d’acclimatation réalisées au laboratoire (T0 croix noire, +/- écart-type) 

lors d’expérimentations en laboratoire chez la même population de D. polymorpha. 

L’intervalle de confiance (95 %) associé à la mesure du marqueur in situ est également 

représenté (aire rose) pour chaque marqueur. Concentrations en glycogène (A), lipides (B) et 

protéines (C).  
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Marqueurs du métabolisme aérobie 

L’expression relative du gène de la citrate synthase et l’activité de cette dernière 

présentent des valeurs similaires après la phase d’acclimatation au laboratoire quelle que soit 

la période d’expérimentation. Cependant une différence est observée entre les valeurs à T0 et 

celles mesurées in situ au mois correspondant pour l’expression relative cs (Fig. 33A). En ce 

qui concerne l’activité CS (Fig. 33B), les valeurs sont identiques entre les différents T0 ainsi 

qu’entre les T0 et les valeurs mesurées lors du suivi saisonnier. Les valeurs de l’expression 

relative du gène sdh sont différentes entre les deux T0 mesurés en novembre 2018 et juin 

2019 (Fig. 33C) contrairement à l’expression relative du gène cytb (Fig. 33D). Concernant 

l’expression relative du gène cox et l’activité COX, leurs profils de réponse diffèrent entre les 

T0. En effet, les valeurs de l’expression cox sont différentes entre les deux T0 en novembre 

2018 et juin 2019 ainsi qu’entre les différents T0 et les valeurs mesurées in situ à la même 

période (Fig. 33E). Les valeurs d’activité COX mesurées à chaque T0 sont similaires à celles 

mesurées lors du suivi saisonnier à la même période (COX ; Fig. 33F). L’expression relative 

du gène atp présente des valeurs similaires entre les deux T0 tandis que l’activité ETS 

présente des valeurs entre les deux T0 significativement différentes mais similaires à celles 

mesurées in situ lors du suivi saisonnier. 
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Figure 33.  Variabilité des réponses des marqueurs du métabolisme aérobie observée in situ 

lors du suivi saisonnier (ligne noire) et valeurs moyennes des réponses observées à l’issue des 

différentes phases d’acclimatation réalisées au laboratoire (T0 croix noire, +/- écart-type) 

lors d’expérimentations en laboratoire chez la même population de D. polymorpha. 

L’intervalle de confiance (95 %) associé à la mesure du marqueur in situ est également 

représenté (aire rose) pour chaque marqueur. Expression relative du gène cs (A) et activité 

CS (B) ; expressions relative des gènes sdh (C), cyt b (D), cox (E) ; activité COX (F) ; 

expression relative du gène atp (G) et activité ETS (H). 
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Marqueurs de stress liés au métabolisme énergétique 

L’alternative oxydase, l’IMP et la lactate déshydrogénase ont été considérées comme 

des marqueurs de stress tout au long des travaux de la thèse. Les réponses de ces marqueurs 

mesurées avant chaque exposition au laboratoire (T0) présentent un niveau similaire aux 

mesures réalisées à la même période lors du suivi saisonnier pour l’expression du gène et 

l’activité de la lactate déshydrogénase, et l’expression du gène aox (Figure 34 A, B et C). 

Parmi ces marqueurs, seule l’activité LDH présente des valeurs similaires entre les deux T0 (p 

< 0,05) ; Figure 34B). La concentration en IMP en revanche présente à la fois des valeurs 

différentes entre les T0 ainsi qu’entre celles mesurées à T0 en juin 2019 et celles mesurées 

lors du suivi saisonnier à la même période (p < 0,05) (Figure 34D). 

 

 

Figure 34. Variabilité des réponses des marqueurs de stress liés au métabolisme énergétique 

observée in situ lors du suivi saisonnier (ligne noire) et valeurs moyennes des réponses 

observées à l’issue des différentes phases d’acclimatation réalisées au laboratoire (T0 croix 

noire, +/- écart-type) lors d’expérimentations en laboratoire chez la même population de D. 

polymorpha. L’intervalle de confiance (95 %) associé à la mesure du marqueur in situ est 

également représenté (aire rose) pour chaque marqueur. Expression relative du gène ldh (A) 

et activité LDH (B) ; expressions relative du gène aox (C) et concentration en IMP (D). 
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2. Bilan concernant les marqueurs identifiés 

La confrontation des réponses issues du suivi saisonnier et de celles obtenues suite à la 

phase d’acclimatation réalisée au laboratoire avant chaque expérimentation a permis 

d’identifier différents comportements de réponses parmi les marqueurs du métabolisme 

énergétique. L’ensemble des données a également été traité statistiquement afin d’évaluer la 

significativité des différences à la fois (i) entre les données issues du suivi saisonnier (in situ) 

et celles mesurées à T0 et (ii) entre les différents T0 (Tableau 7). 

Les observations menées dans cette partie sont confortées par les analyses statistiques. 

En effet, les concentrations en nucléotides énergétiques adényliques (ATP, ADP et AMP) et 

la CEA, l’expression relative des gènes ampk, cs, cytb et atp, ainsi que les concentrations en 

glycogène et lipides ne sont pas différentes entre les T0 des différentes expositions. Parmi ces 

marqueurs, seuls l’expression relative du gène cytb et la concentration en lipides n’ont pas 

montré une variation des réponses suite à l’exposition des dreissènes à différents stress en 

conditions contrôlées de laboratoire. En revanche, les nucléotides adényliques, la CEA, les 

expressions relatives des gènes cs, atp, ampk, et la concentration en glycogène sembleraient 

pouvoir témoigner d’une modification des réponses lorsque les organismes sont soumis à un 

stress en laboratoire sans interférence avec les fluctuations saisonnières. Ils représenteraient 

donc de potentiels bons candidats pour une utilisation en écotoxicologie. 

D’un autre côté, les niveaux de certains marqueurs sont similaires aux valeurs 

mesurées in situ, même après une acclimatation de 15 jours au laboratoire. C’est le cas pour 

les activités CS, ETS et LDH, et l’expression relative des gènes ldh et aox. Aucun de ces 

marqueurs n’a permis de montrer l’existence d’un stress (Cd ou 25°C ou hypoxie) lors des 

expérimentations réalisées au laboratoire. Cependant, ces marqueurs restent intéressants 

puisqu’ils pourraient permettre d’intégrer les variations associées au cycle de vie de D. 

polymorpha. En effet, lorsque les niveaux de réponses à T0 reflètent fidèlement ceux d’une 

population dans son environnement naturel, ils pourraient être particulièrement adaptés pour 

identifier à la fois les états physiologiques critiques (e.g période de reproduction) pour une 

population et la variabilité temporelle de la sensibilité au(x) stress puisque leurs réponses ne 

sont pas influencées par les conditions de laboratoire. De ce fait, ces marqueurs pourraient 

avoir une plus forte pertinence écologique. 
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Tableau 7. Ensemble des valeurs mesurées chez D. polymorpha lors du suivi saisonnier (Terrain) ainsi qu'après la phase d'acclimatation au 

laboratoire (T0) aux périodes correspondantes (novembre 2018, juin 2019 et novembre 2019). Le pourcentage de variation entre le terrain et les 

T0 est représenté ainsi que les différentes p-values obtenues pour les tests statistiques effectués (test t ou kruskal-wallis) afin d’évaluer la 

significativité des différences entre les valeurs mesurées lors du suivi saisonnier et aux différents T0. L’aptitude potentielle des marqueurs à 

témoigner d’une variation de réponses lorsque les dreissènes sont soumises à un stress en laboratoire est également présentée (oui/non). 

 

Marqueur 

Terrain 

novembre 

2018 

T0 

novembre 

2018 

Variation 

(Terrain/T0; 

%) 

p value 

(Terrain

/T0) 

Terrain 

juin 

2019 

T0 juin 

2019 

Variation 

(Terrain/T

0; %) 

p value 

(Terrain

/T0) 

Terrain 

novembre 

2019 

T0 

novembre 

2019 

Variation 

(Terrain/T0; 

%) 

p value 

(Terrain

/T0) 

p value 

(entre 

T0) 

Effet  

Cd 

Effet 

T°C 

Effet 

Hypoxi

e 

ldh 0,005 0,008 40,756 0,05 0,012 0,016 26,84 0,07 NA 0,008 NA NA 0,001 non non non 

cs 0,615 0,056 -990,255 3,00E-08 0,092 0,045 -104,94 0,02 NA 0,037 NA NA 0,08 oui non non 

atp 0,066 0,153 56,866 0,001 0,280 0,170 -64,83 0,048 NA 0,128 NA NA 0,64 oui oui non 

cox 4,577 1,213 -277,353 0,001 17,508 4,196 -317,21 2,30E-05 NA 2,558 NA NA 0,002 non oui non 

cytb 0,538 0,406 -32,519 0,321 2,645 0,189 -1301,34 0,001 NA 0,809 NA NA 0,06 non non non 

ampd 0,030 0,004 -580,868 0,004 0,006 0,013 48,45 0,03 NA 0,005 NA NA 0,001 non non non 

ampk 0,084 0,013 -547,996 1,00E-07 0,019 0,025 24,14 0,37 NA 0,021 NA NA 0,05 non oui non 

aox 0,001 0,001 -6,658 0,85 0,000 0,000 10,77 0,94 NA 0,0001 NA NA 0,048 non non non 

sdh 2,04E-05 5,38E-05 62,172 0,03 2,29E-05 2,42E-05 5,37 0,88 NA 0,000 NA NA 0,028 oui non non 

ETS 0,774 0,741 -4,503 0,65 1,019 0,993 -2,62 0,54 NA 1,048 NA NA 1,04E-08 non non non 

LDH 91,244 89,603 -1,831 0,88 104,16 105,4 1,17 0,85 NA 141,431 NA NA 0,12 non non non 

CS 88,715 88,041 -0,766 0,94 107,390 100,937 -6,392 0,45 NA 94,376 NA NA 0,09 non non non 

COX 5,969 5,399 -10,567 0,54 2,461 1,618 -52,081 0,001 NA 0,900 NA NA 2,10E-10 non non non 

Protéines 44,490 35,714 -24,574 0,001 65,850 48,674 -35,286 0,01 NA NA NA NA 0,001 non NA NA 

Lipides 0,253 0,612 58,595 2,10E-11 2,214 0,501 -342,235 1,14E-13 NA NA NA NA 0,08 non NA NA 

Glycogène 10,255 1,092 -839,393 2,80E-11 1,231 1,381 10,879 0,64 NA NA NA NA 0,46 oui NA NA 

CEA 0,699 0,682 -2,388 0,707 0,217 0,718 69,727 3,97E-15 0,627 0,745 15,760 0,02 0,43 oui oui oui 
IMP 10,052 0,333 -2916,609 0,03 0,557 0,207 -169,683 3,71E-11 0,390 0,454 14,069 0,69 0,04 non non non 

ATP 0,699 5,186 86,528 0,01 0,217 4,300 94,946 9,74E-12 3,754 5,336 29,650 0,12 0,42 oui non oui 
ADP 6,593 2,825 -133,373 0,003 1,394 2,101 33,645 5,00E-03 3,173 2,954 -7,409 0,69 0,05 non non oui 
AMP 2,313 1,417 -63,190 0,02 3,726 0,990 -276,389 8,70E-10 1,416 0,899 -57,507 0,14 0,06 non non oui 
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Un troisième groupe de marqueurs a été identifié. En effet l’expression relative des 

gènes sdh, ampd, cox ainsi que la concentration en IMP et l’activité COX ne présentent ni un 

niveau similaire lors des différentes périodes d’expositions au laboratoire à T0, ni une valeur 

similaire à celle mesurée à la même période du suivi saisonnier. Les valeurs mesurées à T0 

sont significativement différentes de celles mesurées lors du suivi saisonnier et varient selon 

la période (Tableau 7). Dans ce sens, l’interprétation des variations de ces marqueurs peut 

s’avérer compliquée ou délicate suite à l’exposition des dreissènes à un stress.  

Le tableau 7 indique également les pourcentages de variation des marqueurs entre les 

valeurs mesurées lors du suivi saisonnier et celles mesurées lors des différentes 

expérimentations à T0. Parmi les marqueurs montrant des différences significatives, certains 

présentent une augmentation de leurs valeurs en laboratoire indépendamment de la période 

(expression relative sdh, concentration en ATP) et d’autres une diminution (expression des 

gènes cs, cox, cytb, concentrations en protéines, IMP et AMP). Des sens de variations 

différents ont également été observés après l’acclimatation (T0) selon la période : 

 - L’expression relative atp et la concentration en lipides sont plus fortes en novembre 

et plus faibles en juin par rapport aux valeurs mesurées lors du suivi saisonnier à la même 

période.  

- L’inverse est observé pour l’expression relative des gènes ampd, ampk, les 

concentrations en glycogène et en ADP. En effet les valeurs mesurées à T0 pour ces 

marqueurs sont inférieures à celles mesurées in situ en novembre 2018 et supérieures en juin 

2019.  Cependant, il est délicat d’interpréter biologiquement les sens de variation des 

marqueurs observés aux différents T0. En effet ces variations diffèrent à la fois selon le 

marqueur et la période.  

Différents groupes de marqueurs ont donc été définis sur la base de leur comportement 

en laboratoire après la phase d’acclimatation par rapport aux valeurs mesurées lors du suivi 

saisonnier. La partie suivante vise donc à vérifier leur potentiel rôle de biomarqueur lorsque 

les dreissènes sont soumises à un stress pouvant être rencontré dans le milieu naturel (dans 

notre cas, un stress métallique, thermique ou hypoxique), autre qu’un stress lié au transport et 

à l’acclimatation des animaux aux conditions de laboratoire.  
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229 

II. Intégration des réponses observées lors des 

expositions contrôlées en conditions de laboratoire  

 

Afin d’identifier le potentiel de réponse des marqueurs étudiés vis-à-vis de 

l’exposition à un stress, plusieurs ACP ont été réalisées sur le jeu de données regroupant les 

réponses mesurées chez les dreissènes exposées en conditions contrôlées de laboratoire (i) en 

prenant en compte l’effet de la période d’exposition ou (ii) en masquant cet effet période 

grâce aux modèles ACP within/between qui permettent de normaliser les réponses par le 

facteur choisi. En effet, dans la publication n°3 (expositions au Cd à deux températures et à 

deux périodes du cycle de reproduction), le pourcentage de variance des réponses représentait 

92 % de la variabilité totale du jeu de données. Le facteur « contamination » ne représentait 

que 0,1 % de la variabilité totale. Dans ce sens, la discrimination des groupes expérimentaux 

était principalement liée à la période d’exposition. La normalisation des réponses par le 

facteur période pourrait permettre de rendre ainsi plus lisible l’effet de la contamination. 

L’ensemble des réponses mesurées lors des différentes expérimentations a été séparé 

en deux groupes avec : 

- (a) groupe « T0 stables » : les marqueurs présentant à la fois des niveaux similaires 

après la phase d’acclimatation en laboratoire entre les différentes expérimentations et une 

aptitude à témoigner d’une variation de réponses lorsque les dreissènes sont exposées à un 

stress en conditions contrôlées (i.e. l’ATP, la CEA, les expressions relatives des gènes cs, atp, 

ampk, et la concentration en glycogène).  

- (b) groupe « T0 saisonniers » : les marqueurs présentant après acclimatation au 

laboratoire des niveaux similaires aux réponses saisonnières (aucune différence significative 

entre le terrain et les T0 correspondants) (i.e. les activités CS, ETS et LDH et l’expression 

relative des gènes ldh et aox).  

Les marqueurs identifiés précédemment comme délicats d’utilisation dans une 

perspective de biosurveillance étant donnée la difficulté d’interprétation des réponses (i.e. la 

concentration en IMP, l’activité COX et l’expression relative des gènes ampd, cox et sdh) 

n’ont pas été pris en compte dans cette partie.  
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La charge énergétique en adénylates étant calculée à partir de la concentration des 

différents nucléotides énergétiques, seul cet indice est utilisé dans la construction des modèles 

afin d’éviter la redondance. La concentration en ATP n’a donc pas été prise en compte. 
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1. Réponses issues des deux expositions au Cd 

Deux expositions au Cd ont été réalisées à deux périodes distinctes du cycle de 

reproduction : en période de repos (novembre 2018) et en période de reproduction (juin 2019). 

Dans cette partie, l’ensemble des réponses des marqueurs mesurés chez les dreissènes d’une 

part chez les organismes contrôles (température in situ et température in situ + 5 °C) et d’autre 

part chez les organismes exposés au Cd (température in situ et température in situ + 5 °C) a 

été rassemblé afin de voir globalement la capacité de discrimination des conditions 

expérimentales par les différents groupes de marqueurs sans prendre en compte le temps 

d’exposition (24h et 7 jours) ou la température d’exposition. Le choix de mettre en commun 

l’ensemble des groupes expérimentaux soit « contrôles » soit « exposés au Cd » sans prendre 

en compte la température repose sur trois arguments :  

(1) L’écart de température choisi était de + 5 °C en fonction de la température du 

milieu naturel au moment du prélèvement des organismes aux deux périodes. Lors du suivi 

saisonnier, l’amplitude quotidienne des variations de la température a très fréquemment 

dépassé cette valeur supposant ainsi que les dreissènes soient potentiellement acclimatées à 

une variation thermique modérée (Publication n°1).  

(2) Suite aux deux expositions au Cd, l’ensemble des données a été intégré dans un 

modèle PLS-DA (Publication n°3). Sur la représentation graphique, nous avons observé une 

discrimination des différentes conditions expérimentales en fonction de la condition (Cd et 

contrôle) en novembre 2018 et en fonction de la durée d’exposition (24 heures et 7 jours) en 

juin 2019 mais aucune discrimination en fonction de la température d’exposition supposant 

ainsi un effet négligeable de la température sur les réponses du métabolisme énergétique. 

(3) La sélection des marqueurs repose sur leur réponse après 15 jours d’acclimatation 

(T0) avant le lancement de l’exposition. Le facteur « temps d’exposition » (24 heures et 7 

jours) n’a donc pas été pris en compte car on s’intéresse au comportement des marqueurs dans 

leur globalité. 

Le but ici était d’observer le comportement général des marqueurs lorsque les 

dreissènes est exposées à une contamination.  

Les marqueurs ont été traités selon les deux groupes proposés précédemment, avec pour 

rappel : 
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- (a) les marqueurs « T0 stables » présentant à la fois des niveaux similaires aux 

différents T0 et une aptitude à témoigner d’une variation de réponses en lorsque les dreissènes 

sont exposées à un stress métallique et thermique au laboratoire (i.e. la CEA, les expressions 

relatives des gènes cs, et atp, et la concentration en glycogène). A noter que l’expression 

relative ampk n’a pas été sélectionnée ici car elle n’a pas montré de variations de réponses 

lors des expositions au Cd mais uniquement lors des expositions aux stress hypoxique et 

thermique. 

- (b) les marqueurs « T0 saisonnier » présentant des niveaux similaires aux réponses 

saisonnières (aucune différence significative entre les réponses mesurées sur le terrain lors du 

suivi saisonnier et les réponses mesurées au T0 à la même période ; i.e. les activités CS, ETS 

et LDH et l’expression relative ldh et aox).  

1.1. Comportement des marqueurs suite à l’exposition des 

organismes au Cd en prenant en compte la période 

Afin de décrire le comportement des marqueurs « T0 stables » et « T0 saisonniers », 

des ACP ont été réalisées. D’après les résultats obtenus, les marqueurs « T0 stables » 

permettent de discriminer les différents groupes expérimentaux (Figure 35A) et les deux 

saisons. Les réponses mesurées chez les moules exposées au Cd présentent des profils 

contrastés avec une inversion du sens de variation des marqueurs (CEA et glycogène) entre 

novembre et juin (Figure 35A et B). En novembre, les réponses des dreissènes exposées au Cd 

sont caractérisées par une concentration en glycogène plus élevée et une valeur moyenne de la 

CEA plus faible par rapport aux dreissènes exposées en juin. Les expressions relatives des 

gènes atp et cs semblent principalement discriminer les groupes expérimentaux témoins 

(contrôle) et exposés au Cd. Dans la publication n°3, une tendance à la baisse de l’expression 

relative cs et atp avait justement été observée chez les dreissènes exposées au Cd par rapport 

aux contrôles.  

 Les réponses des marqueurs « T0 saisonniers » (valeur à T0 similaire aux valeurs 

mesurées in situ lors du suivi saisonnier) (Figure 35 C et D) permettent de séparer les groupes 

expérimentaux en fonction de la période (novembre 2018 et juin 2019) mais ne permettent pas 

de discriminer les différentes conditions expérimentales (contrôles et exposées). En effet, les 

ellipses des conditions contrôles et exposées sont superposées dans le plan de l’ACP. De ce 

fait, la capacité de ces marqueurs à discriminer les conditions d’exposition est limitée.  
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En définitive, en prenant en compte la période d’exposition, seuls les marqueurs 

« T0 stables » semblent être capables de témoigner de l’effet d’un stress métallique en 

laboratoire. Néanmoins, il se peut qu’en s’affranchissant de ce facteur période, l’effet de la 

contamination soit visible avec les deux groupes de marqueurs. 
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Figure 35. ACP représentant la variabilité des réponses des marqueurs en condition contrôlées de laboratoire chez les organismes témoins 

(Control, bleu) et exposés au Cd et à la température (Cd, rouge) chez D. polymorpha toutes conditions confondues en considérant l’effet de la 

période. Les marqueurs « T0 stables » et « T0 saisonniers » sont illustrés respectivement dans les diagrammes A et C avec leur cercle des 

corrélations associés (B et D).



 

 
235 

1.2. Intégration des données sans prendre en compte l’effet de la 

période 

Dans le but de mieux observer l’effet des conditions expérimentales, des ACP 

within/between ont été utilisées afin de normaliser le jeu de données par le facteur période. 

Cette méthode permet de masquer cet effet grâce à la superposition des données dans 

l’espace. De ce fait, l’effet du facteur condition (Control November/June et Cd 

November/June) devient plus lisible.  

D’après les résultats obtenus (Figure 36), les marqueurs « T0 stables » permettent 

toujours de discriminer les différentes conditions expérimentales bien que la séparation des 

groupes soit moins marquée que lorsque la période est prise en compte (Figure 36A). 

L’expression relative des gènes atp et cs permettent de distinguer les réponses entre les 

contrôles et les organismes exposés au Cd (Figure 36B). Les profils de réponse des dreissènes 

témoins (Control) et Cd sont inversés selon la saison d’exposition comme cela a été observé 

précédemment. Dans la publication n°3, une hypothèse quant à une différence de gestion de 

l’énergie disponible avait était émise suite aux différents résultats observés. Cette approche 

réalisée ici nous permet notamment de valider, en partie, cette hypothèse bien que seulement 

4 marqueurs aient été considérés pour la construction du modèle. 

Le diagramme présentant les marqueurs « T0 saisonniers » montre une superposition 

des réponses des organismes témoins et exposés au Cd renforcée lorsque l’effet de la période 

d’exposition est masqué (Figure 36C). Bien qu’intégratrices de certains caractères 

intrinsèques des dreissènes, les réponses des marqueurs « T0 saisonniers » ne semblent pas 

être aptes à témoigner d’une variation de réponse liée à l’exposition au Cd au laboratoire. 

Cependant, les réponses de ces marqueurs peuvent dépendre de la nature du stress 

environnemental (autre qu’un stress chimique) subi par les dreissènes. 
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Figure 36. ACP représentant la variabilité des réponses des marqueurs en condition contrôlées de laboratoire chez les 

organismes témoins (Control, bleu) et exposés au Cd (Cd, rouge) chez D. polymorpha toutes conditions confondues en 

masquant l’effet de la période. Les marqueurs « T0 stables » et « T0 saisonniers » sont illustrés respectivement dans les 

diagrammes A et C avec leur cercle des corrélations associés (B et D).  
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2. Réponses issues de l’ensemble des expositions réalisées en 

conditions contrôlées de laboratoire 

Dans les travaux de la thèse, plusieurs expérimentations ont été réalisées au 

laboratoire : les deux expositions au Cd à différentes températures, une exposition à l’hypoxie 

ainsi qu’une exposition à un stress thermique chez la même population de D. polymorpha. Les 

marqueurs présentant un niveau similaire chez les individus témoins à T0 entre les deux 

expérimentations de novembre 2018 et juin 2018 (marqueurs « T0 stables ») semblent 

posséder un potentiel de discrimination des réponses en présence d’un stress métallique. Dans 

cette partie, l’ensemble des réponses issues des différentes expositions réalisées en conditions 

contrôlées de laboratoire a été rassemblé (Cd, hypoxie, stress thermique) afin de tester leur 

potentiel en tant que biomarqueurs. Pour cela, les mesures communes réalisées dans 

l’ensemble des expérimentations (toutes les mesures sauf les réserves énergétiques) ont été 

utilisées pour la construction de nouvelles ACP. Les expérimentations ont été réalisées à trois 

périodes différentes (novembre 2018, 2019 et juin 2019). De ce fait, le facteur « période » a 

été directement masqué pour voir une éventuelle variation des réponses en fonction de la 

nature du stress environnemental auquel sont soumises les dreissènes.  

 Les marqueurs ont encore une fois été séparés entre les deux groupes suivants : 

(a) les marqueurs « T0 stables » présentant à la fois des niveaux similaires après la 

période d’acclimatation (T0) entre les différentes expositions et une aptitude à témoigner de 

l’exposition au stress identifiée lors des deux expositions au Cd ou lors de l’expérimentation 

hypoxie/thermie : la CEA et l’expression relative des gènes ampk, cs, et atp. Les réserves 

n’ont pas été mesurées à l’issue de l’exposition au stress thermique et hypoxique, le 

glycogène n’est donc pas pris en compte dans cette partie de l’analyse.  

(b) les marqueurs « T0 saisonniers » présentant des niveaux similaires à ceux du suivi 

saisonnier (aucune différence significative entre les valeurs mesurées lors du suivi saisonnier 

et celles mesurées aux différents T0 aux mêmes périodes) : les activités CS, ETS et LDH et t 

l’expression relative des gènes ldh et aox. 

 L’ACP construite avec les marqueurs « T0 stables » et le cercle des corrélations 

associé sont présentés dans les figures 37 A et B. Sur le plan de l’analyse (Figure 37A), l’axe 

primaire est principalement caractérisé par l’expression relative des gènes atp et cs. Ces deux 

marqueurs permettent de discriminer principalement les différentes conditions d’exposition, 
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avec toujours une expression relative plus élevée mesurée chez les dreissènes témoins par 

rapports à celles mesurées chez les organismes exposés aux stress Cd et hypoxie. Les 

réponses des dreissènes exposées au stress thermique présentent également un point de 

prélèvement (24 heures) caractérisé par une augmentation de l’expression des mêmes gènes 

atp et cs. Dans la publication n°2, il a, en effet, été observé que suite à une courte exposition à 

25 °C (24 heures), la plupart des expressions géniques étaient augmentées par rapport aux 

témoins. 

Il faut noter que, lors de l’ensemble des expositions, deux points de prélèvement ont 

été réalisés. Cependant, les données provenant de l’ensemble des conditions « exposées au 

Cd » peu importe la température ont été compiles pour la construction des modèles ACP. De 

ce fait, quatre points représentent les résultats mesurés chez les organismes exposés au Cd 

tandis que seuls deux points représentent ceux exposés à l’hypoxie et à 25 °C.  La 

représentation par ellipse n’a donc pas été possible pour les réponses des organismes exposés 

au stress hypoxique et thermique.  

Concernant le groupe de marqueurs « T0 saisonniers » (Figure 37C et D), les 

conditions sont superposées dans l’espace comme observé précédemment pour les expositions 

au Cd seules, limitant la capacité de ces marqueurs à mettre statistiquement en évidence 

l’exposition à un stress (Figure 37C). Le cercle des corrélations associé montre un faible rôle 

des marqueurs (vecteur très courts) dans la discrimination des conditions (Figure 37D). 
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Figure 37. ACP représentant la variabilité des réponses des marqueurs en condition contrôlées de laboratoire chez les organismes témoins 

(Control, noir), exposés au Cd (Cd, rouge), à l’hypoxie (Hypoxia, vert) et à 25°C (orange) chez D. polymorpha toutes expérimentations 

confondues en masquant l’effet de la période. Les marqueurs « T0 stables » et « T0 saisonniers » sont illustrés respectivement dans les 

diagrammes A et C avec leur cercle des corrélations associés (B et D).
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3. Conclusion sur l’intégration des données issues des 

expérimentations réalisées en conditions contrôlées de 

laboratoire 

 Les marqueurs présentant des niveaux similaires après la phase d’acclimatation quelle 

que soit la période d’exposition, ceux du groupe « T0 stables », ont montré une aptitude à 

témoigner de l’apparition d’une variation de réponse suite à une exposition à un stress 

permettant de discriminer les conditions expérimentales réalisées dans ces travaux que l’on 

prenne ou non en compte la période d’expérimentation. Ce groupe de marqueurs comprend : 

la CEA, l’expression relative des gènes ampk, cs et atp et la concentration en glycogène.  

Le groupe « T0 saisonniers », qui concerne les marqueurs dont les réponses mesurées 

chez les dreissènes à T0 en laboratoire sont similaires aux réponses mesurées à la même 

période in situ, comprend les activités CS, ETS et LDH, et l’expression relative des gènes ldh 

et aox. Ce groupe n’a pas permis de discriminer, à travers les diverses ACP réalisées, les 

différentes conditions d’exposition auxquelles ont été exposées les dreissènes au laboratoire.  

Le troisième groupe, comprenant la concentration en IMP, l’activité COX et 

l’expression relative des gènes ampd, cox et sdh, correspond à ceux présentant des niveaux de 

réponses variables entre les T0 des différentes expérimentations et dont les valeurs moyennes 

à T0 sont différentes des réponses mesurées lors du suivi saisonnier à la même période. De ce 

fait, l’interprétation de ces marqueurs peut être biaisée en conditions contrôlées de laboratoire. 

L’expression relative sdh a été proposée comme marqueur permettant la discrimination des 

deux expérimentations d’exposition au stress métallique et thermique dans la publication n°3. 

Néanmoins, d’après les réponses observées à travers cette première approche d’intégration, la 

différence de réponse entre les deux mois d’expérimentation (novembre 2018 et juin 2019) 

peut être principalement associée à un effet laboratoire suite au transport et au changement de 

milieu. Dans la publication n°3, nous avons conclu que l’expression relative sdh n’était pas 

influencée par la période d’expérimentation. Pourtant, ici, une différence significative entre 

les réponses mesurées aux différents T0 a été observée. L’expression relative sdh a donc varié 

entre la phase d’acclimatation (T0) et 24 heures après le lancement de l’exposition (réponses 

mesurées chez les dreissènes contrôles). Les réponses de ce marqueur observées dans la 

publication n°3 ont donc été influencées par les conditions de laboratoire. 
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À ce stade de l’intégration des données, nous avons donc regardé la capacité des deux 

groupes de marqueurs « T0 stables » et « T0 saisonniers » à discriminer les différentes 

conditions expérimentales. Les marqueurs du groupe « T0 stables » (T0 similaires entre les 

différentes expérimentations) semblent être de potentiels bon candidats dans une perspective 

de biosurveillance. Dans un contexte de biosurveillance, il est nécessaire que les marqueurs 

ciblés soient capables de montrer des variations de leur réponse in situ lorsque les populations 

sont soumises à des stress d’origine anthropique ou naturelle. 
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4. Comportement des marqueurs en conditions naturelles 

 Lors du suivi saisonnier, un schéma de variation temporelle des marqueurs du 

métabolisme énergétique a été mis en évidence chez la population de D. polymorpha étudiée 

dans le milieu naturel. Trois phases ont notamment été décrites (Chapitre 3, Publication n°1) :  

- de mai à août 2018, l’activité globale du métabolisme énergétique était plus forte par 

rapport aux mois suivants. 

- de septembre à novembre 2018, les marqueurs liés à la phosphorylation oxydative 

ainsi que ceux des réserves énergétiques ont diminué (après la reproduction) tandis 

qu’une augmentation de la concentration en nucléotides énergétiques et de 

l’expression relative des gènes citrate synthase (cs) et AMP kinase (ampk) a été 

observée ;  

- de mars à juin 2019, les valeurs de la charge énergétique en adénylates ont fortement 

diminué par rapport à novembre. Cette diminution s’accompagne d’une baisse de 

l’activité COX et d’une augmentation de la peroxydation lipidique et de l’apoptose, 

suggérant que les dreissènes ont potentiellement subi un stress lors de cette période. 

Dans cette dernière partie d’intégration des réponses, de nouvelles ACP ont été 

construites afin de voir si, en fonction du groupe de marqueurs considéré, l’analyse statistique 

appuyait ce schéma de réponses temporelles. Pour ce faire, des modèles d’ACP simples ont 

été utilisés sur l’ensemble des réponses du suivi saisonnier pour chacun des deux groupes de 

marqueurs, « T0 stables » et « T0 saisonniers ». La figure 38A présente les résultats de cette 

ACP pour les marqueurs « T0 stables » en laboratoire ayant des niveaux similaires entre les 

différents T0 au laboratoire. Sur le plan de l’analyse, on retrouve trois ensembles (Figure 38A 

et B), regroupant : 

- les mois de mai à Aout 2018, caractérisés par un niveau d’expression relative du 

gène atp et des valeurs de CEA élevés. 

- les mois de septembre et novembre 2018, caractérisés par un niveau d’expression 

relative des gènes ampk et cs élevé. 

- les mois d’avril à juin 2019, caractérisés par une baisse des valeurs de CEA. 

Ces observations sont cohérentes avec celles obtenues lors du suivi saisonnier et décrites dans 

la publication n°1. 
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Sur la seconde ACP construite à partir des marqueurs « T0 saisonniers », différents 

ensembles sont cette fois observés pour : 

- les mois de juillet et août 2018, caractérisés par une faible activité ETS et LDH. 

- les mois de mai, novembre et septembre 2018, caractérisés par un niveau 

d’expression relative des gènes aox et ldh élevé. 

- les mois de juin 2018 ainsi que d’avril à juin 2019, caractérisés par une activité ETS 

et LDH élevée. 

Pour ce groupe de marqueurs (« T0 saisonniers »), les regroupements de mois ne 

correspondent pas aux phases décrites précédemment (Figure 38C-D). 

Cette dernière analyse montre que seuls les marqueurs présentant des valeurs mesurées 

similaires après la phase d’acclimatation quelle que soit la période (« T0 stables ») semblent 

pertinents pour mettre en évidence une variation de réponse lors d’une exposition à un 

changement de milieu chez D. polymorpha. 
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Figure 38. ACP représentant la variabilité des réponses des marqueurs mesurés lors du suivi saisonnier chez D. polymorpha. Les marqueurs 

« T0 stables » et « T0 saisonniers » sont illustrés respectivement dans les diagrammes A et C avec leur cercle des corrélations associés (B et D).
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III. Discussion sur l’intégration des données dans une 

perspective de biosurveillance   

 

 

La multiplication des marqueurs dans les études écotoxicologiques est devenue une 

pratique courante afin de cibler un maximum de processus physiologiques chez les 

organismes étudiés. Comme l’ont confirmé les observations réalisées dans ce travail, les 

marqueurs sont plus ou moins influencés par les facteurs intrinsèques des organismes en 

conditions contrôlées de laboratoire. Certains marqueurs présentent des niveaux semblables 

entre les différentes saisons après 15 jours d’acclimatation au laboratoire, tandis que d’autres 

présentent des valeurs moyennes similaires à celles mesurées lors du suivi saisonnier à la 

même période. La phase d’acclimatation permet aux organismes d’éliminer en partie les 

contaminants accumulés dans le milieu naturel, de se rétablir après le stress de la collecte et 

du transport et de s’habituer aux conditions de laboratoire, notamment au changement de 

milieu.  

Nous avons observé que seuls les marqueurs présentant un niveau similaire entre les 

différents T0 (que nous avons nommés « T0 stables ») permettaient de détecter une variation 

de leur réponse lorsque D. polymorpha était exposée, que ce soit en conditions contrôlées de 

laboratoire ou dans le milieu naturel, à un stress. Ces marqueurs sont les suivants : 

l’expression relative des gènes ampk, cs et atp, la charge énergétique en adénylates ainsi que 

les réserves énergétiques (glycogène). Parmi ces marqueurs les expressions relatives des 

gènes cs et atp se sont avérées plusieurs fois, au cours des différents travaux menés ici, 

pouvoir être proposées comme des biomarqueurs potentiels dans une perspective de 

biosurveillance. En effet, le suivi saisonnier a montré que la réponse de ces marqueurs n’était 

pas influencée par les variations des paramètres physico-chimiques au cours de l’année. Il faut 

noter que lors des différentes expositions au stress métallique réalisées au laboratoire 

(novembre 2018 et juin 2019), l’expression relative des gènes atp et cs n’a pas été influencée 

par la période d’exposition. Dans ce sens, ils ne sembleraient pas être affectés par les facteurs 

confondants intrinsèques à l’organisme et de surcroit, pourraient être de bons biomarqueurs 

potentiels pour leur utilisation au laboratoire comme dans un contexte de biosurveillance in 

situ. 
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D’après les résultats du suivi saisonnier, les réserves énergétiques et la CEA ont 

montré de fortes variations en fonction de la saison, avec une augmentation des réserves avant 

la saison de reproduction et une augmentation de la concentration en nucléotides énergétiques 

en période hivernale (Publication n°1). Néanmoins on a pu noter que la CEA reste stable sur 

une grande partie du cycle annuel avant de chuter fortement entre novembre 2018 et avril 

2019. L’utilisation de ce marqueur en biosurveillance a déjà été critiquée (Le gal et al., 1997). 

En effet, il a été montré qu’une diminution significative de la CEA pouvaient apparaitre 

lorsque les organismes étaient placés dans des conditions sub-létales mais aussi en conditions 

physiologiques optimales. Cependant, ici, la CEA permet de discriminer les conditions 

(Témoin, Cd, hypoxie et stress thermique) lorsqu’elle est couplée avec d’autres marqueurs du 

métabolisme énergétique notamment la concentration en glycogène et l’expression relative 

des gènes codant pour l’ATP synthase et la citrate synthase. Concernant le glycogène, il 

représente la principale source d’énergie libre chez les invertébrés. La concentration en 

glycogène mesurée chez un organisme représente donc une indication pertinente de son état 

de santé général (Anacleto et al., 2013 ; Andrade et al., 2017 ; Cordeiro et al., 2016, 2017). 

Enfin, les marqueurs de la PHOSOX, notamment l’expression relative du gène atp, sont 

également soumis aux fluctuations saisonnières et leur niveau peut varier selon la 

contamination des milieux. En effet, chez la dreissène, une diminution de l’expression relative 

du gène atp a été observée sur des sites considérés comme les plus contaminés, par rapport 

aux sites moins pollués (Kerambrun et al., 2016).  

D’un autre côté, les marqueurs que nous avons nommés « T0 variables » qui 

présentent des niveaux de réponse similaires à ceux mesurés lors du suivi saisonnier aux 

mêmes périodes, n’ont pas permis de distinguer les différents groupes expérimentaux lors des 

expositions réalisées au laboratoire. Les activités enzymatiques (CS, ETS et LDH) ainsi que 

les expressions géniques ldh et aox font partie de ce groupe de marqueurs. Malgré cette 

tendance générale, les différents cercles de corrélations associés aux ACP ont montré que 

l’activité LDH reste le marqueur le plus discriminant de ce groupe. Cette enzyme a déjà été 

proposée comme bon indicateur de stress chez D. polymorpha lorsqu’elle est mesurée 

individuellement et hors période de reproduction (Potet, 2017). Cependant, dans l’ensemble 

des travaux de thèse réalisés dans notre contexte, aucune variation significative de l’activité 

LDH n’a été décelée à l’issue des différentes expositions. 

On peut noter que les marqueurs du groupe « T0 stables » sont tous liés directement à 

la gestion de l’ATP. Bien que l’expression des gènes ne puisse être extrapolée au niveau 
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enzymatique, l’activation des voies de signalisation est la première réponse des organismes 

lorsqu’ils sont soumis à un stress (Vihervaara et al., 2018). En juin 2019, les valeurs de CEA 

mesurées chez les dreissènes lors du suivi saisonnier étaient significativement plus faibles que 

celles mesurées suite à la phase d’acclimatation au laboratoire à la même période. Il se peut 

que ces conditions d’acclimatation soient favorables aux organismes leur permettant de 

maintenir leur balance énergétique. Néanmoins, il se peut également que l’augmentation de la 

CEA soit une réponse au stress subi par les dreissènes bien qu’aucune variation de l’activité 

PHOSOX n’ait été observée. Le fragile équilibre entre la production et la consommation de 

l’ATP ne peut être décrit ici car l’activité ATP synthase n’a pas été suivie. Néanmoins, on 

peut supposer que la régulation transcriptionnelle des gènes cs et atp soit directement ou 

indirectement associée au maintien de la CEA. Le deuxième groupe de marqueurs « T0 

saisonniers » comprend la plupart des activités enzymatiques mesurées dans nos travaux (CS, 

ETS et LDH) et aucun de ces marqueurs n’a permis d’observer une variation de sa réponse en 

conditions de stress. Entre les deux groupes, il faut noter que l’expression du gène cs (« T0 

stables ») et l’activité CS (« T0 saisonniers ») présentent deux profils de réponse opposés. En 

effet, il a été observé que lorsque l’expression relative du gène cs augmentait, l’activité CS 

diminuait, suggérant ainsi des niveaux de régulation indépendants entre les deux marqueurs. 

D’après les résultats observés ici, le niveau transcriptionnel semblerait plus sensible que le 

niveau enzymatique puisque l’ensemble des activités mesurées dans ces travaux n’ont pas 

permis d’observer une variation de leur réponse lorsque les organismes étaient soumis à un 

stress. Les expressions relatives des gènes aox et ldh font partie du second groupe de 

marqueurs (« T0 saisonniers ») et ne montrent aucune variation de réponse en conditions de 

stress. Le métabolisme anaérobie est associé à une réponse au stress chez les animaux 

traduisant, en général, un déficit de la capacité aérobie (Falfushynska et al., 2014). Dans les 

études écotoxicologiques, les marqueurs de stress et de dommages cellulaires sont les plus 

fréquemment utilisés. L’activité ETS est un marqueur du métabolisme énergétique également 

couramment retrouvé (Fanslow et al., 2001 ; Louis et al., 2019 ; Potet et al., 2016, 2018). 

Cependant, dans notre contexte, l’ETS ne semble pas représentatif de l’état de santé des 

organismes. Cette première approche d’intégration des réponses nous a permis de voir que 

certains marqueurs du métabolisme énergétique, comme la CEA, pourtant plus rarement 

utilisée, présentent un bon potentiel de biomarqueurs dans une perspective de biosurveillance. 

Bien que les outils statistiques soient en évolution constante, l’interprétation 

simultanée d’une multitude de marqueurs reste délicate. Lorsque tous les marqueurs ont été 
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pris en compte pour la construction du modèle PLS-DA suite aux deux expositions au Cd, le 

facteur « période » représentait 92 % de la variance du jeu de données, rendant ainsi difficile 

l’observation d’un effet de la contamination.  Les facteurs confondants influençant les 

marqueurs physiologiques et limitant l’interprétation des réponses doivent nécessairement être 

pris en compte (Faria et al., 2014 ; Minguez et al., 2009 ; Pain-Devin et al., 2014 ; Potet, 

2017 ; Viarengo et al., 2007). Néanmoins, la saisonnalité et le cycle de reproduction ne sont 

pas les seuls facteurs risquant de biaiser cette interprétation. La disponibilité en nourriture, les 

modifications de l’habitat (la variation de la hauteur d’eau par exemple), la prédation ou 

encore le parasitisme sont tout autant considérés comme des facteurs confondants. De plus, 

ces facteurs peuvent également interagir entre eux. Il a par exemple été montré que la 

prévalence de certains parasites chez D. polymorpha était dépendante de la saison (Minguez 

et Giambérini, 2012).  

 Les travaux réalisés dans ce chapitre permettent néanmoins de réaliser une première 

approche dans la caractérisation de nouveaux biomarqueurs. L’utilisation des modèles ACP 

within/between a permis de s’affranchir d’un de ces effets confondants, la période à laquelle 

ont été menées les différentes expérimentations, et d’interpréter plus solidement les effets des 

stress appliqués en laboratoire afin d’affiner l’interprétation des résultats (Artigas et al., 

2012). Nous avons observé que justement, seuls les marqueurs capables de revenir à un état 

basal constant en laboratoire quelle que soit la période d’expérimentation (« T0 stables ») ont 

mis en évidence la présence d’un stress. Cette première approche dévoile aussi certaines 

perspectives quant à l’intérêt du métabolisme énergétique pour le développement de 

biomarqueurs. En effet, le métabolisme énergétique est pertinent à l’échelle de l’organisme 

puisqu’il est directement lié à sa fitness (Barrick et al., 2016 ; Durou et al., 2007) et certains 

marqueurs ciblés ici ont permis de mettre en évidence des perturbations du métabolisme 

énergétique à la fois en conditions contrôlées de laboratoire et in situ. Parmi ces marqueurs 

« T0 stables », nous trouvons : la CEA, la concentration en glycogène et l’expression relative 

des gènes ampk, cs et atp.  

Enfin, de nombreuses étapes sont encore à franchir avant de pouvoir appeler un de ces 

marqueurs « biomarqueurs » ou encore « core biomarkers ». Les « core biomarkers » 

représentent des biomarqueurs pour lesquels de nombreuses données sont disponibles avec 

notamment des niveaux de référence ainsi que des limites de réponse reflétant un état sub-

létal des organismes (Davies et Vethaak, 2012). En général, l’effet des facteurs confondants 
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sur les réponses des « core biomarkers » sont bien connus et l’interprétation de leur réponse 

est bien maitrisée.  

Les travaux réalisés ici se sont focalisés sur une seule population de D. polymorpha, 

un seul site et l’ensemble des expérimentations a été réalisé au sein d’un seul laboratoire. De 

nouvelles expérimentations dans différents laboratoires avec l’utilisation de protocoles 

identiques, ou même in situ dans des sites contrastés, à différentes périodes de l’année 

pourraient permettre de vérifier si les groupes de marqueurs distingués ici sont liés à un effet 

« laboratoire » ou au comportement propre des marqueurs. 
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Discussion Générale, 
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L’environnement et sa préservation constituent aujourd’hui une préoccupation majeure 

au sein de notre société. En Europe, la Directive Cadre sur l’Eau (DCE), concernant 

l’ensemble des masses d’eau continentales, appelle au développement de nouveaux marqueurs 

précoces et intégrateurs de l’état de santé des écosystèmes aquatiques. Le métabolisme 

énergétique permet aux organismes vivants d’assurer l’ensemble des fonctions physiologiques 

et joue ainsi un rôle clé pour la survie des individus et le devenir des populations. Il peut en ce 

sens être une source pertinente pour développer des outils d’intérêt en biosurveillance. 

L’objectif de cette thèse était donc d’approfondir les connaissances sur le 

fonctionnement du métabolisme énergétique cellulaire chez la moule d’eau douce, Dreissena 

polymorpha. Un ensemble de marqueurs des grandes voies du métabolisme énergétique a été 

étudié chez une même population de dreissènes. Une première approche de suivi passif in situ 

a été menée afin de caractériser les réponses des organismes dans leur environnement naturel, 

en intégrant les fluctuations saisonnières. Des expérimentations en laboratoire ont également 

permis d’approfondir les connaissances concernant la gestion de l’énergie cellulaire et les 

différentes stratégies mises en place en conditions de stress divers chez D. polymorpha. 

1. La charge énergétique en adénylates, un outil pertinent 

Le métabolisme énergétique regroupe l’ensemble des réactions biochimiques associées 

à la production, à la consommation et à la régulation de l’énergie libre sous forme d’ATP. Au 

sein d’une cellule, toutes les réactions nécessitent un apport plus ou moins coûteux en énergie. 

De ce fait, le maintien de l’homéostasie cellulaire et de l’équilibre entre la production et la 

consommation d’énergie sont essentiels à la bonne santé des organismes. Les stress de toutes 

natures auxquels sont exposés les êtres vivants peuvent affecter considérablement cet 

équilibre. Cependant, jusqu'à récemment, peu d'études expérimentales se sont concentrées sur 

la réponse du métabolisme énergétique face aux stress chez les espèces sentinelles utilisées en 

écotoxicologie, notamment chez les invertébrés d’eau douce. L’équilibre énergétique peut être 

considéré comme un facteur clé pour la détermination des limites de tolérance d’un animal 

face au stress. La perturbation de cet équilibre peut avoir des conséquences aux niveaux 

populationnel et écosystémique, si elle entraîne des risques pour la survie et la reproduction 

des individus (Sokolova et al., 2012).  

La recherche de nouveaux biomarqueurs associés au métabolisme énergétique 

nécessite tout d’abord l’approfondissement des connaissances sur le fonctionnement de ce 

dernier. Cette première étape a ici été réalisée à travers le suivi saisonnier d’une population de 
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dreissènes installée dans le canal de la Meuse à Commercy (Publication n°1). L’ensemble des 

informations acquises a permis de déterminer, en partie, l’évolution des marqueurs étudiés au 

cours d’un cycle de reproduction. Pour la plupart de ces marqueurs, les variations observées 

étaient semblables aux informations disponibles pour certains d’entre eux dans la littérature, 

avec notamment une augmentation de l’activité métabolique lors du développement des 

gamètes et de la ponte puis une diminution après la période de reproduction (Kerambrun et 

al., 2016 ; Navarro et al., 2013 ; Palais et al., 2011).  

Les marqueurs du métabolisme énergétique tout comme les autres marqueurs ou 

biomarqueurs déjà utilisés en écotoxicologie sont souvent soumis à de fortes variations 

saisonnières (Amiard-Triquet, 2015; Kerambrun et al., 2016; Pain et al., 2007; Palais et al., 

2011). Des corrélations positives ou négatives ont été montrées lors du suivi saisonnier entre 

les marqueurs étudiés et les principaux paramètres physico-chimiques du milieu (Publication 

n°1). Ce type de corrélations (positives ou négatives) a d’ores et déjà été montré entre 

l’apparition d’un stress oxydatif chez D. polymorpha et la concentration en minéraux, la 

disponibilité en oxygène, et le pH des milieux (Wojtal-Frankiewicz et al., 2017). Pendant les 

trois derniers mois du suivi saisonnier (avril à juin 2019), nous avons observé une chute 

considérable des valeurs de la CEA, lesquelles, étaient jusqu’alors restées stables tout au long 

de l’année (Publication n°1). La CEA est un marqueur utilisé depuis de nombreuses années 

(Le Gal et al., 1997) mais de plus en plus rarement dans les études écotoxicologiques. Il faut 

noter qu’il est difficile d’associer l’intensité du stress subi avec la capacité de survie des 

organismes à travers la seule valeur de CEA (Le gal et al., 1997). En effet, Marazza et al., 

(1996) ont montré qu’une diminution de la CEA indique une réaction de l’animal face au 

stress sans forcément remettre en cause la survie des organismes, tandis qu’une augmentation 

de la variabilité de cet indice dans une population peut refléter un dépassement des 

mécanismes de compensation chez une partie des individus, pouvant mener à de la mortalité. 

Cette augmentation de la variabilité, nous l’avons observée chez les dreissènes exposées au 

Cd en laboratoire en juin 2019, associée en parallèle à une augmentation des dommages 

cellulaires et des défenses anti-oxydantes (Publication n°3). Cependant, aucune mortalité ni 

variation des réponses des autres marqueurs du métabolisme énergétique n’a été observée lors 

de cette expérimentation. Il est donc difficile d’associer directement une valeur de CEA à un 

état physiologique précis. A l’issue de l’exposition aux stress thermique et hypoxique, les 

résultats ont été illustrés par la représentation graphique du ratio ATP:ADP en fonction de la 

CEA. Des courbes de tendance (puissance) ont été tracées et les pentes des courbes ont été 

utilisées pour décrire les résultats. Lors de l’exposition au stress thermique (Publication n°2), 
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les pentes étaient bien plus faibles chez les individus exposés que chez les individus témoins 

bien qu’aucune variation des valeurs de la CEA n’ait été observée. Cette méthode 

d’illustration des résultats a été utilisée par Sokolova et al. (2005) suite à une exposition de C. 

virginica au Cd et a permis d’observer une diminution du ratio ATP:ADP chez les organismes 

exposés au Cd par rapport aux contrôles sans qu’il n’y ait de variations de la valeur de la 

CEA. L’utilisation de la combinaison de ces deux indices semble donc intéressante pour 

l’évaluation de l’état de santé des individus. Néanmoins, la plupart des réponses étudiées 

restent stables ou présentent des amplitudes de variation modérées suite aux différentes 

expositions, ce qui nous amène à émettre une hypothèse sur la possible tolérance de cette 

espèce face aux différents stress testés dans les travaux de cette thèse.  

 

2. D. polymorpha, une espèce adaptée au stress ? 

Au cours des différents travaux réalisés ici, aucun effet du Cd n’a été observé sur les 

fonctions mitochondriales chez D. polymorpha. Une première hypothèse peut alors être 

proposée : 

 

- D. polymorpha est une espèce invasive dont les populations se sont adaptées 

aux pressions environnementales grâce au développement de mécanismes 

d’acclimatation et d’adaptation leur permettant de tolérer la présence de 

stress de différentes natures. 

 

Dans une étude récente réalisée chez D. polymorpha exposée au Cd, aucune variation 

de certains marqueurs du métabolisme énergétique, l’activité ETS et l’allocation énergétique à 

la croissance et à la reproduction, n’a été observée (Louis et al., 2019). Dans ces travaux de 

thèse, le Cd a été choisi comme contaminant modèle du fait de sa forte toxicité, notamment 

sur les mitochondries, observée chez d’autres espèces aquatiques (Cherkasov et al., 2010, 

2007; Ivanina et al., 2010; Sokolova and Lannig, 2008; Sokolova, 2004). Par soucis de 

réalisme environnemental, la concentration choisie était de 10 µg.L-1, ce qui représente une 

concentration relativement élevée mais qui peut être retrouvée dans le milieu naturel 

(Baudrimont et al., 1997). Le site de prélèvement a été choisi suite à différentes études 

réalisées sur cette population. Lors des projets précédents, les mesures de la contamination 

dans l’eau et dans les sédiments avaient montré une faible concentration en polluants 
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minéraux et organiques (Projet PolQua RT2E Rovaltain, 2016-2018). Bien que peu, voire 

aucune trace de Cd n’ait été mesurée dans l’eau au moment de notre étude (Publication n°1), 

il est possible que la population de dreissènes se soit progressivement adaptée à la pollution 

métallique lors du processus d’invasion. En effet, D. polymorpha est une espèce invasive 

arrivée dans le Nord-Est de la France il y a plus de 200 ans. Avec le temps et les générations, 

la sélection génétique a pu aboutir à une évolution de sa capacité de tolérance voire résistance 

au métaux. L’adaptation aux métaux est bien connue chez les bivalves (McMahon, 2002 ; 

Milan et al., 2016). Lorsque les organismes sont pré-exposés dans leur existence à des 

contaminants et notamment aux métaux, ils sont capables d’augmenter leur tolérance à travers 

différents mécanismes. Dans la littérature, ce phénomène est appelé « tolérance induite » 

(Chelomin et al., 1998). Parmi les mécanismes impliqués dans cette tolérance, la régulation 

par les métallothionéines est reconnue pour son implication chez les organismes métallo-

tolérants. mais d’un point de vue plus global, ce sont les mécanismes de défense anti-

oxydante, de détoxication et de réparation des dommages cellulaires grâce à diverses 

protéases qui sont surexprimés chez ces organismes (Milan et al., 2016). 

De par leur succès de colonisation, les espèces invasives peuvent être plus tolérantes 

aux polluants que les espèces autochtones. Il a déjà été montré que D. polymorpha possédait 

une capacité de détoxication plus importante que deux espèces de bivalves natives des cours 

d’eau de l’Ouest Européen : Anodonta cygnea et Unio tumidus (Contardo-Jara et al., 2014). 

Dreissena polymorpha est également plus tolérante que d’autres espèces invasives comme son 

espèce sœur D. rostriformis bugensis après une exposition au nickel (Potet et al., 2016, 2018). 

Au début de leur expansion, les espèces invasives présentent une faible diversité génétique 

(Bifolchi, 2007). Au cours du temps et des générations, cette variabilité génétique augmente 

ensuite dans les populations pouvant aboutir à une augmentation de leur potentiel adaptatif 

(Potet, 2017). La forte tolérance de D. polymorpha vis-à-vis de la contamination par rapport à 

d’autres espèces invasives arrivées depuis seulement quelques dizaines d’années dans les 

cours d’eau de France pourrait être expliquée par son histoire évolutive.  

Cependant, face aux variations de paramètres abiotiques tels que la température, le 

taux d’oxygène ou encore le pH, D. polymorpha s’est avérée plus sensible que des espèces 

d’unionidés natives (Mc Mahon, 2002). Au cours des travaux réalisés ici, il a été observé que 

D. polymorpha était plus tolérante qu’attendu à l’hypoxie et moins tolérante au stress 

thermique par rapport aux résultats décrits dans la littérature (publication n°2). Il a déjà été 

montré que chez des espèces tolérantes à un type de stress, la sensibilité des individus peut 

être accrue lors de l’exposition à d’autres facteurs de stress tels que la température ou la 
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disponibilité en oxygène. Ainsi, Lannig et al. (2006) ont observé une sensibilité accrue à une 

augmentation de la température dans une population de C. gigas adaptée à la pollution.  

Lorsque les organismes sont exposés à un stress auquel ils se sont acclimatés, les coûts 

énergétiques associés à la mise en place des mécanismes de défense peuvent engendrer un 

déficit énergétique lors d’un stress additionnel. Ce déficit peut, à terme, conduire au 

dépassement de leurs capacités de défense. Cependant, lorsque que les coûts énergétiques 

engagés dans une tolérance aboutissent à un désavantage sélectif de l’espèce, cette tolérance à 

un contaminant peut être perdue suite à l’absence d’exposition au contaminant en question 

(Mouneyrac et al., 2011). Cependant, bien qu’aucune trace de Cd n’ait été mesurée lors des 

travaux réalisés pendant la thèse, la population de D. polymorpha ciblée semble toujours 

posséder une certaine tolérance face à ce contaminant. 

Depuis quelques années, les études se focalisent sur le rôle des mitochondries dans 

l’adaptation des espèces face à un stress. En effet, des études réalisées chez des organismes 

modèles tels que des mammifères terrestres et des insectes ont montré le rôle des 

mitochondries dans l’adaptation des organismes et dans leur tolérance aux stress (Sokolova, 

2018). De récents travaux se concentrent sur l’influence du génotype mitochondrial sur les 

réponses des organismes en conditions naturelles ainsi que sur son rôle dans cette adaptation 

(Li et al., 2019; Ma et al., 2019). Il a été montré que des mutations au niveau de l’ADN 

mitochondrial influenceraient la capacité de tolérance chez les vertébrés et les invertébrés 

(Bettinazzi et al., 2019). Chez les humains, ces mutations seraient notamment impliquées dans 

la tolérance à la température ainsi que dans la vulnérabilité des individus face à certaines 

maladie (Mishmar et al., 2003; Taylor and Turnbull, 2005). 

 En présence d’un stress, il a également été montré que les mitochondries jouaient un 

rôle essentiel dans la signalisation cellulaire à travers la production de nombreuses molécules 

pouvant être utilisées comme substrats dans la régulation post-traductionnelle et ainsi 

favoriser ou à l’inverse inhiber la synthèse protéique (Naquet et al., 2016). De plus, il a 

également été montré que les mitochondries étaient impliquées dans l’immunité innée des 

mammifères à travers l’activation de certaines voies de signalisation (Monlun et al., 2017).  

Les travaux réalisés dans cette thèse se sont focalisés sur une seule population d’une 

espèce de bivalve limitant ainsi toute conclusion quant à une adaptation liée aux fonctions 

mitochondriales. Néanmoins, la comparaison des réponses du métabolisme énergétique et 

notamment au niveau de la mitochondrie serait intéressante à réaliser entre différentes 

populations voire différentes espèces afin d’évaluer le rôle de cet organite dans l’adaptation 

des espèces modèles en écotoxicologie et ainsi mieux comprendre l’impact des contaminants 
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sur ces espèces dans un cadre de biosurveillance. Cependant, les travaux réalisés au cours de 

ce travail doctoral  nous ont permis d’observer chez la dreissène que l’ensemble des fonctions 

remplies par les mitochondries et notamment la production d’ATP font d’elles des organites 

soumis à une régulation complexe (Pan et al., 2017). 

3. Le métabolisme énergétique cellulaire : un processus 

finement régulé  

Le peu de variations des réponses que nous avons observées lors des expérimentations 

réalisées au laboratoire nous pousse également à poser une seconde hypothèse : 

 

- Le métabolisme énergétique est considéré comme intégrateur de l’état de 

santé des organismes. Sa régulation, essentielle à son bon fonctionnement, 

permet de compenser l’effet d’un stress à court terme et la mise en place de 

mécanismes de défense. 

 

Les organismes exposés à un stress sur un temps court sortent de leur fenêtre 

d’optimum vers un état dit « pejus » en employant divers mécanismes cellulaires, 

physiologiques ou comportementaux afin de réduire l’impact de ce stress. Au niveau 

cellulaire, le stress modéré induit un ensemble commun de réponses incluant la réparation de 

lésions à l’ADN et les dommages protéiques, l’apoptose, la dégradation des débris et un 

passage général de l’état de croissance cellulaire vers un état de réparation cellulaire (Kassahn 

et al., 2009). Au niveau de l’organisme, une augmentation de la consommation d’oxygène 

peut être également observée. De manière générale, les processus compensatoires au niveau 

cellulaire et de l’organisme entier sont coûteux énergétiquement et peuvent détourner le flux 

d'énergie destiné à la reproduction et la croissance vers la maintenance et le rétablissement de 

l’organisme (Sokolova et al., 2012). En effet, les coûts énergétiques pour la synthèse de 

protéines représentent de 5 à 10 % de la demande totale en ATP en conditions contrôles et 30 

à 40 % lors d’une exposition à des métaux lourds chez les bivalves (Cherkasov et al., 2006 ; 

Ivanina et al., 2008). Lors d’une exposition à un stress thermique, la régulation des processus 

de transcription est un des mécanismes principaux de compensation. Ainsi en condition de 

stress thermique, une surexpression de nombreux gènes impliqués dans l’ensemble des voies 

métabolique a été observée (Falfushynska et al., 2014; Múgica et al., 2015; Yampolsky et al., 

2014). D’après les résultats obtenus dans nos travaux, suite à l’exposition de D. polymorpha à 
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un stress thermique (Publication n°2), le panel de marqueurs suivis nous a permis de voir un 

potentiel dépassement des mécanismes de compensation après 7 jours d’exposition à 25°C. 

Les principales variations ont été observées au niveau de l’expression de gènes ainsi qu’au 

niveau du ratio ATP:ADP. D’un autre côté, lorsque les dreissènes ont été soumises à 

l’hypoxie, une diminution de la CEA a été observée après 24h sans qu’il n’y ait de variation 

dans le ratio ATP:ADP. Des stratégies différentes de gestion de l’énergie ont donc été mises 

en évidence à la fois selon la période du cycle de reproduction (Publication n°3) et selon le 

stress subi par les organismes. En effet, l’intégration de données réalisée à l’issue des 

expositions au Cd (Chapitre 5, Partie II) a permis d’observer des réponses inversées en 

fonction de la saison. Bien que deux marqueurs de la régulation de la balance énergétique 

aient été ciblés (expression relative des gènes ampk et ampd), les résultats issus de 

l’expression d’un gène ne peuvent être extrapolés à son activité notamment pour des gènes 

codant des protéines kinases, qui sont activées par leur phosphorylation. L’AMPk est 

considérée comme senseur métabolique essentiel pour l’ajustement précis des besoins et 

disponibilités énergétiques cellulaires (Chauhan et al., 2020). L’activité AMPk est 

principalement régulée par le ratio ATP:ADP. Une fois activée, cette enzyme inhibe la 

synthèse de protéines, d’acides gras et de glycogène afin d’augmenter la concentration d’ATP 

(Ke et al., 2018). L’étude de la phosphorylation de l’AMPk a été menée dans ce travail sur 

des échantillons issus de l’exposition au Cd en juin 2019. Cependant, seuls 3 réplicats par 

condition ont pu être utilisés, rendant ainsi l’interprétation des résultats délicate. Les anticorps 

anti-AMPk totale ou phosphorylée étant fonctionnels chez D. polymorpha, il serait intéressant 

par la suite d’approfondir l’approche par western-blotting et ainsi de confronter les résultats 

issus de l’expression génique et de l’activation de la protéine pour avoir une information de la 

régulation au niveau des transcrits ainsi qu’au niveau post-traductionnel.   

La régulation fine de l’ensemble du métabolisme énergétique a pu potentiellement 

compenser l’effet premier du stress subi par les organismes. Des expérimentations plus 

longues pourraient permettre de mieux cerner le mécanisme d’action des stress de natures 

différentes sur la gestion du métabolisme énergétique et ainsi de mieux appréhender les 

risques associés à plus long terme. Dans ces travaux de thèse, nous nous sommes focalisés 

principalement sur le fonctionnement du métabolisme énergétique cellulaire. Cependant, nous 

avons remarqué que le sens de variation des réponses n’était pas défini, c’est-à-dire qu’une 

réponse d’un marqueur peut aussi bien augmenter ou diminuer lors de l’exposition à un stress. 

En effet, bien qu’une diminution du ratio ATP:ADP ou de la CEA soit connue pour 

représenter un stress subi par les organismes, la mise en place de mécanismes de 
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compensation peut mener dans un premier temps à une augmentation des valeurs du ratio 

ATP:ADP et de la CEA, afin de maintenir l’équilibre de la balance énergétique.  

Le métabolisme énergétique peut renseigner si les fonctions vitales, telles que la 

croissance, la reproduction et le maintien du métabolisme basal des organismes, sont affectées 

lors d’une exposition à un ou des stress (Durou et al., 2007). Son étude devrait alors permettre 

d’alerter sur les effets des différents stress qui pourraient affecter les populations et leur 

maintien (Barrick et al., 2016 ; Durou et al., 2007). L’utilisation des marqueurs du 

métabolisme énergétique dans les études écotoxicologiques pourrait augmenter leur 

pertinence écologique, mais il est tout de même nécessaire d’élargir le panel de marqueurs 

étudiés à plusieurs processus métaboliques, et à plusieurs niveaux d’organisation biologiques.  

4. Intérêt d’une approche multi-marqueurs  

Les études écotoxicologiques se tournent de plus en plus vers des approches multi-

marqueurs. En plus d’élargir la variété de marqueurs choisis, les études augmentent également 

le nombre de niveaux d’organisation biologique investigués. L’intégration de marqueurs 

représentatifs de plusieurs niveaux d’organisation biologique doit permettre une meilleure 

compréhension de l’impact des polluants et de leur mode d’action (compréhension 

toxicologique et écologique) (Magni et al., 2017). A l’issue du suivi saisonnier, la chute des 

valeurs de CEA, de l’activité COX et des expressions de gènes ampd et ampk a permis 

d’émettre une hypothèse quant à la survenue d’un stress in situ. La mesure de la peroxydation 

lipidique et de l’activité caspase-3 a permis d’appuyer cette hypothèse. L’apport de marqueurs 

impliqués dans d’autres voies physiologiques et couramment utilisés dans les études 

écotoxicologiques, permet donc de mieux comprendre et interpréter les réponses mesurées. 

Cependant, plus les marqueurs suivis sont nombreux, plus l’interprétation de l’ensemble des 

réponses devient délicate. La nécessité de développer des indices intégrateurs devient alors 

indispensable. 

Certains indices simples sont utilisés pour intégrer l’ensemble des réponses. Au niveau 

énergétique, certains d’entre eux sont utilisés en écotoxicologie chez D. polymorpha comme 

le scope for growth (allocation énergétique à la croissance et à la reproduction ; Louis et al., 

2019 ; Smolders et al., 2004), l’allocation énergétique cellulaire (Smolders et al., 2004), ainsi 

que la charge énergétique en adénylates qui a été utilisée ici. Ces indices sont basés sur des 

mesures réalisées à petites échelles à travers des marqueurs suivis au niveau individuel (e.g la 

respiration des organismes). A plus grande échelle, des modèles bioénergétiques ont été 
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développés tels que le Dynamic Energy Budget (DEB) proposé par Kooijman (2010) dont 

l’une des applications est le modèle DEBtox (Jager, 2020). Ce modèle a été utilisé pour lier 

l’allocation énergétique à la croissance démographique et incorporer des variables 

environnementales telles que les polluants, la disponibilité alimentaire ou encore le stress 

thermique (Van Haren et al., 1994 ; Pouvreau et al. 2006 ; Kooijman et al., 2009 ; Einarsson 

et al., 2011). Ces modèles sont extrêmement utiles dans la prédiction des effets aux niveaux 

populationnel et écologique suite à des perturbations environnementales. Cependant, ils 

exigent un paramétrage extensif qui demande à la fois du temps et une connaissance précise 

des réponses de l’organisme étudié (Van Haren et Kooijman, 1993 ; van Haren et al., 1994 ; 

Bacher et Gangnery, 2006 ; Kooijman et al., 2009 ; Sarà et al., 2012). 

Depuis plusieurs années, de nouveaux outils statistiques intégrateurs apparaissent 

notamment sous la forme d’indices globaux comme l’ Integrated Biomarker Response  (IBR ; 

Devin et al., 2014) ou encore le Weight of Evidence (WOE ; Barjhoux et al., 2018; Piva et al., 

2011). L’IBR est l’outil qui, à ce jour, reste le plus utilisé dans l’intégration des réponses de 

biomarqueurs en écotoxicologie. Cet outil fournit à la fois une représentation graphique 

synthétique des différentes réponses de biomarqueurs choisis ainsi qu’une valeur numérique 

propre regroupant l’ensemble des réponses. De ce fait, l’interprétation des différentes valeurs 

d’IBR est simplifiée pour comparer les réponses des différents marqueurs mais aussi pour les 

interpréter au regard des conditions du milieu environnemental (Devin et al., 2014). D’après 

Devin et al. (2014), le nombre maximum de biomarqueurs intégrables dans l’indice est de 

huit. Il est souvent délicat de déterminer, parmi toute une batterie de marqueurs, lesquels 

seraient les plus pertinents à intégrer dans les indices. Les résultats obtenus dans le chapitre 5 

ont permis de dégager, sur un ensemble de vingt marqueurs, cinq marqueurs pertinents 

pouvant témoigner de l’exposition à un stress par une variation de leur réponse. L’ensemble 

des données acquises dans le cadre de cette thèse pourrait permettre, à l’aide de nouveaux 

suivis et expérimentations contrôlées, de développer des indices énergétiques plus poussés et 

riches en informations pour ensuite les intégrer, avec d’autres marqueurs généraux, dans des 

indices comme l’IBR ou une approche de WOE. L’utilisation d’une approche multi-

marqueurs énergétiques couplée à des marqueurs d’autres processus clés de la physiologie des 

organismes (défense, intégrité cellulaire...) pourrait permettre de proposer un indice complet 

et pertinent. De plus, la prise en compte de certains marqueurs relatifs à la croissance ou la 

reproduction comme réalisé dans le modèle DEB, augmenterait probablement la pertinence 

écologique des études. En effet, l’établissement d’un nouvel indice basé sur plusieurs niveaux 
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d’organisation (moléculaire, cellulaire, individuel voire populationnel) pourrait aider au 

développement d’un AOP ou Adverse Outcome Pathways (Ankley et al., 2010). 
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5. Conclusion  

 L’ensemble des travaux réalisés dans cette thèse a permis de mieux 

comprendre et d’approfondir les connaissances sur le fonctionnement du métabolisme 

énergétique cellulaire chez l’espèce modèle D. polymorpha. Les réponses des marqueurs 

étudiés sont dépendantes de la période du cycle annuel, facteur confondant qui doit donc être 

pris en compte dans l’interprétation des réponses aussi bien en laboratoire que lors de 

campagnes de biosurveillance active ou passive réalisées in situ. Au laboratoire, différentes 

stratégies de gestion de l’énergie cellulaire ont été observées chez la dreissène lors de 

l’exposition au stress, en fonction de la période d’exposition ainsi que selon la nature du stress 

imposé.  

L’ensemble des résultats acquis dans ces travaux a notamment permis de valider chez 

D. polymorpha la gestion des stocks énergétiques déjà connue et décrite dans la littérature 

(Palais et al., 2011). Lors du suivi saisonnier, la chute des valeurs de CEA et à la diminution 

de l’activité COX mesurées à partir d’avril 2019, nous ont permis d’émettre l’hypothèse de la 

présence d’un stress ayant pu affecter fortement les organismes. Les métabolismes aérobie et 

anaérobie ont montré des profils de réponses différents selon la saison avec des réponses plus 

élevées lors du développement et la ponte des gamètes. Cependant l’absence de variations 

nettes à l’issue des expositions réalisées au laboratoire nous montre, en plus d’une potentielle 

tolérance de D. polymorpha face au Cd, une importante et complexe régulation de l’activité 

mitochondriale au sein des organismes. En effet, malgré l’observation d’une forte variabilité 

interindividuelle lors des expositions réalisées au laboratoire, les valeurs de CEA restent 

stables. Suite à l’exposition des dreissènes à un stress thermique et hypoxique, il s’est avéré 

que la représentation graphique des résultats par la courbe du ratio ATP:ADP en fonction des 

valeurs de la CEA semblait être un meilleur indicateur de stress que les valeurs de CEA prises 

de façon isolée. L’expression des résultats peut modifier les conclusions proposées. En effet, 

Salin et al. (2018) ont montré que les résultats de mesures de l’efficacité mitochondriale 

peuvent être contradictoires selon la méthode de calcul de cette dernière, par le calcul du 

RCR (Respiratory Control Ratio) ou par le calcul du ratio ATP : O (production d’ATP en 

fonction de l’oxygène consommé). Ces deux indices sont les plus fréquemment utilisés dans 

les études sur le fonctionnement mitochondrial. Dans les travaux réalisés au cours de la thèse, 

ce genre d’approche n’a pu être mené. Néanmoins, à l’avenir, la mesure simultanée de la 

consommation d’oxygène et de la production d’ATP permettrait d’enrichir les connaissances 

acquises sur le fonctionnement du métabolisme énergétique chez cette espèce sentinelle. De 
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plus, l’optimisation d’une méthode d’isolation des mitochondries serait également pertinente 

pour l’étude du fonctionnement mitochondrial chez D. polymorpha. 

Au cours de la thèse, une collaboration avec la plateforme PICT (INSERM, Reims), a 

permis de réaliser une première approche de cryofixation de tissus de bivalves pour des 

observations cytologiques réalisées au microscope électronique et pour le dosage des ions au 

sein des mitochondries. L’analyse de la structure des mitochondries de la glande digestive a 

révélé un accroissement de la fréquence et de l’intensité des atteintes mitochondriales chez les 

dreissènes exposées simultanément au Cd et à une température plus élevée, une présence 

accrue de corps mitochondriaux (indice de catabolisme) et des fluctuations variables des 

contenus ioniques de la matrice mitochondriale. Les résultats tout à fait préliminaires n’ont 

pas été présentés dans ce manuscrit mais l’approche fonctionnelle et structurale permettrait, 

dans de futurs travaux, de mieux comprendre le fonctionnement mitochondrial et ainsi de 

mieux appréhender les effets de l’exposition à des polluants sur ce compartiment cellulaire.   

D. polymorpha est une espèce connue pour avoir une large fenêtre de tolérance face 

aux variations des paramètres environnementaux comme la température. Cependant, cette 

fenêtre de tolérance ne prend pas en compte la durée de l’exposition. D’après nos résultats, cet 

aspect temporel est essentiel à prendre en compte dans la description de ces fenêtres. En effet, 

après 7 jours à 25°C (stress thermique de +15°C), les mécanismes de compensation 

semblaient être dépassés traduisant une tolérance de courte durée de la dreissène face à une 

forte température. D’un autre côté, il a été observé que D. polymorpha était plus tolérante 

qu’attendu aux conditions hypoxiques. Pour ces deux expérimentations, l’intégration de 

l’ensemble des données acquises à travers un modèle PLS-DA nous a permis de souligner 

l’importance de ce facteur temps dans l’évaluation de la tolérance. Le suivi des réponses du 

métabolisme énergétique sur une période plus longue pourrait permettre de préciser le 

moment où les mécanismes de compensation deviennent dépassés par les conditions. Dans les 

travaux réalisés ici, seuls un stress thermique chaud et un stress hypoxique ont été étudiés. 

Néanmoins, l’étude des effets d’un stress thermique chaud et froid, et de stress hypoxique et 

hyperoxique sur les réponses métaboliques, sur des durées plus longues, pourraient permettre 

de préciser des fenêtres temporelles de tolérance en prenant en compte à la fois l’effet d’une 

variation positive et négative des paramètres testés.  

L’intégration de l’ensemble des données a aussi permis d’observer différents profils de 

réponses entre les marqueurs suite à la période d’acclimatation en laboratoire (T0). Parmi ces 

marqueurs, ceux ayant des niveaux similaires entre les T0 indépendamment de la période ont 

permis à la fois, de distinguer les conditions témoins des conditions exposées au laboratoire et 
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de témoigner l’apparition d’un stress in situ. L’approfondissement des connaissances sur ces 

marqueurs à travers de nouvelles campagnes de suivi sur plusieurs populations pourrait 

permettre, à terme, de valider l’utilisation de ces marqueurs dans une perspective de 

biosurveillance.  

Le Cd a été choisi dans ces travaux pour sa forte toxicité connue sur les mitochondries. 

Cependant la population de D. polymorpha étudiée s’est avérée peu sensible à ce contaminant 

et aucun effet net n’a été observé sur les marqueurs choisis. De plus, le métabolisme 

énergétique étant fondamental dans la survie des organismes, les mécanismes de régulation 

mis en place par les dreissènes ont pu également compenser l’effet du Cd. Dans le milieu 

naturel, les organismes sont constamment soumis à un cocktail de contaminants minéraux, 

organiques et/ou biologiques. Dans ce sens, il serait intéressant de se pencher vers des 

contaminants de natures différentes, comme par exemple, certains fongicides dont les 

mitochondries sont la cible (exemple des SDHI, inhibiteurs de la succinate déshydrogénase), 

et qui ont été utilisés massivement dans le traitement des zones agricoles, se retrouvant à 

terme dans le compartiment aquatique.  

Les principaux résultats, hypothèses et perspectives issus des différents travaux 

réalisés sont résumés dans la figure 39 sous la forme d’un schéma synthétique (voir la légende 

de la figure pour les détails). 

 

 

D’un point de vue plus général, l’approfondissement des connaissances sur le 

fonctionnement mitochondrial et les mécanismes d’action des polluants pourrait s’intégrer 

dans une problématique émergente reliant à la fois la santé environnementale et humaine que 

l’on regroupe sous le terme de « one health » (Probst et Laggoun, 2017). Dans un contexte de 

changement global, incluant le réchauffement climatique ou l’explosion démographique 

humaine et animale domestique, la compréhension des relations entre les santés humaines, 

animales et environnementales est un enjeu majeur de santé publique. Une meilleure 

compréhension des mécanismes d’action des contaminants sur la santé animale pourrait 

permettre une meilleure gestion des risques et ainsi limiter l’émergence de nouvelles 

zoonoses. L’exemple récent de la pandémie liée à la Covid-19 illustre la nécessité de 

développer de nouvelles démarches scientifiques intégratives reliant l’impact des 

contaminants sur la santé animale et la santé humaine. 
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Figure 39. Schéma synthétique regroupant l’ensemble des travaux réalisés chez D. polymorpha 

au cours du travail de thèse. ①a. Les réponses du métabolisme énergétique ont été suivies lors 

d’un cycle saisonnier et, ①b lors de différentes expérimentations en conditions contrôlées de 

laboratoire. ② A l’issue du suivi saisonnier, il a été observé que la population ciblée avait été 

exposée à un potentiel stress. ③ En parallèle, les réponses mesurées suite aux deux expositions 

au Cd (orange) réalisées à deux périodes du cycle de reproduction ont montré un effet période 

prépondérant et un impact négligeable du Cd sur le métabolisme énergétique conduisant à 

l’hypothèse d’une adaptation de la population face au stress métallique. Après l’exposition à un 

stress hypoxique (bleu) les individus semblaient être acclimatés à la limitation en oxygène tandis 

qu’après 7 jours d’exposition à 25 C (rouge), les dreissènes semblaient être dépassées. ④ La 

stabilité des fonctions mitochondriales montre une régulation fine et complexe du métabolisme 

énergétique, la prise en compte de l’échelle temporelle pour l’établissement des fenêtres de 

tolérance est donc nécessaire. A partir de l’ensemble des résultats obtenus, ⑤ certains 

marqueurs apparaitraient prometteurs dans une perspective de biosurveillance. De nouvelles 

campagnes de prélèvement sur différents sites permettraient d’affirmer ce potentiel de 

biomarqueurs ainsi que  d’évaluer la sensibilité de D. polymorpha face à d’autres stress. Les 

flèches grises, vertes et jaunes indiquent respectivement les résultats obtenus, les hypothèses 

émises et les perspectives issus de ces travaux. 
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Annexe I : Energy allocation in two dreissenid species under 

metal stress  

Environmental Pollution, 245 (2019) 889-897 

Fanny Louis1,2*, Simon Devin2, Laure Giambérini2, Marine Potet2, Elise David1, Sandrine 

Pain-Devin2 

1 Université de Reims Champagne-Ardenne, UMR 02 SEBIO (Stress environnementaux et 

biosurveillance des milieux aquatiques), Reims, France 

2 Université de Lorraine, CNRS, LIEC, F-57000 Metz, France 

Keywords: Dreissena spp.; metal; biomarkers; Scope For Growth 

Highlights: 

● Sub-cellular biomarker responses and scope for growth measurements show variations after a 

metal stress on D. polymorpha 

● No variation at the sub-cellular and individual levels was highlighted for D. r. bugensis 

● The two dreissenids displayed different strategies concerning their metabolic trade-offs 

Abstract: Measurements of biological responses on living organisms are essential in aquatic 

biomonitoring. In freshwaters, Dreissena polymorpha is an invasive bivalve commonly used in 

ecotoxicological studies and considered as a model organism. However, D. polymorpha abundances 

are declining while another species colonizes most of the freshwaters: Dreissena rostriformis 

bugensis. This species has already been studied in ecophysiology but there is still a lack of data 

concerning its responses to stressors before its use as a bioindicator of environmental pollution. This 

study aims to compare the responses of the two species exposed to metal stress. Responses at different 

levels of biological organization were targeted with measurement of sub-cellular and individual 

biomarkers following an exposure of up to 7 days to cadmium at 10 µg.L-1. At the individual level, the 

scope for growth (SFG) was measured. It corresponds to the energy allocated to growth and 

reproduction. D. polymorpha exhibits variations in biomarker measurements as well as in the SFG in 

presence of Cd. D. r. bugensis shows no variation in its responses at the different targeted levels. 

According to the present results, energy metabolism seems to have an essential role for these species 

when facing a metal stress. Different energy allocation strategies were evidenced between the two 

species, although the link with biochemical biomarkers is more evident for D. polymorpha than for D. 

r. bugensis. 

Capsule: Different energy allocation strategies were highlighted between the two dreissenid species 

after a 7 days cadmium exposure.  

*Corresponding author: Fanny LOUIS, fanny.louis@univ-reims.fr  

SEBIO, UFR SEN, Campus Moulin de la Housse, BP 1039, 51687 Reims cedex 2, France 
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1. Introduction 

The European Water Framework Directive adopted in 2000 aims to reduce major hazardous 

substance concentrations to their natural background levels in aquatic systems and to reach “good 

status” objectives for water bodies (DC 2000/60/CE, 2000). In addition to the physicochemical 

characterization of the media, the biomonitoring of water bodies includes biological tests to assess the 

health status of organisms (DC 2008/105/CE, 2008). These tests can be based on biomarker 

measurements. Biomarker analysis has been a popular method in biomonitoring for the last twenty 

years (Roméo and Giamberini, 2008). Several definitions have been proposed to define the term 

“biomarkers”. According to Depledge (1993), a biomarker is a biochemical, cellular, physiological or 

behavioral change that can be measured in all or part of an organism and that highlights a previous 

exposure to one or more chemical pollutants. Progress in biochemistry and molecular toxicology has 

brought a better knowledge about pollutants and their effects on organisms, leading to the 

development of biomarkers as indicators of biological status (condition) of an organism. Indeed, some 

recognized biomarkers (Core biomarkers) were validated and their use has become common in aquatic 

ecotoxicology (Roméo and Giambérini, 2008). The assessment of the health status of organisms is 

mainly carried out on species considered as models in ecotoxicology. Often considered as key species, 

model species present a number of criteria making them eligible for this status (Connell et al., 1999). 

They must be representative of their environment and sedentary, with a wide range of repartition. In 

addition, model species must be in contact with contaminants and react to their presence without 

suffering from lethal effects. Substantial knowledge and relevant data concerning these species are 

therefore necessary to be able to compare the responses obtained following exposure to a contaminant 

with a known baseline level (Kerambrun et al., 2016; Pain-Devin et al., 2014). 

Dreissena polymorpha (Pallas, 1771) and Dreissena rostriformis bugensis (Andrusov, 1897) 

are two freshwater invasive bivalve species of the Northern hemisphere. The zebra mussel, D. 

polymorpha, native to the Ponto-Caspian region, spread in western Europe during the 18e century 

(Karatayev et al., 2013). Because of its biological characteristics (abundance, wide geographical 

distribution and high filtration activity), D. polymorpha is used as a model species for freshwater 

biomonitoring (de Lafontaine et al., 2000; Faria et al., 2011, 2009; Kerambrun et al., 2016; Pain et al., 

2007; Palais et al., 2011). D. polymorpha is recognized for its responses to contaminants, especially to 

metal contamination (Marie et al., 2006). However, in Europe, its abundance has decreased over the 

years and this species has been gradually replaced by a sister species, D. r. bugensis in many areas. 

The expansion of D. r. bugensis, also known as the quagga mussel, began in the 1940s from the north 

of the Black Sea in Ukraine. After its first discovery in Eastern Europe its expansion in the continental 

waters of Western Europe was rapid and was associated with the occurrence of high numbers, 

sometimes in very dense populations (bij de Vaate et al., 2002; Molloy et al., 2007). These two species 
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of bivalves have similar characteristics in their life cycle, but differ in their morphology, their 

population dynamics and their growth (Karatayev et al., 2013). Moreover, D. r. bugensis presents 

different tolerance ranges from D. polymorpha for salinity, temperature or depth. D. r. bugensis also 

has higher assimilation rates and loses less energy for its respiration than D. polymorpha (Baldwin et 

al., 2002; bij de Vaate et al., 2002). The two species have different physiological characteristics, but 

responses to contamination are still poorly characterized for D. r. bugensis (Boeckman and Bidwell, 

2014). Only a few studies are available on D. r. bugensis and on both species in terms of response 

comparison (Evariste et al., 2018; Farkas et al., 2017; Kerambrun et al., 2018; Potet et al., 2018, 2016; 

Schäfer et al., 2012). Schäfer et al. (2012) highlighted dissimilar biochemical responses after an 

exposure to resuspended sediments contaminated with persistent organic pollutants. The same 

observation was noticed after an exposure to nickel and chromium that leads to divergent sub-cellular 

responses (Potet et al., 2018, 2016). D. polymorpha would be more tolerant than D. r. bugensis to 

contamination, thanks to a higher activity of defense mechanisms. D. r bugensis seems to have a faster 

growth (Karatayev et al., 2013) and an earlier and more efficient reproduction than D. polymorpha 

(Ram et al., 2012), but has low ability to activate its defense mechanisms in the presence of a 

contamination. The energy metabolism regulation and processes of energy allocation that will ensure 

individual survival and population maintenance thus deserve to be compared between the two species. 

The energy budget of an organism is dedicated to maintenance, growth and reproduction. In 

general, bivalves allocate most of their energy to gamete production and their net growth cannot be 

monitored because of the shell (Widdows, 1985). Thus, direct measurement of growth and 

reproduction is particularly difficult for bivalve species. However, Bayne and Worrall (1980) have 

shown a correlation between growth estimations and size measurement of organisms based on energy 

budget. Among available models for determining the energy budget of organisms, one of the most 

studied is the scope for growth (SFG). Scope for growth corresponds to the energy allocation to 

growth and reproduction of an organism (Smolders et al., 2002; Widdows, 1985; Widdows et al., 

1990). It is a major feature of the physiological fitness of living beings (Scarlet et al., 2015; Smolders 

et al., 2002; Stoeckmann, 2003; Widdows, 1985; Widdows and Johnson 1988; Widdows et al., 1990). 

Since it allows an immediate measurement of energetic status, SFG assessment, rather than organism 

growth per se, provides early observations of potential impacts of pollution (Widdows, 1985). Thus, 

variations in SFG from a baseline level can be recorded under different environmental conditions, and 

provide information about organism capacity to manage these conditions. For example, it has been 

shown that a temperature increase is associated with a decrease in energy allocated to growth and 

reproduction in the estuarine mysid Neomysis integer (Verslycke et al., 2004). In addition, some 

pollutants, like the pesticide chlorpyrifos, induce an increase in oxygen consumption and therefore a 

decrease in energy allocation to growth and reproduction in Neomysis integer (Roast et al., 1999). SFG 

can thus be considered as a highly integrative and ecologically relevant pollution biomarker, 
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representing a tool for environmental biomonitoring (Widdows and Johnson, 1988). The damage 

caused by contaminants in an organism can be observed in the short term at the sub-individual level 

and can be spread in the long term, at higher levels of biological organization such as individual or 

population levels (Smolders et al., 2002; Vasseur and Cossu-Leguille, 2003). Hence, studying the 

effect of a contaminant at several biological levels at once could enable the claiming for ecological 

relevance that has become an essential criterion in aquatic biomonitoring (Solomon et al., 2008). 

Cadmium (Cd) is a metal occurring in the environment from natural processes and 

anthropogenic activities (Gómez-Mendikute and Cajaraville, 2003; Simpson, 1981). Cadmium is one 

of the four priority metals under the WFD and its environmental quality standard (EQS-Annual 

average concentration) in freshwater is 0.2 µg.L-1 (CD 2013/39/UE, 2013). However, cadmium 

concentrations in water can reach or exceed 10 µg.L-1 around zinc ore processing plants notably with 

metallurgy industry (Andres and Ribeyre, 2000; Martin-Garin and Simon, 2004). This metal is known 

to have toxic effects on aquatic organisms (Anderson, 1993). Several authors highlighted the negative 

impact of cadmium on energy metabolism in multiple bivalve species (Ivanina et al., 2010; Lannig et 

al., 2006; Sokolova et al., 2004). As filter feeders, D. polymorpha and D. r. bugensis can accumulate a 

large amount of metal in their soft tissues (Kraak et al., 1991; Marie et al., 2006). Although there are 

many studies on the effect of cadmium on bivalves, none describes the impact of this metal on several 

levels of biological organization of both dreissenid species. The concentration of 10 µg.L-1 was chosen 

after a previous experiment in which a quick responses variation was visible without lethal effect on 

organisms. 

In this study, sub-individual and individual levels of organization were targeted in the two 

dreissenid species in order to assess the early effects of a metallic contamination and its impact at a 

population level that may reflect delayed effects over time. Different parameters were monitored 

during an intermediate period of exposure (7 days) to observe the early and medium-term responses of 

organisms. We thus decided to monitor both the general metabolic status (SFG) and biochemical 

biomarkers (relative to antioxidant defenses, cellular energy metabolism and cell damage) to check 

whether organisms were able to compensate at the individual level the potential effects observed at the 

sub-individual level (Amiard and Amiard-Triquet, 2008; Potet et al., 2016, 2018; Schäfer et al., 2012). 

These responses were measured in both species, exposed or not to Cd at 10 µg.L-1 between 0 and 7 

days of exposure, to ultimately determine (1) if the two species use the same energy allocation 

strategies under stress conditions and (2) if we can record a biological response to contamination in D. 

r. bugensis to use it as a model species in biomonitoring.  

2. Materials and methods  

2.1 Organism collection 
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Specimens of both species D. polymorpha and D. r. bugensis were collected by divers at the 

same location in the Moselle River (Montigny-lès-Metz, France, E06°09’46’’ N49°06’37’’) in May 

2017. Metal concentrations contained in sediments are presented in table 1. Only organisms with a 

length of 16±2 mm were selected and quickly transported to the laboratory in field water. Individuals 

from 

the 

two 

species 

were differentiated according to morphometric parameters (Pavlova and Izyumov, 2014).  

Table 1. Metals concentrations measured in the sampling site sediments 

 

 

2.2 Acclimation  

Organisms were acclimated for 72 h at the field temperature (15 °C). For each species, 160 

individuals were placed in two separate 4.5 L aquaria under a natural photoperiod and water was 

continuously aerated. Water from the field was progressively replaced by spring water (Cristaline®, 

source Aurèle, 1/3 per day). After 72 h, individuals of each species were placed in 600mL 

experimental beakers (5 individuals of the same species per beaker) to allow byssal fixation. Beakers 

were filled with 500 mL of Cristaline® and kept in a water bath to maintain a 15 °C temperature, 

under natural photoperiod.  

2.3 Exposure design 

After acclimation, mussels were exposed for 7 days to 10 µg.L-1 of Cd or kept in spring water 

(control: only water). SFG measurements were performed on 5 replicates (i.e beakers) containing 5 

individuals each, while biochemical biomarkers were measured on each individual (n=15) exposed in 

independent devices. Cadmium chloride (CdCl2-H2O; ref 45-23/25-33) was purchased from Sigma-

Aldrich. Stock solution of Cd (10 mg.L-1, expressed as total ion concentration) was prepared and 

acidified to 1 % with nitric acid. All media were prepared with Cristaline® water and beakers were 

filled with 500 mL of Cd 10 µg.L-1 solution or only water for controls. Media were renewed every 48 

h to avoid anoxia. After each renewal, organisms were fed with 15000 cells.mL-1 of fresh algae 

(Chlorella vulgaris). Cadmium was measured in contaminated media and the actual concentration 

varied between 6.3 µg.L-1 and 10.1 µg.L-1 along the experiment (Supplementary data I).  

For each SFG endpoint measurement (day 0 and 7), parameters had to be monitored over a 

period of 90 min in all media (control and exposed conditions). In order to compare our results, we 

applied the same protocol for organisms dedicated to biomarker measurements. At day 0, mussels 

Metal Al As Cd Cr Co Cu Fe Mn Hg Ni Pb Zn 

µg.kg-1 of 
dry matter 

36600 8.4 0.1 84.5 3.1 14.4 18350 483.1 0.01 9 33.9 35.6 
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were also dissected and digestive glands were frozen at -80 °C after 90 min of exposure for control 

and exposed organisms.  

2.4 SFG measurements  

SFG measurements were performed according to the protocol established by Widdows and Johnson 

(1988) and redesigned by Mubiana and Blust (2007). SFG calculation is described as follow: 

SFG = AE – (RE + EE) 

AE: Absorbed Energy 

RE: Respired Energy 

EE: Excreted Energy 

SFG calculation is based on two experiments measuring (1) respired energy (RE) and (2) absorbed and 

excreted energies (AE and EE). 

2.4.1 Measurement principles  

(1) The measurement of the energy lost by breathing is based on the monitoring of the oxygen 

concentration in the medium. Organisms’ respiration is assessed by a decrease of this concentration. 

(2) Measurement of absorbed energy is based on the decline of the algal concentration in the 

medium. This decline reflects the assimilation of algae by the organisms and therefore the energy 

absorbed from algae calorific potential. For the excreted energy, we measured NH4 produced in the 

medium since it is the main component of the organisms’ metabolic waste. 

2.4.2 Measurement protocols 

(1) In order to evaluate the effect of cadmium exposure, two measures were done for control 

and cadmium exposed organisms: one after a short term exposure (90 min), called day 0 and a second 

one at the end of the 7 days exposure, called day 7. For each measurement, an oxygen sensor 

(Odeon®) was placed in each beaker a few centimeters below the surface, not in contact with the 

organisms. Oxygen consumption monitoring started 30 min after the installation of the sensor to allow 

potentially disturbed individuals to reopen and resume their filtration activity. The oxygen 

consumption was recorded for 90 min. After seven days of exposure, organisms were dissected and 

the soft tissues were dried for 72 h at 60 °C. The dry weight (DW) was then measured and used to 

calculate the energy lost by breathing (equation 1). 

Equation 1: RE (J.g-1.h-1) = respiration rate (mg O2.gDW-1.h -1) x 13.981 (J.mg-1 O2) 

1 Conversion factor (Elliott and Davison, 1975) 

Preliminary tests were done in order to use open beakers and closed ones. There was no difference 

after 4 hours of oxygen monitoring between open and closed beakers. Measurements were also 
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performed on beakers without organisms in 5 replicates in order to confirm that there was no oxygen 

supply.  

(2) Absorbed and excreted energy measurements were conducted within the same experiment. 

In order to measure the amount of algae filtered by the organisms, 15000 cells.mL-1 were added in 

each beaker after renewal. A volume of 1mL of medium (3 replicates per beaker) was sampled 5 min 

(C1) and 90 min (C2) after algae addition. In order to determine the algal concentration, the medium 

samples were analyzed by flow cytometry (BD Accuri® C6). In addition, 10 mL of medium collected 

at the beginning and at the end of the exposure were then filtered (0.045μm) to assess NH4 

concentration. Ammonia measurements were spectrophotometrically made by colorimetry according 

to the method of Solorzano (1969). At the end of the exposure period, the organisms were dissected 

and dried for 72 h at 60 °C before dry weight measurements. The data collected through these 

experiments allowed calculation of the Clearance Rate (CR, equation 2), that describes the variation of 

algae concentration in the medium. This CR was then used to calculate the Absorbed Energy (AE, 

equation 3), while NH4 production rate allowed the calculation of Excreted Energy (equation 4). 

Equation 2: CR (J.g-1.h-1) = [Volume (L) x (log C1 – log C2)] / (DW (g) x time (h)) 

Equation 3: AE (J.g-1.h-1) = CR (L.g-1.h-1) x POM x algae energy intake2 (J. mg-1) x absorption rate3 

With: 

CR: Clearance Rate  

C1: initial algae concentration (mg.L-1)  

C2: final algae concentration (mg.L-1)  

POM: Particulate Organic Matter; injected algae concentration (mg.L-1)  

2 Value provided by fresh algae producer (Terramer®; 0.8795 J. mg-1) 

3 Absorption rate : 63% for zebra mussel and 81% for quagga mussel (Baldwin et al., 2002). 

Equation 4: EE (J.g-1.h-1) = NH4 (mg.g-1.h-1) x 19.44 (J.mg-1 NH4)
  

4 Conversion factor (Widdows and Johnson, 1988) 

The absence of body weight loss during the experiment has been confirmed by keeping 

organisms for 7 days in the same conditions as described previously. At day 0 and 7, organisms were 

dissected and dried for 72h at 60°C before dry weight measurements. 

2.5 Biomarker measurements 

At day 0 and day 7, all individuals used for biomarker measurements (15 per condition for 

each species) were dissected and mussels’ digestive glands were frozen at -80 °C until being 

processed. The set of biomarkers was measured in each mussel individually, according to Garaud et al. 

(2016) and Potet et al. (2016). 
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Briefly, the digestive glands were weighed and crushed in homogenization buffer containing 

protease inhibitors (Phenylmethylsulfonyl fluoride and L-serineborate) at a 4/1 (v/w) ratio. Samples 

then underwent a first centrifugation (250 g, 4 °C, 5 min) and a part of the supernatant was collected 

(crude extract) for a first set of biomarker measurements: triglyceride (Tri), cholesterol (Chol), lipid 

peroxide concentration (LOOH), electron transport system (ETS) and acid phosphatase (ACP) 

activities. Two other centrifugations were performed on the remaining supernatant to obtain the 

cytosolic fraction (1000 g, 4 °C, 20 min and 20000 g, 4 °C, 50 min). A second set of biomarkers was 

measured on the cytosolic fraction: total antioxidant capacity (TAC), glutathione-S-transferase (GST), 

lactate dehydrogenase (LDH) and caspase-3 (CSP3) activities. Proteins were quantified on both 

fractions (crude extract and cytosolic fraction). The biomarker assays were performed with an 

automated spectrometer (Konelab 20-XTi, ThermoScientific) and with a spectrofluorimeter (SAFAS, 

Xenius).  

2.6 Statistical analysis  

Biomarker responses and SFG results were first analyzed separately by a three-way Anova to 

assess time, concentration and/or species effects. Biomarkers were then processed by an Anova test 

followed by a t-test to assess differences between species and conditions. When necessary, post-hoc t-

tests were performed, and p values obtained were adjusted for multiple comparisons by the Benjamini 

and Hochberg correction method. In order to see if organisms are trying to keep their SFG in balance, 

SFG results were compared to a standard (µ=0) that represents an equilibrium between energy 

absorbed and energy loss, either by excretion or respiration. Previously, normality and 

homoscedasticity of the data were tested with Shapiro and Bartlett tests respectively. A Principal 

Component Analysis (PCA) was performed on the different energy parameters in order to see the 

importance of each parameter in the SFG evaluation. A global analysis of biomarker results was also 

performed with a Partial Least Square Discriminant Analysis (PLS-DA) to identify the overall 

capacity of biomarkers to discriminate experimental groups and to define the most relevant biomarkers 

among the battery. Relevance of biomarker responses was based on the individual role of each 

biomarker in the overall model, estimated by the VIP (Variable Importance in the Projection). Only 

biomarkers with a VIP > 0.8 were considered significant in the models. The relevance of the structure 

identified following PLS-DA was assessed by comparing our model to a null model generated by 999 

random permutations of our dataset. 

A threshold of p ≤ 0.05 was considered significant. Statistical analyzes were performed using R 

software (R Development Core Team, 3.4.0). 

3. Results 
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3.1 Individual level: SFG measurements   

 All SFG values calculated are negative (inverse ordinate scale) for both species (Fig 1). For D. 

r. bugensis, the SFG values obtained at day 0 and day 7 are not different between control organisms 

and those exposed to Cd. For D. polymorpha, although it is not significant, the SFG value is lower (-

91 J.g-1.h-1) in exposed organisms than in controls (-41 J.g-1.h-1) at day 0, whereas at day 7 it is higher 

in exposed organisms (-66 J.g-1.h-1) than in controls (-118 J.g-1.h-1). However, a significant difference 

is observed between control organisms at day 0 (-41 J.g-1.h-1) and day 7 for D. polymorpha. Finally, 

SFG results are not significantly different between both species, except for the control batches at day 

7. Even if not significant, we can note that SFG values are always lower in D. polymorpha than in D. 

r. bugensis. 

The results were compared to a standard which is equal to 0 (student test, μ=0) in order to see if an 

equilibrium between energy absorbed and energy loss was maintained (Table 2). SFG values obtained 

for D. polymorpha are all different from 0 except for the control organisms at day 7. In D. r. bugensis, 

no SFG value is different from 0 except for control organisms at day 0.  

All energy parameters measured are presented in table 3. 

 Absorbed energy is higher in exposed organisms than in controls for D. polymorpha. In contrast 

for D. r. bugensis, absorbed and lost energies decrease between day 0 and day 7 for control and 

exposed organisms (Figure 2a). Axes representing absorbed and respired energies in the correlation 

circle (Figure 2b) are perpendicular. Therefore, the two variables (AE and RE) are independent from 

each other.  

 

Figure 1. Mean (±SD) of SFG values obtained in both species. The ordinate scale is inverted (negative 

values). The asterisks indicate significant interspecies differences. The lowercase and uppercase letters 

indicate significant differences between conditions for D. polymorpha (ZM) and D. r. bugensis (QM) 

respectively. A t-test, a 2-factor ANOVA and a Kruskal Wallis test were performed on results. 
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Figure 2. (A) Principal component analysis (PCA) of measured energy parameters at day 0 (D0) and 

day 7 (D7) for D. polymorpha and D. r. bugensis exposed to Cd at 10μg.L-1 and for the controls. The 

F1-F2 axes represent 39.93% and 33.84% of the total variance of the data set. (B) Correlation circle 

associated to the principal component analysis. 
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Table 2. Student test (comparison of SFG obtained in each condition to a standard µ=0) for D. 

polymorpha (ZM) and D. r. bugensis (QM).   

Day Species Treatment P value 

0 
 

QM 
 

control 0.02 

Cd 0.05 

ZM 
 

control <0.01 

Cd 0.02 

7 
 

QM 
 

control 0.21 

Cd 0.07 

ZM 
 

control 0.14 

Cd <0.01 

 

Table 3. Energetic parameters (J.g-1.h-1) used to calculate the SFG at Day 0 and Day 7 for D. 

polymorpha (ZM) and D. r. bugensis (QM) exposed to Cd at 10μg.L-1 and for the controls. 

Day Species Treatment AE EE RE 

0 

QM 
control 15.26 0.74 46.92 

Cd 18.33 0.48 41.46 

ZM 
control 10.22 0.75 50.81 

Cd 11.24 0.54 102.41 

7 

QM 
control 16.67 0.25 29.58 

Cd 9.51 0.34 22.22 

ZM 
control 9.92 0.8 128.58 

Cd 16.99 0.99 82.9 

 

3.2 Sub-individual level: biomarker measurements 

3.2.1 Biomarker responses 

Detailed biomarker responses are presented in table 4.  

For D. polymorpha, biomarker results analyzed individually (see Table IV for mean and 

standard deviation values, Table 5 for statistics) show that protein concentrations in the crude extract 

are significantly lower (p < 0.05) on day 0 in exposed organisms compared to controls and also 

between day 0 and 7 in non-exposed organisms. Although there is no significant difference, ETS and 

CSP3 activities are higher in exposed organisms at day 7. No difference is highlighted for the other 

biomarkers neither between each condition nor between times of exposure. 

For D. r. bugensis, acid phosphatase (ACP) activities significantly decreased between day 0 

and 7 (controls and exposed) (p < 0.01). The same differences are observed for protein concentrations 

in the cytosolic fraction (p < 0.01) and in the crude extract (p < 0.05). No difference is highlighted for 

the other biomarkers neither between each condition nor between exposure times.
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Table 4. D. polymorpha (ZM) and D. r. bugensis (QM) biomarker responses after 90 min (Day 0) and 7 days (Day 7) of exposure to cadmium. Data are 

expressed as mean ± SD (n=15). Different letters (lower case for ZM and upper case for QM) indicate significant differences for each species (p < 0.05). No 

letter means no difference between conditions. Values with an asterisk present a significant interspecies difference (p < 0.05) for the same condition. 

Abbreviations: Tri (triglyceride), Chol (cholesterol), ETS (electron transport system), LOOH (lipid hydroperoxide), ACP (acid phosphatase), GST 

(glutathione-S-transferase), TAC (total antioxidant capacity), LDH (lactate dehydrogenase), CSP3 (caspase-3), Prot CF (proteins on cytosolic fraction), Prot 

CE (proteins on crude extract). 

Day Treatment Species 

Tri 

( mg.gFW-1) 

Chol 

( mg.gFW-1) 

ETS 

(µmolO2.gProt-

1.h-1) 

LOOH 

(µmolTBH.gP

rot-1) 

ACP 

(µmol.gProt-

1.h-1) 

GST 

(µmolCDNB.

gProt-1.min-1) 

TAC 

(µmolTeq.gPr

ot-1.min-1) 

LDH 

(µmolNADH.

gProt-1.h-1) 

CPS3 

(µmolpNA.gP

rot-1.h-1) 

Prot  

CF 

( mg.gFW-

1) 

Prot 

CE 

( mg.gFW-1) 

0 

Control 

QM 

24.57 

± 6.38 

1.96 

± 0.30 

0.68* 

± 0.34 

44.82 

± 29.68 

71.34A,D 

± 11.25 

297.3 

± 75.79 

15.05* 

± 3.74 

147.54 

± 52.07 

2.21 

± 1.94 

40.70A 

± 7.14 

60.14A 

± 9.83 

ZM 

20.16 

± 8.92 

1.99 

± 0.41 

1.14* 

± 0.50 

28.95 

± 32.26 

65.86 

± 11.14 

343.23a 

± 174,11 

21,62* 

± 7,50 

139,5 

± 45,94 

6,2 

± 9,24 

40,45 

± 7,59 

65,23a 

± 8,51 

Cd 

QM 

25,47 

± 3.47 

2.01 

± 0.37 

0.64* 

± 0.22 

51.03 

± 34.66 

74.65A,C 

± 16.90 

300.12 

± 72.22 

15.61 

± 5.08 

150.91 

± 56.57 

2.13 

± 1.05 

30.48B 

± 6.62 

50.24A,B 

± 10.97 

ZM 

21.84 

± 5.92 

1.91 

± 0.32 

1.24* 

± 0.57 

38.07 

± 29.80 

67.8 

± 11.46 

227.24b 

± 79.50 

21.46 

± 5.17 

129.62 

± 30.74 

4.86 

± 2.18 

35.14 

± 7.36 

54.95b 

± 11.33 

7 

Control 

QM 

26.66* 

± 2.69 

1.93 

± 0.44 

0.49* 

± 0.15 

80.35* 

± 44.59 

55.67B,C 

± 8.28 

345.17 

± 85.35 

16.75* 

± 7.33 

163.27 

± 43.91 

1.24* 

± 0.54 

31.43B 

± 6.95 

50.03B 

± 8.16 

ZM 

20.61* 

± 5.99 

1.86 

± 0.36 

1.46* 

± 0.59 

31.04* 

± 27.64 

60.39 

± 8.18 

284.46a,b 

± 98.95 

24.13* 

± 5.91 

149.49 

± 39.69 

7.39* 

± 6.20 

33.83 

± 7.69 

50.59b 

± 7.78 

Cd 

QM 

25.17* 

± 4.07 

1.82 

± 0.25 

0.53* 

± 0.15 

64.15 

± 29.68 

60.43B,D 

± 5.85 

282.41 

± 51.36 

19.54 

± 3.87 

141.18 

± 39.80 

2.36* 

± 2.90 

32.1B 

± 3.85 

52.7A,B 

± 4.26 

ZM 

19.73* 

± 3.39 

1.85 

± 0.24 

1.44* 

± 0.43 

39.01 

± 32.26 

64.25 

± 9.59 

350.12a 

± 99.12 

21.76 

± 3.92 

145.55 

± 36.47 

10.21* 

± 10.06 

29.06 

± 5.29 

51.53a,b 

± 7.83 
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Interspecific differences are observed at day 0 for only two biomarkers, ETS and TAC, with 

lower values for D. r. bugensis, which is maintained at day 7. In addition, at day 7, we can also notice 

higher levels of LOOH for D. r. bugensis in the control condition, and lower values of caspase 

activities in this species compared to D. polymorpha, in both exposure conditions. To summarize, D. 

polymorpha seems to have a more active cellular metabolism, with stronger defense mechanisms as 

well as greater apoptotic activity and lower cellular damage while D. r. bugensis has more energetic 

reserves. No interspecific difference was noticed for the 7 other biomarkers. 

 3.2.2 Global analysis 

The PLS-DA model built explained 45.6% of between-site variance with the two first axis. 

The identified structure identified was tested against a null model and is significant (p=0.001, 999 

permutations), and lead to a mean classification error rate of 59.1%. PLS-DA allowed us to identify 

the overall capacity of biomarker responses to discriminate experimental groups and to define the most 

discriminant biomarkers among the battery. According to the results (Fig 3), the primary axis is 

mainly characterized by defense mechanisms (TAC, CSP3) and energy metabolism (ETS) on the left 

side, and energy reserves (Tri) and cellular damage (LOOH) on the right side. The secondary axis is 

mainly characterized by protein concentrations in the crude and cytosolic extracts. The two species are 

separated along the primary axis while responses between day 0 and day 7 are separated along the 

secondary axis. In fact, responses obtained for D. polymorpha are on the left of the primary axis while 

those obtained for D. r. bugensis are on the right (potential species effect). At day 0, D. polymorpha 

responses are predominantly characterized by high protein content and active defense mechanisms 

supported by strong metabolic activity. At the end of exposure, defense and energy mechanisms are 

Table 5. F and p values for ANOVA 3 factors; time, concentration and species effects performed on biomarker 

responses for D. polymorpha (ZM) and D. r. bugensis (QM). In bold: p values ≤ 0.05. 

 

 Time Concentration Species Residuals 

  F P F P F p  

Tri 0.001 0.97 0.003 0.96 23.98 <0.01 29.82 

Chol 2.62 0.11 0.37 0.54 0.14 0.71 30.44 

ETS 0.61 0.44 0.08 0.78 99.27 <0.01 0.16 

LOOH 3.90 0.05 0.07 0.79 15.59 <0.01 1282.8 

ACP 24.44 <0.01 3.10 0.08 0.23 0.63 116.6 

GST 1.73 0.19 2.36 0.13 0.08 0.78 9642 

TAC 4.41 0.03 0.04 0.84 30.13 <0.01 30.23 

LDH 0.99 0.32 1.03 0.31 1.46 0.23 1923.2 

CSP3 2.07 0.15 0.39 0.53 26.40 <0.01 30.44 

Prot CE 15.88 <0.01 6.58 0.01 2.03 0.16 78.04 

Prot CF 17.40 <0.01 16.19 <0.01 0.59 0.44 44.58 
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still able to characterize D. polymorpha responses whereas the protein concentration decreases. 

Concerning D. r. bugensis responses, at day 0, they are not only defined by a high protein 

concentration, like D. polymorpha, but also by high energy reserves. 

 

 

Figure 3. Partial Least Square Discriminant Analysis (PLS-DA) representing biomarker responses at 

day 0 (D0) and day 7 (D7) for D. polymorpha and D. r. bugensis exposed to Cd at 10μg.L-1 and for the 

controls. The F1-F2 axes represent 26.5% and 19.1% of the total variance of the data set. 
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4. Discussion 

 To the best of our knowledge, we present for the first time a study dealing with energy 

metabolism at the sub-cellular and individual levels in two freshwater dreissenid species under metal 

stress. Our results highlighted here a differential response between D. polymorpha and D. r. bugensis. 

At the sub-individual level, energetic reserves (Tri) and cellular damage (LOOH) were higher in D. r. 

bugensis for each condition at each collecting point. Conversely, some biomarkers (ETS, TAC and 

CPS3) were higher in D. polymorpha. Other studies also noted the occurrence of different patterns of 

response between both species. Schäfer et al. (2012) showed enhanced defense mechanisms and less 

DNA damage in D. polymorpha compared to D. r. bugensis after an exposure to contaminated 

sediments. In addition, the same kind of conclusion was drawn by Potet et al. (2016) following an 

exposure to chromium and nickel at different temperatures. Indeed, metabolic activities, including 

defense mechanisms (TAC, CSP3) and energy metabolism (ETS) increased upon exposure for D. 

polymorpha whereas higher cellular damage and energy reserves were noticed for D. r. bugensis. 

 Despite different biomarker responses between the two species, no significant effect of 

cadmium was evidenced. The absence of Cd effect at the chosen concentration (10 μg.L-1) has already 

been observed in other studies on D. polymorpha. After exposing hemocytes ex vivo to Cd at this 

range of concentration, no effect was observed on immunomarkers (Evariste et al., 2017). However, 

several other groups observed a Cd effect at low concentrations. A decrease in filtration rate from 9 

μg.L-1 of Cd (Kraak et al., 1999) and change of lysosomal system morphology after Cd exposure at 10 

μg.L-1 (Giambérini and Cajaraville, 2005) were observed. The absence of cadmium effect observed 

here could be explained by the period during which the experiment was run. Indeed, the organisms 

were collected during the breeding season and at this time biomarker levels are very variable because 

of inter-individual differences in reproductive status. Seasonal variations in biomarker values have 

been shown for both species. Farkas et al. (2017) assessed different biomarkers (lipid peroxidation, 

metallothionein concentration, DNA strand breaks and vitellogenin-like proteins) on several dreissenid 

populations subject to a pollution gradient. A significant difference was observed for MT, DNA strand 

breaks and vitellogenin-like proteins concentrations between June and October for both dreissenid 

species from the same location. Different parameters, such as seasonality, reproduction status or food 

availability can be considered as confounding factors (Faria et al., 2014; Viarengo et al., 2007) and 

make sometimes difficult to link biomarker alterations and health status of model species (Minguez et 

al., 2009; Pain-Devin et al., 2014). 

 One goal of this study was also to link sub-cellular responses of organisms with their energy 

metabolism using the SFG measurement. Negative SFG values were obtained in both species. Since 

the organisms were harvested during breeding season, gonads were mature and individual growth was 

reduced (Sprung, 1995). Negative SFG values reflect energy reallocation to other mechanisms. 
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Negative SFG values have already been reported following exposure to different environmental 

factors or stresses (temperature, salinity, food quality, metal concentration) in D. polymorpha (Madon 

et al., 1998) as well as in other bivalves, Perna viridis (Wang et al., 2011) and Mytilus edulis 

(Mubiana and Blust, 2007; Widdows et Johnson, 1988). A decreased SFG value was previously 

reported in Mytilus edulis in the presence of high metal (Cd, As, Pb, Cu) concentrations (Anderlini, 

1992) and in an estuarine mysid, Neomysis integer following an exposure to chlorpyrifos (Verslycke et 

al., 2004). Smolders et al. (2004) evaluated the energy budget in D. polymorpha transplanted along a 

gradient of contamination in the field by measuring available energy reserves, cellular energy 

allocation and energy consumption. This experiment highlighted that the overall energy budget of D. 

polymorpha decreased to become negative at the most contaminated sites. According to our results, on 

one hand, no significant effect of contamination is visible through biochemical biomarker responses. 

On the other hand, the metal has an effect on the energy allocation in D. polymorpha indicating the 

higher sensitivity of the individual level. Scope for growth evaluation could then provide us a both 

sensitive and integrative tool for biomonitoring. 

 Besides negative values, in our case, all SFG values are lower in D. polymorpha than in D. r. 

bugensis. These lower SFG values obtained in Cd-exposed D. polymorpha could confirm the impact 

of this metal on their energy metabolism.  These values can be explained by the use of the energy for 

the establishment of defense mechanisms that require a large part of the energy produced by 

organisms. Nevertheless, it is difficult to confirm this hypothesis with observed biomarker responses, 

which show some variations but no significant effect of Cd. However, the evaluation of scope for 

growth can highlight a rapid response of organisms with an immediate reallocation of energy reserves 

under stress. After 90 minutes of exposure, the SFG value has quickly decreased. In fact, SFG 

measurements show a difference of 50 J.g-1.h-1 between controls and exposed organisms. In addition to 

being an integrative and sensitive tool, SFG measurement seems to be a good early indicator of 

organisms’ health status during a short exposure. The metabolic activity of D. polymorpha at day 7 is 

higher than at day 0. The interpretation of SFG is therefore different depending on exposure duration. 

The inversion of the SFG values at day 7 for D. polymorpha can be explained in particular by a 

significant increase in respiration rate in the controls along with a weaker absorption. 

 The impact of Cd in D. r. bugensis is difficult to assess using biomarkers and SFG, since this 

species responds weakly to contamination at these two levels of organization in contrast to D. 

polymorpha. These results could suggest that D. r. bugensis would be more tolerant than D. 

polymorpha. Indeed D. polymorpha activates its defense mechanisms under contamination, contrary to 

D. r. bugensis. The latter presents only small variations of responses at both sub-cellular and 

individual levels, suggesting that organisms did not react to metal contamination. However, Potet et al. 

(2018) showed a difference of tolerance between both species. The lethal time for 50 % of the 

organisms (LT50) was measured during a nickel exposure. This study reveals that the lowest value of 
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LT50 obtained among D. polymorpha populations (± 130h) is higher than the highest value obtained 

for D. r. bugensis ones (± 80h). Then, the authors concluded that D. r. bugensis was less tolerant than 

D. polymorpha under metal contamination. 

 From an ecological point of view, the reproduction strategy could be a distinguishing factor 

between the two species. Ram et al. (2012) suggested that both species would use a r reproduction 

strategy which would lead to a higher energy allocation for reproduction. However, since D. 

polymorpha has invaded Eastern Europe for more than 200 years (Karatayev et al., 2013), it might 

have adapted to its environment, moving towards a K reproduction strategy. Although D. polymorpha 

is considered as an invasive species, it may present higher tolerance and adaptation capacity than other 

more recent invasive species like Corbicula fluminea or Limnoperna fortune (Mc Mahon, 2002). D. 

polymorpha would promote its tolerance mechanisms and a stronger shell and byssus (Grutters et al., 

2012, Nalepa et al., 2010) at the expense of its growth and reproduction. The majority of its energy 

would be allocated to the development of its defenses, which could lead to the increase in tolerance of 

this species to contaminant exposure. Energy metabolism therefore remains a relevant pathway to 

investigate in order to understand how populations maintain themselves in the environment, 

particularly with abundance fluctuations between both species. The study of energy allocation 

mechanisms at the biomolecular level up to the cellular level could bring a better knowledge of the 

responses of these two dreissenid species. 
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Supplementary data I. Cd concentrations measured in media. Data are expressed as mean (SD) (n=3)  

Day Cd (µg.L-1) 

D0 10.05 (0.63) 

D2 6.26 (1.06) 

D4 9.7 (0.75) 

D6 10.13 (0.28) 

D7 10.07 (0.05) 
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Résumé : La préservation de l’environnement est un sujet majeur de préoccupation des 

sociétés actuelles. Afin d’évaluer la qualité des écosystèmes aquatiques, la Directive Cadre 

sur l’Eau appelle au développement de nouveaux outils à la fois précoces dans le temps et 

intégrateurs de l’état de santé des organismes. Le métabolisme énergétique permet aux 

organismes d’assurer l’ensemble des fonctions physiologiques et peut être source de 

biomarqueurs d’intérêt en biosurveillance. L’objectif de ce travail était d’enrichir les 

connaissances sur le fonctionnement du métabolisme énergétique cellulaire chez une espèce 

d’eau douce couramment utilisée en écotoxicologie, Dreissena polymorpha, afin de proposer 

de nouveaux biomarqueurs associés à la production et à la régulation de l’ATP. Différents 

substrats, produits, enzymes et gènes associés ont été ciblés. Les modulations naturelles de 

ces réponses par les facteurs extrinsèques (saison) et intrinsèques (cycle de reproduction) ont 

été caractérisées lors d’un suivi saisonnier in situ. En parallèle, des expérimentations ont été 

réalisées en laboratoire afin d’étudier l’effet de différents stress (cadmium, température et 

hypoxie) sur ces réponses du métabolisme énergétique à différents stades de reproduction. La 

batterie de réponses mesurées dans l’ensemble des travaux a permis de mettre en avant 

certains marqueurs révélateurs des modifications de la qualité du milieu (e.g charge 

énergétique en adénylates, gènes atp et cs). A l’avenir, ces travaux devraient permettre une 

meilleure appréhension de la tolérance de cette espèce ainsi qu’une interprétation affinée des 

réponses du métabolisme énergétique dans une perspective de biosurveillance. 

Mots clés : Dreissena polymorpha, métabolisme énergétique, ATP, biomarqueurs 

 

Abstract: The environment preservation is a growing concern in our society. To assess 

aquatic ecosystems quality, the Water Framework Directive calls for the development of new 

tools that could be both early in time and integrative of the organism health. Energy 

metabolism enables all physiological functions, and thus it could be a source of relevant 

biomarkers in biomonitoring. The objective of this work was to enrich the knowledge on the 

energy metabolism management in a freshwater species commonly used in ecotoxicology, 

Dreissena polymorpha, in order to propose new biomarkers involved in the production of 

ATP and its regulation. Several substrates, products, enzymes and genes related to energy 

metabolism were targeted. Natural response variations influenced by extrinsic (season) and 

intrinsic (reproduction cycle) factors were characterised over a reproduction cycle in situ. In 

parallel, experiments were carried out in laboratory to study the effect of different stresses 

(cadmium, temperature, hypoxia) on energy metabolism responses with expositions at 

different periods of the reproductive cycle. The panel of responses measured into the overall 

work allowed to highlight several markers, which revealed changes in the environment 

quality (e.g adenylate energy charge). In the future, this work will provide a deeper 

understanding of tolerance mechanisms but also a sharpened interpretation of energy 

metabolism responses in a biomonitoring perspective. 

Key words: Dreissena polymorpha, energy metabolism, ATP, biomarkers 
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