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I.I.I.I. IntroductionIntroductionIntroductionIntroduction    
 

 L’une des étapes les plus importantes de l’évolution des Eucaryotes fut l’acquisition 

de la mitochondrie. Cette organelle, au centre du métabolisme cellulaire, approvisionne les 

cellules en énergie sous forme d’ATP (Adénosine TriPhosphate) via la phosphorylation 

oxydative, contrôle l’homéostasie de la cellule en calcium ou encore génère la biosynthèse 

des hormones stéroïdes (Mukhin et al. 1989; Saraste 1999; Nicholls 2005). C’est également la 

mitochondrie qui commande l’apoptose (la mort cellulaire), phénomène des plus importants 

dans l’organisation des êtres pluricellulaires (Green & Reed 1998; Oberst et al. 2008). 

 C’est une α-protéobactérie, symbiotique des premières cellules eucaryotes, et 

secondairement intégrée dans le cytoplasme, qui est à l’origine des mitochondries (Margulis 

1981; Andersson et al. 1998; Gray et al. 1999; 2001). Il est maintenant reconnu que cette 

acquisition de la mitochondrie ne s’est produite qu’une seule fois (Gray et al. 2001; 

Fitzpatrick et al. 2006). En d’autres termes, une seule α-protéobactérie est à l’origine de 

l’ensemble des mitochondries présentes chez les Eucaryotes. De cette origine bactérienne, les 

mitochondries en ont gardé un génome qui leur est propre et dont le code génétique est 

différent de celui des cellules hôtes. Cet ADN mitochondrial (ADNmt) est en général 

identique dans toutes les mitochondries de toutes les cellules d’un même individu. Ce génome 

ne contient toutefois qu’un nombre réduit de gènes, en comparaison aux α-protéobactéries à 

vie libre et proches parentes des mitochondries. Cette réduction du génome est la marque 

d’une symbiose avancée : c’est le résultat d’un transfert d’un grand nombre de gènes 

mitochondriaux dans le génome nucléaire de ses hôtes. Ces gènes, nécessaires au 

fonctionnement de la mitochondrie, sont alors importés du génome nucléaire vers les 

mitochondries sous leur forme protéique (Adams & Palmer 2003). Néanmoins, certains gènes 

restent encodés par les mitochondries, soit parce que leur forme protéique ne peut pas être 

importée, soit parce qu’il est nécessaire que leur expression se fasse très rapidement au sein 

de l’organelle (Race et al. 1999). 

 Malgré l’origine unique des mitochondries, l’ADNmt ne se présente pas sous la même 

forme selon que l’on étudie les plantes, les champignons, les unicellulaires ou les animaux 

(Gray et al. 1999; Burger et al. 2003b; Nosek & Tomáška 2003). Les formes, les tailles et les 

compositions géniques des génomes mitochondriaux sont très variables entre tous ces 

Eucaryotes. En effet, l’ADNmt des plantes est généralement de grande taille (de l’ordre de 

plusieurs centaines de kilobases) et composé à 90% de zones non codantes, alors que chez les 
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unicellulaires ou les animaux, il est généralement plus petit et plus compact. Mais au sein de 

cette grande diversité, il existe un groupe pour lequel il est observé très peu de variations de 

taille, de composition et de forme : ce sont les animaux pluricellulaires, appelés Métazoaires. 

 Le génome mitochondrial des Métazoaires est ordinairement constitué de 37 gènes, 

participant à la phosphorylation oxydative ou à la traduction en protéines des gènes 

mitochondriaux. Ces gènes sont concentrés dans une molécule d’ADN monomérique (unité 

fondamentale) double brin, compacte, de forme circulaire et d’une taille de 15 à 20 kilobases 

(kb), relativement réduite en comparaison aux autres organismes eucaryotes (Wolstenholme 

1992; Boore 1999).  

 Depuis le séquençage complet du premier génome mitochondrial, qui fut celui de 

l’homme en 1981 (Anderson et al.), il n’a été observé que très peu de variations de forme 

chez les Métazoaires. Ces autres formes, relativement rares, sont de vraies exceptions à la 

règle. C’est le cas de certains Cnidaires du groupe des Médusozoa, taxon à la base de la 

phylogénie des Métazoaires, qui sont les seuls animaux à présenter un génome mitochondrial 

exclusivement linéaire, parfois divisé en plusieurs parties (Shao et al. 2006; Kayal & Lavrov 

2008; Voigt et al. 2008). D’autres exceptions parmi les animaux présentent des génomes 

mitochondriaux organisés en plusieurs chromosomes portant des gènes différents. Cela a été 

décrit chez quelques organismes non apparentés : le pluricellulaire primitif Dyciema japonica 

(Watanabe et al. 1999; Awata et al. 2005), les nématodes du genre Globodera (Armstrong et 

al. 2000; Gibson et al. 2007) et le Rotifère Brachionus plicatilis (Suga et al. 2008), qui 

présentent différentes molécules circulaires dans leur ADNmt. Enfin, une dernière exception a 

été révélée chez deux Crustacés terrestres (Isopode, Oniscidea), Armadillidium vulgare et 

Porcellionides pruinosus, chez lesquels il a été décrit un ADNmt original présentant des 

molécules linéaires monomériques, associées à des molécules circulaires dimériques 

(Marcadé et al. 1999; Raimond et al. 1999).  

 Ce génome mitochondrial atypique des Crustacés terrestres a été découvert au sein du 

laboratoire d’Ecologie Evolution Symbiose (UMR 6556) de l’Université de Poitiers. Ce 

laboratoire, dont le principal modèle biologique est l’Isopode terrestre Armadillidium vulgare, 

s’est spécialisé dans les relations symbiotiques suite à la découverte d’une bactérie 

endosymbiotique féminisante hébergée par cette espèce (Martin et al. 1973; Juchault et al. 

1994). Ces bactéries du genre Wolbachia qui, comme les mitochondries, se transmettent 

maternellement, inhibent la formation des organes sexuels mâles et permettent ainsi le 

développement d’organes sexuels femelles chez des individus génétiquement mâles (Juchault 

& Legrand 1985).  



Introduction 

 3 

 C’est en étudiant l’influence de ces bactéries sur la variabilité génétique 

mitochondriale des populations d’Armadillidium vulgare que cet ADNmt atypique a été 

découvert. Dans un premier temps, ce génome avait été décrit avec une taille anormalement 

élevée (30 ~ 35 kb) par Souty-Grosset et al. (1992). Puis Raimond et al. (1999) ont détaillé sa 

structure qui est composée de deux types moléculaires : des monomères et des dimères. Pour 

cela, plusieurs approches avaient été utilisées : (i) l’observation de profils de digestion (simple 

ou double) de l’ADNmt  par des enzymes de restriction ; (ii) l’observation de profils de 

digestion dénaturés à la chaleur ; (iii)  l’étude en spectrométrie des fragments issus des 

molécules monomériques et dimériques ; ainsi que (iv) l’observation de l’ADNmt en 

microscopie électronique. 

Le but du présent travail est de continuer les investigations sur ce génome 

mitochondrial atypique, en s’inscrivant dans le travail de description génétique de l’hôte, dans 

la relation symbiotique Isopodes terrestres – Wolbachia. En bénéficiant des avancées 

techniques en biologie moléculaire, notamment en termes de séquençage, les objectifs sont de 

définir les particularités de ce génome atypique et d’en comprendre son évolution. Il apparaît 

fondamental, face à l'étonnante homogénéité de l’ADNmt des Métazoaires, d’en étudier en 

détail les exceptions, afin de comprendre quelles pressions agissent sur ces génomes 

mitochondriaux.   

 Dans ce contexte, les deux objectifs principaux abordés ici sont (i) de rechercher les 

causes et les conséquences de l’apparition de cet ADNmt atypique, et (ii) de comprendre 

celles de son maintien. En s’appuyant sur une importante littérature sur les génomes 

mitochondriaux des Métazoaires, différentes questions ont été posées :  

� Ce génome atypique est-il la conséquence d’une duplication ou d’une triplication ? 

� Comment ont évolué les différentes copies de gènes ?  

� Quel(s) avantage(s) apporte cette conformation atypique ?  

� Existe-t-il des gènes ou des structures caractéristiques de ces génomes ?  

 

Dans ce présent travail, après une présentation des génomes mitochondriaux des 

Métazoaires, ainsi qu’une synthèse de l’état des connaissances acquises sur le modèle de cette 

étude,  trois axes principaux de recherche seront développés pour répondre à ces questions :  

1. la structure et l’organisation du génome mitochondrial atypique, avec comme 

modèle la séquence du génome mitochondrial complet d’Armadillidium vulgare. 

Ce séquençage a apporté des informations sur le nombre et l’ordre des gènes, la 

structure de la principale région non-codante et la composition nucléotidique du 
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génome atypique. A partir de ces données, la formation des dimères ainsi que la 

transmission du génome atypique seront discutées. 

2. l’étude de la répartition au sein des Oniscidea, de la transmission et de la 

fonctionalité d’un gène d’ARN de transfert (ARNt) bivalent alloaccepteur pour 

deux acides aminés, découvert lors du séquençage de l’ADNmt d’ A. vulgare.    

3. la distribution de ce génome mitochondrial atypique parmi les Crustacés Isopodes 

et sa relation avec l’ARNt bivalent et la présence de Wolbachia, ainsi que les 

variations dans l’ordre des gènes mitochondriaux chez les Oniscidea. 

Une discussion finale retracera l’évolution du génome mitochondrial des Isopodes, avec 

comme groupe principal d’étude le sous-ordre des Oniscidea. 
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II.II.II.II.   Synthèse Synthèse Synthèse Synthèse bbbbibliographiqueibliographiqueibliographiqueibliographique    

 Les mitochondries proviennent d’une α-protéobactérie intégrée dans le cytoplasme des 

premières cellules à noyau : les Eucaryotes (Margulis 1981; Andersson et al. 1998; Gray et al. 

1999; 2001). Ce sont les « centrales énergétiques » de ces cellules qui leur apportent l’énergie 

sous forme d’ATP via la phosphorylation oxydative (Saraste 1999). De cette origine 

bactérienne, les mitochondries ont gardé leur indépendance génétique : le génome 

mitochondrial. Il se décline sous différentes formes que nous allons découvrir dans ce 

chapitre. 

A.A.A.A. LeLeLeLessss génome génome génome génomessss mitochondria mitochondria mitochondria mitochondriauxuxuxux    

Le génome mitochondrial exerce le même rôle chez tous les organismes Eucaryotes : 

il encode un petit nombre de gènes indispensables au fonctionnement de la mitochondrie 

(Gray et al. 1999). Malgré l’importance de ces gènes, ils ne représentent seulement que 1% 

des protéines utilisées par les mitochondries. Tous les autres gènes nécessaires au 

fonctionnement de la mitochondrie résident dans le génome nucléaire des cellules hôtes, et 

leurs produits sont importés du noyau vers les mitochondries : c’est le cas de nombreuses 

protéines (Adams & Palmer 2003; Wiedemann et al. 2004; Mokranjac & Neupert 2005; 

Neupert & Herrmann 2007), et parfois de petits ARN, spécialement d’ARN de transfert 

(ARNt ; Schneider & Maréchal-Drouard 2000; Salinas et al. 2008). Le nombre de gènes 

perdus par les mitochondries est estimé à plusieurs milliers en comparaison aux α-

protéobactéries à vie libre. Les mitochondries ne portent que 40 à 50 gènes en moyenne chez 

les Eucaryotes (Andersson et al. 1998; Burger et al. 2003b). Cette réduction massive du 

nombre de gènes et de la taille du génome permet aux mitochondries de transcrire et de 

répliquer l’ensemble de leurs gènes beaucoup plus rapidement et de réaliser ainsi une forte 

économie d’énergie, marque d’une symbiose ancienne (Attardi 1985; Emelyanov 2003). Cette 

réduction de la taille du génome est également caractérisée par la réduction de la taille des 

gènes mitochondriaux par rapport à leurs homologues présents dans les α-protéobactéries à 

vie libre (Schneider & Ebert 2004). 

1. Les génomes mitochondriaux : tailles et formes 

Bien que la fonction du génome mitochondrial soit conservée au sein des Eucaryotes, 

l’ADNmt se présente sous des aspects très variés selon les groupes. L’origine bactérienne de 

la mitochondrie a longtemps conduit à des a priori sur la forme de la molécule d’ADNmt. 
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Pendant de nombreuses années, les molécules d’ADNmt ont été décrites sous la forme 

circulaire et monomérique, et les observations de formes linéaires chez certains organismes 

étaient généralement interprétées comme des erreurs de préparation et de manipulation de 

l’ADN (Bendich 1996; Nosek & Tomáška 2003). Ce n’est que récemment qu’il a été reconnu 

l’existence d’une forte diversité de structure des génomes mitochondriaux. Il est désormais 

admis que la majorité des Eucaryotes portent un ADNmt linéaire. Ces molécules linéaires se 

retrouvent tout particulièrement chez les plantes, les champignons et les unicellulaires, que ce 

soit sous la forme monomérique ou multimérique (Bendich 1993; 1996; Nosek et al. 1998; 

Williamson 2002; Nosek & Tomáška 2003; Gray et al. 2004). Certains taxons ont de plus la 

particularité de présenter des formes circularisées en association avec des formes linéaires : 

c’est le cas des plantes où coexistent ordinairement plusieurs types moléculaires, dont une 

molécule circulaire monomérique nommée « master chromosome », ainsi que des petits 

plasmides de tailles et de formes variables (Backert et al. 1997; Fauron et al. 2004; Handa 

2008; Kubo & Newton 2008). Un des exemples les plus cités est celui de l’hépatique 

Marchantia polymorpha, où il a été observé la présence de molécules linéaires concaténées 

(branchées les unes à la suite des autres, par liaisons « tête-queue ») ainsi que des molécules 

circulaires monomériques en très faible quantité (Oldenburg & Bendich 1998; 2001).  

Chez les unicellulaires et les champignons, de nombreuses variantes ont également été 

observées. Ces différentes organisations d’ADNmt peuvent être résumées ainsi :  

(i) des molécules linéaires monomériques seules, observées chez des levures 

(Wesolowski & Fukuhara 1981; Fukuhara et al. 1993; Nosek et al. 1995; Forget et al. 2002), 

des unicellulaires (Suyama & Miura 1968; Goddard & Cummings 1975; Gilson et al. 1995; 

Martin 1995; Gray et al. 1998; Burger et al. 2000; Sesterhenn et al. 2010; Hikosaka et al. in 

press) et des algues vertes unicellulaires (Ryan et al. 1978; Vahrenholz et al. 1993; Smith & 

Lee 2008). 

(ii) un génome multipartite, scindé en plusieurs parties portant différents gènes. C’est 

le cas de l’amibe Amoebidium parasiticum ainsi que de l’algue verte unicellulaire Polytomella 

parva qui présentent des génomes composés de plusieurs molécules de tailles différentes, 

linéaires pour le premier (Burger et al. 2003a), et circulaires pour le second (Fan & Lee 

2002). C’est également le cas des unicellulaires Euglenozoa dont l’ADNmt est composé d’un 

réseau de milliers de cercles de différentes tailles (Lukeš et al. 2002; Marande & Burger 

2007; Roy et al. 2007). 

(iii) un génome « mixte », composé de plusieurs types moléculaires portant les mêmes 

gènes. C’est le cas de plusieurs espèces de levures qui peuvent présenter dans le même 
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Figure II -1 : Variation de taille et contenu génique des génomes mitochondriaux, en comparaison avec une α-
protéobactérie du genre Rickettsia. (A) Les cercles et les lignes représentent les formes circulaires et linéaires 
d’ADNmt. Pour les grands génomes (>60 kb) la partie rouge représente la portion codant pour des gènes connus, 
et la partie bleue la portion codant pour des gènes non identifiés et les zones intergéniques non-codantes. Les 
noms d’espèces sont : C. (Chlamydomonas) reinhardtii, C. (Chlamydomonas) eugametos, et S. 
(Schizosaccharomyces) pombe. (B) Contenus en gènes des génomes mitochondriaux. Chaque ovale correspond 
à un organisme, et leur contenu correspond aux gènes présents chez ces organismes – seuls les gènes codants 
pour des protéines ainsi que les ARN ribosomaux (ARNr) sont montrés ici (d'après Gray et al. 1998; Gray et al. 
1999).   

Figure II -2 : Exemple de génome mitochondrial de Métazoaire : l’ADNmt de l’homme. Celui-ci mesure 16,570 kb, 
et présente, comme la majorité des Métazoaires, 37 gènes agencés sur une molécule d’ADNmt circulaire 
monomérique double brin. Ces deux brins sont appelés brin lourd (ici noté H), sur lequel figure la majorité des 
gènes, et brin léger (ici noté L). Illustration provenant de la page http://ipvgen.unipv.it. 
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individu des formes linéaires monomériques, ainsi que des formes circulaires monomériques 

ou dimériques (Locker et al. 1974; Lazowska & Slonimski 1976; Sor & Fukuhara 1983; 

Dinouël et al. 1993), ou bien des variations selon les individus, comme cela a été observé 

chez les levures du genre Candida (Kováč et al. 1984; Rycovska et al. 2004; Kosa et al. 2006; 

Valach et al. 2008).  

Cette grande diversité de forme de l’ADNmt chez les Eucaryotes s’accompagne 

également d’une grande diversité de taille des génomes mitochondriaux (figure II-1A). Alors 

que les plantes possèdent un génome mitochondrial de grande taille, compris entre 180 et 600 

kb (kilobases) - voire même 2400 kb pour le melon (Ward et al. 1981) - les Métazoaires 

possèdent un génome beaucoup plus compact, de l’ordre de 15 à 20 kb en moyenne (Boore 

1999; Lynch et al. 2006). Les organismes unicellulaires et les champignons présentent quant à 

eux des génomes mitochondriaux de tailles très variables, intermédiaires entre les plantes et 

les animaux (Clark-Walker 1992; Gray et al. 1998; Burger et al. 2003a). Ces différences de 

tailles sont la conséquence d’une part, de la variation du nombre de gènes mitochondriaux, 

allant de 5 pour le parasite de l’homme Plasmodium falciparum (Feagin 1994) à 97 pour 

l’unicellulaire Reclinomonas americana (Lang et al. 1997; figure II-1B), et d’autre part, de la 

variation de la taille des zones non codantes : introns et régions intergéniques (Gray et al. 

1998; Lynch et al. 2006).  

2. Les génomes mitochondriaux des Métazoaires 

Le génome mitochondrial des Métazoaires est généralement constitué uniquement de 

molécules circulaires monomériques compactes, de tailles comprises entre 15 et 20 kb. Il 

comporte habituellement 37 gènes : 13 gènes codants (impliqués dans la phosphorylation 

oxydative : Co1 à Co3, Cytb, Atp6 et Atp8, et dans la chaine respiratoire : Nad1 à Nad6 et 

Nad4L), 2 sous-unités ribosomales (12S et 16SARNr) et 22 ARNt (Wolstenholme 1992; 

Boore 1999) – (figure II-2). Les régions non codantes sont généralement réduites à la région 

de contrôle de l’ADNmt. Celle-ci est scindée en deux chez les Métazoaires et ne constitue en 

moyenne que 7% du génome mitochondrial. Cette région de contrôle est impliquée dans la 

régulation de la réplication de l’ADNmt et dans l’initiation de la transcription en ARN 

(Shadel & Clayton 1997). Les autres portions non codantes de l’ADNmt des Métazoaires sont 

les régions intergéniques, très courtes, et les introns sont inexistants (Boore 1999; Gray et al. 

1999; Boore et al. 2005).  

La réduction de la taille des régions non codantes participe à la réduction globale du 

génome mitochondrial des Métazoaires. Deux théories principales ont été émises pour 
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l’expliquer. La première est la « course à la réplication », où une compétition pour les 

génomes qui se répliquent le plus vite favorise les génomes les plus compacts (Attardi 1985; 

Rand 2001) – toutefois, cette théorie a récemment été remise en question car elle n’explique 

pas pourquoi celle-ci ne s’applique qu’à l’ADNmt des animaux. La seconde théorie est que la 

réduction de cette taille est la conséquence de forces non-adaptatives tels que la dérive 

génétique et le taux de mutation plus élevé chez les animaux (Lynch 2006; Lynch et al. 2006) 

– mais cette seconde théorie peut également être réfutée pour ses contre-exemples (Lavrov 

2007).   

Bien que la taille réduite du génome mitochondrial soit une règle quasi générale chez 

les Métazoaires, il existe quelques exceptions. C’est notamment le cas du Mollusque bivalve 

Placopecten magellanicus qui possède le plus grand génome mitochondrial actuellement 

séquencé dans le règne animal, mesurant plus de 40 kb (Smith & Snyder 2007). Les 

différences de taille des génomes mitochondriaux chez les animaux sont ordinairement dues 

aux variations de longueur de la région de contrôle qui présente parfois des séquences 

répétées (Powers et al. 1986; Boyce et al. 1989; Rand 1993; Townsend & Rand 2004; Endo et 

al. 2005; Segawa & Aotsuka 2005; Signorovitch et al. 2007; Ma et al. 2009; et revue par 

Gissi et al. 2008). Chez Placopecten magellanicus, plus de 50% de son génome mitochondrial 

est non codant. Ces répétitions de séquences non codantes sont causées par des erreurs lors de 

la réplication du génome (Levinson & Gutman 1987; Fumagalli et al. 1996). Ces erreurs 

peuvent, plus rarement, conduire à des répétitions de séquences codantes comprenant des 

gènes entiers. C’est le cas du nématode Thaumamermis cosgrovei, parasite du Crustacé 

terrestre Armadillidium vulgare, qui possède un génome mitochondrial d’une taille variant de 

19 à 34 kb, selon la taille de la séquence répétée, généralement formée par deux à trois copies 

des gènes Nad4, Atp6 et 12SARNr (Tang & Hyman 2007). La présence de gènes 

supplémentaires chez les Métazoaires est en revanche très rare et n’engendre généralement 

pas une augmentation significative de la taille du génome mitochondrial. Les seules espèces 

animales présentant des gènes mitochondriaux codant pour des protéines supplémentaires sont 

des Cnidaires (Pont-Kingdon et al. 1995; Medina et al. 2006; Shao et al. 2006), et certaines 

moules d’eau douce. Pour ces dernières, la fonction de ces gènes n’est pas encore identifiée 

(Breton et al. 2009). 

Il existe aussi quelques exemples de génomes mitochondriaux extrêmement réduits 

chez les Métazoaires, comme celui du Chaetognathe Paraspadella gotoi qui possède le plus 

petit génome mitochondrial actuellement connu du règne animal avec 11,423 kb. Ce génome 

ne présente que 14 gènes : il lui manque 2 gènes codants pour des protéines, ainsi que 21 
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gènes d’ARNt (Helfenbein et al. 2004). La perte de gènes mitochondriaux est néanmoins 

relativement rare chez les Métazoaires et habituellement restreinte aux ARNt. Il semblerait 

que ces absences soient compensées par un import d’ARNt depuis le génome nucléaire (Gissi 

et al. 2008; Dowton et al. 2009), bien que cela n’a été que très peu démontré chez les 

Métazoaires (Schneider & Maréchal-Drouard 2000; Dörner et al. 2001). 

Contrairement aux plantes et aux unicellulaires, la forme des génomes mitochondriaux 

des Métazoaires varie peu. La très grande majorité des espèces animales possède un génome 

circulaire monomérique (Boore 1999; Nosek & Tomáška 2003). Il existe évidemment 

quelques exceptions où la molécule circulaire monomérique est absente ou simplement 

temporaire. C’est le cas tout d’abord des Cnidaires « Medusozoa », les seuls animaux à avoir 

un génome mitochondrial exclusivement linéaire (Bridge et al. 1992; Bridge et al. 1995; Shao 

et al. 2006) et parmi lesquels les Cubozoa et des Hydrozoa présentent un génome linéaire 

multipartite composé de deux à quatre molécules portant chacune des gènes différents (Kayal 

& Lavrov 2008; Voigt et al. 2008). Chez le pluricellulaire primitif parasite Dicyema japonica 

(Mésozoaire) le génome mitochondrial apparaît sous différentes formes selon les tissus 

cellulaires. Il se présente sous la forme classique de monomères circulaires dans ses cellules 

germinales alors qu’il se découpe en plusieurs mini-cercles ne portant qu’un seul gène dans 

les cellules somatiques (Watanabe et al. 1999; Awata et al. 2005). D’autres cas de génomes 

multipartites se trouvent également chez le Rotifère Brachionus plicatilis (Suga et al. 2008), 

les nématodes parasites de plantes du genre Globodera (Armstrong et al. 2000; Gibson et al. 

2007), et le poux de l’homme Pediculus humanus (Shao et al. 2009), qui présentent plusieurs 

molécules circulaires portant chacune une partie des gènes mitochondriaux. Enfin, un dernier 

cas particulier et original de génome mitochondrial est celui des Crustacés Isopodes terrestres 

qui fait l’objet de cette étude et dont la structure est décrite à la fin de ce chapitre. 

3. La transmission maternelle de l’ADNmt 

L’ADNmt des animaux est depuis longtemps un marqueur de choix pour les études de 

génétique des populations, de phylogéographie et de phylogénétique (Avise et al. 1987; 

Simon et al. 1994; Moore 1995). Les raisons de cet intérêt général pour les gènes 

mitochondriaux et plus récemment les génomes entiers (Boore & Brown 1998; Curole & 

Kocher 1999; Boore et al. 2005), repose sur les concepts que l’ADNmt évolue rapidement, de 

façon clonale et sans recombinaison (il est donc présent sous la même forme dans tous les 

tissus), et qu’il se transmet de façon uniparentale (Avise 1991).  
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Chez les Métazoaires, l’ADNmt se transmet en effet quasi-exclusivement par héritage 

maternel, via les ovocytes. Ces ovocytes contiennent entre 104 et 105 mitochondries, chacune 

contenant plusieurs copies d’ADNmt, attachées à la membrane interne de la mitochondrie 

(Satoh & Kuroiwa 1991; Newman et al. 1996). Chez les Mammifères, il a été également 

démontré que les molécules d’ADNmt s’agrègent dans des sortes de noyaux appelés 

nucléoides, contenant entre 2 et 10 copies d’ADNmt (Satoh & Kuroiwa 1991; Legros et al. 

2004; Malka et al. 2006). Ces structures en nucléoides participeraient à la ségrégation rapide 

de l’ADNmt lors de la maturation des ovocytes (Cao et al. 2007; Gilkerson 2009). 

Depuis la découverte de la transmission maternelle de l’ADNmt chez les animaux 

dans les années 1970 (Dawid & Blackler 1972) jusque dans les années 1980 avec son 

observation chez de nombreux modèles (Hutchison et al. 1974; Hayashi et al. 1978; Giles et 

al. 1980; Reilly & Thomas 1980; Gyllensten et al. 1985), aucun contre exemple n’avait été 

rapporté. Ces observations avaient de plus été supportées par la mise en évidence de 

processus de régulation empêchant l’ADNmt paternel de pénétrer dans les ovocytes 

(Ursprung & Schabtach 1965; Kaneda et al. 1995; Sutovsky et al. 2000; Sutovsky et al. 2003; 

Thompson et al. 2003), ainsi que par l’observation d’une diminution du nombre d’ADNmt 

lors de la spermatogenèse chez les Mammifères (May-Panloup et al. 2006). Depuis, quelques 

exceptions ont été rapportées chez des nématodes (Lunt & Hyman 1997), des Arthropodes 

(Kondo et al. 1990; Meusel & Moritz 1993; Arunkumar et al. 2006; Sherengul et al. 2006; 

Fontaine et al. 2007), ainsi que des vertébrés (Gyllensten et al. 1991; Magoulas & Zouros 

1993; Schwartz & Vissing 2002; Kvist et al. 2003; Zhao et al. 2004). Toutefois, ces exemples 

généralement assimilés à des « fuites d’ADNmt paternel » (paternal leakage) ne sont pas 

considérés comme de réels contre-exemples, puisque ces « erreurs » de transmission sont 

corrigées par une forte dilution du génome paternel parmi la multitude de copies d’ADNmt 

d’origine maternelle (Wolff & Gemmell 2008). White et al. (2008) estiment cependant que la 

quantité croissante d’exemples de transmission d’ADNmt paternel nécessite une réévaluation 

des conséquences que cela peut entraîner.  

Un exemple intéressant d’héritage d’ADNmt paternel, largement étudié, mérite 

néanmoins une attention particulière : c’est la transmission double-uniparentale (DUI) qui se 

produit chez de nombreux Mollusques bivalves (Skibinski et al. 1994; Hoeh et al. 1996; 

Zouros 2000; Passamonti & Scali 2001; Hoeh et al. 2002; Curole & Kocher 2005; Venetis et 

al. 2006; Passamonti 2007; Theologidis et al. 2007; Theologidis et al. 2008). Dans ce système 

particulier, il existe deux types d’ADNmt : celui des mâles (type M) et celui des femelles 

(type F), qui divergent selon des voies de transmissions différentes. Lors de la fécondation, 
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tous les embryons reçoivent les deux types d’ADNmt de leurs parents, mais dans les 24 

heures qui suivent, le type M est quasiment éliminé des embryons femelles (Sutherland et al. 

1998; Sano et al. 2007), tandis que chez les mâles, le type M ne se retrouve que dans la lignée 

germinale, laissant place au type F dans les tissus somatiques (Cao et al. 2004a; Breton et al. 

2007; Passamonti & Ghiselli 2009). La présence de deux types d’ADNmt dans l’œuf et dans 

les cellules germinales des mâles crée alors une hétéroplasmie (mélange de mitotypes au sein 

d’un même individu), propice aux recombinaisons. C’est d’ailleurs au travers de 

recombinaisons que ce système a évolué, via la « masculinisation » du génome de type F, qui 

se manifeste par l’insertion d’une partie de la région non codante de type M dans un génome 

de type F, permettant le passage vers la voie de transmission masculine (Hoeh et al. 1997; 

Burzyński et al. 2003; Cao et al. 2004b; Everett et al. 2004; Rawson 2005; Breton et al. 2006; 

Burzyński et al. 2006; Venetis et al. 2007; Filipowicz et al. 2008). 

4. La recombinaison dans les génomes mitochondriaux des Métazoaires 

Mis à part ce type de transmission particulier et la recombinaison entre type M et type 

F, l’ADNmt des animaux est habituellement considéré comme non recombinant (Gillham 

1994). Cependant, de récents travaux ont démontré la présence de recombinaisons chez un 

grand nombre de taxons (Lunt & Hyman 1997; Ladoukakis & Zouros 2001; Gantenbein et al. 

2005; Guo et al. 2006; Armstrong et al. 2007; Ciborowski et al. 2007; Ujvari et al. 2007; Hua 

et al. 2008) et certains auteurs estiment que la recombinaison est plus courante que l’on ne 

pensait chez les Métazoaires (Rokas 2003; Tsaousis et al. 2005; White et al. 2008). La 

majorité des travaux faisant état de recombinaisons étant limitée aux tissus somatiques, 

l’impact de ces recombinaisons sur l’évolution des génomes mitochondriaux n’est pas encore 

connu (Slate & Gemmell 2004; White et al. 2008). De plus, Elson & Lightowlers (2006) 

estiment que ces recombinaisons sont trop peu courantes pour avoir un réel impact. La faible 

fréquence de molécules recombinantes face aux molécules d’ADNmt non recombinantes, 

majoritaires dans un individu, fait qu’elles sont particulièrement sujettes à élimination lors des 

phénomènes de ségrégation des mitotypes, au cours de la mitose et de la méiose (voir 

paragraphe suivant). 

5. L’hétéroplasmie chez les Métazoaires 

L’homogénéité de l’ADNmt au sein d’un individu se joue entre l’ovogenèse et la 

folliculogénèse post-natale. Il a été démontré chez des Mammifères une réduction du nombre 

de copies d’ADNmt qui investissent l’ovocyte lors de la méiose, ainsi qu’une réduction du 
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nombre de copies d’ADNmt qui participeront au « repeuplement » de la cellule œuf lors de 

folliculogenèse (Cree et al. 2008; Khrapko 2008; Wai et al. 2008). Ces deux phénomènes 

induisent alors une homogénéisation de la composition de l’ADNmt dans l’ovocyte. Ce 

phénomène connu sous le nom de goulot d’étranglement ou « bottleneck » (Bergstrom & 

Pritchard 1998), a donc un très fort impact sur la structuration génétique mitochondriale des 

générations suivantes (Cree et al. 2008). Cet impact est particulièrement important dans le cas 

d’une hétéroplasmie, lorsqu’une mère porte deux ADNmt divergents dans ces cellules 

germinales. Le goulot d’étranglement va rapidement gommer l’état hétéroplasmique en 

diminuant la probabilité de co-transmission de mitotypes variants. Les descendants ne 

porteront alors qu’un seul mitotype : ils seront donc homoplasmiques (Laipis et al. 1988; 

Ashley et al. 1989). Une telle réduction du nombre de molécule d’ADNmt peut engendrer un 

retour vers l’homoplasmie très rapidement. Des études réalisées chez des Mammifères 

(homme, souris, bovins) ont démontré que l’hétéroplasmie est rapidement transformée en 

homoplasmie en seulement deux ou trois générations (Bendall et al. 1997; Chinnery et al. 

2000; Chinnery 2002; Cree et al. 2008).  

Il existe d’autres facteurs intervenant dans l’homogénéisation de l’ADNmt : la 

sélection qui élimine les mitotypes dégénérés (Rand 2001), et la ségrégation des 

mitochondries lors de la mitose qui favorise aussi l’homoplasmie dans les cellules 

nouvellement formées (Birky 2001). Ces facteurs ont une incidence remarquable, tant il est 

vrai qu’en leur absence, l’hétéroplasmie serait la règle générale (White et al. 2008). En effet, 

le taux de mutation élevé du génome mitochondrial des animaux (Lynch et al. 2006), expliqué 

notamment par le fort potentiel mutagène des radicaux libres oxygénés (Beckman & Ames 

1998), produit de la phosphorylation oxydative, devrait normalement favoriser l’apparition de 

mutant, et donc favoriser l’hétéroplasmie. White et al. (2008) soulignent néanmoins que de 

plus en plus de travaux rapportent des cas d’hétéroplasmie chez les animaux (Kann et al. 

1998; Barr et al. 2005; Maté et al. 2007; Millar et al. 2008; Mjelle et al. 2008). Même si l’état 

temporaire de l’hétéroplasmie rend sa détection difficile, ce qui explique la relative rareté de 

ces observations, il semblerait donc que l’hétéroplasmie, à l’image de la recombinaison et de 

la transmission paternelle, soit plus courante dans le règne animal qu’on ne le pensait (Kmiec 

et al. 2006; White et al. 2008).  
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Figure II -3 : Relations phylogénétiques des différents sous-ordres des Isopodes, selon les classifications 
publiées par Schmalfuss (1989), Wägele (1989) et Brusca & Wilson (1991) à partir de critères morphologiques ; 
cf. revue de Schmidt (2008). Les sous-ordres soulignés en rouge sont abordés dans ce travail. Les 
écosystèmes des différents ordres sont notés par une lettre (M, D ou T). Le groupe des Flabellifera, mentionné 
par Schmalfuss (1989) et Brusca & Wilson (1991), comprend les Sphearomatidea. 
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B.B.B.B. Les Crustacés Isopodes Les Crustacés Isopodes Les Crustacés Isopodes Les Crustacés Isopodes terrestresterrestresterrestresterrestres    

Parmi l’ensemble des Crustacés, l’ordre des Isopodes est un exemple de transition 

évolutive entre les différents milieux aquatiques et le milieu terrestre. Selon les classifications 

récentes, il existe 8 principaux sous-ordres dont la pluspart sont aquatiques, marins ou d’eau 

douce, et seuls les Oniscidea sont terrestres (Wägele 1989; Schmidt 2008). Les Isopodes ont 

des modes de vie très diversifiés, allant de la phytophagie au parasitisme en passant par la 

prédation et la décomposition. La classification de ces groupes est très discutée (figure II-3) : 

la monophylie de certains ordres, ainsi que leurs relations sont toujours débattues (Schmalfuss 

1989; Wägele 1989; Brusca & Wilson 1991; Wilson 2009). Néanmoins, il est largement 

reconnu que les Isopodes représentent dans leur ensemble un groupe monophylétique, tant 

d’un point de vue morphologique (Brusca & Wilson 1991; Wilson 2009) que moléculaire 

(Jenner et al. 2009; Wilson 2009). 

1. Les Oniscidea : Crustacés Isopodes terrestres 

Le sous-ordre des Oniscidea constitue le seul groupe de Crustacés réellement terrestre, 

comprenant des espèces adaptées à la vie hors de l’eau. Ces différentes espèces d’Oniscidea 

s’échelonnent des milieux péri-aquatiques aux milieux semi-arides. Parmi les espèces 

considérées comme celles « sorties de l’eau » se trouvent les Ligies (genre Ligia), même si 

celles-ci sont toujours capables de vivre immergées plusieurs minutes. Ce sont des modèles 

biologiques très étudiés pour leur adaptation à la vie terrestre et le concept de 

« terrestrialisation » (Carefoot & Taylor 1995; Taiti et al. 2003). La majorité des autres 

espèces d’Oniscidea s’est totalement affranchie des milieux aquatiques, grâce à de multiples 

adaptations morphologiques, physiologiques et comportementales, dont l’apparition d’une 

poche ventrale (le marsupium) portée par les femelles, recréant ainsi le milieu aqueux 

nécessaire au développement de la progéniture (Hoese 1984), ou l’acquisition d’un système 

de respiration aérien ventral maintenu humide (Schmidt & Wägele 2001). Toutefois, en tant 

que Crustacés, les Oniscidea recherchent activement des endroits au fort taux d’humidité avec 

un faible ensoleillement, car ils sont très sensibles à la dessiccation. Malgré ces contraintes, 

certaines espèces ont su coloniser des milieux très secs, comme l’espèce saharienne 

Hemilepistus reaumuri qui possède une physiologie (cuticule particulièrement imperméable) 

et un comportement adapté (vie en couple dans des terriers) à un écosystème semi-aride 

(Vandel 1960; Nasri et al. 1996).  
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Les Oniscidea constituent une part importante de la faune du sol. Ils se trouvent en très 

grand nombre dans la litière, avec parfois plusieurs centaines d’individus par m² (Araujo & 

Bond-Buckup 2005; Dias et al. 2005). Ils sont classés parmi les détritivores, puisqu’ils se 

nourrissent de matière organique morte et consomment plus de 10% de la matière végétale en 

décomposition (Hassall & Sutton 1978; Jambu et al. 1987; Mocquard et al. 1988). Ils 

hébergent une microfaune intestinale importante leur permettant la digestion de la cellulose 

(Vandel 1960; Zimmer 2002). Ils se nourrissent également des micro-organismes présents à la 

surface des feuilles mortes. Les cloportes jouent un rôle important dans les écosystèmes. En 

tant que détritivores, ils fragmentent la matière organique et participent ainsi à la fertilisation 

des sols (Curry 1994), mais ils représentent également un maillon essentiel de la chaîne 

trophique. Les cloportes sont en effet les proies de nombreux Arthropodes (Sunderland & 

Sutton 1980), ainsi que de vertébrés, dont notamment certains Oiseaux qui recherchent dans 

leur cuticule le calcium nécessaire à la constitution de la coquille de leurs œufs (Bureš & 

Weidinger 2003). Enfin, du fait de leur rôle important dans le recyclage de la matière 

organique, certains Oniscidea sont des espèces bio-indicatrices de la qualité des sols dans les 

écosystèmes agricoles (Souty-Grosset et al. 2005).  

Il existe un peu plus de 3600 espèces d’Oniscidea connues à l’heure actuelle 

(Schmalfuss 2003; Schmidt 2008). Il est difficile de savoir quand seraient apparus les 

premiers Isopodes terrestres, cependant, compte tenu de la répartition mondiale de certaines 

espèces actuelles, il est très probable que leur émergence se soit faite avant la dislocation de la 

Pangée et la dérive des continents. De ce fait, Vandel (1960; 1965) a estimé l’apparition des 

Oniscidea au Carbonifère, soit environ -350 millions d’années. Cependant, le plus vieux 

fossile d’Isopode terrestre connu à ce jour, retrouvé à Álava dans le nord de l’Espagne, date 

du Crétacé inférieur, soit environ -100 millions d’années (Alonso et al. 2000). De même, 

Perrichot (2004) a détecté dans de l’ambre opaque d’Archingeay (Charente-maritime) datée 

de l’Albien (Crétacé inférieur : environ -100 millions d’années), plusieurs Isopodes fossilisés 

vraisemblablement terrestres, accompagnés d’autres animaux de la faune du sol, sans 

toutefois affirmer que ce sont bien des Oniscidea (V. Perrichot & M. Lak, comm. pers.). 

Enfin, l’émergence des familles actuelles semble être datée de l’Eocène supérieur, soit 

environ -34 millions d’années, comme l’attestent les plus anciens fossiles connus issus de ces 

groupes (Vandel 1960; Benton 1993; Schmidt 2008).  

Le sous-ordre des Oniscidea est considéré comme monophylétique, néanmoins, 

l’hypothèse de deux événements de sortie de l’eau chez les Isopodes terrestres a régulièrement 

été évoquée. Vandel (1943; 1960) a proposé de séparer les Isopodes terrestres en deux sous-
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Figure II -4 : Phylogénies et émergence des Oniscidea selon : (a) Vandel (1943) et (b) Schmalfuss (1975; 
1989). Illustration issue de Carefoot & Taylor (1995). 
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groupes : la série Tylienne, comprenant les espèces de la famille des Tylidae, issue des 

Isopodes marins Valvifères selon l’auteur, et la série Ligienne comprenant tous les autres 

Oniscidea, issue d’un autre groupe marin (Figure II-4). L’auteur avait également préconisé le 

retrait de la famille des Trichoniscidae du sous-ordre des Oniscidea avec pour argument le 

caractère ancestral de la vie aquatique de quelques espèces de cette famille (Vandel 1964; 

1965). Les récentes publications sur l’origine des Oniscidea proposent cependant une 

monophylie de ce groupe (revue dans Schmidt 2008). Les analyses phylogénétiques réalisées 

à partir du gène nucléaire 18SARNr sur un échantillon d’Isopodes confirme cette monophylie 

des Oniscidea (Dreyer & Wägele 2002). En revanche, les phylogénies réalisées à partir de 

gènes mitochondriaux (12S et 16SARNr et COI) ne montrent pas une monophylie des 

Oniscidea (Michel-Salzat 2000; Michel-Salzat & Bouchon 2000; Wetzer 2002). L’utilisation 

de ces gènes seuls ne semble cependant pas très informative (ces marqueurs n’étant pas 

appropriés à l’échelle de temps de ce groupe), et la monophylie des Oniscidea n’est plus 

sujette à débat. 

Au sein des Oniscidea, la famille des Ligiidae semble bien être la plus ancienne. Cette 

hypothèse est soutenue par les analyses phylogénétiques réalisées avec le gène nucléaire 

18SARNr (Mattern & Schlegel 2001; Mattern 2003), qui placent les espèces des genres Ligia 

et  Ligidium (Ligiidae) à la base des Oniscidea. De même, les travaux réalisés sur des gènes 

mitochondriaux montrent que les Ligiidae et les Tylidae sont les deux familles les plus 

anciennes, même si elles ne se groupent pas avec les autres familles d’Oniscidea (Michel-

Salzat 2000; Michel-Salzat & Bouchon 2000). Les auteurs interprètent ces résultats comme la 

conséquence d’une divergence ancienne de ces familles, suivie d’une radiation évolutive 

rapide des Oniscidea. 

2. Wolbachia pipientis, parasite de la reproduction 

Beaucoup de ces Isopodes terrestres hébergent des bactéries endosymbiotiques, 

parasites de la reproduction. Ces bactéries du genre Wolbachia sont des α-protéobactéries qui 

se situent dans le cytoplasme des cellules de leur hôte. Les Wolbachia sont les bactéries 

endosymbiotiques les plus répandues parmi les invertébrés, se retrouvant chez de nombreux 

Arthropodes (Hilgenboecker et al. 2008; Werren et al. 2008) ainsi que des nématodes (Taylor 

& Hoerauf 1999). Chez les Isopodes terrestres, elles infectent environ 61% des espèces 

(Bouchon et al. 1998; Cordaux et al. 2001; Ben Afia Hatira et al. 2008; Bouchon et al. 2008). 

Ces bactéries intracellulaires sont transmises maternellement, de la même façon que 

les mitochondries (transmission cytoplasmique). Pour cela, elles se trouvent en grand nombre 
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dans les tissus germinaux, mais aussi dans certains tissus somatiques en particulier lorsque 

l’animal est fortement infecté (Cheng et al. 2000; Chen et al. 2005; Serbus et al. 2008; 

Bertaux et al. 2009; Martinez et al. 2009). Les Wolbachia induisent différents effets sur la 

reproduction de leurs hôtes, toujours dans le but d’augmenter la proportion de femelles dans 

une portée, ou de se rendre indispensable à son hôte, afin d’être transmises en grand nombre à 

la génération suivante (Stouthamer et al. 1999). Les différents effets qu’induisent les 

Wolbachia sur leurs hôtes sont : (i) la mort des mâles, ou male-killing qui provoque la mort 

des œufs génétiquement mâles dans une portée, en faisant profiter des ressources les femelles 

(sœurs), et en augmentant ainsi leur survie grâce à une plus faible compétition, ou à l’extrême, 

en se nourrissant de cadavres (Hurst 1991) ; (ii) la parthénogenèse thélytoque qui produit des 

femelles diploïdes (diploïdisation) à partir d’œufs non fécondés (haploïdes) normalement 

destinés à devenir des mâles chez les espèces haplo-diploïdes (Stouthamer et al. 1999) ; (iii) 

l’incompatibilité cytoplasmique qui favorise la reproduction des femelles porteuses de 

Wolbachia en entraînant la mort des embryons, lorsque un mâle infecté se reproduit avec une 

femelle non infectée (Yen & Barr 1973; Bordenstein & Werren 2007) ; (iv) la féminisation 

qui induit le développement d’un système reproducteur femelle fonctionnel chez des mâles 

génétiques (Legrand & Juchault 1970; Martin et al. 1973; Juchault et al. 1994; Rigaud et al. 

1997; Negri et al. 2006; Bouchon et al. 2008) ; et (v) la réalisation de l’ovogenèse qui rend la 

présence de Wolbachia indispensable à la maturation des ovocytes et donc à la reproduction 

de l’hôte (Dedeine et al. 2001). Ce dernier phénotype est le seul effet où la symbiose avec 

Wolbachia est devenue obligatoire. 

Ces manipulations de la reproduction dépendent à la fois de la souche bactérienne et 

de l’espèce hôte. Parmi ces phénotypes, seuls deux ont pour l’instant été observés chez les 

Isopodes terrestres : l’incompatibilité cytoplasmique, décrite seulement chez deux espèces, 

Porcellio dilatatus et Cylisticus convexus (Legrand & Juchault 1986; Moret et al. 2001), et la 

féminisation, observée chez une dizaine d’espèces (Martin et al. 1973; Juchault et al. 1994; 

Bouchon et al. 1998; Rigaud et al. 1999b; Bouchon et al. 2008; Nasr et al. 2009). Chez 

Armadillidium vulgare, la féminisation induit un biais de la sex-ratio atteignant parfois plus 

80% de femelles dans la descendance (Rigaud et al. 1999b).  

Toujours chez A. vulgare, il a également été observé la présence d’un facteur 

féminisant nommé f, qui proviendrait d’une portion de génome de Wolbachia intégrée de 

façon labile par le génome nucléaire de l’hôte (Legrand & Juchault 1984; Juchault & 

Mocquard 1993). Ce facteur f agit de la même manière en faisant pencher la sex-ratio en 

faveur des femelles. Cependant sa transmission est biparentale et son taux de transmission est 
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plus faible et plus fluctuant que celui de Wolbachia. Juchault & Mocquard (1993) ont par 

ailleurs démontré que l’association des deux facteurs féminisants, Wolbachia et f, peut 

entraîner la disparition des individus génétiquement femelles dans une population.  

3. Influence de Wolbachia sur la diversité mitochondriale des Oniscidea 

Par sa voie de transmission maternelle et le fort biais reproductif qu’elles induisent, les 

Wolbachia ont une forte influence sur la structuration génétique mitochondriale de ses hôtes, 

qui se fait par un effet d’entraînement appelé auto-stop (hitchhiking ; Hurst & Jiggins 2005). 

Ce phénomène a été observé chez de nombreux organismes hébergeant ces bactéries 

(Kambhampati et al. 1992; Ballard et al. 1996; Rokas et al. 2001; Baudry et al. 2003; 

DeWayne Shoemaker et al. 2003; Jiggins 2003; Marshall 2004; Narita et al. 2006; Rasgon et 

al. 2006; Nunes et al. 2008; Delgado & Cook 2009). Ces études ont mis en évidence une 

réduction du polymorphisme mitochondrial dans les populations infestées par Wolbachia, en 

comparaison avec les populations non-infestées. Ceci s’explique aisément par l’avantage 

reproductif donné par Wolbachia aux femelles infectées. La rapide propagation des bactéries 

entraîne également celles des mitochondries qui leur sont associées dans le cytoplasme. Cette 

association entre une souche de Wolbachia et un mitotype (type d’ADNmt) est appelée 

déséquilibre de liaison. L’effet d’auto-stop qu’il engendre peut toutefois être minimisé lors 

d’événements de transmission horizontale des bactéries (transmission d’hôte à hôte sans 

reproduction sexuée). Ces transmissions horizontales de Wolbachia sont courantes et peuvent 

jouer un rôle important dans la structuration génétique mitochondriale de l’hôte. Cela a été 

démontré chez plusieurs Arthropodes (Huigens et al. 2004; Baldo et al. 2008). 

Chez les Isopodes terrestres, plusieurs études ont porté sur le polymorphisme 

mitochondrial lié à la présence de Wolbachia (Marcadé et al. 1999; Rigaud et al. 1999a; 

Verne 2007). Ces travaux ont ainsi démontré une absence de diversité génétique 

mitochondriale chez les populations de Porcellionides pruinosus infestées (Marcadé et al. 

1999), ainsi que la présence de transferts horizontaux chez cette même espèce (Cordaux et al. 

2001; Michel-Salzat et al. 2001). Chez Armadillidium vulgare, la baisse de diversité 

mitochondriale induite par l’effet auto-stop avec les Wolbachia semble cependant moins 

importante. Ceci a été interprété comme la conséquence d’un taux de transmission plus faible 

des Wolbachia chez cette espèce, ainsi qu’une possible transmission paternelle du facteur f 

cassant la liaison entre les Wolbachia et le mitotype, et rééquilibrant ainsi légèrement la 

diversité mitochondriale (Grandjean et al. 1993; Rigaud et al. 1999a). 



Synthèse bibliographique 

 21 

4. Présence d’autres parasites de la reproduction chez les Oniscidea 

Les Arthropodes hébergent également d’autres parasites de la reproduction, beaucoup 

moins connus et étudiés, mais tout aussi susceptibles d’influencer le polymorphisme 

mitochondrial de leurs hôtes (Hurst & Jiggins 2005; Duron et al. 2008b). Chez les Isopodes 

terrestres, des premiers travaux semblent attester la présence de bactéries du genre 

Spiroplasma (Lepelletier 2009). Même si certaines espèces sont connues pour induire la mort 

des mâles (Hurst & Jiggins 2000; Nakamura et al. 2005; Pool et al. 2006), aucune donnée 

n’est actuellement disponible sur la souche présente chez les Isopodes et sur son éventuel 

effet sur la sex-ratio. Quoi qu’il en soit, chez les Oniscidea comme chez d’autres organismes, 

leur prévalence reste très faible en comparaison avec celles des Wolbachia (Duron et al. 

2008a; Lepelletier 2009), et le probable effet sur la sex-ratio des hôtes pourrait être masqué 

par ceux des Wolbachia.  

 

C.C.C.C. Etat des connaissances sur l’ADN mitochondrial des Etat des connaissances sur l’ADN mitochondrial des Etat des connaissances sur l’ADN mitochondrial des Etat des connaissances sur l’ADN mitochondrial des 

CrustacésCrustacésCrustacésCrustacés    : le cas particulier des Isopodes: le cas particulier des Isopodes: le cas particulier des Isopodes: le cas particulier des Isopodes    

1. La taille des génomes mitochondriaux de Crustacés 

Les premières études réalisées sur l’ADNmt des Crustacés sont des analyses de 

polymorphisme de longueur des fragments de restriction, ou RFLP (Restriction Fragment 

Length Polymorphism). Ces analyses qui consistent à couper l’ADNmt par des enzymes de 

restriction renseignent sur la forme et la taille du génome. Chez les Crustacés, ces analyses 

sont peu nombreuses dans la littérature et ont été menées principalement sur des espèces de 

Décapodes qui présentent un important intérêt commercial (des langoustes : McLean et al. 

1983; Brasher et al. 1992; des écrevisses : Grandjean & Souty-Grosset 1996; Grandjean & 

Souty-Grosset 1997; Grandjean et al. 1997; Souty-Grosset et al. 1997; des crevettes : 

Bouchon et al. 1994; Imai et al. 1999; Klinbunga et al. 1999; et des crabes : McMillen-

Jackson & Bert 2004), ainsi que sur certains modèles biologiques comme l’artémie (Batuecas 

et al. 1988), et la daphnie (Stanton et al. 1991). Comme pour la majorité des animaux, les 

résultats de ces analyses RFLP ont démontré que les génomes mitochondriaux de ces 

Crustacés sont constitués d’un seul type de molécules circulaires et monomériques, d’une 

taille proche de 16 kb.  

Depuis, les capacités de séquençage de génomes mitochondriaux entiers ont permis 

d’obtenir la séquence de plusieurs espèces. Chez les Crustacés, il existe actuellement 58 
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espèces dont le génome mitochondrial est entièrement séquencé et disponible sur NCBI 

(janvier 2010). Tous ces génomes sont uniquement constitués de molécules circulaires 

monomériques. La taille moyenne de ces génomes mitochondriaux est de 15,720 kb ± 0,431. 

Parmi ceux-ci, le plus petit fait 14,113 kb (l'Amphipode Metacrangonyx longipes ; Bauzà-

Ribot et al. 2009) et le plus grand près de 24 kb (le crabe d'eau douce Geothelphusa dehaani ; 

Segawa & Aotsuka 2005) : en dehors de cette dernière exception, la taille des génomes 

mitochondriaux chez les Crustacés est donc relativement homogène (Gissi et al. 2008). Le 

séquençage a par ailleurs permis de préciser les tailles des génomes observées en RFLP pour  

certains taxons comme l’artémie (Valverde et al. 1994), la daphnie (Crease 1999) et plusieurs 

Décapodes (Wilson et al. 2000; Yamauchi et al. 2003).  

2. La composition génique des génomes 

Comme pour l’ensemble de Métazoaires, la composition en gènes est très conservée 

dans les génomes mitochondriaux des Crustacés. Parmi la soixantaine de génomes 

entièrement séquencés, une seule espèce montre l’absence d’un gène, celui de l’ATPase 8 

chez le Copépode Paracyclopina nana (Ki  et al. 2009b), tandis qu’aucune ne montre de gène 

codant supplémentaire. En revanche, l’ordre des gènes n’est pas stable chez les Crustacés 

(Roehrdanz et al. 2002; Lavrov et al. 2004; Viker et al. 2006; Gissi et al. 2008) et de 

nombreuses espèces présentent plusieurs réarrangements par rapport au génome 

mitochondrial hypothétique de l’Arthropode ancestral proposé par Shao et al. (2001) : c’est le 

cas des Copépodes (Machida et al. 2002; 2004a; Tjensvoll et al. 2005; Ki et al. 2009b), des 

Ostracodes (Ogoh & Ohmiya 2004), de Branchioures (Lavrov et al. 2004) et de plusieurs 

Malacostracés (Miller et al. 2004; Sun et al. 2005; Yang & Yang 2008; Bauzà-Ribot et al. 

2009) dont les Isopodes qui seront traités dans cette étude (Roehrdanz et al. 2002; 

Podsiadlowski & Bartolomaeus 2006).  

Les ARNt sont des gènes particulièrement mobiles dans les génomes mitochondriaux 

des Crustacés (Gissi et al. 2008). De nombreuses études montrent des changements de leur 

localisation entre les groupes (Lavrov et al. 2004; Machida et al. 2004b; Ogoh & Ohmiya 

2004; Cook et al. 2005; Ki et al. 2009a; Ma et al. 2009; Shen et al. 2009; Shen et al. 2010) et 

parfois même entre espèces du même genre, comme chez les Copépodes du genre Tigriopus 

(Machida et al. 2002; Jung et al. 2006; Burton et al. 2007). La composition en ARNt des 

génomes mitochondriaux peut également varier. Généralement ils sont au nombre de 22, mais 

quelques espèces présentent des duplications de certains gènes d’ARNt (Lavrov et al. 2004; 

Ki  et al. 2009b), alors que d’autres en manquent (Kilpert & Podsiadlowski 2006; 
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Figure II -5 : Structures en épingle à cheveux et possibles origines de réplication des régions de contrôle de 
l’ADNmt de trois Crustacés (à gauche) et de la drosophile (à droite). Les traits soulignent des motifs 
conservés. Le signe (+) montre que l’origine de réplication de L. oceanica se trouve sur le brin positif, alors 
que les origines de réplication des autres espèces se trouvent sur le brin négatif (-) : ceci est la conséquence 
de l’inversion de la région de contrôle chez L. oceanica. Illustration d’après Kilpert & Podsiadlowski (2006).  

(+) (-) (-) (-) 
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Bauzà-Ribot et al. 2009). Toutefois, il n’a pas été rapporté plus de quatre ARNt 

mitochondriaux manquants chez les Crustacés (Yang & Yang 2008).  

3. La région de contrôle chez les Crustacés 

La région de contrôle est la principale zone non-codante de l’ADNmt. Elle est de 

longueur variable, modifiant parfois considérablement la taille de l’ADNmt (comme expliqué 

précédemment dans ce chapitre). Chez les Arthropodes, cette région très riche en nucléotides 

A et T est appelée « A+T-rich region » (Boyce et al. 1989). Chez les Crustacés sa 

composition en A et T est en moyenne de 67,8% ± 4 (Ki  et al. 2009b). Cette région de 

contrôle est encore peu étudiée chez les Crustacés, en comparaison avec les Insectes. 

Toutefois, Kuhn et al. (2008) ont récemment recherché des motifs conservés chez 19 espèces 

de Crustacés, par analogie avec les 5 généralement identifiés chez les Insectes (Zhang et al. 

1995; Zhang & Hewitt 1997). Les auteurs ont bien observé ces 5 motifs, mais leurs positions 

relatives varient entre les différents groupes de Crustacés. La conservation de ces motifs entre 

les taxons témoigne d’un rôle certain dans la réplication et l’initiation de la transcription, mais 

ces rôles restent inconnus. Parmi les motifs les plus facilement identifiables, l’origine de 

réplication se caractérise par une structure secondaire de l’ADN formant une structure en 

épingle à cheveux de quelques dizaines de bases. Kilpert & Podsiadlowski (2006) ont effectué 

une comparaison de cette boucle chez trois espèces de Crustacés, toujours en se référant au 

modèle Insecte, et plus particulièrement à la drosophile (Monforte et al. 1993). Ces auteurs 

ont démontré la conservation de motifs « TAT » et « G(A)nT » situés de part et d’autre de 

l’origine de réplication, et connus pour avoir une fonction importante dans l’initiation de la 

réplication (Zhang et al. 1995). Par ailleurs, ils ont observé que l’origine de réplication de 

l’Oniscidea Ligia oceanica avait subit une inversion de son orientation par rapport aux gènes 

mitochondriaux, en comparaison aux autres Crustacés (figure II-5). 

4. Le génome mitochondrial atypique d’Armadillidium vulgare  

Tous les Crustacés ne présentent pas un génome mitochondrial classique, de forme 

circulaire et monomérique. En effet, lors de travaux sur la diversité génétique mitochondriale 

de l’Isopode terrestre Armadillidium vulgare, Souty-Grosset et al. (1992) ont découvert la 

présence d’un génome mitochondrial de très grande taille, estimée entre 30 et 35 kb. 

L’analyse de ce génome par Raimond et al. (1999), grâce à la technique de RFLP, a 

cependant révélé que cette taille élevée ne semblait pas être due à l’insertion de séquences 

répétées, comme cela est couramment observé, mais plus certainement à une conformation 
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Figure II -7 : Modèles de formation de dimères d’ADN circulaires et palindromiques. (A) et (B) Formation de 
dimères lors de la réplication des monomères linéaires. Exemples de (A) l’ADNmt de levures (figure modifiée 
d'après Dinouël et al. 1993) et (B) des plasmides linéaires de Spirochètes du genre Borrelia (figure modifiée 
d'après Casjens 1999). Le modèle (C) présente la création de molécules circulaires palindromiques par 
recombinaison de deux molécules circulaires monomériques au niveau de séquences répétées inversées 
(Kolodner & Tewari 1979). 

A 

C 

B 

 

Figure II -6 : Représentation schématique de la 
structure atypique du génome mitochondrial 
d’Armadillidium vulgare (d'après Raimond et al. 
1999). 
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originale de l’ADNmt chez cette espèce. En effet, ce génome mitochondrial est composé de 

deux types de molécules : des monomères linéaires de ~14 kb couplés à des dimères 

circulaires de ~28 kb, elles-mêmes formées par l’association de deux monomères en 

opposition (liaisons « tête-tête » et « queue-queue »), créant ainsi des dimères parfaitement 

palindromiques (figure II-6). En dehors de ces deux types moléculaires, monomères linéaires 

et dimères circulaires, aucun monomère circulaire n’a été observé dans ce génome 

mitochondrial atypique (Raimond et al. 1999).  

Ce génome mitochondrial qui présente deux molécules de formes différentes est un 

exemple unique parmi les Métazoaires. De plus, l’observation d’une molécule d’ADN 

dimérique avec des jonctions palindromiques est très rare. Seuls quelques exemples ont été 

rapportés dans les mitochondries de certaines levures (Locker et al. 1974; Lazowska & 

Slonimski 1976; Sor & Fukuhara 1983; Dinouël et al. 1993), dans le génome de bactéries 

Spirochetes du genre Borrelia (Casjens 1999), ainsi que dans l’ADN chloroplastique de 

laitues et d’épinards (Kolodner & Tewari 1979). Le mécanisme de formation de ces dimères 

n’est pas connu pour ces organismes. Toutefois, plusieurs hypothèses ont été formulées sous 

forme de modèles, présentées dans la figure II-7. Parmi ces modèles, Dinouël et al. (1993) 

ainsi que Casjens (1999) ont proposé que ces dimères soient le produit de réplication de 

monomères linéaires présents dans le génome (figures II-7A et B). Cette hypothèse, si elle n’a 

pas été vérifiée par ces auteurs, semble cependant être soutenue par la mise en évidence de la 

formation de dimères palindromiques lors de la réplication de formes linéaires dans le 

génome d’un bactériophage (Ravin et al. 2001). Chez ce phage, le dimère circulaire est une 

étape intermédiaire de la phase de replication de la forme linéaire. Ces dimères sont ensuite 

coupés en deux par une enzyme de type télomèrase qui recrée ainsi des molécules linéaires 

monomériques. 

En revanche, Kolodner & Tewari (1979) proposent une autre hypothèse pour expliquer 

la présence de dimères d’ADN palindromiques dans les chloroplastes de laitues et d’épinards, 

à savoir la formation de dimères par la recombinaison de molécules monomériques circulaires 

(figure II-7C). L’absence de molécules linéaires dans ces chloroplastes explique pourquoi ces 

auteurs ne proposent pas d’hypothèse liée à la réplication.  

Chez A. vulgare, le système de formation des dimères palindromiques n’est pas connu, 

de même que la relation entre les monomères et les dimères. Cependant, les analyses RFLP 

effectuées par Raimond et al. (1999) ont mis en évidence une extrême conservation des sites 

de restriction entre les monomères et les dimères, ce qui pourrait témoigner d’une interaction 

entre ces deux molécules. En effet les auteurs estiment que si les deux types moléculaires 
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Figure II -8 : Cartes des génomes mitochondriaux des Isopodes (A) Ligia oceanica (Oniscidea, Ligiidae), dont 
la séquence complète montre un génome de forme classique (monomère circulaire) ; d’après Kilpert & 
Podsiadlowski (2006), et (B) Idotea baltica (Valvifera, Idoteidae), dont la séquence est incomplète et la 
structure inconnue (probable structure atypique selon les auteurs) ; Podsiadlowski & Bartolomaeus (2006). 
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constituaient deux populations d’ADNmt distinctes, des mutations auraient dû apparaître dans 

chacune des formes de façon indépendante. Ceci aurait eu pour conséquence l’apparition de 

sites de restriction différents entre les deux types de molécules. Or, les monomères et les 

dimères présentent la même carte de restriction, il est donc fortement probable qu’un système 

dynamique existe entre les deux formes, permettant de passer de l’un à l’autre. Cela a déjà été 

décrit pour l’ADNmt des plantes, ches lesquelles les différentes formes observées sont liées 

entre elles (Atlan & Couvet 1993; Backert et al. 1997) et également proposé chez les levures 

où des dimères palindromiques semblables à ceux du génome mitochondrial atypique d’A. 

vulgare ont été observés (Sor & Fukuhara 1983; Dinouël et al. 1993 - figure II-7A). 

5. L’ADNmt atypique est-il présent seulement chez A. vulgare ? 

L’ADNmt atypique n’a pas seulement été observé chez A. vulgare. En effet, cette 

structure particulière du génome mitochondrial a aussi été démontrée chez une autre espèce 

d’Oniscidea : Porcellionides pruinosus (Marcadé et al. 1999). Cette espèce fait partie de la 

famille des Porcellionidae, relativement proche phylogénétiquement d’A. vulgare, suggérant 

ainsi une large distribution de l’ADNmt atypique chez les cloportes. Cependant, le récent 

séquençage du premier génome mitochondrial complet d’un Oniscidea (Ligia oceanica) n’a 

pas révélé la présence d’une structure atypique, mais au contraire la présence de molécules de 

type classique uniquement, de forme circulaires et monomériques et d’une taille de 15,289 kb 

(Kilpert & Podsiadlowski 2006; figure II-8A). En revanche, lors du séquençage du génome 

mitochondrial de l’Isopode marin Idotea baltica (sous-ordre des Valvifera, voir figure II-3, 

page 14), les auteurs, n’ayant pas réussi à obtenir la totalité du génome, ont émis l’hypothèse 

d’une possible conformation atypique de cet ADNmt (Podsiadlowski & Bartolomaeus 2006 ; 

figure II-8B). 

Ainsi, en 2006, seules les séquences des génomes mitochondriaux de Ligia oceanica et 

d’Idotea baltica étaient disponibles chez les Isopodes. Mis à part la structure du génome qui, 

selon les auteurs, pourrait être différente, ces deux génomes partagent plusieurs particularités : 

un ordre et une orientation des gènes conservés (à l’exception du gène de l’ARNtVal) et une 

composition nucléotidique du génome globalement proche (pourcentage d’A et T, biais de 

composition en nucléotides des brins, cf. chapitre IV). Kilpert & Podsiadlowski (2006) ont 

alors défini ces différentes particularités comme caractéristiques des Isopodes. Le travail 

reporté ici permettra d’affirmer ou d’infirmer certaines de ces suppositions, et d’approfondir 

l’étude de l’évolution du génome mitochondrial chez les Isopodes. 
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III.III.III.III. Matériels et Matériels et Matériels et Matériels et mmmméthodeséthodeséthodeséthodes    

A.A.A.A. Matériel biologique Matériel biologique Matériel biologique Matériel biologique     

Les espèces utilisées dans ce travail sont mentionnées dans le tableau III-1 (page 

suivante). Leur origine et leur matricule y sont notés.  

B.B.B.B. Protocoles d’eProtocoles d’eProtocoles d’eProtocoles d’extraction d’ADN xtraction d’ADN xtraction d’ADN xtraction d’ADN et d’ARNet d’ARNet d’ARNet d’ARN    

1. Dissection des animaux 

Les animaux destinés à la dissection pour en extraire l’ADN sont préalablement lavés 

à l’eau de Javel diluée (3%) puis rincés à l’eau déminéralisée afin de réduire les 

contaminations par des micro-organismes présents sur la cuticule des animaux. De même, lors 

de la dissection des animaux, le tube digestif et les cæcums digestifs sont écartés afin 

d’éliminer les contaminations par les nombreux micro-organismes présents dans le système 

digestif. Les tissus prélevés pour les extractions d’ADN chez les femelles sont les ovaires, la 

chaîne nerveuse et quelques tissus musculaires et adipeux. Lors de la dissection de mâles, le 

prélèvement des utricules (contenant le sperme) est généralement proscrit afin d’éviter une 

composition trop visqueuse du broyat, rendant difficile l’extraction d’ADN. Toutefois, 

l’extraction d’ADNmt des utricules s’est révélée indispensable pour certaines expériences de 

ce travail. 

2. Extraction d’ADN total 

Le protocole d’extraction d’ADN total des animaux est adapté de Kocher et al. (1989). 

La totalité du protocole est en annexe 1.  

3. Extraction d’ADN mitochondrial 

La transmission uniquement maternelle des mitochondries nous a permis de cumuler 

l’ADNmt de plusieurs individus (généralement des femelles) issues de la même lignée 

maternelle. Pour cela, nous avons élevé des lignées maternelles de plusieurs espèces dans le 

laboratoire UMR 6556 de l’Université de Poitiers. 

Le protocole d’extraction de l’ADNmt des Isopodes terrestres est adapté de la lyse 

alcaline proposée par Sambrook et al. (1989). Le principe de cette méthode destinée à 

l’origine à l’extraction de plasmides est d’isoler l’ADNmt des autres molécules d’ADN 

provenant de l’animal (ADN nucléaire) et de ses éventuels endosymbiotes dont Wolbachia 
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Tableau III -1 : Espèces d’Isopodes utilisées dans ce travail. Les matricules correspondent à des 
lignées entretenues au laboratoire.  
 

SOUS-ORDRE 
Famille 

Espèces Origine Matricule 

ASELLOTA    

Asellidae Asellus aquaticus Poitiers, Fr.  

FLABELLIFERA    

 Dynamene bidentata La Rochelle, Fr.  

 Sphaeroma serratum La Rochelle, Fr.  

    
ONISCIDEA    

Armadillidae Armadillo officinalis Tq. Arm4 
 Cubaris murina Baie Mahault, Gp.  

Armadillidiidae Armadillidium depressum Ste Marie, Fr.  

 Armadillidium maculatum Eze, Fr.  

 
Armadilldium nasatum Mignaloux, Fr. 

Camarade, Fr.  
 Armadillidium vulgare Tunis, Tu. ZP 

  Heraklion, Gr. ZM 

  Celles sur Belle, Fr. ZN 

  Nice, Fr. BF 

  Porto Alegre, Br. RS 
  São Paulo, Br. ZG 

  Ribadeo, Es. AL 

  Helsingør, Dk. WX 

  Chizé, Fr.  

 Eluma purpurescens Chizé, Fr.  

Balloniscidae Balloniscus sellowii Caxias do Sul, Br.  
Cyliscticidae Cylisticus convexus Villedaigne, Fr.  

Halophiloscidae Halophiloscia couchii La Rochelle, Fr.  

Ligiidae Ligia oceanica La Rochelle, Fr.  

Oniscidae Oniscus asellus Edinburgh, UK  

 Oniscus lusitanus Fr.  

Philoscidae Atlantoscia floridana Porto Alegre, Br.  
 Chaetophiloscia elongata Celles sur Belle, Fr.  

 Philoscia muscorum La Mothe St Héray, Fr.  

Platyarthridae Platyarthrus hoffmannseggii Chizé, Fr.  

 Platyarthrus caudatus Scopello, It.  

 Trichorhina tomentosa Baie Mahault, Gp.  

Porcellionidae Porcellio laevis Fr.  
 Porcellio scaber Le Havre, Fr.  

 Porcellio gallicus Montpellier, Fr.  

 Porcellio dilatatus dilatatus Rom, Fr.  

Trachelipodidae Trachelipus rathkii Cosnes sur Loire, Fr.  

Tylidae Helleria brevicornis Ste Marguerite, Fr.   
 

Br. : Brésil, Dk. : Danemark, Es. : Espagne, Fr. : France, Gp. : Guadeloupe, Gr. : Grèce, It. : Italie, 
Tq. : Turquie, Tu. : Tunisie, UK : Grande Bretagne.   
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(ADN bactérien estimé à plus de 1 Mb - voir Sun et al. 2001), grâce à sa taille nettement plus 

faible que les autres. La totalité du protocole est en annexe 2. 

Après le prélèvement des tissus de l’animal, ceux-ci sont plongés dans un tampon 

d’extraction adapté aux Crustacés terrestres : le STE (Sodium Tris-EDTA ; voir sa 

composition en annexe 2). Le tube contenant le tampon d’extraction est placé dans la glace 

pour éviter la dégradation de l’ADN.  

Les tissus sont ensuite broyés à l’aide d’un Dounce de type B auxquels on y ajoute par 

la suite le tampon de lyse (composition de ce tampon en annexe 2). L’ADNmt est ensuite lavé 

puis repris dans de l’eau bidistillée.  

4. Extraction d’ARN 

Un pool de plusieurs femelles issues de la même lignée maternelle est réalisé afin 

d’obtenir un maximum d’ARN. Les tissus gonadiques et nerveux des animaux sont broyés 

dans un mortier rempli d’azote liquide. La poudre obtenue est mélangée à un tampon de lyse, 

et un volume de phénol saturé en eau. La composition du tampon de lyse est : 

- 10 mM Tris-HCl 

- 10 mM MgCl2 

- 1% SDS 

Après un deuxième lavage au phénol, afin d’éliminer le maximum de débris 

cellulaires, l’extraction d’ADN/ARN est précipité avec une solution 1 M d’Acétate de sodium 

(0,1 volume) et 2,5 volumes d’éthanol 100%. Après centrifugation, le culot d’ARN (contenant 

également de l’ADN) est repris dans de l’eau RNAse free. 
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Figure II I-1. Interprétation des profils de restriction de l’ADNmt atypique d’A. vulgare. A : exemple de profil à 
quatre bandes issu d’une digestion sur un seul site de restriction (enzyme EcoRV). B : exemple de profil à cinq 
bandes issu d’une digestion sur deux sites de restriction (enzyme BamHI). D’après Raimond et al. (1999). 

Figure II I-2. Dénaturation du produit de digestion d’ADNmt atypique. La piste A 
présente le profil de restriction de l’ADNmt d’A. vulgare digéré par EcoRV. La piste B 
présente ce même profil ayant subit une dénaturation avant la migration. Les deux 
bandes issues des dimères migrent à une taille deux fois plus petite (flèches). D’après 
Raimond et al. (1999). 
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C.C.C.C. Protocole de RFLP et Southern BlProtocole de RFLP et Southern BlProtocole de RFLP et Southern BlProtocole de RFLP et Southern Blotototot    

1. Digestion de l’ADNmt 

Après l’extraction de l’ADNmt issu de différentes lignées iso-femelles, l’ADNmt a été 

digéré par plusieurs enzymes de restriction afin d’en connaître la conformation. Pour cela, à 

chaque expérience de digestion, l’équivalent de l’ADNmt issu de 10 femelles (~5 µg 

d’ADNmt, dosé au NanoDrop – Thermo Scientific) a été digéré pendant 3 heures à 37°C avec 

1,5µl d’enzyme + 0,5µl de RNAse + 1,2µl de tampon de digestion + 0,8µl de BSA selon 

l’enzyme utilisée et en respectant les instructions du fournisseur.  

Les profils de restriction des génomes mitochondriaux atypiques tel que celui d’A. 

vulgare sont aisément identifiables par rapport aux génomes mitochondriaux classiques et de 

forme circulaire. Alors que les génomes classiques de Métazoaires ne présentent en RFLP 

(polymorphisme de longueur des fragments de restriction) qu’une bande lorsqu’il y a un seul 

site de restriction, deux bandes lorsqu’il y en a deux, etc., la digestion des deux types 

moléculaires des génomes atypiques (monomères et dimères) produit des couples de bandes 

issus respectivement des monomères et des dimères, les bandes issues des dimères 

palindromiques étant de taille deux fois plus grandes que celles des monomères. Ainsi, 

lorsque l’ADNmt atypique est digéré avec une enzyme ne coupant que sur un seul site, quatre 

bandes sont obtenues (figure III-1A). En revanche, chaque site de restriction supplémentaire 

génère trois fragments supplémentaires de même taille, qui se superposent sur le gel en une 

seule bande lors de la migration. Cette bande qui possède une stœchiométrie anormale 

apparaît beaucoup plus fluorescente sur le gel. Ces profils présentent alors cinq bandes 

lorsqu’il y a deux sites de restriction, six bandes lorsqu’il y a trois sites et ainsi de suite 

(figure III-1B). Ainsi, pour les profils avec deux sites de restriction ou plus, les bandes avec 

une fluorescence plus élevée doivent être comptées trois fois pour obtenir une bonne 

estimation de la taille du génome.  

2. Dénaturation des produits de digestion 

Des expériences de dénaturation par la chaleur des produits de digestion d’ADNmt ont 

été réalisées. Elles ont pour intérêt de vérifier le modèle atypique et la présence des dimères 

palindromiques. En effet, après la dénaturation de l’ADNmt digéré, les bandes comprenant les 

jonctions palindromiques se replient sur elles-mêmes et migrent deux fois plus loin dans un 

gel d’agarose, au même niveau que les bandes issues des monomères non dénaturés. En 

revanche, les bandes dénaturées issues des monomères restent à l’état de simple brin lors de la 
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migration et ne sont plus visibles sur le gel (figure III-2). Les dénaturations d’ADNmt se font 

après la digestion enzymatique, en plaçant les échantillons 5 minutes à 95°C, puis 5 minutes 

dans de la glace.  

3. Electrophorèses et Southern Blot 

Après la digestion des ADNmt par les enzymes de restriction, les produits de digestion 

ont été déposés dans des gels d’électrophorèses 1,2% d’agarose TEP 0,5X, et ont migré 

pendant 15 heures à 30V (après 30 minutes à 80V afin de faire pénétrer les grands fragments 

d’ADNmt dans le gel). Le marqueur de taille utilisé pour ces RFLP correspond à la digestion 

de l’ADN plasmidique du phage λ par l’enzyme de restriction HindIII. Après migration, les 

profils de restriction sont marqués au SYBR Green I (Lonza) puis révélés sous UV.  

Après la séparation des fragments de restriction, les profils ont ensuite été transférés 

sur des membranes de nylon (PositiveTM Membrane; Qbiogene) pour effectuer des southern 

blots. Pour cela les gels ont baigné dans trois bains successifs pendant 20 minutes :  

1. Bain de dépurination (0,25 M HCl) 

2. Bain de dénaturation (1,5 M NaCl ; 0,5 M NaOH) 

3. Bain de neutralisation (1,0 M Tris ; 2,0 M NaCl ; pH 5) 

Les profils ont ensuite été transférés grâce à une cuve à transfert sous vide (VacuGene 

XL from Pharmacia LKB Biotechnology ; Uppsala, Sweden) avec une solution de SSC 20X, 

pendant une heure et demi, puis l’ADNmt a été fixé sur la membrane à 80°C pendant 2 

heures. 

 Les profils de restriction ont ensuite été hybridés en suivant le protocole présenté en 

annexe 3. La sonde utilisée est obtenue en amplifiant par PCR une partie du gène 

mitochondrial 16SARNr. Cette partie du gène comportant des régions très variables entre les 

espèces (Michel-Salzat & Bouchon 2000), des sondes ont été faites de manière spécifique 

pour chaque famille d’Isopode étudiée. Pour amplifier cette portion de gène, des amorces 

spécifiques aux Isopodes ont été dessinées à partir des trois génomes mitochondriaux connus 

(A. vulgare, L. oceanica et I. baltica) :  

 - 16F : CGGTTTGAACTCAAATCATGTG 

 - 16R : GCCTGTTTAACAAAAACATC 

Enfin, les Southern blots ont été révélés grâce à un phosphoimager (Storm from 

Molecular Dynamics, Sunnyvale, CA, USA).   
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D.D.D.D. Amplification d’ADNAmplification d’ADNAmplification d’ADNAmplification d’ADN et séquençage et séquençage et séquençage et séquençage    

1. Amplification par PCR 

Différentes réactions de PCR ont été réalisées au cours de ce travail. Ces réactions ont 

été réalisées en utilisant le mélange suivant : 5 µl de tampon 5X de GoTaq (Promega), 1,25 µl 

de désoxyribonucléotides (dNTPs - 8,6 mM), 0,125 µl d’amorces (100 mM) et 0,125 µl 

d’enzyme polymérase GoTaq, pour un volume final de 25 µl.  

Les programmes de PCR ainsi que les amorces utilisées pour chacune des 

amplifications sont notés en annexe 4. 

Lorsque les produits PCR étaient destinés à être séquencés, ces produits ont été 

purifiés en suivant la méthode de digestion ExoSAP. Cette méthode nécessite deux enzymes : 

l’Exonucléase I et la SAP (Shrimp Alkaline Phosphatase) pour éliminer les amorces et les 

désoxynucléotides non utilisés. Le protocole est le suivant : pour un produit de PCR, il est 

ajouté 1 µl de tampon SAP, 0,1 µl d’enzyme SAP et 0,1 µl d’enzyme ExoI. Le mélange est 

chauffé à 37°C pendant une heure, puis les enzymes sont désactivées en plaçant les 

échantillons 20 minutes à 80°C. 

2. Amplification par RT-PCR 

Préalablement à l’amplification par RT-PCR, les extractions d’ARN sont purifiées en 

procédant à un traitement à la DNAse. Ce traitement permet d’éliminer toute trace d’ADN qui 

fausserait l’analyse de RT-PCR. Ainsi, pour 2-3 µg d’ARN est ajouté 1 µl de tampon DNAse 

(10X), 1 µl RQ1 RNAse free DNase (Promega) qsp 10 µl d’eau bidistillée. Le mélange est 

ensuite placé au bain marie pendant une heure à 37°C pour l’action de l’enzyme, puis 5 

minutes à 70°C. Ensuite, l’ARN est précipité dans 2 volumes d’éthanol 100% et 0,1 volume 

d’Acétate de Sodium, centrifugé, et repris dans 4 µl d’eau RNAse free. 

La réaction de Reverse Transcriptase (RT) est ensuite réalisée avec le kit SuperScript 

III (Invitrogen). Pour cela nous avons utilisé 2-3 µg d’ARN, auxquels sont ajoutés 12,5 µl 

d’eau bidistillée et 0,5 µl (100 mM) d’amorce complémentaire du gène ciblé. Le mélange est 

placé 10 minutes à 70°C, puis directement placé dans de la glace. Toujours dans la glace, sont 

ajoutés 0,5 µl de RNAse OUT, 4 µl de tampon RT 5X, 1 µl de DTT et 1 µl de dNTPs. Ce 

mélange est ensuite réparti en deux tubes : un premier tube dans lequel est ajouté 0,5 µl de RT 

SuperScript (Invitrogen) et un second tube témoin, dans lequel est ajouté de l’eau bidistillée. 

Les deux mélanges sont enfin déposés au bain-marie pendant une heure à 52°C. 
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Les réactions de PCR ont ensuite été réalisées à partir de l’ADNc (ADN 

complémentaire) obtenu. Pour 2 µl d’ADNc, 1 µl de dNTPs et 1 µl de chaque amorce (100 

mM) ont été ajoutés (voir les séquences des amorces utilisées en annexe 5), ainsi que 0,25 µl 

d’enzyme GoTaq (Promega), 10 µl de tampon de réaction et 3 µl de MgCl2 à 20 mM, pour un 

volume final de 50 µl. Le protocole de réaction était le suivant : 3 minutes à 95°C, suivie de 

27 cycles de 20 secondes à 92°C, de 20 secondes à ~50°C (selon les amorces) et de 20 

secondes à 72°C. Les produits de RT-PCR ont ensuite été clonés puis séquencés.   

3. Clonage 

Les produits de RT-PCR ont donc été clonés avant leur séquençage. Pour cela, la 

ligation de ces produits a été effectuée avec le kit pGEM-T Easy Vector Systems (Promega) 

suivant le protocole du fournisseur. Ces produits de ligation ont ensuite été transférés dans des 

bactéries super-compétentes par choc thermique (incubation 30 minutes dans la glace, suivie 

d’un choc thermique de 1 minute 30 dans un bain-marie à 42°C, puis replacés une minute 

dans la glace). 

Ces bactéries ont ensuite été placées dans un milieu de culture (LB) sans ampicilline 

pendant 1 heure, puis finalement déposées dans une boite de pétri contenant un milieu de 

culture, ainsi que de l’ampicilline, du XGal et de l’IPTG pour une incubation toute une nuit. 

4. Séquençage 

Le séquençage des produits de PCR ou de clonage a été réalisé en suivant le protocole 

de Big Dye Terminator, présenté en annexe 6. Il a été réalisé sur un séquenceur ABI 3130 

(Applied Biosystems). 

 

E.E.E.E. Utilisation de pUtilisation de pUtilisation de pUtilisation de programmes rogrammes rogrammes rogrammes bbbbioinfoioinfoioinfoioinformatiquermatiquermatiquermatiquessss    

1. Analyses des séquences nucléotidiques 

Les séquences nucléotidiques ont été analysées via le logiciel BioEdit (Hall 1999). Les 

séquences consensus des résultats de séquençage forward et reverse ont été réalisées grâce au 

logiciel Staden (Staden 1996). 

2. Programmes de recherche d’ARNt : tRNAscan-SE et ARWEN 

Ces logiciels qui proposent une recherche des gènes d’ARNt dans les génomes, 

nécessitent seulement une analyse en ligne, réalisable sur le site 
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http://lowelab.ucsc.edu/tRNAscan-SE/ pour le programme tRNAscan-SE (Lowe & Eddy 

1997), et sur le site http://130.235.46.10/ARWEN/ pour le programme ARWEN (Laslett & 

Canbäck 2008). 

3. Programme de prédiction de code génétique : GenDecoder 

Ce logiciel permet l’analyse du code génétique des génomes mitochondriaux de 

Métazoaires. Dans notre étude nous avons réalisé l’analyse du code génétique des génomes 

complet ou incomplet des espèces d’Isopodes Armadillidium vulgare, Ligia oceanica et 

Idotea baltica. Ces analyses ont été réalisées en ligne sur le site 

http://darwin.uvigo.es/software/gendecoder.html (Abascal et al. 2006b) à partir des génomes 

disponibles en ligne sur GenBank. Pour exécuter ces analyses, le programme GenDecoder 

effectue automatiquement les alignements des 13 gènes mitochondriaux codant pour des 

protéines du génome à analyser avec de multiples génomes mitochondriaux d’autres espèces, 

disponibles dans GenBank. Il vérifie alors la présence des bons codons en fonction des acides 

aminés attendus. Ce programme assigne alors à chaque codon l’acide aminé le plus probable, 

ainsi que la fréquence d’utilisation de chaque codon dans le génome.   

4. Programme de recherche de structures secondaires : RNAfold 

Ce logiciel permet une analyse de séquence pour retrouver les potentielles structures 

secondaires qui peuvent se former. Dans le cas de notre étude, l’analyse a été réalisée sur un 

fragment d’ADNmt et traitée avec les paramètres par défaut liés à l’ADN. Cette analyse a été 

réalisée en ligne, sur le site de Vienna RNA WebServers http://rna.tbi.univie.ac.at/ (Hofacker 

2003).  
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IV.IV.IV.IV. Structure et évolution du génome mitochondrial Structure et évolution du génome mitochondrial Structure et évolution du génome mitochondrial Structure et évolution du génome mitochondrial 

atypique d’atypique d’atypique d’atypique d’Armadillidium vulgare Armadillidium vulgare Armadillidium vulgare Armadillidium vulgare (Isopoda, Crustacea)(Isopoda, Crustacea)(Isopoda, Crustacea)(Isopoda, Crustacea)    

A.A.A.A. Organisation et composition de laOrganisation et composition de laOrganisation et composition de laOrganisation et composition de la région codante de  région codante de  région codante de  région codante de 

l’ADNmt d’l’ADNmt d’l’ADNmt d’l’ADNmt d’A. vulgareA. vulgareA. vulgareA. vulgare    

1. Structure and Evolution of the Atypical Mitochondrial Genome of 

Armadillidium  vulgare (Isopoda, Crustacea) - Marcadé et al. (2007) J. 

Mol. Evol. 65:651-659  

 L’ADNmt des Métazoaires est généralement constitué d’une molécule double brin 

circulaire d’une taille comprise entre 15 et 20 kb. Chez le Crustacé Isopode Armadillidium 

vulgare, l’ADNmt est caractérisé par une taille particulièrement grande de ~42 kb, constitué 

par deux types moléculaires : des molécules circulaires de ~28 kb formées par association de 

deux monomères de ~14 kb, et des molécules linéaires de ~14 kb. Dans ce travail, nous avons 

séquencé après clonage la portion codante de l’unité monomérique fondamentale du génome 

mitochondrial d’A. vulgare (soit 13,858 kb, ce qui représente environ 99% du génome). Cette 

taille d’environ 14 kb du monomère place le génome mitochondrial d’A. vulgare parmi les 

plus petits ADNmt des Crustacés.  

Les 13 gènes codant pour des protéines ainsi que les deux sous-unités ribosomales 

ordinairement observés dans les génomes mitochondriaux des Métazoaires ont été retrouvés, 

toutefois seuls 9 gènes d’ARNt (sur les 22 généralement décrits) ont pu être identifiés. Le 

génome mitochondrial d’A. vulgare montre une différence importante dans l’ordre des gènes 

par rapport au génome mitochondrial hypothétique de l’Arthropode ancestral. En revanche, il 

montre une extrême conservation de l’ordre et de l’orientation des gènes avec les Isopodes 

Idotea baltica et Ligia oceanica. L’absence de la région de contrôle (zone non-codante 

majeure de l’ADNmt) dans la partie séquencée du génome suggère sa présence au niveau des 

jonctions des dimères, ainsi qu’aux extrémités des monomères. 

 Le séquençage direct d’environ 20% du génome (réalisé sur sept portions distantes du 

génome et prises au hasard) montre que les différents monomères qui composent ce génome 

possèdent la même séquence nucléotidique. Ceci suggère qu’un système de conversion 

génique et/ou de dynamique de réplication entre dimères et monomères joue un rôle dans 

l’homogénéisation de la composition nucléotidique de ce génome. Néanmoins, un unique site 

polymorphique a été observé lors du séquençage direct. Il correspond à la deuxième base d’un 
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anticodon d’un gène d’ARNt, donnant ainsi un ARNt bivalent, alloaccepteur pour deux acides 

aminés : l’Alanine (UGC) et la Valine (UAC). Cette bivalence assure potentiellement la 

présence dans la mitochondrie de ces deux ARNt sur le même locus mitochondrial chez A. 

vulgare, sachant qu’aucun autre ARNtAla et ARNtVal n’a été retrouvé ailleurs dans le génome. 

Cet exemple est le premier de ce type rapporté jusqu’ici et apporte une preuve empirique du 

modèle de « recrutement d’ARNt » : phénomène d’émergence d’un nouvel ARNt après 

mutation de l’anticodon d’un ARNt préexistant. Cette hétéroplasmie (présence de deux 

mitotypes au sein d’un même individu) a été retrouvée chez tous les individus d’A. vulgare 

testés, issus de populations d’origines différentes (Brésil, France, Grèce, Tunisie). Ceci 

indique certainement l’existence d’une force sélective maintenant au même locus ces deux 

ARNt nécessaires à la traduction mitochondriale. 

 Afin d’établir la répartition et la voie de transmission des deux types de molécules 

dans les tissus, nous avons analysé par RFLP la structure de l’ADNmt dans différents 

organes, en séparant les mâles et les femelles. Les dimères et les monomères ont été observés 

dans l’ensemble des échantillons, tant dans les tissus somatiques que dans les tissus 

gonadiques (ovaires et utricules) et pour les deux sexes (voir également les résultats 

complémentaires obtenus). Ces observations semblent confirmer la transmission uniparentale 

des deux molécules d’ADNmt d’A. vulgare.  
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Figure IV -1 : Profils de restriction de l’ADNmt de mâles d’A. vulgare (population WX) sur des tissus 
gonadiques (G) et des tissus somatiques (S). A droite : zoom sur le profil de restriction BamHI permettant de 
voir les deux types moléculaires présents dans les tissus germinaux des mâles. Les traces présentes sur les 
pistes contenant l’ADNmt issue des tissus gonadiques sont dues à des résidus d’ADN génomique contenus 
dans le sperme. M = marqueur de taille λ-HindIII.  
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2. Résultats complémentaires sur la région codante de l’ADNmt 

a) Présence des deux types moléculaires dans les différents tissus et les deux 

sexes 

 Il existe chez les Métazoaires quelques exemples de génomes divisés en plusieurs 

parties. Ces parties correspondent à des molécules différentes, ne portant pas les mêmes 

informations génétiques. Parmi ces exemples, les cas des Mollusques bivalves (Cao et al. 

2004a; Breton et al. 2007; Passamonti & Ghiselli 2009) et du Mésozoaire Dyciema japonica 

(Watanabe et al. 1999; Awata et al. 2005) sont originaux, car ces animaux présentent dans 

leurs cellules germinales des molécules d’ADNmt différentes de celles des autres tissus.  

 Chez A. vulgare, nous savons que l’ADNmt est composé de deux types de molécules : 

des dimères et des monomères. Dans l’article de Marcadé et al. (2007) présenté dans ce 

chapitre, nous avons testé la présence de ces deux molécules dans les deux types de tissus, 

somatiques et gonadiques. L’objectif était de vérifier que les dimères et les monomères 

d’ADNmt sont présents dans tous les tissus et transmis ensemble.   

 Pour cela, des analyses par RFLP ont été menées sur l’ADNmt extrait de tissus 

gonadiques (les ovaires chez les femelles, et les utricules chez les mâles) et de tissus 

somatiques (tissus musculaires, vasculaires et nerveux). Ces analyses ont été réalisées en 

cumulant l’ADNmt de plusieurs sœurs d’une part et de plusieurs frères d’autre part, issus de 

la même lignée iso-femelle (population provenant d’Helsingør au Danemark).  

Les résultats obtenus à partir des femelles ont été présentés précédemment (figure 3 

dans Marcadé et al. 2007). Ils ne montraient aucune différence entre les tissus gonadiques et 

les tissus somatiques. Ces analyses également réalisées sur l’ADNmt des mâles ne montrent 

pas non plus de différence entre les tissus (figure IV-1). En effet, même si les profils de 

restriction de l’ADNmt des tissus gonadiques sont difficilement observables, les quatre 

bandes appartenant aux deux types moléculaires sont bien présentes dans chacune des pistes 

du gel. De même, en comparant les profils de restriction des femelles et des mâles, il 

n’apparait aucune différence entre les deux sexes. 

 Ces profils similaires montrent que la transmission des deux molécules d’ADNmt se 

fait conjointement, de façon uniparentale, et non pas séparée comme chez les bivalves. Selon 

toute vraisemblance, la transmission des molécules de l’ADNmt atypique est maternelle, 

comme chez la majorité des Métazoaires.  
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Figure IV -2 : PCR-RFLP réalisées sur l’ARNt bivalent Alanine/Valine de différents 
individus d’A. vulgare. Les chiffres correspondent aux cinq individus testés. Ces 
individus sont issus des populations suivantes : 1 et 2 = Nice (France), 3 = Chizé 
(Fr.), 4 = Saint Cyr (Fr.) et 5 = Porto Alegre (Brésil). M est le marqueur de taille 
(Smart Ladder - Eurogentec) et ND correspond au contrôle non-digéré. 

A 

B 

Figure IV-3 : Exemple de chromatogrammes forward (A) et reverse (B) présentant 
le double pic correspondant à l’hétéroplasmie observée sur l’ARNtAla/Val chez A. 
vulgare. 
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Une critique peut toutefois être faite sur cette démonstration, en ce qui concerne 

l’ADNmt observé dans les tissus gonadiques. Ces tissus contiennent en effet un grand nombre 

de cellules diploïdes qui n’interviennent pas directement dans la fécondation, à savoir des 

cellules nourricières, présentes dans les ovaires, ainsi que de nombreuses cellules des tissus 

conjonctifs dans les organes mâles et femelles. L’extraction d’ADNmt de l’ensemble de ces 

organes revient donc à un mélange d’ADNmt issu de cellules somatiques et de cellules 

germinales (ovocytes pour les femelles et spermatozoïdes pour les mâles). Toutefois, le choix 

de l’utilisation des tissus gonadiques s’explique d’une part par la fécondation interne de ces 

animaux, qui ne permet pas de récolter une semence émise par l’animal, et d’autre part par la 

très petite taille des cellules germinales, rendant difficile l’obtention d’une quantité suffisante 

d’ADNmt pour effectuer cette expérience. Néanmoins, il est très probable que dans nos 

extractions d’ADNmt issu des cellules gonadiques il y ait une très forte proportion d’ADNmt 

issu de cellules germinales. De plus, si l’un des deux types moléculaires formant l’ADNmt 

atypique était absent des cellules germinales d’un des sexes, cela aurait pu être décelé par une 

différence de luminosité des bandes sur les gels d’agarose. 

b) Répartition de l’hétéroplasmie ARNtAla/Val chez différentes populations 

 Dans l’article de Marcadé et al. (2007), nous avons également mentionné la 

découverte d’une hétéroplasmie induisant un ARNt bivalent alloaccepteur pour les deux 

acides aminés Alanine et Valine. Cette hétéroplasmie, observée tout d’abord chez un individu 

issu d’une population française de Celles-sur-Belle (population ZN), a également été observée 

chez des individus d’A. vulgare d’origines géographiques différentes. Pour cette 

démonstration, deux méthodes ont été utilisées : (i) le séquençage forward et reverse du 

fragment PCR obtenu à l’aide des amorces « 2138ND » et « 1737ND », sur lequel 

l’hétéroplasmie est illustrée par un double pic, et (ii) une digestion enzymatique de ces 

produits de PCR par l’endonucléase HpyCH4 V. Cette enzyme coupe les séquences TGCA 

lorsque c’est un ARNtAla et ne coupe pas les séquences TACA lorsque c’est ARNtVal. Cette 

expérience de PCR-RFLP permet donc de visualiser la présence de l’un des deux ARNt, ou 

des deux (protocoles disponibles au chapitre suivant, dans Doublet et al. 2008).  

 La figure IV-2 montre les profils de restriction de ces PCR-RFLP pour les cinq 

individus issus de quatre origines géographiques différentes (Nice, Saint Cyr et Chizé en 

France, et de Porto Alegre au Brésil). Pour chacun de ces individus, trois bandes sont 

visibles : la plus haute est la bande non digérée (TACA, soit l’ARNtVal(UAC)) et les deux 
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Figure IV -4 : PCR-RFLP réalisées sur l’ARNt bivalent Alanine/Valine, 
à partir de tissus somatiques (S) et de tissus gonadiques (G) de deux 
individus (une femelle à gauche et un mâle à droite) issus d’une 
population Tunisienne. M est le marqueur de taille (Smart Ladder), ND 
correspond au contrôle non-digéré, et C correspond au contrôle ADN 
issue d’un animal entier de la même population.  



L’ADNmt d’ A. vulgare 

 54 

suivantes sont les bandes digérées (TGCA, soit l’ARNtAla(UGC)). Ce gel montre donc que ce 

gène d’ARNt bivalent est présent chez tous ces individus. La figure IV-3 présente deux 

exemples de chromatogrammes obtenues lors du séquençage direct forward et reverse de ses 

individus. 

c) Présence de l’ARNtAla/Val dans les différents tissus et les deux sexes 

 Après avoir démontré que cet ARNt bivalent est présent dans l’ensemble des 

populations testées d’A. vulgare, nous avons vérifié, comme pour les dimères et les 

monomères, que les deux gènes d’ARNt sont transmis ensemble. Pour cela nous avons donc 

contrôlé leur présence dans les tissus somatiques et gonadiques chez les deux sexes. Ainsi, 

nous avons réalisé la même expérience de PCR-RFLP que précédemment sur un mâle et une 

femelle issus d’une population de Tunis en Tunisie.  

 Les résultats de ces PCR-RFLP sont présentés dans la figure IV-4. Sur ce gel nous 

pouvons voir la présence de trois bandes pour les deux types de tissus et chez les deux sexes. 

Ceci confirme la présence de ces deux gènes d’ARNt dans tous ces échantillons. Il est donc 

très probable que ces deux gènes se transmettent également de façon conjointe, par héritage 

maternel. De plus, ces deux gènes d’ARNt semblent être présents en quantité relativement 

semblable, si l’on considère la luminosité des bandes, bien que cette expérience ne soit pas 

quantitative. 

3. Recherche des gènes d’ARNt dans le génome mitochondrial 

 Les génomes mitochondriaux des Métazoaires comptent ordinairement 22 ARNt, soit 

un ARNt pour chacun des 20 acides aminés, à l’exception de la Leucine et de la Sérine 

généralement représentés par deux ARNt : ARNtLeu-1(UAA), ARNtLeu-2(UAG), ARNtSer-1(UCU) et 

ARNtSer-2(UGA). Cette réduction du nombre d’ARNt à 22 dans les génomes mitochondriaux par 

rapport aux génomes nucléaires est due à deux facteurs. Le premier est la redondance (ou 

dégénérescence) du code génétique qui associe plusieurs codons à un même acide aminé : ces 

codons sont dits synonymes. Le deuxième facteur est la souplesse des associations 

anticodon/codon dans les mitochondries animales qui permet à un seul ARNt de reconnaître 

l’ensemble des codons synonymes (Barrell et al. 1980; Bonitz et al. 1980). Ainsi, par 

exemple, l’anticodon UGC de l’ARNtAla peut reconnaître les codons GCU, GCG, GCC et 

GCA (voir le code génétique mitochondrial des Arthropodes, annexe 7). Ce système de 

reconnaissance permet à la première base  « U »  de l’anticodon de se coupler avec la troisième 
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Figure IV-5 :  Structures secondaires de l’ARNtPro (à gauche) et de l’ARNtAla/Val (à droite) obtenues avec le 
logiciel tRNAscan-SE (Lowe & Eddy 1997). 

Bras «  D » 
Bras «  TV » 
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base des codons des ARN messagers, quel que soit le nucléotide (U, G, C ou A). Ce type 

d’appariement est qualifié de « bancal » (« wobble pair »). 

 Lors du séquençage du génome mitochondrial d’A. vulgare nous nous attendions donc 

à trouver ces 22 gènes d’ARNt. Or, dans l’article de Marcadé et al. (2007), seuls 9 ARNt ont 

été présentés. Depuis la publication du génome nous avons pu idenifier d’autres ARNt grâce à 

différentes techniques : l’utilisation de logiciels de recherche et une inspection visuelle. Nous 

allons voir ici leurs résultats. 

a) Utilisation d’un logiciel de reconnaissance d’ARNt « canonique » : 

tRNAscan-SE 

Pour identifier les séquences des gènes d’ARNt dans un génome, la technique la plus 

simple est l’utilisation de logiciels capables de les reconnaître automatiquement. Parmi les 

différents programmes disponibles en ligne, le plus couramment utilisé est le logiciel 

tRNAscan-SE (Lowe & Eddy 1997). Ce programme repère les ARNt présents dans un 

génome en recherchant les motifs recréant des structures secondaires en forme de feuille de 

trèfle dites « canoniques », caractéristiques des ARNt. Ce programme performant a 

notamment permis de retrouver la majorité des ARNt mitochondriaux des Isopodes Ligia 

oceanica et Idotea baltica (Kilpert & Podsiadlowski 2006; Podsiadlowski & Bartolomaeus 

2006). 

L’analyse du génome mitochondrial complet d’A. vulgare (après l’obtention de la 

région non-codante : cf. sous-chapitre suivant) avec le logiciel tRNAscan-SE n’a permis de 

trouver que trois ARNt : l’ARNtPro (également noté P) et l’ARNtAla/Val (A/V) (figure IV-5). Ce 

résultat paraît très surprenant, car même si l’absence d’ARNt mitochondriaux est relativement 

courante chez les Métazoaires, ordinairement il ne concerne pas la quasi totalité des ARNt 

d’un génome. En prenant l’exemple des Crustacés, il a été rapporté au maximum l’absence de 

quatre ARNt mitochondriaux chez la Galathée Shinkaia crosnieri (Yang & Yang 2008). 

Toujours à titre de comparaison, dans les génomes mitochondriaux des Péracarides Ligia 

oceanica et Metacrangonyx longipes relativement proche d’A. vulgare, il n’a été rapporté 

qu’un seul ARNt manquant (Kilpert & Podsiadlowski 2006; Bauzà-Ribot et al. 2009). 

Ce déficit de 19 ARNt dans le génome mitochondrial d’A. vulgare semble plus 

probablement du à une difficulté du logiciel tRNAscan-SE de détecter les séquences d’ARNt, 

qu’à une réelle absence de ces gènes. Ce programme a en effet été conçu pour identifier les 

ARNt dit « canoniques », respectant parfaitement les structures secondaires et tertiaires 

attendues pour ces gènes. En revanche, il est incapable d’identifier des ARNt dont les 
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structures secondaires se trouvent modifiées. Or, chez de nombreux organismes animaux, les 

ARNt mitochondriaux ont été rapportés avec des structures étonnantes, non canoniques, avec 

parfois la perte des bras « D » ou « TV » (voir figure IV-5 page 55 pour la nomenclature des 

bras). Ces ARNt, observés chez une grande variété d’organismes, ont été qualifiés de 

« bizarres » (de Bruijn et al. 1980; Wolstenholme et al. 1987; Garey & Wolstenholme 1989; 

Wolstenholme et al. 1994; Helm et al. 2000; Masta & Boore 2004; Klimov & Oconnor 2009). 

Ainsi, avec seulement trois ARNt détectés par le logiciel tRNAscan-SE, il est très 

probable que le génome mitochondrial d’A. vulgare possède de nombreux ARNt non 

canoniques difficiles à détecter. Pour les retrouver, nous avons alors envisagé une recherche 

visuelle directement sur la séquence d’ADNmt d’A. vulgare. Cette technique est 

régulièrement utilisée pour compléter l’annotation des génomes mitochondriaux. C’est 

d’ailleurs par cette technique que les génomes mitochondriaux des Isopodes L. oceanica et I. 

baltica ont été complétés (Kilpert & Podsiadlowski 2006; Podsiadlowski & Bartolomaeus 

2006). 

b) Recherche visuelle d’ARNt  

Afin de rendre cette recherche visuelle moins fastidieuse, nous avons orienté nos 

recherches vers les zones intergéniques non codantes du génome. Les génomes 

mitochondriaux des Isopodes L. oceanica et I. baltica partageant le même ordre des gènes 

qu’A. vulgare, nous avons concentré nos recherches dans les zones présentant des ARNt dont 

l’emplacement est conservé. Pour définir un ARNt par cette méthode, nous devions retrouver 

au minimum deux structures secondaires formant une boucle de quatre à six paires de bases, 

dont une portant un anticodon.   

Grâce à cette méthode, 10 ARNt potentiels ont été trouvés. Parmi ceux-ci neuf ont été 

identifiés aux mêmes emplacements que dans les autres génomes mitochondriaux d’Isopodes, 

ce qui suggère que ces ARNt sont plus ou moins conservés, et donc fonctionnels. Ces neuf 

ARNt sont :  

- ARNtPhe (F) et ARNtHis (H) entre les gènes Nad4 et Nad5 ;  

- ARNtSer-2 (S2) entre la sous-unité ribosomale 16SARNr et le gène Nad6 ; 

- ARNtGln (Q) et ARNtMet-1 (M1) entre la sous-unité ribosomale 16SARNr et 

le gène Nad2 ; 

- ARNtCis (C) et ARNtTyr (Y) entre les gènes Cox1 et Nad2 ;  

- ARNtLeu-2 (L2) entre les gènes Cox1 et Cox2 ; 

- ARNtAsn (N) entre le gène Nad1 et la sous unité ribosomale 12SARNr. 
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Figure IV -6 : Structures secondaires des ARNt du génome mitochondrial d’A. vulgare obtenues avec le 
programme ARWEN (Laslett & Canbäck 2008) : de gauche à droite, ARNtThr, ARNtMet-3, ARNtHis, ARNtSer-2, 
ARNtLeu-1, ARNtCys, ARNtTyr, ARNtLys et ARNtTrp. Les anticodons TAT et TTT correspondent bien à la 
Méthionine et la Lysine respectivement, en se référant au code génétique mitochondrial des Arthropodes 
(annexe 7).  
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Enfin, le dixième ARNt identifié est l’ARNtMet-2 (M2), observé entre les gènes Nad1 et la sous 

unité ribosomale 16SARNr. Son emplacement ne correspond pas à ceux des ARNtMet des 

autres génomes mitochondriaux d’Isopodes.  

Suite à cette recherche visuelle, nous avions identifié 13 gènes d’ARNt au total (en 

comptant les trois identifiés par tRNAscan-SE). Ce nombre encore insuffisant peut 

s’expliquer par notre méthode visuelle qui ne serait pas assez efficace pour retrouver la 

majorité des ARNt manquants et principalement ceux dont l’emplacement a dû changer, si 

l’on compare le génome mitochondrial d’A. vulgare avec celui des Isopodes L. oceanica et I. 

baltica.  

Heureusement, peu de temps après que nous ayons publié la séquence du génome 

mitochondrial d’A. vulgare, un nouveau logiciel de recherche d’ARNt a été mis en ligne. Ce 

programme, nommé ARWEN, est similaire au logiciel tRNAscan-SE, mais il est moins 

exigeant sur la structure secondaire et semble adapté aux ARNt « bizarres » (Laslett & 

Canbäck 2008). En effet, ce programme spécialement développé pour les ARNt 

mitochondriaux des Métazoaires, propose un grand nombre de séquences pouvant 

théoriquement former des ARNt, même si leurs structures secondaires sont peu 

conventionnelles. Dans notre analyse, nous avons donc utilisé ce logiciel pour compléter notre 

recherche d’ARNt.  

c) Utilisation d’un logiciel de reconnaissance d’ARNt mitochondriaux non-

canoniques : ARWEN 

 Selon les auteurs de ce programme, en tenant compte des particularités des ARNt 

mitochondriaux des animaux, ce logiciel peut identifier près de 100% des gènes d’ARNt d’un 

génome mitochondrial. Cependant, ce logiciel propose également de nombreux « faux 

positifs ». Laslett & Canbäck (2008) estiment toutefois que ces faux positifs sont facilement 

identifiables si l’on se réfère à la composition nucléotidique des ARNt proposés et que l’on 

vérifie leur emplacement dans le génome.   

 Dans le cas d’A. vulgare, l’utilisation de ce logiciel avait un double intérêt : celui de 

continuer notre recherche d’ARNt, mais également de vérifier les ARNt identifiés 

visuellement. Finalement, ce logiciel ARWEN a identifié 11 séquences susceptibles de former 

des ARNt (voir figure IV-6). Parmi ces 11 séquences se trouvent : 

- les deux ARNt identifiés précédemment par le programme tRNAscan-SE, les 

ARNtPro et ARNtAla/Val. Toutefois ARWEN propose une structure différente pour 

l’ARNt Pro, avec le bras « TV » en moins (structures présentées en annexe 8) ; 
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Figure IV -7 : Cartographie de l’unité monomérique qui compose l’ADNmt d’A. vulgare. Les gènes grisés sont 
encodés sur le brin négatif de l’ADNmt. L’ensemble des ARNt potentiels est reporté sur ce schéma. Les ARNt 
sont désignés, en bas de ce schéma, par des lettres correspondant aux conventions (cf. ci-dessous). L’ARNtThr 
(T), localisé au centre du gène Cytb, est représenté en pointillé. RNC correspond à la principale région non 
codante. 

Liste des acides aminés : 
 
A  = Alanine 
C = Cystéine 
F = Phénylalanine 
H = Histidine 
K = Lysine 
L = Leucine 
M = Méthionine 
N = Asparagine  
P = Proline 
Q = Glutamine 
S = Sérine 
T = Thréonine 
V = Valine 
W = Tryptophane 
Y = Tyrosine 
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- quatre des ARNt que nous avions identifiés par inspection visuelle : les ARNtHis, 

ARNtSer-2, ARNtCys et ARNtTyr (en revanche, il n’a pas confirmé les ARNtPhe et 

ARNtAsn : leur séquence sont présentées en annexe 9) ; 

- cinq nouveaux ARNt qui n’avaient pas été découverts par inspection visuelle : les 

ARNtThr (T), ARNtMet-3 (M3), ARNtLeu-1 (L1), ARNtLys (K) et ARNtTrp (W). 

 

En cumulant les résultats de toutes ces analyses, 18 gènes d’ARNt ont été identifiés 

(figure IV-7). Cependant l’analyse de ces résultats indique que ces 18 séquences ne 

correspondent pas toutes à d’authentiques ARNt. Tout d’abord, nous pouvons voir que trois 

gènes d’ARNtMet ont été identifiés. Ordinairement, les génomes mitochondriaux des 

Métazoaires n’en comprennent qu’un seul. Sur ces trois gènes, deux ont été identifiés à vue. 

Le premier, que nous avons noté M1, se trouve au même emplacement que le gène d’ARNtMet 

des Isopodes L. oceanica et I. baltica. Le second (M2) a été identifié au début du gène de la 

grande sous-unité ribosomale 16SARNr et possède une séquence très riche en AT. Il n’a pas 

été identifié par le logiciel ARWEN et il semble probable que cette séquence ne soit pas un 

ARNt mais plutôt une partie du gène 16SARNr formant également des structures secondaires. 

Enfin, le troisième (M3)
 a été identifié par le logiciel ARWEN, mais ne présente pas de boucle 

« D ». Sur ces trois ARNtMet, nous pouvons écarter le numéro M2, mais il est difficile de 

savoir lequel de M1 ou de M3 est le bon ARNtMet. Il est également probable que ces deux 

séquences soient celles de réels ARNt. 

Ensuite, nous avons le cas du gène de l’ARNtThr qui a été identifié au centre du gène 

Cytb. Dans cette condition, nous pouvons douter de la possibilité que cet ARNt soit transcrit. 

De plus, cet ARNt présente un bras accepteur (bras du haut de l’ARNt) avec de nombreuses 

paires de bases non complémentaires (de type T-G, A-C et T-T). Sans bases complémentaires, 

la structure secondaire de l’ARNt n’est pas bonne. Il est alors fortement probable que ce ne 

soit pas un réel ARNt. 

Enfin, nous avons les cas des gènes ARNtTrp et ARNtCys pour lesquels le logiciel 

ARWEN prédit une structure secondaire avec un bras en moins, et nous pouvons nous 

interroger sur leur réelle fonctionnalité.  

La présence de faux positif dans cette analyse semble donc probable. Cependant, 

l’affirmation que tel ou tel ARNt est faux, sur les seuls critères cités précédemment, est trop 

subjective. Dans la littérature, il existe de nombreux exemples d’ARNt ne présentant pas une 

forme classique. Par exemple, chez les Isopodes L. oceanica et I. baltica, certains de leurs 

ARNt ont été prédits avec un bras en moins (Kilpert & Podsiadlowski 2006; Podsiadlowski &  
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  RT+ RT- Non testés 

tRNAscan-SE Ala/Val (A/V) , Pro (P)     

Inspection visuelle 
His (H), Met-1 (M1), 
Gln (Q), Ser-2 (S2),        

Tyr (Y) 

Cys (C), Phe (F),    
Leu-2 (L2), Asn (N) 

Met-2 (M2) 

ARWEN Lys (K), Met-3 (M3) 
Leu-1 (L1), Thr (T), 

Trp (W) 
 

Non trouvés Asp (D), Glu (E), Gly (G), Ile (I), Arg (R), Ser-1 (S1) 

 
Figure IV-8 :  RT-PCR sur les ARNtTyr (Y), ARNtPro (P), ARNtThr (T) et ARNtPhe (F) chez 
deux populations d’A. vulgare (du Danemark - WX - et d’Espagne - AL -). M correspond 
au marqueur de taille (Smart Ladder – Eurogentec).  

Tableau IV -1 : Bilan des RT-PCR réalisées sur les ARNt identifiés dans le génome 
mitochondrial d’A. vulgare. RT+ signifie un résultat positif, RT- un résultat négatif. Seul 
l’ARNtMet-2 n’a pas été testé. Les ARNt sont classés selon la méthode qui nous a permis de 
les identifier.  
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Bartolomaeus 2006). Plusieurs études ont par ailleurs démontré que ces ARNt tronqués 

peuvent être fonctionnels (Okimoto & Wolstenholme 1990; Sakurai et al. 2006; Ohtsuki & 

Watanabe 2007; Klimov & Oconnor 2009). De même, chez des invertébrés, il a été démontré 

que les ARNt ne possédant pas de bras accepteur correctement appareillé peuvent être 

« réparés » par des phénomènes d’édition (Yokobori & Pääbo 1995b; Lavrov et al. 2000). 

Tout ceci montre qu’il est difficile de savoir à partir des prédictions des logiciels si les ARNt 

identifiés sont réellement fonctionnels. 

Au vu de ces résultats difficiles à analyser, il est utile d’accompagner notre recherche 

in silico d’une étude de fonctionnalité des ARNt. Ce travail, rarement réalisé dans les études 

de génomes mitochondriaux des Métazoaires, est indispensable pour compléter les prédictions 

faites par les logiciels ou par recherche visuelle. Dans la littérature, aucun travail de ce type 

ne semble avoir été fait chez les Crustacés.  

d) Fonctionnalité des ARNt du génome mitochondrial d’A. vulgare 

Pour vérifier l’expression des ARNt identifiés, nous avons réalisé des RT-PCR sur 

chacun de ces gènes grâce à des couples d’amorces dessinées pour chaque ARNt à partir des 

séquences prédites (annexe 5). Ce travail a été mis en place en collaboration avec Laurence 

Maréchal-Drouard de l’Institut de Biologie Moléculaire des Plantes (IBMP) de Strasbourg et 

continué par la suite au Laboratoire d’Ecologie Evolution Symbiose de l’Université de 

Poitiers. Ces expériences ont été réalisées sur des individus issus de plusieurs populations 

(Nice en France [BF], Ribadeo en Espagne [AL] et Helsingør au Danemark [WX]). 

Les résultats de ces expériences d’expression sont présentés dans le tableau IV-1. 

Dans ce tableau, nous pouvons voir que les trois ARNt identifiés par le logiciel tRNAscan-SE 

(ARNtPro et ARNtAla/Val) ont été obtenus par RT-PCR (les résultats obtenus pour l’ARNtAla/Val 

seront vus plus en détail dans le chapitre suivant). Pour les ARNt identifiés visuellement, nous 

avons confirmé l’expression des ARNtHis, ARNtMet-1, ARNtGln, ARNtSer-2 et ARNtTyr. En 

revanche, nous n’avons pas réussi à amplifier les transcrits des ARNtCys, ARNtPhe, ARNtLeu-2 

et ARNtAsn. Enfin, pour les ARNt identifiés avec le logiciel ARWEN, nous avons confirmé 

l’expression des ARNtLys et ARNtMet-3, mais nous n’avons pas réussi à amplifier les transcrits 

des ARNtLeu-1, ARNtThr et ARNtTrp (exemples présentés dans la figure IV-8). 

Grâce à ces RT-PCR nous avons donc vérifié l’expression de dix ARNt. Parmi ceux-

ci, nous avons confirmé l’expression de deux ARNtMet (M1 et M3) – nous avons 

volontairement exclu l’ARNtMet-2 de ces expériences, puisqu’il est peu probable qu’il soit un 

réel ARNt. Même si cela semble étonnant qu’il y ait deux gènes d’ARNtMet dans le même 
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génome, c’est une situation qui a déjà été décrite. Chez les Crustacés, l’espèce Euphausia 

superba présente deux gènes d’ARNt différents pour le même acide aminé : l’Asparagine 

(Shen et al. 2010). Cela arrive généralement grâce à une simple mutation sur l’anticodon, ce 

qui est couramment appelé un recrutement d’ARNt (Lavrov & Lang 2005). Dans le cas d’A. 

vulgare, il est possible que le gène de l’ARNtMet-3 soit issu d’un autre gène d’ARNt présent à 

cet endroit avant la mutation de son anticodon. Si l’on compare son emplacement chez A. 

vulgare et chez L. oceanica, cet ARNtMet-3 est à la même place que l’ARNtThr. Il est donc 

possible que l’ARNtMet-3 d’A. vulgare provienne de l’ARNtThr présent initialement chez les 

premiers Oniscidea. Pour cela, une mutation de la deuxième base de l’anticodon de G vers A 

permettrait de passer d’un anticodon Thréonine à un anticodon Méthionine. Cependant, si l’on 

compare les séquences de ces deux gènes d’ARNt entre A. vulgare et L. oceanica, ils ne 

semblent rien avoir en commun.  

e) Bilan de la présence d’ARNt mitochondriaux chez A. vulgare 

Après ces recherches de séquences et ces vérifications d’expression, nous pouvons 

dresser un premier bilan de la composition en gènes d’ARNt du génome mitochondrial d’A. 

vulgare. Tout d’abord, six gènes d’ARNt n’ont pas été identifiés dans ce génome : les 

ARNtAsp (D), ARNtArg  (R), ARNtGlu (E), ARNtGly (G), ARNtIle (I) et ARNtSer-1 (S1). Ensuite, 

sept ARNt, dont nous avons identifié la séquence (visuellement ou par le logiciel ARWEN), 

n’ont pas été confirmés par les expériences d’expression. Au total cela fait 13 gènes d’ARNt 

potentiellement absents du génome mitochondrial d’A. vulgare. Bien évidemment, tous ne 

sont peut-être pas absents. Il est possible que les ARNt non identifiés présentent des structures 

secondaires si peu communes que nous n’avons pas d’outil assez sensible pour les détecter.  

De même, il est possible que les résultats négatifs de RT-PCR soient tout simplement dus à 

des difficultés rencontrées lors des amplifications, notamment à cause de la mauvaise 

spécificité de certaines amorces riches en AT (voir la séquence des amorces en annexe 5). 

Cela pourrait expliquer pourquoi nous n’avons pas réussi à amplifier les transcrits de certains 

ARNt qui se localisent pourtant aux mêmes endroits dans le génome des trois Isopodes A. 

vulgare, L. oceanica et I. baltica : c’est le cas des ARNtPhe, ARNtCys, ARNtLeu-2, ARNtAsn et 

ARNtTrp. 

Néanmoins, il semble évident qu’il manque des gènes d’ARNt dans le génome 

mitochondrial d’A. vulgare. L’absence d’ARNt est relativement fréquente dans les génomes 

mitochondriaux des Métazoaires (Boore 1999; Gissi et al. 2008). Chez les Crustacés, cela a 

été rapporté chez plusieurs espèces dont l’Oniscidea L. oceanica. Chez cette espèce, il a été 
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rapporté l’absence de l’ARNtArg (Kilpert & Podsiadlowski 2006), également absent dans le 

génome mitochondrial d’A. vulgare. Ces gènes, même s’ils sont absents des génomes, ne sont 

pas moins essentiels à la traduction mitochondriale. Ils assurent les liens entre les codons et 

les acides aminés qui permettent la production des protéines : il est donc important que 

chaque acide aminé soit représenté au moins par un ARNt dans les mitochondries. En cas 

d’absence de certains ARNt dans un génome mitochondrial, deux hypothèses sont 

généralement évoquées pour l’expliquer : l’édition post-transcriptionnelle d’ARNt ou leur 

import depuis le génome nucléaire vers les mitochondries. L’édition post-transcriptionnelle 

est assez rare et très peu décrite dans les mitochondries de Métazoaires. Le seul exemple 

connu à ce jour est le cas de l’ARNtGly de certains marsupiaux dont la moitié des transcrits 

subit une substitution d’un C en U sur la deuxième base de l’anticodon pour devenir un 

ARNtAsp (Janke & Pääbo 1993; Börner et al. 1996; Janke et al. 1997). En revanche, l’import 

d’ARNt nucléaire semble être un phénomène plus courant (Schneider & Maréchal-Drouard 

2000). Cependant, ce phénomène est encore peu décrit chez les Métazoaires. Il n’a été décrit 

également que chez des marsupiaux (Dörner et al. 2001). Toutefois, ce mécanisme semble 

être le plus probable pour expliquer l’absence d’ARNt chez de nombreuses espèces animales 

(A. Schneider, comm. pers.). C’est notamment ce qu’ont évoqué Kilpert & Podsiadlowski 

(2006) pour expliquer l’absence du gène de l’ARNtArg dans le génome mitochondrial de 

l’Oniscidea L. oceanica. 

Une troisième alternative pour compléter le set d’ARNt dans le génome mitochondrial 

atypique d’A. vulgare serait la présence d’autres ARNt bivalents comme l’ARNtAla/Val. C’est 

un moyen efficace de réduire la taille du génome mitochondrial en combinant deux gènes 

d’ARNt sur le même locus. Cependant, au cours de nos recherches sur les ARNt d’A. vulgare, 

nous n’avons pas rencontré d’autres ARNt bivalents. Le clonage et le séquençage des produits 

de RT-PCR ne nous ont pas donné de tels résultats. Il reste néanmoins des ARNt que nous 

n’avons pas réussi à amplifier et qui semblent pourtant être présents dans le génome. Cette 

hypothèse d’ARNt bivalents supplémentaires n’est donc pas à écarter totalement.  

 

B.B.B.B. La région La région La région La région de contrôlede contrôlede contrôlede contrôle de l’ADNm de l’ADNm de l’ADNm de l’ADNmt d’t d’t d’t d’A. vulgareA. vulgareA. vulgareA. vulgare    

1. Séquençage de la région de contrôle  

Lors de la publication de la séquence codante du génome mitochondrial d’A. vulgare, 

la région de contrôle n’avait pas été obtenue (Marcadé et al. 2007). Plusieurs expériences 
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avaient été menées pour cela (clonage des extrémités des monomères linéaires et séquençage 

par PCR des jonctions palindromiques des dimères) mais elles n’avaient pas donné de 

résultats.  

Depuis la publication du génome, d’autres expériences ont été tentées. En reprenant le 

concept d’une amplification par PCR des jonctions palindromique des dimères, en utilisant 

une amorce unique supposée s’hybrider de chaque coté, nous avons dessiné une amorce 

longue de 28 bases, riche en GC et présentant une température de fusion de 72°C. Cette 

amorce (FTM2R : CCTACGCACTGCTCACGCAAATGGTGCC), destinée à des 

amplifications à haute température d’hybridation, nous a permis d’élever cette température 

lors des PCR à 72°C : c’est-à-dire à la même température que l’étape d’élongation. Le but 

était d’éviter le repliement des jonctions dimériques sur elles-mêmes après chaque étape de 

dénaturation. Malheureusement cette technique n’a pas donné de résultat. Les jonctions 

palindromiques des dimères sont des zones très délicates à manipuler et chaque étape de 

dénaturation de l’ADN semble être irrémédiablement suivie d’un repliement de l’ADN sur 

lui-même. 

Dans un second temps, nous avons envisagé de tester l’amplification entre les gènes 

12SARNr et Cytb chez plusieurs échantillons. Ces gènes, situés aux extrémités des molécules 

linéaires du génome d’A. vulgare, ne sont pas supposés être l’un à coté de l’autre (figure IV-7 

page 60). A notre grande surprise, nous avons réussi à amplifier certains de nos échantillons 

issus de plusieurs populations (de Celles-sur-Belle en France [ZN], de Tunis en Tunisie [ZP] 

et de São Paulo au Brésil [ZG] ; programme d’amplification et amorces en annexe 4). Nous 

avons ainsi obtenu une séquence non codante de 258 pb comprise entre les gènes de 

l’ARNt Trp (identifié par ARWEN) et du Cytb. Ceci nous a permis de compléter la séquence du 

génome mitochondrial d’A. vulgare. Dans sa totalité, l’unité monomérique fondamentale de 

ce génome mesure 13,949 kb. Ainsi, sans prendre en compte la formation des dimères, cela en 

fait le plus petit génome mitochondrial actuellement séquencé chez les Crustacés et parmi les 

plus petits chez les Arthropodes.  

Une telle amplification de la région de contrôle entre les gènes Cytb et 12SARNr ne 

correspond pas aux observations de la structure atypique de l’ADNmt obtenues en RFLP 

(Raimond et al. 1999; Marcadé et al. 2007). Une liaison entre ces deux gènes nécessite en 

effet la présence de molécules aux jonctions « tête-queue », tels que des monomères 

circulaires ou des dimères composés de monomères associés en tandem (de type « tête-

queue »). Or, aucune de ces molécules n’a auparavant été observée dans l’ADNmt d’A. 

vulgare. Néanmoins, nous savons que les monomères circulaires sont les molécules qui 
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constituent généralement l’ADNmt des Métazoaires. En revanche, les dimères en tandem 

n’ont été rapportés que de façon exceptionnelle chez des rats et des drosophiles 

(Wolstenholme et al. 1973; Shah & Langley 1977), ainsi que dans le cas de cellules 

leucémiques chez l’homme (Clayton & Vinograd 1969). Il semble donc plus probable que 

nous ayons détecté la présence de molécules monomériques circulaires dans l’ADNmt d’A. 

vulgare.    

Cette observation remet en cause notre idée de la structure de l’ADNmt atypique d’A. 

vulgare. Existe-t-il une autre forme de molécule dans ce génome mitochondrial ? C’est une 

possibilité. Nous avons constaté que la structure atypique de l’ADNmt (avec les dimères 

circulaires et les monomères linéaires) a été décrite à partir d’extraction d’ADNmt seul (via le 

protocole de lyse alcaline). En revanche, la jonction 12SARNr-Cytb que nous décrivons ici, a 

été obtenue lors d’une amplification issue d’une extraction d’ADN total. Deux hypothèses 

sont alors à prendre en compte : (i) soit cette structure est présente naturellement mais en si 

faible quantité qu’elle n’est observable que lors d’une amplification par PCR – et indétectable 

en RFLP – (ii) soit les molécules linéaires jusqu’alors observées sont plus simplement le 

produit de molécules circulaires ayant subi une coupure lors du traitement drastique de 

l’extraction d’ADNmt par lyse alcaline. L’hypothèse d’une petite quantité de molécules 

présentant une jonction 12SARNr-Cytb nous semble la plus probable. Elle pourrait expliquer 

par ailleurs les difficultés d’amplification de cette zone pour certains échantillons. De plus, 

cette hypothèse a déjà été proposée chez la plante Marchantia polymorpha où la forme 

monomérique circulaire ne compose que 5% de l’ADNmt, le reste étant représenté par des 

formes linéaires et des multimères (Oldenburg & Bendich 1998).  

Quoi qu’il en soit, cette séquence obtenue entre les gènes 12SARNr et Cytb comprend 

la région de contrôle de l’ADNmt d’A. vulgare. Cette principale région non-codante du 

génome est susceptible de présenter des éléments propres à la réplication et à la transcription 

du génome, telle que l’origine de réplication, ainsi que des petits motifs répétés, 

potentiellement impliqués dans des facteurs de régulation (Kuhn et al. 2008). De plus, nous 

savons que c’est également dans cette région de contrôle que se génèrent les formes linéaires 

et dimériques du génome mitochondrial atypique. Dans ce but, nous avons analysé cette 

région de contrôle de l’ADNmt d’A. vulgare et recherché les éléments qui lui sont 

caractéristiques.  
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2. Recherche des petits motifs répétés  

 La région de contrôle de l’ADNmt est composée par de nombreux éléments de 

régulation nécessaires à la maintenance du génome. Chez les Arthropodes, cinq motifs sont 

généralement observés dans cette région (Zhang & Hewitt 1997; Kuhn et al. 2008) : 

- des petits motifs : (i) une zone poly-T, (ii) des régions riches en « TA(n) », (iii) des 

régions riches en « GA(n) » ; 

- et (iv) une origine de réplication, accompagnée par (v) deux motifs flanquants de 

type « TAT » et « GA(n)T ».  

 Récemment, Kuhn et al. (2008) ont réalisé la première étude comparative de cette 

région chez des Crustacés. Ils ont montré que ces cinq motifs ne sont pas toujours observés 

chez ces animaux. C’est notamment le cas de l’Oniscidea L. oceanica pour lequel Kilpert & 

Podsiadlowski (2006) n’ont décrit aucun de ces petits motifs répétés (zone poly-T ou régions 

en « TA(n) » ou « GA(n) »). En revanche, ils ont observé la présence de longues séquences 

répétées, contribuant à l’augmentation de la taille de la région de contrôle de cette espèce (737 

pb).  

Pour connaître les caractéristiques de la région de contrôle de l’ADNmt atypique d’A. 

vulgare, nous avons donc recherché ces motifs. Avant cela, nous avons délimité cette région 

de contrôle. Nous la situons entre le gène Cytb d’un coté, et l’ARNtTrp identifié par ARWEN 

de l’autre. Sur cette séquence nous avons tout d’abord recherché visuellement les petits motifs 

répétés. Nous y avons identifié une zone poly-T potentielle (constituée de seulement 6 bases), 

trois régions riches en « TA(n) », dont deux appartenant à l’ARNtTrp et une région « GA(n) » 

(figure IV-9). Ces motifs « TA(A)n » et « GA(A)n », retrouvés dans de nombreux génomes 

mitochondriaux d’autres Crustacés, n’ont pas une fonction bien connue. Elles sont toutefois 

soupçonnées d’intervenir dans le mécanisme de réplication (Zhang et al. 1995). En revanche, 

la zone poly-T qui est connue pour intervenir dans la réplication, n’est pas souvent observée 

chez les Crustacés (Kuhn et al. 2008). Celle que nous avons identifiée chez A. vulgare semble 

trop courte, en comparaison à celles des Insectes généralement composées de plus de 10 

bases. Selon Saito et al. (Saito et al. 2005), dans ce genre de cas, il est alors possible que la 

réplication ne soit initiée que par la boucle de l’origine de réplication.   
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Figure IV -10 : En A, simulation de la structure secondaire de la région de contrôle du génome d’A. vulgare 
obtenue grâce au serveur RNAfold (Hofacker 2003). Les probabilités d’appareillement des bases sont notées par 
un code couleur associé à des valeurs de 0 à 1. Le rectangle mauve révèle la petite structure en épingle à 
cheveux également présentée en B. Cette dernière présente des séquences flanquantes « TATT » et « GAAT », 
caractéristique de l’origine de réplication, soulignées par des traits noirs. Le rectangle vert révèle la grande 
structure secondaire également présentée en C.  
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3. Recherche de l’origine de réplication  

Outre ces petits motifs répétés, la région de contrôle de l’ADNmt comprend également 

l’origine de réplication. Cette origine se caractérise par une séquence répétée inversée qui 

forme une structure secondaire en épingle à cheveux. Elle est généralement accompagnée de 

deux séquences flanquantes de type « TATA » ou « TATT » d’un coté, et « GA(n)T » de 

l’autre coté (Kilpert & Podsiadlowski 2006). Ces motifs sont régulièrement observés chez les 

Arthropodes, même si là encore, on ignore leurs réelles fonctions.  

 Afin d’identifier l’origine de réplication de l’ADNmt d’A. vulgare, nous avons soumis 

la séquence de la région de contrôle à un programme de recherche de structures secondaires : 

RNAfold (Hofacker 2003). Cette analyse est présentée dans la figure IV-10A. Deux grandes 

structures secondaires y ont été identifiées. La première se trouve aux abords du gène Cytb. 

Elle est composée majoritairement de nucléotides GC, mesure 17 pb et possède une forte 

probabilité de formation (couleur rouge sur la figure). Elle présente de plus les motifs 

flanquants de type « TATT » en position 5’ et « G(A)nT » en position 3’ (figure IV-10B). La 

seconde structure secondaire a été identifiée du coté du gène 12SARNr. Elle est plus longue 

que la première (avec une branche de 33 pb), également composée majoritairement de GC, 

mais elle ne présente pas les séquences flanquantes à sa base (figure IV-10C).  

Entre ces deux structures secondaires, il semble plus probable que la première soit 

l’origine de réplication du génome. Elle présente les séquences flanquantes conservées et 

ressemble beaucoup à celles qui a été décrite chez L. oceanica en termes de taille et de 

composition  nucléotidique (figure II-5 page 23 ; Kilpert & Podsiadlowski 2006). La seconde 

est beaucoup moins proche de ce qui est généralement décrit : elle semble trop longue (même 

si certains Crustacés présentent des origines de réplication de cette taille ; cf. Pie et al. (2008)) 

et surtout ne présente pas les séquences flanquantes de l’origine de réplication.  

A quoi peut servir cette seconde structure secondaire ? La présence de deux origines 

de réplication différentes a été assez rarement décrite dans l’ADNmt des animaux. 

Néanmoins, cela s’est déjà rencontré chez les Crustacés (Kuhn et al. 2008). Arunkumar & 

Nagaraju (2006) ont par ailleurs démontré que ces séquences répétées inversées sont très 

courantes dans les régions de contrôle des Arthropodes, sans pour autant connaître leurs 

fonctions. Cependant, il est probable, selon les auteurs, que de telles structures soient 

impliquées dans la réplication, en tant que seconde origine de réplication. En effet, la 

réplication de l’ADNmt des animaux s’effectue en deux étapes. L’ADNmt réplique tout 

d’abord son premier brin – le brin lourd – sur une certaine distance, jusqu’à 
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Figure IV -11 : Formation de molécules linéaires à partir de molécules 
circulaires présentant une structure secondaire « cruciforme ». D’après 
Lin et al. (1997). 
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rencontrer la seconde origine de réplication, qui enclenchera la réplication du second brin – le 

brin léger – (Shadel & Clayton 1997; Taanman 1999). Chez les Arthropodes, ou tout du 

moins chez les Insectes, les deux origines de réplications se trouvent l’une à coté de l’autre, 

séparées par seulement 3% du génome (Goddard & Wolstenholme 1980; Saito et al. 2005). Il 

est possible alors que cette seconde structure secondaire soit la seconde origine de réplication 

du génome mitochondrial d’A. vulgare.    

4. Linéarisation et dimérisation du génome atypique 

Si nous comparons les régions de contrôle des Oniscidea A. vulgare (au génome 

atypique) et L. oceanica (au génome classique), nous pouvons voir que L. oceanica ne 

possède pas de seconde structure secondaire de ce type. Or, nous savons que la linéarisation et 

la dimérisation du génome atypique d’A. vulgare se passe au niveau de cette région de 

contrôle. Il pourrait donc y avoir un lien entre cette structure secondaire et la conformation du 

génome atypique.  

De telles structures secondaires ont en effet déjà été décrites pour être à l’origine de la 

dimérisation de génomes (Lin et al. 1997; Lyu et al. 1999; Lin et al. 2001). Dans leurs 

modèles les auteurs de ces travaux ont démontré que la présence d’éléments répétés inversés 

formant une structure secondaire en épingle à cheveux pouvait provoquer la linéarisation puis 

la dimérisation d’une molécule d’ADN circulaire. Parmi ces modèles, Lin et al. (1997) ont 

montré qu’à partir d’une molécule circulaire (monomérique), un élément répété inversé 

formant une structure secondaire « cruciforme » peut conduire, lors de sa coupure, à la 

création d’une molécule linéaire portant à ses extrémités ces mêmes séquences répétées 

inversées (figure IV-11). Ces extrémités forment alors des structures fermées appelées 

télomères. Celles-ci sont régulièrement rencontrées aux extrémités des molécules d’ADNmt 

linéaires. Cela a été décrit dans l’ADNmt d’une grande variété d’espèces : les Cnidaires 

Medusozoa (Shao et al. 2006; Kayal & Lavrov 2008; Voigt et al. 2008), des algues vertes 

(Vahrenholz et al. 1993; Fan & Lee 2002; Forget et al. 2002), des levures (Dinouël et al. 

1993; Fukuhara et al. 1993; Nosek et al. 1995), une amibe (Burger et al. 2003a) et un 

champignon unicellulaire (Sesterhenn et al. 2010). Nosek & Tomáška (2003) estiment que ces 

éléments répétés inversés auraient une origine externe aux génomes, comme des transposons 

ou des plasmides, ce qui aurait permis, de façon indépendante entre tous ces taxons, la 

linéarisation des molécules d’ADNmt.  

Actuellement, nous ne pouvons pas affirmer que cette grande structure secondaire 

observée dans la région de contrôle de l’ADNmt atypique d’A. vulgare puisse intervenir dans 
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la linéarisation et la dimérisation du génome. Pour confirmer cela, les séquences des jonctions 

dimériques et des extrémités des molécules linéaires sont indispensables. Ces séquences 

pourraient nous confirmer la présence ou non de structures télomériques fermées au niveau 

des extrémités des molécules linéaires de l’ADNmt atypique. De telles structures 

télomériques expliqueraient alors les difficultés que nous avons rencontrées pour cloner les 

extrémités des monomères linéaires chez A. vulgare (Marcadé et al. 2007).  

5. Orientation de l’origine de réplication  

Nous venons de voir que la région de contrôle de l’ADNmt est la région du génome où 

sont initiées la réplication et la transcription. Nous allons voir à présent que l’emplacement de 

cette région influence également la composition nucléotidique des génomes mitochondriaux. 

Chez les Métazoaires, l’ADNmt présente ordinairement une asymétrie entre les deux brins de 

la molécule. Cette différence de composition nucléotidique entre les brins est appelée biais de 

composition en base « brin-spécifique ». Elle se traduit par la présence d’un brin lourd (ou 

positif) riche en nucléotides A et C, et d’un brin léger (ou négatif) riche en G et T (Perna & 

Kocher 1995; Saccone et al. 1999). En l’absence d’un tel biais, la composition nucléotidique 

en G par rapport aux C, ainsi qu’en A par rapport aux T devrait être homogène entre les deux 

brins. Il existe donc des mécanismes qui agissent sur cette composition et qui induisent un 

biais. Parmi ces mécanismes, deux sont régulièrement cités : la réplication et la transcription 

de l’ADNmt (Francino & Ochman 1997). Lors de ces deux événements, le brin léger est 

temporairement sous la forme simple brin et devient plus exposé aux mutations que le brin 

lourd. Le brin lourd est lui appareillé au brin néoformé et donc sous la forme double brin. 

Durant cette période sous la forme simple brin, certaines substitutions vont devenir plus 

courantes que d’autres sur le brin léger. C’est le cas des substitutions des pyrimidines (C et T) 

par des purines (G et A), générant ainsi des biais de composition brin-spécifique (Frederico et 

al. 1990). 

Afin de les évaluer, il existe des indices qui calculent ces biais à partir de la 

composition nucléotidique des deux brins (Perna & Kocher 1995). Parmi ces indices, le « GC-

skew » est le plus couramment utilisé. Il se base sur le simple calcul (G – C)/(G + C). Ainsi, 

une valeur de GC-skew positive met en évidence une plus forte proportion de G, alors qu’une 

valeur négative indique une plus forte proportion de C. 

Nous avons analysé le génome mitochondrial d’A. vulgare, d’une part en rapportant la 

fréquence des nucléotides sur le brin lourd et d’autre part en calculant le GC-skew de chacun 

des gènes codants. Tout d’abord, l’analyse de la composition nucléotidique de son ADNmt 
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Figure IV -13 : Comparaison des GC-skews calculés pour l’ensemble des gènes codant des protéines du 
génome mitochondrial d’Armadillidium vulgare, avec ceux des gènes mitochondriaux de deux autres 
Isopodes : l’Oniscidea Ligia oceanica et l’Isopode marin Idotea baltica (d’après Kilpert & Podsiadlowski 
2006). Les gènes présents sur le brin lourd sont notés par (+) et les gènes présents sur le brin léger sont 
notés par (-). N.B. : les valeurs brutes sont présentées en annexe 10. L’indice GC-skew présente une valeur 
de 0 pour le gène Nad1 chez A. vulgare et le gène Atp8 chez L. oceanica. 

Figure IV -12 : Fréquence des nucléotides du brin lourd de l’ADNmt d’A. 
vulgare. Les valeurs de l’axe des ordonnées sont exprimées en pourcentage.  
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montre une inversion de cette asymétrie par rapport aux autres Métazoaires. Cela se traduit 

par une plus grande fréquence des nucléotides G et T sur le brin lourd (respectivement 17% et 

37,1% ; figure IV-12). Cette inversion s’observe également en calculant l’indice GC-skew 

pour chacun des gènes mitochondriaux codant des protéines. Sur le graphique de la figure IV-

13, nous pouvons voir que cet indice est positif pour les gènes du brin lourd (qui présentent 

plus de G que de C) et négatif pour les gènes du brin léger (qui présentent plus de C que de 

G), exception faite du gène Nad1 qui présente une valeur nulle.  

Chez les Crustacés, plusieurs études récentes ont montré des valeurs de GC-skew 

inverses de ce que nous avons trouvé chez A. vulgare (Hassanin et al. 2005; Hassanin 2006; 

Ki  et al. 2009a). Il semble donc que le génome mitochondrial d’A. vulgare ait subit une 

inversion du biais de composition nucléotidique. Ce phénomène a déjà été observé chez des 

Métazoaires (Scouras et al. 2004; Hassanin et al. 2005; Hassanin 2006; Scouras & Smith 

2006; Fonseca et al. 2008; Masta et al. 2009). Il est généralement associé à une inversion de 

la région de contrôle elle-même par rapport au reste du génome (Hassanin et al. 2005). C’est 

en effet ce qui s’observe dans le génome mitochondrial d’A. vulgare, pour lequel l’orientation 

de l’origine de réplication est inversée par rapport aux autres Crustacés non Isopodes. 

Ce phénomène n’est pas limité à A. vulgare. Comme nous pouvons le voir sur la figure 

IV-13, l’ADNmt d’A. vulgare partage cette inversion de biais de composition nucléotidique 

avec l’ADNmt des deux Isopodes L. oceanica et I. baltica (Kilpert & Podsiadlowski 2006). 

De plus, l’inversion de l’origine de réplication a également été observée dans le génome 

mitochondrial de L. oceanica. Il apparaît donc que cette inversion de la région de contrôle 

observée chez A. vulgare soit antérieure à la divergence de ces espèces.   
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C.C.C.C. ConclusionConclusionConclusionConclusionssss    

Dans cette première partie, nous avons décrit le génome mitochondrial d’A. vulgare 

après l’obtention de sa séquence complète. Nous savons à présent que chaque unité 

monomérique de ce génome mesure ainsi 13,949 kb, ce qui fait de cet ADNmt le plus petit 

des génomes séquencés chez les Crustacés. Ceci s’explique par la courte taille de la région de 

contrôle et l’absence de certains gènes d’ARNt. En effet, bien que nous ayons identifié les 13 

gènes codants pour des protéines, ainsi que les deux sous-unités ribosomales, les 22 gènes 

d’ARNt attendus n’ont pas tous été trouvés. Il est fortement probable que certains de ces 

ARNt soient absents du génome. En revanche, nous ignorons encore comment ceux-ci sont 

compensés dans les mitochondries.  

En séquençant ce génome, nous avons mis en évidence que les dimères d’ADNmt 

présent chez A. vulgare ne sont pas le produit d’une simple duplication de gènes qui 

provoquerait la présence de pseudogènes. Au contraire, nous avons démontré que chaque 

copie de gène présente fondamentalement la même séquence. Ceci suggère l’action d’une 

conversion génique et/ou d’un mécanisme dynamique permettant à l’ADNmt le passage de 

l’état dimérique à l’état monomérique, homogénéisant ainsi les séquences. Toutefois, une 

exception a été observée : une étonnante hétéroplasmie a été découverte sur l’anticodon d’un 

ARNt, devenant alloaccepteur pour les acides aminés Alanine et Valine.  

Nous avons également vu que la linéarisation et la dimérisation du génome atypique se 

jouent au niveau de la région de contrôle. L’étude de sa séquence a permis d’identifier 

l’origine de réplication du génome. Nous avons découvert par ailleurs que celle-ci est dans 

une orientation inversée par rapport aux Crustacés non Isopodes. Cette inversion est un 

caractère qu’A. vulgare partage avec les deux autres Isopodes L. oceanica et I. baltica, au 

même titre que l’ordre des gènes qui est conservé entre ces espèces.  

Dans la région de contrôle du génome d’A. vulgare, nous avons aussi observé la 

présence d’une structure secondaire dont nous ne connaissons pas la fonction. Deux 

hypothèses ont été avancées sur sa fonction dans le génome : soit cette structure pourrait être 

la seconde origine de réplication du génome, soit elle pourrait être impliquée dans la 

linéarisation et la dimérisation du génome mitochondrial atypique. Cette dernière hypothèse 

peut sembler pertinente au regard de la littérature. Toutefois, la connaissance des séquences 

de jonction des dimères d’ADNmt d’A. vulgare ainsi que celle des séquences des régions de 

contrôle d’autres espèces à l’ADNmt atypiques est nécessaire pour le confirmer. 
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V.V.V.V. Découverte de Découverte de Découverte de Découverte de l’ARNtl’ARNtl’ARNtl’ARNtAla/ValAla/ValAla/ValAla/Val, un gène «, un gène «, un gène «, un gène «    deux en undeux en undeux en undeux en un    »»»»    

A.A.A.A. A Thirty MillioA Thirty MillioA Thirty MillioA Thirty Million Yearn Yearn Yearn Year----Old Inherited Heteroplasmy Old Inherited Heteroplasmy Old Inherited Heteroplasmy Old Inherited Heteroplasmy ––––    

Doublet Doublet Doublet Doublet et alet alet alet al. (2008) PLoS ONE e2938. (2008) PLoS ONE e2938. (2008) PLoS ONE e2938. (2008) PLoS ONE e2938    

 Lors du séquençage du génome mitochondrial de l’Oniscidea Armadillidium vulgare, 

un site polymorphique a été observé sur la deuxième base d’un anticodon d’un gène d’ARNt, 

générant un ARNt bivalent alloaccepteur pour les acides aminés Alanine et Valine. Cette 

hétéroplasmie (mélange de mitotypes différents au sein d’un individu) a été observée chez 

tous les individus testés, provenant de régions géographiquement éloignées.  

Pour pouvoir se transmettre au travers des générations, cette hétéroplasmie doit 

contourner le goulot d’étranglement (bottleneck) qui se traduit par la réduction du nombre de 

copies d’ADNmt lors de l’ovogenèse. Ce processus, qui réduit la probabilité de co-

transmission de deux ADNmt divergents, élimine les ADNmt mutants présents en petite 

quantité. Il a donc pour conséquence d’homogénéiser l’ADNmt dans les ovocytes, et par la 

suite dans les individus. Ce principe permet donc de résoudre une hétéroplasmie en 

homoplasmie en seulement quelques générations.  

Dans cette étude, nous montrons que cette hétéroplasmie est toutefois héritée de façon 

stable au travers des générations d’A. vulgare : elle est observée dans l’ensemble des 

individus d’une lignée maternelle (mâles et femelles), sur trois générations. Après cette 

découverte, nous avons recherché sa présence chez d’autres espèces d’Oniscidea apparentées 

à A. vulgare. Ainsi, nous avons découvert que de nombreuses espèces d’Oniscidea partagent 

cette hétéroplasmie sur le gène de l’ARNtAla/Val, ce qui a permis de dater cette mutation à plus 

de 30 millions d’années, âge des principales familles actuelles d’Oniscidea.  

 Nous pensons que cette hétéroplasmie, présente chez les Oniscidea, a pu se fixer grâce 

à la présence de dimères d’ADNmt observés chez ces espèces. Le maintien de cette 

hétéroplasmie semble dans tous les cas justifié par la présence indispensable de ces deux 

ARNt lors de la traduction mitochondriale. Nous suggérons alors que cette hétéroplasmie a 

été maintenue grâce un phénomène de sélection balancée, favorisant la conservation des deux 

gènes d’ARNt sur le même locus mitochondrial et conduisant à une hétéroplasmie 

constitutive de l’ADNmt de ces animaux.  
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B.B.B.B. Résultats complémentairesRésultats complémentairesRésultats complémentairesRésultats complémentaires    

La présence de cet ARNt bivalent dans les génomes mitochondriaux de plusieurs 

espèces d’Isopodes terrestres témoigne d’importantes pressions de sélection pour maintenir 

ces deux gènes sur le même locus mitochondrial (Doublet et al. 2008 ; résultats brut en 

annexe 11). Ces pressions de sélection sont vraisemblablement liées aux contraintes 

fonctionnelles de ces deux ARNt nécessaires pour l’apport des acides aminés Alanine et 

Valine lors de la traduction. L’hétéroplasmie de l’ADNmt des Oniscidea qui en résulte, 

entraîne une situation alors très peu observée : deux ARNt différents (Alanine et Valine) 

possédant la même séquence nucléotidique et formant théoriquement les mêmes structures 

secondaires et tertiaires. Le seul autre exemple connu de ce type est celui de l’ARNtGly des 

mitochondries de marsupiaux, pour lequel 50% des transcrits subissent une édition de la 

seconde base de l’anticodon créant ainsi un ARNtAsp (Janke & Pääbo 1993; Börner et al. 

1996; Janke et al. 1997). Mais à la différence de ces ARNt de marsupiaux dont seuls les 

transcrits divergent, les Oniscidea possèdent les deux ARNt au niveau même de la séquence 

d’ADN (Marcadé et al. 2007; Doublet et al. 2008). 

Malgré la présence partagée de cet ARNt bivalent chez plusieurs espèces d’Oniscidea, 

témoignant d’une probable fonctionnalité, nous ne savons pas si ces deux gènes différents, 

mais extraordinairement proches, sont tous les deux réellement utilisés par les mitochondries. 

Afin de nous en assurer, plusieurs vérifications ont été faites. 

1. Le code génétique mitochondrial d’A. vulgare 

De part son origine bactérienne, l’ADNmt possède un code génétique différent de 

celui de l’ADN nucléaire de ses cellules hôtes. Chez les Métazoaires, ce code génétique a 

beaucoup évolué, de telle sorte que beaucoup de taxons possèdent leur propre code génétique 

mitochondrial (Knight et al. 2001). Chez les Arthropodes, il est couramment admis que le 

code génétique mitochondrial est celui qui a été décrit initialement chez la drosophile (de 

Bruijn 1983; Clary & Wolstenholme 1985 ; voir annexe 7). Toutefois, récemment, Abascal et 

al. (2006a) ont démontré que des changements de code génétique se sont régulièrement 

produits dans l’ADNmt de certains Insectes et Crustacés. Ces changements se font grâce à des 

mutations au niveau des anticodons d’ARNt, réassignant ainsi un codon vers un nouvel acide 

aminé (Sengupta et al. 2007).  

Dans le cas de l’ARNtAla/Val, il est essentiel avant de vérifier si ces deux ARNt sont 

fonctionnels, de savoir si le code génétique mitochondrial d’A. vulgare est conservé. Une 
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Figure V -1 : Analyse du code génétique mitochondrial d’Armadillidium vulgare avec le programme 
GenDecoder (Abascal et al. 2006b), à partir de la portion du génome déposée dans GenBank (Marcadé et al. 
2007). La ligne Expected correspond aux acides aminés attendus pour chaque codon. La ligne Predicted 
correspond aux acides aminés prédits à partir des séquences des gènes mitochondriaux d’A. vulgare. Les 
lignes First, Second et Third correspondent aux nucléotides composant les codons.  
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modification du code qui réassignerait le codon UGC de l’Alanine en Valine, ou le codon 

UAC de la Valine en Alanine ne donnerait pas le même sens à l’hétéroplasmie sur cet ARNt.  

Pour réaliser cette analyse, nous avons utilisé le programme de vérification du code génétique 

mitochondrial GenDecoder (Abascal et al. 2006b). Le résultat de cette analyse, présenté dans 

la figure V-1, montre qu’il n’y a vraisemblablement pas eu de changement de code génétique 

mitochondrial chez A. vulgare, par rapport à celui de la drosophile. GenDecoder a néanmoins 

détecté deux éventuels changements dans le code génétique mitochondrial d’A. vulgare 

(lettres rouges dans la figure V-1) : un changement du codon TGC de Cystéine vers Alanine, 

et un changement du codon AGG de Sérine vers Glycine. Toutefois, le programme estime ces 

changements peu probables : ils sont notés par une lettre minuscule dans la figure V-1. Afin 

de nous assurer que le code génétique mitochondrial des Isopodes n’a pas subi de 

changement, nous avons aussi vérifié le code génétique des ADNmt de Ligia oceanica et 

d’Idotea baltica. Nous n’avons pas détecté de changement chez ces deux espèces (résultats en 

annexe 12).  

Le programme GenDecoder a également permis de vérifier l’utilisation des codons. 

Dans le génome mitochondrial d’A. vulgare, les codons GCA et GTA sont utilisés 

respectivement 51 et 118 fois (annexe 13). Leurs codons synonymes GCT, GCC et GCG pour 

l’Alanine, et GTT, GTG et GTC pour la Valine sont utilisés respectivement 97, 21 et 7 fois 

pour l’Alanine, et 107, 37 et 11 fois pour la Valine. Ainsi l’hypothèse d’une non utilisation 

des acides aminés Alanine et Valine dans la traduction des protéines mitochondriales chez A. 

vulgare est également écartée. Les anticodons UGC et UAC sont donc bien utilisés pour 

l’Alanine et la Valine dans le génome mitochondrial d’A. vulgare. L’ARNt est bien bivalent 

pour ces deux acides aminés.  

2. Structure secondaire de l’ARNt bivalent 

Après avoir vérifié la bonne assignation des codons GCA et GTA, nous avons 

examiné la structure et la séquence de cet ARNt bivalent pour déterminer si celui-ci peut être 

fonctionnel. La recherche de la structure de cet ARNt a été présentée dans le chapitre 

précédent. Avec le logiciel tRNAscan-SE, nous avons effectivement réalisé une recherche 

dans le génome mitochondrial d’A. vulgare des ARNt possédant une forme classique. Nous 

avons vu que ce logiciel avait détecté deux ARNt, dont l’ARNtAla/Val. Ce premier test 

témoigne que cet ARNt possède une structure conservée.  

Pour examiner la séquence nucléotidique de cet ARNt, nous nous sommes ensuite 

basés sur les travaux de Kumazawa & Nishida (1993). Ces auteurs avaient démontré la 
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Figure V -2 : Comparaison entre les bases conservées des ARNt mitochondriaux décrites par 
Kumazawa & Nishida (1993), à gauche, et l’ARNt bivalent d’Armadillidium vulgare (dessin de Doublet et 
al. 2008), à droite. Les bases conservées sont notées par un cercle orange. V pour les nonuridine (A, G 
ou C), Y pour les pyrimidines (C ou U) et R pour les purines (A ou G). Ces bases conservées ne 
participent pas à l’identité des ARNt. L’ARNt bivalent a été dessiné avec le logiciel RNAviz (De Rijk & De 
Wachter 1997). 
 

Figure V -3 : RT-PCR sur l’ARNtAla/Val à 
partir d’ADNc de deux populations d’A. 
vulgare (populations « WX » du 
Danemark et « Al » d’Espagne. M 
désigne le marqueur de taille.  

 
Tableau V-1 :  Résultats de séquençages 
des produits de RT-PCR sur l’ARNtAla/Val 

des populations d’A. vulgare « AL » 
d’Espagne et « WX » du Danemark. 
 

 Alanine Valine 

AL 4 36,7% 7 63,6% 
WX 5 50,0% 5 50,0% 
Total 9 42,9% 12 57,1% 
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présence de trois bases conservées dans les ARNt mitochondriaux des Métazoaires. Ces trois 

bases se retrouvent dans l’ARNtAla/Val d’A. vulgare. Elles se situent à la base du bras « D » 

(« D stem ») et dans la boucle de l’anticodon (voir figure V-2).  

La structure de cet ARNt bivalent s’avère donc bonne et ces deux gènes semblent bien 

fonctionnels. Néanmoins cette fonctionnalité doit être vérifiée. Pour cela, nous avons réalisé, 

comme pour les autres ARNt du génome d’A. vulgare (chapitre précédent) des expériences 

d’expressions des ARNtAla/Val. 

C.C.C.C. Avancées récentes des travauxAvancées récentes des travauxAvancées récentes des travauxAvancées récentes des travaux    

1. Expression des ARNt Alanine et Valine chez A. vulgare 

Pour confirmer l’expression des ARNt Alanine et Valine, des RT-PCR ont été 

réalisées en utilisant une seule paire d’amorces disposées autour de la boucle de l’anticodon. 

Deux populations d’A. vulgare ont été testées pour s’assurer d’une bonne représentativité de 

l’expérience : les populations d’Helsingør au Danemark et de Ribadeo en Espagne. 

Sur la figure V-3, nous pouvons voir que les RT-PCR confirment l’expression de cet 

ARNt. Mais pour s’assurer de la présence des deux formes, Alanine et Valine, les produits de 

RT-PCR ont été clonés puis séquencés. Ainsi, grâce au séquençage, nous avons observé que 

pour les deux populations, nous avions cloné à peu près 50% d’ARNtAla et 50% d’ARNtVal 

(tableau V-1). Même si la technique utilisée n’est pas quantitative, il semblerait que ces deux 

ARNt soient exprimés en quantités égales.  

2. Identités des ARNt Alanine et Valine  

A présent que l’expression de ces deux ARNt a été démontrée, il reste à savoir s’ils 

sont bien utilisés dans la mitochondrie en tant qu’ARNtAla et ARNtVal. En d’autres termes, il 

faut savoir si ces deux ARNt sont en mesure de porter leur acide aminé respectif, nécessaire à 

la traduction mitochondriale.  

La réaction de fixation des acides aminés sur les ARNt est l’aminoacylation. Cette 

réaction se réalise grâce à l’intervention d’une enzyme : l’aminoacyl-ARNt synthétase 

(aaRS). Il existe une aaRS correspondante à chaque acide aminé, et donc pour chaque ARNt. 

Par exemple, l’acide aminé Alanine est fixé à l’extrémité de l’ARNtAla grâce à l’action de 

l’Alanyl-ARNt synthétase (AlaRS). Toutes les aaRS qui agissent dans les mitochondries sont 

encodées dans le génome nucléaire, puis exportées vers les mitochondries.  
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Pour délivrer le bon acide aminé sur le bon ARNt, chaque aaRS est capable de 

reconnaître spécifiquement son ARNt. Cette reconnaissance, qui prévient toute erreur 

d’aminoacylation (et donc toute erreur de traduction), se fait grâce à des informations 

présentes sur les ARNt. Ces informations, propres à chaque ARNt, sont appelées éléments 

d’identités. Ces éléments d’identités sont représentés par des bases, ou des paires de bases de 

la séquence nucléotidique, et sont généralement situés dans le bras accepteur de l’ARNt 

(« AA stem », voir figure V-2 page 86) et/ou dans l’anticodon (Giegé et al. 1998; Beuning & 

Musier-Forsyth 1999). Ils constituent en quelque sorte un « second code génétique » qui 

permet d’associer les bons acides aminés aux codons, via les ARNt (de Duve 1988). Ces 

éléments d’identités sont bien connus pour chacun des ARNt et sont ordinairement très 

conservés entre les génomes (nuclaires, mitochondriaux et chloroplastiques) de nombreux 

organismes. 

Dans le cas de l’ARNt bivalent des Oniscidea, nous pouvons nous demander comment 

les aaRS peuvent faire la différence entre les ARNtAla et les ARNtVal. Ces deux ARNt 

possèdent la même séquence d’ADN, à l’exception de la seconde base de l’anticodon. Or, 

dans la littérature, plusieurs études ont montré que les éléments d’identités des ARNtAla et des 

ARNtVal sont généralement différents et ne portent pas toujours sur l’anticodon (Giegé et al. 

1998; Beuning & Musier-Forsyth 1999).  

Pour l’ARNtVal il existe deux éléments d’identités : une base Adénine, présente à la 

position 73 (voir numérotation sur la figure V-2) et l’Adénine de la position 35, la deuxième 

base de l’anticodon UAC. Ces éléments d’identités ont été authentifiés dans plusieurs 

génomes dont celui de la bactérie Escherichia coli (Pallanck & Schulman 1991), le génome 

nucléaire de la levure Saccharomyces cerevisiae (Florentz et al. 1991), ainsi que dans les 

génomes mitochondriaux de mammifères (Helm et al. 2000). En revanche, l’identité de 

l’ARNt Ala ne se fait pas grâce à son anticodon, mais sur une paire de nucléotides présente 

dans le bras accepteur de l’ARNt : la paire G3:U70, signifiant une Guanine en position 3 et un 

Uracile à la position 70 (Giegé et al. 1998). Ce jeu d’identité ARNtAla/AlaRS est considéré 

comme le plus conservé parmi toutes les associations ARNt/aaRS (Shiba et al. 1995). Il a été 

décrit dans de nombreux génomes, comme le génome bactérien d’E. coli, les génomes 

nucléaires de S. cerevisiae et de la plante Arabidopsis thaliana, celui des Mammifères dont 

l’homme, ainsi que dans certains génomes chloroplastiques (Imura et al. 1969; Hou & 

Schimmel 1988; 1989; Carneiro et al. 1994; Ramos & Varani 1997; Chihade et al. 1998) – 

voir figure V-4.  
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 Ce jeu d’identité ARNtAla/AlaRS est cependant moins conservé dans les génomes 

mitochondriaux des Métazoaires. Il existe en effet quelques exceptions où la paire G3:U70 

fait défaut. Pour beaucoup de ces exceptions, la paire G:U se trouve en réalité déplacée dans 

le bras accepteur de l’ARNtAla : soit plus haut, soit plus bas (Swairjo et al. 2004 ; et voir 

figure V-4). Elle a notamment été observée aux positions 2:71 et 1:72 dans les ARNtAla 

mitochondriaux de divers invertébrés, ainsi qu’aux positions 5:68 dans celui de l’homme. 

Malgré ce changement de position, ces ARNtAla sont bien fonctionnels (Swairjo et al. 2004). 

Cela a notamment été mis en évidence chez la mouche Drosophila melanogaster par Lovato 

et al. (2001; 2004), où l’ARNtAla mitochondrial possédant une paire G2:U71 est correctement 

aminoacylé par l’AlaRS, suite à la co-évolution de ces deux gènes. Les auteurs ont par 

ailleurs observé que les paires G2:U71 sont associées à une paire G3:C70 dans le bras 

accepteur des ARNtAla mitochondriaux de nombreuses espèces d’Insectes, formant un élément 

d’identité constitué de deux paires de nucléotides.  

En ce qui concerne l’ARNt bivalent Alanine/Valine d’A. vulgare, dont la séquence 

nucléotidique ne varie que par la seconde base de l’anticodon, seul les éléments d’identités de 

l’ARNt Val sont présents (les nucléotides A73 et A35). En revanche, l’élément d’identité G:U 

de l’ARNtAla ne se retrouve pas dans le bras accepteur de l’ARNtAla/Val, ni en position 3:70, ni 

ailleurs (figure V-4). De manière étonnante, en analysant les séquences des ARNtAla de 

plusieurs Crustacés, nous avons pu voir que cette paire G:U est également absente chez 

plusieurs espèces : c’est le cas de quelques Décapodes, mais aussi de façon plus surprenante, 

des cinq espèces de Péracarides dont le génome mitochondrial a été séquencé : A. vulgare, L. 

oceanica, I. baltica, Metacrangonyx longipes et Parhyale hawaiensis (figure V-4). En réalité, 

une paire G7:U66 est présente dans le bras accepteur de l’ARNtAla de l’Oniscidea L. oceanica, 

mais sa position basse, très proche des bras « D » et « TV », ne semble pas faire de cette paire 

un élément d’identité potentiellement fonctionnel. 

Cette absence pose un évident problème de reconnaissance de l’ARNtAla par l’AlaRS. 

Chez A. vulgare, nous pouvons nous demander comment cette enzyme peut distinguer 

l’ARNt Ala de l’ARNtVal. Trois hypothèses pourraient expliquer ce cas particulier d’identité de 

l’ARNt Ala mitochondrial chez A. vulgare : 

 

1- l’ARNt Ala est exprimé dans la mitochondrie, mais pas reconnu par l’AlaRS. Il serait 

alors possible que cet ARNt ne soit pas utilisé en tant que tel, mais devienne utile à 

d’autres fonctions (réplication de l’ADNmt, facteur de régulation). Ceci nécessiterait 
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toutefois un import d’ARNtAla depuis le génome nucléaire vers les mitochondries afin de 

compléter ce manque pour la traduction. 

 

2- le système de reconnaissance de l’AlaRS est toujours basé sur une paire G:U, mais 

l’ARNt Ala nécessiterait alors une édition post-transcriptionnelle qui permettrait, aux 

travers de mutations, de restaurer les bases G et U dans le bras accepteur.  

 

3- le système de reconnaissance de l’ARNtAla par l’AlaRS est basé sur un autre élément 

d’identité que la paire G:U. Deux systèmes pourraient alors exister : (i) soit 

l’anticodon de l’ARNtAla est devenu un élément d’identité, ceci permettrait aux AlaRS 

de distinguer facilement les ARNtAla des ARNtVal ; (ii) soit le nouvel élément d’identité 

de l’ARNtAla est ailleurs, mais il serait alors également présent dans l’ARNtVal. Dans ces 

deux cas, pour éviter une aminoacylation des ARNtVal par l’Alanine, l’anticodon UAC 

(de l’ARNtVal) deviendrait un élément anti-déterminant, inhibant ainsi sa reconnaissance 

par l’AlaRS.  

 

 Parmi ces trois hypothèses, la première semble être la moins probable. Comme nous 

l’avons vu précédemment, il serait étonnant que cet ARNt bivalent ait été sélectionné si l’un 

des deux ARNt ne complète pas sa fonction. 

 La seconde hypothèse semble plus réaliste. L’édition post-transcriptionnelle d’ARNt 

mitochondriaux a déjà été décrite de nombreuses fois chez des organismes animaux très 

variés (Yokobori & Pääbo 1995b;1995a; Tomita et al. 1996; Yokobori & Pääbo 1997; 

Reichert & Mörl 2000; Leigh & Lang 2004). Cela est notamment le cas chez un Arthropode 

(le Chilopode Lithobius forficatus) où 21 des 22 ARNt mitochondriaux subissent une édition 

quasi complète de leur bras accepteur (Lavrov et al. 2000). Un tel phénomène d’édition des 

transcrits d’ARNtAla chez A. vulgare pourrait alors restaurer une paire G:U dans le bras 

accepteur. Pour vérifier cela, il faudra séquencer les extrémités 5’ et 3’ des transcrits 

d’ARNtAla après une étape de circularisation de l’ARNt. Cette expérience est actuellement en 

cours pour vérifier cette hypothèse. 

Enfin, l’hypothèse d’un changement d’élément d’identité de l’ARNtAla est également 

possible. Les éléments d’identités des ARNt mitochondriaux semblent assez variables chez 

les Métazoaires (Helm et al. 2000; Fender et al. 2006), et il ne paraît pas impossible que les 

interactions ARNt/aaRS se soient simplifiées dans ce groupe. En ce qui concerne l’ARNtAla, il 

a déjà été évoqué chez l’homme la possibilité d’un nouveau jeu d’identité qui nécessiterait  
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Figure V-5 :  Conservation des bases nucléotidiques de l’ARNtAla mitochondrial des Crustacés 
Péracarides. Travail réalisé à partir des ARNtAla de Metacrangonyx longipes (Bauzà-Ribot et al. 
2009), Parhyale hawaiensis (Cook et al. 2005), Ligia oceanica (Kilpert & Podsiadlowski 2006), 
Idotea baltica (Podsiadlowski & Bartolomaeus 2006) et de l’ARNtAla/Val d’Armadillidium vulgare. 
Les bases rouges désignent les nucléotides conservés chez les cinq espèces et les bases orange 
désignent les nucléotides conservés chez quatre espèces sur cinq. Les points noirs désignent des 
bases qui ne sont pas toujours présentes dans l’ARNt. 
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l’utilisation exceptionnelle de la portion C-terminal de l’AlaRS (au lieu de la portion N-

terminale) pour la reconnaissance de l’ARNtAla (Dickey et al. 2006). Il est donc possible 

qu’une telle modification ait eu lieu chez les Crustacés Péracarides. 

Afin d’identifier d’éventuelles bases conservées dans les ARNtAla, un alignement des 

séquences des ARNtAla mitochondriaux des cinq espèces de Péracarides, dont le génome 

mitochondrial est connu, a été réalisé. En dehors de la boucle de l’anticodon, seules quelques 

bases U et A sont présentes dans tous ces ARNtAla. C’est le cas notamment des couples 

A1:U72 dans le bras accepteur, et U11:A24 dans le bras « D » (figure V-5). Il existe 

également quelques bases isolées conservées dans cet ARNt, dans la boucle de l’anticodon, 

ainsi que dans le reste de l’ARNt. Toutefois, il est difficile de savoir si ces bases peuvent 

entrer en jeu dans l’identité de l’ARNt. Comme nous l’avons vu dans le génome 

mitochondrial d’A. vulgare, les gènes d’ARNt sont souvent riches en AT. Il n’est donc pas 

étonnant de voir ces nucléotides présents dans les ARNtAla de plusieurs espèces. 

Dans le cas d’un réel changement d’identité de l’ARNtAla des Péracarides, les 

nucléotides qui semblent les plus probables pour constituer un élément d’identité 

reconnaissable pour les AlaRS sont les bases G et C de l’anticodon UGC. Les anticodons 

possèdent les nucléotides les plus spécifiques aux ARNt et sont les éléments d’identité de 

beaucoup d’autres ARNt dans de nombreux génomes (Giegé et al. 1998). Il est donc 

fortement probable que le système de reconnaissance AlaRS/ARNtAla des Péracarides ait 

évolué vers ce principe. 
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D.D.D.D. ConclusionConclusionConclusionConclusionssss    

 Après la découverte du gène de l’ARNt bivalent lors du séquençage de l’ADNmt d’A. 

vulgare, nous nous sommes intéressés de plus près à cette hétéroplasmie. Tout d’abord, nous 

avons démontré que cette hétéroplasmie est constitutive de ce génome : l’ARNtAla/Val est 

transmis systématiquement à chaque individu, à chaque génération. Nous avons vu ensuite 

que la structure de cet ARNt bivalent semble être correcte (forme canonique caractéristique 

des ARNt), que ces deux gènes sont bien exprimés dans les mitochondries et dans des 

quantités relativement égales.  

 En recherchant cette hétéroplasmie chez plusieurs autres Oniscidea, nous avons 

également montré que ce gène d’ARNt bivalent est présent chez un grand nombre d’espèces. 

Nous en avons déduit, grâce aux datations fossiles, que cet ARNt bivalent est transmis chez 

les Oniscidea depuis au moins 30 millions d’années, date de l’émergence des principales 

familles actuelles d’Oniscidea. Cette hétéroplasmie a donc pu se transmettre grâce à l’effet 

d’une sélection balancée favorisant ces deux gènes essentiels à la traduction mitochondriale 

permettant ainsi d’ « éviter » l’élimination de cette hétéroplasmie par le goulot d’étranglement 

qui a lieu lors de l’ovogenèse. 

 L’expression de ces deux gènes ainsi que leur transmission sur un long temps évolutif 

semble donc attester de la fonctionnalité de ces gènes. Toutefois, en analysant plus 

précisément la séquence de ce gène d’ARNt bivalent, nous avons observé l’absence de 

l’élément d’identité de l’ARNtAla. Cet élément d’identité, que l’on retrouve sur tous les 

ARNtAla du vivant (ADN bactériens, ADN nucléaires, mitochondriaux et chloroplastiques des 

Eucaryotes) est généralement constitué par une paire de nucléotides G:U dans le bras 

accepteur. Il semblerait que cet élément d’identité ait disparu au cours de l’évolution des 

Péracarides, puisqu’il ne se retrouve pas dans les ARNtAla des Amphipodes et des Isopodes 

dont le génome mitochondrial a été séquencé. Cependant, nous ne savons pas comment les 

aminoacyl-ARNt synthétases peuvent discriminer les ARNtAla des ARNtVal chez les Oniscidea 

possédant un ARNt bivalent. Soit il existe un mécanisme d’édition qui restaure la paire G:U 

dans le bras accepteur, soit l’ARNtAla possède un nouvel élément d’identité. 
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VI.VI.VI.VI. DDDDistribuistribuistribuistribution de l’ADtion de l’ADtion de l’ADtion de l’ADNmt atypique Nmt atypique Nmt atypique Nmt atypique et et et et évolution de sa évolution de sa évolution de sa évolution de sa 

synténiesynténiesynténiesynténie    

A.A.A.A. Une large répartition de l’ADN mitochondrial atypiqueUne large répartition de l’ADN mitochondrial atypiqueUne large répartition de l’ADN mitochondrial atypiqueUne large répartition de l’ADN mitochondrial atypique    

1. Widespread of the atypical mtDNA structure in Isopods (Crustacea, 

Peracarida): a possible way of heteroplasmy transmission - Doublet et al. 

(in prep. - Genetics)  

 Les mitochondries sont des organelles issues d’une α-protéobactérie endosymbiotique 

que les Eucaryotes ont intégré dans leurs cellules. Elles possèdent leur propre génome qui 

présente des tailles et des formes variées selon les organismes. Toutefois, parmi ces 

Eucaryotes, l’ensemble des Métazoaires ont la particularité de présenter presque toujours le 

même type d’ADNmt : des chromosomes circulaires et monomériques d’une taille comprise 

entre 15 et 20 kb (Boore 1999).  

 Bien que la grande majorité des Métazoaires possède ce type classique d’ADNmt, il 

existe quelques taxons pour lesquels le génome mitochondrial se présente différemment. C’est 

le cas de deux espèces de Crustacés Isopodes terrestres de l’ordre des Oniscidea, 

Armadillidium vulgare et Porcellionides pruinosus. Ces deux espèces possèdent un ADNmt 

dit atypique, qui se compose de deux molécules : des monomères linéaires de ~14 kb, associés 

à des dimères circulaires palindromiques de ~28 kb formés par deux monomères joints de 

façon « tête-queue » (Marcadé et al. 1999; Raimond et al. 1999). 

Depuis la description de ce modèle original chez ces deux espèces, aucun autre 

exemple de ce type n’a été démontré. En effet, les deux premiers génomes mitochondriaux 

d’Isopodes qui ont été séquencés (Idotea baltica (Podsiadlowski & Bartolomaeus 2006) et 

Ligia oceanica (Kilpert & Podsiadlowski 2006)) n’ont pas révélé de structure atypique. Pour 

I. baltica, le séquençage incomplet de son ADNmt n’a pas permis d’en connaître sa structure. 

Cependant les auteurs estiment que les difficultés de séquençage rencontrées pour une partie 

du génome pourraient être dues à une structure atypique. Pour L. oceanica, en revanche, le 

séquençage complet de son génome mitochondrial a mis en évidence une structure de type 

classique formant uniquement des chromosomes circulaires monomériques d’une taille de 

15,289 kb. 

 Afin de connaître la répartition de l’ADNmt atypique, nous avons recherché la 

structure des génomes mitochondriaux de plusieurs espèces d’Oniscidea. C’est ainsi que pour 
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19 espèces d’Oniscidea, nous avons réalisé des extractions d’ADNmt que nous avons digérées 

par des enzymes de restriction et dont nous avons analysé la structure par RFLP. Nous avons 

accompagné cette technique d’un southern blot de ces profils de restriction, que nous avons 

hybridé avec un gène mitochondrial. Ainsi, nous avons démontré que la structure atypique du 

génome mitochondrial est très répandue chez les Oniscidea. Parmi les 19 espèces que nous 

avons analysées, seule l’espèce L. oceanica présente un génome mitochondrial de type 

classique.  

 Pour savoir si cette structure atypique de l’ADNmt est restreinte aux Oniscidea, deux 

espèces d’Isopodes aquatiques (hors Oniscidea) ont également été testées : l’espèce marine 

Sphaeroma serratum et l’espèce d’eau douce Asellus aquaticus. Nos résultats montrent que la 

première présente un ADNmt classique, mais que la seconde présente un ADNmt atypique. 

Avec ces résultats, nous avons alors daté l’apparition de l’ADNmt atypique chez ces espèces 

au minimum avant leur divergence, estimée à 250 millions d’années (Wilson 1999).  

 La grande étendue de la structure atypique de l’ADNmt chez les Oniscidea rappelle 

celle de l’hétéroplasmie dans ce même groupe. Nous avons démontré que toutes les espèces 

que nous avons testées et qui présentent l’hétéroplasmie sur l’ARNtAla/Val, ont également un 

ADNmt atypique. En revanche, toutes les espèces ayant un génome mitochondrial atypique ne 

présentent pas un ARNt bivalent. De ces comparaisons, nous en avons conclu que 

l’hétéroplasmie est certainement apparue grâce à la structure atypique du génome 

mitochondrial, mais également qu’elle pourrait être un facteur de maintien de la structure 

atypique du génome mitochondrial chez les Oniscidea. 
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ABSTRACT 

Metazoan mitochondrial DNA (mtDNA) is generally composed of ~16kb circular 

monomers. However, it has been observed an atypical mtDNA composed of ~14 kb linear 

monomers associated to ~28 kb circular head-to-head dimers in both terrestrial crustaceans 

species Armadillidium vulgare and Porcellionides pruinosus (Isopoda: Oniscidea). Since 

these observations there was no evidence of other species with this atypical mtDNA. In order 

to define the distribution of this atypical mtDNA structure, we performed RFLP analyses on 

mtDNA of several Oniscidean species, as well as on related aquatic isopods species. This 

atypical mtDNA structure was observed in all Oniscidean species except one, and in the 

freshwater isopod Asellus aquaticus, but not in the marine isopod Sphaeroma serratum. These 

results suggest an ancient origin of this structure followed by reversion or convergences 

events. Following a recent finding of a shared heteroplasmy in oniscid species, we show that 

the atypical mtDNA might be a factor of heteroplasmy appearance, and that dimers could be a 

vector for heteroplasmy in Isopod mtDNA. Moreover, we estimate that heteroplasmy might 

also be a powerful factor of maitenance of the atypical mtDNA structure. 
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Head-to-head dimers, RFLP, Oniscidea, mtDNA, heteroplasmy 
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Atypical mtDNA in Crustacean Isopods 
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INTRODUCTION 

Metazoan mitochondrial DNA (mtDNA) is generally a circular monomeric 

chromosome, with a size ranging from 15 to 20 kb. It usually contains 37 genes: 2 ribosomal 

RNA (12S and 16S), 22 transfer RNA (tRNA) and 13 protein-coding genes (Boore 1999). 

The relative small size of animal mitochondrial (mt) genome, in comparison with those of  

plant and unicellular mitochondria, is due to the lack of intergenic spaces, and a short non-

coding control region (Gray et al. 1999; Lynch et al. 2006). The streamlining animal mt 

genome have been explained by the “race to replication”, selecting shorter genome that 

replicates more rapidly (Rand 2001). However, Lynch et al. (2006) estimate that short animal 

mt genomes could be due to non-adaptative processes, as mutation rate or drift. Much larger 

genomes have otherwise been reported, resulting from repeated sequences rather than a 

change in genes content (Nosek & Tomáška 2003; Gissi et al. 2008; and see the example of 

the large mt genome of the scallop Placopecten magellanicus in Smith & Snyder 2007). 

Only few animals do not harbour classical monomeric circular mtDNA genomes: the 

Rotifer Brachionus plicatilis and the parasitic nematodes Globodera present multipartite 

genomes respectively composed of two and six circular chromosomes (Gibson et al. 2007; 

Suga et al. 2008); the Cnidarian Meduzosoa that are the only examples of animal mt genomes 

exclusively composed of one to four linear molecules (Bridge et al. 1992; Shao et al. 2006; 

Kayal & Lavrov 2008; Voigt et al. 2008); and the terrestrial Crustaceans Armadillidium 

vulgare and Porcellionides pruinosus (Isopoda: Oniscidea) which mtDNA is composed of 

circular head-to-head dimers of ~28 kb and linear monomers of ~14 kb, but no monomeric 

circles (Marcadé et al. 1999; Raimond et al. 1999). The presence of such palindromic dimers 

mtDNA molecules is unique in the animal kingdom. 

Investigations on A. vulgare mtDNA composition, by both Restriction Fragment 

Length Polymorphism (RFLP) analysis and sequencing of the fundamental monomer, reveal 

that the monomer units from dimers and monomers are identical (Raimond et al. 1999; 

Marcadé et al. 2007). Only one nucletoid site is heteroplasmic (i.e. the mixture of mtDNA 

genotypes within an organism) and it is located on the second base of the anticodon of a 

transfer RNA gene (tRNA), leading to an alloacceptor tRNA for alanine (anticodon UGC) and 

valine (UAC) aminoacids. This dual tRNA has been observed in both males and females, in a 

large number of Oniscid species, showing an original example of heteroplasmy transmission 

(Doublet et al. 2008). Because of the bottleneck effect (reduction of the number of mtDNA 

molecules) during early oogenesis and post-natal folliculogenesis, heteroplasmy is thought to 

be transient and rapidly resolved in homoplasmy in few generations (Cree et al. 2008; 
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Khrapko 2008; Wai et al. 2008). In Doublet et al. (2008) it has been argued that the observed 

heteroplasmy must be constitutive, and its exceptional stable transmission could be linked to 

the atypical structure of mtDNA. 

Indeed, the aim of this study is to evaluate the distribution of the atypical structure of 

mtDNA in oniscids to verify this assumption. Since the observation of this atypical mtDNA 

configuration in both A. vulgare and P. pruinosus (Marcadé et al. 1999; Raimond et al. 1999), 

no evidence of such example has been described in other species. Interestingly, sequencing 

the coding part of the marine isopod Idotea baltica mt genome (sub-order Valvifera), 

Podsiadlowski & Bartolomaeus (2006) mentioned a possible atypical structure while they 

failed to obtain the complete sequence. This observation suggested a widespread of the 

atypical mtDNA in Isopod. However, the first complete sequence of oniscid mtDNA, from 

the species Ligia oceanica, that belong to the family supposed to have became terrestrial, 

revealed a standard metazoan genome conformation with circular monomers of 15,289 bp 

long (Kilpert & Podsiadlowski 2006). 

With respect to the cases of I. baltica and A. vulgare, in which sequencing failed to 

distinguish the mitochondrial genome structure, RFLP analyses seems to be the best 

technique to analyse the genome structure. Only few data are available in literature on 

Crustacean mtDNA structure, restricted to commercially important decapod species (Brasher 

et al. 1992; Bouchon et al. 1994; Grandjean & Souty-Grosset 1996; 1997; Imai et al. 1999; 

McMillen-Jackson & Bert 2004) and biological models as Artemia sp. (Batuecas et al. 1988) 

and Daphnia pulex (Stanton et al. 1991). Here we present RFLP analysis on several oniscid 

species, as well as on two non-Oniscid species for comparison. We demonstrate that atypical 

mitochondrial genome is common in Oniscidea, and might be widespread in isopods. We 

discuss these results and the process of formation of dimers, with regards to a previous work 

that report an extraordinary shared heteroplasmy in oniscid mtDNA (Doublet et al. 2008). 
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MATERIAL & METHODS 

Isolation and digestion of mtDNA 

Animals derivated from females sampled in the field were isolated and reared in order 

to obtain iso-female lineages in the laboratory. MtDNA of such individuals from iso-female 

lineages was pooled. MtDNA of animals from the field was isolated separately: it was the 

case for the oniscid species L. oceanica, P. hoffmannseggii, P. caudatus, T. tomentosa and H. 

couchii and the non-oniscid Isopod species A. aquaticus (Asellota) and S. serratum 

(Flabellifera). For the complete list of tested species see table 2.  

MtDNA was isolated from gonads, fat tissue and nervous system, by alkaline lysis 

method (Souty-Grosset et al. 1992). MtDNA samples (1-5 µg) were digested with 

endonucleases in exceed for 3 hours at 37°C, following manufacturer's instructions. 

Denaturated RFLP profiles have been done to confirm the atypical configuration of mtDNA. 

Denaturation have been performed by heating 5 min at 95°C followed by 5 min on ice 

(Raimond et al. 1999). Digested samples were mixed with a gel-loading buffer and then run 

on a 1.2% agarose gels in Tris EDTA phosphate buffer for 15 hours at 30 V (Raimond et al. 

1999). Gels were stained with SYBR Green I (Lonza) and examinated under UV light.  

 

Southern blot analyses 

To confirm the presence of dimers and monomers in the atypical mtDNAs, southern 

blots analyses were performed using the mitochondrial gene 16SrRNA as a probe. Digested 

DNA was southern blotted on nylon membranes (PositiveTM Membrane; Qbiogene). Probes 

were prepared with 16SrRNA amplified by PCR using the primers 16SF 

(CGGTTTGAACTCAAATCATGTG) and 16SR  (GCCTGTTTAACAAAAACATC), 

specially designed for Isopod crustaceans from an alignment of the three available mt 

genomes: A. vulgare (Marcadé et al. 2007), L. oceanica (Kilpert & Podsiadlowski 2006) and 

I. baltica  (Podsiadlowski & Bartolomaeus 2006). PCR products were labelled using [α-32P]-

dCTP by the random primer method and hybridized overnight to membranes. Hybridized 

blots were imaged using a phosphoimager (Storm from Molecular Dynamics, Sunnyvale, CA, 

USA). 

As some parts of this gene are very divergent among Oniscidean species (Michel-

Salzat & Bouchon 2000), probes were made specifically to maximised hybridization. PCR 

program for 16SrRNA gene amplification was 94°C for 2 min followed by 35 cycles of 94°C 

for 30 sec, 50 to 54°C according to the species for 30 sec, and 72°C for 1 min, with a final 
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Figure 1  Interpretation of restriction profiles and southern blot results, according to the molecular 
model of atypical mtDNA constituted by circular dimers and linear monomers. (A) XhoI digestion 
generate 4 bands RFLP profile (two couples of bands) on Armadillidium nasatum mtDNA, and a 
specific 16SrDNA probe show up the couple a and a’ on southern blot. (B) EcoRI digestion 
generates 5 bands RFLP profile (two couples and one band shared by dimers and monomers) on 
Porcellio laevis mtDNA, and a specific 16SrRNA probe show up an unique band c on southern blot. 
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step at 72°C for 5 min. The 16SrRNA probe was ~500 bp long according to the different 

species. 

 

Interpretation of RFLP profiles 

According to the circular configuration of classical metazoan mt genome, digestion of 

standard mtDNA provides a ~15 kb profile, with one band for a single restriction site, two 

bands for two restriction sites, and so on. In contrast, the configuration of the atypical 

mitochondrial genome, characterized by the presence of linear monomers and circular head-

to-head dimers generates original patterns composed of four bands for a single restriction site. 

These four bands are organized in two couples: two bands from the circular head-to-head 

dimer (a and b in figure 1A) each coupled with their respectives from the linear monomer (a’ 

and b’) of half their size. Additional restriction sites generate three fragments of identical size 

(i.e., two from dimers and one from monomers). These fragments are superimposed on 

agarose gels, leading to a single band with a high stoichiometry (fragment c in Figure 1B). On 

profiles with two or more restriction sites, bands with high stoichiometry have to be counted 

three times to obtain a correct estimation of the mtDNA size. This atypical mtDNA total size 

is therefore the sum of three fundamental monomers, estimated at 42 kb in A. vulgare (sum of 

three ~14 kb monomers).  

Southern blots patterns are also different between in the case of atypical mtDNA. 

Southern blotted atypical mtDNA profiles hibridized with a 16rRNA probe show a couple of 

bands when the 16rRNA gene is situated in a fragment containing a dimer junction (figure 

1A), and only one band when it is surrounded by restriction sites (figure 1B).  

To confirm the molecular model of the atypical mtDNA, denaturations of digested 

products have been done. The figure 2 shows an example of restriction profile on Cubaris 

murina (Armadillidae) mtDNA digested with XhoI, before denaturation (1) and after 

denaturation (1d), in both RFLP (A) and southern blot analysis (B). While undenaturated 

digestion profiles show two couples of bands, denaturated profiles show only two bands. 

They are corresponding to the two palindromic bands from the dimers. These palindromic 

sequences allow refolding on themselves after denaturation, and migrate half of their sizes on 

agarose gels. In contrast, bands without palindromic sequences (i.e. from monomers) can not 

refold on themself, and stay as single strand conformation, undetectable on agarose gels.  
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Figure 2  Example of atypical mtDNA digestion-denaturation experiment. (A) RFLP profile 
of Cubaris murina mtDNA (Oniscidea: Armadillidae) and (B) southern blot revealed by a 
specific 16SrDNA probe. 1: XhoI digestion pattern; 1d: XhoI digestion pattern after 
denaturation; λ Lambda phage marker cut with HindIII. 
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RESULTS 

Distribution of atypical mtDNA in Oniscidea 

Figure 3 shows RFLP profiles for 9 oniscid species with atypical mtDNA. MtDNA 

sizes from these RFLP profiles are calculated in table 1. RFLP profiles for the species A. 

depressum, C. elongata, H. couchii, P. muscorum, P. hoffmannseggii, P. caudatus and T. 

tomentosa are not available as their profiles are not visible on agarose gels, but atypical 

mtDNA structure was revealed by sousthern blot analyses (data not shown). Moreover, 

denaturated RFLP analyses performed on 3 species : C. murina (figure 2), P. muscorum and 

C. elongata confirmed the atypical structure of their mtDNA composed of head-to-head 

circular dimers associated to linear monomers (Raimond et al. 1999).  

RFLP analyses revealed that atypical structure of mtDNA is widespread in oniscid 

isopods. Within this order we found 18 species (from 8 families) with an atypical mtDNA, 

similar of those of A. vulgare and P. pruinosus (table 2). The only oniscid species for which 

we found a classical ~15 kb circular mtDNA is Ligia oceanica. Only southern blot profiles 

are available. Profiles and band sizes observed are in agreement with the sequence 

NC_008412 available on line, published by Kilpert & Podsiadlowski (2006) (figure 4).  

 

Atypical genome size in oniscid mitochondria 

The total size of mtDNA has been calculated from agarose gels by summing the bands 

of RFLP profiles (see table 1). The large majority of oniscid species with an atypical mtDNA 

have a total mt genome size ranging from ~41 to ~43 kb, corresponding to dimers of ~28 kb 

plus monomers of ~14 kb, as it has been found for A. vulgare and P. pruinosus (Marcadé et 

al. 1999; Raimond et al. 1999). This is the case of the species belonging to the families 

Armadillidae, Armadillidiidae, Cylisticidae and Porcellionidae. Beside, the species Oniscus 

asellus (famlily Oniscidae) harbour a larger mtDNA of ~48 kb, composed of ~32 kb dimers 

and ~16 kb monomers.  

 

MtDNA structure of non-oniscid species 

Two non-oniscid Isopod species have been tested: the freshwater Asellus aquaticus 

(Asellota) and the marine Sphaeroma serratum (Flabellifera). The few amount of mtDNA 

obtained by DNA isolation of separated individuals did not allowed visualising any RFLP 

profile on agarose gels. Thus, results only include southern blot analysis. However, this 

technique enabled to get reliable information on mtDNA structure for these species. 
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SUB-ORDER  
Family 

 Species 
Genome 
structure 

Heteroplasmy  Origins 

ASELLOTA     
Asellidae Asellus aquaticus A n.d. Poitiers, Fr. 
     
FLABELLIFERA     
Sphaeromatidae Sphaeroma serratum C n.d. La Rochelle, Fr. 
     
ONISCIDEA 

Diplocheta     
Ligiidae Ligia oceanica C - La Rochelle, Fr. 
     
ONISCIDEA 

Crinocheta     
Armadillidae Cubaris murina A + Baie Mahaut, Gp. 
Armadillidiidae Armadillidium depressum A + Ste Marie, Fr. 
 Armadillidium maculatum A + Eze, Fr. 
 Armadillidium nasatum A + Mignaloux, Fr. 

 

Armadillidium vulgare A1 + Camarade, Fr. 
Helsingør, Dk. 

Acireale, It. 
Marbella, Sp. 
Heraklion, Gr. 
São Paulo, Br. 

 Eluma purpurascens A n.d. Chizé, Fr. 
Cyliscticidae Cylisticus convexus A + Villedaigne, Fr. 
Halophilosciidae Halophiloscia couchii A n.d. La Rochelle, Fr. 
Oniscidae Oniscus asellus A n.d. Edinburgh, UK 
Philosciidae Philoscia muscorum A - La Mothe St Hér., Fr. 
 Chaetophiloscia elongata A - Celles-sur-Belle, Fr. 
Platyarthridae Platyarthrus hoffmannseggii A + Chizé, Fr. 
 Platyarthrus caudatus A + Scopello, It. 
 Trichorhina tomentosa A n.d. Baie Mahaut, Gp. 
Porcellionidae Porcellio laevis A n.d. Fr. 
 Porcellio gallicus A + Montpellier, Fr. 
 Porcellio dilatatus dilatatus A n.d. Rom, Fr. 

  

Porcellionides pruinosus A2 n.d. Mignaloux, Nevers, 
Poitiers, St Martin-du-

Fouilloux, Fr. 
Athens, Gr. 
St Paul, Re.  
Tunis, Tu. 

Table 2 Distribution of the atypical structure of mtDNA, heteroplasmy (Doublet et al. 2008) and origin of 
22 isopod species. A = atypical mtDNA. C = Classical mtDNA. In the column heteroplasmy + means 
heteroplasmic at the tRNAAla/Val, - means homoplasmic and n.d. means undetermined. 

1Raimond et al. (1999), 2Marcadé et al. (1999). Br.: Brazil, Dk.: Denmark, Fr.: France, Gp.: Guadeloupe, Gr.: 
Greece, It.: Italia, Re: Reunin Island, Sp.: Spain, Tu.: Tunisia, UK: United Kingdom.   
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RFLP-Southern blot profiles on Sphaeroma serratum mtDNA with nine enzymes 

(AvrII, BamHI, BglII, EcoRI, HincII, HindIII and PvuII) show 8 profiles of only one band, 

ranging from ~15 kb (BamHI) to ~3 kb (EcoRI and HindIII), and one profile with two bands 

(with AvrII). This last one could be the result of a restriction site on the 16SrRNA gene as no 

labelled band was obtained after denaturation of this digestion product (data not shown). 

These results suggest a classical circular monomeric mtDNA structure for S. serratum. 

RFLP-Southern blot profiles on Asellus aquaticus mtDNA with five differents 

enzymes revealed only one profile with a single band (HincII, data not shown), and four 

profiles with two bands (with AvrII, BglII, EcoRI and XhoI). Denaturation of these four 

digestion products give one band patterns, generated by the refolding of dimers band on 

themselves, indicating an atypical structure of mtDNA similar to those of oniscid species 

(figure 5). 

 

Atypical mtDNA and heteroplasmy 

In our samples, 12 species with an atypical mitochondrial genome also harbour a dual 

tRNA. However, all the species with an atypical genome do no have a dual tRNA. It is the 

case for both Philosciidae species Philoscia muscorum and Chaetophiloscia elongata 

(Table2).  

                                     

 

 

 

Figure 5  Southern blot on Asellus 
aquaticus mtDNA (Asellota: Asellidae) 
revealed by a specific 16SrDNA probe. 
Enzymes are BglII, EcoRI, and XhoI. BglII-
d, EcoRI-d and XhoI-d correspond to 
denaturated RFLP profiles. 

Figure 4  Southern blot analyses of L. oceanica 
mtDNA. E1 is a reference of P. dilatatus dilatatus 
mtDNA digestion with EcoRI. A2, B1 and B2 are L. 
oceanica mtDNA digestion by AvrII, BamHI and BglII 
respectively. Sizes in kb on the right correspond to 
the expect sizes calculated from the mt genome 
sequence of L. oceanica (NC_008412). Southern 
blots are revealed by specific 16SrDNA probes. 
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DISCUSSION 

The aim of this study was to evaluate the distribution of the atypical structure of 

mtDNA among Oniscidea by RFLP analyses. Among 19 species of Oniscidea tested, 18 

harbour an atypical mt genome with a total size ranging from ~42 kb (i.e. 3x~14 kb, e.g. 

Armadillidium sp.) to ~48 kb (i.e. 3x~16 kb, e.g. Oniscus asellus), all belonging to the group 

of Crinocheta (group that include 80% of oniscid species). As a control, we used the sea slater 

L. oceanica, known to harbour a classical mtDNA structure of 15,289 bp (Kilpert & 

Podsiadlowski 2006). This species, from the genus Ligia, is considered as a prototypal land 

isopod (Carefoot & Taylor 1995), and currently branched basaly in phylogenies of Oniscidea 

(Michel-Salzat & Bouchon 2000; Mattern 2003; Schmidt 2008).   

More widely, we examined the mt genome structural organization of two non-

oniscidean isopod species: the marine S. serratum (Spheromatidae), from the sub-order 

Flabellifera, sister-group of Oniscidea, and the freshwater A. aquaticus (Asellidae) from the 

sub-order Asellota, assumed to be primitive Isopods (Wägele 1989; Brusca & Wilson 1991; 

Dreyer & Wägele 2002). In S. serratum, we observed the presence of a classical circular 

monomer as in L. oceanica. In A. aquaticus we unexpectedly observed an atypical mtDNA. 

These results suggest that the atypical structure of mtDNA could have appeared at least before 

the divergence of the differents Isopods sub-orders, ~250 million years ago (oldest fossil 

record of Asellota dated to late Paleozoic; Wilson 1999), and might be widespread in Isopods. 

The presence of atypical mtDNA in the early isopod Asellota but not in S. serratum 

and the oniscid L. oceanica suggest potential reversions or convergences of the linearization 

and dimerization of the mt genome during Isopod evolution. In the first case, reversion might 

have occurred in S. serratum and L. oceanica, while in the second case, convergences may 

have occurred in A. aquaticus and Crinocheta oniscids. To clarify this distribution of atypical 

mtDNA and its evolution in isopods, more investigations are needed among the different sub-

order and families. Otherwise RFLP investigation could be extended to sister groups of 

isopods from the super-group of Peracarida. Although, recent sequencing of the complete 

mitochondrial genome of the amphipod Metacrangonyx longipes revealed a classical 

organization of mtDNA constituted by circular monomers (Bauzà-Ribot et al. 2009), possible 

reversions of mtDNA structure argue for a possible fragmented distribution of atypical 

mtDNA. Besides, as the relative position of Isopods within Peracarida is still in debate (Poore 

2005; Spears et al. 2005; Jenner et al. 2009; Wills et al. 2009; Wilson 2009), as well as the 

phylogenetic relationship within Isopod sub-order (Wägele 1989; Brusca & Wilson 1991; 
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Wetzer 2001; Wilson 2009), the use of the mtDNA structure, together with the traditional 

morphological and molecular markers, could be useful.  

 

Dimers as products of replication 

We may wonder how this structure have appeared and has been maintained during so 

long time. To have more insight about it, we should examinated the functional constraints and 

the selective pressures that act on the genome structure. Generally in metazoan mtDNA, the 

only mtDNA form that exists and replicates is a circular monomer (Boore 1999). In the case 

of the atypical mtDNA of Isopods, no circular monomer is reported by RFLP analyses. Indeed 

the replicative form might be one of the two kinds of molecules: circular dimers or linear 

monomers.  

If the replication is performed from the linear molecules, dimers could be the products 

of replication. This peculiar way of replication have been mentioned to explain the presence 

of head-to-head circular dimers in yeast mtDNA (Dinouël et al. 1993), as well as in Borrelia 

Spirochetes (Casjens 1999). In both cases, authors proposed a model with a circular dimer 

replications intermediates of the linear monomers. These linear molecules should have 

hairpin-like ends (telomeres) to complete the replication and generate dimers with head-to-

head and tail-to-tail junctions (Dinouël et al. 1993; Casjens 1999). This kind of replication 

generates circular palindromes of twice the size of the monomer, as it is observed in the 

atypical mtDNA of isopods. Resolution into monomeric linear DNAs could occur either by a 

site-specific nuclease that nicks palindromic circles at the junctions (Dinouël et al. 1993) or 

strand separation of dimers (Casjens 1999). Ravin et al. (2001) observed this mechanism in a 

bacteriophage plasmid, where they identified a protelomerase enzyme responsible of the 

partition of two monomers from circular replication intermediates head-to-head dimers.  

Interestingly, the presence of such telomeres could explain the difficulties of cloning 

linear extremities of monomers (Marcadé et al. 2007). Moreover, dynamic system allowing 

linear monomers to generate circular head-to-head dimers through replication can promote 

homogenization of nucleotide sequences of every monomer that composed both linear and 

circular forms. Interestingly, such homogenization is congruent with the conservation of the 

restriction enzymes sites between monomers and dimers observed in our RFLP analyses. 

Moreover, homogenization has been observed on the mt genome partially sequenced of A. 

vulgare, where only one base was observed to be polymorphic (Marcadé et al. 2007).  
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Figure 6  Schematic representations explaining the origin of head-to-head circular dimers in the atypical 
mtDNA of Isopods. A = Alanine, V = Valine, e and f designate both extremities of monomers.   
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Dimers as vector for stable heteroplasmy 

 Another way of formation of head-to-head circular dimers could be the direct 

association of two linear monomers. Such association could have the advantage to linked 

divergent mitotypes. Interestingly, mt genomes of several oniscid species present an original 

dual tRNA, alloacceptor for Alanine (UGC) and Valine (UAC), resulting from a polymorphic 

site on the second base of the tRNA anticodon (Doublet et al. 2008). These two tRNAs are 

essential for mitochondrial translation and have to be transmitted together, while no other 

tRNA Alanine and Valine have been found in the mtDNA of A. vulgare. The association of 

two monomers with different tRNA, creating a polymorphic dimer, will be an ideal way to 

avoid the mtDNA bottleneck during oogenesis (Khrapko 2008; Wai et al. 2008), as well as 

mtDNA segregation during mitosis. Dimers will be in this case a potential vector for 

heteroplasmy inheritance.  

 Moreover, maintenance of dimers in oniscid mtDNA could be necessary for 

heteroplasmy transmission. Both essential tRNAs Alanine and Valine might constrain the 

conservation of dimers that harbour both tRNAs. In such a case, heteroplasmy became a 

pressure for the maintenance of dimers. However, this hypothesis does not fit in the cases of 

the species Philoscia muscorum and Chaetophiloscia elongata that do not present the two 

tRNAs Alanine and Valine on the same mitochondrial locus. For these species, dimers should 

be maintained by another selective force, which could be another heteroplasmy. 

Direct association of monomers in head-to-head dimers is not common in organellar 

DNA. To our knowledge, only one example has been described for such association, i.e. two 

circular monomers through intermolecular recombination event in chloroplast DNA of 

spinach and lettuce (Kolodner & Tewari 1979). Still, in these cases recombinations are 

produced via circular monomers, which do not exist in the atypical mtDNA of Isopod. Indeed, 

formation of head-to-head circular dimers in atypical mtDNA, through an association of 

monomers, might occur from linear forms.  

 

A non exclusive hypothesis 

 The high sequences conservation between monomers and dimers observed in A. 

vulgare mtDNA (Marcadé et al. 2007) is in favour of a circular head-to-head replication 

intermediate mecanism, while the presence of inherited heteroplasmy (Doublet et al. 2008) 

coupled with the atypical structure of mtDNA in many oniscid species argue for a fusion of 

divergent monomers. However, a mixed hypothesis could be raised, involving a dissociation 

of monomers from neo-replicated dimers, following by a reassociation of divergent 
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monomers. This “flip-flop” hypothesis, proposed in mtDNA of yeast by Dinouël et al. (1993), 

could promote the formation of dimers with the two tRNAs Alanine and Valine (Figure 6). 

However, it is still unclear why the association of two divergent monomers will reform a 

palindromic head-to-head circular dimer, rather than a linear dimer, or a head-to-tail circular 

dimer.  
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CONCLUSIONS 

Many complete metazoan mitochondrial genomes have been sequenced, providing a 

lot of information on nucleotides and genes composition, genes order, which are useful for 

phylogeny. However, nucleotides sequences can not provide global information on structural 

organization of genomes. One of the most striking examples is the atypical mitochondrial 

genome of the terrestrial crustacean A. vulgare (Isopoda: Oniscidea). This original structure 

was firstly described through RFLP analyses, while sequencing failed to recover the totality 

of the genome. 

Here, we show that the atypical mtDNA structure found in A. vulgare and P. 

pruinosus (Marcadé et al. 1999; Raimond et al. 1999) is widespread in Oniscidea, and 

potentially widely distributed among isopods. We also observed that reversions or 

convergences in mtDNA structure might have happen during Isopod evolution. Factors that 

affect maintenance of this structure of mtDNA remain unknown. However, the presence of 

both dimers and a constitutive heteroplasmy on a dual tRNA gene (Doublet et al. 2008) in 

several oniscid species, suggest that heteroplasmy may favour the maintenance of dimers.  

 To provide more information on the relation between these two features, it will be 

necessary to clone the junction’s zones of the dimers and get the sequence of both tRNA of 

each side. Sequencing the junction zones of the palindromic dimers, as well as extremities of 

the linear monomers will be as well of prime interest for the description of the replication 

mechanisms of the atypical mtDNA. Finally, we demonstrate that further studies on Isopods 

mt genomes, or more largely Peracarid Crustaceans, should include RFLP analyses to 

complete the survey of mtDNA structure. This is particularly true for the marine isopod 

Idotea baltica, for which sequencing failed to clarify its structure (Podsiadlowski & 

Bartolomaeus 2006).  
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Figure V I-1 : Southern blot des profils RFLP de l’ADNmt des espèces Platyarthrus hoffmannseggii, P. 
caudatus et Trichorina tomentosa (Platyarthridae) et Halophiloscia couchii (Halophilosciidae) révélés par 
hybridation d’une sonde 16ARNr radiomarquée, amplifiée à partir d’ADN de P. hoffmanseggii. Les enzymes 
de restriction sont : EcorRI (E1), BamHI (B1), XhoI (X1) et HincII (H2). A gauche, un contrôle de taille a été 
réalisé à l’aide de l’ADNmt d’Armadillidium vulgare digéré par BamHI (B1). 

Figure V I-2 : Southern blot des profils 
RFLP de l’ADNmt de Chaetophiloscia 
elongata révélés par hybridation d’une 
sonde 16ARNr radiomarquée, amplifiée à 
partir d’ADN de C. elongata. Les enzymes 
de restriction sont : AvrII (A2), EcorRI (E1), 
et EcoRI après dénaturation (E1d). 

Figure V I-3 : Southern blot des profils RFLP de l’ADNmt 
de Philoscia muscorum révélés par hybridation d’une 
sonde 16ARNr radiomarquée, amplifiée à partir d’ADN 
de P. muscorum. Les enzymes de restriction sont : BglII 
(B2), HincII (H2), et HincII après dénaturation (H2d). A 
gauche, un contrôle de taille a été réalisé à l’aide de 
l’ADNmt d’Armadillidium nasatum digéré par XhoI (X1). 
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2. Résultats de southern-blot 

 Certains résultats n’ont pas été présentés dans le manuscrit de la publication 

précédente. Ces résultats sont des southern blots effectués à partir d’échantillons qui n’avaient 

pas donné de résultats visibles en RFLP sur les gels d’agarose, à cause d’une trop faible 

quantité d’ADNmt (individus isolés). Les southern blots effectués sur ces échantillons ont 

révélé des profils d’ADNmt atypiques pour plusieurs espèces d’Oniscidea. C’est le cas des 

espèces de la famille des Platyarthridae Platyarthrus hoffmannseggii, Platyarthrus caudatus, 

Trichorhina tomentosa et de l’espèce Halophiloscia couchii (famille des Halophilosciidae) – 

(figure VI-1). C’est également le cas des espèces de la famille des Philosciidae 

Chaetophiloscia elongata (figure VI-2) et Philoscia muscorum (figure VI-3).  

 En revanche, les southern blots effectués sur les échantillons de l’Isopode marin 

Sphaeroma serratum (Sphaeromatidae) ont révélé un profil d’ADNmt de type classique 

constitué de monomères circulaires (figure VI-4).  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure V I-4 : Southern blot des profils RFLP de l’ADNmt de 
Sphaeroma serratum révélés par hybridation d’une sonde 
16ARNr radiomarquée, amplifiée à partir d’ADN de S. serratum. 
Les enzymes de restriction sont : AvrII (A2), BamHI (B1), BglII 
(B2), EcorRI (E1), HincII (H2), HindIII (H3), PvuII (P2), XhoI 
(X1). A gauche, un contrôle de taille a été réalisé à l’aide de 
l’ADNmt d’Oniscus asellus digéré par XhoI (X1). 
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SOUS-ORDRE 
Famille 

 Espèces 
Structure 

du 
Génome 

Hétéroplasmie  

Statut 
d’infection 

par 
Wolbachia 

ASELLOTA     
Asellidae Asellus aquaticus A n.d. + (1,6) 
     
FLABELLIFERA     
Sphaeromatidae Sphaeroma serratum C n.d. - (1,6) 
     
ONISCIDEA 

Diplocheta     
Ligiidae Ligia oceanica C - + (1) 
     
ONISCIDEA 

Crinocheta     
Armadillidae Cubaris murina A + + (2,6) 
Armadillidiidae Armadillidium depressum A + + (6) 
 Armadillidium maculatum A n.d. - (5) 
 Armadillidium nasatum A + + (1) 
 Armadillidium vulgare Aa + + (1,2) 

 Eluma purpurascens A n.d. + (6) 
Cyliscticidae Cylisticus convexus A + + (1) 
Halophilosciidae Halophiloscia couchii A n.d. - (6) 
Oniscidae Oniscus asellus A n.d. + (1) 
Philosciidae Philoscia muscorum A - + (1) 
 Chaetophiloscia elongata A - + (1) 
Platyarthridae Platyarthrus hoffmannseggii A + + (2) 
 Platyarthrus caudatus A + + (5) 
 Trichorhina tomentosa A n.d. - (5) 
Porcellionidae Porcellio laevis A n.d. + (3) 
 Porcellio gallicus A + + (5) 
 Porcellio dilatatus dilatatus A n.d. - (6) 
  Porcellionides pruinosus Ab n.d. + (4) 

 
 
 
 

Tableau VI -1 : Statuts d’infection par Wolbachia des espèces dont nous connaissons la 
structure de l’ADNmt. La structure est notée : A = Atypique et C = Classique. Dans la 
colonne ‘Hétéroplasmie’, + = hétéroplasmique sur l’ARNt bivalent, - = homoplasmique et 
n.d. = non déterminé (d’après Doublet et al. 2008). Le statut d’infection par Wolbachia est 
note + ou -. Ces données sont une compilation d’après (1) Bouchon et al. (1998), (2) 
Bouchon et al. (2008), (3) Ben Afia Hatira et al. (2008), (4) Marcadé et al. (1999), (5) D. 
Bouchon, comm. pers. et (6) ce travail. 

aRaimond et al. (1999) 
bMarcadé et al. (1999) 
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B.B.B.B. Influence de Influence de Influence de Influence de WolbachiaWolbachiaWolbachiaWolbachia sur la propagation de l’ADNmt  sur la propagation de l’ADNmt  sur la propagation de l’ADNmt  sur la propagation de l’ADNmt 

atypiqueatypiqueatypiqueatypique    

Nous avons vu que l’apparition de la structure atypique de l’ADNmt est ancienne chez 

les Isopodes. Sa présence chez l’espèce d’eau douce Asellus aquaticus nous indique qu’elle 

serait antérieure à la divergence des sous-ordres des Asellota et des Oniscidea, datée 

d’environ 250 millions d’années (Wilson 1999). Cependant, nous ne savons pas quels facteurs 

ont pu influencer la mise en place de cette structure atypique, ainsi que les facteurs qui ont pu 

contribuer à sa diffusion.  

Parmi les facteurs qui ont pu jouer dans la propagation de l’ADNmt atypique, un 

intérêt particulier peut être porté aux bactéries endosymbiotiques Wolbachia. Ces bactéries 

sont en effet connues pour être des parasites de la reproduction de leurs hôtes. Comme les 

mitochondries, elles se transmettent maternellement, et pour augmenter leur potentiel de 

dispersion, elles ont développé plusieurs stratégies favorisant le sexe femelle dans les 

populations d’hôtes.  

Ces Wolbachia sont courantes chez les Isopodes et assez largement répandues chez les 

Oniscidea. Leur présence est estimée à environ 61% des espèces d’Oniscidea (Bouchon et al. 

1998; Ben Afia Hatira et al. 2008; Bouchon et al. 2008), chez lesquelles leurs effets sont bien 

connus. Deux phénotypes ont été décrits : (i) elles peuvent induire une incompatibilité 

cytoplasmique entre des mâles infectés et des femelles non infectées (Legrand & Juchault 

1986; Moret et al. 2001), ou (ii) provoquer une féminisation des mâles (Martin et al. 1973; 

Juchault et al. 1994; Bouchon et al. 2008). Ces deux phénomènes ont pour conséquence de 

favoriser la reproduction des femelles infectées et donc la propagation des bactéries. 

Toutefois, cela n’est pas sans impacts sur la diversité génétique mitochondriale des hôtes. 

Plusieurs études ont montré que la présence de souches féminisantes de Wolbachia pouvait 

entraîner une baisse de la diversité de l’ADNmt dans les populations d’Oniscidea (Marcadé et 

al. 1999; Rigaud et al. 1999a). Ce phénomène d’auto-stop (hitchhiking) est simple : en 

favorisant la reproduction des femelles infectées, les Wolbachia s’imposent vite dans une 

population, entraînant avec elles le mitotype qui leur est associé dans le cytoplasme.  

Ce phénomène d’auto-stop aurait-il pu favoriser la propagation de l’ADNmt 

atypique ? Ce lien entre Wolbachia et l’ADNmt atypique des Isopodes semble difficile à 

démontrer. Dans le tableau VI-1 nous présentons le statut d’infection par Wolbachia des 

espèces dont nous connaissons la structure de l’ADNmt. Ce tableau a été réalisé à partir de 

données disponibles dans la littérature  (Bouchon et al. 1998; Ben Afia Hatira et al. 2008; 
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Bouchon et al. 2008), ainsi que par des tests de présence de la bactérie chez des espèces pour 

lesquelles aucune donnée n’était disponible (tests d’amplification par PCR du gène bactérien 

wsp). Nous pouvons voir dans ce tableau qu’une majorité des espèces possède un ADNmt 

atypique et hébergent des Wolbachia, mais des Wolbachia sont aussi observées chez des 

espèces au génome mitochondrial classique. Il n’y a donc pas de lien direct entre les 

Wolbachia et la structure atypique du génome mitochondrial des Isopodes.  

Néanmoins, si nous ne voyons pas de lien direct entre la présence de Wolbachia et 

celle de l’ADNmt atypique, nous pouvons imaginer que ce lien est plus ancien. En effet, il est 

possible que l’ancêtre commun des Oniscidea et des Asellota, chez lequel est apparue la 

structure atypique du génome mitochondrial, ait pu héberger des Wolbachia. Si cette souche 

hypothétique provoquait de plus un biais de la sex-ratio en faveur des femelles, nous 

pourrions imaginer qu’un phénomène d’auto-stop se serait mis en place et aurait permis une 

rapide propagation de l’ADNmt atypique à partir de cet Isopode ancestral. 

Les datations de l’émergence des Wolbachia ne semblent pas pouvoir supporter cette 

hypothèse. Alors que nous estimons la divergence des Oniscidea et des Asellota à au moins 

250 million d’années, celle des différentes souches de Wolbachia, infestant les nématodes et 

les Arthropodes, est estimée à 100 millions d’années (Bandi et al. 1998). Il semble donc que 

l’ADNmt atypique soit antérieur à la présence des Wolbachia chez les Arthropodes. 

Toutefois, l’estimation de l’âge des souches de Wolbachia est difficile, de par l’évolution 

rapide du génome de ces bactéries, les transferts horizontaux de ces symbiotes entre différents 

hôtes, et les recombinaisons qui peuvent se faire entre les souches (Baldo et al. 2006; Verne et 

al. 2007; Werren et al. 2008). Nous ne pouvons donc pas affirmer que l’ancêtre commun 

Isopode chez lequel est apparu l’ADNmt atypique ne portait pas de Wolbachia, ou toute autre 

bactérie parasite de la reproduction.  
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C.C.C.C. Résultats préliminaires sur laRésultats préliminaires sur laRésultats préliminaires sur laRésultats préliminaires sur la synténie de l’ADNmt des  synténie de l’ADNmt des  synténie de l’ADNmt des  synténie de l’ADNmt des 

OniscideaOniscideaOniscideaOniscidea    

Dans le travail présenté précédemment, nous avons démontré que la structure atypique 

de l’ADNmt est présente chez la majorité des Oniscidea. Dans notre échantillonnage, seule 

l’espèce L. oceanica présente un ADNmt classique. La méthode de RFLP que nous avons 

utilisée a mis en évidence la conservation des sites de restriction entre les monomères et les 

dimères de l’ADNmt atypique chez tous ces Oniscidea, comme cela avait été démontré chez 

A. vulgare et P. pruinosus (Marcadé et al. 1999; Raimond et al. 1999). Comme pour ces deux 

espèces, nous l’avons interprété comme étant le résultat d’un système dynamique qui 

homogénéise les séquences entre les monomères et les dimères.  

Si ce système favorise l’homogénéisation des séquences nucléotidiques entre 

monomères et dimères, peut-il avoir un effet sur la conservation de l’ordre des gènes 

mitochondriaux ? Lorsque nous avons séquencé l’ADNmt d’A. vulgare, nous avons vu que sa 

synténie (ordre des gènes) est identique à celle de deux autres Isopodes L. oceanica et I. 

baltica (Marcadé et al. 2007). Mais nous ne savons pas si cet ordre des gènes est conservé 

chez tous les Oniscidea. Pour tester l’hypothèse de la conservation de la synténie chez les 

espèces au génome atypique, nous avons effectué des amplifications de longs fragments 

d’ADNmt par PCR. Cette technique, déjà utilisée par Roehrdanz et al. (2002) lors d’une 

analyse de la conservation de la synténie mitochondriale chez les Arthropodes, a permis 

d’observer une synténie mitochondriale différente chez un Oniscidea, déterminé comme un 

Oniscus sp. Nous avons donc élargi cette étude à plusieurs espèces d’Oniscidea issues de 

notre échantillonnage. Seuls quelques résultats préliminaires ont été obtenus. Nous les 

présentons ici. 

1. Conservation de l’ordre des gènes dans les génomes atypiques 

Pour réaliser cette analyse, nous avons examiné trois régions de l’ADNmt communes 

aux trois Isopodes dont nous connaissions la séquence de l’ADNmt : A. vulgare, L. oceanica 

et I. baltica. Ces trois régions sont situées : (i) entre les gènes 16SARNr et Cox1, (ii) entre les 

gènes Cox3 et 12SARNr et (ii) entre les gènes Nad5 et Nad4. Ces fragments d’ADNmt ont été 

amplifiés par PCR en utilisant des couples d’amorces spécialement dessinées pour ce travail, 

à l’aide des trois génomes mitochondriaux d’Isopodes (voir la séquence de ces amorces en 

annexe 4).   
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FAMILLE Taille des amplifications 

  Espèce 16SARNr - Cox1 Cox3 - 12SARNr  Nad5 - Nad4  
     
AGNARIDAE    
 Hemilepistus reaumuri - a - 
ARMADILLIDAE    
 Armadillo officinalis 1 kb a a 
ARMADILLIDIIDAE    
 Armadillidium maculatum - a a 

 Armadillidium vulgare 2 kb 2,5 kb 1,7 kb 
 Armadillidium nasatum - a 1,7 kb 

 Armadillidium depressum   1,7 kb 
BALLONISCIDAE    
 Balloniscus sellowii - a a 
CYLISTICIDAE    
 Cylisticus convexus - a a 
LIGIIDAE    
 Ligia oceanica 2 kb 2,5 kb 1,7 kb 
ONISCIDAE    
 Oniscus asellus - a 1,7 kb 

 Oniscus lusitanus 2 kb a a 
PHILOSCIIDAE    

 Atlantoscia floridana - 1,5 kb a 
 Chaetophiloscia elongata - - 1,7 kb 
PLATYARTHRIDAE    
 Trichorhina tomentosa 2 kb a a 
PORCELLIONIDAE    
 Porcellio cingendus 2 kb - 1,7 kb 

 Porcellio dilatatus dilatatus - a a 
 Porcellio dilatatus petiti - a a 

 Porcellio laevis   1,7 kb 
TYLIDAE    

  Helleria brevicornis - a a 

Figure VI -5 : Exemple d’amplification PCR sur une portion du génome mitochondrial 
entre les gènes 16SARNr (amorce IIIF) et Cox1 (amorce IIIR). M représente le 
marqueur de taille (Smart Ladder - Eurogentec) et T- le témoin négatif. Les espèces 
sont Armadillo officinalis (Armadillidae), Armadillidium vulgare (Armadillidiidae), 
Oniscus asellus (Oniscidae) et Ligia oceanica (Ligiidae).  

Tableau VI -2 : Etude de la synténie mitochondriale des Oniscidea, réalisée via des 
amplifications par PCR sur trois portions de génome. - signifie qu’aucune amplification n’a 
été obtenue. n.s. signifie des amplifications non spécifiques. Les tailles des amplifications 
sont notées en kilobases (kb) : lorsque les tailles ne sont pas en gras, elles correspondent 
à celles attendues, en revanche les tailles notées en gras ne sont pas celles attendues. 
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Ces expériences préliminaires ont fourni peu de résultats exploitables. Sur les trois 

régions de l’ADNmt et les 17 espèces étudiées, seules deux espèces présentent 

vraisemblablement des signes de réarrangements. Le tableau VI-2 présente les résultats 

obtenus par PCR sur ces trois régions. Pour la première portion d’ADNmt, comprise entre la 

sous-unité ribosomale 16SARNr et le gène Cox1, très peu d’amplifications ont été obtenues. 

Ceci peut être la conséquence soit d’une divergence des séquences à l’emplacement des 

amorces, soit d’un réarrangement ou d’un changement d’orientation des gènes, ne permettant 

pas d’obtenir une amplification. Mais comme nous n’avons pas réussi à amplifier cette région 

pour de nombreuses espèces, il est très probable que ce soit des divergences des séquences 

nucléotidiques à l’emplacement des amorces qui n’aient pas permis ces amplifications. En 

revanche, parmi les espèces présentant une amplification, l’espèce Armadillo officinalis 

(Armadillidae) présente une bande deux fois plus petite que celles obtenues avec les témoins 

A. vulgare et L. oceanica (1 kb au lieu de 2 : figure VI-5). Après avoir séquencé cette 

amplification et soumis la séquence sur NCBI, nous avons bien retrouvé les gènes 16SARNr 

et Cox1, mais pas le gène Nad2 qui se trouve ordinairement entre ces deux gènes chez les 

Isopodes (Marcadé et al. 2007). Nous pouvons en déduire alors que ce gène Nad2 a changé de 

place dans le génome mitochondrial d’A. officinalis. 

Pour la seconde région mitochondriale que nous avons étudiée, comprise entre le gène 

Cox3 et la sous-unité ribosomale 12SARNr, nous avons eu beaucoup d’amplifications 

multiples non spécifiques (tableau VI-2). Il est donc difficile de savoir si cette région a subi 

des réarrangements chez les Oniscidea. Seule l’espèce Atlantoscia floridana présente une 

seule amplification, d’une taille de 1,5 kb, inférieure à celles obtenues chez A. vulgare et L. 

oceanica (2,5 kb). Malheureusement nous n’avons pas réussi à séquencer le produit de cette 

amplification et nous ne savons pas encore s’il s’agit bien d’un réarrangement génique.  

Enfin, pour la troisième portion de l’ADNmt des Oniscidea, comprenant les gènes 

Nad5 et Nad4, la majorité des espèces ne présente qu’une seule amplification d’une taille 

identique à celle des témoins : ces deux gènes semblent être restés l’un à coté de l’autre et 

dans la même orientation chez l’ensemble des Oniscidea.  

Ces premiers résultats apportent donc assez peu de données nouvelles, mais suggèrent 

néanmoins que la synténie mitochondriale chez les Oniscidea est peut-être moins conservée 

que ce que l’on pensait. La méthode et les amorces utilisées pour ces amplifications ne 

semblent pas très adaptées pour cette analyse. Cela peut venir du taux d’évolution rapide des 

séquences d’ADNmt des Oniscidea, comme cela a été mentionné précédemment lors d’études 

phylogénétiques (Michel-Salzat & Bouchon 2000; Wetzer 2002). Néanmoins, nous pouvons 
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voir dans le tableau VI-2 qu’une, voire deux espèces, semblent présenter un réarrangement de 

leur synténie mitochondriale : Armadillo officinalis et Atlantoscia floridana. 

Malheureusement, nous ne connaissons pas la structure de l’ADNmt de ces espèces. Nous ne 

savons pas donc si ces réarrangements se seraient produits dans des génomes mitochondriaux 

à la structure classique ou atypique. Enfin, nous n’avons pas confirmé la présence de 

réarrangement de gènes dans le genre Oniscus, comme l’avaient trouvé Roehrdanz et al. 

(2002).  

2. Mécanismes des réarrangements de l’ordre des gènes 

Chez les Métazoaires, les réarrangements de l’ordre des gènes mitochondriaux sont 

fréquents. L’accumulation de séquences d’ADNmt ces dernières années a permis d’étudier ce 

phénomène et dorénavant il est largement admis qu’un phénomène particulier est à l’origine 

de ces réarrangements : le mécanisme de « duplication + perte aléatoire ». Ce phénomène se 

caractérise par une duplication, qu’elle soit totale ou partielle, en tandem ou en opposition,  

suivi de la perte aléatoire d’une copie de chacun des gènes dupliqués (Macey et al. 1998; 

Boore 2000). Ce modèle suppose donc une absence de pression de sélection pour le maintien 

des deux copies de chacun des gènes.  

Cette théorie peut-elle s’appliquer aux Oniscidea ? Dans le génome mitochondrial 

atypique, présent chez un grand nombre d’Oniscidea, il existe une molécule « naturellement » 

dimérisée. Ces dimères pourraient alors être impliqués dans des réarrangements. De tels 

réarrangements de gènes suite à une dimérisation complète du génome mitochondrial ont déjà 

été proposés chez d’autres Arthropodes (Lavrov et al. 2002).  

Pour vérifier l’hypothèse de l’implication des dimères dans d’éventuels 

réarrangements de gènes mitochondriaux chez les Oniscidea, nous n’avons pas obtenu assez 

de résultats. Nous venons de voir que des changements de synténie se sont probablement 

produits chez deux espèces d’Oniscidea, A. officinalis et A. floridana, mais nous ne 

connaissons pas la structure de leur ADNmt. En revanche, nous pouvons nous intéresser au 

résultat obtenu par Roehrdanz et al. (2002) pour un Oniscus sp. Ces auteurs ont en effet 

observé une suite de gènes Nad1-12SARNr-16SARNr-Nad6-Nad4L-Nad4 chez cette espèce 

non déterminée. Cette suite de gènes ne se retrouve pas dans les génomes séquencés des 

Isopodes I. baltica, L. oceanica et A. vulgare. Nous avons donc analysé cette séquence de 

gènes et tenté d’expliquer les étapes nécessaires pour passer de l’ordre des gènes d’origine 

(celui observé chez les trois Isopodes) à cette suite de gènes observée par Roehrdanz et al. 

(2002). En comparant ces deux génomes (figure VI-6), nous avons déterminé qu’il fallait 



Distribution de l’ADNmt atypique 

 123 

Figure VI -6 : Représentation schématique du réarrangement génique observé chez un Oniscus sp. par 
Roehrdanz et al. (2002). En haut est représenté l’ordre des gènes mitochondriaux observé chez les Isopodes A. 
vulgare, L. oceanica et I. baltica, et en bas l’ordre des gènes observé chez un Oniscus sp. (Roehrdanz et al. 
2002). La flèche désigne le changement d’orientation et de localisation du groupe de gène 16SARNr – Nad6 – 
Nad4L – Nad4. 
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deux étapes pour obtenir la synténie observée chez l’ Oniscus sp. : (i) un changement 

d’orientation du groupe de gène Nad4-Nad4L-Nad6-16SARNr par rapport au reste du génome 

et (ii) un changement de brin de ce même groupe de gène. Pour obtenir un tel changement 

dans un génome dupliqué en tandem (avec des jonctions de type « tête-queue »), ces deux 

étapes devraient se faire séparément. En revanche, dans un génome dupliqué présentant des 

dimères de type palindromiques, comme ceux que l’on observe dans les génomes atypiques 

des Oniscidea (avec des jonctions « tête-tête »), un seul événement de réarrangement est 

nécessaire (figure VI-6).  

Dans le cas de cet Oniscus sp. décrit par Roehrdanz et al. (2002), nous ne savons pas 

s’il s’agit d’une espèce qui possède un génome mitochondrial atypique. Il est cependant 

possible que cela soit le cas s’il s’agit réellement d’une espèce du genre Oniscus. Nous avons 

démontré dans ce chapitre que l’espèce Oniscus asellus présente bien un ADNmt atypique. 

De plus, nous avons aussi démontré que le génome mitochondrial atypique de l’espèce 

Oniscus asellus présente une taille totale de ~48 kb, soit 3x~16 kb, ce qui correspond à une 

augmentation de la taille de ~2 kb par monomère par rapport aux autres Oniscidea au génome 

atypique (Doublet et al. en prép.). Dans le cadre de réarrangements géniques, il a justement 

été démontré qu’une augmentation de la taille du génome peut être la conséquence de ce 

mécanisme de duplication + perte aléatoire, due à la présence de copies de gènes non 

fonctionnelles (pseudogènes) qui n’ont pas encore été éliminées par la sélection (Macey et al. 

1998; San Mauro et al. 2006; Fujita et al. 2007). Evidemment, pour l’instant aucune donnée 

ne confirme les liens entre l’augmentation de la taille du génome mitochondrial d’Oniscus 

asellus, l’observation d’un nouvel ordre génique et la présence de pseudogènes. D’ailleurs 

nous n’avons pas retrouvé chez Oniscus asellus le même ordre des gènes observé par 

Roehrdanz et al. (2002). Cependant, si l’Oniscus sp. de Roehrdanz et al. (2002) possède bien 

un ADNmt atypique, nous pourrions imaginer que ce réarrangement se soit réalisé en une 

seule étape, par duplication + perte aléatoire, à partir d’un dimère d’ADNmt palindromique, 

comme cela est représenté dans la figure VI-6.  

Néanmoins, si des réarrangements géniques se font grâce à la dimérisation, il faudra 

éclaircir un point important : est-il possible qu’une perte aléatoire de gène se produise sur un 

dimère et que l’ADNmt reste sous la conformation atypique (dimères + monomères) ? En 

effet, on peut se demander ce que devient le dimère s’il y a une perte de gènes : la disparition 

d’une copie de chacun des gènes d’un dimère conduira à la formation d’un monomère à la 

synténie différente. Ainsi, soit le génome perd sa structure atypique, soit le génome retrouve 

une structure atypique à partir de ce nouveau monomère possédant une nouvelle synténie.  
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D.D.D.D. ConclusionConclusionConclusionConclusionssss        

 Dans cette troisième partie, nous avons montré que la structure atypique du génome 

mitochondrial observée chez A. vulgare et P. pruinosus est également présente chez un très 

grand nombre d’Oniscidea. A l’heure actuelle, seule l’espèce L. oceanica a été observée avec 

un génome mitochondrial de type classique, présentant seulement des molécules circulaires 

monomériques.  

 Nous avons également démontré en élargissant cette étude à deux espèces d’Isopodes 

aquatiques non-Oniscidea que la structure atypique du génome mitochondrial pouvait être 

largement répandue chez les Isopodes. En effet, nous avons découvert que cette structure 

atypique existait également chez l’espèce d’eau douce Asellus aquaticus (Asellota). Cette 

observation est à mettre en parallèle avec la probable présence d’un ADNmt atypique chez 

une espèce d’Isopode marin Idotea baltica, dont le génome mitochondrial n’a pas pu être 

séquencé entièrement.  

 En revanche, l’observation d’un ADNmt de type classique chez l’Isopode marin 

Sphaeroma serratum, ainsi que chez L. oceanica, suppose que des événements de réversion 

ou de convergence de la structure atypique de l’ADNmt ont eu lieu au cours de l’évolution 

des Isopodes.  

 La forte corrélation observée entre la présence d’ADNmt atypique et la présence de 

l’hétéroplasmie sur le gène de l’ARNtAla/Val suggère également que les deux phénomènes sont 

liés. Ainsi, nous pensons que la mise en place de la structure atypique de l’ADNmt des 

Isopodes est l’étape cruciale qui a permis l’apparition de l’ARNt bivalent chez les Oniscidea. 

De plus, il est probable que cette hétéroplasmie soit ensuite devenue un facteur de maintien de 

la structure atypique chez ces espèces.  

 Enfin, nous avons discuté dans cette partie d’une possible évolution de l’ordre des 

gènes mitochondriaux dans les génomes d’Oniscidea. A partir de résultats préliminaires, ainsi 

que de données issues de la littérature, il semblerait que quelques espèces d’Oniscidea ne 

présentent pas le même ordre des gènes qu’A. vulgare et L. oceanica. Toutefois, nous ne 

connaissons pas la structure de l’ADNmt de ces espèces. Il serait donc intéressant de 

poursuivre cette analyse afin de voir si les dimères d’ADNmt des Oniscidea peuvent être des 

catalyseurs de réarrangements géniques.  
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VII.VII.VII.VII. Reconstruction de l’histoire évolutive de l’ADNmt Reconstruction de l’histoire évolutive de l’ADNmt Reconstruction de l’histoire évolutive de l’ADNmt Reconstruction de l’histoire évolutive de l’ADNmt 

atypique des Oniscideaatypique des Oniscideaatypique des Oniscideaatypique des Oniscidea    

 

L’étude de l’ADNmt atypique des Isopodes, et plus particulièrement celui des 

Oniscidea, a mis à jour plusieurs originalités dans la structure et la composition de ces 

génomes. L’accumulation de telles particularités ne paraît pas fortuite. Il existe de toute 

évidence des liens de causes à effet entre ces spécificités propres aux Isopodes. Après avoir 

décrit et commenté chacune de ces caractéristiques dans les chapitres précédents, il paraît 

indispensable de retracer l’histoire évolutive de ce génome mitochondrial unique en 

recherchant la succession des étapes qui ont conduit à l’existence de cet ADNmt atypique.  

A.A.A.A. AppaAppaAppaApparition du génome mitochondrial rition du génome mitochondrial rition du génome mitochondrial rition du génome mitochondrial atypiqueatypiqueatypiqueatypique    

Il est difficile dans l’état actuel des résultats de définir avec certitude quel est le 

caractère le plus ancien parmi tous les caractères originaux observés dans l’ADNmt atypique 

des Isopodes. Toutefois, nous savons que l’apparition de la structure atypique, composée de 

dimères circulaires et de monomères linéaires, doit être parmi les plus anciens. L’observation 

de cette structure chez l’Isopode aquatique Asellus aquaticus (Asellota) témoigne de la 

présence très probable de l’ADNmt atypique chez l’ancêtre commun des Asellota et des 

Oniscidea il y a au moins 250 millions d’années (âge du plus ancien fossile d'Asellota connu à 

ce jour, Wilson 1999). Cette datation est une estimation minimum, et l’ADNmt atypique peut 

être encore plus ancien, mais pour le moment l’échantillonnage réalisé ne permet pas de 

définir très précisément quand serait apparue cette structure. Une seule certitude sur la 

datation de cette structure atypique est qu’elle ne dépasse certainement pas le super-ordre des 

Péracarides. En effet, une trentaine de génomes mitochondriaux ont été séquencés et analysés 

parmi les autres super-ordres d’Eumalacostracés (Eucarides et Hoplocarides), et aucun n’a 

révélé la présence de ce type d'ADNmt. Chez les Péracarides, les données accessibles dans la 

littérature sont beaucoup plus fragmentaires. En réalité, seul le séquençage complet du 

génome mitochondrial de type classique de l’Amphipode Metacrangonyx longipes (Bauzà-

Ribot et al. 2009) indique que l’ADNmt atypique n’est pas présent chez cette espèce. 

Cependant, nous avons vu qu’au cours de l’évolution des Isopodes ont eu lieu 

vraisemblablement des phénomènes de réversions vers un ADNmt classique, ou de 

convergence de l’apparition de l’ADNmt atypique, avec la présence d’ADNmt classique chez  



Histoire évolutive de l’ADNmt atypique 

 127 

 

F
ig

ur
e 

V
II-

1 
: 

R
ec

on
st

ru
ct

io
n 

de
 l’

hi
st

oi
re

 é
vo

lu
tiv

e 
de

 l’
A

D
N

m
t 

de
s 

O
ni

sc
id

ea
. 

Le
s 

di
ffé

re
nt

es
 c

ar
ac

té
ris

tiq
ue

s 
re

le
vé

es
 d

an
s 

l’A
D

N
m

t 
de

s 
O

ni
sc

id
ea

 e
t 

de
s 

Is
op

od
es

 s
on

t 
pl

ac
ée

s 
su

r 
ce

t 
ar

br
e 

ph
yl

og
én

ét
iq

ue
 c

om
po

sé
 à

 l’
ai

de
 d

es
 d

on
né

es
 is

su
es

 d
e 

la
 li

tté
ra

tu
re

 (
M

ic
he

l-S
al

za
t 

&
 B

ou
ch

on
 2

00
0;

 M
at

te
rn

 
20

03
; 

S
ch

m
id

t 
20

08
; 

W
ils

on
 2

00
9 

- 
vo

ir 
an

ne
xe

 1
5)

. 
D

eu
x 

sc
én

ar
i 

so
nt

 p
ro

po
sé

s 
po

ur
 l

’a
pp

ar
iti

on
 d

e 
l’A

D
N

m
t 

at
yp

iq
ue

 : 
(i)

 u
ne

 a
pp

ar
iti

on
 a

va
nt

 l
a 

di
ve

rg
en

ce
 d

es
 s

ou
s-

or
dr

es
 d

es
 A

se
llo

ta
 e

t d
es

 O
ni

sc
id

ea
, s

ui
vi

e 
d’

un
e 

ré
ve

rs
io

n 
(R

) 
ch

ez
 S

. s
er

ra
tu

m
 (

S
ph

ae
ro

m
at

id
ae

) 
et

 L
. 

oc
ea

ni
ca

 (
Li

gi
id

ae
),

 n
ot

ée
 

pa
r 

de
s 

flè
ch

es
 o

ra
ng

e 
vi

de
s 

; 
et

 (
ii)

 d
eu

x 
ap

pa
rit

io
ns

 c
on

ve
rg

en
te

s 
(C

) 
de

 l’
A

D
N

m
t 

at
yp

iq
ue

 c
he

z 
le

s 
A

se
llo

ta
 e

t 
le

s 
O

ni
sc

id
ea

 C
rin

oc
he

ta
, 

no
té

es
 p

ar
 

un
e 

flè
ch

e 
or

an
ge

 p
le

in
e.

 L
a 

ré
ve

rs
io

n 
de

 l’
A

R
N

tA
la

/V
al

 ch
ez

 le
s 

P
hi

lo
sc

iid
ae

 e
st

 n
ot

ée
 p

ar
 u

ne
 fl

lè
ch

e 
ve

rt
e 

vi
de

 a
cc

om
pa

gn
ée

 d
e 

la
 le

ttr
e 

R
. 



Histoire évolutive de l’ADNmt atypique 

 128 

les espèces Ligia oceanica et Sphaeroma serratum (Doublet et al. en prép.) – voir figure VII-

1. Ainsi, nous ne pouvons pas totalement écarter l’hypothèse de la présence d’ADNmt 

atypique chez certains Péracarides. 

En ce qui concerne les causes et les conditions dans lesquelles est apparu le génome 

mitochondrial atypique, il semble cohérent que la création des dimères palindromiques qui 

composent ces génomes soit dépendante de l’apparition des monomères linéaires. En effet, 

quel que soit le mécanisme impliqué dans l’élaboration des dimères - par réplication ou bien 

par association (cf. chapitre précédent) – les monomères linéaires semblent être obligatoires 

pour former les dimères. Ainsi, l’apparition au cours de l’histoire évolutive des Isopodes des 

monomères linéaires d’ADNmt, autrement dit la linéarisation de la forme classique 

monomère circulaire, est une étape préalable à la construction des dimères palindromiques. 

Comme nous l’avons vu précédemment, la linéarisation des génomes mitochondriaux est 

assez courante chez les plantes et les unicellulaires, mais restreinte aux Cnidaires et aux 

Isopodes chez les animaux. Cependant, Nosek & Tomáška (2003) ont remarqué une 

caractéristique commune à tous ces génomes mitochondriaux linéaires : la présence de 

structures répétées inversées à leurs extrémités. Ces séquences, dont l’origine n’est pas 

connue – Nosek & Tomáška (2003) mentionnent la probable insertion d’éléments génétiques 

mobiles – pourraient être impliquées dans la linéarisation de ces génomes. Le séquençage du 

génome mitochondrial d’A. vulgare, et principalement l’obtention de la principale région non 

codante où a lieu la linéarisation et la dimérisation, a mis en évidence une telle séquence, 

formant une structure secondaire en épingle à cheveux d’une trentaine de paires de bases. 

Même si nous ne sommes pas certains qu’elle soit impliquée dans l’élaboration de la 

conformation atypique du génome, il est assez intéressant d’observer que cette structure 

secondaire n’est pas présente dans le génome mitochondrial de type classique de l’Oniscidea 

L. oceanica (Kilpert & Podsiadlowski 2006). Nous pouvons donc imaginer que cette structure 

peut jouer un rôle dans la formation des molécules linéaires et des dimères. 

De telles séquences répétées inversées dans un génome ont été soupçonnées d’être à 

l’origine de la formation de dimères d’ADN circulaires et palindromiques, via la formation de 

structures secondaires en épingle à cheveux (Bi & Liu 1996; Lin et al. 1997; Lyu et al. 1999). 

Cette hypothèse a également été développée par Dinouël et al. (1993) pour expliquer, à l’aide 

d’un modèle, la présence de monomères linéaires et de dimères circulaires dans les 

mitochondries de levures. Un tel système dynamique est donc possible pour l’ADNmt 

atypique des Isopodes. Cependant, cette hypothèse mérite d’être soutenue par d’autres 

résultats. 
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B.B.B.B. Nouvelle organisationNouvelle organisationNouvelle organisationNouvelle organisation    du génomedu génomedu génomedu génome    

L’apparition du génome mitochondrial atypique il y a quelques centaines de millions 

d’années a visiblement été accompagnée par deux autres phénomènes : un réarrangement 

génique aboutissant à un nouvel ordre des gènes et une inversion de l’orientation de l’origine 

de réplication de l’ADNmt inversant également le biais de composition nucléotidique brin-

spécifique. Les conséquences de ces deux phénomènes s’observent chez les trois génomes 

mitochondriaux d’Isopodes actuellement séquencés : l’Isopode marin Valvifère Idotea 

baltica, et les Oniscidea A. vulgare et L. oceanica. Malheureusement, nous n’avons pas 

d’information sur l’ordre des gènes d’autres espèces d’Isopodes, tel qu’Asellus aquaticus 

(Asellota). En revanche, cet ordre des gènes particulier ne se retrouve pas dans les génomes 

mitochondriaux des Amphipodes (Péracarides) M. longipes et Parhyale hawaiensis. Ceci 

nous permet de situer au minimum ces deux événements avant la divergence des sous-ordres 

des Valvifères et des Oniscidea (figure VII-1) mais il est possible également que ces 

événements aient eu lieu plus tôt, avant l’émergence des Isopodes par exemple.  

Même si ces deux phénomènes de réarrangement géniques et d’apparition de 

l’ADNmt atypique ont eu lieu chez les Isopodes à peu près au même moment, il est difficile 

de dire s’ils sont liés. Il est évidemment troublant que les deux phénomènes d’inversion de 

l’origine de réplication et de linéarisation-dimérisation de l’ADNmt aient eu lieu dans la 

même région non codante, à peu près au même moment de l’évolution des Isopodes. 

Toutefois, les phénomènes de réarrangements géniques et d’inversion de l’origine de 

réplication sont des événements relativement communs dans les génomes mitochondriaux. Il 

apparaît donc difficile de faire un lien entre ces événements, si proche dans le temps soient-

ils. 

C.C.C.C. ApparApparApparApparition d’une hétéroplasmieition d’une hétéroplasmieition d’une hétéroplasmieition d’une hétéroplasmie    : l’ARNt: l’ARNt: l’ARNt: l’ARNtAla/ValAla/ValAla/ValAla/Val    

1. Une hétéroplasmie stable 

La nouveauté génétique la plus originale observée dans les génomes mitochondriaux 

atypiques est la présence chez un grand nombre d’Oniscidea d’une hétéroplasmie générant 

deux gènes différents sur le même locus : l’ARNtAla et l’ARNtVal. Nous ne savons pas 

précisément à quel moment est apparue cette hétéroplasmie. Cependant, l’échantillonnage sur 

lequel ont été réalisées les amplifications de ces ARNt a permis de montrer qu’une grande 

majorité des Oniscidea possède cet ARNt bivalent : nous avons donc estimé cette 

hétéroplasmie à au moins 30 millions d’années, date de la divergence des principales familles 
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d’Oniscidea (figure VII-1). En revanche, nous ne savons si d’autres espèces au génome 

mitochondrial atypique, comme Asellus aquaticus (Isopoda, Asellota), possèdent également 

cet ARNt bivalent. Nous avons montré néanmoins que les génomes mitochondriaux des 

espèces L. oceanica (Ligiidae) et Dynamene bidentata (Sphaeromatidae – Isopode aquatique) 

ne le portent pas.  

Cet ARNt bivalent est le premier exemple de locus mitochondrial portant deux gènes 

différents. De cette constatation, nous pouvons en déduire que la structure atypique de 

l’ADNmt des Oniscidea, et en particulier ses dimères, ont certainement été nécessaires à 

l’apparition de cette hétéroplasmie : les dimères pourraient permettre la présence de deux 

ARNt différents sur le même locus. Ce serait d’ailleurs en bénéficiant de cette structure 

atypique que cette hétéroplasmie a pu se maintenir et se transmettre, en évitant la réduction du 

nombre de molécules d’ADNmt lors de l’ovogenèse. Comme nous l’avons proposé, les 

dimères pourraient être des vecteurs de l’hétéroplasmie. 

Consécutivement, il est possible que cette hétéroplasmie soit ensuite devenue un 

facteur de maintien de la structure atypique. En effet, nous avons démontré que cette 

hétéroplasmie est constitutive du génome mitochondrial atypique de certaines espèces et 

permet le positionnement de deux gènes essentiels à la traduction mitochondriale sur le même 

locus. Cette hétéroplasmie apparaît donc indispensable lorsque qu’aucun autre ARNtVal 

n’apparaît dans le génome mitochondrial, comme dans le cas d’A. vulgare. Devenue alors 

obligatoire et vraisemblablement liée à la présence de l’ADNmt atypique, cette hétéroplasmie 

pourrait être une des causes du maintien des dimères dans les génomes atypiques. Mais ceci 

ne peut être possible que si les dimères possèdent les deux ARNt différents, sur chacun des 

monomères qui les composent. Si tel est le cas, l’hétéroplasmie représenterait alors une 

contrainte pour le maintien de la forme dimérique, et seul un retour à deux gènes d’ARNt 

séparés dans le génome permettrait un retour vers une forme classique de l’ADNmt. 

Si nous acceptons cette hypothèse de l’apparition de l’hétéroplasmie via les dimères 

d’ADNmt, nous pouvons alors imaginer que d’autres hétéroplasmies aient pu apparaître au 

cours de l’évolution des Oniscidea. C’est d’ailleurs une hypothèse qui peut être évoquée pour 

expliquer la présence de l’ADNmt atypique chez les Oniscidea Philoscia muscorum et 

Chaetophiloscia elongata dont les génomes ne présentent pas d’ARNt bivalent 

Alanine/Valine. Toutefois, seules des hétéroplasmies permettant l’apparition d’une nouvelle 

fonction semblent susceptible de s’installer. En effet, dans le cas d’un gène codant pour une 

protéine, une mutation non synonyme sur l’une des deux copies du dimère entraînerait une 

compétition entre les deux protéines différentes. Ce phénomène de compétition créerait alors 
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l’apparition de pseudogènes dans le génome : le gène le moins compétitif ne serait pas retenu 

par la sélection. Or, ceci n’a pas été observé dans le génome d’A. vulgare. En revanche, dans 

le cas de l’hétéroplasmie sur l’ARNtAla/Val, le gène de l’ARNtAla a acquis une seconde fonction 

d’ARNtVal suite à la mutation de l’anticodon de l’une de ses deux copies. Ainsi, avec une 

fonction différente, en aucun cas ces deux formes n’entrent en compétition dans la 

mitochondrie. Ceci restreint alors les hétéroplasmies stables aux seuls gènes d’ARNt, 

puisqu’il est peu probable que les gènes mitochondriaux codants pour des protéines et les 

deux sous-unités ribosomales puissent acquérir une nouvelle fonction par le biais d’une 

simple mutation. 

2. Des conditions réunies pour la formation d’un ARNt bivalent 

Pour que cette hétéroplasmie particulière ait pu voir le jour, il fallait non seulement 

l’apparition préalable de la structure atypique du génome mitochondrial, comme cela a été 

mentionné précédemment, mais il était nécessaire que les deux gènes d’ARNt, pour l’Alanine 

et la Valine, puissent cohabiter et que leurs éléments d’identités n’entrent pas en conflit. Or, 

nous avons vu dans le chapitre V que les éléments d’identités de ces deux ARNt ne sont pas 

compatibles : si l’élément d’identité de l’ARNtVal est généralement l’anticodon, l’élément 

d’identité principal de l’ARNtAla est une paire G:U présente dans le bras accepteur. Cette 

paire de bases est incompatible avec un autre ARNt, car, comme cela a été démontré 

expérimentalement, tout ARNt possédant une paire G:U se trouve aminoacylé par un acide 

aminé Alanine, quel que soit son anticodon (McClain & Foss 1988; Francklyn & Schimmel 

1989; Shi et al. 1992). 

En comparant les génomes mitochondriaux des espèces L. oceanica et A. vulgare, il 

est évident que c’est l’ARNtVal qui est apparu sur l’ARNtAla. Nous pouvons voir que le gène 

de l’ARNtAla n’a pas changé de place entre ces deux espèces. De plus les ARNtAla de ces deux 

espèces ont une partie de leur séquence identique, constituée du bras « D » et d’une partie du 

bras de l’anticodon (annexe 14). Lors de son changement de position dans le génome, la 

persistance de l’élément d’identité G:U n’aurait jamais permis l’installation du gène de 

l’ARNt Val sur le gène de l’ARNtAla, comme cela s’est produit chez ces Oniscidea. Mais 

comme on a pu le voir chez les Crustacés (chapitre V), la paire G:U est absente des ARNtAla 

mitochondriaux de certains espèces. C’est le cas de Décapodes (Hickerson & Cunningham 

2000; Segawa & Aotsuka 2005; Ivey & Santos 2007; Yang & Yang 2008; Ki et al. 2009a), 

des Cirripèdes du genre Pollicipes (Lavrov et al. 2004; Lim & Hwang 2006) et du 

Branchioure Argulus americanus (Lavrov et al. 2004). Ce défaut de paire G:U se retrouve 
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également chez les cinq espèces du super-ordre des Péracarides dont le génome mitochondrial 

a été séquencé : les Amphipodes P. hawaiensis et M. longipes, et les Isopodes I. baltica, L. 

oceanica et A. vulgare. La perte de cet élément d’identité G:U, qui a permis l’apparition de 

l’hétéroplasmie au niveau de l’anticodon, semble donc antérieure à la divergence des 

Péracarides et certainement antérieure à l’apparition du génome mitochondrial atypique 

(figure VII-1).  

Le mécanisme impliqué dans le déplacement du gène de l’ARNtVal dans le génome 

des Oniscidea est bien connu : c’est un phénomène de recrutement d’ARNt, se produisant par 

une ou deux mutations au niveau de l’anticodon de l’ARNt receveur, suivies de la délétion de 

l’ARNt d’origine (Lavrov & Lang 2005). Dans le cas original de l’ARNt bivalent, la mutation 

de la seconde base de l’anticodon d’une des copies de l’ARNtAla a ensuite été suivie de la 

délétion de l’ARNtVal d’origine. Ce phénomène est d’autant plus facilité chez les Métazoaires 

(et chez les Crustacés en ce qui concerne l’ARNtAla) que certains ARNt mitochondriaux ne 

possèdent pas beaucoup d’éléments d’identités autres que leur anticodon (Rawlings et al. 

2003).  

D.D.D.D. Les dimères d’ADNmt catalyseurs de réarrangementsLes dimères d’ADNmt catalyseurs de réarrangementsLes dimères d’ADNmt catalyseurs de réarrangementsLes dimères d’ADNmt catalyseurs de réarrangements    ????    

Outre les changements de localisation de gènes d’ARNt qui, comme dans l’exemple 

présent des Oniscidea, sont particulièrement courants dans les génomes mitochondriaux des 

Arthropodes (Lavrov & Lang 2005; Gissi et al. 2008; Dowton et al. 2009), nous avons vu 

également que des réarrangements géniques majeurs ont pu avoir lieu dans les génomes 

mitochondriaux au cours de l’évolution des Oniscidea. Même si cette hypothèse se base sur 

des observations préliminaires réalisées dans cette étude, ainsi que sur des données de la 

littérature très incomplètes à propos d’une espèce d’Oniscus indéterminée (Roehrdanz et al. 

2002), il est intéressant de voir que l’ADNmt des Oniscidea peut changer de synténie. 

Toutefois, nous ne savons pas encore si les dimères présents dans les génomes 

mitochondriaux atypique des Oniscidea sont impliqués dans la modalité et la fréquence de ces 

réarrangements. En revanche, nous pouvons nous interroger sur le mécanisme impliqué dans 

ces réarrangements. 

Le mécanisme le plus souvent évoqué dans les réarrangements de gènes est le modèle 

appelé « duplication + perte aléatoire ». Ce mécanisme aurait pu agir au sein de l’ADNmt 

atypique des Isopodes. Mais, si la dimérisation de l’ADNmt ressemble en effet à une 

duplication, nous avons cependant démontré que (i) ces dimères sont stables et que les deux 

copies de chacun des gènes ne semblent pas en voie de délétion, et (ii) que ces dimères sont 
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sans doute impliqués dans un système dynamique avec les monomères, permettant de passer 

d’une forme à l’autre, homogénéisant ainsi leurs séquences. Néanmoins nous ne pouvons pas 

écarter l’hypothèse que les dimères aient joué ponctuellement un rôle dans les réarrangements 

géniques dans l’ADNmt des Oniscidea. De plus amples investigations sur ce sujet sont donc 

nécessaires. Nous pourrions ainsi savoir si l’ADNmt atypique des Oniscidea est plus stable, 

en termes de synténie, que les ADNmt classiques des Métazoaires. 
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VIII.VIII.VIII.VIII. ConcConcConcConcllllusion & pusion & pusion & pusion & persperspersperspeeeectivesctivesctivesctives    
 

Les deux objectifs principaux de ce travail étaient d’une part de décrire la structure du 

génome mitochondrial atypique d’A. vulgare ainsi que ses caractéristiques, et d’autre part de 

reconstruire l’histoire évolutive de cet ADNmt, en recherchant son origine et celle de ses 

particularités. 

Après la description de la structure de l’ADNmt atypique d’A. vulgare et de ses deux 

types moléculaires, les dimères circulaires et les monomères linéaires (Raimond et al. 1999), 

le séquençage de ce génome a été entrepris pour connaître sa composition génique et 

nucléotidique et pour comprendre comment se forment ces deux types de molécules.  

Ainsi, grâce à la séquence de l’ADNmt d’A. vulgare nous avons pu observer que ce 

génome atypique comporte les mêmes gènes codants que la majorité des eucaryotes, mais 

qu’en revanche, ses gènes d’ARNt ne semblent pas tous présents. Seuls 18 séquences d’ARNt 

ont été identifiées dont 10 ont été confirmées par RT-PCR. Nous ne savons pas réellement 

combien il y a de gènes d’ARNt présents dans l’ADNmt d’A. vulgare, mais il semble très 

probable que les 22 ARNt attendus ne soient pas présents. Dans ce cas, trois hypothèses ont 

été émises : (i) soit ces ARNt, indispensables à la traduction, sont importés depuis le génome 

nucléaire vers les mitochondries, (ii) soit ils sont édités à partir d’une portion de séquence 

d’ADNmt, (iii) soit il existe d’autres ARNt bivalents similaires à l’ARNtAla/Val qui 

compenseraient l’absence de certains de ces gènes. La première hypothèse, régulièrement 

mentionnée chez les Arthropodes, paraît être la plus probable. Toutefois, cela n’a jamais été 

démontré chez ces animaux. Il apparaît donc essentiel de le vérifier, non seulement dans le 

cadre du modèle particulier de l’ADNmt des Isopodes, mais également afin de tester si 

l’import d’ARNt du noyau existe vraiment chez les Arthropodes. Pour cela, il faudra réaliser 

une analyse de la provenance des ARNt contenus dans les mitochondries de cloportes. 

Parmi les ARNt que nous avons identifiés chez A. vulgare, le plus surprenant fut la 

découverte de l’ARNt bivalent alloccepteur pour l’Alanine et la Valine. La présence de ces 

deux gènes sur le même locus mitochondrial est un cas unique chez les Métazoaires. Nous 

avons vu, de plus, que l’hétéroplasmie qui résulte de la mutation sur la seconde base de 

l’anticodon de cet ARNt, est transmise obligatoirement à tous les descendants. Cette 

hétéroplasmie, que nous avons datée à plus de 30 millions d’années, suite à sa découverte 

chez d’autres espèces d’Oniscidea, doit être le résultat d’une sélection balancée favorisant la 

présence des deux ARNt essentiels à la traduction dans les mitochondries. Néanmoins, si nous 



Conclusion & perspectives 

 135 

pensons que la présence de cette hétéroplasmie est en lien avec la structure atypique de 

l’ADNmt, nous ne savons pas encore comment cette transmission est rendue possible. Les 

futures investigations tenteront de mettre en évidence la présence des ARNt Alanine et Valine 

sur le même dimère. Pour cela, il faudra cloner des dimères et obtenir les séquences des deux 

ARNt présents sur ces locus pour chacune de ces molécules. Cela permettra de savoir si ces 

dimères sont des vecteurs d’hétéroplasmie chez les Oniscidea et si cette hétéroplasmie peut 

être un des facteurs de maintien de la structure atypique.  

Toujours dans cette étude de l’ARNt bivalent, nous avons confirmé l’expression des 

deux ARNt Alanine et Valine. En revanche, nous n’avons pas encore démontré que ces deux 

gènes sont bien utilisés comme tels. L'ambigüité est d’autant plus importante que l’ARNtAla 

ne possède pas l’élément d’identité G:U ordinairement présent sur ce gène. Des expériences 

de fonctionnalité de ces deux ARNt sont donc indispensables pour affirmer que 

l’hétéroplasmie est bien contrainte par la nécessité de ces gènes dans la mitochondrie. De 

plus, ces expériences de fonctionnalité de l’ARNtAla nous permettront de connaître le nouvel 

élément d’identité de ce gène chez les Crustacés Péracarides. 

Enfin, grâce au séquençage de l’ADNmt d’A. vulgare, nous avons pu observer que la 

linéarisation et la dimérisation des molécules se fait au niveau de la région de contrôle : partie 

non codante du génome. L’obtention de la séquence de cette région de contrôle nous a permis 

de localiser la boucle impliquée dans l’origine de la réplication. En plus de cette boucle, une 

seconde structure secondaire du même type a été observée. Nous ne connaissons pas encore sa 

fonction, mais deux hypothèses ont été formulées à propos de cette structure : (i) elle peut être 

la seconde origine de réplication du génome, connue pour être proche de la première chez les 

Insectes, ou bien (ii) cette structure pourrait intervenir dans la linéarisation et la dimérisation 

du génome, comme cela a été observé dans les génomes mitochondriaux linéaires des 

Cnidaires et de certaines levures. Cette dernière hypothèse est particulièrement intéressante 

puisque cette structure particulière n’a pas été observée dans le génome mitochondrial de type 

classique de l’Oniscidea Ligia oceanica. Néanmoins, cette hypothèse doit être vérifiée. Pour 

cela le séquençage des zones de jonction des dimères d’ADNmt d’A. vulgare, et celui de la 

région de contrôle d’autres génomes mitochondriaux atypiques sont nécessaires.  

 

Le deuxième objectif de ce travail consistait à reconstruire l’histoire évolutive de 

l’ADNmt atypique des Isopodes. En recherchant chez plusieurs espèces les différentes 

caractéristiques qui composent ce génome, nous avons retracé en partie cette histoire. C’est 

ainsi que nous savons que la perte de l’élément d’identité G:U de l’ARNtAla, partagée par 
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l’ensemble des Péracarides, est la particularité la plus ancienne que nous ayons observé. 

Ensuite est apparue, certainement lors de l’évolution des Isopodes, la structure atypique de 

l’ADNmt, avec ses monomères linéaires et ses dimères circulaires. Les analyses RFLP ont en 

effet montré que cette apparition semble antérieure à la divergence des Asellota et des 

Oniscidea. Toutefois nous ne sommes pas encore en mesure de dire si cet ADNmt atypique 

est apparu en une ou plusieurs fois. La présence d’ADNmt de type classique chez deux 

espèces d’Isopodes témoigne de la possibilité de réversions ou de convergences. De même, 

nous savons qu’un nouvel ordre de gènes est apparu dans le génome mitochondrial des 

Isopodes. Il est partagé par les espèces A. vulgare, L. oceanica, et I. baltica, et semble de plus 

être accompagné par une inversion de l’origine de réplication. Cependant notre 

échantillonnage ne nous permet pas de placer cet événement par rapport à l’apparition de 

l’ADNmt atypique. Enfin, nous avons démontré chez les Oniscidea l’apparition il y a au 

moins 30 millions d’années de l’ARNt bivalent alloaccepteur pour l’Alanine et la Valine, 

avant la divergence des principales familles actuelles.  

Une telle reconstruction de l’histoire évolutive de l’ADNmt atypique des Isopodes 

peut être très utile pour reconstruire également leur histoire évolutive (Boore 2006). 

L’utilisation de ces caractères pourrait permettre de clarifier la phylogénie des Isopodes et des 

Péracarides qui encore très discutée (Brusca & Wilson 1991; Michel-Salzat & Bouchon 2000; 

Spears et al. 2005; Schmidt 2008; Wilson 2009; annexes 15 et 16). Pour cela, certains de ces 

caractères méritent une investigation plus importante. C’est le cas de l’ADNmt atypique, pour 

lequel nous ne savons pas suffisamment à quel point il peut être répandu chez les Isopodes 

(par exemple nous ne savons toujours pas si l’espèce I. baltica possède réellement un ADNmt 

atypique). Une recherche plus approfondie parmi les Isopodes aquatiques est donc nécessaire. 

Toujours dans un but phylogénétique, la comparaison de l’ordre des gènes mitochondriaux 

des Isopodes pourrait aussi être très utile. Pour cela, le séquençage de génomes 

mitochondriaux parmi les Isopodes, et plus particulièrement parmi les Oniscidea, serait 

judicieux. De plus, il serait indispensable de tirer profit du séquençage de l’ADNmt atypique 

de certains Oniscidea dans le cadre de l’étude du mécanisme de « duplication + perte 

aléatoire ». En effet, ces espèces peuvent constituer des modèles de choix pour une 

démonstration empirique de ce mécanisme. 
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Annexe Annexe Annexe Annexe 1111    : Protocole d’extraction d’ADN total: Protocole d’extraction d’ADN total: Protocole d’extraction d’ADN total: Protocole d’extraction d’ADN total 

    

1. Nettoyer les animaux dans un bain de Javel 3%, puis les rincer 2 à 3 fois à l’eau 

déminéralisée, les déposer dans une boite (avec papier absorbant humide). 

2. Préparer des tubes Eppendorfs avec 5µL de protéinase K + 400µL de tampon Wilson. 

Composition du tampon Wilson : 

- Tris   100 mM 

- EDTA  10 mM 

- NaCl  100 mM 

- SDS  0,1% 

- Dithiothréitol 50 mM 

- pH = 8 

 

3. Dissection : récupérer les tissus dans les tubes déposés dans la glace ; broyer à l’aide d’un 

pilon. 

4. Incuber au bain-marie à 37°C pendant 4h. 

5. Ajouter ½ volume de Phénol (200µL) et ½ volume de Chloroforme isoamyle (200µL), agiter. 

6. Centrifuger à 12000 rpm pendant 8 minutes à 15°C. 

7. Récupérer le surnageant. 

8. Répéter les étapes 5 à 7 

9. Ajouter 1 volume de Chloroforme isoamyle (400µL), bien agiter, 

10. Centrifuger à 12000 rpm pendant 8 minutes à 15°C 

11. Récupérer le surnageant. 

12. Précipiter en ajoutant de l’Acétate de Na 3M pH 7 : 1/10 de volume (40µL) et 1 volume 

d’isopropanol (400µL), bien agiter. 

13. Laisser une nuit à -20°C 

14. Centrifuger à 15000 rpm pendant 30 minutes à 4°C 

15. Vider le tube (l’ADN est culotté) 

16. Rincer deux fois avec 500µL d’éthanol 70%, centrifuger si le culot est décollé, vider 

17. Laisser sécher sous la hotte (environ 30 minutes) 

18. Ajouter 100µL d’eau stérile 

19. Ranger à 4°C. 
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Annexe 2Annexe 2Annexe 2Annexe 2    : Protoco: Protoco: Protoco: Protocole d’extraction d’ADNmtle d’extraction d’ADNmtle d’extraction d’ADNmtle d’extraction d’ADNmt (Lyse Alcaline) (Lyse Alcaline) (Lyse Alcaline) (Lyse Alcaline)    

 

STE : NaCl 0,1 M 
  Tris 10 mM 
  EDTA 1 mM 
  pH 8 
  filtré 0,2 µm 
 

① Les animaux sont lavés dans l’eau de Javel 3% puis rincés. 
 
     Mettre les tissus frais dans 250 µl STE dans un eppendorf sur glace. 
 

② Broyer au Dounce de taille B. Le broyat (1 volume) est déposé dans un nouvel eppendorf : 350 µl 
max. pour eppendorf de 1,5 ml et 450 µl pour eppendorf de 2 ml. 
     Rincer avec 100 µl STE. 
 

③ Ajouter 2 volumes de : 0,2 M NaOH à partir de NaOH 10 N 
     1% SDS fraîchement préparé 
     Homogénéiser 5 fois doucement par retournement du tube. Laisser 2 à 3 min dans la glace. 
 

④ Rajouter 1,5 volume (du volume initial) de tampon acétate K : 
  60 ml acétate K, 5 M 
  11,5 ml acide acétique glacial 
  28,5 ml H2O 
  pH 5,2 
  filtré 0,2 µm 
     Homogénéiser 5 fois par retournement du tube. Laisser 3 min dans la glace. 
 

⑤ Centrifuger 5 min à 4°C, à 12000 t.min-1. Répartir le surnageant en aliquots de 600 µl. 
 

⑥ Lavage phénol (2 fois) : ajouter 1 volume de phénol (phase d’attente possible). Agiter doucement les 
tubes et centrifuger 3 min à 15°C, à 12000 t.min-1. Prélever le surnageant. 
 

⑦ Lavage au chloroforme-isoamyle (24 vol. chloroforme pour 1 vol. alcool isoamylique) : ajouter 1 
volume de chloroforme-isoamyle. Agiter doucement et centrifuger 3 min à 15°C, à 12000 t.min-1. 
Prélever le surnageant. 
 

⑧ Ajouter au volume final : 1/10ème acétate de Na, 3 M, pH 7 
     2 vol. éthanol 100% 
     Homogénéiser doucement et mettre à -20°C au moins 1h pour précipiter (phase d’attente possible). 
 

⑨ Centrifuger 30 min à 4°C, à 15000 t.min-1. 
 

⑩ Eliminer le surnageant et rincer le culot avec 500 µl d’éthanol 70% froid. 
     Centrifuger rapidement et recommencer le rinçage à l’éthanol. 
     Sécher les culots sous la cloche à vide pendant 30 min. 
     Reprendre les culots dans un volume adéquat de H2O (1 µl / cloporte). 
     Mettre 1 h au frigo avant d’homogénéiser. L’ADN mt est conservé à -20°C. 
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Annexe Annexe Annexe Annexe 3333    : Protocole de Southern blot: Protocole de Southern blot: Protocole de Southern blot: Protocole de Southern blot    

 

1. Préhybridation de la membrane 

- Réhydrater la membrane dans une solution 2 mM EDTA, 0,1% SDS (filtrée à 0,2 µM) ; 
- Après réhydratation, pré-hybrider la membrane 2 heures à 42°C avec un tampon 
d’hybridation + 400 µl de ssDNA (4mg/ml) fraîchement dénaturé (5 min. à 95°C puis 5 
min. dans la glace). 

Composition du tampon d’hybridation : 
- 40 g de Dextran Sulfate 
- 4 ml de ssDNA (2mg/ml) 
- 160 ml de Formamide Désionisé 
- 80 ml de SSC 20X 
- 4 ml de Tris 2M (pH 7,4)                        filtré au papier Whatman #1 
- 4 ml de Denhardt’s 100X 
- 150 ml d’eau bidistillée 

 
2. Préparation de la sonde 

- Diluer ~100 ng de produits de PCR dans un volume finale de 22,5 µl, puis dénaturer ce 
produit 5 min. à 95°C, puis 5 min. dans la glace ; 
- Ajouter ensuite sur glace : - 5 µl de solution 1 (4mg/ml BSA + 30 OD/ml Random 

hexamères) 
 - 20 µl de solution 2 (0,5 M HEPES pH 6,6 + 12 mM 

MgCl2 + 25 mM β-mercaptoéthanol + 12 mM Tris pH8 + 1 
µl de chaque dNTP 100 mM ; H2O qsp 1 ml) 

      - 2 µl d’élément radioactif [α-32P]dCTP 
      - 0,8 µl de Klenow Polymerase (9U/µl) 
- Incuber une heure à 37°C ; 
- Arrêter la réaction avec 20 µl d’EDTA 0,5 M et 130 µl d’H2O ;  
- Dénaturer la sonde marquée 5 min. à 95°C puis 5 min. dans la glace ; 

 
3. Hybridation de l’ADN avec la sonde 

- Remplacer le tampon de pré-hybridation par le tampon d’hybridation (même 
composition que précédement) avec 400 µl de ssDNA (4mg/ml) fraîchement dénaturé et 
la sonde, pour une incubation de 16 heures à 42°C ;  
 

4. Lavages de la membrane 

- Après avoir enlevé le tampon d’hybridation, faire 2 bains de 2X SSC, 0,1% SDS, de 30 
min. à température ambiante ;  
- Puis faire 2 bains de 0,1X SSC, 0,1% SDS, de 30 min. à 52°C ; 
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Annexe Annexe Annexe Annexe 4444    : Programme: Programme: Programme: Programmessss PCR et séquences des amorces utilisé PCR et séquences des amorces utilisé PCR et séquences des amorces utilisé PCR et séquences des amorces utiliséeseseses    

 

Protocole d’amplification par PCR de la région non-codante de l’ADNmt d’A. vulgare : 

Programme de PCR : 
 - 3 min. 95°C 
 - 30 sec. 95°C 
 - 1 min. 30 54°C 
 - 1 min. 30 72°C 
 - 5 min. 72°C 

 
Amorces : 

 CytbVD :  CTACCTTGAGGTCAAATATC (située du coté du gène Cytb) 
 VD1 : GAGATAAGTCGTAACAAAGTAG     (située du coté du gène 12SARNr) 
 

Protocole d’amplification par PCR pour l’étude de la synténie : 

Programme de PCR : 
 - 3 min. 95°C 
 - 30 sec. 95°C 
 - 1 min. 30 50-55°C 
 - 1 min. 30 72°C 
 - 5 min. 72°C 

 
Amorces comprises dans les gènes 16SARNr et Cox1 : 

 IIIF : TTATGCTACCTTAGCACAGT 
 IIIR : TAAATCTGATCATCTCCAAT 

Amorces comprises dans les gènes Cox3 et 12SARNr : 
 IVF : CCMCTATTAAATACTGCWAT (M = bases A ou C ; W = bases A ou T) 
 IVR : GAGAGTGACGGGCGATATGT 

Amorces comprises dans les gènes Nad5 et Nad4 : 
IIF : CTATAACTAARAGRGCTCA (R = bases A ou G) 

 IIR : GCTAATATAKCTTATGAACG (K = bases T ou G) 

 

Protocole d’amplification par PCR pour tester la présence de Wolbachia par le gène wsp : 

Programme de PCR : 
 - 2 min. 95°C 
 - 1 min. 95°C 
 - 1 min. 55°C 
 - 1 min. 72°C 
 - 5 min. 72°C 

 

Amorces : 
 81F : TGGTCCAATAAGTGATGAAGAAAC 
 691R : AAAAATTAAACGCTACTCCA 

30x 

35x 

30x 
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    Annexe Annexe Annexe Annexe 5555    : Séquences des amorces utilisées pour les RT: Séquences des amorces utilisées pour les RT: Séquences des amorces utilisées pour les RT: Séquences des amorces utilisées pour les RT----PCR sur les PCR sur les PCR sur les PCR sur les 

ARNt d’ARNt d’ARNt d’ARNt d’A. vulgareA. vulgareA. vulgareA. vulgare 

 

 

 

 

Nom des 
amorces 

Séquences 

AVd TAACAATTTAGTTTATAAAAAAC 

AVc ATAATTTCTATTTCTAGAG 

Cd AGGTTTATAGTTCTT 

Cc GTTTTTGCAATAATTGCTTGC 

Fd AATAATAAAGTTTTTAG 

Fc CCTAATATATTAGGAGATCCTGA 

Hd TATAATTTATAAATAAAATATTAAG 

Hc ATTAAGGAGAGAACCTAT 

Kd ATCTCTGAGCGATACTCTGT 

Kc AACCACTCTAAGGAAGATCT 

L1d TTTTCTAAAAAAATATTAAG 

L1c AAATGTTTTGAAAACATTTG 

L2d AGCAGCAGAATGAGTGCG 

L2c TCATGCTATAATTTACTCCC 

M1d AAATAAGCTAAATTAAGCTG 

M1c AAATCAATTGAATATCAATG 

M3d ATAGAAAATTTCGAGG 

M3c CCTTAATACGAATATAAAAAC 

Nd ATTAAAATAAATATTATTAAAAG 

Nc TTTTATAACATTTGTAATTGT 

Pd CAAAAATTAGTTTAATTAAAAC 

Pc TACAAAGTAAATTTTAG 

Qd GTATAGTGTATATTCACG 

Qc ATATAAGGTATAGATAAGTA 

S2d TGAGCAATAGCTAAAAAAGT 

S2c TTAAGTTATAAAACCTTATC 

Td TAATTATTATAATTTTTTTATTAATC 

Tc TCAGGATCTCCTAATATATTAGG 

Wd TAAAGCTTAAGTAAATAAC 

Wc CACTACTAGGGAGGAAATTC 

Yd GCATTATATAAGCTTTAAGCGG 

Yc TGCAGTTTTAAGAAACTATAAACC 

 

 

Tableau A5. Séquences des amorces utilisées pour les RT-
PCR des gènes d’ARNt d’A. vulgare.  
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Annexe Annexe Annexe Annexe 6666    : Protocole de séquençage Big Dye Terminator: Protocole de séquençage Big Dye Terminator: Protocole de séquençage Big Dye Terminator: Protocole de séquençage Big Dye Terminator    

    

Pour une séquence (1/16 ème de réaction) : 

• 0.5 µl de Mix BDT 
• 0.32 µl de Primer à 10 µM 
• 8.18 µl H2O 
• 3 µl de tampon BDT 5X 
• 3 µl de matrice d’ADN (après purification) 

 
Programme de PCR : 

 - 30 sec. 96°C 
 - 45 sec. 96°C 
 - 30 sec. 55°C 
 - 4 min. 60°C 
  
Préparation des échantillons pour le séquençage : 

• Purification des échantillons :  
  15 µl de produits de réaction d’amplification  

+ 10 µl d’eau stérile 
+ 2,2 µl d’Acétate de Na à 3M (pH=5,2) 
+ 50 µl d’EtOH 100% (température  ambiante) 

Homogénéiser puis laisser précipiter pendant 20 min. à température ambiante. 
 

• Centrifuger à 14 000 rpm pendant 20 minutes (température ambiante). 
 

• Eliminer le surnageant à la pipette. Puis rincer avec 90µL d’EtOH 70%. 
Centrifuger à 14 000 rpm pendant 5 minutes à 4°C. 
 

• Eliminer le surnageant, puis laisser sécher sous la hotte (30 minutes environ). 
 

• Reprendre le culot dans 15 µL de formamide désionisée. 
Laisser le culot se reprendre 30 minutes à température ambiante. 
 

• Vortexer 
 
• Dénaturer 3 minutes à 95°C puis placer le tube dans la glace. 

 

25x 
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Annexe 7Annexe 7Annexe 7Annexe 7    : Code génétique mitochondrial des Arthropodes: Code génétique mitochondrial des Arthropodes: Code génétique mitochondrial des Arthropodes: Code génétique mitochondrial des Arthropodes    

 

 

 

 

 

  U C A G   

UUU UCU UAU UGU U 

UUC 

Phénylalanine 
Phe (F) UCC UAC 

Tyrosine               
Tyr (Y) UGC 

Cystéine          
Cys (C) C 

UUA UCA UAA UGA A 
U 

UUG 

Leucine          
Leu-1 (L1) UCG 

Sérine                       
Ser-1 (S1) 

UAG 
Stop 

UGG 

Tryptophane        
Trp (W) G 

CUU CCU CAU CGU U 

CUC CCC CAC 

Histidine                  
His (H) CGC C 

CUA CCA CAA CGA A 
C 

CUG 

Leucine          
Leu-2 (L2) 

CCG 

Proline              
Pro (P) 

CAG 

Glutamine            
Gln (Q) CGG 

Arginine               
Arg (R) 

G 

AUU ACU AAU AGU U 

AUC 

Isoleucine            
Ile (I) ACC AAC 

Asparagine            
Asn (N) AGC C 

AUA ACA AAA AGA A 
A 

AUG 

Méthionine            
Met (M) ACG 

Thréonine              
Thr (T) 

AAG 

Lysine                
Lys (K) AGG 

Sérine                 
Ser-2 (S2) 

G 

GUU GCU GAU GGU U 

GUC GCC GAC 

Acide aspartique             
Asp (D) GGC C 

GUA GCA GAA GGC A 
G 

GUG 

Valine                         
Val (V) 

GCG 

Alanine                  
Ala (A) 

GAG 

Acide 
glutamique            

Glu (E) GGG 

Glycine                     
Gly (G) 

G 

 

Tableau A7  : Code génétique mitochondrial du genre Drosophila (de Bruijn 1983; Clary & 
Wolstenholme 1985), supposé être le même pour A. vulgare (cf. figure IV-1, page 61). 
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Annexe Annexe Annexe Annexe 8888    : : : : StruStruStruStructurescturescturesctures secondaires des  secondaires des  secondaires des  secondaires des ARNtARNtARNtARNtProProProPro et ARNt et ARNt et ARNt et ARNtAla/ValAla/ValAla/ValAla/Val    d’d’d’d’AAAA. . . . 

vulgarevulgarevulgarevulgare        identifiés identifiés identifiés identifiés par ARWENpar ARWENpar ARWENpar ARWEN 

 

 

 

 

 
 
Figure A8 :  Structures secondaires de l’ARNtPro (à gauche) et de l’ARNtAla/Val (à 
droite) obtenues via le programme ARWEN (Laslett & Canbäck 2008).  
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Annexe Annexe Annexe Annexe 9999    : : : : SéquencesSéquencesSéquencesSéquences des  des  des  des ARNt potentielARNt potentielARNt potentielARNt potentielssss identifiés à vue sur la  identifiés à vue sur la  identifiés à vue sur la  identifiés à vue sur la 

séquence mitochondrial d’séquence mitochondrial d’séquence mitochondrial d’séquence mitochondrial d’A. vulgareA. vulgareA. vulgareA. vulgare 

 

 

 

 

 

ARNt Séquence ( anticodon) 

ARNtPhe(GAA) AATAATAAAGTTTTTAGAATATAATATTGAAGCTATTAAGGAGAGAACCTATTTTAAGACCA 

ARNtLeu-2(UAG) ATAAGCAGCAGAATGAGTGCGAAGGAGTTAGGTTCCTTATATGGGAGTAAATTATAGCATGATGAAAT 

ARNtMet-1(CAU) GGCAAAATAAGCTAAATTAAGCTGGTGGGTTCATACCTCATTGATATTCAATTGATTTATATTAA 

ARNtAsn(AUU) ATTAAAATAAATATTATTAAAAGAATTAATTTTAAAACAATTACAAATGTTATAAAAT 

ARNtGln(UUG) AATTGTATAGTGTATATTCACGTAAGATTTTGAGCCTTAAAATACTTATCTATACCTTATATAAAT 

ARNtMet-2(UAU) ACGTAAGGATTTTTAAGTATTAATTTTTTTTTATAAAAAAATATTAAGTTATAAAACCTTATCAAATGTT 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau A9 : Séquences des ARNt potentiels repérés par inspection visuelle du génome mitochondrial d’A. 
vulgare. 
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    Annexe Annexe Annexe Annexe 10101010    : GC: GC: GC: GC----skews des gènes mitochondriauskews des gènes mitochondriauskews des gènes mitochondriauskews des gènes mitochondriaux d’x d’x d’x d’AAAA....    vulgarevulgarevulgarevulgare, , , ,                                                 

L.L.L.L. oceanica oceanica oceanica oceanica et  et  et  et IIII.... baltica baltica baltica baltica    

        

    

    

    

    

    

GC skewGC skewGC skewGC skew    Gène (brin) 
A. vulgare L. oceanica I. baltica 

12S ARNr (+)  n.d. 0,062 0,098 
Nad1Nad1Nad1Nad1 ( ( ( (----))))    0,0000,0000,0000,000    0,0200,0200,0200,020    ----0,0900,0900,0900,090    
Nad3 (+) 0,345 0,161 0,320 
Cox3 (+) 0,063 0,048 0,029 
Atp6 (+) 0,200 0,038 0,012 
Atp8 (+) 0,238 0,000 0,100 
Cox2 (+) 0,128 0,111 0,169 
Cox1 (+) 0,112 0,083 0,122 
Nad2 (+) 0,350 0,226 0,299 
16S ARNr16S ARNr16S ARNr16S ARNr ( ( ( (----))))    0,0120,0120,0120,012    ----0,0650,0650,0650,065    ----0,1030,1030,1030,103    
Nad6 (+) 0,482 0,303 0,240 
Nad4LNad4LNad4LNad4L ( ( ( (----))))    ----0,1290,1290,1290,129    ----0,1180,1180,1180,118    ----0,2040,2040,2040,204    
Nad4Nad4Nad4Nad4 ( ( ( (----))))    ----0,1900,1900,1900,190    ----0,2350,2350,2350,235    ----0,2470,2470,2470,247    
Nad5 (+) 0,420 0,335 0,246 
CytbCytbCytbCytb ( ( ( (----))))    ----0,2470,2470,2470,247    ----0,2350,2350,2350,235    ----0,2120,2120,2120,212    
RC n.d. -0,043 n.d. 
Total (+) 0,180 0,136 n.d. 

Tableau  A10 : Valeurs de GC-skews calculées pour l’ensemble des gènes 
du génome mitochondrial d’Armadillidium vulgare et comparées à celles des 
gènes mitochondriaux de Ligia oceanica et d’Idotea baltica (d’après Kilpert & 
Podsiadlowski 2006). Les gènes encodés sur le brin (-) sont montré en gras. 
n.d. correspond aux valeurs non déterminées, quand les gènes ne sont pas 
complets et non définis entièrement. 
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Annexe Annexe Annexe Annexe 11111111    :::: Chromatogrammes et  Chromatogrammes et  Chromatogrammes et  Chromatogrammes et digestions enzymatique dedigestions enzymatique dedigestions enzymatique dedigestions enzymatique de    

l’hétéroplasmie l’hétéroplasmie l’hétéroplasmie l’hétéroplasmie des Oniscideades Oniscideades Oniscideades Oniscidea        

 

Armadillidium assimile (Armadillidiidae) de Corte, France : Alanine/Valine 

      

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

 

 

Armadadillidium depressum (Armadillidiidae) de France: Alanine/Valine 

    

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

 

 

Armadillidium nasatum (Armadillidiidae) de Mignaloux, France : Alanine/Valine 

    

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 
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Armadillo officinalis (Armadillidae) de Tunis, Tunisie : Alanine/Valine 

   Pas de digestions 

Forward    Reverse  

 

 

Balloniscus sellowii (Balloniscidae) de Porto Alegre, Brésil : Alanine/Valine 

     

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

 

 

Cylisticus convexus (Cylisticidae) d’Avanton, France : Alanine/Valine 

    

Reverse    Digestion HpyCH4 V 

 

 

Chaetophiloscia elongata (Philosciidae) de Celles sur Belle : Alanine 

    

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 
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Cubaris murina (Armadillidae) de Guadeloupe : Alanine/Valine 

    

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

 

 

Dynamene bidentata (Sphaeromatidae) de La Rochelle : Alanine 

    

Reverse    Digestion HpyCH4 V 

 

 

Helleria brevicornis (Tylidae) de Bastia, France : Alanine/Valine 

   

Reverse    Digestion HpyCH4 V 

 

 

Hemilepistus reaumuri (Agnaridae) de Oufsa, Tunisie : Alanine/Valine 

     

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 
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Ligia oceanica (Ligiidae) de La Rochelle, France : Alanine 

      

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

Philoscia muscorum (Philosciidae) de Moulières, France : Alanine 

      

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

 

 

Platyarthrus caudatus (Platyarthridae) de Sicile, Italie : Alanine/Valine 

     Pas de digestion 

Forward    Reverse 

 

 

Platyarthrus hoffmanseggii (Platyarthridae) de Poitou-Charentes, France : Alanine/Valine 

   Pas de digestion 

Forward    Reverse 
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Porcellio gallicus (Porcellionidae) de Montpellier, France : Alanine/Valine 

     

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

 

 

Porcellio spinicornis (Porcellionidae) de Poitou-Charentes, France : Alanine/Valine 

    

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 

 

 

Trichoniscus pusillus pusillus (Trichoniscidae) de Poitou-Charentes, France : Alanine/Valine 

   

Forward    Reverse   Pas de digestion 

 

 

Trachelipus rathkii (Trachelipodidae) de Cosnes sur Loire, France : Alanine/Valine  

      

Forward    Reverse   Digestion HpyCH4 V 
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Annexe Annexe Annexe Annexe 11112222    : Code génétique mitochondrial de : Code génétique mitochondrial de : Code génétique mitochondrial de : Code génétique mitochondrial de L. L. L. L. oceanicaoceanicaoceanicaoceanica    et et et et                                                                             

I. balticaI. balticaI. balticaI. baltica    

    

 

    

    

    

 

Figure A12 -a : Analyse du code génétique mitochondrial de l’Oniscidea Ligia oceanica avec 
le programme GenDecoder (Abascal et al. 2006b) à partir du génome déposé dans 
GenBank : NC_008412 (Kilpert & Podsiadlowski 2006).Le code génétique mitochondrial de 
cette espèce ne varie pas de celui de la drosophile et de celui de la majorité des arthropodes, 
présenté en annexe 3. Voir les explications de ce tableau sur la figure V-1 page 84.  
 

Figure A12 -b : Analyse du code génétique mitochondrial de l’Isopode marin Idotea baltica 
avec le programme GenDecoder (Abascal et al. 2006b) à partir du génome déposé dans 
GenBank : DQ442915 (Podsiadlowski & Bartolomaeus 2006). Le code génétique 
mitochondrial de cette espèce ne varie pas de celui de la drosophile et de celui de la majorité 
des arthropodes, présenté en annexe 3. Voir les explications de ce tableau sur la figure V-1 
page 84. 
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Annexe 13Annexe 13Annexe 13Annexe 13    : Utilisation des codons dans le génome mitochondrial : Utilisation des codons dans le génome mitochondrial : Utilisation des codons dans le génome mitochondrial : Utilisation des codons dans le génome mitochondrial 

d’d’d’d’A. vulgareA. vulgareA. vulgareA. vulgare        

 

 

 

 

 

 

Tableau A13 :  utilisation des codons dans le génome mitochondrial d’A. vulgare, obtenu avec le programme 
GenDecoder (Abascal et al. 2006b). Le second nombre entre parenthèses désigne le nombre de fois où le codon 
est présent dans le génome. Le premier nombre entre parenthèses est le nombre de codon pris en compte dans 
l’analyse. Les lettres présentes en face correspondent aux acides aminés associés aux codons, et leur probabilité 
associés dans le génome mitochondrial d’A. vulgare. La flèche orange pointe le codon GTA (Valine), utilisé 118 
fois dans le génome, et le codon GCA (Alanine), utilisé 51 fois. 
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Annexe 14Annexe 14Annexe 14Annexe 14    : Comparaison des ARNt: Comparaison des ARNt: Comparaison des ARNt: Comparaison des ARNtAlaAlaAlaAla mitochondriaux d’ mitochondriaux d’ mitochondriaux d’ mitochondriaux d’A. vulgare A. vulgare A. vulgare A. vulgare 

etetetet de de de de    L.L.L.L.    oceanicaoceanicaoceanicaoceanica    

 

 

        

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure A14  : Comparaison des ARNtAla mitochondriaux d’A. vulgare (à gauche) et de L. oceanica (à 
droite). La composition nucléotidique de ces deux gènes est quasiment identique sur le bras « D » et la 
boucle de l’anticodon, ainsi que les trois paires de bases présentent en bas du bras de l’anticodon.  
Illustration de l’ARNtAla de L. oceanica d’après Kilpert & Podsiadlowski (2006). 

Bras de 
l’anticodon 

Bras « D » 

Armadillidium vulgare Ligia oceanica 
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Annexe 15Annexe 15Annexe 15Annexe 15    : Phylogénie des Isopodes proposée par Wilson (2009): Phylogénie des Isopodes proposée par Wilson (2009): Phylogénie des Isopodes proposée par Wilson (2009): Phylogénie des Isopodes proposée par Wilson (2009)    

 
 

 

 

 
Figure A15  : Phylogénie des Isopodes obtenues par combinaison de données morphologiques et 
moléculaires (gènes nucléaire 18SARNr), d’après Wilson (2009) 
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Annexe Annexe Annexe Annexe 11116666    : : : : Différentes pDifférentes pDifférentes pDifférentes phylogéniehylogéniehylogéniehylogéniessss des Péracarides des Péracarides des Péracarides des Péracarides    

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

Figure A16.a  : Revue des études phylogénétiques des Péracarides basées sur des données 
morphologiques de (a) Siewing (1963), (b) Pires (1987), (c) Wagner (1994), (d) Schram & Hof 
(1998), (e) Wheeler (1998), (f) Wills (1998), (g) Watling (1999), (h) Richter & Schotz (2001). 

Figure A16.b  : Analyses phylogénétiques des Péracarides basées sur des données moléculaires (gènes 
nucléaire 18S ADNr) effectuées par Spears et al. (2005). 



 

 

 RESUME 

 L’ADN mitochondrial (ADNmt) des animaux est généralement constitué de molécules 

circulaires monomériques de ~16 kb. Cependant, parmi les rares exceptions qui ont été décrites, deux 

espèces d’Oniscidea Armadillidium vulgare et Porcellionides pruinosus (Crustacés Isopodes 

terrestres) présentent un ADNmt atypique composé de molécules monomériques linéaires de ~14 kb 

associées à des dimères circulaires et palindromiques de ~28 kb. Afin de connaître plus en détail sa 

structure, l’ADNmt atypique d’A. vulgare a été séquencé. Il contient bien les 13 gènes codants pour 

des protéines et les deux sous unités ribosomales généralement présents dans l’ADNmt des 

Métazoaires, mais en revanche il ne présente pas l’ensemble des 22 ARN de transferts (ARNt) 

attendus. De plus, une étonnante hétéroplasmie générant un ARNt alloaccepteur pour les acides 

aminés Alanine et Valine (ARNtAla/Val) a été découverte. Cette hétéroplasmie est un exemple unique 

chez les Eucaryotes par la présence de deux gènes différents sur le même locus mitochondrial. De 

façon surprenante, cette hétéroplasmie a également été observée chez de nombreuses autres espèces 

d’Oniscidea qui possèdent aussi un génome mitochondrial atypique. Il semble donc que l’apparition de 

cet ADNmt atypique chez les Isopodes ait permis l’apparition de l’ARNtAla/Val, et que les forces 

évolutives permettant le maintien de ces deux gènes essentiels à la traduction mitochondriale soient 

impliquées dans la conservation de cette structure atypique.  

 

Mots clefs : ADN mitochondrial, hétéroplasmie, ARNt, Isopodes, Crustacés terrestres 

 

 

 ABSTRACT 

  In animals, mitochondrial DNA (mtDNA) is generally composed of ~16 kb circular monomer 

molecules. However, two species of terrestrial Crustaceans Armadillidium vulgare and Porcellionides 

pruinosus (Isopoda: Oniscidea) are exceptions. Their mtDNA is composed of ~14 kb linear monomers 

associated to ~28 kb circular head-to-head dimers. In order to describe its structure, the complete 

mtDNA sequence of A. vulgare has been obtained. It does contain the 13 protein coding genes and the 

2 ribosomal sub-units generally found in metazoan mtDNA, but not all of the 22 expected transfer 

RNA (tRNAs). Besides, a surprising heteroplasmy that generates a dual tRNA alloacceptor for both 

amino acids Alanine and Valine (tRNAAla/Val) has been discovered. This heteroplasmy by the presence 

of two different genes on a single mitochondrial locus is an unique example in eukaryotes. 

Interestingly, this heteroplasmy has been observed in a wide range of Oniscidea species carrying an 

atypical mtDNA. The appearance of the atypical mitochondrial genome in isopods may have permit 

the appearance of the tRNAAla/Val, and evolutionary forces that allow the maintenance of these two 

genes essential for mitochondrial translation might conserve the atypical structure of mtDNA.  

 

 Keywords: mitochondrial DNA, heteroplasmy, tRNA, Isopoda, terrestrial crustaceans 


