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Avant-propos 

Les récifs coralliens sont des écosystèmes tropicaux marins très diversifiés et leur rôle est 

important dans divers domaines, notamment environnemental, économique, récréatif et culturel. 

Ce sont des structures bioconstruites par des organismes vivants, en particulier par les coraux 

Scléractiniaires. Or, l’interaction de nombreux facteurs de perturbation à la fois d’origine naturelle 

et anthropique menace ces coraux et ces écosystèmes. Les récifs coralliens de la région Caraïbe 

sont biogéographiquement isolés d’autres écosystèmes comparables depuis l’émersion de 

l’isthme de Panama, les rendant à la fois uniques mais vulnérables, puisque peu d’espèces de 

coraux construisent et structurent les récifs de cette région. En outre, deux de ces espèces de 

coraux appartenant au genre Acropora sont « en danger critique d’extinction ». 

L’objectif général de cette thèse est d’enrichir les connaissances associées aux populations 

des espèces de coraux Scléractiniaires du genre Acropora dans la région des Petites Antilles afin 

d’estimer la capacité de résilience de ces espèces menacées pour lesquelles le déclin en abondance 

est dramatique, et d’employer à terme des méthodes de conservation et de gestion adaptées. Le 

but de ce travail a été dans un premier temps d’estimer la capacité de résilience des populations 

de coraux des Petites Antilles à travers l’estimation de leur diversité génétique et de la 

connectivité.  Puis dans un second temps d’estimer leur capacité de résilience via l’étude de la 

diversité des algues symbiotiques essentielles à leur développement. Enfin, puisque les 

populations ne semblent pas se reconstituer via la combinaison des processus naturels de 

recouvrement et la création de zones protégées, un projet de culture de boutures de coraux a été 

initié avec la collaboration du Parc National de Guadeloupe afin de chercher à restaurer les 

populations d’Acropora en Guadeloupe en s’appuyant sur les données et les méthodes de 

recherche relatives aux deux premières parties de ce travail. 

Le manuscrit s’articulera en cinq chapitres. Ce premier chapitre présentera les 

écosystèmes récifaux coralliens et les menaces qui leurs sont associées, les modèles et la zone 

d’étude et exposera la problématique et les objectifs de cette thèse. Le deuxième chapitre sera axé 

sur une étude de la clonalité, de la diversité génétique et de la connectivité pour les populations 

des espèces du genre Acropora dans les Petites Antilles. Le troisième chapitre s’intéressera à la 

diversité des communautés d’algues symbiotiques du genre Symbiodinium pour huit espèces de 

coraux des Petites Antilles des genres Acropora, Porites et Pseudodiploria. Le quatrième chapitre 

sera centré sur un essai de culture de boutures de coraux dans le but d’une restauration 

expérimentale des populations des espèces du genre Acropora en Guadeloupe sur le site des Îlets 

de Pigeon. Enfin, le cinquième et dernier chapitre présentera la discussion, les conclusions et les 

perspectives relatives à ce travail. 
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1. Importance des écosystèmes récifaux coralliens 

En écologie, le terme « écosystème » désigne l’ensemble des interactions entre des 

organismes constituant une communauté d’êtres vivants (ou biocénose) et leur environnement 

(ou biotope). Qu’ils soient marins ou terrestres, les écosystèmes se situant dans les zones 

géographiques tropicales et équatoriales tels que les récifs coralliens ou les forêts tropicales 

humides présentent les biodiversités les plus élevées (Connell 1978 ; Brown 2014). Bien que ne 

couvrant que 0,1 à 0,5 % des océans (Smith 1978 ; Moberg et Folke 1999), les récifs coralliens 

abriteraient plus de 25% de la biodiversité marine mondiale, soit 1 à 9 millions d’espèces, se 

trouvant ainsi en posture d’écosystèmes marins les plus diversifiés (Stone 2007 ; Allsopp et al. 

2009). Les récifs coralliens actuels sont des structures naturelles « bioconstruites » par des êtres 

vivants, principalement les coraux Scléractiniaires. Ces récifs coralliens qui se développent dans 

des eaux très pauvres en nutriments (i.e. oligotrophes), présentent paradoxalement une diversité 

élevée et une forte productivité biologique, tels des oasis en plein désert (Odum et Odum 1955 ; 

Connell 1978). Cette forte productivité dans des eaux marines oligotrophes confère ainsi un rôle 

essentiel aux récifs coralliens, d’une part pour le maintien de l’ensemble d’autres écosystèmes 

marins qui leurs sont associés et d’autre part, pour la survie des populations locales qui en 

dépendent en partie ou en totalité (Hoegh-Guldberg 1999). Au-delà du seul aspect de subsistance 

de certaines populations, mais néanmoins toujours de manière anthropocentrique, l’importance 

des écosystèmes récifaux coralliens est indéniable dans divers domaines, notamment 

économique, environnemental, récréatif et culturel. 

Les récifs coralliens situés en périphérie de plus d’une centaine de pays sont ainsi une 

importante source de ressources et de revenus pour des millions de personnes à travers diverses 

activités telles que la pêche, l’aquaculture et le tourisme ou encore les matériaux de constructions 

et la découverte de nouvelles substances médicinales et biochimiques (Carté 1996 ; Hoegh-

Guldberg 1999 ; Moberg et Folke 1999 ; Burke et al. 2011). De manière globale et bien qu’il soit 

difficile de réellement faire une estimation, on évaluait en 2007 que les écosystèmes coralliens 

récifaux rapportaient un bénéfice net d’environ 375 milliards de dollars par an (Edwards et 

Gomez 2007). Le tourisme est le secteur économique associé aux récifs coralliens qui connaît la 

croissance la plus rapide (Hoegh-Guldberg 1999). En ce qui concerne la pêche, les récifs coralliens 

servent de nurserie et d’habitat pour de nombreuses espèces d’intérêt commercial (algues, 

poissons, mollusques et crustacés). Ainsi, on estime par exemple que 9 à 12 % du poisson 

consommé dans le monde seraient pêchés aux environs des récifs coralliens, ce qui correspondrait 

à un chiffre d’affaire de plus de 100 milliards de dollars chaque année (Smith 1978 ; Moberg et 

Folke 1999 ; Camargo et al. 2009 ; Hughes et al. 2010). Par ailleurs, les récifs coralliens ont un rôle 

physique significatif en termes de dispersion de l’énergie des vagues et de la houle, contribuant 
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ainsi à protéger de l’érosion les littoraux, les infrastructures côtières ou même d’autres 

écosystèmes tels que les mangroves ou les herbiers de phanérogames marines qui s’installent à 

leur abri (Hoegh-Guldberg 1999 ; Moberg et Folke 1999). La perte économique associée aux effets 

directs et indirects de la disparition des récifs coralliens s’élèverait à des centaines de milliards 

de dollars chaque année (Hoegh-Guldberg 1999). 

Enfin, les écosystèmes récifaux qui sont les écosystèmes marins les plus diversifiés au 

monde, sont notablement reconnus pour leur beauté exceptionnelle, il convient donc de les 

préserver afin de les maintenir en héritage pour les générations futures. De ce fait, certains sites 

récifaux exceptionnels tels que la Grande Barrière de corail en Australie (2 000 km de long), les 

lagons de Nouvelle-Calédonie (1 600 km de long) et certains récifs de la barrière de corail de 

Bélize ont été protégés et classés au Patrimoine Mondial de l’Humanité1 par l’Organisation des 

Nations unies pour l’éducation, la science et la culture (en anglais : United Nations Educational, 

Scientific and Cultural Organization, UNESCO). 

• Des flores et faunes marines uniques au monde pour les récifs coralliens caraïbes 

La région atlantique inclue environ 10 % des récifs coralliens du monde et la plupart sont 

situés dans la région Caraïbe (Burke et al. 2011). Suite à l'émersion de l'isthme de Panama, il y a 

environ 3 à 3,5 millions d'années, les écosystèmes marins des Caraïbes ont été isolés des autres 

écosystèmes marins de la zone intertropicale, les flores et les faunes de ces écosystèmes marins 

caraïbes évoluant alors indépendamment de celles des écosystèmes récifaux indopacifiques 

(Lessios 1998). De ce fait, environ 90 % des espèces de poissons, de coraux, de crustacés et des 

autres groupes taxonomiques ne se retrouvent nulle part ailleurs et sont ainsi endémiques à la 

région tropicale atlantique, les espèces de coraux Porites astreoides, P. porites, Favia fragum et 

Siderastrea radians existantes également sur les côtes ouest africaine (Burke et al. 2011). Séparés 

des écosystèmes marins de la région Indopacifique, les dernières glaciations ont entraîné une 

perte importante de la biodiversité des écosystèmes marins caraïbes (Budd et Johnson 1999). 

Actuellement, alors que plus de 750 espèces de coraux Scléractiniaires ont été identifiées dans la 

région indopacifique, seules 72 espèces sont présentes dans la région Caraïbe (Cairns 2000). 

  

                                                             

1 http://whc.unesco.org (Dernier accès le 18 avril 2017) 

http://whc.unesco.org/
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2. Des écosystèmes menacés 

Alors que 35 % des récifs coralliens du monde sont menacés de disparaître dans les 

prochaines décennies, 19 % de ces écosystèmes auraient déjà disparus (Wilkinson 2008). Si l’on 

ne tient pas compte des effets potentiellement néfastes et difficilement prédictibles du 

changement climatique, seuls 46 % des récifs coralliens seraient actuellement encore en bon état 

(Wilkinson 2008). La menace qui pèse sur les récifs coralliens est la résultante de l’interaction de 

plusieurs facteurs à la fois d’origines naturelle et anthropique. De manière générale, les épisodes 

qui induisent une forte diminution de la couverture corallienne sur les récifs sont couramment 

attribués à des phénomènes ponctuels de grande envergure difficilement prédictibles tels que les 

maladies, les ouragans ou le « blanchissement corallien » induit par une hausse inhabituelle de la 

température de l’eau (Chadwick-Furman 1996 ; Donner et al. 2005 ; Cramer et al. 2012). 

2.1. Les facteurs d’origine naturelle 

2.1.1. Les maladies 

Les maladies sont des facteurs qui affectent naturellement les populations chez la majorité 

des organismes vivants. Toutefois, il semblerait que les maladies qui touchent les coraux aient 

augmenté à la fois en termes de prévalence et de répartition géographique au cours de ces 

dernières années (Harvell et al. 1999 ; Sutherland et al. 2004). Il est difficile de clairement 

identifier la cause de la hausse des maladies coralliennes, néanmoins il est probable que la 

perturbation des habitats et en particulier la dégradation de la qualité de l’eau de mer par les 

activités anthropiques soient à l’origine d’une baisse des défenses immunitaires des coraux et des 

autres organismes qui constituent les communautés récifales (Harvell et al. 1999, 2007). Par 

ailleurs, il est évident que les épisodes de « blanchissement corallien » sont des facteurs 

facilitateurs à l’émergence des maladies coralliennes (Harvell et al. 1999 ; Bruno et al. 2007 ; Miller 

et al. 2009 ; Precht et al. 2016). En dehors des maladies propres au coraux déjà décrites par 

Antonius dès 1976, les coraux présentent de plus en plus de nécroses tissulaires qui ne sont pas 

directement imputables à ces maladies spécifiques, mais plutôt à des stress environnementaux. 

Ces nécroses tissulaires représentent actuellement une cause de mortalité chronique de plus en 

plus importante des coraux (Bouchon et al. 2016). 

2.1.2. Les ouragans 

Les événements météorologiques que sont les tempêtes tropicales et les ouragans sont 

une composante normale du climat des régions intertropicales. Les épisodes climatiques de ce 

type qui sont les plus intenses constituent une cause naturelle importante de mortalité des coraux 

(Gardner et al. 2005 ; Garrison et Ward 2008). Par exemple, dans la région Caraïbe, la couverture 

corallienne d’un récif est réduite en moyenne de 17 % dans l'année qui suit un ouragan (Gardner 
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et al. 2005). Puisque ces phénomènes climatiques, et en particulier les plus intenses, sont 

ponctuels et plutôt d’ordre décennal, les dommages qui sont engendrés devraient naturellement 

être compensés en quelques années ou quelques décennies, par la résilience (i.e. la capacité à 

revenir à un état normal après une perturbation) des récifs coralliens via le recrutement larvaire 

et les taux de croissance des coraux Scléractiniaires « bioconstructeurs » (Burke et al. 2011). 

Toutefois, de nombreux autres facteurs, notamment d’origine anthropique, perturbent la 

résilience originelle des écosystèmes récifaux coralliens, intensifiant ainsi le déclin de ces 

écosystèmes en agissant en synergie avec les perturbations d’origine naturelle telles que les 

ouragans. Par exemple, le changement climatique devrait induire une intensification de ces 

épisodes météorologiques, augmentant en conséquence les dommages qui seraient induits sur les 

communautés récifales. 

2.2. Les facteurs d’origine anthropique 

Le déclin des récifs coralliens se serait particulièrement accentué durant les dernières 

décennies en conséquence des modifications environnementales induites par le changement 

climatique et les contraintes anthropiques engendrées par l’explosion démographique 

économique dans zone intertropicale (Wilkinson 2008). Puisque les récifs coralliens qui 

présentent la plus forte diversité coïncident avec les zones côtières qui sont les plus densément 

peuplées, ces écosystèmes et la biodiversité associée seraient ainsi particulièrement vulnérables 

(Chadwick-Furman 1996). 

2.2.1. Le changement climatique 

Le changement climatique s’installe dans un contexte mondial et les variations 

environnementales induites par celui-ci sont difficilement prédictibles, l’impact de ce phénomène 

sur les écosystèmes récifaux coralliens est donc particulièrement préoccupant (Smith et 

Buddemeier 1992 ; Hoegh-Guldberg 1999 ; Hoegh-Guldberg et al. 2007 ; Hernández-Delgado et 

al. 2014). Les écosystèmes marins tropicaux devront notamment faire face à des augmentations 

de la température, de l’acidité et du niveau de l’eau de mer. 

Les coraux qui sont les principaux organismes bioconstructeurs vivent en symbiose avec 

des algues photosynthétiques essentielles à leur développement (Muller-Parker et al. 2015). Lors 

d’un épisode de stress thermique, la symbiose réalisée avec les algues est rompue, celles-ci sont 

alors expulsées et les coraux révèlent alors la couleur blanche de leur squelette en aragonite, ce 

phénomène est appelé le « blanchissement corallien » (Burke et al. 2011). Ce phénomène est 

réversible pendant une période de quelques mois, toutefois un épisode de hausse inhabituelle de 

la température de l’eau de mer sur une trop longue période est létal pour une partie des coraux 

(Miller et al. 2009). Par ailleurs, même si les coraux survivent aux épisodes de blanchissement, ces 
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évènements sont des facteurs de stress qui peuvent diminuer les taux de croissance, la 

reproduction et les rendre aussi plus vulnérables aux maladies (Burke et al. 2011). La 

multiplication de ces perturbations climatiques extrêmes qui sont intimement liées au 

changement climatique ont déclenché des épisodes de blanchissement corallien dans la plupart 

des régions tropicales du globe, engendrant ainsi des phénomènes de mortalité massive des 

coraux (Baker et al. 2008 ; Bouchon et al. 2008a). 

Du fait de la hausse des températures atmosphériques induites par le réchauffement 

climatique, le volume des océans augmente et les glaciers fondent, engendrant ainsi une hausse 

du niveau des océans. Ainsi, en 2100, il se pourrait que le niveau des océans ait augmenté de 90 à 

200 cm par rapport à 1990 (Grinsted et al. 2010). Les récifs coralliens étant des structures 

bioconstruites par des organismes vivants que sont les coraux Scléractiniaires, la croissance de 

ces organismes (de l’ordre de 1 cm par an pour les plus lents) pourrait suffire à maintenir la 

majorité des récifs coralliens à une profondeur constante même si le niveau des océans vient à 

augmenter (Burke et al. 2011). Par ailleurs, l’augmentation du niveau de la mer pourrait modifier 

les courants océaniques de surface (Smith et Buddemeier 1992) et entrainer des perturbations 

difficiles à prévoir, de la dispersion larvaire et de manière concomitante des flux des gènes et de 

la diversité génétique pour les populations de certains organismes récifaux. 

À une échelle de temps plus lointaine et en plus du réchauffement des océans induit par le 

changement climatique, une augmentation du dioxyde de carbone (CO2) atmosphérique induirait 

une acidification de l’eau des océans par la réaction du CO2 avec l’eau de mer qui conduit à la 

formation d’acide carbonique (Burke et al. 2011). Une telle acidification des océans aura de graves 

conséquences sur la composition chimique de l’eau de mer et spécialement sur la solubilité des 

composés minéraux tels que la calcite et l’aragonite, indispensables aux coraux et à d’autres 

organismes pour construire leurs squelettes via le processus de calcification (Cao et al. 2007 ; 

Hoegh-Guldberg et al. 2007 ; Silverman et al. 2009). Une augmentation de l’acidification des 

océans conduirait initialement à une diminution de la croissance des coraux, mais pourra 

également induire une diminution de la capacité de reproduction des coraux ou encore des 

réactions de blanchissement corallien analogues à ce qui est observé lors des épisodes de hausse 

de la température des océans (Hoegh-Guldberg et al. 2007 ; Burke et al. 2011). Cela aura pour 

conséquence de diminuer la résilience des récifs coralliens à la suite d’autres évènements de 

perturbations qui conduisent à une érosion des récifs coralliens telles que les dommages 

engendrés lors d’un ouragan par exemple (Hoegh-Guldberg et al. 2007 ; Burke et al. 2011). 

2.2.2. Autres facteurs d’origine anthropique 

Alors que le changement climatique d’origine anthropique est un facteur qui perturbe les 

écosystèmes coralliens à une échelle mondiale, d'autres facteurs de dégradation des récifs 
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coralliens tels que la déforestation générale des forêts tropicales, les diverses sources de pollution 

agricoles, urbaines et industrielles et la surpêche impactent également ces écosystèmes à une 

échelle telle que celle du bassin caraïbe. Ainsi, l’urbanisation croissante du littoral constitue 

aujourd’hui une réelle menace pour les écosystèmes aquatiques environnants. La pollution des 

eaux côtières due au lessivage des sols est accentuée par la déforestation et l’agriculture intensive 

qui engendre des phénomènes d’eutrophisation (Tomascik et Sander 1985, 1987a, 1987b ; 

Tomascik 1991) et d’hyper sédimentation (Rogers 1990 ; Wolanski et al. 2003) qui détruisent de 

nombreux récifs coralliens. Cette dégradation est également aggravée par la surpêche (Jackson et 

al. 2001), les dragages portuaires et la destruction des écosystèmes adjacents tels que les 

mangroves et les herbiers de phanérogames marines (Harborne et al. 2006).  

2.3. « Algal phase shift » 

Les communautés coralliennes des récifs dégradés sont actuellement en voie de 

remplacement par des peuplements de macroalgues. Ce phénomène est connu sous l’appellation 

anglophone de « coral-algal phase shift » (Hughes 1994 ; Harvell et al. 1999 ; McManus et al. 2000 ; 

Edmunds et Carpenter 2001 ; Jackson 2001 ; Knowlton 2001 ; McManus et Polsenberg 2004). Ce 

développement de macroalgues dans des eaux qui sont à l’origine oligotrophes est probablement 

la conséquence de plusieurs facteurs tels que l'eutrophisation des eaux côtières et la réduction 

des communautés d’herbivores benthiques ou ichtyologiques qui, normalement, sont censés 

réguler la croissance des algues. Par exemple, la diminution des densités de populations de 

l’oursin herbivore Diadema antillarum qui a vu le jour dans les années 1983 et 1984 dans la région 

Caraïbe, a induit une croissance incontrôlée des macroalgues sur les récifs et conduit 

consécutivement à la raréfaction des coraux (Lessios et al. 1984a, 1984b ; Harvell et al. 1999 ; 

Sandin et McNamara 2012). 

2.4. Le déclin important des récifs coralliens caraïbes 

Depuis la fin des années 1970, les écosystèmes marins tropicaux caraïbes montrent des 

signes d’altération (Jackson et al. 2001 ; Knowlton 2001 ; Pandolfi et al. 2003 ; Burke et Maidens 

2004 ; Wilkinson 2004, 2008). Depuis plusieurs décennies, la résilience des écosystèmes récifaux 

caraïbes est mis à mal par l’interaction de multiples menaces d’origines naturelle et anthropique 

énoncées plus haut. Plusieurs de ces récifs coralliens tels que ceux de la Jamaïque et des Petites 

Antilles, ont été successivement soumis depuis quelques décennies à des phénomènes 

dévastateurs que sont les maladies, les ouragans et le blanchissement corallien (Burke et al. 2011). 

Par exemple, les espèces de coraux du genre Acropora qui font partie des principales espèces de 

Scléractiniaires de la région Caraïbe ont été victimes d’un important épisode de la maladie de la 

la bande blanche (White-band disease) au début des années 1980, qui a amorcé ainsi un déclin 
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sans précédent de l’abondance de ces espèces de coraux et une réduction de la complexité 

structurelle des récifs (Aronson et Precht 2001 ; Precht et al. 2002 ; Alvarez-Filip et al. 2009). Par 

ailleurs, comme présenté plus haut, le déclin de l’une des principales espèces d’herbivores, 

l’oursin Diadema antillarum, dans les 1983 et 1984, associé à une surpêche des poissons 

herbivores, a notamment conduit à la prolifération de macroalgues sur les récifs caraïbes et à un 

déclin massif des communautés coralliennes (Lessios et al. 1984a, 1984b ; Harvell et al. 1999 ; 

Sandin et McNamara 2012). En 2005, un épisode de blanchissement corallien de grande ampleur 

a particulièrement impacté la couverture corallienne dans de nombreuses localités de la région 

Caraïbe (Bouchon et al. 2008a ; LaJeunesse et al. 2009). En conséquence de ces nombreux 

évènements de perturbation, le taux de recouvrement corallien sur les récifs caraïbes aurait 

diminué de près de 80 % depuis la fin des années 1970 et ne représenterait plus que 10 à 50 % de 

la surface totale de ces récifs (Gardner et al. 2003 ; Wilkinson 2004, 2008). L’écosystème récifal 

corallien caraïbe est ainsi particulièrement menacé et présente actuellement le taux de 

recouvrement corallien le plus faible de toute son histoire géologique (Greenstein et al. 1998). 

Ainsi, les récifs coralliens des Caraïbes ont été classés « en danger de disparition » dans la Liste 

Rouge des Écosystèmes Menacés de l’Union International pour la Conservation de la Nature 

(UICN) depuis 2013 (Keith et al. 2013a, 2013b). L’isolement biogéographique des récifs coralliens 

caraïbes associé au faible nombre d’espèces de coraux qui y sont retrouvées confèrent aux 

communautés coralliennes caraïbes une capacité de résilience plus faible que celles des 

écosystèmes récifaux coralliens situés dans la région Indopacifique. En effet, si une espèce de 

coraux vient à disparaître, peu ou pas d’espèces seraient susceptibles de pouvoir jouer un rôle 

écologique comparable à l’espèce qui disparaît, cela étant particulièrement vrai pour les coraux 

qui structurent les récifs. 
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3. Les modèles d’étude 

3.1. Les coraux Scléractiniaires 

Les récifs coralliens sont des structures naturelles qui n’existeraient pas si elles n’étaient 

pas bioconstruites par des organismes vivants que l’on qualifie « d’organismes ingénieurs de 

l’écosystème » (Jones et al. 1994, 1997). La majorité des récifs actuels sont façonnés par les coraux 

Scléractiniaires qui sécrètent un squelette d’aragonite. Par ce processus de construction, les 

coraux ont un rôle essentiel dans l’architecture des écosystèmes récifaux, permettant ainsi la 

création d’une multitude de niches écologiques indispensables à la survie des nombreux 

organismes qui contribuent à la biodiversité de ces écosystèmes (Hoegh-Guldberg 1999). Lorsque 

les coraux Scléractiniaires viennent à disparaître, c’est toute la biodiversité de l’écosystème 

corallien qui est menacée. Ainsi, la résilience des écosystèmes coralliens est principalement 

assurée par le maintien d’un équilibre entre les processus d’érosion et la capacité des coraux à 

« entretenir » l’architecture des récifs via leur capacité de croissance ou le recrutement de 

nouvelles colonies.  

3.2. Les espèces de coraux caraïbes du genre Acropora 

La famille des Acroporidae (Verrill, 1901) est représentée dans la région indopacifique par 

7 genres « étendus » dont le genre Acropora (Oken, 1815)2. Cette famille de coraux Scléractinaires 

est la plus diversifiée. Le genre Acropora, pour lequel plus de 300 espèces de coraux ont été 

décrites, est l’un des genres coralliens les plus abondants sur les récifs actuels² (Wallace 1999 ; 

Veron 2000). Néanmoins, de nombreuses espèces du genre Acropora ont été décrites plusieurs 

fois et du fait de cette synonymie induite, le nombre d’espèces véritables serait en réalité compris 

entre 113 (Wallace 1999) et 182 (Veron 2000), 162 espèces étant acceptées par le World Register 

of Marine Species. Les espèces du genre Acropora qui arborent une large gamme de morphologies 

relativement complexes, principalement décrites comme branchues ou tabulaires, sont largement 

responsables de la structure des récifs coralliens actuels (Wallace 1999 ; Veron 2000 ; Acropora 

Biological Review Team 2005). Alors que la majorité des espèces décrites pour le genre Acropora 

structurent les récifs coralliens indopacifiques, seulement trois espèces ont été décrites dans la 

région caraïbe : Acropora cervicornis (Lamarck 1816), Acropora palmata (Lamarck 1816) et 

Acropora prolifera (Lamarck 1816) (Wallace 1999, 2012 ; Veron 2000). L’aire de répartition des 

trois espèces du genre Acropora décrites dans la région caraïbe s’étend sur les récifs du golfe du 

Mexique, de la Floride, des Bahamas, des Grandes et des Petites Antilles et des côtes caraïbes de 

l’Amérique centrale et de l’Amérique du sud (Figure I.1). 

                                                             

2 WoRMS (World Register of Marine Species) : http://www.marinespecies.org/ 
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3.2.1. Acropora cervicornis 

L’espèce A. cervicornis est plus communément appelée « corne de cerf » du fait de ces 

ramifications qui forment une structure complexe (Figure I.2). C’est l’une des espèces de coraux 

qui présentent les taux de croissance les plus importants pouvant aller jusqu’à près de 25 cm par 

an (Lewis et al. 1968). Les colonies sont caractérisées par des branches cylindriques d’un diamètre 

de 0,25 à 1,5 centimètres qui croissent courbées ou droites, les branches secondaires étant 

disposées avec une orientation de 60 à 90 degrés par rapport à la branche principale (Acropora 

Biological Review Team 2005). Les colonies d’A. cervicornis atteignent communément 1,5 m de 

largeur et forment souvent des « super-colonies » mono-spécifiques de plusieurs dizaines de 

mètres d’extension horizontale (Acropora Biological Review Team 2005). Les colonies qui sont 

généralement installées dans des eaux peu agitées peuvent ne pas être attachées solidement au 

fond (Acropora Biological Review Team 2005). Cette espèce se développe dans les zones sableuses 

peu profondes des lagons ou sur les pentes externes récifales à une profondeur comprise entre 1 

et 20 mètres où sa morphologie branchue constitue des bosquets mono-spécifiques avec une 

architecture complexe qui fournit des abris pour de nombreux autres organismes (Goreau 1959 ; 

Gladfelter 1982 ; Bruckner 2002 ; Acropora Biological Review Team 2005). 

Figure I.1. Aire de répartition des coraux du genre Acropora dans la région de la Caraïbe. Figure 
modifiée issue de l’Atlantic Acropora status review (Acropora Biological Review Team 2005). 
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3.2.2. Acropora palmata 

L’espèce A. palmata est aussi connue sous le nom de « corne d’élan » à cause de ses 

branches aplaties horizontalement (Figure I.3). Icone emblématique des récifs caraïbes, elle a été 

décrite comme la plus grande espèce d’Acropora par Veron (2000), les plus grands spécimens de 

cette espèce pouvant atteindre au moins deux mètres de haut et quatre mètres de diamètre. Les 

branches des colonies qui sont aplaties horizontalement et arrondies aux extrémités, sont 

rattachées à une « colonne » centrale fermement fixée au fond marin, formant une structure plus 

simple que pour l’espèce A. cervicornis mais beaucoup plus robuste (Acropora Biological Review 

Team 2005). La morphologie, l’abondance et les taux de croissance élevés (jusqu’à 10 cm par an) 

d’A. palmata font de cette espèce de coraux, l’une des plus importantes en termes de 

bioconstruction des récifs caraïbes (Gladfelter et al. 1978 ; Lirman 2000 ; Bruckner 2002), avec 

les coraux du genre Orbicella. L’espèce A. palmata est généralement retrouvée sur les zones peu 

profondes des platiers et des pentes externes récifales (entre la surface et 10 m de profondeur) 

où l’hydrodynamisme est élevé (Goreau 1959 ; Bak 1975 ; Acropora Biological Review Team 

2005). 

Figure I.2. Colonie d’Acropora cervicornis (Photo de Claude Bouchon). 
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3.2.3. Acropora prolifera 

Le taxon nommé A. prolifera n’est pas une espèce à part entière bien que décrit comme 

telle par Lamarck en même temps que les espèces A. palmata et A. cervicornis en 1816. Longtemps 

controversé, ce taxon est en réalité un hybride de première génération des espèces A. palmata et 

A. cervicornis (van Oppen et al. 2000 ; Vollmer et Palumbi 2002). A. prolifera semble arborer deux 

morphologies principales, l’une « buissonnante » et l’autre « palmée » (Vollmer et Palumbi 2002). 

La fécondation entre des gamètes d’origine maternelle « A. palmata » et d’origine paternelle 

« A. cervicornis » conduirait à l’obtention de colonies avec une morphologie « buissonnante » et 

réciproquement pour les colonies avec une morphologie « palmée » (Vollmer et Palumbi 2002). 

Toutefois, cette dichotomie morphologique ne semble pas toujours strictement respectée et les 

colonies relatives à ce taxon hybride ont été décrites comme pouvant arborer une gamme plus 

large de morphologies intermédiaires à celles des espèces « parentales » (Acropora Biological 

Review Team 2005). A. prolifera est historiquement peu commun sur les récifs caraïbes (Veron 

2000). Toutefois depuis les années 2000 des publications signalent régulièrement l’apparition de 

Figure I.3. Colonies d’Acropora palmata sur le site de la Tête à l’Anglais en Guadeloupe (Photo de 
Julie Mellinger). 
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colonies de cet hybride dans différentes localités de la région Caraïbe (Vollmer et Palumbi 2002 ; 

Fogarty 2010, 2012 ; Lucas et Weil 2016 ; Aguilar-Perera et Hernández-Landa 2017)3. Les colonies 

de cet hybride ont tendance à être observer dans des habitats peu profonds, tels que les lagons ou 

encore dans les zones d'arrière-récifs et sur les crêtes de récif que les deux autres espèces 

n'occupent pas (Willis et al. 2006). 

3.2.4. Deux « modes de reproduction » 

3.2.4.1. Reproduction sexuée 

Les espèces caraïbes du genre Acropora sont qualifiées de « broadcast-spawners » 

(Figure I.4) et se reproduisent une fois par an, généralement 4 à 6 jours après la pleine lune du 

mois d’août entre 21h et 22h (Szmant 1986 ; de Graaf et al. 1999). Bien que ces espèces soient 

hermaphrodites simultanées, elles ne pratiquent pas l’autofécondation (Fogarty 2012). Lors de 

l’évènement annuel de reproduction sexuée, les colonies émettent de manière synchrone une 

grande quantité d’agrégats de gamètes (spermatozoïdes et ovules), ce processus étant induit par 

la sécrétion de phéromones, elle-même influencée par des stimuli environnementaux (Szmant 

1986). La fécondation externe a lieu en pleine eau et conduit d’abord à la conception d’une cellule 

œuf, puis d’une larve mobile appelée « planula » en l’espace de quelques heures. Cette larve attirée 

par la lumière monte vers la surface et rejoint le plancton, entamant alors une phase de vie libre 

pélagique. La maturation de cette larve prend 3 à 4 jours avant qu’elle ne soit compétente, c’est-

à-dire capable de se métamorphoser et de s’installer sur un récif (Fogarty 2010, 2012). Bien que 

le taux de survie des larves diminue dès le cinquième jour après la fécondation, si celles-ci ne 

rencontrent pas les conditions adéquates pour leur développement, la phase pélagique de 

dispersion larvaire peut être prolongée jusqu’à 20 jours environ (Harrison et Wallace 1990 ; 

Fogarty 2010, 2012). Lorsque cette larve planula s’installe enfin sur un récif, elle se 

métamorphose en polype avec la cavité buccale en position apicale entourée de tentacules et 

génère une « plaque basale » puis un premier squelette d’aragonite en forme de boîte cylindrique 

(i.e. « muraille »). Ce processus est appelé le recrutement (Ritson-Williams et al. 2010). 

L’expansion de l’organisme corallien se fait ensuite par le bourgeonnement asexué (ou 

multiplication végétative) de nouveaux polypes à partir du polype originel et la colonie s’étend 

alors dans toutes les directions en prenant la forme branchue qui est caractéristique des Acropora. 

Les jeunes colonies, issues de la reproduction sexuée atteignent à leur tour la faculté de se 

reproduire de manière sexuée après une période de croissance de plus de 2 ans (Johnson et al. 

                                                             

3 Une observation similaire réalisée en Guadeloupe a fait l’objet d’un article scientifique (présenté en 
Annexe I.1) : 

Japaud A, Fauvelot C, Bouchon C (2014) Unexpected high densities of the hybrid coral Acropora prolifera 
(Lamarck 1816) in Guadeloupe Island, Lesser Antilles. Coral Reefs 33(3): 593 
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2011). En outre, la diminution en abondance de ces coraux avec des populations peu denses et 

des colonies dispersées a pu conduire à une perte de l’efficacité reproductive des populations, ce 

qui s’appelle l’effet Allee (Knowlton 1992 ; Levitan et al. 1992).  

 

 

3.2.4.2. Reproduction asexuée 

La reproduction asexuée ou reproduction clonale par le processus de fragmentation est 

un mode de reproduction important chez les coraux branchus qui possèdent des taux de 

croissance élevés, notamment pour les principales espèces « bâtisseuses de récifs » telles que 

A. palmata (Highsmith 1982). L’espèce A. cervicornis qui présente une structure squelettique 

fragile se reproduit par fragmentation, engendrant ainsi de véritables « champs » mono-

spécifiques (Tunnicliffe 1981). La reproduction asexuée par fragmentation permet l’installation 

d’une nouvelle colonie sur le récif par la fixation sur le fond marin d’un fragment de branche d’une 

colonie « donneuse » déjà en place sur le récif (Highsmith 1982) (Figure I.5). 

Figure I.4. Cycle de la reproduction sexuée pour les coraux « broadcast spawners » tels que les 
espèces Acropora palmata et A. cervicornis. Figure modifiée issue de (Johnson et al. 2011). 
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La séparation du fragment de la colonie « donneuse » peut être induite par certains 

facteurs physiques tels les vagues ou encore par des facteurs biologiques tels que les prédateurs 

ou les organismes bioérodeurs (Tunnicliffe 1981 ; Highsmith 1982 ; Smith et Hughes 1999). Ce 

mode de reproduction asexué présente quelques avantages tels qu’une expansion démographique 

rapide des colonies de coraux sur certains récifs, notamment après certaines perturbations 

comme les ouragans (Highsmith 1982). En effet, les boutures issues de la fragmentation sont, au 

départ, d’une taille plus conséquente que les colonies issues de la métamorphose d’une planula et 

atteignent ainsi la capacité à se reproduire de manière sexuée plus rapidement (Highsmith 1982). 

Par ailleurs, leur croissance ne subit pas de période de dormance bien qu’elle soit initialement 

diminuée (Highsmith 1982 ; Lirman 2000). De plus, elles peuvent être produites en toutes saisons 

et les colonies néoformées peuvent directement s’installer dans un environnement propre à leur 

développement puisque la zone de dispersion des fragments est limitée à la proximité des colonies 

« donneuses » (Highsmith 1982). Toutefois, les taux de mortalité associés aux colonies obtenues 

par fragmentation sont variables et directement corrélés à la taille du fragment initial (plus celui-

ci est de grande taille, plus le taux de survie est important), à la distance parcourue par celui-ci 

(plus la distance est grande, plus les dommages subis sont importants) et à la nature du substrat 

sur lequel le fragment est déposé (Tunnicliffe 1981 ; Highsmith 1982 ; Smith et Hughes 1999 ; 

Lirman 2000). Pour ce qui concerne les ouragans, les houles sont souvent très importantes et les 

Figure I.5. Colonie de l’espèce A. palmata obtenue par fragmentation : le fragment s’est fixé sur le 
fond et la croissance de nouvelles branches est en cours (Photo de Claude Bouchon). 
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fragments de coraux roulés par les vagues sont souvent abrasés et dépourvus de tissus vivants et, 

de ce fait, impropres à recoloniser les fonds. 

3.2.4.3. Plusieurs définitions pour le terme individu 

Le terme individu qui vient du latin « individuum » et qui signifie « ce qui est indivisible » 

est couramment employé en écologie pour définir les « êtres » facilement dénombrables qui 

constituent une population d’une espèce. Pour les coraux, le terme « individu » est ainsi 

intuitivement employé pour désigner chacune des colonies installées sur un récif. Or, une colonie 

corallienne n’est autre que le résultat d’un bourgeonnement asexué d’un polype originel issu de 

la métamorphose d’une larve planula et correspond donc à un ensemble de polypes 

génétiquement identiques. Puisque chaque polype qui compose une colonie dispose de ses 

propres systèmes digestif, nerveux et reproducteur, contribuant alors de manière semi-

indépendante à maintenir la colonie, le terme « individu » pourrait être également employé afin 

de désigner chacun des polypes qui composent une colonie. Par ailleurs, le mode de reproduction 

asexué par fragmentation conduit à la formation d’une nouvelle colonie à partir d’un fragment 

d’une colonie déjà existante. De ce fait, la colonie « donneuse » du fragment et la colonie 

nouvellement formée sont génétiquement identiques, le terme « individu » pouvant alors être 

aussi employé afin de discriminer uniquement les colonies qui seraient génétiquement 

différentes. Pour les coraux, le terme « individu » doit ainsi être utilisé parcimonieusement en 

fonction de l’entité que l’on veut désigner et précisé : un polype (i.e. un individu fonctionnel), une 

colonie (i.e. un individu structurel ou « ramet ») ou un génotype (i.e. un individu génétique ou 

« genet ») (Hughes et al. 1992). En outre, (Pichon 1978) a introduit le terme de « super-colonie » 

qui désigne un champ mono-spécifique (par exemple d’A. cervicornis) dont il est impossible de 

distinguer les colonies intriquées les unes dans les autres. 

3.2.5. Symbiose et holobionte corallien 

Une caractéristique des écosystèmes récifaux est la nature oligotrophe des eaux qui les 

abritent, puisque de tels environnements pauvres en nutriments ne sont pas propices au 

développement des algues avec lesquelles les coraux supportent difficilement la compétition 

(Odum et Odum 1955). Or, les coraux Scléractiniaires à l’origine de la construction des récifs 

réalisent des symbioses avec des algues unicellulaires photosynthétiques dinoflagellées 

appartenant au genre Symbiodinium, mieux connues sous le terme générique de « zooxanthelles » 

(Muller-Parker et al. 1997, 2015). Cette symbiose confère aux coraux la capacité d’avoir deux 

modes de nutrition (i.e. mixotrophie) (Muller-Parker et al. 1997, 2015). D’une part, les coraux sont 

des organismes hétérotrophes qui se nourrissent de constituants organiques présents dans leur 

environnement tels que la matière organique en suspension ou le plancton qu’ils capturent avec 

leurs tentacules qui leur procurent des acides aminés essentiels (Muller-Parker et al. 1997, 2015). 
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D’autre part, la symbiose avec les algues (logées dans les vacuoles des cellules gastrodermales des 

tissus de l’hôte corallien) confère aux coraux la particularité d’être également autotrophes 

puisque les zooxanthelles leurs transfèrent une grande partie (jusqu’à 95 %) des molécules 

carbonées synthétisées lors de la photosynthèse (Muscatine 1990 ; Muller-Parker et al. 1997, 

2015). Dans cette symbiose, ces micro-algues sont indispensables au métabolisme de l’hôte 

corallien et contribuent également à leur croissance en intervenant dans les processus de 

calcification du squelette (Hoegh-Guldberg 2004 ; Acropora Biological Review Team 2005 ; 

Muller-Parker et al. 2015). Par ailleurs, ces algues sont en grande partie responsables de la couleur 

des coraux grâce à leurs pigments (Acropora Biological Review Team 2005). En outre, les coraux 

donnent aux algues, un abri et des nutriments (dioxyde de carbone, potassium et azote) 

indispensables au métabolisme de la photosynthèse (Muller-Parker et al. 1997, 2015). Toutefois, 

les avantages de cette symbiose sont contrebalancés par le fait que les zooxanthelles, au cours de 

la photosynthèse, relâchent dans les cellules gastrovasculaires de coraux des dérivés réactifs de 

l’oxygène, tel le peroxyde d’hydrogène, qui sont des poisons cellulaires et que les coraux doivent 

gérés. Leur surabondance, dans les épisodes de blanchissement des coraux, sont en grande partie 

responsable de l’expulsion des zooxanthelles par leur hôte (Muller-Parker et al. 1997, 2015 ; 

Miller et al. 2009). 

En dehors de la symbiose réalisée avec les « zooxanthelles », les coraux forment des 

systèmes symbiotiques multipartenaires complexes puisqu’ils vivent également dans un équilibre 

dynamique avec une communauté microbienne mutualiste qui incluent des bactéries, des archées, 

des virus, des champignons ou encore des microalgues endolithiques, constituant alors un 

ensemble appelé « holobionte corallien » (Knowlton et Rohwer 2003 ; Rosenberg et al. 2007). Ces 

divers organismes mutualistes interagissent plus ou moins avec l’hôte corallien et peuvent 

contribuer positivement ou négativement à son état de santé et à sa survie (Knowlton et Rohwer 

2003 ; Rosenberg et al. 2007). Alors que les symbioses entre les algues du genre Symbiodinium et 

les coraux Scléractiniaires sont étudiés depuis longtemps, les interactions mutualistes avec ces 

autres partenaires sont moins connues (Knowlton et Rohwer 2003) 

3.2.6. Des espèces autrefois emblématiques des récifs caraïbes aujourd’hui menacées 

Par le passé, les espèces A. palmata et dans une moindre mesure A. cervicornis, formaient 

des champs denses et mono-spécifiques, qui structuraient de manière importante les récifs 

coralliens caraïbes à faible profondeur (Goreau 1959 ; Bak 1975 ; Acropora Biological Review 

Team 2005). Généralement, la zone à A. palmata s'étendait depuis les platiers récifaux jusqu’à la 

partie supérieure des pentes externes récifales, vers 10 m de profondeur (Figure I.6). 

A. cervicornis occupait les pentes externes récifales entre 7 et 15 m de profondeur, à l’abris de la 

houle, ainsi que les fonds des lagons (Goreau 1959 ; Bak 1975 ; Acropora Biological Review Team 
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2005). Actuellement, leurs colonies sont, soit disparues, soit mortes et colonisées par des algues 

(Acropora Biological Review Team 2005). 

 

 

Parallèlement à la dégradation des récifs de la région Caraïbe, les populations des espèces 

A. palmata et A. cervicornis ont considérablement diminué dans les Caraïbes durant les quatre 

dernières décennies. Certains épisodes de perturbation tels que la maladie de la bande blanche 

dans les années 1980, ont plus particulièrement frappé les espèces caraïbes du genre Acropora, 

engendrant une diminution de l’abondance de ces espèces de près de 95 % dans certaines localités 

depuis les années 1970, sans qu’elles n’aient pu naturellement se restaurer par la suite (Aronson 

et Precht 2001 ; Precht et al. 2002). Par ailleurs, les récifs sur lesquels les colonies d’Acropora ont 

été particulièrement endommagées voient les populations de certains Gastéropodes corallivores 

(Corralliophila abbreviata) augmenter, ce qui accélérerait d’autant plus le déclin des populations 

d’Acropora (Williams et Miller 2012 ; Bright et al. 2016). 

  

Figure I.6. « Zone à Acropora palmata » en Guadeloupe en 1982 (Photo de Claude Bouchon). 
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4. La zone d’étude 

4.1. Les Petites Antilles 

L’Arc des Petites Antilles est un archipel formé par une chaîne semi-circulaire (de 18°N à 

11°N et de 59°O à 70°O) d’îles qui bordent la partie orientale de la Mer des Caraïbes depuis 

Anguilla au nord jusqu’aux îles des Antilles néerlandaises du sud (Aruba, Curaçao et Bonaire ; 

Figure I.7). Les îles les plus au sud sont appelées « Îles Sous-le-Vent » alors que les îles les plus à 

l’est sont appelées « Îles du Vent ». Pour la suite du manuscrit, ce sont ces dernières qui seront 

considérées comme étant les Petites Antilles. 

 

Dans les Petites Antilles, trois grands types de formations coralliennes sont présents : 1) 

le récif frangeant qui borde la côte ; 2) le récif barrière, ceinture récifale séparée de la côte par un 

lagon, de profondeur variable ; 3) les fonds coralliens non bioconstruits qui, sur les côtes caraïbes 

Figure I.7. Carte des Petites Antilles. 
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des Petites Antilles, constituent des communautés souvent plus riches et plus florissantes que sur 

les formations récifales des côtes atlantiques (Bouchon et al. 2008b). 

4.2. La Guadeloupe 

La Guadeloupe est un département français d’Outre-Mer localisé dans la partie orientale 

de la région des Caraïbes (Figure I.7) au sein de l’Arc des Petites Antilles entre les îles de 

Montserrat et Antigua au nord et de la Dominique au sud par 16°30’N et 61°30’O (Bouchon et al. 

2008b). Appelée communément « l’île de la Guadeloupe », c’est en réalité un archipel (Figure I.8) 

composé de deux îles principales qui sont la Basse-Terre (848 km² ; point culminant : le volcan de 

la Soufrière, 1467 m) et la Grande-Terre (590 km² ; point culminant : 135 m) séparées par un bras 

de mer (la Rivière Salée) et d’autres îles plus petites : Marie-Galante (158 km² ; point culminant : 

204 m), la Désirade (22 km² ; point culminant : 275 m), Les Saintes (13 km² ; point culminant : 

306 m) et Petite-Terre (1,7 km² ; point culminant : 8 m), correspondant à une superficie totale de 

1 705 km² (Figure I.8) (Bouchon et al. 2008b). 

 

Figure I.8. Carte de la Guadeloupe. (d'après Bouchon-Navaro,1996). 
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Les trois types de récifs coralliens décrits pour les îles des Petites Antilles sont présents 

autour de la Guadeloupe (Figure I.8) (Bouchon et al. 2008b). Les récifs coralliens les plus 

importants en Guadeloupe sont situés dans la baie du Grand Cul-de-Sac Marin qui est fermée, au 

nord, par une barrière récifale de près de 30 km de long et qui délimite ainsi un lagon d’une 

surface d’environ 11 000 ha, qui mesure 10 km dans sa plus grande largeur et de 30 m profondeur 

maximale (Bouchon et al. 2008b). La côte atlantique de la Basse-Terre possède des formations 

bioconstruites frangeantes, entre Pointe-à-Pitre et Capesterre Belle-Eau. La côte caraïbe de la 

Basse-Terre ne possède pas de récifs coralliens stricto sensu, mais les fonds rocheux supportent 

des communautés coralliennes dont la biodiversité est la plus élevée de l’île, tout particulièrement 

entre Bouillante et Deshaies (en incluant les îlets Pigeon). La côte méridionale de la Grande-Terre 

présente une ligne discontinue de récifs frangeants peu développés, de Pointe-à-Pitre à la pointe 

des Châteaux. Les côtes nord-est et nord-ouest sont essentiellement constituées par des falaises 

et dépourvues de récifs, à l’exception des régions du Moule, de Sainte-Marguerite et d’Anse-

Bertrand. De Port-Louis à Petit-Canal, le rivage est occupé par des plages de sable et des 

mangroves. 
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5. Problématique et objectifs de la thèse 

Le déclin observé actuellement des populations de coraux caraïbes du genre Acropora est 

important et représente un événement unique de l’histoire écologique de ces espèces 

emblématiques (Greenstein et al. 1998 ; Aronson et Precht 2001 ; Wapnick et al. 2004). À ce titre, 

les espèces A. palmata et A. cervicornis sont classées « en danger critique d’extinction » sur la Liste 

Rouge des Espèces Menacées de l’Union Internationale pour la Conservation de la Nature (UICN) 

depuis 2008 (Aronson et al. 2008a, 2008b, Carpenter et al. 2008a, 2008b). Parmi les 7 statuts 

affichés par l’UICN, cette dénomination alarmiste correspond à la catégorie qui précède tout juste 

celle qui comprend les espèces considérées comme « éteintes dans la nature ». De plus, ces 

espèces sont également réglementées par « l’US Endangered Species Act » et figurent sur la 

Convention de Washington (CITES, Annexe II). 

Le principal objectif de ce travail a ainsi été d’estimer la capacité de résilience des 

populations de ces espèces menacées dans les Petites Antilles et de fournir des informations 

permettant de définir des méthodes de gestion et de conservation appropriées. 

Dans le contexte où des espèces sont menacées, les approches génétiques qui intègrent 

notamment des techniques de biologie moléculaire font partie des outils qui peuvent contribuer 

à améliorer notablement les objectifs de conservation et de gestion de ces espèces et des 

écosystèmes marins qui leurs sont associés. En effet, l’un des facteurs prépondérants à la 

résilience des populations est le maintien d’un certain niveau de diversité génétique, celle-ci étant 

notamment influencée par la connectivité entre les populations. Estimer la capacité de résilience 

des populations d’Acropora dans les Petites Antilles à travers l’estimation de leur diversité 

génétique, de la structure génétique et de la connectivité constitue ainsi le premier axe de 

recherche de ce travail. 

Dans ce but, des échantillons des deux espèces d’acropores ont été prélevés sur onze îles 

de l’Arc des Petites Antilles, afin d’estimer la diversité génétique et les échelles spatiales de 

dispersion larvaire pour les populations d’Acropora de manière à appréhender la distance 

maximale à laquelle un récif sain peut éventuellement servir de source de larves pour des récifs 

dégradés. Ce travail a été abordé par l’étude de marqueurs génétiques microsatellites. Ces 

informations permettraient in fine d'améliorer la gestion, la protection et la conservation de ces 

espèces menacées à l’échelle des Petites Antilles. Cette étude a fait l’objet de deux articles, l’un 

publié dans le journal Marine & Freshwater Research et l’autre soumis dans le journal Conservation 

Genetics. 

Les zooxanthelles (Symbiodinium sp.) essentielles aux développements de ces coraux 

présentent des propriétés physiologiques et des exigences écologiques particulières liées à 
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certains facteurs environnementaux. De ce fait, la résilience des hôtes coralliens face à certaines 

fluctuations des conditions environnementales peut être influencée par la nature des de leur 

symbionte. Les hôtes coralliens qui seraient alors capables d’abriter simultanément plusieurs 

clades ou encore ceux qui présenteraient une facilité à changer de lignée de Symbiodinium au 

cours du temps pourraient alors être favorisés. L’étude de la diversité des communautés d’algues 

symbiotiques du genre Symbiodinium correspond au second axe de recherche abordé dans cette 

thèse. Des échantillons de coraux des genres Acropora, Porites et Pseudodiploria de Guadeloupe et 

des Petites Antilles ont été analysés avec deux techniques de biologie moléculaire (PCR et qPCR) 

afin d’identifier les lignées de Symbiodinium qui peuvent être hébergées (même si elles sont 

présentes en petites quantités) et (ou) de les quantifier en considérant des facteurs génétiques, 

spatiales, temporels et taxonomiques. 

Enfin, il semblerait, d’après les résultats issus de ce travail de thèse que les populations 

d’Acropora des Petites Antilles semblent montrer des difficultés à se reconstituer via la 

combinaison des processus naturels de recouvrement et la création de zones protégées. Un projet 

portant sur la culture de boutures d’Acropora a été développé en collaboration avec le Parc 

National de Guadeloupe. Le but de cette expérimentation était d’évaluer les possibilités de 

restaurer les populations d’Acropora en Guadeloupe, par la méthode de transplantation de 

boutures. Il a constitué le troisième axe de recherche de cette thèse. Pour ce faire, des boutures 

d’Acropora cervicornis, A. palmata et de l’hybride A. prolifera ont été mises en culture pendant plus 

de 100 jours et leur croissance a été mesurée en considérant les facteurs environnementaux, 

taxonomique et génétiques. 

Ces trois axes de recherche font l’objet, ci-après, d’un chapitre distinct et le manuscrit se 

termine par un chapitre de discussion, conclusions et perspectives, regroupant les discussions et 

conclusions partielles qui terminent chacune des trois parties. 

 

 



 

 

CHAPITRE II. CLONALITÉ, DIVERSITÉ GÉNÉTIQUE ET CONNECTIVITÉ DES 

ESPÈCES DU GENRE ACROPORA DANS LES PETITES ANTILLES4 

 

 

                                                             

4 Ce chapitre a fait l’objet de deux articles scientifiques (présentés en annexe), le premier publié et 
le second soumis : 

Japaud A, Manceau J-L, Bouchon C, Fauvelot C (2015) High clonality in Acropora palmata and 
Acropora cervicornis populations of Guadeloupe, French Lesser Antilles.  Marine and Freshwater Research 
66: 847-851 

Japaud A, Bouchon C, Magalon H, Fauvelot C. Geographic distances and ocean currents influence 
Caribbean Acropora palmata population connectivity in the Lesser Antilles. Soumis à Conservation Genetics 
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1. Introduction 

Dans un contexte global de déclin des populations marines et de risques d’extinction de 

certaines espèces, estimer les capacités de résilience des populations d’espèces menacées devient 

indispensable afin de définir au mieux les méthodes de conservation à employer. L’un des facteurs 

prépondérants à la résilience des populations est le maintien d’un certain niveau de diversité 

génétique. En effet, le maintien d’une diversité génétique élevée est crucial pour le maintien du 

potentiel évolutif, la survie et la résilience des espèces (Frankham et al. 2002 ; England et al. 2003 ; 

Balloux et al. 2004), en particulier dans des environnements très variables ou sujets à des 

changements anthropiques rapides (Ayre et Miller 2004 ; Reusch et al. 2005 ; Yeoh et Dai 2009). 

De plus, en influant sur la productivité des espèces, la croissance et la stabilité des populations, la 

diversité génétique joue un rôle analogue en importance aux processus mis en jeu à travers les 

interactions qui s’établissent entre les espèces à l’échelle des communautés et des écosystèmes 

(Booth et Grime 2003 ; Reusch et al. 2005 ; Hughes et al. 2008). Les niveaux de diversité génétique 

des populations de nombreux organismes marins tels que les coraux, les phanérogames, les 

macroalgues, les éponges ou les holothuries par exemple, peuvent être affectés par la nature des 

processus de reproduction qui peut être sexuée ou asexuée pour ces organismes. 

Le mode de reproduction asexué par fragmentation est un processus de reproduction 

clonal qui permet une croissance démographique des populations via la duplication d’individus 

génétiques déjà existants (cf. Chapitre I). Dans le cas des coraux du genre Acropora, par exemple, 

un individu génétique (ou génotype) représenté par de nombreuses colonies clonales « en âge de 

se reproduire » a une valeur sélective (i.e. succès reproducteur ou « fitness ») plus importante 

qu’un génotype représenté par une unique colonie corallienne, puisqu’un plus grand nombre de 

colonies conduit nécessairement à une plus grande production de gamètes à chaque évènement 

de reproduction (Coffroth et Lasker 1998). En outre, le risque de mortalité d’un génotype 

représenté par de nombreuses colonies clonales est moindre car réparti à travers tous ses 

représentants clonaux. Dans un contexte particulier où des individus sont isolés et bien adaptés à 

un environnement stable, une population peut se maintenir via la reproduction asexuée. 

Cependant, pour une petite population isolée et sexuellement éteinte, une expansion clonale 

prolongée peut conduire à de faibles niveaux de diversités génotypique et génétique et à des 

conséquences dramatiques (i.e. « ecologically driven sexual extinction ») (Honnay et Bossuyt 

2005). En effet, une population peu diversifiée génotypiquement et génétiquement possède un 

faible potentiel évolutif et donc une capacité de résilience réduite en cas de perturbation de 

l’habitat puisque les individus pourraient être mal-adaptés à de nouvelles conditions 

environnementales (Booth et Grime 2003 ; Miller et Ayre 2004 ; Reusch et al. 2005). En 

conséquence, les effets à long terme de la reproduction clonale dépendent de l'équilibre entre les 



Chapitre II. 

25 
 

coûts et les avantages de ce processus (Lirman 2000). À l’inverse, chez les coraux du genre 

Acropora, le mode de reproduction sexué à fécondation externe met en jeu la fécondation de 

gamètes issus de deux individus génétiques distincts, aboutissant d’abord à la conception de 

larves pélagiques appelées « planula ». Celles-ci deviennent compétentes (i.e. capables de se 

métamorphoser) quand elles rencontrent un récif présentant des conditions environnementales 

adaptées. Les larves peuvent alors s’installer (i.e. recruter) afin de donner in fine de nouvelles 

colonies coralliennes correspondant à de nouveaux individus génétiques dans la population (cf. 

Chapitre I). 

La connectivité (via les évènements de migration) entre des populations séparées 

géographiquement joue aussi un rôle important dans le maintien de la diversité génétique et donc 

dans la capacité de résilience des populations (Hastings et Harrison 1994 ; Botsford et al. 2001 ; 

Cowen et al. 2007). La connectivité entre les populations est intimement liée aux traits de vie et 

aux comportements migratoires des espèces. Pour les organismes marins, elle est principalement 

assurée par les processus que sont la dispersion larvaire et le déplacement des adultes (Cowen et 

al. 2007). Bien que les coraux du genre Acropora présentent un mode de reproduction asexué par 

fragmentation des colonies, permettant la dispersion des fragments sur des échelles spatiales 

restreintes (à l’échelle du récif), ce processus limité spatialement ne peut pas être considéré 

comme un facteur de connectivité pour des populations géographiquement éloignées. Ainsi, dans 

le contexte où les coraux du genre Acropora sont des espèces marines benthiques et sessiles, la 

connectivité entre les populations repose principalement sur le mode de reproduction sexué et 

notamment sur la capacité de dispersion des larves. Plus largement, la connectivité des 

populations est influencée par de nombreux processus qui s‘étendent depuis l’émission des 

gamètes jusqu’à la survie et à la reproduction des colonies coralliennes nouvellement installées 

dans une population, en passant par la probabilité de fécondation, la survie et la capacité de 

dispersion des larves, le choix de l'habitat et la métamorphose (Cowen et al. 2006, 2007 ; Pineda 

et al. 2007). 

Lors de la phase larvaire pélagique, le déplacement des larves dans la masse d'eau est 

soumis à deux phénomènes : le transport passif influencé notamment par les courants océaniques 

de surface, et le transport actif, non négligeable, via le comportement natatoire des larves (Pineda 

et al. 2007 ; Ayata 2010 ; Vermeij et al. 2010). En effet, certaines études ont mis en évidence que 

les larves ne se comportent pas simplement comme des particules passives uniquement 

influencées par les courants, mais qu’au contraire, elles seraient notamment capables de se 

mouvoir verticalement dans la colonne d’eau afin de rencontrer des courants marins avec des 

orientations distinctes et qu’elles pourraient également s’orienter sur de grandes distances avec 

le son émis par le récif une fois compétente pour recruter (voir la synthèse par Pineda et al. 2007 ; 
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Vermeij et al. 2010). En outre, de nombreux facteurs, biotiques et abiotiques, sont susceptibles 

d'influencer et de limiter le recrutement et la dispersion des larves (Edmunds et Carpenter 2001 ; 

Mason et al. 2011). Toutefois, les larves coralliennes sont difficiles à observer in situ en raison de 

leur petite taille et leur comportement natatoire reste ainsi largement inconnu (Vermeij et al. 

2010). En conséquence, la durée exacte de la phase larvaire est souvent difficile à estimer, limitant 

par exemple l’estimation de la connectivité des populations de coraux Scléractiniaires via des 

approches utilisant des modèles hydrodynamiques. 

Deux principaux types de connectivité sont classiquement estimés : la connectivité 

démographique et la connectivité génétique. D’une part, la connectivité démographique quantifie 

les échanges d’individus entre les populations à l’échelle d’une génération via le marquage 

d’individus potentiellement migrants ou l’estimation des liens de parenté. D’autre part, la 

connectivité génétique s’applique aux flux de gènes qui existent entre les populations et permet 

d’appréhender l’histoire évolutive des populations sur plusieurs générations. Alors que le 

marquage et le suivi d’individus sont rendus impossibles par la petite taille des larves qui assurent 

la connectivité entre les populations, l’utilisation de l’outil génétique est particulièrement 

appropriée pour l’étude de la connectivité des populations des espèces marines telles que les 

coraux du genre Acropora qui présentent une unique phase de dispersion via des propagules que 

sont les gamètes et les larves (von der Heyden et al. 2014). L’utilisation de marqueurs génétiques 

permet ainsi d’appréhender la connectivité génétique entre les populations par l’étude de leur 

similarité (ou dissimilarité) génétique. Le niveau de similarité génétique entre des populations est 

la résultante de l’action combinée des processus de migration, de dérive génétique, de sélection 

naturelle et de mutation sur la diversité génétique de chaque population (Wright 1940 ; Hamilton 

2009). Dans une population de taille finie et notamment pour de petites populations, les processus 

de dérive génétique ou de sélection naturelle amplifient la dominance de certains allèles jusqu’à 

leur fixation éventuelle, conduisant globalement à diminuer la diversité génétique. A contrario, les 

mutations génétiques et la migration tendent à augmenter localement la diversité génétique. La 

dérive génétique, la sélection naturelle et les mutations génétiques influencent les fréquences 

alléliques à l’intérieur de chaque population de manière indépendante et conduisent ainsi à une 

différenciation génétique des populations génération après génération, en particulier dans le cas 

de petites populations isolées. À l’inverse, lorsque des individus s’établissent avec succès dans une 

nouvelle population via le processus de migration (i.e. s’ils participent aux évènements de 

reproduction) cela conduit alors à un transfert d'allèles (ou flux de gènes) entre les populations 

et augmente ainsi la similarité génétique entre ces populations par homogénéisation des 

fréquences alléliques.  
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Chez les coraux du genre Acropora, étant donné que (1) la reproduction sexuée ne se 

produit généralement qu'une à deux fois par an via la libération synchronisée et massive de 

gamètes dans la colonne d'eau (Szmant 1986) et (2) la durée de la phase pélagique des larves 

depuis le processus de fécondation jusqu’au processus de recrutement dure entre 4 et 20 jours 

(Szmant 1986 ; Harrison et Wallace 1990 ; Fogarty 2010, 2012 ; Ritson-Williams et al. 2010), 

l’étendue spatiale de la dispersion larvaire et la connectivité génétique pour les populations des 

espèces A. palmata et A. cervicornis semblent donc limitées. C’est pour vérifier cette hypothèse 

que de nombreux travaux ont porté sur l’étude de la structure génétique des populations de 

l’espèce A. palmata à l’échelle de son aire de répartition, à travers les nombreuses régions de la 

Caraïbe (i.e. le Panama, le Mexique, la Floride, les Bahamas, Navassa, l’Île de Mona, Porto Rico, les 

Îles Vierges américaines, la Guadeloupe, Saint-Vincent et les Grenadines, Bonaire et Curaçao). Les 

principales études, basées sur l’analyse du polymorphisme de cinq marqueurs microsatellites, ont 

révélé une séparation phylogéographique majeure à cette échelle, divisant les populations de 

cette espèce en deux lignées génétiquement divergentes (Baums et al. 2005b, 2006a, 2006b ; Mège 

et al. 2014). Si l’on considère la région caraïbe tel un anneau entourant la mer des Caraïbes, la 

séparation génétique des populations de l’espèce A. palmata est localisée au nord-est dans la 

région de Porto Rico, et de façon moins précise au sud entre le Panama et Curaçao, divisant ainsi 

l’aire de répartition de l’espèce A. palmata en deux provinces phylogéographiques ouest et est 

(Baums et al. 2005b ; Mège et al. 2014). Au sein de chacune de ces deux provinces 

phylogéographiques, la différenciation génétique estimée entre les populations (à l’aide des cinq 

même marqueurs génétiques) est faible, bien que le plus souvent significative (Mège et al. 2014). 

Un modèle d’isolement génétique par la distance géographique (i.e. « isolation by distance », ou 

IBD) a été observé dans la région de Porto Rico, probablement induit par le « mélange » 

d’individus issus des deux populations génétiquement divergentes (semblable à une zone 

d’hybridation), relatives aux deux lignées phylogéographiques (Mège et al. 2014).  

De manière générale, il semble que les populations de l’espèce A. palmata présentent un 

recrutement autochtone et que le recrutement sexué soit plus répandu dans la province est que 

dans la province ouest (Baums et al. 2005b, 2006a). Néanmoins, la contribution des modes de 

reproduction sexué et asexué pour la structure des populations n'est pas liée à une division 

purement géographique entre les provinces génétiquement distinctes (Baums et al. 2006a ; Mège 

et al. 2014). En effet, il semble que la part de reproduction asexuée par fragmentation dans les 

populations d'A. palmata s'explique par des différences entre les récifs, relatives aux 

caractéristiques de l'habitat et aux conditions environnementales connexes (Baums et al. 2006a ; 

Mège et al. 2014). Jusqu’à présent, la plupart des travaux génétiques ont été menés sur des 

populations d'A. palmata majoritairement échantillonnées dans la province ouest 

(principalement en Floride, aux Bahamas et dans les Grandes Antilles) et seules quelques 



Chapitre II. 

28 
 

populations d'A. palmata de la province est ont ainsi été étudiées de façon anecdotique. Cette 

province est principalement composée par les îles des Petites Antilles qui bordent l’extrémité 

orientale de la mer des Caraïbes et correspond à une écorégion distincte (Spalding et al. 2007), 

globalement beaucoup moins étudiée que le reste de la Caraïbe. 

Pour l’espèce A. cervicornis, les études précédentes utilisant des marqueurs nucléaires 

(Mini-Collagen, calmodulin, PaxC) et mitochondriaux (dont la région de contrôle de l’ADN 

mitochondrial) ont montré une structure génétique significative des populations de cette espèce 

sur l’ensemble de son aire de répartition, à travers de nombreux sites étudiés dans la Caraïbe (i.e. 

le Panama, Belize, la péninsule du Yucatan, la Floride, les Bahamas, les Îles Turks-et-Caïcos, la 

Jamaïque, Porto Rico), avec des flux de gènes limités et des populations génétiquement 

différenciées pour des distances géographiques supérieures à 500 kilomètres (Vollmer et Palumbi 

2007 ; Garcia Reyes et Schizas 2010 ; Hemond et Vollmer 2010). Les premières études génétiques 

concernant les populations de Floride de l’espèce A. cervicornis ont montré qu’elles ne différaient 

pas génétiquement de manière significative et semblaient connectées entre elles par un flux de 

gènes élevé à l’échelle de la Floride, mais qu’une différenciation génétique significative existait 

entre ces populations de Floride et des populations issues d’autres sites de la région Caraïbe telles 

que celles des Bahamas, pourtant peu éloignées (Hemond et Vollmer 2010). Une étude génomique 

plus récente réalisée à partir de 77 génotypes de la Floride (Florida Reef Tract ; n = 66) et de la 

République Dominicaine (n = 11) a toutefois mis en évidence une structure significative des 

populations de l’espèce A. cervicornis en Floride, probablement révélée par un polymorphisme 

élevé, induit par la technique de biologie moléculaire employée (Drury et al. 2016). Par ailleurs, 

une introgression de gènes de l’espèce A. palmata vers l’espèce A. cervicornis a été mise en 

évidence sur l’ensemble de l’aire de répartition de l’espèce A. cervicornis et il semblerait que cette 

introgression soit contrastée en fonction des sites et des gènes étudiés (Vollmer et Palumbi 2007). 

La prise en compte d’une telle introgression de gènes dans l’étude de la structure génétique des 

populations de l’espèce A. cervicornis a révélé une structure génétique à une échelle spatiale 

relativement fine de moins de 100 km, voire de l’ordre de quelques kilomètres seulement comme 

dans la région portoricaine de La Parguera (Vollmer et Palumbi 2007 ; Garcia Reyes et Schizas 

2010). 

Les études génétiques précédentes concernant les populations d'A. palmata et 

d’A. cervicornis ont ainsi principalement été menées sur les récifs de Floride, des Bahamas et des 

Grandes Antilles, et très peu de populations des Petites Antilles ont été étudiées. Dans ce contexte, 

et étant données les menaces qui pèsent sur ces populations dans l’ensemble de la Caraïbe, il est 

nécessaire d'estimer la diversité génétique et la connectivité des populations des Petites Antilles 

de ces espèces, de manière à fournir des informations quant aux échelles spatiales de dispersion 
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larvaire. Ceci permettra notamment d’estimer la distance maximale à laquelle un récif sain peut 

éventuellement servir de source de larves pour des récifs dégradés, afin d'améliorer in fine la 

gestion, la protection et la conservation de ces espèces en voie de disparition. Avec cet objectif, 

cette étude cherche à répondre à plusieurs questions : (1) Quels sont les niveaux de diversité 

génétique des populations d’Acropora des Petites Antilles par rapport aux populations caraïbes 

déjà étudiées ? (2) À quelle distance les larves de ces espèces peuvent-elles se disperser et ainsi 

s’installer au sein des récifs des Petites Antilles ? (3) Quels sont les éventuels facteurs qui 

contribuent à expliquer les différences génétiques observées entre les populations d'Acropora des 

Petites Antilles ? Afin de répondre à ces questions, des colonies des espèces caraïbes du genre 

Acropora ont été échantillonnées sur 42 sites répartis sur 11 îles des Petites Antilles. Ne pas tenir 

compte de la clonalité qui influence la distribution des allèles dans les populations via la 

répartition spatiale des individus clonaux qui composent ces populations introduirait un biais 

dans l’interprétation qui pourrait être faite des résultats issus de l’étude de la structure génétique 

de ces populations (Reusch et al. 1999). Ainsi, en utilisant 14 marqueurs microsatellites très 

polymorphes (i.e. neuf marqueurs de plus que dans les études précédentes), il conviendra d’abord 

de prendre en compte le processus de clonalité en déterminant le nombre d’individus 

génétiquement uniques (ou génotypes) afin de pouvoir estimer ensuite la diversité génétique et, 

grâce à l’analyse des flux de gènes, la structure génétique et le niveau de connectivité des 

populations de ces espèces dans les Petites Antilles. De manière à appréhender la clonalité au sein 

des populations des espèces A. palmata et A. cervicornis, et, en particulier, afin d’évaluer les 

échelles spatiales de la propagation clonale via le processus de fragmentation. Une étude 

préliminaire a été réalisée sur le site de la Caye à Dupont en Guadeloupe en utilisant une stratégie 

d’échantillonnage exhaustive qui diffère de la stratégie d’échantillonnage opportuniste utilisée 

pour l’ensemble des autres sites étudiés dans les îles des Petites Antilles. Le site de la Caye à 

Dupont a été spécifiquement choisi car c’est l’un des seuls sites de Guadeloupe où des populations 

denses des deux espèces A. palmata et A. cervicornis ont été observées dans une relative proximité 

(environ 200 m de distance), permettant de comparer la clonalité chez ces deux espèces dans des 

conditions environnementales relativement similaires. 
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2. Matériel et méthodes 

2.1. Localisation des sites d’étude 

Au total, 42 sites répartis sur 11 îles des Petites Antilles ont été échantillonnés, 

représentant un transect latitudinal de près de 600 kilomètres de long qui s’étend des îles 

septentrionales de Saint-Martin et de Saint-Barthélemy, aux îles du sud de Saint-Vincent et les 

Grenadines (Figure II.1). Les sites codés de PAC01 à PAC28 ont été échantillonnés en avril et mai 

2015 lors de la campagne océanographique PACOTILLES à bord du N/O ANTEA (IRD). Les autres 

sites situés en Guadeloupe et à Saint-Barthélemy ont été échantillonnés entre mai 2011 et octobre 

2014 lors de collectes spécifiques. 

2.2. Échantillonnage 

Deux stratégies d’échantillonnage différentes ont été utilisées dans cette étude. L’une, 

exhaustive, a été appliquée sur le seul site de la Caye à Dupont en Guadeloupe et l’autre, 

opportuniste, a été employée sur l’ensemble des autres sites des Petites Antilles. Sur l’ensemble 

des 42 sites prospectés provenant de 11 îles des Petites Antilles, 1259 colonies des « espèces » 

caraïbes du genre Acropora ont été échantillonnées (Figure II.1 ; Tableau II.1). 

Figure II.1. Cartes de la zone d’étude et des sites d’échantillonnage des colonies d’Acropora. A : Carte 
de la région caraïbe et position géographique des Petites Antilles. B : Carte des Petites Antilles et 
positions géographiques des îles prospectées. C : Carte détaillée de Saint-Barthélemy. D : Carte 
détaillée de la Guadeloupe. 
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Tableau II.1. Nombre de colonies d’Acropora échantillonnées pour chaque site. Ap : A. palmata ;Ac : 
A. cervicornis et Ah : A. prolifera. 

 

Île Site Code Latitude (N) Longitude (O) Ap Ac Ah

Saint-Martin SM 102 31

Île Tintamarre I PAC23 18°06'34'' 62°58'51'' 4

Île Tintamarre II PAC24 18°07'33'' 62°58'21'' 50

Trou David PAC25 18°04'24'' 63°07'09'' 48

Rocher Créole PAC26 18°07'02'' 63°03'25'' 31

Saint-Barthélemy SB 47 18 14

Anse du Grand Cul-de-Sac SB1 17°54'46'' 62°47'59'' 19 6

Îlet Toc SB2 17°56'39" 62°49'12" 1

Îlet Frégate SB3 17°56'22'' 62°49'55'' 15

Pointe Milou SB4 17°54'50'' 62°49'04'' 13 5

Baie de Lorient SB5 17°54'42" 62°49'16" 8

Îlet Pain de Sucre SB6 17°53'50" 62°52'33" 12

Saba Sa 40

Southeast coast PAC27 17°37'04'' 63°13'35'' 40

Antigua An 61

Nanton Point PAC20 16°59'52'' 61°45'37'' 7

Five Islands PAC21 17°04'53'' 61°54'50'' 28

Shipstern Point PAC22 17°07'46'' 61°53'31'' 26

Guadeloupe Gu 401 137 17

Anse à la Barque PAC28 16°05'16'' 61°46'14'' 48

Anse Laborde AL 16°29'11'' 61°29'50'' 15

Anse Maurice AM 16°23'38'' 61°24'13'' 18

Caye à Dupont I CD I 16°09'27'' 61°32'42'' 80

Caye à Dupont II CD II 16°09'26'' 61°32'33'' 80

Îlet Fajou I FJ I 16°21'24'' 61°35'35'' 43 13

Îlet Fajou II FJ II 16°21'16'' 61°34'21'' 31

Îlet Fajou III FJ III 16°21'35'' 61°35'32'' 45 9

Îlet Gosier IG 16°11'60'' 61°29'20'' 17

Îlets de Pigeon IP 16°10'00'' 61°47'24'' 15 2 4

Le Moule LM 16°20'05'' 61°20'30'' 14

Pointe à Lézard Lz 16°08'29'' 61°46'47'' 50

Pointe des Châteaux PC 16°15'00'' 61°10'50'' 16

Îles de la Petite Terre PT 16°10'36'' 61°06'17'' 16

Tête à l'Anglais TA 16°22'54'' 61°45'50'' 36 3

Les Saintes LS 75

Pointe Zozio PAC01 15°52'60'' 61°34'15'' 75

Martinique Ma 70

Caye de la Perle PAC02 14°50'27'' 61°13'31'' 21

Les Roches Rouges PAC03 14°38'15'' 61°08'21'' 23

Îlet Ramier PAC04 14°32'40'' 61°04'50'' 7

Pointe Burgos PAC06 14°29'28'' 61°05'20'' 19

Sainte-Lucie SL 60

Jambette Point PAC15 13°51'39'' 61°04'28'' 42

Pigeon Island PAC17 14°05'31'' 60°58'05'' 18

Saint-Vincent SV 84

Châteaubelair Island PAC08 13°17'58'' 61°14'54'' 42

Duvernette Island PAC09 13°07'36'' 61°12'29'' 7

Blue Lagoon PAC10 13°07'33'' 61°11'40'' 35

Bequia Be 52

Ships Stern PAC11 12°59'43'' 61°16'29'' 2

Wash Rock PAC12 13°00'44'' 61°14'59'' 50

Union Un 50

Rapid Point PAC13 12°36'43'' 61°27'08'' 50

11 42 1042 186 31
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2.2.1. Échantillonnage exhaustif sur le site de la Caye à Dupont en Guadeloupe 

Une population de l’espèce A. palmata et une population de l’espèce A. cervicornis ont été 

échantillonnées exhaustivement sur le site de la Caye à Dupont. Cette stratégie d’échantillonnage 

exhaustive a permis d’étudier la dispersion clonale pour ces deux espèces sur un même récif à 

partir d’un grand nombre de colonies à une résolution d’échantillonnage fine. Le site de la Caye à 

Dupont est situé sur un récif isolé dans la baie du Petit Cul-de-Sac Marin au large de la ville de 

Goyave, en Guadeloupe. Les colonies d'A. cervicornis sont situées sur le platier du récif 

(16°09’27,07’’N ; 61°32’42,36’’O) entre 2 et 3 m de profondeur, tandis que les colonies 

d'A. palmata sont distantes d’environ 200 mètres et situées sur la zone supérieure de la pente 

externe du récif (16°09’25,60’’N ; 61°32’33,18’’O) à environ 2 m de profondeur. Pour chaque 

espèce, un cercle de 30 m de rayon a été défini dans des zones denses en colonies et une colonie 

centrale a été désignée comme repère et géo-référencée. Chaque autre colonie a ensuite été 

géographiquement localisée à partir de la première, en mesurant la distance séparant chaque 

colonie de la colonie initiale et des colonies voisines en prenant en compte les orientations avec 

un compas. Pour chaque espèce, toutes les colonies situées dans le cercle de 30 m de rayon ont 

été identifiées, marquées, géolocalisées et échantillonnées. Pour l’espèce A. palmata et pour 

l’espèce A. cervicornis, 80 colonies ont été échantillonnées. 

2.2.2. Échantillonnage opportuniste dans les Petites Antilles 

• Principe 

Pour la majorité des autres sites de la Guadeloupe, de Saint-Barthélemy et de ceux relatifs 

à la campagne océanographique PACOTILLES, l’échantillonnage a été réalisé de façon 

opportuniste et non exhaustif en suivant un transect parallèle au rivage. Cette seconde stratégie 

d’échantillonnage plus facile à mettre en œuvre et moins chronophage que la méthode 

d’échantillonnage exhaustive a été appliquée pour l’ensemble des sites d’échantillonnage des 

Petites Antilles à l’exception du seul site de la Caye à Dupont. Bien que permettant une 

comparaison de la clonalité entre les sites, le but premier a été de prélever des échantillons afin 

d’étudier la diversité génétique et la connectivité des populations des îles des Petites Antilles. 

Jusqu'à 50 colonies par site ont alors été échantillonnées entre 1 et 5 mètres de profondeur. Pour 

la plupart des sites (n = 15/21) relatifs à la campagne PACOTILLES, les colonies échantillonnées 

ont été photographiées. 

• Pour Acropora palmata 

Pour l’espèce A. palmata, un total de 1042 colonies ont été échantillonnées dans 36 

localités provenant des onze îles prospectées dans les Petites Antilles (Tableau II.1). La plupart 

des colonies échantillonnées (n = 642) ont été échantillonnées en avril et mai 2015 sur les sites 
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prospectés lors de la croisière scientifique PACOTILLES, codés de PAC01 à PAC28. Les autres 

colonies ont été échantillonnées entre mai 2011 et octobre 2014 sur les îles de la Guadeloupe 

(n = 353 ; sans considérer les 48 colonies échantillonnées sur le site de l’Anse à la Barque, PAC28) 

et de Saint-Barthélemy (n = 47). Si on exclut le site de la Caye-à-Dupont échantillonné de manière 

spécifique, entre 2 (PAC11 à Bequia) et 75 colonies (PAC01 aux Saintes) ont été échantillonnées 

par site. 

• Pour Acropora cervicornis 

Pour l’espèce A. cervicornis, 186 colonies ont été échantillonnées entre mai 2011 et mai 

2015 sur neuf sites répartis entre les trois îles de la Guadeloupe (n = 137), de Saint-Martin (n = 31) 

et de Saint-Barthélemy (n = 18) (Tableau II.1). Sans tenir compte du site de la Caye-à-Dupont 

(Guadeloupe) échantillonné de manière différente, entre 1 (SB2 à Saint-Barthélemy) et 43 

colonies (FJ I en Guadeloupe) ont été échantillonnées par site. Il faut noter que de nombreux sites 

additionnels ont été prospectés afin de trouver A. cervicornis (en moyenne un site par île), sans 

succès. 

• Pour Acropora prolifera 

Sur deux sites de la Guadeloupe (IP et FJ I) et deux sites de Saint-Barthélemy (SB1 et SB5), 

des colonies d’Acropora avec des morphologies intermédiaires à celles communément arborées 

par les espèces A. palmata et A. cervicornis ont été observées et ont ainsi, sur une base 

morphologique, été identifiées comme des colonies relatives au taxon hybride A. prolifera. Au 

total, entre 4 (IP en Guadeloupe) et 13 colonies (FJ I en Guadeloupe) ont été échantillonnées par 

site. Un total de 31 colonies d’A. prolifera ont été collectées (Tableau II.1). 

2.3. Prélèvement des échantillons 

Un fragment de 3-4 centimètres a été prélevé à l’extrémité d’une branche de chaque 

colonie corallienne échantillonnée. Pour l’espèce A. cervicornis et l’hybride A. prolifera qui 

présente des branches relativement fines, les fragments ont été prélevés en introduisant 

l’extrémité d’une branche dans un tube Falcon de 15 ml et en le cassant en faisant levier. Pour 

l’espèce Acropora palmata qui présente des branches plus robustes, chaque fragment a été 

sectionné à l’extrémité d’une branche en utilisant une pince coupante. Les fragments ont été 

placés dans des sacs en plastique numérotés avec fermeture à « zip » pour les échantillons issus 

de la campagne PACOTILLES ou directement glissés dans un tube Falcon de 50 ml pour les autres 

échantillons. Après la plongée, les fragments coralliens ont été transférés dans des tubes Falcon 

contenant 70% d'éthanol et conservés à température ambiante jusqu'à l’analyse. 
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2.4. Extraction de l’ADN génomique total 

L’ADN génomique total (i.e. de l’hôte corallien, de Symbiodinium et des micro-organismes 

associés) a été extrait en utilisant un kit de purification d’ADN (GENTRA PUREGENE, QIAGEN, Valencia, 

CA, USA) en suivant le protocole suivant : 

1. La préparation de l’échantillon : en amont de l’extraction d’ADN proprement dite, une 

première étape a consisté à récupérer un petit fragment de l’échantillon corallien d’environ 

0,5 cm3 contenant des polypes, puis à le rincer avec de l’eau distillée et le sécher par dépôt sur du 

papier absorbant afin d’enlever les traces de mucus et les excédents d’éthanol qui auraient pu 

nuire aux étapes suivantes. 

2. La lyse cellulaire : cette étape a consisté à introduire le fragment ainsi préparé dans un 

tube EPPENDORF de 1,5 ml et à ajouter 300 µl de tampon de lyse cellulaire et 2 µl de protéinase K. 

L’incubation a eu lieu toute la nuit dans une étuve programmée à une température de 56°C 

correspondant à l’optimum thermique de fonctionnement de la protéinase K. La préparation a été 

mélangée par vortex un minimum de 3 fois espacées par une demi-heure, au début et à la fin de 

l’étape d’incubation. 

3. La purification de l’ADN par précipitation des protéines : après la phase de lyse 

cellulaire, 100 µl de solution de précipitation de protéines ont été ajoutés à la préparation et 

mélangés par vortex. La préparation a été ensuite centrifugée à une vitesse de 14 000 rotations 

par minute (RPM) pendant 5 minutes. Le surnageant contenant l’ADN extrait a été ensuite 

récupéré dans de nouveaux tubes EPPENDORF de 1,5 ml. 

4. La précipitation et le rinçage de l’ADN : 300 µl d’isopropanol ont été ajoutés au 

surnageant et homogénéisés en retournant les tubes une dizaine de fois. La solution a alors été à 

nouveau centrifugée à une vitesse de 14 000 RPM pendant 5 minutes pour faire précipiter l’ADN. 

Le surnageant a été alors éliminé et 300 µl d’éthanol à 70% y ont été ajoutés. La solution a été à 

nouveau centrifugée à une vitesse de 14 000 RPM pendant 5 minutes. Le surnageant a été une 

nouvelle fois éliminé. Le tube contenant le culot d’ADN a été alors mis à sécher, retourné et laissé 

ouvert sur une feuille de papier absorbant pour éliminer les résidus d’éthanol. 

5. La réhydratation de l’ADN : Le culot d’ADN extrait ainsi obtenu a été remis en 

suspension dans 50 µl de solution d’hydratation d’ADN. 

La qualité et la quantité d’ADN obtenu par extraction pour chaque échantillon ont été 

contrôlées à l’aide d’un spectrophotomètre NANODROP® 2000 (THERMO SCIENTIFIC) et les solutions 

d’extraction d’ADN ont été diluées au 1/10ème. 
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2.5. Génotypage 

2.5.1. Principe 

Dans cette étude, les fragments amplifiés, puis génotypés correspondent à des régions non 

codantes de l’ADN génomique nucléaire très polymorphes et appelées « microsatellites ». Les 

séquences microsatellites sont des régions (ou loci) qui présentent des motifs de quelques 

nucléotides (ici 3 à 4) répétés en tandem de 8 à n fois. Après amplification, le polymorphisme de 

longueur des fragments obtenus permet de caractériser génétiquement les colonies 

échantillonnées. D’une part, cela permet de discriminer au sein des populations échantillonnées, 

les colonies qui sont génétiquement différentes et les colonies clonales, même en présence 

d’éventuels individus qui possèderaient des liens de parenté étroits et qui seraient très proches 

génétiquement. D’autre part, cela permet d’estimer les fréquences alléliques dans les populations 

échantillonnées afin d’estimer les flux géniques entre les populations des Petites Antilles. Les 

coraux du genre Acropora sont des organismes diploïdes. De ce fait, lorsqu’un individu est 

homozygote à un locus, deux fragments de même taille sont obtenus. En revanche, si un individu 

est hétérozygote à un locus, deux fragments de tailles différentes sont alors obtenus. Les amorces 

spécifiques aux régions flanquantes de 14 loci microsatellites d’A. palmata ont été utilisées dans 

cette étude (Baums et al. 2005a, 2009) (Tableau II.2). Bien que non-spécifiques à l’espèce 

A. cervicornis, les mêmes amorces ont également pu être utilisées pour cette espèce 

génétiquement proche d’A. palmata. Pour chaque locus microsatellite, un marqueur fluorescent 

(ou fluorochrome) d’une certaine couleur (bleu : 6-FAM, vert : VIC, jaune : NED ou rouge : PET ; 

APPLIED BIOSYSTEMS) a été ligué à l’extrémité 5’ de l’amorce ‘forward’ (Tableau II.2). Avec cette 

technique, chaque fluorochrome est incorporé à chacun des brins d’ADN néo-synthétisé lors de 

l’amplification par réaction de polymérisation en chaine (Polymerase Chain Reaction ou PCR). 

2.5.2. Conditions de réalisation des PCR 

Les PCR ont été réalisées à l’aide d’un kit spécifique aux PCR microsatellites (TYPE-IT® 

MICROSATELLITE PCR KIT ; QIAGEN, Germantown, États-Unis). Chaque amplification de PCR a été 

effectuée dans un volume final de 5 μl contenant du tampon Master Mix à la concentration 1X 

(TYPE-IT MULTIPLEX PCR Master Mix), de la solution Q à la concentration 1X, chaque amorce à la 

concentration de 0,2 μM et environ 60 à 80 ng d’ADN. Pour amplifier tous les loci de chaque 

échantillon en un minimum de réactions, deux PCR multiplexées ont été réalisées avec des 

mélanges d’amorces (ou Primer Mix) différents (Tableau II.2). La première PCR a été réalisée avec 

les couples d’amorces qui correspondent aux marqueurs génétiques du Primer Mix 1 en suivant 

le programme suivant : 5 min de dénaturation à 95°C, suivi de 28 cycles de 30 s à 95°C, 1 min 30 s 

à la température d’hybridation des amorces de 57°C, 30 s à 72°C et une phase d’élongation final 

de 30 min à 60°C. La seconde PCR a été effectuée avec les couples d’amorces relatifs aux 



Chapitre II. 

36 
 

marqueurs génétiques du Primer Mix 2 en suivant le même programme, excepté pour la 

température d’hybridation des amorces qui est de 55°C. Les thermocycleurs utilisés pour les PCR 

sont le GeneAmp®PCR System 2700 et le VeritiTM (APPLIED BIOSYSTEMS). Pour le génotypage des 

échantillons, 1 μl de chaque produit de PCR a été envoyé à la plate-forme Gentyane (INRA, 

Clermont-Ferrand, France). Les fragments amplifiés ont été séparés sur un séquenceur 

ABI 3730XL (APPLIED BIOSYSTEMS) avec pour marqueur de taille interne le GeneScan LIZ-500 

(APPLIED BIOSYSTEMS). 

Tableau II.2. Caractéristiques des couples d’amorces utilisés pour le génotypage des colonies 
d’Acropora palmata et A. cervicornis, telles que l'appartenance au Primer Mix 1 ou 2, les séquences 
des amorces, les fluorochromes utilisés pour marquer les amorces ‘forward’ (Fluo ; APPLIED 
BIOSYSTEMS) et les gammes de taille allélique (données en paire de bases) pour l’ensemble des 
marqueurs utilisés et relatives à chacune des deux espèces Acropora palmata (Taille Ap) et 
A. cervicornis (Taille Ac). 

Marqueur Séquence des amorces (5’-3’) Fluo Taille Ap Taille Ac 

Primer Mix 1     

#0192 
F : TTTGAGCATTTAAGGAGCAACA 
R : CAGCAGACTCAACAGCAGGA 

6-FAM 136-197 150-185 

#0207 
F : ATCCACGCCCAAACAATGTA 
R : CTATTCGCTACCCACGCTTC 

VIC 154-205 157-208 

#2637 
F : GCGGCGATAGTAATTGGTC 
R : TGGTGGTTCAGCTTTGGC 

VIC 235-268 251-271 

#0007 
F : GTCGAACAAAGAGTTTCCAGC 
R : AACCACTGACTGGGCAGGTT 

NED 108-161 120-157 

#5047 
F : TCGGGTATATTGCGAGTACG 
R : GCAGGATCGTTCATTTGTATGC 

NED 212-236 218-236 

#0166 
F : TCTACCCGCAATTTTCATCA 
R : CGCTCTCCTATGTTCGATTG 

PET 115-189 135-150 

#1195 
F : CACCCGACGATTCGAAAGC 
R : TGACAAGGGATCAAATCAAGTTC 

PET 203-239 203-230 

Primer Mix 2     

#0513 
F : AGCAAGACAGGAATGTGG 
R : CCGGAAGCAACCTCATTGG 

6-FAM 185-215 185-215 

#0585 
F : TGGGCAAAGTTGATTTCCTG 
R : TGAGACCCAAAGAAGTGGC 

VIC 148-178 157-172 

#9253 
F : ACCCAAGTGTATAAATGCAGGATG 
R : TCAACTCTTACCACAGGCAC 

VIC 215-269 236-239 

#0181 
F : TTCTCCACATGCAAACAAACA 
R : GCCAGGATAGCGGATAATGA 

NED 152-164 149-179 

#6212 
F : TTACAAGGTGCATAGGACCC 
R : CCTCTCCATCAGCCATTTCC 

NED 218-266 227-266 

#0182 
F : TCCCACAACTCACACTCTGC 
R : ACGCGGAAATAGTGATGCTC 

PET 139-199 145-187 

#1490 
F : TTCCTCACTTCGGTTGGGC 
R : ACGTTCCTTCATACCAAGAGC 

PET 239-257 239-254 

 

 



Chapitre II. 

37 
 

2.5.3. Traitement des données issues du génotypage 

Le génotypage a permis d’obtenir des spectres de fluorescence qui ont été analysés avec 

le logiciel GENEMAPPER v. 4.0 (APPLIED BIOSYSTEMS) de manière à déterminer les allèles associés à 

chacun des loci microsatellites pour tous les échantillons et ainsi d’identifier l’ensemble des 

génotypes « multilocus » (ou genets) des colonies échantillonnées. Le logiciel GMCONVERT 

(Faircloth 2006) a été utilisé afin de convertir les fichiers issus de GENEMAPPER. Afin de tester la 

présence d’allèles nuls et de mettre en évidence d’éventuelles erreurs inhérentes au génotypage, 

l’ensemble des données a été testé à l'aide du logiciel MICRO-CHECKER v. 2.2.3 (van Oosterhout 

et al. 2004). Le logiciel GENALEX v. 6.502 a été utilisé afin de dissocier les colonies génétiquement 

différentes des colonies clonales (Peakall et Smouse 2006, 2012). Le pouvoir statistique 

discriminant des 14 marqueurs microsatellites utilisés conjointement a été évalué à l’aide du 

logiciel GENALEX v. 6.502, en estimant la probabilité d'identité (PI) moyenne qu’un génotype 

identique soit attribué par hasard à deux colonies de natures génétiques différentes compte tenu 

des 14 marqueurs microsatellites utilisés. 

2.6. Pouvoir discriminant des marqueurs microsatellites pour séparer les espèces 

Des colonies avec des morphologies intermédiaires à celles généralement décrites pour 

les espèces A. palmata et A. cervicornis ont été identifiées comme étant de probables colonies 

relatives au taxon hybride A. prolifera. Afin de confirmer cette hypothèse par des critères 

génétiques, mais aussi afin d’évaluer le pouvoir discriminant des marqueurs microsatellites pour 

la reconnaissance des deux espèces et de l’hybride, une analyse factorielle des correspondances 

(AFC) a été réalisée avec le logiciel GENETIX v. 4.05.2 (Belkhir et al. 2004) et une analyse 

bayésienne (plus robuste que l’AFC) a été effectuée à l’aide du logiciel STRUCTURE v. 2.3.4 

(Pritchard et al. 2000) à partir des génotypes « multilocus » identifiés pour les colonies 

échantillonnées. L’analyse bayésienne a été réalisée en fixant le paramètre K égal à 2 (i.e. en 

cherchant à discriminer les génotypes en les séparant en deux groupes génétiques). Les génotypes 

étaient ainsi forcés d’appartenir soit à un premier groupe génétique relatif à l’espèce A. palmata, 

soit à un second groupe génétique correspondant à l’espèce A. cervicornis. Le logiciel STRUCTURE 

a été exécuté sous le modèle « admixture ancestry model » à 10 reprises (50 000 itérations ; 

« burn-in » = 5 000) en supposant que les fréquences alléliques sont corrélées entre elles et en 

utilisant au préalable comme ‘locprior’ l’information d’identification à l’espèce suggérée par la 

morphologie des colonies (i.e. chaque colonie a été identifiée comme A. palmata, A. cervicornis ou 

A. prolifera). Les pourcentages d’appartenance à chacun des deux groupes et relatifs à chacun des 

génotypes ont été obtenus avec le logiciel CLUMPP v. 1.1.2 en regroupant les résultats des 10 

séries exécutées de manière indépendante (Jakobsson et Rosenberg 2007). 
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2.7. Analyses génétiques 

2.7.1. Indices génotypiques 

Les indices de richesse génotypique, de diversité génotypique et d’uniformité génotypique 

ont été estimés pour évaluer l'importance relative de la clonalité (i.e. de la reproduction asexuée) 

dans les populations échantillonnées sur chacun des sites. 

• Richesse génotypique 

La richesse génotypique (Ng / N) a été calculée comme le nombre de génotypes distincts 

(Ng) sur le nombre total de colonies échantillonnées (N). La richesse génotypique varie entre 0 et 

1 : plus la valeur estimée est près de 1, plus la richesse génotypique est élevée et donc plus le 

nombre de clones est faible. 

• Diversité génotypique 

La diversité génotypique (GO / GE) a été estimée comme le rapport entre la diversité 

génotypique observée (GO, Stoddart and Taylor 1988) et la diversité génotypique attendue (GE) 

afin d’évaluer l'importance relative de la reproduction sexuée dans chaque population. La 

diversité génotypique observée (GO) a été calculée comme suit : 

𝐺𝑂 =
1

∑ 𝑔𝑖
2𝑘

𝑖

 

Avec gi la fréquence relative du ième génotype sur k génotypes. La diversité génotypique 

attendue (GE) a été définie ici comme égale au nombre total de colonies échantillonnées (N), 

comme cela est attendu dans une population qui se reproduit uniquement de manière sexuée. La 

diversité génotypique varie de 0 à 1 : plus la valeur estimée est près de 1, plus la diversité 

génotypique est élevée et donc plus la population se reproduit de manière sexuée. 

• Uniformité génotypique 

L'uniformité génotypique (GO / Ng ; Coffroth et Lasker 1998) a été calculée comme le 

rapport entre la diversité génotypique observée (GO) et le nombre de génotypes uniques identifiés 

(Ng). L'uniformité génotypique mesure la répartition en abondance des génotypes dans une 

population et est comprise entre 0 et 1. Alors que la valeur d’uniformité génotypique d’une 

population ayant des génotypes en égale abondance donne une valeur égale à 1, la valeur obtenue 

pour une population dominée par un seul génotype est proche de 0. Pour une population ne 

présentant que des colonies clonales relatives à un unique génotype, l’uniformité génotypique est 

égale à 1, mais n’est alors pas informative. 

En combinant les valeurs de diversité génotypique (GO / GE) et d’uniformité génotypique 

(GO / Ng), les populations échantillonnées sur chacun des sites ont pu être classées en quatre 
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catégories en fonction de l’importance de la clonalité dans chacune d’elle : (1) asexuée, (2) 

principalement asexuée, (3) principalement sexuée et (4) sexuée, de manière à faciliter la 

discussion (Baums et al. 2006a). L’appartenance des populations à chacun de ces quatre groupes 

a été définie dans R en utilisant la fonction 'kmeans' du package 'Stats' (R Core Team 2016). 

2.7.2. Diversité génétique 

Toutes les analyses suivantes ont été effectuées par site d’échantillonnage et en ne gardant 

qu’un seul représentant de chaque génotype identifié. 

Les fréquences en allèles nulles (r) ont été estimées pour chaque locus et pour les 

populations de chaque site d'échantillonnage en utilisant l'algorithme « expectation maximization 

algorithm » (Dempster et al. 1977) intégré dans le logiciel FREENA (Chapuis et Estoup 2007). Les 

déséquilibres de liaison, les estimations d'indice de fixation (FIS, Weir et Cockerham 1984) et les 

écarts significatifs à l'équilibre de Hardy-Weinberg ont été estimés et testés en utilisant les tests 

exacts du logiciel GENEPOP v. 4.2 (Raymond et Rousset 1995) via des chaînes de Markov dont les 

paramètres ont été définis par défaut. L'hétérozygotie observée (HO) et l'hétérozygotie attendue 

(HE) ont été estimées avec le logiciel GENALEX v. 6.502 (Peakall et Smouse 2006, 2012). La 

richesse allélique (raréfiée ou extrapolée pour un nombre de 50 génotypes) a été estimée dans R 

avec un intervalle de confiance à 95% pour les populations de chaque site d'échantillonnage en 

utilisant le package ‘ARES’ (van Loon et al. 2007 ; R Core Team 2016). 

2.7.3. Différenciation et structuration génétique des populations 

2.7.3.1. Différenciation génétique : FST et PCoA 

• FST 

La différenciation génétique des populations entre les sites d'échantillonnage et entre les 

îles a été estimée via l’estimation d’indices FST à l'aide du logiciel FREENA en intégrant une 

correction pour les allèles nuls via la méthode ENA (Weir et Cockerham 1984 ; Weir 1996 ; 

Chapuis et Estoup 2007). La significativité des valeurs de FST estimées a été testée en estimant un 

intervalle de confiance à 95% par la méthode de « bootstrap resampling over loci » (Chapuis et 

Estoup 2007) et le FST a été considéré significatif quand l’intervalle de confiance à 95% n’incluait 

pas 0. Cet indice varie théoriquement entre 0 et 1. Une valeur de 1 exprime une différenciation 

totale entre des sous-populations. 

• PCoA 

Pour A. palmata, les similitudes ou les différences entre les populations relatives aux 

différentes îles échantillonnées ont été visualisées avec une analyse en coordonnées principales 

(PCoA) dans GENALEX v. 6.502 (Peakall et Smouse 2006, 2012) à partir d’une matrice de 
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distances génétiques obtenues en utilisant l’option « Codom-Genotypic » et convertie en une 

matrice de covariance via la méthode « Covariance-Standardized ». 

2.7.3.2. Structuration génétique par approche bayésienne 

Pour l’espèce A. palmata, le logiciel STRUCTURE v. 2.3.4 a été utilisé afin d’évaluer la 

structuration génétique des populations sur l’ensemble de la zone d’étude à travers une approche 

bayésienne consistant à définir le nombre le plus probable de groupes génétiques, noté K 

(Pritchard et al. 2000). Les valeurs de vraisemblance log-transformées relatives à chaque valeur 

présumée de K ont été calculées en exécutant le modèle « admixture ancestry model » et en 

supposant des fréquences alléliques corrélées, mais sans utiliser la fonction ‘locprior’ qui aurait 

permis d’attribuer au préalable une localité à chacun des génotypes. Les nombres de groupes 

génétiques (i.e. les valeurs de K) à tester ont été définis en fonction du nombre supposé de 

populations génétiquement différenciées. Sans information préalable, il ne peut pas être exclu que 

la totalité des individus échantillonnés sur l’ensemble des sites soient issus d’une seule population 

génétiquement homogène, mais également que chacun des sites d’échantillonnage présente une 

population génétiquement différenciée des autres. Ainsi, des valeurs de K allant de 1 au nombre 

total de sites d’échantillonnage +1 (par exemple 37 pour l’espèce A. palmata) ont ici été testées (5 

répétitions, 500 000 itérations, burn-in = 200 000). Suite aux recommandations d'Evanno et al. 

(2005), la statistique ad hoc ΔK a été estimée à l'aide de STRUCTURE HARVESTER (Earl et VonHoldt 

2012). 

2.7.3.3. Isolement par la distance et échelles de dispersion larvaire 

Les analyses suivantes n’ont été réalisées que pour l’espèce A. palmata. 

• Tests de Mantel 

Pour tester spécifiquement un modèle d'isolement génétique par la distance géographique 

(IBD), des tests de Mantel (1967) ont été effectués dans R avec la fonction 'mantel.rtest' du 

package 'ade4', entre les matrices de distances génétiques (i.e. les matrices corrigées qui ont été 

estimées dans FREENA, puis standardisées (FST / (1 - FST ))) et de distances géographiques 

obtenues par paires de populations à la fois à l’échelle des sites d’échantillonnages et des îles 

échantillonnées. Les plus courtes distances géographiques entre les différents sites 

d’échantillonnage ont été estimées dans R en utilisant la fonction 'costDistance' du package 

'gdistance' afin de considérer les îles comme des barrières à la dispersion larvaire (van Etten 

2015 ; R Core Team 2016). Les distances géographiques entre les différentes îles échantillonnées 

ont été estimées en considérant le centre de chaque île comme point de repère. 
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• Analyse d’autocorrélation spatiale 

Une analyse d’autocorrélation spatiale a été réalisée avec le logiciel SPAGEDI v. 1.5 afin 

d’estimer la distance de dispersion génétique au sein des îles des Petites Antilles dans un contexte 

d’isolement par la distance (Hardy et Vekemans 1999, 2002). Pour cela, l’indice de Moran (I) a été 

utilisé. Par définition, l’indice de Moran est une estimation moyenne d’un coefficient de relation p 

de Wright entre deux individus (via leurs fréquences alléliques) dans un certain intervalle de 

distance spatiale (ou géographique) (Cockerham et Weir 1987 ; Heywood 1991). En théorie, les 

valeurs de l’indice de Moran peuvent varier de -1 lorsque les individus (i.e. les colonies 

échantillonnées) sont génétiquement totalement différents (i.e. s’ils ne partagent aucun allèle en 

commun) à 1 lorsqu’ils sont génétiquement semblables (i.e. si ce sont des clones). L’indice de 

Moran a été calculé pour dix intervalles de distance définis automatiquement par le logiciel 

SPAGEDI, de manière à atteindre un nombre homogène de paires d‘individus à l’intérieur de 

chacun des dix intervalles de distance. Pour chaque intervalle de distance, la significativité des 

valeurs de l’indice de Moran a été estimée avec un intervalle de confiance de 95% en réalisant 

10 000 permutations des individus entre les différents intervalles de distance définis. Des valeurs 

significatives de l’indice de Moran indiquent que les individus dans une classe de distance 

particulière sont génétiquement plus similaires entre eux que des individus prélevés au hasard 

dans n'importe quelle classe de distance.  

• Calcul de coefficients de migration directionnelle 

La direction des flux de gènes entre les populations des îles prospectées des Petites 

Antilles a été étudiée en calculant des coefficients de migration directionnelle (MD) entre chacune 

des paires de populations insulaires (i.e. en regroupant les génotypes par île d’appartenance) en 

utilisant le logiciel DIVMIGRATE (Sundqvist et al. 2016). Les coefficients de migration directionnels 

MD sont calculés via l’analyse de la distribution des fréquences alléliques dans les paires de 

populations à tester et en partant du scénario hypothétique et théorique qui suppose deux 

populations A et B avec un fort flux de gènes directionnel de A vers B, mais aucun flux de gènes 

dans la direction opposée. En outre, la population B peut échanger des gènes avec d'autres 

populations génétiquement distinctes de A et peut ainsi contenir des allèles non présents dans la 

population A. La plupart des allèles présents dans la population A seraient alors également 

présents dans la population B. En revanche, les allèles présents dans la population B pourraient 

ou non être présents dans la population A, en raison de l'absence de flux de gène de B vers A. Dans 

le cas de loci neutres non soumis à la sélection, les fréquences alléliques relatives à la population 

A devraient alors être transmises dans des proportions égales lors de la migration à la population 

B, mais néanmoins réduites du fait de la présence d’autres allèles dans la population B. À partir 

du scénario décrit ci-dessus, du calcul d’indices D de Jost (Jost 2008) et des équations décrites 
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dans Sundqvist et al. (2016), les coefficients de migration directionnels MD ont été calculés entre 

paires de populations et leur significativité estimée par bootstrap, en utilisant un seuil de 

significativité fixé à 0,05 (5 000 bootstraps). Pour chaque paire de populations, deux valeurs de 

coefficient de MD ont été estimées afin de représenter les deux directions éventuelles du flux de 

gènes : de la population A vers la population B et inversement. Ainsi, puisque les îles des Petites 

Antilles sont plus ou moins réparties le long d'un axe latitudinal, cela permet dans un même temps 

de tester si le flux génique est plutôt orienté du nord ou vers le sud et vice versa. 
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3. Résultats 

3.1. Nombre de génotypes identifiés 

Sur l’ensemble des 42 sites d’échantillonnage provenant de 11 îles des Petites Antilles, 

1259 colonies des « espèces » caraïbes du genre Acropora ont été échantillonnées. À partir de ces 

1259 colonies d’Acropora échantillonnées, 761 génotypes distincts ont été identifiés. La 

probabilité (PI) que deux colonies d’Acropora génétiquement différentes aient un génotype 

identique en utilisant les 14 marqueurs génétiques microsatellites (PI) a été estimée de 4,2.10-16. 

Par conséquent, les colonies pour lequel le même génotype a été attribué sont interprétées comme 

de réels clones biologiques. 

3.2. Pouvoir discriminant des marqueurs microsatellites pour dissocier les espèces Acropora 

3.2.1. Analyse Factorielle des Correspondances 

L’ensemble des 761 génotypes identifiés à partir des 1259 colonies d’Acropora 

échantillonnées ont été utilisés afin de réaliser une analyse factorielle des correspondances avec 

le logiciel GENETIX (Belkhir et al. 2004) (Figure II.2). 

Figure II.2. Analyse factorielle des correspondances représentant l’ensemble des 761 génotypes 
distincts obtenus à partir des 14 loci microsatellites et relatifs aux 1259 colonies d’Acropora 
échantillonnées. Les points gris représentent les 7 génotypes qui correspondent aux colonies 
morphologiquement identifiées comme A. prolifera lors de l’échantillonnage. Les points orangés et 
numérotés correspondent à des génotypes de colonies identifiées morphologiquement comme 
A. palmata dont la position est génétiquement plus proche de celle des génotypes d’A. cervicornis ou 
intermédiaire à celles des génotypes d’A. cervicornis (points noirs) et d’A. palmata (points blancs) et 
donc proche de celle des génotypes hybrides. Les points bleutés libellés d’une lettre correspondent 
à des génotypes de colonies identifiées morphologiquement comme A. cervicornis mais dont les 
génotypes sont très proches de ceux d’A. palmata. 
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L’axe 1 avec 3,21% d’inertie sépare les génotypes des espèces A. palmata et A. cervicornis, 

les deux espèces semblant peu diverger génétiquement. Une zone de chevauchement médiane 

regroupe les 7 génotypes de l’hybride A. prolifera (points gris). L’AFC a révélé la présence de 8 

génotypes (points orangés) relatifs à 8 colonies présentant une morphologie d’A. palmata dans la 

zone de chevauchement à proximité des génotypes d’A. prolifera, illustrant ainsi une nature 

génétique (i.e. des génotypes) intermédiaire à celles des espèces A. cervicornis et A. palmata. Les 

génotypes des points 1, 2 et 7 correspondent à trois colonies retrouvées sur le site FJ III en 

Guadeloupe, le point 3 correspond à une colonie échantillonnée sur le site PAC08 à Saint-Vincent, 

les points 4, 5 et 6 sont relatifs à trois colonies trouvées sur le site AL en Guadeloupe et enfin le 

point 8 représente une colonie du site PAC27 à Saba. Le génotype du point a correspond à une 

colonie retrouvée sur le site PAC26 à Saint-Martin et les génotypes b et c correspondent à des 

colonies du site FJ III en Guadeloupe. 

3.2.2. Analyse bayésienne 

Pour réaliser l’analyse bayésienne à l’aide du logiciel STRUCTURE, l’ensemble des 761 

génotypes relatifs aux colonies échantillonnées d’Acropora ont été utilisés, à l’exception des 3 

génotypes d’A. cervicornis pour lesquels la position dans l’AFC (représentés par les points bleutés 

a, b et c) étaient plus proches des génotypes d’A. palmata que de ceux de l’espèce A. cervicornis 

(A. palmata : ng = 726 ; A. cervicornis : ng = 25 et A. prolifera : ng = 7). En fixant le paramètre K égal 

à 2, les génotypes étaient ainsi forcés d’appartenir soit au groupe génétique relatif à l’espèce 

A. palmata, soit au groupe génétique correspondant à l’espèce A. cervicornis. 

Sous ces conditions, les 7 génotypes d'A. prolifera de référence (i.e. ceux correspondants 

aux 7 colonies directement identifiées comme A. prolifera sur le terrain du fait de leurs 

morphologies) présentaient une probabilité d'appartenance au groupe génétique relatif à l’espèce 

A. palmata variant de 0,03 à 73%. Réciproquement, les 7 génotypes d’A. prolifera présentaient 

ainsi une probabilité d’appartenance au groupe génétique relatif à l’espèce A. cervicornis de 0,27 

à 0,97 %. Par conséquent, le seuil de 73% d'adhésion a été appliqué pour l’ensemble des 

génotypes relatifs aux colonies morphologiquement identifiées comme A. palmata afin de 

discriminer par la génétique les éventuels individus génétiques d’A. prolifera cryptiques et de 

décider à terme de conserver ou non l’ensemble des génotypes pour les analyses ultérieures 

relatives à l’espèce A. palmata. En accord avec les résultats de l’AFC réalisée précédemment, à 

partir des 1042 colonies d’A. palmata échantillonnées et génotypées, les 5 génotypes relatifs aux 

numéros 1 à 5 sur l’AFC (Figure II.2) ont présenté des pourcentages d’appartenance inférieurs à 

73% au groupe génétique relatif à l’espèce A. palmata (entre 13 et 65%) et ont donc été considérés 

comme de possibles hybrides cryptiques. Par sécurité, les 3 autres colonies (relatives aux 

numéros 6 à 8) discriminées uniquement avec l’AFC réalisée dans GENETIX ont également été 
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exclus en raison de la proximité étroite de leurs génotypes avec ceux correspondant à l’hybride 

A. prolifera (Figure II.2), alors même que les pourcentages d’appartenance à A. palmata étaient 

supérieurs à 73%. Par conséquent, 8 génotypes relatifs à 8 colonies ont a posteriori été identifiés 

comme de possibles génotypes hybrides via des critères génétiques et ont ainsi été exclus des 

analyses de génétique des populations relatives à l’espèce A. palmata. En revanche, l’ensemble des 

28 génotypes correspondant aux 186 colonies échantillonnées comme étant des A. cervicornis ont 

étaient conservés. 

3.3. Clonalité comparée pour A. cervicornis et A. palmata sur le site de la Caye à Dupont 

Pour l’espèce A. palmata, sur les 80 colonies échantillonnées, seuls 10 génotypes ont été 

identifiés (Figure II.3 ; Tableau II.3). Pour l’espèce A. cervicornis, sur les 80 colonies 

échantillonnées, un seul génotype a été identifié (Figure II.3 ; Tableau II.3). L’ensemble des 

colonies de l’espèce A. cervicornis échantillonnées dans un cercle de 30 m de rayon équivalent à 

une surface de 2826 m² ont ainsi été identifiées comme des clones d’un unique individu génétique. 

Sur ce même récif, l’espèce A. palmata a présenté un nombre de génotypes et une richesse 

génotypique par 10 fois supérieurs à ceux de l’espèce A. cervicornis (A. palmata : Ng / N = 0,125 ; 

A. cervicornis : Ng / N = 0,0125 ; Tableau II.3). 

 

  

Figure II.3. Cartes ordonnées selon les points cardinaux représentant la distribution et la diversité 
génétique des colonies échantillonnées sur le site de la Caye-à-Dupont pour les espèces Acropora 
palmata (A) et Acropora cervicornis (B). Chaque symbole représente une colonie échantillonnée et 
des symboles identiques représentent des colonies clonales d’un même génotype. 
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Tableau II.3. Diversité clonale pour A. palmata et A. cervicornis sur le site de la Caye à Dupont. N : 
nombre de colonies échantillonnées ; Ng : nombre de génotypes identifiés ; Ng / N : richesse 
génotypique et Distance maximale : la distance maximale estimée entre deux colonies clonales. 

 Acropora palmata Acropora cervicornis 

N 80 80 

Ng 10 1 

Ng / N 0,125 0,0125 

Distance maximale (en m) ≥ 25 ≥ 60 

 

3.4. Diversité génotypique et clonalité dans les Petites Antilles 

3.4.1. Pour Acropora palmata 

Sur l’ensemble des 1034 colonies de l’espèce A. palmata conservées après exclusion des 8 

génotypes relatifs aux 8 colonies cryptiques potentielles d’A. prolifera, 718 génotypes distincts ont 

été identifiés dont 96 (13%) étaient représentés par au moins deux colonies. La probabilité (PI) 

que deux colonies d’A. palmata génétiquement différentes aient un génotype identique en 

utilisant les 14 marqueurs génétiques microsatellites (PI) a été estimée de 9,9.10-15. 

Un seul génotype a été identifié pour les sites FJ III (Guadeloupe) et PAC09 (Saint-Vincent). 

C’est sur le site PAC01 aux Saintes que le plus grand nombre de génotypes a été trouvé, avec 50 

génotypes d’identifiés. Les estimations de richesse génotypique (Ng / N) et de diversité 

génotypique (GO / GE) ont varié de près de 0 pour les deux sites FJ II (Guadeloupe) et PAC09 (Saint-

Vincent) (i.e. un seul génotype ayant été défini pour l’un et l‘autre de ces deux sites à partir de 

toutes les colonies échantillonnées) à 1 pour les sites de PAC23 (Saint-Martin), PAC27 (Saba), AL 

et AM (Guadeloupe), PAC04 et PAC06 (Martinique) et PAC11 à Bequia (i.e. chaque colonie 

échantillonnée a correspondu à un génotype distinct pour chacun de ces 7 sites) (Tableau II.4). La 

richesse génotypique moyenne par site (± SE) était de 0,75 ± 0,04 (n = 35) et la diversité 

génotypique moyenne par site était de 0,64 ± 0,05 (n = 35). La plus petite valeur d’uniformité 

génotypique (GO / Ng) a été trouvée pour le site PAC15 à Sainte-Lucie (0,21) où 17 génotypes ont 

été identifiés dont l’un représentait 50% des 42 colonies qui y ont été échantillonnées. 

L’uniformité génotypique a été maximale (i.e. GO / Ng = 1) pour les 7 sites où toutes les colonies 

échantillonnées ont présenté des génotypes distincts (i.e. PAC23, PAC27, AL, AM, PAC04, PAC06 

et PAC11), ainsi que pour les deux sites où un seul génotype a été identifié (i.e. FJ II et PAC09), 

bien que cette valeur ne soit pas informative pour ces deux derniers sites. La valeur de l’uniformité 

génotypique moyenne par site, estimée sans ces deux derniers sites a été de 0,79 ± 0,04 (n = 33). 
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Tableau II.4. Estimations de la diversité génotypique pour les colonies d’A. palmata échantillonnées 
dans les Petites Antilles. N : nombre de colonies échantillonnées ; Ng : nombre de génotypes 
multilocus distincts ; Ng / N : richesse génotypique ; GO : diversité génotypique observée ; GO / GE : 
diversité génotypique avec GE : diversité génotypique attendue ; GO / Ng : uniformité génotypique ; 
Cat. : à partir de la combinaison des valeurs de richesse génotypique (Ng / N) et de diversité 
génotypique (GO / GE), les récifs ont été classés en quatre catégories (Cat.) : asexuée (1), 
principalement asexuée (2), principalement sexuée (3) et sexuée (4) (Baums et al. 2006a). Les 
valeurs en gras sont des moyennes calculées par site (± erreur standard) sans le site de la Caye à 
Dupont (*) pour lequel la stratégie d'échantillonnage diffère. 

 
  

Île Site Code N N g N g / N G O G O / G E G O / N g Cat.

Saint-Martin SM 102 97 0.97 ± 0.02 30.58 ± 13.35 0.93 ± 0.05 0.96 ± 0.03

Île Tintamarre I PAC23 4 4 1.00 4.00 1.00 1.00 4

Île Tintamarre II PAC24 50 46 0.92 41.67 0.83 0.91 4

Trou David PAC25 48 47 0.98 46.08 0.96 0.98 4

Saint-Barthélemy SB 47 28 0.59 ± 0.08 6.24 ± 1.41 0.41 ± 0.1 0.68 ± 0.1

Anse de Grand Cul-de-Sac SB1 19 11 0.58 5.39 0.28 0.49 2

Îlet Frégate SB3 15 11 0.73 9.00 0.60 0.82 3

Pointe Milou SB4 13 6 0.46 4.33 0.33 0.72 3

Saba Sa 39 39 1.00 39.00 1.00 1.00

Southeast coast PAC27 39 39 1.00 39.00 1.00 1.00 4

Antigua An 61 44 0.76 ± 0.05 10.14 ± 2.52 0.57 ± 0.12 0.74 ± 0.1

Nanton Point PAC20 7 6 0.86 5.44 0.78 0.91 4

Five Islands PAC21 28 19 0.68 10.89 0.39 0.57 3

Shipstern Point PAC22 26 19 0.73 14.08 0.54 0.74 3

Guadeloupe Gu 395 256 0.79 ± 0.08 17.86 ± 3.5 0.71 ± 0.08 0.89 ± 0.03

Anse à la Barque PAC28 48 41 0.85 31.14 0.65 0.76 3

Anse Laborde AL 12 12 1.00 12.00 1.00 1.00 4

Anse Maurice AM 18 18 1.00 18.00 1.00 1.00 4

Îlet Fajou II FJ II 31 1 0.03 1.00 0.03 1.00 1

Îlet Fajou III FJ III 42 39 0.93 36.75 0.88 0.94 4

Îlet Gosier IG 17 16 0.94 15.21 0.89 0.95 4

Îlets de Pigeon IP 15 14 0.93 13.24 0.88 0.95 4

Le Moule LM 14 11 0.79 9.80 0.70 0.89 3

Pointe à Lézard Lz 50 45 0.90 40.32 0.81 0.90 4

Pointe des Châteaux PC 16 11 0.69 8.00 0.50 0.73 3

Îles de la Petite Terre PT 16 12 0.75 9.85 0.62 0.82 3

Tête à l'Anglais TA 36 26 0.72 19.06 0.53 0.73 3

Caye à Dupont II* CD II 80 10 0.13 4.33 0.05 0.43 2

Les Saintes LS 75 50 0.67 32.89 0.44 0.66

Pointe Zozio PAC01 75 50 0.67 32.89 0.44 0.66 3

Martinique Ma 70 53 0.81 ± 0.15 10.94 ± 3.76 0.71 ± 0.21 0.71 ± 0.17

Caye de la Perle PAC02 21 18 0.86 15.21 0.72 0.84 3

Les Roches Rouges PAC03 23 9 0.39 2.56 0.11 0.28 2

Îlet Ramier PAC04 7 7 1.00 7.00 1.00 1.00 4

Pointe Burgos PAC06 19 19 1.00 19.00 1.00 1.00 4

Sainte-Lucie SL 60 30 0.56 ± 0.16 7.19 ± 3.61 0.34 ± 0.25 0.52 ± 0.31

Jambette Point PAC15 42 17 0.40 3.59 0.09 0.21 2

Pigeon Island PAC17 18 13 0.72 10.80 0.60 0.83 3

Saint-Vincent SV 83 44 0.41 ± 0.25 12.28 ± 11.02 0.34 ± 0.25 0.73 ± 0.24

Châteaubelair Island PAC08 41 37 0.90 34.31 0.84 0.93 4

Duvernette Island PAC09 7 1 0.14 1.00 0.14 1.00 1

Blue Lagoon PAC10 35 6 0.17 1.54 0.04 0.26 2

Bequia Be 52 37 0.85 ± 0.15 12.57 ± 10.57 0.73 ± 0.27 0.83 ± 0.17

Ships Stern PAC11 2 2 1.00 2.00 1.00 1.00 4

Wash Rock PAC12 50 35 0.70 23.15 0.46 0.66 3

Union Un 50 40 0.80 29.07 0.58 0.73

Rapid Point PAC13 50 40 0.80 29.07 0.58 0.73 3

Total 1034 718 0.75 ± 0.04 16.47 ± 2.29 0.64 ± 0.05 0.79 ± 0.04
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En combinant les estimations de diversité génotypique (GO / GE) et d'uniformité 

génotypique (GO/Ng), les populations d’A. palmata correspondant à chacun des sites 

d'échantillonnage ont été classées en quatre catégories (Cat.) : asexuée (1), principalement 

asexuée (2), principalement sexuée (3) et sexuée (4) (Tableau II.4 et Figure II.4). La catégorie 

« asexuée » regroupe les deux sites avec un seul génotype identifié : FJ II et PAC09. La catégorie 

« principalement asexuée » comprend quatre sites caractérisés par des valeurs très faibles de 

diversité génotypique et d’uniformité génotypique : SB1, PAC03, PAC10 et PAC15. La catégorie 

« principalement sexuée » est composée de 14 sites présentant des valeurs modérées de diversité 

génotypique et d'uniformité génotypique (SB3, SB4, PAC21, PAC22, PAC28, LM, PC, PT, TA, PAC01, 

PAC02, PAC17, PAC12 et PAC13). La catégorie « sexuée » rassemble 15 sites présentant les valeurs 

les plus élevées de diversité génotypique et d'uniformité génotypique (PAC23, PAC24, PAC25, 

PAC27, PAC20, AL, AM, FJ III, IG, IP, Lz, PAC04, PAC06, PAC08, PAC11) (Figure II.4). 

  

Figure II.4. Dynamique sexuelle des 36 sites où des colonies de l’espèce A. palmata ont été 
échantillonnées dans les Petites Antilles, réalisée à partir de 14 loci microsatellites et dérivée de 
leur structure clonale, en fonction de la combinaison de l’uniformité génotypique (GO / Ng) et de la 
diversité génotypique (GO / GE). Les sites ont été séparés de la même manière que dans l’étude de 
Baums et al. (2006a) en quatre groupes afin de faciliter la discussion. 
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À l’échelle des îles, le nombre de génotypes distincts variait de 30 (à Sainte-Lucie, N = 60) 

à 256 (en Guadeloupe, N = 395). La richesse génotypique moyenne (Ng / N) par île a varié de 

0,41 ± 0,25 (n = 3, à Saint Vincent) à 1 pour Saba avec un seul site d'échantillonnage et toutes les 

colonies correspondant à des génotypes distincts. La diversité génotypique moyenne (GO / GE) par 

île a varié de 0,34 pour Sainte-Lucie (0,34 ± 0,25 ; n = 2) et Saint Vincent (0,34 ± 0,25 ; n = 3) à 1 

pour Saba. L'uniformité génotypique moyenne (GO / Ng) par île a varié de 0,52 ± 0,31 (n = 2, à 

Sainte-Lucie) à 0,96 ± 0,03 (n = 3, à Saint-Martin). L'estimation de l’uniformité génotypique pour 

Saba a été maximale (GO / Ng = 1) car toutes les colonies relatives au seul site d'échantillonnage 

relatif à cette île correspondraient à un génotype unique. Les valeurs d’erreur standard (SE) 

associées aux valeurs moyennes des indices génotypiques calculés par île étaient très hautes, 

illustrant ainsi une grande hétérogénéité entre les valeurs estimées d’indices génotypiques pour 

des sites d’une même île (Tableau II.4). 

3.4.2. Pour Acropora cervicornis 

Sur l’ensemble des 186 colonies de l’espèce A. cervicornis échantillonnées sur 9 sites 

répartis sur les trois îles de Saint-Martin, Saint-Barthélemy et de la Guadeloupe, 28 génotypes 

distincts ont été identifiés.  

Entre 1 (SB2 à Saint-Barthélemy, CD I et IP en Guadeloupe) et 8 génotypes (SB6 à Saint-

Barthélemy) ont été détectés par site. Les estimations de richesse génotypique (Ng / N) et de 

diversité génotypique (GO / GE) ont varié de près de 0 pour le site de la Caye à Dupont (CD I) en 

Guadeloupe où un seul génotype a été identifié pour les 80 colonies échantillonnées, à 1 pour le 

site de l’îlet Toc (SB2) à Saint-Barthélemy où une seule colonie a été échantillonnée (Tableau II.5). 

La richesse génotypique moyenne par site (± SE) était de 0,44 ± 0,23 et la diversité génotypique 

moyenne par site était de 0,37 ± 0,23. La plus petite valeur d’uniformité génotypique (GO / Ng) 

était de 0,37 pour le site PAC26 à Saint-Martin où 5 génotypes ont été identifiés et dont l’un 

représentait 71 % des 31 colonies qui y ont été échantillonnées. L’uniformité génotypique a été 

maximale pour les 3 sites où un seul génotype a été identifié (i.e. SB2, CD I et IP), bien que cette 

valeur ne soit pas informative pour ces sites. La valeur de l’uniformité génotypique moyenne par 

site, estimée sans ces trois derniers sites a été de 0,66 ± 0,16 (n = 6). 

3.4.3. Pour Acropora prolifera 

Pour le taxon hybride A. prolifera, 31 colonies ont été échantillonnées sur 4 sites des îles 

de Saint-Barthélemy et de la Guadeloupe et 7 génotypes distincts ont été identifiés. 

Sur trois des quatre sites, un seul génotype a été détecté (SB1 à Saint-Barthélemy et FJ I et 

IP en Guadeloupe). Sur le site SB5 à Saint-Barthélemy, 4 génotypes ont été identifiés. Les 

estimations de richesse génotypique (Ng / N) ont varié de près de 0 pour le site de l’îlet Fajou (FJ I) 
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en Guadeloupe où un seul génotype a été identifié pour les 13 colonies qui y ont été 

échantillonnées, à 0,50 pour le site de la Baie de Lorient (SB5) à Saint-Barthélemy où 8 colonies 

ont été échantillonnées et 1 génotype a été identifié (Tableau II.5). Les valeurs de diversité 

génotypique (GO / GE) ont respectivement varié de près de 0 à 0,29 pour ces deux mêmes sites. La 

richesse génotypique moyenne par site (± SE) était de 0,25 ± 0,13 et la diversité génotypique 

moyenne par site était de 0,19 ± 0,06. La seule valeur d’uniformité génotypique (GO / Ng) qui était 

informative était de 0,57 pour le site de la Baie de Lorient (SB5) car plus d’un génotype y a été 

détecté, l’uniformité génotypique ayant été maximale (i.e. égale à 1) pour les 3 autres sites où un 

seul génotype a été identifié (i.e. SB1, FJ I et IP). 

Tableau II.5. Estimations de la diversité génotypique pour les colonies d’A. cervicornis et 
d’A. prolifera échantillonnées dans les Petites Antilles. N : nombre de colonies échantillonnées ; Ng : 
nombre de génotypes multilocus distincts ; Ng / N : richesse génotypique ; GO : diversité génotypique 
observée ; GO / GE : diversité génotypique avec GE : diversité génotypique attendue ; GO / Ng : 
uniformité génotypique. Les valeurs en gras sont des moyennes calculées par site (± erreur 
standard) sans le site de la Caye à Dupont (*) pour lequel la stratégie d'échantillonnage diffère.  

 

3.5. Diversité génétique dans les Petites Antilles 

3.5.1. Pour Acropora palmata 

En ne gardant qu’un seul représentant de chaque génotype (Ng = 718), les valeurs 

d’hétérozygotie observée (HO) pour l’ensemble des loci ont varié de 0,493 pour le site PAC10 à 

Saint Vincent à 0,714 pour le site de PAC11 à Bequia (moyenne par site ± SE = 0,624 ± 0,008 ; 

Annexe II.1). Pour l’ensemble des loci, les estimations d’hétérozygotie attendue (HE) ont varié de 

0,571 pour le site de PAC09 à Saint Vincent à 0,742 pour le site IP en Guadeloupe (moyenne par 

Île Site Code N N g N g  / N G O G O  / G E G O  / N g

A. cervicornis

Saint-Martin SM 31 5 0.16 1.84 0.06 0.37

Rocher Créole PAC26 31 5 0.16 1.84 0.06 0.37

Saint-Barthélemy SB 18 11 0.69 ± 0.17 2.67 ± 1.44 0.59 ± 0.21 0.71 ± 0.02

Îlet Toc SB2 1 1 1.00 1.00 1.00 1.00

Pointe Milou SB4 5 2 0.40 1.47 0.29 0.74

Îlet Pain de Sucre SB6 12 8 0.67 5.54 0.46 0.69

Guadeloupe Gu 137 12 0.43 ± 0.12 1.97 ± 0.46 0.38 ± 0.12 0.72 ± 0.13

Caye à Dupont I* CD I 80 1 0.01 1.00 0.01 1.00

Îlet Fajou I FJ I 43 4 0.09 1.55 0.04 0.39

Îlet Fajou III FJ III 9 4 0.44 3.52 0.39 0.88

Îlets de Pigeon IP 2 1 0.50 1.00 0.50 1.00

Tête à l'Anglais TA 3 2 0.67 1.80 0.60 0.90

186 28 0.44 ± 0.23 2.08 ± 1.07 0.37 ± 0.23 0.66 ± 0.16

Saint-Barthélemy SB 14 5 0.33 ± 0.17 1.64 ± 0.64 0.23 ± 0.06 0.57

Anse du Grand Cul-de-Sac SB1 6 1 0.17 1.00 0.17 1.00

Baie de Lorient SB5 8 4 0.50 2.29 0.29 0.57

Guadeloupe Gu 17 2 0.16 ± 0.09 1.00 0.16 ± 0.09

Îlet Fajou I FJ I 13 1 0.08 1.00 0.08 1.00

Îlets de Pigeon IP 4 1 0.25 1.00 0.25 1.00

31 7 0.25 ± 0.13 1.32 ± 0.45 0.19 ± 0.06 0.57

A. prolifera
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site ± SE = 0,684 ± 0,006 ; Annexe II.1). Les valeurs de FIS estimées par site pour l’ensemble des 

loci variait entre -0,001 et 0,215, respectivement pour le site LM en Guadeloupe et pour le site 

PAC10 à Saint Vincent. Des écarts significatifs à l'équilibre de Hardy-Weinberg ont été trouvés 

pour 12 sites d'échantillonnage sur les 36 sites prospectés après correction de Bonferroni, 

l’ensemble des populations de ces sites présentant un déficit en hétérozygotes (ou effet Wahlund). 

Parmi les 3 276 tests par paires de déséquilibre de liaison comparant tous les loci pour chacun 

des 36 sites d'échantillonnage, 5 (0,15 % ; P < 0,05) ont été significatifs après correction de 

Bonferroni. Pour l’ensemble des loci, la richesse allélique (AR) estimée par site a varié entre 87,5 

pour le site PAC20 à Antigua et 191,6 pour le site PT en Guadeloupe (Annexe II.1). 

Lorsque tous les sites issus d’une même île ont été regroupés (i.e. comme si chaque île 

représentait une population), les valeurs moyennes d’hétérozygotie observée (HO ; moyenne ± SE) 

pour l’ensemble des loci ont varié de 0,553 ± 0,031 pour Saint-Vincent à 0,663 ± 0,051 pour 

Bequia (Annexe II.1), les valeurs moyennes d'hétérozygotie attendue (HE ; moyenne ± SE) pour 

l’ensemble des loci ont varié  entre 0,618 ± 0,027 pour Saint-Vincent et 0,704 ± 0,023 pour Bequia, 

et la richesse allélique moyenne a varié de 102,1 ± 8,6 pour Antigua à 137,0 ± 7,4 pour la 

Guadeloupe. 

Étant donné que la proportion d'allèles nuls pour le marqueur #1490 a dépassé les 20% 

dans la plupart des populations relatives aux différents sites d'échantillonnage (Annexe II.1, avec 

n = 25/36), le marqueur #1490, initialement conservé pour l'identification des génotypes a été 

exclu des analyses génétiques relatives à la structure et à la connectivité des populations (Chapuis 

et Estoup 2007). 

3.5.2. Pour Acropora cervicornis 

En ne gardant qu’un seul représentant de chaque génotype (Ng = 28), les valeurs 

d’hétérozygotie observée (HO) pour l’ensemble des loci ont varié de 0,214 à 0,714, respectivement 

pour les sites TA et CD I en Guadeloupe (moyenne par site ± SE = 0,437 ± 0,055 ; Annexe II.2). 

Pour l’ensemble des loci, les estimations d’hétérozygotie attendue (HE) ont varié de 0,238 à 0,714, 

respectivement pour les sites de TA et CD I en Guadeloupe (moyenne par site ± SE = 0,49 ± 0,06 ; 

Annexe II.2). Les valeurs de FIS estimées par site pour l’ensemble des loci variait entre 0,056 et 

0,429, respectivement pour le site FJ III en Guadeloupe et pour le site SB4 à Saint-Barthélemy 

(Annexe II.2). Les valeurs de FIS n’ont pas pu être estimées pour les sites où un seul génotype a été 

identifié (SB2 à Saint-Barthélemy, et CD I et IP en Guadeloupe) (Annexe II.2). Aucun écart 

significatif à l'équilibre de Hardy-Weinberg n’a été trouvé pour les 9 sites d’échantillonnage. Parmi 

les 819 tests par paires de déséquilibre de liaison comparant tous les loci pour chacun des 9 sites 

d'échantillonnage, aucun n’a été significatif. 
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Lorsque tous les génotypes d’une même île ont été regroupés (i.e. comme si chaque île 

correspondait à une population), les valeurs moyennes d’hétérozygotie observée (HO ; 

moyenne ± SE) pour l’ensemble des loci ont varié de 0,367 ± 0,042 pour Saint-Barthélemy à 0,586 

pour Saint-Martin (Annexe II.2), les valeurs moyennes d'hétérozygotie attendue (HE ; 

moyenne ± SE) pour l’ensemble des loci ont varié entre 0,462 ± 0,089 pour Saint-Barthélemy et 

0,687 pour Saint-Martin. 

3.5.3. Pour Acropora prolifera 

En ne gardant qu’un seul représentant de chaque génotype (Ng = 7), les valeurs 

d’hétérozygotie observée (HO) pour l’ensemble des loci ont varié de 0,452 pour le site de SB5 à 

Saint-Barthélemy à 0,643 pour les sites de SB1 à Saint-Barthélemy et FJ I en Guadeloupe 

(moyenne par site ± SE = 0,56 ± 0,049 ; Annexe II.2). Pour l’ensemble des loci, les estimations 

d’hétérozygotie attendue (HE) ont varié de 0,5 pour le site de IP en Guadeloupe à 0,643 pour les 

sites de SB1 à Saint-Barthélemy à FJ I en Guadeloupe (moyenne par site ± SE = 0,583 ± 0,036 ; 

Annexe II.2). Les valeurs de FIS n’ont pas pu être estimées pour les trois sites avec un seul génotype 

d’identifié (SB1 à Saint-Barthélemy, et FJ I et IP en Guadeloupe) (Annexe II.2). Les valeurs de FIS 

estimées pour le site SB5 à Saint-Barthélemy pour l’ensemble des loci était de 0,196 (Annexe II.2). 

Aucun écart significatif à l'équilibre de Hardy-Weinberg n’a été trouvé pour les 4 sites. Parmi les 

364 tests par paires de déséquilibre de liaison comparant tous les loci pour chacun des 4 sites 

d'échantillonnage, aucun test n’a été significatif. 

Lorsque tous les génotypes issus d’une même île ont été regroupés (i.e. comme si chaque 

île correspondait à une population), les valeurs moyennes d’hétérozygotie observée (HO ; 

moyenne ± SE) et d'hétérozygotie attendue (HE ; moyenne ± SE) pour Saint-Barthélemy ont été 

respectivement de 0,548 ± 0,095 et de 0,595 ± 0,048. Lorsque tous les sites issus d’une même île 

ont été regroupés, les valeurs moyennes d’hétérozygotie observée (HO ; moyenne ± SE) et 

d'hétérozygotie attendue (HE ; moyenne ± SE) pour la Guadeloupe ont été de 0,571 ± 0,071 et de 

0,571 ± 0,071. 

3.6. Structure génétique des populations d’Acropora palmata dans les Petites Antilles 

3.6.1. Comparaison entre sites 

Un seul génotype a été identifié pour les sites FJ II en Guadeloupe et PAC09 à Saint Vincent, 

chaque génotype de ces sites monoclonaux a donc été regroupé avec les génotypes du site le plus 

proche, respectivement FJ III (à 2,1 km de distance environ de FJ II) et PAC10 (à 1 km de distance 

environ de PAC09), afin de garder le maximum d'informations génétiques pour les analyses 

ultérieures. Les matrices de distances génétiques (FST) par paires calculées à l'aide des logiciels 

GENEPOP et de FREENA étaient significativement corrélées (R² = 0,94 ; P < 0,0001). En raison de 
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la présence d'allèles nuls dans presque tous les loci (Annexe II.1), seules les estimations obtenues 

avec FREENA en tenant compte de la présence d'allèles nuls ont été considérées (en supposant que 

les populations sont à l’équilibre de Hardy-Weinberg). 

• Au sein d’une même île : la Guadeloupe comme cas d’étude 

Avec 13 sites étudiés, la Guadeloupe est l’île des Petites Antilles qui présente le plus de 

colonies échantillonnées (N = 395) et le plus grand nombre de génotypes identifiés (Ng = 256). 

Une faible structure génétique a été observée entre les populations relatives aux 13 sites de la 

Guadeloupe. Des valeurs de FST faibles et non-significatives ont été observées entre toutes les 

paires de sites, à l’exception de deux paires de sites qui ont montré une différenciation génétique 

significative. L’une est relative aux sites de l’Anse Laborde (AL) et de la Tête à l'Anglais (TA) 

(θ = 0,02 ; 95% IC : [0,002 - 0,040] ; Tableau II.6) qui sont localisés sur des zones géographiques 

opposées de la Guadeloupe, respectivement sur la Grande-Terre et la Basse-Terre (Figure II.1). 

L’autre correspond aux sites de la Caye à Dupont (CD) et de l’Anse à la Barque (PAC28) (θ = 0,011 ; 

95% IC : [0,0005 - 0,023] ; Tableau II.6) qui sont situés de part et d’autre de la Basse-Terre 

(Figure II.1). En accord avec ces résultats, aucun groupe génétique apparent n'a été identifié avec 

le logiciel STRUCTURE en considérant l’ensemble des génotypes issus des sites d'échantillonnage 

de la Guadeloupe. De même, la réalisation d’une PCoA avec GENALEX n’a pas permis d’observer 

de structure génétique qui serait corrélée à la répartition géographique des sites 

d'échantillonnage en Guadeloupe (Données non présentées). 

Tableau II.6. Matrices de distances : génétiques (FST ; inférieure) et géographiques (Géo. en km ; 
supérieure) par paires entre les populations d’A. palmata des sites d’échantillonnage de la 
Guadeloupe. Ng : nombre de génotypes identifiés. Les valeurs de FST ont été estimées en utilisant la 
méthode ENA et avec le logiciel FREENA. Les valeurs en gras représentent des valeurs de FST qui sont 
significatives (i.e. l’intervalle de confiance de 95% obtenu via la méthode de « bootstrap resampling 
over loci » n’inclut pas la valeur 0). Les noms des îles et des sites relatifs aux codes utilisés dans ce 
tableau sont donnés dans le Tableau II.4. Le site FJ* regroupe les génotypes identifiés sur le site FJ II 
et FJ III. 

 

 

Île Géo.

Site AL AM CD FJ* IG IP LM Lz PAC28 PC PT TA

F ST N g 12 18 10 40 16 14 11 45 41 11 12 26

AL 12 0 19,5 78,6 18,7 70,3 58,6 27,8 60,8 67,8 45,3 57,2 33,5

AM 18 0,009 0 63,2 38,2 54,9 78,0 9,2 80,2 87,3 30,6 42,4 53,0

CD 10 0,024 0,017 0 97,3 8,3 60,5 54,0 58,3 51,2 42,7 48,0 87,5

FJ* 40 0,002 0,002 0,018 0 89,0 41,8 46,5 44,0 51,1 64,0 75,9 19,6

IG 16 0,012 0,006 0,010 0,004 0 67,5 45,7 65,3 58,3 34,4 41,6 94,5

IP 14 0,013 0,000 0,011 0,005 0,000 0 86,4 2,2 9,3 96,9 102,1 26,9

LM 11 0,019 0,000 0,003 0,014 0,007 0,010 0 88,6 95,7 21,3 33,2 61,4

Lz 45 0,008 0,003 0,004 0,004 0,000 0,001 0,005 0 7,1 94,7 99,9 29,1

PAC28 41 0,008 0,002 0,011 0,006 0,000 0,004 0,009 0,000 0 87,6 92,9 36,2

PC 11 0,013 0,006 0,000 0,007 0,000 0,007 0,010 0,000 0,000 0 11,8 78,9

PT 12 0,007 0,009 0,003 0,005 0,000 0,000 0,011 0,002 0,000 0,000 0 90,7

TA 26 0,020 0,006 0,010 0,003 0,006 0,008 0,009 0,000 0,006 0,000 0,001 0

Gu

Guadeloupe
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De manière analogue à ce qui est observé entre les sites d’échantillonnage situés sur l’île 

de la Guadeloupe, pour chacune des 10 autres îles des Petites Antilles qui ont été étudiées, des 

valeurs de FST faibles et non-significatives ont été généralement obtenues pour des paires de sites 

appartenant à une même île, révélant de faibles différenciations génétiques entre des sites situés 

sur une même île (Tableau II.7). Seuls les sites de Jambette Point (PAC15) et de Pigeon Island 

(PAC17) se trouvant sur l’île de Sainte-Lucie ont montré une différenciation génétique 

significative (θ = 0,012 ; 95% IC : [0,002 - 0,029] ; Tableau II.7). 

• Pour l’ensemble des sites étudiés dans les îles des Petites Antilles 

En général, à l'échelle des Petites Antilles, les sites issus des îles les plus proches n'étaient 

pas significativement différenciés (Tableau II.7). Aucune différence génétique significative n'a été 

observée entre les sites d'échantillonnage relatifs aux îles du Nord : Saint-Martin, Saint-

Barthélemy, Saba et Antigua, à l'exception d'une seule estimation significative de FST entre un site 

de l’île d'Antigua (PAC20) et un site de Saint-Barthélemy (SB3) (θ = 0,019 ; 95% IC : 

[0,00003 - 0,041] ; Tableau II.7). De même, aucune différenciation génétique significative n'a été 

observée entre les sites des îles de Sainte-Lucie et de Saint-Vincent, ou même entre les sites des 

îles du Sud (comprenant Saint-Vincent, Bequia et Union) (Tableau II.7), à l'exception d'une seule 

estimation significative de FST entre un site de Bequia (PAC12) et l’unique site d’échantillonnage 

d’Union (PAC13) (θ = 0,009 ; 95% IC : [0,001 - 0,018] ; Tableau II.7). Aucune différenciation 

génétique apparente n’a permis de déterminer des groupes génétiques distincts lors des analyses 

bayésiennes de structure génétique (STRUCTURE, données non présentées). La différenciation 

génétique entre des sites issus d’îles distinctes était généralement plus élevée que pour des sites 

issus d’une même île, les comparaisons révélant alors des différenciations significatives 

(Tableau II.7 et Annexe II.3). 

En accord avec les résultats décrits ci-dessus, une corrélation significative a été observée 

entre les distances géographiques entre sites et les divergences génétiques standardisées 

(FST / (1 - FST)) estimées en considérant l’ensemble des sites d'échantillonnage (R² = 0,35 ; 

P < 0,0001 ; Figure II.5). En outre, lorsque les sites avec moins de 10 génotypes distincts identifiés 

ont été exclus de l’analyse, les distances géographiques ont expliqué 46 % de la variation 

génétique (R² = 0,46 ; P < 0,0001 ; Figure II.5) et jusqu'à 75 % lorsque les sites avec moins de 20 

génotypes étaient exclus (R² = 0,75 ; P < 0,001 ; Figure II.5). 

Par conséquent, en raison du nombre restreint de génotypes respectifs à certains sites et 

de la différenciation génétique faible, et en général, non significative observée pour des sites situés 

dans une même île, les génotypes ont été regroupés par île dont ils sont issus afin d’effectuer des 

analyses supplémentaires. Alors 11 populations d’A. palmata, qui correspondent aux 11 îles 

échantillonnées à travers les Petites Antilles, ont été observées. 
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Tableau II.7. Matrice de distances génétique (FST ; inférieure) et géographique (Géo. en km ; supérieure) par paires entre les sites d’échantillonnage pour 
l’espèce A. palmata avec Ng : le nombre de génotypes identifiés pour chaque site d’échantillonnage. Les valeurs de FST ont été estimées en utilisant la 
méthode ENA et avec le logiciel FreeNA. Les valeurs orangées représentent des valeurs de FST qui sont significatives (i.e. l’intervalle de confiance de 95% 
obtenu via la méthode de « bootstrap resampling over loci » n’inclut pas la valeur 0). Les cases colorées en jaune ou vert représentent des comparaisons 
entre sites appartenant à une même île. Les noms des îles et des sites relatifs aux codes utilisés dans ce tableau sont donnés dans le Tableau II.4. Pour la 
Guadeloupe seuls 4 sites ont été conservés, l’intégralité de la matrice de distances avec tous les sites étant présente en Annexe II.3. Le site PAC10* regroupe 
les génotypes détectés sur les sites PAC09 et PAC10. 

 
 

Île Géo. Saba LS Union

Site PAC23 PAC24 PAC25 SB1 SB3 SB4 PAC27 PAC20 PAC21 PAC22 AL PAC28 PT TA PAC01 PAC02 PAC03 PAC04 PAC06 PAC15 PAC17 PAC08 PAC10* PAC11 PAC12 PAC13

F ST N g 4 46 47 11 11 6 39 6 19 19 12 41 12 26 50 18 9 7 19 17 13 37 7 2 35 40

PAC23 4 0 2,6 16,1 29,1 25,2 28,3 64,4 183,0 161,7 161,9 275,2 268,2 294,1 242,5 309,9 436,3 463,5 475,7 481,2 551,3 530,7 607,0 628,6 638,8 638,0 673,0

PAC24 46 0,000 0 17,2 30,9 27,0 30,0 67,1 183,5 161,6 161,8 277,0 269,9 295,9 244,2 311,6 438,1 465,3 477,4 483,0 553,1 532,5 608,7 630,4 640,6 639,7 674,8

PAC25 47 0,000 0,003 0 45,2 40,0 43,1 55,6 199,1 177,8 178,0 279,2 272,2 307,6 246,5 313,9 440,3 467,5 479,7 485,2 555,3 534,7 611,0 632,6 642,8 642,0 677,0

SB1 11 0,000 0,006 0,002 0 5,2 2,1 59,8 153,9 132,6 132,8 246,1 239,1 265,0 213,4 280,8 407,2 434,4 446,6 452,1 522,2 501,6 577,9 599,5 609,7 608,9 643,9

SB3 11 0,000 0,005 0,003 0,007 0 3,1 56,5 159,1 137,8 138,0 250,1 243,0 269,0 217,3 284,7 411,2 438,3 450,5 456,0 526,2 505,5 581,8 603,5 613,7 612,8 647,9

SB4 6 0,002 0,027 0,027 0,002 0,033 0 57,6 156,0 134,7 134,9 247,0 239,9 265,9 214,2 281,6 408,1 435,3 447,4 453,0 523,1 502,5 578,7 600,4 610,6 609,7 644,8

Sa PAC27 39 0,000 0,001 0,001 0,004 0,000 0,022 0 185,4 164,1 164,3 231,6 224,5 293,4 213,4 266,2 392,7 419,9 432,0 437,6 507,7 487,1 563,3 585,0 595,2 594,3 629,4

PAC20 6 0,013 0,002 0,001 0,008 0,019 0,027 0,000 0 23,2 26,8 104,1 97,1 118,7 67,9 138,8 263,3 290,5 302,6 308,2 378,3 357,7 435,7 457,6 467,8 466,9 501,9

PAC21 19 0,000 0,000 0,000 0,002 0,002 0,023 0,004 0,000 0 5,3 116,7 109,6 135,6 83,9 151,3 277,8 305,0 317,1 322,6 392,8 372,2 448,4 470,1 480,3 479,4 514,5

PAC22 19 0,000 0,000 0,000 0,002 0,004 0,027 0,001 0,004 0,000 0 120,3 113,2 139,1 87,5 154,9 281,4 308,5 320,7 326,2 396,3 375,7 452,0 473,7 483,9 483,0 518,1

AL 12 0,019 0,021 0,010 0,027 0,019 0,049 0,011 0,022 0,007 0,000 0 67,8 57,2 33,5 34,6 161,1 188,3 200,4 206,0 276,1 255,5 331,7 353,4 363,6 362,7 397,8

PAC28 41 0,006 0,007 0,005 0,011 0,013 0,020 0,008 0,000 0,000 0,001 0,008 0 92,9 36,2 41,7 168,2 195,3 207,5 213,0 283,2 262,5 338,8 360,5 370,7 369,8 404,9

PT 12 0,003 0,010 0,012 0,027 0,025 0,031 0,015 0,005 0,001 0,000 0,007 0,000 0 90,7 63,9 152,4 179,5 191,7 197,2 267,4 246,7 324,7 349,0 359,2 358,3 409,1

TA 26 0,000 0,012 0,018 0,030 0,027 0,041 0,016 0,009 0,007 0,008 0,020 0,006 0,001 0 70,8 197,3 224,5 236,6 242,2 312,3 291,7 367,9 389,6 399,8 398,9 434,0

LS PAC01 50 0,000 0,006 0,006 0,010 0,011 0,026 0,004 0,005 0,003 0,000 0,004 0,000 0,003 0,006 0 130,3 157,4 169,6 175,1 245,3 224,6 300,9 322,6 332,8 331,9 367,0

PAC02 18 0,003 0,028 0,020 0,013 0,016 0,022 0,014 0,017 0,017 0,011 0,016 0,017 0,023 0,020 0,011 0 27,2 39,3 44,9 115,0 94,4 172,4 196,7 206,9 206,0 256,8

PAC03 9 0,000 0,017 0,012 0,007 0,014 0,022 0,006 0,010 0,006 0,004 0,010 0,002 0,015 0,017 0,001 0,002 0 12,1 17,7 87,8 67,2 153,1 172,8 187,6 185,9 237,5

PAC04 7 0,003 0,027 0,013 0,014 0,012 0,052 0,010 0,028 0,007 0,003 0,008 0,012 0,027 0,016 0,012 0,000 0,000 0 6,4 76,6 55,9 145,3 163,2 179,8 176,3 229,8

PAC06 19 0,000 0,014 0,008 0,010 0,007 0,019 0,007 0,000 0,002 0,001 0,002 0,006 0,008 0,015 0,004 0,006 0,000 0,000 0 70,1 49,5 139,8 157,7 174,3 170,8 224,2

PAC15 17 0,000 0,030 0,033 0,046 0,016 0,068 0,023 0,024 0,023 0,020 0,010 0,023 0,022 0,016 0,016 0,020 0,011 0,006 0,002 0 30,3 70,6 88,5 105,1 101,6 155,0

PAC17 13 0,008 0,030 0,025 0,015 0,013 0,042 0,015 0,029 0,024 0,011 0,015 0,025 0,035 0,032 0,017 0,011 0,001 0,000 0,006 0,012 0 100,8 118,7 135,3 131,8 185,3

PAC08 37 0,008 0,030 0,040 0,054 0,031 0,070 0,029 0,036 0,030 0,025 0,028 0,031 0,032 0,017 0,024 0,025 0,016 0,012 0,018 0,008 0,016 0 24,3 34,5 33,6 84,5

PAC10* 7 0,005 0,030 0,034 0,046 0,020 0,061 0,029 0,043 0,024 0,023 0,033 0,030 0,026 0,020 0,028 0,011 0,018 0,000 0,013 0,013 0,003 0,000 0 17,9 14,4 67,9

PAC11 2 0,000 0,048 0,035 0,045 0,016 0,080 0,003 0,037 0,033 0,016 0,035 0,032 0,045 0,038 0,026 0,022 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,012 0 4,2 50,0

PAC12 35 0,019 0,028 0,030 0,049 0,025 0,066 0,025 0,034 0,019 0,020 0,018 0,024 0,024 0,020 0,020 0,021 0,012 0,011 0,011 0,011 0,019 0,002 0,000 0,010 0 53,6

Un PAC13 40 0,018 0,037 0,042 0,059 0,032 0,080 0,036 0,031 0,031 0,030 0,039 0,030 0,032 0,024 0,031 0,035 0,013 0,020 0,016 0,014 0,031 0,003 0,007 0,000 0,009 0

Ma

SL

SV

Be

Saint-Vincent Bequia

SM

SB

An

Gu

Saint-Martin Saint-Barthélemy Antigua Guadeloupe Martinique Sainte-Lucie



Chapitre II. 
 

56 
 

  

Figure II.5. Corrélation entre les distances génétiques (FST / (1 - FST)) et géographiques (en km) 
estimées entre les sites d’échantillonnages pour Acropora palmata. A : Tous les sites 
d’échantillonnage ont été considérés (34 sites). B : Seuls les sites d’échantillonnage avec plus de 10 
génotypes (Ng ≥ 10) ont été conservés (27 sites). C : Seuls les sites d’échantillonnage avec plus de 20 
génotypes (Ng ≥ 20) ont été conservés (11 sites). 
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3.6.2. Comparaison entre îles 

• Matrice de distance génétique (FST) 

Les populations des îles les plus proches géographiquement n'étaient en général pas 

significativement différenciées génétiquement (Tableau II.8). Ainsi les îles du Nord (Saint-Martin, 

Saint-Barthélemy et Saba) n’ont pas présenté de différenciation génétique significative. De plus 

Antigua n’a pas présenté de différenciation génétique significative avec l’île de Saint-Martin 

(θ = 0,001 ; 95 % IC : [-0,003 - 0,005] ; Tableau II.8). Les îles de Guadeloupe et des Saintes 

n’étaient pas significativement différenciées génétiquement (θ = 0,005 ; 95 % IC : 

[-0,002 - 0,002] ; Tableau II.8), de même pour les îles du Sud, Saint-Vincent et les Grenadines 

(Bequia et Union), à l’exception de la paire d’îles composée par Bequia et Union (θ = 0,008 ; 95 % 

IC : [0,0002 - 0,017] ; Tableau II.8). 

 

Tableau II.8. Matrice de distances : génétique (FST ; inférieure) et géographique (en km ; supérieure) 
par paires de populations d’Acropora palmata relatives aux îles échantillonnées. Les valeurs de FST 
ont été estimées en utilisant la méthode ENA et avec le logiciel FREENA. Les valeurs en gras 
représentent des valeurs de FST qui sont significatives (i.e. l’intervalle de confiance de 95% obtenu 
via la méthode de « bootstrap resampling over loci » n’inclut pas la valeur 0). 

 
  

SM SB Sa An Gu LS Ma SL SV Be Un

Saint-Martin SM 0 31 53 175 257 292 440 514 573 597 634

Saint-Barthélemy SB 0.002 0 52 144 227 263 411 486 546 570 608

Saba Sa 0.001 0.000 0 165 235 264 408 479 535 557 592

Antigua An 0.001 0.006 0.004 0 92 135 281 361 429 454 498

Guadeloupe Gu 0.009 0.013 0.008 0.003 0 45 189 269 337 363 408

Les Saintes LS 0.005 0.008 0.005 0.005 0.005 0 149 227 294 319 364

Martinique Ma 0.016 0.010 0.009 0.008 0.009 0.009 0 82 156 182 231

Sainte-Lucie SL 0.025 0.021 0.017 0.019 0.015 0.013 0.006 0 77 103 154

Saint-Vincent SV 0.033 0.039 0.030 0.030 0.024 0.025 0.019 0.009 0 27 77

Bequia Be 0.027 0.033 0.024 0.022 0.019 0.020 0.013 0.009 0.002 0 51

Union Un 0.036 0.044 0.034 0.030 0.027 0.031 0.021 0.018 0.004 0.008 0
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• Analyse en Coordonnées Principales 

Pour l’espèce A. palmata, une analyse en coordonnées principales (PCoA) a permis de 

représenter spatialement les 11 populations relatives à chacune des îles échantillonnées à partir 

de l’estimation d’indices de distance génétique. L'axe 1 avec 72,88% d'inertie (86,29 % d’inertie 

cumulée pour les deux axes principaux) a séparé les 11 populations de façon corrélée avec la 

distribution géographique réelle des îles le long du gradient latitudinal formé par l’arc des Petites 

Antilles (Figure II.6). Seules les îles pour lesquelles les populations n’étaient pas significativement 

différenciées génétiquement n’ont pas été disposées en corrélation avec la distribution 

géographique réelle des îles (Tableau II.8 et Figure II.6). 

 

  

Figure II.6. Corrélation des distances génétiques entre les populations d’A. palmata et la distribution 
géographique des îles sur lesquelles elles ont été échantillonnées dans les Petites Antilles. A : 
analyse en coordonnées principales des Coordonnées (PCoA) fondée sur les distances génétiques 
estimées à partir de 13 marqueurs génétiques microsatellites pour les populations échantillonnées 
sur les 11 îles des Petites Antilles. B : Distribution géographique entre les 11 îles prospectées dans 
les Petites Antilles. 
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• Corrélation des distances génétiques et géographiques 

En accord avec les résultats précédents, une corrélation hautement significative a été 

observée entre les distances géographiques entre les îles et les différentiations génétiques 

standardisées (FST / (1 - FST)) entre les îles (R² = 0,72 ; P < 0,0001 ; Figure II.7), révélant ainsi 

clairement un schéma d’isolement par la distance (IBD) au sein des populations d'A. palmata dans 

la région des Petites Antilles. 

 

 

  

Figure II.7. Corrélation entre les distances génétiques (FST / (1 - FST)) et géographiques (en km) 
estimées entre les populations d’Acropora palmata réparties sur les îles. 
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• Analyse d’autocorrélation spatiale 

Ce motif d’IBD a également été mis en évidence à l'échelle même du récif. En effet, des 

colonies échantillonnées sur un seul site (ou récif) (< 10 km) étaient significativement plus 

similaires génétiquement que des colonies échantillonnées sur des sites distincts, avec une 

similarité génétique décroissante entre les colonies au fur et à mesure que la distance 

géographique entre des sites d'échantillonnage augmente (Figure II.8). L'analyse 

d'autocorrélation spatiale obtenue à partir d’estimations de l’indice de relation de Moran (I) a 

révélé un noyau de dispersion des larves inférieur à 190 kilomètres pour l’espèce A. palmata dans 

les Petites Antilles (Figure II.8). 

 

 

  

Figure II.8. Autocorrélogramme spatial fondé sur l’indice de Moran (I) estimé à partir de 13 
marqueurs microsatellites et de l’ensemble des colonies d’A. palmata échantillonnées. Le trait plein 
représente les valeurs estimées et les traits en pointillés représentent les valeurs limites 
supérieures et inférieures de l’intervalle de confiance à 95% pour l’indice de Moran, obtenues à 
partir des permutations des génotypes pour les 10 classes de distance qui ont été définies. 



Chapitre II. 
 

61 
 

• Estimation de coefficients de migration directionnelle 

Bien que la variation génétique entre les populations d'A. palmata semble être organisée 

le long d'un gradient latitudinal (Figure II.6), il n’a pas été mis en évidence de flux de gènes 

directionnels significatif le long de l’Arc Antillais. En effet, seule une estimation de coefficient de 

migration directionnelle (MD) entre les paires d’îles a été significative, de l’île d'Union vers la 

Guadeloupe située plus au nord (α = 0,05 ; Tableau II.9). Néanmoins, en soustrayant pour chaque 

paire d’île, le coefficient de MD estimé dans le sens sud-nord au coefficient de MD estimé dans le 

sens nord-sud, des valeurs positives (obtenues lorsque les coefficients de MD estimés dans le sens 

sud-nord étaient supérieurs à ceux estimés dans le sens nord-sud), ont été obtenus pour 36 des 

55 comparaisons effectuées par paires d’îles (soit 65%), ce qui suggère globalement une tendance 

du sud vers le nord pour le flux génique (bien que non significative) pour les populations 

d'A. palmata retrouvées sur les récifs des îles distribuées le long de l'arc des Petites Antilles. 

 

Tableau II.9. Direction estimée du flux génique pour A. palmata dans les Petites Antilles. La demi-
matrice inférieure représente le résultat de la soustraction des coefficients de migration 
directionnelle (MD) pour chaque paire d’îles estimé à partir de l’indice de Jost (D). La seule valeur 
significative est indiquée en gras (α = 0,05). La demi-matrice supérieure représente 
schématiquement le sens relatif du flux de gènes entre chaque paire d’île. Les valeurs positives 
représentent un flux de gènes relatif du sud vers le nord et sont représentées par le symbole ▲ 
(n = 36) et les valeurs négatives indiquent un flux génique relatif du nord vers le sud et sont 
représentées par le symbole ▼ (n = 19). 

 

  

SM SB Sa An Gu LS Ma SL SV Be Un

St-Martin SM ▼ ▼ ▲ ▼ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲

St-Barthélemy SB -0.019 ▼ ▲ ▼ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲

Saba Sa -0.163 -0.063 ▲ ▲ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲

Antigua An 0.024 0.039 0.222 ▼ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲

Guadeloupe Gu -0.194 -0.035 0.011 -0.465 ▲ ▲ ▼ ▲ ▲ ▲

Les Saintes LS 0.209 0.006 0.138 0.102 0.402 ▼ ▼ ▲ ▲ ▲

Martinique Ma -0.086 -0.065 -0.058 -0.102 0.052 -0.114 ▲ ▲ ▲ ▲

Ste-Lucie SL -0.055 -0.035 -0.076 -0.041 -0.048 -0.085 0.074 ▲ ▲ ▲

St-Vincent SV 0.028 0.009 0.122 0.073 0.238 0.208 0.219 0.207 ▼ ▲

Bequia Be 0.008 0.006 0.051 0.06 0.147 0.085 0.139 0.047 -0.009 ▼

Union Un 0.081 0.036 0.135 0.1 0.165 0.111 0.134 0.065 0.084 -0.001
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3.7. Structure génétique des populations d’Acropora cervicornis dans les Petites Antilles  

Étant donné le peu de génotypes identifiés par site pour l’espèce A. cervicornis, les valeurs 

de distances génétiques (FST) entre les différentes populations à l’échelle des sites n’étaient pas 

fiables et ne sont pas présentées. Les génotypes ont donc été regroupés directement par île 

d’appartenance pour estimer les distances génétiques (FST) entre les populations à l’échelle des 

îles. 

Lorsque les génotypes ont été regroupés par île d’appartenance, seule la valeur de FST 

estimée entre l’île de Saint-Barthélemy et de la Guadeloupe a été significative (θ = 0,054 ; 95 % IC : 

[0,022 - 0,096] ; Tableau II.10). Les valeurs de FST estimées entre les îles de Saint-Martin et de 

Saint Barthélemy (θ = 0,006 ; 95 % IC : [-0,027 - 0,050]), et de Saint-Martin et de la Guadeloupe 

(θ = 0,071 ; 95 % IC : [-0,006 - 0,166] ; Tableau II.10) n’étaient pas significatives. 

 

Tableau II.10. Matrice de distances : génétique (FST ; inférieure) et géographique (en km ; 
supérieure) par paires de populations d’Acropora cervicornis relatives aux îles échantillonnées. Les 
valeurs de FST ont été estimées en utilisant la méthode ENA et avec le logiciel FREENA. Les valeurs en 
gras représentent des valeurs de FST qui sont significatives (i.e. l’intervalle de confiance de 95% 
obtenu via la méthode de « bootstrap resampling over loci » n’inclut pas la valeur 0). 

 

 

  

Île

Site

N g 5 11 12

Saint-Martin SM 5 0 31 257

Saint-Barthélemy SB 11 0,006 0 227

Guadeloupe Gu 12 0,071 0,054 0

SM SB Gu
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4. Discussion 

4.1. Acropora prolifera et hybridation pour les espèces caraïbes du genre Acropora 

De manière surprenante, des colonies coralliennes ont présenté des morphologies 

intermédiaires à celles communément observées pour les espèces A. palmata et A. cervicornis et 

ont ainsi été identifiées comme étant des colonies relatives au taxon hybride connu sous le nom 

d’A. prolifera. Ces colonies hybrides ont été observées sur quatre sites, répartis sur les îles de 

Saint-Barthélemy (SB1 et SB5) et de la Guadeloupe (FJ I et IP). Les colonies d’A. prolifera 

retrouvées sur les sites de la Guadeloupe, en janvier 2013 dans le lagon de l’îlet Fajou (FJ I) et en 

février 2016 aux îlets de Pigeon (IP), n’avaient pas été observées lors de précédentes 

prospections, respectivement en mai 2011 pour le lagon de l’îlet Fajou et en septembre 2011 pour 

les îlets de Pigeon. De plus, sans information complémentaire et en se servant de la taille des 

colonies d’A. prolifera (environ 30 cm de haut) comme indicateur approximatif de l’âge des 

colonies présentes sur les sites de Saint-Barthélemy, il est fortement probable que les colonies 

d’A. prolifera retrouvées sur l’ensemble des quatre sites de la Guadeloupe et de Saint-Barthélemy 

soient issues de recrutements larvaires relativement récents, très probablement au cours des cinq 

dernières années. Par ailleurs, alors qu’un seul génotype d’A. prolifera a été identifié sur le site de 

Fajou (IF) à partir de l’échantillonnage de janvier 2013 relatif à cette étude, un deuxième génotype 

a été identifié en février 2016 dans le cadre de l’expérimentation de culture de fragments 

coralliens (cf. Chapitre IV). Ainsi, au vu des résultats obtenus pour les colonies échantillonnées, 

deux des quatre sites (SB1 et IP) où ont été trouvées les colonies d’A. prolifera ont présenté des 

« populations » quasi-monoclonales, reflétant pour chacun des sites un recrutement limité de 

larves issues de la fécondation inter-spécifique de gamètes des espèces parentales A. palmata et 

A. cervicornis. En revanche, les sites de l’îlet Fajou (IF) en Guadeloupe et de la Baie de Lorient (SB5) 

à Saint-Barthélemy ont permis l’identification de plusieurs génotypes distincts, respectivement 2 

et 4, reflétant alors le recrutement de plusieurs larves hybrides sur le même récif. L’étude de 

(Fogarty 2010) qui est la seule à avoir porté sur l’aspect de diversité génotypique des 

« populations » d’A. prolifera, a révélé une grande variabilité de la diversité génotypique sur 

l’ensemble des sites étudiés (à Belize, à Curaçao, à Antigua, à Saint-Thomas, à Porto Rico et aux 

Bahamas), similairement à ce qui a pu être observé et discuté précédemment pour les populations 

des espèces parentales, A. cervicornis et A. palmata. De plus, cette étude (Fogarty 2010) a mis en 

évidence à plusieurs reprises des génotypes distincts d’A. prolifera sur un même site, révélant que 

les évènements de reproduction sexuée avec une fécondation inter-spécifique entre des gamètes 

des espèces A. palmata et A. cervicornis (i.e. le processus d’hybridation) n’étaient pas rares. Par 

ailleurs, de manière analogue pour les deux sites étudiés ici qui ne présentaient pas de 

« population monoclonale » pour A. prolifera (IF et SB5), les tailles des colonies étaient 
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relativement similaires pour un site donné, il est ainsi possible sans pour autant que cela soit 

certain, que le recrutement de ces larves ait été issu d’une émission synchrone de gamètes, i.e. que 

celles-ci soient le fruit d’un seul évènement de reproduction sexuée. En outre, des colonies 

relatives aux espèces A. palmata et A. cervicornis ont toujours été aperçues non loin (i.e. à quelques 

centaines de mètres) des sites où A. prolifera a été trouvé, à l’exception de l’Anse du Grand Cul-de-

Sac (SB1) à Saint-Barthélemy où seule l’espèce A. palmata a été observée. Par exemple, des 

colonies relatives aux espèces A. palmata et A. cervicornis ont été simultanément retrouvées sur 

le site des îlets de Pigeon (IP) en Guadeloupe et sur le site de la Pointe Milou (SB4) située à 

quelques centaines de mètres (500 m) de la Baie de Lorient (SB5) à Saint-Barthélemy. De plus, les 

sites des îlets de Pigeon (IP) et de la Pointe Milou (SB4) n’ont présenté que très peu de génotypes 

distincts pour l’espèce A. cervicornis, respectivement un seul sur les îlets de Pigeon (IP) et deux au 

niveau de la Pointe Milou (SB4). Dans ce contexte, illustrant un probable « effet Allee » pour 

l’espèce A. cervicornis, la probabilité de fécondation intra-spécifique est ainsi fortement limitée et 

a pu alors être propice à un scénario analogue favorable à l’émergence de colonies hybrides sur le 

site des îlets de Pigeon (IP) en Guadeloupe et sur le site de la Baie de Lorient (SB5) à Saint-

Barthélemy (Knowlton 1992 ; Levitan et al. 1992 ; Fogarty 2010 ; Fogarty et al. 2012). Ces 

observations récentes associées à l’hypothèse que le déclin des espèces caraïbes du genre 

Acropora peut conduire à une hausse de la probabilité des phénomènes d’hybridation seraient en 

accord avec le fait que depuis le début des années 2000, des publications signalent régulièrement 

l’apparition de cet hybride sur les récifs caraïbes alors même qu’il était reconnu comme 

relativement rare jusqu’à maintenant (van Oppen et al. 2000 ; Vollmer et Palumbi 2002 ; Willis et 

al. 2006 ; Fogarty 2010, 2012 ; Lucas et Weil 2016 ; Aguilar-Perera et Hernández-Landa 2017). 

Une faible divergence génétique a été observée entre les génotypes des espèces A. palmata 

et A. cervicornis (voir Figure II.2), confirmant les faibles divergences observées entre ces espèces 

avec d’autres marqueurs génétiques (van Oppen et al. 2000, 2001). Or, des études ont récemment 

décrit que l’hybride A. prolifera qui pratique la gamétogénèse peut se reproduire à de rares 

occasions avec l’espèce A. cervicornis, mais non avec A. palmata. En effet, les ovules d’A. palmata 

seraient plus résistants à l’hybridation que les ovules d’A. cervicornis, cette compatibilité de 

fécondation asymétrique engendrant alors une introgression unidirectionnelle de certains gènes 

d’A. palmata dans le génome d’A. cervicornis (Fogarty 2010, 2012 ; Palumbi et al. 2012). Cette 

introgression de gènes expliquerait ainsi que les génotypes des colonies correspondant à l’espèce 

A. cervicornis et à l’hybride A. prolifera soient représentés de manière relativement proche sur 

l’AFC qui a été réalisée (Figure II.2). De la même manière, cela permettrait de justifier que certains 

génotypes relatifs à des colonies identifiées morphologiquement comme A. cervicornis puissent 

présenter des génotypes très proches de ceux de l’espèce A. palmata sur l’AFC (Figure II.2). En 

outre, certaines colonies d'A. palmata ont été génétiquement identifiées comme des colonies 
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relatives au taxon hybride A. prolifera après avoir été identifiées morphologiquement comme 

appartenant à l’espèce A. palmata. Or, le morphotype « palmé » (ou « palmate-morph ») défini par 

Vollmer et Palumbi (2002) pour certaines colonies de l’hybride A. prolifera de première 

génération (ou F1) n'est pas suffisant pour expliquer une confusion complète dans l'identification 

morphologique des colonies. De rares évènements reproductifs entre l’espèce parentale 

A. palmata et le taxon hybride A. prolifera induisant l’existence d’hybrides de générations 

ultérieures et une introgression de gènes de l’espèce A. cervicornis dans les populations de 

l’espèce A. palmata peuvent expliquer que certaines colonies génétiquement identifiées comme 

des A. prolifera pourraient présenter une morphologie ambiguë propre à l’espèce A. palmata 

(Miller et van Oppen 2003 ; Fogarty 2012) (Figure II.9). 

 

 

Néanmoins, les précédentes études auraient pu ne pas révéler de générations hybrides 

ultérieures mettant en évidence ce phénomène d’introgression génique de l’espèce A. cervicornis 

vers A. palmata, en raison d’un échantillonnage limité ou des localités étudiées qui étaient 

différentes (Miller et van Oppen 2003 ; Fogarty 2010). Des colonies relatives à l’hybride 

A. prolifera, qu’elles fussent morphologiquement identifiées dès l’échantillonnage ou cryptiques 

puisque détectées a posteriori via les analyses génétiques, ont été observées sur 5 îles des Petites 

Antilles parmi les 11 prospectées (Saint-Martin, Saint-Barthélemy, Saba, la Guadeloupe et Saint-

Figure II.9. Colonie génétiquement identifiée comme étant A. prolifera mais présentant une 
morphologie d’A. palmata retrouvée sur le site de Châteaubelair Island (PAC08) à Saint-Vincent. 
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Vincent), suggérant que le phénomène d’introgression génique bidirectionnelle est étendu 

spatialement sur toute la zone d’étude. Cette observation suggèrerait ainsi que le complexe 

d'hybridation des espèces caraïbes du genre Acropora est peut-être plus compliqué qu'une 

introgression unidirectionnelle de gènes de l’espèce A. palmata vers l’espèce A. cervicornis comme 

cela a été décrit précédemment (van Oppen et al. 2000 ; Cole et al. 2002 ; Vollmer et Palumbi 

2007 ; Fogarty et al. 2012). Des études complémentaires utilisant l’outil de génomique via des 

méthodes de séquençage de « nouvelle génération » (i.e. Next-Generations Sequencing, ou NGS) 

pourraient permettre de confirmer cette hypothèse d’une introgression génique bidirectionnelle 

via des rétrocroisements entre l’hybride et les espèces parentales, conduisant à la génération 

d’hybrides de générations ultérieures à la F1. 

4.2. Faible abondance de l’espèce A. cervicornis dans les Petites Antilles 

De manière préoccupante, moins de 200 colonies de l’espèce A. cervicornis ont été 

observées sur les îles prospectées dans les Petites Antilles durant cette étude. De plus, les 

populations de cette espèce ont présenté un très faible nombre d’individus génétiques distincts, 

reflétant une prédominance du mode de reproduction asexué et de colonies clonales dans les 

populations et une diversité génétique plus faible que pour l’espèce A. palmata. Les neuf sites où 

ont été observées les colonies de l’espèce A. cervicornis se situent sur les îles de Saint-Martin, de 

Saint-Barthélemy et de la Guadeloupe, pour lesquelles des collaborations de plusieurs années 

existent entre l’équipe de recherche BOREA-DYNECAR et les gestionnaires des structures 

respectives suivantes : la Réserve Nationale Naturelle de Saint-Martin, la Réserve Naturelle de 

Saint-Barthélemy et le Parc National de la Guadeloupe. Ainsi, les observations de l’espèce 

A. cervicornis sont majoritairement le fruit de collaborations avec des organismes gestionnaires 

qui savaient où trouver des colonies de l’espèce A. cervicornis sur ces îles, et non le résultat d’une 

recherche spontanée qui se serait soldée par la découverte de « nouvelles » colonies coralliennes 

« non encore connues », semblant ainsi révéler des populations relictuelles de cette espèce. Par 

ailleurs, une soixantaine de colonies de l’espèce A. cervicornis ont été trouvées en 2015 sur le site 

de la Caravelle en Martinique, alors même que cette espèce n’avait plus été observée sur cette île 

depuis 2007 (Impact-Mer 2015). Lors de la campagne océanographique PACOTILLES, la 

prospection spontanée des récifs peu profonds (i.e. moins de 5 m de profondeur) des côtes-sous-

le-vent des sept autres îles étudiées n’a permis l’observation d’aucune colonie de l’espèce 

A. cervicornis, malgré des recherches actives dans des sites de prédilection d’Acropora cervicornis 

(i.e. en condition d’eaux plus calmes, dans des lagons, etc.). Toutefois, cette espèce est décrite 

historiquement comme pouvant évoluer jusqu’à une profondeur de 20 m sur les pentes externes 

récifales (Goreau 1959), comme cela a été illustré par la redécouverte récente de l’espèce 

A. cervicornis à une profondeur de 17 m sur le site de la caravelle à la Martinique (Impact-Mer 
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2015). Par ailleurs, la majorité des colonies de l’espèce A. cervicornis ont été observées dans cette 

étude sur des fonds sableux peu profonds tel que dans les lagons. Ainsi, il aurait été probablement 

nécessaire de prospecter d’avantage les pentes externes récifales et les lagons des îles des Petites 

Antilles pour lesquelles l’espèce A. cervicornis n’a pas été retrouvée dans cette étude afin de 

potentiellement retrouver plus de colonies de cette espèce et dresser un bilan plus précis du statut 

de celle-ci dans les Petites Antilles. Cependant, de très rares observations de l’espèce A. cervicornis 

sur les îles de Saint-Martin, de Saint-Barthélemy, de la Guadeloupe et de la Martinique, associées 

à des diversités génotypiques et génétiques globalement faibles sont alarmantes et suggèrent une 

disparition lente et programmée de l’espèce A. cervicornis de la région des Petites Antilles. Par 

exemple, alors que 80 colonies clonales de l’espèce A. cervicornis ont été identifiées en décembre 

2011 sur le site de la Caye-à-Dupont, seules cinq colonies ont pu y être à nouveau observées en 

juillet 2014, reflétant ainsi une quasi-disparition de cette population monoclonale en l’espace de 

tout juste 30 mois. 

4.3. Influence possible de conditions environnementales spécifiques aux sites sur la clonalité 

4.3.1. Le site de la Caye à Dupont comme cas d’étude de la clonalité sur un récif 

Les populations d'Acropora du récif de la Caye-a-Dupont (CD) en Guadeloupe présentent 

de manière analogue des valeurs très faibles de richesse génotypique (i.e. 0,125 pour A. palmata 

et près de 0 pour A. cervicornis), un seul génotype ayant par ailleurs été détecté pour A. cervicornis. 

Ces résultats suggèrent que les populations d'Acropora sur ce site se maintiennent principalement 

de manière asexuée et que le recrutement de larves issues de la reproduction sexuée est limité 

pour les deux espèces. Ces estimations sont plus faibles que les valeurs moyennes par site de 

richesse génotypique estimées dans cette étude pour les populations d'A. palmata dans 

l’ensemble des Petites Antilles (Ng / N : 0,75 ± 0,04) et que les valeurs estimées dans les Caraïbes 

par Baums et al. (2006a) et Mège et al. (2014) (moyenne par récif de 0,50 et 0,75 respectivement). 

Les autres populations d’A. palmata de Guadeloupe étudiées dans cette étude et précédemment 

par Mège et al. (2014) ont montré en moyenne une richesse génotypique beaucoup plus élevée 

(respectivement 0,79 ± 0,08 et 0,96) que celle estimée ici pour la Caye-à-Dupont (0,125). Ainsi, 

seuls les sites monoclonaux de l’îlet Fajou II (FJ II) en Guadeloupe et de Duvernette Island (PAC09) 

à Saint-Vincent ont présenté des estimations de richesse génotypique faibles et comparables au 

site de la Caye à Dupont, respectivement de 0,03 pour l’îlet Fajou II et de 0,14 pour Duvernette 

Island. Cependant, la méthode d’échantillonnage employée pour étudier les autres sites de 

Guadeloupe relatifs à cette étude et à celle de Mège et al. (2014) était non-aléatoire et opportuniste 

afin d’éviter la surreprésentation des colonies clonales au profit des analyses de structure 

génétique des populations (Mège et al. 2014). A contrario, pour le site de la Caye-à-Dupont, les 

colonies d’Acropora ont été échantillonnées de manière exhaustive dans un cercle de 30 m de 
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rayon afin de mieux évaluer la contribution de la reproduction clonale et la dispersion clonale au 

sein des populations. La différence observée entre les estimations de richesse génotypique 

pourrait ainsi partiellement être expliquée par l’utilisation de ces deux stratégies 

d'échantillonnage relativement distinctes : non-aléatoire et opportuniste pour l’une et exhaustive 

pour l’autre. Baums et al. (2006a) ont précédemment cherché à mesurer l’impact que pourrait 

avoir l’utilisation de deux stratégies d’échantillonnage distinctes (aléatoire5 vs opportuniste) sur 

les estimations moyennes de richesse génotypique à travers plusieurs populations d’A. palmata 

issues de nombreux récifs de la région Caraïbe (Bahamas, Curaçao, Floride, Navassa, et Panama 

notamment) sans avoir observé une telle divergence. 

Par ailleurs, la proportion de reproduction asexuée dans une population via la 

fragmentation des branches des colonies coralliennes est connue pour être assimilée à des 

conditions géo-climatiques spécifiques auxquelles sont soumis les sites telles que l'intensité et la 

fréquence de la houle et des vagues, ou l’action des ouragans en relation avec la topographie 

(Coffroth et Lasker 1998 ; Baums et al. 2006a). Par exemple, la houle affecte de manière 

significative la répartition spatiale des populations de coraux, en particulier dans le cas de 

colonies clonales qui sont dérivées de la fragmentation. Sur le site de la Caye-à-Dupont, la forte 

capacité des populations d'Acropora à se reproduire spontanément de manière asexuée est 

probablement induite par un mode hydrodynamique actif (houle dominante induite par les alizés 

de l'est) et une capacité de fragmentation efficace. Pendant les épisodes de fortes houles, les 

vagues se brisent sur le platier récifal et la topologie plane du fond empêche la dispersion des 

fragments coralliens tout en avantageant leur fixation. En revanche, le récif d'Anse-Bertrand 

étudié par Mège et al. (2014) est positionné le long d’une petite falaise et les colonies d'A. palmata 

ont été échantillonnées à des profondeurs où elles croissaient avec une morphologie incrustante, 

limitant probablement leur capacité à produire des colonies de manière asexuée par 

fragmentation (Mège et al. 2014). Par conséquent, le choix des sites d'échantillonnage peut 

probablement expliquer davantage l'écart observé entre les estimations de richesse génotypique 

estimées pour le site de la Caye-à-Dupont et celles obtenues pour les autres localités de 

Guadeloupe pour l’espèce A. palmata. 

La distance maximale entre deux colonies clonales pour A. cervicornis était d'au moins 60 

m (i.e. la distance maximale retrouvée entre deux colonies échantillonnées) alors qu'elle était de 

25 m pour l’espèce A. palmata. Ces deux distances sont des estimations minimales, car elles ont 

été évaluées sur la base de colonies échantillonnées dans un cercle de rayon de 30 m et sans 

considérer toutes les colonies clonales potentielles situées à l'extérieur de ce cercle. Le squelette 

                                                             

5 i.e. en générant aléatoirement des coordonnées à échantillonner dans un cercle prédéfini pour une 
certaine population. 
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des colonies d'A. cervicornis est plus fragile que celui d’A. palmata, ce qui explique probablement 

la plus grande capacité de fragmentation d'A. cervicornis (Bottjer 1980 ; Tunnicliffe 1981 ; Garcia 

Reyes et Schizas 2010 ; Mercado-Molina et al. 2016). Ainsi, la propagation clonale par 

fragmentation est plus élevée chez A. cervicornis que chez A. palmata, comme cela est illustré par 

la distance maximale estimée entre deux colonies clonales. Par ailleurs, l’étendue spatiale du 

processus de fragmentation dépend du poids des fragments qui sont générés et donc de la 

morphologie relative aux espèces puisqu’un petit fragment se propagera plus loin. 

Pour A. palmata, bien que cette population soit principalement asexuée, les 10 génotypes 

identifiés parmi les 80 colonies échantillonnées s’expliquent par un recrutement de larves issues 

de reproduction sexuée. À l’inverse, le fait que la population d’A. cervicornis soit monoclonale (i.e. 

avec un seul génotype d’identifié) démontre un mauvais recrutement de nouvelles colonies issues 

de la reproduction sexuée. Parce que la diversité génétique contribue à la capacité des organismes 

à évoluer et à s'adapter à de nouvelles conditions, ce résultat est préoccupant. En effet, certains 

génotypes peuvent être plus résistants face à des perturbations environnementales telles que le 

blanchissement corallien par exemple (Edmunds et Gates 2003). En outre, l'association d'une 

absence de recrutement de larves et d'une forte croissance clonale dans une population sur une 

longue période peut conduire à une extinction de la population (Honnay et Bossuyt 2005). 

Lorsqu’une nouvelle prospection du site de la Caye-à-Dupont a été réalisée 30 mois plus tard en 

juillet 2014 (cf. Chapitre III), seules 5 colonies vivantes de l’espèce A. cervicornis ont été 

retrouvées, illustrant ainsi le déclin de cette population monoclonale peut-être prédit avec 

l’échantillonnage de 2011. 

4.3.2. Clonalité chez Acropora palmata dans les Petites Antilles  

Dans les Petites Antilles, les estimations des indices génotypiques pour l’espèce A. palmata 

ont ainsi considérablement varié entre les sites d'échantillonnage, même pour des sites 

relativement proches ou des sites situés sur une même île. L’estimation de la richesse génotypique 

moyenne par site de 0,75 est similaire à celles estimées précédemment pour l’espèce A. palmata 

par Mège et al. (2014). De même que dans l’étude de Mège et al. (2014), une stratégie 

d'échantillonnage opportuniste non aléatoire a été choisie afin d’évaluer la structure génétique 

des populations d'A. palmata dans les Petites Antilles (et d’éviter ainsi la représentation excessive 

de colonies clonales) puisque la caractérisation spécifique de la diversité génotypique et de la 

clonalité de ces populations n'était pas là notre objectif principal. Y fait exception le site de la Caye-

à-Dupont en Guadeloupe échantillonné de manière exhaustive. Par ailleurs, les estimations de 

richesse génotypique estimées pour les populations des Petites Antilles étudiées ici sont beaucoup 

plus élevées que celles estimées par Baums et al. (2006a) en ayant utilisé des stratégies 

d'échantillonnage aléatoire ou opportuniste (Ng / N moyen par site = 0,52 et 0,51 
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respectivement), ou même que celle estimée sans tenir compte de la méthode d’échantillonnage 

pour des récifs de la province phylogéographique de l’est (Ng / N = 0,64 ± 0,17 pour les Îles 

Vierges des États-Unis, Saint-Vincent et les Grenadines, Bonaire et Curaçao). Pour cette raison, les 

raisonnements appliqués aux dynamiques des populations fondées sur les estimations des indices 

génotypiques doivent être interprétés avec précaution. 

Toutefois, les différences d’estimations de richesse génotypique entre des populations 

issues de récifs différents semblent plus probablement associées à des conditions 

environnementales spécifiques aux sites d’échantillonnage, plutôt qu’à d'autres facteurs comme 

une différence dans la stratégie d'échantillonnage utilisée (Baums et al. 2006a ; Fogarty 2010 ; 

Mège et al. 2014). Ainsi il semblerait que des populations denses de colonies coralliennes 

relativement grandes sur un site caractérisé par un fond peu profond, plat et balayé régulièrement 

par des houles et (ou) des courants importants correspondent à des caractéristiques générales 

qui semblent favoriser l'expansion des coraux branchus du genre Acropora de manière asexuée 

(Coffroth et Lasker 1998 ; Baums et al. 2006a ; Fogarty 2010). Les sites de la Caye à Dupont (CD) 

et de l’îlet Fajou II (FJ II) en Guadeloupe présentent des caractéristiques relativement similaires à 

celles qui viennent d’être décrites et ont présenté de manière analogue des estimations faibles de 

richesse génotypique (Ng / N = 0,125 pour la Caye à Dupont et Ng / N = 0,03 pour l’îlet Fajou II), 

révélant ainsi une expansion active de ces populations via le processus de fragmentation. 

Toutefois, il serait nécessaire de caractériser formellement l’environnement hydrodynamique des 

sites qui ont été prospectés afin de vérifier si de telles caractéristiques des populations et de 

l’habitat sont significativement associées à des valeurs de richesse génotypique faibles, et par 

conséquent si elles favoriseraient effectivement un processus de fragmentation actif des colonies 

coralliennes. À l’inverse, les récifs où l’espèce A. palmata a présenté peu ou pas de clones 

pourraient représenter des zones relatives à des habitats moins adaptés et des faibles densités de 

population (Mège et al. 2014). Alternativement, les populations d'A. palmata présentant une 

densité faible de colonies, avec peu ou pas de clones, pourraient être des reliques de populations 

anciennes et denses qui ont fait face à d'importants événements de perturbation (tels que des 

épisodes de la maladie de la bande blanche, de blanchissement corallien, des ouragans, une 

croissance importantes de macroalgues, une forte prédation...), résultant alors en des pertes 

massives de colonies sans résilience efficace et consécutive de ces populations (Bruckner 2002 ; 

Acropora Biological Review Team 2005). Par exemple, les colonies d’A. palmata situées sur le haut 

de la pente externe du lagon du Grand Cul-de-Sac Marin en Guadeloupe (FJ III) ont d’abord été 

décimées par la maladie de la bande blanche (ou White-Band Disease) au début des années 80, 

puis ont subies l’ouragan Hugo en 1989 sans réussir par la suite à se reconstituer (Aronson et 

Precht 2001 ; Bouchon, comm. pers.). Ce site présente aujourd’hui des colonies relictuelles 
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d’A. palmata éparses vivantes, au milieu de nombreuses colonies mortes qui témoignent d’une 

zone historique avec une forte densité en colonies d’A. palmata. 

4.4. Faible diversité génétique estimée pour Acropora palmata dans les Petites Antilles 

La résilience des populations dépend en partie de la diversité génétique qui est nécessaire 

au succès d'adaptation des espèces face à des changements des conditions environnementales 

(Miller et Ayre 2004 ; Yeoh et Dai 2009). Pour A. palmata, la diversité génétique estimée dans cette 

étude était globalement plus faible (HE moyen par site = 0,684 ± 0,038) que toutes les autres 

estimations de diversité génétique rapportées dans les études similaires menées par Baums et al. 

(2005b ; HE par site = 0,75) et Mège et al. (2014 ; HE par site = 0,761). La différence de diversité 

génétique s'explique en partie par le fait que ce ne sont pas exactement les mêmes marqueurs 

microsatellites qui ont été utilisés dans la présente étude. En effet, sur les 14 loci que nous avons 

utilisés, seuls cinq d’entre eux ont été exclusivement utilisés dans les études précédentes. Par 

conséquent, afin de comparer nos estimations de diversité génétique à celles trouvées dans les 

études antérieures, seuls ces cinq loci communs avec les études précédentes ont été utilisés afin 

de réévaluer les estimations précédentes (Annexe II.4). Des valeurs moyennes de diversité 

génétique par site un peu plus grandes ont ainsi été obtenues (HE moyen = 0,71), bien que 

globalement inférieures à celles publiées dans les études similaires concernant A. palmata (Baums 

et al. 2005b ; Mège et al. 2014). Alors que l’estimation de diversité génétique moyenne pour la 

Guadeloupe (HE moyen = 0,73 ; Annexe II.4) est proche de celle rapportée précédemment par 

Mège et al. (2014 ; HE = 0,74), l’estimation de diversité génétique pour les îles de Saint Vincent et 

des Grenadines (ou SVG ; HE moyen = 0,65 ; Annexe II.4) reste inférieure à celle estimée par Baums 

et al. (2005b ; HE = 0,69). Cette différence pourrait s'expliquer en partie par la présence du site 

monoclonal PAC09 (HE = 0,40 pour PAC09 avec les cinq loci communs) et (ou) par un déclin des 

populations depuis 2005. De manière générale, les plus faibles valeurs de diversité génétique 

observées dans les Petites Antilles par rapport aux précédentes valeurs estimées pour d’autres 

récifs de la Caraïbe pourraient révéler un potentiel évolutif moindre, et donc une plus faible 

capacité de résilience pour les populations de l'espèce A. palmata dans les Petites Antilles. Ce 

constat est d’autant plus préoccupant compte tenu de la localisation périphérique de ces 

populations à la limite orientale de la mer des Caraïbes et de l’existence d’une barrière au flux 

génique prononcée entre les parties occidentale et orientale de la mer des Caraïbes (Baums et al. 

2005b, 2006a, 2006b ; Mège et al. 2014). Néanmoins, la diversité génétique n'est pas le seul 

facteur à prendre en compte pour prédire la capacité de résilience d’une population. En effet, les 

modes de reproduction et le recrutement sont également essentiels. 

L’espèce Acropora palmata est une espèce corallienne dite « broadcast-spawner ». Pendant 

les événements massifs de reproduction sexuée, la probabilité que des gamètes se rencontrent en 
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plein eau est renforcée par des densités élevées de gamètes relâchés de manière synchrone par 

un grand nombre de colonies. Étant donné que l’espèce A. palmata est une espèce corallienne pour 

laquelle l’autofécondation est impossible, la production de larves provenant de la reproduction 

sexuée n'est possible qu'après une fécondation entre des gamètes produits par des colonies 

génétiquement distinctes (Fukami et al. 2003 ; Baums et al. 2005b). Par conséquent, étant donné 

qu’un recrutement efficace de larves issues d’un évènement de reproduction sexuée améliore la 

diversité génétique des populations, des niveaux de diversité génétique plus faibles pourraient 

refléter un déficit de recrutement larvaire associé à des conditions défavorables. En effet, il a été 

démontré que le rétablissement des populations d'A. palmata via un recrutement larvaire efficace 

issu de la reproduction sexuée peut être limité en présence ou suite à des perturbations des 

conditions environnementales (Quinn et Kojis 2005 ; Bouchon et al. 2008 ; Williams et al. 2008). 

Par ailleurs, Miller et al. (2016) ont récemment montré que des génotypes distincts de 

l’espèce A. palmata situés sur un même récif et appartenant donc à une même population ne 

participaient pas systématiquement à l’évènement annuel de reproduction sexuée ou alors pas 

toujours de manière synchrone. Par conséquent, la diversité génétique estimée à partir des 

colonies coralliennes échantillonnées pourrait uniquement refléter des événements de 

recrutement passés, datant de plusieurs années voire même décennies, et non un état actuel réel 

des populations. Cela pourrait en particulier être associé au fait que très peu de petites colonies 

ont été vues et échantillonnées. En outre, une taille réduite pour des colonies coralliennes ne 

garantit pas nécessairement qu’elles soient issues d’un évènement de reproduction sexuée 

puisque même des colonies de 2 centimètres de diamètre à la morphologie incrustante sont 

susceptibles d’être clonales (Miller et al. 2007). Par ailleurs, sans événements de stress, une 

colonie corallienne peut vivre pendant des décennies ou des siècles. Cependant, estimer l'âge 

d'une colonie corallienne via sa taille reste hasardeux, notamment pour les espèces branchues en 

raison des taux de croissance importants (pouvant atteindre près de 10 centimètres par an pour 

A. palmata) et de l’éventuelle succession des processus de fragmentation et de croissance des 

branches (Bak 1976 ; Highsmith 1982 ; Bak et al. 2009). Par conséquent, puisqu’il est difficile 

d'évaluer à quel point les colonies échantillonnées sont issues de populations relictuelles, il est 

également difficile de savoir si les résultats obtenus reflètent vraiment la situation actuelle. En 

conclusion, l'estimation de la diversité génétique pourrait ne pas être suffisante pour prédire la 

résilience des populations de l’espèce A. palmata dans les Petites Antilles, et en particulier sans 

tenir compte de l’efficacité des processus de reproduction sexuée et de recrutement larvaire pour 

ces populations qui devraient être nécessairement étudiés. 
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4.5. Isolement par la distance et dispersion larvaire limitée chez Acropora palmata dans les 

Petites Antilles 

De précédentes études, incluant celles précédemment citées qui utilisaient cinq loci 

microsatellites, ont montré que la population caraïbe de l’espèce A. palmata était génétiquement 

divisée en lignées, correspondant à deux provinces phylogéographiques distinctes, séparées au 

nord dans la région de Porto Rico et au sud-ouest entre Panama et Curaçao (Baums et al. 2005b, 

2006a, 2006b ; Mège et al. 2014). De ce fait, compte tenu de la localisation géographique des 

Petites Antilles dans la région caraïbe, toutes les populations d’A. palmata relatives aux 11 îles 

échantillonnées dans l’étude semblent appartenir à la province phylogéographique est. En outre, 

une étude sur la structure génétique des populations de coraux dans la région caraïbe utilisant un 

modèle mixte, océanographique et génétique, testé a posteriori avec des données génétiques 

acquises pour l’espèce A. cervicornis (Vollmer et Palumbi 2007) suggère que les populations de 

coraux des Petites Antilles retrouvées des Îles Vierges au nord à Trinidad et Tobago au sud, 

constituerait un groupe génétique homogène, plus restreint que la province phylogéographique 

identifiée pour A. palmata à l’est de la région caraïbe (de Porto Rico à Curaçao) (Baums et al. 

2005b ; Galindo et al. 2006). Ceci étant par ailleurs confirmé par nos résultats puisqu’aucun 

clivage génétique n’a été détecté parmi les populations d'A. palmata relatives aux îles des Petites 

Antilles étudiées ici. Néanmoins, cette présente étude, la première à être réalisée pour une espèce 

marine sur un si grand nombre d’îles des Petites Antilles, a permis de mettre en évidence une 

structure génétique importante au sein des populations d’A. palmata échantillonnées, révélant 

ainsi pour la première fois un patron en accord avec le paysage géographique de la région des 

Petites Antilles. En effet, pour les populations de l’espèce A. palmata dans les Petites Antilles, une 

différenciation génétique croissante entre les populations, significativement corrélée avec un 

éloignement géographique croissant entre les îles a été mise en évidence, révélant ainsi un net 

isolement par la distance (i.e. isolation by distance, ou IBD). Ce modèle d’isolement par la distance 

a été identifié entre les populations géographiquement isolées à la fois à l'échelle des îles et à 

l'échelle de l'Arc des Petites Antilles avec un flux génique probablement orienté du sud vers le 

nord. Bien qu'un tel IBD ait déjà été observé pour l’espèce A. palmata, celui-ci était limité à la 

région de Porto Rico et résultant d’une zone de mélange génétique de deux lignées génétiquement 

différenciées appartenant respectivement aux provinces phylogéographiques de l’ouest et de l’est 

(Mège et al. 2014). D'autres études antérieures menées dans de nombreuses et diverses autres 

localités de la région des Caraïbes (i.e. Panama, Mexique, Floride, Bahamas, Navassa, Porto Rico, 

Îles Vierges des États-Unis, Saint-Vincent et les Grenadines, Bonaire et Curaçao) n'ont pas montré 

un tel IBD pour des populations de l’espèce A. palmata (Baums et al. 2005b, 2006a). Néanmoins, 

les échelles spatiales alors étudiées s’étendaient sur des distances géographiques bien plus 

importantes que cette étude des populations des îles des Petites Antilles et les localités étaient 
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ainsi bien plus distantes les unes des autres. Les résultats obtenus dans cette présente étude 

mettent ainsi en évidence l'importance d'étudier les modèles génétiques et les processus 

écologiques à plusieurs échelles. 

Le contexte géographique spécifique à l'archipel des Petites Antilles, avec de petites îles 

plus ou moins régulièrement espacées les unes des autres par quelques kilomètres et plus ou 

moins alignées le long d'un axe nord-sud, explique probablement le schéma d’IBD observé pour 

les populations d'A. palmata. Un modèle d'IBD caractérise habituellement des populations 

réparties à travers différentes zones d'habitat adaptées avec une connectivité reflétant un flux de 

gènes qui se propage de proches en proches comme décrit dans un modèle « stepping-stone » 

(Kimura et Weiss 1964). Ce type de modèle a déjà été évoqué dans un contexte d’habitat 

fragmenté pour expliquer des flux géniques entre des populations d’autres espèces marines, et 

notamment coralliennes, pour lesquelles la dispersion larvaire est aussi limitée (Palumbi 2003 ; 

Cowen et al. 2006 ; Galindo et al. 2006 ; Hellberg 2007 ; Andras et al. 2013 ; Postaire et al. 2017).  

Chez A. palmata, la phase larvaire pélagique semble être relativement courte puisque les larves 

d'Acropora sont compétentes pour s'installer au bout de 4 à 5 jours après la fécondation (Szmant 

1986 ; Harrison et Wallace 1990 ; Fogarty 2010, 2012 ; Ritson-Williams et al. 2010). Si l’on 

applique une phase larvaire de 5 jours, le potentiel de dispersion des larves pélagiques des 

espèces caraïbes du genre Acropora a été estimé à quelques dizaines de kilomètres (Baums et al. 

2005b ; Hemond et Vollmer 2010). Cependant, il a été également observé que dans des conditions 

environnementales non propices au recrutement larvaire, la phase pélagique pour les larves 

d’A. palmata pouvait être prolongée jusqu'à 20 jours (Harrison et Wallace 1990 ; Hayashibara et 

al. 1993 ; Baums et al. 2005b ; Hemond et Vollmer 2010 ; Ritson-Williams et al. 2010), suggérant 

ainsi un potentiel de dispersion larvaire plus élevé. Nos résultats issus de l’analyse 

d’autocorrélation spatiale entre individus d'A. palmata dans les Petites Antilles couplés aux 

analyses populationnelles suggèrent que l'échelle spatiale de dispersion larvaire pour cet habitat 

géographiquement fragmenté serait inférieure à 200 kilomètres et que cette dispersion larvaire 

est probablement influencée par les courants océaniques de surface (Heck et McCoy 1978 ; Veron 

1995), avec une direction dominante nord-ouest pendant la période de reproduction de l’espèce 

A. palmata (Figure II.10). En effet, même si les résultats ne permettent pas de mettre en évidence 

une significativité des flux de gènes du sud vers le nord le long des îles des Petites Antilles, 65% 

des estimations observées du coefficient de migration directionnel (MD) suggèrent une direction 

analogue entre les flux de gènes de l’espèce A. palmata et les principaux courants océaniques de 

surface. Toutefois, les côtes sous-le-vent des îles sont susceptibles de générer des gyres et des 

contre-courants tels que les courants portant au sud qui sont suggérés à l’ouest de la Dominique, 

de la Martinique et de Sainte-Lucie sur la figure II.10. Puisque ce sont principalement les côtes 

sous-le-vent des îles qui ont été échantillonnées lors de la campagne océanographique 
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PACOTILLES, le flux de gènes pourrait ne pas être si simple qu’un flux unidirectionnel du sud vers 

le nord, mais tout au plus une tendance globale. Cette observation nécessiterait d'autres études 

afin d’être confirmée, comprenant par exemple plus d’échantillons en provenance des récifs au 

vent des îles des Petites Antilles ou concernant d’autres taxons ayant des caractéristiques de 

dispersion larvaire similaires, ainsi que la réalisation de modèles biophysiques intégrant 

l’hydrodynamisme et les caractéristiques biologiques des espèces. Bien que l’étude de Baums et 

al. (2005b) n’ait considéré que 4 localités relativement distantes les unes des autres au sein de la 

province phylogéographique identifiée pour l’espèce A. palmata à l’est de la région Caraïbe (i.e. les 

Îles Vierges des États-Unis, Saint-Vincent et les Grenadines, Bonaire et Curaçao), il a déjà été émis 

en évidence que les îles de Saint-Vincent et les Grenadines (incluant les sites de Blue Lagoon, Petit 

Byahaut, Bequia, Mustique, Canouan, Mayreaux Gardens, Tobago Cays et Union Island) avaient un 

rôle important quant à la connectivité des populations dans cette province. Si cela était confirmé 

alors ces récifs serviraient de potentielle source de gamètes et de larves pour les îles des Petites 

Antilles situées plus au nord, comme l'ont suggéré Baums et al. (2005b). 

 

 

 

Figure II.10. Carte illustrant la force et l’orientation des courants océaniques de surface dans les 
Petites Antilles estimés durant les mois d’août et septembre sur une période de 20 ans, depuis 1993 
à 2012 en utilisant OSCAR (Ocean Surface Current Analyse Real-time). La modélisation a été réalisée 
à partir de données satellitaires et de données directement collectées par des instruments de 
mesure in situ. La résolution spatiale est de 1/3 de degré et la résolution temporelle est de 5 jours. 
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1. Introduction 

Dans le domaine de l’écologie, l’une des préoccupations majeures est d’appréhender le 

devenir des écosystèmes et de la biodiversité qui leurs est associée face aux perturbations 

annoncées dans le contexte du changement climatique en cours (Walther 2010 ; Bellard et al. 

2012 ; Keith et al. 2013). Pour les écosystèmes coralliens en particulier, cela implique d’estimer 

les capacités de tolérance, de résistance et de résilience des communautés récifales vis-à-vis des 

variations environnementales prévues (Smith et Buddemeier 1992 ; Hoegh-Guldberg et al. 2007 ; 

Schuttenberg et Hoegh-Guldberg 2007 ; Stone 2007 ; Carpenter et al. 2008 ; Jackson 2010). De 

nombreux organismes récifaux appartenant au moins aux 5 groupes taxonomiques suivants : 

Foraminifères, Spongiaires, Cnidaires, Mollusques et Plathelminthes, vivent en symbiose avec des 

algues unicellulaires photosynthétiques du genre Symbiodinium, également appelées 

« zooxanthelles » (Trench 1993 ; Pochon et al. 2014). Lors de telles symbioses, ces micro-algues 

endosymbiotiques contribuent fortement au développement et à la survie de leurs hôtes récifaux, 

notamment pour les emblématiques coraux Scléractiniaires « bâtisseurs de récifs » pour lesquels 

la symbiose est obligatoire (Muller-Parker et al. 2015). En plus d’être indispensables au 

métabolisme de nombreux taxons récifaux, ces algues unicellulaires sont également essentielles 

au sein des écosystèmes récifaux coralliens puisqu’en pratiquant la photosynthèse, elles sont 

responsables d’une grande partie de l’énergie nécessaire à alimenter la productivité des récifs 

(Muller-Parker et al. 2015). Les préoccupations grandissantes concernant les changements 

environnementaux et la dégradation des écosystèmes récifaux dans le monde entier ont accentué 

la nécessité de caractériser la diversité de ces algues Dinoflagellés du genre Symbiodinium afin de 

mieux appréhender la nature des associations symbiotiques qu’elles réalisent avec de nombreux 

hôtes récifaux (Rowan et Knowlton 1995 ; LaJeunesse 2001 ; Pochon et al. 2014). 

La nomenclature phylogénétique fondée sur l’ADN ribosomique permet de distinguer 9 

clades différents de Symbiodinium classés de A à I et plusieurs sous-clades (Rowan et Powers 

1991 ; Baker 2003 ; Stat et al. 2006 ; Pochon et Gates 2010 ; Hill et al. 2011 ; Pochon et al. 2014). 

Alors que certaines de ces lignées semblent plus sujettes à réaliser des symbioses avec certains 

groupes taxonomiques en particulier, d’autres lignées ne semblent pas pouvoir établir de 

symbiose de manière pérenne et sont alors essentiellement observées dans un mode de vie à l’état 

libre (Rowan et Powers 1991 ; LaJeunesse et al. 2003, 2004a, 2004b ; Pochon et al. 2014). Les 

lignées A, B, C et D1 de Symbiodinium sont principalement décrites en association symbiotique 

avec les Mollusques et les Cnidaires dont les coraux Scléractiniaires, les lignées B, D2 et G2 avec 

les Spongiaires et les lignées F, G1, H et I avec les Foraminifères (Rodriguez-Lanetty et al. 2002 ; 

LaJeunesse et al. 2003, 2004b ; Pochon et Gates 2010 ; Hill et al. 2011 ; Pochon et al. 2014 ; 

Granados-Cifuentes et al. 2015). Les Symbiodinium de clade E regroupent des algues qui ont 
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principalement été décrites jusqu’à présent comme évoluant à l’état libre, de manière non-

symbiotique, et dans des zones géographiques au climat tempéré (Pochon et al. 2006 ; Jeong et al. 

2014). 

Alors que la diversité des communautés de Symbiodinium peut notamment varier en 

fonction de la nature des hôtes avec lesquels s’effectue la symbiose, elle serait également 

influencée par les facteurs environnementaux qui caractérisent l’habitat dans lequel l’hôte doit 

subsister (Baker et al. 1997 ; Rowan et al. 1997 ; Baums et al. 2010 ; Kennedy et al. 2015). Les 

clades de Symbiodinium principalement associés en symbiose avec des hôtes coralliens semblent 

notamment présenter des exigences écologiques particulières liées à certains facteurs 

environnementaux tels que l’éclairement, la profondeur, la température de l’eau, la sédimentation 

ou la turbidité (Baker et al. 1997 ; Garren et al. 2006 ; Baums et al. 2010 ; LaJeunesse et al. 2010). 

L’éclairement est assurément un facteur environnemental prédominant dans un contexte où les 

organismes d’intérêt pratiquent la photosynthèse. Les Symbiodinium appartenant aux clades A et 

B sont par exemple décrits dans la région Caraïbe comme dominants au sein des coraux vivant 

dans les habitats peu profonds soumis à un fort éclairement (Rowan et al. 1997 ; LaJeunesse 

2002). A contrario, les Symbiodinium de clade C sont particulièrement trouvés dans la Caraïbe en 

association avec des colonies coralliennes échantillonnées à de plus grandes profondeurs, 

semblant ainsi être inféodés à des intensités lumineuses plus faibles que d’autres clades (Baker et 

al. 1997 ; Rowan et al. 1997 ; Toller et al. 2001 ; Kemp et al. 2015 ; Serrano et al. 2016). Certaines 

lignées de Symbiodinium relatives au clade C ont également été observées dans des conditions de 

forte sédimentation (Garren et al. 2006). Dans le contexte actuel du réchauffement climatique, 

certains Symbiodinium relatifs à la lignée D1 sont particulièrement étudiés car ils conféreraient 

une thermo-tolérance accrue aux hôtes symbiotiques qui leurs sont associés (Berkelmans et van 

Oppen 2006 ; Jones et al. 2008). Par ailleurs, la lignée D1 a également été décrite en association 

avec des colonies coralliennes soumises à des conditions environnementales perturbées telles 

qu’une turbidité élevée ou une forte sédimentation (Garren et al. 2006 ; LaJeunesse et al. 2010). Il 

apparaît donc que des lignées de Symbiodinium distinctes possèdent des propriétés 

physiologiques différentes et que la résilience des hôtes coralliens face à certaines conditions 

environnementales pourrait être influencée par la nature des symbiontes algaux qu’ils hébergent, 

favorisant de ce fait les hôtes coralliens qui seraient capables d’arborer simultanément plusieurs 

clades ou ceux qui présenteraient une facilité à changer de lignée de Symbiodinium au cours du 

temps (Baker 2003 ; Knowlton et Rohwer 2003 ; van Oppen et Gates 2006 ; Camargo et al. 2009 ; 

Lirman et al. 2014). 

Bien que la symbiose soit obligatoire pour la majorité des coraux et en particulier pour les 

coraux Scléractiniaires bioconstructeurs, la transmission verticale de Symbiodinium à la 
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progéniture ne semble concerner que 20% des coraux qui incubent leurs larves, les 80% restants 

devant ainsi faire l’acquisition de symbiontes de novo par transmission horizontale via les 

symbiontes évoluant à l’état libre (i.e. forme dinomastigoïde) dans l’environnement (Loh et al. 

2001 ; Harrison 2011 ; Granados-Cifuentes et al. 2015). Il semblerait donc que les éventuelles 

lignées de Symbiodinium qui se trouvent à l’état libre dans l’environnement immédiat des colonies 

coralliennes puissent être accessibles pour au moins 80% des espèces coralliennes, via la 

transmission horizontale. Néanmoins, il a d’abord été avancé que la grande majorité des coraux 

ne présentaient qu’un seul clade de Symbiodinium et qu’il n’était pas possible d’en changer pour 

un grand nombre d’entre eux (Goulet 2006, 2007). Une première hypothèse a été émise comme 

quoi les quelques espèces qui avaient la capacité de remplacer la lignée de Symbiodinium initiale 

avec laquelle elles étaient en association le faisaient alors via le processus de ‘switching’ (ou 

échange) à l’occasion des crises de « blanchissement » des coraux lorsque les colonies se 

débarrassaient de leurs symbiontes et devenaient alors aptes à acquérir une nouvelle lignée de 

Symbiodinium éventuellement plus adéquates aux nouvelles conditions environnementales 

(Buddemeier et Fautin 1993). L’hypothèse comme quoi la majorité des espèces coralliennes 

peuvent héberger plusieurs lignées de Symbiodinium a depuis été validée, en particulier depuis 

l’émergence de la technique de PCR quantitative en temps réel (qPCR)(Baker et Romanski 2007 ; 

Silverstein et al. 2012). En effet, bien plus sensible que les méthodes conventionnelles, la qPCR a 

permis de mettre en évidence qu’il n’était pas rare que plusieurs clades de Symbiodinium puissent 

être hébergés par une même colonie corallienne. Autrefois non identifiables, certains clades de 

Symbiodinium étaient en réalité présents de manière cryptique, i.e. en très faible quantité (Mieog 

et al. 2007, 2009 ; Yamashita et al. 2011 ; Silverstein et al. 2012). Au processus de ‘switching’ s’est 

alors rajouté celui de ‘shuffling’ (ou remaniement) qui illustre un phénomène de réorganisation 

interne des différents clades de Symbiodinium présents dans l’hôte corallien en fonction de leurs 

sensibilités et de leurs tolérances réciproques vis-à-vis des variations des facteurs 

environnementaux (Fautin et Buddemeier 2004). Par exemple, bien que sa distribution soit 

globale, le clade D de Symbiodinium est un clade relativement rare et la lignée D1 est rarement 

retrouvée de façon majoritaire au sein des hôtes coralliens, mais plus généralement en faibles 

quantités associée à une ou plusieurs autres lignées de Symbiodinium prédominantes (Kennedy 

et al. 2015 ; Serrano et al. 2016). En revanche, à la suite d’un épisode de blanchissement corallien 

ou sous certaines autres conditions environnementales perturbantes telles qu’une turbidité 

élevée ou une forte sédimentation, la lignée D1 semble plus fréquemment observée et en plus 

grandes proportions au sein des colonies coralliennes tolérantes et résistantes (Garren et al. 

2006 ; Jones et al. 2008 ; LaJeunesse et al. 2009, 2010 ; Finney et al. 2010 ; Silverstein et al. 2015). 

Il a ainsi été démontré que la lignée D1 de Symbiodinium même initialement présente de manière 

cryptique (i.e. en très faible quantité) au sein des colonies coralliennes pouvait améliorer la 
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tolérance de celles-ci face à des hausses de températures inhabituelles, et dans certains cas 

extrêmes devenir la lignée majoritaire via le processus de ‘shuffling’ si les autres lignées de 

Symbiodinium ne se maintenaient pas au sein de l’hôte (Berkelmans et van Oppen 2006 ; Mieog et 

al. 2007 ; Silverstein et al. 2015). Des phénomènes analogues d’augmentation de tolérance face à 

des variations inusuelles de certains paramètres environnementaux et liés à la présence cryptique 

d’autres clades ne devraient pas être exclus. Toutefois, toutes les espèces coralliennes ne semblent 

pas posséder la capacité d’acquérir des symbiontes présents dans leur environnement de façon 

durable (Coffroth et al. 2010). De ce fait, toutes les espèces coralliennes ne seraient pas 

susceptibles de s’adapter à des perturbations de leur habitat via l’acquisition de symbiontes ayant 

des propriétés qui conféreraient des capacités de tolérance accrues face à une perturbation des 

caractéristiques environnementales. 

Les espèces Acropora palmata et A. cervicornis, considérées comme étant « en danger 

critique d’extinction » par l’UICN, reflètent ainsi le déclin des récifs coralliens caraïbes constaté au 

cours de ces dernières décennies (cf. Chapitre I). Alors que dans la région Indopacifique les 

espèces du genre Acropora semblent être des espèces généralistes qui peuvent arborer plusieurs 

lignées de Symbiodinium, il semble que dans la région caraïbe, les espèces du genre Acropora 

soient, à quelques rares exceptions près, toujours associées au sous-clade A3, notamment pour ce 

qui concerne Acropora palmata (Baker et al. 1997 ; LaJeunesse 2002 ; Thornhill et al. 2006 ; 

Baums et al. 2010 ; Bowden-Kerby et Carne 2012 ; Lirman et al. 2014). Néanmoins, l’espèce 

A. cervicornis a parfois été décrite en association symbiotique avec les lignées B et C (Baker et al. 

1997 ; LaJeunesse 2002 ; Thornhill et al. 2006 ; Lirman et al. 2014). Le taxon hybride A. prolifera 

n’a été étudié qu’une fois et là encore, la lignée A3 avait été identifiée (Bowden-Kerby et Carne 

2012).  

La grande majorité des études précédentes réalisées sur les Acropora des Caraïbes ont 

utilisé des techniques de biologie moléculaire classiques, par séquençage direct des produits 

amplifiés par PCR, ne permettant pas de détecter et de quantifier l’ensemble des clades de 

Symbiodinium potentiellement hébergés par les colonies des différents Acropora, et notamment la 

présence éventuelle de clades cryptiques qui se trouveraient en très faible quantité (Mieog et al. 

2007, 2009 ; Yamashita et al. 2011 ; Silverstein et al. 2012). Seules quelques études ont utilisé la 

technique de qPCR, permettant de mettre en évidence des associations symbiotiques avec des 

clades cryptiques de Symbiodinium, et notamment avec le clade D (Correa et al. 2009 ; Bowden-

Kerby et Carne 2012 ; Silverstein et al. 2012 ; Lirman et al. 2014). Néanmoins, ces études n’ont 

bien souvent pris en compte qu’un petit nombre d’échantillons, ou n’ont pas toujours porté sur 

l’ensemble des trois taxons d’Acropora de la Caraïbe. Enfin, certaines n’ont pas considéré 

l’ensemble des clades de Symbiodinium A à D, qui sont pourtant communément décrits en 
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association symbiotique avec les Scléractiniaires récifaux. De plus, ces études n’ont que très peu, 

voire jamais, tenu compte des variations quantitatives des communautés de Symbiodinium alors 

qu’il semblerait que la quantité de symbiontes puissent avoir un rôle fondamental pour les coraux 

en fonction du contexte environnemental dans lequel elles évoluent (Cunning et Baker 2013, 

2014 ; Cunning et al. 2015). Ainsi, bien que Correa et al. (2009) aient mis au point des marqueurs 

génétiques pour détecter les clades A à D de Symbiodinium par la méthode de qPCR, ils n’ont 

analysé que 8 échantillons d’A. palmata et 7 d’A. cervicornis sur les récifs de Bélize, des Bahamas 

et du Panama, et ce uniquement dans le but de détecter la présence cryptique éventuelle du clade 

D en sus du clade A, sans prise en considération des clades B et C. Aussi, bien que les sous-clades 

n’aient ici pas été déterminés, l’étude a toutefois permis de mettre en évidence la présence du 

clade A pour tous les échantillons d’Acropora analysés et la présence du clade D de manière 

cryptique pour 3 échantillons d’A. cervicornis (Correa et al. 2009). De même, dans l’étude de 

Bowden-Kerby et Carne (2012) réalisée sur les récifs de Bélize, seuls 8 échantillons des espèces 

A. palmata et A. cervicornis ont été analysés par qPCR dans le but d’estimer les proportions des 

clades A (A3) et D (D1), toujours sans considérer la présence éventuelle des clades B et C. De plus, 

leur étude a porté sur des colonies soumises à des épisodes de blanchissements annuels, donc à 

un stress particulier, ne reflétant donc pas un état potentiellement neutre des communautés 

symbiotiques (Bowden-Kerby et Carne 2012). À l’inverse, Silverstein et al. (2012) ont mis en 

évidence la présence cryptique des clades B, C et D en sus du clade A dans quelques échantillons 

des deux espèces sur les récifs de Bélize, du Panama et des Bahamas (n=10 pour Acropora palmata 

et n=8 pour Acropora cervicornis), mais les assemblages de clades observés n’ont pas été décrits, 

ni les sous-clades identifiés. Enfin, l’étude de Lirman et al. (2014) qui ne concernait que la seule 

espèce A. cervicornis a mis en évidence la présence du clade A (probablement A3) majoritaire en 

combinaison avec les clades B, C et D (probablement D1a) en proportions variables chez certaines 

colonies sur les récifs de Floride et de la République Dominicaine.  

Bien que ces quatre études récentes dont les résultats sont résumés ci-dessus aient montré 

des limites, elles ont ouvert la voie vers une description plus complète des communautés de 

Symbiodinium associées aux espèces caraïbes du genre Acropora. Cependant, ces études ont été 

réalisées sur les récifs de Bélize, des Bahamas, du Panama, de Floride et de la République 

Dominicaine et aucune étude n’a encore porté sur les récifs des Petites Antilles. Or, les Petites 

Antilles se trouvent dans une écorégion différente et en périphérie de la zone caraïbe qui a déjà 

été étudiée (Spalding et al. 2007). Les communautés de Symbiodinium associées aux espèces 

d’Acropora pourraient donc être différentes de celles précédemment décrites. 

Dans ce contexte, décrire qualitativement et quantitativement les dynamiques et la 

diversité des communautés de Symbiodinium associées aux espèces du genre Acropora dans les 
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Petites Antilles est nécessaire afin d’appréhender les potentiels de tolérance et de résistance que 

pourraient conférer les éventuels clades de Symbiodinium associés, notamment les clades qui 

pourraient être présents en très faible quantité. En effet, les populations du genre Acropora des 

Petites Antilles situées en périphérie de leur aire de répartition, présentent une diversité 

génétique plus faible et une connectivité relativement limitée (cf. Chapitre II). Cet isolement 

pourrait être responsable d’une plus grande vulnérabilité de ces populations. Par ailleurs, alors 

que le phénomène de « blanchissement corallien » est une preuve manifeste des variations 

massives des quantités de Symbiodinium auxquelles doivent faire face les coraux, les dynamiques 

fines concernant l’évolution des quantités de Symbiodinium au sein des colonies sont bien moins 

connues. Tout particulièrement, parce que les estimations quantitatives en Symbiodinium sont 

rarement comparables entre études différentes (Cunning et Baker 2013, 2014 ; Cunning et al. 

2015). Par ailleurs, d’autres espèces de coraux présentes sur les récifs caraïbes, telles que Porites 

astreoides, P. divaricata, P. furcata, Pseudodiploria clivosa et P. strigosa sont classées par l’UICN 

sous la dénomination de « préoccupation mineure », bien qu’elles soient tout autant soumises aux 

perturbations environnementales induites notamment par le changement climatique (Bassim et 

al. 2002 ; Edmunds et al. 2005 ; Wagner et al. 2010 ; Fournie et al. 2012 ; Pratte et Richardson 

2014). À l’instar de Porites astreoides, il semblerait donc que jusqu’à présent les populations de 

ces espèces appartenant aux genres Porites et Pseudodiploria soient plus enclines à se maintenir 

que les espèces du genre Acropora (Green et al. 2008). Initier et (ou) poursuivre la description des 

communautés de Symbiodinium associées à des espèces coralliennes appartenant à des genres a 

priori moins vulnérables tels que Porites et Pseudodiploria présente également un intérêt dans le 

contexte actuel du déclin des communautés coralliennes des récifs caraïbes.  

Dans ce contexte, la présente étude a pour but d’approfondir les connaissances relatives 

aux communautés symbiotiques de certaines espèces de coraux des Petites Antilles, et en 

particulier des espèces emblématiques et menacées du genre Acropora. Les études précédentes 

ont surtout cherché à définir les communautés de Symbiodinium en fonction du seul critère 

spécifique sans réellement considérer les variations liées aux facteurs génétiques de l’hôte ou 

leurs dynamiques temporelles. Ainsi, de manière complémentaire et pour la première fois, cette 

étude considérera, entre autres les facteurs génétiques (de l’hôte) et les variations temporelles et 

cherchera à répondre à ces questions : est-ce que les communautés de Symbiodinium varient (1) 

entre des colonies coralliennes clonales, (2) entre des genets distincts, (3) de façon temporelle (4) 

et spatialement pour une même espèce corallienne ? (5) Est-ce que la diversité en clades de 

Symbiodinium varie d’une espèce corallienne à une autre ? Afin de répondre à ces questions, 132 

échantillons des trois espèces caraïbes du genre Acropora provenant de Guadeloupe ont été 

analysés par qPCR afin d’identifier les clades qui composent les communautés de Symbiodinium 

associées et de les quantifier sous 5 conditions de variation : clonale, génotypique, temporelle, 
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spatiale et taxonomique. De plus, 128 échantillons d’Acropora palmata et 93 de Porites astreoides 

ont été analysés par PCR et séquençage direct afin d’appréhender la diversité en clades et sous-

clades de Symbiodinium associée aux populations de ces deux espèces réparties sur 10 îles (24 

sites) des Petites Antilles constituant ainsi un transect latitudinal de près de 600 kilomètres le 

long de l’Arc Antillais. Enfin, des échantillons provenant de Guadeloupe pour 4 autres espèces de 

coraux : P. divaricata (n = 2), P. furcata (n = 2), Pseudodiploria clivosa (n = 2) et P. strigosa (n = 1) 

ont également été analysés par PCR et séquençage direct. 
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2. Matériel et méthodes 

2.1. Échantillonnage 

2.1.1. Les espèces du genre Acropora en Guadeloupe 

En Guadeloupe, 132 échantillons de colonies des trois espèces caraïbes du genre Acropora 

ont été prélevés sur 7 sites afin d’étudier les communautés de Symbiodinium associées. Cet 

échantillonnage s’est déroulé en deux temps afin d’étudier les variations temporelles : en 2011 

(n = 29) et en 2014 (n = 103) (Tableau III.1). 

 

Tableau III.1. Colonies des genres Acropora, Porites et Pseudodiploria échantillonnées en 
Guadeloupe. 

N : nombre de colonies échantillonnées. 

 
  

Sites Latitude N Longitude O Date N

Acropora 132

A. palmata 96

Anse Laborde 16°29'11'' 61°29'50'' sept.14 10

Anse Maurice 16°23'38'' 61°24'13'' sept.14 10

Caye à Dupont 16°09'26'' 61°32'33'' déc.11 18

sept.14 18

Îlet Fajou 16°21'16'' 61°34'21'' sept.14 10

Îlet Gosier 16°11'60'' 61°29'20'' oct.14 10

Le Moule 16°20'05'' 61°20'30'' sept.14 10

Pointe des Châteaux 16°15'00'' 61°10'50'' oct.14 10

A. cervicornis 26

Caye à Dupont 16°09'27'' 61°32'42'' déc.11 11

juil.14 5

Îlet Fajou 16°21'24'' 61°35'35'' sept.14 10

A. prolifera 10

Îlet Fajou 16°21'24'' 61°35'35'' sept.14 10

Porites 4

P. divaricata 2

Îlet à Cochons 16°12'53'' 61°32'27'' avr.15 1

Îlet à Cochons 16°12'53'' 61°32'27'' juil.15 1

P. furcata 2

Îlet à Cochons 16°12'53'' 61°32'27'' juil.15 2

Pseudodiploria 3

P. clivosa 2

Îlet Fajou 16°21'16'' 61°34'21'' avr.15 1

Îlet Fajou 16°21'16'' 61°34'21'' juil.15 1

P. strigosa 1

Îlet Fajou 16°21'16'' 61°34'21'' avr.15 1

Espèce
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2.1.1.1. Échantillonnage de 2011 sur le site de la Caye à Dupont 

Les colonies d’Acropora palmata et d’Acropora cervicornis présentes sur le site de la Caye 

à Dupont ont été étiquetées et échantillonnées en décembre 2011, puis génotypées, afin d’étudier 

la clonalité dans les populations de ces deux espèces sur ce récif (cf. Chapitre II). Les colonies 

issues de cet échantillonnage précédent (Acropora palmata : n = 18 ; A. cervicornis : n = 11) et qui 

ont pu être retrouvées en 2014 grâce à leurs étiquettes ont été étudiées dans ce chapitre afin 

d’étudier l’évolution temporelle des communautés de Symbiodinium au sein des mêmes colonies, 

ou entre colonies clonales. 

2.1.1.2. Échantillonnage de 2014 

En 2014, 103 échantillons des trois espèces du genre Acropora ont été prélevés en 

Guadeloupe. Pour Acropora palmata, 78 colonies issues de 7 sites ont été échantillonnées en 

septembre et octobre 2014. Pour Acropora cervicornis, 15 colonies ont été échantillonnées en 

juillet et septembre 2014 : 5 provenant de la Caye à Dupont et 10 du platier récifal à proximité de 

l’îlet Fajou. Pour Acropora prolifera, 10 colonies ont été échantillonnées sur le platier récifal près 

de l’îlet Fajou en septembre 2014.  

2.1.2. Les espèces Acropora palmata et Porites astreoides dans les Petites Antilles 

Un sous-échantillonnage des colonies d’Acropora palmata et de Porites astreoides collectés 

en avril et mai 2015 lors de la campagne « Pacotilles » (cf. Chapitre II) a été utilisé. Un minimum 

de 10 colonies par île prospectée et par espèce a été sélectionné afin d’appréhender la diversité 

spatiale en Symbiodinium associée à chacune de ces deux espèces (Tableau III.2). 

Pour Acropora palmata, 127 échantillons ont été retenus, correspondant à 20% de 

l’ensemble des échantillons d’A. palmata récoltés lors de la campagne « Pacotilles » (n = 642). Ces 

échantillons sont répartis sur 22 sites, à travers 10 îles des Petites Antilles. 

Pour Porites astreoides, 93 échantillons ont été retenus, correspondant à 19% de 

l’ensemble des échantillons de P. astreoides récoltés lors de la campagne « Pacotilles » (n = 495). 

Ces échantillons sont répartis sur 17 sites, issus de 9 îles des Petites Antilles. 
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Tableau III.2. Colonies d’Acropora palmata et de Porites astreoides échantillonnées dans les Petites 
Antilles. 

N A. palmata : nombre de colonies échantillonnées de l’espèce A. palmata. 

N P. astreoides : nombre de colonies échantillonnées de l’espèce P. astreoides. 

 
 

  

Île Site Code Latitude N Longitude O N A. palmata N P. astreoides

Saint-Martin SM 13 10

Tintamarre I PAC23 18°06'34'' 62°58'51'' 2 5

Tintamarre II PAC24 18°07'33'' 62°58'21'' 6 0

Trou David PAC25 18°04'24'' 63°07'09'' 5 5

Saba Sa 12 10

Southest Coast PAC27 17°37'04'' 63°13'35'' 12 10

Antigua An 13 12

Nanton Point PAC20 16°59'52'' 61°45'37'' 3 6

Five Islands PAC21 17°04'53'' 61°54'50'' 5 0

Shipstern Point PAC22 17°07'46'' 61°53'31'' 5 6

Guadeloupe Gu 10 10

Anse à la Barque PAC28 16°05'16'' 61°46'14'' 10 10

Les Saintes LS 14 10

Pointe Zozio PAC01a 15°52'60'' 61°34'15'' 10 0

Pointe Bombarde PAC01b 15°52'34'' 61°35'28'' 4 5

Pain de Sucre PAC18 15°51'50'' 61°36'08'' 0 5

Martinique Ma 14 10

La Perle PAC02 14°50'27'' 61°13'31'' 5 4

Case Pilote PAC03 14°38'15'' 61°08'21'' 4 2

Îlet Ramier PAC04 14°32'40'' 61°04'50'' 2 2

Le Diamant PAC05 14°26'39'' 61°02'25'' 0 2

Pointe Burgos PAC06 14°29'28'' 61°05'20'' 3 0

Sainte-Lucie SL 12 10

Jambette Point PAC15 13°51'39'' 61°04'28'' 8 5

Pigeon Island PAC17 14°05'31'' 60°58'05'' 4 5

Saint-Vincent SV 13 11

Châteaubelair Island PAC08 13°17'58'' 61°14'54'' 6 5

Duvernette Island PAC09 13°07'36'' 61°12'29'' 2 6

Blue Lagoon PAC10 13°07'33'' 61°11'40'' 5 0

Bequia Be 13 0

Ships Stern PAC11 12°59'43'' 61°16'29'' 3 0

Wash Rock PAC12 13°00'44'' 61°14'59'' 10 0

Union Un 13 10

Rapid Point PAC13 12°36'43'' 61°27'08'' 13 10

10 24 127 93
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2.1.3. Échantillonnage opportuniste de quatre autres espèces coralliennes appartenant 

aux genres Porites et Pseudodiploria 

Un échantillonnage complémentaire a pu être réalisé de façon opportuniste en 

Guadeloupe pour quatre autres espèces de coraux (Tableau III.1). Ainsi, 2 colonies de Porites 

divaricata, 2 colonies de P. furcata, 2 colonies de Pseudodiploria clivosa et 1 colonie de P. strigosa 

ont été échantillonnées afin d’identifier les clades de Symbiodinium associés. Les échantillons 

relatifs aux espèces du genre Porites ont été prélevés sur le site de l’îlet à Cochons et les 

échantillons concernant les espèces du genre Pseudodiploria sur le site à proximité de l’îlet Fajou. 

2.2. Stratégie de prélèvement des échantillons 

Toutes les colonies coralliennes ont été échantillonnées entre 1 et 5 mètres de profondeur. 

Un fragment unique de 3-4 centimètres a été prélevé par colonie. Les outils et les méthodes utilisés 

pour l’échantillonnage des colonies dépendent de la morphologie des colonies relative à chaque 

espèce corallienne (branchue ou massive par exemple). 

Pour les espèces Acropora cervicornis, A. prolifera, Porites divaricata et P. furcata qui 

présentent des branches fines, les fragments ont été prélevés en introduisant l’extrémité d’une 

branche dans un tube Falcon de 15 ml et en la brisant en faisant levier. 

Pour l’espèce Acropora palmata qui présente des branches plus robustes, chaque fragment 

a été sectionné à l’extrémité d’une branche en utilisant une pince coupante. Les fragments ont été 

placés dans des sachets en plastique numérotés avec fermeture à zip pour les échantillons issus 

de la campagne « Pacotilles » ou directement glissés dans un tube Falcon de 50 ml pour les autres 

échantillons. 

Pour Porites astreoides, Pseudodiploria clivosa et P. strigosa qui sont des coraux massifs, 

chaque fragment a été prélevé à l’aide d’un marteau et d’un burin, puis placé dans un tube Falcon 

de 50 ml. 

Après leur collecte, les échantillons de coraux ont été conservés dans des tubes Falcon 

contenant de l’éthanol à 70% et stockés à température ambiante jusqu’à analyse. 

2.3. Extraction de l’ADN génomique total 

L’ADN génomique total (i.e. de l’hôte corallien, de Symbiodinium et des micro-organismes 

associés) a été extrait en utilisant un kit de purification d’ADN (GENTRA PUREGENE, QIAGEN, Valencia, 

CA, USA), en suivant le protocole défini dans le chapitre précédent (cf. Chapitre II – Partie 2.2). La 

qualité et la quantité d’ADN obtenu par extraction pour chaque échantillon ont été contrôlées à 

l’aide d’un spectrophotomètre NANODROP® 2000 (THERMO SCIENTIFIC). Les solutions d’extraction 

d’ADN de chaque échantillon à analyser par la méthode de PCR quantitative en temps réel ont été 
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diluées en cascade par addition d’eau ultra-pure afin de parvenir à une concentration de 

10 ng.µL-1, puis de 1 ng.µL-1. Les solutions d’extraction d’ADN des autres échantillons à analyser 

par la méthode de PCR classique ont été systématiquement diluées au 1/20ème par addition d’eau 

ultra-pure. 

2.4. Identification et quantification des Symbiodinium par PCR quantitative en temps réel 

L’étude des communautés de Symbiodinium par PCR quantitative en temps réel (qPCR) a 

été réalisée à la « Plateforme du Vivant » de Nouvelle-Calédonie au Centre IRD de Nouméa en 

collaboration avec Héloïse Rouzé. 

2.4.1. Principe de la qPCR 

La technique de PCR quantitative en temps réel a été utilisée afin d’identifier et de 

quantifier les clades de Symbiodinium associés aux coraux du genre Acropora échantillonnés en 

Guadeloupe. En plus de détecter le clade majoritaire associé à chaque colonie corallienne, la 

technique de qPCR permet de mettre en évidence les associations symbiotiques simultanées de 

l’hôte corallien avec plusieurs clades et notamment l’association éventuelle du corail avec des 

clades cryptiques (‘background clades’) retrouvés en très faible quantité et difficilement 

détectable par l’utilisation de méthodes moléculaires plus conventionnelles qui sont moins 

sensibles (Thornhill et al. 2006 ; Mieog et al. 2007, 2009 ; Yamashita et al. 2011). Fondée sur le 

principe de la réaction en chaîne de polymérase (PCR), la qPCR permet de détecter une séquence 

d’ADN d’intérêt par simple copie et amplification de celle-ci via des amorces spécifiques 

préalablement définies. À la différence d’une PCR classique, l’amplification de l’ADN est mesurée 

en temps réel par quantification de la fluorescence émise à chaque cycle d’amplification en 

utilisant un agent intercalant fluorescent dans la solution réactionnelle (méthode SYBR GREEN). La 

fluorescence émise est directement proportionnelle à la quantité d’ADN générée par amplification 

durant la réaction de PCR car l’agent intercalant émet de la fluorescence lorsqu’il est inséré à 

chaque cycle dans les double-brins d’ADN néoformés (amplicons) (Figure III.1). La quantité d’ADN 

amplifié qui augmente de façon constante et à un taux exponentiel au début, évolue en réalité 

selon une courbe sigmoïde (Figure III.2). La phase d’amplification qui évolue d’abord de façon 

exponentielle, laisse place à une phase d’évolution linéaire puis à une phase finale en plateau où 

la quantité maximale d’amplicons est obtenue et au cours de laquelle très peu de nouveaux 

amplicons d’ADN sont générés. Au début de la réaction de qPCR, la quantité d’amplicons générés 

n’est pas suffisante pour être détectée par la mesure de l’émission de fluorescence. Ce n’est 

qu’après un certain nombre de cycles, que l’intensité de la fluorescence émise par l’amplification 

de l’ADN devient statistiquement plus élevée que le bruit de fond, on parle alors de seuil de 

fluorescence basal ou de cycle seuil (Ct) (Figure III.2).  
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Figure III.2. Exemple d’une courbe d’amplification d’ADN par qPCR. 

Le cycle seuil (Ct) correspond au seuil de fluorescence basal auquel l’intensité de la fluorescence 
générée par l’amplification de l’ADN devient statistiquement plus élevée que le bruit de fond. Ct 1 : 
Ct relatif à l’échantillon 1 et Ct 2 : Ct relatif à l’échantillon 2. Dans cet exemple, l'échantillon 1 a une 
concentration d'ADN plus élevée que l'échantillon 2, de sorte qu'il atteint le seuil de fluorescence 
basal plus tôt. La courbe d’amplification de l’ADN par qPCR évolue de manière sigmoïdale en trois 
phases : la phase exponentielle (Phase 1), la phase linéaire (Phase 2) et la phase plateau (Phase 3). 

Figure modifiée issue de ‘Quantitative polymerase chain reaction’ (Miller et Andre 2014). 

Figure III.1. Principe de la qPCR. 

1. Dénaturation de l’ADN double brin avec l’agent intercalant fluorescent sous sa forme libre (SYBER 
GREEN) qui n’émet qu’une fluorescence minimale. 2. Hybridation des amorces sur l’ADN simple brin. 
3. Élongation et insertion de l’agent intercalant fluorescent qui émet alors de la fluorescence 
détectée par le thermocycleur qPCR. 

Figure modifiée issue de ‘Quantitative polymerase chain reaction’ (Miller et Andre 2014). 
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Les données quantitatives correspondantes à l’ADN amplifié sont estimées de façon fiable 

lors de la phase d’évolution exponentielle et sont recueillies lorsque ce cycle seuil est atteint. En 

effet, plus la séquence d’ADN d’intérêt est représentée au départ de la réaction de qPCR, moins le 

nombre de cycle de PCR requis pour atteindre le cycle seuil sera élevé. La quantité initiale de 

séquence d’ADN d’intérêt se mesure donc en fonction du nombre de cycles effectués pour 

atteindre ce cycle seuil. Le cycle seuil est inversement proportionnel au logarithme décimal du 

nombre initial de copies de gène de la séquence d’ADN d’intérêt. Toutefois, avant d’effectuer la 

quantification, la spécificité de l’amplification doit être vérifiée. À chaque cycle d’amplification, 

lors de la dénaturation des double-brins d’ADN (fusion), l’agent intercalant fluorescent est relâché 

et l’émission de fluorescence est alors stoppée. Puisque la température de fusion dépend 

directement de la composition nucléotidique des brins d’ADN, chaque fragment d’ADN possède 

une température de fusion qui lui est caractéristique. À chaque cycle de PCR, la température de 

fusion spécifique aux brins d’ADN amplifiés peut donc être vérifiée par observation de la 

température à laquelle est constatée la perte du signal de fluorescence. 

Yamashita et al. (2011) ont développé 6 couples d’amorces clade-spécifiques adaptés à la 

méthode de qPCR à partir de la région 28S du gène nucléaire de l’ADN ribosomique 45S (nr28S), 

représentant ainsi le plus grand nombre de clades (A à F) qu’il est possible de détecter par qPCR 

jusqu’à présent. Dans cette étude, seuls les 5 clades de Symbiodinium A, B, C, D et F ont été 

recherchés pour chaque échantillon à travers l’utilisation de 5 couples d’amorces clade-

spécifiques (Tableau III.3). Le clade E n’a volontairement pas été recherché dans cette étude du 

fait qu’il est associé à des algues principalement décrites comme non-symbiotiques et observées 

dans des zones géographiques au climat tempéré (Pochon et al. 2006 ; Jeong et al. 2014). 

Tableau III.3. Caractéristiques des couples d’amorces utilisés pour l’identification par qPCR des 
communautés de Symbiodinium associées aux coraux caraïbes du genre Acropora 

Amorces Séquence (5’-3’) Taille (pb) Ct seuil 

Symbiodinium 

A 
SymA-28S F 
SymA-28S R 

GATTGTGGCCTTTAGACATACTACC 
CTCTGAGAGCAAGTACCGTGC 

126 32,5 

B 
SymB-28S F 
SymB-28S R 

CACATGTCGTGCTGAGATTGC 
CTCGCATGCTGAGAAACACTG 

108 30,14 

C 
SymC-28S F 
SymC-28S R 

TTGCTGAGATTGCTGTAGGCT 
TCCTCAAACAGGTGTGGC 

124 31,6 

D 
SymD-28S F 
SymD-28S R 

AATGCTTGTGAGCCCTGGTC 
AAGGCAATCCTCATGCGTATG 

114 29 

F 
SymF-28S F 
SymF-28S R 

ACAGATCTTGCTGAGATTGCTGTG 
GAAGGCCGTCCTCAAACAGAC 

143 31,6 

Polype 

UnivPolyp-18S F 
UnivPolyp-18S R 

ATCGATGAAGAACGCCAGCCA 
CAAGAGCGCCATTTGCGTTC 

90 30 
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Afin de comparer les quantités estimées pour chaque clade de Symbiodinium entre des 

échantillons coralliens différents, il a été nécessaire de normaliser la quantité estimée pour 

chaque clade de Symbiodinium par une valeur propre à l’hôte corallien du même échantillon. Ainsi, 

un couple d'amorces universelles de la région 18S de l’ADN nucléaire ribosomique pour les 

polypes de l’hôte corallien développé par Rouzé et al. (2017) a également été utilisé pour réaliser 

des réactions de qPCR avec chacun des échantillons (Tableau III.3). Les quantités estimées de 

chaque clade de Symbiodinium pour chaque échantillon ont ainsi été exprimées après avoir 

rapporté le nombre de copies de gène 28S de symbionte par le nombre de copies de gène 18S de 

l’hôte. Le seuil de quantification par qPCR pour chacun des 5 clades recherchés était de l'ordre 

d'une cellule de Symbiodinium, soit inférieur ou égal à 200 copies de gène 28S (Herzog et 

Maroteaux 1986; Stat et al. 2006). 

2.4.2. Conditions de réalisation de la qPCR 

Toutes les réactions de qPCR ont été réalisées dans un volume final de 25 µl contenant : 

12,5 µl de Master Mix QPCR BRILLANT II SYBR® GREEN (AGILENT TECHNOLOGIES), 0,4 µM de chaque 

amorce, et 10 µl d'ADN extrait dilué à la concentration de 1 ng.µL-1 (spectrophotomètre 

NANODROP® 2000). Toutes les réactions de qPCR ont été réalisées en microplaque de 96 puits sur 

un thermocycleur 7300 REAL TIME PCR SYSTEM (APPLIED BIOSYSTEMS) en suivant ce programme : 

une pré-incubation à 95°C pendant 10 min, suivi de 40 cycles d'amplification avec 30 s de 

dénaturation à 95°C, 1 min à 60°C pour l’hybridation des amorces clade-spécifiques de 

Symbiodinium ou à 64°C pour les amorces 18S relatives à l’hôte corallien, 1 min d’élongation à 

72°C et une étape finale d’analyse de la courbe de température de fusion à 95°C pendant 1 min, 

60°C pendant 30 s et 95°C pendant 30 s. 

2.4.3. Interprétation des données obtenues par qPCR 

Pour chaque couple d’amorces, des réactions dupliquées de qPCR (i.e. des copies 

identiques pour limiter les erreurs techniques) ont été réalisées dans la même microplaque de 96 

puits pour chaque échantillon. Afin de pouvoir comparer les échantillons analysés pour un même 

couple d’amorces mais sur des microplaques différentes, un échantillon témoin de calibration 

inter-plaques a également été rajouté en trois exemplaires dans chacune d’elle. Ce témoin de 

calibration inter-plaques, constitué d’un mélange d’ADN de Symbiodinium de l’ensemble des 

clades à identifier, est un témoin positif d’amplification pour lequel les concentrations d’ADN et 

les valeurs de Ct sont connues. Pour chaque échantillon, les amplifications n'ont été considérées 

positives que lorsque les deux valeurs de Ct obtenues avec les dupliquas techniques ont été 

inférieures aux plages de seuil estimées après correction avec le témoin de calibration inter-

plaques et si l’écart entre ces deux valeurs de Ct n’a pas dépassé 1. Si ces deux conditions étaient 

validées, alors la moyenne des deux valeurs de Ct obtenues par duplication de la réaction pour 
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chaque échantillon a été calculée et utilisée pour estimer une quantification relative. La même 

procédure a été répétée pour chacun des 5 couples d’amorces clade-spécifiques (A, B, C, D et F), 

ainsi que pour le couple d’amorces universelles de la région 18S de l’ADN ribosomique pour les 

polypes de l’hôte corallien. 

2.4.4. Analyses statistiques des quantités de Symbiodinium estimées par qPCR 

Les analyses statistiques ont été effectuées avec le logiciel R v. 3.3.1 en utilisant les 

packages ‘stats’ et ‘PMCMR’ (R Core Team 2016). Initialement estimées en nombre de copies de 

gène 28S de symbionte, les données brutes de quantification de chaque clade de Symbiodinium 

obtenues par qPCR pour chaque échantillon ont été systématiquement normalisées par une 

transformation logarithmique (log10). La normalité et l’homoscédasticité des données 

transformées ont été systématiquement testées en amont des analyses statistiques, 

respectivement via le test de Shapiro-Wilk et le test de Bartlett. Des tests paramétriques, ANOVA 

à facteur unique ou multiples, ont ensuite été effectués dans les cas où la normalité et 

l’homoscédasticité des données étaient vérifiées. Afin d’étudier la variation temporelle des 

communautés de Symbiodinium, les mesures répétées sur de même colonies coralliennes (en 2011 

et en 2014) ont été prises en compte pour la réalisation des ANOVA. Lorsque des tests 

paramétriques ont été effectués, des comparaisons par paires ont également été réalisées via des 

tests post-hoc de Tukey. Des tests non paramétriques de Kruskal-Wallis ont été effectués lorsque 

l’une des deux conditions (normalité ou homoscédasticité) n’était pas vérifiée. Lorsque des tests 

non-paramétriques ont été effectués, des comparaisons par paire ont également été réalisées via 

des tests post-hoc de Dunn avec correction de Bonferroni. Tous les tests statistiques effectués se 

sont fondés sur un intervalle de confiance à 95%. 

2.5. Caractérisation des clades et sous-clades de Symbiodinium par séquençage direct 

Afin de caractériser par séquençage direct (méthode de Sanger) les clades et sous-clades 

majoritaires de Symbiodinium associés aux échantillons coralliens, trois marqueurs génétiques 

ont été utilisés. Il s’agit des régions 28S et ITS1 de l’ADN ribosomique nucléaire (nr28S et ITS1) et 

de la région 23S de l’ADN ribosomique du chloroplaste (cp23S). 

Les réactions d’amplification par PCR des trois régions nr28S, ITS1 et cp23S ont été 

réalisées sur un thermocycleur VERITITM (APPLIED BIOSYSTEMS) en utilisant un mélange 

réactionnel pour PCR en kit (TYPE-IT® MICROSATELLITE PCR KIT ; QIAGEN, Germantown, États-Unis) 

dans un volume total de 10 μl : avec 5 μl de tampon Master Mix (TYPE-IT MULTIPLEX PCR 2X Master 

Mix), 1 μl de solution Q (5X), 0,2 μM de chaque amorce, 7 à 20 ng d’ADN. 
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2.5.1. Amplification de la région 28S de l’ADN ribosomique nucléaire 

La région 28S de l’ADN ribosomique nucléaire a été amplifiée par PCR avec les amorces 

universelles de Symbiodinium Symb28S-F (5’-CCTCAGTAATGGCGAATGAACA-3’) et Symb28S-R 

(5’-CCTTGGTCCGTGTTTCAAGA-3’) (Loh et al. 2001; Richter et al. 2008). Les réactions 

d’amplification par PCR de la région nr28S ont réalisées avec le programme suivant : 7 min de 

dénaturation à 94°C, suivi de 33 cycles d’amplification avec 45 s de dénaturation à 94°C, 45 s 

d’hybridation des amorces à 54°C, 45 s d’élongation à 72°C, et une phase d’élongation finale de 

10 min à 72°C. 

2.5.2. Amplification de la région ITS1 de l’ADN ribosomique nucléaire 

La région ITS1 a été amplifiée par PCR avec le couple d’amorces ITS-for (5’-

CGGTGAATTATTCGGACTGAC-3’) et ITSint-rev (5’- GAATTGCAGAACTCCGTG-3’) (Magalon et al. 

2007). Les réactions d’amplification par PCR de la région ITS1 ont réalisées avec le programme 

suivant : 10 min de dénaturation à 94°C, suivi de 37 cycles d’amplification avec 45 s de 

dénaturation à 94°C, 45 s d’hybridation à 54°C, 30 s d’élongation à 72°C et une phase d’élongation 

finale de 8 min à 72°C. 

2.5.3. Amplification de la région cp23S de l’ADN ribosomique du chloroplaste 

La région cp23S a été amplifiée par PCR avec le couple d'amorces 23S1 

(5’-GGCTGTAACTATAACGGTCC-3’) et 23S2 (5’-CCATCGTATTGAACCCAGC-3’) (Zhang et al. 2000; 

Kemp et al. 2015). Les réactions d’amplification par PCR de la région cp23S ont été réalisées avec 

le programme suivant : 7 min de dénaturation à 95°C, suivi de 37 cycles d’amplification avec 45 s 

de dénaturation à 95°C, 45 s d’hybridation à 55°C, 45 s d’élongation à 72°C, et une phase 

d’élongation finale de 7 min à 72°C. 

2.5.4. Séquençage 

Tous les produits de PCR ont été contrôlés par électrophorèse sur gel d’agarose à 1,5% 

avant d’être séquencés. Les produits de PCR ont été séquencés par les entreprises GENOSCREEN 

(Lille, France) et EUROFINS GENOMICS (Ebersberg, Allemagne). Pour chacune des trois régions 

génétiques amplifiées, les réactions de séquence n’ont été réalisées qu’avec une seule des amorces 

utilisées pour la PCR : Symb28S-F pour la région nr28S, ITS for pour la région ITS1 et 23S1 pour 

la région cp23S. Le séquençage a été réalisé sur un séquenceur ABI 3730 XL (APPLIED BIOSYSTEMS). 

2.5.5. Analyses des séquences obtenues 

L’analyse des séquences a été réalisée à l’aide du logiciel MEGA v. 7.0.21 et de manière 

indépendante pour les trois régions amplifiées : nr28S, ITS1 et cp23S (Kumar et al. 2016). La 

correction des séquences a été réalisée à la main par comparaison de l’enchainement 
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nucléotidique de la séquence avec le chromatogramme qui lui correspondait. Après correction, les 

séquences ont ensuite été alignées avec la méthode « ClustalW » implémentée dans MEGA. Les 

séquences de chaque haplotype (i.e. séquences différant d’au moins un nucléotide) ont ensuite été 

comparées aux séquences référencées dans la base de données GENBANK afin de déterminer les 

clades et les sous-clades de Symbiodinium (Thompson et al. 1994; Benson et al. 2009; Sayers et al. 

2009; Kumar et al. 2016). Lorsqu’une séquence haplotypique n’a pas présenté de différence avec 

une séquence référencée dans GENBANK et que la séquence de référence correspondait à un sous-

clade connu (par exemple : A3), le nom du sous-clade identifié a été attribué à la séquence de 

l’haplotype (A3 dans cet exemple). En revanche, lorsqu’une séquence haplotypique a présenté des 

mutations par rapport à la séquence de référence la plus proche, le nom du sous-clade qui 

correspondait à la séquence de référence la plus proche lui a été attribué avec un suffixe 

(exemple : A3.n ; n correspondant ici à un nombre entier). 

2.6. Diversité et analyses phylogéographiques des clades de Symbiodinium 

2.6.1. Richesse haplotypique, diversités haplotypique et nucléotidique 

Afin de comparer la richesse en haplotypes pour une espèce entre plusieurs localités (sites 

ou îles) ou encore pour plusieurs espèces dans la même localité, un indice de richesse 

haplotypique a été calculé. La richesse haplotypique (notée H) a été abordée de manière 

empirique et se calcule avec la formule suivante : 

𝐻 =
𝑁𝐻 − 1

𝑛 − 1
 

NH : nombre d’haplotypes 

n : nombre de séquences totales 

La diversité haplotypique (h) permet d’estimer la probabilité que deux individus pris au 

hasard dans une même localité présentent des séquences différentes. La diversité nucléotidique 

(π) correspond au nombre moyen de différences en nucléotides par localité entre deux séquences. 

La diversité haplotypique et la diversité nucléotidique ont été calculées avec le logiciel DNASP 

v. 5.10.1 (Rozas et Rozas 1995 ; Librado et Rozas 2009). 

2.6.2. Analyses phylogéographiques 

Les relations phylogénétiques entre les séquences haplotypiques de Symbiodinium 

obtenues pour la région cp23S ont été visualisées à l’aide de réseaux d’haplotypes réalisés avec le 

logiciel POPART6 et à travers la construction d’arbres phylogénétiques. Le logiciel MODELTEST a été 

                                                             

6 http://popart.otago.ac.nz 
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utilisé pour identifier le meilleur modèle d’évolution de l’ADN relatif aux données à partir du 

critère d’information d’Akaike (AIC) (Posada et Crandall 1998). Des reconstructions d’arbres 

phylogénétiques par approche du « maximum de vraisemblance » ont été réalisées avec PHYML 

v. 3.0 (Guindon et al. 2010) en utilisant le modèle d’évolution de l’ADN proposé par MODELTEST 

(GTR+G). La fiabilité des branches internes a été évaluée par « bootstrap » avec 1 000 répétitions. 

Des reconstructions d’arbres phylogénétiques par approche bayésienne ont également été 

réalisées avec MRBAYES v. 3.1.2 (Huelsenbeck et Ronquist 2001 ; Ronquist et Huelsenbeck 2003) 

en utilisant le même modèle d’évolution de l’ADN que pour les analyses par maximum de 

vraisemblance. Les supports de branche ou probabilités postérieures de l’approche bayésienne 

ont été estimés via une chaîne de Markov avec technique de Monte Carlo exécutée pour 107 

générations avec des arbres échantillonnés toutes les 1 000 générations et un « burn-in » de 25%. 

Les séquences de la région cp23S relatives aux espèces Gymnodinium simplex et Polarella glacialis 

ont été utilisées afin d’enraciner les arbres phylogénétiques (identifiants GENBANK respectifs : 

[AJ872114] et [JN558039] ; Pochon et al. 2006, 2012). 
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3. Résultats 

3.1. Variations quantitatives des communautés de Symbiodinium associées aux trois espèces 

caraïbes du genre Acropora en Guadeloupe 

Bien que les figures et les tests statistiques aient été réalisés avec des quantités de 

Symbiodinium exprimées en log10 de copies de gène 28S de Symbiodinium, elles sont exprimées en 

copies de gène 28S de Symbiodinium (i.e. sans transformation mathématique en log10) dans le texte 

afin de rendre compte au mieux de l’ordre de grandeur et de la variance entre les données. Les 

quantités de Symbiodinium estimées en nombre de copies de gène 28S et en nombre de copies de 

gène 28S log10-transformées pour l’ensemble des échantillons de Guadeloupe des trois espèces 

caraïbes du genre Acropora sont données dans le tableau en Annexe III.1. 

3.1.1. Variations quantitatives entre colonies clonales, entre genets et dans le temps pour 

Acropora cervicornis et Acropora palmata sur le site de la Caye à Dupont 

En 2011, 80 colonies d’A. cervicornis et autant d’A. palmata ont été étiquetées et 

génotypées sur le site de la Caye à Dupont (cf. Chapitre II). En 2014, 5 colonies d’A. cervicornis et 

18 colonies d’A. palmata ont été retrouvées et échantillonnées à nouveau. Seul le clade A de 

Symbiodinium a été détecté pour l’ensemble des échantillons d’A. cervicornis (n = 16) et 

d’A. palmata (n = 36) prélevés en 2011 et en 2014 sur le site de la Caye à Dupont (Tableau III.4). 

Tableau III.4. Clades et sous-clades de Symbiodinium identifiés par qPCR pour tous les échantillons 
de Guadeloupe des trois espèces caraïbes du genre Acropora. ND : Non déterminé. 

Espèce Sites Date N Clade Sous-clade 

Acropora     132 A ; B A3 ; ND 

  A. palmata   96 A A3 
    Anse Laborde sept.14 10 A A3 

    Anse Maurice sept.14 10 A A3 

    Caye à Dupont déc.11 18 A A3 

      sept.14 18 A A3 

    Îlet Fajou sept.14 10 A A3 

    Îlet Gosier oct.14 10 A A3 

    Le Moule sept.14 10 A A3 

    Pointe des Châteaux oct.14 10 A A3 

  A. cervicornis   26 A ; B A3 ; ND 
    Caye à Dupont déc.11 11 A A3 

      juil.14 5 A A3 

    Îlet Fajou sept.14 10 A ; B A3 ; ND 

  A. prolifera   10 A A3 

    Îlet Fajou sept.14 10 A A3 
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3.1.1.1. Variations quantitatives entre colonies clonales pour Acropora cervicornis en 

2011 et en 2014 

L’analyse génotypique a révélé que toutes les colonies d’Acropora cervicornis 

échantillonnées sur le site de la Caye à Dupont en 2011 étaient des clones d’un même individu 

génétique (genet) (cf. Chapitre II). Pour 11 échantillons de colonies clonales de cet unique genet 

prélevés en 2011, la quantité moyenne de Symbiodinium était de 4,53.107 ± 4,64.107 copies de 

gène 28S et variait d’un facteur 30 entre les valeurs extrêmes (Figure III.3A). Pour les 5 

échantillons de 2014 de ce même genet, la quantité moyenne de Symbiodinium était de 

1,10.109 ± 6,47.108 copies de gène 28S et variait d’un facteur 4,2 entre les valeurs minimale et 

maximale (Figure III.3B). 

3.1.1.2. Variations quantitatives entre colonies clonales et entre genets pour Acropora 

palmata en 2011 et en 2014  

Parmi les 80 colonies d’Acropora palmata étiquetées en 2011 sur le site de la Caye à 

Dupont, l’analyse génotypique avait permis d’identifier 10 genets distincts (cf. Chapitre II). Sur les 

18 colonies d’A. palmata qui ont été ré-échantillonnées en 2014 sur ce même site, 5 des 10 genets 

identifiés en 2011 ont alors été retrouvés. Parmi ces 5 genets, 2 genets étaient représentés par 1 

seule colonie, le genet majoritaire G1 était représenté par 11 colonies clonales et les deux derniers 

genets G2 et G3, étaient respectivement représentés par 3 et 2 colonies clonales. 

• Variations quantitatives entre colonies clonales 

Pour 11 échantillons de 2011 relatifs aux colonies clonales du genet G1, la quantité 

moyenne de Symbiodinium était de 9,88.106 ± 4,04.106 copies de gène 28S et variait d’un facteur 

3,4 entre les valeurs extrêmes (Figure III.3C). Pour les 11 échantillons de 2014 de ces mêmes 

colonies clonales du genet G1, la quantité moyenne de Symbiodinium était de 9,06.105 ± 8,69.105 

copies de gène 28S et variait d’un facteur 44,1 entre les valeurs minimale et maximale (Figure 

III.3D). Pour 3 échantillons de 2011 relatifs aux colonies clonales du genet G2, la quantité moyenne 

de Symbiodinium était de 2,8.106 ± 2,01.106 copies de gène 28S et variait d’un facteur 6,5 entre les 

valeurs extrêmes. Pour les 3 échantillons de 2014 de ces mêmes colonies clonales du genet G2, la 

quantité moyenne de Symbiodinium était de 3,69.106 ± 3,93.105 copies de gène 28S et variait d’un 

facteur 6,5 entre les valeurs minimale et maximale. Pour 2 échantillons de 2011 relatifs aux 

colonies clonales du genet G3, la quantité moyenne de Symbiodinium était de 3,72.106 ± 1,16.106 

copies de gène 28S et variait d’un facteur 1,6 entre les valeurs extrêmes. Pour les 2 échantillons 

de 2014 de ces mêmes colonies clonales du genet G3, la quantité moyenne de Symbiodinium était 

de 1,3.106 ± 1,07.106 copies de gène 28S et variait d’un facteur 3,7 entre la valeur minimale et la 

valeur maximale. 
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• Variations quantitatives entre genets 

Seules les données de quantification en Symbiodinium relatives aux colonies clonales des 

genets présentant plus d’une colonie, G1 (n = 11), G2 (n = 3) et G3 (n = 2) ont ensuite été 

comparées afin de rechercher un effet possible du facteur génétique via l’appartenance des 

colonies à tel ou tel genet. Les quantités moyennes de Symbiodinium diffèrent significativement 

entre les genets G1, G2 et G3 pour les échantillons de 2011 (Kruskal-Wallis : X² = 9,7059 ; df = 2 ; 

P = 0,008) (Figure III.4). La quantité moyenne de Symbiodinium estimée pour G1 est 

significativement supérieure d’un facteur 3,5 à celle estimée pour G2 (test post-hoc de Dunn : 

P = 0,03 ; Figure III.4). La quantité moyenne de Symbiodinium estimée pour G1 est supérieure d’un 

facteur 2,7 à celle estimée pour G3 mais n’en diffère pas significativement (test post-hoc de Dunn : 

P = 0,086 ; Figure III.4). Enfin, la quantité moyenne de Symbiodinium estimée pour G2 est 

Figure III.3. Quantité de clade A estimée en nombre de copies de gène 28S de Symbiodinium pour des 
colonies clonales d’un même génotype. 

A : Pour 11 colonies clonales d’un génotype d’Acropora cervicornis échantillonnées en 2011. 
B : Pour 5 colonies clonales d’un génotype d’Acropora cervicornis échantillonnées en 2014. 
C : Pour 11 colonies clonales d’un génotype d’Acropora palmata échantillonnées en 2011. 
D : Pour 11 colonies clonales d’un génotype d’Acropora palmata échantillonnées en 2014. 
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inférieure d’un facteur 1,3 à celle estimée pour G3 et n’en diffère pas significativement (test post-

hoc de Dunn : P = 0,03 ; Figure III.4). En revanche, les quantités moyennes de Symbiodinium ne 

diffèrent pas significativement entre ces genets pour les échantillons de 2014 (Kruskal-Wallis : 

X² = 3,2293 ; df = 2 ; P = 0,199) (Figure III.4). Néanmoins, pour les échantillons de 2014, la 

quantité moyenne de Symbiodinium estimée pour G2 est supérieure à celles estimées pour les 

deux autres genets, d’un facteur 4 avec G1 et d’un facteur 2,8 avec G3. La quantité moyenne de 

Symbiodinium estimée en 2014 pour G1 est inférieure d’un facteur 1,4 à celle estimée pour G3 

(Figure III.4). 

 

 

3.1.1.3. Variations quantitatives entre 2011 et 2014 pour Acropora cervicornis et 

Acropora palmata 

Si l’on considère l’ensemble des échantillons de ces deux espèces, la quantité moyenne de 

Symbiodinium était de 2,4.107 ± 3,7.107 copies de gène 28S pour 2011 et de 2,4.108 ± 5,4.108 copies 

de gène 28S pour 2014. Si l’on considère les deux espèces confondues, la quantité moyenne de 

Symbiodinium estimée pour 2011 était ainsi inférieure d’un facteur 9,9 à celle estimée pour 2014 

(Figure III.5). Les quantités de Symbiodinium estimées en copies de gène 28S diffèrent 

Figure III.4. Quantité de clade A estimée en nombre de copies de gène 28S de Symbiodinium 
log10-transformées pour les génotypes d’Acropora palmata G1 (n = 11), G2 (n = 3) et G3 (n = 2), par 
période d’échantillonnage et P-values associées. 
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significativement entre 2011 et 2014 pour l’ensemble des colonies des deux espèces confondues 

(ANOVA : F = 12,91 ; P = 0,0017). Si l’on considère l’ensemble des échantillons d’Acropora 

palmata quelle que soit la période d’échantillonnage, la quantité moyenne de Symbiodinium était 

de 4,8.106 ± 5,2.106 copies de gène 28S. Pour l’ensemble des échantillons d’Acropora cervicornis, 

la quantité moyenne de Symbiodinium était de 5,9.108 ± 6,9.108 copies de gène 28S sur l’ensemble 

des deux périodes d’échantillonnage. La quantité moyenne de Symbiodinium estimées pour 

l’espèce Acropora palmata sur l’ensemble des deux périodes était ainsi inférieure d’un facteur 

122,6 à celle estimée pour Acropora cervicornis (Figure III.5). Les quantités de Symbiodinium ont 

varié significativement entre les deux espèces sur l’ensemble des deux périodes (ANOVA : 

F = 193,1 ; P = 4,66.10-12) (Figure III.5). Une possible interaction des facteurs croisés ‘temps’ et 

‘espèce’ a été testée et a été significative (ANOVA : F = 39,79 ; P = 2,96.10-6). 

Des ANOVA ont alors été réalisées, en regardant indépendamment l’effet des facteurs 

‘temps’ et ‘espèce’. Pour A. palmata, 16 colonies sur les 18 échantillonnées ont présenté une 

quantité d’algues symbiotiques plus grande en 2011 qu’en 2014 alors que pour A. cervicornis, 

chacune des 5 colonies échantillonnées a présenté moins de symbiontes en 2011 qu’en 2014. Pour 

l’ensemble des 18 colonies d’Acropora palmata échantillonnées à la fois en 2011 et en 2014, la 

quantité moyenne de Symbiodinium estimée pour 2011 était de 8,18.106 ± 5,38.106 copies de gène 

28S, alors qu’elle était de 1,42.106 ± 1,88.106 pour 2014. Pour Acropora palmata, la quantité 

moyenne de Symbiodinium estimée en 2011 était ainsi supérieure d’un facteur 5,8 à celle estimée 

pour 2014 (Figure III.5A). Pour l’ensemble des 5 colonies d’Acropora cervicornis échantillonnées 

à la fois en 2011 et en 2014, la quantité moyenne de Symbiodinium estimée pour 2011 était de 

8,19.107 ± 4,67.107 copies de gène 28S, alors qu’elle était de 1,10.109 ± 6,47.108 pour 2014. Pour 

Acropora cervicornis, la quantité moyenne estimée pour 2011 était ainsi inférieure d’un facteur 

13,4 à celle estimée pour 2014 (Figure III.5B). Les quantités de Symbiodinium ont 

significativement varié entre 2011 et 2014 pour chacune des deux espèces prise 

indépendamment l’une de l’autre (ANOVA : pour A. palmata : F = 34,39 ; P = 1,88.10-5 et pour 

A. cervicornis : F = 24,53 ; P = 0,007) (Figures III.5A et III.5B). Pour 2011, la quantité moyenne de 

Symbiodinium estimée pour l’espèce Acropora palmata était inférieure d’un facteur 10 à celle 

estimée pour A. cervicornis (Figure III.5). Pour 2014, la quantité moyenne de Symbiodinium 

estimée pour l’espèce Acropora palmata était inférieure d’un facteur 771,3 à celle estimée pour 

A. cervicornis (Figure III.5). Les quantités de Symbiodinium différent significativement entre les 

deux espèces et cela aux deux périodes d’échantillonnage prises indépendamment l’une de l’autre 

(ANOVA : pour 2011 : F = 34,98 ; P = 7,18.10-6 et pour 2014 : F = 142,3 ; P = 8,11.10-11) 

(Figure III.5). 
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3.1.2. Variations quantitatives entre 7 sites de Guadeloupe pour Acropora palmata 

Les analyses ont été réalisées sur 78 échantillons de colonies d’Acropora palmata issues 

de 7 sites d’échantillonnage en Guadeloupe et seul le clade A de Symbiodinium a été détecté 

(Tableau III.4). Sur l’ensemble des sites, les quantités moyennes de Symbiodinium varient de 

6,67.105 ± 6,00.105 copies de gène 28S pour le site de l’Anse Laborde à 2,44.107 ± 1,48.107 copies 

de gène 28S pour le site de l’îlet Gosier, soit d’un facteur 36,6 entre ces deux sites qui présentent 

les valeurs les plus extrêmes (Figure III.6). Les quantités de Symbiodinium de clade A estimées en 

copies de gène 28S diffèrent significativement entre les 7 sites étudiés (Kruskal-Wallis : 

X² = 56,553 ; df = 6 ; P = 2,25.10-10). Néanmoins, sur l’ensemble de ces 7 sites, certains ont 

présenté des quantités en Symbiodinium comparables et deux groupes ont pu être distingués. 

Figure III.5. Quantité de clade A estimée en nombre de copies de gène 28S de Symbiodinium 
log10-transformées par espèce et par période d’échantillonnage et P-values associées. 

A : Pour les 18 colonies d’Acropora palmata en 2011 et en 2014. 
B : Pour les 5 colonies d’Acropora cervicornis en 2011 et en 2014. 
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Ainsi, en moyenne, les sites de l’Anse Maurice (AM), de l’îlet Gosier (IG), du Moule (LM) et de la 

Pointe des Châteaux (PC) ont présenté des quantités moyennes de Symbiodinium supérieures d’un 

facteur 11,5 à celles estimées pour les sites de l’Anse Laborde (AL), de la Caye à Dupont (CD) et de 

l’îlet Fajou (IF) (Figure III.6). 

 

 

Les quantités d’algues symbiotiques estimées pour tous les échantillons confondus des 

sites de l’Anse Maurice, de l’îlet Gosier, du Moule et de la Pointe des Châteaux ont varié de 

8,31.106 ± 3,96.106 copies de gène 28S pour la Pointe des Châteaux à 2,44.107 ± 1,48.107 copies de 

gène 28S pour l’îlet Gosier, soit d’un facteur 2,9 et ne sont pas significativement différentes entre 

elles (tests post-hoc de Dunn : Tableau III.5 ; Figure III.6). Les quantités de Symbiodinium estimées 

pour tous les échantillons confondus des sites de l’Anse Laborde, de la Caye à Dupont et de l’îlet 

Fajou ont varié de 6,67.105 ± 6,00.105 copies de gène 28S pour l’Anse Laborde à 1,42.106 ± 1,88.106 

Figure III.6. Quantité de clade A estimée en nombre de copies de gène 28S de Symbiodinium 
log10-transformées par site échantillonné pour Acropora palmata. 
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copies de gène 28S pour la Caye à Dupont, soit d’un facteur 2,1 et ne sont pas significativement 

différentes entre elles (tests post-hoc de Dunn : Tableau III.5 ; Figure III.6). 

Tableau III.5. P-values et seuils de significativité associés aux tests statistiques post-hoc de Dunn 
avec correction de Bonferroni pour les quantités estimées de clade A de Symbiodinium log10-
transformées pour chaque paire de sites échantillonnés pour Acropora palmata. 

 AL AM CD IF IG LM PC 

Anse Laborde AL - ** ns ns *** ** * 

Anse Maurice AM 0.0074 - * ** ns ns ns 

Caye à Dupont CD 1 0,0134 - ns *** ** * 

Îlet Fajou IF 1 0,0077 1 - *** ** * 

Îlet Gosier IG 1,7e-5 1 1,5e-5 1,8e-5 - ns ns 

Le Moule LM 0,0017 1 0,0026 0,0017 1 - ns 

Pointe des Châteaux PC 0,015 1 0,0286 0,0155 1 1 - 

ns : non significatif ; * : P < 0,05 ; ** : P < 0.01 ; *** : P < 0,001 

 

3.1.3. Variations quantitatives entre les espèces Acropora cervicornis, Acropora palmata et 

Acropora prolifera sur le site de l’îlet Fajou 

Pour chacune des trois espèces d’Acropora, 10 colonies ont pu être échantillonnées à 

proximité de l’îlet Fajou qui se présente comme l’unique site où A. prolifera avait été observé au 

moment de la période d’échantillonnage. Seul le clade A a été détecté pour les échantillons 

d’A. palmata (n = 10) et d’A. prolifera (n = 10) (Tableau III.4). Pour A. cervicornis, 8 échantillons 

sur 10 n’ont présenté que le clade A et 2 échantillons ont présenté une association entre les clades 

A et B (Tableau III.4). Pour les deux échantillons d’A. cervicornis qui ont présenté la combinaison 

des clades A et B, les proportions de clade B ont été estimées à 76,6 et 81,5% de la totalité des 

copies de gène 28S de Symbiodinium. Seules les quantités de Symbiodinium estimées pour les 

échantillons présentant uniquement le clade A ont été comparées via des tests statistiques 

(A. cervicornis, n = 8 ; A. palmata, n = 10 et A. prolifera, n = 10). Alors que la quantité moyenne de 

Symbiodinium de clade A estimée pour l’espèce A. prolifera (n = 10) était de 1,07.107 ± 1,1.107 

copies de gène 28S, elles étaient respectivement de 9,73.105 ± 1,59.106 et de 1,31.106 ± 2,81.106 

copies de gène 28S pour les espèces A. cervicornis (n = 8) et A. palmata (n = 10). Les quantités de 

Symbiodinium de clade A estimées pour l’ensemble des 3 espèces diffèrent significativement 

(ANOVA : F = 13,36 ; P = 0,0001). Néanmoins, les quantités de Symbiodinium estimées pour les 

espèces A. cervicornis et A. palmata ne diffèrent pas significativement entre elles (test post-hoc de 

Tukey : P = 0,998 ; Figure III.7). Les quantités de Symbiodinium de clade A estimées pour 

A. prolifera diffèrent significativement de celles estimées pour A. palmata (test post-hoc de Tukey : 

P = 0,0004 ; Figure III.7) et de celles estimées pour A. cervicornis (test post-hoc de Tukey : 

P = 0,0006 ; Figure III.7). Les quantités moyennes de Symbiodinium de clade A estimées pour 
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A. prolifera sont supérieures d’un facteur 8,2 à celles estimées pour A. palmata et d’un facteur 11 

à celles estimées pour A. cervicornis. 

 

 

3.2. Diversité des sous-clades de Symbiodinium 

3.2.1. Choix du marqueur génétique cp23S pour définir les sous-clades de Symbiodinium 

par séquençage direct 

Les trois marqueurs génétiques nr28S, ITS1 et cp23S ont préalablement été comparés en 

utilisant 95 échantillons d’Acropora palmata issus des 22 sites et 10 îles prospectés lors de 

l’échantillonnage relatif à la mission « Pacotilles ». L’ensemble des 3 marqueurs ont fait l’objet 

d’un consensus et ont permis d’identifier les mêmes clades et sous-clades de Symbiodinium à 

travers le panel des 95 échantillons sélectionnés. Néanmoins, les séquences nucléotidiques 

obtenues avec les marqueurs nr28S et ITS1 ont souvent présenté des courbes bimodales rendant 

Figure III.7. Quantité de clade A estimée en nombre de copies de gène 28S de Symbiodinium 
log10-transformées pour les trois espèces caraïbes du genre Acropora : A. palmata (n = 10), 
A. prolifera (n = 10) et A. cervicornis (n = 8). 
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l’interprétation des données relatives à l’étude de la diversité des clades en Symbiodinium 

incertaines. Toutefois, les trois marqueurs ont indépendamment permis de mettre en exergue un 

faible polymorphisme pour les séquences nucléotidiques obtenues. Le marqueur cp23S a permis 

toutefois de distinguer trois haplotypes différents, deux relatifs au clade A et un relatif au clade D, 

alors que les marqueurs nr28S et ITS1 n’ont permis de distinguer que 2 haplotypes, l’un relatif au 

clade A et l’autre au clade D. Les séquences correspondantes aux deux haplotypes définis avec le 

marqueur cp23S pour le clade A n’ont présenté qu’une différence de 1 nucléotide. Le marqueur 

cp23S a donc été retenu afin d’étudier la diversité en clades et sous-clades de Symbiodinium via la 

méthode de PCR. Néanmoins, le marqueur nr28S a été systématiquement utilisé afin de confirmer 

les clades précédemment identifiés par qPCR. 

3.2.2. Diversité pour Acropora palmata et pour Porites astreoides dans les Petites Antilles 

Puisque seule la lignée A3 a été identifiée, sans qu’aucun clade cryptique de Symbiodinium 

n’ait été décelé au sein des communautés symbiotiques associées à l’espèce A. palmata en 

Guadeloupe et puisque la méthode de qPCR est chronophage et coûteuse. Le choix a été fait 

d’utiliser uniquement et directement les méthodes de PCR et de séquençage direct afin d’étudier 

la diversité en clades majoritaires de Symbiodinium pour les échantillons d’Acropora palmata et 

de Porites astreoides dans les Petites Antilles. 

Pour Acropora palmata, 127 échantillons provenant des Petites Antilles ont été analysés 

par séquençage direct et 124 séquences de plus de 500 paires de bases ont été obtenues et 

conservées pour les analyses (98% ; Tableau III.6). Sur les 93 échantillons de Porites astreoides 

provenant des Petites Antilles et analysés par séquençage direct, 74 séquences de plus de 500 

paires de bases ont été obtenues et conservées pour les analyses (80% ; Tableau III.7). Bien que 

le clade A de Symbiodinium ait été majoritairement retrouvé en association avec ces deux espèces, 

aucun sous-clade ou haplotype n’a été retrouvé en commun entre les échantillons de Porites 

astreoides et d’Acropora palmata (Figures III.8 et III.9). Les valeurs de richesse et de diversité 

haplotypiques estimées pour l’espèce Porites astreoides ont toujours été supérieures ou pour le 

moins égales aux valeurs estimées pour Acropora palmata sur l’ensemble des 15 sites (9 îles) 

prospectés en commun (Tableaux III.6 et III.7 ; Figure III.10). Alors que les estimations de richesse 

haplotypique ont varié de 0 à 0,1 pour Acropora palmata, elles ont varié de 0 à 0,57 pour Porites 

astreoides pour les mêmes îles prospectées (Tableaux III.6 et III.7). Pour Acropora palmata, la 

richesse haplotypique relative à l’ensemble de l’échantillonnage des Petites Antilles a été de 0,02 

alors que pour Porites astreoides, elle a été de 0,21 (Tableaux III.6 et III.7). Pour les mêmes îles, les 

estimations de diversité haplotypique ont varié de 0 à 0,509 ± 0,101 pour Acropora palmata alors 

qu’elles ont varié de 0 à 0,786 ± 0,151 pour Porites astreoides (Tableaux III.6 et III.7 ; 

Figure III.10). La diversité haplotypique relative à l’ensemble des Petites Antilles a été de 
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0,169 ± 0,045 pour Acropora palmata alors qu’elle a été de 0,556 ± 0,069 pour Porites astreoides 

(Tableaux III.6 et III.7 ; Figure III.10). 
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Tableau III.6. Clades, sous-clades et haplotypes associés aux colonies de l’espèce Acropora palmata échantillonnées dans les Petites Antilles. 

N : nombre d’échantillons analysés, n : nombre de séquences conservées, n/N : pourcentage de séquences conservées (n) par rapport au nombre 
d’échantillons analysés (N), NH : nombre d’haplotypes de Symbiodinium, H : richesse haplotypique (NH/n), h ± SD : diversité haplotypique et écart-type, 
π ± SD : diversité nucléotidique et écart-type. ND : Non déterminé. 

  

Île Site Code N n n/N (%) NH H Clade Sous-clade Haplotype

Saint-Martin SM 13 12 92% 2 0.10 0.509  ± 0.101 0.00101  ± 0.00020 A A3 ; ND A3 (4) ; A3.1 (7)

Tintamarre I PAC23 2 2 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (1)

Tintamarre II PAC24 6 6 100% 2 0.20 0.600  ± 0.129 0.00119  ± 0.00026 A A3 ; ND A3 (3) ; A3.1 (3)

Trou David PAC25 5 4 80% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A ND A3.1 (4)

Saba Sa 12 12 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (11)

Southest Coast PAC27 12 12 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (11)

Antigua An 13 12 92% 2 0.09 0.409  ± 0.133 0.08166  ± 0.02660 A ; D A3 ; D1 A3 (9) ; D1 (3)

Nanton Point PAC20 3 3 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (3)

Five Islands PAC21 5 5 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (5) 

Shipstern Point PAC22 5 4 80% 2 0.33 0.500  ± 0.000 0.09980  ± 0.05293 A ; D A3 ; D1 A3 (1) ; D1 (3)

Guadeloupe Gu 10 10 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (10)

Anse à la Barque PAC28 10 10 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (10)

Les Saintes LS 14 14 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (14)

Pointe Zozio PAC01a 10 10 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (10)

Pointe Bombarde PAC01b 4 4 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (4)

Pain de Sucre PAC18 0 - - - - - - - - -

Martinique Ma 14 14 100% 2 0.08 0.143  ± 0.119 0.02851  ± 0.02372 A ; D A3 ; D1 A3 (13) ; D1 (1)

La Perle PAC02 5 5 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (5) 

Case Pilote PAC03 4 4 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (4)

Îlet Ramier PAC04 2 2 100% 2 1.00 1.000  ± 0.500 0.19960  ± 0.09980 A ; D A3 ; D1 A3 (1) ; D1 (1)

Le Diamant PAC05 0 - - - - - - - - -

Pointe Burgos PAC06 3 3 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (3)

Sainte-Lucie SL 12 12 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (12)

Jambette Point PAC15 8 8 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (8)

Pigeon Island PAC17 4 4 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (4)

Saint-Vincent SV 13 13 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (13)

Châteaubelair Island PAC08 6 6 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (6)

Duvernette Island PAC09 2 2 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (2)

Blue Lagoon PAC10 5 5 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (5) 

Bequia Be 13 12 92% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (12)

Ships Stern PAC11 3 2 67% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (2)

Wash Rock PAC12 10 10 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (10)

Union Un 13 13 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (13)

Rapid Point PAC13 13 13 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A3 A3 (13)

10 24 127 124 98% 3 0.02 0.169  ± 0.045 0.01296  ± 0.00601 A ; D A3 ; D1 ; ND 3

   h ± SD    π ± SD
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Tableau III.7. Clades, sous-clades et haplotypes associés aux colonies de l’espèce Porites astreoides échantillonnées dans les Petites Antilles. 

N : nombre d’échantillons analysés, n : nombre de séquences conservées, n/N : pourcentage de séquences conservées (n) par rapport au nombre 
d’échantillons analysés (N), NH : nombre d’haplotypes de Symbiodinium, H : richesse haplotypique (NH/n), h ± SD : diversité haplotypique et écart-type, 
π ± SD : diversité nucléotidique et écart-type. ND : Non déterminé. 

 
 

Île Site Code N n n/N (%) NH H Clade Sous-clade Haplotype

Saint-Martin SM 10 10 100% 4 0.33 0.711  ± 0.117 0.03688  ± 0.02692 A ; G A4 ; ND A4 (5) ; A4.4 (3) ; A4.9 (1) ; G2.1 (1)

Tintamarre I PAC23 5 5 100% 3 0.50 0.700  ± 0.218 0.00279  ± 0.00114 A A4 A4 (1) ; A4.4 (3) ; A4.9 (1)

Tintamarre II PAC24 0 - - - - - - - - -

Trou David PAC25 5 5 100% 2 0.25 0.400  ± 0.237 0.07015  ± 0.04162 A ; G A4 ; ND A4 (4) ; G2.1 (1)

Saba Sa 10 8 80% 5 0.57 0.786  ± 0.151 0.00285  ± 0.00085 A A4 ; ND A4 (4) ; A4.11 (1) ; A4.12 (1) ; A4.13 (1) ; A4.14 (1)

Southest Coast PAC27 10 8 80% 5 0.57 0.786  ± 0.151 0.00285  ± 0.00085 A A4 ; ND A4 (4) ; A4.11 (1) ; A4.12 (1) ; A4.13 (1) ; A4.14 (1)

Antigua An 12 7 58% 2 0.17 0.571  ± 0.119 0.00114  ± 0.00024 A A4 ; ND A4 (3) ; A4.1 (4)

Nanton Point PAC20 6 4 67% 2 0.33 0.500  ± 0.265 0.00100  ± 0.00053 A A4 ; ND A4 (1) ; A4.1 (3)

Five Islands PAC21 0 - - - - - - - - -

Shipstern Point PAC22 6 3 50% 2 0.50 0.667  ± 0.314 0.00133  ± 0.00063 A A4 ; ND A4 (2) ; A4.1 (1)

Guadeloupe Gu 10 10 100% 2 0.11 0.200  ± 0.154 0.00040  ± 0.00031 A A4 ; ND A4 (9) ; A4.10 (1)

Anse à la Barque PAC28 10 10 100% 2 0.11 0.200  ± 0.154 0.00040  ± 0.00031 A A4 ; ND A4 (9) ; A4.10 (1)

Les Saintes LS 10 8 80% 2 0.14 0.250  ± 0.180 0.00050  ± 0.00036 A A4 ; ND A4 (7) ; A4.8 (1)

Pointe Zozio PAC01a 0 - - - - - - - - -

Pointe Bombarde PAC01b 5 4 80% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A4 A4 (4)

Pain de Sucre PAC18 5 4 80% 2 0.33 0.500  ± 0.265 0.00100  ± 0.00053 A A4 ; ND A4 (3) ; A4.8 (1)

Martinique Ma 10 8 80% 4 0.43 0.643  ± 0.184 0.00150  ± 0.00053 A A4 ; ND A4 (5) ; A4.5 (1) ; A4.6 (1) ; A4.7 (1)

La Perle PAC02 4 2 50% 2 1.00 1.000  ± 0.500 0.00200  ± 0.00100 A A4 ; ND A4 (1) ; A4.5 (1)

Case Pilote PAC03 2 2 100% 2 1.00 1.000  ± 0.500 0.00200  ± 0.00100 A A4 ; ND A4 (1) ; A4.6 (1)

Îlet Ramier PAC04 2 2 100% 2 1.00 1.000  ± 0.500 0.00200  ± 0.00100 A A4 ; ND A4 (1) ; A4.7 (1)

Le Diamant PAC05 2 2 100% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A4 A4 (2)

Pointe Burgos PAC06 0 - - - - - - - - -

Sainte-Lucie SL 10 6 60% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A4 A4 (6)

Jambette Point PAC15 5 3 60% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A4 A4 (3)

Pigeon Island PAC17 5 3 60% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A4 A4 (3)

Saint-Vincent SV 11 7 64% 3 0.33 0.667  ± 0.160 0.00152  ± 0.00046 A A4 ; ND A4 (4) ; A4.2 (1) ; A4.3 (2)

Châteaubelair Island PAC08 5 4 80% 3 0.67 0.833  ± 0.222 0.00233  ± 0.00073 A A4 ; ND A4 (1) ; A4.2 (1) ; A4.3 (2)

Duvernette Island PAC09 6 3 50% 1 0.00 0.000  ± 0.000 0.00000  ± 0.00000 A A4 A4 (3)

Blue Lagoon PAC10 0 - - - - - - - - -

Bequia Be 0 - - - - - - - - -

Ships Stern PAC11 0 - - - - - - - - -

Wash Rock PAC12 0 - - - - - - - - -

Union Un 10 10 100% 3 0.22 0.600  ± 0.131 0.00133  ± 0.00037 A A4 ; ND A4 (6) ; A4.2 (3) ; A4.3 (1)

Rapid Point PAC13 10 10 100% 3 0.22 0.600  ± 0.131 0.00133  ± 0.00037 A A4 ; ND A4 (6) ; A4.2 (3) ; A4.3 (1)

10 24 93 74 80% 16 0.21 0.556  ± 0.069 0.00615  ± 0.00456 A ; G A4 ; ND 16

   h ± SD    π ± SD
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Figure III.8. Réseau d’haplotypes obtenu à partir de la région cp23S pour les clades de Symbiodinium 
associés aux espèces Acropora palmata et Porites astreoides dans les Petites Antilles. 
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Figure III.9. Carte d’occurrence des différents haplotypes de Symbiodinium associés aux colonies 
d’Acropora palmata et de Porites astreoides échantillonnées sur 10 îles des Petites Antilles. 
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Figure III.10. Diversité haplotypique (h) et diversité nucléotidique (π) par île prospectée pour les 
espèces Acropora palmata et Porites astreoides. ND : Non disponible. 
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3.2.2.1. Diversité pour Acropora palmata 

À partir des 124 séquences conservées pour les analyses, 3 haplotypes issus de 2 sous-

clades, A3 et D1, ont été identifiés (Tableau III.6). L’haplotype A3 identifié correspond au sous-

clade A3 de Symbiodinium (Symbiodinium sp. A3 ‘fitti’ ; identifiant GENBANK : [KF740695] ; Jeong 

et al. 2014). La séquence correspondant à l’haplotype A3.1 diffère de la séquence de l’haplotype 

A3 par une seule substitution nucléotidique (Figure III.8). Du fait de cette faible divergence 

nucléotidique, les localités ne présentant que des échantillons pour lesquels les haplotypes A3 et 

A3.1 ont été identifiés telles que le site PAC23 et l’île de Saint-Martin sur laquelle il est situé ont 

présenté des estimations de diversité nucléotidique faibles (Tableau III.6 ; Figure III.10). 

L’haplotype D1 identifié correspond au sous-clade D1 de Symbiodinium (Symbiodinium sp. D1 ; 

identifiant GENBANK : [KJ801955] ; Panithanarak 2015). Les localités PAC22 à Antigua et PAC04 

en Martinique pour lesquelles les haplotypes A3 et D1 ont été identifiés en même temps ont 

présenté les valeurs de diversité nucléotidique les plus fortes, du fait de la divergence 

nucléotidique importante entre des séquences haplotypiques relatives à des clades différents de 

Symbiodinium (Tableau III.6 et Figure III.10). Sur la totalité des 124 séquences conservées pour 

les analyses, la grande majorité (n = 120 ; 97%) appartient au sous-clade A3 et seules 4 séquences 

appartiennent au sous-clade D1. L’haplotype A3 (n = 113) a été retrouvé sur l’ensemble des 10 

îles prospectées alors que l’haplotype A3.1 (n = 7) n’a été détecté que sur deux sites de l’île de 

Saint-Martin (Tableau III.6 et Figure III.9). L’haplotype A3 a été détecté pour tous les sites 

échantillonnés à l’exception du site de Trou David à Saint-Martin où seul l’haplotype A3.1 a été 

identifié pour les 4 échantillons qui y ont été prélevés. L’haplotype A3.1 a également été détecté 

pour 3 des 6 échantillons du récif Tintamarre II sur l’île de Saint-Martin. L’haplotype D1 a été 

détecté pour 3 des 4 échantillons prélevés sur le site de Shipstern Point à Antigua et pour l’un des 

deux échantillons prélevés sur le site de l’îlet Ramier en Martinique. Seules les 3 îles de Saint-

Martin, Antigua et la Martinique ont présenté un haplotype de Symbiodinium de plus que 

l’haplotype A3 retrouvé sur l’ensemble des 10 îles échantillonnées (Figure III.9). Par conséquent, 

ces trois îles ont présenté les plus fortes estimations de richesse haplotypique (de 0,08 à 0,1 ; 

Tableau III.6) et de diversité haplotypique (de 0,143 à 0,509 ; Tableau III.6 et Figure III.10). Les 

autres îles avec 1 seul haplotype de défini ont présenté des valeurs de richesse haplotypique, 

diversité haplotypique et diversité nucléotidique nulles (Tableau III.6). 

3.2.2.2. Diversité pour Porites astreoides 

À partir des 74 séquences conservées et analysées, 16 haplotypes appartenant à 2 sous-

clades, A4 et G2, ont été identifiés (Tableau III.7). L’haplotype A4 correspond au sous-clade A4 de 

Symbiodinium (Symbiodinium sp. A4 ; identifiant GENBANK : [KF740696] ; Jeong et al. 2014). Les 

séquences des haplotypes nommés de A4.1 à A4.10 diffèrent d’une seule substitution 



Chapitre III. 

112 
 

nucléotidique de la séquence de l’haplotype A4 et les séquences des haplotypes A4.11 à A4.14 de 

2 mutations nucléotidiques de la séquence de l’haplotype A4 (Figure III.8). Du fait de la faible 

divergence nucléotidique entre ces séquences haplotypiques, les localités qui n’ont présenté que 

des haplotypes relatifs au sous-clade A4 ont présenté des estimations de diversité nucléotidique 

faibles (Tableau III.7 et Figure III.10). La séquence de l’haplotype G2.1 diffère d’une substitution 

nucléotidique de la séquence de référence qui correspond au sous-clade G2 (identifiant GENBANK : 

[GU219512] ; Hill et al. 2011 ; Pochon et al. 2014). Étant donnée la divergence nucléotidique 

importante entre des séquences haplotypiques relatives à des clades différents de Symbiodinium, 

le site PAC25 et l’île de Saint-Martin sur laquelle il est situé pour lesquels les haplotypes A4 et G2.1 

ont été identifiés en même temps, ont présenté les valeurs de diversité nucléotidique les plus 

fortes (pour PAC25 : π = 0,070 ± 0,042 ; pour Saint-Martin : π = 0,037 ± 0,027), (Tableau III.7 et 

Figure III.10). Sur l’ensemble des 74 séquences conservées, la quasi-totalité (n = 73) 

appartiennent au clade A, et une seule séquence appartient au clade G. L’haplotype A4 a été 

identifié pour l’ensemble des 9 îles et des 17 sites prospectés lors de l’échantillonnage de Porites 

astreoides dans les Petites Antilles (Figure III.9). L’haplotype A4.1 a été identifié dans 4 

échantillons prélevés sur deux sites de l’île d’Antigua, Nanton Point (n = 3) et Shipstern Point 

(n = 1) (Figure III.9). L’haplotype A4.2 a été détecté dans 4 échantillons répartis sur deux îles : à 

Saint-Vincent sur le site de Châteaubelair Island (n = 1) et à Union sur le site de Rapid Point (n = 3) 

(Figure III.9). L’haplotype A4.3 a été défini dans 3 échantillons répartis sur les îles de Saint-

Vincent avec le site de Châteaubelair Island (n = 2) et d’Union avec le site de Rapid Point (n = 1) 

(Figure III.9). L’haplotype A4.4 retrouvé trois fois a été identifié sur le seul site de Tintamarre I de 

l’île de Saint-Martin (Figure III.9). Les 10 haplotypes répertoriés de A4.5 à A4.14 n’ont été 

identifiés qu’une fois chacun (Figure III.9). Pour Saba, l’île présentant les plus fortes estimations 

de richesse et diversité haplotypiques (H = 0,57 et h = 0,786 ± 0,151), 8 échantillons ont été 

prélevés sur un seul site et 5 haplotypes ont été définis (Tableau III.7 ; Figure III.10). Les autres 

îles pour lesquelles entre 2 et 4 haplotypes ont été définis, ont présentés des valeurs de richesse 

et de diversité haplotypiques moindres (Tableau III.7 ; Figure III.10). Sainte-Lucie, la seule île avec 

un unique haplotype identifié, a présenté des valeurs de richesse haplotypique, de diversité 

haplotypique et de diversité nucléotidique nulles (Tableau III.7 ; Figure III.10). 

3.2.3. Diversité pour l’ensemble des huit espèces coralliennes étudiées 

Les Symbiodinium de clade A ont été retrouvés en association symbiotique avec deux 

genres coralliens : Acropora et Porites. Le sous-clade A3 a uniquement été identifié pour la quasi-

totalité des échantillons relatifs aux espèces du genre Acropora : A. cervicornis, A. palmata et 

A. prolifera (Symbiodinium sp. A3 ‘fitti’ ; identifiants GENBANK : cp23S :[KF740695] et nr28S : 

[KF364601] ; Jeong et al. 2014). Le sous-clade A4 a été détecté pour l’espèce Porites astreoides 



Chapitre III. 

113 
 

(Symbiodinium sp. A4 ; identifiant GENBANK : [KF740696] ; Jeong et al. 2014). Les espèces Porites 

divaricata et P. furcata ont été retrouvées en association symbiotique avec un autre sous-clade de 

Symbiodinium de clade A qui n’a pas encore été classé dans la phylogénie des Symbiodinium et qui 

a déjà été décrit chez l’espèce d’anémone Aiptasia pallida (identifiant GENBANK : [AY035404] ; 

Santos et al. 2002). Les Symbiodinium de clade B ont été retrouvés en association avec l’espèce 

Acropora cervicornis et les espèces du genre Pseudodiploria : P. clivosa et P. strigosa. Les séquences 

relatives aux deux échantillons d’Acropora cervicornis de l’îlet Fajou pour lesquels le clade B a été 

détecté ont présenté une différence de 4 nucléotides avec des séquences de référence 

correspondant au sous-clade B2, ne permettant pas de conclure avec certitude sur la nature du 

sous-clade B ainsi identifié (Symbiodinium sp. B2 ; identifiant GENBANK : [JN558060] ; Pochon et 

al. 2012). Le sous-clade B1 a été retrouvé pour les deux espèces de Pseudodiploria étudiées 

(Symbiodinium sp. B1 ; identifiant GENBANK : [JN557992] ; Pochon et al. 2012). L’un des deux 

échantillons de Pseudodiploria clivosa a permis d’obtenir une séquence haplotypique qui diffère 

de la séquence de référence de l’haplotype B1 par quatre substitutions nucléotidiques. Cela ne 

permet pas de conclure de façon certaine sur l’identification du sous-clade B ainsi détecté. Quatre 

échantillons d’Acropora palmata provenant du site de Shipstern Point à Antigua et du site de l’îlet 

Ramier en Martinique ont permis d’identifier le sous-clade D1 (Symbiodinium sp. D1 ; identifiant 

GENBANK : [KJ801955] ; Panithanarak 2015). Un échantillon de Porites astreoides prélevé sur le 

site du Trou David à Saint-Martin a permis d’obtenir une séquence nucléotidique différant d’un 

seul nucléotide d’une séquence de référence codant pour le sous-clade G2 décrit précédemment 

chez l’espèce d’éponge caraïbe Cliona caribbaea (identifiant GENBANK : [GU219512] ; Hill et al. 

2011 ; Pochon et al. 2014). 

La Figure III.11 de la page suivante illustre les liens phylogénétiques entre les séquences 

de référence GENBANK utilisées et les séquences relatives au marqueur cp23S, obtenues pour les 

échantillons des 8 espèces coralliennes caraïbes étudiées des genres Acropora, Porites et 

Pseudodiploria. Bien que présentant des topologies similaires, il n’a pas été possible d’obtenir un 

arbre phylogénétique consensus à travers les deux méthodes utilisées (« maximum de 

vraisemblance » et bayésienne) en considérant l’ensemble des haplotypes minoritaires identifiés 

correspondants au clade A, nommés A3.1 pour Acropora palmata et A4.1 à A4.14 pour Porites 

astreoides. À la Figure III.11 qui illustre l’arbre phylogénétique obtenu avec la méthode 

bayésienne, les valeurs de fiabilité relatives à l’arbre obtenu par la méthode du maximum de 

vraisemblance ont néanmoins été données à titre informatif lorsque les constructions de branches 

étaient communes aux arbres obtenus avec les deux méthodes utilisées. 
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Figure III.11. Arbre phylogénétique pour le genre Symbiodinium construit à partir des séquences 
haplotypiques de la région 23S de l’ADN ribosomique chloroplastique des échantillons de 8 espèces 
coralliennes caraïbes. 

Les nombres aux nœuds représentent les résultats du calcul de probabilités postérieures par  
approche bayésienne (en gras, à gauche) et du calcul de ‘bootstrap’ par approche du maximum de 
vraisemblance (à droite). Chaque nombre entre crochets représente un identifiant GENBANK. Les 
espèces coralliennes hôtes pour lesquelles les séquences haplotypiques ont été obtenues dans cette 
étude sont représentées par les icones colorées. La séquence de référence GENBANK relative au sous-
clade G2 a été obtenue à partir d’un échantillon de l’espèce hôte Cliona caribbaea. Les séquences de 
référence GENBANK relatives aux taxons Gymnodinium simplex et Polarella glacialis ont été utilisées 
afin d’enraciner l’arbre phylogénétique. 



Chapitre III. 

115 
 

4. Discussion 

4.1. Description des associations symbiotiques observées par genre corallien 

À partir de l’ensemble des échantillons analysés provenant de colonies coralliennes de 8 

espèces caraïbes échantillonnées dans les Petites Antilles, les clades de Symbiodinium A, B, D, G 

ont été identifiés.  

4.1.1. Pour les espèces du genre Acropora 

4.1.1.1. Prédominance d’une association symbiotique avec le sous-clade A3 

Les échantillons de coraux caraïbes du genre Acropora qui ont été analysés, ont révélé des 

associations symbiotiques avec les clades A, B et D de Symbiodinium. 

Les Symbiodinium de clade A, détectés dans tous les échantillons d’Acropora provenant de 

Guadeloupe sans distinction de la période d’échantillonnage ou des localités et également dans la 

quasi-totalité des échantillons d’Acropora palmata prélevés dans les Petites Antilles, ont été 

identifiés comme étant de type A3. Des résultats qui ne sont pas présentés ici concernant des 

échantillons analysés par PCR et séquençage direct des trois espèces d’Acropora de la Caraïbe et 

provenant de Guadeloupe, de Saint-Martin et de Saint-Barthélemy ont également confirmé cette 

observation. La seule étude similaire précédemment réalisée sur le taxon hybride Acropora 

prolifera avait également détecté le sous-clade A3 (Bowden-Kerby et Carne 2012). Ces résultats 

montrent que les coraux du genre Acropora des Petites Antilles présentent des associations 

symbiotiques relativement fidèles et stables avec la lignée A3 de Symbiodinium, en particulier 

dans les environnements peu profonds prospectés ici, comme cela a été décrit dans de 

précédentes études réalisées dans le reste de la Caraïbe (Baker et al. 1997 ; LaJeunesse 2002 ; 

Thornhill et al. 2006 ; Correa et al. 2009 ; Baums et al. 2010 ; Bowden-Kerby et Carne 2012 ; 

Lirman et al. 2014). 

Toutefois, pour l’espèce Acropora palmata, des colonies provenant des sites de Shipstern 

Point à Antigua et de l’îlet Ramier en Martinique ont aussi permis de mettre en évidence une 

association avec le sous-clade D1. Cette association symbiotique particulière avec la lignée D1 

n’est pas la première observation d’une association symbiotique entre le clade D et les espèces 

A. palmata et A. cervicornis (Correa et al. 2009 ; Bowden-Kerby et Carne 2012 ; Lirman et al. 2014), 

mais c’est la première fois qu’elle est décrite dans la région des Petites Antilles. Deux échantillons 

d’Acropora cervicornis provenant du site de l’îlet Fajou en Guadeloupe ont permis de mettre en 

évidence une association du clade A (de type A3) avec le clade B dans des proportions 

relativement comparables (en quantité de copies de gène 28S de Symbiodinium). Bien que peu 

observées, des associations symbiotiques mixtes incluant ainsi le clade A et le clade B ont déjà été 
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mises en évidence chez Acropora cervicornis dans les Bahamas et en République Dominicaine 

(Thornhill et al. 2006 ; Lirman et al. 2014). 

L’espèce Acropora cervicornis a également été décrite en association symbiotique avec le 

clade C de Symbiodinium au Panama, aux Bahamas, en Floride et en République Dominicaine, bien 

que cette symbiose n’ait pas ici été observée avec les échantillons analysés (Baker et al. 1997 ; 

LaJeunesse 2002 ; Lirman et al. 2014). Les associations symbiotiques entre des Symbiodinium de 

clade C et des coraux caraïbes, notamment avec l’espèce Acropora cervicornis, semblent être plus 

couramment observées pour des colonies échantillonnées à de plus grandes profondeurs que 

celles prospectées dans cette étude (Baker et al. 1997 ; Toller et al. 2001 ; LaJeunesse 2002 ; 

Finney et al. 2010 ; Serrano et al. 2016). Par exemple, les Symbiodinium de clade C ont été détectés 

pour des colonies d’A. cervicornis échantillonnées à partir de 9 mètres de profondeur (Baker et al. 

1997 ; LaJeunesse 2002). Dans le même ordre d’idée, les profils de clades de Symbiodinium 

retrouvés au sein d’une même colonie peuvent varier en fonction de la partie de la colonie qui est 

échantillonnée (Rowan et al. 1997 ; Stat et al. 2006 ; Kemp et al. 2015). Une étude récente a par 

exemple montré que les clades de Symbiodinium A et B étaient principalement retrouvés au niveau 

des zones sommitales des colonies coralliennes d’Orbicella faveolata alors que le clade C était plus 

généralement retrouvé sur les côtés moins exposés à la lumière (Kemp et al. 2015). La stratégie 

de prélèvement d’un seul échantillon sur l’extrémité apicale d’une branche et ce, pour des colonies 

coralliennes retrouvées à de relativement faibles profondeurs pourraient expliquer que le clade C 

de Symbiodinium n’ait pas été détecté en association avec l’espèce A. cervicornis. Afin de vérifier si 

l’absence de détection du clade C dans les échantillons des Petites Antilles provient bien d’une 

influence de la stratégie d’échantillonnage et non d’une spécificité géographique, il serait 

nécessaire de prélever des échantillons de colonies installées à de plus grandes profondeurs. 

L’analyse de 132 échantillons d’Acropora de Guadeloupe (A. palmata : n = 96, 

A. cervicornis : n = 26 ; A. prolifera : n = 10) par qPCR n’a révélé aucune association symbiotique 

de ces 3 taxons avec des clades cryptiques de Symbiodinium qui auraient pu être présents en très 

faible quantité. Or, en opposition avec ces résultats, des études précédentes relatives aux 

communautés de Symbiodinium associées aux espèces A. palmata et A. cervicornis avaient permis 

de révéler des associations symbiotiques avec le clade A de Symbiodinium dominant et les clades 

B, C et D cryptiques (Correa et al. 2009 ; Bowden-Kerby et Carne 2012 ; Silverstein et al. 2012 ; 

Lirman et al. 2014). Les dynamiques d’évolution des communautés de Symbiodinium au sein des 

hôtes coralliens sont encore mal connues. Des différenciations éventuelles des dynamiques 

symbiotiques pourraient ainsi être influencées par de nombreux facteurs environnementaux ou 

même génétiques pour des populations coralliennes issues de différentes localités. D’une part, les 

colonies coralliennes analysées lors des études précédentes étaient toutes issues de localités 
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distantes de la Guadeloupe : Panama (Correa et al. 2009 ; Silverstein et al. 2012), Belize (Correa 

et al. 2009 ; Bowden-Kerby et Carne 2012 ; Silverstein et al. 2012), Bahamas (Silverstein et al. 

2012), Floride (Lirman et al. 2014) et République Dominicaine (Lirman et al. 2014). D’autre part, 

une différenciation génétique entre les populations d’A. palmata situées à l’ouest de la région 

portoricaine et celles situées à l’est a été mise en évidence, divisant ainsi la région caraïbe en deux 

provinces phylogéographiques pour l’espèce A. palmata (Baums et al. 2005, 2006a, 2006b ; Mège 

et al. 2014). Ainsi, en plus d’une différenciation du contexte géographique sensu stricto entre les 

localités étudiées, alors que les îles des Petites Antilles telles que la Guadeloupe font partie de la 

province définie à l’est, les localités prospectées dans les études précédentes étaient toutes 

comprises dans la province ouest. Dans le cadre d’une telle division phylogéographique entre les 

populations de l’espèce A. palmata, il ne faudrait pas sous-estimer l’importance du contexte 

géographique quant à une possible dynamique différenciée des communautés de Symbiodinium 

entre les provinces est et ouest. Néanmoins, une analyse de colonies issues d’autres localités des 

Petites Antilles devraient être réalisée afin de confirmer ou infirmer cette hypothèse. Pour 

l’espèce A. palmata, une plus faible diversité génétique a été mise en évidence pour les populations 

situées dans les Petites Antilles que pour les populations comprises dans la province 

phylogéographique ouest (cf. Chapitre II). En ce qui concerne, l’espèce A. cervicornis, peu de 

colonies coralliennes ont été observées dans les Petites Antilles (cf. Chapitre II). Ainsi, 

l’association de communautés de Symbiodinium qui semblent peu diversifiées avec des colonies 

coralliennes issues de populations génétiquement peu diversifiées dans la province est en 

comparaison avec les populations de la province ouest, suggère que les populations des Petites 

Antilles sont probablement plus vulnérables et moins résilientes aux éventuelles perturbations 

environnementales dans la province est que dans la province ouest. 

4.1.1.2. Variations des quantités de Symbiodinium 

Les quantités de Symbiodinium exprimées en copies de gène 28S sont relatives à chaque 

lignée de symbiontes et ne peuvent pas être directement assimilées à une quantité 

« d’organisme » si un comptage de ces algues unicellulaires n’a pas été réalisé en parallèle (Mieog 

et al. 2007). Néanmoins, la normalisation de la quantité d’algues symbiotiques exprimée en copies 

de gène 28S par une valeur propre à l’hôte corallien du même échantillon permet de comparer les 

quantités de Symbiodinium obtenues pour des échantillons différents dès lors que la même lignée 

de Symbiodinium est considérée (Mieog et al. 2007 ; Rouzé et al. 2017). À l’exception des deux 

échantillons d’A. cervicornis de l’îlet Fajou pour lesquels des Symbiodinium des clades A et B 

étaient associés, le sous-clade A3 a donc été détecté seul pour l’ensemble des colonies d’Acropora 

échantillonnées en Guadeloupe et analysées par qPCR, rendant ainsi possible la comparaison des 

quantités de Symbiodinium estimées pour la quasi-totalité des échantillons. 
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Sur l’ensemble des échantillons analysés et quelles que soient les conditions étudiées, des 

variations importantes des quantités estimées de Symbiodinium de type A3 ont été observées et 

cela même lorsque des colonies clonales (avec le même patrimoine génétique) de la même espèce 

corallienne ont été échantillonnées à une même date et sur un même site. Or, puisque la majorité 

des études ont cherché à identifier les communautés symbiotiques plutôt qu’à les quantifier, les 

facteurs et les processus qui influencent les densités de Symbiodinium au sein des colonies 

coralliennes sont ainsi encore mal connus (Cunning et Baker 2013, 2014). Une interaction 

dynamique complexe entre de nombreux facteurs biotiques et abiotiques semble ainsi pouvoir 

donner lieu à une importante variabilité spatio-temporelle des densités de Symbiodinium que ce 

soit à petite échelle, au sein même d’une seule colonie corallienne, ou à plus grande échelle, à 

travers les récifs (Cunning et Baker 2014). Néanmoins, il a été admis que les densités de 

Symbiodinium chez les coraux sont en partie déterminées par les conditions environnementales 

(Dustan 1979 ; Brown et al. 1999 ; Fagoonee et al. 1999 ; Cunning et Baker 2014 ; Cunning et al. 

2015). De plus, les facteurs environnementaux mis en cause lors des phénomènes de 

blanchissement corallien agissent nécessairement sur les communautés de Symbiodinium (Glynn 

1993 ; Kushmaro et al. 1996 ; Hoegh-Guldberg 1999 ; Douglas 2003 ; Eakin et al. 2010 ; Cunning 

et Baker 2013). Il aurait ainsi pu être opportun de caractériser chacun des sites aux différentes 

périodes d’échantillonnage avec certains paramètres physico-chimiques et biologiques tels que 

des variables climatologiques (éclairement, pluviométrie, température), des paramètres liés à 

l’état d’eutrophisation des milieux (turbidité ; sédimentation ; concentrations en certains 

nutriments : ammonium, phosphates, nitrates, nitrites, silicates ; teneur en chlorophylle), la 

présence de certains pathogènes (Vibrio sp.) ou encore de polluants (pesticides, hydrocarbures). 

Cette étude a toutefois permis de mettre en évidence des variations significatives des quantités de 

Symbiodinium du sous-clade A3 chez les espèces caraïbes du genre Acropora lorsque les facteurs 

temporel, spatial et taxonomique ont été considérés. 

• Variations génotypiques 

La comparaison des quantités de Symbiodinium de clade A estimées pour des colonies 

clonales d’A. palmata de différents génotypes (= genets) sur le site de la Caye à Dupont a permis 

d’appréhender pour la première fois l’influence du facteur génétique. Pour A. palmata, les 

quantités moyennes estimées en Symbiodinium entre deux genets et à une même période ont varié 

au minimum d’un facteur 1,3 (G2 < G3 en 2011) et au maximum d’un facteur 4 (G1 < G2 en 2014). 

Alors qu’une différence significative des quantités de Symbiodinium a été mise en évidence entre 

des colonies clonales de différents genets avec des échantillons prélevés en 2011, ce n’était pas le 

cas avec des échantillons prélevés en 2014 pour les mêmes genets. Parmi les trois genets 

comparés, deux d’entre eux n’étaient représentés que par 2 et 3 colonies, les résultats ainsi 
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obtenus sont donc à interpréter avec précaution. D’autant plus que les quantités en Symbiodinium 

estimées en 2014 pour les colonies clonales du genet majoritaire d’A. palmata G1 (n = 11) ont 

beaucoup varié, jusqu’à atteindre un facteur de 44,1 entre les estimations les plus extrêmes. Un 

nombre plus important et homogène de colonies clonales de différents genets devrait ainsi être 

considéré afin de pouvoir tirer une conclusion pertinente quant à l’éventuelle influence du facteur 

génétique sur les quantités de Symbiodinium hébergées. 

• Variations temporelles 

Les quantités de Symbiodinium de clade A ont significativement varié entre 2011 et 2014 

pour les deux espèces, A. cervicornis et A. palmata. Alors que pour l’espèce Acropora palmata, les 

quantités moyennes d’algues symbiotiques ont diminué dans le temps d’un facteur 5,8, elles ont à 

l’inverse augmenté pour Acropora cervicornis d’un facteur 13,4 pendant cet intervalle de 30 mois. 

À titre indicatif, les facteurs de comparaison temporelle ainsi estimés pour chacune des deux 

espèces entre 2011 et 2014 sont supérieurs aux facteurs de comparaison génotypique estimés 

entre les différents genets d’A. palmata quelle que soit la période d’échantillonnage (au 

maximum d’un facteur 4 entre G1 et G2 en 2014). Par ailleurs, les quantités de Symbiodinium n’ont 

pas évolué de la même manière au cours du temps pour chacune de ces deux espèces. Les coraux 

peuvent activement réguler leurs populations symbiotiques en expulsant continuellement des 

symbiontes, de manière à tendre vers une densité optimale en symbiontes en fonction du contexte 

environnemental et des types de symbiontes hébergés (Yamashita et al. 2011 ; Cunning et Baker 

2014 ; Cunning et al. 2015). La première hypothèse possible serait qu’à défaut de présenter la 

même nature d’association symbiotique avec le sous-clade A3, ces deux espèces ne présenteraient 

pas les mêmes dynamiques d’évolution des quantités de Symbiodinium en fonction des 

fluctuations des conditions environnementales. Cependant, il ne faut pas sous-estimer la grande 

variabilité spatio-temporelle des facteurs abiotiques et cela même à l’échelle d’un récif, ne serait-

ce qu’en termes d’intensité lumineuse par exemple (Brakel 1979 ; Cunning et Baker 2014). Une 

régulation des densités en symbiontes par les colonies coralliennes est ainsi perpétuellement 

engagée afin de parvenir à une abondance optimale en Symbiodinium relative aux conditions 

abiotiques qui sont continuellement changeantes (Cunning et Baker 2014). Par ailleurs, certains 

facteurs environnementaux tels que la lumière, la température, les nutriments, la salinité, 

influenceraient aussi directement les dynamiques symbiotiques en fonction des optima propres 

aux lignées de Symbiodinium (Brown et al. 1999 ; Fagoonee et al. 1999 ; Cunning et Baker 2014). 

Alors que la première période d’échantillonnage pour les espèces Acropora palmata et 

A. cervicornis a eu lieu conjointement en décembre 2011 à la fin de la saison humide appelée aussi 

« hivernage », la seconde période d’échantillonnage environ 30 mois après, a eu lieu en juillet 

2014 pour A. cervicornis et en septembre 2014 pour l’espèce A. palmata, respectivement en début 
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et milieu de saison humide. Bien qu’il n’y ait qu’un écart de deux mois, les mois de juillet et de 

septembre ne sont pas caractérisés exactement par les mêmes valeurs de variables climatiques7 

(Figure III.12). En effet, alors que les mois de juillet et de septembre sont notamment caractérisés 

par des valeurs relativement comparables de durée mensuelle moyenne d’ensoleillement (juillet : 

198,3 h et septembre : 200,6 h) et de températures de l’air mensuelles moyennes minimales et 

maximales (juillet : min. : 24,3°C, max. : 31,6°C ; septembre : min. : 23,8°C, max. : 31,7°C), les 

valeurs de précipitations mensuelles moyennes sont par exemple relativement différentes 

(juillet : 129,6 mm et septembre : 206,2 mm). 

 

 

De la même manière, les moyennes mensuelles des températures de surface de la mer 

pour le site de la Caye-à-Dupont ont relativement varié entre les trois mois d’échantillonnage 

(Figure III.12). Les températures des eaux de surface sont mesurées par satellite dans les 

premiers millimètres de la mer et ne représentent donc pas directement les températures de l’eau 

auxquelles sont confrontées les colonies coralliennes. Néanmoins, les températures des eaux de 

surface de la mer sont influencées par plusieurs paramètres climatiques tels que l’ensoleillement 

                                                             

7 Les données climatiques mentionnées ici ont été consultées sur le site www.meteofrance.gp et sont issues 
de la station météorologique du Raizet aux Abymes, qui se trouve être la plus proche du site de la Caye à 
Dupont (12 km environ). 

Figure III.12. Moyennes mensuelles des températures de surface de la mer sur le site de la Caye à 
Dupont pour les trois mois d’échantillonnage : décembre 2011, juillet 2014 et septembre 2014 
obtenues à partir de données satellitaires disponibles sur le site de la NOAA (National Oceanic and 
Atmospheric Administration). 

http://www.meteofrance.gp/
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ou les précipitations. De ce fait, des différences de températures moyennes des eaux de surface 

entre les trois mois d’échantillonnage illustrent également des variations climatiques auxquelles 

les colonies coralliennes du site de la Caye à Dupont ont été soumises. Il est ainsi apparent que les 

mois de juillet et septembre 2014 n’ont pas été soumis aux mêmes conditions climatiques. 

Bien qu’observées dans une toute autre région du monde, des fluctuations saisonnières 

des densités en Symbiodinium ont été observées pour 4 espèces coralliennes à Phuket (Thaïlande) 

pour lesquelles le nombre d’algues symbiotiques était maximal à la fin de la saison humide en 

novembre (Brown et al. 1999). Ainsi, une seconde hypothèse alternative pour expliquer des 

évolutions inverses dans le temps des quantités en Symbiodinium estimées pour ces deux espèces, 

serait que la dynamique d’évolution des quantités de Symbiodinium est rapide, probablement à 

une échelle de temps de quelques jours seulement (Brown et al. 1999 ; Cunning et Baker 2014). 

Ainsi, un décalage de quelques semaines entre deux échantillonnages ne peut être négligeable, et 

cela même si la dynamique d’évolution dans le temps devait initialement être observée pour une 

durée totale de 30 mois. Sans même considérer d’autres facteurs, l’impact d’un différentiel en 

précipitation sur un récif peu profond pourrait faire fluctuer certains paramètres qui définissent 

les conditions environnementales telle la turbidité par exemple. Afin d’appréhender la vitesse à 

laquelle les quantités de Symbiodinium sont susceptibles d’évoluer, un suivi temporel avec une 

fréquence de prélèvement de micro-échantillons, quotidienne voire même plusieurs fois par jour, 

pourrait être réalisé sur une courte période (Kemp et al. 2008). Il serait également possible 

d’observer les dynamiques saisonnières des quantités de Symbiodinium pour les espèces Acropora 

avec un suivi de colonies sur une période minimale d’un an. Coupler de telles études sur la 

dynamique des quantités de Symbiodinium avec des mesures in situ de la capacité 

photosynthétique des colonies coralliennes en utilisant la méthode de PAM-fluorométrie pourrait 

être également intéressant (Warner et Berry-Lowe 2006). 

• Variations spatiales entre différents sites de Guadeloupe 

Une différence significative des quantités en Symbiodinium de type A3 a été observée pour 

des colonies d’Acropora palmata issues de 7 sites distincts de Guadeloupe. Néanmoins, certains 

sites ont présenté des quantités de Symbiodinium comparables et deux groupes ont pu être 

distingués. Les colonies d’Acropora palmata des sites de l’Anse Laborde, de la Caye à Dupont et de 

l’îlet Fajou ont présenté des quantités moyennes de Symbiodinium comparables entre elles et 

inférieures, d’un facteur 11,5 en moyenne, aux quantités de Symbiodinium estimées pour les 

colonies des sites de l’Anse Maurice, de l’îlet Gosier, du Moule et de la Pointe des Châteaux 

également comparables entre elles. Tous les sites ont été échantillonnés en moins d’un mois entre 

le 12 septembre pour Le Moule et le 10 octobre 2014 pour l’îlet du Gosier sans qu’il n’y ait de 

corrélation temporelle entre la proximité des dates d’échantillonnage et les quantités de 
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Symbiodinium estimées entre les sites. De même que pour les variations temporelles, il ne faut pas 

sous-estimer les variations spatiales des facteurs environnementaux qui pourraient influencer les 

densités en symbiontes pour des sites différents, voire même à l’échelle d’un unique récif (Brakel 

1979 ; Cunning et Baker 2014). Alors que les températures observées des eaux de surface de la 

mer entre les différents sites (en considérant leurs jours d’échantillonnage respectifs) ont varié 

de 28,5 à 29,2 °C ; il ne semble pas qu’il y ait de corrélation évidente entre les quantités respectives 

de symbiontes qui ont été estimées et la température des eaux de surface de la mer sur chaque 

site au jour d’échantillonnage (Figures II.13 et II.14). Sous réserve que les températures de surface 

de la mer puissent être utilisées comme un indicateur global des variations climatiques 

journalières pour chaque site, il se peut que les dynamiques de variation des quantités de 

Symbiodinium en réponse à des variations des conditions climatiques ne soient pas perceptibles à 

une échelle journalière ou bien que des facteurs autres que climatiques soient à considérer. 

 

Figure III.13. Évolution des températures de surface de la mer pour la période du 1er septembre au 
1er novembre 2014 pour les sites d’échantillonnage suivants : Le Moule (LM), Îlet Fajou (IF), Anse 
Laborde (AL), Caye-à-Dupont (CD), Anse Maurice (AM), Pointe des Châteaux (PC) et Îlet Gosier (IG). 
Les traits verticaux en pointillé représentent les dates d’échantillonnage relatives à chaque site. Les 
données satellitaires ont été obtenues sur le site de la NOAA (National Oceanic and Atmospheric 
Administration). 
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Par ailleurs, alors même que les températures des eaux de surface de la mer, périphériques 

à la Guadeloupe, ont beaucoup varié (dans la gamme de température de 28 à 30 °C) entre la 

première et la dernière date d’échantillonnage (i.e. du 12 septembre au 10 octobre 2014), une 

certaine analogie dans l’évolution des températures des eaux de surface de la mer a été observée 

entre les différents sites d’échantillonnage (Figures III.13 et 14). Néanmoins, il semble que les 

sites qui sont le moins sous influence de l’Océan Atlantique, tels que la Caye-à-Dupont (CD) et l’îlet 

Fajou (IF), ont globalement présenté les températures de surface de la mer les plus élevées sur 

l’ensemble de la période d’échantillonnage (Figure III.13). À l’inverse, certains sites qui sont le 

Figure III.14. Cartes représentant une succession 
temporelle (du 12 septembre 2014 au 10 octobre 2014) 
des températures de surface des eaux marines 
périphériques à la Guadeloupe réalisées dans R à partir de 
données satellitaires obtenues sur le site de la NOAA 
(National Oceanic and Atmospheric Administration). 

Pour chaque date d’échantillonnage, est donné le nom du 
site correspondant et un point rouge représente sa 
localisation sur la carte. 
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plus exposés à cette influence océanique atlantique, tels que Le Moule (LM) et l’Anse Maurice 

(AM), semblent avoir présenté les températures de surface de la mer les plus basses sur 

l’ensemble de la période d’échantillonnage (Figure III.13). Par conséquent, les sites de l’Anse 

Maurice, du Moule et de la Pointe des Châteaux qui sont situés sur la façade est atlantique de la 

Grande-Terre, sont probablement soumis à des conditions climatiques et environnementales 

relativement similaires qui pourraient ainsi expliquer des quantités estimées en Symbiodinium 

d’un même ordre de grandeur au sein des colonies coralliennes. Les variations en quantité de 

Symbiodinium dans les colonies coralliennes ne sont probablement pas influencées uniquement 

par des variables climatiques et certainement d’autres facteurs environnementaux propres aux 

habitats devraient être considérés, sans oublier les perturbations d’origine anthropique. Par 

ailleurs, les colonies n’ont pas été échantillonnées exactement à la même profondeur sur chaque 

site, il se peut donc qu’une différence de profondeur (même de quelques mètres) aient un impact 

non négligeable sur la densité en symbiontes algaux. 

• Variations taxonomiques 

Sur le site de l’îlet Fajou, les quantités moyennes de Symbiodinium estimées pour l’hybride 

Acropora prolifera ont été 8,2 supérieures à celles estimées pour A. palmata et 11 fois supérieures 

à celles estimées pour A. cervicornis et différaient significativement. Étant donné que les coraux 

régulent activement leurs communautés symbiotiques de manière à tendre vers une densité 

optimale en symbiontes en fonction du contexte environnemental et des types de symbiontes 

hébergés, il se peut que les dynamiques associées à la gestion des communautés de symbiontes 

ne soient pas les mêmes entre le taxon hybride et les espèces parentales (Yamashita et al. 2011 ; 

Cunning et Baker 2014 ; Cunning et al. 2015). Ainsi, il semble que l’hybride A. prolifera puisse 

héberger une densité en symbiontes plus importante que les espèces parentales pour des 

conditions environnementales identiques. 

La densité en symbiontes peut directement influencer les coûts et les bénéfices d’une 

symbiose pour un hôte (Holland 2002 ; Holland et al. 2004). Pour les hôtes coralliens, les bénéfices 

issus de la photosynthèse peuvent augmenter en même temps qu’une augmentation de la densité 

en symbiontes (Hoogenboom et al. 2010). Néanmoins, lorsque les densités en symbiontes 

deviennent trop importantes, alors que les bénéfices de la symbiose peuvent décliner, les coûts 

engendrés par la présence de nombreux symbiontes continuent d’augmenter (Hoogenboom et al. 

2010). Il a par exemple été démontré que pour des colonies coralliennes de l’espèce Pocillopora 

damicornis, une forte densité en symbiontes était corrélée à un plus fort phénomène de 

blanchissement corallien lorsqu’elles étaient soumises à un stress, du fait de la production plus 

importante de dérivés actifs de l’oxygène (ou ROS pour Reactive Oxygen Species) (Cunning et 
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Baker 2013). Il ne faudrait donc pas conclure trop vite qu’une forte densité de Symbiodinium soit 

nécessairement un avantage adaptatif.  

4.1.2. Pour les espèces du genre Porites 

L’ensemble des colonies coralliennes relatives au genre Porites, ont été observées en 

association symbiotique avec le clade A, à l’exception d’un échantillon de Porites astreoides 

prélevé sur l’île de Saint-Martin pour lequel le clade G (probablement G2) a été détecté. 

En adéquation avec de précédentes études, le sous-clade A4 identifié est l’un des deux 

types (A4a étant l’autre) de Symbiodinium le plus fréquemment retrouvé en symbiose avec 

l’espèce Porites astreoides (LaJeunesse 2002 ; Camargo et al. 2009 ; Serrano et al. 2016). Par 

ailleurs, les 4 colonies coralliennes échantillonnées pour les espèces Porites divaricata (n = 2) et 

P. furcata (n = 2) ont été retrouvées pour la première fois en association symbiotique avec un 

autre type de Symbiodinium de clade A qui n’a encore jamais été décrit chez un hôte corallien, bien 

qu’il ait déjà été observé chez une espèce d’anémone caraïbe, Aiptasia pallida (Santos et al. 2002). 

Afin de caractériser plus précisément ce sous-clade, des analyses phylogénétiques qui 

comprendraient des séquences relatives à plus de sous-clades de la lignée A seraient nécessaires. 

Bien que le clade G ait déjà été retrouvé en association symbiotique avec des hôtes 

coralliens issus des familles Poritidae (Porites lobata ; Stat et al. 2015) et Pocilloporidae (Goulet 

2007) dans la région Pacifique, c’est la première fois que le clade G (probablement G2) est identifié 

chez des coraux de la Caraïbe. Dans la Caraïbe, le clade G, notamment le sous-clade G2, est 

communément décrit en association avec des espèces de spongiaires (Embranchement : Porifera) 

de la famille des Clionaidae (Granados et al. 2008 ; Hill et al. 2011), mais il n’avait encore jamais 

été décrit chez un hôte corallien. Les éponges de la famille des Clionaidae sont des espèces 

perforantes et incrustantes des substrats calcaires des récifs coralliens (López-Victoria et al. 

2006). En compétition spatiale avec les autres espèces récifales, elles sont notamment décrites 

pour leur capacité à perforer les espèces coralliennes (López-Victoria et al. 2006). Étant donné 

l’unique observation de ce sous-clade sur l’ensemble des 74 échantillons analysés, il est 

envisageable que la présence du sous-clade G2 dans l’échantillon de Porites astreoides puisse être 

liée à la présence d’une éponge de la famille des Clionaidae dans l’extrait d’ADN plutôt qu’à une 

association symbiotique insolite entre Porites astreoides et le sous-clade G2. 

Des études précédentes ont décrit des associations symbiotiques entre les espèces du 

genre Porites et des Symbiodinium des clades B et C alors que ces associations symbiotiques n’ont 

pas été détectées dans cette étude (LaJeunesse 2002 ; Finney et al. 2010 ; Serrano et al. 2016). 

Toutefois, comme pour les associations symbiotiques entre l’espèce Acropora cervicornis et les 

Symbiodinium de clade C, l’espèce Porites astreoides est le plus couramment observée avec le clade 
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C pour des profondeurs plus importantes que celle prospectée dans cette étude (Baker et al. 1997 ; 

LaJeunesse 2002 ; Finney et al. 2010 ; Serrano et al. 2016). La stratégie d’échantillonnage limitée 

à un seul prélèvement par colonie corallienne à de relativement faibles profondeurs pourrait ainsi 

justifier que le clade C de Symbiodinium n’ait pas été détecté pour l’espèce Porites astreoides. En 

revanche, pour les espèces P. divaricata et P. furcata qui ont aussi été décrites en association 

symbiotique avec différents types de Symbiodinium appartenant au clade C, il n’y a pas 

nécessairement eu de corrélation évidente avec la profondeur à laquelle les colonies ont été 

échantillonnées (LaJeunesse 2002 ; Finney et al. 2010). Toutefois, le nombre réduit de colonies 

étudiées pourrait justifier que des associations symbiotiques avec le clade C n’aient pas été 

observées non plus pour ces deux espèces (P. divaricata : n = 2 et P. furcata : n = 2). 

Par ailleurs, certaines colonies de Porites astreoides de Floride installées à de faibles 

profondeurs, similaires à celles prospectées ici, ont été observées avec le clade A (A4/A4a) 

majoritaire et les clades C et D cryptiques (probablement C1 et D1a) (Serrano et al. 2016). 

Néanmoins, puisque la caractérisation des communautés de Symbiodinium pour les colonies de 

Porites astreoides n’a pas été réalisée avec la méthode de qPCR, il n’était pas possible de mettre en 

évidence de telles associations symbiotiques avec des clades cryptiques, mais uniquement avec la 

lignée de Symbiodinium majoritaire hébergée par chaque colonie, en l’occurrence le sous-clade A4 

pour les colonies échantillonnées dans cette étude. 

4.1.3. Pour les espèces du genre Pseudodiploria 

Les espèces Pseudodiploria clivosa et P. strigosa ont été observées en association 

symbiotique avec le clade B, et plus particulièrement le sous-clade B1, comme cela a déjà été relaté 

dans de précédentes études (LaJeunesse 2002 ; Banaszak et al. 2006 ; Camargo et al. 2009 ; Finney 

et al. 2010). L’espèce P. clivosa n’a que très rarement été décrite avec un autre symbionte que le 

type B1, bien qu’une colonie de l’espèce P. clivosa ait déjà été observée en symbiose avec le type 

D1a sur l’île de la Barbade (Finney et al. 2010). L’espèce P. clivosa semble donc présenter une 

certaine fidélité au type B1 de Symbiodinium, toutefois elle semble pouvoir établir des associations 

symbiotiques avec des Symbiodinium de nature différente que le sous-clade B1.  Les Symbiodinium 

de sous-clade B1 ont été décrits comme généralistes du fait que ce soit la lignée la plus répandue 

au sein des taxons récifaux symbiotiques dans la Caraïbe (LaJeunesse 2002 ; Santos et al. 2004). 

L’espèce P. strigosa a fréquemment été observée en association symbiotique avec 

plusieurs autres types de Symbiodinium appartenant aux clades B et C (LaJeunesse 2002 ; Finney 

et al. 2010). Toutefois, puisqu’un seul échantillon de P. strigosa a été analysé dans notre étude, le 

nombre de lignées de Symbiodinium potentiellement identifiables s’en trouvait nécessairement 

limité. Par ailleurs, pour l’espèce P. strigosa, contrairement aux associations symbiotiques 

décrites précédemment entre le clade C et les espèces caraïbes A. cervicornis et P. astreoides, il n’y 
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aurait pas eu de corrélation évidente entre l’observation du clade C et la profondeur à laquelle les 

colonies ont été prélevées (LaJeunesse 2002 ; Finney et al. 2010). 

4.1.4. Caractéristiques des clades de Symbiodinium identifiés 

Les Symbiodinium appartenant au clade A et au clade B, retrouvés en majorité pour les 

espèces coralliennes des genres Acropora (A3), Porites (A4 notamment) et Pseudodiploria (B1) 

étudiées, sont décrits dans la région Caraïbe comme dominants dans les habitats soumis à de 

fortes intensités lumineuses tels que les habitats peu profonds (Rowan et al. 1997 ; LaJeunesse 

2002), ce qui est en parfaite adéquation avec la profondeur prospectée dans notre étude. Le sous-

clade A3 détecté pour la quasi-totalité des colonies d’Acropora analysées ici est notamment connu 

pour produire des acides aminés de type glycine-mycosporine ayant des propriétés photo-

protectives vis-à-vis des ultraviolets (Banaszak et al. 2000, 2006). Le fait que les colonies 

d’Acropora retrouvées à de faibles profondeurs soient communément associées à ce sous-clade 

possédant une telle propriété physiologique démontre donc une association symbiotique 

écologiquement opportune. Néanmoins, dans cette étude, 4 colonies d’Acropora palmata 

échantillonnées sur les sites de Shipstern Point à Antigua (n = 3) et de l’îlet Ramier en Martinique 

(n = 1) ont présenté une association avec le sous-clade D1. Ce sous-clade parfois retrouvé de 

manière cryptique dans des colonies coralliennes est plus souvent observés dans de plus grandes 

proportions pour des colonies résistantes, consécutivement à un épisode de blanchissement 

corallien ou alors lorsque les conditions environnementales ont été perturbées (Jones et al. 2008 ; 

Finney et al. 2010 ; Silverstein et al. 2015). Cette observation d’une association symbiotique peu 

commune entre des colonies d’Acropora et des Symbiodinium appartenant au sous-clade D1 

pourrait donc laisser penser que les sites en question ont été ou sont soumis à des perturbations 

particulières. 

4.2. Diversité des sous-clades A3 et A4 de Symbiodinium dans les Petites Antilles 

Bien que les espèces Acropora palmata et Porites astreoides aient toutes deux été associées 

symbiotiquement avec le clade A, ce ne sont pas les mêmes sous-clades qui ont été observés lors 

des associations symbiotiques. En effet, alors que l’espèce Acropora palmata présente une 

association symbiotique fidèle avec le sous-clade A3, l’espèce Porites astreoides est communément 

retrouvée en association symbiotique avec le sous-clade A4, et ce pour l’ensemble des sites 

prospectés dans les Petites Antilles. Néanmoins, dans la région de la péninsule du Yucatan 

(Mexico), l’espèce Porites astreoides a déjà été décrite en association symbiotique avec des 

Symbiodinium appartenant au sous-clade A3 (LaJeunesse 2002). 

De manière analogue pour les sous-clades A3 et A4, un haplotype majoritaire a été 

retrouvé sur toute l’aire d’étude, alors que d’autres haplotypes secondaires sont retrouvés plus 
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localement dans un rayon de quelques dizaines de kilomètres. L’haplotype A3.1 n’a par exemple 

été retrouvé que sur l’île de Saint-Martin pour des colonies d’Acropora palmata retrouvées sur 

deux sites distants de 16 kilomètres. Pour Porites astreoides, de manière analogue, l’haplotype 

A4.1 n’a été identifié que sur l’île d’Antigua pour des sites séparés de 30 kilomètres et les 

haplotypes A4.2 et A4.3 n’ont été détectés que sur deux sites éloignés de 80 kilomètres dans 

l’archipel au niveau des îles de Saint-Vincent et des Grenadines. De même, chacun des autres 

haplotypes secondaires correspondants au sous-clade A4 de Symbiodinium associé à des colonies 

de Porites astreoides ont été détectés en un seul exemplaire sur des sites uniques. Un plus grand 

nombre d’haplotypes pour chacune des lignées A3 et A4 a été observé dans les îles situées au nord 

des Petites Antilles que dans les îles situées au sud. Cela est observé sur l’île de Saint-Martin pour 

la lignée A3 où le seul haplotype minoritaire relative à la lignée A3 (A3.1) est retrouvé. De même, 

pour la lignée A4, sept des haplotypes minoritaires (50%) ont été retrouvés sur les îles de Saint-

Martin et de Saba alors que les autres sont répartis de façon plus homogène tout au long des îles 

situées plus au sud. 

Les populations de ces espèces de Symbiodinium relatives aux sous-clades A3 et A4 

évolueraient et se différencieraient donc localement en fonction des zones géographiques, comme 

cela a pu être suggéré pour les populations des lignées du genre Symbiodinium qui ne semblent 

pas particulièrement présenter une forte connectivité entre elles (Thornhill et al. 2017). Il se 

pourrait qu’une telle diversification des lignées de Symbiodinium dans certaines localités puissent 

conduire à une certaine adaptation de ces lignées à des conditions environnementales 

particulières (Kawecki et Ebert 2004). Un tel processus d’adaptation n’est pas à sous-estimer et 

pourrait conduire à des symbioses mieux adaptées aux hôtes coralliens qui leurs seraient associés 

plutôt qu’à une lignée plus généraliste telle que A3 pour A. palmata ou A4 pour P. astreoides. Par 

ailleurs, plus d’haplotypes ont été identifiés pour le sous-clade A4 que pour le sous-clade A3 alors 

que le même marqueur génétique cp23S a été utilisé. L’hypothèse d’une dynamique évolutive plus 

rapide pour la population de Symbiodinium relative au sous-clade A4, par rapport à celle du sous-

clade A3 peut donc être émise. Alternativement, l’hypothèse peut également être émise que la 

lignée A4 est présente dans la région des Petites Antilles depuis plus longtemps que la lignée A3, 

ayant ainsi induit une plus grande accumulation de mutations. Afin d’appréhender avec une 

meilleure résolution la diversité génétique et la connectivité des populations de ces deux espèces 

de Symbiodinium, il serait nécessaire d’utiliser des marqueurs génétiques plus polymorphes, tels 

que des marqueurs microsatellites. De tels marqueurs ont déjà été développés pour certaines 

lignées de Symbiodinium, notamment pour le sous-clade A3 (Bay et al. 2009 ; Pinzón et al. 2011). 

Néanmoins, puisque les algues endosymbiotiques du genre Symbiodinium sont des organismes 

unicellulaires retrouvés en grand nombre dans les hôtes avec lesquels ils sont associées et que 
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chaque colonie corallienne peut héberger plusieurs lignées de Symbiodinium, l’utilisation de tels 

marqueurs génétiques très polymorphes reste délicate (Howells et al. 2016). 

Les associations symbiotiques entre A. palmata et la lignée de Symbiodinium A3 ou entre 

P. astreoides et la lignée A4 semblent récurrentes dans les Petites Antilles et laissent penser à une 

relative fidélité des symbioses entre une espèce hôte et une lignée de symbionte en particulier à 

cette échelle régionale pour les environnements peu profonds qui ont été prospectés. Si 

l’hypothèse est vérifiée que certaines lignées de Symbiodinium peuvent se diversifier et s’adapter 

à des conditions environnementales plus rapidement que d’autres lignées, alors les hôtes 

symbiotiques qui sont fidèles à une lignée de symbiontes avec des capacités d’adaptation 

avantageuses seraient plus favorisés. Par exemple, si la lignée de Symbiodinium A4 est sujette à 

une diversification plus rapide que la lignée A3, elle serait donc susceptible de s’adapter plus 

rapidement à des conditions environnementales particulières à certaines localités que la lignée 

A3, ce qui pourrait conférer un avantage adaptatif à l’espèce corallienne hôte Porites astreoides en 

association symbiotique avec la lignée A4 en comparaison avec l’espèce Acropora palmata en 

association symbiotique avec la lignée A3. Toutefois, sans analyses supplémentaires de l’histoire 

démographique des lignées A3 et A4 de Symbiodinium dans les Petites Antilles, il n’est pas possible 

d’exclure l’hypothèse alternative comme quoi la lignée A4 de Symbiodinium a une histoire 

évolutive plus ancienne que la lignée A3 dans les Petites Antilles. 
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5. Conclusion 

Les colonies des espèces caraïbes du genre Acropora échantillonnées sur les récifs peu 

profonds des Petites Antilles ont permis de mettre en évidence la prédominance d’une relation 

symbiotique avec le sous-clade A3 de Symbiodinium seul. L’absence de symbiose avec des clades 

cryptiques pour des colonies coralliennes de ces espèces dans les Petites Antilles, contrairement 

à ce qui avait été observé par les études préliminaires réalisées avec la méthode de PCR 

quantitative en temps réel est surprenante. Il serait possible que les populations des Petites 

Antilles des coraux du genre Acropora ne soient pas sujettes à des associations symbiotiques avec 

plusieurs clades et cela même si l’on considère la présence éventuelle de clades cryptiques. 

Toutefois, quatre colonies d’Acropora palmata provenant de deux sites distincts, l’un à Antigua et 

l’autre en Martinique, ont permis de mettre en évidence une association symbiotique singulière 

avec la lignée D1 de Symbiodinium pour la première fois dans les Petites Antilles. Cette observation 

peu commune laisse entrevoir la capacité de l’espèce A. palmata à pouvoir s’associer à une lignée 

de Symbiodinium qui confère des capacités intéressantes en cas de perturbation de l’habitat, 

notamment la capacité d’une thermo-tolérance accrue en cas d’une hausse des températures de 

l’eau. Alors qu’il n’y a que très peu de variations qualitatives des communautés de Symbiodinium 

associées aux espèces du genre Acropora, les quantités de symbiontes varient énormément d’une 

colonie à une autre, notamment dans le temps et entre des sites différents. Ce phénomène est 

également observé pour des colonies clonales (i.e. avec le même patrimoine génétique) peu 

distantes et échantillonnées sur un même site à un même moment. Il semble ainsi que les 

dynamiques quantitatives concernant les communautés de Symbiodinium qui sont encore mal 

connues soient très rapides. Des études supplémentaires devraient donc être réalisées afin 

d’étudier les dynamiques quantitatives des communautés de Symbiodinium afin notamment de les 

associer avec certaines fluctuations des facteurs environnementaux. 

Les espèces A. palmata et P. astreoides semblent présenter des associations symbiotiques 

fidèles avec des lignées de Symbiodinium relatives au clade A dans les Petites Antilles, 

respectivement avec les sous-clades A3 et A4. Chacune de ces lignées de Symbiodinium, A3 et A4, 

ont présenté de façon analogue, un haplotype majoritaire retrouvé sur l’ensemble des îles 

prospectées dans les Petites Antilles et des haplotypes minoritaires dans certaines localités. Les 

populations de Symbiodinium des Petites Antilles relatives aux lignées A3 et A4 seraient ainsi 

sujettes à une diversification dans certaines zones géographiques, notamment pour les îles situées 

au nord des Petites Antilles. Cette observation laisse présager d’un potentiel adaptatif de ces 

lignées de Symbiodinium pour des conditions environnementales particulières. 

Enfin, pour la première fois, des échantillons relatifs aux espèces Porites divaricata et 

P. furcata ont permis de détecter une association symbiotique inédite avec une lignée de 
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Symbiodinium correspondant au clade A précédemment observée dans le cadre d’une symbiose 

avec l’espèce d’anémone Aiptasia pallida. 

 



 

 
 

CHAPITRE IV. RESTAURATION EXPÉRIMENTALE DES POPULATIONS DES 

ESPÈCES DU GENRE ACROPORA EN GUADELOUPE : ESSAI DE 

CULTURE DE BOUTURES CORALLIENNES8 

 

  

                                                             

8 Le travail de terrain, de laboratoire et l’analyse des données ont été réalisés en collaboration avec Déborah 
Le Cocq Brionne (Université des Antilles) dans le cadre de son stage de Master 2 au sein de l’équipe de 
recherche BOREA-DYNECAR. 
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1. Introduction 

Les expérimentations de restauration des récifs coralliens ont récemment gagné en 

popularité en réaction à l’actuel déclin de ces écosystèmes marins tropicaux et sous l’hypothèse 

anthropocentrée que certaines espèces ne pourraient pas se maintenir naturellement sans une 

intervention humaine (Young et al. 2012). En effet, la dégradation des récifs coralliens est telle 

que l’action conjointe des processus de recouvrement naturels (avec notamment de faibles taux 

de recrutement larvaire) et la mise en place de stratégies de conservation ne serait pas 

suffisamment efficace pour préserver et restaurer la biodiversité des récifs coralliens sur du long 

terme (Goreau et Hilbertz 2005 ; Young et al. 2012). Face à l’importance des récifs coralliens via 

les multiples rôles qu’ils jouent dans divers domaines, notamment environnemental, économique, 

récréatif et culturel (cf. Chapitre I), de nombreux projets de restauration de récifs coralliens ont 

vu le jour et en particulier par la méthode de transplantation de boutures coralliennes facilement 

réalisable. 

Les traits d’histoire de vie des espèces coralliennes du genre Acropora (i.e. avec une 

croissance rapide et une morphologie branchue, associées à un mode de reproduction asexué via 

le processus de fragmentation) font de ces espèces menacées des candidates de premier choix 

pour un tel projet de transplantation (Highsmith 1982 ; Lirman et al. 2010). En accord avec cette 

hypothèse, de nombreuses études ont ainsi mis en évidence la faisabilité d’un tel projet de 

transplantation pour les espèces coralliennes menacées du genre Acropora de la Caraïbe 

(Bowden-Kerby 1997 ; Chilcoat 2004 ; Petersen et al. 2008 ; Lirman et al. 2010, 2014 ; Carne 2011, 

2015 ; Forrester et al. 2011 ; Young et al. 2012 ; Mercado-Molina et al. 2016). Les 

expérimentations de culture corallienne pour les espèces caraïbes du genre Acropora ont été 

réalisées dans 60 % des cas pour une seule espèce à la fois, et relativement peu d’articles 

scientifiques ont permis d’observer une comparaison des taux de croissance des espèces 

A. cervicornis et A. palmata dans ces conditions de culture de boutures coralliennes (Young et al. 

2012). Lorsque cela a été fait, il a été rapporté que l’espèce A. cervicornis présentait une croissance 

supérieure à l’espèce A. palmata (Becker et Mueller 2001 ; Carne et Kaufman 2014). Toutefois, 

pour les espèces branchues, les estimations de croissance sont le plus souvent réalisées via le 

nombre de ramifications ou par la mesure linéaire de la longueur des branches (Shinn 1966 ; 

Lewis et al. 1968 ; Gladfelter et al. 1978 ; Lirman 2000 ; Johnson et al. 2011). Or, cette méthode ne 

privilégie pas nécessairement l’espèce A. palmata qui présente des branches qui s’aplatissent lors 

de la croissance et entraine nécessairement un biais si l’on souhaite comparer la croissance des 

boutures de cette espèce avec celle des boutures de l’espèce A. cervicornis qui présente une 

morphologie branchue plus ramifiée et moins massive. Par ailleurs, alors que pour l’espèce 

A. cervicornis, la culture des boutures par suspension semble la plus propice, il semblerait que 
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pour l’espèce A. palmata, la culture par fixation près du fond soit à privilégier pour le bon 

développement des boutures (Carne 2011, 2015 ; Bowden-Kerby 2014). 

Une troisième espèce d’acropore caraïbe : Acropora prolifera a été décrite en même temps 

que les espèces A. cervicornis et A. palmata. Toutefois, le statut de cette espèce a longtemps été 

controversé et des études ultérieures ont révélé que cette espèce était en réalité un hybride des 

deux autres (van Oppen et al. 2000 ; Vollmer et Palumbi 2002). Les coraux peuvent vivre très 

longtemps et particulièrement ceux du genre Acropora qui sont susceptibles de se reproduire de 

manière asexuée via le processus de fragmentation. De plus, l’hybride A. prolifera semble pouvoir 

former des « champs » de colonies relativement denses qui joueraient ainsi un rôle structurel non 

négligeables pour certains récifs localisés (Vollmer et Palumbi 2002 ; Fogarty et al. 2012 ; Lucas 

et Weil 2016 ; Aguilar-Perera et Hernández-Landa 2017 ; cf. Chapitre II). Puisque des colonies de 

ce taxon ont été retrouvées sur les récifs de Guadeloupe, il pourrait aussi être intéressant d’étudier 

les capacités de croissance de cet hybride en comparaison avec les espèces parentales 

(cf. Chapitre II). Jusqu’à présent, peu d’études ont été consacrées à la croissance d’A. prolifera 

(Gladfelter et al. 1978 ; Bowden-Kerby 1997, 2001 ; Chilcoat 2004 ; Carne 2011, 2015 ; Bowden-

Kerby et Carne 2012 ; Carne et Kaufman 2014). A priori, ces études ont mis en évidence que ce 

taxon hybride pouvait être cultivé tout aussi bien que les espèces parentales et que ses capacités 

de croissance lors des projets de transplantation étaient relativement similaires à celles de 

l’espèce A. cervicornis. 

Par ailleurs, la nature génétique des coraux et des algues du genre Symbiodinium associées 

symbiotiquement aux colonies coralliennes serait un facteur influençant la croissance des 

boutures lors de tels projets de transplantation. En effet, certaines études ont démontré que des 

coraux correspondants à des génotypes différents pouvaient croître de manière différenciée 

(Bowden-Kerby et Carne 2012 ; Griffin et al. 2012 ; Lirman et al. 2014 ; Bliss 2015 ; Johnson 2015 ; 

O’Donnell et al. 2017). Par ailleurs, les coraux constructeurs de récifs sont étroitement dépendants 

des symbioses qu’ils réalisent avec les algues du genre Symbiodinium et en particulier en ce qui 

concerne leur croissance (Muller-Parker et al. 2015). Puisque les différentes lignées de 

Symbiodinium présenteraient des exigences écologiques et des propriétés physiologiques 

différenciées, la croissance des boutures coralliennes pourrait être influencée par la nature de la 

lignée de Symbiodinium qui leurs sont associées (Baker et al. 1997 ; Knowlton et Rohwer 2003 ; 

Garren et al. 2006 ; Baums et al. 2010 ; LaJeunesse et al. 2010). Ainsi dans la région Indopacifique, 

des variations de croissance ont pu être observées pour des associations symbiotiques différentes 

entre certaines espèces de coraux (des genres Pocillopora et Acropora par exemple) et certains 

clades de Symbiodinium (C et D notamment) et en fonction des conditions environnementales 

(Little et al. 2004 ; Jones et Berkelmans 2010 ; Gillette 2012). 
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Dans ce contexte général, cette étude a été réalisée à la suite d’une demande du Parc 

National de la Guadeloupe et dans le but de restaurer les populations de coraux du genre Acropora 

sur le site des îlets de Pigeon9. Le site des îlets de Pigeon est constitué par deux îlots d’une 

superficie totale de 8 ha situés à 800 m du littoral, localisés sur le versant ouest de l’île de la Basse-

Terre, en côte-sous-le-vent (Figure IV.1). Les îlets Pigeon sont un site patrimonial de la 

Guadeloupe qui abrite l’un des récifs les mieux préservé de l’île (Bouchon-Navaro et Bouchon 

2000). Par exemple, un total de 38 espèces de coraux durs y a été recensé sur les presque 70 

espèces recensées dans la région caraïbe. Entre 50 et 60 000 plongeurs fréquentent ce site chaque 

année et il y a donc une réelle volonté de protéger la biodiversité marine qui y est associée. Bien 

que situées dans une aire marine protégée, les formations coralliennes des îlets Pigeon ont ainsi 

beaucoup souffert de l’affluence des plongeurs, en plus des perturbations engendrées par les 

nombreux autres facteurs responsables du déclin des récifs caraïbes (cf. Chapitre I). En 2005 en 

particulier, après un épisode important de blanchissement, les fonds des îlets Pigeon ont montré 

un déclin significatif du recouvrement corallien, suivi par une forte mortalité retardée des coraux 

et une chute du recrutement larvaire (Bouchon et al. 2005). Les trois taxons coralliens caraïbes 

du genre Acropora sont aujourd’hui de nouveau présents sur le site des Îlets de Pigeon 

(cf. Chapitre II). Quelques colonies de l’espèce A. palmata sont réparties de façon éparse sur les 

flancs peu profonds des îlots rocheux d’origine volcanique et à faible profondeur (i.e. dans moins 

de 3 m d’eau ; cf. Chapitre II). Les quelques colonies d’A. cervicornis retrouvées actuellement sur 

ce site ne représentent qu’un seul individu génétique (cf. Chapitre II). Par le passé, l’espèce 

A. cervicornis était retrouvée de façon plus importante et formait un « champs » mono-spécifique 

sur le site appelé « la Piscine », ces colonies d’A. cervicornis ont disparu suite à l’ouragan Hugo en 

1989 sans que la population n’ait alors pu se reconstituer par la suite (Bouchon, comm. pers.). 

Quelques colonies de l’hybride A. prolifera ont récemment été observées, ne représentant qu’un 

seul individu génétique (cf. Chapitre II). 

Dans ce contexte précis, cette étude avait pour principal objectif de relever les défis 

techniques et scientifiques d’un projet de culture de boutures coralliennes pour les coraux 

caraïbes du genre Acropora en Guadeloupe. En considérant les différents champs disciplinaires 

abordés et les résultats issus de cette thèse, cette étude permet à la fois d’apporter un appui 

scientifique à ce projet de restauration tout en proposant une application directe des résultats 

fondamentaux issus de cette thèse, qui s’inscrit dans une démarche de conservation de la 

biodiversité. Ainsi cette étude cherchera à considérer différents aspects de génétique des 

                                                             

9 Les principales données présentées ici concernant le site de transplantation des Îlets de Pigeon ont été 
obtenues sur le site du Parc National de Guadeloupe si aucune référence supplémentaire n’a été précisée. 
http://www.guadeloupe-parcnational.fr/fr  

http://www.guadeloupe-parcnational.fr/fr
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populations et d’écologie afin d’évaluer la viabilité d’un projet de transplantation sur le site des 

Îlets de Pigeon en Guadeloupe pour les espèces coralliennes du genre Acropora et de répondre par 

la même occasion à ces questions : est-ce que les espèces A. cervicornis et A. palmata présentent 

des dynamiques de croissance différenciées ? Est-ce que le taxon hybride A. prolifera présente des 

capacités de croissance différentes de celles des espèces parentales A. cervicornis et A. palmata ? 

Quelle serait la méthode de culture de boutures coralliennes à privilégier, par suspension ou par 

fixation ? Est-ce que des colonies coralliennes avec des génotypes distincts présentent des 

dynamiques de croissance contrastées ? Est-ce que de potentielles lignées de Symbiodinium 

distinctes conféreraient des taux de croissances différents ? Pour répondre à ces questions, 40 

boutures coralliennes pour chacune des espèces A. cervicornis et A. palmata et pour l’hybride 

A. prolifera ont été prélevées (i.e. 120 au total) sur des sites à proximité de l’Îlet Fajou dans le lagon 

de la barrière récifale du Grand Cul-de-Sac Marin, située au nord de la Guadeloupe. Ces boutures 

ont été transplantées aux Îlets de Pigeon. Pour chacun des trois taxons, deux dispositifs de 

croissance des boutures ont été mis en place afin d’être comparés, l’un permettant la culture de 

20 boutures coralliennes par suspension en pleine eau et l’autre la culture de 20 boutures 

coralliennes fixées près du fond. Les colonies sur lesquelles les boutures ont été prélevées ont 

toutes été génotypées et la lignée majoritaire de Symbiodinium identifiée, afin de mettre en 

relation les données de croissance avec les caractéristiques génétiques de l’holobionte. 
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2. Matériel et méthodes 

2.1. Localisation et caractéristiques des sites 

2.1.1. Site de prélèvement 

La baie du Grand Cul-de-Sac Marin est située au nord de la Guadeloupe. Elle est délimitée 

vers le large par une barrière récifale de près de 30 km qui enclot un lagon d’une surface d’environ 

11 000 ha. Les sites donneurs retenus pour prélever les boutures coralliennes sont situés à 

proximité de l’îlet Fajou en arrière du platier de la barrière (Figure IV.1). Ces sites ont été retenus 

car ce sont des sites relativement proches et que c’est la seule autre localité de Guadeloupe en 

dehors des îlets de Pigeon, où les trois taxons d’Acropora ont été retrouvés (cf. Chapitre II). Par 

ailleurs, le choix a été fait de sélectionner des colonies qui évoluaient dans des conditions 

environnementales similaires (i.e. même site, même profondeur et mêmes conditions 

hydrodynamiques) pour les trois « espèces » afin qu’elles soient soumises au même effort 

d’acclimatation une fois introduite sur le site de transplantation. De plus, puisque l’espèce 

A. cervicornis menace de disparaître des Petites Antilles, les efforts de conservation et de 

restauration des populations d’Acropora doivent être ciblés en priorité sur cette espèce 

(cf. Chapitre II). Or, en Guadeloupe, seul le site à proximité de l’îlet Fajou présente une population 

de l’espèce A. cervicornis comprenant à la fois de nombreuses colonies et plusieurs génotypes 

(cf. Chapitre II). 

2.1.2. Site de transplantation 

Le site des îlets de Pigeon où le projet de transplantation a été entrepris, est situé sur le 

versant ouest de l’île de la Basse-Terre, en côte-sous-le-vent (Figure IV.1). Ce site a été choisi en 

concertation avec le Parc National de Guadeloupe (PNG). Le site classé en tant que Zone Naturelle 

d’Intérêt Écologique, Floristique et Faunistique, fait partie intégrante du « cœur » du Parc lui 

conférant ainsi un statut de protection particulier en tant que réserve naturelle. En effet, la 

réglementation applicable dans le cœur du Parc National est fixée par les dispositions du code de 

l’environnement, par le décret n°2009-1677 du 29 décembre 2009 et par la charte approuvée par 

décret n° 2009-614 du 3 juin 2009. Les activités humaines, professionnelles et de loisir sont ainsi 

encadrées par des règles telles que le respect de la faune et de la flore en particulier. De 

nombreuses règles sont spécifiques aux zones de réserves marines du PNG telles que l’interdiction 

de porter des gants ou des palmes longues en plongée et de toucher des éléments de 

l’environnement naturel ou encore l’obligation pour les embarcations de s’amarrer à des 

mouillages fixes mis à disposition à cette intention. Les gardes du Parc garantissent le respect de 

ces règles en surveillant régulièrement les activités qui ont lieu sur les sites classés en tant que 

zones cœurs du PNG, garantissant ainsi une protection de l’habitat pour les colonies coralliennes 
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qui seront transplantées in fine. De plus, les dispositifs de culture ont été disposés au nord-est des 

îlets de Pigeon sur un fond sableux profond d’environ 7 m où peu de plongeurs s’aventurent 

(Figure IV.1). 

 

 

2.2. Stratégie de prélèvement et transport des fragments coralliens  

Lors d’un tel projet de transplantation, l’idéal aurait été de réaliser au préalable un 

génotypage exhaustif des colonies coralliennes et de les marquer afin de favoriser l’introduction 

du plus grand nombre possible d’individus génétiques distincts sur le site de transplantation. 

Néanmoins, étant donné les contraintes associées à une telle manipulation sur le terrain, le choix 

a été fait de réaliser un échantillonnage en suivant le transect le plus long possible au sein de 

chaque population de chaque espèce et d’échantillonner de manière opportuniste des colonies 

relativement espacées (de plusieurs mètres) afin de favoriser de manière empirique le 

prélèvement du plus grand nombre de génotypes distincts tout en évitant les colonies clonales 

issues de la fragmentation, le génotypage des colonies coralliennes étant réalisé a posteriori. 

Le prélèvement et le transport des boutures depuis le site de prélèvement à proximité de 

l’îlet Fajou jusqu’au site de transplantation aux îlets de Pigeon ont eu lieu le 11 février 2016. Pour 

chaque colonie des trois espèces d’Acropora qui ont été échantillonnées (dans moins de 2 mètres 

Figure IV.1. Carte de la Guadeloupe avec localisation des sites de prélèvements des colonies 
d’A. cervicornis, d’A. prolifera et d’A. palmata et du site de transplantation. 
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de profondeur), trois fragments ont été prélevés. Deux fragments d’environ 4 centimètres de long 

ont été destinés à l’expérimentation de culture (un fragment pour chacun des deux dispositifs de 

croissance). Le dernier fragment (plus petit) a été utilisé pour des analyses génétiques afin de 

déterminer l’identité génétique de chaque colonie (i.e. le génotype) et la lignée de Symbiodinium 

qui était hébergée. Pour chaque espèce d’Acropora, 20 colonies ont été échantillonnées, 

correspondant à un total de 60 fragments coralliens (i.e. 20 pour chacune des conditions décrites 

précédemment). Les fragments ont été prélevés au niveau des extrémités des branches relatives 

à la zone de croissance des colonies et ont été conservées au moment de leur collecte dans des 

sachets plastiques numérotés à fermeture à zip. 

Hors de l’eau, les fragments qui devaient être destinés 

aux analyses génétiques ont été transférés dans des tubes 

Falcon. L’eau de mer a été remplacée au laboratoire par de 

l’éthanol à 80 % et les fragments ont été conservés à -20°C 

jusqu’aux analyses. Les fragments qui devaient être 

transplantés (i.e. les futures boutures), ont été transférés dans 

des bacs à godets contenus dans des glacières avec de l’eau de 

mer (Figure IV.2) afin de limiter les chocs et le stress hydrique 

et thermique des fragments coralliens durant le transport 

vers le site de transplantation. Le transport des boutures a 

duré presque 7h et a été réalisé par voies de mer et de terre. 

 

2.3. Structures des dispositifs de culture des boutures 

Les boutures ont été réparties sur deux dispositifs permettant de comparer deux 

méthodes de culture, l’une par suspension entre deux eaux et l’autre par fixation près du fond. 

Pour chaque dispositif, 20 boutures de chacune des trois espèces coralliennes ont été utilisées. 

2.3.1. Culture en suspension 

Le premier dispositif permettait de faire croître les boutures en suspension entre deux 

eaux à une profondeur de 5 m. Ce dispositif était constitué de deux cadres côte à côte (séparés de 

1 m) de dimensions : 3 m x 1 m, réalisés à partir de tubes PVC remplies de mousse expansée (afin 

de garantir la flottaison) et ancré au fond par quatre gueuzes en béton (Figure IV.3). Les boutures 

espacées de 20 à 30 cm étaient suspendues par des fils de nylon d’une longueur de 20 cm environ 

afin d’éviter le frottement des boutures entre elles et sur les cadres en PVC avec un système 

d’attache rapide pour les manipuler rapidement lors des sessions de pesée.  

Figure IV.2. Dispositif de transport 
des boutures. 
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2.3.2. Culture par fixation 

Le second dispositif permettait la croissance des boutures fixées près du fond. Ce dispositif 

correspondait à une grille rigide en forme de « V-inversé » de deux mètres de long sur 1,15 m de 

haut à son sommet, et maintenue au fond par deux gueuzes en béton (Figure IV.4). Les boutures 

espacées au minimum de 15 cm étaient accrochées par des pinces fixées sur la grille. Afin de 

considérer l’influence de l’orientation contrastée des boutures relatives aux deux faces du cadre 

(exposée au nord pour l’une et au sud pour l’autre), la moitié des boutures de chacune des trois 

espèces (i.e. 10 de chaque espèce) était fixée de part et d’autre du cadre. 

 

 

Figure IV.3. Dispositif de culture par suspension. A. Cadres qui composent le dispositif. B. Boutures 
suspendues. 

Figure IV.4. Dispositif de culture par fixation. A. Grille en forme de « V-inversé ». B. Boutures fixées. 
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2.4. Caractérisation du site de transplantation par des données environnementales 

Afin de caractériser le site de transplantation tout au long de la durée de l’expérimentation 

en prenant en compte certains facteurs environnementaux susceptibles d’influencer la croissance 

des boutures coralliennes, des estimations de l’éclairement, de la couverture nuageuse, de la 

température de l’eau et de la houle ont été relevés a posteriori ou directement mesurés in situ. Les 

estimations et mesures des données environnementales ont ainsi été réalisées pour l’ensemble de 

la durée de l’expérimentation, qui est définie entre la première pesée du 19 février 2016 et la 

dernière pesée qui a eu lieu le 6 juin de la même année, soit sur une période de 109 jours. 

• Le rayonnement solaire 

La variation du rayonnement solaire reçu au niveau du site de transplantation a été 

estimée à partir des estimations de l’irradiation solaire (I) quotidienne reçue par la terre à la 

latitude 16°30’ pour chacun des jours de la période d’expérimentation (Beckers et Beckers 2011). 

L’atténuation de l’éclairement en profondeur qui influence la quantité de rayonnement solaire 

perçue par les boutures en fonction du dispositif de croissance sur lequel elles sont fixées, se fait 

selon la loi de Beer-Lambert-Bouguer10 (qui intègre l’absorption de l’eau, ainsi que sa charge en 

particules). Le Rayonnement Photosynthétiquement Actif (RPA, ou PAR de l’anglais 

Photosynthetically active radiation) perçu par les boutures au niveau des différents dispositifs a 

été estimé à l’aide d’un quantamètre (LI-COR) et de deux capteurs (LI-192 ; LI-COR), le premier était 

situé en surface et le second (synchronisé au premier) était placé au niveau des boutures sur les 

différents dispositifs de croissance. 

• La couverture nuageuse 

Les pourcentages moyens quotidiens de la couverture nuageuse ont été obtenus à partir 

des données relevées pour le serveur météorologique « WINDGURU » par la station météorologique 

de la commune de Bouillante (la plus proche du site de transplantation) située à environ 1,5 km 

du site de transplantation. 

• La température de l’eau 

La température de l’eau a été mesurée in situ avec une fréquence de quatre heures pendant 

toute la période d’expérimentation à l’aide d’un thermographe enregistreur (U22, HOBO) fixé sur 

l’un des cadres du dispositif de croissance en suspension. 

  

                                                             

10 Loi de Beer-Lambert-Bouguer : Log I1 - Log I2 = k . (Z2 - Z1) avec I1 et I2 : l’éclairement aux profondeurs Z1 
et Z2 et k : le coefficient d’extinction, fonction de la turbidité. Dans notre cas : Z1 correspond à l’éclairement 
perçu en surface et Z2 à l’éclairement perçu à la profondeur recherchée. 
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• La houle 

La hauteur et la direction de la houle arrivant sur les côtes de Guadeloupe ont été obtenues 

à partir de données relevées pour le serveur météorologique « WINDGURU ». Une moyenne 

journalière de la hauteur des vagues a été calculée pour chaque période qui séparait deux sessions 

de pesée. 

2.5. Analyses génétiques 

• Extraction de l’ADN génomique total 

L’ADN génomique total (i.e. de l’hôte corallien, de Symbiodinium et des micro-organismes 

associés) a été extrait en utilisant un kit de purification d’ADN (GENTRA PUREGENE, QIAGEN, Valencia, 

CA, USA) en suivant le protocole défini dans le Chapitre II (cf. Partie 2.2). La qualité et la quantité 

d’ADN obtenu par extraction pour chaque échantillon ont été contrôlées à l’aide d’un 

spectrophotomètre NANODROP® 2000 (THERMO SCIENTIFIC). 

• Caractérisation des génotypes des colonies coralliennes 

Afin de caractériser génétiquement les colonies coraliennes à partir desquelles ont été 

prélevées les boutures, le génotypage a été réalisé en suivant le protocole qui a été présenté dans 

le Chapitre II et en utilisant les mêmes 14 marqueurs microsatellites (cf. Chapitre II. Partie 2.4). 

• Caractérisation des lignées de Symbiodinium par séquençage direct 

Afin de caractériser par séquençage direct (méthode de Sanger) les clades et sous-clades 

majoritaires de Symbiodinium associés aux colonies coralliennes sur lesquelles les boutures ont 

été prélevées, le marqueur génétique de la région 23S de l’ADN ribosomique du chloroplaste 

(cp23S) a été utilisé en suivant le protocole défini dans le Chapitre III (cf. Chapitre III. Partie 2.5). 

2.6. Mesure de la croissance des boutures 

2.6.1. Technique de pesée in situ 

Dans le cadre de cette étude, il a été décidé de s’intéresser à la croissance pondérale des 

coraux dans le but d’avoir des estimations comparables entre les trois taxons étudiés qui 

présentent des morphologies différentes. De plus, afin de limiter au maximum le stress des 

boutures auquel elles seraient soumises si elles étaient exposées à des mesures de pesée en 

dehors de l’eau, un système (mis au point par C. Bouchon) a permis de mesurer directement le 

poids « frais égoutté » sous l’eau. Ce système consiste en un caisson en « altuglas » en forme de 

parallélépipède rectangle, ouvert à la base (Figure IV.5). 
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À chaque session de pesée, le caisson 

était immergé à 1,5 m au-dessus du fond 

auquel il était ancré à l’aide de filins et de 

gueuses en acier. Le caisson rempli d’air en 

plongée contenait un dynamomètre à ressort 

(ou peson) d’une précision de 0,1 newton 

auquel les boutures étaient suspendues et 

pesées. La durée d’émersion des boutures à 

chaque pesée a été estimée à 30 secondes. La 

totalité des boutures étaient pesées en une 

session de plongée d’une durée moyenne de 

80 min, en comptant un minimum de quatre 

personnes. Les 120 boutures (20 de chacune 

des trois espèces pour chacun des deux 

dispositifs de culture) ont été pesées à la 

fréquence d’une pesée toutes les deux 

semaines pour une durée totale de 109 jours, 

de février à juin 2016. 

2.6.2. Indices de croissance des boutures 

• Taux d’accroissement de biomasse 

Le taux moyen d’accroissement de biomasse de chaque bouture a été calculé avec la 

formule suivante : 

𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑚𝑜𝑦𝑒𝑛 𝑑′𝑎𝑐𝑐𝑟𝑜𝑖𝑠𝑠𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 =
𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙𝑒 − 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙𝑒

𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙𝑒
× 100 

La biomasse initiale correspond à la masse d’une bouture au début de l’expérimentation 

et la biomasse finale correspond à la masse de cette même bouture à la fin de l’expérimentation. 

Le taux moyen d’accroissement de biomasse permet ainsi de définir l’accroissement de biomasse 

moyen des boutures sur l’ensemble de la durée de l’expérimentation. 

• Productivité 

La productivité moyenne de chaque bouture par unité de temps a été calculée avec la 

formule suivante : 

𝑃𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑡é =
𝑃𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛

𝐵𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙𝑒
 

Figure IV.5. Système de pesée réalisé à partir d’un 
caisson en « altuglas » rempli d’air. 

A. Dynamomètre à ressort (ou peson). B. Bouture. 
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La production a été définie comme la quantité de biomasse de corail produite par unité de 

temps et la biomasse initiale correspondant au poids de la bouture au début de l’unité de temps 

qui a été choisie. 

2.6.3. Analyses statistiques 

Les boutures ont été pesées à la fréquence d’une fois toutes les deux semaines sur une 

période totale de 109 jours, 8 mesures de pesée ont ainsi été recueilles pour chaque bouture. Les 

données relatives à la masse des boutures ont été mesurées en newton et ont été transformées en 

gramme avant de réaliser les tests statistiques (1 newton = 101,972 grammes-force). Les tests 

statistiques ont été réalisés avec le logiciel XLSTAT (ADDINSOFT). Puisque les séries de données 

étaient courtes, des tests non paramétriques ont été systématiquement utilisés. Pour comparer 

des moyennes, des tests U de Mann et Withney ont été utilisés. Pour les analyses de variance de 

rangs à un facteur, des tests de Kruskal-Wallis ont été utilisés, associés à des tests post-hoc de 

comparaisons multiples en cas de différences significatives. Une analyse des redondances (RDA) 

réalisée avec 10 000 permutations a permis de tester l’influence des facteurs environnementaux 

sur la croissance globale des boutures des trois espèces avec le logiciel CANOCO. 
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3. Résultats 

3.1. Survie des boutures 

Sur l’ensemble des 120 boutures utilisées pour cette étude expérimentale (i.e. 40 de 

chacune des 3 espèces et tous dispositifs de croissance confondus), 117 boutures (i.e. 97,5 %) ont 

survécu du début à la fin de la période d’expérimentation, soit pendant 109 jours. La totalité des 

boutures relatives aux espèces A. cervicornis et A. prolifera ont survécu, correspondant ainsi à un 

taux de survie de 100 %. Pour l’espèce A. palmata, l’une des 20 boutures relatives au dispositif de 

croissance par suspension et l’une des 20 boutures du dispositif de croissance par fixation sont 

mortes au cours de l’expérience. Une bouture supplémentaire qui était suspendue a également 

était perdue entre deux sessions de pesée qui correspondait alors à un épisode de forte houle. En 

considérant ces trois pertes de boutures pour une totalité de 40 boutures utilisées initialement, 

l’espèce A. palmata a présenté un taux de survie de 92,5 %, plus faible que pour A. prolifera et 

A. cervicornis. À titre informatif, le poids moyen des boutures au début de l’expérimentation, tous 

dispositifs et tous taxons confondus était de 10,44 ± 5,06 g (± SD). À la fin de l’expérimentation, le 

poids moyen des boutures tous dispositifs et tous taxons confondus a quasiment doublé et était 

de 20,07 ± 7,43 g (± SD). Le taux moyen d’accroissement de biomasse pour l’ensemble des trois 

espèces et tous dispositifs de croissance confondus a été de 105 ± 66,5 % (± SD) sur l’ensemble 

de la durée de l’expérimentation, soit 109 jours. L’ensemble des données d’accroissement de 

biomasse sont données en Annexe IV.1. 

3.2. Croissance comparée des trois « espèces » d’Acropora 

Au début de l’expérimentation, le poids moyen des boutures, tous dispositifs confondus, 

était de 7,6 ± 1,62 g (± SD) pour A. cervicornis, de 15,17 ± 6,05 g (± SD) pour A. palmata et de 

8,55 ± 1,98 g (± SD) pour A. prolifera. À la fin de l’expérimentation, le poids moyen des boutures 

tous dispositifs confondus, était de 16,09 ± 4,54 g (± SD) pour A. cervicornis, de 23,61 ± 7,22 g 

(± SD) pour A. palmata et de 20,67 ± 8,17 g (± SD) pour A. prolifera. Sur l’ensemble de 

l’expérimentation, les taux moyens d’accroissement de biomasse tous dispositifs de croissance 

confondus, ont été de 113,1 ± 44,7 % (± SD) pour A. cervicornis, de 56 ± 24,1 % (± SD) pour 

A. palmata et de 143,4 ± 82,4 % (± SD) pour A. prolifera. Les estimations de productivité moyenne 

journalière tous dispositifs de croissance confondus, ont été de 1,04 ± 0,41 % (± SD) pour 

A. cervicornis, 0,51 ± 0,22 % (± SD) pour A. palmata et de 1,32 ± 0,76 % (± SD) pour A. prolifera. 

Sur l’ensemble de l’expérimentation, la croissance des boutures d’A. prolifera a été du même ordre 

de grandeur que celle estimée pour A. cervicornis. La vitesse de croissance des boutures de 

l’espèce A. palmata est moins de deux fois moindre que celles estimées pour A. cervicornis et 

A. prolifera sur toute la durée de l’expérimentation. 
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• Sur le dispositif de croissance par suspension 

Au début de l’expérimentation, le poids moyen des boutures suspendues était de 

7,44 ± 1,46 g (± SD) pour A. cervicornis, de 14,28 ± 4,14 g (± SD) pour A. palmata et de 8,64 ± 2,2 g 

(± SD) pour A. prolifera. À la fin de l’expérimentation, le poids moyen des boutures suspendues 

était de 18 ± 5,09 g (± SD) pour A. cervicornis, de 24,76 ± 6,02 g (± SD) pour A. palmata et de 

26,67 ± 7,27 g (± SD) pour A. prolifera. Pour les boutures « cultivées » sur le dispositif de 

croissance par suspension, les taux moyens d’accroissement de biomasse ont été de 

141,3 ± 44,7 % (± SD) pour A. cervicornis, de 75,2 ± 17,8 % (± SD) pour A. palmata et de 

212,2 ± 60,5 % (± SD) pour A. prolifera. Les estimations de productivité moyenne journalière ont 

été de 1,3 ± 0,41 % (± SD) pour A. cervicornis, 0,69 ± 0,16 % (± SD) pour A. palmata et de 

1,95 ± 0,56 % (± SD) pour A. prolifera. Sur l’ensemble de l’expérimentation, la vitesse de 

croissance des boutures de l’espèce A. palmata a été près de deux fois moindre que celle estimée 

pour A. cervicornis et près de trois fois moindre que celle estimée pour A. prolifera. Sur l’ensemble 

de l’expérimentation, la vitesse de croissance des boutures d’A. prolifera a été 1,5 fois supérieure 

à celle estimée pour A. cervicornis. La vitesse de croissance des boutures diffère significativement 

entre les trois taxons pour la méthode de culture par suspension (Kruskal-Wallis : X² = 39,53 ; 

P < 0,0001) (Figure IV.6). 
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Figure IV.6. Taux moyen d’accroissement de masse des boutures sur l’ensemble de 
l’expérimentation par dispositif de croissance et par « espèce ». 
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Pour les boutures d’A. palmata et d’A. cervicornis, sur l’ensemble de la durée de 

l’expérimentation, la croissance avait une allure quasi-linéaire sur le dispositif de culture par 

suspension (Figure IV.7). Pour les boutures d’A. prolifera, sur l’ensemble de la durée de 

l’expérimentation, la croissance avait une allure exponentielle sur le dispositif de culture par 

suspension (Figure IV.7). 

 

 

• Sur le dispositif de croissance par fixation 

Au début de l’expérimentation, le poids moyen des boutures fixées était de 7,75 ± 1,79 g 

(± SD) pour A. cervicornis, de 16,72 ± 7,27 g (± SD) pour A. palmata et de 8,46 ± 1,78 g (± SD) pour 

A. prolifera. À la fin de l’expérimentation, le poids moyen des boutures fixées était de 

14,17 ± 2,96 g (± SD) pour A. cervicornis, de 22,59 ± 8,17 g (± SD) pour A. palmata et de 

14,68 ± 2,95 g (± SD) pour A. prolifera. Les taux moyens d’accroissement de biomasse ont été de 

84,8 ± 20,4 % (± SD) pour A. cervicornis, de 38,6 ± 13,3 % (± SD) pour A. palmata et de 

74,7 ± 18,2 % (± SD) pour A. prolifera. Les estimations de productivité moyenne journalière ont 

été de 0,78 ± 0,19 % (± SD) pour A. cervicornis, 0,35 ± 0,12 % (± SD) pour A. palmata et de 

0,68 ± 0,17 % (± SD) pour A. prolifera. La vitesse de croissance des boutures d’A. prolifera a été 

comparable à celle estimée pour A. cervicornis. La vitesse de croissance des boutures de l’espèce 

A. palmata a été près de deux fois moindre que celles estimées pour A. cervicornis et A. prolifera. 

La vitesse de croissance des boutures diffère significativement entre les trois taxons pour la 

méthode de culture par fixation (Kruskal-Wallis : X² = 37,13 ; P < 0,0001). Les tests post-hoc 

Figure IV.7. Allure de croissance des boutures des trois « espèces » d’Acropora sur le dispositif de 
culture par suspension. Ac : Acropora cervicornis, Ap : Acropora palmata, Ah : Acropora prolifera. 
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réalisés ont révélé l’existence d’une différence significative entre la vitesse de croissance de 

l’espèce A. palmata et les deux autres taxons pour lesquels aucune différence significative n’a été 

constatée (Figure IV.6). Pour les boutures des trois taxons, sur l’ensemble de la durée de 

l’expérimentation, la croissance avait une allure linéaire sur le dispositif de culture par fixation 

(Figure IV.8). 

 

 

3.3. Recherche des facteurs influençant la croissance des boutures coralliennes 

3.3.1. Influence du dispositif de croissance 

Avant de comparer la vitesse de croissance des boutures entre les deux dispositifs de 

culture, l’un par suspension et l’autre par fixation, l’influence de l’orientation contrastée des 

boutures relatives aux deux faces de la « grille en forme de V-inversé » relative au dispositif de 

culture par fixation a été testé statistiquement. De manière indépendante et pour chaque espèce, 

aucune différence significative n’a été révélée entre les vitesses de croissance des boutures situées 

de part et d’autre de la « grille » (pour A. cervicornis : U = 59 et P = 0,54 ; pour A. palmata : U = 45 

et P = 0,70 ; pour A. prolifera : U = 49 et P = 0,97). Les données relatives à l’ensemble des boutures 

du dispositif de croissance par fixation ont ainsi pu être regroupées sans considération de leur 

exposition au nord ou au sud. 

 

Figure IV.8. Allure de croissance des boutures des trois « espèces » d’Acropora sur le dispositif de 
culture par fixation. Ac : Acropora cervicornis, Ap : Acropora palmata, Ah : Acropora prolifera. 
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• Pour l’ensemble des trois taxons 

Pour l’ensemble des 3 taxons, les taux moyens d’accroissement de biomasse ont été de 

145 ± 71,5 % (± SD) pour les boutures suspendues et de 66 ± 26,4 % (± SD) pour les boutures 

fixées. La vitesse de croissance des boutures a été près de deux fois plus élevée sur le dispositif de 

culture par suspension que sur le dispositif de culture par fixation lorsque les boutures des trois 

taxons ont été regroupées. 

• Pour Acropora cervicornis 

Pour l’espèce A. cervicornis, le taux moyen d’accroissement de biomasse a été de 

141,3 ± 44,7 % (± SD) pour les boutures suspendues en pleine eau et de 84,8 ± 20,4 % (± SD) pour 

les boutures fixées. Les estimations de productivité moyenne journalière ont été de 1,3 ± 0,41 % 

(± SD) pour les boutures suspendues et de 0,78 ± 0,19 % (± SD) pour les boutures fixées. Les 

boutures d’A. cervicornis ont une croissance 1,7 fois supérieures lorsqu’elles sont en suspension 

par rapport à lorsqu’elles sont fixées. La vitesse de croissance des boutures diffère 

significativement entre les deux méthodes de culture utilisées pour l’espèce A. cervicornis (U = 41 ; 

P < 0,0001). 

• Pour Acropora palmata 

Pour A. palmata, le taux moyen d’accroissement de biomasse a été de 75,2 ± 17,8 % (± SD) 

et la productivité moyenne journalière a été de 0,69 ± 0,16 % (± SD) pour les boutures 

suspendues, tandis que le taux moyen d’accroissement de biomasse a été de 38,6 ± 13,3 % (± SD) 

et la productivité moyenne journalière a été de 0,35 ± 0,12 % (± SD) pour les boutures fixées. Les 

boutures de l’espèce A. palmata ont une croissance près de deux fois supérieures lorsqu’elles sont 

en suspension par rapport à lorsqu’elles sont fixées. La vitesse de croissance des boutures diffère 

significativement entre les deux méthodes de culture utilisées pour l’espèce A. palmata (U = 16 ; 

P < 0,0001). 

• Pour Acropora prolifera 

Pour l’espèce A. prolifera, le taux moyen d’accroissement de biomasse a été de 

212,2 ± 60,5 % (± SD) pour les boutures suspendues en pleine eau et de 74,7 ± 18,2 % (± SD) pour 

les boutures fixées. Les estimations de productivité moyenne journalière ont été de 1,95 ± 0,56 % 

(± SD) pour les boutures suspendues et de 0,68 ± 0,17 % (± SD) pour les boutures fixées. Les 

boutures d’A. prolifera ont une croissance 2,8 fois supérieures lorsqu’elles sont en suspension par 

rapport à lorsqu’elles sont fixées. La vitesse de croissance des boutures diffère significativement 

entre les deux méthodes de culture utilisées pour l’espèce A. prolifera (U = 2 ; P < 0,0001). 
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3.3.2. Influence des données environnementales mesurées 

• Le rayonnement solaire 

L’irradiation solaire a d’abord augmenté de manière quasi-linéaire du 19 février (I = 6,45 

Kwh) à la fin du mois d’avril (I = 7,65 Kwh), avant d’atteindre une phase plateau jusqu’à la fin de 

l’expérimentation (i.e. le 6 juin) aux alentours de la valeur maximale de 7,65 Kwh (Figure IV.9 ; 

Annexe IV.2). 

 

 

La proportion du RPA reçu par les boutures suspendues au niveau du cadre 1 (à une 

profondeur comprise entre 4,7 et 4,9 m) correspondait en moyenne à 51,3 % du rayonnement qui 

arrivait en surface. Les boutures suspendues au niveau du cadre 2 recevaient en moyenne 44,8 % 

du rayonnement global perçu en surface. Les boutures fixées près du fond sur la grille en forme 

de « V-inversé » ont reçu en moyenne entre 36,8 % et 39,2 % du rayonnement estimé en surface, 

respectivement pour les boutures fixées au plus près du fond (soit à 6,5 m de profondeur) et pour 

les boutures fixées près du sommet du cadre (soit à 6,1 m de profondeur). 

  

Figure IV.9. Évolution de l’irradiation solaire moyenne quotidienne pour le site de 
transplantation des îlets de Pigeon du 19 février au 6 juin 2016. 
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• La couverture nuageuse 

Le pourcentage moyen quotidien de couverture nuageuse a varié de 0 à 100 % au fil de 

l’expérimentation avec des pourcentages globalement plus faibles (entre 0 et 80 %) du 19 février 

à la mi-avril, puis des pourcentages globalement plus fort jusqu’à la fin de l’expérimentation (de 

10 à 100 %) (Figure IV.10 ; Annexe IV.2). 

 

 

  

Figure IV.10. Évolution du pourcentage moyen journalier de couverture nuageuse pour 
le site de transplantation des îlets de Pigeon du 19 février au 6 juin 2016. 
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• La température de l’eau 

La moyenne journalière de la température de l’eau a globalement augmenté du début (i.e. 

le 19 février) à la fin (i.e. le 6 juin) de l’expérimentation entre 26,9 ± 0,08 et 28,5 ± 0,04 °C 

(moyenne ± SE) (Figure IV.11 ; Annexe IV.2). 

 

 

• La houle 

Le site de transplantation situé aux îlets de Pigeon, en côte-sous-le-vent de la Basse-Terre, 

est plus exposé aux houles provenant du nord et du nord-est, qu’à celles provenant de l’est-nord-

est ou encore que celles provenant de l’est. Un facteur de correction a été appliqué aux données 

de hauteur des vagues afin de tenir compte de l’orientation de la houle. Pour celles provenant du 

nord et du nord-est le facteur de correction a été fixé à 3, pour celles provenant de l’est-nord-est 

à 2, et pour celles provenant de l’est à 1 (Annexe IV.2). 

• Analyse des redondances 

Une analyse des redondances (RDA) a été réalisée afin de tester l’influence des variations 

des quatre facteurs environnementaux (i.e. le rayonnement solaire, la couverture nuageuse, la 

température et l’orientation et la force relative de la houle), estimées pour les périodes séparant 

chaque pesée et tout au long de l’expérimentation, sur la croissance des boutures. Les tests par 

permutations associés à l’analyse n’ont pas permis de mettre en évidence une influence 

Figure IV.11. Évolution de la température moyenne journalière de l’eau pour le site de 
transplantation des îlets de Pigeon du 19 février au 6 juin 2016. 
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statistiquement significative des variations des quatre facteurs étudiés sur la croissance de 

l’ensemble des boutures. 

3.3.3. Influence du génotype 

Alors que 20 colonies ont été échantillonnées par espèce, 9 génotypes différents ont été 

détectés pour A. cervicornis, 5 génotypes pour A. palmata et 2 pour A. prolifera. (Annexe IV.1). 

Étant donné le petit nombre de boutures et la distribution des génotypes associés, il n’a pas été 

possible d’effectuer d’analyse statistique pour comparer la croissance des boutures de l’ensemble 

des génotypes identifiés pour chacune des espèces. Pour l’espèce A. cervicornis en particulier, 

alors qu’un génotype était représenté par 12 boutures pour chaque méthode de culture (i.e. 24 au 

total), chacun des 8 autres génotypes n’étaient représentés que par une seule bouture pour 

chacune des deux méthodes de culture. Pour A. palmata, les croissances de boutures relatives à 

deux génotypes distincts (GAp1 : n = 24 et GAp2 : n = 8) ont pu être comparées sans qu’aucune 

différence significative n’ait pu être révélée (U = 93,5 ; P < 0,93). Pour A. prolifera, les croissances 

de boutures relatives à deux génotypes distincts (GAh1 : n = 34 et GAh2 : n = 6) ont pu être 

comparées sans qu’aucune différence significative n’ait pu être révélée (U = 113 ; P < 0,69). 

3.3.4. Influence de la lignée de Symbiodinium 

Pour l’ensemble des 60 colonies coralliennes échantillonnées des trois espèces, seul le 

sous-clade A3 de Symbiodinium a été identifié sur l’ensemble des boutures (Symbiodinium sp. A3 

‘fitti’ ; identifiant GENBANK : [KF740695] ; Jeong et al. 2014). Ce phénomène n’a pas permis 

d’étudier la croissance des boutures sous l’influence de différentes lignées de Symbiodinium. 
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4. Discussion 

4.1. Différentiel de croissance entre les trois « espèces » caraïbes du genre Acropora 

Les études publiées portant sur les dynamiques de croissance comparées entre les espèces 

A. palmata et A. cervicornis sont plus nombreuses que celles concernant ces deux espèces et le 

taxon hybride A. prolifera. Dans un premier temps, seules les croissances des espèces A. palmata 

et A. cervicornis seront donc comparées. 

Dans cette présente étude, quel que soit le dispositif de culture retenu, l’espèce 

A. cervicornis a globalement présenté des taux de croissance supérieurs à ceux estimés pour 

A. palmata. Bien que de manière générale, la croissance des coraux branchus soit estimée in situ 

en mesurant la longueur des branches et non via des mesures de l’accroissement pondéral des 

boutures, des tendances communes quant à la croissance des espèces A. palmata et A. cervicornis 

peuvent être observées entre cette étude et les précédentes. En effet, en accord avec nos résultats, 

l’espèce A. cervicornis a été précédemment décrite avec des longueurs de croissance linéaire allant 

de 7,1 à 26,6 cm par an contre 5 à 10 cm par an pour A. palmata (Shinn 1966 ; Lewis et al. 1968 ; 

Gladfelter et al. 1978 ; Tunnicliffe 1983 ; Lirman 2000). L’espèce A. cervicornis est notamment 

réputée pour avoir une capacité à reformer de nouvelles colonies à partir de fragments libres 

brisés par les vagues (Bowden-Kerby 1997). De plus, puisque l’espèce A. cervicornis est connue 

pour sa faculté élevée à se répandre via le processus de fragmentation, elle pourrait ainsi être 

naturellement favorisée dans un contexte de culture de boutures coralliennes (Lirman et al. 2010 ; 

cf. Chapitre II). 

Le taxon hybride A. prolifera présente une morphologie branchue et un squelette plus 

proches de ceux d’A. cervicornis que de ceux d’A. palmata. De plus, ce taxon est principalement, 

mais non exclusivement, observé sur des fonds sableux des lagons ou sur les pentes externes 

récifales, de manière analogue à l’espèce parentale A. cervicornis (Gladfelter et al. 1978). Ces deux 

faits pourraient ainsi justifier les taux de croissance plutôt analogues observés entre A. prolifera 

et l’espèce A. cervicornis. Néanmoins, alors que la croissance des boutures a globalement été 

linéaire pour l’ensemble des taxons, A. prolifera a montré une croissance exponentielle supérieure 

aux espèces A. cervicornis et A. palmata sur le dispositif de croissance par suspension en pleine 

eau. Relativement peu d’études ont été réalisées sur les capacités de croissance de ce taxon 

hybride, en particulier dans le cadre d’une expérimentation de culture de boutures coralliennes 

(Gladfelter et al. 1978 ; Bowden-Kerby 1997, 2001 ; Chilcoat 2004 ; Bowden-Kerby et Carne 

2012 ; Carne et Kaufman 2014 ; Carne 2015). La première étude qui a fourni des taux de 

croissance pour le taxon hybride A. prolifera avait mis en évidence une croissance linéaire plus 

importante pour A. prolifera et A. palmata que pour A. cervicornis durant la saison chaude et 
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humide aux Îles Vierges des États-Unis (Gladfelter et al. 1978). Par ailleurs, des taux d’extension 

et de ramification plus élevés pour A. prolifera que pour A. cervicornis ont été mis en évidence dans 

la région des Bahamas lorsque les boutures étaient cultivées par fixation (Chilcoat 2004). L’étude 

de Bowden-Kerby et Carne (2012) avait mis en évidence qu’A. prolifera présentait une dynamique 

de croissance similaire à A. cervicornis sur les dispositifs de culture par suspension et que le 

dispositif de croissance par fixation marchait exceptionnellement bien à la fois pour A. prolifera et 

A. palmata. Ces observations quant à la dynamique de croissance d’A. prolifera dans des contextes 

relativement variés pourraient révéler que le taxon hybride A. prolifera présente des optima 

écologiques différents, peut-être intermédiaires, voire plus variés que ceux relatifs aux espèces 

parentales A. cervicornis et A. palmata (Chilcoat 2004). Le taxon hybride A. prolifera a été décrit 

comme arborant une morphologie branchue qui lui permettrait de présenter un rôle structurel 

similaire aux espèces parentales sur les récifs (Vollmer et Palumbi 2002 ; Fogarty et al. 2012). De 

plus, des phénomènes d’introgression de gènes de l’espèce A. palmata vers l’espèce A. cervicornis 

et vice versa ont été démontrés, révélant ainsi l’existence de générations hybrides ultérieures à 

une simple génération F1 (van Oppen et al. 2000 ; Cole et al. 2002 ; Vollmer et Palumbi 2007 ; 

Fogarty 2010, 2012 ; Fogarty et al. 2012 ; Palumbi et al. 2012 ; cf. Chapitre II). Si cet hybride 

présente réellement des capacités facilitées d’adaptation à des habitats plus variés que celles des 

espèces parentales, alors de nouveaux écotypes du genre Acropora avec des capacités 

d’adaptation à des habitats plus variés que les espèces parentales pourraient apparaître 

localement. Ainsi, il se pourrait que le taxon hybride A. prolifera puisse jouer un rôle structurel 

intéressant sur certains récifs dans le contexte particulier de la région Caraïbe où les deux seules 

espèces représentantes du genre Acropora sont menacées et leurs populations en déclin. 

4.2. Différentiel de croissance entre les deux méthodes de culture utilisées 

Les résultats de la présente étude ont montré que la dynamique de croissance des 

boutures pour l’ensemble des trois taxons coralliens du genre Acropora était plus importante 

lorsque les boutures étaient installées sur le dispositif de culture par suspension que sur le 

dispositif de culture par fixation. De précédentes études ont également permis de mettre en 

évidence une croissance plus rapide lorsque les boutures coralliennes d’Acropora étaient 

suspendues plutôt que cultivées par fixation près du fond (Johnson et al. 2011 ; Griffin et al. 2012 ; 

Young et al. 2012 ; Lirman et al. 2014). Toutefois, l’espèce A. palmata a déjà été décrite comme 

ayant une croissance favorisée via la méthode de culture par fixation plutôt que par la méthode 

par suspension, ce qui n’a pas été révélé par les résultats de cette étude (Bowden-Kerby et Carne 

2012). Néanmoins, puisque les dispositifs de culture de boutures sur le site de transplantation ont 

été installés dans un environnement moins exposé aux vagues et à la houle, et à une profondeur 

relativement plus importante (> 6 m) que les conditions communément rencontrées dans les 
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habitats spécifiques à l’espèce A. palmata, ces nouvelles conditions environnementales auraient 

éventuellement pu ne pas favoriser une croissance optimale des boutures de cette espèce sur le 

dispositif de culture par fixation. 

Le dispositif de culture par suspension semble vraisemblablement présenter plusieurs 

atouts en permettant notamment de limiter la prédation directe par des prédateurs benthiques 

tels que les Gastéropodes coralliophages (Coralliophila abbreviata) ou par des poissons brouteurs 

de polypes (Chaetodon sp.), ainsi que la prédation indirecte par les poissons territoriaux du genre 

Stegastes observée sur les colonies d’Acropora naturellement présentes aux îlets de Pigeon 

(Bruckner 2002 ; Johnson et al. 2011 ; Bowden-Kerby 2014 ; Johnston et Miller 2014). Par ailleurs, 

il semble que la méthode de culture par suspension ait également permis de limiter la 

prolifération des algues qui aurait pu nuire à la croissance des boutures (Williams et Miller 2010). 

De plus, les coraux sont notamment vulnérables à l’hypersédimentation susceptible d’engendrer 

des nécroses des tissus. L’éloignement du fond avec le dispositif de culture par suspension a 

certainement limité la sédimentation (Rogers 1990 ; Wittenberg et Hunte 1992a, 1992b ; 

Meesters et Bak 1995 ; Wolanski et al. 2003). Par ailleurs, le dispositif de culture par fixation près 

du fond était plus limitant en termes de rayonnement solaire perçu par les boutures alors qu’il a 

notamment été décrit pour A. cervicornis que l’intensité de l’éclairement était corrélée à la 

croissance des colonies coralliennes (Torres et al. 2007). Enfin, les boutures installées sur le 

dispositif de culture par fixation étant maintenues par des pinces, il était nécessaire de les en ôter 

à chaque session de pesée, ce qui devait peut-être être un éventuel facteur de stress 

supplémentaire perturbant la croissance, a contrario des boutures suspendues par un fil sur 

l’autre méthode de culture qui étaient par ailleurs libres de se développer dans toutes les 

directions. Cependant, il semblerait qu’une croissance accélérée via la méthode de culture par 

suspension en pleine eau puisse conduire à l’obtention de boutures avec un squelette moins dense 

et donc des colonies coralliennes plus fragiles in fine (Johnson et al. 2011). 

4.3. Influence du génotype sur la croissance des boutures 

Bien que des études aient démontré que la survie et la croissance des colonies des espèces 

coralliennes caraïbes du genre Acropora pouvaient être variables en présence de génotypes (i.e. 

individus génétiques) différents (Bowden-Kerby et Carne 2012 ; Griffin et al. 2012 ; Lirman et al. 

2014 ; Bliss 2015 ; Johnson 2015 ; O’Donnell et al. 2017), cette étude n’a pas pu révéler de 

différences de croissance entre colonies porteuses de génotypes distincts, que ce soit pour 

A. palmata ou pour A. prolifera. De la même manière, d’autres études n’avaient pas mis en 

évidence de telles différences pour l’espèce A. cervicornis (Johnson 2015 ; Ladd et al. 2016). De 

manière similaire pour A. palmata et A. prolifera, seuls deux génotypes représentés par un petit 

nombre de colonies ont été comparés. Il se peut que le petit nombre de colonies n’ait pas permis 
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de rendre compte d’un différentiel de croissance significatif. Il est également probable que l’étude, 

qui s’est déroulée sur une période de 109 jours, ait été trop courte pour montrer un différentiel 

de croissance entre des colonies de génotypes différents. Enfin, l’hypothèse que les génotypes 

étudiés aient des aptitudes de croissance comparables ne peut pas être écartée, dans la mesure 

où les boutures proviennent toutes d’une même population installée sur un même site de 

prélèvement. En effet, dans un contexte environnemental stable, les individus qui composent une 

population sont naturellement sélectionnés en fonction des conditions environnementales 

rencontrées dans leur habitat (Kawecki et Ebert 2004). Ainsi des génotypes qui sont initialement 

issus d’une même population ont nécessairement subi les mêmes pressions évolutives au cours 

du temps et pourraient par conséquent être représentés par des colonies coralliennes avec des 

aptitudes de croissance comparables lorsqu’elles sont cultivées, ou même une fois implantées 

dans un même et nouvel environnement. En outre, alors que seule une croissance différentielle 

potentielle des boutures coralliennes ait été recherchée entre des colonies portant des génotypes 

distincts et dans des conditions climatiques et environnementales relativement stables, des 

colonies avec des génotypes différents pourraient être plus ou moins vulnérables face à certaines 

conditions particulières ou face à des variations de certains paramètres environnementaux 

(Baums 2008). En Floride, il a par exemple été mis en évidence que des colonies avec des 

génotypes distincts de l’espèce A. cervicornis pouvaient présenter une plus ou moins grande 

sensibilité au blanchissement corallien induit par un réchauffement inhabituel de la température 

de l’eau (Lohr et Patterson 2017). À Panama, il a été observé que des colonies portant certains 

génotypes de l’espèce A. cervicornis seraient moins sensibles à la maladie de la bande blanche (i.e. 

White-Band Disease) (Vollmer et Kline 2008). Par ailleurs, à Porto Rico, des morphotypes 

différents de l’espèce A. cervicornis correspondant probablement à des génotypes distincts 

seraient plus ou moins bien adaptés à des conditions d’hydrodynamisme plus ou moins élevées 

(Bowden-Kerby 2001). Par conséquent, bien que la présente étude n’ait pas révélé de différences 

notables entre les colonies analysées portant différents génotypes, une introduction de nouveaux 

génotypes distincts sur le site de transplantation pourrait tout de même se révéler être un atout 

non seulement pour la reproduction sexuée (cf. Chapitre II), mais également en cas de potentielles 

perturbations futures tels que des maladies, des évènements de blanchissement corallien ou 

encore face à d’autres facteurs de stress. Il pourrait être intéressant de poursuivre la culture de 

nouvelles boutures coralliennes de ces différents génotypes à partir des boutures déjà cultivées 

en veillant à augmenter le nombre de boutures par génotype pour plusieurs raisons. Tout d’abord, 

cela pourrait permettre de poursuivre l’étude concernant un différentiel de croissance entre les 

colonies présentant différents génotypes avec un nombre homogène et plus conséquent de 

boutures par génotypes afin que les résultats soient plus robustes. Ensuite cela pourrait 

également permettre de voir les différences éventuelles qu’il pourrait exister entre les colonies 
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avec des génotypes distincts sous d’autres conditions : de température, de luminosité ou de 

sédimentation par exemple. Cela serait particulièrement intéressant pour l’espèce A. cervicornis 

pour laquelle seulement 17 génotypes au total ont été jusqu’à présent identifiés en Guadeloupe, 

en incluant les 9 génotypes détectés dans la présente étude (cf. Chapitre II). 

4.4. Influence des associations symbiotiques sur la croissance des boutures 

La lignée de Symbiodinium A3 a été détectée pour l’ensemble des colonies coralliennes sur 

lesquelles les boutures ont été prélevées. Ce phénomène ne permet donc pas d’étudier la 

croissance des boutures sous l’influence de différentes lignées de Symbiodinium. Par ailleurs, les 

études ayant porté sur la diversité des clades de Symbiodinium en association symbiotique avec 

de nombreuses espèces coralliennes dans des environnements divers ont révélé que les 

caractéristiques environnementales des habitats avaient une influence significative sur la 

diversité des communautés de Symbiodinium associées aux coraux, la profondeur (en corrélation 

avec l’éclairement) jouant notamment un rôle non négligeable sur la composition des 

communautés de symbiontes algaux associées aux coraux (Baker et al. 1997 ; Baums et al. 2010 ; 

LaJeunesse et al. 2010). Après translocation d’un habitat peu profond (< 2 m) à un habitat avec 

une profondeur plus importante (6-7 m), d’éventuels remaniements des communautés 

symbiotiques algales peuvent se produire (Lirman et al. 2014), ce qui pourrait être le cas ici. Un 

suivi de la composition des communautés de Symbiodinium associées aux boutures, avant et après 

transplantation, via la méthode de qPCR (avec une résolution suffisamment fine pour pouvoir 

détecter la présence de plusieurs lignées de Symbiodinium même présentes de manière cryptique) 

auraient ainsi pu être réalisé afin de mettre en évidence de tels remaniements (Silverstein et al. 

2012). Néanmoins, l’étude relative à la diversité des communautés de Symbiodinium associées aux 

coraux du genre Acropora en Guadeloupe avait permis d’observer que seuls deux échantillons 

(analysés avec la méthode de qPCR) de l’espèce A. cervicornis sur la totalité des 132 échantillons 

d’Acropora analysés présentaient une symbiose avec une autre lignée de Symbiodinium que la 

lignée A3 (i.e. avec le clade B) (cf. Chapitre III). Cette observation a ainsi permis de conclure que 

la lignée A3 de Symbiodinium semble être la lignée de Symbiodinium la plus communément 

associée aux coraux du genre Acropora en Guadeloupe, ne présageant pas nécessairement que 

d’autres lignées de Symbiodinium auraient pu être détectées en association symbiotique avec les 

boutures cultivées ici. Toutefois, une étude similaire ayant permis de comparer la croissance de 

colonies d’A. cervicornis de la République Dominicaine et de Floride n’a pas révélé de différence 

de croissance significative entre des colonies coralliennes dominées par le clade A et celles 

dominées par le clade C (Lirman et al. 2014). En outre, il aurait également pu être intéressant de 

regarder les variations quantitatives de Symbiodinium pour les trois « espèces » d’Acropora tout 
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au long de l’expérimentation afin de voir l’influence de la quantité en Symbiodinium sur la 

dynamique de croissance des boutures (Cunning et Baker 2014). 

4.5. Viabilité de la culture de boutures coralliennes pour les espèces du genre Acropora 

Afin de favoriser la réussite d’un projet de transplantation, il est nécessaire de respecter 

certaines recommandations. Par exemple, bien que le temps du trajet entre le site de prélèvement 

des boutures et le site de transplantation de la présente étude ait été proche de 7h, il est 

normalement recommandé de limiter le temps de transport à moins de 4h (Johnson et al. 2011). 

Toutefois, peu de projet de transplantation ont déjà été effectués pour des distances de plus de 

25 km (Todd et al. 2004), et ici, la distance entre les deux sites est de 30 km à « vol d’oiseau ». Par 

ailleurs, bien que des conditions environnementales relativement similaires soient à privilégier 

entre le site de transplantation et le site de prélèvement, les dispositifs de croissance ont été 

installés à une profondeur plus importante (environ 6 m) que la profondeur à laquelle les 

boutures ont été échantillonnées (environ 2 m), influençant par exemple le rayonnement solaire 

perçu par les boutures. Malgré ces conditions différentes, pouvant être à l’origine de stress 

supplémentaires non négligeables pour les boutures, les taux de survie observés pour les 

boutures ont été de 100 % pour A. prolifera et A. cervicornis, et de 92,5 % pour l’espèce A. palmata, 

c’est-à-dire parmi les plus hauts taux de survie décrits dans la littérature pour ces espèces 

(Hernández-Delgado et al. 2014). Toutefois, plusieurs boutures disposées sur le dispositif de 

culture par fixation sont mortes durant les mois qui ont suivi la fin de l’expérimentation, ne 

présageant pas d’un intérêt à un maintien plus long en culture. Par ailleurs, il est indispensable de 

chercher à augmenter, ou tout du moins à maintenir, la diversité génotypique des populations 

coralliennes menacées qui doivent être restaurées afin de favoriser la reproduction sexuée des 

colonies coralliennes, ce qui in fine permet d’accroître la diversité génétique des populations via 

le recrutement de nouvelles colonies coralliennes génétiquement distinctes (Quinn et Kojis 2006 ; 

Vollmer et Palumbi 2007 ; Baums 2008 ; cf. Chapitre II). Cela est particulièrement important pour 

les récifs qui ne seraient peuplés que par des colonies clonales d’un même individu génétique, 

comme le récif de la Caye à Dupont dans le Petit Cul-de-sac Marin en Guadeloupe (cf. Chapitre II). 

En effet, puisque l’autofécondation n’est pas réalisable par les espèces du genre Acropora, la 

présence d’un seul individu génétique même en présence de plusieurs colonies ne permet pas 

d’avoir un processus de reproduction sexuée pour de telles populations. Or en l’absence de 

reproduction sexuée et en présence d’un très probable « effet Allee », les populations 

monoclonales d’Acropora sont particulièrement vulnérables et peuvent rapidement péricliter 

(Knowlton 1992 ; Levitan et al. 1992), tel que cela a été observé pour la population monoclonale 

d’A. cervicornis retrouvée sur le site de la Caye à Dupont (cf. Chapitre II et III). Aux îlets Pigeon, le 

site choisi pour la transplantation, de nombreuses colonies d’A. cervicornis étaient historiquement 
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présentes avant de disparaître suite à l’ouragan Hugo en 1989, sans que la population n’ait alors 

pu se reconstituer (Bouchon, comm. pers.). Avant la transplantation, seules deux colonies clonales 

d’un même individu génétique y étaient observées (cf. Chapitre II), révélant un intérêt certain à 

introduire de nouveaux génotypes de l’espèce A. cervicornis sur ce site. Près de l’îlet Fajou, sur le 

site de prélèvement des boutures, le choix a été fait de réaliser un prélèvement des boutures en 

suivant le transect le plus long possible au sein de chaque population pour chacune des trois 

« espèces » et en échantillonnant de manière opportuniste des colonies coralliennes relativement 

espacées afin de favoriser l’échantillonnage du plus grand nombre possible de génotypes, tout en 

évitant de nombreuses colonies clonales qui seraient issues de la fragmentation. Cette stratégie 

d’échantillonnage utilisée de manière empirique afin de pallier à l’absence d’un génotypage 

exhaustif et préalable de l’ensemble des colonies sur le site de prélèvement a porté ces fruits. Alors 

que ce sont les mêmes populations des trois « espèces » d’Acropora qui ont été échantillonnées 

pour cette étude expérimentale de culture de boutures coralliennes et l’étude relative au 

chapitre II, davantage de génotypes pour chacun des trois taxons ont été retrouvés ici que lors de 

l’étude précédente. En effet, pour le site de l’îlet Fajou, 9 génotypes d’A. cervicornis ont été 

identifiés ici contre 4 précédemment ; 2 génotypes d’A. palmata ont été détectés ici contre 1 seul 

précédemment et enfin 2 génotypes d’A. prolifera ont été retrouvés ici contre 1 seul 

précédemment. Pour l’espèce A. cervicornis, introduire ainsi des colonies relatives à 9 individus 

génétiquement distincts pourrait in fine favoriser des évènements de reproduction sexuée sur le 

site des îlets Pigeon, rendus impossibles jusqu’à maintenant étant donné la présence de seulement 

deux colonies clonales correspondant à un seul individu génétique. Dans les prochaines années, il 

serait ainsi intéressant de faire un suivi des évènements annuels de reproduction sexuée 

(puisqu’ils sont prédictibles) et une étude du recrutement de colonies juvéniles d’Acropora. De 

telles expertises, couplées à des analyses génétiques de paternité, permettraient de vérifier si 

l’apport de boutures coralliennes avec des génotypes distincts a permis de ravigoter la 

reproduction sexuée tout en considérant l’effet potentiel du processus d’auto-recrutement sur le 

site. 
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5. Conclusion 

Les résultats encourageants de ce projet avec de bons taux de survie et de croissance des 

boutures coralliennes d’Acropora révèlent ainsi la faisabilité d’un tel projet en Guadeloupe, même 

lorsque les conditions de réalisation ne sont pas optimales. Toutefois, cette expérimentation de 

culture de boutures coralliennes n’est qu’une étape préliminaire à la transplantation réelle des 

boutures sur le site des îlets Pigeon et ne peut pas présager d’un succès réel in fine du projet de 

réhabilitation des populations d’Acropora avec une survie des colonies coralliennes jusqu’à ce 

qu’elles soient capables de participer aux évènements de reproduction. Bien qu’à ce stade 

d’investigation, une telle approche de réhabilitation des populations coralliennes semble 

envisageable, cela ne devrait pas servir d’alibi pour négliger les efforts nécessaires portant sur le 

contrôle de la pollution côtière et la protection de l’environnement récifal. En effet, l’apport de 

nouvelles colonies coralliennes dans un habitat récifal soumis à des perturbations 

environnementales chroniques serait dénué de sens. 

Par ailleurs, il est intéressant de noter que l’hybride A. prolifera pourrait présenter des 

capacités facilitées d’adaptation à des habitats plus variés que celles des espèces parentales. Bien 

que ce taxon ne soit pas viable comme une espèce véritable, des publications révèlent 

régulièrement l’apparition d’une densité importante de colonies d’A. prolifera sur des récifs de la 

Caraïbe alors qu’il était rarement observé auparavant (van Oppen et al. 2000 ; Vollmer et Palumbi 

2002 ; Willis et al. 2006 ; Fogarty 2010, 2012 ; Lucas et Weil 2016 ; Aguilar-Perera et Hernández-

Landa 2017). Le taxon hybride A. prolifera pourrait localement jouer un rôle structurel sur 

certains récifs de la région Caraïbe. 
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1. Synthèse et conclusions 

Ce travail de thèse s’est inscrit dans la problématique d’espèces de coraux menacées dans 

la région caraïbe, les Acropora, en se focalisant dans un premier temps sur l’aspect de capacité de 

résilience des populations afin d’employer à terme des méthodes de conservation et de gestion 

adaptées. Trois axes de recherche ont ainsi été développés : le premier axe avait pour but 

d’estimer la diversité génétique et la connectivité pour les populations d’Acropora dans les Petites 

Antilles, et le deuxième axe devait permettre d’étudier la diversité de leurs communautés de 

Symbiodinium associées. Ces deux premiers chapitres avaient pour objectif commun de donner un 

aperçu des capacités de résilience des populations, à la fois en termes de recrutement (en estimant 

la part issue de la reproduction sexuée), de connectivité des populations, et d’association 

symbiotique. Le troisième et dernier axe s’est articulé autour de la mise en culture de boutures 

coralliennes des espèces d’Acropora dans le but de réaliser localement un projet de restauration 

de leurs populations sur un récif de la Guadeloupe. 

Globalement, les résultats obtenus sur l’ensemble des études réalisées dans ce travail de 

thèse ont confirmé la vulnérabilité des populations d’Acropora dans les Petites Antilles et la 

faisabilité de la culture de boutures coralliennes de ces espèces, étape préliminaire à la 

restauration des populations. 

1.1. Capacités de résilience des espèces d’Acropora dans les Petites Antilles 

Les capacités de résilience des coraux du genre Acropora des Petites Antilles ont été 

appréhendées à travers les deux premiers axes de recherche, présentés dans les chapitres II et III. 

D’une part, le premier axe de recherche a permis d’estimer la diversité génétique (issue de la 

reproduction sexuée), la structure génétique et la connectivité des populations du genre Acropora 

dans les Petites Antilles (cf. Chapitre II). D’autre part, le deuxième axe de recherche a servi à 

estimer la diversité des communautés de « zooxanthelles » qui sont associées aux espèces 

Acropora caraïbes (cf. Chapitre III). 

L’un des facteurs prépondérants à la résilience des populations est le maintien d’un certain 

niveau de diversité génétique. En effet, le maintien d’une diversité génétique élevée est crucial 

pour le maintien du potentiel évolutif, la survie et la résilience des espèces (Frankham et al. 2002 ; 

England et al. 2003 ; Balloux et al. 2004). De plus, la connectivité (via les évènements de migration) 

entre des populations séparées géographiquement joue aussi un rôle important dans le maintien 

de la diversité génétique et donc dans la capacité de résilience des populations (Hastings et 

Harrison 1994 ; Botsford et al. 2001 ; Cowen et al. 2007). Pour les espèces A. palmata et 

A. cervicornis, le premier axe de recherche a permis de mettre en évidence une faible diversité 

génétique d’une part et une structure génétique qui repose sur un modèle d’isolement génétique 
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par la distance pour les populations d’Acropora palmata des Petites Antilles d’autre part (cf. 

Chapitre II). Quant à l’espèce A. cervicornis, elle n’a été observée et échantillonnée que sur les trois 

îles de Saint-Martin, de Saint-Barthélemy et de la Guadeloupe, parmi les onze îles qui ont été 

prospectées dans les Petites Antilles durant cette étude (des colonies d’A. cervicornis ont 

également observées au moins à la Martinique (comme pers. la DEAL). Les populations 

d’A. cervicornis étudiées ont généralement présenté un petit nombre de colonies (à l’exception du 

site FJ I en Guadeloupe), des niveaux faibles de diversité génétique corrélés à un nombre limité 

d’individus génétiquement distincts (ou génotypes), reflétant alors une prédominance du mode 

de reproduction asexué et de colonies clonales dans les populations. Néanmoins, cette espèce est 

décrite historiquement comme pouvant s’installer jusqu’à une profondeur de 20 m sur les pentes 

externes récifales (Goreau 1959), comme cela a été illustré par la redécouverte récente de l’espèce 

A. cervicornis à une profondeur de 17 m sur le site de la caravelle à la Martinique (Impact-Mer 

2015) et comme elles étaient installées en Guadeloupe avant leur destruction par l’ouragan Hugo 

en 1989. Or, les pentes externes récifales n’ont pas été prospectées à de telles profondeurs dans 

cette étude. Ainsi, bien que l’abondance de l’espèce A. cervicornis dans les Petites Antilles ait pu 

être sous-estimée, les rares observations de cette espèce sur les îles de Saint-Martin, de Saint-

Barthélemy, de la Guadeloupe et de la Martinique, associées à des niveaux de diversités 

génotypiques et génétiques faibles sont alarmantes. En effet, des populations éparses de cette 

espèce avec de faibles niveaux de diversité génotypiques suggèrent la possibilité d’un effet Allee 

(Knowlton 1992 ; Levitan et al. 1992), conduisant à une capacité de résilience réduite des 

populations via les processus naturels de recouvrement tels que les évènements de reproduction 

sexuée et in fine à une disparition probable de l’espèce A. cervicornis de la région des Petites 

Antilles.  

L’espèce A. palmata a été communément retrouvée sur l’ensemble des onze îles 

prospectées et semble moins menacée qu’A. cervicornis dans les Petites Antilles. Toutefois, la 

diversité génétique estimée pour les populations d’A. palmata des Petites Antilles est globalement 

inférieure à la diversité génétique précédemment estimée pour d’autres populations de la région 

des Caraïbes. Ce constat est préoccupant puisqu’une plus faible diversité génétique peut réduire 

la capacité de résilience des populations face à des perturbations éventuelles des conditions 

environnementales (Frankham et al. 2002), en particulier dans le contexte du changement 

climatique actuel. D’autant plus que les populations des Petites Antilles sont relativement isolées 

car situées en périphérie de l’aire de répartition de l’espèce A. palmata. En outre, l’étude de la 

connectivité pour les populations des Petites Antilles de l’espèce A. palmata permet d’émettre 

l’hypothèse que l’échelle spatiale de dispersion larvaire est inférieure à 200 kilomètres avec une 

structure génétique des populations expliquée par un modèle d’isolement génétique par la 

distance. Cette hypothèse peut certainement être extrapolée à l’espèce A. cervicornis pour laquelle 
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les caractéristiques liées à la reproduction sexuée sont similaires à celles de l’espèce A. palmata 

alors que le petit nombre de génotypes retrouvés dans les populations ne permet pas d’obtenir 

des résultats aussi fiables. 

Des lignées de Symbiodinium distinctes possèdent des propriétés physiologiques 

différentes et la résilience des hôtes coralliens face à certaines conditions environnementales 

pourrait être influencée par la nature des communautés symbiotiques qu’ils hébergent, favorisant 

de ce fait les hôtes coralliens qui seraient capables d’arborer simultanément plusieurs clades ou 

ceux qui présenteraient une facilité à changer de lignée de Symbiodinium au cours du temps 

(Baker 2003 ; Knowlton et Rohwer 2003 ; van Oppen et Gates 2006 ; Camargo et al. 2009 ; Lirman 

et al. 2014). Le deuxième axe de recherche qui s’intéressait à la diversité des communautés de 

Symbiodinium comme facteur potentiel de résistance et de résilience pour les espèces d’Acropora 

dans les Petites Antilles en cas de perturbation des conditions environnementales, a mis en 

évidence une faible diversité quant à la nature des symbioses réalisées entre les acropores et les 

lignées de Symbiodinium. En effet, pour la quasi-totalité des échantillons d’Acropora analysés 

(98 %) et quelles que soient les méthodes employées (PCR et qPCR), la prédominance d’une 

relation symbiotique avec le sous-clade A3 de Symbiodinium seul a été identifiée. Néanmoins, dans 

un contexte environnemental stable, la symbiose avec le sous-clade A3 est opportune d’un point 

de vue écologique pour les coraux du genre Acropora, en particulier pour des colonies qui sont 

installées à de faibles profondeurs (moins de 5 m) puisqu’il a été montré que cette lignée de 

Symbiodinium confère des propriétés photo-protectrices vis-à-vis des ultraviolets (Banaszak et al. 

2000, 2006). À l’échelle de la Guadeloupe, aucun clade cryptique n’a été identifié dans les 132 

échantillons d’Acropora analysés par qPCR et seuls deux échantillons d’A. cervicornis de l’îlet Fajou 

en Guadeloupe ont révélé des associations avec deux lignées de Symbiodinium (A3 et B). Cela 

montre que les coraux du genre Acropora en Guadeloupe ne semblent pas sujets à des associations 

symbiotiques avec plusieurs clades et cela même si l’on considère la présence éventuelle de clades 

cryptiques qui pourraient être présents en faibles quantités au sein des colonies. Néanmoins, 

quatre échantillons d’A. palmata ont permis d’identifier la présence du sous-clade D1 sur deux 

sites à l’échelle des Petites Antilles, l’Îlet Ramier en Martinique et Shipstern Point à Antigua. Ainsi 

bien qu’une certaine fidélité ait été mis en évidence entre les Acropora des Petites Antilles et le 

sous-clade A3, l’espèce A. palmata semble pouvoir réaliser des associations symbiotiques de 

nature différente à certaines occasions. La lignée D1 identifiée pour les quatre colonies 

d’A. palmata est communément détectée lorsque les conditions environnementales sont 

perturbées, par exemple suite à un épisode de blanchissement corallien ou dans des contextes 

d’hyper-sédimentation (Jones et al. 2008 ; Finney et al. 2010 ; Silverstein et al. 2015). Cette 

observation d’une association symbiotique entre la lignée D1 et l’espèce A. palmata, pour une 

première fois dans les Petites Antilles, laisse penser que la symbiose avec la lignée A3 n’est pas 
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unique et qu’en cas de perturbation, les coraux du genre Acropora (ou tout du moins A. palmata) 

pourraient réaliser des associations symbiotiques de nature différente. 

Ces deux axes de recherche révèlent ainsi une capacité de résilience qui apparaît limitée 

pour les acropores des Petites Antilles, en particulier si l’on ne considère que la diversité 

génétique des populations de coraux. Néanmoins, l’étude des communautés de Symbiodinium 

laisse entrevoir une capacité adaptative de l’espèce A. palmata à l’acquisition de la lignée D1 de 

Symbiodinium, cette association symbiotique pouvant être un atout dans certaines conditions 

environnementales perturbées. 

1.2. Aspects de conservation pour les populations d’Acropora des Petites Antilles 

Le premier axe de recherche a permis de révéler que (1) la connectivité génétique et la 

dispersion larvaire étaient limitées pour les populations d’A. palmata dans les Petites Antilles et 

que (2) des flux géniques seraient majoritairement orientés du sud vers le nord (cf. Chapitre II). 

Ces conclusions sont ici extrapolées à l’espèce A. cervicornis pour laquelle le nombre de génotypes 

retrouvés était limitant puisqu’elle présente une reproduction sexuée similaire à celle de l’espèce 

A. palmata. Ainsi, dans l’hypothèse où les flux géniques dominants orientés du sud vers le nord 

serait vraie, la préservation des populations de ces deux espèces d'Acropora dans les îles les plus 

au sud des Petites Antilles devrait être une priorité. Toutefois, dans un environnement stable, les 

coraux sont des organismes qui sont potentiellement capables de vivre pendant des décennies 

(voire plus) du fait de la croissance des colonies par bourgeonnement asexué des polypes (cf. 

Chapitre I). De ce fait, les estimations de diversité et de connectivité génétiques reposent 

potentiellement sur des échantillons de coraux prélevés sur des colonies qui peuvent être 

installées sur les récifs depuis plusieurs décennies. Ainsi, les résultats obtenus pourraient illustrer 

une histoire évolutive qui ne reflète pas fidèlement la dynamique actuelle des populations 

d’Acropora des Petites Antilles. En absence d’informations sur l’efficacité actuelle des processus 

de reproduction sexuée et de recrutement larvaire, la mise en évidence d’une connectivité 

génétique limitée entre les populations menacées d’Acropora des Petites Antilles devrait avant 

tout conduire à réaliser des efforts de conservation et de gestion des populations de ces espèces 

coralliennes à des échelles locales. En effet, compter sur de potentiels intrants larvaires provenant 

de populations sources éventuelles est purement spéculatif, en particulier lorsque les petites 

populations sont identifiées comme menacées (Baums et al. 2005, 2006a, 2006b ; Vollmer et 

Palumbi 2007 ; Hemond et Vollmer 2010). 

Les menaces qui pèsent sur les récifs et les coraux sont multifactorielles et sont bien 

souvent la conséquence de plusieurs causes d’origines naturelle et surtout anthropique (cf. 

Chapitre I). Les îles des Petites Antilles sont densément peuplées et les récifs sont très proches 
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des côtes et ainsi fortement soumis à l’influence des activités humaines (Bouchon et al. 2008a, 

2008b). Par conséquent, en plus du changement climatique global et de certaines perturbations 

naturelles ponctuelles de grande ampleur telles que les ouragans et les maladies, les récifs et leurs 

communautés coralliennes, sont aussi menacés par des perturbations chroniques des conditions 

environnementales plus locales et d’origine anthropique, notamment via le rejet direct à la mer 

d’eaux usées peu ou pas traitées et le lessivage des sols qui entrainent des substances polluantes 

dans le milieu marin (Bouchon et al. 2008a, 2008b). Puisque certaines perturbations à l’origine 

du déclin des récifs et des coraux sont principalement la conséquence de menaces qui pèsent 

directement sur l’habitat et que, dans le cas de cette étude les espèces caraïbes du genre Acropora 

sont déjà sous couvert de statuts nationaux (Arrêté du 25 avril 2017 « fixant la liste des coraux 

protégés en Guadeloupe, en Martinique et à Saint-Martin et les modalités de leur protection ») et 

internationaux (cf. Chapitre I) qui leurs garantissent une protection efficace, ce sont des mesures 

visant à la protection des habitats et plus généralement de l’environnement marin qui devraient 

maintenant être privilégiées. Néanmoins, en raison de la situation sociétale et institutionnelle 

hétérogène des îles des Petites Antilles représentées par de nombreux gouvernements, de telles 

mesures de gestion des habitats et de l’environnement peuvent être difficilement mises en œuvre 

à une échelle régionale. 

1.3. Restauration des populations d’Acropora par transplantation de boutures coralliennes 

Le troisième axe de recherche qui s’articulait autour de la mise en culture de boutures de 

coraux du genre Acropora a révélé que cette étape préliminaire à tout projet de transplantation 

était réalisable sur le site sélectionné en Guadeloupe (cf. Chapitre IV). Dans un contexte où les 

populations coralliennes sont menacées et semblent peu résilientes et pour lequel il est préférable 

d’appliquer des mesures de gestion locale, la mise en place d’un tel projet de transplantation de 

boutures coralliennes semble judicieux (Young et al. 2012). 

Les résultats encourageants de ce projet avec de bons taux de survie et de croissance des 

boutures d’Acropora révèlent ainsi la faisabilité d’un tel projet en Guadeloupe, même lorsque les 

recommandations quant à la réalisation d’un tel projet n’ont pas été scrupuleusement respectées. 

Toutefois, cette expérimentation de culture de boutures coralliennes n’est qu’une étape 

préliminaire à la transplantation réelle des boutures sur le site des îlets Pigeon. Elle ne peut pas 

présager d’un succès réel in fine du projet de réhabilitation des populations d’Acropora avec une 

survie des colonies coralliennes jusqu’à ce qu’elles soient capables de participer aux évènements 

de reproduction. Une réflexion sur la façon dont les colonies doivent être réimplantées est 

nécessaire. En effet, certains paramètres tels que la disposition et la densité des colonies devraient 

être pris en compte. 
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1.4. Autres apports scientifiques de l’étude 

L’ensemble des trois axes de recherche de ce travail ont permis de réaliser une étude 

comparée entre les espèces A. palmata et A. cervicornis et le taxon hybride A. prolifera en ce 

concerne la diversité génétique des populations (cf. Chapitre II), les symbioses avec les algues du 

genre Symbiodinium (cf. Chapitre III) et la mise en culture de boutures coralliennes (cf. 

Chapitre IV). 

1.4.1. Potentiel rôle évolutif de l’hybride Acropora prolifera 

Bien que l’hybride A. prolifera ait été décrit par Lamarck en 1816, en même temps que les 

espèces A. cervicornis et A. palmata, il ne présente pas de chronique de fossiles a contrario des 

deux espèces véritables, ce qui suggèrerait qu’il est apparu plus récemment sur les récifs caraïbes 

ou alors qu’il était suffisamment rare pour ne pas en avoir laissée (Willis et al. 2006). Le premier 

axe de recherche qui a permis d’étudier la clonalité et la diversité génétique des populations 

d’Acropora dans les Petites Antilles a permis de mettre en évidence la présence de colonies de 

l’hybride A. prolifera sur certains récifs des Petites Antilles (cf. Chapitre II). L’ensemble des 

colonies d’A. prolifera qui ont été observées en Guadeloupe et à Saint-Barthélemy semblaient être 

issues d’évènements de recrutement larvaire récents, probablement au cours des cinq dernières 

années. De manière analogue, des publications signalent régulièrement l’existence de cet hybride 

sur les récifs caraïbes depuis le début des années 2000 alors même qu’il était reconnu comme 

relativement rare jusqu’à maintenant (van Oppen et al. 2000 ; Vollmer et Palumbi 2002 ; Willis et 

al. 2006 ; Fogarty 2010, 2012 ; Lucas et Weil 2016 ; Aguilar-Perera et Hernández-Landa 2017). La 

présence plus commune d’A. prolifera sur les récifs caraïbes au cours de ces dernières années a 

été justifié par Fogarty (2010, 2012) de la manière suivante : 

Les gamètes ont une plus grande compatibilité au sein de la même espèce, la fécondation 

intra-spécifique s’en trouvant ainsi facilitée. De ce fait, lorsque les colonies d’une même espèce 

sont nombreuses, la densité de gamètes est importante et les ovules sont rapidement fécondés 

par des spermatozoïdes de la même espèce. Le processus d’hybridation est donc limité lorsque les 

densités de populations d’A. palmata et d’A. cervicornis sont importantes. Or, le déclin en 

abondance des populations caraïbes d’Acropora (cf. Chapitre I) a conduit à une diminution 

importante des quantités de gamètes produits et lâchés dans la colonne d’eau lors des évènements 

de reproduction sexuée. Certaines populations d’A. palmata et surtout d’A. cervicornis sont 

maintenant sujettes à une baisse de capacité (voire une incapacité) à pouvoir se reproduire à 

cause du manque d’individus de la même espèce, du fait d’un effet Allee (Knowlton 1992 ; Levitan 

et al. 1992), favorisant ainsi des évènements de fécondation inter-spécifiques et la conception de 

l’hybride A. prolifera de première génération (F1). 
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En accord avec cette explication, les observations de colonies d’A. prolifera réalisées au 

cours de cette étude ont eu lieu sur des sites présentant des colonies d’A. palmata et 

d’A. cervicornis à proximité les unes des autres (i.e. à quelques centaines de mètres) et 

A. cervicornis était généralement représentée par un nombre limité de génotypes. 

Par ailleurs, une faible divergence génétique a été observée entre les génotypes des 

espèces A. palmata et A. cervicornis, confirmant les faibles divergences observées entre ces 

espèces avec d’autres marqueurs génétiques (van Oppen et al. 2000, 2001). Alors que 

l’introgression de gènes d’A. palmata vers l’espèce A. cervicornis avait déjà été mis en évidence, 

suggérant ainsi des rétrocroisements entre A. prolifera et A. cervicornis (Fogarty 2010, 2012 ; 

Palumbi et al. 2012), ce travail a permis de mettre en évidence pour la première fois une 

introgression de gènes d’A. cervicornis chez A. palmata via l’observation de colonies d’A. prolifera 

cryptiques, c’est-à-dire des colonies qui présentaient une morphologie d’A. palmata mais avec des 

génotypes intermédiaires à ceux d’A. palmata et A. cervicornis. Ainsi, des colonies d’A. prolifera, 

qu’elles aient été morphologiquement identifiées dès l’échantillonnage ou cryptiques, ont été 

observées sur 5 îles des Petites Antilles parmi les 11 prospectées (Saint-Martin, Saint-Barthélemy, 

Saba, la Guadeloupe et Saint-Vincent). Cela suggère que le phénomène d’introgression génique 

bidirectionnelle est étendu spatialement sur toute la zone d’étude des Petites Antilles et que le 

complexe d'hybridation des espèces caraïbes du genre Acropora est plus complexe que ce qui a 

déjà été décrit (van Oppen et al. 2000 ; Cole et al. 2002 ; Vollmer et Palumbi 2007 ; Fogarty et al. 

2012). 

L'importance de l'hybridation dans l'évolution des espèces végétales est largement 

acceptée, mais sa contribution dans l'évolution des espèces animales est moins reconnue (Willis 

et al. 2006). Néanmoins, sur les grandes échelles de temps, l'hybridation en tant que processus 

évolutif a contribué à l'évolution, à la diversification et à la résilience des coraux de récif, en 

particulier pour les espèces du genre Acropora (Willis et al., 2006). Par exemple, l’hypothèse a été 

émise que l’espèce A. palmata aurait évolué via un processus d’hybridation entre A. cervicornis et 

une espèce maintenant disparue qui pourrait être A. panamensis (Frost 1977) et qu’entre 325 000 

et plus d'un million de générations se sont écoulées depuis cet évènement (van Oppen et al. 2000). 

Par conséquent, dans le contexte caraïbe où les populations des deux seules espèces du genre 

Acropora sont en déclin, le rôle évolutif d’une telle hybridation pour les coraux caraïbes du genre 

Acropora est soumis à questionnement (van Oppen et al. 2000 ; Miller et van Oppen 2003 ; Willis 

et al. 2006). Par exemple, A. prolifera pourrait-il acquérir la capacité à se reproduire lui-même ou 

à renforcer réellement les espèces parentales via le processus d’introgression ? Toutefois, le 

contexte du réchauffement climatique actuel et les menaces actuelles encourues par les espèces 

A. palmata et A. cervicornis (cf. Chapitre I) ne sont pas favorables à un tel processus d’évolution 
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qui est long. Par ailleurs, l’introgression de certains gènes d’A. palmata au sein de l’espèce 

A. cervicornis pourrait permettre à cette dernière qui est en déclin d’augmenter sa diversité 

génétique et le nombre de génotypes qui composent les populations (Fogarty 2010, 2012 ; 

Palumbi et al. 2012). 

1.4.2. Acropora prolifera comme nouvel écotype 

Les axes de recherche concernant la diversité des communautés de Symbiodinium (cf. 

Chapitre III) et l’expérimentation de culture de boutures coralliennes (cf. Chapitre IV) ont permis 

de comparer le taxon A. prolifera avec les espèces parentales. 

L’étude de la diversité des communautés de Symbiodinium a révélé que l’hybride 

présentait la même affinité que les espèces A. cervicornis et A. palmata pour le sous-clade A3. 

Toutefois, lorsque les quantités de symbiontes relatives à la lignée A3 ont été comparées entre les 

trois taxons, A. prolifera a présenté une plus grande quantité de Symbiodinium que les espèces 

parentales (8,2 fois supérieures à A. palmata et 11 fois supérieures à A. cervicornis), suggérant que 

l’hybride puisse héberger une densité de symbiontes plus importante que les espèces parentales 

et présenter des dynamiques symbiotiques différentes (Yamashita et al. 2011 ; Cunning et Baker 

2014 ; Cunning et al. 2015). Cependant, les facteurs et les processus mis en jeu concernant la 

densité en Symbiodinium chez les hôtes coralliens sont encore mal connus (Cunning et Baker 

2014), il ne faudrait donc pas conclure trop vite qu’une forte densité de Symbiodinium soit 

nécessairement un avantage adaptatif. 

L’expérimentation de la mise en culture des boutures coralliennes a permis de révéler 

qu’A. prolifera avait une croissance relativement comparable à A. cervicornis et supérieure à 

A. palmata. En outre, alors que la croissance des boutures a globalement été linéaire pour 

l’ensemble des taxons, A. prolifera a montré une croissance exponentielle supérieure aux espèces 

A. cervicornis et A. palmata sur le dispositif de croissance par fixation près du fond. De plus, des 

études précédentes ont mis en évidence qu’A. prolifera avait une dynamique de croissance au 

moins comparable, sinon plus variée que les espèces A. palmata et A. cervicornis (Gladfelter et al. 

1978 ; Chilcoat 2004 ; Bowden-Kerby et Carne 2012). Ces observations quant à la dynamique de 

croissance de l’hybride A. prolifera pourraient ainsi révéler que le taxon hybride A. prolifera 

présente des optima écologiques différents, peut-être intermédiaires, voire plus variés que ceux 

relatifs aux espèces parentales A. cervicornis et A. palmata (Chilcoat 2004). 

De vastes « champs » mono-spécifiques d’A. prolifera tels que celui découvert près de l’Îlet 

Fajou en Guadeloupe, ont été observés sur certains récifs caraïbes (Lucas et Weil 2016 ; Aguilar-

Perera et Hernández-Landa 2017). Par ailleurs, sa morphologie branchue révèle qu’il pourrait 

présenter un rôle structurel des récifs coralliens similaire aux espèces parentales (Vollmer et 
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Palumbi 2002 ; Fogarty et al. 2012). Par conséquent, dans le contexte particulier de la région 

Caraïbe où les deux seules espèces représentantes du genre Acropora sont menacées et leurs 

populations sont en déclin, il se pourrait que le taxon hybride A. prolifera puisse localement jouer 

un rôle structurel sur certains récifs. Sans même considérer un potentiel rôle évolutif de l’hybride 

A. prolifera, des morphologies intermédiaires à celles des espèces parentales et une éventuelle 

capacité d’adaptation à des habitats variés pourraient faire de cet hybride un nouvel écotype 

potentiel (Vollmer et Palumbi 2002). 
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2. Perspectives 

Tant à propos des coraux du genre Acropora que des lignées de Symbiodinium, les trois 

axes de recherche qui ont été abordés durant cette thèse ont permis d’ouvrir de nouvelles pistes 

de recherche qu’il pourrait être intéressant d’étudier à l’avenir. 

2.1. Étude du complexe d’hybridation entre Acropora palmata et Acropora cervicornis 

L’observation de colonies cryptiques d’A. prolifera a révélé que le processus d’hybridation 

entre les espèces A. palmata et A. cervicornis semblait conduire à une introgression 

bidirectionnelle de gènes entre les espèces A. palmata et A. cervicornis, révélant ainsi la 

conception d’hybrides de générations ultérieures à la F1. Afin de confirmer cette hypothèse, des 

études complémentaires utilisant l’outil de génomique via des méthodes de séquençage de 

« nouvelle génération » (i.e. Next-Generations Sequencing, ou NGS) pourraient ainsi être réalisées. 

2.2. Étude de l’holobionte corallien 

2.2.1. Études complémentaires sur les communautés de Symbiodinium 

L’étude réalisée sur les communautés de Symbiodinium a révélé une faible diversité des 

lignées de Symbiodinium en association symbiotique avec les coraux du genre Acropora et la 

prédominance de la lignée A3 (cf. Chapitre III). Toutefois, un seul échantillon par colonie a été 

prélevé à l’extrémité d’une branche et les profils de clades de Symbiodinium peuvent varier en 

fonction de la partie de la colonie qui est échantillonnée (Rowan et al. 1997 ; Stat et al. 2006 ; 

Kemp et al. 2015). Il serait ainsi intéressant de réaliser de nouvelles expérimentations en 

considérant un échantillonnage stratifié des colonies coralliennes afin de voir si les coraux 

Acropora présentent ou non des clades de Symbiodinium distincts en fonction des zones 

échantillonnées sur les colonies. 

Par ailleurs, une grande variabilité des quantités de symbiontes a pu être observée entre 

les échantillons de colonies qui ont été analysés par qPCR, sans qu’il ne soit aisé de savoir quels 

sont les dynamiques et les paramètres environnementaux qui pouvaient influencer cette 

variabilité quantitative. De plus, la majorité des études ont cherché à identifier la nature des 

lignées de Symbiodinium qui composaient les communautés symbiotiques plutôt qu’à les 

quantifier et les facteurs et les processus qui influencent les densités de Symbiodinium au sein des 

colonies coralliennes sont encore mal connus (Cunning et Baker 2013, 2014). De ce fait, cette 

expérimentation a permis de soulever de nombreuses questions. En effet, lorsque les quantités de 

Symbiodinium ont été comparées en considérant le facteur temporel, des différences significatives 

des quantités de Symbiodinium ont été observées mais sans savoir à quelle échelle de temps les 

dynamiques de Symbiodinium pouvaient évoluer. Des suivis temporels réguliers des quantités de 
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Symbiodinium à l’échelle de quelques jours par exemple, pourraient ainsi être réalisés à l’avenir 

afin de répondre à cette question. Par ailleurs, lorsque les quantités de Symbiodinium ont été 

comparées entre sites, des différences significatives ont été observées sans savoir quels 

paramètres environnementaux pouvaient influencer les densités de symbiontes. Dans ce contexte, 

il pourrait être intéressant de répéter l’expérimentation en caractérisant les sites 

d’échantillonnage par certains paramètres physico-chimiques et biologiques tels que des 

variables d’ordre climatique (éclairement, pluviométrie, température), des paramètres liés à l’état 

d’eutrophisation des milieux (turbidité ; sédimentation ; concentrations en certains nutriments : 

ammonium, phosphates, nitrates, nitrites, silicates) et teneur en chlorophylle, ainsi que la 

présence de certains pathogènes (Vibrio sp.) ou encore de polluants (pesticides, hydrocarbures). 

2.2.2. Autres partenaires symbiotiques 

Plus qu’une simple symbiose, les coraux sont en réalité des systèmes d’interactions 

dynamiques entre un hôte corallien hétérotrophe et divers partenaires microbiens (micro-algues, 

champignons, archées, bactéries, virus), définissant ainsi ce que l’on appelle l’holobionte corallien 

(Rohwer et al. 2002 ; Knowlton et Rohwer 2003 ; Rosenberg et al. 2007 ; Wegley et al. 2007). Les 

facultés d’adaptation, de tolérance et de résistance de l’holobionte corallien à un contexte 

environnemental en particulier sont probablement influencées par la diversité génétique portée 

par l’ensemble des génomes des organismes qui constituent l’holobionte appelé hologénome. Or, 

seuls les symbiontes algaux du genre Symbiodinium associés à l’hôte corallien ont ici été étudiés, 

alors même que d’autres micro-organismes qui composent l’holobionte corallien telles que les 

bactéries pourraient aussi être considérés (Blackall et al. 2015). Ainsi, il pourrait être intéressant 

de d’étudier les communautés microbiennes associées aux coraux du genre Acropora par des 

approches de « barcoding moléculaire » (ou metabarcoding). 

2.3. Étude biogéographique de la diversité des Symbiodinium 

Le chapitre III qui a permis d’étudier les communautés de Symbiodinium pour les espèces 

de coraux Acropora palmata et Porites astreoides dans les Petites Antilles et a ainsi permis de 

mettre en évidence une certaine fidélité entre ces deux espèces coralliennes et des lignées de 

Symbiodinium sur l’ensemble de l’Arc des Petites Antilles (cf. Chapitre III). 

En effet, il semblerait que l’espèce A. palmata soit principalement retrouvée en symbiose 

avec la lignée A3 alors que l’espèce P. astreoides soit communément retrouvée en association 

symbiotique avec la lignée A4. De plus, de manière analogue pour les deux espèces de coraux, un 

haplotype majoritaire des sous-clades A3 et A4 a été retrouvé sur toute l’aire d’étude, alors que 

d’autres haplotypes secondaires ont été retrouvés plus localement. Les populations de ces espèces 

de Symbiodinium relatives aux sous-clades A3 et A4 évolueraient et se différencieraient donc 
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localement en fonction des zones géographiques (Thornhill et al. 2017). Il se pourrait qu’une telle 

diversification des lignées de Symbiodinium dans certaines localités puissent conduire à une 

adaptation de ces lignées à des conditions environnementales particulières (Kawecki et Ebert 

2004). Un tel processus d’adaptation n’est pas à sous-estimer et pourrait conduire à des 

symbioses mieux adaptées aux hôtes coralliens qui leurs seraient associés plutôt qu’à une lignée 

plus généraliste telle que A3 pour Acropora palmata ou A4 pour Porites astreoides. Afin 

d’appréhender avec une meilleure résolution la diversité génétique et la connectivité des 

populations de ces deux lignées de Symbiodinium, il serait intéressant d’utiliser des marqueurs 

génétiques plus polymorphes, tels que des marqueurs microsatellites. De cette manière la 

diversité et la structure génétiques des populations de chaque lignée de Symbiodinium pourraient 

également être comparées à celles des espèces coralliennes hôtes. Néanmoins, puisque les algues 

endosymbiotiques du genre Symbiodinium sont des organismes unicellulaires retrouvés en grand 

nombre dans les hôtes avec lesquels ils sont associées et que chaque colonie corallienne peut 

héberger plusieurs lignées de Symbiodinium, l’utilisation de tels marqueurs génétiques très 

polymorphes reste délicate (Howells et al. 2016). 

Alors que les espèces coralliennes étudiées ici ne semblent pas présenter d’associations 

symbiotiques avec les mêmes lignées de Symbiodinium, il semblerait que des organismes caraïbes 

d’autres groupes taxonomiques puissent être associés symbiotiquement avec les lignées A3 et A4 

de Symbiodinium (LaJeunesse 2002). Dans la mesure où plusieurs organismes de groupes 

taxonomiques différents pourraient être fidèles aux mêmes sous-clades de Symbiodinium, il 

pourrait être intéressant de chercher à connaître si pour de mêmes localités, les lignées de 

Symbiodinium sont strictement identiques entre des taxons différents. Pour pouvoir réaliser une 

telle étude, des marqueurs génétiques plus polymorphes (microsatellites par exemple) que ceux 

utilisés ici devraient être utilisés afin de discriminer les lignées de Symbiodinium de manière plus 

fine qu’à l’échelle du sous-clade. 
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Annexe II.1 (Première partie). Indices de diversité génétique estimés pour 14 loci microsatellites 

pour des populations d’Acropora palmata relatives à 36 sites d’échantillonnage des Petites Antilles. 

HO : Hétérozygotie observée ; HE : Hétérozygotie attendue ; FIS : indice de fixation ; r : fréquence en 

allèles nuls ; AR : richesse allélique estimée pour une population théorique de 50 génotypes avec les 

valeurs minimales (ARmin) et maximales (ARmax) de l’intervalle de confiance à 95 %. 

 

  

Saba

PAC23 PAC24 PAC25 SB1 SB3 SB4 PAC27 PAC20 PAC21 PAC22 PAC28 AL AM FjL FjPE IG IP LM Lz

#0192 H O 1,000 0,674 0,574 0,727 0,500 0,833 0,692 0,667 0,684 0,789 0,732 0,667 0,933 1,000 0,872 0,800 0,727 0,800 0,818

H E 0,964 0,827 0,737 0,874 0,795 0,864 0,880 0,788 0,802 0,811 0,836 0,895 0,901 1,000 0,841 0,855 0,879 0,732 0,849

F IS -0,044 0,187 0,222 0,175 0,384 0,039 0,216 0,167 0,151 0,027 0,060 -0,008 0,231 -1,000 0,069 -0,022 -0,031 0,012 0,034

r 0,000 0,060 0,050 0,030 0,248 0,000 0,091 0,014 0,010 0,008 0,078 0,000 0,099 0,000 0,133 0,000 0,000 0,000 0,172

#0207 H O 0,500 0,957 0,804 0,636 0,818 0,833 0,795 1,000 0,895 0,789 0,902 1,000 1,000 1,000 0,846 0,750 0,929 0,727 0,756

H E 0,857 0,853 0,857 0,844 0,866 0,894 0,858 0,879 0,908 0,859 0,879 0,873 0,850 1,000 0,846 0,843 0,894 0,861 0,875

F IS 0,455 -0,123 0,063 0,255 0,058 0,074 0,075 -0,154 0,015 0,083 0,172 -0,004 -0,065 -1,000 -0,152 0,165 -0,056 -0,136 0,037

r 0,132 0,000 0,066 0,076 0,024 0,000 0,030 0,000 0,000 0,023 0,082 0,000 0,000 0,000 0,028 0,039 0,000 0,000 0,006

#2637 H O 0,500 0,652 0,477 0,727 0,545 0,500 0,526 0,400 0,684 0,684 0,763 0,750 0,733 1,000 0,641 0,733 0,545 0,500 0,581

H E 0,464 0,570 0,578 0,563 0,610 0,409 0,567 0,733 0,694 0,633 0,718 0,790 0,743 1,000 0,649 0,726 0,636 0,647 0,672

F IS -0,091 -0,147 0,176 -0,312 0,111 -0,250 0,073 0,484 0,015 -0,083 0,132 0,107 -0,248 NA 0,109 0,243 -0,053 -0,168 0,114

r 0,000 0,000 0,189 0,000 0,019 0,000 0,106 0,360 0,000 0,000 0,149 0,282 0,000 0,001 0,175 0,075 0,000 0,000 0,222

#0007 H O 1,000 0,848 0,872 1,000 0,818 1,000 0,821 1,000 0,947 0,789 0,854 1,000 1,000 1,000 0,872 0,750 0,929 0,909 0,844

H E 0,929 0,887 0,877 0,909 0,879 0,939 0,887 0,894 0,898 0,872 0,877 0,851 0,878 1,000 0,882 0,899 0,868 0,887 0,865

F IS -0,091 0,045 0,006 -0,106 0,072 -0,071 0,076 -0,132 -0,057 0,097 0,018 -0,061 0,054 -1,000 -0,137 -0,037 -0,031 0,271 0,035

r 0,000 0,017 0,000 0,000 0,007 0,000 0,027 0,000 0,000 0,000 0,025 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,103 0,013

#5047 H O 0,250 0,652 0,681 0,455 0,727 0,667 0,692 0,833 0,737 0,632 0,600 0,750 0,529 0,000 0,667 0,563 0,643 0,636 0,556

H E 0,679 0,662 0,686 0,693 0,732 0,803 0,653 0,667 0,677 0,607 0,631 0,620 0,619 0,000 0,688 0,627 0,611 0,580 0,645

F IS 0,667 0,015 0,008 0,355 0,006 0,184 -0,062 -0,282 -0,091 -0,041 0,167 0,175 -0,023 -1,000 0,013 -0,162 0,133 0,108 0,002

r 0,202 0,031 0,000 0,130 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,038 0,225 0,000 0,000 0,077 0,000 0,056 0,000 0,000

#0166 H O 1,000 0,870 0,783 1,000 0,909 1,000 0,872 1,000 0,842 0,778 0,927 0,750 0,722 1,000 0,821 0,938 0,929 0,909 0,822

H E 0,929 0,931 0,920 0,935 0,931 0,939 0,932 0,933 0,922 0,878 0,874 0,826 0,765 1,000 0,921 0,935 0,921 0,896 0,921

F IS -0,091 0,067 0,151 -0,073 0,024 -0,071 0,066 -0,081 0,089 0,117 0,132 -0,136 -0,172 -1,000 0,086 0,187 0,071 0,015 -0,015

r 0,000 0,026 0,098 0,000 0,000 0,000 0,019 0,167 0,034 0,108 0,044 0,000 0,000 0,000 0,031 0,087 0,000 0,000 0,000

#1195 H O 0,750 0,422 0,289 0,364 0,556 0,333 0,459 0,333 0,368 0,579 0,378 0,417 0,250 0,000 0,526 0,563 0,462 0,600 0,357

H E 0,750 0,643 0,511 0,528 0,575 0,439 0,644 0,561 0,605 0,649 0,579 0,685 0,425 0,000 0,635 0,627 0,714 0,626 0,497

F IS 0,000 0,346 0,437 0,322 0,036 0,259 0,289 0,429 0,397 0,110 0,216 0,446 0,375 NA 0,369 0,312 0,158 0,089 0,271

r 0,001 0,166 0,231 0,089 0,296 0,000 0,201 0,143 0,133 0,015 0,206 0,382 0,291 0,001 0,231 0,142 0,018 0,205 0,183

#0513 H O 0,750 0,587 0,574 0,636 0,636 0,167 0,718 0,667 0,474 0,474 0,512 0,500 0,722 0,000 0,538 0,625 0,571 0,273 0,578

H E 0,786 0,572 0,568 0,701 0,584 0,439 0,706 0,591 0,469 0,550 0,576 0,431 0,679 0,000 0,514 0,573 0,566 0,524 0,602

F IS 0,053 -0,026 -0,011 0,097 -0,094 0,643 -0,017 -0,143 -0,009 0,143 0,078 -0,015 0,201 -1,000 -0,004 0,032 -0,071 -0,120 0,031

r 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,195 0,000 0,000 0,000 0,034 0,000 0,000 0,037 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,049

#0585 H O 0,500 0,674 0,660 0,727 0,818 0,667 0,744 0,833 0,526 0,684 0,659 0,417 0,667 1,000 0,590 0,688 0,714 0,545 0,667

H E 0,750 0,669 0,692 0,779 0,771 0,652 0,738 0,742 0,674 0,710 0,646 0,634 0,737 1,000 0,666 0,669 0,696 0,684 0,642

F IS 0,368 -0,008 0,048 0,070 -0,065 -0,026 -0,008 -0,136 0,224 0,037 -0,030 0,200 -0,073 -1,000 0,144 -0,047 0,391 -0,022 0,009

r 0,107 0,000 0,020 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,099 0,015 0,000 0,113 0,000 0,000 0,061 0,000 0,107 0,000 0,000

#9253 H O 0,750 0,778 0,702 0,818 0,600 0,500 0,632 0,500 0,684 0,833 0,676 0,917 0,688 1,000 0,846 0,688 0,857 0,636 0,689

H E 0,857 0,797 0,798 0,779 0,800 0,879 0,789 0,636 0,799 0,832 0,788 0,783 0,778 1,000 0,785 0,772 0,836 0,710 0,828

F IS 0,143 0,025 0,122 -0,053 0,260 0,455 0,202 0,231 0,148 -0,002 0,201 0,398 0,066 NA -0,052 -0,175 -0,108 -0,138 0,044

r 0,001 0,070 0,064 0,019 0,223 0,158 0,141 0,056 0,058 0,108 0,099 0,482 0,032 0,001 0,084 0,000 0,000 0,000 0,028

#0181 H O 0,250 0,348 0,319 0,273 0,545 0,667 0,359 0,333 0,263 0,316 0,317 0,333 0,167 0,000 0,333 0,125 0,571 0,455 0,311

H E 0,250 0,328 0,368 0,260 0,567 0,561 0,461 0,303 0,246 0,289 0,323 0,308 0,160 0,000 0,377 0,123 0,540 0,398 0,299

F IS 0,000 -0,060 0,134 -0,053 0,040 -0,212 0,223 -0,111 -0,071 -0,096 -0,024 -0,065 -0,083 -1,000 0,033 0,659 -0,046 0,020 -0,039

r 0,000 0,000 0,050 0,000 0,014 0,000 0,076 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,018 0,147 0,000 0,000 0,000

#6212 H O 0,250 0,429 0,591 0,455 0,333 0,333 0,459 0,167 0,588 0,667 0,743 0,727 0,571 1,000 0,718 0,875 0,615 0,636 0,568

H E 0,750 0,689 0,722 0,537 0,778 0,318 0,754 0,439 0,688 0,790 0,720 0,753 0,664 1,000 0,802 0,758 0,794 0,823 0,695

F IS 0,700 0,381 0,183 0,160 0,586 -0,053 0,394 0,643 0,149 0,161 0,179 -0,026 -0,058 -1,000 0,028 0,079 0,040 0,216 0,088

r 0,236 0,261 0,175 0,078 0,414 0,000 0,226 0,195 0,216 0,134 0,108 0,570 0,000 0,000 0,203 0,000 0,000 0,117 0,069

#0182 H O 0,750 0,435 0,617 0,545 0,455 0,833 0,641 0,000 0,579 0,667 0,780 0,750 0,667 0,000 0,718 0,875 0,643 0,636 0,533

H E 0,750 0,522 0,705 0,805 0,528 0,758 0,723 0,303 0,701 0,702 0,823 0,862 0,805 0,000 0,799 0,857 0,767 0,602 0,643

F IS 0,000 0,168 0,126 0,333 0,145 -0,111 0,115 1,000 0,178 0,051 0,217 -0,071 0,100 -1,000 0,131 0,110 0,113 0,082 0,028

r 0,000 0,056 0,027 0,120 0,056 0,000 0,032 0,251 0,007 0,102 0,064 0,000 0,000 0,000 0,043 0,028 0,005 0,000 0,000

#1490 H O 0,000 0,188 0,467 0,250 0,000 0,250 0,286 0,000 0,273 0,300 0,567 0,636 0,636 0,000 0,579 0,438 0,571 0,900 0,360

H E 0,000 0,175 0,503 0,536 0,356 0,679 0,483 0,485 0,437 0,363 0,673 0,688 0,636 0,000 0,645 0,639 0,669 0,695 0,480

F IS NA -0,071 0,076 0,571 1,000 0,667 0,415 1,000 0,388 0,182 0,223 -1,000 0,105 NA -0,008 0,556 0,071 -0,361 0,097

r 0,866 0,778 0,759 0,762 0,750 0,547 0,627 0,315 0,595 0,625 0,641 0,917 0,026 0,001 0,296 0,275 0,000 0,000 0,097

H O 0,700 0,657 0,620 0,636 0,645 0,833 0,672 0,600 0,653 0,668 0,732 0,700 0,698 0,600 0,718 0,698 0,760 0,705 0,648

H E 0,750 0,692 0,717 0,744 0,737 0,803 0,771 0,641 0,716 0,708 0,747 0,753 0,696 0,600 0,757 0,723 0,800 0,698 0,718

H O 0,589 0,608 0,601 0,615 0,590 0,613 0,621 0,552 0,610 0,642 0,672 0,687 0,663 0,571 0,683 0,672 0,693 0,655 0,603

H E 0,694 0,652 0,680 0,696 0,698 0,684 0,720 0,640 0,680 0,682 0,710 0,714 0,689 0,571 0,718 0,707 0,742 0,690 0,680

F IS 0,172 0,067 0,119 0,107 0,137 0,101 0,131 0,148 0,099 0,058 0,123 0,044 0,029 NA 0,037 0,092 0,041 -0,001 0,052

AR 103,8 126,5 117,3 162,0 115,4 101,1 129,5 87,5 117,1 101,7 130,4 100,6 149,0 NA 131,3 137,6 113,8 130,8 135,9

AR min 67,6 116,3 96,4 102,3 91,1 87,6 106,4 71,1 108,0 94,7 108,6 87,2 123,1 NA 120,2 100,3 104,5 111,9 124,8

AR max 414,5 136,2 137,9 197,4 185,0 266,0 156,5 233,7 143,8 119,7 150,6 150,2 182,1 NA 139,4 178,5 142,9 205,7 144,6

Guadeloupe

5 loci

All loci

Saint-Martin Saint-Barthélemy Antigua
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Annexe II.1 (Seconde partie). Indices de diversité génétique estimés pour 14 loci microsatellites 

pour des populations d’Acropora palmata relatives à 36 sites d’échantillonnage des Petites Antilles. 

HO : Hétérozygotie observée ; HE : Hétérozygotie attendue ; FIS : indice de fixation ; r : fréquence en 

allèles nuls ; AR : richesse allélique estimée pour une population théorique de 50 génotypes avec les 

valeurs minimales (ARmin) et maximales (ARmax) de l’intervalle de confiance à 95 %. Les Stes : Les 

Saintes. 

 

  

Les Stes Union

PC PT TA CD* PAC01 PAC02 PAC03 PAC04 PAC06 PAC15 PAC17 PAC08 PAC09 PAC10 PAC11 PAC12 PAC13 Moyenne SE

#0192 H O 0,727 1,000 0,769 0,800 0,860 0,833 0,778 0,857 1,000 0,882 0,923 0,703 0,000 0,667 1,000 0,886 0,850 0,778 0,030

H E 0,900 0,880 0,870 0,911 0,895 0,887 0,902 0,846 0,873 0,904 0,902 0,874 0,000 0,833 0,833 0,897 0,885 0,840 0,026

F IS 0,200 -0,143 0,117 0,119 0,040 0,063 0,145 -0,014 -0,150 0,024 -0,025 0,198 NA 0,216 -0,333 0,013 0,040 0,039 0,037

r 0,065 0,000 0,021 0,000 0,001 0,018 0,059 0,000 0,000 0,000 0,000 0,078 0,001 0,032 0,000 0,000 0,001 0,035 0,009

#0207 H O 0,818 0,833 0,731 0,800 0,840 0,944 0,889 1,000 0,842 0,588 0,769 0,784 0,000 0,500 1,000 0,657 0,850 0,800 0,032

H E 0,840 0,909 0,839 0,811 0,871 0,870 0,895 0,857 0,883 0,829 0,714 0,769 0,000 0,742 1,000 0,792 0,829 0,835 0,026

F IS 0,027 0,087 0,132 0,083 0,036 -0,089 0,008 -0,183 0,048 0,297 -0,081 -0,020 NA 0,348 0,000 0,173 -0,025 0,017 0,038

r 0,000 0,036 0,044 0,000 0,025 0,000 0,000 0,000 0,000 0,099 0,000 0,008 0,001 0,078 0,000 0,078 0,000 0,024 0,006

#2637 H O 0,636 0,667 0,500 0,400 0,796 0,667 0,778 0,571 0,579 0,412 0,769 0,676 1,000 0,667 0,500 0,667 0,750 0,638 0,024

H E 0,727 0,707 0,690 0,721 0,687 0,624 0,680 0,714 0,752 0,635 0,615 0,670 1,000 0,712 0,833 0,712 0,704 0,683 0,019

F IS 0,130 0,059 0,279 -0,028 -0,161 -0,071 -0,155 0,213 0,236 0,358 -0,263 -0,009 -1,000 0,070 0,500 0,065 -0,066 0,011 0,044

r 0,000 0,004 0,102 0,155 0,039 0,000 0,000 0,018 0,065 0,132 0,000 0,005 0,000 0,000 0,001 0,136 0,007 0,062 0,015

#0007 H O 0,909 0,833 0,962 0,800 0,900 0,778 1,000 0,857 0,947 0,941 0,846 0,838 1,000 0,667 1,000 0,914 0,775 0,895 0,015

H E 0,866 0,880 0,889 0,837 0,872 0,816 0,810 0,835 0,872 0,877 0,868 0,839 1,000 0,879 0,667 0,869 0,752 0,872 0,009

F IS -0,053 0,056 -0,083 0,100 -0,033 0,048 -0,252 -0,029 -0,089 -0,076 0,026 0,001 -1,000 0,259 -1,000 -0,053 -0,031 -0,090 0,049

r 0,000 0,007 0,000 0,043 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,088 0,000 0,004 0,008 0,010 0,004

#5047 H O 0,636 0,583 0,692 0,700 0,620 0,778 0,778 0,571 0,895 0,647 0,769 0,568 1,000 0,667 0,000 0,714 0,625 0,625 0,033

H E 0,537 0,612 0,652 0,753 0,638 0,681 0,680 0,648 0,708 0,668 0,618 0,591 1,000 0,712 0,000 0,564 0,612 0,626 0,029

F IS -0,197 0,049 -0,064 -0,080 0,029 -0,147 -0,155 0,127 -0,272 0,033 -0,257 0,040 -1,000 0,070 NA -0,273 -0,021 -0,056 0,050

r 0,000 0,000 0,000 0,000 0,013 0,000 0,000 0,034 0,000 0,078 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,025 0,009

#0166 H O 0,909 1,000 0,808 0,800 0,720 0,667 0,778 0,571 0,526 0,647 0,385 0,757 1,000 0,833 0,500 0,886 0,800 0,818 0,026

H E 0,939 0,953 0,842 0,884 0,907 0,849 0,817 0,725 0,760 0,749 0,563 0,708 1,000 0,712 0,833 0,727 0,746 0,862 0,016

F IS 0,034 -0,052 0,042 0,006 0,208 0,220 0,051 0,226 0,313 0,139 0,326 -0,070 -1,000 -0,191 0,500 -0,222 -0,074 -0,005 0,048

r 0,000 0,000 0,000 0,000 0,094 0,056 0,000 0,018 0,082 0,024 0,085 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,027 0,007

#1195 H O 0,400 0,833 0,462 0,400 0,306 0,235 0,444 0,333 0,474 0,529 0,417 0,556 1,000 0,167 1,000 0,469 0,436 0,457 0,034

H E 0,695 0,641 0,692 0,484 0,585 0,679 0,686 0,667 0,649 0,725 0,533 0,631 1,000 0,439 0,833 0,703 0,583 0,609 0,025

F IS 0,438 -0,317 0,338 0,204 0,479 0,661 0,366 0,524 0,275 0,276 0,225 0,121 -1,000 0,643 -0,333 0,337 0,255 0,239 0,050

r 0,275 0,000 0,158 0,000 0,204 0,323 0,121 0,359 0,110 0,121 0,215 0,102 0,000 0,195 0,000 0,253 0,134 0,153 0,018

#0513 H O 0,636 0,333 0,615 0,500 0,440 0,556 0,667 0,714 0,526 0,471 0,615 0,649 0,000 0,333 1,000 0,486 0,575 0,531 0,033

H E 0,710 0,312 0,575 0,595 0,567 0,541 0,693 0,560 0,541 0,512 0,671 0,643 0,000 0,318 0,833 0,438 0,601 0,543 0,029

F IS 0,108 -0,073 -0,072 0,011 0,226 -0,027 0,040 -0,304 0,027 0,082 0,086 -0,009 NA -0,053 -0,333 -0,111 0,043 -0,017 0,039

r 0,000 0,000 0,000 0,000 0,050 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,012 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000 0,010 0,006

#0585 H O 0,636 0,417 0,423 0,600 0,660 0,611 0,667 0,714 0,684 0,706 0,769 0,622 1,000 0,667 0,500 0,600 0,750 0,661 0,022

H E 0,662 0,486 0,449 0,511 0,604 0,760 0,712 0,769 0,765 0,777 0,729 0,589 1,000 0,803 0,833 0,719 0,741 0,707 0,018

F IS 0,041 0,147 0,060 -0,041 -0,094 0,201 0,068 0,077 0,109 0,094 -0,057 -0,056 -1,000 0,184 0,500 0,167 -0,013 0,013 0,048

r 0,000 0,000 0,005 0,000 0,000 0,062 0,063 0,000 0,047 0,000 0,000 0,000 0,000 0,060 0,001 0,034 0,000 0,022 0,006

#9253 H O 0,909 0,750 0,731 0,900 0,630 0,500 0,667 0,714 0,632 0,867 0,538 0,556 1,000 0,333 1,000 0,514 0,625 0,713 0,026

H E 0,835 0,833 0,731 0,816 0,817 0,819 0,843 0,813 0,795 0,722 0,822 0,745 1,000 0,667 0,667 0,758 0,753 0,797 0,012

F IS -0,093 0,104 0,000 -0,125 0,231 0,396 0,220 0,130 0,210 -0,209 0,354 0,257 -1,000 0,524 -1,000 0,325 0,172 0,065 0,054

r 0,000 0,015 0,044 0,000 0,207 0,171 0,106 0,044 0,073 0,144 0,150 0,155 0,000 0,176 0,000 0,142 0,085 0,087 0,016

#0181 H O 0,273 0,333 0,231 0,500 0,240 0,444 0,222 0,143 0,263 0,353 0,308 0,216 0,000 0,500 0,500 0,429 0,350 0,322 0,024

H E 0,398 0,308 0,277 0,553 0,287 0,487 0,209 0,143 0,240 0,355 0,345 0,283 0,000 0,439 0,500 0,366 0,326 0,324 0,023

F IS 0,326 -0,086 0,169 0,191 0,167 0,090 -0,067 0,000 -0,098 0,005 0,111 0,238 NA -0,154 0,000 -0,174 -0,076 -0,003 0,040

r 0,101 0,000 0,069 0,000 0,025 0,002 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,069 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000 0,016 0,006

#6212 H O 0,727 0,727 0,692 0,900 0,293 0,500 0,667 0,714 0,611 0,500 0,538 0,432 0,000 0,400 0,500 0,333 0,500 0,549 0,035

H E 0,693 0,797 0,774 0,789 0,568 0,584 0,725 0,780 0,724 0,677 0,818 0,720 0,000 0,533 0,833 0,724 0,591 0,689 0,028

F IS -0,053 0,091 0,107 0,069 0,488 0,148 0,086 0,091 0,160 0,269 0,351 0,403 NA 0,273 0,500 0,543 0,156 0,187 0,048

r 0,000 0,156 0,055 0,033 0,396 0,069 0,000 0,027 0,147 0,317 0,137 0,147 0,001 0,330 0,001 0,292 0,158 0,146 0,023

#0182 H O 0,455 0,583 0,731 0,700 0,600 0,667 0,667 1,000 0,789 0,588 0,615 0,676 1,000 0,500 1,000 0,543 0,500 0,632 0,035

H E 0,654 0,736 0,762 0,695 0,696 0,876 0,745 0,901 0,774 0,731 0,834 0,694 1,000 0,833 0,667 0,705 0,562 0,709 0,029

F IS 0,315 0,214 0,042 0,160 0,139 0,244 0,111 -0,120 -0,021 0,200 0,270 0,027 -1,000 0,423 -1,000 0,233 0,111 0,057 0,062

r 0,000 0,068 0,023 0,000 0,036 0,089 0,000 0,000 0,002 0,027 0,113 0,000 0,000 0,131 0,000 0,055 0,044 0,038 0,009

#1490 H O 0,545 0,000 0,708 0,700 0,167 0,000 0,200 0,000 0,158 0,167 0,222 0,316 0,000 0,000 0,500 0,462 0,368 0,311 0,042

H E 0,593 0,000 0,664 0,689 0,431 0,442 0,644 0,533 0,391 0,621 0,582 0,573 0,000 0,000 0,833 0,563 0,508 0,478 0,038

F IS 0,084 NA -0,068 0,224 0,624 1,000 0,714 1,000 0,603 0,750 0,632 0,456 NA NA 0,500 0,186 0,280 0,351 0,073

r 0,004 0,764 0,139 0,090 0,855 0,690 0,643 0,588 0,184 0,786 0,531 0,643 0,001 0,913 0,001 0,720 0,657 0,475 0,054

H O 0,636 0,750 0,654 0,720 0,652 0,711 0,667 0,714 0,684 0,612 0,600 0,627 0,400 0,600 0,800 0,680 0,670 0,670 0,029

H E 0,746 0,757 0,718 0,771 0,731 0,794 0,714 0,695 0,706 0,713 0,671 0,666 0,400 0,712 0,767 0,698 0,669 0,714 0,024

H O 0,658 0,635 0,647 0,679 0,577 0,584 0,657 0,626 0,638 0,593 0,606 0,596 0,571 0,493 0,714 0,611 0,625 0,624 0,008

H E 0,718 0,647 0,693 0,718 0,673 0,708 0,717 0,700 0,695 0,699 0,687 0,666 0,571 0,616 0,726 0,681 0,657 0,684 0,006

F IS 0,084 0,018 0,069 0,064 0,123 0,161 0,072 0,096 0,084 0,133 0,112 0,096 NA 0,215 0,024 0,098 0,041 0,089 0,008

AR 117,1 191,6 122,7 183,4 124,0 129,8 182,2 110,1 112,6 122,2 131,5 113,8 NA 100,0 NA 105,2 106,1 125,565 4,101

AR min 101,0 121,8 107,9 100,4 117,0 111,6 87,3 73,8 102,5 106,2 88,2 92,8 NA 50,4 NA 88,1 97,3 99,035 2,813

AR max 195,0 243,3 138,9 214,0 131,0 157,8 240,6 209,3 133,1 154,7 172,1 133,7 NA 184,3 NA 126,0 115,9 176,810 9,670

Guadeloupe Saint-Vincent Bequia Total

5 loci

All loci

Martinique Sainte-Lucie
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Annexe II.2. Indices de diversité génétique estimés pour 14 loci microsatellites pour des 

« populations » d’Acropora cervicornis et d’A. prolifera relatives à 11 sites d’échantillonnage des îles 

de Saint-Martin, Saint-Barthélemy et de la Guadeloupe. HO : Hétérozygotie observée ; HE : 

Hétérozygotie attendue ; FIS : indice de fixation. 

 

 

 

St-Martin

PAC26 SB2 SB4 SB6 CD I FJ I FJ III IP TA SB1 SB5 FJ I IP

H O 1,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000

H E 1,000 0,000 0,000 0,714 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000

F IS - - - 1,000 - - - - - - - - -

r 0,000 - - 0,387 - 0,001 - - - 0,001 0,001 0,001 -

H O 1,000 1,000 1,000 0,000 0,000 0,250 0,000 1,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000

H E 0,933 1,000 1,000 0,000 0,000 0,893 0,000 1,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000

F IS -0,081 - - - - 0,750 - - - - - - -

r 0,000 0,000 0,000 0,001 - 0,300 0,001 0,000 - 0,001 0,001 0,001 -

H O 0,400 0,000 0,000 0,375 1,000 0,000 0,000 0,000 0,000 1,000 0,250 1,000 0,000

H E 0,778 0,000 0,667 0,675 1,000 0,714 0,000 0,000 0,000 1,000 0,607 1,000 0,000

F IS 0,515 - 1,000 0,462 - 1,000 - - - - 0,625 - -

r 0,188 0,001 0,333 0,170 0,000 0,387 0,001 0,001 - 0,000 0,197 0,000 -

H O 0,800 1,000 0,500 0,875 1,000 1,000 0,750 1,000 1,000 1,000 0,500 1,000 1,000

H E 0,733 1,000 0,500 0,883 1,000 0,679 0,857 1,000 1,000 1,000 0,786 1,000 1,000

F IS -0,103 - - 0,010 - -0,600 0,143 - 0,000 - 0,400 - -

r 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,083 0,000 0,000

H O 0,400 1,000 0,500 0,875 1,000 0,750 0,500 1,000 0,500 0,000 0,750 1,000 1,000

H E 0,844 1,000 0,833 0,808 1,000 0,821 0,500 1,000 0,833 0,000 0,893 1,000 1,000

F IS 0,556 - 0,500 -0,089 - 0,100 - - 0,500 - 0,182 - -

r 0,203 0,000 0,001 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,001 0,001 0,001 0,000 0,000

H O 0,400 0,000 0,000 0,500 1,000 1,000 1,000 1,000 0,000 1,000 0,500 0,000 0,000

H E 0,600 0,000 0,667 0,575 1,000 0,571 0,750 1,000 0,000 1,000 0,786 0,000 0,000

F IS 0,360 - 1,000 0,139 - -1,000 -0,412 - - - 0,400 - -

r 0,091 0,001 0,333 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,083 0,001 0,001

H O 0,200 0,000 0,500 0,375 1,000 0,750 0,000 0,000 0,000 1,000 0,250 0,000 1,000

H E 0,200 0,000 0,500 0,342 1,000 0,536 0,000 0,000 0,000 1,000 0,250 0,000 1,000

F IS - - - -0,105 - -0,500 - - - - - - -

r 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001 0,001 0,001 0,000 0,000 0,001 0,000

H O 1,000 1,000 0,500 0,750 1,000 0,750 0,250 0,000 0,500 1,000 0,750 0,000 1,000

H E 0,889 1,000 0,833 0,758 1,000 0,750 0,250 0,000 0,500 1,000 0,786 0,000 1,000

F IS -0,143 - 0,500 0,012 - 0,000 - - - - 0,053 - -

r 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000

H O 0,600 0,000 1,000 0,500 1,000 0,500 0,000 1,000 0,000 1,000 0,750 1,000 1,000

H E 0,756 0,000 0,667 0,442 1,000 0,429 0,429 1,000 0,000 1,000 0,750 1,000 1,000

F IS 0,226 - -1,000 -0,143 - -0,200 1,000 - - - 0,000 - -

r 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000 0,290 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000

H O 0,200 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 1,000 0,250 1,000 1,000

H E 0,200 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 1,000 0,250 1,000 1,000

F IS - - - - - - - - - - - - -

r 0,000 - 0,001 0,001 0,001 0,001 0,001 0,001 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000

H O 1,000 0,000 0,500 0,750 1,000 0,500 0,500 1,000 0,500 0,000 1,000 1,000 1,000

H E 0,889 0,000 0,500 0,750 1,000 0,857 0,607 1,000 0,500 0,000 0,821 1,000 1,000

F IS -0,143 - - 0,000 - 0,455 0,200 - - - -0,263 - -

r 0,000 - 0,000 0,000 0,000 0,167 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000

H O 0,400 0,000 1,000 0,000 1,000 0,750 0,000 0,000 0,000 1,000 0,667 1,000 0,000

H E 0,356 0,000 1,000 0,667 1,000 0,821 0,000 0,000 0,000 1,000 0,933 1,000 0,000

F IS -0,143 - - 1,000 - 0,100 - - - - 0,333 - -

r 0,000 - 0,000 0,333 0,000 0,001 0,001 0,001 - 0,000 0,001 0,000 0,001

H O 0,600 0,000 0,500 0,400 1,000 0,500 0,750 0,000 0,500 1,000 0,667 1,000 0,000

H E 0,844 0,000 0,833 0,778 1,000 0,607 0,536 0,000 0,500 1,000 0,800 1,000 0,000

F IS 0,314 - 0,500 0,515 - 0,200 -0,500 - - - 0,200 - -

r 0,086 - 0,001 0,188 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001

H O 0,200 0,000 0,000 0,000 0,000 1,000 0,000 1,000 0,000 0,000 0,000 1,000 0,000

H E 0,600 0,000 0,000 0,000 0,000 0,800 0,000 1,000 0,000 0,000 0,000 1,000 0,000

F IS 0,692 - - - - -0,333 - - - - - - -

r 0,205 - - - 0,001 0,000 - 0,000 - - - 0,000 0,001

H O 0,586 0,286 0,429 0,386 0,714 0,554 0,268 0,500 0,214 0,643 0,452 0,643 0,500

H E 0,687 0,286 0,571 0,528 0,714 0,606 0,281 0,500 0,238 0,643 0,547 0,643 0,500

F IS 0,182 - 0,429 0,195 - 0,107 0,056 - 0,143 - 0,196 - -

Acropora cervicornis Acropora prolifera

Saint-Barthélemy Guadeloupe Saint-Barthélemy Guadeloupe

All loci

#1490

#0182

#0192

#6212

#0181

#9253

#0585

#0513

#1195

#0166

#5047

#0007

#2637

#0207
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Annexe II.3. Matrice de distances génétique (FST ; inférieure) et géographique (Géo. en km ; supérieure) par paires entre les sites d’échantillonnage pour 

l’espèce A. palmata avec Ng : le nombre de génotypes identifiés pour chaque site d’échantillonnage. Les valeurs de FST ont été estimées en utilisant la 

méthode ENA et avec le logiciel FreeNA. Les valeurs orangées représentent des valeurs de FST qui sont significatives (i.e. l’intervalle de confiance de 95% 

obtenu via la méthode de « bootstrap resampling over loci » n’inclut pas la valeur 0). Les cases colorées en jaune ou vert représentent des comparaisons 

entre sites appartenant à une même île. Les noms des îles et des sites relatifs aux codes utilisés dans ce tableau sont donnés dans le Tableau II.4. Le site 

PAC10* regroupe les génotypes détectés sur les sites PAC09 et PAC10 et le site FJ* regroupe les génotypes détectés sur les sites FJ II et FJ III. 

 

  

Île Géo. Saba LS Union

Site PAC23 PAC24 PAC25 SB1 SB3 SB4 PAC27 PAC20 PAC21 PAC22 AL AM CD FJ* IG IP LM Lz PAC28 PC PT TA PAC01 PAC02 PAC03 PAC04 PAC06 PAC15 PAC17 PAC08 PAC10* PAC11 PAC12 PAC13

F ST N g 4 46 47 11 11 6 39 6 19 19 12 18 10 40 16 14 11 45 41 11 12 26 50 18 9 7 19 17 13 37 7 2 35 40

PAC23 4 0 2,6 16,1 29,1 25,2 28,3 64,4 183,0 161,7 161,9 275,2 243,0 257,7 316,9 253,1 308,6 266,0 266,1 268,2 282,9 294,1 242,5 309,9 436,3 463,5 475,7 481,2 551,3 530,7 607,0 628,6 638,8 638,0 673,0

PAC24 46 0,000 0 17,2 30,9 27,0 30,0 67,1 183,5 161,6 161,8 277,0 244,8 259,5 318,6 254,9 310,4 267,7 267,8 269,9 284,7 295,9 244,2 311,6 438,1 465,3 477,4 483,0 553,1 532,5 608,7 630,4 640,6 639,7 674,8

PAC25 47 0,000 0,003 0 45,2 40,0 43,1 55,6 199,1 177,8 178,0 279,2 251,4 269,9 329,1 257,1 320,8 270,0 278,3 272,2 295,8 307,6 246,5 313,9 440,3 467,5 479,7 485,2 555,3 534,7 611,0 632,6 642,8 642,0 677,0

SB1 11 0,000 0,006 0,002 0 5,2 2,1 59,8 153,9 132,6 132,8 246,1 213,9 228,6 287,8 224,0 279,5 236,9 237,0 239,1 253,8 265,0 213,4 280,8 407,2 434,4 446,6 452,1 522,2 501,6 577,9 599,5 609,7 608,9 643,9

SB3 11 0,000 0,005 0,003 0,007 0 3,1 56,5 159,1 137,8 138,0 250,1 217,8 232,5 291,7 227,9 283,4 240,8 240,9 243,0 257,8 269,0 217,3 284,7 411,2 438,3 450,5 456,0 526,2 505,5 581,8 603,5 613,7 612,8 647,9

SB4 6 0,002 0,027 0,027 0,002 0,033 0 57,6 156,0 134,7 134,9 247,0 214,8 229,5 288,6 224,8 280,3 237,7 237,8 239,9 254,7 265,9 214,2 281,6 408,1 435,3 447,4 453,0 523,1 502,5 578,7 600,4 610,6 609,7 644,8

Sa PAC27 39 0,000 0,001 0,001 0,004 0,000 0,022 0 185,4 164,1 164,3 231,6 237,2 255,7 282,8 232,8 289,9 222,3 264,1 224,5 281,5 293,4 213,4 266,2 392,7 419,9 432,0 437,6 507,7 487,1 563,3 585,0 595,2 594,3 629,4

PAC20 6 0,013 0,002 0,001 0,008 0,019 0,027 0,000 0 23,2 26,8 104,1 67,6 82,3 141,5 77,7 133,2 94,9 90,7 97,1 107,5 118,7 67,9 138,8 263,3 290,5 302,6 308,2 378,3 357,7 435,7 457,6 467,8 466,9 501,9

PAC21 19 0,000 0,000 0,000 0,002 0,002 0,023 0,004 0,000 0 5,3 116,7 84,4 99,1 158,3 94,5 150,0 107,4 107,5 109,6 124,4 135,6 83,9 151,3 277,8 305,0 317,1 322,6 392,8 372,2 448,4 470,1 480,3 479,4 514,5

PAC22 19 0,000 0,000 0,000 0,002 0,004 0,027 0,001 0,004 0,000 0 120,3 88,0 102,7 161,9 98,1 153,6 111,0 111,1 113,2 127,9 139,1 87,5 154,9 281,4 308,5 320,7 326,2 396,3 375,7 452,0 473,7 483,9 483,0 518,1

AL 12 0,019 0,021 0,010 0,027 0,019 0,049 0,011 0,022 0,007 0,000 0 19,5 78,6 18,7 70,3 58,6 27,8 60,8 67,8 45,3 57,2 33,5 34,6 161,1 188,3 200,4 206,0 276,1 255,5 331,7 353,4 363,6 362,7 397,8

AM 18 0,000 0,007 0,006 0,006 0,016 0,030 0,008 0,001 0,000 0,000 0,009 0 63,2 38,2 54,9 78,0 9,2 80,2 87,3 30,6 42,4 53,0 97,1 200,5 227,7 239,8 245,3 315,5 294,9 372,8 397,1 407,3 406,4 455,4

CD 10 0,017 0,021 0,014 0,017 0,033 0,049 0,022 0,006 0,012 0,007 0,024 0,017 0 97,3 8,3 60,5 54,0 58,3 51,2 42,7 48,0 87,5 81,7 185,1 212,2 224,4 229,9 300,1 279,4 357,4 381,7 391,9 391,0 440,0

FJ* 40 0,000 0,017 0,013 0,018 0,021 0,035 0,008 0,000 0,007 0,004 0,002 0,002 0,018 0 89,0 41,8 46,5 44,0 51,1 64,0 75,9 19,6 31,2 158,8 186,0 198,1 203,7 273,8 253,2 329,4 351,2 361,4 360,5 395,6

IG 16 0,000 0,000 0,006 0,004 0,005 0,025 0,002 0,000 0,000 0,000 0,012 0,006 0,010 0,004 0 67,5 45,7 65,3 58,3 34,4 41,6 94,5 85,7 212,2 239,3 251,5 257,0 327,2 306,5 382,8 404,5 414,7 413,8 448,9

IP 14 0,000 0,010 0,011 0,011 0,000 0,014 0,006 0,003 0,000 0,003 0,013 0,000 0,011 0,005 0,000 0 86,4 2,2 9,3 96,9 102,1 26,9 38,2 160,6 187,8 200,0 205,5 275,6 255,0 331,3 353,0 363,2 362,3 397,4

LM 11 0,013 0,011 0,003 0,000 0,018 0,016 0,014 0,016 0,004 0,001 0,019 0,000 0,003 0,014 0,007 0,010 0 88,6 95,7 21,3 33,2 61,4 43,9 170,4 197,6 209,7 215,2 285,4 264,8 341,0 362,7 372,9 372,0 407,1

Lz 45 0,000 0,003 0,003 0,008 0,007 0,035 0,004 0,000 0,000 0,000 0,008 0,003 0,004 0,004 0,000 0,001 0,005 0 7,1 94,7 99,9 29,1 72,4 175,8 203,0 215,2 220,7 290,8 270,2 348,2 372,5 382,7 381,8 430,8

PAC28 41 0,006 0,007 0,005 0,011 0,013 0,020 0,008 0,000 0,000 0,001 0,008 0,002 0,011 0,006 0,000 0,004 0,009 0,000 0 87,6 92,9 36,2 41,7 168,2 195,3 207,5 213,0 283,2 262,5 338,8 360,5 370,7 369,8 404,9

PC 11 0,000 0,003 0,010 0,002 0,009 0,028 0,000 0,000 0,003 0,000 0,013 0,006 0,000 0,007 0,000 0,007 0,010 0,000 0,000 0 11,8 78,9 58,6 156,6 183,8 196,0 201,5 271,6 251,0 329,0 353,3 363,5 362,6 413,4

PT 12 0,003 0,010 0,012 0,027 0,025 0,031 0,015 0,005 0,001 0,000 0,007 0,009 0,003 0,005 0,000 0,000 0,011 0,002 0,000 0,000 0 90,7 63,9 152,4 179,5 191,7 197,2 267,4 246,7 324,7 349,0 359,2 358,3 409,1

TA 26 0,000 0,012 0,018 0,030 0,027 0,041 0,016 0,009 0,007 0,008 0,020 0,006 0,010 0,003 0,006 0,008 0,009 0,000 0,006 0,000 0,001 0 70,8 197,3 224,5 236,6 242,2 312,3 291,7 367,9 389,6 399,8 398,9 434,0

LS PAC01 50 0,000 0,006 0,006 0,010 0,011 0,026 0,004 0,005 0,003 0,000 0,004 0,003 0,008 0,005 0,001 0,004 0,012 0,000 0,000 0,000 0,003 0,006 0 130,3 157,4 169,6 175,1 245,3 224,6 300,9 322,6 332,8 331,9 367,0

PAC02 18 0,003 0,028 0,020 0,013 0,016 0,022 0,014 0,017 0,017 0,011 0,016 0,015 0,033 0,014 0,010 0,011 0,019 0,011 0,017 0,005 0,023 0,020 0,011 0 27,2 39,3 44,9 115,0 94,4 172,4 196,7 206,9 206,0 256,8

PAC03 9 0,000 0,017 0,012 0,007 0,014 0,022 0,006 0,010 0,006 0,004 0,010 0,000 0,029 0,005 0,005 0,000 0,026 0,004 0,002 0,000 0,015 0,017 0,001 0,002 0 12,1 17,7 87,8 67,2 153,1 172,8 187,6 185,9 237,5

PAC04 7 0,003 0,027 0,013 0,014 0,012 0,052 0,010 0,028 0,007 0,003 0,008 0,003 0,034 0,009 0,009 0,011 0,025 0,006 0,012 0,012 0,027 0,016 0,012 0,000 0,000 0 6,4 76,6 55,9 145,3 163,2 179,8 176,3 229,8

PAC06 19 0,000 0,014 0,008 0,010 0,007 0,019 0,007 0,000 0,002 0,001 0,002 0,000 0,028 0,000 0,003 0,000 0,017 0,004 0,006 0,007 0,008 0,015 0,004 0,006 0,000 0,000 0 70,1 49,5 139,8 157,7 174,3 170,8 224,2

PAC15 17 0,000 0,030 0,033 0,046 0,016 0,068 0,023 0,024 0,023 0,020 0,010 0,014 0,034 0,009 0,015 0,009 0,041 0,016 0,023 0,013 0,022 0,016 0,016 0,020 0,011 0,006 0,002 0 30,3 70,6 88,5 105,1 101,6 155,0

PAC17 13 0,008 0,030 0,025 0,015 0,013 0,042 0,015 0,029 0,024 0,011 0,015 0,010 0,049 0,013 0,013 0,019 0,021 0,017 0,025 0,022 0,035 0,032 0,017 0,011 0,001 0,000 0,006 0,012 0 100,8 118,7 135,3 131,8 185,3

PAC08 37 0,008 0,030 0,040 0,054 0,031 0,070 0,029 0,036 0,030 0,025 0,028 0,019 0,053 0,023 0,023 0,030 0,039 0,020 0,031 0,015 0,032 0,017 0,024 0,025 0,016 0,012 0,018 0,008 0,016 0 24,3 34,5 33,6 84,5

PAC10* 7 0,005 0,030 0,034 0,046 0,020 0,061 0,029 0,043 0,024 0,023 0,033 0,024 0,052 0,026 0,019 0,021 0,040 0,017 0,030 0,024 0,026 0,020 0,028 0,011 0,018 0,000 0,013 0,013 0,003 0,000 0 17,9 14,4 67,9

PAC11 2 0,000 0,048 0,035 0,045 0,016 0,080 0,003 0,037 0,033 0,016 0,035 0,035 0,033 0,021 0,021 0,026 0,064 0,020 0,032 0,000 0,045 0,038 0,026 0,022 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,012 0 4,2 50,0

PAC12 35 0,019 0,028 0,030 0,049 0,025 0,066 0,025 0,034 0,019 0,020 0,018 0,019 0,042 0,017 0,014 0,024 0,034 0,014 0,024 0,016 0,024 0,020 0,020 0,021 0,012 0,011 0,011 0,011 0,019 0,002 0,000 0,010 0 53,6

Un PAC13 40 0,018 0,037 0,042 0,059 0,032 0,080 0,036 0,031 0,031 0,030 0,039 0,023 0,055 0,027 0,033 0,029 0,048 0,025 0,030 0,019 0,032 0,024 0,031 0,035 0,013 0,020 0,016 0,014 0,031 0,003 0,007 0,000 0,009 0

Bequia

SM

SB

An

Gu

Saint-Martin Saint-Barthélemy Antigua Guadeloupe Martinique Sainte-Lucie

Ma

SL

SV

Be

Saint-Vincent
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Annexe II.4. Moyenne des indices de diversité génétique estimés pour 14 et 5 loci microsatellites en commun avec les études de Baums et al. (2005b) et 

Mège et al. (2014) pour des « populations » d’Acropora palmata de 11 îles des Petites Antilles et de l’archipel de Saint-Vincent et les Grenadines. HO : 

Hétérozygotie observée ; HE : Hétérozygotie attendue et AR : richesse allélique pour un échantillon théorique de 50 génotypes. 

 

 

St-Martin St-Barth. Saba Antigua Guadeloupe Les Saintes Martinique Sainte-Lucie St-Vincent Bequia Union SVG Total

H O 0,599 ± 0,005 0,606 ± 0,008 0,621 0,601 ± 0,026 0,655 ± 0,010 0,577 0,626 ± 0,015 0,599 ± 0,007 0,553 ± 0,031 0,663 ± 0,051 0,625 0,602 ± 0,030 0.624 ± 0.008

H E 0,675 ± 0,012 0,693 ± 0,004 0,720 0,667 ± 0,014 0,692 ± 0,012 0,673 0,705 ± 0,005 0,693 ± 0,006 0,618 ± 0,027 0,704 ± 0,023 0,657 0,653 ± 0,022 0.684 ± 0.006

AR 115,9 ± 6,6 126,2 ± 18,4 129,5 102,1 ± 8,6 137 ± 7,4 124 133,7 ± 16,8 126,8 ± 4,6 106,9 ± 5,7 105,2 106,1 106,3 ± 2,3 125.6 ± 4.1

H O 0,659 ± 0,023 0,705 ± 0,064 0,672 0,640 ± 0,021 0,694 ± 0,013 0,652 0,694 ± 0,011 0,606 ± 0,006 0,542 ± 0,072 0,74 ± 0,06 0,67 0,630 ± 0,054 0.670 ± 0.029

H E 0,720 ± 0,017 0,761 ± 0,021 0,771 0,688 ± 0,024 0,730 ± 0,014 0,731 0,727 ± 0,023 0,692 ± 0,021 0,593 ± 0,097 0,732 ± 0,035 0,669 0,652 ± 0,053 0.714 ± 0.024

1
4

 lo
ci

5
 lo

ci
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Annexe III.1. Quantités de clade A et B estimées en nombre de copies de gène 28S de Symbiodinium 
et en nombre de copies de gène 28S de Symbiodinium log10 transformées pour l’ensemble des 
échantillons d’Acropora de Guadeloupe analysés par qPCR. 

Espèce Sites Date ID Colonie Clade A Clade B 

    Q28S Qlog10-28S Q28S 

A. palmata          
 Anse Laborde sept.14  6,67E+05 ± 6,00E+05 5,66 ± 0,41 - 

   ALAp01 1,36E+06   6,13   - 

   ALAp02 8,62E+04   4,94   - 

   ALAp03 2,33E+05   5,37   - 

   ALAp04 3,84E+05   5,58   - 

   ALAp05 4,40E+05   5,64   - 

   ALAp06 7,45E+05   5,87   - 

   ALAp07 2,76E+05   5,44   - 

   ALAp08 2,61E+05   5,42   - 

   ALAp09 9,03E+05   5,96   - 

   ALAp10 1,98E+06   6,30   - 

 Anse Maurice sept.14  8,93E+06 ± 4,00E+06 6,90 ± 0,24 - 

   AMAp01 1,04E+07  
 7,02   - 

   AMAp02 7,32E+06  
 6,86   - 

   AMAp03 1,19E+07  
 7,07   - 

   AMAp04 2,86E+06  
 6,46   - 

   AMAp05 9,02E+06  
 6,96   - 

   AMAp06 6,09E+06  
 6,78   - 

   AMAp07 3,66E+06  
 6,56   - 

   AMAp08 1,52E+07  
 7,18   - 

   AMAp09 9,84E+06  
 6,99   - 

   AMAp10 1,32E+07  
 7,12   - 

 Caye à Dupont déc.11  8,18E+06 ± 5,38E+06 6,80 ± 0,35 - 

  

G1 

CDAp01 7,46E+06   6,87   - 

  CDAp20 4,77E+06   6,68   - 

  CDAp21 6,91E+06   6,84   - 

  CDAp22 6,35E+06   6,80   - 

  CDAp28 1,12E+07   7,05   - 

  CDAp29 6,42E+06   6,81   - 

  CDAp32 1,36E+07   7,13   - 

  CDAp33 1,29E+07   7,11   - 

  CDAp36 7,70E+06   6,89   - 

  CDAp51 1,64E+07   7,21   - 

  CDAp75 1,50E+07   7,18   - 

  

G2 

CDAp77 7,29E+05   5,86   - 

  CDAp78 4,75E+06   6,68   - 

  CDAp79 2,93E+06   6,47   - 



Annexes 

205 
 

  

G3 
CDAp56 2,89E+06   6,46   - 

  CDAp61 4,54E+06   6,66   - 

   CDAp03 1,97E+07   7,30   - 

   CDAp40 2,95E+06   6,47   - 

  sept.14  1,42E+06 ± 1,88E+06 5,87 ± 0,55 - 

  

G1 

CDAp01 6,43E+04  
 4,81   - 

  CDAp20 2,84E+06  
 6,45   - 

  CDAp21 3,12E+05  
 5,49   - 

  CDAp22 1,53E+05  
 5,18   - 

  CDAp28 4,74E+05  
 5,68   - 

  CDAp29 2,98E+05  
 5,47   - 

  CDAp32 8,98E+05  
 5,95   - 

  CDAp33 1,29E+06  
 6,11   - 

  CDAp36 2,08E+06  
 6,32   - 

  CDAp51 9,89E+05  
 6,00   - 

  CDAp75 5,78E+05  
 5,76   - 

  

G2 

CDAp77 1,58E+06  
 6,20   - 

  CDAp78 1,26E+06  
 6,10   - 

  CDAp79 8,22E+06  
 6,92   - 

  

G3 
CDAp56 5,50E+05  

 5,74   - 

  CDAp61 2,06E+06  
 6,31   - 

   CDAp03 1,86E+06  
 6,27   - 

   CDAp40 7,20E+04  
 4,86   - 

 Îlet Fajou sept.14  1,31E+06 ± 2,81E+06 5,63 ± 0,61 - 

   FjLZAp01 1,01E+06   6,00   - 

   FjLZAp02 1,20E+05   5,08   - 

   FjLZAp03 1,96E+05   5,29   - 

   FjLZAp04 5,83E+04   4,77   - 

   FjLZAp05 8,74E+05   5,94   - 

   FjLZAp06 9,27E+06   6,97   - 

   FjLZAp07 3,96E+05   5,60   - 

   FjLZAp08 6,51E+05   5,81   - 

   FjLZAp09 2,00E+05   5,30   - 

   FjLZAp10 3,46E+05   5,54   - 

 Îlet Gosier oct.14  2,44E+07 ± 1,48E+07 7,29 ± 0,35 - 

   IGAp01 3,02E+07   7,48   - 

   IGAp02 1,54E+07   7,19   - 

   IGAp03 7,01E+06   6,85   - 

   IGAp04 3,33E+07   7,52   - 

   IGAp05 1,25E+07   7,10   - 

   IGAp06 2,05E+07   7,31   - 

   IGAp07 3,84E+07   7,58   - 

   IGAp08 3,38E+07   7,53   - 

   IGAp09 4,91E+07   7,69   - 
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   IGAp10 4,03E+06   6,61   - 

 Le Moule sept.14  1,05E+07 ± 3,71E+06 7,00 ± 0,15 - 

   LMAp01 9,95E+06   7,00   - 

   LMAp02 8,40E+06   6,92   - 

   LMAp03 1,51E+07   7,18   - 

   LMAp04 1,34E+07   7,13   - 

   LMAp05 6,74E+06   6,83   - 

   LMAp06 6,08E+06   6,78   - 

   LMAp07 1,15E+07   7,06   - 

   LMAp08 1,01E+07   7,00   - 

   LMAp09 1,69E+07   7,23   - 

   LMAp10 6,71E+06   6,83   - 

 Pointe des Châteaux oct.14  8,31E+06 ± 3,96E+06 6,88 ± 0,21 - 

   PCAp01 9,41E+06   6,97   - 

   PCAp02 1,19E+07   7,08   - 

   PCAp03 8,72E+06   6,94   - 

   PCAp04 1,59E+07   7,20   - 

   PCAp05 4,06E+06   6,61   - 

   PCAp06 4,79E+06   6,68   - 

   PCAp07 4,58E+06   6,66   - 

   PCAp08 6,10E+06   6,79   - 

   PCAp09 1,19E+07   7,08   - 

   PCAp10 5,71E+06   6,76   - 

A. cervicornis          
 Caye à Dupont déc.11  4,53E+07 ± 4,64E+07 7,42 ± 0,49 - 

   CDAc01 2,45E+07   7,39   - 

   CDAc02 3,04E+07   7,48   - 

   CDAc03 2,31E+07   7,36   - 

   CDAc04 4,37E+06   6,64   - 

   CDAc08 7,00E+06   6,84   - 

   CDAc09 1,38E+07   7,14   - 

   CDAc10 1,03E+07   7,01   - 

   CDAc19 1,31E+08   8,12   - 

   CDAc44 1,20E+08   8,08   - 

   CDAc58 4,27E+07   7,63   - 

   CDAc61 9,19E+07   7,96   - 

  juil.14  1,10E+09 ± 6,47E+08 8,97 ± 0,29 - 

   CDAc01 1,07E+09   9,03   - 

   CDAc19 4,55E+08   8,66   - 

   CDAc44 1,59E+09   9,20   - 

   CDAc58 1,89E+09   9,28   - 

   CDAc61 4,74E+08   8,68   - 

 Îlet Fajou sept.14  9,73E+05 ± 1,59E+06 5,61 ± 0,57 - 

   FjLAc01 1,31E+05   5,12   - 
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   FjLAc02 2,95E+05   5,47   - 

   FjLAc03 1,25E+05   5,10   5,51E+05 

   FjLAc04 2,45E+05   5,39   8,04E+05 

   FjLAc05 1,87E+05   5,27   - 

   FjLAc06 4,77E+06   6,68   - 

   FjLAc07 7,77E+05   5,89   - 

   FjLAc08 2,02E+05   5,31   - 
   

FjLAc09 1,18E+05 
  

5,07 
  

- 

   FjLAc10 1,30E+06   6,12   - 

A. prolifera          
 Îlet Fajou sept.14  1,07E+07 ± 1,10E+07 6,79 ± 0,54 - 

   FjLAh01 4,17E+06   6,62   - 

   FjLAh02 8,93E+06   6,95   - 

   FjLAh03 2,24E+06   6,35   - 

   FjLAh04 1,66E+07   7,22   - 

   FjLAh05 5,44E+05   5,74   - 

   FjLAh06 2,03E+06   6,31   - 

   FjLAh07 1,07E+07   7,03   - 

   FjLAh08 1,63E+07   7,21   - 

   FjLAh09 3,74E+07 
  

7,57   - 
   

FjLAh10 8,36E+06 
  

6,92 
  

- 
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Annexe IV.1. Données relatives aux boutures coralliennes : identifiant, génotype, méthode de culture (par fixation ou suspension), le poids et 
l’accroissement global de biomasse. Les deux premières lettres des identifiants des boutures correspondent au taxon : Ac pour A. cervicornis, Ap pour 
A. palmata et Ah pour A. prolifera. Le poids des boutures (en gramme) est donné pour chaque session de pesée du 19 février au 6 juin 2016. L’accroissement 
global de biomasse (Acc. global ; en %) est donné pour l’ensemble de la période expérimentale de culture des boutures coralliennes. 

Bouture Génotype Méthode 
Poids des boutures (en gramme) Acc. global 

(en %) 19.02 03.03 22.03 07.04 28.04 06.05 26.05 06.06 

Ac01 GAc1 Fixation 9,18 9,18 12,24 13,26 13,26 13,26 16,32 17,34 89% 

Ac02 GAc1 Fixation 8,16 8,67 9,18 9,18 11,22 11,22 12,24 12,24 50% 

Ac03 GAc2 Fixation 8,67 8,97 10,20 11,22 11,22 12,24 14,79 16,32 88% 

Ac04 GAc1 Fixation 6,12 6,12 8,16 9,18 9,18 9,18 11,22 11,22 83% 

Ac05 GAc1 Fixation 5,10 5,10 7,14 9,18 9,18 9,18 9,18 10,20 100% 

Ac06 GAc3 Fixation 6,12 6,12 8,16 9,18 9,18 9,18 10,20 11,22 83% 

Ac07 GAc1 Fixation 10,20 10,20 11,73 13,26 13,97 14,28 15,30 16,32 60% 

Ac08 GAc4 Fixation 7,14 7,65 9,18 12,24 12,24 12,24 14,28 14,28 100% 

Ac09 GAc1 Fixation 7,14 8,16 9,18 12,24 12,24 12,24 12,24 14,28 100% 

Ac10 GAc5 Fixation 6,63 6,63 9,18 10,20 10,20 10,20 12,24 13,26 100% 

Ac11 GAc6 Fixation 9,18 9,18 11,22 12,24 12,24 12,24 15,30 15,30 67% 

Ac12 GAc1 Fixation 12,24 12,24 15,30 15,30 17,34 18,35 20,39 21,41 75% 

Ac13 GAc1 Fixation 7,14 7,14 8,16 8,16 10,20 10,20 11,22 12,24 71% 

Ac14 GAc1 Fixation 6,12 6,12 7,14 7,14 8,16 8,16 9,18 10,20 67% 

Ac15 GAc1 Fixation 9,18 10,20 11,73 13,26 13,26 15,30 17,34 18,35 100% 

Ac16 GAc7 Fixation 9,18 9,18 10,71 10,20 11,22 12,24 15,30 17,34 89% 

Ac17 GAc8 Fixation 5,10 5,61 7,14 8,16 8,16 8,16 11,22 12,24 140% 

Ac18 GAc9 Fixation 7,14 7,65 10,20 10,20 11,22 11,22 14,28 14,28 100% 

Ac19 GAc1 Fixation 8,16 8,16 10,20 10,20 11,22 11,22 12,24 13,26 63% 

Ac20 GAc1 Fixation 7,14 7,14 8,16 9,18 9,18 9,18 11,22 12,24 71% 

Ac21 GAc1 Suspension 7,65 7,65 7,65 9,18 10,20 10,20 13,26 14,28 87% 

Ac22 GAc1 Suspension 8,16 9,18 9,69 12,24 14,28 15,30 17,34 17,34 113% 

Ac23 GAc1 Suspension 7,14 7,14 9,18 11,22 12,24 13,26 16,32 17,34 143% 

Ac24 GAc2 Suspension 7,65 8,16 10,20 13,26 15,30 16,32 22,43 23,45 207% 
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Ac25 GAc1 Suspension 5,10 5,10 6,12 7,14 8,16 8,16 10,20 11,22 120% 

Ac26 GAc1 Suspension 9,18 9,18 10,20 13,26 16,32 16,32 21,41 22,43 144% 

Ac27 GAc3 Suspension 8,67 8,67 8,67 12,24 14,28 15,30 19,37 20,39 135% 

Ac28 GAc1 Suspension 7,14 7,14 8,67 10,20 12,24 12,24 15,30 17,34 143% 

Ac29 GAc4 Suspension 7,14 6,12 7,14 8,16 10,20 11,22 12,24 13,26 86% 

Ac30 GAc1 Suspension 5,10 5,61 6,63 8,16 9,18 9,18 12,24 13,26 160% 

Ac31 GAc5 Suspension 10,20 10,20 12,24 15,30 18,35 18,35 23,45 26,51 160% 

Ac32 GAc6 Suspension 7,65 8,16 9,18 11,22 12,24 12,24 15,30 16,32 113% 

Ac33 GAc1 Suspension 9,69 9,99 11,22 14,28 15,30 16,32 19,37 20,39 111% 

Ac34 GAc1 Suspension 5,61 6,12 7,14 8,16 11,22 11,22 15,30 16,32 191% 

Ac35 GAc1 Suspension 7,14 7,65 8,16 10,20 11,22 11,73 15,30 16,32 129% 

Ac36 GAc1 Suspension 5,10 5,10 5,61 7,14 9,18 9,18 10,20 11,22 120% 

Ac37 GAc7 Suspension 8,67 9,18 11,22 12,24 15,30 15,81 20,39 23,45 171% 

Ac38 GAc8 Suspension 6,63 7,14 10,20 10,20 13,26 13,26 16,32 17,34 162% 

Ac39 GAc9 Suspension 7,14 8,16 7,14 8,16 9,18 9,18 11,22 12,24 71% 

Ac40 GAc1 Suspension 8,16 8,16 10,20 13,26 18,35 19,37 25,49 29,57 263% 

Ap01 GAp1 Fixation 21,41 22,43 24,47 25,49 27,53 27,53 27,53 27,53 29% 

Ap02 GAp1 Fixation 25,49 27,53 29,57 31,61 32,63 32,63 33,65 34,67 36% 

Ap03 GAp1 Fixation 12,24 13,77 15,30 15,30 16,01 16,32 16,32 17,34 42% 

Ap04 GAp2 Fixation 12,24 12,75 14,79 15,50 16,32 16,32 17,34 17,34 42% 

Ap05 GAp1 Fixation 27,53 29,06 31,61 33,65 33,65 34,16 34,67 35,69 30% 

Ap06 GAp4 Fixation 12,24 15,30 17,34 18,35 18,35 18,35 20,39 21,41 75% 

Ap07 GAp2 Fixation 14,28 14,79 15,30 16,32 17,34 17,34 18,35 18,35 29% 

Ap08 GAp1 Fixation 10,20 11,22 12,24 12,24 13,26 13,26 14,28 14,28 40% 

Ap09 GAp1 Fixation 16,32 17,34 18,35 18,35 20,39 20,39 21,41 22,43 38% 

Ap10 GAp3 Fixation 9,18 10,20 11,22 11,22 11,22 11,22 12,24 13,26 44% 

Ap11 GAp3 Fixation 12,24 13,26 13,26 14,28 14,99 15,30 17,34 18,35 50% 

Ap12 GAp2 Fixation 14,28 14,28 15,30 16,32 16,32 16,32 17,34 18,35 29% 

Ap13 GAp5 Fixation 18,35 20,39 20,39 20,39 21,41 21,41 22,43 23,45 28% 

Ap14 GAp1 Fixation 34,67 36,20 37,22 37,73 40,79 40,79 41,81 41,81 21% 
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Ap15 GAp1 Fixation 29,57 30,39 31,61 31,61 32,63 32,63 33,65 34,67 17% 

Ap16 GAp1 Fixation 12,24 15,30 15,30 15,30 16,01 16,32 17,34 18,35 50% 

Ap17 GAp1 Fixation 15,30 17,34 19,37 19,78 20,39 20,39 22,43 22,43 47% 

Ap18 GAp1 Fixation 8,16 8,16 9,69 9,18 10,20 10,20 11,22 12,24 50% 

Ap19 GAp2 Fixation 14,28 14,28 16,32 17,34 17,34 18,35 18,35 18,35 29% 

Ap20 GAp1 Fixation 14,28 16,32 17,34 17,34 18,35 18,35 20,39 21,41 50% 

Ap21 GAp1 Suspension 17,34 18,35 18,35 18,35 22,43 22,43 24,47 24,47 41% 

Ap22 GAp1 Suspension 8,16 8,16 9,18 9,18 11,22 11,22 12,24 12,24 50% 

Ap23 GAp1 Suspension 12,24 13,77 14,79 18,35 18,35 18,35 21,41 21,41 75% 

Ap24 GAp2 Suspension 11,22 13,26 13,26 15,30 18,35 19,37 20,39 21,41 91% 

Ap25 GAp1 Suspension 15,30 16,32 16,32 17,34 19,37 20,39 22,43 23,45 53% 

Ap26 GAp4 Suspension 7,14         

Ap27 GAp2 Suspension 12,24 13,26 13,77 15,30 17,34 18,35 19,37 20,39 67% 

Ap28 GAp1 Suspension 14,28 15,30 16,32 18,35 20,39 19,88 22,43 23,45 64% 

Ap29 GAp1 Suspension 15,30 16,32 17,85 18,35 22,43 22,43 26,51 27,53 80% 

Ap30 GAp3 Suspension 8,16 9,18 10,20       

Ap31 GAp3 Suspension 18,35 18,35 19,88 22,43 26,51 27,53 32,63 32,63 78% 

Ap32 GAp2 Suspension 18,35 19,37 20,90 22,43 26,51 26,51 31,61 32,63 78% 

Ap33 GAp5 Suspension 15,30 16,32 16,83 18,35 20,39 25,49 28,55 28,55 87% 

Ap34 GAp1 Suspension 17,34 18,86 19,37 22,43 25,49 26,00 29,57 30,59 76% 

Ap35 GAp1 Suspension 19,37 21,41 21,92 23,45 25,49 27,02 30,59 31,61 63% 

Ap36 GAp1 Suspension 12,24 14,28 14,28 16,32 19,37 19,37 22,43 23,45 92% 

Ap37 GAp1 Suspension 12,24 13,26 14,28 16,32 18,35 18,35 21,41 22,43 83% 

Ap38 GAp1 Suspension 8,16 9,69 10,20 12,24 12,95 13,26 15,30 16,32 100% 

Ap39 GAp2 Suspension 9,18 10,71 11,22 13,26 15,30 15,81 18,35 19,37 111% 

Ap40 GAp1 Suspension 20,39 20,39 21,41 25,49 27,53 28,55 32,63 33,65 65% 

Ah01 GAh1 Fixation 11,22 11,22 12,24 14,28 15,30 15,30 17,34 18,35 64% 

Ah02 GAh1 Fixation 10,20 10,20 12,24 13,26 15,30 15,81 17,34 18,35 80% 

Ah03 GAh1 Fixation 8,67 9,18 10,20 12,24 13,26 13,26 15,30 16,32 88% 

Ah04 GAh1 Fixation 6,63 6,63 7,14 8,16 8,16 8,16 10,20 11,22 69% 
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Ah05 GAh1 Fixation 9,18 9,18 10,20 12,24 12,24 12,24 13,26 14,28 56% 

Ah06 GAh1 Fixation 8,16 8,16 11,22 11,22 12,24 12,24 13,26 14,28 75% 

Ah07 GAh1 Fixation 7,14 7,14 9,18 9,18 9,89 11,22 13,26 13,26 86% 

Ah08 GAh1 Fixation 8,16 8,16 9,69 10,20 11,22 11,22 13,26 13,26 63% 

Ah09 GAh1 Fixation 6,12 6,53 7,14 9,18 9,18 9,18 10,20 12,24 100% 

Ah10 GAh1 Fixation 9,18 9,18 10,20 11,22 12,24 13,26 14,28 14,28 56% 

Ah11 GAh1 Fixation 9,18 9,18 10,20 11,22 11,93 12,24 14,28 14,28 56% 

Ah12 GAh2 Fixation 8,16 10,71 12,24 14,28 16,32 16,32 17,34 18,35 125% 

Ah13 GAh1 Fixation 5,10 5,10 6,12 7,14 7,14 7,14 7,14 8,16 60% 

Ah14 GAh2 Fixation 8,67 8,97 11,22 12,24 12,24 12,24 14,28 14,28 65% 

Ah15 GAh2 Fixation 9,18 10,20 11,22 12,24 13,26 13,26 14,28 15,30 67% 

Ah16 GAh1 Fixation 6,12 6,63 8,16 9,18 10,20 10,20 12,24 12,24 100% 

Ah17 GAh1 Fixation 11,22 11,22 13,26 15,30 16,01 16,32 17,34 18,35 64% 

Ah18 GAh1 Fixation 11,73 12,24 14,79 16,32 17,34 18,35 19,37 20,39 74% 

Ah19 GAh1 Fixation 8,16 8,16 10,20 10,20 12,24 12,24 13,26 13,26 63% 

Ah20 GAh1 Fixation 7,14 7,14 9,18 8,16 10,20 10,20 12,24 13,26 86% 

Ah21 GAh1 Suspension 10,20 10,71 11,22 14,28 17,34 17,34 21,41 23,45 130% 

Ah22 GAh1 Suspension 9,18 10,71 12,24 15,60 19,37 20,90 28,55 32,63 256% 

Ah23 GAh1 Suspension 8,16 8,67 9,18 11,22 15,30 16,32 22,43 24,47 200% 

Ah24 GAh1 Suspension 6,12 6,63 8,67 11,22 15,30 17,34 22,43 26,51 333% 

Ah25 GAh1 Suspension 7,14 8,16 10,20 13,26 18,35 19,37 25,49 31,61 343% 

Ah26 GAh1 Suspension 9,18 9,18 10,20 13,26 18,35 19,37 25,49 30,59 233% 

Ah27 GAh1 Suspension 7,14 6,63 7,14 10,20 13,26 14,28 18,35 22,43 214% 

Ah28 GAh1 Suspension 8,16 8,16 9,18 12,24 15,09 16,83 23,45 27,53 238% 

Ah29 GAh1 Suspension 14,28 14,28 17,34 21,41 27,53 29,57 38,75 44,87 214% 

Ah30 GAh1 Suspension 10,20 10,20 11,22 14,28 14,99 15,30 21,41 23,45 130% 

Ah31 GAh1 Suspension 5,10 5,10 6,63 8,16 11,22 11,22 16,32 18,35 260% 

Ah32 GAh2 Suspension 8,67 8,67 11,22 13,26 16,32 16,32 22,43 24,47 182% 

Ah33 GAh1 Suspension 9,18 9,18 11,22 13,26 15,30 17,34 22,43 24,47 167% 

Ah34 GAh2 Suspension 7,14 8,67 9,18 10,20 13,26 14,28 18,35 21,41 200% 
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Ah35 GAh2 Suspension 6,12 6,12 6,12 8,16 8,16 8,16 11,22 12,24 100% 

Ah36 GAh1 Suspension 7,14 7,14 9,18 11,22 13,26 14,28 20,39 23,45 229% 

Ah37 GAh1 Suspension 12,24 12,24 15,30 18,35 21,41 23,96 32,63 36,71 200% 

Ah38 GAh1 Suspension 11,22 11,73 15,30 18,35 22,43 23,45 31,61 36,71 227% 

Ah39 GAh1 Suspension 8,16 8,16 9,69 12,24 15,30 17,34 22,43 26,51 225% 

Ah40 GAh1 Suspension 8,16 8,16 10,20 12,24 14,28 14,28 19,37 21,41 163% 

 



Annexes 
 

213 
 

Annexe IV.2. Valeurs des données environnementales mesurées quotidiennement pour le site de 
transplantation des îlets de Pigeon du 19 février au 6 juin 2016. 

Date 
Température 

de l'eau (en °C) 
Irradiance 
(en kWh) 

Couverture nuageuse 
(en %) 

Houle 

Hauteur (en m) Direction 

19.02.16 26,9 6,45 24 1,6 ENE 

20.02.16 26,9 6,48 9 1,6 ENE 

21.02.16 26,8 6,51 36 1,8 ENE 

22.02.16 26,8 6,54 0 1,9 ENE 

23.02.16 26,9 6,57 0 1,7 ENE 

24.02.16 26,8 6,59 21 1,7 ENE 

25.02.16 26,8 6,62 23 1,6 ENE 

26.02.16 26,8 6,65 32 1,5 ENE 

27.02.16 26,8 6,68 17 1,3 ENE 

28.02.16 26,9 6,7 22 1,3 ENE 

29.02.16 27 6,73 50 1,3 ENE 

01.03.16 27 6,76 40 1,3 ENE 

02.03.16 27,1 6,78 18 1,2 ENE 

03.03.16 27,1 6,81 22 1,3 ENE 

04.03.16 27 6,84 27 1,5 NE 

05.03.16 27 6,86 0 1,2 NE 

06.03.16 27,1 6,89 11 0,9 NE 

07.03.16 27,3 6,91 66 0,8 NE 

08.03.16 27,2 6,94 5 1,1 NE 

09.03.16 27 6,96 51 1,9 NE 

10.03.16 26,5 6,99 9 2 NE 

11.03.16 26,5 7,01 0 1,8 NE 

12.03.16 26,5 7,03 13 1,8 NE 

13.03.16 26,6 7,06 13 1,5 NE 

14.03.16 26,8 7,08 34 1,3 NE 

15.03.16 26,9 7,1 14 1,3 NE 

16.03.16 26,8 7,12 22 1,2 NE 

17.03.16 26,8 7,14 15 1,4 NE 

18.03.16 27,1 7,17 36 1,6 NE 

19.03.16 27 7,19 21 1,4 NE 

20.03.16 27,1 7,21 34 1,5 NE 

21.03.16 27,1 7,23 30 1,5 NE 

22.03.16 27,1 7,25 36 1,4 NE 

23.03.16 27,1 7,26 11 1,6 E 

24.03.16 27 7,28 36 1,7 E 

25.03.16 27,1 7,3 0 2 E 

26.03.16 27,1 7,32 21 2,2 E 

27.03.16 27,1 7,34 34 2,4 E 

28.03.16 27 7,35 0 2 E 

29.03.16 27 7,37 0 1,8 E 

30.03.16 27 7,39 6 1,7 E 

31.03.16 27 7,4 23 1,8 E 
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01.04.16 27 7,42 11 1,6 E 

02.04.16 27 7,43 14 1,7 E 

03.04.16 27,1 7,44 0 1,6 E 

04.04.16 27,2 7,46 17 1,5 E 

05.04.16 27,2 7,47 16 1,3 E 

06.04.16 27,2 7,48 6 1,3 E 

07.04.16 27,3 7,5 11 1,2 E 

08.04.16 27,4 7,51 36 1,2 NE 

09.04.16 27,5 7,52 80 1,4 NE 

10.04.16 27,7 7,53 5 1,4 NE 

11.04.16 27,7 7,54 6 1,5 NE 

12.04.16 27,6 7,55 36 1,4 NE 

13.04.16 27,7 7,56 50 1,2 NE 

14.04.16 28,1 7,57 49 0,9 NE 

15.04.16 28,2 7,58 62 0,9 NE 

16.04.16 28 7,59 54 1 NE 

17.04.16 28,3 7,6 99 1 NE 

18.04.16 28,2 7,6 99 1,1 NE 

19.04.16 28,2 7,61 91 1,2 NE 

20.04.16 27,8 7,62 95 1 NE 

21.04.16 27,9 7,62 93 1,1 NE 

22.04.16 28,1 7,63 94 1,1 NE 

23.04.16 28,1 7,64 97 1,5 NE 

24.04.16 28,2 7,64 78 1,4 NE 

25.04.16 28,4 7,65 59 1,2 NE 

26.04.16 28,3 7,65 24 1 NE 

27.04.16 28,3 7,66 25 1,2 NE 

28.04.16 28,2 7,66 40 1,4 NE 

29.04.16 28,3 7,66 93 1,3 ENE 

30.04.16 28,4 7,67 97 1,3 ENE 

01.05.16 28,3 7,67 100 1,2 ENE 

02.05.16 28,1 7,67 100 1,1 ENE 

03.05.16 28 7,68 100 1 ENE 

04.05.16 27,9 7,68 20 1 ENE 

05.05.16 28 7,68 11 1 ENE 

06.05.16 28,2 7,68 25 1,2 ENE 

07.05.16 28,2 7,68 69 1,5 E 

08.05.16 28,3 7,69 85 1,5 E 

09.05.16 28,2 7,69 15 1,6 E 

10.05.16 28,2 7,69 95 1,7 E 

11.05.16 28,1 7,69 62 1,7 E 

12.05.16 28 7,69 90 1,5 E 

13.05.16 28,2 7,69 100 1,6 E 

14.05.16 28,2 7,69 89 1,2 E 

15.05.16 28,2 7,69 56 1,4 E 

16.05.16 28,1 7,69 48 1,2 E 
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17.05.16 28,1 7,69 83 1,2 E 

18.05.16 28,1 7,69 49 1,4 E 

19.05.16 28,2 7,69 21 1,7 E 

20.05.16 28,3 7,69 8 1,7 E 

21.05.16 28,3 7,69 12 1,6 E 

22.05.16 28,1 7,69 23 1,5 E 

23.05.16 28,1 7,68 33 1,5 E 

24.05.16 28,1 7,68 93 1,4 E 

25.05.16 28,2 7,68 98 1,4 E 

26.05.16 28,2 7,68 100 1,2 E 

27.05.16 28,2 7,68 100 1,3 E 

28.05.16 28,2 7,68 100 1,3 E 

29.05.16 28,4 7,68 100 1,1 E 

30.05.16 28,3 7,68 100 1,3 E 

31.05.16 28,3 7,67 96 1,4 E 

01.06.16 28,3 7,67 81 1,6 E 

02.06.16 28,5 7,67 60 1,7 E 

03.06.16 28,6 7,67 75 1,7 E 

04.06.16 28,6 7,67 23 1,5 E 

05.06.16 28,5 7,67 43 1,3 E 

06.06.16 28,5 7,66 32 1,2 E 
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Abstract 

The coral species Acropora palmata used to dominate shallow Caribbean reefs. However, since 

the 1980s, its populations have dramatically declined and A. palmata has been classified as 

‘critically endangered’ by UICN. Previous genetic studies on A. palmata populations have mainly 

been conducted along the reefs of the Gulf of Mexico (Florida), the Bahamas and the Greater 

Antilles, the populations of the Lesser Antilles remaining less studied. Here, the genetic diversity, 

population structure and connectivity in A. palmata populations among 36 sampled sites from 

eleven islands of the Lesser Antilles were investigated using 14 hypervariable microsatellite loci. 
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Globally genetic diversity levels in A. palmata populations from the Lesser Antilles was lower 

compared to what was previously reported for populations within the Wider Caribbean. The 

analysis of the genetic structure of A. palmata populations, crossed with spatial autocorrelation 

analysis, revealed a genetic isolation-by-distance pattern at both the reef and the Lesser Antilles 

scales. A larval dispersal kernel of 250 km combined with a potential northward gene flow, in 

agreement with ocean surface currents in the region were found. Our results suggest that 

A. palmata populations from the southern islands of the Lesser Antilles likely have a key role in 

A. palmata conservation, being potential sources of larvae for the most northerly islands. These 

results imply that preserving the southernmost A. palmata populations should be a priority. 

 

Keywords: Acropora; Lesser Antilles; larval dispersal, connectivity; genetic diversity; isolation-

by-distance 

 

Acknowledgements 

We thank Sébastien Cordonnier, Jean-Loup Manceau, Julien Lequellec, Didier Laplace and 

Emmanuel Badias for assistance on the field. We further thank the staff of the “Parc National de la 

Guadeloupe”, the “Réserve Naturelle des îlots de Petite-Terre”, the “Réserve Naturelle Nationale 

de Saint-Martin”, the crew of the RV ANTEA during PACOTILLES campaign 

(http://dx.doi.org/10.17600/15005200), Christophe Menkès for providing the ocean current 

map and Simon Van Wynsberge for geographic distance estimations with barriers. This project 

was co-funded by the Laboratoire d’excellence CORAIL (Agence nationale de la recherche, France) 

and the Agence des Aires Marine Protégées (France).  



Annexes 

224 
 

Introduction 

Branching corals of the Acroporidae family present an important and historical role, in building 

and structuring world’s coral reef ecosystems (Bruckner 2002). More than one hundred Acropora 

species have been identified in the Indo-Pacific region (Wallace 1999; Veron and Smith 2000), but 

only two species are described in the Caribbean region, the elkhorn coral Acropora palmata 

(Lamarck, 1816) and the staghorn coral A. cervicornis (Lamarck, 1816), with A. prolifera 

(Lamarck, 1816), being a first-generation hybrid of the two former species (van Oppen et al. 2000; 

Vollmer and Palumbi 2002), and not a hybrid species (Willis et al. 2006). In the past, A. palmata 

and A. cervicornis formed dense, monospecific and high-structural thickets in the Caribbean coral 

reefs, from shallow to intermediate depth (Goreau 1959; Bak 1975). However, since the 1980s, 

their populations have dramatically declined mostly due to the likely combined effects of “white 

band” disease, hurricanes, and other human-related factors (Precht et al. 2002; Williams and 

Miller 2005; Miller et al. 2009), to the point that Caribbean endemic Acropora species have been 

classified as ‘critically endangered’ since 2008 by the International Union for Conservation of 

Nature (IUCN), regulated by the US Endangered Species Act and listed on the Washington 

Convention (CITES, Appendix II; Aronson et al. 2008a, 2008b, Carpenter et al. 2008a, 2008b).  

The decline of A. palmata and A. cervicornis populations has led the scientific community to 

investigate the genetic structure and dynamics of these populations since the early 2000’s. Indeed, 

genetic approaches with the use of molecular techniques are one of the tools that can improve the 

conservation and management objectives unique to marine systems (von der Heyden et al. 2014). 

In particular, the theoretical framework of population genetics offer the possibility to infer 

population connectivity in marine species and estimate the spatial extent of larval dispersal in 

marine organisms, above all for sessile organisms showing a dispersal phase through propagules. 

Population connectivity is a powerful force which maintains the genetic cohesion of a biological 

species over its distribution range (Mayr 1963). It represents the transfer of individuals among 

populations, which can if successful (i.e. the established individuals participate to the 

reproduction event) lead to a transfer of alleles among populations. In sessile marine organisms, 
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this connectivity is insured by reproductive outputs, from the gametes up to competent larvae 

ready to settle. Genetic connectivity is the main process by which populations maintain their 

genetic diversity levels and homogenize their genetic variation. Indeed, classic island models of 

population genetics (Wright 1940) invoke gene flow (from migration) and genetic drift as the two 

main processes regulating genetic diversity (selection and mutation being comparatively 

negligible). For example, small habitat patches theoretically contain small populations so that 

alleles are expected to be lost due to the effect of genetic drift. Only immigration may counter this 

effect on a short time scale by introducing alleles (either already present or new ones). 

Maintaining high genetic diversity levels is particularly crucial for the subsistence of populations 

in highly variable environments or those subject to rapid anthropogenic changes (Miller and Ayre 

2004; Reusch et al. 2005; Yeoh and Dai 2009). Indeed, genetic diversity can affect species 

productivity, population growth and stability, as well as inter-specific interactions within 

communities, and ecosystem-level processes (Hughes et al. 2008). 

In addition to migration and genetic drift, the mode of reproduction (sexual or asexual) also affect 

the levels of population genetic diversity, above all in populations with known high clonal 

propagation. Indeed, asexual reproduction (or clonal reproduction) by fragmentation is an 

important propagation mode for branching corals with high growth rates (Highsmith 1982). 

Fragmentation allows the installation of a new structural coral colony on a reef by settlement of a 

coral fragment issued from a mother-colony already set up on the same reef. The new colony and 

the maternal colony are genetically identical, members of the same clone (or genet), despite being 

two distinct ramets. Mature coral colonies issued from clonal propagation and sharing the same 

genotype (i.e. forming a genet) therefore see their sexual reproductive output increased as 

compared to colonies represented by only one physical individual (Coffroth and Lasker 1998). 

Additionally, clonal reproduction counteracts high larval and juvenile mortality rates often linked 

with sexual reproduction. However, because of the limited dispersal capacity of asexual 

reproduction and because species with dual reproduction tend to form multiclonal populations, 

the greatest genetic impact of clonality occurs at fine spatial scales within populations (Vallejo-
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Marín et al. 2010). Indeed, the greater the number of genets, the smaller the effective population 

size relative to the apparent census population size. Consequently, genetic diversity and 

population viability can be significantly overestimated in census counts without knowledge of 

clonal extent (Rossetto et al. 2004). The consequences of a high clonal rate can therefore be 

dramatic, with a low genetic diversity within isolated populations and a possible increase of the 

associated dangers to stress events for potentially badly-adapted genets to new environmental 

conditions (Reusch et al. 2005). Long term effects of clonal reproduction depend on the balance 

between costs and benefits of this process (Lirman 2000). In this context, assessing the clonal 

propagation and genetic diversity levels in populations of endangered species is of primary 

importance. 

The elkhorn coral A. palmata, as many other coral species, is known to reproduce both sexually 

and asexually, through fragmentation (Highsmith, 1982). Because (1) sexual reproduction occurs 

only once a year, through the synchronized release of gametes in the water column (generally 

after the August full moon, Szmant 1986) and (2) pelagic larvae can settle from 5 up to 20 days 

after fertilization (Baums et al. 2005), larval dispersal and genetic connectivity of this species are 

expected to be limited. Previous genetic studies on A. palmata Caribbean populations, both in 

terms of geographical variation of its clonal structure and spatial genetic structuring, have mainly 

been conducted along the reefs of the Gulf of Mexico (Florida), the Bahamas and the Greater 

Antilles (Puerto Rico and US Virgin Islands) (Baums et al. 2005b, 2006a; Garcia Reyes and Schizas 

2010; Mège et al. 2014). Investigation on the population genetic structure of A. palmata using 

molecular markers revealed a main phylogeographic split, dividing A. palmata Caribbean 

populations into two genetically divergent lineages, eastern and western, with the northern 

genetic break being located around the Eastern Puerto Rican region (Baums et al. 2005b, 2006a, 

2006b; Mège et al. 2014) and the southern being located somewhere between Panama and 

Curaçao (Baums et al. 2005b). Within each lineage, genetic differentiation among sampling 

locations was weak, though most often significant, and an isolation-by-distance (IBD) was 
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observed in the admixture region of Puerto Rico, partially explained by the mix of the two 

genetically divergent A. palmata lineages (Mège et al. 2014).  

Acropora palmata populations were found to be mostly self-recruiting, with sexual recruitment 

being more prevalent in the eastern lineage than in the western one (Baums et al. 2005b, 2006a). 

Nevertheless, the contribution of both reproductive modes to population structure was found to 

be unrelated to a purely geographic division between distinct genetic lineages (Baums et al. 

2006a; Mège et al. 2014). Also, it seems that the part of asexual reproduction by fragmentation in 

A. palmata populations is more likely explained by differences among reefs in habitat 

characteristics and related environmental conditions than by differences between lineages 

(Baums et al. 2006a; Mège et al. 2014).   

While most of these genetic works were conducted on A. palmata populations from the western 

lineage (mainly Florida, Bahamas and the Greater Antilles), only few A. palmata populations came 

from the eastern lineage, mainly characterized by the populations from the Lesser Antilles, an arc 

of islands from 18°N to 11°N and 59°W to 70°W, part of the Eastern Caribbean ecoregion (Spalding 

et al. 2007), much less studied than the Western Caribbean ecoregion. While most conservation 

efforts in the Lesser Antilles have been conducted so far on the terrestrial fauna (birds, 

heptofauna, insects, etc) and flora because of islands high endemism’s rates (e.g. Francisco-Ortega 

et al. 2007; Hedges and Diaz 2011; Latta 2012), conservation strategies regarding marine species 

are rising in response to increasing damages observed on coral reef ecosystems (see for example 

Young et al. 2012).  

In this context, estimating genetic diversity and connectivity of A. palmata populations in the 

Lesser Antilles archipelago is needed to provide information regarding the distance over which 

source reefs can eventually rescue damaged reefs through input of coral larvae, in order to 

improve management, protection and conservation of this endangered species. Thus, the main 

objectives of this study were (1) to estimate the levels of genetic diversity of A. palmata 

populations of the Lesser Antilles and compare them to those of already studied Caribbean 

populations, (2) to investigate A.  palmata spatial scales of larval dispersal in the Lesser Antilles, 
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and (3) to explore the possible contributing factors explaining the observed genetic differences 

among A. palmata populations in this region. To do so, A. palmata colonies were sampled in 36 

studied sites from 11 islands of the Lesser Antilles, in a hierarchical framework. Fourteen 

hypervariable microsatellite loci were used, first to determine the number of genotypes among 

the sampled colonies in order to estimate the genetic diversity and clonality, and secondly, to 

assess the population genetic structure and the connectivity level among A. palmata populations 

of the Lesser Antilles. 

 

Materials and methods 

Sampling 

A total of 1,042 colonies of Acropora palmata were sampled in 36 localities from 11 islands from 

the Lesser Antilles, from the northern islands of St. Martin and St. Barthélemy to the southernmost 

islands of St. Vincent and the Grenadines (Table 1, Figure 1), covering a latitudinal transect of c.a. 

600 km. Most of these islands are volcanic, mountainous and present fringing reefs subject to 

considerable terrigenous inputs from erosion (Bouchon et al. 2008). Most A. palmata colonies 

(n = 642) sampled from sites coded from PAC01 to PAC28 were collected in April and May 2015 

during “PACOTILLES” campaign on board RV ANTEA (IRD). Other colonies from Guadeloupe 

(n = 353) and St. Barthélemy (n = 47) were collected between May 2011 and October 2014 during 

specific field trips. Fragments of colonies (tip of branch) were collected between 1 and 5 m depth, 

until c.a. 50 colonies per site were reached, except for the site of Caye à Dupont (Guadeloupe) 

where 80 colonies were sampled exhaustively in a 30 m radius circle (see Japaud et al. 2015). 

Sampled colonies were photographed underwater for most of the sites (n = 15/21) of the 

PACOTILLES campaign and snipped fragments placed in individually labeled zip bag, numbered 

along each transect. After sampling, coral fragments were transferred into Falcon tubes containing 

70% ethanol and stored at room temperature until processing. 
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Molecular analyses  

Total genomic DNA was extracted from 5-10 polyps per fragment, using a DNA Purification Kit 

(formerly Gentra Puregene, Qiagen, Valencia, CA, USA) following the manufacturer’s protocol. 

Fourteen A. palmata specific microsatellite loci (Baums et al. 2005a, 2009) were PCR amplified 

following the protocol described in Japaud et al. (2015). Amplified fragments were sent to the 

GENTYANE platform (INRA, Clermont-Ferrand, France), where they were resolved on an ABI 

3730XL sequencer with a GeneScan LIZ-500 internal size standard (Applied Biosystems). Alleles 

were sized using GENEMAPPER v. 4.0 (Applied Biosystems). We used GMCONVERT (Faircloth 

2006) to convert the exported GENEMAPPER table of genotypes. 

 

Data analyses  

Our dataset was tested for scoring errors and null alleles using MICRO-CHECKER v. 2.2.3 (van 

Oosterhout et al. 2004). Since A. prolifera colonies could be present within our sampling [i.e. 

hybrids between A. palmata and A. cervicornis may present an A. palmata morphology (Acropora 

Biological Review Team 2005)], we first performed a discriminant analysis using STRUCTURE 

v. 2.3.4 (Pritchard et al. 2000). For this, we added to our 1,042 samples some reference individuals 

of A. cervicornis (n = 25) and A. prolifera (n = 7), which had been previously genotyped (with the 

exact same set of loci) (Japaud et al. 2014, 2015). By fixing K=2, we enforced colonies to belong 

either to an A. palmata cluster, or to an A. cervicornis cluster (in this case, known A. prolifera are 

expected to present intermediate percentages of membership to each cluster). Percentage of 

membership of each sampled colony to each cluster were obtained pooling the results of 10 

independent runs with CLUMPP v. 1.1.2 (Jakobsson and Rosenberg 2007), after running 

STRUCTURE (5×104 iterations, burn-in = 5×103) under an admixture ancestry model, using 

species information as LOCPRIOR (A. palmata, A. cervicornis, or A. prolifera based on morphology) 

and assuming correlated allele frequencies. Additionally, a correspondence analysis was 

performed over all these genotypes with GENETIX v.4.05.2 (Belkhir et al. 2004), in order to 

illustrate and confirm the clustering analysis.  
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All distinct multilocus genotypes (MLG) and clones were distinguished among colonies 

using GENALEX v. 6.502 (Peakall and Smouse 2006, 2012). Associated probabilities of identity 

(PI) were further estimated in order to assess the probability that two different sampled colonies 

present an identical MLG just by chance given our set of 14 microsatellite markers. 

Genotypic richness, genotypic diversity and genotypic evenness were estimated to evaluate the 

part of clonality (asexual reproduction) for each site. Genotypic richness (Ng/N) was calculated as 

the number of unique identified MLGs (Ng) over the total number of sampled colonies (N). 

Genotypic richness ranges from nearly 0 to 1: the closer to 1, the higher the number of MLGs and, 

thus, the smaller the number of clones. Genotypic diversity (GO/GE) was estimated as the observed 

genotypic diversity (GO; Stoddart and Taylor 1988) over the expected genotypic diversity (GE) to 

access the relative importance of sexual reproduction in a population. Observed genotypic 

diversity (GO) was calculated as: 

𝐺𝑂 =
1

∑ 𝑔𝑖
2𝑘

𝑖

 

where gi is the relative frequency of the ith of k MLGs. As expected for a full sexually reproducing 

population, expected genotypic diversity (GE) equals the total number of sampled and analyzed 

colonies (N). Genotypic evenness (GO/Ng; Coffroth and Lasker 1998) was estimated as the ratio 

between the observed genotypic diversity (GO) and the number of unique identified MLGs (Ng). 

Genotypic evenness measures the distribution of genotype abundances: a population with equally 

abundant genotypes yields a value equal to 1 while a population dominated by a single genotype 

gives a value close to 0. For populations presenting only one genotype, genotypic evenness has no 

meaning and is equal to 1. Based on the combination of genotypic diversity (GO/GE) and genotypic 

evenness (GO/Ng), sites were classified into four categories to facilitate discussion (Baums et al. 

2006a): asexual, mostly asexual, mostly sexual and sexual. Clustering among groups was realized 

in R using the ‘kmeans’ function of the R ‘Stats’ package (R Core Team, 2016). All subsequent 

analyses were conducted keeping only one representative per MLG and per sampling site. 

Null allele frequencies (r) were estimated for each locus and within each sampling site 

using the expectation maximization algorithm (Dempster et al. 1977) implemented in FREENA 
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(Chapuis and Estoup 2007). Genotypic linkage disequilibria, fixation index estimates (FIS; Weir 

and Cockerham 1984) and significant departures from Hardy–Weinberg equilibrium were 

estimated and tested using the exact tests implemented in the online GENEPOP v. 4.2 (Raymond 

and Rousset 1995) with default Markov Chain parameters. Observed heterozygosity (HO) and 

unbiased expected heterozygosity (HE) were estimated with GENALEX v. 6.502 (Peakall and 

Smouse 2006, 2012). Allelic richness (rarefied or extrapolated for N = 50 with 95% confidence 

bounds) was estimated within each sampling site using the ‘ARES’ package in R (van Loon et al. 

2007; R Core Team 2016). 

Genetic differentiation among populations was estimated i) using Weir and Cockerham’s 

(1984) estimator  in GENEPOP and ii) using Weir’s (1996) unbiased FST estimated using the ENA 

method in FREENA (Chapuis & Estoup 2007) with correction for null alleles and the significance 

of the test (H0: FST = 0) assessed using the 95% confidence interval obtained through bootstrap 

resampling over loci in FREENA. Genetic structuring was further investigated using a Bayesian 

clustering approach to estimate the most likely number of clusters (K) among all MLGs using 

STRUCTURE v. 2.3.4 (Pritchard et al. 2000). Log-likelihood values for each K (number of inferred 

populations: 1–37) were computed by running an admixture ancestry model with no location 

prior and assuming correlated allele frequencies (5 replicates, 5×105 iterations, burn-in = 2×105 

). Following the recommendations of Evanno et al. (2005), the ad hoc statistic ΔK was calculated 

using STRUCTURE Harvester (Earl and VonHoldt 2012). 

Similarities or dissimilarities among island populations were further visualized through a 

principal coordinates analysis (PCoA) using the “covariance-standardized” PCoA method in 

GENALEX v. 6.502 (Peakall and Smouse 2006, 2012) and based on a pairwise genetic distance 

matrix using the “codom-genotypic” option. To specifically test for isolation-by-distance (IBD) 

pattern. Mantel (1967) tests were performed in R with the function ‘mantel.rtest’ of the package 

‘ade4’, with 104 permutations of the corrected pairwise (FST / (1 - FST)) matrix estimated in 

FREENA among sites and islands, and the geographic distance matrix. For geographic distance 

estimates, we used the shortest distance among sites considering islands as barriers to larval 
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dispersal estimated using the ‘costDistance’ function of the package ‘gdistance’ in R (van Etten 

2015; R Core Team 2016). Geographic distances for each pair of islands were estimated using the 

center of each island as a landmark. 

Acropora palmata gene dispersal distance throughout the islands of the Lesser Antilles in 

the context of IBD was further estimated through a spatial autocorrelation analysis conducted in 

SPAGEDI v. 1.5 (Hardy and Vekemans 1999, 2002). Moran’s I relationship coefficient was 

estimated among colonies organized in 10 automatically defined spatial distance intervals to 

reach an even number of pairwise comparisons within each distance interval. The significance of 

relatedness among individuals within each geographic distance interval was obtained using 104 

permutations. 

Finally, the direction of gene flow in A. palmata along the Lesser Antilles was further 

investigated. Since islands of the Lesser Antilles are approximately distributed along a North-

South axis, it was tested whether gene flow was oriented southward or northward. To do so, the 

relative directional migration coefficient among islands based on the Jost’s D index (DM) was 

estimated using the online application DIVMIGRATE (5×103 bootstraps, α = 0.05; Jost 2008; 

Sundqvist et al. 2016). Two DM were estimated between each pair of island populations, 

representing both directions: from island A to island B and vice versa.  

 

Results 

Species identification 

The clustering analysis conducted over all the 1,074 MLGs (1,042 sampled A. palmata, 25 

A. cervicornis and seven A. prolifera) with STRUCTURE revealed that all seven known A. prolifera 

individuals had a maximum likelihood of membership of 73% to cluster A. palmata (Online 

Resource 1). We therefore applied a 73% threshold of membership to A. palmata cluster. Out of 

the 1,042 analysed A. palmata colonies, five were identified as possible hybrids (with MLGs likely 

membership to A. palmata cluster varying between 13 and 65%; Online Resource 1; Figure 2) and 

were excluded from the dataset. For more safety, three additional colonies were also excluded 
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because of their close proximity to A. prolifera MLGs on the correspondence analysis (Figure 2), 

even though their membership to A. palmata cluster varied between 99 and 100%. Therefore, a 

total of eight colonies a posteriori identified as possible hybrids based on their MLGs were 

excluded from the A. palmata dataset. 

 

Genotypic diversity and clonality 

Among the 1,034 A. palmata colonies kept, a total of 718 distinct MLGs were identified, from 

which 96 (13%) were represented by at least two colonies. Over these 96 repeated MLGs, one was 

represented by 31% of all colonies. The estimated probability that two genetically different 

colonies have identical MLG by chance using the 14 microsatellite loci (PI) was 9.9×10-15. 

Therefore, colonies harboring the same MLG were interpreted as biological clones. 

Genotypic richness (Ng/N) and genotypic diversity (GO/GE) ranged from nearly 0 for FjL 

(Guadeloupe) and PAC09 (Saint-Vincent) (i.e., for each site, only one MLG was found over all the 

colonies sampled) to 1 in PAC23 (Saint-Martin), PAC27 (Saba), AL and AM (Guadeloupe), PAC04 

and PAC06 (Martinique) and PAC11 in Bequia (i.e., each sampled colony presented a distinct MLG) 

(Table 1). Mean genotypic richness per site (± standard error) was 0.75 ± 0.04 (n = 35) and mean 

genotypic diversity per site was 0.64 ± 0.05 (n = 35). The smallest genotypic evenness (GO/Ng) was 

found in PAC15 (Saint Lucia) (0.21) where 17 MLGs were found but one of them represented 50% 

of the 42 sampled colonies. The highest genotypic evenness was maximal (GO/Ng = 1) for the seven 

sites where all sampled colonies presented distinct MLGs (PAC23, PAC27, AL, AM, PAC04, PAC06 

and PAC11), as well as for the two sites where a single MLG was found (FjL and PAC09), though 

not informative. Mean genotypic evenness per site calculated without these two latter sites was 

0.79 ± 0.04 (n = 33). 

Based on the combination of genotypic diversity (GO/GE) and genotypic evenness (GO/Ng), 

A. palmata stands (corresponding to each sampling site) were classified into four categories: 

asexual, mostly asexual, mostly sexual and sexual (Table 1, Figure 3). The ‘asexual’ category 

gathered the two sites with a single MLG per site, FjL and PAC09. The ‘mostly asexual’ category 
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included four sites characterized by very low values of genotypic diversity and genotypic 

evenness (ranged from 0.04 to 0.28 and from 0.21 to 0.49 respectively): SB1, PAC03, PAC10 and 

PAC15. The ‘mostly sexual’ category was composed by 14 sites with moderate values of genotypic 

diversity and genotypic evenness (from 0.33 to 0.72 and from 0.57 to 0.89 respectively): SB3, SB4, 

PAC21, PAC22, PAC28, LM, PC, PT, TA, PAC01, PAC02, PAC17, PAC12 and PAC13. The ‘sexual’ 

category consisted of 15 sites with the highest values of genotypic diversity and genotypic 

evenness (> 0.78 and >0.90 respectively): PAC23, PAC24, PAC25, PAC27, PAC20, AL, AM, FjPE, IG, 

IP, Lz, PAC04, PAC06, PAC08, PAC11 (Figure 3). 

When looking at estimated indices per island, the number of distinct MLGs found ranged 

from 30 (in Saint Lucia, N=60) to 256 (in Guadeloupe, N=395). Mean genotypic richness (Ng/N) 

per island ranged from 0.41 ± 0.25 (n = 3, Saint Vincent) to 1 for Saba with a single sampling site 

and all the colonies presenting a unique MLG. Mean genotypic diversity (GO/GE) per island ranged 

from 0.34 for Saint Lucia (0.34 ± 0.25; n = 2) and Saint Vincent (0.34 ± 0.25; n = 3) to 1 for Saba. 

Mean genotypic evenness (GO/Ng) per island ranged from 0.52 ± 0.31 (n = 2, Saint Lucia) to 

0.96 ± 0.03 (n = 3, Saint-Martin). Genotypic evenness for Saba was maximal (GO/Ng = 1) because 

all the colonies of the single sampling site of the island presented unique MLGs. High observed 

standard errors illustrate the unevenness of genotypic indices estimated among sites of a same 

island (Table 1). 

 

Genetic diversity 

Keeping only one representative per MLG (Ng= 718), observed heterozygosity (HO) across loci 

ranged between 0.493 for PAC10 in Saint Vincent and 0.714 for PAC11 in Bequia (mean ± s.e. = 

0.624 ± 0.008; Online Resource 2). Across all loci, expected heterozygosity (HE) per site ranged 

between 0.571 for PAC09 in Saint Vincent and 0.742 for IP in Guadeloupe (mean = 0.684 ± 0.006; 

Online Resource 2). Estimated FIS per site across all loci ranged between -0.001 and 0.215, 

respectively for LM in Guadeloupe and for PAC10 in Saint Vincent and significant departures from 

Hardy–Weinberg equilibrium were found in 17 out of 36 sampling sites, and 12 remained 
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significant after Bonferroni correction (all heterozygote excesses). Among the 3,278 pairwise 

tests of linkage disequilibrium comparing all loci at each of the 36 sampling sites, only 5 were 

significant after Bonferroni correction (0.15%, P < 0.05). Overall loci, estimated allelic richness 

(AR) per site ranged from 87.5 for PAC20 in Antigua to 191.6 for PT in Guadeloupe (Online 

Resource 2). 

When grouping sites per island (i.e. considering that each island represents a population), 

mean observed heterozygosity across all loci ranged between 0.553 ± 0.031 for Saint Vincent and 

0.663 ± 0.051 for Bequia (Online Resource 3), mean expected heterozygosity ranged between 

0.618 ± 0.027 for Saint Vincent and 0.704 ± 0.023 for Bequia, and mean allelic richness ranged 

from 102.1 ± 8.6 for Antigua to 137.0 ± 7.4 for Guadeloupe, where a higher number of diverse sites 

were sampled. 

Because the proportion of null alleles for marker #1490 exceeded 20% in most of the 

populations of the sampling sites (Online Resource 2; n = 25/36), this marker, initially kept for 

MLG identification, was further excluded for the following genetic connectivity analyses (Chapuis 

and Estoup 2007). 

 

Population structure  

As a single MLG was found for FjL in Guadeloupe and for PAC09 in Saint Vincent, each MLG from 

these monoclonal sites was pooled with the genotypes of the closest site, respectively FjPE (2.1 km 

of distance) and PAC10 (1 km of distance), in order to keep the maximum of genetic information 

for further analyses. 

Matrices of pairwise-FST estimated using GENEPOP and FREENA were highly related 

(R² = 0.94, P < 0.0001). Because of the presence of null alleles in nearly all loci (Online 

Resource 2), we decided to present only the estimates from FREENA, which were estimated taking 

into account the occurrence of null alleles (though estimated based on HW equilibrium, an 

assumption unlikely met). 
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Within Guadeloupe, a weak genetic structure was observed among the 13 sampled sites, 

with only two pairs of sites significantly differentiated from each other: Anse Laborde (AL) and 

Tête à l’Anglais (TA) (FST = 0.020*), which are located on distinct geographic part of Guadeloupe 

(Grande Terre and Basse Terre, respectively), and Caye à Dupont (CD) and Anse à la Barque 

(PAC28) (FST = 0.011*, Table 2), located on the opposite sides of Basse Terre (Figure 1). 

Accordingly, no apparent clusters were identified by STRUCTURE among the sampling sites of 

Guadeloupe. Based on the PCoA results, this observed genetic structure was further not in 

agreement with the geographic distribution of the sampling sites of Guadeloupe (Online Resource 

4). 

This weak genetic differentiation observed among sites within a single island was 

confirmed in all other islands of the Lesser Antilles under study, showing in general low and non-

significant pairwise FST estimates within islands (Table 2). When looking among islands, no 

significant differentiations were reported among sampling sites of the northern islands: St. 

Martin, St. Barthélemy, Saba and Antigua with the exception of a single significant pairwise FST 

estimate between one site in Antigua (PAC20) and one site in St. Barthélemy (SB3) (FST = 0.019*, 

Table 2). Similarly, no significant genetic differentiations were reported among sites of St. Lucia 

and St. Vincent, nor among sites of the southern islands (St. Vincent, Bequia and Union) (Table 2), 

with the exception of a single weak but significant pairwise FST estimate, between one site in 

Bequia (PAC12) and the single site of Union (PAC13) (FST = 0.009*, Table 2). 

In general, at the Lesser Antilles scale, the sites among the closest islands were not 

significantly differentiated (Table 2), and no apparent differentiated clusters were identified 

when performing Bayesian assignment tests (STRUCTURE; data not shown). When looking among 

the sites belonging to different islands, the genetic differentiation between islands was generally 

higher than within island, with most of the comparisons revealing significant differentiation. 

Accordingly, geographic distances among sites significantly explained 35% of the genetic 

variation (FST / (1 - FST)) across all sampling sites (R² = 0.35, P < 0.0001, Fig. 4A). Furthermore, 

when sampling sites with less than 10 distinct genotypes were removed, geographic distances 
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explained 46% of the genetic variation (R² = 0.46, P < 0.0001, Fig. 4B), and up to 78% when sites 

with less than 20 genotypes were removed (R² = 0.78, P < 0.001, Fig. 4C). Therefore, because of a 

restricted number of genotypes at some sites together with the general weak and non-significant 

genetic differentiation observed among sites within the same islands, the sites of each single 

island were pooled to run subsequent data analyses, resulting in 11 populations of A. palmata, 

corresponding to the 11 islands sampled across the Lesser Antilles. 

A principal coordinates analysis (PCoA) conducted on these 11 island populations 

revealed that principal components 1 and 2 represented 86.29% (cumulated inertia of both axes) 

of the genetic heterogeneity among populations of A. palmata (Figure 5). Most importantly, Axis 

1 with 72.88% of inertia segregated the 11 populations along a north/south gradient (Figure 5). 

In addition, populations of closed islands were generally not significantly differentiated (Table 3). 

Accordingly, geographic distances among islands significantly explained 72% (R² = 0.72, 

P < 0.0001) of the genetic variation (FST / (1 - FST)) among islands (Figure 6), revealing a clear 

Isolation-by-Distance (IBD) pattern among A. palmata populations in the Lesser Antilles. This IBD 

pattern was further evidenced at the reef scale. Indeed, colonies sampled within a single site (or 

reef) (<10 km) were significantly more genetically similar than colonies belonging to distinct 

sampling sites, with decreasing similarity among colonies as the geographic distance among 

sampling sites increased (though still significant within distances up to 120 km, Figure 7). The 

analysis of the spatial autocorrelogram computed using Moran’s I relationship coefficient showed 

an estimated dispersal kernel for A. palmata comprised between 192 and 236 km (Figure 7).  

Lastly, while the genetic variation among A. palmata populations seemed organized along 

a north-south axis (see Figure 5), we did not evidence a significant directional gene flow among 

islands. Indeed, a single relative directional migration coefficient (DM) appeared significant, from 

Union northward to Guadeloupe (α = 0.05; Table 4). Nevertheless, when subtracting DM 

coefficients of each island pair estimated from a southward direction to DM coefficients of the same 

pair, but estimated from the northward direction, positive values (obtained when DM coefficients 

estimated from a northward direction were higher than those estimated from the southward one), 
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were obtained in 36 out of 55 pairwise comparisons (65%), suggesting that a general northward 

gene flow (though not significant), was observed among A. palmata populations along the arc of 

the Lesser Antilles. 

 

Discussion 

The molecular analysis of 1,042 A. palmata sampled colonies using a set of 14 microsatellite loci 

revealed that 8 individuals identified in the field as A. palmata on the basis of their morphological 

characteristics showed MLGs genetically close to A. prolifera MLGs. These samples were therefore 

removed from the A. palmata dataset. Using this same set of microsatellite loci, it was found that 

clonality proportion greatly varied among sampling sites. Hence, some A. palmata stands 

presented large patch of clones with a single MLG while others were only composed of colonies 

with distinct MLGs, even if the sampling sites were located on a same island (as in Guadeloupe for 

example). Nevertheless, mean genotypic index estimates across all sampling sites of the Lesser 

Antilles globally illustrated high genotypic richness and evenness (Ng/N = 0.75 ± 0.04; 

GO/Ng = 0.79 ± 0.04). Regarding the genetic structuring of A. palmata populations of the Lesser 

Antilles, no apparent distinct clusters were identified. Nevertheless, pairwise genetic distances 

were correlated to geographic distances among populations, revealing an isolation-by-distance 

pattern with an estimated larval dispersal kernel of 250 km.  

 

Gene introgression from Acropora cervicornis to Acropora palmata  

Several colonies were genetically identified as A. prolifera hybrids after being morphologically 

identified as A. palmata (see for example Online Resource 5). The ‘palmate-morph’ defined by 

Vollmer and Palumbi (2002) for some A. prolifera F1 hybrids is not sufficient to explain a complete 

confusion in colony morphological identification. Rare backcrossing of A. palmata with the hybrid 

A. prolifera inducing later generation hybrids and an introgression of A. cervicornis genes into 

A. palmata populations may explain that some colonies genetically identified as A. prolifera could 

present a confusing A. palmata morphology (Miller and van Oppen 2003; Fogarty 2012). This 
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observation suggests that the hybridization complex of Caribbean Acropora species may be more 

complicated that a unidirectional introgression of genes flowing from A. palmata towards 

A. cervicornis as previously described (van Oppen et al. 2000; Vollmer and Palumbi 2002, 2007; 

Fogarty et al. 2012). 

 

Possible influence of site-specific environmental conditions on clonality 

In this study, estimates of genotypic indices varied considerably among sampling sites, even 

among closed sites or sites located within a same island. Mean genotypic richness per site was 

0.75, similar to the estimates available for A. palmata previously estimated by Mège et al. (2014). 

Similarly to Mège et al. (2014), a non-random opportunistic sampling strategy was adopted to 

assess genetic structure of the A. palmata populations of the Lesser Antilles (and to avoid an 

overrepresentation of clones) since specifically characterizing genotypic diversity and clonality of 

these populations was not our primary goal. For this reason, population dynamics implications 

based on the genotypic indices estimates should be interpreted carefully. Indeed, our estimates 

are much higher than found in Baums et al. (2006a) who used randomized sampling strategy or 

opportunistic sampling strategy (mean Ng/N per site = 0.52 and 0.51, respectively) though 

specifically investigated levels of clonality in this species.  

Nevertheless, the difference in estimates of genotypic richness may result from differences 

in site-specific environmental conditions rather than other factors like a difference in sampling 

strategy (Mège et al. 2014). For example, estimates of genotypic indices were low and consistent 

across sampling sites presenting somehow similar environmental characteristics than of Caye à 

Dupont. In this site, A. palmata clonality was specifically investigated using an exhaustive 

sampling within a 30 m radius circle (Japaud et al. 2015) and for which it was found a Ng/N 

= 0.125. This reef, as well as Duvernette Island reef (Ng/N = 0.14), Blue Lagoon reef (Ng/N = 0.17) 

in St Vincent, and Ilet Fajou reef in Guadeloupe (Ng/N = 0.03) were all characterized by high 

hydrodynamism, a shallow flat bottom and a high coral colony density, constituting a set of 

general characteristics that seems to advantage the asexual expansion of the branching Acropora 
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corals (Japaud et al. 2015). Indeed, the proportion of asexual reproduction by fragmentation in a 

population is known to be related to site-specific geoclimatic conditions such as intensity and 

frequency of swell, waves, hurricanes and topography (Coffroth and Lasker 1998; Baums et al. 

2006a). In contrast, reefs where A. palmata stands presented few or no clones could be related to 

areas with less suitable habitat and low population densities (Mège et al. 2014). Alternatively, 

A. palmata populations presenting scarce colonies with few or no clones could be relicts of old and 

dense populations which faced past important stressor events (such as “white band” disease, coral 

bleaching, hurricanes, algal over-growth or predation…), resulting in losses of colonies without 

any subsequent efficient recovery (Bruckner 2002; Acropora Biological Review Team 2005). 

 

Low genetic diversity estimates for Acropora palmata in the Lesser Antilles 

Resilience of populations depends on genetic diversity that is necessary to the species adaptation 

success facing changes in environmental conditions (Miller and Ayre 2004; Yeoh and Dai 2009). 

In A. palmata, the genetic diversity estimated in the present study was globally lower (mean HE 

per site = 0.684 ± 0.038) than any estimates of genetic diversity found in similar studies conducted 

by Baums et al. (2005b) and Mège et al. (2014) with HE per site = 0.75 and 0.761, respectively. 

These differences in genetic diversity can partly be explained by the fact that different 

microsatellite loci were used in the present study (14 loci were used, including the five loci 

exclusively used in the previous studies). Therefore, to compare our estimates of genetic diversity 

to those found in the previous published studies, the five common loci were kept to re-estimate 

previous indices (Online Resource 3). This new computation indeed increased the estimated 

genetic diversity per site of the present study (mean HE = 0.71), though it remained globally lower 

than those published in similar A. palmata studies (Baums et al. 2005b; Mège et al. 2014). While 

genetic diversity estimates in Guadeloupe (mean HE = 0.73 overall sites) were similar to those 

previously reported [HE = 0.74 in Mège et al. (2014)], for St. Vincent and the Grenadines (SVG), the 

genetic diversity (HE = 0.65) was slightly lower than those estimated by Baums et al. (2005b) 

(HE = 0.69). This difference may partially be explained by the monoclonal site PAC09 (HE = 0.40 
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for PAC09 with the five common loci). Lower levels observed in the Lesser Antilles when 

compared to other Caribbean reefs may be of particular concern for the resilience capacity of 

particular A. palmata populations in case of eventual disturbances, given their location at the 

eastern boundary of the Caribbean Sea and their genetic isolation from the west lineage. 

Nevertheless, the genetic diversity is not the only factor to take into account to predict population 

resilience ability. Indeed, reproduction modes and recruitment are also critical.  

Acropora palmata is a broadcast-spawning coral species. During massive reproductive 

events, the probability of gametes meeting in open-ocean is enhanced by high densities of gametes 

synchronically released by a high number of colonies. Since A. palmata is an obligate outcrosser, 

the production of larvae issued from sexual reproduction is only possible after fertilization 

between gametes produced by genetically distinct colonies (Fukami et al. 2003; Baums et al. 

2005a). Therefore, since efficient recruitment of larvae issued from sexual reproduction enhances 

population genetic diversity, lower diversity levels may be related to a deficit in sexually produced 

recruits linked with unfavourable conditions. Indeed, it has been shown that recovery of 

A. palmata populations from larval recruitment issued from sexual reproduction may be limited 

following environmental perturbations (Quinn and Kojis 2005; Bouchon et al. 2008; Williams et 

al. 2008).  

On the other hand, Miller et al. (2016) reported that different genotypes of a single 

A. palmata population did not participate synchronically to the reproduction event, or even 

systematically every year. Therefore, genetic diversity estimated from the present sampled coral 

colonies may rather reflect past recruitment events, from the last years or decades, than actual 

levels from integrated generations, since small colonies were not targeted during sampling in 

order to avoid oversampling clones. Without stress events, a coral colony may live for decades or 

centuries, but because of branch breakage and regrowth, estimating the age of a coral colony (i.e. 

physical individual) from its size remains hazardous. Therefore, it is difficult to evaluate at which 

point the present results obtained from potential relict colonies truly reflect the present situation. 

In conclusion, estimating genetic diversity could not be sufficient to predict resilience of 
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A. palmata populations of the Lesser Antilles without taking into account sexual reproduction and 

larval recruitment. An examination of the genetic diversity within recruits is therefore warranted.  

 

Isolation-by-distance and limited larval dispersal 

Previous studies using five microsatellite loci showed that the Caribbean A. palmata population 

was genetically divided into two distinct lineages, with the northern break found around the 

Puerto Rican region (Baums et al. 2005b, 2006a, 2006b; Mège et al. 2014). Therefore, considering 

the location of the Lesser Antilles, all populations of the 11 sampled islands in the present study 

likely belong to the eastern phylogeographic lineage. This is confirmed by the present results 

which did not identify distinct genetic clusters among the A. palmata populations analysed. 

Nevertheless, a significant genetic structure was found among A. palmata sampled populations, 

revealing, for the first time, a pattern in agreement with the geographical seascape. Indeed, it was 

found that A. palmata gene flow in the Lesser Antilles was oriented along a north-south axis, with 

increasing genetic divergence related to increasing geographic distance among islands. This IBD 

pattern was identified both at the reef scale (since individuals within short distance classes up to 

120 km were more related than between distance classes), and at the Antilles Arc scale, among 

geographically isolated populations. Though such IBD has already been found in A. palmata, it was 

restricted to the Puerto Rican sea shore and attributed to a genetic admixture zone between 

western and eastern lineages (Mège et al. 2014). Other previous studies conducted in the 

Caribbean Sea did not demonstrate IBD among A. palmata studied populations (Baums et al. 

2005b, 2006a). The present results highlight the importance of investigating genetic patterns and 

ecological processes at multiple scales, with a likely higher number of genetic markers.  

The specific geographic context of the Lesser Antilles archipelago, with small islands more or less 

regularly spaced from each other by few kilometers and further aligned along a north-south axis 

likely explains the observed IBD among A. palmata populations. An IBD pattern usually 

characterizes populations with limited connectivity across different suitable habitat patches, 

reflecting gene flow occurring in a stepping-stone model. That is already known in several corals 
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and other marine species, with limited larvae dispersal, studied among fragmented habitat 

patches (Palumbi 2003; Cowen et al. 2006; Galindo et al. 2006; Hellberg 2007; Andras et al. 2013; 

Postaire et al. 2017). Indeed, for marine sessile species like corals, gene flow among populations 

depends on the first living stages of these organisms, mostly insured by reproductive outputs 

(gametes), fertilized eggs and pelagic larvae. In A. palmata, the larval pelagic phase seems to be 

relatively short since Acropora larvae are competent to settle 3 to 5 days after fertilization 

(Fogarty 2007, 2012). With a larval phase of 5 days, the potential of dispersal for Caribbean 

Acropora pelagic larvae has been estimated to several tens of kilometres (Baums et al. 2005b; 

Hemond and Vollmer 2010). Nevertheless, it has been shown that, depending on the 

environmental constraining conditions, the pelagic phase for A. palmata larvae may last up to 20 

days (Harrison and Wallace 1990; Hayashibara et al. 1993; Baums et al. 2005b; Hemond and 

Vollmer 2010; Ritson-Williams et al. 2010), suggesting a higher dispersal potential. In agreement, 

the present results, while confirming that larval dispersal is limited by geographic distances 

among available habitat patches, suggest that the spatial scale of connectivity among A. palmata 

populations of the Lesser Antilles islands could reach 250 km. This dispersal kernel is likely 

facilitated by oceanic sea surface currents (Heck and McCoy 1978; Veron 1995), which show a 

dominant north-west direction during A. palmata spawning period (Figure 8). 

Indeed, even if a significant northward gene flow along the Lesser Antilles could not be 

demonstrated, 65% of the observed DM estimates suggest a same direction for A. palmata gene 

flow and main oceanic sea surface currents. This finding still need further investigations, with 

additional samples originating from the southern Caribbean reefs. If confirmed, it would imply 

that southern reefs act as source of gametes and larvae to the Lesser Antilles, an hypothesis also 

suggested by Baums et al. (2005b).  
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Consequences for resilience and conservation of endangered Acropora palmata 

populations in the Lesser Antilles  

Globally, the present results reveal that the genetic diversity of A. palmata populations of the 

Lesser Antilles is lower than previously estimated for A. palmata populations of the Caribbean 

region. This is of great concern since lower genetic diversity may reduce the resilience ability 

against environmental perturbations (Reush et al. 2005). Additionally, observed northward gene 

flow through the Lesser Antilles archipelago, together with the southern known boundary of the 

eastern A. palmata lineage (Baums et al. 2005b; Mège et al. 2014) suggest that populations from 

the southernmost islands of the Lesser Antilles (likely including Grenada, Trinidad and Tobago 

and the Leeward Antilles), and those of the north coast of South America (at least Venezuela), have 

a potential key role in broadcasting larvae to the more northern islands of the Lesser Antilles. If 

confirmed, preserving these southernmost A. palmata populations should be a priority. 

Nevertheless, because of the heterogeneous societal and institutional situation of the Lesser 

Antilles, conservation aspects to protect A. palmata at a regional scale may be difficult to 

implement. 

Promoting genetic diversity through a high genotypic diversity seems to be the basis for viable 

and sustainable restoration projects of coral populations. In the Lesser Antilles, as well as in other 

parts of the Caribbean Sea, a great number of restoration projects for A. palmata populations have 

been undertaken in the last decades, mainly through the transplantation of colonies issued from 

fragments (Young et al. 2012, Lirman et al. 2014). As discussed above, it is crucial to insure 

genotypic diversity within these restored fragments. In this context, other restoration projects 

were carried out by transplanting colonies issued from sexual reproduction after gametes 

collection in natural populations (Chamberland et al. 2015). Nevertheless, this strategy requires 

a preliminary evaluation of potential source populations of gametes. 

As genotypic richness is negatively correlated with colony density (Baums et al. 2006a) denser A. 

palmata populations, likely composed of numerous clones, may not represent the best sources of 

gametes. On the opposite, scattered populations may exhibit higher genotypic richness, although 
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producing less gametes. Knowing this trade-off, a high density of colonies in a population may not 

therefore be a sufficient criterion to select source populations of A. palmata gametes and 

fragments for transplantation. 

Additionally, we showed that the genetic structure of A. palmata populations of the Lesser Antilles 

exhibit an isolation-by-distance pattern, both at the reef scale among individuals and at the 

Antilles Arc scale (sampling extending over c.a. 1,000 km) among geographically isolated 

populations. Thus, the hypothesis of genetic adaptation of A. palmata colonies to local and specific 

environmental conditions, even at limited spatial scale, may not be ruled out. In this context, 

enhancing genetic diversity of reefs through the transplantation of fragments issued from distant 

genetically differentiated populations may not be suitable if source populations are not fully 

adapted to the local environmental conditions of the transplantation sites (Baums 2008). 

 

In conclusion, special attention must be paid to the selection of the source populations for 

collecting fragments or gametes for coral reef restoration projects, not only regarding the density 

of coral colonies and their genotypic richness but also regarding the genetic divergence between 

the source population and that of the transplantation site. 
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Figure captions 

Fig. 1 Studied area and location of the 36 studied Acropora palmata stands (black dots). A: 

location of the Lesser Antilles within the Caribbean Sea, B: sampling locations in the Lesser 

Antilles, C: sampling locations in Guadeloupe Island 

Fig. 2 Correspondence analysis representing individual Acropora colonies based on their 

genotypes obtained from the analysis of 14 microsatellite loci. Grey circles represent colonies 

morphologically identified as A. prolifera (Japaud et al. 2014), hashed circles labelled Acropora 

prolifera* show colonies with percentage of membership to A. palmata cluster of less than 73% 

and hashed circles labelled Acropora prolifera** show three additional colonies removed based 

on their close vicinity to A. prolifera MLGs on the correspondence analysis. Black circles 

represent A. palmata colonies kept for all analyses. 

Fig. 3 Sexual dynamics of 36 sampled Acropora palmata stands in the Lesser Antilles, analysed 

using 14 microsatellite loci and derived from their clonal structure, based on the combination of 

genotypic evenness (GO/Ng) and genotypic diversity (GO/GE). Stands are divided as in Baums et 

al. (2006a) into four categories ranging from asexual to sexual to facilitate further discussion 

Fig. 4 Relationship between genetic (FST/1-FST) and geographic (in km) distances estimated 

among Acropora palmata sampling sites. A: all sampling sites (34 sites), B: only sampling sites 

with N > 10 (27 sites), C: only sampled sites with N > 20 (11 sites) 

Fig. 5 Principal Coordinates Analysis (PCoA) based on genetic similarities among sampled island 

populations of Acropora palmata, estimated through the analysis of 13 microsatellite loci 

Fig. 6 Relationship between genetic (FST/1-FST) and geographic (in km) distances estimated 

among A. palmata sampled islands of the Lesser Antilles 

Fig. 7 Spatial autocorrelogram based on Moran’s I coefficients estimated over all microsatellite 

loci but Apal1490, among all sampled Acropora palmata colonies. Solid line = observed values, 
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Dotted lines = upper and lower limits of the 95% confidence interval of the Moran’s I 

coefficients, obtained through permutations of the genotypes among distance classes 

Fig. 8 Sea surface currents strengths and directions in the Lesser Antilles estimated during 

August and September over a 20-year period, from 1993 to 2012 using OSCAR (Ocean Surface 

Current Analysis Real-time) derived using quasi-linear and steady flow momentum equations. 

Horizontal velocity is directly estimated from sea surface height, surface vector wind and sea 

surface temperature. These data were collected from the various satellites and in situ 

instruments. The model formulation combines geostrophic, Ekman and Stommel shear 

dynamics, and a complementary term from the surface buoyancy gradient. Data are on a 1/3 

degree grid with a 5-day resolution.  
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Figure 1  
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Figure 2 
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Figure 3 
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Figure 4 
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Figure 5  
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Figure 6 
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Figure 7 
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Figure 8 
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Table 1 Genetic diversity estimates in Acropora palmata stands sampled in the Lesser Antilles. N, Number of sampled colonies; Ng, Number of 

distinct multilocus genotypes (MLG); Ng/N, Genotypic richness; GO, Observed genotypic diversity; GO/GE , Genotypic diversity with GE, the expected 

genotypic diversity; GO/Ng, Genotypic evenness; Cat, category in which each reef was classified based on the combination of Ng/N and GO/GE values: 

asexual (1), mostly asexual (2), mostly sexual (3), and sexual (4) (from Baums et al. 2006a) 

 

Island Site Locality code Latitude (N) Longitude (W) N Ng Ng/N GO GO/GE GO/Ng Cat 

St. Martin  SM   102 97 0.97 ± 0.02 30.58 ± 13.35 0.93 ± 0.05 0.96 ± 0.03  

 Île Tintamarre I PAC23 18°06'34'' 62°58'51'' 4 4 1.00 4.00 1.00 1.00 4 

 Île Tintamarre II PAC24 18°07'33'' 62°58'21'' 50 46 0.92 41.67 0.83 0.91 4 

 Trou David PAC25 18°04'24'' 63°07'09'' 48 47 0.98 46.08 0.96 0.98 4 

St. Barthélemy  SB   47 28 0.59 ± 0.08 6.24 ± 1.41 0.41 ± 0.1 0.68 ± 0.1  

 Anse de Grand Cul-de-Sac SB1 17°54'46'' 62°47'59'' 19 11 0.58 5.39 0.28 0.49 2 

 Îlet Frégate SB3 17°56'22'' 62°49'55'' 15 11 0.73 9.00 0.60 0.82 3 

 Pointe Milou SB4 17°54'50'' 62°49'04'' 13 6 0.46 4.33 0.33 0.72 3 

Saba  Sa   39 39 1.00 39.00 1.00 1.00  

 Southeast coast PAC27 17°37'04'' 63°13'35'' 39 39 1.00 39.00 1.00 1.00 4 

Antigua  An   61 44 0.76 ± 0.05 10.14 ± 2.52 0.57 ± 0.12 0.74 ± 0.1  

 Nanton Point PAC20 16°59'52'' 61°45'37'' 7 6 0.86 5.44 0.78 0.91 4 

 Five Islands PAC21 17°04'53'' 61°54'50'' 28 19 0.68 10.89 0.39 0.57 3 

 Shipstern Point PAC22 17°07'46'' 61°53'31'' 26 19 0.73 14.08 0.54 0.74 3 

Guadeloupe  Gu   395 256 0.79 ± 0.08 17.86 ± 3.5 0.71 ± 0.08 0.89 ± 0.03  

 Anse à la Barque PAC28 16°05'16'' 61°46'14'' 48 41 0.85 31.14 0.65 0.76 3 

 Anse Laborde AL 16°29'11'' 61°29'50'' 12 12 1.00 12.00 1.00 1.00 4 

 Anse Maurice AM 16°23'38'' 61°24'13'' 18 18 1.00 18.00 1.00 1.00 4 

 Îlet Fajou I FjL 16°21'16'' 61°34'21'' 31 1 0.03 1.00 0.03 1.00 1 

 Îlet Fajou II FjPE 16°21'35'' 61°35'32'' 42 39 0.93 36.75 0.88 0.94 4 

 Îlet Gosier IG 16°11'60'' 61°29'20'' 17 16 0.94 15.21 0.89 0.95 4 

 Îlets de Pigeon IP 16°10'00'' 61°47'24'' 15 14 0.93 13.24 0.88 0.95 4 

 Le Moule LM 16°20'05'' 61°20'30'' 14 11 0.79 9.80 0.70 0.89 3 



Annexes 

265 
 

 Pointe à Lézard Lz 16°08'29'' 61°46'47'' 50 45 0.90 40.32 0.81 0.90 4 

 Pointe des Châteaux PC 16°15'00'' 61°10'50'' 16 11 0.69 8.00 0.50 0.73 3 

 Îles de la Petite Terre PT 16°10'36'' 61°06'17'' 16 12 0.75 9.85 0.62 0.82 3 

 Tête à l'Anglais TA 16°22'54'' 61°45'50'' 36 26 0.72 19.06 0.53 0.73 3 

 Caye à Dupont* CD 16°09'26'' 61°32'33'' 80 10 0.13 4.33 0.05 0.43 2 

Les Saintes  LS   75 50 0.67 32.89 0.44 0.66  

 Pointe Zozio PAC01 15°52'60'' 61°34'15'' 75 50 0.67 32.89 0.44 0.66 3 

Martinique  Ma   70 53 0.81 ± 0.15 10.94 ± 3.76 0.71 ± 0.21 0.71 ± 0.17  

 Caye de la Perle PAC02 14°50'27'' 61°13'31'' 21 18 0.86 15.21 0.72 0.84 3 

 Les Roches Rouges PAC03 14°38'15'' 61°08'21'' 23 9 0.39 2.56 0.11 0.28 2 

 Îlet Ramier PAC04 14°32'40'' 61°04'50'' 7 7 1.00 7.00 1.00 1.00 4 

 Pointe Burgos PAC06 14°29'28'' 61°05'20'' 19 19 1.00 19.00 1.00 1.00 4 

St. Lucia  SL   60 30 0.56 ± 0.16 7.19 ± 3.61 0.34 ± 0.25 0.52 ± 0.31  

 Jambette Point PAC15 13°51'39'' 61°04'28'' 42 17 0.40 3.59 0.09 0.21 2 

 Pigeon Island  PAC17 14°05'31'' 60°58'05'' 18 13 0.72 10.80 0.60 0.83 3 

St Vincent  SV   83 44 0.41 ± 0.25 12.28 ± 11.02 0.34 ± 0.25 0.73 ± 0.24  

 Châteaubelair Island PAC08 13°17'58'' 61°14'54'' 41 37 0.90 34.31 0.84 0.93 4 

 Duvernette Island PAC09 13°07'36'' 61°12'29'' 7 1 0.14 1.00 0.14 1.00 1 

 Blue Lagoon PAC10 13°07'33'' 61°11'40'' 35 6 0.17 1.54 0.04 0.26 2 

Bequia  Be   52 37 0.85 ± 0.15 12.57 ± 10.57 0.73 ± 0.27 0.83 ± 0.17  

 Ships Stern PAC11 12°59'43'' 61°16'29'' 2 2 1.00 2.00 1.00 1.00 4 

 Wash Rock PAC12 13°00'44'' 61°14'59'' 50 35 0.70 23.15 0.46 0.66 3 

Union  Un   50 40 0.80 29.07 0.58 0.73  

 Rapid Point PAC13 12°36'43'' 61°27'08'' 50 40 0.80 29.07 0.58 0.73 3 

            

Total MeanS ± SES       1034 718 0.75 ± 0.04 16.47 ± 2.29 0.64 ± 0.05 0.79 ± 0.04   
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Table 2 Pairwise genetic (lower as pairwise-FST) and geographic distance (upper, in km) matrices among sampling sites. Pairwise-FST were estimated 

using the ENA method provided in FREENA software. Significant pairwise-FST are indicated in bold (the H0 hypothesis FST =0 was rejected if the 95% 

confidence interval obtained through bootstrap resampling over loci did not include zero). Cells highlighted in grey indicate within island 

comparisons 

 

 St. Martin St. Barthélemy Saba Antigua Guadeloupe Sainte
s 

Martinique Ste. Lucia St Vincent Bequia Union 

Site PAC2
3 

PAC2
4 

PAC2
5 

SB1 SB3 SB4 PAC2
7 

PAC2
0 

PAC2
1 

PAC2
2 

AL AM CD Fj IG IP LM Lz PAC2
8 

PC PT TA PAC01 PAC0
2 

PAC0
3 

PAC0
4 

PAC0
6 

PAC1
5 

PAC1
7 

PAC0
8 

PAC10
* 

PAC1
1 

PAC1
2 

PAC1
3 

N 4 46 47 11 11 6 39 6 19 19 12 18 10 40 16 14 11 45 41 11 12 26 50 18 9 7 19 17 13 37 7 2 35 40 

PAC23 - 3 16 29 25 28 64 183 162 162 275 243 258 317 253 309 266 266 268 283 294 242 310 436 464 476 481 551 531 607 629 639 638 673 

PAC24 0.000 - 17 31 27 30 67 184 162 162 277 245 259 319 255 310 268 268 270 285 296 244 312 438 465 477 483 553 532 609 630 641 640 675 

PAC25 0.000 0.003 - 45 40 43 56 199 178 178 279 251 270 329 257 321 270 278 272 296 308 246 314 440 468 480 485 555 535 611 633 643 642 677 

SB1 0.000 0.006 0.002 - 5 2 60 154 133 133 246 214 229 288 224 279 237 237 239 254 265 213 281 407 434 447 452 522 502 578 600 610 609 644 

SB3 0.000 0.005 0.003 0.007 - 3 56 159 138 138 250 218 233 292 228 283 241 241 243 258 269 217 285 411 438 450 456 526 506 582 603 614 613 648 

SB4 0.002 0.027 0.027 0.002 0.033 - 58 156 135 135 247 215 229 289 225 280 238 238 240 255 266 214 282 408 435 447 453 523 502 579 600 611 610 645 

PAC27 0.000 0.001 0.001 0.004 0.000 0.022 - 185 164 164 232 237 256 283 233 290 222 264 225 282 293 213 266 393 420 432 438 508 487 563 585 595 594 629 

PAC20 0.013 0.002 0.001 0.008 0.01
9 

0.027 0.000 - 23 27 104 68 82 141 78 133 95 91 97 108 119 68 139 263 290 303 308 378 358 436 458 468 467 502 

PAC21 0.000 0.000 0.000 0.002 0.002 0.023 0.004 0.000 - 5 117 84 99 158 95 150 107 108 110 124 136 84 151 278 305 317 323 393 372 448 470 480 479 514 

PAC22 0.000 0.000 0.000 0.002 0.004 0.027 0.001 0.004 0.000 - 120 88 103 162 98 154 111 111 113 128 139 87 155 281 309 321 326 396 376 452 474 484 483 518 

AL 0.019 0.02
1 

0.010 0.02
7 

0.01
9 

0.049 0.01
1 

0.022 0.007 0.000 - 68 87 51 51 58 9 96 7 88 93 36 35 161 188 200 206 276 255 332 353 364 363 398 

AM 0.000 0.007 0.006 0.006 0.01
6 

0.030 0.00
8 

0.001 0.000 0.000 0.009 - 19 79 19 70 59 28 61 45 57 34 97 200 228 240 245 315 295 373 397 407 406 455 

CD 0.017 0.02
1 

0.014 0.017 0.03
3 

0.049 0.02
2 

0.006 0.012 0.007 0.024 0.017 - 63 38 55 78 9 80 31 42 53 82 185 212 224 230 300 279 357 382 392 391 440 

Fj 0.000 0.01
7 

0.01
3 

0.01
8 

0.02
1 

0.035 0.008 0.000 0.007 0.004 0.002 0.002 0.018 - 97 8 61 54 58 43 48 87 31 159 186 198 204 274 253 329 351 361 360 396 

IG 0.000 0.000 0.006 0.004 0.005 0.025 0.002 0.000 0.000 0.000 0.012 0.006 0.010 - - 89.0 42 47 44 64 76 20 86 212 239 251 257 327 307 383 404 415 414 449 

IP 0.000 0.010 0.011 0.011 0.000 0.014 0.006 0.003 0.000 0.003 0.013 0.000 0.011 0.005 0.000 - 68 46 65 34 42 94 38 161 188 200 205 276 255 331 353 363 362 397 

LM 0.013 0.011 0.003 0.000 0.018 0.016 0.014 0.016 0.004 0.001 0.019 0.000 0.003 0.014 0.007 0.010 - 86 2 97 102 27 44 170 198 210 215 285 265 341 363 373 372 407 

Lz 0.000 0.003 0.003 0.008 0.007 0.035 0.004 0.000 0.000 0.000 0.008 0.003 0.004 0.004 0.000 0.001 0.005 - 89 21 33 61 72 176 203 215 221 291 270 348 372 383 382 431 

PAC28 0.006 0.007 0.005 0.011 0.013 0.020 0.00
8 

0.000 0.000 0.001 0.008 0.002 0.01
1 

0.006 0.000 0.004 0.009 0.000 - 95 100 29 42 168 195 207 213 283 263 339 360 371 370 405 

PC 0.000 0.003 0.010 0.002 0.009 0.028 0.000 0.000 0.003 0.000 0.013 0.006 0.000 0.007 0.000 0.007 0.010 0.000 0.000 - 12 79 59 157 184 196 202 272 251 329 353 364 363 413 

PT 0.003 0.010 0.012 0.027 0.025 0.031 0.015 0.005 0.001 0.000 0.007 0.009 0.003 0.005 0.000 0.000 0.011 0.002 0.000 0.00
0 

- 91 64 152 180 192 197 267 247 325 349 359 358 409 

TA 0.000 0.012 0.01
8 

0.03
0 

0.02
7 

0.04
1 

0.01
6 

0.009 0.007 0.008 0.02
0 

0.006 0.010 0.003 0.006 0.008 0.009 0.000 0.006 0.00
0 

0.001 - 71 197 224 237 242 312 292 368 390 400 399 434 

PAC01 0.000 0.006 0.006 0.010 0.011 0.026 0.004 0.005 0.003 0.000 0.004 0.003 0.008 0.005 0.001 0.004 0.012 0.000 0.000 0.00
0 

0.003 0.006 - 130 157 170 175 245 225 301 323 333 332 367 

PAC02 0.003 0.02
8 

0.02
0 

0.01
3 

0.016 0.022 0.01
4 

0.017 0.01
7 

0.01
1 

0.01
6 

0.01
5 

0.03
3 

0.01
4 

0.010 0.011 0.019 0.01
1 

0.01
7 

0.00
5 

0.02
3 

0.02
0 

0.011 - 27 39 45 115 94 172 197 207 206 257 

PAC03 0.000 0.01
7 

0.012 0.007 0.01
4 

0.02
2 

0.006 0.010 0.006 0.004 0.010 0.000 0.02
9 

0.005 0.005 0.000 0.026 0.004 0.002 0.00
0 

0.015 0.017 0.001 0.002 - 12 18 88 67 153 173 188 186 238 

PAC04 0.003 0.02
7 

0.013 0.014 0.012 0.05
2 

0.010 0.028 0.007 0.003 0.008 0.003 0.034 0.009 0.009 0.011 0.025 0.006 0.012 0.01
2 

0.027 0.016 0.012 0.000 0.000 - 6 77 56 145 163 180 176 230 

PAC06 0.000 0.01
4 

0.008 0.010 0.007 0.019 0.007 0.000 0.002 0.001 0.002 0.000 0.02
8 

0.000 0.003 0.000 0.017 0.004 0.006 0.00
7 

0.008 0.015 0.004 0.006 0.000 0.000 - 70 50 140 158 174 171 224 

PAC15 0.000 0.03
0 

0.03
3 

0.04
6 

0.01
6 

0.068 0.02
3 

0.024 0.02
3 

0.02
0 

0.010 0.014 0.03
4 

0.009 0.015 0.009 0.04
1 

0.01
6 

0.02
3 

0.01
3 

0.02
2 

0.016 0.016 0.02
0 

0.011 0.006 0.002 - 30 71 88 105 102 155 

PAC17 0.008 0.03
0 

0.02
5 

0.015 0.013 0.042 0.015 0.029 0.02
4 

0.011 0.01
5 

0.01
0 

0.04
9 

0.01
3 

0.013 0.019 0.021 0.01
7 

0.02
5 

0.02
2 

0.03
5 

0.03
2 

0.017 0.011 0.001 0.000 0.006 0.01
2 

- 101 119 135 132 185 

PAC08 0.008 0.03
0 

0.04
0 

0.05
4 

0.03
1 

0.07
0 

0.02
9 

0.03
6 

0.03
0 

0.02
5 

0.02
8 

0.01
9 

0.05
3 

0.02
3 

0.02
3 

0.03
0 

0.03
9 

0.02
0 

0.03
1 

0.01
5 

0.03
2 

0.01
7 

0.024 0.02
5 

0.016 0.012 0.01
8 

0.008 0.016 - 24 35 34 85 

PAC10
* 

0.005 0.03
0 

0.03
4 

0.046 0.020 0.061 0.02
9 

0.043 0.024 0.023 0.033 0.024 0.052 0.026 0.019 0.021 0.040 0.017 0.03
0 

0.02
4 

0.026 0.020 0.028 0.011 0.018 0.000 0.013 0.013 0.003 0.000 - 18 14 68 

PAC11 0.000 0.04
8 

0.035 0.045 0.016 0.080 0.003 0.037 0.033 0.016 0.035 0.035 0.033 0.021 0.021 0.026 0.064 0.020 0.032 0.00
0 

0.045 0.038 0.026 0.022 0.000 0.000 0.000 0.000 0.000 0.000 0.012 - 4 50 

PAC12 0.019 0.02
8 

0.03
0 

0.04
9 

0.02
5 

0.06
6 

0.02
5 

0.03
4 

0.01
9 

0.02
0 

0.01
8 

0.01
9 

0.04
2 

0.01
7 

0.014 0.02
4 

0.03
4 

0.01
4 

0.02
4 

0.01
6 

0.02
4 

0.02
0 

0.020 0.02
1 

0.012 0.01
1 

0.011 0.01
1 

0.01
9 

0.002 0.000 0.010 - 54 

PAC13 0.018 0.03
7 

0.04
2 

0.05
9 

0.03
2 

0.08
0 

0.03
6 

0.031 0.03
1 

0.03
0 

0.03
9 

0.02
3 

0.05
5 

0.02
7 

0.03
3 

0.02
9 

0.04
8 

0.02
5 

0.03
0 

0.01
9 

0.03
2 

0.02
4 

0.031 0.03
5 

0.013 0.02
0 

0.016 0.01
4 

0.03
1 

0.003 0.007 0.000 0.00
9 

- 
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Table 3 Pairwise genetic (lower as pairwise-FST) and geographic distance (upper, in km) matrices among islands. Pairwise-FST were estimated using 

the ENA method provided in FREENA software. Significant pairwise-FST are indicated in bold (the H0 hypothesis FST =0 was rejected if the 95% 

confidence interval obtained through bootstrap resampling over loci did not include zero)  

 

  SM SB Sa An Gu LS Ma SL SV Be Un 

St. Martin SM 0 31 53 175 257 292 440 514 573 597 634 

St. Barthélemy SB 0.002 0 52 144 227 263 411 486 546 570 608 

Saba Sa 0.000 0.001 0 165 235 264 408 479 535 557 592 

Antigua An 0.000 0.006 0.005 0 92 135 281 361 429 454 498 

Guadeloupe Gu 0.006 0.011 0.007 0.001 0 45 189 269 337 363 408 

Les Saintes LS 0.005 0.008 0.004 0.003 0.000 0 149 227 294 319 364 

Martinique Ma 0.015 0.010 0.010 0.009 0.008 0.006 0 82 156 182 231 

St. Lucia SL 0.025 0.022 0.017 0.019 0.014 0.013 0.006 0 77 103 154 

St. Vincent SV 0.033 0.040 0.030 0.030 0.024 0.025 0.018 0.009 0 27 77 

Bequia Be 0.028 0.034 0.024 0.022 0.018 0.020 0.013 0.010 0.002 0 51 

Union Un 0.037 0.045 0.036 0.032 0.027 0.031 0.022 0.019 0.004 0.008 0 
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Table 4 Estimated direction of gene flow in A. palmata along the Lesser Antilles. Lower matrix: relative directional migration coefficients among 
islands, based on the Jost’s D index (DM) (significant relative coefficient indicated in bold). Upper matrix: schematic representation of the relative 
directional migration coefficients: positive values indicate northward gene flow and are represented as ▲ (n = 36), negative values indicate 
southward gene flow and are represented as ▼ (n = 19) 

 

  SM SB Sa An Gu LS Ma SL SV Be Un 

St. Martin SM  ▼ ▼ ▲ ▼ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲ 

St. Barthélemy SB -0.019  ▼ ▲ ▼ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲ 

Saba Sa -0.163 -0.063  ▲ ▲ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲ 

Antigua An 0.024 0.039 0.222  ▼ ▲ ▼ ▼ ▲ ▲ ▲ 

Guadeloupe Gu -0.194 -0.035 0.011 -0.465  ▲ ▲ ▼ ▲ ▲ ▲ 

Les Saintes LS 0.209 0.006 0.138 0.102 0.402  ▼ ▼ ▲ ▲ ▲ 

Martinique Ma -0.086 -0.065 -0.058 -0.102 0.052 -0.114  ▲ ▲ ▲ ▲ 

St. Lucia SL -0.055 -0.035 -0.076 -0.041 -0.048 -0.085 0.074  ▲ ▲ ▲ 

St. Vincent SV 0.028 0.009 0.122 0.073 0.238 0.208 0.219 0.207  ▼ ▲ 

Bequia Be 0.008 0.006 0.051 0.060 0.147 0.085 0.139 0.047 -0.009  ▼ 

Union Un 0.081 0.036 0.135 0.100 0.165 0.111 0.134 0.065 0.084 -0.001  

 

 



 

 
 



 

 
 

Résumé 

Les récifs coralliens qui présentent une forte biodiversité sont aujourd’hui menacés. Les 

coraux branchus, tels que les Acropora, sont largement responsables de la complexité structurelle 

des récifs qui fournissent des abris à une part importante de la faune récifale et protègent de 

l’érosion les écosystèmes littoraux et les infrastructures humaines côtières. Les deux seules 

espèces du genre Acropora (A. palmata et A. cervicornis) participant à la structure des récifs 

caraïbes sont aujourd’hui considérées « en danger critique d’extinction ». Il est ainsi crucial 

d’estimer les capacités de résilience des populations d’Acropora pour définir des méthodes de 

conservation adaptées, notamment dans la région peu étudiée des Petites Antilles. L’espèce 

A. cervicornis a été peu retrouvée et des colonies de l’hybride A. prolifera ont été observées. Par 

comparaison aux autres populations caraïbes, une plus faible diversité génétique a été observée 

dans les Petites Antilles. Un modèle d'isolement génétique par la distance, une connectivité limitée 

et un flux génique probablement orienté du sud vers le nord ont été révélés. Les efforts de 

conservation de ces populations devraient être réalisés localement, en favorisant les populations 

au sud des Petites Antilles. Par ailleurs, l’étude des communautés d’algues (Symbiodinium sp.) qui 

vivent en symbiose avec ces coraux a révélé une association dominante avec le sous-clade A3 et 

des variations importantes en densité de symbiontes. Enfin, la culture de boutures de ces coraux 

s’est révélée réalisable sans pour autant présager que les colonies une fois transplantées peuvent 

se maintenir et participer aux évènements de reproduction. 

Mots-clés : Acropora palmata, Acropora cervicornis, espèces menacées, Symbiodinium, 

Petites Antilles, hybridation, génétique des populations, culture de coraux 

 

Abstract 

Coral reefs which present a high biodiversity are threatened. Branching corals such as 

Acropora species are highly responsible for the structural complexity of coral reefs providing 

habitats for an important part of the reef fauna and protection for littoral ecosystems and human 

infrastructures against erosion. The two Caribbean Acropora species (A. palmata and 

A. cervicornis) are nowadays critically endangered. That is why it is crucial to estimate resilience 

capacities of Acropora populations to define appropriate conservation strategies, particularly in 

the Lesser Antilles region that is poorly studied. A. cervicornis populations revealed to be in 

decline. That favoured hybridization between A. palmata and A. cervicornis species. This hybrid 

was described as A. prolifera (Lamarck, 1816). In comparison with other Caribbean populations, 

A. cervicornis and A. palmata presented a lower genetic diversity in the Lesser Antilles. An isolation 

by distance pattern, a limited connectivity and a likely northward genic flow were revealed. 

Conservation efforts for these populations would be realized at a local scale, favouring southward 

populations of the Lesser Antilles. The study of symbiotic algal communities of these corals 

revealed a dominant association with the A3 sub-clade and important variations in the density of 

symbionts. Finally, the culture of coral fragments seems to be possible even if it does not prove 

that colonies could be maintained and participate to reproduction events after transplantation. 

Key-words: Acropora palmata, Acropora cervicornis, threatened species, Symbiodinium, 

Lesser Antilles, hybridization, population genetics, coral culture 

 


