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ABSTRACT 

All characterized members of the ubiquitous genus Acaryochloris share the unique property 

of containing  large amounts of chlorophyll (Chl) d, a pigment exhibiting a red absorption 

maximum strongly shifted towards infrared compared to Chl a. Chl d is the major pigment 

in these organisms and is notably bound to antenna proteins structurally similar to those of 

Prochloron, Prochlorothrix and Prochlorococcus, the only three cyanobacteria known so far 

to contain mono‐ or divinyl‐Chl a and b as major pigments and to lack phycobilisomes.  

Here, we describe RCC1774, a strain isolated from the foreshore near Roscoff (France). 

It is phylogenetically related to members of the Acaryochloris genus but completely lacks 

Chl d. Instead, it possesses monovinyl‐Chl a and b at a b/a molar ratio of 0.16, similar to that 

in Prochloron and Prochlorothrix. It differs from the latter by the presence of phycocyanin 

and a vestigial allophycocyanin energetically coupled to photosystems. Genome sequencing 

confirmed  the  presence  of  phycobiliprotein  and  Chl  b  synthesis  genes.  Based  on  its 

phylogeny, ultrastructural characteristics and unique pigment suite, we describe RCC1774 

as a novel species that we name Acaryochloris thomasi. Its very unusual pigment content 

compared to other Acaryochloris spp. is likely related to its specific lifestyle. 
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Introduction 

Cyanobacteria,  the  oldest  and  one  of  the  most  diversified  groups  of  photosynthetic 

microorganisms on Earth, have colonized virtually all environments reached by solar  light1. 

The  vast majority of  cyanobacteria harvest photons using  large antenna  complexes  called 

phycobilisomes, which are constituted of various assemblages of phycobiliproteins2. Because 

of  their  large  size  and  water  solubility,  phycobilisomes  are  extrinsic  to  photosynthetic 

membranes and sit on  top of  thylakoid‐embedded photosystems  I and  II3. Certain atypical 

cyanobacteria  lack  phycobilisomes  and  instead  possess  antenna  complexes  that  are 

incorporated  into membranes,  like plants and most algae, although  the structure of  these 

antennae is different between prokaryotic and eukaryotic oxyphototrophs4,5. These atypical 

cyanobacteria include the Chl a/b‐containing genera Prochloron and Prochlorothrix as well as 

Prochlorococcus, a ubiquitous marine cyanobacterium most abundant  in warm oligotrophic 

areas  and which  contains  divinyl  derivatives  of  both  Chl  a  and  b6.  Although  these  three 

cyanobacteria are sometimes erroneously gathered  into the division Prochlorophyta, order 

Prochlorales and/or family Prochloraceae7, they are not phylogenetically closely related to one 

another8‐10 and it is preferable to call them ‘green oxyphotobacteria’ by homology with ‘green 

algae’,  to  highlight  their  shared  (mono‐  or  divinyl)  Chl  b  content  with  these  eukaryotic 

phototrophs11,12.  

More recently, a fourth atypical cyanobacterium, Acaryochloris marina, was also found to 

lack phycobilisomes but surprisingly its main photosynthetic pigment was Chl d, Chl a being 

present only in minor amounts within the cells13,14. Consequently, Chl d not only acts as a light‐

harvesting pigment  in A. marina  cells, but also  replaces Chl a  in  reaction  centers15,16. The 

unusual absorption properties of Chl d, characterized by a displacement of its major Qy band 

towards infrared, enables Acaryochloris spp. to exploit an extended region of light beyond the 
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visible spectrum and thus to thrive in habitats enriched in near‐infrared radiation. After the 

initial discovery of A. marina  in coral reefs of Palau14,17, Chl d‐containing Acaryochloris‐like 

cyanobacteria have been observed in a variety of environments: as epiphytes on red algae in 

rocky  seashores  and  temperate mangroves,  associated with  coralline  algae,  in  endolithic 

biofilms, on the surface of sediments in temperate and polar areas, and even in hypersaline 

eutrophic lakes18‐25. Interestingly, Chl d was reported in the cyanobacterium Chlorogloeopsis 

fritschii that also contains Chl f, a pigment even more red‐shifted than Chl d26. 

Besides Chl d, the A. marina type strain MBIC11017 was also found to possess substantial 

amounts  of  phycocyanin  (PC)  and  allophycocyanin  (APC)13,17.  These  are  organized  as 

phycobiliprotein  aggregates  localized  in electron‐dense  inter‐thylakoidal  areas27‐29  and  are 

able  to  efficiently  transfer  photon  energy  to  photosystem  II30.  All  three  green 

oxyphotobacteria  only  possess  phycobiliprotein  remnants,  i.e.  phycoerythrin  in 

Prochlorococcus  (either  and  or   subunits only31‐33),  and PC  in Prochloron34 and 

APC  in Prochlorothrix  (as  found by  screening  the  genome of P. hollandica PCC 900635). 

These phycobiliproteins are only present at low to undetectable amounts in the cells and even 

if phycoerythrin was shown to play a minor role in light harvesting in Prochlorococcus marinus 

SS120, it is possible that they may rather act in light sensing, although this function has not 

yet been formally demonstrated33. 

Here we  describe  RCC1774,  the  type  strain  of  a  new  species  that  is  phylogenetically 

related to the Acaryochloris genus, but which possesses Chl a as the major photopigment as 

well as Chl b, zeaxanthin, ‐carotene and PC as main accessory pigments. This  is the first 

time that this suite of pigments is reported for a member of the Acaryochloris genus and for 

cyanobacteria at large. This novel species, that we propose to call Acaryochloris thomasi sp. 

nov.  in  honour  of  its  isolator,  Jean‐Claude  Thomas,  is  therefore  the  fourth  ‘green 
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oxyphotobacterium’ ever described, but the only one which possesses substantial amounts of 

PC. This discovery should thus provide interesting novel insights into the evolution of pigment 

synthesis in cyanobacteria.  

 

Results 

Phylogeny. The 16S rRNA gene sequence of strain RCC1774 was compared with sequences 

from a wide range of other cyanobacteria representative of the large genetic diversity existing 

within  this  ancient  group  (Fig.  1).  All  three  tested  phylogenetic  methods  (Maximum 

Likelihood/Neighbor‐Joining/Bayesian  inference)  consistently  placed  RCC1774  within  the 

Acaryochloris  lineage with  strong bootstrap  support, even  though  its precise phylogenetic 

position within  this  clade was  less well  supported.  The  16S  rDNA  sequence  of  RCC1774 

sequence  shares  between  94.7  and  95.6%  identity  with  the  different  members  of  the 

Acaryochloris  genus  (Supplementary  Table  S1)  and  is  therefore  more  distant  from  all 

Acaryochloris strains available to date  in culture than they are from one another (i.e. 97.5‐

99.3% nucleotide identity). Surprisingly, RCC1774 also shares 94.5% identity with strain PCC 

7425, a distant and possibly incorrectly assigned member of the Cyanothece genus.  

In  order  to  validate  the  phylogenetic  position  of  RCC1774,  we  also  performed  a 

phylogenomic  analysis  using  a  concatenation  of  29  conserved  core  protein  markers 

(Supplementary Fig. S1). The phylogenomic tree confirmed that RCC1774 is closely related to 

Acaryochloris, since it was found with a very high bootstrap support at the root of the only 

two  other  Acaryochloris  strains  available  so  far  in  the  Genbank  genome  database.  Such 

concatenated core markers offer a much better phylogenetic resolution than does the sole 

16S rRNA gene, particularly for basal nodes, so that several poorly supported branches in the 
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16S rRNA gene tree fell at a different position in the phylogenomic tree. The topology of the 

latter  tree  was  however  fully  consistent  with  previous  phylogenomic  analyses  of  the 

Cyanobacteria phylum35‐37.    

 

Comparative HPLC pigment profiles.  Pigment analyses performed independently at Vigo and 

Roscoff  provided  identical  pigment  composition  for  the  two  strains  tested  (RCC1774  and 

HICR111A; Fig. 2 and Supplementary Fig. S2). When analyzed with the method of Zapata and 

coworkers38, the chromatogram of RCC1774 (Fig. 2a) showed that it contains both Chl a and b 

at concentrations of ca. 26.7 and 4.2  fg cell‐1,  respectively  (Chl b:a molar  ratio  0.16). By 

comparison, HICR111A exhibited  the Chl content expected  for  typical Acaryochloris  spp.13, 

with Chl d as the main Chl (its exact concentration could not be quantified due to  lack of a 

standard) and minor amounts of Chl a (0.6 fg per cell; Fig. 2b). Because Chl d and Chl b coeluted 

using  this HPLC method,  strains were  also  analyzed  employing  the method developed by 

Garrido  and  coworkers39,  which  allows  a  partial  separation  of  these  two  pigments 

(Supplementary Fig. S3).  Inspection of  the on‐line absorption spectra of  the corresponding 

peaks for both strains allowed us to unambiguously conclude about the absence of Chl d in 

RCC1774 and of Chl b in HICR111A (Fig. 2c‐d). Two small peaks with short retention times in 

the chromatogram of HICR111A (peaks  and  in Fig. 2b) exhibited a very similar spectrum 

to that of Chl d (Supplementary Fig. S2), suggesting that they correspond to a Chlide d‐like 

compound, a Chl d by‐product. Both RCC1174 and HCIR111A strains possessed low amounts 

of  the Chl c‐like pigment Mg‐2,4‐divinyl pheoporphyrin a5. They also shared  the same  two 

major carotenoids, zeaxanthin and ‐carotene (a.k.a. ‐carotene), as well as a number of 

minor carotenoids,  including a caloxanthin‐like pigment (Fig. 2 and Supplementary Fig. S2). 
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Yet, some minor carotenoids were seemingly specific of one or the other strain, including a 

putative nostoxanthin that was found only in RCC1774 (Fig. 2a‐b and Supplementary Fig. S2). 

 

Spectrometric characterization of whole cells and extracts.  As expected from their distinct 

Chl contents, absorption spectra obtained from broken cells of RCC1774 and HICR111A were 

totally different (Fig. 3). The latter strain exhibited the characteristic Chl d maxima at 455 and 

705 nm, strongly red‐shifted with respect to the corresponding peaks of Chl a (Amax at 440 and 

677 nm, respectively) observed in both RCC1774 and the control Synechococcus sp. RS9917. 

Another striking difference between RCC1774 and HICR111A was a marked peak in the former 

but not the latter strain at a position similar to that of the phycocyanobilin peak of RS9917 

(630 nm; Fig. 3). This  strongly  suggests  the presence of  substantial amounts of a PC‐like 

phycobiliprotein in RCC1774 cells, although seemingly lower relative to Chl a than in cells of 

the  typical  blue‐green  cyanobacterium  Synechococcus  sp.  RS9917,  as  judged  from  their 

different A440 nm to A630 nm ratios (Fig. 3). The presence of a PC‐like pigment in RCC 1774 was 

confirmed by the occurrence of a maximum at 630 nm in the excitation spectra with emission 

set at 655 nm (C‐PC emission maximum) or 680 nm (Chl a emission maximum; Supplementary 

Fig. S4A), similar to those observed for Synechococcus sp. RS9917, although the  latter cells 

showed a much lower excitation maximum at 440 nm (Supplementary Fig. S4c). These data 

suggest that the PC‐like pigment of RCC1774 can efficiency transfer energy to Chl a.   

To further characterize the phycobiliprotein content of the novel strain, we made a water 

soluble extract of both RCC1774 and HCIR111A cells, followed by ultracentrifugation onto a 

sucrose gradient. A blue‐coloured band (called A’) was obtained in the 0.37 M sucrose layer 

for RCC1774  (Fig. 4a), while no corresponding band was observed  for HCIR111A  (data not 

shown). By comparison, a partial dissociation of Synechococcus sp. RS9917 phycobilisomes 
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produced  two  strong  bands  at  0.25  and  0.62 M,  most  likely  corresponding  to  PC   

monomers and entire phycobilisomes, respectively (bands A and C in Fig. 4a). A faint band (B) 

located between 0.37 and 0.50 M sucrose likely corresponded to phycobilisomes lacking C‐PC 

hexamers. Thus, the pigment‐protein complexes forming band A’  in RCC1774 appear to be 

slightly denser than C‐PC monomers (band A) but much smaller than entire phycobilisomes 

(band C), suggesting that, like the type strain A. marina MBIC11017, RCC1774 does not contain 

complete phycobilisomes but only phycobiliprotein aggregates28,29,40. Both absorbance (Fig. 

4b) and excitation spectra of these complexes showed a maximum that was red‐shifted by 

5 nm compared to the typical C‐PC of Synechococcus sp. RS9917. Interestingly, the excitation 

spectrum of band A’ (Fig. 4d) also exhibited a marked shoulder at 650 nm and the position of 

the corresponding emission peak was located at 665 nm, like the whole phycobilisomes (band 

A) of Synechococcus sp. RS9917 and not at 653 nm like C‐PC monomers (band C; Fig. 4c). This 

observation suggests that, besides PC, phycobiliprotein aggregates of RCC1774 also contain 

APC, albeit in a lesser amount than PC. 

 

Cell size and fluorescence characteristics.  Cultures and individual cells of RCC1774 look green 

compared to the yellowish HCIR111A (Fig. 4a‐c). RCC1774 cells are mostly coccoid but become 

ellipsoidal prior to cell division (Figs. 5b, d). Under the light microscope, cells have an average 

length of 2.05 ± 0.29 µm (s.d., n=100), which  is quite similar to Acaryochloris sp. HICR111A 

cells  (Fig. 5j).  It  is worth noting  that Mohr  and  coworkers41  reported  a much  smaller  cell 

diameter for HCIR111A cells (0.74‐1 µm), whereas the cell size reported here is in the upper 

range of that reported for other Acaryochloris spp. (1.5‐2.0 µm cell diameter14,24,42). Under 

epifluorescence microscopy, both strains fluoresced red when excited by blue light (Fig. 5e, 

h),  whereas  only  RCC1774  fluoresced  red  under  green  light  excitation  (Fig.  5f,  i).  This 
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differential fluorescence might arise from the presence of Chl b and/or PC in RCC1774 but not 

HCIR111A cells, one or both of these pigments possibly being marginally excited by the light 

source due to the fairly large bandpass of the green filter of the epifluorescence microscope.  

To  complement  these  analyses, we  also  compared  the  flow  cytometric  signatures  of 

RCC1774 and HCIR111A. These strains were  indistinguishable on a  forward scatter vs. side 

scatter cytogram (Fig. 6a), confirming that they have similar cell sizes. Cells of the two strains 

exhibited similar red fluorescence when excited using a blue (488 nm)  laser (Fig. 6b y‐axis) 

despite the different optical properties of their respective major Chls (see Supplementary Fig. 

S4 and Loughlin and coworkers43). In contrast, the flow cytometric signatures of RCC1774 and 

HCIR111A were completely different when excited using a red laser (633 nm; Fig. 6b x‐axis), 

with RCC1774 exhibiting a red  fluorescence signal  (from  its PC‐like pigment) two orders of 

magnitude higher than HCIR111A.  

 

Cell ultrastructure.  In transmission electron microscopy (TEM), cells of RCC1174 were found 

to be covered with a fibrous outer membrane 15 nm thick (Fig. 7). TEM also revealed the 

occurrence of 4‐5 undulated thylakoid layers located at the cell periphery, consistent with the 

curtain‐like red fluorescent structures seen under epifluorescence microscopy (Fig. 5e). This 

suggests that thylakoids are attached to the cell membrane at regular points. However, we 

did  not  observe  the  channel‐like  structures  that were  shown  to  connect  the  central  and 

peripheral cytoplasmic regions in the type strain A. marina MBIC1101727‐29 nor observed any 

widened  electron‐dense  inter‐thylakoidal  structures,  suggested  by  Marquardt  and 

coworkers28  to be  the  location of phycobiliprotein aggregates. Many  small electron‐dense 

particles were  found between  the  thylakoids and  the  cell wall, probably  corresponding  to 

either  lipid  inclusions  or  glycogen  granules,  which  sometimes merged  into  larger  round 
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granules of up to 80 nm diameter (Fig. 7b). The central part of the cell contains the nucleoid 

and 2 to 4 carboxysomes. This ultrastructure appears to be very similar to that of Acaryochloris 

sp. strain HICR111A (Fig. 7d‐f), despite their different Chl content.  

 

Insights from genome analysis.   In order to confirm findings about pigment synthesis from 

biochemical and spectroscopic analyses, a draft genome was obtained for RCC1774. The 72 

contigs assigned to RCC1774 altogether totaled 5 931 831 bp with a G+C content of 50.2%. 

This compares well with A. marina MBIC11017 which has a chromosome size of 6 503 723 bp 

and G+C content of 47%44. Some of these contigs might correspond to plasmids (or plasmid 

fragments),  since  strain MBIC11017  was  shown  to  contain  nine  plasmids,  including  one 

(pREB3)  that  contains most  genes  involved  in  the  synthesis  of  C‐PC44.  Screening  of  the 

RCC1774 genome revealed the presence of one gene with strong homology to the Chlide a 

oxygenase  (Cao) of Prochloron and Prochlorothrix  (66 and 63%  identity,  respectively45). As 

expected, this gene is absent from all Chl d‐containing Acaryochloris genomes sequenced thus 

far,  the  closest homolog  in  these genomes being pheophorbide a oxygenase  (Pao) genes, 

which are also present in RCC1774 (Supplementary Table S2). Genomic searches also revealed 

the presence of seven Chl a/b light‐harvesting protein genes (in addition to the photosystem 

II  CP43  protein  encoded  by  psbC)  as  well  as  a  large  set  of  phycobiliprotein  genes 

(Supplementary Table S2). Besides the cpcBA operon encoding the two subunits of C‐PC, the 

RCC1774  also  contain  apcB  coding  for  the  β‐subunit  of  APC.  A  close  homolog  of  genes 

annotated  as  ‘apcA’  in  A. marina MBIC1101744  and  Acaryochloris  sp.  HCIR111A41  is  also 

present  in  RCC1774  (C1752_02094).  However,  this  gene  and  its  homologs  in  other 

Acaryochloris spp. exhibit only low homology to bona fide apcA genes, encoding the α‐subunit 

of APC (e.g. slr2067 in Synechocystis sp. PCC 6803).  Instead, they appear to be homologs of 
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Synechocystis slr0149, which codes for a phycobiliprotein‐related protein that, together with 

eight other genes  from  the same gene cluster  (slr0144‐0152),  is  thought  to be  involved  in 

photosystem II assembly46. This functional assignment is further confirmed by the presence in 

the RCC1774 genome of homologs of slr0144‐0148 and slr0151‐0152 located in the immediate 

vicinity of C1752_02094, as is also the case for two out of the three genes annotated ‘apcA’ in 

A. marina MBIC11017 (Supplementary Fig. S5), and it is therefore unlikely that this gene codes 

for  an  APC  α‐subunit.  Additionally,  RCC1774  contains  six  genes  coding  putative  linker 

polypeptides, including four with similarity to the rod‐core linker CpcG and two others coding 

for  C‐PC  rod  linkers  CpcC  and  CpcD.  At  last,  RCC1774  exhibits  a  complete  set  of 

phycocyanobilin  lyases,  including  CpcE/F,  CpcT  and  two  CpcS  homologs  together  with  a 

putative CpcU, a protein that was shown to form a heterodimer with CpcS in Synechococcus 

sp. PCC 700247,48.  

 

Discussion 

Strain RCC1774 was characterized as a novel, distant member of the Acaryochloris genus that 

exhibits a unique pigment composition compared to all other isolates described so far in this 

genus13,17,41,49. Indeed, RCC1774 totally lacks Chl d and possesses both Chls a and b with a b/a 

ratio of  0.16, a value  in the range of those reported previously  in natural Prochloron spp. 

populations (0.08‐0.3950‐53) and Prochlorothrix spp. isolates (0.05‐0.1454,55); RCC1774 is thus 

the fourth ‘green oxyphotobacterium’ described to date. These organisms belong to distinct 

genera  that  are  widely  dispersed  across  the  cyanobacterial  radiation  (Fig.  1  and 

Supplementary Fig. S1), suggesting that the ability to synthesize Chl b has been acquired at 
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least five times independently during the evolution of Cyanobacteria, if one also accounts the 

endosymbiotic  ancestor  of  green  algae  that  is  often  considered  to  be  a  Chl  b‐containing 

cyanobacterium45.  It  is  worth mentioning  in  this  context  that  Tsuchiya  and  coworkers56 

attempted to transform A. marina MBIC11017 cells to make them artificially produce Chl b by 

introduction of the gene for Chlide a oxygenase. However, the transformant instead produced 

[7‐formyl]‐Chl dP, a form of Chl unknown  in nature, which these authors hypothesized was 

produced by the combined action of Chlide a oxygenase and the product(s) of the yet‐to‐be 

characterized gene(s)  involved  in Chl d biosynthesis, which was/were not  inactivated  in the 

recombinant  strain.  This  suggests  that  RCC1774  has  evolved  from  a  Chl  d‐producing 

Acaryochloris‐like  ancestor  by  acquiring  a  Chlide  a  oxygenase  gene,  while  completely 

eliminating Chl d biosynthesis genes. Alternatively, the ancestor of all Acaryochloris spp. could 

have  contained  Chl  b  and  RCC1774 might  be  a  descendant  of  this  ancient  lineage,  Chl  d 

appearing only later during the evolution of this taxon. The topology of the phylogenomic tree 

(Supplementary  Fig.  S1)  tends  to  support  the  second  hypothesis,  but  this  needs  to  be 

confirmed by  including more members of  the Acaryochloris  lineage  (as we did  for  the 16S 

rRNA tree; Fig. 1), when such genomes will be available. In any case, the genomic comparison 

of RCC1774 and Chl d‐producing Acaryochloris spp. should help discover valid candidate(s) for 

Chl d synthase(s). In this context, although it has been suggested that A. marina MBIC11017 

AM1_5665  might  have  this  function44,  the  presence  of  a  close  homolog  in  RCC1774 

(C1752_00555) somewhat invalidates this hypothesis, while two other proposed candidates 

(AM1_5023 and AM1_5798) have only distant homologs in RCC1774 and are therefore more 

likely to be involved in Chl d synthesis. 

Another  striking  trait  of  RCC1774  is  its  high  C‐PC  content.  Amounts  of  the  latter 

phycobiliprotein  are  highly  variable  among Chl  d‐containing Acaryochloris  spp.  studied  so 
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far13,17,41,49 and the content of RCC1774 appears to be in the upper range, like that of the A. 

marina type strain MBIC11017. Besides C‐PC, the presence of an APC‐like pigment in RCC1774 

is  also  suggested  here  by  characteristic  shoulders  in  the  RCC1774  fluorescence  emission 

spectra of whole cells and water soluble extracts (Fig. 4d and Supplementary Fig. S4a). Analysis 

of the RCC1774 genome shows that it contains the whole set of genes necessary to synthesize 

C‐PC but only a very partial set of APC genes, essentially consisting of one apcB‐like gene, 

encoding an APC  β‐subunit, while  there are  seemingly no homologs of apcC  through apcF 

(Supplementary Table S2), like in Chl d‐containing Acaryochloris spp.41,44. We also retrieved a 

sequence in the RCC1774 genome that is homologous to a gene present in up to 4 copies in 

Acaryochloris spp. and that has been designated ‘apcA’ 41,44. However, its closer relatedness 

and shared genomic context with the photosystem II assembly gene slr0149 of Synechocystis 

sp.  PCC  6803  (Supplementary  Fig.  S5)  suggest  that  this  functional  assignment might  be 

erroneous.  This  raises  the  question  of  the  structural  arrangement  of  phycobiliprotein 

aggregates  in  RCC1774. While  these  are  clearly  comprising  a  typical  C‐PC,  the  role  and 

organization of the vestigial APC remains obscure. In the absence of a core‐membrane linker 

polypeptide (ApcE), the multi‐copy CpcG‐like linkers (Supplementary Table S2) probably have 

a  critical  role  for  the  functioning  of  phycobiliprotein  aggregates  and  notably  for  their 

connection  to  photosystems.  Anabaena  sp.  PCC  7120  was  reported  to  contain  super‐

complexes consisting of one to three rod‐shaped PC‐CpcG3 aggregates specifically associating 

to tetrameric PSI complexes57. A similar organization is thus possible in RCC1774, given that 

three out of  the  four CpcG‐like proteins of RCC1774 have,  like Anabaena sp. CpcG3  (a.k.a. 

CpcL), a hydrophobic C‐terminus57. The exact localization of these phycobiliprotein aggregates 

within RCC1774 cells however remains unclear, since we did not observe any electron‐dense 

regions  between  thylakoid  membranes,  like  those  previously  reported  for  A.  marina 
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MBIC1101727. The  strong energetic  coupling between  these aggregates and photosystems 

indicates a localization in the immediate vicinity of the latter, i.e. either in the thylakoid stroma 

(like  typical  phycobilisomes)  or  possibly  in  the  thylakoid  lumen  (like  cryptophycean 

phycobiliproteins). 

Most RCC1774 carotenoids were found to be shared with Acaryochloris sp. HCIR111A (Fig. 

2). While zeaxanthin appears to be the dominant carotenoid  in RCC1774 cells, as expected 

given the fairly high light conditions used here, the second most abundant carotenoid was ‐

carotene  (a.k.a.  ‐carotene),  like  in  all  Prochlorococcus  and  other  Acaryochloris  strains 

characterized  to  date6,13  and  not  ‐carotene  (a.k.a.  ‐carotene)  like  in  Prochloron, 

Prochlorothrix and most typical cyanobacteria. This implies that RCC1174 must possess two 

carotene lycopene cyclase forms, and, as previously demonstrated in Prochlorococcus58. 

RCC1774  indeed possesses a quite extensive set of carotenoid genes (Supplementary Table 

S2),  including three  lycopene cyclase homologs (CruA_1, CruA_2 and CruP) also found  in A. 

marina MBIC1101744. Yet, compared to the  latter strain, RCC1774 seemingly  lacks a CrtL‐b‐

type lycopene cyclase and possesses an additional putative zeaxanthin glucosyltransferase 

(CrtX; Supplementary Table S2). 

The very unusual Chl content of RCC1774 compared to other Acaryochloris spp. was likely 

selected for by  its specific  lifestyle. All Chl d‐containing Acaryochloris strains  isolated so far 

were found to be associated with other organisms (mostly didemnid ascidians or red algae) 

and generally  lived beneath these organisms, so that a  large part of the  incident solar  light 

spectrum  is  filtered out,  creating  a  light niche enriched  in  far‐red wavelengths43,59.  These 

conditions  likely constitute a strong selective pressure  favoring organisms containing Chl d 

and/or  Chl  f,  two  pigments well  suited  to  harvesting  the  near‐infrared  end  of  the  visible 

spectrum26. By comparison, RCC1774 was isolated from a benthic population living on a rocky 
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substrate on  the North coast of Brittany  (France), and was apparently not associated with 

another  organism.  Surprisingly,  its  apparent  benthic  lifestyle  in  the  field  is  somewhat 

contradicted by the fact that, in culture, RCC1774 cells live in suspension in the medium (even 

in the absence of stirring) and thus rather appear to be planktonic, in contrast to HCIR111A 

cells which tend to form aggregates surrounded by an extracellular matrix41 and often make a 

sticky layer at the bottom of culture flasks. The suite of pigments displayed by RCC1774 cells 

is consistent with a free‐living lifestyle, as it can harvest a large part of the visible spectrum, 

notably blue and red‐orange wavelengths (Fig. 3 and Supplementary Fig. S3).  

In conclusion, the physiological and genetic characterization of strain RCC1774  led us to 

consider  it as representing a new Acaryochloris species,  further confirming the remarkable 

ubiquity of this atypical cyanobacterial genus as well as its wide genetic diversity and variety 

of  lifestyles.  Its  formal diagnosis according  to  the botanical code  follows,  together with an 

emendation of the Acaryochloris genus. 

 

Taxonomic description 

Acaryochloris Miyashita et Chihara emend. Partensky, Six, Ratin, Garczarek, Probert et 

Vaulot 

Description:  Cells  are  spheroidal  or  ellipsoidal.  They  are  sheathed  and  non‐motile. Most 

species contain Chl d as a major pigment and lack Chl b, but at least one contains Chl a as a 

major pigment, possesses Chl b, and  lacks Chl d. Phycobilisomes are absent. Thylakoids are 
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appressed  peripherally. Gas  vacuoles  are  absent.  Reproduction  is  performed  asexually  by 

binary division.  

Type species: Acaryochloris marina Miyashita et Chihara in Miyashita et al.14 (authentic strain 

MBIC11017). 

Etymology: A.cary.o.chlo’.ris. Gr. pref. a, without; Gr. comp. caryo‐, nucleus‐; Gr. adj. 

chloros, green; M.L. fem. n. Acaryochloris: without nucleus green. 

 

Acaryochloris thomasi Partensky, Six, Ratin, Garczarek, Probert et D. Vaulot sp. nov. 

Diagnosis. Cells non‐motile and mostly solitary although they sometimes form clumps. Cells 

spheroidal,  1.4–2.4  µm  in  diameter,  becoming  elongated  before  division.  Asexual 

reproduction by binary  fission. Cells  covered with a  fibrous  sheath. Thylakoid membranes 

undulated  and  located  at  the  periphery  of  cells.  Phycobilisomes  absent.  Cells  contain 

chlorophylls  a  and  b,  zeaxanthin, ‐carotene  as well  as  phycocyanin  as major  pigments. 

Genome sequence (Genbank accession number: PQWO00000000). 

Holotype. Figure 7c in this article. 

Isotype.  Cryopreserved  culture  strain  RCC1774  in  the  Roscoff  Culture  Collection, Marine 

Biological Station, Roscoff, France. 

Type locality. Atlantic Ocean, English channel, North of the île verte, situated in front of the 

Marine Biological Station of Roscoff, France (latitude: 48.732°N; longitude: 3.987°W). 
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Etymology. tho.ma.si. L. adj.: dedicated to Jean‐Claude Thomas who isolated the type strain 

RCC1774. 

 

Materials and methods 

Strains and culture conditions.  All strains analyzed in the present study were obtained from 

the  Roscoff  Culture  Collection60  (http://www.roscoff‐culture‐collection.org/).  The  novel 

Acaryochloris  strain described here, RCC1774, was  collected  at  low  tide  in  February 1975 

North of the île verte (Roscoff, France). The sample was enriched with Erdschreiber medium61 

before cloning on plates with the same medium complemented with 1.5% agar. This strain 

was compared with the previously described HICR111A (RCC1983), a typical Chl d‐containing 

Acaryochloris  strain  isolated  from  Heron  Islands  (Great  Barrier  Reef,  Australia)41  and  the 

marine Synechococcus sp. strain RS9917 (RCC556), a typical phycobilisome‐containing, blue‐

green cyanobacterium, used as controls. Strains were grown in PCR‐S11 medium62 at ca. 20.5 

°C under an irradiance of 60‐100 µmol photons m‐2 s‐1.  

 

High Performance Liquid Chromatography. The pigment composition of the abovementioned 

strains was analyzed both in the Roscoff and Vigo laboratories. In Roscoff, a 100 mL volume of 

culture of each strain was spun down and the pellet was resuspended in cold, pure methanol 

for 10 min. After two successive centrifugations at 20 000 x g in order to get rid of all debris, 

the supernatants were brought to 10% Milli‐Q water and injected in a Hewlett Packard 1100 

HPLC  chain.  All manipulations were  done  at  4°C  under  dim  light.  The  separation  of  the 



18 
 

pigments  was  carried  out  following  a  modified  version  of  the  method  of  Zapata  and 

coworkers38,  using  a  pyridine  solution  at  0.05 M.  In  Vigo,  approximately  10 mL  of  late 

exponential or early stationary phase culture were filtered in low light onto a glass fiber GF/F 

filter  (Whatman, Maidstone, UK) without  vacuum.  Filters were protected  from  light  at  all 

processing stages and immediately frozen and stored at ‐20 °C. Frozen filters were extracted 

under  low  light  in polytetrafluoroethylene  (PTFE)‐lined  screw capped  tubes with 5 ml 90% 

acetone using a stainless steel spatula for filter grinding. Tubes were chilled in a beaker of ice 

and sonicated for 5 min in an ultrasonic bath filled with an ice‐water mix. Extracts were then 

filtered through 25 mm diameter syringe filters (MFS HP020, 25 mm, and 0.2 μm pore size, 

hydrophilic PTFE) to remove cell and filter debris. Before injection, 1 mL of each sample extract 

was supplemented with 0.4 ml of Milli‐Q water  to avoid peak distortion. Pigment extracts 

were analyzed by two previously described HPLC methods38,39. Pigments were separated using 

a Waters Alliance HPLC System (Waters Corporation) consisting of a 2695 separation module 

and a Waters 996 diode‐array detector (1.2 nm optical resolution). Pigments were identified 

either  by  co‐chromatography  with  authentic  standards  obtained  from  SCOR  reference 

cultures63 or by diode‐array spectroscopy. After checking for peak purity, spectral information 

was  compared  with  a  library  of  Chl  and  carotenoid  spectra64.  The  Chl  d  spectrum  was 

compared with that of reference data13. 

 

Spectrometric  and  flow  cytometric measurements. Whole  cell  absorption  spectra  were 

recorded on a mc² spectrophotometer (SAFAS, Monaco) after cell disruption using a French 

press  system,  followed by  centrifugation  at 5000  x g  to  remove non‐broken  cells.  In  vivo 
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excitation and emission fluorescence spectra were recorded with a LS‐50B spectrofluorometer 

(Perkin Elmer, USA).  

Flow cytometry measurements were made using a FACS Canto II Flow cytometer (Becton 

Dickinson, San Jose, CA, USA) equipped with two lasers emitting at 488 nm and 633 nm. The 

red emission fluorescence from the 488 nm laser was collected through a 610 Long Pass filter 

while that of the 633 nm laser through a 660/20 Band Pass filter. 

 

Phycobiliprotein  analyses.  2‐L  cultures  were  harvested  in  late  exponential  phase  and 

centrifuged at 9 000 x g.  In order to obtain typical phycobilisomes  in a partially dissociated 

state, cells of Synechococcus sp. RS9917 were washed and resuspended in 0.55 M phosphate 

buffer.  RCC1774  and  Acaryochloris  sp.  HCIR111A  cells  were  submitted  to  the  classical 

procedure  in  0.75 M  phosphate  buffer,  as  previously  described65. All  buffers  contained  a 

cocktail  of  antiproteases.  Cells were  broken  using  a  cell  disrupter  at  1.6  kBar  (Constant 

Systems Ltd.) and membranes were solubilized at room temperature in the presence of 5% 

Triton X‐100 (Sigma Aldrich). After phase separation, the intermediate layer was loaded on a 

discontinuous  sucrose  gradient  and ultracentrifuged  at  40 000  x g  overnight  at  12°C.  The 

different colored bands were characterized by their absorption and fluorescence spectra as 

described above. 

 

Light and electron microscopy. Cells of both  strains were  imaged using an Olympus BX51 

epifluorescence light microscope using an X100 objective, a SPOT RT camera and a fluorescent 

light source. Size measurements were made manually on one hundred cells from each strain 
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using  the  Image  J  software  (https://imagej.nih.gov/ij/) and plotted with R  (https://www.r‐

project.org/).   

For  TEM preparations, 50 ml of dense  cultures of both RCC1774  and Acaryochloris  sp. 

HCIR111A strains were centrifuged for 3 min at 700 x g then fixed for 2 h  in 0.2 M sodium 

cacocylate buffer (pH 7.2) with 2.5% glutaraldehyde. Cells were then washed three times in 

cacodylate buffer containing decreasing concentrations of sucrose (0.25 M, 0.12 M, 0 M) for 

15 min each time, followed by postfixation for 1 h at 4°C  in 2% osmium tetroxide  in 0.1 M 

cacodylate buffer. After three rinses in 0.2 M cacodylate buffer, cells were embedded in 2% 

agar, dehydrated by successive  transfers  through a graded ethanol series  (25%, 50%, 70%, 

90%, 3 x 100%), then embedded in Spurr’s resin. Sections were cut using a diamond knife on 

a Leica Ultracut UCT ultramicrotome  (Leica, Wetzlar, Germany) and after staining with 2% 

uranyl acetate for 10 min and 2% lead citrate for 3 min, grids were examined with a Jeol 1400 

transmission electron microscope (Jeol, Tokyo, Japan).   

 

DNA extraction and genome sequencing. Cells of a 2‐L culture  in exponential phase were 

centrifuged at 7 700 x g for 15 min and stored at ‐80 °C. After thawing, cells were resuspended 

in Tris‐EDTA buffer pH 8.0 (10 mM Tris, 1 mM EDTA) and lysed in lysozyme 1 mg.mL‐1 for 30 

min at 37 °C and 45 x g. SDS (20% w/v) and proteinase K (20 mg.mL‐1) were added to a final 

concentration of 0.5% and 200 μg.mL‐1, respectively. After 5 h incubation at 55 °C and 45 x g, 

another proteinase K treatment at half of the initial concentration was conducted for 2.5 h. 

Proteins were removed by two extractions with phenol:chloroform:isoamyl alcohol (25:24:1), 

followed by a  chloroform:isoamyl alcohol (24:1) treatment, using phase lock gel (QuantaBio). 

RNA  was  then  removed  by  adding  RNase  A  (Sigma  Aldrich)  to  a  final  concentration  of 
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100 µg.mL‐1  at  37°C  for  30 min,  followed  by  another  phenol:chloroform:isoamylic  alcohol 

(25:24:1) and chloroform:isoamylic alcohol (24:1) treatment. DNA was precipitated with 0.6 

volume of cold isopropanol. The pellet was then successively washed with 100% ethanol and 

70% and DNA was resuspended in Tris‐EDTA, loaded onto an Amicon Ultra‐4 column (100 000 

MWCO; Millipore UFC810024) before elution in Tris‐EDTA buffer.  

The whole‐genome sequencing was performed by the Genomics Platform of the Pasteur 

Institute. Briefly, the high throughput sequencing library was made using the NEXTflex PCR‐

Free DNA‐Seq kit (Bioo Scientific, Austin, TX, USA), then was sequenced on a MiSeq System 

(Illumina, San Diego, CA, USA), which generated 160 bp paired‐end reads, providing a mean 

coverage of 20x. De novo assembly and automatic functional annotation were subsequently 

done using the Sequana suite of NGS pipelines66, except for genes reported in Supplementary 

Table S2 that were manually annotated. After filtering out contigs smaller than 1 000 bp and 

retaining only contigs that hit cyanobacteria according to Blast analyses against the Genbank 

database, the RCC1774 draft genome encompassed 72 contigs ranging in size from 1 031 bp 

to 605 849 bp and was deposited in Genbank under accession number PQWO00000000.  

 

16S  rRNA  phylogeny.  A multiple  alignment  of  49  sequences  of  16S  rRNA  genes  from  a 

selection  of  marine  and  freshwater  cyanobacteria  was  generated  with  MAFFT  v7.01767 

followed by manual refinement using the Geneious software (Biomatters Ltd, Auckland, New 

Zealand).  Phylogenetic  reconstructions  were  performed  using  three  different  methods: 

Maximum Likelihood (ML), Neighbour Joining (NJ) and Bayesian  inference. Jmodeltest 2.1.4 

determined GTR+I+G as the best model according to the Akaike Information Criterion68. ML 

inference was  done  using  PhyML  v3.169 with  invariant  sites  and  gamma  distribution,  NJ 
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analyses using Phylip 3.6970 and Bayesian inference using MrBayes 3.1.2 71. Four Markov Chain 

Monte Carlo simulations were run for 1.5 million generations that were sampled every 100 

generations, the first 3 750 trees being discarded. The topology of the tree was obtained from 

ML analyses and the robustness of inferred topologies was supported by 100 non‐parametric 

bootstrap samplings for ML and NJ and Bayesian posterior probabilities. 

Phylogenomic analysis: A maximum likelihood tree was generated by PhyML 3.169 using an 

alignment of 29 concatenated core proteins  (DnaG, Frr, NusA, Pgk, PyrG, RplA, RplB, RplC, 

RplD, RplE, RplF, RplK, RplL, RplM, RplN, RplP, RplS, RplT, RpmA, RpoB, RpsB, RpsC, RpsE, RpsI, 

RpsJ, RpsK, RpsM, RpsS and SmpB) after removal of ambiguous and saturated positions from 

each protein alignment, as previously described36. 

Data Availability.  All data in this article will be provided upon request. 

 



23 
 

References 

1.  Whitton, B. A. & Potts, M. The ecology of cyanobacteria: Their diversity  in  time and space.  

(Springer, 2000). 

2.  Sidler, W. A.  in The Molecular Biology of Cyanobacteria  (ed. Bryant, D. A.) 139‐216 (Kluwer 

Academic Publishers, 1994). 

3.  Liu, H. J. et al. Phycobilisomes supply excitations to both photosystems in a megacomplex in 

cyanobacteria. Science 342, 1104‐1107 (2013). 

4.  Garczarek, L., Poupon, A. & Partensky, F. Origin and evolution of transmembrane Chl‐binding 

proteins: hydrophobic cluster analysis suggests a common one‐helix ancestor for prokaryotic 

(Pcb) and eukaryotic  (LHC) antenna protein superfamilies. FEMS Microbiol. Lett. 222, 59‐68 

(2003). 

5.  LaRoche, J. et al. Independent evolution of the prochlorophyte and green plant chlorophyll a/b 

light‐harvesting proteins. Proc. Natl Acad. Sci. U.S.A. 93, 15244‐15248 (1996). 

6.  Goericke, R. & Repeta, D. J. The pigments of Prochlorococcus marinus : the presence of divinyl 

chlorophyll a and b in a marine prochlorophyte. Limnol. Oceanogr. 37, 425‐433 (1992). 

7.  Florenzano, G., Balloni, W. & Materassi, R. Nomenclature of Prochloron didemni (Lewin 1977) 

sp. nov., nom. rev., Prochloron  (Lewin 1976) gen. nov., nom. rev., Prochloraceae fam. nov., 

Prochlorales ord. nov., nom. rev. in the class Photobacteria Gibbons and Murray 1978. Intl J. 

Syst. Bacteriol. 36, 351‐353 (1986). 

8.  Palenik, B. & Haselkorn, R. Multiple evolutionary origins of prochlorophytes, the chlorophyll b‐ 

containing prokaryotes. Nature 355, 265‐267 (1992). 

9.  Pinevich, A. V., Averina, S. G. & Velichko, N. V. Another view on the role of photosynthetic 

pigments  in  taxonomy of oxygenic‐phototrophic bacteria: Proposed  rejection of  the order 

Prochlorales Florenzano, Balloni, and Materassi 1986 (Emend. Burger‐Wiersma, Stal, and Mur 

1989),  the  family  Prochloraceae  Florenzano,  Balloni,  and Materassi  1986,  and  the  family 



24 
 

Prochlorotrichaceae Burger‐Wiersma, Stal, and Mur 1989. Intl J. Syst. Bacteriol. 47, 1264‐1267 

(1997). 

10.  Urbach, E., Robertson, D. L. & Chisholm, S. W. Multiple evolutionary origins of prochlorophytes 

within the cyanobacterial radiation. Nature 355, 267‐270 (1992). 

11.  Matthijs,  H.  C.  P.,  van  der  Staay,  G.  W.  M.  &  Mur,  L.  R.  in  The  Molecular  Biology  of 

Cyanobacteria (ed. Bryant, D. A.) 49‐64 (Kluwer Academic Publishers, 1994). 

12.  Partensky, F. & Garczarek, L.  in Photosynthesis  in Algae Vol. 14 Advances  in Photosynthesis 

Series (eds. Larkum, A. W. D., Douglas, S. E., Raven, J. A.) 29‐62 (Kluwer Academic Publishers, 

2003). 

13.  Miyashita,  H.  et  al.  Pigment  composition  of  a  novel  oxygenic  photosynthetic  prokaryote 

containing chlorophyll d as the major chlorophyll. Plant Cell Physiol. 38, 274‐281 (1997). 

14.  Miyashita, H. et al. Chlorophyll d as a major pigment. Nature 383, 402 (1996). 

15.  Schlodder,  E.  et  al.  Both  chlorophylls  a  and  d  are  essential  for  the  photochemistry  in 

photosystem II of the cyanobacteria Acaryochloris marina. Biochim. Biophys. Acta 1767, 589‐

595 (2007). 

16.  Tomo, T. et al. Identification of the special pair of photosystem II in a chlorophyll d‐dominated 

cyanobacterium. Proc. Natl Acad. Sci. U.S.A. 104, 7283‐7288 (2007). 

17.  Miyashita, H., Ikemoto, H., Kurano, N., Miyachi, S. & Chihara, M. Acaryochloris marina gen. et 

sp nov  (Cyanobacteria), an oxygenic photosynthetic prokaryote containing Chl d as a major 

pigment. J. Phycol 39, 1247‐1253 (2003). 

18.  Behrendt,  L.  et  al.  Endolithic  chlorophyll  d‐containing  phototrophs.  ISME  J.  5,  1072‐1076 

(2010). 

19.  Behrendt, L. et al. Microbial diversity of biofilm communities in microniches associated with 

the didemnid ascidian Lissoclinum patella. ISME J. 6, 1222‐1237 (2012). 



25 
 

20.  de los Rios, A., Grube, M., Sancho, L. G. & Ascaso, C. Ultrastructural and genetic characteristics 

of endolithic cyanobacterial biofilms colonizing Antarctic granite rocks. FEMS Microbiol. Ecol. 

59, 386‐395 (2007). 

21.  Kashiyama, Y. et al. Evidence of global chlorophyll d. Science 321, 658 (2008). 

22.  Larkum, A. W. D. et al. A novel epiphytic chlorophyll d‐containing cyanobacterium  isolated 

from a mangrove‐associated red alga. J. Phycol. 48, 1320‐1327 (2012). 

23.  Lopez‐Legentil, S., Song, B., Bosch, M., Pawlik, J. R. & Turon, X. Cyanobacterial diversity and a 

new  Acaryochloris‐like  symbiont  from  Bahamian  sea‐squirts.  PloS  One  6,  e23938, 

doi:10.1371/journal.pone.0023938 (2011). 

24.  Miller, S. R. et al. Discovery of a  free‐living chlorophyll d‐producing cyanobacterium with a 

hybrid proteobacterial/cyanobacterial small‐subunit  rRNA gene. Proc. Natl Acad. Sci. U.S.A. 

102, 850‐855 (2005). 

25.  Murakami, A., Miyashita, H., Iseki, M., Adachi, K. & Mimuro, M. Chlorophyll d in an epiphytic 

cyanobacterium of red algae. Science 303, 1633 (2004). 

26.  Airs,  R.  L.  et  al.  Chlorophyll  f  and  chlorophyll  d  are  produced  in  the  cyanobacterium 

Chlorogloeopsis fritschii when cultured under natural light and near‐infrared radiation. FEBS 

Lett. 588, 3770‐3377 (2014). 

27.  Hu, Q. et al. Molecular structure, localization and function of biliproteins in the chlorophyll a/d 

containing oxygenic photosynthetic prokaryote Acaryochloris marina. Biochim. Biophys. Acta 

1412, 250‐261 (1999). 

28.  Marquardt,  J., Morschel,  E.,  Rhiel,  E.  & Westermann, M.  Ultrastructure  of  Acaryochloris 

marina, an oxyphotobacterium containing mainly chlorophyll d. Archiv. Microbiol. 174, 181‐

188 (2000). 

29.  Marquardt,  J.,  Senger,  H.,  Miyashita,  H.,  Miyachi,  S.  &  Morschel,  E.  Isolation  and 

characterization  of  biliprotein  aggregates  from  Acaryochloris  marina,  a  Prochloron‐like 

prokaryote containing mainly chlorophyll d. FEBS Lett. 410, 428‐432 (1997). 



26 
 

30.  Petrasek, Z. et al. Excitation energy transfer from phycobiliprotein to chlorophyll d  in  intact 

cells  of  Acaryochloris  marina  studied  by  time‐  and  wavelength‐resolved  fluorescence 

spectroscopy. Photochem. Photobiol. Sci. 4, 1016‐1022 (2005). 

31.  Hess, W. R. et al. Coexistence of phycoerythrin and a chlorophyll a/b antenna  in a marine 

prokaryote. Proc Natl Acad Sci USA 93, 11126‐11130 (1996). 

32.  Hess, W. R., Steglich, C., Lichtlé, C. & Partensky, F. Phycoerythrins of the oxyphotobacterium 

Prochlorococcus marinus are associated  to  the  thylakoid membrane and are encoded by a 

single large gene cluster. Plant Mol. Biol. 40, 507‐521 (1999). 

33.  Steglich,  C.,  Frankenberg‐Dinkel,  N.,  Penno,  S.  &  Hess,  W.  R.  A  green  light‐absorbing 

phycoerythrin is present in the high‐light‐adapted marine cyanobacterium Prochlorococcus sp. 

MED4. Environ. Microbiol. 7, 1611‐1618 (2005). 

34.  Donia, M. S. et al. Complex microbiome underlying secondary and primary metabolism in the 

tunicate‐Prochloron symbiosis. Proc. Natl Acad. Sci. U.S.A. 108, E1423‐1432 (2011). 

35.  Shih, P. M. et al. Improving the coverage of the cyanobacterial phylum using diversity‐driven 

genome sequencing. Proc. Natl Acad. Sci. U.S.A. 110, 1053‐1058 (2013). 

36.  Calteau,  A.  et  al.  Phylum‐wide  comparative  genomics  unravel  the  diversity  of  secondary 

metabolism in Cyanobacteria. BMC genomics 15, 977, doi:10.1186/1471‐2164‐15‐977 (2014). 

37.  Pancrace,  C.  et  al.  Rearranged  biosynthetic  gene  cluster  and  synthesis  of  hassallidin  E  in 

Planktothrix serta PCC 8927. ACS Chem. Biol. 12, 1796‐1804 (2017). 

38.  Zapata, M., Rodriguez,  F. & Garrido,  J.  L.  Separation of  chlorophylls and  carotenoids  from 

marine phytoplankton: a new HPLC method using a reversed phase C‐8 column and pyridine‐

containing mobile phases. Mar. Ecol. Prog. Ser. 195, 29‐45 (2000). 

39.  Garrido, J. L., Rodriguez, F. & Zapata, M. Occurrence of  loroxanthin,  loroxanthin decenoate, 

and loroxanthin dodecenoate in Tetraselmis species (Prasinophyceae, Chlorophyta). J Phycol 

45, 366‐374 (2009). 



27 
 

40.  Hu, Q. et al. in Photosynthesis: Mechanisms and Effects Vol. 1  (ed. Garab, G.) 437‐440 (Kluwer 

Academic Publishers, 1998). 

41.  Mohr, R. et al. A new chlorophyll d‐containing cyanobacterium: evidence for niche adaptation 

in the genus Acaryochloris. ISME J. 4, 1456‐1469 (2010). 

42.  Akimoto, S. et al. Fluorescence properties of  the  chlorophyll d‐dominated  cyanobacterium 

Acaryochloris sp. strain Awaji. J. Photochem. Photobiol. 178, 122‐129 (2006). 

43.  Loughlin, P.,  Lin, Y. K. & Chen, M. Chlorophyll d and Acaryochloris marina:  current  status. 

Photosynth Res 116, 277‐293 (2013). 

44.  Swingley, W. D. et al. Niche adaptation and genome expansion in the chlorophyll d‐producing 

cyanobacterium Acaryochloris marina. Proc. Natl Acad. Sci. U.S.A. 105, 2005‐2010 (2008). 

45.  Tomitani, A. et al. Chlorophyll b and phycobilins in the common ancestor of cyanobacteria and 

chloroplasts. Nature 400, 159‐162 (1999). 

46.  Wegener, K. M. et al. High sensitivity proteomics assisted discovery of a novel operon involved 

in the assembly of photosystem II, a membrane protein complex. J. Biol. Chem. 283, 27829‐

27837 (2008). 

47.  Saunée, N. A., Williams, S. R., Bryant, D. A. & Schluchter, W. M. Biogenesis of phycobiliproteins: 

II. CpcS‐I and CpcU comprise the heterodimeric bilin  lyase that attaches phycocyanobilin to 

Cys‐82 of beta‐phycocyanin and Cys‐81 of allophycocyanin subunits in Synechococcus sp. PCC 

7002. J. Biol. Chem. 283, 7513‐7522 (2008). 

48.  Shen, G., Schluchter, W. M. & Bryant, D. A. Biogenesis of phycobiliproteins: I. cpcS‐I and cpcU 

mutants  of  the  cyanobacterium  Synechococcus  sp.  PCC  7002  define  a  heterodimeric 

phycocyanobilin  lyase  specific  for  beta‐phycocyanin  and  allophycocyanin  subunits.  J.  Biol. 

Chem. 283, 7503‐7512 (2008). 

49.  Chan, Y. W. et al. Pigment composition and adaptation in free‐living and symbiotic strains of 

Acaryochloris marina. FEMS Microbiol. Ecol. 61, 65‐73 (2007). 



28 
 

50.  Hiller,  R.  G.  &  Larkum,  A.  W.  D.  The  chlorophyll‐protein  complexes  of  Prochloron  sp. 

(Prochlorophyta). Biochim. Biophys. Acta 806, 107‐115 (1985). 

51.  Schuster, G., Owens, G. C., Cohen, Y. & Ohad, I. Thylakoid polypeptide composition and light‐

independent  phosphorylation  of  the  chlorophyll  a/b‐protein  in  Prochloron,  a  prokaryote 

exhibiting oxygenic photosynthesis. Biochim. Biophys. Acta 767, 596‐605 (1984). 

52.  Thorne, S. W., Newcomb, E. H. & Osmond, C. B. Identification of chlorophyll b in extracts of 

prokaryotic  algae  by  fluorescence  spectroscopy.  Proc.  Natl.  Acad.  Sci.  U.S.A.  74,  575‐578 

(1977). 

53.  Withers,  N.  W.  et  al.  Photosynthetic  unit  size,  carotenoids,  and  chlorophyll‐protein 

composition of Prochloron sp., a prokaryotic green alga. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 75, 2301‐

2305 (1978). 

54.  Burger‐Wiersma, T., Veenhuis, M., Korthals, H. J., van de Wiel, C. C. M. & Mur, L. R. A new 

prokaryote containing chlorophylls a and b. Nature 320, 262‐264 (1986). 

55.  Burger‐Wiersma, T., Stal, L.  J. & Mur, L. R. Prochlorothrix hollandica gen. nov.,  sp  . nov., a 

filamentous  oxygenic  photoautotrophic  prokaryote  containing  chlorophylls  a  and  b: 

assignment to Prochlorotrichaceae fam. nov. and Order Prochlorales Florenzano, Balloni and 

Materassi 1986, with emendation of the ordinal description. Intl J. Syst. Bacteriol. 39, 250‐257 

(1989). 

56.  Tsuchiya,  T.  et  al.  Artificially  produced  [7‐formyl]‐chlorophyll  d  functions  as  an  antenna 

pigment  in  the  photosystem  II  isolated  from  the  chlorophyllide  a  oxygenase‐expressing 

Acaryochloris marina. Biochim. Biophys. Acta 1817, 1285‐1291 (2012). 

57.  Watanabe, M. et al. Attachment of phycobilisomes in an antenna‐photosystem I supercomplex 

of cyanobacteria. Proc. Natl Acad. Sci. U.S.A. 111, 2512‐2517 (2014). 

58.  Stickforth, P., Steiger, S., Hess, W. R. & Sandmann, G. A novel type of lycopene epsilon‐cyclase 

in the marine cyanobacterium Prochlorococcus marinus MED4. Archiv. Microbiol. 179, 409‐415 

(2003). 



29 
 

59.  Kuhl, M., Chen, M., Ralph,  P.  J.,  Schreiber, U. &  Larkum, A. W. A niche  for  cyanobacteria 

containing chlorophyll d. Nature 433, 820 (2005). 

60.  Vaulot, D., Le Gall, F., Marie, D., Guillou, L. & Partensky, F. The Roscoff Culture Collection (RCC): 

a collection dedicated to marine picoplankton. Nova Hedwigia 79, 49‐70 (2004). 

61.  Starr, J. R. The culture collection of marine algae at Indiana University. Amer J Bot 51, 1013‐

1044 (1964). 

62.  Rippka, R. et al. Prochlorococcus marinus Chisholm et al. 1992 subsp. pastoris subsp. nov. strain 

PCC 9511,  the  first axenic chlorophyll a2/b2‐containing cyanobacterium  (Oxyphotobacteria). 

Microbiol. 50, 1833‐1847 (2000). 

63.  Jeffrey, S. W., Mantoura, R. F. C. & Wright, S. W. Phytoplankton pigments  in oceanography. 

(Unesco Publishing, 1997). 

64.  Roy,  S.,  Llewellyn,  C.  A.,  Skarstad  Egeland,  E.  &  Johnsen,  G.  Phytoplankton  pigments, 

characterization, chemotaxonomy and applications  in oceanography.  (Cambridge University 

Press, 2011). 

65.  Six, C. et al. Two novel phycoerythrin‐associated linker proteins in the marine cyanobacterium 

Synechococcus sp strain WH8102. J. Bacteriol. 187, 1685‐1694 (2005). 

66.  Cokelaer, T., Desvillechabrol, D., Legendre, R. & Cardon, M. ‘Sequana’: a set of snakemake NGS 

pipelines. J Open Source Software 2, 352, doi:10.21105/joss.00352 (2017). 

67.  Katoh,  K., Misawa,  K.,  Kuma,  K. & Miyata,  T. MAFFT:  a  novel method  for  rapid multiple 

sequence alignment based on fast Fourier transform. Nucleic Acids Res 30, 3059‐3066 (2002). 

68.  Darriba, D., Taboada, G. L., Doallo, R. & Posada, D. jModelTest 2: more models, new heuristics 

and parallel computing. Nat Meth 9, 772 (2012). 

69.  Guindon, S. et al. New algorithms and methods to estimate Maximum‐Likelihood phylogenies: 

assessing the performance of PhyML 3.0. Syst Biol 59, 307‐321 (2010). 

70.  Felsenstein,  J.  PHYLIP  –  Phylogeny  inference  package  (version  3.2).  Cladistics  5,  164‐166 

(1989). 



30 
 

71.  Huelsenbeck,  J.  P.  &  Ronquist,  F.  MRBAYES:  Bayesian  inference  of  phylogenetic  trees. 

Bioinformatics 17, 754‐755 (2001). 

 

Acknowledgements 

This work is a contribution of Microalgas Nocivas, IEO, Unidad Asociada al IIM (CSIC). We thank 

Pascal Morin for providing in situ temperature and salinity data for the RCC1774 isolation site, 

Laurence Ma (Genomics Platform) for technical help and Gregory K. Farrant for assistance with 

phylogenetic analyses. The Genomics Platform of  the Pasteur  Institute  is a member of  the 

“France Génomique” consortium (ANR10‐INBS‐09‐08). 

Author Contributions 

F.P., C.S., L.G., D.V., F.R. and J.L.G. designed the project and discussed it. C.S., M.R., D.V., I.R., 

P.G., D.M., T.G., S.L.P., M.G., F.R. and J.L.G. performed experiments. M.R., T.G., A.C., C.B. and 

F.P. contributed to acquiring, submitting and/or analyzing genome data. F.P., C.S., L.G., D.V., 

F.R., I.R. and J.L.G. wrote the manuscript. All authors read and approved the manuscript. 

Additional Information 

Supplementary  information: Supplementary Figures S1‐S5 are provided as a single pdf  file 

and supplementary Tables S1 and S2 as separate Excel files.  

Competing Interests: The authors declare that they have no competing interests. 



31 
 

FIGURE CAPTIONS 

Figure 1. Maximum  likelihood phylogenetic  tree based on  the 16S rRNA gene showing  the 

position of the new RCC1774 strain compared to a diverse selection of freshwater and marine 

cyanobacteria. Green oxyphotobacteria are highlighted in green, while Acaryochloris spp. are 

shown in orange and the new strain in red. Numbers shown at nodes correspond to bootstrap 

values for ML, NJ analyses and Bayesian posterior probabilities (PP; ranging between 0 and 1), 

respectively. Only values higher than 60% for bootstrap analyses and 0.60 for PP are shown 

on the phylogenetic tree. For each strain, the sequence accession number of the 16S rRNA 

gene  (or genome,  if not available)  is  indicated between brackets. The scale bar represents 

0.025 substitution per nucleotide.  

 

Figure 2. Comparative HPLC analysis of the pigment content of RCC1774 and the control Chl 

d‐containing  strain  Acaryochloris  sp.  HCIR111A.  (a‐b)  Chromatograms  using  the  method 

described by Zapata and co‐workers38. Pigments shared by the two strains (i.e. same retention 

time and absorption spectrum) are indicated by numbers: 1, Mg‐2,4‐divinyl pheoporphyrin a5; 

2,  possible  caloxanthin  (monohydroxy‐zeaxanthin);  3,  zeaxanthin;  4,  5  &  7,  unidentified 

carotenoids; 6, Chl a; 8 ‐carotene (a.k.a. ‐carotene). RCC1774‐specific pigments: a, Chlide 

a;  b,  possible  nostoxanthin;  c  &  d,  unidentified  carotenoids;  e,  Chl  b.  HCIR111A‐specific 

pigments: a' & b’, Chlide d‐like pigments; c’ & d’, unidentified carotenoids; e’, Chl d. (c‐d) On‐

line  absorption  spectra  of  Chl  b  (RCC1774)  and  Chl  d  (HCIR111A);  for  other  peaks,  see 

Supplementary Fig. S2.  
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Figure 3. Whole cell absorption spectra of RCC1774 and the control strains Acaryochloris sp. 

HCIR111A and Synechococcus sp. RS9917. Prior to measurement, cells were disrupted using a 

French press to reduce light scattering. 

 

Figure 4. Characterization of water soluble extracts  from cells of RCC1774 and  the control 

strain Synechococcus sp. RS9917 separated by ultracentrifugation on a sucrose gradient. (a) 

photograph of the blue‐colored fractions obtained for RS9917 (left) and RCC1774 (right). (b) 

Absorption  spectrum  of  the  different  fractions.  (c‐d)  Excitation  (plain  lines)  and  emission 

spectra (dashed lines) of the different fractions obtained for RS9917 (c) and RCC1774 (d).  

 

Figure 5. (a) Culture flasks of RCC1774 (left) and HCIR111A (right) showing their distinct colour. 

(b‐c) Colour light micrographs of RCC1774 (A) and HCIR111A (B) using differential interference 

contrast  (DIC).  (D, G) Black and white  light micrographs of RCC1774  (D) and HCIR111A  (G) 

under  DIC.  (E‐F)  The  same  cells  of  RCC1774  (E‐F)  and  HCIR111A  (H‐I)  seen  under 

epifluorescence using blue  (E, H) and green  (F,  I) excitation. Arrows  indicate three  large or 

dividing  cells  that  brightly  fluoresce  under  blue  (note  the  curtain‐like  organization  of 

thylakoids) but comparatively less under green excitation. (J) Box plot chart showing the cell 

size distribution (n = 100) for each strain. The bold line indicates the median.      
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Figure 6. Flow cytograms of a mixture of RCC1774 and the control Acaryochloris sp. HCIR111A 

cultures. (a) Forward scatter vs. Side scatter cytogram. (b) Red fluorescence from the red laser 

(633 nm, exciting C‐PC) vs. red fluorescence from the blue laser (488 nm, exciting Chls). 

 

Figure 7. TEM images of RCC1774 (a‐c) and the control Acaryochloris sp. strain HCIR111A (d‐

e). (a, d) Groups of cells; (c, e) Individual cells; (b) Detail of a RCC1774 cell. Abbreviations: Ca, 

carboxysomes, Nu, nucleoid; LG, lipid granules; Th, thylakoids.  
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Supplementary Figure S1. Phylogenomic analysis of strain RCC1774. A maximum likelihood
tree was generated using an alignment of 29 concatenated core proteins obtained from the
same strains as for the 16S rRNA tree (Fig. 1) except those (mainly Acaryochloris spp.) for
which the genome was either missing or of insufficient quality. Only bootstrap values higher
than 60% are indicated. Green oxyphotobacteria are highlighted in green, while Acaryochloris
spp. are shown in orange and the new strain in red. Genbank genome accession numbers are
indicated between brackets after strain names. The scale bar represents 0.1 substitution per
amino acid position.
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Supplementary Figure S2. On-line absorption spectra for all peaks of the HPLC
chromatograms of strain RCC1774 and the control Acaryochloris sp. HCIR111A (except those
already shown on Fig. 2) sorted by retention times. Spectra for pigments shared by the two
strains are shown only once. Abbreviations: MgDVP, Mg-2,4-divinyl pheoporphyrin; RT,
retention time (in min); Unid., Unidentified.
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Supplementary Figure S3. HPLC chromatogram of a mixture of acetone extracts from strains
RCC1774 and HCIR111A analyzed by the method developed by Garrido et al. [41] and on-line
absorption spectra for the overlapping Chl b and d peaks. (a) Complete chromatogram. (b)
Detail of the overlapping Chl b and d peaks and (c-d) corresponding on-line absorption
spectra. RT, retention time.
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Supplementary Figure S4. Fluorescence spectra of whole cells of strain RCC1774 and the control strains
Acaryochloris sp. HCIR111A and Synechococcus sp. RS9917. (a) RCC1774: Excitation (Exc) spectra with
emission (Em) at 620 and 655 nm and Em spectra with Exc at 440 and 620 nm. (b) HCIR111A: Exc spectrum
with Em at 730 nm and Em spectrum with Exc at 400 nm. (c) RS9917: Exc spectra with Em at 655 and 680 
nm and Em spectra with Exc at 440 and 620 nm. PCB, phycocyanobilin, TA, terminal acceptor (Chl a and 
allophycocyanin).
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Supplementary Figure S5. Genomic context of the genes of Acaryochloris marina MBIC11017 called
‘apcA’ by Swingley and coworkers44 (AM1_4469, AM1_5810 and AM1_1558) and their homologs in
Synechocystis sp. PCC 6803 (slr0149) and RCC1774 (C1752_2094). In Synechocystis, the gene cluster
extending from slr0144 to slr0152 was suggested to be involved in photosystem II assembly46. Strain
RCC1744 contains an almost complete gene cluster, including a homolog of the kinase gene slr1052,
but it lacks a slr0150 homolog, encoding a 2Fe-2S ferredoxin-type iron-sulfur binding domain protein,
like slr0158. Note that the homolog of slr0147, which codes for a protein containing a 4-vinyl
reductase domain (like slr0144), has an unusual 3’-end extension in RCC1774. A. marina MBIC11017
contains two such gene clusters, both lacking homologs of slr0150 and of the kinase; yet the second
one (AM1_5814-5807), which is located between two transposases, contains two homologs of
slr0148 (AM1_5911 and 5807). This strain also contains a third cluster, in which only the slr1058 and
slr0159 homologs are conserved. The color of a gene indicates its homology to the corresponding
gene in Synechocystis, whereas a white background indicates that the gene has no (syntenic)
homolog in Synechocystis. Numbers correspond to locus tags in the different strains. The two genes
of A. marina MBIC11017 annotated ‘xx’ are present in the genome but were not initially modelled,
whereas AM1_5809, a probable wrong prediction, is not shown. chp, gene coding for a conserved
hypothetical protein; hyp., putative gene (hypothetical); other abbreviations correspond to gene
names.


