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À l’aube du monde, la Lune déposa sa dent sur un rocher qui émergeait de l’océan
des origines. Sous l’effet de ses rayons, la dent se décomposa. Apparurent alors
les premiers êtres vivants. Ceux qui restèrent sur le rocher se transformèrent en
lézards, les bai, clan de la terre. Ceux qui glissèrent dans l’eau devinrent anguilles
et serpents, les dui, clan de la mer. De ces êtres primordiaux naquit Téâ Kanaké.

Né ignorant de tout, il demanda aux esprits de lui transmettre ce qu’il devait savoir
pour vivre sur terre : la magie des pierres et des herbes, le travail des champs,
la connaissance des plantes ; alors il cultiva les ignames et fit pousser les taros. Il
planta des coléus qui, depuis ce temps, protègent tous les jardins.

Les esprits lui apprirent la vie en société. Téâ Kanaké échangea les premières
ignames et construisit la grande case ronde des origines. Il planta le pin colonnaire
qui délimite les lieux sacrés et tabous puis proclama la première parole.

Afin de tout savoir de la vie et des hommes, Téâ Kanaké décida de connâıtre la
mort ; il entra dans le banian qui est le corps des esprits. En suivant ses racines
qui pénètrent aux pays souterrains, il traversa le pays des morts et, en ce ventre
maternel, se transforma.

Comme les rejets qui renaissent d’un tronc coupé, Téâ Kanaké, porteur de la
continuité de la Parole, traversa la roche percée, symbole de la renaissance. Il
souffla la Parole dans la feuille du bois de fer, où elle chantera toujours. Grâce à
cette parole s’ouvre une nouvelle aire.

- Légende sur l’origine des êtres et de Téa Kanaké le premier homme -

À ma famille, Rozenn, mes amis et mon pays
Pour votre amour, vos enseignements et nos voyages
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travail ensemble. Un autre Olivier disait ≪ ... un métier, pour moi, n’est pas fait pour
gagner de l’argent mais pour gagner de l’honneur ≫. Bon, au vu de la situation actuelle
de la recherche en France, ce n’est pas demain que l’on te verra acheter une ı̂le dans les
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Merci à tous les copains du sud et de Bretagne. Merci pour tous ces moments ensemble, ce fut
magnifique de croiser ensemble durant ces trois années. Merci particulièrement aux jeunes et
vieux étudiants des 3 laboratoires que j’ai côtoyés et aux différents grimpeurs sudistes et bre-
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II.3.3 Implémentation des virus dans les modèles biogéochimiques . . . . . . . . 36
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2 Introduction

I.1 S’adapter au dérèglement climatique : un enjeu

majeur pour les écosystèmes marins

L’Homme est devenu le principal acteur des modifications de l’état et du fonctionnement de
la planète [1]. En 2011, la population humaine a dépassé les 7 milliards d’individus [2]. Une
telle population induit une demande énergétique et alimentaire considérable, et son impact sur
l’environnement ne peut plus être ignoré. Principalement du fait des émissions anthropiques
de gaz à effet de serre, la température à la surface de la Terre ne cesse d’augmenter et les
prédictions futures ne sont pas rassurantes [3](Figure I.1). La température moyenne de la sur-
face des océans pourrait augmenter d’environ 9◦C en certains endroits du globe d’ici 2100 [4, 5].
La température étant un facteur clef pour la biologie et la diversité des écosystèmes, comprendre
comment ces espèces vont répondre aux changements de leur environnement est crucial [6, 7].
Les conséquences précises du changement climatique sur les écosystèmes demeurent cependant
encore inconnues. En effet, alors que certaines études prédisent un fort déclin de la distribu-
tion des espèces [8, 9], d’autres ont montré, grâce à l’enregistrement de températures passées,
une forte résilience des écosystèmes suite à de précédents épisodes de réchauffement climatique
[10–12]. La vulnérabilité d’une espèce face à des changements résulte en partie de son degré
d’exposition et de sa sensibilité intrinsèque [3](Figure I.2). Ces facteurs définissent la capacité
d’une population à absorber localement les altérations climatiques grâce à ses propriétés de
plasticité phénotypique et d’adaptation génotypique, mais aussi de migration vers des biotopes
plus adaptés. Un des paramètres clefs de la réponse d’une espèce au changement climatique est
sa capacité à persister au même endroit en modifiant sa ≪ fitness ≫. Les adaptations résultant
de sa plasticité sont indispensables pour sa persistance dans un biotope à court terme, mais
sont parfois insuffisantes. Une capacité d’évolution génétique et un fort potentiel de croissance
deviennent nécessaires pour une adaptation à plus long terme.

Figure I.1 Fluctuations des températures globales moyennes depuis les données historiques
jusqu’aux prédictions de modèles (d’après [3]).

L’énergie solaire reçue à l’équateur est plus importante qu’aux pôles (Figure I.3), ce qui génère
de forts gradients latitudinaux de température. L’obliquité de l’axe de rotation de la Terre in-
duit des saisons, et donc des variations de température, beaucoup plus marquées dans les zones
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Figure I.2 Facteurs influençant la vulnérabilité des espèces au changement climatique. (d’après
[3]).

tempérées et aux pôles qu’à l’équateur et dans les tropiques. Dans les océans, les eaux les plus
chaudes se situent à des latitudes comprises entre -20 et 20◦, avec des températures pouvant
atteindre 35◦C. Les températures minimales des océans polaires Arctique et Antarctique des-
cendent jusqu’à environ -1.8◦C, le point de congélation de l’eau de mer. L’amplitude thermique
(la différence entre la température maximale et la température minimale) est également forte-
ment corrélée à la latitude. Elle peut dépasser les 15◦C aux hautes latitudes alors que les varia-
tions minimales sont de l’ordre de 2-3◦C aux tropiques. La température décroit également selon
la profondeur (Figure I.4). La répartition des températures au sein des océans est extrêmement
variable spatio-temporellement car elle répond à une multitude de phénomènes se produisant à
des échelles très variées. Les écosystèmes aquatiques, qui occupent environ 70% de la surface
de la terre, doivent ainsi s’adapter à des environnements animés de dynamiques complexes et
perturbés par les bouleversements climatiques.
Les océans représentent environ 97% de cette surface, abritant la majorité des espèces. Cet habi-
tat liquide, mû par de perpétuels courants horizontaux et verticaux, entretient des échanges de
matière avec le milieu terrestre, l’atmosphère et entre les différentes aires océaniques. Contraire-
ment à l’environnement terrestre, la vie dans les océans est majoritairement constituée d’orga-
nismes de petite taille, avec principalement des microorganismes unicellulaires (du grec mikros,
qui signifie petit). Ces communautés microbiennes sont à la base des écosystèmes aquatiques et
sont impliquées dans les processus de régulation du climat tels que l’absorption du CO2 dissous
par la photosynthèse. Comprendre quels facteurs contrôlent la dynamique de ces communautés
est essentiel dans le contexte du changement climatique.

I.2 Le phytoplancton dans les océans

Le phytoplancton joue un rôle clef au sein des communautés microbiennes océaniques. Cet as-
semblage de microorganismes photoautotrophes utilise la matière inorganique (principalement le
CO2) comme source de carbone et la transforme en matière organique grâce à la photosynthèse.
Il se divise en deux sous-groupes : les cyanobactéries et les microalgues eucaryotes. Le premier
groupe est constitué de cellules très simples, sans noyaux ni autres organelles, étant à l’origine de
la photosynthèse, il y a 3.7 milliards d’années. Les microalgues sont constituées d’unicellulaires
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Figure I.3 Bilan de température à la surface de la terre en fonction de la latitude pour l’année
2001 (Tiré du CMMAP).

Figure I.4 Profil bathymétrique de la température sur un transect latitudinal de l’océan
Atlantique

plus complexes qui ont acquis la photosynthèse par endosymbiose (capture par phagotrophie
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d’un organisme photosynthétique et acquisition de certaines de ses caractéristiques)[13]. Le phy-
toplancton marin représente environ 5000 espèces décrites [14] et pourrait dépasser les 72500
espèces selon certaines estimations [15]. Pour des raisons méthodologiques, le plancton a d’abord
été classé par classes de taille à une époque où les outils moléculaires et la cytométrie en flux
n’existaient pas, et où l’identification était principalement réalisée grâce à des microscopes sur
des échantillons récoltés avec des filets de mailles différentes [16]. Le vide de maille était com-
pris entre quelques µm et plusieurs mm répartis en différentes catégories : pico (0,2 – 2µm),
nano (2 – 20µm), micro (20 – 200µm) et méso (0.2 – 20 mm ; Figure I.5). La morphologie
cellulaire et la présence de certains organites sont également couramment utilisées pour discri-
miner les groupes phytoplanctoniques, notamment la présence de certains pigments ou flagelles
[17]. Grâce à l’évolution des différentes approches scientifiques, la diversité du phytoplancton
a par la suite été classée en groupes fonctionnels (organismes partageant une fonction com-
mune dans l’écosystème) et phylogénétiques (organismes partageant des gènes communs), la
meilleure manière de restituer la diversité phytoplanctonique étant évidemment d’associer ces
deux approches de classification. En effet, la diversité du phytoplancton ne peut pas être réduite
au simple inventaire morphologique. Au cours de l’évolution, de nombreuses adaptations lui
ont permis de coloniser l’océan à différentes latitudes et profondeurs, et de s’acclimater à des
environnements plus ou moins extrêmes. Cette évolution a également permis l’apparition de
différentes stratégies de vie. On retrouve, par exemple, des genres libres dans la colonne d’eau,
pouvant réaliser des biofilms [18], ou vivant en symbiose avec d’autres espèces planctoniques [19]
qui occupent des niches et des fonctions différentes.
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Figure I.5 Les différentes classes de tailles du phytoplancton et leurs principaux groupes.
Modifié à partir de la thèse de Justine Pittera [20].

Ces organismes sont à la base des écosystèmes pélagiques et modifient les processus impliqués
dans les cycles biogéochimiques, notamment celui du carbone [21](Figure I.6a). Le CO2 at-
mosphérique dissous dans l’océan est incorporé par le phytoplancton, via la photosynthèse, et
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entre ainsi dans l’écosystème pélagique sous forme de carbone organique (Figure I.6a - Etape
1). Cette matière va être, soit consommée par le zooplancton et alimenter la châıne trophique
(Figure I.6a - Etape 3, Figure I.6b), soit excrétée sous formes dissoute (DOM) ou particulaire
(POM), incluant le carbone (DOC et POC) et les principaux macro-nutriments nécessaires au
fonctionnement des écosystèmes microbiens, l’azote (DON et PON) et le phosphore (DOP et
POP – Figure I.6a - Etape 2). Une partie de la matière sédimentant vers le fond des océans va
être recyclée par des bactéries hétérotrophes constitutives de la boucle microbienne (Figure I.6a
- Etape 4). Une fraction de cette matière peut également être consommée par du microzooplanc-
ton, le carbone étant ainsi réinjecté vers les échelons trophiques supérieurs. En recyclant cette
matière organique, les microorganismes réincorporent certains nutriments essentiels tels que
l’azote et le phosphore sous forme inorganique alimentant une nouvelle production primaire. La
partie non recyclable (dite réfractaire) va sédimenter et être séquestrée au fond des océans. On
distingue deux sources de carbone réfractaire : le carbone dissous issu de la boucle microbienne
(Figure I.6a - Etape 5) et le carbone particulaire issu de la production primaire (Figure I.6a -
Etape 6). Le C02 étant l’un des principaux gaz à effet de serre, le phytoplancton joue un rôle
essentiel dans la régulation du réchauffement climatique. Le carbone organique séquestré au fond
des océans s’est, au cours des temps géologiques, transformé en pétrole. Ce carbone fossile brûlé
par l’homme pour produire son énergie continue d’être rejeté dans l’atmosphère, augmentant
ainsi l’effet de serre.
Le phytoplancton est également essentiel pour les écosystèmes pélagiques, car il représente le pre-
mier niveau trophique alimentant les échelons supérieurs jusqu’aux pêcheries [22] (Figure I.6b).
Certains halieutes ont défini un indice (PPR pour Primary Production Recruitment) d’impact de
la pêche, exprimé en production primaire nécessaire pour le soutien de l’effort de pêche [23]. Avec
l’augmentation de la population humaine, la demande en protéines animales explose. L’impact
de la pêche sur les écosystèmes augmente en conséquence, et la production primaire nécessaire
au soutien de l’effort de pêche aussi [23]. On pêche donc davantage dans l’ensemble de la châıne
trophique (car les prédateurs supérieurs disparaissent), et de plus en plus profond (car les stocks
halieutiques étaient encore préservés de nos moyens de pêche) [24]. Ces cascades trophiques en-
trainent une pression de plus en plus forte des consommateurs sur les échelons primaires.
Comprendre les facteurs influant la dynamique des communautés phytoplanctoniques semble
donc nécessaire afin de mieux anticiper l’impact du réchauffement climatique sur les services
écosystémiques.

I.3 Dynamique des communautés phytoplanctoniques

La dynamique d’une population phytoplanctonique, résulte du bilan entre facteurs de croissance
et de mortalité. Ces deux fonctions, dépendantes du temps et d’une multitude de facteurs,
abiotiques ou biotiques, fluctuent au cours du temps.

I.3.1 Facteurs de croissance

La croissance du phytoplancton est fortement influencée par les facteurs abiotiques. Dans les
océans, les nutriments interviennent dans la composition et le fonctionnement des cellules [25].
Leur concentration dans l’océan est un des facteurs majeurs limitant la croissance des mi-
croalgues. Cette limitation concerne majoritairement l’azote et le phosphore qui sont disponibles
principalement dans les eaux côtières alimentées par les zones continentales. Les éléments traces
comme le fer peuvent également limiter la production primaire, notamment dans certaines zones
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Figure I.6 Importance du phytoplancton dans les océans. (a) Le fonctionnement de la pompe
biologique d’après Buchan Buchan et al. [21] et (b) une illustration simplifiée de la châıne
trophique pélagique

dites HNLC (High Nutients Low Chlorophyll) comme les tourbillons subtropicaux [26]. L’océan
est un milieu dynamique qui fluctue sans cesse dans l’espace et dans le temps. Ces variations sont
principalement dues aux forçages physiques qui mettent en mouvement les fluides océaniques.
Le mélange vertical joue un rôle crucial dans la remontée de nutriments dans la zone eupho-
tique, et également sur l’utilisation de la lumière par le phytoplancton. Le phytoplancton a
besoin d’une quantité proportionnée de lumière pour sa croissance. En effet, en cas de faible
intensité, la photosynthèse ne permet pas de satisfaire la demande énergétique du métabolisme
cellulaire, tandis qu’exposé à de trop fortes intensités, l’appareil photosynthétique est dégradé
et les rendements quantiques sont réduits [27]. L’hydrodynamique, en forçant la trajectoire ver-
ticale de cellules entre des zones d’ombre ou éclairées, conditionne leur histoire lumineuse [28].
Ces variations d’intensité vont induire des phénomènes de photoacclimatation et d’adaptation
chromatique afin d’augmenter le rendement photosynthétique [29]. L’appareil photosynthétique
est ainsi perpétuellement ajusté par des mécanismes de réparation et d’optimisation [30] dont la
mise en place requiert des ressources nutritives importantes. La fréquence de variation du régime
lumineux et la capacité des cellules à y répondre constituent des éléments clefs de la croissance
du phytoplancton, car elles déterminent l’équilibre entre croissance et réparation [31, 32].
Ces dernières années, les recherches sur le rôle de la température sur les communautés micro-
biennes se sont intensifiées. Ce paramètre pourrait avoir un rôle majeur dans la dynamique du
phytoplancton de par son action sur son métabolisme. En dessous d’une température optimale
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de croissance, une augmentation de la température a un impact positif sur la croissance, tandis
qu’au-delà, elle est néfaste [33]. La grande variété de régimes thermiques dans les océans va
donc fortement influencer la physiologie et la distribution des organismes planctoniques [34].
Malgré le rôle crucial de la température dans la dynamique phytoplanctonique, son impact sur
les communautés microbiennes est loin d’être entièrement compris.

I.3.2 Facteurs de mortalité

Le broutage par le zooplancton constitue un facteur important de mortalité [27]. Les protistes
nanoflagellés et micro-ciliés se nourrissent de cyanobactéries et de picoplancton, tandis que les
espèces phytoplanctoniques plus grandes vont constituer la proie des protistes filtreurs [27]. Le
taux de perte par le broutage peut être considérable, au point d’entrâıner la disparition des po-
pulations de phytoplancton. Le taux de mortalité, engendré par le broutage, peut représenter de
40 à plus de 90 % du taux de croissance du phytoplancton selon les régions du monde [35]. Pour
lutter contre les effets du broutage, le phytoplancton a acquis au cours de l’évolution différentes
stratégies [36]. Certaines espèces ont développé des résistances physiques, à l’image des frustules
siliceuses des diatomées, dont la destruction mécanique nécessite des forces allant de 100 à 700
t.m−2 chez certaines espèces [37]. D’autres espèces de diatomées produisent des composés orga-
niques ou chimiques comme les aldéhydes qui altèrent la reproduction de leur prédateur [38–40].
Certaines espèces ayant développé une paroi externe mucilagineuse sont devenues indigestes [41],
alors que d’autres, comme les cyanobactéries, se soustraient à la prédation en formant des colo-
nies [42].
La mortalité naturelle reste évidemment un facteur de perte important. Les caspases, protéases
qui jouent un rôle essentiel dans la mort programmée chez les organismes supérieurs pluricellu-
laires, existent aussi chez de nombreux groupes du phytoplancton tels que les Haptophytes, les
Cyanobactéries ou encore les Chlorophytes [43]. L’utilité de ce phénomène irréversible est en-
core mal comprise. Certains auteurs l’ont interprété comme étant nécessaire à l’élimination des
individus déficients d’une population, et donc réduisant la compétition pour les ressources. Ce
processus pourrait également constituer une résistance contre les infections virales en éliminant
les cellules infectées. La partie I.4 développe en détail le rôle des virus dans la mortalité du
phytoplancton.

I.4 Les virus : agents de mortalité des communautés

phytoplanctoniques

Les virus sont des agents infectieux sans métabolisme propre, incapables de se répliquer seuls. Ils
ont besoin d’infecter un hôte biologique pour se multiplier et pérenniser leur matériel génétique.
Toute forme de vie capable de reproduire des gênes est susceptible d’être un vecteur de réplication
viral. Ainsi, les virus infectent tous les organismes vivants et représentent donc l’entité biologique
la plus abondante sur Terre [45, 46]. L’abondance et la diversité de microorganismes à cycle de
vie court dans les océans, favorise le développement des virus. Il n’est donc pas étonnant que
ces derniers représentent environ 90% de l’abondance totale des particules organiques, avec en
moyenne 107 virus.mL−1 [47]. Cette abondance varie selon les habitats, pouvant atteindre 1010

virus.mL−1 dans le sédiment [48]. En outre, les virus présentent une énorme diversité génétique
et phénotypique [45] : plusieurs centaines de génotypes viraux dans 200 litres d’eau de mer, et
un million dans un kilo de sédiment [49]. On retrouve cette immense diversité dans différents
biotopes [50–52], comme au sein d’un simple échantillon. La taille estimée des génomes va de 10
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Figure I.7 Bilan écologique de la balance entre croissance et mortalité dans les communautés
microbiennes (d’après [44]). En vert, les conditions favorisent la croissance au détriment de la
mortalité, les blooms peuvent avoir lieu. En bleu, les conditions limitent la croissance et/ou
favorisent la mortalité et elles se compensent.

à 850 kb pour les milieux marins, contre 12 à 661 kb en eau douce, avec une valeur moyenne de
50 kb [47, 53].
À cette grande diversité génétique est associée une grande diversité de taille et de morphologie
[54]. La majorité des virus marins sont de type phage (infectant notamment les procaryotes),
d’une taille comprise entre 30 et 60 nm, avec une morphologie particulière composée d’une cap-
side isométrique, incluant parfois la présence d’une queue [47]. Les virus de protistes eucaryotes
ont majoritairement une forme polyédrique, et une taille comprise entre 20 et 200 nm [55].
Enfin, bien que les virus soient généralement spécifiques à un hôte, certaines espèces sont plus
généralistes et peuvent infecter plusieurs hôtes [55, 56].
De par leur abondance, leur diversité et leur capacité à lyser leurs hôtes, les virus représentent un
facteur important de mortalité des communautés microbiennes et en particulier du phytoplanc-
ton [45, 46]. Les virus peuvent être à l’origine de l’extinction des blooms phytoplanctoniques
[55]. En effet, des conditions où les hôtes sont à la fois abondants et ont un taux de croissance
élevé favorisent la propagation du virus, dont la cinétique exponentielle entrâıne l’effondrement
de la population d’hôtes. Dans ces conditions, environ 10 à 50% des hôtes peuvent se trouver
infectés en fin de bloom (E. huxleyi [57, 58] et H. akashiwo [59]). Des études ont montré que
les virus peuvent entrainer de 7 à 100% de la mortalité totale chez P. globosa[60, 61] et chez E.
huxleyi [62]. Dans certains cas, cette cause de mortalité peut atteindre ou dépasser le broutage
par le zooplancton, généralement considéré comme la raison biotique majeure de mortalité chez
le phytoplancton. Une étude de terrain a montré que le taux de mortalité due au virus chez
P. globosa était de 0,35 j−1, c’est-à-dire du même ordre que celui induit par le broutage par le
zooplancton (0,4 j−1 [63]). La mortalité virale est également importante chez les espèces qui ne
sont pas à l’origine de blooms. Environ 2 à 25% de la biomasse de M. pusilla peut disparâıtre
en un jour, en raison de la présence de virus [64, 65] et < 1 à 8% chez Synechococcus [66, 67].
La mortalité virale peut donc être significative au sein des communautés phytoplanctoniques.
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Cependant, ce paramètre reste mal estimé à cause de la difficulté à distinguer la mortalité virale
des autres sources de mortalité.
Le phytoplancton étant le siège de flux de matière importants, les effets potentiels résultant
de sa dégradation lytique peuvent avoir de fortes conséquences sur le cycle du carbone. Les
virus contribuent à réorienter le flux de matière vers la boucle microbienne en induisant un flux
important de Matière Organique Dissoute (MOD) provenant de la lyse cellulaire : le ≪ Viral
Shunt ≫ [68](Figure I.8). La quantité de MOD issue de cette lyse pourrait varier de 0,1 à 8
µgC.L−1.j−1 [69, 70]. Cette matière organique peut donc être reminéralisée par les bactéries
[71], et augmenter leur production [50, 72]. Des études théoriques et expérimentales ont montré
que la lyse, étant une source de nutriments pour les communautés microbiennes, est un proces-
sus essentiel dans les cycles biogéochimiques [61, 71, 73]. En parallèle, la MOD issue de la lyse
pourrait favoriser certaines espèces de bactéries non dominantes, permettant la coexistence de
différentes communautés bactériennes [71] et leurs successions [74]. Ainsi la capacité du phy-
toplancton à séquestrer du carbone via la pompe biologique est fortement conditionnée par la
lyse virale. Celle-ci pourrait diminuer de 7 à 37% le transport de carbone issu des bactéries
hétérotrophes vers les échelons trophiques supérieurs [72].

Figure I.8 Schéma simplifié du rôle des virus dans le cycle du carbone via le ”Viral Shunt”
(d’après [68])

La dynamique d’infection des virus est variable car elle dépend de nombreux paramètres. D’une
part, les virus étant dépendants du métabolisme de leur hôte, les facteurs biotiques qui agissent
sur ce métabolisme jouent un rôle majeur dans le processus d’infection. D’autre part les pa-
ramètres abiotiques qui agissent simultanément sur le métabolisme de l’hôte et sur l’activité des
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virus jouent un rôle également significatif sur la dynamique de l’infection et donc sur la capacité
des virus à contrôler les communautés microbiennes [75].

I.5 Problématique, approche scientifique et objectifs

Les virus ont un très fort impact sur la dynamique du phytoplancton. Il est donc indispensable
de comprendre comment ce facteur va évoluer dans un contexte de changement climatique. Mal-
heureusement, le rôle que joue la température dans les interactions entre le phytoplancton et
les virus a été très peu étudié. Pour prédire, au sein des océans du futur, l’impact des virus sur
la croissance phytoplanctonique, il faut comprendre l’impact de la température dans la relation
phytoplancton-virus. Pour aborder cette question, nous avons choisi une approche intégrée cou-
plant étude expérimentale et modélisation mathématique. Le système phytoplancton - virus est
parfait pour ce type d’approche car il permet d’une part de réaliser des expériences contrôlées où
seule la température peut varier, et d’autre part d’obtenir rapidement des données exploitables
pour une modélisation mathématique.

Nous avons décomposé notre problématique en trois grands axes de recherche :

Premièrement, nous nous sommes intéressés à la réponse de l’hôte à la température. Nous avons
choisi d’étudier et de comprendre cette réponse au travers d’un grand nombre de représentants
du genre Micromonas, caractéristiques des picoeucaryotes, mais encore très mal connu. En
considérant différents clades du genre Micromonas issus de divers environnements, nous avons
pu étudier l’évolution du phytoplancton et de sa distribution, et répondre aux questions sui-
vantes :
Problématique 1.1 : Les clades du genre Micromonas répondent-t-elles différemment à la
température ?
Problématique 1.2 : La température est-elle un facteur important dans l’évolution de Micro-
monas et dans sa distribution à l’échelle globale ?

Deuxièmement, nous avons cherché à comprendre le rôle de la température sur les interactions
entre le phytoplancton et ses virus. Après avoir caractérisé la réponse thermique du genre Mi-
cromonas, nous avons suivi la dynamique d’infection de diverses espèces le composant, cultivées
à différentes températures, afin de répondre à la question suivante :
Problématique 2.1 : La température est-elle un facteur important du contrôle de la dyna-
mique hôte-virus ?

Troisièmement, nous avons utilisé une approche de modélisation mathématique afin de mieux
caractériser l’effet de la température sur les processus d’infection. Pour ce faire, nous avons
développé un nouveau modèle et nous l’avons calibré grâce à nos données expérimentales. Nous
avons alors pu aborder deux questions :
Problématique 3.1 : Quels sont les processus mis en jeux dans les interactions hôtes-virus, et
quel est le rôle de la température sur ces processus ?
Problématique 3.2 : Peut-on prédire le devenir d’une infection en fonction de la température
du milieu ?

La suite du manuscrit est organisée de la façon suivante : Le chapitre 2 offre un état de l’art
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bibliographique sur les concepts clefs de notre étude (système biologique étudié, impact de la
température sur ce système et modélisation des interactions hôte-virus). Le chapitre 3 décrit
les différents outils expérimentaux utilisés. Le chapitre 4, présenté sous forme d’article en
préparation, est consacré à la réponse de Micromonas à la température. Le chapitre 5, est un
article accepté décrivant l’impact de la température sur les interactions entre Micromonas et ses
virus. Le chapitre 6 est un article en préparation portant sur la modélisation de l’impact de la
température sur les interactions entre le phytoplancton et les virus. Enfin le chapitre 7 conclu
notre étude et propose quelques perspectives.
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dient latitudinal de température. PhD thesis, Université Pierre et Marie Curie.
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the microbial communtity. Harmful Algae 4 :875–893.

[75] Mojica K.D.A., Brussaard C.P.D., 2014. Factors affecting virus dynamics and microbial
host–virus interactions in marine environments. FEMS microbiology ecology 89(3) :495–515.



18



Chapitre II

Etat de l’art

Sommaire
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II.1 L’hôte : le phytoplancton

II.1.1 Les picoeukaryotes et le genre Micromonas

Diversité et importance des picoeucaryotes

Le picophytoplancton (0,2 à 2 µm) est composé à la fois de picocyanobactéries et de picoeuca-
ryotes. Les picoeucaryotes photosynthétiques rassemblent de nombreuses espèces qui présentent
des différences en termes de composition pigmentaire, de capacité photosynthétique, de struc-
ture, etc. [1]. Trois divisions de picoeucaryotes sont considérées comme prédominantes dans les
écosystèmes marins : les Hétérokontes, les Haptophytes et les Chlorophytes. L’abondance et
la diversité des Chlorophytes ont été peu étudiées en comparaison des deux autres divisions,
notamment à cause de leur petite taille et de leurs morphologies très similaires [2]. D’un point
de vue évolutif, les Chlorophytes sont à la base de la lignée verte, d’où ont émergé les plantes
vertes qui dominent les écosystèmes terrestres [3]. Les Prasinophytes (du grec prasinos, signifiant
vert), constituent une ancienne classe d’organismes à l’origine de l’évolution des Chlorophytes
[4] où l’on retrouve les plus petits organismes eucaryotes connus dans les océans [1]. Ce groupe
paraphylétique se caractérise par une composition pigmentaire particulière [5] et des formes cel-
lulaires variées [6]. Aujourd’hui, ces organismes, différenciés grâce à une phylogénie basée sur
l’ARN ribosomal 18s [7], sont classés en différentes lignées (clades 1 à 9) qui correspondent à
des niveaux taxonomiques connus comme la classe des Mamiellophyceae, ou des souches non
décrites comme le clade VII [2].
Les Prasinophytes contribuent à une part significative de la production primaire océanique, no-
tamment en milieu côtier [8]. La classe des Mamiellophyceae [9] correspondant au clade II [7]
est ubiquiste et particulièrement abondante. Ces microorganismes picophytoplanctoniques, sont
répartis en trois genres, importants dans les écosystèmes marins : Bathycoccus, Ostreococcus et
Micromonas (Figure II.1). Ces trois genres, typiques des eaux côtières où ils forment des blooms
occasionnels [10–12], ont également été observés en milieu océanique [13–15], incluant les zones
polaires pour le genre Micromonas [16, 17].
Le succès écologique de ces trois genres est dû à des taux de croissance relativement élevés [8]
leur permettant de dominer les communautés picophytoplanctoniques dans certaines régions. La
composition de ces communautés est en partie déterminée par leur provenance géographique et
les caractéristiques environnementales [18]. Elles ont donc la possibilité de répondre différemment
aux facteurs abiotiques [13]. Une étude récente a démontré que Bathycoccus et Ostreoccocus se
diversifient en écotypes distribués selon des gradients nutritifs [19]. Dans les régions polaires,
l’abondance des Mamiellophyceae a augmenté tandis que celle des groupes phytoplanctoniques
de plus grosse taille a diminué, notamment en réponse à l’augmentation de la stratification des
océans et des changements climatiques [20]. Monier et ses collaborateurs ont également montré
que des petites variations en nutriments et en régimes lumineux pouvaient entrâıner des chan-
gements drastiques dans les communautés picoeucaryotes [21]. Pour comprendre la réponse des
écosystèmes marins aux changements globaux, compte tenu de la part importante qu’occupent
les communautés de Mamiellophyceae, il est nécessaire de conduire une étude intégrée de leur
croissance, biogéographie et diversité.

Le genre Micromonas

Les espèces appartenant au groupe des Mamiellophyceae sont pour la plupart facilement culti-
vables, et le génome de nombreuses souches a ainsi pu être séquencé [23, 24]. Le premier picoeu-
caryote décrit, Chromulina pusilla [25], a été initialement classé parmi les Chrysophyceae grâce
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Figure II.1 Relations phylogénétiques entre les eucaryotes photosynthétiques au sein des
Archaeplastida (Tiré de [22]). Le dendrogramme a été réalisé à l’aide d’un modèle cpREV +
G en utilisant la méthode du maximum de vraisemblance. Les pourcentages représentent les
lignées supportées à plus de 50% par une technique de bootstrap.

à la microscopie [26]. Par la suite, cette espèce a été renommée Micromonas pusilla, et reclassée
avec les algues vertes (Chlorophyceae) [27], plus particulièrement au sein des Prasinophyceae,
en raison de la similitude de ses complexes photosynthétiques avec ceux des genres Mantoniella
et Mamiella [28, 29]. Des analyses phylogénétiques ont également confirmé l’appartenance de
Micromonas aux Mamiellophyceae [7, 9].
Micromonas a une longueur comprise entre 1 et 3 µm, pour un diamètre allant de 0,7 à 1 µm.
Morphologiquement, elle possède seulement un seul exemplaire de ses organelles (noyau, mito-
chondrie, appareil de Golgi et chloroplaste), et n’est pas recouverte d’écailles contrairement au
genre Bathycoccus, mais possède un flagelle de 1 µm de longueur attaché latéralement [27] (Figure
II.2). Cette dernière caractéristique lui confère une nage particulière, facilement reconnaissable
en microscopie. Le cortège pigmentaire de Micromonas est caractéristique des Mamiellophyceae,
avec en plus la présence d’un pigment particulier (Chl cCS-170) chez certaines souches [5]. Son
cycle de vie est très peu connu, bien qu’une phase palmellöıde ait été décrite dans le passé [25].
La comparaison du génome de Micromonas avec celui de Chlamydomonas a révélé la possible
présence de gènes spécifiques impliqués dans les processus de différenciation sexuelle [23].
Micromonas, très abondant dans les milieux côtiers tempérés [11], est également présent dans
tous les océans, des tropiques jusqu’aux pôles [13, 16, 19, 30] (Figure II.3). Outre son rôle
de producteur primaire, ce genre serait capable de phagocyter des bactéries et pourrait avoir
un rôle dans le contrôle des communautés procaryotes [31]. Micromonas est subdivisé en clades
génétiques, suspectés d’être des espèces cryptiques avec des spécificités morphologiques différentes
[7, 23, 32]. Récemment, la phylogénie de ce genre a été revisitée, et trois nouvelles espèces ont
été décrites en plus de M. pusilla : M. commoda, M. bravo et M. polaris [22, 26] partageant
seulement 90% de leur génome [9]. D’autres études ont suggéré la possibilité que Micromonas
occupe des niches écologiques différentes, et que ses différentes espèces/clades possèdent des
caractéristiques intrinsèques répondant aux paramètres abiotiques spécifiques à chaque niche
[13, 33]. Malgré le rôle reconnu de ces différentes espèces dans les écosystèmes, très peu d’études
exhaustives se sont intéressées à leur physiologie et à leur biogéographie.
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1 μm

a b

Figure II.2 Photographies obtenues par microscopie électronique à transmission du genre
Micromonas avec f représentant le flagelle (tiré de a.[1]) et b. site de la Station Biologique de
Roscoff)

Figure II.3 Sites d’isolement des différentes souches de Micromonas (lignes pleines) et
d’Ostreococcus (lignes pointillées), cartographiés selon la température moyenne de surface
des océans pour l’année 2006 (tiré de [23]).

II.1.2 Impact de la température sur le phytoplancton

La réponse des différentes espèces de phytoplancton à la température suit le plus souvent une
courbe en cloche asymétrique [34, 35]. Le taux de croissance résulte de l’équilibre entre activités
anaboliques et cataboliques, fortement contraintes par la température du milieu [36]. D’une
part, la phase claire de la photosynthèse va produire des molécules d’ATP (Adénosine TriPhos-
phate) et NADPH (Nicotinamide Adénine Dinucléotide Phosphate Hydrogen) via la conversion
d’énergie lumineuse en énergie chimique. Ces réactions étant majoritairement non enzymatiques,
cette phase est peu sensible à la température. D’autre part, cette énergie va être utilisée durant
le cycle de Calvin-Benson pour produire du carbone organique (appelé ≪ photosynthétats ≫)
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nécessaire à la synthèse de la biomasse et à la division cellulaire [37]. Cette phase étant beau-
coup plus sensible à la température que la première.
En fonction de la température, les cellules vont déployer différentes stratégies afin d’optimiser
leurs chances de se diviser. Leur croissance est maximale à la Température optimale de croissance
(Topt) [36]. L’utilisation des photosynthétats est principalement dédiée à la division et le temps
entre chaque division est réduit. Quand la température s’éloigne de Topt, les cellules modifient
leur métabolisme en réorientant l’utilisation des photosynthétats produits [37]. Les cellules vont
investir de l’énergie dans la machinerie photosynthétique afin d’augmenter la production de pho-
tosynthétats si la demande est trop élevée, ou bien optimiser l’utilisation de ces molécules pour
les métabolismes primaires (production de biomasse) ou secondaires (maintenance et réparation
cellulaire). Cette adaptation à des températures différentes de Topt s’accompagne néanmoins
d’une diminution du taux de croissance qui résulte d’un déséquilibre entre ces deux processus,
conduisant à une baisse de la ≪ fitness ≫ des cellules.
En dessous de Topt, le taux de croissance augmente avec la température suivant une loi d’Ar-
rhenius. Dans cette gamme, une augmentation de la température stimule la croissance et la
division cellulaire, notamment grâce à une hausse de l’activité enzymatique impliquée dans le
cycle de Calvin-Benson [38]. Aux basses températures, la diminution de l’activité de la Rubisco
impliquée dans la phase sombre de la photosynthèse et la diminution de son affinité pour le
C02 entrâıne une accumulation de photosynthétats [36, 39]. De même, l’accumulation de ra-
dicaux libres, délétères pour les cellules, mobilise des mécanismes visant à réduire leurs effets
négatifs : réduction de la concentration de chlorophylle et production de pigments photoprotec-
tants [40, 41]. Aux faibles températures, les cellules peuvent également augmenter leur concentra-
tion en carboxylases et en ribosomes afin de compenser la baisse du taux d’activité des enzymes
[42, 43]. Ainsi, elles orientent leur métabolisme davantage vers la production d’énergie, la main-
tenance et la réparation que vers la croissance. Les membranes cellulaires, plus rigides à faible
température, peuvent perdre une partie de leurs fonctionnalités [39, 44]. La prise de nutriments
et l’efficacité de la photosynthèse s’en trouvent réduites, de même que le taux de croissance. Les
organismes psychrophiles, qui ont un Topt inférieur à 15◦, ont réussi au cours de l’évolution à
adapter leur physiologie pour résister aux température froides [45]. Certaines espèces produisent
des protéines ≪ anti-gel ≫ qui les prémunissent contre la formation de cristaux de glace [46].
D’autres molécules ≪ anti-froid ≫ sont également synthétisées chez certains organismes psychro-
philes, telles certains exopolysaccharides qui réduisent la déshydratation liée au froid [47]. Les
protéines des organismes psychrophiles seraient également plus ≪ souples ≫, et conservent ainsi
l’intégrité de leur structure tertiaire aux basses températures, et leur fonctionnalité [39].
Pour des températures supérieures à Topt, la croissance chute rapidement sur un intervalle de
température très réduit. Cette chute est en partie due à un effet délétère des hautes températures
sur la structure des protéines [48, 49]. À ces températures, les besoins élevés en photosynthétats
induisent une production d’énergie accrue. Cependant, la thermolabilité du photosystème II et
l’augmentation de la fluidité membranaire altèrent la photosynthèse et la production d’énergie
[50, 51]. La dénaturation des protéines et les besoins non pourvus en photosynthétats affectent
l’intégrité du système cellulaire dans son ensemble, ce qui se traduit par une baisse du taux
de croissance et une mortalité accrue [36]. Les organismes thermophiles ont des températures
optimales de croissance supérieures à 50◦. Ces organismes, majoritairement des procaryotes et
des archées, sont adaptés aux milieux extrêmes, comme les sources hydrothermales et les bas-
sins volcaniques [52]. Malheureusement, les mécanismes impliqués dans l’adaptation des espèces
thermophiles sont encore mal élucidés.
Il existe une énorme variété d’adaptations à la température chez les espèces du phytoplanc-
ton, allant des psychrophiles jusqu’aux mésophiles adaptés aux températures chaudes. Celle-ci,
en permettant la différenciation des espèces selon les gradients latitudinaux et verticaux de
température, conditionne leur distribution et leur diversité. L’effet de la température sur la
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biogéographie des espèces a été largement étudié pour les organismes terrestres et marins [53–
55], ainsi que les relations entre diversité, latitude et température [56–58]. La diversité dans
les régions tropicales est globalement beaucoup plus importante que dans les régions polaires
[59]. Ce gradient latitudinal de diversité serait principalement dicté par la température, qui
joue un rôle clef dans les processus biologiques [60–62]. L’étude de la biogéographie et du rôle
de la température dans le monde des microorganismes est plus récente [63–65]. Ces dernières
années, de nombreuses études ont examiné le rôle de la température sur l’écologie du phyto-
plancton [43, 66, 67] et sa diversité [68]. En 2012, Thomas et ses collaborateurs ont publié une
étude de référence suggérant des patrons de biodiversité variables selon la température [69].
Leur modèle prédit une diversité maximale dans les régions tempérées, qui diminue dans les
zones polaires et tropicales. Les études portant sur les effets de la température sur l’écologie du
picophytoplancton ont principalement concerné les cyanobactéries [41]. Les études de [13, 70]
sur les picoeucaryotes suggèrent cependant que la température pourrait également jouer un rôle
primordial sur l’écologie et la biogéographie de ces communautés.

II.1.3 Modélisation de la réponse à la température du phyto-

plancton

Derrière le terme de modélisation se cachent de nombreux concepts et approches utilisant des
outils théoriques, de nature mathématique, applicables à tous les domaines des sciences. La
modélisation consiste d’abord à simplifier la représentation d’un objet (un système biologique,
un processus, etc. ) afin d’en conserver les caractéristiques essentielles et de négliger celles qui ne
permettent pas a priori d’améliorer significativement sa représentation. Dans un deuxième temps,
elle permet d’approfondir la compréhension de ses propriétés, de prédire et, éventuellement d’op-
timiser.
La réponse du phytoplancton à la température a longtemps été modélisée par de simples fonctions
croissantes, telle la loi d’Arrhenius [34]. Cependant, que ce soit dans les écosystèmes naturels
(océans, lacs, rivières) ou artificiels (bassins de production, étangs, salines. . . ), le phytoplancton
peut être soumis à des niveaux de température élevés susceptibles de réduire significativement
son taux de croissance au point de devenir létal [36]. Aussi, la réponse d’une espèce de phyto-
plancton à la température ne peut-elle être modélisée par une simple fonction, monotone sur la
totalité de sa niche thermique. Durant notre étude, nous avons donc choisi d’utiliser le modèle de
Bernard et Remond (2012) [35], qui est basé sur le Modèle à Températures Cardinales avec In-
flexion (CTMI), proposé initialement par Rosso et ses collaborateurs (1993) [71]. Ce modèle a été
validé pour de nombreuses espèces de phytoplancton, et est donc à priori pertinent pour Micro-
monas. Dans ce modèle, la réponse de la croissance (µmax) à la température (T ) est asymétrique
par rapport à une valeur optimale de croissance : pour des valeurs inférieures, la croissance
augmente quasi linéairement avec la température, alors que pour des valeurs supérieures, elle
décrôıt brutalement jusqu’à devenir nulle (figure II.4). L’avantage de ce modèle réside dans le
fait que ses quatre paramètres peuvent être mesurés expérimentalement : Tmin et Tmax sont les
températures minimale et maximale qui délimitent la niche thermique, c’est-à-dire la gamme de
température où la croissance est possible, Topt est la température pour laquelle la croissance µopt

atteint son taux maximum. Le taux de croissance (µmax) est décrit par les équations suivantes :

µmax =











0 pour T < Tmin

µopt.φ(T ) pour Tmin < T < Tmax

0 pour T > Tmax
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avec

φ(T ) =
(T − Tmax)(T − Tmin)

2

(Topt − Tmin)[(Topt − Tmin)(T − Topt)− (Topt − Tmax)(Topt + Tmin − 2T )]
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Figure II.4 Croissance d’une souche deMicromonas (RCC 497) en fonction de la température.
Les points roses représentent les données expérimentales et la courbe rose représente le modèle
CTMI calibré sur ces données

II.2 Les virus et leurs interactions avec le phyto-

plancton

II.2.1 Cycle d’infection des virus

Au-delà des diversités génétiques et morphologiques, les virus ont adopté différents cycles de vie
[72]. On distingue quatre cycles de production virale dans les milieux aquatiques (Figure II.5).
Les modes lytique et lysogénique sont les modes de réplication les plus répandus et étudiés. Le
cycle lytique commence par la rencontre entre le virus et son hôte. Après adsorption du matériel
génétique viral, le métabolisme de l’hôte est utilisé pour répliquer et assembler les nouveaux
virus (les virions). La libération de ces virions entrâıne la lyse de la cellule hôte, et donc sa
mort. Le nombre de virions produits par cellule infectée est appelé ≪ burst size ≫. Libérés dans
le milieu aquatique, les virions peuvent infecter de nouvelles cellules hôtes, assurant ainsi la
persistance de leur matériel génétique.
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Le cycle lysogénique peut être considéré comme un cycle lytique dont le temps d’incubation en-
trâıne ou non la lyse virale. Après infection de l’hôte, le matériel génétique du virus est intégré
à celui de l’hôte (le prophage) et reste dans un état de ≪ dormance ≫ durant un temps t. Le
prophage peut ensuite être activé par un facteur externe, entrâınant le cycle lytique et la lyse
de la cellule hôte.
Les deux autres cycles connus dans les milieux aquatiques sont les cycles pseudolysogénique et
chronique. Le premier s’apparente à un cycle lysogénique sans intégration du génome viral à
celui de l’hôte, avec seulement une phase de ≪ dormance ≫ intracellulaire du génome viral [73].
Le second ressemble à un cycle lytique sans lyse cellulaire. Les virions sont libérés par bourgeon-
nement ou par l’extrusion de filaments qui conservent l’intégrité de la cellule hôte [74, 75].
Ces différents cycles offrent des stratégies écologiques distinctes au sein d’un milieu aquatique
fortement soumis aux fluctuations saisonnières. Par exemple le cycle lysogénique est majoritai-
rement présent dans les environnements où le cycle lytique ne peut être efficace à cause d’un
métabolisme de l’hôte trop faible [72].

Figure II.5 Les quatre cycles de réplication virale présents dans les milieux aquatiques (d’après
[72])

II.2.2 Les virus infectant Micromonas

Les virus infectant les cyanobactéries sont des cyanophages [76] (Figure II.6a). Ils sont composés
d’une tête isométrique et d’une queue et leur matériel génétique est de l’ADN double brin. On
les retrouve au sein de trois grandes familles de phage : les Myoviridae (queue contractile de
longueur moyenne), les Siphoviridae (queue non contractile, flexible et longue) et les Podoviri-
dae (queue très courte) [77]. Les cyanophages se propagent par cycle soit lytique (Myoviridae
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et Podoviridae) soit lysogénique (Siphoviridae). [78].
Les virus infectant les microalgues se propagent par cycle lytique. Le cycle lysogénique n’a pas
encore été découvert chez les virus de protistes eucaryotes. Ces virus sont majoritairement des
Phycodnaviridae (Figure II.6) à large génome d’ADN double brin [79]. Cependant la diversité
de ces virus est très importante et non restreinte à la seule famille des Phycodnaviridae. Des
virus à ARN ont notamment été isolés pour les genres Heterosigma : les Marnaviridae [80] et
pour le genre Micromonas dans la famille des Reoviridae [81, 82]. La diversité des virus du
phytoplancton, très importante, reste cependant encore majoritairement méconnue. Les virus

a b

Figure II.6 Exemples de virus infectant le phytoplancton vus par microscopie électronique à
transmission. (a) Cyanophages infectant Prochlorococcus (d’après [83]) et (b) Phycodnaviridae
infectant chlorella (provenant de l’International Committee on Taxonomy of Virus)

infectant le genre Micromonas ont été décrits pour la première fois par Piennar en 1976 [84]. Ils
ont été observés dans les mêmes environnements que ceux de leurs hôtes, des régions tempérées
aux environnements plus froids [85, 86]. Ces virus appartiennent en majorité au genre Prasino-
virus au sein des Phycodnaviridae, même si des virus à ARN ont également été décrits [87]. Les
Prasinovirus ont la forme d’un icosaèdre de 100 à 125 nm de diamètre, sans queue, possèdent
un double brin d’ADN d’environ 200 kb [85, 86].
La dynamique d’infection des Prasinovirus est très variable d’une espèce à l’autre, et même
parmi les souches de Micromonas, suggérant que ces virus peuvent contrôler efficacement les
populations de picoeucaryotes dans les milieux naturels [88]. Récemment, Baudoux et ses colla-
borateurs ont démontré que les espèces de Micromonas sont infectées par des virus spécifiques,
qui peuvent infecter une ou plusieurs espèces, dont la diversité génétique est fortement corrélée à
celle de leur hôte [89] (Figure II.7a). Outre ces spécificités génétiques, ces auteurs ont également
montré que, sur la période 2002-2011, l’abondance des Prasinovirus en Manche suivait les mêmes
fluctuations saisonnières que celles de leurs hôtes respectifs [89]. Enfin, les stratégies d’infection
diffèrent également selon les associations hôte-virus considérées, entre une stratégie de type r
(forte production virale et temps de latence réduit) et une stratégie K (faible production virale
et temps de latence long - Figure II.7b) [89, 90]. La variabilité de ces associations a été beau-
coup étudiée en mettant en regard le type d’infection, la diversité spécifique, etc. En revanche,
l’impact des facteurs abiotiques, notamment celui de la température, n’a paradoxalement pas
encore été examiné.
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a

b

Figure II.7 Relation entre Micromonas et ses Prasinovirus. a) Phylogénie basée sur l’ARNr
18s (Micromonas) et l’ADN polymérase B (Prasinovirus). b) Variabilité des cycles d’infections
selon la période de latence et la burst size (tiré de [89])

II.2.3 Facteurs régulant la dynamique hôte-virus

L’état métabolique de l’hôte influence fortement le cycle d’infection, notamment en réduisant
le nombre de virions produits par cellule lysée [91, 92] ou en diminuant le temps de latence de
l’infection [93]. Ainsi ces paramètres peuvent être directement corrélés au taux de croissance
de l’hôte qui dépend des conditions environnementales (section I.3). En conséquence, outre les
paramètres de production virale, le taux de rencontre et d’adsorption des virus sont également
altérés par les propriétés métaboliques de l’hôte. Les cellules de phytoplancton et les virus
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étant transportés essentiellement sous l’action de la turbulence, leur rencontre est un processus
aléatoire dont la probabilité dépend de leur densité respective. D’autres facteurs comme la forme
et la taille des virus et de leur hôte peuvent augmenter ou diminuer la probabilité de rencontre
[94, 95]. Des études ont également montré que la capacité de certains hôtes à changer leur mode
de vie leur conférait un moyen important de se soustraire à l’infection virale. Par exemple, P.
globosa qui peut se regrouper au sein des colonies parvient à échapper à l’invasion virale par
rapport à sa forme libre [96, 97].
Outre la possibilité qu’ils ont de diminuer le taux de rencontre avec les virus, les hôtes peuvent
devenir résistants à l’infection grâce à des modifications phénotypiques et/ou génétiques leur
permettant de la tolérer ou de la prévenir [69, 98]. La résistance des hôtes a été observée en
laboratoire [99] et en milieu naturel [100].
En changeant la topologie de leur membrane, les hôtes peuvent modifier la structure des récepteurs
viraux, altérer leur accès ou encore diminuer leur nombre [101–103]. Ainsi, la forme haplöıde
de E. huxleyi ne possède pas de coque calcifiée, ce qui permet à cette espèce d’échapper à
l’infection [104] car pendant cette partie de son cycle de vie elle ne possède pas les récepteurs
viraux présents sur la coque calcifiée de la forme diplöıde. Il a également été rapporté que,
même si le virus a pu se fixer, certains hôtes sont capables de bloquer l’injection de son matériel
génétique dans leur cytoplasme ou de bloquer la réplication de son ADN [105–108]. Certaines
réactions de l’hôte peuvent également induire des changements du cycle d’infection comme par
exemple le genre Ostreococcus, qui peut passer d’un cycle lytique à un cycle chronique [75]. Des
défenses chimiques peuvent également être déclenchées par l’hôte. Chez E. huxleyi, des molécules
de dimethylsulfoniopropionate (DMSP) sont dégradées en acide acrylique et en dimethylsulfide
(DMS) qui ont un impact négatif sur les virus [109]. Enfin, des études suggèrent que H. akashiwo
parvient à éviter les virus dans la zone euphotique en augmentant sa vitesse de sédimentation
[110]. Ces stratégies et mécanismes de résistance des hôtes ont un coût non négligeable sur la
fitness de leurs populations, qui peuvent devenir moins compétitives [111]. Afin de se maintenir
dans le milieu, les hôtes doivent donc trouver un équilibre entre résistance à l’infection virale
et compétitivité par rapport aux autres espèces de phytoplancton car la ressource est souvent
limitante [112]. Les facteurs abiotiques jouent un rôle extrêmement important dans le contrôle
des infections virales [113] (Figure II.8). La salinité peut affecter le succès des infections virales,
notamment en altérant la structure des virus. Des chocs osmotiques rapides peuvent entrâıner
l’inactivation des virions qui sont peu perméables à l’eau et aux ions [114]. La structure des
virions, notamment la présence ou non d’enveloppe lipidique, conditionne leur sensibilité à la
salinité [115]. L’adsorption des virus peut également être altérée par des stress de salinité, cer-
tainement dus à des modifications du métabolisme des hôtes [115, 116]. Le passage d’un cycle
lytique à un cycle lysogénique a été observé chez le phage φHSIC pour des faibles salinités mais
encore une fois, cela peut résulter de la réduction de son métabolisme [117].
Le métabolisme des organismes photosynthétiques étant fortement dépendant de la lumière,
leur infection est souvent synchronisée avec leur cycle cellulaire [95], et donc avec le cycle diurne
[76, 118]. Les UV altèrent les protéines des virions et dégradent leur structure, réduisant ainsi
leur pourvoir infectieux [119]. Ainsi, les UV, et notamment les UV-B, seraient responsables d’une
mortalité virale de 0,2 h−1 à 0,8 h−1 et de l’inactivation des virions [113].
Les nutriments, de par leur rôle majeur dans le métabolisme des hôtes, sont également un fac-
teur important qui conditionne les infections virales. Le temps de latence d’une infection serait
inversement relié au taux de croissance des hôtes, qui dépend des nutriments dans le milieu
[93]. De même, des productions virales plus importantes ont été observées pendant la phase de
croissance exponentielle de cultures de phytoplancton, par rapport à la phase plateau [120, 121].
Outre les cinétiques d’infection, les conditions nutritives peuvent orienter le type d’infection. En
effet, la lysogénie est un mode d’infection qui est plus fréquemment rencontré dans les milieux
oligotrophes que dans les milieux eutrophes [122, 123].
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Figure II.8 Schéma résumant les facteurs altérant l’infection virale (d’après [113]). (a) Fac-
teurs environnementaux influençant les particules virales et (b) Facteurs régulant le stock de
virions et la dynamique des hôtes.

II.2.4 L’impact de la température sur les interactions entre les
virus et le phytoplancton

Les effets de la température sur les virus et ses interactions avec le phytoplancton ont été peu
étudiés, relativement à celui d’autres facteurs abiotiques [113]. La recherche dans ce domaine a
principalement porté sur la perte d’infectiosité et la dégradation des virus. Ces études se sont
davantage intéressées aux bactéries qu’aux virus à eucaryotes. Leurs différences morphologiques
importantes ne permettent pas d’extrapoler ces études à l’effet de la température sur les systèmes
eucaryotes. Cependant, quelques études spécifiques à ces systèmes ont été réalisées. Nagasaki
et Yamaguchi ont démontré à la fin des années 1990 une perte d’infectiosité des virus infectant
Heterosigma akashiwo, liée à une augmentation de la température de 5 à 25◦C [124]. Ils suggèrent
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également que la température optimale d’infection pour ce virus est comprise entre 20 et 25◦C.
Plus récemment, Tomaru et ses collaborateurs ont montré chez l’espèce Chaetoceros tenuissimus
une accélération de l’infection pour la même gamme de température [125]. La température
semble donc jouer un rôle important dans les processus d’infections. Cependant, ces deux études,
focalisées sur la stabilité des virus, ne se sont pas réellement intéressées à l’interaction hote-
virus. En 2014, Kendrick et ses collaborateurs ont montré qu’une augmentation de 3◦C peut
entrâıner une résistance d’Emiliania huxleyi infectées en cultures [126]. Leur étude ne porte
malheureusement que sur une petite gamme de variation de température, alors que les processus
qui régissent la croissance des hôtes, diffèrent entre températures froides et chaudes. Enfin,
Mojica et ses collaborateurs ont montré, grâce à une étude de terrain, que la mortalité induite
par les virus est plus importante aux basses qu’aux hautes latitudes [127]. Aux basses latitudes,
la lyse virale est en effet le facteur déterminant de la mortalité, tandis qu’aux hautes latitudes,
c’est le broutage. Cette différence est associée à un fort gradient thermique suggérant que la
température a un rôle clef dans le contrôle des dynamiques hôtes-virus et sur les processus de
mortalité associés aux virus. La prédominance de la lysogénie dans les écosystèmes froids en
comparaison aux écosystèmes chauds suggère également un rôle possible de la température sur
les stratégies d’infection virale [122, 128]. Au regard de la diversité de réponse à la température
du phytoplancton, l’amélioration de notre connaissance sur l’impact de la température sur ses
interactions avec les virus est nécessaire.

II.3 Modélisation des interactions entre le phytoplanc-

ton et les virus

II.3.1 Notions sur les modèles à compartiments

Les modèles utilisés en épidémiologie sont le plus souvent structurés en variables décrivant les
différents stades d’un individu ou d’une population, suivant l’évolution de la maladie étudiée
[129]. À titre d’exemple, le modèle SIR est un grand classique souvent enseigné en guise d’in-
troduction à la modélisation épidémiologique [130]. Ce modèle déterministe à base d’Équations
Différentielles Ordinaires (EDO) décrit l’évolution temporelle de l’infection d’une population
d’hôtes stables (croissance nulle, pas de migration). Il comprend trois variables (figure II.9) : les
individus sains (S) susceptibles d’être infectés par contact direct avec les individus infectieux
(I), et les individus résistants à la maladie (R) qui ne sont plus infectieux, dont la dynamique
est décrite par le système EDO suivant :
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Où β représente le taux d’infection des individus S par contact avec les individus I, et δ le taux
de passage de l’état infectieux (I) à non infectieux (R). Ce flux peut être le fait de différents
processus : mise en quarantaine, vaccination, résistance, etc. Ce modèle extrêmement simple
peut être complexifié afin de prendre en compte les spécificités de la maladie ou de la population
d’hôtes. Par exemple, une classe d’individus en dormance peut être ajoutée, un vecteur tel les
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moustiques dans le cadre de la Malaria, une complexification de la dynamique en incorporant
d’autres processus (mortalité, croissance, etc.).
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Figure II.9 Présentation du modèle SIR. a) Représentation schématique du modèle et b) un
exemple de cinétique des trois compartiments

Alors que la modélisation est d’un usage courant en épidémiologie humaine, son application à
l’étude des microorganismes et virus océaniques est encore peu développée. La différence majeure
entre les modèles épidémiologiques classiques et ceux développés en microbiologie réside dans le
système biologique étudié. En effet, dans le premier cas les hôtes sont pluricellulaires et dans le
second ils sont unicellulaires. Les modes de transmission sont donc complètement différents. Les
modèles s’intéressant aux virus en milieu aquatique se concentrent en majorité sur les interac-
tions entre phages et bactéries, et non sur le phytoplancton [131]. Ces études s’intéressent aux
interactions hôte-virus à plusieurs échelles : une population d’hôtes en interaction avec un virus,
les virus dans les communautés microbiennes et le rôle des virus sur les cycles biogéochimiques
[131] (Figure II.10).
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Figure II.10 Cadre d’étude actuel en modélisation mathématique pour les interactions mi-
croorganismes - virus dans les milieux aquatiques. Ici B1 à Bn représentent les bactéries hôtes,
V1 à Vn leur virus associé et HNF (Heterotrophic nanoflagelate) les brouteurs zooplancto-
niques (tiré de [131]).

II.3.2 Modèles de population et de communauté

L’un des premiers modèle décrivant une population d’hôtes infectés par des virus est celui pro-
posé par Levin et ses collaborateurs en 1977 [111]. Ce modèle représente un substrat sur lequel se
nourrissent deux sous-populations de bactéries, l’une infectée et l’autre non-infectée par une po-
pulation de phages. La prédation par le zooplancton est également prise en compte. Cette étude
prédit qu’un enrichissement de la ressource peut déstabiliser la coexistence entre les populations
de bactéries et de phages. À partir de cette étude, les modèles d’interactions microorganismes -
virus ont cherché à comprendre les importances respectives de la disponibilité de la ressource sur
la stabilité du système, de la résistance à l’infection, et des prédateurs. Bohannan et ses collabo-
ratereurs, en simplifiant le modèle de Levin, ont étudié les conséquences d’un enrichissement en
nutriments simulé en chémostat [132], et démontrent l’importance du rôle de la résistance des
bactéries dans la dynamique du système. Au début des années 2000, Middelboe et ses collabora-
teurs ont développé des modèles qui font référence dans le domaine [121, 133](Figure II.11). Ces
derniers reposent sur les mêmes hypothèses que celles des modèles de Levin et Bohannan, mais
prennent en compte en plus, deux paramètres importants de l’infection : le temps de latence et
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le burst size :
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Ce système décrit l’infection d’une population de bactéries dans un chémostat où les différentes
composantes du système sont soumis à un taux de dilution D. La population de bactéries suscep-
tibles d’être infectées (S) utilise un substrat (N) pour crôıtre selon une fonction de saturation
avec µS

max le taux de croissance maximal, γ un facteur de rendement et KN une constante de
demi-saturation. Cette population va être infectée par des virions à un taux ki. La population
infectée va être lysée à un taux 1/λ et produire des nouveaux virions via un taux β/λ.
Ces paramètres ont été mesurés par des expériences en chémostat et le modèle a été validé
qualitativement, sans qu’une validation quantitative ait été présentée. Ces modèles ont permis
d’extrapoler les observations et conclusions issues de l’étude de systèmes maintenus artificiel-
lement en cultures aux systèmes naturels océaniques. D’autres modèles similaires ont montré
que la disponibilité en nutriments conditionne fortement la dynamique de reproduction des virus
[134–137]. Ces modèles ne prennent pas directement en compte la compétition pour la ressource,
mais le fait que la densité des hôtes infectés influence négativement la croissance des hôtes non
infectés. En 2008, Weitz et Dushoff ont modélisé l’impact direct du taux de croissance des hôtes
sur la reproduction des virus en considérant que le taux de production virale diminue quand la
population d’hôtes tend vers sa capacité d’accueil, c’est-à-dire quand son taux de croissance tend
à s’annuler [138]. La particularité de ces modèles par rapport aux modèles épidémiologiques clas-
siques réside dans la représentation du mode de transmission. En effet, alors que la transmission
des maladies chez l’homme se propage par la population d’infectés ou par un vecteur (comme
le moustique pour la Malaria), les modèles de systèmes microbiens reproduisent souvent la dy-
namique des populations infectées en introduisant une nouvelle variable d’état représentant une
classe de virus libres [139–141]. Enfin, outre le cycle de reproduction lytique, certains modèles
ont également pris en compte le rôle de la lysogénie sur la dynamique en relation avec la disponi-
bilité en nutriments. Le modèle de [142] montre que la lysogénie modifie la stabilité du système,
et que la fluctuation de la ressource pourrait être un facteur clef dans la dominance ou non de la
lysogénie par rapport au cycle lytique. A notre connaissance, aucun modèle ne prend en compte
le rôle d’autres paramètres abiotiques sur l’infection virale tels que la lumière ou la température.

D’autres études théoriques se sont intéressées à l’impact des virus sur les communautés mi-
crobiennes. Dans les systèmes naturels, ces populations sont en interaction au sein de réseaux
trophiques complexes. En se basant sur l’hypothèse de ≪ Killing the Winner ≫ (KtW - Présenté
en encadré - Figure VII.5), Thingstad et ses collaborateurs ont développé des modèles d’in-
teraction à l’échelle des communautés bactériennes afin de comprendre le rôle des virus sur
l’ensemble de ces communautés [143]. Ces modèles ont permis d’échafauder l’hypothèse du KtW
et d’aborder de nouvelles questions relatives à l’écologie des communautés planctoniques. Bien
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Figure II.11 Schéma classique d’un modèle d’infection d’une population de bactéries par un
phage avec N le substrat, S les bactéries susceptibles, I les bactéries infectées, R les bactéries
résistantes et V les virions (tiré de [121]).

que très idéalisées, ces hypothèses ont pu être validées par des études expérimentales [95, 144].
Dernièrement, il a été mentionné que la diversité de souches, d’espèces ou de genres compliquait
grandement la validité et l’interprétation de ces modèles [145]. En effet, la plupart des modèles
KtW, qui considèrent les populations des bactéries homogènes, ne tiennent pas compte de la
diversité de leur stratégie écologique, notamment pour ce qui concerne la compétition pour la
ressource et la résistance à l’infection [143, 146, 147]. Thingstad et ses collaborateurs évoquent
d’ailleurs le risque de comparer ≪ des pommes à des poires ≫, ces modèles pouvant conduire à
des interprétations ou conclusions erronées [148]. Ainsi que le montrent certaines cultures hôtes-
virus, l’assemblage tend souvent vers un état où les virus sont dominés par des hôtes résistants
[133]. À l’inverse, [72] montre que les communautés microbiennes naturelles sont caractérisées
par une forte concentration virale et des hôtes susceptibles à l’infection. Une autre étude utilisant
la modélisation a montré que la croissance des souches susceptibles d’être infectées est contrôlée
par les virus, tandis que celle des souches résistantes est contrôlée par la ressource [149]. Les
premiers modèles KtW ne capturent donc pas la complexité et l’hétérogénéité des communautés
bactériennes, d’autant plus que ces systèmes co-évoluent au cours du temps [150, 151]. Ces
dernières années, les modèles KtW ont davantage pris en compte la complexité des systèmes mi-
crobiens. Vage et ses collaborateurs ont par exemple inclus le coût de la résistance pour mieux
reproduire la structure et la fonction des communautés microbiennes naturelles [145]. L’équipe
de Joshua Weitz a par la suite pris en compte des facteurs de diversité tels que les différents
modes d’infection ou l’aptitude d’un virus à infecter plusieurs espèces ou souches [152, 153]. Ces
auteurs ont également, à l’aide de modèles théoriques, analysé le rôle de la coévolution entre
virus et hôtes maintenus en chémostat [154]. Thingstad et ses collaborateurs ont également
considéré des niveaux de complexité supérieurs en considérant les interactions virus-hôtes non
plus linéaires mais fractales suivant notamment la forme du triangle de Sierpinski [155]. Ils ont en
outre montré que l’abondance de certaines bactéries dans les communautés naturelles était due
à un équilibre entre les spécialistes et les résistants, notamment en sélectionnant des bactéries
ayant une croissance faible à cause du coût de résistance pour lutter contre l’infection virale
[148]. D’autres chercheurs ont modélisé les interactions entre gènes et environnement (épistasie)
en considérant l’infectiosité comme trait ancestral [156]. Ce modèle souligne lui aussi le rôle
important des interactions entre microorganismes dans la dynamique des communautés.
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Hypothèse ≪ Killing the Winner ≫ (KtW) :
Hutchinson en 1961 [157] évoque le ≪ paradoxe du plancton ≫ : Comment les organismes aussi
diversifiés du phytoplancton peuvent-ils coexister dans un milieu où ils sont en compétition
pour la même ressource ? En supposant vérifiée l’hypothèse selon laquelle les différentes espèces
du phytoplancton sont limitées par une seule ressource, des chercheurs ont montré le rôle très
important que pourrait avoir la lyse induite par les virus dans la structure des communautés
planctoniques, selon l’hypothèse KtW [143, 146, 147] (Figure II.12). Imaginée originellement
dans le cadre de l’étude des procaryotes, cette hypothèse peut être généralisée à n’importe quel
système biologique où plusieurs classes sont en compétition pour la même ressource. Pour le
phytoplancton, ces classes peuvent être des espèces, les souches d’une même espèce, ou même
des genres différents. On différencie donc deux classes, l’une (la classe R) spécialisée dans l’utili-
sation de la ressource, et l’autre spécialisée dans la défense contre les prédateurs (la classe D). La
classe R est donc avantagée dans sa gestion de la ressource et crôıt plus rapidement que la classe
D. Cependant, la classe R est comestible par les organismes des échelons trophiques supérieurs
tandis que la classe D ne l’est pas. Dans des conditions oligotrophes (faibles concentrations de
ressource), la classe R, assimilant mieux la ressource que la classe D, va donc dominer dans le
système tandis qu’en conditions eutrophes, la classe D dominera [147].
Les virus peuvent intervenir dans ce contexte en tant que prédateur principaux ou secondaires.
Ils vont donc fortement influencer la dynamique de leur hôte en contrôlant les effectifs des classes
les plus abondantes R, considérées comme les plus compétitives par rapport à la ressource limi-
tante. Ce contrôle permet de limiter la consommation de la ressource par les classes R, et donc de
ne pas limiter les classes D. Il en résulte un maintien de la diversité et la possible coexistence des
différentes classes suivant une dynamique cyclique de type Lokta-Volterra [158], représentative
de la dynamique de certaines communautés microbiennes [89]. Dans les communautés micro-
biennes, le modèle KtW a été validé notamment pour le système E. huxleyi–virus [95] et pour
le système bactérie–protiste [144]. Cependant, la structure et le fonctionnement des systèmes
microbiens sont souvent bien plus complexes que ne le suppose ce simple modèle KtW. Certaines
études ont en effet démontré que les virus pouvaient avoir moins d’impact sur le contrôle des
populations [159] mais également que le contrôle pouvait s’exercer sur les classes D [160]. Ces
modèles doivent donc être à la fois suffisamment simples pour pouvoir être facilement analysés,
et suffisamment complexes pour prendre en compte des principaux processus existant dans les
écosystèmes microbiens [161].

II.3.3 Implémentation des virus dans les modèles biogéochimiques

La modélisation mathématique est utilisée depuis longtemps pour comprendre le rôle des com-
munautés microbiennes sur les cycles biogéochimiques et sur l’export de carbone [162]. Certains
de ces modèles prennent en compte le rôle des virus. Le plus souvent, le rôle de la lyse sur le
cycle du carbone a été étudié avec des modèles à l’équilibre [131]. En 1994, Murray et Eldridge
ont ajouté le rôle des bactériophages dans un modèle de réseau trophique microbien [163]. Dans
ce modèle, la lyse virale convertit une fraction de la matière organique bactérienne en matière
dissoute (DOM), ce qui réduit de 5 à 10% la production du macro-zooplancton dans les zones
oligotrophes. Ce résultat, qui diffère des résultats acquis pour des zones mésotrophes, suggère
que les conséquences de la lyse virale sur le devenir du carbone varient en fonction des régimes
trophiques. Certains modèles ont également validé l’impact négatif du ≪ shunt viral ≫ sur la pro-
duction du macro-zooplancton [164], tandis que d’autres, considérant une efficacité de croissance
des bactéries plus faible, suggèrent l’effet contraire [165, 166]. Ces résultats montrent que l’impact
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Figure II.12 Schéma représentant l’hypothèse KtW dans un contexte général de réseau tro-
phique microbien (d’après [147]). (a) Exemple d’un modèle simplifié dans le contexte de cette
thèse. (b) Exemple d’un modèle Ressource (N) – Bactéries (comestibles BT et non-comestibles
IT ) – Virus (V et W ) – Protozoaires (P ). Les taux αi et ǫi représentent l’affinité pour la res-
source ; βi et ηi les constantes d’adsorption virales ; λi, θi et δP les taux de perte et αP le taux
de broutage. Les flux en pointillés correspondent aux populations qui ne tendent pas vers un
équilibre stable.

de la lyse sur les compartiments supérieurs des réseaux trophiques dépend en partie de la capa-
cité de croissance des bactéries et de la structure du réseau. Ils montrent également l’importance
de la valeur attribuée aux paramètres des modèles (calibration). En effet, un modèle calibré avec
des jeux de paramètres différents peut suggérer des conclusions différentes sur l’impact de la lyse
sur les réseaux trophiques microbiens et sur le cycle de carbone. La calibration reste un problème
épineux compte tenu du nombre de variables et de paramètres, et de la difficulté de les mesurer.
D’autres modèles, couplant modèles d’interactions et limitation de la croissance des hôtes par
les nutriments, ont été développés [167–169], suggérant le rôle de la limitation des nutriments
sur le déclin des épidémies et dans l’export de carbone. Cependant, peu d’entre eux prennent en
compte l’hétérogénéité des hôtes (résistants vs. spécialistes), les différentes stratégies d’infection
(lytic vs. lysogénique) et la complexité des interactions. Par exemple, le modèle développé par
[170] montre que la résistance au sein des communautés bactériennes, et également la lysogénie,
réduiraient l’impact négatif de la lyse sur le transfert du carbone vers les échelons trophiques
supérieurs. Beaucoup de travail reste à faire concernant la modélisation du rôle de la lyse sur
le devenir du carbone. À notre connaissance, aucune de ces études ne modélise la réponse des
processus sous-jacents à la température.
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II.3.4 Exemples de modèles s’intéressant au phytoplancton

La modélisation des interactions entre virus et microorganismes dans les milieux aquatiques
s’est principalement intéressée aux procaryotes. Les rares études impliquant le phytoplancton
relèvent des communautés au sens large ou de la biogéochimie, mais ne s’intéressent que margi-
nalement aux mécanismes propres aux populations phytoplanctoniques [167–169, 171]. Rhodes
et ses collaborateurs se sont intéressés à l’impact des virus sur une population phytoplancton en
interaction avec du zooplancton [140, 141]. Dans leur étude, ils ont également étudié un modèle
sans classe de zooplancton, décrivant l’infection :
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Dans ce modèle, une population de phytoplancton susceptible (PS) se développe selon une loi
logistique décrite par un taux de croissance µ et une capacité d’accueil du milieu K. Cette
population est infectée par un taux α au contact des virions (V ). La population d’infectés (PI)
est lysée par un taux de lyse λ et produit des virions avec un taux de production viral β qui sont
dégradés du système avec un taux δ. Cette étude est également une des rares études appliquée au
virus du phytoplancton utilisant le concept de reproduction de base (R0), couramment utilisé
en épidémiologie. Le R0 représente le nombre moyen de nouveaux cas d’infection engendrés
par un individu infecté moyen (au court de sa période d’infectiosité), dans une population
entièrement constituée de susceptibles [172]. Cette valeur seuil, permet de déterminer, pour un
jeu de paramètres donné, si l’épidémie va envahir ou non la population d’hôtes. Rhodes et ses
collaborateurs, ont donc utilisé cet indice afin de discuter des différents cas possibles d’infection
dans leur système.
A l’instar de la plupart des modèles cités précédemment, la limitation en nutriments est le facteur
majoritairement considéré dans les études théoriques concernant les interactions phytoplancton
- virus. Middleton, dans sa thèse de master, a recensé les quelques modèles phytoplancton -
virus [173] (Figure II.13). Sur les sept modèles décrits, un seul a été validé par des expériences.
Ce modèle décrit l’impact des virus sur les blooms de l’haptophyte Phaeocystis pouchetii [92].
Ces modèles, majoritairement de la forme NPZD (Nutriments - Phytoplancton - Zooplancton
- Detritus), ont été développés dans les années 90 par Fasham [174]. Aucun de ces modèles ne
représente explicitement le processus de mortalité induit par les virus, ou l’impact des UV et
de la température sur ces interactions. En outre, aucune de ces études théoriques n’a considéré
l’action des virus sur le picophytoplancton, notamment les picoeucaryotes.
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Figure II.13 Description des modèles d’interactions phytoplancton-virus et de leurs ca-
ractéristiques (Tiré de [173])
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Références 49

[131] Jacquet S., Miki T., Noble R., Peduzzi P., Wilhelm S., 2010. Viruses in aquatic
ecosystems : important advancements of the last 20 years and prospects for the future
in the field of microbial oceanography and limnology. Advances in Oceanography and
Limnology 1(1) :97–141.

[132] Bohannan B.J.M., Lenski R.E., 1997. Effect of resource enrichment on a chemostat
community of bacteria and bacteriophage. Ecology 78(8) :2303–2315.

[133] Middelboe M., Hagström A., Blackburn N., Sinn B., Fischer U., Borch N.H.,
Pinhassi J., Simu K., Lorenz M.G., 2001. Effects of bacteriophages on the population
dynamics of four strains of pelagic marine bacteria. Microbial Ecology 42(3) :395–406.

[134] Bruning K., 1991. Infection of the diatom asterionella by a chytrid. i. effects of light on
reproduction and infectivity of the parasite. Journal of plankton research 13(1) :103–117.

[135] Beltrami E., Carroll T.O., 1994. Modeling the role of viral disease in recurrent phy-
toplankton blooms. Journal of Mathematical Biology 32(8) :857–863.

[136] Beretta E., Kuang Y., 1998. Modeling and analysis of a marine bacteriophage infection.
Mathematical Biosciences 149(1) :57–76.

[137] Hall S.R., Simonis J.L., Nisbet R.M., Tessier A.J., Cáceres C.E., 2009. Resource
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III.1 Méthodes d’analyse

III.1.1 Comptages cellulaires et viabilité cellulaire

Abondance des algues et calcul du taux de croissance

De nos jours, quel que soit le domaine de la microbiologie concerné, la cytométrie en flux est
un outil extrêmement puissant qui permet, à l’aide d’une analyse relativement rapide, d’obtenir
différentes informations sur le même échantillon microbien. Cette méthode permet notamment
de mesurer certaines propriétés optiques d’une particule qui intercepte le faisceau lumineux d’un
laser. Des informations sur la forme, la taille, la composition et la fluorescence sont obtenues
simultanément pour chaque particule analysée (figure III.1). Les grands avantages de cette tech-
nique sont 1) analyser les particules une à une, 2) obtenir plusieurs informations permettant
des analyses qualitatives, quantitatives et statistiques d’un échantillon donné et 3) la possibilité
d’utiliser des marqueurs fluorescents pour obtenir des informations complémentaires.

Figure III.1 Schéma basique de fonctionnement d’un cytomètre en flux (source : abcam)

500 µL de culture de Micromonas sont analysés pendant une minute au cytomètre en flux (FACS
CANTO) après l’ajout de billes fluorescentes de 0,95 µm de diamètre (YG, Polyscience War-
rington, PA, USA). L’analyse des cytogrammes (figure III.4a) permet de distinguer les cellules
de Micromonas des autres particules et de calculer leur concentration (Logiciel Flowing Soft-
ware, Version 2.5.1, Perttu Terho, Centre Turku pour la Biotechnology, Université de Turku,
Finlande). L’évolution de la densité cellulaire X mesurée pendant la phase de croissance expo-
nentielle permet de calculer le taux maximum de croissance de l’hôte. On utilise pour cela la
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pente de la droite de régression ajustée aux concentrations cellulaires, selon l’équation :

µ =
ln(Xt)− ln(Xt−1)

t− t−1

Estimation de la viabilité cellulaire des algues

La mortalité d’une cellule peut suivre les différentes étapes décrites dans la figure III.2. Au
départ, la cellule vivante possède une structure membranaire intacte et un métabolisme ac-
tif. Puis le métabolisme se réduit peu à peu jusqu’au point où les membranes et l’ADN se
dégradent. Ces processus ayant des cinétiques distinctes et passant par des stades successifs, il
est difficile, avec les méthodes actuelles, de connâıtre le moment exact où une cellule meurt.
Ainsi, la différenciation entre une cellule morte et une cellule vivante dépend du marqueur uti-
lisé, caractéristique d’un stade de mortalité. Nous avons choisi la cytométrie en flux couplée
à des méthodes de coloration, qui permettent de quantifier assez rapidement plusieurs étapes
de la mortalité. Trois colorants ont été testés : le SYTOX green, qui est un indicateur de la
perméabilité membranaire et donc de l’intégrité des cellules, le FDA qui mesure l’activité des
enzymes estérases, proxy de l’activité métabolique, et le SYBR green, qui quantifie l’ADN cel-
lulaire et permet de mesurer son taux de dégradation. Pour ce faire, une culture mère de 5 mL
de Micromonas est tuée par l’ajout de 500 µL de formaldéhyde, puis entreposée à 4◦ pendant
une heure. On ajoute ensuite à des aliquotes de cette suspension de cellules mortes, différentes
quantités de cellules vivantes afin d’obtenir des suspensions composites dont les proportions de
cellules mortes et vivantes sont connues et varient de 0 à 100%. Pour chaque mélange, la quantité
de cellules mortes est mesurée grâce aux trois marqueurs précédents et comparée à la quantité
attendue (figure III.3). Nos tests ont montré la fiabilité de ces trois colorants pour évaluer la
mortalité. Leur utilisation dépend donc de la question posée et de l’étape dans le processus de
mort que l’on veut observer. Les principales causes de mortalité de Micromonas, étaient liées
à la température et à la lyse par des virus. Ainsi, le SYTOX green, marqueur de perméabilité
membranaire a été choisi. Des mesures aux FDA (Fluorescéine DiAcétate) ont également été
réalisées en complément.

Pour distinguer les cellules viables des cellules non viables, le marqueur fluorescent SYTOX
green, spécifique des acides nucléiques, a été utilisé. Il a la particularité de ne pénétrer que dans
les cellules dont la perméabilité membranaire est altérée. Des échantillons de Micromonas (500
µL) ont été marqués au SYTOX green à 50 µM (concentration finale de 0,5 µM , Molecular
Probes). Les échantillons marqués, maintenus dans l’obscurité et à la température de culture
pendant 5 min, sont analysés par cytométrie en flux (voir paragraphe précédent). Les cellules
considérées comme ≪ viables ≫ ont été distinguées des cellules perméables au SYTOX green
(théoriquement non viables) sur la base de leur signature cytométrique, et en particulier de leur
fluorescence verte (acides nucléiques marqués - figure III.4b).

Abondances virales

Les Prasinovirus ont été dénombrés sur une suspension virale de 250 µL fixée avec du glu-
taraldéhyde (concentration finale de 5%, à partir d’un stock à 25% Sigma, EM-grade), puis
conservée 10 min à 4◦C dans l’obscurité (protocole de [2]). Après congélation rapide à l’azote
liquide, les échantillons sont conservés à -80◦C jusqu’à analyse. Une fois décongelés à 37◦C, les
échantillons, dilués dans du tampon TE (10 : 1 Tris-EDTA, pH= 8.0), sont autoclavés et filtrés
sur 0,2 µm. Cette dilution est nécessaire pour éviter la cöıncidence de particules virales dans
le faisceau laser [2]. Les échantillons sont ensuite colorés au SYBR green I (Molecular Probes),
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Figure III.2 Processus de mort d’une cellule (D’après [1]).

spécifique des acides nucléiques. Après une incubation de 10 min à 80◦C et 5 min à température
ambiante à l’obscurité, les échantillons sont analysés pendant 1 min au cytomètre en flux (figure
III.4c).

III.1.2 Mesure de l’activité photosynthétique

Afin de mesurer l’activité du photosystème II (PSII) de Micromonas, 2 mL de culture ont été
analysés en fluorimétrie variable Pulse Amplitude Modulated (PAM ; PhytoPAM, Walz, Alle-
magne). Le PAM permet, via une fibre optique, de stimuler le système photosynthétique des
cellules et de mesurer la fluorescence émise grâce à un photomultiplicateur (figure III.5b). La
lumière générée par cet appareil est de deux types : la lumière modulée de faible intensité et
intermittente qui n’entrâıne pas l’activité du PSII, et la lumière actinique qui est continue et
permet d’activer le PSII. En alternant ces deux lumières, il est possible d’enregistrer différents
niveaux de fluorescence émise et de calculer l’activité du PSII (figure III.5b). Après une ac-
climatation au noir de 5 min, la fluorescence naturelle (F0) est mesurée après induction d’un
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Figure III.4 Cytogramme représentant a) les cellules de Micromonas discriminées en utilisant
la fluorescence rouge ainsi que la diffusion latérale, b) l’intégrité membranaire des cellules
colorées par SYTOX green et c) les particules virales infectant Micromonas.

maximum de fluorescence (Fm) par une lumière non actinique. La différence entre ces deux
mesures donne la fluorescence variable (Fv), qui permet de calculer l’efficacité maximale du PS
II par le rapport Fv/Fm : FV

FM
= FM−F0

FM
(figure III.5a). Les cellules photosynthétiques possédant

un rapport FV /FM supérieur à 0,55 – 0,6 environ sont considérées comme étant en bonne forme
physiologique [3].

III.1.3 Analyse complémentaire

Nous avons également mesuré les compositions élémentaires (CHN) et pigmentaires (HPLC) de
Micromonas à différentes températures, mais ces données, insuffisamment analysées, n’ont pas
pu être valorisées dans le cadre de cette thèse.
CHN : Des aliquotes de culture ont été filtrées sur filtres GF/F (Whatman), préalablement
calcinés à 450◦C durant 4h, afin de détruire toute trace de carbone organique. Par la suite, ces
filtres ont été analysés grâce à un analyseur élémentaire CHN selon le principe d’oxydoréduction.
Cette analyse permet de connâıtre la composition en carbone (C), hydrogène (H) et azote (N)
des cultures échantillonnées.
HPLC : 40 à 50 mL de culture ont été filtrés sur filtre GF/C. Ces filtres ont été placés dans de
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Figure III.5 Principe d’utilisation du fluorimètre PAM. a) Signal de fluorescence émise selon la
lumière modulée ou actinique qui permet de calculer le ratio FV /FM et b) schéma d’explication
du devenir de l’énergie lumineuse via l’excitation d’un pigment chlorophyllien présent dans le
PSII.

l’acétone pendant une heure à une température de 4◦C afin de séparer les pigments. Enfin une
étape de centrifugation est nécessaire afin d’éliminer le surnageant et de garder uniquement le
matériel pigmentaire. Ces échantillons sont par la suite stockés à -80◦ puis analysés grâce à un
spectrophotomètre afin de mesurer la composition pigmentaire des cultures.

III.2 Sélection du modèle biologique et des souches

De façon pratique, la collection de Roscoff (RCC) possède de nombreuses souches de Micro-
monas isolées à différentes latitudes, ainsi qu’une grande collection de prasinovirus infectant
Micromonas. La sélection des souches de Micromonas a été réalisée en fonction de leur distri-
bution latitudinale et de leur appartenance à différents groupes phylogénétiques. Les souches
pour lesquelles la séquence d’une partie de 18S rDNA était connue ainsi que leur lieu d’iso-
lation (coordonnées GPS et date d’isolement) ont été préférentiellement sélectionnées. Ainsi,
onze souches originaires d’environnements thermiques différents et conservées en conditions de
culture standard ont été utilisées au cours de cette étude. (Tableau III.1) (Figure III.6).

Table III.1 Informations sur les souches sélectionnées.

Clade RCC # Strain Lon Lat date ETave T
◦

RCC Lum RCC Accession

A 451 CCMP492 37◦42’E 72◦22’S 11/07/80 15 – 20 20 100 KF501035

A 299 NOUM17 166◦20’E 22◦20’S 10/02/88 > 20 20 100 HM191693

A 1697 MICROV IR1CR1 4◦19’E 59◦19’N 24/07/07 10 – 15 15 35 KT860717

B 829 MPpart 14◦08’E 40◦41’N 08/01/97 > 20 20 100 KF501033

B 746 A1Arousa90 8◦40’O 42◦35’N 10/10/90 15 – 20 15 70 KT860894

B 1862 RA090120 − 04 3◦57’O 48◦45’N 20/01/09 10 – 15 15 45 KT860773

C 834 CCMP1545 4◦17’O 50◦36’N 01/01/50 10 – 15 20 100 ACCP01000000

C 497 BL105 − 7 3◦33’E 41◦43’N 02/01 15 – 20 20 100 KF501034

C 114 CCMP490 70◦40’E 41◦31’N 18/06/64 10 – 15 20 100 AY425320

Arc 2306 MALINAS522 132◦40’O 71◦24’N 15/08/09 < 0 4 20 JF794057

Arc 2257 MALINAS609 136◦43’O 71◦13’N 18/08/09 < 0 4 100 KT860747
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Figure III.6 Lieux d’isolation des différentes souches de Micromonas utilisées en expérience,
représentées sur une carte de la SST moyennée pour l’année 2014 (Données satellite NOAA).

Les souches virales ont été sélectionnées sur la base d’études antérieures réalisées par Anne-Claire
Baudoux, Nathalie Simon et leurs collaborateurs (Baudoux et al., 2015). Nous avons choisi de
nous limiter à trois couples Micromonas-Virus pour des raisons pratiques. Ainsi les souches de
Micromonas RCC451, RCC829 et RCC834 ont été sélectionnées car ce sont les souches modèles
des clades A, B et C respectivement. Les virus RCC4253, RCC4265 et RCC4229, qui infectent
respectivement RCC451, RCC829 et RCC834, ont été choisis en raison des différences qu’ils
présentent en terme de stratégie d’infection (stratégie r : fort Burst Size et faible temps de
latence ou stratégie K : faible Burst Size et grand temps de latence).

III.3 Système de culture

Les expériences, conduites à la Station Biologique de Roscoff, au sein de l’équipe DIPO (UMR
7144) en collaboration avec Anne-Claire Baudoux et Nathalie Simon, se sont déroulées en trois
phases : 1) adaptation des souches à différentes températures, 2) mesure de leur réponse à la
température, 3) étude de l’impact de la température sur les interactions entre Micromonas et
ses virus. Les cultures ont été réalisées en batch, c’est à dire sans apport supplémentaire de
nutriments au cours des expériences. Les cellules phytoplanctoniques ont été cultivées en milieu
K-Si [4] dans des flacons en polystyrène bullés (Nalgene, Rochester, NY, USA) placés dans
des incubateurs (Aqualytic, Dortmund, Germany) où la température pouvait être ajustée à des
valeurs de consigne. Dans les incubateurs, la lumière produite par des néons (Mazda 18 WJr/865)
était maintenue à 100 µmol photons m−2 s−1 avec un cycle jour-nuit 12L : 12D (figure III.7).
Les cultures ont été maintenues en phase exponentielle de croissance et repiquées environ une
fois par semaine durant la totalité des expériences.
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Figure III.7 Système expérimental à l’intérieur d’un incubateur de culture

III.4 Adaptation des onze souches à huit températures

Les onze souches sélectionnées ont été adaptées aux différentes températures durant, au moins,
deux mois (voir figure III.8). La température de culture de la RCC a été choisie comme température
initiale, soit 20◦C pour les souches tempérées et 4◦C pour les souches arctiques. L’adaptation
progressive a été réalisée comme suit : 1) À partir de la souche adaptée à la température initiale,
inoculation des cultures par paliers de quelques degrés afin de ne pas trop perturber les mi-
croalgues, 2) phase d’adaptation durant laquelle les cultures sont repiquées hebdomadairement
jusqu’à ce que leur taux de croissance demeure stable d’une semaine à l’autre, et 3) phase de
conservation à la température d’intérêt. Cette procédure nous a permis de quantifier la niche
thermique de chaque souche et d’obtenir expérimentalement les températures minimale et maxi-
male de croissance.

20 °C > 20 °C > 20 °C < 20 °C < 20 °C 
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Adaptation au 

froid 

2 mois 2 mois 
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Figure III.8 Processus d’adaptation mis en place
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III.5 Protocole pour les deux expériences réalisées

III.5.1 Expérience : réponse à la température du genre Micro-

monas

Afin de connâıtre la réponse à la température du genre Micromonas, chaque souche a été cultivée
à différentes températures après y avoir été préalablement adaptée. Selon la souche étudiée, huit
températures, au maximum, ont été sélectionnées : 4 ; 7,5 ; 12,5 ; 20 ; 25 ; 27,5 ; 30 et 32,5◦C.
Des comptages cellulaires et des mesures de l’activité photosynthétique ont été réalisés durant
la phase exponentielle de croissance. Pour chaque souche et chaque température testée, trois
répliquas au minimum ont été effectués. Des mesures HPLC et CHN ont aussi été acquises pour
trois températures (12,5 ; 20 et 27,5◦C), pour les souches RCC451, RCC829, RCC834, RCC1697,
RCC746 et RCC497.

III.5.2 Impact de la température sur les interactions hôte-virus

Effet de la température sur les virus de Micromonas

Afin de tester l’effet de la température sur les virus, des lysats filtrés sur stéricup (filtre PES,
0,22 µm, Millipore) des trois Prasinovirus (RCC4265, RCC4229 et RCC4253) ont été placés
à l’obscurité à onze températures différentes (-80 ; -20 ; 4 ; 7,5 ; 12,5 ; 20 ; 25 ; 27,5 ; 30 ; 38 et
51◦C), pour une concentration initiale de 106 cell.mL−1. L’abondance des virus a été mesurée
une fois par semaine pendant sept semaines par cytométrie en flux, afin de quantifier leur perte
par dégradation. Les baisses d’infectiosité ont été estimées toutes les deux semaines, de 7, 5◦

à 30◦C, par la technique des MPN (Taylor, 1962). Le principe de cette technique est le sui-
vant : dans le premier puits de chaque plaque multi-puits, 100 µL de virus sont ajoutés à 900
µL d’hôte Micromonas en phase exponentielle de croissance. Une dilution sériée au dixième est
ensuite réalisée de puits en puits, chacun contenant le même volume d’algues. Aucun virus n’est
ajouté aux cultures contrôles. Ces plaques sont ensuite placées à 20◦C pendant une semaine.
Cette expérience a été effectuée en triplicats pour les trois couples hôte-virus (Figure III.9).
Cette méthode repose sur le postulat suivant : ≪ les répliquâts où aucune croissance phyto-
planctonique n’est visible contiennent au moins un virus infectieux ≫ (Suttle, 1993). Dans les
puits ≪ positifs ≫ où la lyse cellulaire a eu lieu, l’abondance des virus infectieux est déterminée
par le logiciel Most Probable Number (MPN ; version 2.0, Avineon, Inc pour l’Environmental
Protection Agency). Ce logiciel, qui prend en compte le nombre de dilutions et de répliquâts
par dilution, le volume initial inoculé et le nombre de répliquâts positifs par dilution, calcule un
nombre de virus infectieux par mL.
Par la suite, les taux de perte d’abondance et d’infectiosité ont été calculés grâce à une régression
linéaire sur la phase de décroissance exponentielle de données d’abondances virales et MPN (avec
une transformation LOG) pour chaque virus et à chaque température.

Effet de la température sur les interactions hôte-virus

Les expériences d’infection ont été réalisées à différentes températures pour déterminer à quelles
températures les virus sont capables de lyser leurs hôtes. Pour cela, 100 µL de virus ont été
ajoutés à 1 mL d’hôte en phase de croissance exponentielle dans des plaques multi-puits. Un
puit ≪ contrôle ≫ (hôte sans inoculation de virus) a été préparé en parallèle. Ces plaques ont été
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Figure III.9 Photo d’une plaque multi-puits et de la série de dilutions réalisées dans le cadre
de la technique MPN

placées aux températures suivantes : 7,5 ; 12,5 ; 20 ; 25 ; 27,5 et 30◦C.
Le couple hôte-virus B829 - 4265, pour lequel des lyses ont été observées sur une large gamme de
températures (voir résultats) a été sélectionné comme modèle biologique. Les infections ont été
réalisées aux températures suivantes : 9.5 ; 12,5 ; 20 ; 25 ; 27,5 et 30◦C. Pour chaque température,
une culture contrôle (150 mL, non infectée) et trois cultures infectées (150 mL chacune) ont été
préparées à partir d’une même culture mère de Micromonas à une concentration initiale de 5 105

cell.ml−1. L’infection a été réalisée en inoculant un lysat frâıchement réactivé et filtré sur 0,22
µm du virus associé, à une concentration initiale de 5 106 cell.ml−1 (la multiplicité d’infection
ou MOI, ratio du nombre de virus sur le nombre d’hôte, est de 10). Les cultures contrôles et
infectées ont été échantillonnées toutes les 4 heures durant 120 heures afin de suivre les cycles
lytiques d’infection et leurs effets sur la physiologie de l’hôte. Durant cette expérience, les abon-
dances algales et virales, la viabilité des cellules hôtes et de leur activité photosynthétique ont
été mesurées.
Grâce à cette dynamique d’infection, différents paramètres ont pu être mesurés. Le taux de
croissance de l’hôte a été estimé à partir des abondances mesurées par cytométrie en flux. Le
temps de latence qui s’écoule entre l’adsorption des cellules virales sur l’hôte et la libération des
virus produits a été mesuré. Le burst size, le nombre de descendances virales produites par hôte
lysé, est calculé comme suit :

BS =
Vmax − Vmin

Hmax −Hmin

avec Vmax,min les concentrations maximales et minimales de virus et Hmax,min les concentrations
maximales et minimales d’hôte.
La même expérience a été réalisée pour deux autres couples : RCC451-RCC4251 et RCC834-
RCC4229 mais pour une gamme de température réduite : 12,5 ; 20 ; 27,5 et 30◦C.
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IV.1 Présentation du chapitre

IV.1.1 Contexte

Ce chapitre fait l’objet d’un article en préparation pour la revue Nature Microbiology et explore la
réponse à la température du genre Micromonas en terme de physiologie, phylogénie, distribution
et diversité. La partie expérimentale de cette étude a été réalisée à la Station Biologique de
Roscoff au sein de l’équipe ≪ Diversité et Interactions au sein du Plancton Océanique ≫ (DIPO)
de, juillet 2014 à septembre 2015.

IV.1.2 Principaux résultats

Dans cette étude, nous avons montré la grande diversité de réponses à la température au sein
du genre Micromonas. Ces différences nous ont permis de montrer que ce genre se compose de
différents écotypes en liens avec la température de leur environnement. Nous avons par la suite
modélisé la distribution et la diversité au sein de ce genre à l’échelle du globe et avons validé notre
approche grâce aux données de la campagne TARA. Cette validation suggère que la température
est un descripteur suffisant pour prédire la distribution des différents clades de Micromonas.
Nous avons également montré que la diversité intra-spécifique du genre étudié est corroborée
par la diversité de l’ensemble des communautés phytoplanctoniques. Ce résultat suggère que
Micromonas est représentatif, non seulement des picoeucaryotes mais également de l’ensemble
du phytoplancton illustrant l’idée qu’il serait une sentinelle du changement climatique dans les
océans. Pour finir, nous avons modélisé l’évolution dynamique de la réponse à la température
dans un océan plus chaud et montré le rôle primordial des cinétiques d’évolution dans le devenir
des communautés phytoplanctoniques.



IV.2 Thermal niche partition in the picoeukaryote Micromonas : probing for consequences of

a warming world 67

IV.2 Thermal niche partition in the picoeukaryote

Micromonas : probing for consequences of a

warming world

David Demory1,2, Anne-Claire Baudoux3, Olivier Bernard1,2, Adam
Monier5, Nathalie Simon3, Christophe Six3, Pei Ge3, Fabienne
Rigaut-Jalabert4, Dominique Marie3, Antoine Sciandra1 and Sophie
Rabouille1.

1 Sorbonne Universites, UPMC Univ Paris 06, INSU-CNRS, UMR 7093, Laboratoire
d’Oceanographie de Villefranche, 181 Chemin du Lazaret, 06230 Villefranche-sur-mer, France
2 BIOCORE-INRIA, BP93, 06902 Sophia-Antipolis Cedex, France
3 Sorbonne Universités, UPMC Univ Pierre et Marie Curie (Paris 06), CNRS, Adaptation et
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IV.2.1 Abstract

Photosynthetic marine picoeukaryotes in the genus Micromonas show among the widest latitu-
dinal distributions on Earth, experiencing large thermal gradients from poles to tropics. This
prominent primary producer has therefore been proposed as a sentinel organism for ocean bio-
geochemistry during climate change. The genus Micromonas comprises 3 distinct genetic clades
often found in sympatry. While such ubiquity suggests a wide thermal niche, the temperature
response of this genus is still unexplored, leaving many wonders as for its ecological success
over such diverse ecosystems. Here we demonstrate that the variety of specific responses to
temperature in the Micromonas genus makes it an ideal marker to describe global distribution
and diversity. This model proves valid for the phytoplankton community, and can be used to
anticipate the potential impact of global warming. Using combined experiments and theory,
we characterized the thermal response of 11 Micromonas strains. We find very distinct growth
responses that reveal warm and cold ecotypes within phylogenetic groups. The niche partition,
defined after the sole thermal environment of each strain and validated against the TARA ocean
dataset, explains the current distribution and diversity of this genus in the world oceans and
confirms that temperature is the main driver of biogeography inside this genus. Running forecast
simulations under a warmer ocean, we probed the potential responses to climate change. We
explored different adaptation time scales for the thermal traits and discuss the different biodi-
versity scenarii that emerge. Results stress the importance of time scales in evolution processes
and the consequences of increased temperature in terms of diversity loss.

IV.2.2 Introduction

The Intergovernmental Panel for Climate Change (IPCC) stressed unequivocal warming of the
climate system. Their Fifth Report anticipates rises in the global mean surface temperature by
the end of 21st century ranging from 0.3-1.7 ◦C (RCP2.6) to 2.6-4.8 ◦C (RCP8.5) [1]. Oceans
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participate in buffering the increasing emissions of greenhouse gases, thus modulating the war-
ming ; in addition to the chemical equilibration of gas species between the atmosphere and
dissolved phases, phytoplankton is an important actor of carbon remediation through CO2 cap-
ture and its incorporation into the trophic network. Yet, the still increasing temperature might
lead to unprecedented changes in the growth dynamics and diversity of marine phytoplankton
communities [2, 3]. Should dramatic shifts occur in species biodiversity and distribution, the
resilience of ecosystems could severely be impaired. The likely responses of ecosystems to such
rapid temperature changes are at the heart of debates, with worrisome consequent impacts on
oceanic biogeochemical cycles and feedbacks on the climate system itself [4].
In the marine environment, the prominent picoeukaryote genus Micromonas has been proposed
as sentinel organisms for ocean biogeochemistry under climate change [5]. Marine photosyn-
thetic picoeukaryotes [6] are a genetically very diverse ensemble of minute-size (0.2 – 2 µm)
autotrophic organisms that widely distribute in the world ocean [7–12]. Members of the genus
Micromonas (Mamiellophyceae) have emerged as emblematic representative of the picoeukaryo-
tic communities, thriving in a variety of ecosystems from polar to tropical waters [13–16]. They
often dominate the phytoplankton in coastal environments [17], where their major contribution
to primary production influences the biogeochemical cycles [18]. The Micromonas genus was first
described as composed of 3 independent genetic lineages (or clades) of flagellated cells [19–22].
These clades were defined as A, B and C [19], and one species, M. commoda, has so far been
described within clade A [23]. All clades typically co-occur at various latitudes in the marine
environment with variable relative contribution to total Micromonas abundance along environ-
mental gradients, suggesting that they probably occupy specific niches [21]. Recently, Monier
and collaborators [24] further described the richness of Mamiellophyceae diversity, highlighting
clear, distinct biogeographies in several oceanic provinces.
The temperature growth optimum of phytoplankton varies widely, both between and within taxa.
At suboptimal temperatures for growth, an increase in temperature positively affects enzyme
activity and cell division. At supra-optimal temperatures, the growth rate abruptly decreases
as a result of enhanced mortality rates due to the denaturation of some proteins and alteration
of membrane properties [25]. These physiological features will provide, or not, each species with
the capacity to survive in a given biotope and to evolve by extending or modifying its thermal
niche. If the thermal niche is not compatible with the range of encountered temperatures in the
environment, the species will eventually disappear. The marked latitudinal patterns observed in
the distribution and composition of marine phytoplankton [26–29], together with the pronounced
temperature sensitivity of phytoplankton [2, 30, 31], make this factor a very likely driver of niche
partition in the oceans. Hence, the structure and diversity of phytoplankton communities could
partly reflect observed trends in the global temperature. Temperature-related distributions have
been identified in picocyanobacteria [32, 33] and suspected in the smallest-known picoeukaryote,
Ostreococcus [34], but not in the very diverse Micromonas genus yet. The intra-specific diversity
in this genus and the number of characterized strains make it a model organism to both explore
the impact of temperature on spatial distribution and diversity of picoeukaryotes and to get
more insight into the mechanisms that drive niche partitioning in the ocean.
Here we reveal the existence of thermal ecotypes in Micromonas and show why this genus is a
sentinel of climate change, as previously suggested by Worden and colleagues [5]. We studied
the temperature response of 11 Micromonas strains in the laboratory, under controlled condi-
tions and we derived a mathematical model that describes the growth rate as a function of
environmental temperatures. With this model, we describe what logic lies behind the observed
distribution of clades and their co-occurrence. We extrapolated the thermal response to a set
of 46 additional strains observed in various oceanic regions, showing that temperature is the
main driver of diversity and distribution in this genus. Then, we developed a predictive model
of niche partitioning to characterize the intra-specific diversity of Micromonas and successfully
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validated it against the TARA Ocean dataset, making it a plausible prediction tool. Last, as
we demonstrate that Micromonas distribution is representative of the phytoplankton commu-
nity and can be used as a probe for global warming ; the niche partitioning model is run under
IPCC sea surface temperature (SST) projections to explore how Micromonas and phytoplankton
communities may respond to a future, warmer ocean.

IV.2.3 Results and Discussion

IV.2.3.1 Micromonas strains feature distinct physiological responses to tem-
perature

We explored the thermal niche of 11 RCC strains by measuring their exponential growth rate
once acclimated to a wide range of temperatures from 4 to 35◦C (Fig. IV.1 - for more details
see methods). Strains were selected from the three Micromonas clades : three from clade A, five
from clade B and three from clade C. All show a typical [35, 36] asymmetric growth response
to temperature, characterize by cardinal parameters, with a slow response close to the mini-
mal growth temperature (Tmin, at which the growth rate µ is zero), an increase to the optimal
growth temperature (Topt, at which the growth rate is maximal : µ =µopt), and a sharp decrease
beyond Topt until the maximal temperature of growth (Tmax at which µ is null). Overall, Mi-
cromonas strains are able to grow on the thermal range tested, but with diverse responses to
temperature. Discrepancies in the temperature responses translate into very distinct cardinal
parameters obtained for each strain (Supplementary Table IV.2). Several response patterns ap-
pear when comparing the temperature response to the annual average sea surface temperature
(TS) at the site where each strain was isolated. Strains isolated in locations where TS is above
19.72◦C (RCC 299 and RCC 829) are able to grow up to high temperatures (Tmax = 32.56±0.02
and 37.05±0.12◦C, respectively) ; they show a high µopt (1.1±0.05 to 1.3±0.07d−1, respectively)
at an elevated optimum Topt temperature (26.33±1.01 to 29.29±1.2◦C, respectively). Strains
isolated in regions where the average SST fluctuates between 16.02 and 18.02◦C present a slower
optimal growth rate (0.9±0.03d−1) at Topt = 22.61 ± 3.08 ◦C) and maintain positive growth from
4.20±5.6◦C to 28.71±4.63◦C. In strains isolated at sites with an average temperature between
10.12 and 13.62◦, µopt still reaches 0.87±0.08d−1 at Topt=23.81±0.62◦C and cells demonstrate
an ability to grow over a very wide temperature range (from -0.75±7.46◦C to 29.45±1.55◦C ).
Last, arctic strains (RCC2306 and RCC2257) reveal both the narrowest growth temperature
range (-7.02±0◦ to 15.07±0◦C) and slowest growth rates (0.45±0.03 d−1) at 7.53±0◦C.

Temperature affects the enzymatic processes and stimulates metabolic rates but it also accele-
rates cell mortality [37]. The optimal growth at Topt reflects a balance between metabolic activity
and mortality that gives the highest possible net growth rate. Temperature adaptation operates
through changes in the tolerance range or through shifts in the optimal temperature. Cells can
only adapt if the changes in temperature are not too abrupt, so that cells are maintained in
their thermal range, for which they can acclimate and sustain growth. The asymmetric shape of
the growth response suggests that adaptation towards colder environments seems more likely to
occur than that towards warmer ones : increasing temperatures beyond the optimum exacerbate
the denaturation of key metabolic enzymes, like rubisco [38], the thermolability of Photosystem
II [39] and the membrane fluidity [40]. Given the overall breadth of Micromonas thermal range,
this genus is ought to colonize and thrive in areas as diverse as polar regions [41] and warmer
environments (Fig. IV.1).
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Figure IV.1 Physiological response to temperature for 11 Micromonas strains isolated in
environments with different annual average temperature T S : T S > 19.72◦C (circles), 16.02◦C
6 T S 6 18.02◦C (triangles), 10.12◦C 6 T S 6 13.62◦C (squares) and T S < 0◦C (losanges).
(b) Growth rate vs. temperature fitted by the Bernard and Rémond model [36]. Error bars are
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IV.2.3.2 Temperature drives niche partitioning within the Micromonas ge-
nus.

To identify whether specific environmental thermal conditions are associated with the different
phylogenetic groups (Supplementary Fig. IV.7), we analyzed available data of average sea sur-
face temperature in areas where Micromonas spp were sampled. We computed a nonmetric
dimensional scaling (NMDS) of the thermal environment dataset (see methods - Fig. IV.2a).
The ordination was significant (stress = 0.004) and groups showed different distributions in the
thermal environment, from warmer, low latitudes to colder, high latitudes (Supplementary Fig.
IV.8). Results indicate that the known M. commoda strains distribute in two distinct environ-
ments according to their phylogeny. Clade A thus separates into two distinct subgroups : clade
Acold is observed from 40 to 60◦, while Awarm is found from 40 to below 20◦. Clade B also shows
a clear separation into three subgroups. We identified one that most discriminates from all other
clades, with a very distinct thermal environment restricted to high latitudes only (> 60◦). This
group will be referred to as clade Bpolar. The other two distinct groups in clade B segregate well,
although with narrower distributions than clade A : the subgroup Bcold is restricted to 45-50◦
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Table IV.1 Linear relationship between cardinal parameters and the thermal environment for
the 11 Micromonas strains tested in this study.

Cardinal Parameter Model R2 adjusted p-value

µopt µopt = 0.03 T S + 0.47 0.90 5.68 10−6

Tmax Tmax = 0.73 T+
S + 14.46 0.84 4.29 10−5

Topt Topt = 0.81 T+
S + 6.5642 0.85 3.22 10−5

Tmin Tmin = −0.76 Lat− 0.92 T S + 49.33 0.47 0.03

while Bwarm concentrates around 40◦. Clade C shows the broadest distribution from 30 to 60◦

with a median around 45◦. The more homogeneous response of this clade suggests the absence of
distinct subgroups. The latitudinal distribution patterns ofMicromonas isolates points to a niche
partitioning driven by temperature. We found very few examples in the literature about latitu-
dinal segregation within phytoplankton eukaryotic genera. For example, the global distribution
Ostreococus clades, a picoeukaryote close to Micromonas was pointed out by Demir-Hilton et
al.[34] . As suggested by Foulon et al.[21], our results show that niche segregation inside Micro-
monas does occur that is consequent to thermal, group-specificities. The present data set thus
represents a first hint towards the separation into ecotypes within Micromonas clades A and B,
as well as the relation between environmental temperature and niche partition in picoeukaryotes.

To get a better appraisal of the thermal response of strains, we looked for possible correlations
between cardinal parameters and environmental temperature conditions where strains had been
isolated. The considered descriptors were the average (TS), minimum (T−

S ) and maximum (T+
S )

temperatures at the surface of isolation site, as well as the latitude. Tab. IV.1 presents the best
linear correlations with cardinal temperatures obtained with two possible descriptors. The op-
timal growth rate (µopt) increases with TS , following the Eppley’s hypothesis of a faster growth
rate at warmer temperatures [42]. The maximal growth temperature (Tmax) and the optimal
growth temperature (Topt) both increase with the maximal temperature at the isolation site
(T+

S ), suggesting that environmental temperature has featured the tolerance limit of strains.
The minimal temperature of growth (Tmin) is the odd one out with very poor correlation with
the environmental temperature (Supplementary Fig. ??), as also reported by Chen [43] for dif-
ferent phytoplankton genera. However, we found that the minimal growth temperature Tmin best
correlates (negatively) with a combination of the yearly average temperature TS and latitude
(Lat). In the end, the relations defined in Tab. IV.1 indicate that cardinal parameters are accu-
rately predicted by environmental temperatures. Last, statistically significant correlations were
also found between Cardinal parameters (Supplementary Fig. IV.10). In particular, the optimal
temperature of growth (Topt) linearly correlates with the maximal temperature of growth (Tmax)
by a factor close to 1, as previously highlighted for a wide range of bacterial species [44].

IV.2.3.3 Predicted thermal responses point to the evolution of 6 Micromonas

ecotypes

The relationships between cardinal parameters and environmental temperatures deduced from
the culture experiments (Table IV.1) were used to extrapolate the cardinal parameters of 57
RCC Micromonas strains, using the latitude and thermal characteristics of their isolation site
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The black line represent the optimal growth response mask of Micromonas calculating as µopt

vs. Topt. The shaded grey area is the standard deviation around µopt.

(Tab. IV.1 - Supplementary Table IV.11). The predicted thermal responses served to consoli-
date a universal thermal model for all six group. For this, we ran Monte-Carlo simulations of
100000 possible thermal responses obtained within the confidence interval associated with each
of the cardinal parameters (see methods). The resultant consolidated thermal response curve,
computed from the Bernard and Rémond [36] model, resumes the average thermal response of
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each subgroup (Fig. IV.2b and Supplementary Fig. IV.11 and IV.12).
With the narrowest thermal niche (23.04± 2.42◦C), clade Bpolar is the most stenotherm. Clade
Acold and Bcold show very similar responses at colder temperatures but discriminate in regard
to the optimum growth rate and maximum temperature. Their thermal niche of 25.42± 3.75◦C
and 27.10± 0.91◦C, respectively, is representative of cold-temperate environments. Contrary to
the cold clades, and although they both live in warmer biotopes, the warm subgroups of clades
A and B show very distinct thermal niches (34.00±1.19◦C and 26.02±5.11, respectively). Last,
clade C is found in both cold- and warm-temperate areas and shows an intermediate thermal
response between those of clades A and B, with a thermal niche of 28.85± 5.32◦C. In the end,
these results corroborate the idea that the thermal response of each Micromonas phylogenetic
group can be derived from the environmental temperature. Further, results have revealed the
partition of clades A and B into warm and cold ecotypes that discriminate their growth response
to temperature. Clades A and B both evolved warm and cold ecotypes and clade B also evolved
a polar ecotype that specifically adapted to extreme cold environments. With the most variable
response to temperature, clade C does not seem to speciate into different ecotypes, yet clearly
differentiates from other clades and would be the most eurytherm species.

IV.2.3.4 TARA Ocean dataset validates the global distribution of thermal
ecotypes.

To validate our hypothesis that the sole temperature factor is enough to explain Micromonas
biogeography, we analyzed the TARA Ocean data set from Vargas et al. [12] (Fig. IV.3). Using
an NMDS ordination method, we first compared the fraction of each Micromonas ecotypes at
sampling stations (Fig. IV.3a - see methods) to the physico-chemical environmental conditions
observed along the TARA transect. The presence of Micromonas clades is better explained by
temperature (R2 = 0.48, p-value < 0.001) than by nutrients availability, mixing or geographical
location. To a lower extent, nutrients (NO2+NO3, PO4 and NO2 - R2 < 0.23, p-value <0.032),
Chl a concentration (R2 = 0.1710, p-value = 0.003) and mixed layer depth (MLD - R2 =
0.13, p-value = 0.03) also explain significantly the Micromonas assemblages along the transect.
Temperature is thus the most significant descriptor to discriminate stations along the TARA
transect.
We then compared the distribution of ecotypes at all stations in relation to local temperatures.
18S sequences data identifyingMicromonas strains are available for stations 004 to 125, spanning
6 marine regions with different thermal environments : Mediterranean Sea, Red Sea, Indian
Ocean, South Atlantic Ocean, Southern Ocean and South Pacific Ocean (Fig. IV.3b). For all
these stations, we computed the relative abundance of each ecotype (Fig. IV.3c). The distribution
of strains observed during the TARA cruise closely matches with our simulated distribution of
RCC strains, validating the model simulations. A very clear thermal separation appears between
the two clade A subgroups, further supporting our hypothesis of two distinct ecotypes. Clade
Acold is most abundant under 20◦C and rarely found beyond 25◦C, while clade Awarm mostly
occurs between 25◦C and 30◦C and is completely absent at stations where T<15◦C. Clade B is
less often observed than clade A and shows overlapping distributions of its two warm and cold
ecotypes, which we believe is due to the large thermal niche of the warm ecotype spreading over
that of the more restrained, cold ecotype. A non-distinct distribution could also suggest that
the evolution of the two B ecotypes is more recent. Clade Bpolar is observed only at stations
below 10◦C with highest abundances near 0◦C, validating the psychrophilic characteristics of
this ecotype. Clade C, only found at few station compared to A and B, occurs from 12◦C to
30◦C with a maximum abundance above 25◦C. The reported occurrences of this group at low
concentrations but around the globe [21, 45] could support the idea that it plays a “bank” role,
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being like a dormancy stage of Micromonas compared to other species[46]. Foulon et al.[21]
also evoked a possible niche partitioning over depth, although depth partitioning has not been
observed yet in Mamiellophycae [24].
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Figure IV.3 Micromonas thermal response inside the TARA ocean data set. (a) NMDS
analysis of stations according to Bray-Curtis distance between ecotypes fitted by significant
environmental variables (p-value < 0.05). (b) Map of the TARA transect with station where
18s data were available from Vargas et al. (2015) [12]. (c) Relative abundance per station as
response to temperature for the 6 ecotypes : data (circles) and polynomial regression (solid
line) fitted with the 95% confidence interval (shaded area).

IV.2.3.5 Global diversity within the Micromonas genus

To get a better comprehension of the thermal niche partition of Micromonas at the global scale,
we propose a simple index to relate Micromonas diversity to the global sea surface temperature
(SST, Fig. IV.4 - Supplementary Fig. IV.13). We computed a Shannon-like based intraspecific
diversity index from the growth response of a given ecotype i to a considered local temperature
T according to the equation :

H(T ) =

∑n
i=1Diln(Di

Hmax
with Di =

µ(T )i
µopti

(IV.1)

where Hmax is the maximal potential intra-diversity index for Micromonas (Supplementary Fig.
IV.14). At each sampling station of the TARA transect, the SST then provides a theoretical
Shannon-like index. Model predictions of diversity within clades turn out to accurately compare
to the diversity estimated from the 18S sequences data (spearman test : ρ = 0.42, p-value =
0.003 on row data), especially for the first 10000 km of the TARA transect (Fig. IV.4a), thereby
validating our theoretical developments. The diversity index is maximal at the beginning of the
transect before observing a fluctuating trend of decreases and increases through the cruise path
(Fig. IV.4a).
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Figure IV.4 Global diversity inside the Micromonas genus. (a) Potential Shannon diversity
index (H) calculated with satellite SST data averaged from 1993 to 2012 from the Copernicus
Marine Environment Monitoring Service. Pies plot represent the relative Micromonas abun-
dance (from TARA data) for ocean regions : Mediterranean Sea (Med S- gray circles), Red
Sea (Red S - red circles), Indian Ocean (Ind O - orange circles), South Pacific Ocean (S Pac
O - blue circles), Southern Ocean (S O - white circles) and South Atlantic Ocean (S Atl O
- pink circles). Circles represent the localisation of each station. (b) Potential diversity index
along the TARA Transect for TARA data (blue circles) and our model (red circles) fitted by
a polynomial regression with 95% confidence interval.

When running this Micromonas diversity model at the global scale, the predicted diversity is
minimal at the poles (Lat > 60◦N and >50◦S) and at the equator (between 20◦N and 20◦S),
especially in the Indian Ocean and the Pacific Ocean (Fig. IV.4b). Maximum diversity levels
are found from 20 to 60◦N and from 20 to 40◦S. Micromonas diversity calculated on the TARA
Ocean data (pie plots in Fig. IV.4) show a very good match with model predictions of oceanic
regions with high diversity (Mediterranean Sea, South Pacific Ocean and South Atlantic Ocean)
and oceanic regions with low diversity (Red Sea and Southern Ocean). The Indian Ocean is
partitioned into regions with low diversity in the north and high diversity in the south.
Our simulated, global Micromonas diversity was compared to that computed by Thomas et al.[2]
(See their Supplementary), revealing very different patterns. Such discrepancy lies in the fact
that Thomas et al.[2] represented the entire Micromonas genus using only one thermal response.
On the contrary, when comparing the diversity analysis of the whole phytoplankton community,
the global patterns described in their study closely matches with our simulations of Micromo-
nas ecotypes diversity. This result supports the ideas that the diversified thermal responses of
Micromonas ecotypes are actually representative of the whole phytoplankton community and
likely explain the overall success of the genus to colonize very contrasted biotope [17, 21]. We
conclude that Micromonas is a relevant marker of biodiversity at the phytoplankton community
scale.

IV.2.3.6 Diversity and evolution within the Micromonas genus in a warmer
ocean : Importance of the adaption time scale

To explore the impact of future temperature changes on Micromonas diversity, we used the SST
projection for the years 2001 to 2100 (Fig. IV.5). In order to better account for the adaptation
capability, we propose a very simple adaptive model. This model assumes that the evolution time
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scale is related to the local doubling time ln(2)
µi

of each ecotype i. Adaptation is thus faster for the
warm type ecotypes in warm environments. The adaptation dynamics describes the evolution
of the cardinal temperatures (Tmin, Topt and Tmax) from their present value to their value at
the end of the century. The evolution rate is parameterized by the typical number of generation
Na required to adapt to a different temperature, i.e. to shift the cardinal temperature Tc to the
asymptotic cardinal temperature T ∗

c defined at evolutionary equilibrium for SST temperature
T . The evolution dynamics for each cardinal parameter Tc,i is then given by the following simple
first order equation :

dTc,i

dt
=

−µ(T (t), Tc)i
ln(2)Na

(T ∗
c,i(T (t))− Tc,i(t)) (IV.2)

Where Tc,i is computed from the relationships in Tab. IV.1.

We ran this model for different Na, from fast adaptation scales to temperature change (Na
= 100 generations) to slow adaptation scales (Na = 1000000 generations) and calculated the
evolution of ecotypes diversity between the present period (2005 to 2014) and future period
(2091 to 2100). We considered that the thermal niche is constant over these two periods i.e. that
cardinal parameters can only evolve through the “horizontal-shift” hypothesis [47] (for more
details see Methods). Between these two periods, SST will increase over the whole ocean surface
with anomalies higher than 5◦C in some regions except for a few regions near 60◦N and S (Fig.
IV.5a).
Surprisingly, our model predicts that a fast evolution of cardinal parameters will lead to a
decrease in Micromonas diversity (Fig. IV.5b). Indeed, our model predicts that the positive
changes in diversity (it i.e. rise of diversity between the two periods) will increase with the
number of generations (Na) required for adaption. This unexpected result is certainly due to
two reasons : first, the doubling time is directly dependent on temperature, so faster growth rates
should lead to a faster adaptation dynamics. Because the growth rate is directly related to TS ,
Micromonas is expected to adapt faster in the tropics than in the poles. Second, SST variability
at short time scale is higher than the SST evolution range at the century scale. Assuming
that phytoplankton adapts rapidly to a fast local temperature change and shifts its cardinal
parameters from (T t

c ) at time t to (T t+1
c ) at time t + 1. Another abrupt change in the thermal

environment can become very unfavourable to growth with cardinal temperatures T t+1
c , while

it was possible with the original parameters T t
c . In this case, adaption is counter-productive and

the rapid evolution of cardinal parameter in a fluctuating environment might be unfavorable.
These abrupt changes in thermal environment highly impact phytoplankton in two cases : first, in
a warmer environment where Tmax is close to TS and second, in a cold environment where Tmin is
close to TS . Thereby, there is a trade-off between the capacity to grow (µ(T )), the evolution time
scale (Na) and the SST local dynamics. With the considered SST evolution, the threshold for
Micromonas counter-productive evolution is Na∗ = 22000 generations. No evolution is further
observer when more than Na∗ generations are required for adaption. That is, if evolution takes
too long compared to the rate of change of the environmental factor, adaptation will never have
time to occur. The evolution outcomes in a changing world are thus strongly dependent on the
adaptation rate (Fig. IV.5c, d). Micromonas diversity will increase in only 10% of the surface
ocean for the fast evolution scenario (Fig. IV.5c) whereas it will increase by 40% for the slow
evolution scenario (Fig. IV.5d - Supplementary Fig. IV.16). This increase in diversity will occur
mostly at high latitudes (above 55◦). In contrary, in the tropics, changes in diversity will be
limited in the fast evolution scenario compared to the slow evolution scenario where diversity
will decrease. Thomas and collaborators, who did not include any adaptation dynamics, ended
up with similar conclusions than the slow evolution scenario (with the same SST projection



IV.2 Thermal niche partition in the picoeukaryote Micromonas : probing for consequences of

a warming world 77

dataset [2]).
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Figure IV.5 Evolution of Micromonas diversity in a warmer ocean. SST projection were
obtained from NOAA GFDL329 CM2.1 [48, 49] driven with the SRES A2 emissions scenario
[50]. (a) SST anomalies between the future period (2091 to 2100) and the actual period (2005
to 2014). (b) Fraction of the surface of the ocean where de change in diversity is superior
or lower than 5% change between the future period and actual period for different evolution
time scale. (c) Percentage change in Micromonas diversity between present period and future
period for a fast evolution (Na = 100). (d) Percentage change in diversity between present
period and future period for a slow evolution (Na = 1000000).

IV.2.4 Conclusion

This study describes niche partitioning in the marine picoeukaryote Micromonas. We show
that this genus evolved into different ecotypes which discriminate according to their sensitivity
to temperature. Our model prediction were validated by in situ data from TARA campaign
suggesting that temperature is a sufficient descriptor of the textitMicromonas distribution. The
diversity within this genus is corroborated to the diversity pattern of the whole phytoplankton
community approving the idea that it is a sentinel organism to climate change. The ability of
phytoplankton to adapt in a warming ocean will not only depend on the average temperatures at
the end of the century, but also to the interplay between the adaptation dynamics and the rapid
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local temperature variations. Following the evolution at short time scale in this community,
especially in the regions where temperature is expected to rapidly fluctuate will therefore be
of particular interest to better understand the adaption dynamics, and thus construct a more
accurate picture of phytoplankton evolution in a changing ocean. This study also illustrates
how multidisciplinary approaches combining experiments and theoretical models can provide a
better understanding of the human impact on marine life in an anthropogenic ocean.

IV.2.5 Methods

Physiological experiments.

Eleven Micromonas sp. strains were selected in the RCC according to their isolation site be-
longing a latitudinal gradient and their clade (Supplementary Table IV.2 and Fig. IV.6). Cells
were grown in batch conditions and acclimated at different temperatures during a period of
two months with a 12 :12 light signal with an intensity of 100 µEm−2s−1. Temperature growth
experiments were realised in nine temperature controlled chambers set at 4, 7.5, 9.5, 12.5, 20,
25, 27.5, 30 and 32.5◦C. Cell concentration and chl a concentration were determined on fresh
samples using flow cytometry according to [51]. Photosynthetic capacity was measured as the
quantum yield of photosystem II (FV /FM ) at 440 nm excitation wavelength using a Pulse Am-
plitude Modulation Fluorimeter. FV /FM was calculated according [52]. Maximum cell growth
rate (µmax) was calculated as the slope of the linear regression model relating cell concentration
logarithm vs. time. Cardinal Temperature Model with Inflection (CTMI model) from [36] was
used to calculate optimal temperature of growth (Topt) where growth rate is optimal (µopt),
minimal and maximal temperature of growth (Tmin and Tmax) where µ = 0.

Thermal niche partitioning analysis.

Thermal environment dataset. Using Sea Surface Temperature (SST) from the National
Oceanic and Atmospheric Administration’s (NOAA), we built a dataset gathering the environ-
mental temperature at the isolation site for 57 Micromonas strains referred in the RCC. At each
strain’s isolation site, we retrieved the yearly average SST (TS), minimum SST (T−

S ), maximal
SST (T+

S ) and thermal amplitude (T+
S − T−

S ) averaged on 10 years (2005 to 2014).
Relation between strains and environmental temperatures. To identify possible, specific
ecotype in all isolated strains, a non-metric dimensional scaling (NMDS) was realized on a eu-
clidean distance matrix computed on the thermal environment dataset (T−

S , TS , T
+
S , T+

S − T−
S )

using the R package vegan [53]. Relationships between environmental temperatures (T−
S , TS , T

+
S ,

T+
S −T−

S ), latitude of the isolation site (Lat) and the species cardinal parameters (Tmin,Topt,Tmax

and µmax) were calculated for the eleven strains that we grew in the laboratory. We tested
simple and multiple linear regression models and chose the best relationship according to a high
R2

adjusted and p-value < 0.05. These relationship were used to determine cardinal parameters of
non-experimentally tested strains.
For each ecotype, we computed 100000 growth vs. temperature curve with with the BR model
[36] and cardinal parameter of the i-th ecotype aleatory taken from the parameter distribution
(assuming an equiprobable repartition of the parameters in the interval [p∗ − 2σ, p∗ + 2σ]. Fi-
nally, averaged cardinal parameters were used to obtain the typical temperature response of
each ecotype with the BR model [36].

http://iridl.ldeo.columbia.edu/SOURCES/NOAA/NCEP/EMC/CMB/GLOBAL/Reyn_SmithOIv2/monthly/sst/
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TARA statistical Analysis

Temperature inside the dataset. To explore the role of temperature we computed an NMDS
on a Bray-Curtis distance matrix calculated from a community matrix (expressed in percentage
of barcode) with the R package vegan [53]. We then fitted environmental variables in the ordi-
nation space with the vegan function envfit [53] with p-value based on 999 permutations was
used to assess the significance of the fit.
Ecotype temperature distribution. The Micromonas distribution for each ecotype was com-
puted against temperature for each TARA station. We then computed Loess regressions with
polynomial fitting to illustrate the temperature patterns with the R package ggplot2 [? ].

Global temperature response and diversity index

Global SST dataset. We used global SST data from the Copernicus Marine Environment
Monitoring Service (product : GLOBAL REP PHYS 001 013) to calculate monthly averages
SST in the period 1993 - 2012.
Ecotypes distribution. Cardinal parameters (Tmin, Topt, Tmax) and optimum growth rate
µopt for each ecotypes i were used to calculate the growth rate µ(T )i for each temperature T .
Then, normalized distribution d(T )i of each ecotype was calculating following the equation :

d(T )i =
µ(T )i
µopti

for each temperature of the global ocean, with µ(T )i were calculated with the BR
model from [36]
Intraspecific diversity index. From the global SST dataset, we compute a Shannon-like index
[54] (here denoted intraspecific diversity index) inside the Micromonas genus according to the
equation IV.1 and compare this index to the TARA Micromonas intraspecific diversity index
for the station s computed as follows :

HTARA(s) =

∑n
i=1

E(s,i)∑n
i=1 E(s,i)

ln( E(s,i)∑n
i=1 E(s,i)

)

Hmax
(IV.3)

Where E(s, i) is the number of barcodes for the Micromonas ecotype i at the station s. The
TARA dataset was used along the transect from station 4 to 125 [12]. The distance between
stations was calculated as a distance as the crow flies following the equation :

D(A,B) = Rcos−1[sin(a)sin(b) + cos(a)cos(b)cos(c− d)] (IV.4)

With D(A, b) is the distance as the crow flies between the TARA stations A and B, R the earth
radius in radian, a and b the latitude in radian of the station A and B respectively, c and d the
longitude in radian of the station A and B respectively.

Cardinal Parameters Evolution

SST projections. Projections of global future temperature regimes were obtained from the
NOAA GFDL CM2.1 [48, 49] driven with the SRES A2 emissions scenario [50]. This dataset is
the same used by [2] and goes from 2001 to 2100.
Cardinal Parameters Evolution. We used this SST dataset to explore the evolution of
diversity in a warmer ocean. Evolution of cardinal parameters was computed as follow :
1) Thermal niche. Ecotype were able to switch their thermal response according to the evolution
of the experimented SST. This means that the thermal niche (Tmax − Tmin) is constant from



80 Réponse à la température du genre Micromonas

2001 to 2100.
2) Cardinal Parameters evolution. The evolution of the three cardinal parameters (Tc,i : Tmin,
Topt or Tmax) following the equation :

dTc,i

dt
=

−µ(T (t), Tc)i
ln(2)Na

(T ∗
c,i(T (t))− Tc,i(t)) (IV.5)

Where T ∗
c,i(T (t)) is the cardinal temperature of the ecotype i, at evolutionary equilibrium for

the SST temperature T (Supplementary Fig. IV.15). We integrate the equation IV.5 every year
with the conditions :

Tc,i(t) = Tc,i(t− 1) (IV.6)

T ∗
c,i(t) = Tc,i(t) + δ(t) (IV.7)

With δ(t) is the temperature difference between the year t and t− 1 for the grid position z(l, L)
with l the longitude and L the latitude. At time t = 0, cardinal parameters are equal to the
initial cardinal parameters calculated previously with the consolidated model. The evolution rate
for the ecotype i depends on Na, a constant expressed as the number of generations necessary
to go to the evolutionary equilibrium.
3) Evolutive growth rate at time t. For each ecotype i, we calculate the evolutive growth rate
(µevo(T (t)i) for different Na (100, 365, 1000, 2500, 5000, 7500, 10000, 40000, 100000, 500000,
1000000) with the cardinal parameter Tc,i(T (t)) at each grid position z(l, L) thanks to the BR
model from [36]. Cardinal parameter evolution and µopt is limited with the ’envelope’ growth
curve for Micromonas genus (Fig IV.2b) according the µopt vs. Topt curve of the Micromonas
ecotypes calculated with the BR model from [36].
5) Future Micromonas diversity. With the evolutive growth rate µevo(T (t))i, we calculated the
distribution of each ecotype i according the equation :

Di =
µevo(T (t))i
µopt(t)i

(IV.8)

Then, we calculated the yearly averaged diversity for two periods : the actual periods ta from
2005 to 2014 and the future period tf from 2091 to 2100 and measure the percentage of change
as follow :

Hano =
(Htf −Hta) ∗ 100

Hta
; (IV.9)

With Hanno the percentage of diversity change between ta and tf , Htf the global Micromonas
intraspecific diversity during the period tf and Hta the global Micromonas intraspecific diversity
during ta.

IV.2.6 Supplementary information
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Figure IV.6 The eleven RCC strains isolation site plotted on a Sea Surface Temperature
(STT) map from NOAA. Coloured stars represent Micromonas clades.
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Table IV.2 Information regarding the Micromonas strains used in the study. Thermal envi-
ronment information of the isolation sites are expressed in ◦C : yearly averaged temperature
(T S), minimal temperature (T−

S ), and maximal temperature (T+
S ). Cardinal parameters are

expressed in ◦C : minimal temperature of growth (Tmin), optimal temperature of growth (Topt)
and maximal temperature of growth (Tmax). The optimal growth temperature (µopt) is expres-
sed in day−1. Finally, the latitude of each isolation sites (Lat) is expressed in degree and the
temperature of culture (TRCC) is in

◦C.

RCC # Clade TRCC T S T−
S T+

S Tmin Topt Tmax µopt Lat

114 C 20 11.48 3.85 20.63 5.01 24.49 30.68 0.82 41.5

299 A 20 24.89 22.7 27.23 7.9 29.29 35 1.28 22

451 A 20 17.67 10.99 25.34 9.31 25.04 32.58 0.87 38.5

497 C 20 18.02 13.07 24.2 -1.59 23.51 30 0.91 41.5

746 B 15 16.02 13.23 19.31 4.59 19.18 23.57 0.92 42.5

829 B 20 19.72 14.00 26.73 1.37 26.72 32.51 1.08 40.75

834 C 20 12.77 9.08 16.73 5.11 23.94 28.44 0.86 50.5

1697 A 15 10.12 5.76 15.90 -7.93 24.04 27.5 0.85 59

1862 B 15 13.62 9.91 17.58 -6.42 23.01 28.92 0.99 48.5

2257 B polar 4 -0.38 -1.79 3.11 -7.02 7.53 15.07 0.47 71

2306 B polar 4 -0.33 -1.79 3.21 -7.02 7.53 15.07 0.43 71

Table IV.3 Cardinal parameters for the 6 ecotypes.

Ecotype Tmin Topt Tmax µopt Thermal niche

A cold 1.05 19.72 26.47 0.80 25.42

A warm 8.56 28.32 34.58 1.16 26.02

B polar -4.08 12.07 19.25 0.50 23.04

B cold 0.63 21.07 27.74 0.90 27.1

B warm -0.85 26.82 33.16 1.06 34

C 2.39 24.80 31.25 0.98 28.85
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Figure IV.7 Phylogenetic analysis on 82 18S sequences of RCC strains based on the alignment
of [22].
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Figure IV.8 Boxplot of the latitude of the Six phylogenetic groups of Micromonas.

Figure IV.9 Linear relationship between the minimal temperature of growth (Tmin) and en-
vironmental temperatures for the eleven strains tested experimentally.
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Figure IV.10 Linear relationship between the maximal temperature of growth (Tmax) and the
optimal temperature of growth (Topt) for the eleven strains tested experimentally.
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Figure IV.11 Boxplot of cardinal parameters and optimal growth rate for the 6 Micromonas

groups.
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Figure IV.12 Thermal niche for the six Micromonas groups. Error bar represent the standard
deviation.

Figure IV.13 Yearly averaged SST from the Copernicus Marine Service Monitoring for the
period 2005 to 2014.
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Références

[1] Pachauri R.K., Allen M.R., Barros V.R., Broome J., Cramer W., Christ R.,
Church J.A., Clarke L., Dahe Q., Dasgupta P., et al., 2014. Climate change 2014 :
synthesis Report. Contribution of working groups I, II and III to the fifth assessment report
of the intergovernmental panel on climate change. IPCC.

[2] Thomas M.K., Kremer C.T., Klausmeier C.A., Litchman E., 2012. A global pattern
of thermal adaptation in marine phytoplankton. Science 338(6110) :1085–1088.

[3] Irwin A.J., Finkel Z.V., Müller-Karger F.E., Troccoli Ghinaglia L., 2015. Phy-
toplankton adapt to changing ocean environments. PNAS (112) :5762–5766. .

[4] Reid P.C., Fischer A.C., Lewis-Brown E., Meredith M.P., Sparrow M., Andersson

A.J., Antia A., Bates N.R., Bathmann U., Beaugrand G., et al., 2009. Impacts of the
oceans on climate change. Advances in Marine Biology 56 :1–150.
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Berney C., Le Bescot N., Probert I., et al., 2015. Eukaryotic plankton diversity in the
sunlit ocean. Science 348(6237) :1261605.

[13] Lovejoy C., Warwick V.F., Bonilla S., Roy S., Martineau M.J., Terrado R., Pot-
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V.1 Présentation du chapitre

V.1.1 Contexte

Ce chapitre fait l’objet d’un article accepté dans la revue The ISME Journal (Demory et al.
in press) et explore l’impact de la température sur les interactions entre la picoeucaryote Mi-
cromonas et ses virus. Cette étude est en grande partie expérimentale et a été réalisée à la
Station Biologique de Roscoff au sein de l’équipe ≪ Diversité et Interactions au sein du Plancton
Océanique ≫ (DIPO) de l’UMR 7093 de juillet 2014 à septembre 2015. Durant cette période,
nous avons encadré une stagiaire de deuxième année de Master Océanographie et Environnement
Marins (OEM - UPMC), Laure Arsenieff, qui nous a aidé à la mise en place et à la réalisation
des expériences.

V.1.2 Principaux résultats

Dans cet article, nous présentons l’impact de la température sur le decay des virus et sur les inter-
actions entre Micromonas et les prasinovirus. Premièrement, les trois virus étudiés présentent
des taux de perte d’infectiosité et de dégradation différents selon la température. Ces taux
ont tendance à augmenter avec la température. Deuxièmement, les cinétiques d’infection sont
différentes selon la température. La dynamique d’infection et la production de virus augmentent
avec la température jusqu’à la température optimale de l’hôte. Au-delà de cette température,
les dynamiques deviennent plus complexes suggérant un changement de stratégie d’infection,
qui passerait de lytique à chronique. Pour finir, une forte corrélation entre les paramètres d’in-
fection et le taux de croissance a été observée, suggérant que l’impact de la température sur le
métabolisme de l’hôte est le facteur contrôlant l’infection.



V.2 Temperature is a key factor in Micromonas – virus interactions 97

V.2 Temperature is a key factor in Micromonas –

virus interactions

David Demorya,b, Laure Arsenieffc, Nathalie Simonc, Christophe Sixc,
Fabienne Rigaut-Jalabertd, Dominique Mariec, Pei Gec, Estelle Bigeardc,
Stephan Jacquete, Antoine Sciandraa, Olivier Bernarda,b, Sophie
Rabouillea and Anne-Claire Baudouxc

a Sorbonne Universités, UPMC Univ Paris 06, CNRS, UMR 7093, LOV, Observatoire
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V.2.1 Abstract

The genus Micromonas comprises phytoplankton that show among the widest latitudinal dis-
tributions on Earth and members of this genus are recurrently infected by prasinoviruses in
contrasted thermal ecosystems. In this study, we assessed how temperature influences the inter-
play between the main genetic clades of this prominent microalga and their viruses. The growth
of 3 Micromonas strains (Mic-A, Mic-B, Mic-C) and the stability of their respective lytic vi-
ruses (MicV-A, MicV-B, MicV-C) were measured over a thermal range of 4 to 32.5 ◦C. Similar
growth temperature optima (Topt) were predicted for all three hosts but Mic-B exhibited a broa-
der thermal tolerance than Mic-A and Mic-C, suggesting distinct thermoacclimation strategies.
Similarly, the MicV-C virus displayed a remarkable thermal stability compared to MicV-A and
MicV-B. Despite these divergences, infection dynamics showed that temperatures below Topt

lengthened lytic cycle kinetics and reduced viral yield and, notably, that infection at tempera-
tures above Topt did not usually result in cell lysis. Two mechanisms operated depending on the
temperature and the biological system. Hosts either prevented the production of viral progeny
or they maintained their ability to produce virions with no apparent cell lysis, pointing to a
possible switch in viral life strategy. Hence, temperature changes critically affect the outcome of
Micromonas infection and have implications for ocean biogeochemistry and evolution.

V.2.2 Introduction

Viruses represent the most abundant biological entities known on Earth and they are likely to
infect any form of life in the ocean [1, 2]. Over the past decades, it has become evident that
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viruses play a pivotal role in marine ecosystems, especially through their profound influence on
the structure and the functioning of microbial communities (see Brum and Sullivan 2015 for
recent review [3]). The ecological impact of viral infection is however largely determined by the
different viral life strategies. Lytic viruses replicate and kill their host by cell lysis. This mode
of infection influences ocean productivity and biogeochemistry by altering the dynamics, struc-
ture, and the function of microbial assemblages [1, 4] but also the recycling of organic matter
through the viral shunt [4–6]. Lysogenic viruses affect the microbial evolution by inserting their
own nucleic sequence into their host genome, which may provide the host with new functional
traits and immunity against superinfection [7, 8]. The ecological incidence of chronic infections,
by which viruses disseminate by budding or diffusion through host membranes, have been much
less documented in marine ecosystems [9, 10]. Despite the global impact of viral infection in the
ocean, the regulation of infection dynamics and the relative share among the different infection
strategies remain far from understood [11].
Several field studies have evidenced latitudinal variations of virus-induced mortality in marine
microbial assemblages. For example, increasing viral lysis rates of phytoplankton were recorded
from high to low latitudes across the North Atlantic Ocean and, interestingly, correlated positi-
vely with temperature and salinity [12]. Consistent with this finding, high incidence of lysogeny
and low viral lysis rates were shown to occur in low temperature ecosystems such as polar, meso-
pelagic and deep-sea waters or during cold periods in temperate systems [13–17]. These studies
suggest that viral life strategies other than lytic infection might prevail in cold environments or
periods of low productivity. However, other field studies reported contradictory trends [18, 19]
and it is still unclear whether temperature driven shifts in viral infection dynamics and strategy
represent a global pattern or arise from local processes.
Laboratory studies on virus-host model systems in controlled conditions have proven essential
to address such fundamental question. These approaches have shown that temperature may in-
fluence the infection process by regulating viral abundance and infectivity. Most marine virus
isolates tolerate low temperatures whereas increasing temperatures tend to induce loss in infec-
tivity and ultimately inactivation of the viral particles [20–23]. Nevertheless, as viruses generally
exhibit a broader thermotolerance than their hosts [24], and because the optimal temperature
for lytic replication (i.e. the temperature that generates fast host lysis and/or high viral yield)
generally matches the host optimal growth temperature, it is usually assumed that the impact
of temperature on viral infection mostly arises from changes in host metabolism. Temperature
driven changes in host physiology were indeed shown to alter the kinetics of viral lysis, possibly
inducing the development of viral resistance [20, 25, 26] or switches from a lysogenic to lytic
lifestyle [27]. Altogether, these studies point to important regulatory roles of temperature for vi-
ral infection. However, extrapolating results from culture studies to natural ecosystems remains
risky given the paucity and the representativeness of the studied virus –host systems.
The cosmopolitan picophytoplankter Micromonas (Mamiellophyceae, Mamiellales) usually do-
minates the coastal eukaryotic phytoplankton communities from polar to tropical waters [28–
32]. Members of this prominent genus are distributed in 3 discrete genetic clades [30, 33] that
are all susceptible to viral infection [23, 34]. Previous studies demonstrated that Micromo-
nas viruses (MicVs) are ubiquitous, highly dynamic, and induce substantial mortality through
cell lysis events in natural and cultured populations [34–39]. The majority of known MicVs
are lytic dsDNA viruses affiliated to the Phycodnaviridae family and the genus Prasinovirus
[23, 35, 40, 41], which may represent the most abundant viruses of eukaryotic marine plankton
[42, 43]. Micromonas is among the phytoplankters that shows the widest latitudinal distribution
on Earth and thereby inhabits waters with contrasted temperatures. Hence, Micromonas-virus
system constitutes a particularly relevant biological model to investigate how temperature im-
pacts host–virus interactions.
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To address this problem, we examined the thermal responses of 3 Micromonas strains that be-
long to the three main clades and 3 genetically distinct viruses and monitored the dynamics of
the viral infection across a large thermal gradient.

V.2.3 Material and Methods

Algal and virus culture conditions

Micromonas sp. strains RCC451, RCC829 and RCC834 (hereafter referred to as Mic-A, Mic-B
and Mic-C ; Table V.1) that belong to the phylogenetic clades A, B, and C, respectively were
retrieved from the Roscoff Culture Collection. Algal cultures were grown in batch conditions
in ventilated polystyrene flasks (Nalgene, Rochester, NY, USA) in K-Si medium [44]. Cultures
were maintained under 100 µmol photons m2 s−1 of white light provided by fluorescent tubes
(Mazda 18WJr/865) using a 12 :12 light :dark cycle, in temperature controlled chambers at 4,
7.5, 9.5, 12.5, 20, 25, 27.5, 30, and 32.5 ◦C (Aqualytic, Dortmund, Germany). Cultures were
thermo-acclimated for several months by multiple serial transfers of early exponentially growing
cells.
Viral strains RCC4253, RCC4265 and RCC4229 (hereafter referred to as MicV-A, MicV-B and
MicV-C) that are lytic toMicromonas Mic-A, Mic-B, and Mic-C, respectively, were chosen based
on the characterization conducted in Baudoux et al. (2015 [34] ; Table V.1). Viral lysates were
produced by infecting host cultures grown at 20 ◦C. The model system Mic-B / MicV-B was
explored in detail because of its large thermal range.

Table V.1 Micromonas and virus strains used in this study. Mic-A, Mic-B, and Mic-C strains
belong to Micromonas clade A, B, and C, respectively.

Clade

Micromonas Virus

RCC # Strain
name*

Isolation
site and
date

RCC # Strain
name

Isolation
site
and date
(mm/dd/yy)

Host
range §

Latent
period
at 20o C
(hours) §

polB ac-
cession
numbers

A RCC451 Mic-A 72.2 W
34.8 N
07/11/80

RCC4253 MicV-A 3.57 W
48.45 N
09/28/09

Clade A < 5 KP734133

B RCC829 Mic-B 14.3 E
40.7 N
01/08/97

RCC4265 MicV-B 3.57 W
48.45 N
09/28/09

Ckade A
and B

13 KP734154

C RCC834 Mic-C 4.2 W
50.4 N
01/01/50

RCC4229 MicV-C 3.57 W
48.45 N
03/02/09

Clade C 24-27 KP734144

* These denominations are used only in this study
§ These informations are from Baudoux et al. (2015) [34]

Flow cytometry

All flow cytometric analyses were carried out using a flow cytometer FACS Canto II (Becton
Dickinson, San Jose, CA, USA) equipped with an air-cooled argon laser at 488 nm. Green
fluorescence intensity (530 nm emission), red fluorescence intensity (emission > 660 nm), side
scatter (SSC) and forward scatter (FSC) were normalized with standard 0.95 µm fluorescent
beads (YG, Polysciences, Warrington, PA, USA).
Micromonas cell abundances (Figure V.1a) were determined using the SSC and the red fluores-
cence signals. The samples were analyzed for 1 min at the appropriate flow speed according to
culture concentration in order to avoid coincidence events [45]. The growth rates of Micromonas
Mic-A, Mic-B and Mic-C acclimated from 4 to 30 ◦C were computed as the slope of ln(Nt) vs.
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time plot, where Nt is the cell number at time t. All measurements were done on at least 4
replicates.
In addition, cell membrane permeability, used as a proxy for viability, was monitored by flow
cytometry using SYTOX-Green. This dye is a membrane-permeant nucleic acid probe (Life
Technologies, Saint-Aubin, France), that only binds to nucleic acids of cells that have comprised
membranes. SYTOX-Green (0.5 µM final concentration) was added to fresh sample and the
mixture was incubated for 5 min in the dark at the corresponding growth temperature [46].
Cells with compromised membranes were discriminated based on their higher green fluorescence
(Figure V.1b). Viral abundances were determined on glutaraldehyde fixed samples (0.5% final
concentration, Grade II, Sigma Aldrich, St Louis, MO, USA) stored at -80 ◦C until analysis.
Flow cytometry analysis was performed as described by Brussaard (2004) [47]. Briefly, samples
were thawed at 37 ◦C, diluted in 0.2 µm filtered autoclaved TE buffer (10 :1 Tris-EDTA, pH
= 8) and stained with SYBR-Green I (concentration, Life Technologies, Saint-Aubin, France)
for 10 minutes at 80 ◦C. Virus particles were discriminated based on their green fluorescence
and SSC during 1 min analyses (Figure V.1c). All cytogram analyses were performed with the
Flowing Software freeware (Turku Center of Biotechnology, Finland).
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Figure V.1 Flow cytograms representing (A) Micromonas cells discriminated using the red
fluorescence and the side scatter channels for total cell enumeration, (B) Micromonas mem-
brane integrity upon SYTOX-Green staining which discriminates dead cells and live cells based
on the green fluorescence channel. (C) MicV particles discriminated by their green fluorescence
and side scatter channels upon staining with the nucleic acid dye SYBR-Green.

Micromonas growth rate modelling

A Cardinal Temperature Model with Infection (CTMI model) relying on experimental growth
rates was used to calculate the optimal growth temperature (Topt), for which growth rate is opti-
mal (µopt), and the minimal and maximal growth temperatures (Tmin and Tmax) beyond which
growth rate is assumed to be zero [48]. The determination of these parameters was essential
to select the appropriate temperature for infection experiments. Cardinal temperatures (Tmin,
Topt, and Tmax) of Micromonas and thermal growth response were predicted using the relation :
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µmax =











0 for T < Tmin

µopt.φ(T ) for Tmin < T < Tmax

0 for T > Tmax

Where φ(T ) = (T−Tmax)(T−Tmin)
2

(Topt−Tmin)[(Topt−Tmin)(T−Topt)−(Topt−Tmax)(Topt+Tmin+2T )]

The same algorithm was used in Bernard and Rémond (2012) [48] to identify model parameters
and the confidence intervals were determined with a jackknife method with a 95% threshold.

Pulse Amplitude Modulated fluorimetry

The quantum yield of photosystem II of algal cells was determined using a pulse amplitude
modulated fluorometer (Phyto-PAM, Walz) connected to a chart recorder (Labpro, Vernier) in
order to monitor the impact of temperature and viral infection on host photophysiology. After 5
min relaxation in darkness, the non-actinic modulated light (450 nm) was turned on in order to
measure the fluorescence basal level, F0. A saturating red light pulse (655 nm, 4 000 µmol quanta
m−2 s−1, 400 ms) was applied to determine the maximum fluorescence level in the dark-adapted
sample, FM . The maximal photosystem II fluorescence quantum yield of photochemical energy
conversion, FV /FM , was calculated using the following formula :

FV

FM
=

(FM − F0)

FM

Measuring the effect of temperature on virion infectivity and abundance

Freshly produced 0.2 µm filtered (Polyethersulfone membrane) viral lysates of MicV-A, MicV-B
and MicV-C were diluted in K-Si culture medium to a final concentration of 106 viral particles
mL−1. Aliquots of these viral suspensions were incubated in darkness at 4, 7.5, 12.5, 20, 25, 27.5,
30 ◦C, which corresponds to the global temperature range encountered in the ocean. Samples
for total virus abundance and infectivity were taken once a week and once every two weeks,
respectively, during 6 weeks. Viral abundance was monitored by flow cytometry as described
above. Viral infectivity was assessed using end-point dilution method (Most Probable Number
method MPN ; Taylor, 1962). To this end, virus suspensions were serially diluted (10-fold incre-
ments) in exponentially growing Micromonas cultures in 48-multiwell plates and incubated at
20 ◦C for 10 days. Each serial dilution was done in triplicate along with a control, non-infected
Micromonas culture. After incubation, the cultures that underwent lysis, as seen by the colour
change, were counted and the infectious virus concentration was determined with the software
Most Probable Number (MPN ; version 2.0, Avineon, U.S Environmental Protection Agency).

Particle degradation and decrease in infectivity rates (respectively ds and di) were calculated
from viral counts and viral infectivity measurements as follows :

ds =
ln(Vt+1 − ln(Vt)

t+1 − t



102 Impact de la température sur les interactions phytoplancton-virus

Where Vt+1 and Vt are the concentration of viral particles at time t+1 and t, respectively, and :

di =
ln(It+1 − ln(It)

t+1 − t

Where It+1 and It are the concentrations of infectious viral particles at time t+1 and t, respec-
tively.

Measuring the effect of temperature on the Micromonas-virus interactions

The effects of temperature on virus-host interactions were assessed by infection dynamics ex-
periments. For the model system Mic-B / MicV-B, host cultures acclimated at 9.5, 12.5, 20,
25, 27.5 and 30 ◦C were prepared at a concentration of 5 105 cell mL−1 and split into four
sub-cultures. Three of the sub-cultures were infected with a fresh, 0.2 µm-filtered virus lysate
of MicV-B at a multiplicity of infection (MOI) of 10. The fourth culture, uninfected, served as
control. Control and infected cultures, incubated at each temperature, were sampled every 3 to
4 hours during 120 hours for measurements of host and viral abundances, host cell membrane
integrity and photosynthetic capacity (see above). Three viral parameters, the latent period,
the viral production, and, when applicable, the burst size, were calculated from viral growth
cycle. The latent period was calculated as the lapse-time between inoculation of viruses in host
culture and the release of viral particles by host cells. A viral production rate was calculated as
the slope of the logarithm curve of viral concentration over time following the equation :

viral production rate =
ln(Vt+1 − ln(Vt)

∆t

With Vt+1 the viral concentration at time t+ 1 and Vt the viral concentration at time t for the
period. If complete host lysis occurred, the burst size (BS) was calculated as the number of viral
particles produced per infected host cell as :

BS =
Vmax − V0

Hmax −Hmin

Where V0 is the viral concentration at t0, Vmax the maximum concentrations of viral particles
during the experiment, and Hmax and Hmin the maximal and minimal host abundances during
the experiment.

For the model systems Mic-A / MicV-A and Mic-C / MicV-C, a simplified experimental setup
and sampling strategy were used. Infection cycles were monitored at only five temperatures :
12.5, 20, 25, 27.5 and 30 ◦C. Infections at 12.5, 20, 27.5 and 30 ◦C were sampled every 10 - 14
hours during 120 hours for host and virus abundance and photosynthetic capacity measurements.
Infections at 25 ◦C were sampled for host and virus abundance every 3 – 4 hours during 28 hours
and every 12 hours for the remaining 96 hours.
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V.2.4 Results

Effect of temperature on Micromonas growth

The growth rate of Micromonas sp. strains Mic-A, Mic-B and Mic-C was measured at tempera-
tures ranging from 4 to 32.5 ◦C (Figure V.2 – Table V.2). The growth responses to temperature
followed a typical, asymmetric bell-shaped curve over the selected temperature range with an
asymptotic increase at temperatures below Topt and an abrupt decline at temperatures beyond
Topt. CTMI model fitting resulted in the determination of optimum growth temperature (Topt)
values of 25.1, 26.7, and 24.3 ◦C for Mic-A, Mic-B, and Mic-C, respectively. Mic-A and Mic-C
showed a similar optimal growth rate (µopt = 0.8 d−1), while Mic-B (µopt = 1.1 d−1) was higher.
Micromonas strain Mic-B exhibited the largest thermal range with a theoretical Tmin of 0.55 ◦C
and Tmax of 32.5 ◦C. Mic-A and Mic-C appeared slightly more restrictive with a positive growth
between 9.6 and 32.5 ◦C and 5.7 – 30.1 ◦C, respectively. Based on these thermal responses, we
investigated the stability of the virus particles and the potential changes in the virus - host
interactions below or at Topt (7.5 or 9.5, 12.5, 20 ◦C and 25 ◦C) and beyond Topt (27.5 and 30
◦C).
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Figure V.2 Growth response to temperature of Micromonas sp. strains Mic-A (red), Mic-B
(green) and Mic-C (blue). Closed circles represent experimental data and solid lines indicate
the fit of the CTMI model from Bernard and Rémond (2012) [48]. Error bars represent the
standard deviation of the data (at 95%, at least n = 3).



104 Impact de la température sur les interactions phytoplancton-virus

Table V.2 Cardinal temperatures (◦C), optimal growth rates (d−1) and their respective confi-
dence intervals (CIlow and CIup) for the three Micromonas strains.

Micromonas strains Mic-A Mic-B Mic-C

Tmin (CIlow - CIup) 9.6 (7.5 – 11.5) 0.55 (-2.3 – 3.3) 5.7 (3.3 – 7.9)

Topt (CIlow - CIup) 25.1 (24.5 – 25.8) 26.7 (25.9 – 27.5) 24.3 (23.4 – 25.2)

Tmax (CIlow - CIup) 32.6 (32.4 – 32.7) 32.5 (32.49 – 32.53) 31.8 (30.3 – 33.2)

µopt (CIlow - CIup) 0.87 (0.82 – 0.92) 1.1 (1.05 – 1.15) 0.83 (0.76 – 0.87)

Thermal stability if Micromonas virions

The thermal stability of the viral particles MicV-A, MicV-B and MicV-C was investigated over
a 6-week period, during which viral infectivity and particle integrity were monitored. Rates of
decay for these two parameters varied considerably among the three viral strains (Figure V.3).
MicV-C was the most stable over the range of selected temperature. MicV-C infectivity and
particle integrity both declined at similar rates between 7.5 ◦C (0.08±0.05 d−1) and 27.5 ◦C
(0.1±0.02 d−1), while infectivity decay rates increased considerably only at 30 ◦C (0.35±0.02
d−1). The infectivity decay rates were globally higher for MicV-A and MicV–B virions, increasing
gradually (from 0.17±0.025 d−1 to 0.44±0.01 d−1) with increasing temperature. In spite of these
considerable losses in infectivity, total counts of viral particles decreased at much lower rates,
suggesting that MicV-A and MicV–B had lost the ability to infect their hosts prior to particle
destruction.
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Figure V.3 Decay rates of viral particles (dashed line) and viral infectivity (solid line) for MicV-
A, MicV-B, and MicV-C exposed to a large range in temperatures over a 6-week incubation
period. Error bars represent the confidence intervals (at 95%, n = 3).
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Impact of temperature on virus - host interactions

Infection dynamics experiments revealed that virus - host interactions were strongly affected by
temperature, but each virus-host systems displayed distinct responses (Figures V.4 and V.6).

Mic-B / MicV-B
Both infection kinetics and the fate of the infected Micromonas cells differed between tempe-
rature treatments. Below Mic-B Topt (25, 20, 12.5, and 9.5 ◦C), MicV-B propagated through a
typical lytic cycle (Figure V.4). The virus latent period increased progressively with decreasing
temperature ranging from < 3 h at 25 ◦C to the 7 – 11 h at 12.5 and 9.5 ◦C (Figures V.4a -
d). Similarly, the rates of virus production was substantially faster at 25 and 20 ◦C (5.76 and
5.52 d−1, Figures V.4c, d) compared to that at 9.5 and 12.5 ◦C (0.48 and 0.96 virus produced
d−1, respectively, Figures V.4a, b). The virus production at 25 and 20 ◦C induced host cell lysis,
which was accompanied by a disruption of host membranes (Figures V.4o, p, Supplementary
Figure V.7) and a decrease in photosynthetic capacity (Figures V.4v, w). The resulting burst
size (139 to 142 virions host−1) was comparable for both temperature treatments. At 12.5 ◦C
and 9.5 ◦C, the host cell lysis was delayed considerably. At these temperatures, control and in-
fected cultures displayed similar growth rates (Figures V.4g, h) and neither the host membrane
integrity (Figures V.4m, n) nor the photosynthetic capacity (Figures V.4s, t) appeared to be
altered by the virus production until 70 h post-infection. The loss in host abundance recorded 70
h post infection (Figures V.4g, h) led to estimate a burst size of 84 virions host−1 at 12.5 ◦C. At
9.5 ◦C, the infected host abundance did not decline during the 120 hours sampling, precluding
calculation of the burst size. Lysis of infected host was nevertheless confirmed by a visual control
(the infected culture became transparent) at 140 hours post-infection.

At temperatures above Topt (27.5 and 30 ◦C), complete host cell lysis was not observed and
viral infections appeared to follow a two-step process. At 27.5 ◦C, virus infection led to a rapid
release of viral progeny (latent period < 3 h) at a substantial production rate (6.24 d−1) until a
plateau in virus concentration was reached after 20 h (Figure V.4e). A second increase in viral
abundance with a production rate of 0.48 d−1 was recorded from after 70 h, which was main-
tained until the end of the experiment. Interestingly, viral infection at 27.5 ◦C did not result in
complete collapse of the host culture (Figure V.4k, Supplementary Figure V.7). A slight decline
in infected host cell abundance (Figure V.4k), membrane integrity (from 100 to 90%, Figure
V.4q) and FV /FM (from 0.55 to 0.45, Figure V.4x) accompanied the first viral burst (BS of
177 virions host−1). However, the second production of viruses did not induce cell lysis. Indeed,
infected host cells grew at slower rates than control cultures (0.62 d−1 compared to 1.11 d−1 ;
Figure V.4k), yet they exhibited unaltered membrane integrity (Figure V.4q) and FV /FM (Fi-
gure V.4x) compared to the control. The estimation of the viral BS was not possible in absence
a host cell lysis ; instead we calculated a viral release of 5 virions cell−1 d−1.

Last, virus infection at 30 ◦C resulted in a reduced production rate of viral progeny (3.6 d−1)
after a latent period of 3 to 7 h and a gradual decay in viral abundance from 35 h until the end
of the experiment (Figure V.4f). As observed at 27.5 ◦C, the viral production was accompanied
by an incomplete host cell lysis (Figure V.4l, Supplementary Figure V.7). The production of
viral progeny and subsequent cell lysis induced slight declines in infected host cell abundance,
membrane integrity (from 100 to 90%, Figure V.4r) and FV /FM (from 0.55 to 0.45, Figure
V.4y). The resulting viral BS reached 49 virions host−1. Yet, we observed a regrowth of infected
host at a rate of 0.81 d−1 (compared to 0.69 d−1 for the control) after 80 h (Figure V.4l) and
restoration of membrane integrity and photosynthetic capacity after 27 h until the end of the
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experiment (Figure V.4 r and y).
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Figure V.4 Viral infection of Micromonas Mic-B by MicV-B at 9.5, 12.5, 20, 25, 27.5, and
30 ◦C. Dynamics of viral abundance (panels a to f, data in grey triangles and mean of two
replicates in black lines), Micromonas abundance (panels g to l) in control (dashed lines and
white circles) and infected (solid lines and black circles) cultures,% cells with intact membranes
(viable cells, panels m to r) in control (dashed lines and white circles) and infected (solid lines
and black circles) cultures, and photosynthetic capacity (panels s to y) of control (dashed
lines and white circles) and infected (solid lines and black circles) cultures are shown. Blues
bars represent the light phases. Error bars were computed from triplicate samples for the host
parameters. Virus particles were enumerated from duplicate samples, so no error bar is shown.

Altogether, these results indicate that rates of viral production were positively related to host
growth rate whereas viral latent period was inversely related to the host growth rates (Figure
V.5). Optimal viral replication (shortest latent period and fastest viral production) occurred at
a temperature between 25 and 27.5 ◦C, which correspond to the optimal growth of Micromonas
Mic-B.

Mic-A / MicV-A and Mic-C / MicV-C
As observed for MicV-B, MicV-A and MicV-C replicated through a typical lytic cycle only below
host Topt (20 and 12.5 ◦C, Figure V.6). At 20 ◦C, viruses were released after latent periods lower
than 14 h and 14 to 24 h for MicV-A and MicV-C, respectively, with virion production rates of
2.64 and 1.44 d−1, respectively. The strong decrease in cell abundance in the infected cultures
indicates that viral production induced complete collapse of the corresponding host culture (Fi-
gure V.6f, Supplementary Figure V.8). The resulting BS reached values of 130 – 158 virions
host−1 and 177 – 197 virions host−1 for MicV-A and MicV-C, respectively (Figure V.6b). At
12.5 ◦C, MicV-A and MicV-C readily propagated in their respective host ; yet the duration of
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Figure V.5 Relationship between viral latent period (dashed line and white circle), viral
production (solid line and black circle), and host growth rate for the system Mic-B / MicV-B.
Linear regressions were statistically robust with an adjusted R2 > 0.85 and a p-value < 0.05.

virus latent periods were prolonged (19 – 29 h) compared to the 20 ◦C treatment with virion
production rates of 1.2 and 0.96 d−1, respectively (Figure V.6a). The release of viral progeny
was accompanied by immediate host lysis and the resulting burst size was reduced for MicV-A
and MicV-C (57 – 69 and 80 – 96 virions host−1 respectively) compared to infection at 20 ◦C
(Figure V.6e, Supplementary Figure V.8).

At temperatures close to Topt (25
◦C), infection by MicV-A and MicV-C did not result in cell

lysis while viruses were still produced (Figure V.6c and g, Supplementary Figure V.8). The
duration of the virus latent periods was similar (7 – 11h and 27 – 31h) compared to the 20 ◦C
treatment with virion production rates of 0.48 and 0.84 d−1, respectively. The resulting growth
rate of infected Mic-A cells was not different to the control (0.8 d−1) whereas infected Mic-C
grew at a lower rate than the control (0.36 vs. 1.02 d−1).

At temperatures beyond host Topt (27.5 and 30 ◦C), infection by MicV-A and MicV-C did not
result in any production of viruses. Infected Micromonas cells were apparently not altered by
the presence of viruses, growing at rates similar to control cultures (Figure V.6d, e, h, i) with
unaffected photosynthetic yields (data not shown).
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Figure V.6 Viral infection of Micromonas Mic-A by MicV-A (black symbols and lines) and
Micromonas Mic-C by MicV-C (grey symbols and lines) at 12.5, 20, 27.5, and 30 ◦C. Dynamics
of virus abundance (a to e) for MicV-A (black triangles) and MicV-C (grey triangles) are shown
in the upper panels. Dynamics of Micromonas abundance (e to i) for Mic-A in control (black
open circles and dashed lines) and infected cultures (black circles and solid lines) and Mic-C in
control (grey open circles and dashed lines) and infected cultures (grey circles and solid lines)
are shown in the bottom panels.

V.2.5 Discussion

The response of Micromonas strains to temperature is typical for a eurythermal mesophilic spe-
cies, characterized by a wide range of thermal tolerance with an optimal growth temperature
(Topt) between 20 and 25 ◦C. Deviation from the optimal growth temperature is thought to
induce modifications of intrinsic biochemical and physiological functions in order to optimize
resource allocation for growth on the one hand, and to maintain cell integrity on the other hand
[49, 50]. As a result, Micromonas growth response below Topt reflects cold acclimation whereas
the abrupt decline of growth rates beyond Topt suggests dramatic deleterious effects of heat on
cellular components [49, 51, 52]. Although the three Micromonas strains exhibited broad tempe-
rature tolerances, the strain belonging to clade B (Mic-B) showed the largest thermal tolerance
range (from 0.55 – 32.5 ◦C) while strains belonging to clades A and C were more restrictive with
thermal tolerance ranging from 9.6 to 32.5 ◦C and from 5.7 to 30.1 ◦C, respectively. Whether
these differences are generally the case for all of the members of these clades remains to be
investigated. To the best of our knowledge, no study has explored the existence of thermotypes
in Micromonas species. Nonetheless, our results suggest that the selected Micromonas strains
might have evolved divergent acclimation strategies, which may, in turn, influence virus-host
interactions.
The detailed study of the model system Mic-B / MicV-B unequivocally demonstrated that viral
infection is altered by temperature. At temperatures lower than Topt, MicV-B propagated and
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killed their hosts through cell lysis as classically reported in the literature [23, 34, 40, 41]. Yet
the kinetics and the intensity of viral replication slowed down with decreasing temperatures.
MicV-B propagated the most efficiently at 25 ◦C, which corresponded to a temperature close
to the optimal growth temperature of Micromonas sp. Mic-B. Under these growth conditions,
MicV-B readily adsorbed on host membranes and rapidly hijacked host cellular machinery for
viral DNA replication as well as virion protein synthesis and assembly, as indicated by the short
latent period (< 3 h), the high burst size (140) and the fast viral production rate (5.5 d−1). The
observed viral parameters fall within the range of reported values for other Micromonas viral
isolates [34, 40, 53]. Decrease in temperature led to increased latent periods and the coldest tem-
peratures (12.5 and 9.5 ◦C) also induced a reduction of viral production rates and a substantial
delay in host cell lysis. The relatively low viral decay rates recorded across this thermal range
indicated that MicV-B particles did remain infectious under these conditions. It is thus likely
that the acclimation strategy evolved by Mic-B to grow at temperatures below Topt was respon-
sible for the alteration of the viral infection process. The decrease in auto-fluorescence intensity
of cold-adapted Micromonas (Supplementary Figure V.9) suggests a reduction in chlorophyll
content with decreasing temperatures as previously reported [54]. Several studies pointed out
the similarity of photoacclimation trends at low temperatures to those at high irradiance [54–
56]. Reports on the effect of light intensity evidenced the importance of this factor in regulating
algal host – virus interactions [53, 57–59]. However, elevated irradiance per se did not appear
to alter viral infection of Micromonas [53]. Several other reasons might explain changes in viral
infection of Mic-B at low temperatures. For example, low temperatures were shown to slow
down the rates of translation initiation at the ribosome site in phytoplankton [60]. The globally
reduced metabolic activities and protein biosynthesis may thus result in a slower synthesis and
assembly of virions proteins, which, in turn, could explain the decrease in viral progeny produc-
tion. Another known impact of low temperatures is the stiffening of phytoplankton membranes
through the activation of lipid desaturases [61, 62]. Interestingly, the monitoring of Micromonas
membrane integrity indicated a modification of their membrane properties. While cell division
enhanced membrane permeability at 25 and 20 ◦C, host membranes remained impermeable to
the dye throughout their cell cycle at the coldest temperatures (9.5 and 12 ◦C), supporting the
idea that Mic-B membranes became more rigid. Such modification might not only impact viral
adsorption on host cell, which would result in a prolonged latent period, but it may also delay
the release of viral progeny and, thereby, the timing of host lysis.
Notably, temperatures above Topt altered the algicidal activity of Micromonas viruses conside-
rably. A 1 ◦C temperature increase beyond Topt induced host tolerance to viral infection. At
27.5 ◦C, we indeed observed a rapid transition from a classical lytic infection mode to a viral life
strategy reminiscent of chronic infection, by which viruses are released with no apparent sign of
host lysis. This infection mode has never been reported in MicV. Yet, one of the few examples
of chronic infection in marine systems has interestingly been described for another prasinovirus
that infects the green alga Ostreococcus tauri, a close relative of Micromonas sp. [9]. Ostreococcus
virus OtV-5 switched from a lytic to a chronic lifestyle within a few days of incubation, after lysis
of most of the host cells remaining host cells were resistant but produced viruses chronically. The
viral yield of chronically infected cells is within the same range for both model systems with 1–3
and 5 viruses host-1 day-1 in Ostreococcus and Micromonas, respectively. Yet, the growth rate
of chronically infected Micromonas cells was considerably reduced while no reduction in growth
rate was evidenced in Ostreococcus species [9]. As argued for lysogeny, chronic infection ensures
a co-existence between host and virus in unfavourable conditions (e.g. low host density, sub-
optimal growth environments, [10, 63]). Being in the vicinity of their host may directly benefit
the virus if growth conditions improved. The mechanisms that trigger a lytic – chronic decision
remain to be established. Our results however suggest that this switch in life strategy did not
operate when temperatures deviated excessively from the growth optimum. At 30 ◦C, MicV-B
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rapidly replicated through cell lysis and regrowth of infected Micromonas cells was recorded
following this lytic event as observed at 27.5 ◦C. A number of interpretations could explain the
findings of low viral production and continued host growth at 30 ◦C. The observed loss of viral
infectivity at this temperature suggests that viruses could become inactive during the period of
the experiment. However, we cannot rule out that alterations of host phenotype modify their
susceptibility to viral infection as demonstrated recently in Kendrick et al. (2014) [25]. Hence,
temperatures above Topt induced complex outcomes after viral infection in Mic-B. Importantly,
chronic infections might arise more frequently than previously thought, at least among marine
prasinophytes.
The investigation of two additional Micromonas – virus systems suggests that the previously
observed temperature effects on the viral infection process are not specific to the model system
Mic-B / MicV-B. Despite the variable thermal tolerance of the studied Micromonas hosts and
their respective viruses, temperature affected the outcome of viral infections similarly. Infection
dynamics experiments demonstrated that temperatures below Topt slowed down the kinetics and
intensity of the lytic cycle while temperatures close to and higher than Topt induced complex
outcomes in viral infections. Infections at 25 ◦C might correspond to temperature slightly above
Topt as the averaged predicted Topt were 25.1

◦C (24.5 – 25.8) and 24.3 ◦C (23.4 – 25.2) for Mic-A
and Mic-C, respectively. As observed previously, a slight increase beyond Topt induced a viral
life strategy reminiscent of chronic infection while excessive deviation from Topt inhibited viral
production, although hosts maintained their ability to grow. Hence, the thermal environment of
Micromonas determines the outcome of viral infection, leading to drastic changes in the lytic
cycle and a possible switch in viral life strategy. Similar thermal responses to viral infection
were reported for the raphidophyte Heterosigma akashiwo [20] and the haptophyte Emiliania
huxleyi [25]. An alteration of the algicidal activity of viruses at high temperatures and a reduced
intensity of viral lysis at low temperatures seem to represent a global pattern, which may have
important consequences for the regulation of phytoplankton population in the ocean.
Because of their worldwide distribution and persistence in marine systems, Micromonas and
their viruses are exposed to important changes in environmental parameters, including tempe-
rature. Results of this study clearly demonstrated that a 1 ◦C change can profoundly affect
the outcome of viral infection and can even lead to development of complex outcomes of viral
lysis. It is thus very likely that temperature contributes to the control of viral induced morta-
lity in Micromonas populations both at a temporal and a geographical scale. There is, to our
knowledge, no report of actual viral lysis rates in Micromonas natural populations to support
our speculation. Nonetheless, a recent study observed a latitudinal variation in virus-mediated
mortality of phytoplankton across the North Atlantic Ocean and pointed out a correlation bet-
ween the velocity of viral lysis and in situ temperature that varied between 10 – 25 ◦C [12].
Such geographic partitioning of viral lysis processes could have important consequences for the
ecology and the biogeochemistry of the global ocean. Viral lysis diverts phytoplankton biomass
away from the higher trophic level towards the microbial loop through the release of cellular
compounds upon host cell lysis. Temperature-driven changes in the amount of viral-mediated
mortality and in host cell stoichiometry (due to changes in biochemical functions) could thereby
alter the structure of marine food webs and the capacity of pelagic systems to sequester carbon.
Given the anticipated increase of sea surface temperature due to global warming, it is essential
to gain a better understanding of the thermal response and life strategy in other prominent virus
– phytoplankton model systems. Such studies are necessary for improving ecosystem models in
ecosystem-based considerations of climate change.

V.2.6 Supplementary information
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Figure V.7 Close-up of the figure V.4. Viral infection of Micromonas Mic-B by MicV-B at
9.5, 12.5, 20, 25, 27.5, and 30 ◦C. Dynamics of viral abundance (panels a to f, data in grey
triangles and mean of two replicates in black lines), Micromonas abundance (panels g to l)
in control (dashed lines and white circles) and infected (solid lines and black circles) cultures.
Blues bars represent the light phases. Error bars were computed from triplicate samples for
the infected host. Virus particles were enumerated from duplicate samples, so no error bar is
shown.

V.3 Expériences complémentaires

V.3.1 Spectre d’infection

Durant son stage, Laure Arsenieff a pu réaliser un spectre d’infection pour dix souches virales
en plus des trois souches utilisées durant notre étude (Figure V.10). Ces treize souches ont été
inoculées sur leur hôte respectif (RCC829, RCC834 et RCC451), appartenant à trois clades dis-
tincts de Micromonas (A, B et C), et placées à six températures différentes : 7.5, 12.5, 20, 25,
27.5 et 30 ◦C. Au bout d’une semaine, un comptage visuel a été réalisé. Si les cultures étaient
de couleur verte par rapport au temps t = 0, alors il y avait absence de lyse (−). Si les cultures
étaient translucides ou blanches, alors il y avait lyse (+).
Cette expérience complémentaire est en adéquation avec nos résultats précédents. En effet, la
difficulté de jugement avec une méthode visuelle aux températures inférieures à Topt (7.5 et 12.5
◦C) est le résultat d’un ralentissement de l’infection couplé à des taux de croissance plus faibles
à ces températures. L’absence de lyse observée aux températures 25 et 27.5 ◦C pour les virus
MicV-A et MicV-C correspond à un possible changement de cycle lytique à chronique ou à une
diminution du nombre de virus infectieux. En effet ces températures se situent au dessus du Topt

des deux souches RCC834 et RCC451. Les spectres d’infection semblent être similaires selon les
souches d’hôtes infectés suggérant ainsi que les dynamiques d’infection sont contrôlées par le
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Figure V.8 Close-up of the figure V.6. Viral infection of Micromonas Mic-A by MicV-A (black
symbols and lines) and Micromonas Mic-C by MicV-C (grey symbols and lines) at 12.5, 20,
27.5, and 30 ◦C. Dynamics of virus abundance (a to e) for MicV-A (black triangles) and
MicV-C (grey triangles) are shown in the upper panels. Dynamics of Micromonas abundance
(e to i) for Mic-A in control (black open circles and dashed lines) and infected cultures (black
circles and solid lines) and Mic-C in control (grey open circles and dashed lines) and infected
cultures (grey circles and solid lines) are shown in the bottom panels.

métabolisme de l’hôte et non par les caractéristiques des virus.

En addition de cette étude complémentaire, nous avons réalisé une autre expérience à la suite
d’un commentaire lors de la soumission de notre étude. En effet, le fait que les virus et les hôtes
n’aient pas été isolés au même moment et au même endroit peut déranger. Bien évidement, cette
limitation de nos expériences est une conséquence technique et nous ne pouvions faire autrement.
Malgré tout, nous avons infecté deux souches de Micromonas (RCC451 et RCC829) avec le
même virus pouvant infecter deux clades différents (RCC829). Ces expériences ont été réalisées
à 18, 20, 25, 27.5 et 30 ◦C. Après deux semaines d’incubation, nous avons inspecté les cultures
visuellement comme précédemment. Les résultats suggèrent que le virus MicV-B (RCC829) a
infecté les deux souches hôtes selon les mêmes dynamiques. Ainsi les différences entre dates et
lieux d’isolation des virus étudiés durant notre étude n’influencent pas les interactions entre les
deux entités biologiques.
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Figure V.9 Chlorophyll a fluorescence intensity measured by flow cytometry at different tem-
peratures for the 3 Micromonas hosts.

Figure V.10 Gamme de températures d’infection des Prasinovirus sur leurs hôtes respectifs
B829, C384 et A451. Les résultats en gras sont les virus étudiés durant notre étude. + : lyse
virale observée, – : absence de lyse, ND : impossible à déterminer.
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VI.1 Présentation du chapitre

VI.1.1 Contexte

Ce chapitre fait l’objet d’un article en préparation pour la revue PLOS Pathogens. Grâce à un
modèle mathématique, nous explorons l’impact de la température sur les interactions entre le
picoeucaryote Micromonas et ses virus. Le modèle a été développé à l’INRIA Sophia-Antipolis
au sein de l’équipe BIOCORE en collaboration avec Suzanne Touzeau, chercheuse à l’INRA
dans l’équipe M2P2.

VI.1.2 Principaux résultats

Dans cette étude nous avons construit un modèle de type SIR (Susceptibles - Infectés - Réfractaires)
grâce aux données acquises expérimentalement. Les données acquises expérimentalement nous
ont permis de calibrer notre modèle pour la souche RCC829 pour différentes températures. Nos
résultats suggèrent que la température est un paramètre ayant un fort impact dans le contrôle
de l’infection du phytoplancton par les virus. Ce paramètre abiotique pourrait jouer le rôle
d’une résistance ≪ passive ≫ aux températures extrêmes. Dans les eaux froides, le taux de lyse
est faible et limite l’épidémie. Dans les eaux chaudes, l’augmentation de la production de vi-
rus non-infectieux entrâıne une dynamique plus complexe avec une possible coexistence entre le
phytoplancton et ses virus.
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Océanologique, F-06230, Villefranche/mer, France
b BIOCORE-INRIA, BP93, 06902 Sophia-Antipolis Cedex, France
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Diversité en Milieu Marin UMR7144, Station Biologique de Roscoff, 29680 Roscoff, France

VI.2.1 Abstract

Viruses are a major driver of ocean microbial communities. They are a strong mortality agent
and control the structures and dynamics of their host population. The key role played by tem-
perature on isolated microorganisms has been extensively investigated. However, its impact on
host-virus interactions is poorly understood. Here we build a simple mathematical model des-
cribing the processes of infection and cell lysis, accounting for the effect of temperature. It is
parametrized and validated with a Micromonas - virus infection dataset. Our model appropria-
tely fits experimental data over an extensive range of temperatures and highlights a qualitative
change in the infection process at 29.6◦C. We show that at low temperatures, the viral dynamics
is limited by low lysis and viral production rates, whereas at high temperatures it is limited by
the production of non-infectious viruses and higher viral decay rates. We conclude that tem-
perature, through its effect on viral dynamics, could convey a “passive” resistance capacity.
Finally, our results suggest the possible coexistence of viruses and hosts at high temperatures.
These findings are important in the context of climate warming, highlighting a critical impact of
temperature on the dynamics and outcome of microbe-virus infections in natural communities,
which has yet to be investigated.

VI.2.2 Introduction

Viruses are the most abundant biological entities in the ocean and infect all organisms from
microbes to whales [1, 2]. They have been found in most of the ocean biotopes, including the
most extreme environments [3] and play important roles in ecosystems and biogeochemical cycles
[4]. They are a considerable mortality agent of microbial communities and can control phyto-
plankton blooms [5]. By releasing dissolved organic matter through host lysis, they efficiently
contribute to nutrients recycling [4]. Despite their known impact on microbial communities, the
processes of viral infection are far from being understood [6].
Some abiotic factors were shown to affect the viral infection processes : salinity, nutrient limita-
tion and light can trigger or modify the viral dynamics and infection outcome [7]. The infection
process shows acute sensitivity to the environment at different levels, from host metabolism,
viral structure, viral infectivity to viral life strategy [8–11]. The current literature converges on
the idea that temperature influences viral dynamics. It was for instance suggested that increa-
sing temperatures might induce a loss of infectivity and inactivate free viral particles [12–14]. As
temperature strongly impacts host metabolism [15], the viral dynamics is expected to be altered
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as well. Furthermore, changing temperature may even induce host resistance [16, 17]. A recent
experimental study on Micromonas revealed that temperature is a critical regulator of host-virus
interactions as it considerably modifies infection processes, with high temperatures ought to in-
duce a switch in the viral life strategy [18]. Congruent observations were also made in natural
communities, as Mojica et al. (2015) showed that lysis rate in north Atlantic phytoplankton
communities was strongly correlated with a latitudinal gradient, hence with temperature. But
surprisingly, the impact of temperature on viral dynamics has so far been given less attention
than other abiotic factors [7], and many open questions remain.
Understanding the role of temperature on phytoplankton viral infection is getting critical in the
current context of a warming world and the reason why our understanding of these processes
is making slow progress may well lie on the fact that their complexity makes them difficult
to study experimentally. In this regard, mathematical modeling is a powerful tool to gain bet-
ter comprehension of such nonlinear and dynamical interactions. So far, theoretical studies of
virus-microbes dynamics mostly focused on prokaryotic hosts [19]. The related models depict
the infection of a bacterial population with a limited resource and in the presence of a predator
[20], including infection characteristics such as burst size and latent period [21, 22]. Some works
also account for resistance processes [23]. Phytoplankton infection does not seem to be subject
to dedicated models but is represented in some biogeochemical models [24–27] as a mortality
factor, to account for nutrient recycling. Besides the work of [28, 29] on the influence of nu-
trients on the tripartite interaction between Phytoplankton, Virus and Zooplankton, modeling
studies on phytoplankton-virus interactions are scarce and, to the best of our knowledge, none
investigated the impact of temperature on phytoplankton infection.
Here, we expand the model of [28] to account for non-infectious viruses. In a second stage, we
include the effect of temperature on the various infection processes. We then parameterize this
model with data from [18] and analyze it to discuss how various temperature levels differently
affect the infection dynamics.

VI.2.3 Materials and methods

Biological Data

Our modeling approach is supported by [18] experimental data, who considered various strains
of Micromonas sp. in interaction with lytic viruses. Here we focus on strain RCC829 belonging
to clade B and its prasinovirus RCC4265 (referred to as Mic-B / MicV-B in this study). Host and
virus were obtained from the Roscoff Culture Collection. Infection experiments were performed
at 6 temperatures : 9.5, 12.5, 20, 25, 27.5 and 30◦C. Cultures were grown in batch conditions in
a K-Si medium under the same light cycle (12 :12 light :dark with 100 µmol photons m−2 s−1).
Host and virus counts were performed by flow cytometry, every 4 hours for 120 hours. For more
details see [18].

Parameters identification

The identification procedure was aiming at estimating a subset θ of the model parameters
from measurements of both hosts and free viruses. The targeted set of parameters gathered
in the vector θ might change along the different model development steps. Here, we describe
the generic algorithm to derive the best θ value for fitting a measurement set consisting in
free host density (DV (ti)) and hosts density (DN (ti)) at the available measurement times ti.
The model predictions at time ti and for parameter θ are denoted PV (ti, θ) and PN (ti, θ) for



VI.2 Modeling the temperature impact on Micromonas-virus interactions 123

viruses and hosts. The procedure consists thus in minimizing the error E between predictions
and measurements, once normalized by D, the average experimental value calculated during the
whole experiment respectively for hosts and viruses.

E(θ) =
∑

ti

(

PN (ti, θ)−DN (ti)

DN

)2

+

(

PV (ti, θ)−DV (ti)

DV

)2

(VI.1)

We used the Matlab function fminsearch, implementing the Nelder-Mead simplex algorithm as
described in [30] to identify the set of parameters θ∗ for which the total prediction error E is
smallest.

In order to get more accurate results and avoid local minima, we decomposed the parameter
identification strategy into several steps. First, we ran the minimization procedure for the data
set of each experimental temperature Ti, and we got a six-parameter vector θ∗(Ti). The next stage
consisted in representing each component θ∗k of θ∗ as a function of temperature θ∗k(T ) = fk(T, ν)
where ν are the set of parameters involved in the function f . We tested different regression
models fk to explain the evolution of each parameter θ∗k with respect to temperature, and we
chose the best model according to a significant R2

adjusted and p-value (F-test). In the last stage, a
global error criterion encompassing all the experimented temperatures was designed by summing
the error criterion of each data set obtained from 9.5 to 30◦C. The parameter ν∗ minimizing
this global error was then obtained using the same minimization strategy as before.

VI.2.4 Results and Discussion

VI.2.4.1 The core model

The model was built to describe the impact of temperature on phytoplankton-virus interactions
with special emphasis on processes of growth and infection. Based on [28] it describes the phy-
toplankton infection by a single virus species. We assume that phytoplankton growth without
viruses is a logistic function with a carrying capacity K and maximum growth rate µ. Phyto-
plankton population (N) is subdivided into 2 subpopulations : susceptible phytoplankton (S)
and infected phytoplankton (I) such that N = S + I. These three variables are in cells L−1.
Susceptible cells are infected by free living infectious viruses at an infection rate α. Infected cells
are assumed not to be growing anymore because viruses highjack the host metabolism for their
own replication. Infected cells are lysed at a rate λ. The resulting dynamics of the phytoplankton
system is thus described by the following ODE system :







Ṡ = µS(1−
S + I

K
)− αViS

İ = αViS − λI
(VI.2)

Here Vi represents the density of free infectious viruses. In line with [31], we also included non-
infectious viruses (Vni). Infected cells are supposed to produce infectious and non-infectious
viruses. The total number of viruses in their free living stage in the medium is denoted V =
Vi + Vni. Viruses concentrations are in particles per ml.
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The dynamics of the free living viruses is described by the following ODE system :

{

V̇i = (1− ǫ)βI − δVi

˙Vni = ǫβI − δVni
(VI.3)

Lysed infected cells produce free viruses at a rate β. The fraction of infectious viruses produced
is (1− ǫ) whereas it is ǫ for the non-infectious viruses. Both infectious and non-infectious viruses
present a degradation rate δ. Table VI.1 gathers all model parameters.

Other model structures were tested but resulted in less accurate predictions, as detailed in the
Supplementary VI.2.6.1. At the beginning of the experiments, we suppose that the phytoplank-

Table VI.1 List of model parameters

Name Meaning units domain

µ host growth rate d−1
R

+

K carrying capacity cells L−1
R

+

α infection rate L cell−1 d−1
R

+

λ lysis rate d−1
R

+

ǫ fraction of non-infectious produced viruses unitless [0, 1]

β viral production by lysis d−1
R

+

δ viral decay d−1
R

+

ton population is entirely susceptible to infection without any resistant cells and that viruses
are all infectious.

VI.2.4.2 Model parameterization

Model process parameters as function of temperature
In a first stage, a set of parameters was derived for each medium temperature. The proposed
model was shown to efficiently reproduce the experimental data from [18] for the biological
strain Mic-B/MicV-B for each temperature. To proceed one step further, we now propose a
universal model, valid for any temperature. Each process parameter thus becomes a function
of the medium temperature. A Pearson correlation coefficient between process parameters and
temperature (Fig. VI.1) reveals two groups of parameters. Three parameters linearly correlate
with temperature : the decay rate (δ), the percentage of non-infectious viral production (ǫ) and
the infection rate (α). The other two parameters linearly correlate with the growth rate (µ) : the
lysis rate (λ) and the viral production rate (β). This finding is consistent with [18] and suggests
that the kinetic infection parameters λ and β are directly dependent on their host metabolism.
Note that β is also correlated with other parameters (ǫ, alpha and temperature) but to a much
lesser extent than with the growth rate.

The temperature-related function for each parameter was chosen to best reflect the relationship
observed (Fig. refbestfit) between each estimated parameter and temperature. The temperature-
related function of processes that correlate with the growth rate uses the BR model [32], while
that of parameters linearly correlated to T employs an exponential or logistic curve. The same
minimization procedure as described above (see also Material and methods) was applied to pa-
rameterize these temperature functions (Table VI.2 and Fig. VI.2).
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Figure VI.1 Linear Pearson correlation coefficient between model process parameters. Positive
to negative correlations are represented with blue to red colored circles, respectively and values
are the correlation coefficients. The circle size represents the correlation strength. The absence
of circle identifies poor correlations (p-value < 0.05). Parameters are grouped according to
their correlation coefficient with a Hierarchical Clustering with complete linkage method.

Growth rate
The growth rate of susceptible phytoplankton (µ) presents the typical response to temperature
of phytoplankton [15], with an asymmetric shape. This function is accurately represented by
the BR model ([32]) with four parameters : the optimal growth temperature Tµ

opt at which the
growth is maximal (µ = µopt), and the minimal and maximal temperatures of growth (Tµ

min and
Tµ
max respectively). The estimated values for Tµ

opt and Tµ
max in the model are similar to the values

measured experimentally in [18] (Table VI.2) whereas Tµ
min and µopt differ. These discrepancies

most probably arise from the estimation uncertainty of the whole Micromonas thermal response
in Demory et al. (in prep.).
We hypothesized that the carrying capacity K does not vary with temperature but is mostly
dependent on nutrient availability. The high value of K in our model is consistent with the ex-
periments conducted under non-limiting nutrients, and in which measurements were performed
during the exponential growth phase. This parameter should therefore be re-estimated if the
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Table VI.2 Process parameters as functions of temperature.

Processes Function of tempe-
rature

Internal parame-
ters

Domain

Growth rate µ(T ) = µoptφ(T )
§

T µ
min = −20

[T µ
min, T

µ
max]T µ

opt = 26.35

T µ
max = 32.5

µopt = 0.81

Lysis rate λ(T ) = λoptφ(T )
§

T λ
min = 9.5

[T λ
min, T

λ
max]T λ

opt = 20.47

T λ
max = 31.43

λopt = 2.15

Viral production β(T ) = β1e
β2T

β1 = 30.23

[T λ
min, T

λ
max]β2 = 0.11

Infection rate α(T ) = αKα0

α0+(αK−α0)e−αrT

αK = 0.56

[T µ
min, T

µ
max]α0 = 0.01

αr = 0.37

Loss of infectivity ǫ(T ) = ǫKǫ0
ǫ0+(ǫK−ǫ0)e−ǫrT

ǫK = 1

[T λ
min, T

λ
max]ǫ0 = 3.31.10−10

ǫr = 1.76

Decay δ(T ) = δ1e
δ2T

δ1 = 0.002

[0,+∞]δ2 = 0.26

Carrying capacity K K = 435.23 [0,+∞]
§

Function φ(T ) is from the BR model developed by [32] and is expressed by the following

equation : φ(T ) = (T−Tmax)(T−Tmin)
2

(Topt−Tmin)[(Topt−Tmin)(T−Topt)−(Topt−Tmax)(Topt+Tmin−2T ]

model is to be used at high biomass densities, under nutrient or light-limiting conditions.

Lysis rate
Similarly to the growth rate, the lysis rate λ is described using the BR function with the follo-
wing parameters : T λ

min, T
λ
opt, T

λ
max and λopt.

The lysis rate is inversely related to the latent period L, with L = 1
λ and model estimates for

λ are consistent with the latent period measured in [18]. Latent periods are longer at low and
high temperatures and smaller at T λ

opt. The comparison of temperature optima points to a 5.8◦C

shift towards lower temperatures between Tµ
opt and T λ

opt, indicating that lysis is optimal at tem-
peratures lower than the temperature optimum for growth Tµ

opt. This results suggests that cells
would be more susceptible to lysis when growing at suboptimal rates.

Viral production
The changes in viral production β with respect to temperature can be described using an in-
creasing exponential curve with two parameters. To be consistent with the lytic production
characteristics of MicV-B virus, we considered that viral production is equal to zero if the lysis
rate λ is zero. To assess the consistency of this parameter in the model, we computed the appa-
rent burst size by simulating the experimental protocol described by [18]. In their experiment,
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the measured burst size resulted from the balance of lysis and viral production, and was calcu-
lated from the experiment in which a total lysis was apparent (see Supplementary VI.6 for the
calculation). The apparent burst sizes predicted by the present model are congruent with the
experimental estimates in [18].

Infection rate
The infection rate α follows a logistic curve from α0 to αK with a kinetic rate αr. Unfortunately,
we found no experimental measurements of α as a function of temperature in the literature.
This parameter is a combination of two processes ; the encounter rate and the infection rate.
The former is a density dependent process ; we thus expect it to increase with temperature, as
a consequence of entropy increase. The latter depends on the host membrane fluidity, which
increases with temperature [33, 34]. Beyond a certain threshold, temperature does not affect
these processes anymore, and they reach a plateau.

Loss of infectivity
The fraction ǫ of produced non-infectious viruses also follows a logistic curve from ǫ0 to 1 with
a kinetic rate ǫr. As for the infection rate, we found no experimental assessment of infectivity
loss in the literature. The strong increase between 20 and 27.5◦C suggests that temperature
variations around Tµ

opt will strongly impact the outcome of the infection, as discussed by [18].

Decay rate The decay rate δ follows an increasing exponential curve with temperature involving
two parameters. This curve is qualitatively consistent with data from [18]. From a quantitative
point of view, model estimates present higher values of δ that we believe are related to the
experimental protocol applied to quantify the decay. In [18], the decay rate was measured in
media with viruses only (without phytoplankton). But [35] showed that an extracellular enzy-
matic activity enhances the decay rate of viruses. Thereby, phytoplankton exudates might have
increased the viruses decay, therefore increasing the value of δ.

Best model fitThe above-defined set of model parameters leads to model simulations that ap-
propriately reproduce the experimental data from [18] (Fig. VI.3), with accurate representation
of the dynamics of all populations. Only a few slight, quantitative differences between model
predictions and data appear, with an underestimation of the phytoplankton dynamics at 12.5
and 25◦C, an underestimation of the virus dynamics at 20 ◦ and an overestimation of the virus
dynamics at 30◦.

VI.2.4.3 Infection dynamics

Here we briefly analyze the model given by the system VI.2 and VI.3. First, note that the dy-
namics of Vni does not affect the other variables. We therefore focus on the subsystem (S, I, Vi).

Basic reproduction number R0

In epidemiology, the basic reproductive rate (R0) is a key concept to predict the fate of an
infection. It is the number of secondary infections resulting from the introduction of an infectious
individual into a wholly susceptible population [36]. Here, we calculate this criterion according
to van den Driessche and Watmough (2002)[37] by considering I and Vi the infected class of the
model from Eqs. VI.2 and VI.3 (see Supplementary for the detailed calculation) :

R0 =
(1− ǫ)βαK

δλ
(VI.4)
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Figure VI.2 Model parameters as function of temperature

For a wholly susceptible host population at equilibrium, if R0 > 1 viruses can invade the host
population. With our parameter set, R0 > 1 for λ > 0. Thereby, R0 > 1 from T λ

min = 9.5◦C to
T λ
max = 31.4◦C.

Equilibria
The model has three equilibria. In the absence of viruses the host dynamics reads dN

dt = µN(1−
N
K ), which cancels for N = K. Then the disease-free equilibrium (DFE) is E0(K, 0, 0). With
viruses, the model has a trivial equilibrium E1(0, 0, 0) and an endemic equilibrium E2(S, I, V )
with :

S =
K

R0
(VI.5a)

I =
µK(R0 − 1)

R0(λR0 + µ)
(VI.5b)

V =
µλ(R0 − 1)

α(λR0 + µ)
(VI.5c)

E2 > 0 iff R0 > 1. The endemic equilibrium exists if the disease-free equilibrium is unstable (cf.
below).

Local stability
To determine the stability of each equilibrium we computed the eigenvalues of the Jacobian
matrix at this point and checked their sign (see Supplementary VI.2.6.4).
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Figure VI.3 Model predictions and data for the six temperatures (9.5, 12.5, 20, 25, 27.5 30◦C)
tested experimentally in [18]. The left column shows the phytoplankton dynamics with total
host population (N, black line), susceptible population (S, green line), infected population
(I, orange line) and total host population data (grey circles). The right column shows the
virus dynamics with total virus population (Vtot, black line), infectious virus ((Vi,green line),
non-infectious virus ((Vni,orange line) and total virus population data (grey circles).
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Figure VI.4 Summary of the infection dynamics for the system Mic-B/MicV-B as a function
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maximal growth temperature (T µ
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max) with optimal temperature of growth (T µ

opt).
The dashed line represents the normalized lysis rate from the minimal to the maximal lysis
temperature (T λ

min) and T λ
max) with the optimal lysis temperature (T λ

opt). The gray and blue
shaded areas represent the thermal range [T λ

min, T
λ
max] where R0 > 1. The blue shaded area

corresponds to the thermal range [T coex
min , T

λ
max] where the endemic equilibrium E2 is stable.

Equilibrium E0 : stable iff R0 < 1 (below T λ
min and beyond T λ

max) and unstable iff R0 > 1

(between T λ
min and T λ

max).
Equilibrium E1 : always unstable.
Equilibrium E2 : With our parameter set, this equilibrium is stable for the thermal range : 29.6

(hereafter called T coex
min ) to T λ

max = 31.4◦C.

VI.2.4.4 Medium temperature has a “passive fever” to decrease lysis impact
on phytoplankton communities

The infection dynamics is summarized in Fig. VI.4 and VI.5. Up to the minimal lysis temperature
(T λ

min), the infection is aborted and the system goes back to the Disease Free Equilibrium E0

(Fig. VI.5a). From the minimal lysis temperature (T λ
min) to the maximal lysis temperature

(T λ
max), viruses invade the host population and an epidemic occurs (R0 > 1). The infection

magnitude increases with temperature up to the optimal lysis temperature (T λ
opt), at which the

viral-mediated mortality is maximal, and then decreases until T reaches (T λ
opt). On the thermal

range T λ
min to T coex

min viruses are too virulent and the system goes to E2 which is close to E1 (Fig.
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VI.5b). Coexistence of viruses and host can only occur when E2 is stable from T coex
min to T λ

max.
In this thermal range, the system oscillates around E2 through a stable limit cycle (Fig. VI.5c)
or oscillates until eventually reaching E2 (Fig. VI.5d).

The dynamics of infection in relation to temperature is characterized by a balance between dif-
ferent processes.
At low temperatures, infection is limited by low lysis rates (λ) and viral productions (β), which
are directly correlated with the host growth rate ; the loss of infectivity (ǫ) and decay (δ) are
also low. In cold waters, the overall viral activity is low and viruses have to find another way but
entering a lytic cycle to survive. This would explain the higher frequency of lysogenic viruses
observed for bacterial communities in polar regions compared to lytic viruses [10]. Free living
viruses are ought to survive at low temperature, because the decay rate remains low. This result
is corroborated by field observations of high viruses concentrations in cold waters [38].
At mild temperatures, infection is optimal at the lysis optimal temperature (T λ

opt). Then, loss
of infectivity and decay rate both increase when temperature reaches the optimal temperature
of growth, resulting in a less efficient infection. Lysis is thus optimal at temperatures that are
sub-optimal for growth.
At high temperatures, infection is limited by the production of non-infectious viruses (ǫ), a high
decay rate (δ) and a reduced lysis rate (λ). The production of less and non-infectious viruses
reveals kind of an “environmental fever”. In fact, in complex organisms as humans, body tem-
perature increases to fight pathogens. In poikilotherms, there are no such complex physiological
processes. However, higher environmental temperatures could play the fever role for phytoplank-
ton by decreasing the virus infectivity and protecting against infection. Ni and collaborators [39]
have recently shown that arctic strains of Micromonas could maintain an important induction of
xantophyll deepoxidation that supports a high non-photochemical quenching (NPQ - emission
of heat) to counteract the temperature restrictions. We wonder whether infected Micromonas
cells can also activate this metabolic pathway to locally produce heat to support infection resis-
tance by producing non-infectious viruses. In this case, Micromonas would use temperature as
an ’active’ resistance agent against infection.
The possible coexistence of hosts and viruses has been discussed in previous studies [21, 28].
Here we show that in the natural environment, temperature could drive the coexistence bet-
ween phytoplankton and viruses through either a limit cycle or a stable steady state, and thus
determine the outcome of the infection.

VI.2.5 Conclusion

In this paper, we reveal that temperature is a strong driver of virus infection. We explored the
impact of temperature on the phytoplankton-virus dynamics by developing a model for the strain
RCC829 from the genus Micromonas. Our model perfectly fits experimental data for a broad
range of temperatures. Model simulations provided a deeper comprehension of the key role played
by temperature on infection processes. Temperature promotes an apparent resistance in the
phytoplankton, in two different ways. At low temperatures, the lysis rate is so low that it limits
the epidemics, whereas at warm temperatures, the production of non-infectious free viruses drives
complex dynamics with the possibility of coexistence. These findings suggest that the outcomes
of a phytoplankton infection will strongly depend on the temperature response of the host and
the temperature of the environment. Viral-mediated mortality in natural communities are then
expected to strongly evolve if temperature fluctuates. In the current context of ocean warming,
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the present study stresses the need for further investigations on the impact of temperature on
infection at global scales.

VI.2.6 Supplementary information

VI.2.6.1 Choice of the model

To choose the best model suited to our system and experimental conditions, we tested dif-
ferent models and assumptions. The first model was a simple SIV model (system VI.6) without
resistance processes. This model was able to reproduce the infection dynamics from [18] for
Mic-B/MicV-B system until 25◦C. However, above this temperature, the simple SIV model did
not capture the complex dynamics observed at 27.5 and 30◦C.















Ṡ = µS(1−
S + I

K
)− αV S

İ = αV S − λI

V̇ = βI − δV

(VI.6)

Our dataset suggests that some resistance processes are involved in the complex dynamics beyond
25◦C. We then added a resistant class R in the SIV model (System VI.7). Infected phytoplankton
I becomes resistant at rate ρ and we assume that resistant phytoplankton R can grow. This
model fitted the data well below 25◦C with ρ = 0. At 30◦C the model fitted the data with ρ > 0
but did not at 27.5◦C.



























Ṡ = µS(1−
S + I +R

K
)− αV S

İ = αV S − (λ+ ρ)I

Ṙ = ρI + µR(1−
S + I +R

K
)

V̇ = βI − δV

(VI.7)

Demory et al. (in press.) suggested a possible switch of infection from lytic to chronic cycle [18].
Chronic cycle was observed in Ostreococcus, a phytoplankton genus close to Micromonas [40].
In this cycle, viruses are not produced through lysis but by budding. To capture this important
feature, we modified system VI.7 by considering the class R not as resistant phytoplankton but
as phytoplankton that produces viruses by budding at viral production rate η (system VI.8).
This model fitted the experimental data for all the temperatures tested, even 27.5◦C. However η
was non zero only at 27.5◦C. It was then impossible to consider η as a function of temperature
because of the lack of data around 27.5◦C. Moreover, this system assumes that even if all free
virus particles are degraded, the R class still produces viruses by budding. To our knowledge,
this is not applicable to the Mic-B/MicV-B system.



























Ṡ = µS(1−
S + I +R

K
)− αV S

İ = αV S − (λ+ ρ)I

Ṙ = ρI + µR(1−
S + I +R

K
)

V̇ = βI + ηR− δV

(VI.8)
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Demory et al. (in press.) also suggested that infectivity of MicV-B decreases with temperature
[18]. We then rewrote system VI.6 by splitting the viruses into 2 classes : the infectious viruses
and the non-infectious viruses (system VI.9). There are two ways for viruses to lose their infec-
tivity : first, the host could produce non-infectious viruses at a proportion ǫ ; second, the free
virus particles could lose their infectivity in the medium at a rate γ (system VI.9). We decided
not to consider the loss of infectivity in the medium (γ) because during the model parametriza-
tion, this parameter was negligible against ǫ. Even if Demory et al. 2016 found that infectivity
decreases with temperature, this assumption is correct as long as the way to measure infectivity
takes into account both ǫ and γ processes (for details see [18]). Thereby, the final chosen model
is described by the system VI.2 and VI.3.

{

V̇i = (1− ǫ)βI − γVi − δVi

˙Vni = ǫβI + γVi − δVni
(VI.9)

VI.2.6.2 Burst Size calculation

Burst Size is calculated following the equation :

BS =
Vmax − V0

Hmax −Hmin

Where V0 is the viral concentration at t0, Vmax the maximum concentrations of viral particles
during the experiment, and Hmax and Hmin the maximal and minimal host abundances during
the experiment.

This measurement is possible only for cultures that are totally lysed by viruses (i.e Hmin = 0).
We calculated BS for experimental data at temperatures where total lysis occurred (20 and
25◦C) and for simulated data with our model (Figure VI.6).
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VI.2.6.3 R0 calculation

The infected states of our model are I and Vi. In their dynamics, we chose the terms that re-
present new infections (F ) : αViS and (1− ǫ)βI. The remaining terms (G) are δVi and λI.

F =

(

αViS

(1− ǫ)βI

)

and G =

(

λI

δVi

)

Computing the Jacobian for both F and G at the DFE (S∗ = K), we obtain :

F =

(

0 αK

(1− ǫ)β 0

)

and G =

(

λ 0

0 δ

)

Then we calculate FG−1 :

FG−1 =

(

0 αK

(1− ǫ)β 0

)

1
λδ

(

δ 0

0 λ

)

=

(

0 αK
δ

(1−ǫ)β
λ 0

)

The largest eigenvalue γ gives the fastest growth of the infected population. We then obtain
R0 =

(1−ǫ)βαK
δλ .

VI.2.6.4 Local Stability

The Jacobian matrix of the system is :

J =







µ[1− 1
K (2S + I)]− αV −

µ
KS −αS

αV −λ αS

0 (1− ǫ)β −δ






(VI.10)

To find the local stability of each equilibria, we computed the eigenvalues (γ) of the matrix
det(JEi

− γId) with JE the jacobian matrix for the equilibria Ei and Id the identity matrix.
Equilibria is locally stable if γi < 0.

Equilibria E0(K, 0, 0) :
The eigenvalues of the matrix det(JE0 − γId) are :
γ1 = −µ
γ2 =

1
2(−δ − λ−

√

(δ − λ)2 + 4βαK(1− ǫ)

γ3 =
1
2(−δ − λ+

√

(δ − λ)2 + 4βαK(1− ǫ)

γ1, and γ2 are always < 0 (because (δ− λ)2 +4βαK(1− ǫ) > 0 for γ2) with all parameters > 0.
γ3 < 0 iff 1

2(−δ − λ +
√

(δ − λ)2 + 4βαK(1− ǫ) < 0 and is happens for (1 − ǫ)βαK < δλ. By
substituting this equation with the value of R0 we obtain the following condition : E0 is stable
if R0 < 1 and is unstable if R0 > 1.

Equilibria E1(0, 0, 0) :
The eigenvalues of the matrix det(JE1 − γId) are :
γ1 = µ
γ2 = −λ
γ3 = −δ
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The equilibria E1 is then always locally instable.

Equilibria E2(S, I, Vi) :
The stability of this equilibrium depends on the roots of a polynomial of degree 3. This charac-
teristic polynomial is γ3 + a1 ∗ γ

2 + a2γ + a3 = 0. With :

a1 = δ + λ+ µ[ 1K (2S̄ + Ī)− 1] + αV̄
a2 = −βαS̄ + βαǫS̄ + δλ− δµ+ δαV̄ − λµ+ λαV̄ + 1

K (2δµS̄ + δµĪ + λµĪ + αµV̄ S̄ + 2λµS̄)
a3 = −βαǫµS̄ − δλµ+ βαµS̄ + δλαV̄ + 1

K (2βαǫµS̄2 − 2βαµS̄2 − βαµS̄Ī − 2δλµS̄ + βαǫµS̄Ī +
δαµV̄ S̄ + δλµĪ)

According to the Routh-Hurwitz criteria, E2 is stable iff a1 > 0 and a3 > 0 and a1a2 − a3 > 0.
Then, with our parameter set, we found the range of temperatures where these three conditions
are verified.

VI.3 Etude complémentaire

VI.3.1 Méthode pour estimer la croissance et la mortalité d’une
culture de phytoplancton

En parallèle de notre travail principal, nous avons développé une méthode pour quantifier la
mortalité d’une population phytoplanctonique à l’aide d’outils expérimentaux et théoriques.
Malheureusement les données que nous avons accumulées durant cette thèse ne nous ont pas
permis de valider entièrement cette méthode, mais laissent présager de bonnes perspectives.
Voici un résumé de la méthode avec quelques figures de validation à l’appui.

Contexte général

Soit une population de phytoplancton en phase exponentielle de croissance, on note XT la popu-
lation totale, visible et donc mesurable expérimentalement (cytométrie, compteur de particules,
etc.). À l’aide d’une méthode de coloration, il est possible de discerner la fraction viable de XT

via un paramètre de viabilité V tel que XT = XA+XD avec XA la fraction viable, XD la fraction
morte et V = XA

XT
. Cependant, dans la plupart des cas, cette méthode ne permet pas de prendre

en compte la lyse cellulaire du fait de sa cinétique élevée et il est donc impossible d’estimer
la mortalité de façon rigoureuse. Nous proposons une méthode simple permettant d’estimer la
mortalité de façon théorique et expérimentale en prenant en compte la disparition des cellules
qui ne peuvent être colorées mais qui participent tout de même aux processus de mortalité.

Présentation de la méthode

Objectifs : Estimer les paramètres de croissance et de mortalité à l’aide de mesures expérimentales
de XT et V .

Méthode :
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1) Suivi expérimental
a) Mesures par cytométrie de XT

b) Coloration grâce à un marqueur de viabilité et suivi par cytométrie de V

2) Estimation des paramètres grâce au modèle
a) Présentation du modèle
b) Dynamique de XT et V
c) Méthodes d’estimation des paramètres

Présentation du modèle

Soit XT , la population mesurable expérimentalement, tel que XT = XA +XD, avec XA la frac-
tion viable et XD la fraction morte. La population de cellules dégradées qui n’est plus visible
dans le système est notée XL. La dynamique de cette population en phase exponentielle est
décrite par le système suivant :











































dXA

dt
= (µA −m)XA

dXD

dt
= mXA − lXD

dXL

dt
= lXD

D’où dXT

dt = µAXA − lXD

Avec µA le taux de croissance de la fraction viable, m le taux de mortalité et l le taux de lyse
ou de dégradation des cellules mortes.
La viabilité V = XA

XA+XD
, peut être mesurée grâce à une technique de marquage et par cytométrie

(ex : Sytox Green, FDA, etc.).

Dynamique de XT et V

Posons dXT

dt = µTXT , on a :

µTXT = µAXA − lXD

µTXT = (µA − lXD

XA
)XA

Comme XA = V XT et XD

XA
= 1

V − 1 :

µTXT = (µA − l( 1
V − 1))V XT

µT = µAV − l(1− V )

On obtient donc dXT

dt = (µAV − l(1− V ))XT
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Posons µAA = µA − m la croissance mesurable de la fraction viable XA. On peut facilement
calculer les paramètres suivants :











µA = (µT + l(1− V ))/V

m = µA − µAA

Cas où V est constant et l connu : Si V varie peu, alors il est facile de calculer m et µA à l’aide
du système ci-dessus. En effet, en mesurant la dynamique de ln(V XT ) en fonction du temps,
on obtient µAA qui est la pente de la droite de régression. De la même façon, en mesurant la
dynamique de ln(XT ) en fonction du temps, on obtient µT . Connaissant le taux de dégradation
l, on en déduit nos paramètres d’intérêt µA et m.

Cas où V n’est pas constant : En principe, il se peut que V ne soit pas constant durant la phase
exponentielle de croissance. Dans ce cas, il faut regarder la dynamique de V en fonction du temps.

V = XA/XT

V̇ = ẊA

XT
−

XA

XT

ẊT

XT

V̇ = (µA−m)XA

XT
−

V (µAV−l(1−V ))XT

XT

V̇ = (µA −m)V − (µAV − l(1− V ))V
V̇ = ((µA + l)(1− V )−m)V

Pour estimer l et m on peut soit minimiser le système ẊT et V̇ soit mesurer expérimentalement
µAA que l’on injecte dans V̇ tel que : V̇ = ((µAA +m+ l)(1− V )−m)V . Par la suite, soit l’on
minimise V̇ pour obtenir l et m en une dimension, soit on résout analytiquement V̇ .

Posons a = µAA +m+ l :
V̇ = (a(1− V )−m)V
V̇ = (a−m− aV )V

V̇ = (a−m)

(

1− V
a−m

a

)

V

En réalisant un changement de variable tel que r = (a−m) et K = a−m
a , on obtient :

V̇ = r(1− V
K )V

Ainsi V évolue telle une courbe logistique en fonction du temps :

V̇ = (µAA + l)

(

1− V
µAA+l

µAA+m+l

)

V

D’un point de vue expérimental, si on arrive à capter la totalité de l’évolution de V et donc son
caractère logistique, il est possible d’identifier r et K :
r = µAA + l, nous permet d’estimer l grâce à l’identification de r et à la mesure expérimentale
de µAA.
K = µAA+l

µAA+l+m = r
r+m , permet d’estimer m.

Afin de pouvoir estimer r et K il faut que nos données expérimentales soient suffisantes pour
identifier ces paramètres. Si ce n’est pas le cas il n’est pas possible d’utiliser cette méthode
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analytiquement.

En résolvant analytiquement V̇ on obtient une équation de la forme : rt+ c = ln( V
1−V/K ), avec

c une constante à déterminer.
Pour chaque point de données (ti,Vi) on obtient l’équation :
rti = ln( Vi

1−Vi/K
)− 1

N

∑N
i=1(ln(

Vi

1−Vi/K
− rti), avec N le nombre de points de données.

On a ainsi, N équation pour i = 1 à N et deux inconnues r et K.

Pour déterminer r et K on peut utiliser une technique de minimisation. Cependant, si on peut
déduire K à partir des données comme le niveau de saturation, il est possible de trouver plus
facilement r :

rti = ln( Vi

1−Vi/K
)− c, avec c une constante. En posant Φi = ln( Vi

1−Vi/K
) on a :

rti = Φi−c. Cette équation correspond à celle de la droite Φi en fonction du temps. Ainsi, r est le
coefficient directeur de la droite ln( Vi

1−Vi/K
) = rti+c. Expérimentalement on peut donc obtenir r.

Ainsi, en estimant K directement des données, on peut analytiquement déterminer la mortalité
m. En estimant r on obtient l, étant donné que l’on mesure µAA.

Validation

La figure VII.1 représente un premier essai de validation du modèle logistique. Les données
ne nous permettent malheureusement pas de calibrer correctement les paramètres r et K.
Cependant le modèle semble prometteur et de nouvelles expériences doivent être réalisées.
Premièrement des expériences à plus long terme avec un échantillonnage plus court afin d’at-
teindre expérimentalement la valeur seuil K. Deuxièmement, une expérience à haute fréquence
afin de calculer le taux de dégradation des particules l.
Cette méthode permettrait de calculer de façon plus robuste la mortalité du phytoplancton et
ainsi de s’affranchir du biais de la simple méthode de coloration expérimentale.



140 Modélisation des interactions entre Micromonas et ses virus

0

10

20

30

40

50

60

70

80

90

100

0 0.5 1 1.5 2 2.5 3 3.5 4

P
o

u
rc

e
n

ta
g

e
 d

e
 v

ia
b

il
it

é
 

Temps (jours)

Model

Données
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VII.1 Discussion

VII.1.1 Clarifier le concept de mortalité cellulaire et de résistance

L’une des difficultés auxquelles nous avons été confrontés tient au manque d’uniformisation des
concepts et des termes biologiques. Dans un contexte d’évolution à long terme, cette complica-
tion pose problème lorsque l’on doit comparer des estimations réalisées au siècle dernier à des
mesures actuelles. En effet, les concepts et découvertes scientifiques sont limités par les méthodes
d’étude à la disposition des chercheurs. Souvent, la définition d’un concept ou d’un processus
est intimement reliée à sa méthode de mesure. Cette définition évolue alors implicitement selon
les époques, selon les problématiques et selon les protocoles utilisés.
Dans notre cas, le concept clef, mais difficilement mesurable de mortalité s’est avéré très délicat
à cerner avec précision. Qu’est-ce qu’une cellule vivante ? Une cellule capable de se répliquer ?
Avec un métabolisme pleinement fonctionnel ? Est-ce qu’une cellule structurellement intacte
mais dont le métabolisme a été détourné est vivante ? L’utilisation de colorants couplée à la
cytométrie en flux est de plus en plus utilisée pour mesurer la viabilité des cellules. Ainsi selon
le marqueur utilisé, la définition même de la mortalité est différente. Chaque technique pour
évaluer la viabilité a ses propres limites. Comme il est impossible d’observer le moment précis
de la mort des cellules [1], lorsque l’on mesure la mortalité d’une culture au temps t, on observe
en réalité les cellules qui sont mortes au temps t − 1. De plus, le processus de mortalité est
dynamique, et induit des cinétiques à différentes échelles (perte du métabolisme, dégradation
des membranes, etc.) ce qui complexifie grandement sa mesure [2]. Les fortes températures, de
même que l’action lytique des virus, induisent de fortes mortalités. Dans notre étude, ces deux
processus en interaction n’ont pas pu être dissociés, et seule la croissance nette du phytoplancton
a été considérée. Il a donc été impossible de séparer l’action de la température de celle de la lyse
virale. Une perspective à notre travail serait de réussir à mieux définir et mesurer la mortalité
afin de découpler ces processus. Une étude récente découple les processus de croissance et de
mortalité en fonction de la température [3] (Figure VII.1). Cette étude montre que la courbe de
réponse à la température d’une culture de phytoplancton est le résultat d’une augmentation de
la croissance brute de la fraction viable compensée par une augmentation de la mortalité aux
fortes températures. Les futures recherches devraient prendre en compte ce type d’approche en
couplant mesures expérimentales et modélisation. Le développement d’un modèle de viabilité
(voir chapitre 6, section Etude complémentaire) pourrait contribuer à démêler ces deux causes de
mortalité, toutes deux affectées par la température. Les protocoles d’évaluation de la mortalité
que nous avons utilisés doivent également être comparés aux méthodes de dilution couramment
déployées pour mesurer la lyse virale dans les écosystèmes [4]. Ce rapprochement entre différentes
approches expérimentales permettrait notamment d’utiliser ces protocoles très répandus pour
tester nos hypothèses (en particulier pour les températures chaudes, c’est-à-dire au-delà de l’op-
timum de croissance). Le développement d’une méthode expérimentale dédiée devrait d’abord
être validé en laboratoire afin de mieux cerner, à l’aide d’un modèle, les liens dynamiques entre
les marqueurs cytométriques et les méthodes par dilution au travers des gammes de températures
explorées. Ces méthodes permettraient alors d’aller au-delà des mesures d’abondance et de di-
versité virales et offriraient des indications quant à l’activité virale. Les méthodes actuelles
permettant de mesurer la lyse cellulaire sont difficiles à mettre en place lors de campagnes en
mer. Cela explique notamment que ces informations ne soient pas disponibles sur la campagne
TARA. Ces nouveaux protocoles in situ offriraient la possibilité de quantifier la mortalité des
populations de phytoplancton dans les écosystèmes naturels afin notamment de comparer la
mortalité induite par la température et par les virus.
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Figure VII.1 Processus de croissance et de mort en fonction de la température pour des
cultures de Chlorella vulgaris.Taux de croissance net µT , taux de croissance de la fraction
viable µV et taux de mortalitém. Les points représentent des données mesurées par cytométrie
en flux via un marquage au FDA et les lignes représentent les prédictions d’un modèle de
Hinshelwood (HSW) et d’un modèle BR [5] (Tiré de [3]).

Un autre concept qui a été sujet à controverses est celui de la résistance. En effet, il n’y a pas
de définition claire et consensuelle de ce concept dans la littérature. La résistance caractérise
souvent une modification phénotypique ou génétique qui permet d’échapper, tolérer ou stop-
per l’infection virale [6]. Écrit en ces termes, ce concept reste très flou. Historiquement il a été
développé pour les organismes pluricellulaires ayant des systèmes immunitaires bien développés,
mais il est moins approprié aux unicellulaires. En effet, les microorganismes n’ont pas, a priori,
de système immunitaire aussi développé, et sont fortement soumis aux variations de leur mi-
lieu car en contact direct avec celui-ci. Il est donc difficile de savoir si, pour le phytoplancton,
la résistance prend en compte des modifications métaboliques induites dans le seul but de se
défendre contre l’infection ou si ces modifications résultent d’autres facteurs qui, indirectement,
permettent de résister. Durant notre étude, nous avons montré que la température pouvait en-
gendrer une résistance ≪ passive ≫, induite indirectement par la modification du métabolisme
de l’hôte. Notre travail de modélisation a suggéré différents mécanismes potentiellement im-
pliqués dans cette résistance. D’une part nous avons supposé le possible changement de cycle
lytique à chronique, d’autre part nous avons émis l’hypothèse que l’altération de l’infectiosité
des virus est le processus majeur de défense. Ces hypothèses devront être confrontées à de
nouvelles expériences pour étudier de façon approfondie la résistance des populations phyto-
planctoniques. Dans un premier temps, il faudrait réussir à montrer de façon non équivoque
l’existence d’un cycle chronique chez les virus à phytoplancton eucaryotes. Des expériences sur
bôıte de Petri (afin de limiter les déplacements des particules) permettraient de suivre sous
microscope les cellules infectées et ainsi d’observer un cycle chronique. De telles expériences
risquent néanmoins de mobiliser des dispositifs coûteux et délicats à mettre au point. En ad-
dition, des études moléculaires et génétiques pourraient mettre en évidence les principaux pro-
cessus métaboliques liés à l’altération de l’infection par la température. Cette étude pourrait
alors conduire à une définition claire et universelle de la résistance pour les communautés micro-
biennes. Ce concept devrait être dynamique : dans le temps (résistance à court ou long terme),
dans l’espace (les mêmes mécanismes n’ont pas les mêmes résultats en terme d’efficacité selon le
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milieu donné), selon ses propriétés (≪ active ≫ ou ≪ passive ≫), et selon les organismes étudiés
(différences génétiques, morphologiques et métaboliques propres). Une telle définition pourrait
être appuyée par une modélisation mathématique assortie d’une définition rigoureuse et sans
ambigüıté.

VII.1.2 Vers des modèles décrivant le détournement du métabolisme
de l’hôte

Les modèles développés dans cette thèse sont restés macroscopiques, et n’ont pas explicité les
mécanismes d’infection dans la cellule hôte. La modélisation par bilan de masse est une approche
efficace pour décrire les flux de matière au sein d’un système biologique. Par exemple, un système
biogéochimique en océanographie est centré sur les flux de nutriments entre les différents compar-
timents considérés. L’approche par bilan de masse pour la modélisation épidémiologique décrit
des flux d’individus, sans expliciter les mécanismes impliqués, à commencer par la dynamique
des virus. Même si ces modèles sont applicables en microbiologie, ils deviennent vite limitants
si on s’intéresse aux mécanismes cellulaires de l’infection. La propriété première des virus est
leur capacité à manipuler le matériel génétique. Tous les processus d’infection peuvent donc
être caractérisés en termes génétiques ou moléculaires. Le métabolisme de l’hôte étant directe-
ment relié à l’expression de ses gènes, un modèle métabolico-génomique permettrait de mieux
caractériser la dynamique d’infection pour le phytoplancton. Ce type de modèles d’infection,
en intégrant une description des processus métaboliques et génétiques déclenchés par l’infection
offrirait une représentation plus mécaniste de l’infection virale. Des données moléculaires de-
vraient être récoltées afin de calibrer et valider ces modèles. La température ayant un rôle très
important sur l’intégrité des protéines et sur l’activité enzymatique, des modèles biophysiques
comme celui développé par Dill et ses collaborateurs [7] pourraient également être utilisés pour
décrire l’infection en terme de modification du protéome.

VII.1.3 Influence combinée des facteurs abiotiques et biotiques

Notre approche a considéré un unique facteur abiotique, la température, affectant l’interac-
tion hôte-virus. Ainsi, nous avons pu isoler l’impact de ce facteur pour mieux comprendre
son rôle. Au-delà de la température, de nombreux autres facteurs abiotiques influencent les
écosystèmes microbiens. Extrapoler les conclusions des études de laboratoire mono-factoriels
aux écosystèmes naturels est alors une étape particulièrement délicate et critiquable. Nos tra-
vaux ouvrent néanmoins la voie à de nouvelles expériences pour déterminer dans quelle mesure
d’autres facteurs abiotiques (lumière, pH, etc.) affectent la résistance à une infection virale.
L’étude des interactions entre d’autres facteurs abiotiques ou biotiques et la température, doit
également être réalisée.
Dans un premier temps, une étude biogéographique, portant sur les interactions phytoplanc-
ton – virus, similaire à l’étude présentée dans le chapitre 4 de cette thèse, serait extrêmement
intéressante et novatrice. Nous avons étudié, grâce à un modèle, de quelle manière la température
affectait chaque processus de l’infection pour la souche RCC829 avec les données de température
SST utilisées dans le chapitre 4 (Figure VII.2). Du fait de la distribution de la température
océanique (Figure VII.2a), les dynamiques d’infection seront certainement très différentes se-
lon la latitude. Nos prédictions montrent que le genre Micromonas est susceptible de crôıtre à
différentes températures et ainsi de se distribuer globalement. Son infection par des virus pour-
rait être plus marquée dans les régions tempérées et tropicales, i.e. pour des latitudes de -40
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à 40◦ (Figure VII.2e). La mortalité induite serait maximale dans les régions tempérées de 20
à 40◦, et serait minimale à l’équateur et aux pôles (Figure VII.2f). Dans les zones tropicales
(-20 à 20 ◦) la dynamique virale pourrait être altérée par une forte production de virus non
infectieux (Figure VII.2g) couplée à une forte dégradation virale (Figure VII.2h) bien que la
production virale soit élevée (Figure VII.2i). Ces résultats préliminaires pour la souche RCC829
sont en accord avec l’étude de Mojica et ses collaborateurs en 2015 [8]. Ces auteurs ont analysé
la distribution de lyse virale lors d’une campagne en Atlantique nord avec des taux de lyse
faibles aux hautes latitudes et forts aux basses latitudes. Cependant, la température maximale
mesurée durant leur étude était d’environ 25 ◦C soit la température optimale de croissance de la
souche RCC829. Nos résultats préliminaires montrent une évolution similaire du taux de lyse des
températures froides jusqu’à 25 ◦C. En parallèle, l’analyse du modèle mathématique a révélé que
le devenir de l’épidémie était directement relié à la capacité d’accueil du milieu (K). En première
approximation, le paramètre K pourrait représenter un proxy de la limitation en nutriments et
caractériser le niveau trophique du milieu. Notre étude suggère différentes distributions de R0

à l’échelle globale pour une valeur de K faible et élevée (Figure VII.2b et c respectivement).
Ainsi la limitation en nutriments pourrait modifier l’impact de la température sur l’infection. En
utilisant des résultats de modèles biogéochimiques, il serait possible d’évaluer la capacité maxi-
male d’accueil des communautés phytoplanctoniques en fonction des nutriments limitant la zone
considérée. Ainsi, la variabilité du paramètre K pourrait être prise en compte dans un modèle
simple similaire à celui que nous avons développé. D’autres paramètres, comme la prédation par
le zooplancton, pourraient aussi affecter la valeur de ce paramètre.
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Figure VII.2 Distribution des processus d’infection selon la température de surface moyenne
des océans pour la période 1993 à 2012.
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VII.1.4 Impact du réchauffement climatique

Une fois la dynamique d’infection à l’échelle globale caractérisée pour l’ensemble du phytoplanc-
ton, l’impact du réchauffement climatique sur l’infection pourrait être évalué. Ici nous avons
exploré cette problématique sur la souche RCC829 en utilisant des données de projection de
température de surface (Figure VII.3). Ces résultats préliminaires suggèrent que le réchauffement
des océans pourrait avoir un impact différent sur la dynamique d’infection selon les régions. Dans
les tropiques, la lyse virale pourrait fortement diminuer (Figure VII.3f) tandis qu’elle pourrait
augmenter dans certaines régions tempérées. Le rôle de la lyse sur la pompe biologique pourrait
ainsi être fortement modifié dans les océans futurs [9]. Cependant, d’autres facteurs comme la
prédation, la stratification vericale, etc. risquent également d’être fortement altérés par les chan-
gements climatiques. Des études futures doivent se pencher sur la co-limitation de ces facteurs
avec la température pour pouvoir comprendre l’évolution de la dynamique d’infection dans un
océan plus chaud.

positive change 

negative change 

no change 

a b c

d e f

g h i

Figure VII.3 Anomalies des paramètres d’infection selon les températures moyennes de surface
entre la période actuelle (2001 à 2010) et des projections futures (2091 à 2100).

VII.1.5 Contribution de la mortalité virale à la biogéographie

Nous avons montré le rôle très important de la température sur l’écologie du genre Micromonas.
Nos résultats suggèrent que les mécanismes d’adaptation à la température pourraient expliquer
la répartition biogéographique des différents écotypes de Micromonas. Compte tenu du rôle
essentiel que semble jouer la température sur la dynamique d’infection, il est fort possible que
les virus aient contribué à l’évolution du genre Micromonas. En effet, les virus sont connus pour
être une force évolutive au sein des communautés microbiennes [10, 11]. D’une part grâce à la
mortalité induite et d’autre part grâce à la modification génétique qu’ils imposent, entrâınant
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des transferts latéraux de gènes [10, 11]. La température seule a-t-elle entrâıné une évolution du
genreMicromonas en différents écotypes ou la pression lytique dans les environnements tempérés
a-t-elle forcé ce genre à se diversifier pour s’étendre dans des zones défavorables à l’infection ?
Pour apporter des éléments de réponses, nous avons étudié la corrélation entre le taux de lyse
prédit par notre modèle pour la souche RCC829 (chapitre 6) et la diversité observée au sein du
genre Micromonas (chapitre 4). La corrélation très significative entre ces deux distributions en
fonction de la température (test de Spearman : ρ = 0.9, p-value < 0.5), suggère que la lyse virale
pourrait être un moteur de diversité au sein de ce genre (Figure VII.4). C’est précisément dans
les zones tempérées, favorables à l’infection, que la diversité et la lyse sont les plus fortes.
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Figure VII.4 Taux de lyse en fonction de la température de surface (SST) obtenue par
modélisation pour la souche RCC829 et un indice de diversité intraspécifique pour le genre
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Selon l’hypothèse ≪ Killing the Winner ≫[12], la lyse virale pourrait être vecteur de coexistence
entre les différentes espèces de phytoplancton, expliquant ainsi le paradoxe d’Hutchinson [13].
Les espèces spécialistes, ayant des taux de croissance supérieurs à celui des espèces défensives
et subissant de fortes pressions virales, pourraient coloniser des environnements très chauds ou
très froids, et ainsi échapper à l’infection. En effet, aux températures froides, l’infection est ra-
lentie, tandis qu’aux températures supérieures à Topt, elle est altérée. Aux vues des dynamiques
d’infection aux températures chaudes et à la possible difficulté de s’adapter à ces températures,
la colonisation des zones froides permettrait sûrement un meilleur succès dans la lutte contre
l’infection. Cependant, des espèces ayant un optimum de croissance à faible température pour-
raient facilement être infectées à ces températures, ce qui pourrait expliquer la forte activité
virale dans certains biotopes polaires [14]. Ces Interprétations devront être affinées pour ces
systèmes microbiens dont l’évolution peut être rapide, en intégrant la possible ≪ course à l’ar-
mement ≫ entre les virus et leurs hôtes et la possibilité des virus d’infecter plusieurs genres.
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Les virus pourraient être à l’origine de la différence de diversité géographique observée entre le
phytoplancton et d’autres organismes. En effet, la diversité décrôıt avec la latitude : aux basses
latitudes, la diversité est maximale, tandis qu’aux hautes latitudes elle est minimale [15]. La di-
versité que nous avons prédite et observée au sein du genre Micromonas, comme pour l’ensemble
du phytoplancton chez Thomas [16], est pour sa part maximale dans les zones tempérées. Cette
distribution est similaire à celle de la lyse virale prédite pour la souche RCC829.
Des modèles KtW publiés depuis quelques années [17–21] permettraient sans doute de tester ces
hypothèses. Pour illustrer ce propos, nous avons construit un modèle très simple de KtW en-
tendant notre modèle à N espèces. Ici, nous considérons la température comme facteur limitant,
et non la ressource comme dans les modèles standards (Figure VII.5a). Nous avons appliqué
ce modèle aux six écotypes de Micromonas décrits dans le chapitre 4. Nous avons seulement
considéré des virus spécifiques à chaque écotype. Le modèle est décrit par le système d’équations
différentielles suivant :















Ṡj = µjSj(1−

∑n
j=1Nj

K
)− αjVjSj

İj = αjVjSj − λjIj
V̇j = (1− ǫj)βjIj − δjVj

(VII.1)

Avec Sj et Ij les populations susceptibles et infectées de Micromonas pour chaque écotype j,
Nj la population totale de l’écotype j et Vj la population de virus spécifique à l’écotype hôte j.
Les paramètres de ce modèle ont la même signification que ceux du modèle développé dans le
chapitre 6 et sont spécifiques à chaque écotype j.
En se basant sur les résultats développés dans les chapitres 4 et 5, nous avons extrapolé les
processus obtenus pour la souche RCC829 dans le chapitre 6 aux écotypes de Micromonas selon
le gradient actuel de température de surface (pour les détails se référer à l’Annexe VII.3). Sans
virus, le modèle prédit une distribution des écotypes selon la température relativement similaire
au résultat présenté dans le chapitre 4. La diversité est maximale aux températures médianes
et minimale aux températures extrêmes (Figure VII.5b). En prenant en compte les virus, le
modèle prédit une distribution similaire aux observations du chapitre 4 pour les écotypes M.
polaris et M. pusilla, mais pas pour le reste des écotypes (Figure VII.5c) reflétant les limitations
de notre modèle simpliste. Ce type d’approche pourrait permettre de mieux comprendre le rôle
des virus dans l’évolution de la niche thermique de leur hôte. Notre modèle doit être amélioré
pour prendre en compte les réponses d’infections observées chez Micromonas. En effet, Baudoux
et ses collaborateurs ont démontré que certains virus de Micromonas étaient capables d’infecter
plusieurs clades au sein de ce genre [22]. Des méthodes statistiques pourraient permettre de
choisir le réseau d’infection (Figure VII.5a) expliquant au mieux la diversité observée.

VII.2 Conclusion

En observant de plus près l’environnement dans lequel nous évoluons, une caractéristique in-
trinsèque à chaque processus est apparait : l’impermanence. Cette notion, développée dans la
philosophie occidentale (notamment chez Héraclite [23]) mais également dans la spiritualité
orientale (Anitya dans le bouddhisme [24]), trouve un écho tout particulier en science. En ef-
fet, les objets que nous étudions, quels que soient nos domaines d’étude respectifs, existent et
subsistent uniquement grâce à leur perpétuelle évolution : les processus météorologiques, les
gradients chimiques, la décomposition de la matière, l’évolution d’un écosystème, etc. tous les
processus de ce monde sont changement. La vie elle-même ne pourrait être définie sans les pro-
cessus de naissance et de mort qui sont directement reliés à la notion d’impermanence.
Cette transformation permanente au sein du vivant est donc à l’origine de la vie. Cette perpétuelle
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évolution modifie continûment les écosystèmes qui deviennent eux-mêmes un cadre fluctuant
dans lequel les organismes vivent et meurent. La vie, engendrant elle-même le changement, doit
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également réussir à s’y adapter. C’est l’enjeu de chaque organisme vivant : s’adapter ou dis-
parâıtre.

Dans le contexte des bouleversements climatiques, les structures et les fonctions des écosystèmes
marins subiront de fortes perturbations. La réponse des organismes planctoniques à une augmen-
tation de température ou à une baisse du pH associée à une augmentation de la pression partielle
en CO2 a suscité, ces dernières années, de nombreuses études, contribuant à dessiner une image
plus nette des effets directs des dérèglements climatiques. En particulier, de nombreux travaux
se sont intéressés à l’impact d’une hausse de température sur le phytoplancton. L’impact de ces
modifications sur les interactions entre organismes microbiens reste toutefois beaucoup moins
bien compris. Cette thèse s’inscrit donc dans ce contexte et apporte de nouvelles perspectives
dans le domaine de l’écologie microbienne marine.
De nombreux travaux ont permis de caractériser la réponse à la température d’un grand nombre
d’espèces phytoplanctoniques. Mais les études portant sur la réponse, de façon globale, d’un genre
phytoplanctonique à travers ses différentes espèces, sont beaucoup plus rares. En particulier, en
dépit de son ubiquité à travers la plupart des océans du globe, la réponse à la température du
genre Micromonas n’avait jamais été étudiée de façon approfondie. Au départ, seule une étude
de Connie Lovejoy avait exploré la réponse à la température d’une souche arctique de Micro-
monas [25]. Des données non publiées du laboratoire d’Alexandra Worden portaient également
sur la réponse de deux souches de Micromonas plus tempérées. Ces données comparées à une
étude portant sur les picocyanobactéries du genre Synechococcus [26], ainsi qu’à l’étude de Tho-
mas et ses collaborateurs en 2012 [16] suggéraient une possible hétérogénéité dans la réponse
à la température du genre Micromonas. La première partie de notre travail a donc consisté à
caractériser la réponse à la température de ce genre en termes de physiologie, de biogéographie
et de diversité. Le principal résultat de cette étude est la présence de différentes réponses à la
température au sein du genre Micromonas ainsi qu’une biogéographie spécifique pour chaque
clade phylogénétique, fortement corrélée aux températures environnementales. Notre approche
a par la suite pu être validée par les données de la campagne TARA. Enfin, nous avons montré
le rôle important des constantes de temps caractérisant l’évolution de la réponse thermique,
ainsi que l’impact de la variabilité thermique locale dans les processus d’adaptation dans un
environnement en réchauffement.

Au-delà de la caractérisation de l’effet de la température sur la physiologie et la biogéographie
phytoplanctonique, l’objectif de notre travail était de mieux comprendre le rôle de la température
dans les interactions entre le phytoplancton et les virus, en particulier sur le compartiment pi-
coeucaryote du phytoplancton. Nous nous sommes focalisés sur un système biologique relative-
ment simple : le genre Micromonas et ses prasinovirus.
L’étude de l’impact de la température sur les interactions entre les microbes et les virus s’était
jusqu’à présent surtout concentrée sur les bactéries. Les rares études portant sur l’effet de la
température sur les virus à eucaryotes se sont majoritairement intéressées à la stabilité des virus
sur de faible gammes de températures [27–29]. Dans la deuxième partie de notre travail, nous
avons réalisé des expériences d’infection pour trois souches de Micromonas sur un large gra-
dient thermal allant de 9,5 à 30◦C. Après avoir caractérisé la stabilité des virus à ces différentes
températures, nous avons montré le rôle clef de la température dans la dynamique d’infection
virale. En effet, les températures en dessous de l’optimum de croissance de l’hôte (Topt) ralen-
tissent l’infection et réduisent les taux de production virale. Au contraire, au-delà de Topt, la lyse
virale semble être fortement affectée par les fortes températures, entrâınant des dynamiques plus
complexes. D’une part la population d’hôte continue à crôıtre en maintenant sa capacité à pro-
duire des virus mais sans une lyse visible ; d’autre part, la production de virus infectieux peut
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être limitée aux températures les plus chaudes. Ces deux dynamiques suggèrent une possible
résistance de l’hôte à l’infection induite par la température. Un changement de cycle lytique à
chronique pourrait également avoir lieu aux températures supra-optimales. Cependant, la dy-
namique d’infection étant complexe, ces hypothèses n’ont pas pu être validées par notre seule
approche expérimentale.
Dans la dernière partie de notre travail nous avons donc exploré ces dynamiques à l’aide d’un
modèle mathématique simple. L’impact de la température sur ces interactions n’avait jusque-
là jamais été étudié à l’aide de modèles mathématiques. Nous avons dans un premier temps
construit plusieurs modèles. Grâce à un travail de paramétrisation, nous avons réussi à simu-
ler précisément les dynamiques observées expérimentalement avec l’un de ces modèles. Nous
avons déduit, pour chaque paramètre de l’infection, une fonction dépendante de la température.
L’analyse de ce modèle montre que l’infectiosité des virus est un des facteurs clef contrôlant
la dynamique des interactions aux fortes températures. Nous avons appliqué notre modèle à
un seul couple Micromonas-virus, et le modèle devra par la suite être validé sur des données
expérimentales indépendantes de celles utilisées pour la paramétrisation. En particulier, les deux
autres clades sur lesquels des expériences ont été réalisées permettront de valider et d’étendre le
modèle. De même, d’autres jeux de données collectées par Anne-Claire Baudoux et ses collabo-
rateurs [22] seront précieux pour améliorer notre modèle.

Les approches de modélisation que nous avons développées nous ont permis de mieux com-
prendre et de mieux caractériser les interactions entre le phytoplancton et les virus. Couplée à
une approche expérimentale extensive pour acquérir des données à haute fréquence temporelle
à travers une large gamme de température et de clades, cette approche s’est montrée parti-
culièrement efficace. Elle a apporté un nouvel éclairage sur ces processus dynamiques et com-
plexes. Ces approches théoriques sont encore trop peu mises en œuvre dans le cadre des inter-
actions phytoplancton-virus. À notre connaissance, aucune étude n’avait utilisé la modélisation
pour comprendre l’impact de la température sur ces interactions.

Pour finir, le travail que nous avons effectué durant ces trois années est le fruit d’une réflexion
commune entre différentes disciplines. La diversité des idées mises en commun par les spécialistes
de chaque domaine a permis d’appréhender la problématique de façon plus étendue que ne l’au-
rait permis une simple approche expérimentale ou théorique. Le cœur de notre travail appartient
à la biologie et l’écologie tandis que la méthode appliquée appartient à la physique. Cette ap-
proche multidisciplinaire conduit à l’étude approfondie du rôle de la température sur un système
biologique. L’interdisciplinarité pourrait être le lien manquant entre les études en laboratoire et
de terrain. Relier les processus décrits dans des milieux simplifiés à la complexité des écosystèmes
naturels est un enjeu de la science auquel la modélisation peut répondre.

VII.3 Annexe : Modèle KtW

Afin de modéliser les processus de l’infection pour les 6 écotypes de Micromonas pour le modèle
KtW (système VII.1), nous avons extrapolé les résultats obtenus pour la souche RCC829 (cha-
pitre 6). Nous avons montré que la dynamique d’infection était similaire pour les trois souches
de Micromonas testées, et dépendait principalement de la réponse des hôtes à la température
(chapitre 5). Nos expériences et les simulations suggèrent également que la production virale
(β) et le taux de lyse (λ) sont fortement corrélés au taux de croissance de l’hôte. Ces résultats
nous ont permis d’émettre des hypothèses afin de modéliser l’infection sur l’ensemble du genre
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Micromonas. Pour l’instant, ces hypothèses ne sont pas validées et ne servent que d’éléments de
discussion en ouverture de notre travail.
Les processus β et λ sont donc extrapolés selon les équations suivantes :

βj(T ) =
β

′

1

µ
′

opt

µj(T )e
Tβ

′

2 (VII.2)

λj(T ) = φj(T )λopt,j (VII.3)

Avec β
′

1 et β
′

2 les paramètres de la fonction de température pour le processus β calculés pour
la souche RCC829 par notre modèle. µ

′

opt représente le taux de croissance optimal de la souche
RCC829 calculé par notre modèle et µj(T ), le taux de croissance pour l’écotype j à la température
T . Concernant λj (équation VII.3), la fonction φj(T ) est dépendante des équations suivantes :
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Avec T λ
min,j , T

λ
opt,j , T

λ
max,j , µopt,j les paramètres de réponse à la température pour l’écotype j

calculés à la température T (chapitre 4). Les autres paramètres sont ceux calculés pour la souche
RCC829 avec notre modèle développé dans le chapitre 5.
Les paramètres ǫ et α sont fortement corrélés à la température du milieu. Nous avons simplement
considéré un décalage de ces deux fonctions selon l’optimum de température de croissance de
l’écotype j. Enfin, dans le chapitre 5, nous montrons que le decay (δ) augmente pour tous les
écotypes en fonction de la température et est indépendant du métabolisme de l’hôte. Nous avons
donc gardé les mêmes paramètres calculés pour la souche RCC829 via notre modèle (chapitre
6).
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[21] Våge S., Thingstad T.F., 2015. Fractal hypothesis of the pelagic microbial ecosystem—
can simple ecological principles lead to self-similar complexity in the pelagic microbial food
web ? Frontiers in microbiology 6.

[22] Baudoux A.C., Lebredonchel H., Dehmer H., Latimier M., Edern R., Rigaut-

Jalabert F., Gei P., Guillou L., Foulon E., Bozec Y., Cariou T., Desdevises Y.,
Derelle E., Grimsley N., Moreau H., Simon N., 2015. Interplay between the genetic
clades of Micromonas and their viruses in the western english channel. Environmental
Microbiology Reports 5 :765–773.

[23] Heraclite, 1977. Fragments. Aubier.

[24] Buswell R.E., Lopez D.S., 2013. The Princeton Dictionary of Buddhism. Princeton
University Press.

[25] Lovejoy C., Warwick V.F., Bonilla S., Roy S., Martineau M.J., Terrado R., Pot-
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Béchette A., Stojsavljevic T., Tessmer M., Berges J.A., Pinter G.A., Young E.B.,
2013. Mathematical modeling of bacteria–virus interactions in lake michigan incorporating
phosphorus content. Journal of Great Lakes Research 39(4) :646–654.

Behrenfeld M.J., Halsey K.H., Milligan A.J., 2008. Evolved physiological responses of
phytoplankton to their integrated growth environment. Philosophical Transactions of the Royal
Society of London B : Biological Sciences 363(1504) :2687–2703.

Beltrami E., Carroll T.O., 1994. Modeling the role of viral disease in recurrent phyto-
plankton blooms. Journal of Mathematical Biology 32(8) :857–863.

Benton M.J., 2009. The red queen and the court jester : species diversity and the role of
biotic and abiotic factors through time. science 323(5915) :728–732.

Berdjeb L., Jacquet S., 2009. La viriosphère : quelle place dans le fonctionnement et
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Résumé

Impact de la température sur le phytoplancton et ses interactions
avec les virus

Les dérèglements climatiques engendrés par l’activité anthropique vont fortement perturber les
écosystèmes naturels dans un futur proche. Les écosystèmes marins, déjà soumis à la forte va-
riabilité de leur environnement, sont donc fortement menacés.
Au sein de ces communautés, le phytoplancton a un rôle primordial dans les réseaux trophiques,
ainsi que pour les processus régulant le climat. Comprendre l’évolution de ces communautés
dans un monde en perpétuel changement est l’un des enjeux de l’océanographie.
Parmi les facteurs influençant le phytoplancton, les virus jouent un rôle primordial de par leur
capacité à induire une lyse cellulaire. Ils contrôlent ainsi la dynamique phytoplanctonique. Il est
donc indispensable de comprendre comment l’impact des virus sur ces communautés va évoluer
dans le contexte de changement climatique. Cette thèse explore ainsi le rôle de la température
dans les interactions entre le phytoplancton et les virus grâce à une approche intégrée reliant
expériences en laboratoire et modélisation mathématique. Dans notre travail, nous nous sommes
intéressé plus particulièrement aux pico-eucaryotes du genre Micromonas.
Dans une première étude, nous avons caractérisé la réponse à la température du genre Micro-
monas en étudiant 11 souches différentes. Nous avons montré le rôle primordial de la température
sur l’écologie du phytoplancton. En particulier, nous avons démontré que la température océanique
avait joué un rôle décisif dans l’évolution. Ainsi, nous avons pu prédire l’évolution de la biodi-
versité dans un océan en voie de réchauffement. Dans une deuxième étude nous avons montré
que la température est un facteur clef dans le contrôle de la dynamique phytoplancton – vi-
rus. La température affecte notamment les taux de perte d’infectiosité et de dégradation des
virus, ainsi que le taux de production de virus. En particulier, nous avons observé un chan-
gement de stratégie d’infection. Au-delà d’une température proche de la température optimale
de croissance, les dynamiques deviennent plus complexes suggérant un changement de stratégie
d’infection, qui passerait de lytique à chronique. Dans une troisième étude, nous avons modélisé
ces interactions et avons pu reproduire les changements observés en fonction de la température.
Nous avons discuté du rôle de la température sur les processus d’infection mis en jeux.

Mots-clés : Phytoplancton, virus, interactions, écologie, épidémiologie, température, changement
climatique, biogéographie, diversité, modélisation mathématiques.
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Abstract

Temperature impact on phytoplankton-viruses interactions

Climate changes induced by human activities will deeply impact natural ecosystems. Marine
ecosystems, leaving in a highly variable environment, are therefore threatened. Within these
communities, phytoplankton have a primordial role in the trophic web and in the regulation of
climate processes. Understanding the evolution of these communities in a warming world is an
issue of oceanography.
Among factor affecting phytoplankton dynamics, viruses play a key role through their capacity
to lyse their hosts. They are therefore controlling the phytoplankton population dynamics. It
is then crucial to understand how the viruses impact will evolve in a warming ocean. In this
thesis, we explore the impact of temperature on these interactions with an integrative method
combining laboratory experiments and mathematical modelling. We focus on the pico-eukaryote
genus Micromonas.
In a first study, we have characterized the temperature response of the Micromonas genus by
studying 11 different strains. We have shown the primordial role of temperature on the ecology
of phytoplankton. In particular, we have demonstrated that ocean temperature has played a
decisive role in evolution. Thus, we have been able to predict the evolution of biodiversity in a
warming ocean. In a second study we showed that temperature is a key factor in controlling the
phytoplankton - virus dynamics. The temperature affects in particular the rates of infectivity
loss and of virus degradation, as well as the rate of virus production. In particular, we observed a
change in infection strategy. Beyond a temperature close to the optimal growth temperature, the
dynamics become more complex suggesting a change in infection strategy from lytic to chronic.
In a third study, we have developed a mathematical model representing these interactions. The
model efficiently reproduced the observed changes as a function of temperature. Finally, we dis-
cuss the role of temperature on the involved infection processes.

Keywords: Phytoplankton, virus, interactions, ecology, epidemiology, temperature, climatic change,
warming ocean, niche partitioning, biogeography, diversity, mathematical modelling.


