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Avant-propos 

Cette thèse a été réalisée grâce au soutien financier de l'Agence Nationale de la Recherche (ANR) dans le 

cadre du programme Investissements d'Avenir, au sein du Laboratoire d'Excellence COTE (ANR-10-

LABX-45) et les cinq derniers mois de la thèse grâce au soutien financier d’Irstea Bordeaux (UR EABX). 

Le financement du LabEx COTE a été obtenu dans le cadre du projet IMPACT, dans lequel s’inscrit cette 

thèse : « Influence de la qualité de la Matière organique dissoute sur la toxicité des Pesticides vis-à-vis des 

micro-Algues le long d'un ConTinuum eau douce – eau marine », coordonné par Soizic MORIN, chargée 

de recherche à Irstea Bordeaux. 

Cette thèse a été codirigée par : 

– Madame Édith PARLANTI, chargée de recherche au sein de l’équipe Physico et Toxico Chimie de 

l'environnement (LPTC) de l’UMR EPOC 5805 CNRS de l’Université de Bordeaux ; 

– Madame Soizic MORIN, chargée de recherche au sein de l’équipe Contaminants Anthropiques et 

Réponses des Milieux Aquatiques (CARMA) de l’UR EABX d’Irstea Bordeaux ; 

– Madame Sabine STACHOWSKI-HABERKORN, chargée de recherche au sein du Laboratoire 

d'Écotoxicologie (LEX) de l’unité Biogéochimie et Écotoxicologie d’Ifremer (Centre Atlantique). 

Elle a ainsi été réalisée entre trois laboratoires rassemblant des connaissances sur : 

– l'étude de la présence, des transports et transferts inter-compartiments, de la réactivité, des 

phénomènes de bioaccumulation et de biotransformation ainsi que de l'impact des contaminants 

organiques au niveau moléculaire (EPOC-LPTC – CNRS/Université de Bordeaux) ; 

– la caractérisation du fonctionnement et des réponses des communautés végétales aquatiques 

(macrophytes, phytoplancton et phytobenthos) sous l'influence de diverses catégories d'altérations 

anthropiques en cours d'eau et plans d'eau (Équipe CARMA – Irstea Bordeaux) ; 

– l’étude des conséquences de l'exposition à certaines familles de polluants chimiques (pesticides, HAP, 

PCB, microplastiques, éléments traces métalliques) sur les organismes marins (LEX – Ifremer 

Nantes). 

La période passée au sein de chacun de ces trois laboratoires n’a pas été « linéaire » mais a été fonction : i) 

de la mise au point des marqueurs cytométriques et de la réalisation des expérimentations sur les espèces 

marines (Ifremer), ii) de l’isolement des espèces dulçaquicoles, de tests sur des marqueurs biologiques et de 

la réalisation des expérimentations sur les espèces dulçaquicoles (Irstea), et iii) des phases de 

concentration/dessalement et d’analyse de la matière organique dissoute mais également des pesticides 

(EPOC). Aussi, diverses périodes successives ont été passées au sein de chacun de ces laboratoires 

permettant ainsi d’avoir une vision approfondie de l’ensemble des compartiments étudiés au cours de ces 

travaux de recherche. 

  



 

 

12 

 

 



 

13 

 

Valorisation scientifique 

2 articles publiés dans des journaux de rang A 

Dupraz V.*, Coquillé N.*, Ménard D., Sussarellu R., Haugarreau L., Stachowski-Haberkorn S., 2016. 

Microalgal sensitivity varies between a diuron-resistant strain and two wild strains when 

exposed to diuron and irgarol, alone and in mixtures. Chemosphere, 151: 241-252. * co-

premiers auteurs 

Coquillé N., Jan G., Moreira A., Morin S., 2015. Use of diatom motility features as endpoints of 

metolachlor toxicity. Aquatic Toxicology, 158: 202-210. 

 

3 articles en préparation (dont un short paper) 

Coquillé N., Éon M., Ménard D., Morin S., Stachowski-Haberkorn S., Parlanti E., Interactions 

between microalgae and natural dissolved organic matter. En préparation. 

Coquillé N., Ménard D., Rouxel J., Dupraz V., Éon M., Budzinski H., Morin S., Parlanti É., 

Stachowski-Haberkorn S., The influence of natural dissolved organic matter on herbicide 

toxicity to marine microalgae is species-dependent. En préparation. 

Coquillé N., Éon M., Budzinski H., Stachowski-Haberkorn S., Parlanti É., Morin S., Fate and effects 

of herbicides on the freshwater microalga Sphaerellopsis sp. En préparation. 

 

10 Communications orales (dont 7 en 1er auteur et 5 présentées) 

Coquillé N., Morin S. (2016, Août). Heritability of deformities in diatoms. 24th International Diatom 

Symposium, Québec, Canada. 

Dupraz V., Coquillé N., Ménard D., Sussarellu R., Haugarreau L., Stachowski-Haberkorn S. (2016, 

Mars). Effets du diuron et de l’irgarol chez deux souches de Tetraselmis suecica : la résistance 

au diuron s'accompagne-t-elle d'une résistance à l’irgarol ? 3èmes journées d’Écotoxicologie 

Microbienne, Valence, France. 

Sussarellu R., Dupraz V., Coquillé N., Akcha F., Budzinski H., Stachowski-Haberkorn S. (2016, 

Mars). Mécanisme moléculaires de l’adaptation de la microalgue marine Tetraselmis suecica au 

diuron : conséquences sur sa sensibilité à un mélange complexe de pesticides. 3èmes journées 

d’Écotoxicologie Microbienne, Valence, France. 
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Dupraz V., Eon M., Vedrenne J., Boutry S., Rosebery J., Ezzedine J., Grégoire J., Budzinski 

H., Tapie N., Pardon P., Chevance-Demars L. (2016, Mars). La toxicité des herbicides vis-à-vis 

de microalgues est-elle influencée par la matière organique dissoute (MOD) naturelle ? 3èmes 

journées d’Écotoxicologie Microbienne, Valence, France. 

Coquillé N., Morin S., Stachowski-Haberkorn S., Budzinski H., Parlanti E. (2015, Octobre). Influence 

of the dissolved organic matter on the toxicity of pesticides on microalgae along a freshwater - 

marine water continuum. LabEx Day, Bordeaux, France. 

Morin S., Gwilherm J., Thorel E., Coquillé N. (2015, Septembre). Performances physiologiques 

d’une souche de diatomée tératogène. 34ème colloque de l’Association des Diatomistes de 

Langue Française (ADLaF), Bordeaux, France. 

Coquillé N., Dupraz V., Ménard D., Morin S., Parlanti E., Stachowski-Haberkorn S. (2015, 

Septembre). Impact de deux antifouling, l’irgarol 1051 et le diuron sur la physiologie d’une 

diatomée marine Chaetoceros calcitrans. 34ème colloque de l’ADLaF, Bordeaux, France. 

Coquillé N., Dupraz V., Ménard D., Sussarellu R., Haugarreau L., Morin S., Parlanti E., Stachowski-

Haberkorn S. (2015, Juillet). Impact de deux antifouling, l’irgarol 1051 et le diuron sur la 

physiologie de deux souches de la microalgue marine Tetraselmis suecica. Société 

d’Écotoxicologie Fondamentale et Appliquée (SEFA), Bordeaux, France. 

Coquillé N., Gandon A., Stachowski-Haberkorn S., Jan G., Parlanti É., Morin S. (2014, Octobre). 

Impact du métolachlore sur la physiologie et le comportement de la diatomée dulçaquicole 

Gomphonema gracile. 33ème colloque de l’ADLaF, Clermont-Ferrand, France. 

Coquillé N., Gandon A., Stachowski-Haberkorn S., Jan G., Parlanti É., Morin S. (2014, Mai). Impact 

du métolachlore sur la physiologie et le comportement de la diatomée dulçaquicole 

Gomphonema gracile. Journées d’écotoxicologie microbienne, Banyuls-sur-Mer, France. 

 
6 Communications par affiche dont 3 en 1er auteur 

S. Stachowski-Haberkorn, N. Coquillé, D. Ménard, J. Rouxel, V. Dupraz, M. Éon, H. Budzinski, S. 

Morin, É. Parlanti (2017, Mai). What is the influence of natural dissolved organic matter on 

herbicide toxicity to two marine microalgae? SETAC Europe 27th Annual meeting, Bruxelles, 

Belgique. 

N. Coquillé, S. Stachowski-Haberkorn, S. Morin, É. Parlanti, D. Ménard, J. Rouxel, L.  Haugarreau, 

V. Dupraz, M. Eon, J. Vedrenne, S. Boutry, J. Rosebery, J. Ezzedine, JC. Grégoire, H. 

Budzinski, N. Tapie, P. Pardon, L. Chevance-Demars (2016, Mai). Is herbicide toxicity on 
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marine microalgae influenced by the natural Dissolved Organic Matter (DOM)? SETAC 

Europe 26th Annual meeting, Nantes, France. 

N. Coquillé, D. Maurer, I. Auby, H. Budzinski, S. Stachowski-Haberkorn, S. Morin, É. Parlanti, J. 

Vedrenne, G. Jan, D. Ménard, V. Dupraz, L. Rigouin, L. Gouriou, F. d'Amico, M.P. Tournaire, 

C. Méteigner, M. Perrière-Rumèbe, A. Mounguengui, N. Tapie, L. Chevance-Demars, P. 

Pardon, E. Geneste (2015, Septembre). Communautés microalgales : effets de la matière 

organique dissoute et des pesticides sur l’activité photosynthétique et la composition 

taxonomique. ECODYN, Paris, France. 

N. Coquillé, V. Dupraz, D. Ménard, R. Sussarellu, L. Haugarreau, S. Stachowski-Haberkorn (2015, 

Mai). Toxicity of two antifouling biocides, irgarol 1051 and diuron, on two marine 

phytoplankton species. SETAC Europe 25th Annual meeting, Barcelone, Espagne. 

A. Gandon, N. Coquillé, G. Jan, N. Mazzella, S. Morin (2014, Juin). Toxicity assessment of 

metolachlor towards diatoms: combining physiological and behavioral endpoints. ISEAC, 

Lausanne, Suisse. 

V. Dupraz, N. Coquillé, E. Parlanti, S. Morin, S. Stachowski-Haberkorn, Y. Guo, L. Haugarreau, D. 

Ménard, J. Rouxel, I. Auby, D. Maurer, C. Barbier-Méteignier, L. Rigouin, M. Rumebe, N. 

Mazzella, M. Eon, A. Moreira, G. Jan, H. Budzinski, P. Mazellier, N. Geneste, M. Devier, P. 

Pardon, K. Lemenach, S. Augagneur, L. Peluhet (2014, Mai). Effets de pesticides sur les 

microalgues du continuum eau douce - eau marine : influence de la matière organique dissoute 

naturelle. Journées d’écotoxicologie microbienne, Banyuls-sur-Mer, France. 
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Les microalgues sont des organismes unicellulaires vivant librement dans la colonne d’eau (phytoplancton) 

ou fixés sur des substrats (phytobenthos, périphyton). Ce sont des organismes photosynthétiques, qualifiés 

de producteurs primaires, en raison de leur capacité à synthétiser de la matière organique à partir de 

lumière, de molécules d’eau et de dioxyde de carbone. Bien que représentant moins d’1% de la biomasse 

végétale de la planète (D'Elbée, 2016), les microalgues jouent un rôle fondamental sur Terre et dans les 

écosystèmes aquatiques. Elles sont en effet à l’origine de la production de près de 50% de l’oxygène 

consommé chaque année par les organismes vivant sur la planète (Carlowicz, 2011). Consommées par les 

organismes hétérotrophes, les microalgues se placent ainsi à la base des réseaux trophiques aquatiques 

(Amblard et al., 1998, Mostajir et al., 2012). Cependant, les microalgues peuvent être la cible indirecte de 

pesticides et particulièrement des herbicides en raison de leur proximité avec les végétaux supérieurs 

(photosynthèse). En effet, les écosystèmes terrestres, fluviaux et marins sont étroitement connectés, ce qui 

entraîne un transfert de matière chimique, dont des pesticides, par divers phénomènes (ruissellement, 

transport aérien, drainage, lessivage des sols, lixiviation), depuis les écosystèmes terrestres vers les rivières 

et la mer. 

Les pollutions engendrées par les pesticides, essentiellement diffuses, sont très préoccupantes car largement 

répandues dans l’environnement, y compris dans des zones éloignées des sources comme les régions 

polaires (Khairy et al., 2016, Ma et al., 2016). En France, l’importance de la surface agricole utile (la plus 

grande d’Europe avec près de 29 millions d’hectares) principalement représentée par de l’agriculture et de 

la viticulture, génère une forte consommation de pesticides (66 659 tonnes en 2013 ; Ecophyto, 2015, 

Eurostat, 2013). En conséquence, une contamination généralisée des eaux de surface est documentée 

depuis de nombreuses années. Ainsi, en 2013, 92% des cours d’eau échantillonnés en métropole et dans les 

départements d’Outre-Mer étaient contaminés par les pesticides et dans près de 60% des cas par plus de dix 

molécules (SOeS, 2015). Ces molécules, présentes dans les rejets urbains et agricoles, peuvent causer des 

effets délétères sur les microalgues, parfois à des concentrations environnementales (Morin et al., 2009, 

Roubeix et al., 2012, Roubeix et al., 2011a, Stachowski-Haberkorn et al., 2008). Cependant, les 

microalgues sont également susceptibles d’influencer le transfert et le devenir de ces molécules via la 

bioaccumulation des molécules dans les cellules (Bi et al., 2012) et la capacité de biodégradation de 

certaines espèces (Figure 1), comme démontré avec l’atrazine (Kabra et al., 2014), le fluometuron 

(Zablotowicz et al., 1998) ou l’isoproturon (Bi et al., 2012). 

Dans les hydrosystèmes, d’autres éléments comme la matière organique dissoute (MOD) peuvent interagir 

avec les microalgues et les pesticides (Figure 1). La MOD est un mélange complexe de molécules 

organiques, de taille inférieure à 0,45 µm, résultant de la dégradation des organismes vivants, de leur 

défécation, excrétion ou sécrétion. Elle représente près de 90% de la matière organique non vivante aussi 

bien dans les océans que dans les rivières (Duursma & Dawson, 1981, Wetzel, 2001). La présence de 

MOD peut affecter les microalgues via son impact sur la pénétration de la lumière dans la colonne d’eau 

(diminution de la zone euphotique (Kirk, 2010), protection contre les radiations UV (Tedetti & Sempéré, 

2006)) mais également par l’apport de certaines molécules comme des vitamines (Croft et al., 2006), des 
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Piégeage 

Transport + dégradation 

composés azotés, phosphorés (Beardall & Raven, 2016), disponibles pour les microalgues. Certaines 

microalgues ont d’ailleurs la capacité de consommer directement, c’est-à-dire sans l’intervention préalable 

des bactéries, des composés simples comme le glucose (EL-Sheekh et al., 2012, Perez-Garcia et al., 2011) 

et d’autres plus complexes comme les substances humiques (Campbell et al., 1997, Coste & Morin, 2008), 

présentes dans la MOD naturelle. Les composés de faible poids moléculaire sont consommés via des 

mécanismes d’adsorption, ou d’internalisation par le biais de pompes ou de canaux (Perez-Garcia et al., 

2011), quand des mécanismes très complexes permettent l’absorption des substances humiques (Campbell 

et al., 1997). Cependant, les interactions entre la MOD naturelle prise dans son entièreté et les microalgues 

sont encore peu décrites et méritent des investigations plus poussées, étant donné l’importance de ces 

composants dans l’environnement aquatique et les interactions potentielles avec les pesticides. 
 

Figure 1 : Interactions connues entre les microalgues, la matière organique dissoute et les pesticides. 

Les possibilités d’interactions entre la MOD et les pesticides sont multiples. En effet, les pesticides peuvent 

s’adsorber sur le carbone organique présent dans la matière organique, diminuant (dans les sols) ou 

favorisant (dans le milieu aquatique) ainsi leur transport (Gao et al., 2012). Les substances humiques 

présentes dans la MOD jouent également un rôle prépondérant dans le devenir des pesticides puisqu’elles 

peuvent inhiber ou au contraire favoriser la photodégradation des molécules (McNeill & Canonica, 2016, 

Yuan et al., 2016, Zeng et al., 2002). D’autre part, l’interaction entre les pesticides les molécules 

organiques influence leur biodisponibilité et leur toxicité (Bejarano et al., 2005b, Haitzer et al., 1998). 

Cependant, hormis une étude recensée à ce jour (Zhang et al., 2016b), peu d’informations sont disponibles 

dans la littérature scientifique sur l’influence de la MOD sur la toxicité des pesticides vis-à-vis des 

microalgues. Il est donc nécessaire de mettre en place des études dédiées afin d’élucider et de comprendre 

les phénomènes pouvant se produire dans l’environnement.  

 

L’objectif principal de cette thèse, qui s’inscrit dans le projet IMPACT (Influence de la qualité de la 

Matière organique dissoute sur la toxicité des Pesticides vis-à-vis des microAlgues le long d'un ConTinuum 

eau douce – eau marine) du LabEx COTE (ANR-10-LABX-45), a donc eu pour but d’étudier, par des 
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expérimentations contrôlées en laboratoire, l’influence de la MOD naturelle sur la toxicité d’herbicides vis-

à-vis de microalgues en cultures monospécifiques. 

Ce manuscrit est composé de huit chapitres. Le premier chapitre est consacré à la présentation du contexte 

de l’étude. Il présente chaque élément étudié, à savoir, les microalgues, la MOD et les pesticides ainsi que 

l’état des connaissances actuelles sur leurs relations et interactions. Il se termine par une présentation plus 

détaillée des objectifs de ces travaux de thèse. 

Le deuxième chapitre est consacré à la présentation des matériels et méthodes utilisés pour l’étude de 

l’influence de la MOD sur les microlagues et la toxicité des herbicides: la préparation de la MOD naturelle, 

les microalgues étudiées, la préparation des pesticides, les expérimentations réalisées ainsi que les analyses 

appliquées aux échantillons et le traitement des résultats. 

Les chapitres 3 et 4, présentés sous la forme de publications scientifiques, sont consacrés à la présentation 

des deux études préliminaires réalisées en amont des expériementations avec MOD, mettant en œuvre les 

microalgues en présence des pesticides uniquement :  

- une première étude préliminaire (Chapitre 3) visant à évaluer l’utilisation des caractéristiques de la 

mobilité des diatomées comme critère d’évaluation de la toxicité du métolachlore. 

- une deuxième étude préliminaire (Chapitre 4) visant à évaluer les différences de sensibilité entre 

une souche de microalgues résistante au diuron et deux souches sauvages, lors d'une exposition au 

diuron et à l'irgarol, seuls et en mélange. 

Les chapitres suivants, consacrés aux résultats obtenus sur l’influence de la MOD sur les micraolgues et la 

toxicité des herbicides, sont présentés sous la forme de publications scientifiques : 

- le cinquième chapitre, est une étude de la relation microalgues (en conditions non 

axéniques)/MOD naturelle. 

- le sixième chapitre vise à étudier l’influence de la MOD naturelle sur la toxicité d’herbicides, seuls 

et en mélange, vis-à-vis de microalgues marines. 

- le septième chapitre concerne l’influence de la MOD sur la toxicité et le devenir des pesticides en 

présence de microalgues dulçaquicoles en conditions non axéniques. 

Enfin, le huitième et dernier chapitre est une synthèse générale qui a pour but de discuter les principaux 

résultats acquis ainsi que les perspectives qui peuvent être données à ces travaux. 
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Ce chapitre dresse l’état de l’art des connaissances actuelles sur les trois composants étudiés que sont les 

microalgues, la matière organique et les pesticides, ainsi que sur les interactions entre ces éléments. Le but 

de ce chapitre est de recontextualiser ces travaux de thèse ainsi que leurs objectifs, détaillés plus amplement 

à la fin. 

1. Les microalgues 

1.1. Définition 

Les microalgues sont des organismes unicellulaires photosynthétiques eucaryotes dont la taille varie de 

moins d’un micromètre à plusieurs centaines de micromètres. Les microalgues, qui sont pour l’essentiel 

aquatiques, vivent soit libres dans la colonne d’eau (espèces planctoniques : phytoplancton) soit sur des 

substrats (espèces périphytiques : périphyton, benthiques : microphytobenthos) de nature variable 

(macrophytes, animaux, roches, sable, etc.). Le développement sur substrat est permis grâce à la sécrétion 

de substances polymérisées (= matière organique), également appelées EPS (Extracellular Polymeric 

Substances), composées notamment de polysaccharides, protéines, lipides (Pierre, 2010). 

Parmi les classes phylogénétiques auxquelles appartiennent les microalgues, deux sont les plus représentées 

sur notre planète (en nombre d’espèces) : les Bacillariophycées et les Chlorophycées (Damien, 2013, 

Guiry, 2012, Roy et al., 2011). Ces deux classes sont décrites brièvement ci-après étant donné que trois des 

quatre espèces de microalgues étudiées dans cette thèse en font partie. La classe d’appartenance de la 

quatrième espèce (Chlorodendrophycée) est également présentée. 

1.2. Les Bacillariophycées (Embranchement des Bacil lariophytes) 

Les Bacillariophycées, également appelées diatomées, regrouperaient plus de 200 000 espèces tous milieux 

confondus (eaux douces, saumâtres et marines) et constituent la classe la mieux décrite à l’heure actuelle 

(Damien, 2013, Guiry, 2012). Les diatomées sont dotées d’une paroi siliceuse, appelée frustule, composée 

de deux valves imbriquées (l’hypovalve et l’épivalve) reliées par une bande (ou ceinture) appelée cingulum 

(Figure 2). Le frustule est recouvert de substances polymérisées plus ou moins épaisses, sécrétées par des 

pores fins appelés aréoles et présents sur chaque valve (Duke & Reimann, 1977). Cette sécrétion permet 

aux cellules de se mouvoir, d’excréter des déchets 

métaboliques, contribue à l’adhésion des 

organismes au substrat, permet la formation de 

colonies, et protègerait les cellules de la 

dessiccation (Chiovitti et al., 2006, Hoagland et 

al., 1993). La forme (centrique ou pennée) ainsi 

que l’ornementation du frustule sont utilisés 

comme critères principaux d’identification 

(Lavoie, 2008). Les pigments photosynthétiques 

 

Figure 2 : Cellule de la diatomée Diploneis beyrichiana 

dont le frustule est ouvert (Maurice Loir et 

Alain Couté©). 
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sont majoritairement de la chlorophylle a et c et des carotènes (Jørgensen, 1977, Roy et al., 2011). Les 

lipides de réserve contenus dans le cytoplasme des cellules sont notamment de la chrysolaminarine sous 

forme de gouttelettes d’huile (Roy et al., 2011). Leur reproduction est principalement asexuée (division 

cellulaire) donnant lieu à deux cellules, l’une de taille identique à la cellule mère et l’autre de taille 

inférieure. Elles se reproduisent de façon sexuée une fois la taille minimale atteinte (pour la population). 

1.3. Embranchement des Chlorophytes 

1.3.1. Les Chlorophycées 

Les Chlorophycées, également appelées algues vertes, constituent la seconde classe de microalgues la 

mieux décrite après les diatomées. Elles regrouperaient actuellement plus de 13 000 espèces tous milieux 

confondus, bien que majoritairement inféodées aux milieux dulçaquicoles (Damien, 2013, Guiry, 2012, 

Roy et al., 2011). Les Chlorophycées peuvent, selon les espèces, être dotées de flagelles (au nombre de 2, 4 

ou 8). Les pigments photosynthétiques sont essentiellement de la chlorophylle a et b et des caroténoïdes. 

Les réserves sont présentes sous la forme de grains d’amidon au sein des chloroplastes (Garon & Guéguen, 

2014). Elles peuvent se reproduire par simple division cellulaire avec des cellules filles de taille identique 

dont le nombre peut aller de 2 à 214 (Zachleder et al., 2016), par reproduction sexuée, ou par sporulation en 

formant des zoospores (spores mobiles dotées de flagelles) ou autospores (spores non mobiles) 

(Chrétiennot-Dinet, 1990). 

1.3.2. Les Chlorodendrophycées 

La classe des Chlorodendrophycées est constituée d’espèces qui, il y a peu, appartenaient encore à la classe 

des Prasinophycées (Fučíková et al., 2014). Elle regroupe à l’heure actuelle 46 espèces tous milieux 

confondus (Guiry & Guiry, 2017). Les Chlorodendrophycées sont des cellules non mobiles ou mobiles 

grâce à des flagelles (Chrétiennot-Dinet, 1990). Les pigments photosynthétiques sont essentiellement de la 

chlorophylle a et b, des caroténoïdes et des xanthophylles. Tout comme les Chlorophycées, elles stockent 

des réserves sous forme d’amidon au sein de leur chloroplaste unique (Chrétiennot-Dinet, 1990) mais 

surtout sous forme de gouttelettes lipidiques (Chirapart et al., 2015). Elles semblent essentiellement se 

reproduire par division cellulaire (Chrétiennot-Dinet, 1990), peu de données étant disponibles pour cette 

classe à l’heure actuelle. 

1.4. Métabolisme des microalgues : la photosynthèse  

Les microalgues sont qualifiées de producteurs primaires. Ce sont des organismes photo-autotrophes qui 

synthétisent leur propre matière organique à partir de la réduction de dioxyde de carbone et d’une source 

d’énergie externe, les photons apportés par la lumière, via le processus de photosynthèse. 

La photosynthèse se déroule au sein des chloroplastes, au niveau de la membrane des thylakoïdes (Figure 

3), en deux étapes : la conversion de l’énergie lumineuse en énergie chimique (le Nicotinamide Adénine 

Dinucléotide Phosphate (NADP) et l’Adénosine TriPhosphate (ATP)) appelée réaction claire, suivie de la 
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fixation du carbone (réduction du carbone en glucides), appelée réaction sombre. L’équation globale de la 

photosynthèse est :  

nCO2 + nH2O → (CH2O)n + nO2. 

 

Figure 3 : Schéma bilan de la photosynthèse incluant la phase claire (conversion de l’énergie lumineuse en énergie 

chimique) et la phase sombre (synthèse de carbone organique) (Matthieu Simon©). 

1.4.1. La réaction claire 

L’énergie d’excitation (= photon) est captée par l’antenne collectrice du PSII et transportée jusqu’au centre 

réactionnel, appelé P680, qui passe à l’état excité (P680*) (Figure 3). Le P680* transmet un électron à la 

phéophytine (pigment), considérée comme l’accepteur primaire, et le P680* oxydé (P680+) retourne à son 

état fondamental grâce aux électrons provenant de l’oxydation d’une molécule d’eau (= photolyse par le 

complexe d’émission de l’oxygène). L’électron transmis par le P680* est transporté par une chaîne de 

transporteurs d’électrons (quinones A et B, plastoquinone, complexe cytochrome b6f jusqu’à une 

plastocyanine (protéine)). 

L’électron est alors transféré au centre réactionnel du PSI, appelé P700, qui est à son tour excité (P700*). 

L’électron émis par le P700* (en retournant à son état fondamental) est transporté par une chaîne de 

transporteurs d’électrons jusqu’à une ferrédoxine (protéine). Cette dernière transmet alors l’électron à une 

enzyme, la ferrédoxine NADP+ oxydoréductase, qui réduit le NADP+ en NADPH (Hopkins et al., 2003, 

Karp et al., 2010, Lance, 2013). Le PSI, disposant d’une antenne collectrice de photons, peut fonctionner 

indépendamment du PSII. 



Chapitre 1 – Contexte général Les microalgues   

38 

 

Parallèlement à cela, la production d’ions H+ issue de la photolyse de l’eau et du transfert d’électrons au 

sein du cytochrome b6f, engendre un gradient de protons entre le stroma et le lumen favorable à 

l’activation de l’ATP synthase, qui induit la production d’ATP. 

1.4.2. La réaction sombre 

Cette dernière étape de la photosynthèse, beaucoup plus lente que la précédente (de l'ordre des secondes 

jusqu’aux heures), peut se réaliser à la lumière comme à l’obscurité et a pour but de convertir le dioxyde de 

carbone (CO2) en carbone organique à partir du NADPH et de l’ATP générés lors de la réaction claire. 

Cette phase se déroule dans le stroma du chloroplaste (Figure 3), via le cycle de Calvin-Benson dont le 

bilan global est (Raven et al., 2011) : 

6CO2 + 18ATP + 12NADPH + H2O → 2 glycéraldéhyde-3-phosphate + 16 Pi + 18 ADP + 12 NADP+. 

1.5. Facteurs influençant le développement microalg al 

Dans l’environnement naturel, les microalgues dépendent des conditions du milieu (paramètres physico-

chimiques (pH, salinité, température, hydrodynamisme...) et qualité de l’eau en termes de pollutions), de la 

saison (processus de succession saisonnière) mais également du faciès et de la profondeur étudiés (Coste et 

al., 2009, Guesdon et al., 2016, Rolland, 2009). Néanmoins, que cela soit dans l’environnement naturel ou 

en milieu contrôlé (laboratoire), trois facteurs sont capitaux, à savoir la lumière pour leur survie 

(organismes photosynthétiques), la température et les sels nutritifs. Ces facteurs sont présentés ci-après. 

1.5.1. La lumière 

En tant qu’organismes photosynthétiques, les microalgues sont directement dépendantes de la lumière. 

Leur développement est conditionné à la fois par la quantité de lumière reçue, mais également par sa 

qualité (composition spectrale) et sa durée (photopériode) (Hopkins et al., 2003). 

Dans l’environnement naturel, sur la totalité de l’énergie solaire atteignant la Terre, seule la lumière visible 

est utilisable par les organismes photosynthétiques. Sa gamme de longueur d’onde, qui s’étend de 400 

(violet) à 700 nm (rouge) correspond donc aux rayonnements photosynthétiquement actifs (PAR en 

anglais) (Figure 4). La quantité et la qualité de la lumière incidente qui arrive jusqu’aux eaux de surface 

varient selon la qualité de l’air (les particules peuvent diffuser et absorber les radiations), la couverture 

nuageuse, le moment de la journée et de l’année (Hopkins et al., 2003, Kirk, 2010). 

 

Figure 4 : Spectre de la lumière visible. 

En milieu aquatique, la quantité de lumière reçue diminue avec la profondeur en raison de l’absorption de 

l’énergie lumineuse par les constituants de l’eau. Cette absorption a pour conséquence de modifier 

qualitativement le spectre lumineux (UV-Visible) à mesure que l’on s’éloigne de la surface, les molécules 
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d’eau absorbant principalement dans l’ultraviolet et l’infrarouge (D'Elbée, 2016). Les substances chimiques 

dissoutes et particulaires, organiques et minérales, jouent également un rôle important sur la pénétration du 

rayonnement dans l’eau. En effet, selon leurs propriétés optiques, elles conditionnent fortement la 

transparence de l’eau et par conséquent la profondeur de la zone photique (zone euphotique), qui 

correspond à la zone dans laquelle l’exposition lumineuse est suffisante à la photosynthèse (Kirk, 2010). La 

zone euphotique s’étend de quelques centimètres en zone très turbide jusqu’à 200 m de profondeur en zone 

oligotrophe (D'Elbée, 2016). En milieu contrôlé, il est toutefois difficile de reproduire la réalité 

environnementale : les dispositifs utilisés tendent plutôt à produire des conditions invariables dans le temps. 

Ainsi, la photopériode appliquée correspond généralement à la moyenne de ce qui peut être observé à une 

saison ou période de l’année particulière : par exemple la photopériode 16h:8h (jour:nuit) correspond à une 

période de jours longs. D’autre part, en raison de l’importance de la qualité du spectre sur le développement 

algal, la culture de microalgues est souvent réalisée sous un éclairage artificiel constitué par des tubes 

fluorescents ou des diodes électroluminescentes (LED) permettant de diffuser une lumière blanche de type 

“jour”. Enfin, dans la majorité des cas, les variations (d’intensité et spectrales) engendrées par la saison, la 

qualité de l’air ou la couverture nuageuse ne sont pas prises en compte. 

1.5.2. La température 

La température affecte fortement la croissance des microalgues en raison de son influence sur la plupart des 

réactions biologiques catalysées par des enzymes aux optimums thermiques variables. L’amplitude des 

températures tolérées ainsi que l’optimum de croissance sont fonction de l’espèce considérée (Lavoie, 

2008, Lowe, 1974). 

En zones tempérées, les fluctuations saisonnières de la température atmosphérique se répercutent, avec une 

certaine inertie, sur la température de l’eau. Une augmentation de la température corrélée à une 

augmentation de l’ensoleillement, et associée à une concentration élevée en sels nutritifs (apports terrigènes 

ou reminéralisation des organismes morts comme après une efflorescence) permet le développement 

microalgal (Berg et al., 2009, Faurie et al., 2011, Lavoie, 2008). 

En milieu contrôlé, la température appliquée doit donc tenir compte des conditions de développement 

optimal de l’espèce étudiée. 

1.5.3. Les sels nutritifs 

En plus de conditions de lumière et de température favorables, un certain nombre de nutriments sont 

nécessaires au développement des microalgues dans leur environnement : azote, phosphore, silice (pour les 

diatomées essentiellement), oligo-éléments (Table 1) et vitamines. En milieu naturel, divers facteurs 

interviennent dans la disponibilité de ces sels nutritifs, contrôlés essentiellement par les saisons et les 

phénomènes météorologiques. En effet, en raison de la continuité des écosystèmes, lors de phénomènes de 

fortes pluies et de crues, des apports terrestres permettent d’enrichir le milieu aquatique. Le type de sols 

(milieux naturels, urbanisés ou industrialisés) et notamment l’abondance et le type de végétation retrouvée 

le long des cours d’eau conditionnent aussi la concentration et le type de sels nutritifs apportés dans 
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l’environnement aquatique. En hiver, la forte turbulence des eaux permet de remettre en suspension et 

d’homogénéiser les nutriments dans la colonne d’eau. En période estivale (hors apports engendrés par les 

apports d’eau douce), la disponibilité des nutriments diminue en raison de la forte consommation lors des 

efflorescences printanières. Cette activité biologique participe également au recyclage des nutriments, via la 

reminéralisation effectuée par la boucle microbienne (développée dans la partie 1.6.2.). 

Aussi, afin de pouvoir cultiver les microalgues en milieu contrôlé et en conditions optimales, des milieux 

de culture artificiels sont reconstitués et contiennent pour la plupart tous les éléments cités dans la Table 1 

avec ou sans ajout de vitamines (B12 (cobalamine), B1 (thiamine), B7 (biotine)). 
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Table 1 : Sels nutritifs nécessaires à la croissance des microalgues (ainsi que leurs rôles) dans l’environnement naturel et artificiel. 

 

 

Eléments Rôle Références 

Azote (N) 
Quatrième constituant le plus important après l'hydrogène, le carbone et l'oxygène. Elément essentiel au métabolisme cellulaire, c'est un constituant des 

acides aminés, protéines, acide nucléique, nucléotides, vitamines, chlorophylle, chromophores... 

(Lavoie, 2008, Raven & Giordano, 2016, Taiz & 

Zeiger, 2006) 

Phosphore (P) 
Intervient dans de nombreuses fonctions physiologiques et dans la synthèse de nucléotides, phospholipides, coenzymes, sucres phosphatés et autres 

composés phosphorylés. C'est un constituant structural de nombreuses molécules (protéines, polysaccharides, ARN, ADN, ATP, lipides,...) 
(Dyhrman, 2016, Lavoie, 2008, Taiz & Zeiger, 2006) 

Silice (Si) 
Elément constitutif du frustule des diatomées, il contribue également au maintien des propriétés mécaniques des parois cellulaires de nombreuses espèces 

de microalgues (rigidité, élasticité) 
(Finkel, 2016, Lavoie, 2008, Taiz & Zeiger, 2006) 

Sulfure (S) 
Un des principaux constituants des cellules algales (quantité similaire au phosphore). C'est un élément rentrant dans la composition de nombreux 

composants fonctionnels et structurels (acide aminés, glutathion, vitamines, constituant de la paroi cellulaire,…) 
(Giordano & Prioretti, 2016, Taiz & Zeiger, 2006) 

Calcium (Ca) Elément impliqué dans de nombreux processus biologiques (calcification, mobilité,…) 
(Cooksey & Wigglesworth-Cooksey, 1995, Lavoie, 

2008, Taiz & Zeiger, 2006, Taylor & Brownlee, 2016) 

Potassium (K) Cofacteurs de plus de 40 enzymes, il participe également au maintien de l'électroneutralité de la cellule (Lavoie, 2008, Taiz & Zeiger, 2006) 

Fer (Fe) 
Intervient dans la synthèse de la chlorophylle, dans de nombreux processus cellulaire et réactions enzymatiques. C'est un constituant de nombreuses 

enzymes, de cytochromes et d'autres porphyrines. 

(Lavoie, 2008, Marchetti & Maldonado, 2016, Taiz & 

Zeiger, 2006) 

Manganèse (Mn) 
Intervient dans l'activation de nombreuses enzymes et dans le maintien de la structure membranaire des chloroplastes. Il a également un rôle important 

dans la photosynthèse des microalgues car élément constitutif de la chlorophylle. 
(Lavoie, 2008, Quigg, 2016, Taiz & Zeiger, 2006) 

Cuivre (Cu) 
Intervient comme catalyseur et dans le devenir de l'O2 et la déshydrogénation de l'H2O dans le lumen des thylakoïdes. C'est un constituant des 

plastocyanines, cytochrome oxydases, superoxyde dismutases. 
(Lavoie, 2008, Quigg, 2016, Taiz & Zeiger, 2006) 

Zinc (Zn) 
Intervient dans la réplication et la polymérisation des acides nucléiques et est impliqué dans de nombreuses autres fonctions métaboliques. C'est un 

constituant des ADN et ARN polymérases. 
(Lavoie, 2008, Quigg, 2016, Taiz & Zeiger, 2006) 

Molybdène (Mo) Rôle essentiel dans la réduction et l'absorption de l'azote. (Lavoie, 2008, Quigg, 2016, Taiz & Zeiger, 2006) 

Cobalt (Co) Intervient dans les réactions de transfert de l'oxygène et hydrogène. Composant de la vitamine B12. (Lavoie, 2008, Quigg, 2016, Taiz & Zeiger, 2006) 
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1.6. Rôle dans les écosystèmes 

1.6.1. Production d’oxygène 

Les microalgues sont des organismes photosynthétiques, synthétisant de l’oxygène et des sucres à partir de 

dioxyde de carbone et de molécules d’eau (section 1.4.). Bien que représentant moins d’1% de la biomasse 

végétale de la planète (D'Elbée, 2016), les microalgues sont, avec les cyanobactéries, à l’origine de la 

production de près de 50% de l’oxygène de notre planète (Carlowicz, 2011). Elles sont également 

responsables de près de 50% de la fixation et de la conversion du carbone atmosphérique (inorganique) en 

carbone organique (Beardall & Raven, 2016, Kumar & Häder, 2012, Mollo & Noury, 2013). 

1.6.2. La base des réseaux trophiques aquatiques 

Les microalgues sont des producteurs primaires, capables de produire leur propre matière organique à partir 

de matière inorganique. Elles sont donc à la base des réseaux trophiques aquatiques et soutiennent le 

développement des organismes hétérotrophes qui les consomment, jusqu’aux grands prédateurs (Amblard 

et al., 1998, Mostajir et al., 2012). Ceux-ci, n’ayant pas la capacité de synthétiser leur propre matière 

organique à partir de sources inorganiques, sont quant à eux qualifiés de consommateurs (Mollo & Noury, 

2013, Wetzel, 2001) (Figure 5). 

 

 

Figure 5 : Réseaux trophiques aquatiques (la représentation choisie est valable pour l’eau douce et pour l’eau mer, les 

photos n’étant qu’illustratives, Coquillé©). 
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Par ailleurs, les microalgues contribuent au réseau microbien ou boucle microbienne (Figure 5), qui est 

principalement basé sur la décomposition et la consommation des microalgues, et sur les exsudats des 

cellules vivantes (Mostajir et al., 2012). La boucle microbienne fait intervenir les microorganismes 

hétérotrophes comme les bactéries, flagellés, amibes et ciliés (Azam et al., 1983), qui sont également 

consommés par le zooplancton ou les brouteurs. Le couplage de la boucle microbienne avec les réseaux 

trophiques est une importante voie de transfert d’énergie entre les producteurs primaires et les niveaux 

trophiques supérieurs (Findlay & Sinsabaugh, 2003). La boucle microbienne, par la reminéralisation des 

éléments nutritifs sous une forme dissoute, assure ainsi le renouvellement des nutriments nécessaires à la 

croissance des microalgues. On estime que de 10 à 50% de la production primaire totale sont consommés 

par la boucle microbienne (Azam et al., 1983, Lévêque & Mounolou, 2008). 

Les microalgues ainsi que leurs sécrétions constituent donc un véritable réservoir de matière organique 

soutenant l’ensemble des réseaux trophiques. 

1.7. Les microalgues, organismes modèles 

Étant à la base des réseaux trophiques, les microalgues sont exploitées en aquaculture afin de nourrir les 

stades larvaires des mollusques bivalves et de crustacés, certains juvéniles de poissons, et les stades adultes 

de divers organismes de type copépodes, mollusques (Muller-Feuga et al., 2007b). Elles sont aussi 

exploitées dans d’autres domaines comme la nutrition humaine comme complément alimentaire (exemple : 

spiruline) ou colorant naturel, la cosmétique et la pharmaceutique (Spolaore et al., 2006). Les microalgues 

servent également dans le domaine bioénergétique (biocarburant) en raison de leur teneur riche en lipides 

(Mata et al., 2010). 

Ces organismes unicellulaires, dont certaines espèces sont cultivées couramment en laboratoire, présentent 

ainsi des avantages pour leur étude en conditions contrôlées : disponibilité permanente de nombreuses 

espèces en culture via les souchothèques, temps de génération court, organismes peu contraignants, elles 

sont utilisées comme organismes modèles dans le domaine de l’écotoxicologie. Elles font l’objet de tests 

standardisés dont les résultats (concentration causant l’inhibition de 50% de la croissance, CE50) sont 

utilisés dans les procédures d’autorisation de mise sur le marché (AMM) des substances chimiques 

(REACh, cf. partie 3.5.1.). En effet, leur facilité de culture permet de réaliser des tests rapides d’évaluation 

de l’impact toxique de molécules (Stachowski-Haberkorn, 2008). L’intérêt de ces bioessais sur cultures 

monospécifiques, est aussi de pouvoir tester des substances en mélange, ou encore l’influence d’autres 

éléments et paramètres physico-chimiques. C’est par exemple le cas de l’étude de Zhang et al. (2016b) qui 

a montré qu’en conditions expérimentales, la toxicité de divers chlorobenzènes était modulée par la 

présence de matière organique dissoute naturelle, composante environnementale majeure. 
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2. La matière organique 

2.1. Généralités 

La matière organique peut être divisée en deux types : la matière organique vivante et non vivante. Les 

éléments de synthèse comme les composés chimiques organiques manufacturés seront exclus de cette 

définition. 

La matière organique vivante regroupe l’ensemble des organismes vivants. Chaque maillon trophique 

représente en effet de la matière organique directement consommable par le maillon supérieur (Figure 5). 

La matière organique non vivante résulte de la décomposition des organismes vivants, de leur défécation, 

excrétion ou sécrétion. Il s’agit donc d’un mélange hétérogène et complexe d’éléments, en constante 

évolution. Dans les milieux aquatiques, la matière organique peut ainsi être sous forme particulaire (MOP) 

ou dissoute (MOD). Le seuil de coupure généralement admis pour discriminer la MOD de la MOP par 

filtration est de 0,45 µm. Selon cette définition, la dénomination MOD au sens large englobe donc la 

matière organique colloïdale et la matière organique dissoute (Figure 6). 

Figure 6 : Continuum de taille de la matière organique en milieu aquatique (D'après Docter et al., 2015). 

Dans les milieux aquatiques, la matière organique est présente majoritairement sous forme dissoute 

(Findlay & Sinsabaugh, 2003). Dans les océans, on estime par exemple que la matière organique totale 

sous forme dissoute à 89% et à 9% sous forme particulaire (non vivante), le reste étant de la matière vivante 

(Duursma & Dawson, 1981). Dans les rivières, on estime également que la proportion de MOD (90%) est 

très largement supérieure à la fraction particulaire (10%) (Wetzel, 2001). Dans la suite de ce manuscrit, 

nous nous focaliserons plus particulièrement sur la MOD. 

2.2. Origine de la MOD aquatique 

Dans les milieux aquatiques, la MOD naturelle peut avoir deux origines : une origine allochtone, c’est-à-

dire provenant d’un autre écosystème, et une origine autochtone, c’est-à-dire produite au sein de 
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l’écosystème étudié. La part représentée par chacun de ces deux types de MOD dépend du système 

aquatique considéré et de la saison. En effet, dans les cours d’eau, la MOD a essentiellement une signature 

d’origine allochtone, en raison de sa forte proximité et de sa connexion directe avec les écosystèmes 

terrestres. La MOD terrestre transite dans les cours d’eau proches par des phénomènes de ruissellement, 

drainage, lessivage des sols (Figure 7). La MOD terrestre est plus réfractaire (= plus difficilement 

dégradable ou utilisable par les organismes vivants) que la MOD autochtone aquatique. En effet, quand un 

organisme meurt, après les premiers stades de décomposition lors desquels la matière labile est 

consommée, des processus de polymérisation, polycondensation, polyaddition (= processus dits 

d’humification) se mettent en place. Ces processus ont pour conséquence de générer des molécules plus 

complexes et plus difficilement dégradables par les organismes tels que les bactéries. La MOD terrigène 

retrouvée dans les milieux aquatiques, ayant subi la majeure partie de ces processus de dégradation dans les 

sols, est donc plus réfractaire que la MOD autochtone aquatique (Pernet-Coudrier, 2008, Thurman, 1985). 

Dans les zones de transition entre les écosystèmes terrestres, fluviaux et marins, comme les estuaires et les 

zones côtières sous influence continentale, la MOD est un mélange de matière allochtone et autochtone. La 

MOD océanique a, quant à elle, une origine essentiellement autochtone : elle est majoritairement produite 

par les microalgues, par leur excrétion et surtout leur décomposition par les bactéries (Findlay & 

Sinsabaugh, 2003). La part représentée par chacune des origines est également fonction de la saison 

(température, lumière) et notamment du régime hydrologique (Aoki et al., 2004, Biber et al., 1996, 

Guéguen et al., 2006). Dans les zones côtières ou dans les eaux estuariennes, en période hivernale ou après 

de fortes pluies, la part allochtone est majoritaire. À l’inverse, au printemps, en été et au début de 

l’automne, compte tenu de la forte productivité biologique de ces milieux (efflorescences 

phytoplanctoniques), une signature majoritairement autochtone est retrouvée (Minor et al., 2006, Vacher, 

2004). 

Au niveau quantitatif, les concentrations en carbone organique dans les cours d’eau sont systématiquement 

supérieures aux eaux marines, qui présentent typiquement les valeurs les plus basses des eaux naturelles 

(avec les eaux souterraines et l’eau de pluie) (Huguet, 2007, Pernet-Coudrier, 2008). 



Chapitre 1 – Contexte général                 La matière organique 

46 

 

 Figure 7 : Représentation schématique de l’origine de la MOD aquatique : une origine autochtone (au sein des réseaux trophiques) et une origine allochtone (provenant des écosystèmes 

terrestres et dont les phénomènes de transfert sont apparents). Note : la représentation des réseaux trophiques choisie ici est valable pour l’eau douce et pour l’eau mer (les photos 

n’étant qu’illustratives, Coquillé©). 
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2.3. Composition de la MOD 

En plus de son origine et des facteurs saisonniers, d’autres processus influencent la composition de la 

MOD : des processus biologiques (biodégradation, consommation, excrétion) et chimiques 

(photodégradation, polymérisation, polycondensation, polyaddition) (Aiken, 2014b, Imai et al., 2001, 

Vacher, 2004). La MOD est un mélange hétérogène de molécules et macromolécules organiques naturelles 

provenant de la dégradation de matériel biologique d’origine animale ou végétale. Une grande partie des 

molécules qui la composent ne sont pas identifiées structurellement à l’heure actuelle (Dittmar & Stubbins, 

2014). 

Les molécules qui composent la MOD sont de type basiques, acides ou neutres et peuvent-être divisées en 

trois fractions (Rodier et al., 2016) : 

– la fraction hydrophobe : molécules adsorbées sur une résine de type XAD-8 (hydrophobe) selon le 

protocole de l’IHSS (International Humic Substances Society) ; 

– la fraction transphilique : molécules non retenues sur une résine XAD-8 mais retenues sur une résine 

XAD-4 (plus hydrophile que la résine XAD-8) ; 

– la fraction hydrophile : molécules non retenues sur les résines XAD-8 et XAD-4. 

La fraction hydrophobe correspond aux substances humiques et les deux autres fractions correspondent aux 

substances dites non-humiques (Table 2). 
 

Table 2 : Molécules constitutives de la MOD, classées selon leur famille et leurs propriétés acido-basiques et leur 

hydrophobicité (D'après Huguet, 2007, et Tipping, 2002). 

 Fraction hydrophobe Fraction hydrophile 
Acides Acide fulvique 

Acide humique 
Complexes substances humiques/carbohydrates 
Acides aromatiques simples 
Polyphénols oxydés 
Acides gras à longue chaîne 
Tannins 
Flavonoïdes 
Polyphénols 
Vanilline 
Protéines 
Phospholipides 

Acides hydrophiles 
Acides carboxyliques simples 
Carbohydrates oxydés avec des groupements COOH 
Protéines 
Acides aminés 
Adénosine di- et tri-phosphates 
Inositol et autres sucres phosphatés 

Neutres Hydrocarbures 
Chlorophylle 
Caroténoïdes 
Phospholipides 
Substances humiques de faible acidité 
Protéines 
Alcools 
Cétones 
Esters 

Sucres neutres simples 
Polysaccharides 
Alcools 
Cétones 
Ethers 
Protéines 
Acides aminés 
Urée 
 

Bases Peptides 
Protéines 

Sucres aminés 
Pyrimidines 
Purines 
Acides aminés 
Peptides 
Protéines 
Amines de faible masse molaire 
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Les substances non-humiques sont constituées à la fois de molécules simples et complexes, provenant 

essentiellement de l’excrétion et de la décomposition des organismes vivants. Les molécules simples 

facilement biodégradables ou assimilables par les organismes, sont de type protéines, polysaccharides, 

acides nucléiques, sucres (glucose, xylose, galactose, arabinose), acides gras ou encore acides aminés 

(Findlay & Sinsabaugh, 2003). La fraction dite transphilique est caractérisée par des pigments, des 

protéines, des alcools, des polyphénols oxydés (Thurman, 1985, Tipping, 2002) mais proviennent 

également de réactions de polymérisation, de condensation, d’addition (complexes de substances 

humiques/carbohydrates) (Table 2). Les processus d’humification, encore mal compris, sont résumés dans 

la Figure 8. 

Les substances humiques sont des macromolécules complexes dont la structure correspond à un 

assemblage de groupements aromatiques et aliphatiques liés par des liaisons covalentes (Hansen et al., 

2016, Jones & Bryan, 1998). Dans les milieux aquatiques, les substances humiques sont divisées en deux 

catégories, définies selon leur solubilité : 

– les acides fulviques, solubles quel que soit le pH ; 

– les acides humiques, solubles uniquement à un pH supérieur à 2. 

Ces substances, qui sont généralement réfractaires aux divers processus de biodégradation mais 

particulièrement sensibles à la photodégradation (del Vecchio & Blough, 2006), sont de couleur jaune à 

 

Figure 8 : Schéma résumé et simplifié des processus d’humification (D'après Huguet, 2007, Rashid, 2012). 

Organismes morts 

Sécrétions/excrétions 

Polymérisation, condensation et addition 

Substances humiques 

Carbohydrates, lipides, protéines, pigments, 

lignines, tannins 

Complexes assemblés 

Sucres, acides organiques, acides aminés, acides gras, composés 

aromatiques, phénols 

Dégradation microbienne et décomposition 

Condensation chimique et biochimique 
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marron/noir et font partie des molécules qui fluorescent (Jones & Bryan, 1998, Thurman, 1985, Tipping, 

2002). 

Comme cité plus haut, la photodégradation a un impact direct sur la composition de la MOD : diminution 

du caractère aromatique de la MOD et de la taille des molécules, diminution de l’intensité de fluorescence 

et de l’absorbance, apparition de molécules réactives (de type peroxyde d’hydrogène, oxygène singulet) 

(Del Vecchio & Blough, 2002, Helms et al., 2013, Hudson et al., 2007, McNeill & Canonica, 2016). 

Compte tenu de la complexité et de la variabilité de la MOD, aucune technique analytique à l’heure 

actuelle ne permet d’appréhender sa composition exacte ainsi que ses caractéristiques globales. Aussi, il est 

nécessaire de mettre en œuvre des approches analytiques complémentaires pour caractériser la MOD 

naturelle. D’un point de vue quantitatif, la concentration de la MOD est typiquement estimée via la mesure 

de la concentration en carbone organique dissous (COD) puisqu’on estime que la MOD contient 50 à 60% 

de carbone organique (Dittmar & Stubbins, 2014). Les caractéristiques qualitatives sont quant à elles 

classiquement évaluées via des techniques rapides spectroscopiques (spectrofluorescence, UV-visible) 

(Dittmar & Stubbins, 2014). Ces dernières permettent de travailler avec de faibles volumes et donnent des 

informations globales sur la composition de la MOD colorée et fluorescente (De Perre, 2009). 

2.4. Rôle dans les écosystèmes 

2.4.1. Cycles biogéochimiques 

Compte tenu de sa composition résultant de la dégradation physique, chimique et biologique des 

organismes vivants, la MOD intervient dans le cycle biogéochimique de nombreux éléments indispensables 

à la vie aquatique. C’est notamment le cas du carbone, composant majoritaire de la MOD (environ 60%) 

(Dittmar & Stubbins, 2014). En effet, on estime que dans les océans, il y aurait 700 Gt C organique, autant 

que dans l’atmosphère sous forme de CO2 principalement (750 Gt C) (Bauer & Bianchi, 2011). La MOD 

intervient également dans le cycle de l’azote, du phosphore et de certains éléments traces métalliques (fer, 

manganèse, cuivre) (Findlay & Sinsabaugh, 2003), et donc dans le fonctionnement des réseaux trophiques 

(cf. parties 1.2.3 et 1.3.2.; Azam et al., 1983, Mostajir et al., 2012). 

2.4.2. Influence sur les microorganismes 

Dans l’environnement, les microorganismes comme les microalgues et les bactéries sont influencés par la 

présence de MOD dans le milieu. 

La MOD peut affecter les microalgues de façon indirecte via son impact sur la pénétration de la lumière 

dans la colonne d’eau. En effet, une forte concentration en matière organique dissoute diminue la 

profondeur de la zone euphotique qui conditionne le développement microalgal et donc la productivité de 

l’écosystème en question (Karlsson et al., 2009, Kirk, 2010). Les matières organiques dissoutes colorées 

jouent un rôle prépondérant dans les variations d’absorption du rayonnement solaire. En effet, ces 

substances absorbent fortement dans la zone PAR (longueurs d’onde entre 400 et 700 nm) et plus 

spécifiquement dans le bleu (~440 nm) qui correspond également aux longueurs d’onde d’absorption 
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maximale de la chlorophylle a. La présence de matière organique limite donc la disponibilité de la lumière 

pour les microalgues (Nelson et al., 1998, Siegel et al., 2002). 

Cependant, les substances colorées de la MOD peuvent également jouer un rôle positif sur les organismes 

aquatiques en les protégeant des radiations UV. En effet, il a été démontré que le pourcentage d’atténuation 

des rayonnements UVA (315-400 nm) et UVB (280-315 nm) dans la colonne d’eau était positivement relié 

à la concentration en MOD colorée (voir la revue de Tedetti & Sempéré, 2006). Les radiations UV 

engendrent un stress oxydatif dans les cellules, causant des dommages cellulaires et moléculaires à l’ADN, 

au niveau des chloroplastes, des photosystèmes, etc. (Pessoa, 2012). L’atténuation du rayonnement UV liée 

aux substances colorées peut ainsi s’accompagner d’une diminution des dommages à l’ADN observés sur 

des organismes planctoniques (voir la revue de Tedetti & Sempéré, 2006). 

La MOD affecte également les microorganismes de façon directe via sa consommation. En effet, la MOD, 

dont se nourrissent principalement les bactéries (Dittmar & Stubbins, 2014), est à la base de la boucle 

microbienne (Azam et al., 1983). Les bactéries, qui sont des organismes osmotrophes (Nagata, 2008), 

« consomment » les molécules de faible poids moléculaire en tout premier lieu. La matière polymérisée est 

transformée par les bactéries en petites molécules labiles grâce à des enzymes extracellulaires relarguées 

dans le milieu, qui hydrolysent les composés (Nagata, 2008). En plus d’alimenter les bactéries, cette 

hydrolyse permet de mettre à disposition des microalgues un certain nombre de composés inorganiques et 

organiques comme les vitamines, qui sont indispensables à leur développement et qu’elles sont incapables 

de synthétiser pour certaines espèces. C’est le cas notamment des vitamines B1 (thiamine), B7 (biotine) ou 

B12 (cobalamine) (Croft et al., 2006). On estime par exemple que la croissance de 25% des espèces de 

microalgues dépendrait de la consommation de vitamine B12, rendue disponible dans le milieu grâce aux 

bactéries (Croft et al., 2005, Droop, 2007). D’autres molécules organiques servent de source d’azote, de 

phosphore et de fer (Beardall & Raven, 2016, Perez-Garcia et al., 2011). Outre ces éléments, des études 

réalisées en conditions contrôlées de laboratoire ont montré que plusieurs espèces de microalgues 

dulçaquicoles et marines pouvaient consommer des molécules « simples » : des sucres comme le glucose 

(Cheirsilp & Torpee, 2012, EL-Sheekh et al., 2012, Liu et al., 2009) ou le sucrose (Bhatnagar et al., 2011, 

Sharma et al., 2016), de l’acétate (Alkhamis & Qin, 2013, Laliberté & de la Noüe, 1993, Sharma et al., 

2016), du glycérol (Liu et al., 2009, Sharma et al., 2016) ou de l’urée (Choochote et al., 2010, Li et al., 

2008). Dans les études citées, la croissance des microalgues est systématiquement stimulée en présence de 

ces molécules. Des molécules plus complexes comme les substances humiques peuvent également être 

consommées (Campbell et al., 1997, Gagnon et al., 2005, Millour, 2011, Sánchez-Marín & Beiras, 2011). 

Cependant aucune étude n’a, à notre connaissance, visé à considérer la MOD naturelle prise dans son 

intégralité et toute sa complexité, dans des expérimentations avec des microalgues. 

Enfin, à ces impacts positifs de la MOD sur la croissance des microalgues peuvent s’ajouter des effets 

potentiellement négatifs, en raison des liens étroits existant entre la MOD naturelle et les polluants tels que 

les pesticides. 
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2.4.3. Transport et biodisponibilité des polluants – Cas des pesticides 

Dans l’environnement aquatique, la MOD joue un rôle prépondérant dans le transport, le devenir et la 

biodisponibilité des polluants dont les pesticides (Bejarano et al., 2005a). 

La MOD peut affecter le transport des contaminants. En effet, selon les propriétés de la molécule du 

pesticide considéré et notamment son affinité pour le carbone organique (représentée par la constante 

KDOC), elle peut s’adsorber aux molécules constitutives de la MOD via diverses liaisons comme les liaisons 

de Van der Waals (Gao et al., 2012). Cette adsorption conditionne la mobilité du pesticide selon le milieu : 

diminution de la mobilité dans les sols et sédiments et mobilité favorisée en phase aqueuse (Gao et al., 

2012). Les molécules peuvent ainsi plus facilement transiter dans le milieu aquatique. 

Dans l’environnement aquatique, certains composants de la MOD comme les substances colorées jouent un 

rôle prépondérant dans le devenir des pesticides. Elles peuvent à la fois stimuler et freiner leur dégradation 

naturelle (Canonica, 2009). En effet, ces substances colorées absorbent fortement dans le violet et 

l’ultraviolet, longueurs d’onde qui participent également à la dégradation naturelle des pesticides 

(Mahmoud & Loutfy, 2012). Aussi, dans l’environnement, les substances humiques captent une partie des 

photons, atténuant ainsi l’impact direct des photons sur les molécules de pesticides et donc leur 

photodégradation (Canonica, 2009, Zeng et al., 2002). Cette diminution de la photodégradation est fonction 

du pesticide et de la concentration en substances humiques (Zeng et al., 2002). Cependant, l’énergie 

absorbée par les substances humiques est immédiatement convertie, ce qui provoque la libération de 

chaleur et la formation de composés très réactifs (radical hydroxyle, oxygène singulet, peroxyde 

d’hydrogène, molécules excitées à l’état de triplet) appelés photosensibilisateurs. Cela peut initier des 

réactions chimiques avec des pesticides, y compris avec ceux difficilement dégradables (Canonica, 2009, 

McNeill & Canonica, 2016). De nombreuses études ont ainsi montré une dégradation beaucoup plus 

importante de pesticides en présence de MOD : c’est par exemple le cas du métolachlore (Trouts, 2008), du 

triclocarban (Trouts, 2008), de l’atrazine (Minero et al., 1992, Zeng et al., 2002) et de l’isoproturon (Yuan 

et al., 2016). Yuan et al. (2016) ont également observé une photodégradation de l’isoproturon en conditions 

lumineuses, photodégradation devenue réversible par passage à l’obscurité et en présence de MOD 

(cétones aromatiques et acides fulviques de référence), le phénomène étant température- et pH-dépendant. 

Ces résultats soulignent donc le rôle important que peut avoir la MOD sur le devenir des pesticides dans 

l’environnement. 

La présence de MOD dans le milieu peut également influencer la biodisponibilité et la toxicité des 

pesticides. En effet, plusieurs études réalisées sur des animaux ont montré que la présence de MOD 

modifiait la biodisponibilité et notamment la bioaccumulation des pesticides selon la molécule étudiée, 

l’organisme et la concentration de MOD (Haitzer et al., 1998). Bejarano et al. (2005b) ont par exemple 

montré que, quelle que soit la fraction de MOD considérée (fractions naturelles marines <0,45 µm et 

<3 kDa, acides humiques et fulviques commerciaux), l’accumulation du chlorpyrifos dans le bivalve marin 

Mercenaria mercenaria Linnaeus diminuait comparativement au milieu exempt de MOD. Bejarano et al. 

(2005a) ont montré que la présence de MOD naturelle augmentait la toxicité du fipronil et diminuait la 
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toxicité du chlorpyrifos et du chlorothalonil vis-à-vis du copépode estuarien Amphiascus tenuiremis. 

Carmosini et al. (2016) ont montré une diminution de la mortalité, du développement et du taux d’éclosion 

en présence de carbone organique dissous pour le poisson zèbre Danio rerio exposé à du triclosan. 

Concernant les microalgues, seule l’étude de Zhang et al. (2016b), à notre connaissance, porte sur des 

pesticides combinés à de la MOD naturelle (SRNOM (Suwannee River natural organic matter), IHSS) vis-

à-vis d’une microalgue dulçaquicole cultivée en milieu non axénique, Chlorella pyrenoidosa. Ces auteurs 

ont montré que la présence de MOD avait augmenté la toxicité du monochlorobenzène et du 1,2-

dichlorobenzène, alors qu’elle avait diminué la toxicité du pentachlorobenzène et de l’hexachlorobenzène 

et n’avait pas changé celle du 1,2,3-trichlorobenzène et du 1,2,3,4-tétrachlorobenzène. Aucune étude n’a 

donc visé à évaluer la toxicité de la combinaison de pesticides et de MOD naturelle sur des microalgues 

dulçaquicoles et marines en culture. 

3. Les pesticides 

3.1. Définition 

Les pesticides (de l’anglais “pest” signifiant nuisible et du latin “caedere” signifiant frapper, abattre, tuer) 

sont des substances ou mélanges de substances chimiques destinés à repousser, contrôler ou détruire tout 

organisme considéré comme nuisible (FAO, 2003, Union Européenne, 1998). Selon leur cible, on distingue 

les herbicides, les fongicides, les insecticides, les bactéricides, etc. 

3.2. Historique et utilisation 

L’utilisation de pesticides est très ancienne puisque l’on recense dans les écrits de Pline l’Ancien et Homère 

(Antiquité) l’utilisation du soufre et de l’arsenic comme moyen de lutte contre les nuisibles en agriculture 

(Calvet, 2005). Cependant c’est surtout au cours des XIXème et XXème siècles que les propriétés des 

pesticides ont été mises en évidence donnant lieu à des développements considérables : de graves 

épidémies (phylloxéra, mildiou, doryphores, rouilles, oïdium) ont touché les productions agricoles 

indispensables à la consommation des populations (céréales, pommes de terre, vigne). Au cours du XXème 

siècle, l’utilisation des pesticides a connu un véritable essor avec l’apparition des produits de synthèse 

(Calvet, 2005). C’est en 1939 que Muller et Weissman de la Société Ciba-Geigy ont découvert les 

propriétés insecticides du produit organophosphoré de synthèse, le dichloro-diphényle-trichloro-éthane 

(DDT). Cette découverte a conduit au développement des pesticides à base d’hydrocarbures chlorés et de 

composés organophosphorés pendant la Seconde Guerre Mondiale (Boland et al., 2004). Aussi, cette 

période marque un véritable tournant dans le mode de production agricole, à tel point qu’on la qualifie de 

« Révolution Verte » en raison des changements profonds opérés : production intensive à rendement élevé, 

protection de la qualité des produits alimentaires, main d’œuvre plus réduite, mécanisation, le tout grâce à 

l’utilisation et l’accroissement de l’arsenal chimique que constituent les pesticides (Boland et al., 2004, 

Calvet, 2005). À l’heure actuelle, de nombreux pesticides existent et couvrent un très large panel 
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d’organismes ciblés (végétaux, bactéries, acariens, arachnides, mammifères, rongeurs, nématodes, etc.) au 

moyen de divers mécanismes d’action (inhibition d’enzymes, de mécanismes cellulaires comme la 

photosynthèse, la production de lipides, de caroténoïdes, d’acides aminés, inhibition de la chaîne 

respiratoire, etc. (Belles, 2012)). Cette évolution du nombre de produits mis sur le marché est liée à la 

synthèse de substances de plus en plus efficaces, conduisant à une diminution des quantités appliquées 

(Calvet, 2005). 

En Europe, les substances utilisées sont regroupées en deux catégories, qui définissent la réglementation 

qui s’y applique ainsi que leurs usages : les phytosanitaires et les biocides. Les produits phytosanitaires, 

également appelés produits phytopharmaceutiques, sont destinés à protéger les végétaux ou les produits 

végétaux contre les organismes nuisibles. Ils sont essentiellement utilisés dans le domaine agricole, mais 

également dans les zones non agricoles comme les espaces publics (voiries, espaces verts), ou le long des 

lignes de chemins de fer (Règlement n°1107/2009, Union Européenne). Les biocides sont quant à eux 

destinés à tous les autres usages : sanitaire (désinfectants), protection des matériaux (bois, fibres, matériaux 

de construction, produits antisalissures), répulsifs, piscicides, insecticides, etc. (Règlement n°528/2012, 

Union Européenne). 

En Europe et en 2013 (données les plus récentes), les pays en tête de l’utilisation de substances actives sont 

l’Espagne avec 69 587 tonnes suivie par la France avec 66 659 tonnes. La troisième position est occupée 

par l’Italie avec 49 011 tonnes. Cependant, la France est au premier rang par la surface agricole utile (29 

millions d’hectares) suivie de l’Espagne (24 millions d’hectares) et de l’Allemagne (17 millions 

d’hectares). Aussi, en considérant la consommation par unité de surface agricole, la France est au 9ème rang 

européen avec 2,3 kg.ha-1 (Ecophyto, 2015, Eurostat, 2013). La surface agricole utile de notre pays est 

essentiellement exploitée pour la production de céréales, de betteraves sucrières, d’oléagineux, de pommes 

de terre mais également par des vignes et arbres fruitiers (Ecophyto, 2015). 

Les molécules ainsi épandues, transitent vers les hydrosystèmes en raison de la continuité des écosystèmes. 

Elles sont constamment retrouvées dans l’environnement y compris dans des endroits inattendus comme 

dans les régions polaires (Khairy et al., 2016, Ma et al., 2016), et constituent à l’heure actuelle des 

pollutions diffuses considérées comme très préoccupantes (Aubertot et al., 2005). 

3.3. Facteurs de transfert des pesticides dans l’en vironnement 

aquatique 

La contamination des systèmes aquatiques par les pesticides se fait majoritairement de façon diffuse, par 

leur transfert vers les eaux via une multitude de processus et facteurs qui dépendent : 

– des propriétés intrinsèques des molécules : leur caractère dispersif (processus de sorption et désorption, 

volatilité, caractère hydrophile, affinité pour le carbone organique dissous) et leur caractère dégradable 

(temps de demi-vie) (Alix et al., 2005, Aubertot et al., 2005, Gao et al., 2012, Lundberg et al., 1995) ; 
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– du mode d’application : une molécule épandue par voie aérienne, sous forme de granulés ou de peinture 

(antifouling) pourra plus facilement contaminer le milieu aquatique qu’une substance injectée (Aubertot et 

al., 2005, Van Der Werf, 1997) ; 

– des conditions climatiques pendant et après l’application : la présence de vent fort, de brouillard, de pluie, 

ou de très fortes températures (évaporation) favorise la dispersion des pesticides. Après application, les 

conditions météorologiques vont affecter le transport dans l’environnement aquatique par des phénomènes 

de volatilisation, drainage, ruissellement, lessivage des sols, lixiviation, érosion des sols (Figure 9) 

(Aubertot et al., 2005, Van Der Werf, 1997) ; 

– de la “vulnérabilité” du milieu : la nature du sol (caractéristiques géologiques et pédologiques qui vont 

conditionner l’adsorption et la désorption des molécules), sa pente, les systèmes de culture (Alix et al., 

2005, Aubertot et al., 2005, Gao et al., 2012, Van Der Werf, 1997) ; 

– de la structuration du paysage : la présence de zones d’habitation, de zones tampons, de champs 

agricoles, de communautés urbaines, le type de cours d’eau et sa proximité avec tous les éléments cités 

précédemment (Alix et al., 2005). 

Tous ces éléments vont fortement influencer le type de molécules retrouvées dans l’environnement 

aquatique ainsi que leurs concentrations du fait de la continuité des écosystèmes. Le milieu marin côtier 

représente ainsi le réceptacle ultime de ces molécules (Rajasekaran et al., 2005) (Figure 9). On estime à 

l’heure actuelle que 80% de la pollution marine est d’origine terrestre (Colas & Pappalardo, 2011). 
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Figure 9 : Schéma bilan faisant état (i) des processus de transfert des pesticides (flèches rouges) et de la MOD allochtone (flèches bleues) dans l’environnement aquatique, (ii) de la production de 

MOD autochtone et (iii) des réseaux trophiques aquatiques (Coquillé©). 
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3.4. État des lieux de la contamination aquatique 

3.4.1. En France 

La contamination des cours d’eau en France est suivie depuis plusieurs années maintenant. Ce suivi a 

montré que des pesticides, essentiellement des herbicides, étaient présents dans la quasi-totalité de ceux-ci 

(SOeS, 2015). 

En 2013 et en France métropolitaine, sur les 2826 points de surveillance de la qualité des cours d’eau, 93% 

contenaient au moins un pesticide sur les 664 molécules recherchées (Figure 10). Les rares endroits non 

contaminés étaient retrouvés dans les zones montagneuses ou dans les zones où l’agriculture était peu 

intensive. 

 

Figure 10 : Nombre de pesticides quantifiés dans les cours d'eau en 2013 (Source : agences et offices 

de l'eau ; SOeS, 2015). 

Dans près de 60% des cours d’eau contaminés, au moins dix pesticides différents ont été retrouvés, 

essentiellement des herbicides (en France métropolitaine, les départements d’Outre-Mer étant surtout 

contaminés par des insecticides) (Figure 11). 

Cette contamination des eaux reflète d’une part l’usage largement répandu de certaines molécules comme 

le glyphosate ou le S-métolachlore, d’autre part la persistance de molécules interdites en agriculture depuis 

de nombreuses années comme l’atrazine et le diuron (interdites depuis 2003 et 2008, respectivement). 
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3.4.2. Cas de la Leyre et du Bassin d’Arcachon 

Le travail présenté dans ce manuscrit porte sur l’utilisation de matière organique dissoute naturelle 

provenant d’une zone d’étude spécifique : le Bassin d’Arcachon et son principal tributaire, la Leyre. 

Le Bassin d’Arcachon (Figure 12) est une lagune de 180 km² peu profonde et soumise à l’influence des 

marées dont l’amplitude varie de 1,1 m à 4,9 m (Canton et al., 2012, Dagens, 2012). Le temps de 

renouvellement du Bassin est estimé à respectivement 12,8 et 15,9 jours en saison hivernale et estivale 

(Plus et al., 2006). 

 

Figure 12 : Localisation du Bassin d’Arcachon (Géoportail). 

 

Figure 11 : Pesticides les plus quantifiés dans les cours d'eau de métropole en 2013 (Source: agences de l'eau; SOeS, 

2015). 
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Chaque année, le Bassin d’Arcachon est l’exutoire de près de 1250 millions de m3 d’eau douce (Fauvelle, 

2012), alimenté par une surface totale de bassin versant de plus de 3000 km² (Canton et al., 2012). Ces 

apports d’eau douce sont dominés par la Leyre, principal tributaire représentant environ 78% des apports 

totaux, le reste étant attribuable à 15 autres petits cours d’eau (Canton et al., 2012). 

De nombreuses activités faisant usage de produits phytosanitaires y sont identifiées : les pratiques agricoles 

(9,3% de la surface totale du bassin versant, dont 71,2% pour la culture du maïs et 15% pour la culture 

légumière), la sylviculture, les pratiques non agricoles comme l’entretien des espaces verts, des voiries, des 

réseaux ferroviaires et des jardins (Dagens, 2012). Ces pratiques, qui s’ajoutent aux activités nautiques 

(professionnelles et récréatives) dans le Bassin, sont à l’origine d’une contamination chimique des eaux, 

mise en évidence au moyen de réseaux de surveillance. Ainsi, le réseau de surveillance REPAR (Réseau 

opérationnel de suivi et d'expertise sur les phytosanitaires et biocides au niveau du Bassin d'Arcachon et de 

ses bassins versants) a démontré qu’au cours de l’année, deux pics de contamination dans les cours d’eau et 

le Bassin d’Arcachon sont généralement observés : un pic printanier et un pic hivernal (REPAR, 2015). 

Le pic printanier correspond à la période d’épandage des pesticides. Le pic hivernal est quant à lui lié à la 

conjonction de deux éléments : le type de sol et la faible profondeur de la nappe d’eau souterraine. En effet, 

les Landes sont caractérisées par un sol sableux très filtrant. En hiver, cette nappe, qui s’est chargée en 

pesticides accumulés dans les sols, devient affleurante. Cette eau chargée est alors drainée par les cours 

d’eau jusqu’au Bassin d’Arcachon. Ce pic hivernal de pollution est généralement plus important que celui 

du printemps (REPAR, 2015).  

Depuis la mise en place du REPAR en 2010, les molécules les plus retrouvées au sein de la Leyre et du 

Bassin d’Arcachon sont principalement des herbicides (Figure 13) et notamment le métolachlore (R- ou S- 

en raison de l’impossibilité de différencier les isomères par la technique analytique mise en œuvre) et ses 

métabolites ESA et OA témoignant de son importante utilisation (Figure 14) (REPAR, 2015, Tapie et al., 

2016). 

 

 

Figure 13 : Évolution des concentrations en pesticides au sein de la Leyre (A) et dans le Bassin d’Arcachon à la 

station de Grand Banc (à proximité de la sortie – B) (REPAR, 2015). 
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Après le métolachlore, d’autres molécules de type herbicide et algicide ont une forte empreinte de 

contamination au sein du Bassin d’Arcachon : l’acétochlore, l’irgarol et le diuron (Figure 14). 

 

Figure 14 : Empreinte de contamination à la station de Grand Banc dans le Bassin d’Arcachon (Tapie et al., 2016). 

Les éléments encadrés correspondent aux molécules mères herbicides (rose) et algicides (bleu).  

Concernant la Leyre, les données d’empreinte de contamination disponibles, moins récentes, montrent une 

contamination chronique par le métolachlore, l’azoxystrobine, et l’acétochlore, et une contamination plus 

ponctuelle par le diuron (Figure 15). 

 

 

Figure 15 : Suivi de la contamination de 33 pesticides dans la Leyre entre mars 2010 et 2011 (Fauvelle, 2012). 

Le constat de la contamination de la Leyre et du Bassin d’Arcachon par des pesticides et algicides a ainsi 

guidé le choix des molécules à considérer dans ces travaux de thèse. 
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La prise de conscience de la contamination généralisée des eaux ainsi que les risques associés à cette 

contamination pour les écosystèmes et l’homme, a engendré la mise en place d’une réglementation à 

différents niveaux. 

3.5. Réglementation 

Les pesticides sont ainsi des molécules retrouvées dans les environnements aquatiques et dont le nombre ne 

cesse de s’accroître. Or, compte tenu (i) des concentrations et du nombre parfois élevé de molécules 

retrouvées dans les écosystèmes aquatiques, (ii) de la multitude de sources à l’origine des contaminations 

(agricole, domestique, industrielle, urbaine) mais également (iii) des impacts délétères que peuvent avoir 

ces molécules sur les organismes vivants non cibles, un cadre réglementaire de plus en plus contraignant a 

été mis en place au fil des années. 

La réglementation qui concerne les pesticides s’effectue à deux niveaux : au niveau des substances 

chimiques elles-mêmes (REACh, plan Ecophyto) et au niveau de la protection des masses d’eau et des 

écosystèmes aquatiques (Directive Cadre sur l’Eau : DCE et Directive Cadre Stratégie pour le Milieu 

Marin : DCSMM). 

Ces deux types de réglementations ont pour but de contrôler la mise sur le marché des substances 

(REACh), de réguler l’utilisation de ces molécules (plan Ecophyto) afin de limiter les concentrations 

retrouvées dans l’environnement et ainsi limiter les effets sur les organismes (DCSMM). 

3.5.1. Réglementation visant à encadrer la vente et  l’utilisation des 

substances chimiques 

Au niveau européen, le règlement REACh (Registration Evaluation Authorization and Restriction of 

Chemicals, Règlement n°1907/2006) a été mis en place en 2007 et vise à encadrer la mise sur le marché de 

substances chimiques dont les pesticides (produits phytosanitaires et biocides). L’objectif de ce règlement 

est d’améliorer la protection de l’environnement et de la santé humaine contre les risques liés aux 

substances chimiques tout en maintenant et renforçant la compétitivité de l’industrie chimique européenne. 

Il s’adresse aux industriels, qui doivent enregistrer les substances qu’ils fabriquent ou importent et fournir 

la preuve que l’utilisation de la substance en question peut se faire sans risque pour la santé humaine ou 

pour l’environnement. L’autorisation ou la restriction de mise sur le marché incombe à des comités 

d’experts de l’Agence Européenne des Produits Chimiques (European Chemicals Agency, ECHA). 

Au niveau national, le plan Ecophyto 2018, initié en 2008, avait pour objectif de réduire de 50% l’usage 

des produits phytosanitaires dans un délai de 10 ans en cohérence avec les impératifs économiques et 

techniques de production (en qualité et en quantité). Son champ d’action ne se limite pas à la sphère 

agricole, puisqu’un axe spécifique du plan concerne également les zones non agricoles. Le but n’ayant pas 

été atteint, un second plan Ecophyto (Ecophyto II) a été mis en place en 2015. Son objectif de réduction de 

50% de l’usage des pesticides est réaffirmé et divisé en deux phases : une réduction de 25% d’ici 2020 et 

une réduction de 50% d’ici 2025 grâce à différents dispositifs tels que la loi de transition énergétique pour 
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la croissance verte (Loi n°2015-992 du 15 août 2015). Cette loi interdit, à compter du 1er janvier 2017, 

l’usage des produits phytosanitaires par l’État, les collectivités locales et les établissements publics pour 

l’entretien des espaces verts, voiries, forêts et promenades. Cette loi interdit également, à compter du 1er 

janvier 2019, la commercialisation et la détention de produits phytosanitaires à usage non professionnel 

(jardiniers amateurs). 

3.5.2. Réglementation visant à protéger les masses d’eau et les 

écosystèmes 

La Directive Cadre sur l’Eau (DCE, 2000/60/CE) est une directive européenne fixant un cadre de gestion 

dont le but était d’atteindre ou maintenir, avant 2015, un bon état écologique et chimique des masses 

d’eaux souterraines et superficielles (eaux s’arrêtant à 1 mille nautique de la ligne de base servant à la 

mesure de la largeur des Eaux territoriales). Cette directive donne ainsi une priorité à la protection de 

l’environnement et à une utilisation durable de l’eau, via la préservation et la restauration de l’état des 

masses d’eaux. L’état chimique des masses d’eau est évalué via la mesure des concentrations de substances 

prioritaires et la comparaison par rapport à une norme de qualité environnementale (NQE). Cette liste de 

substances prioritaires est composée de 45 molécules de pesticides, métaux et hydrocarbures (Annexe 1). 

Le but n’ayant pas été atteint en 2015, un report sous la forme d’un second plan de gestion a été mis en 

œuvre (2016-2021) afin d’atteindre les objectifs environnementaux au plus tard en 2027. 

La Directive Cadre Stratégie pour le Milieu Marin (DCSMM, 2008/56/CE) est une directive européenne 

fixant un cadre d’action dont le but est de réduire les impacts des activités humaines sur le milieu marin. 

Dans ce but, une stratégie de gestion a été élaborée afin d’atteindre ou maintenir, d’ici 2020, le bon état 

écologique des côtes de l’ensemble des pays européens, hors estuaires et à la limite de la Zone Économique 

Exclusive (ZEE), située à environ 370 km au large. Le bon état écologique est défini selon onze 

descripteurs, dont le descripteur 8 concerne directement les niveaux de concentrations en contaminants 

(dont les pesticides) à ne pas dépasser. Cette directive, basée sur une approche écosystémique, vise à 

promouvoir l’utilisation durable des eaux marines tout en préservant les écosystèmes. En raison de son 

champ d’applicabilité, elle est en lien direct avec d’autres directives comme la DCE ou les directives 

Habitats/Faune/Flore (92/43/CEE) et Oiseaux (2009/147/CE). 

 

La mise en place et l’application de la réglementation sont alimentées par les connaissances issues des 

travaux de recherche et programmes de surveillance sur lesquels l’effort doit être maintenu. Cela concerne 

en particulier une meilleure connaissance du devenir et des effets des molécules dispersées dans 

l’environnement. 



Chapitre 1 – Contexte général Les pesticides   

62 

 

3.6. Devenir et toxicité des pesticides dans l’envi ronnement 

aquatique 

Dans l’environnement aquatique, les pesticides peuvent avoir des devenirs différents. Ils peuvent en effet 

être dégradés via des processus abiotiques et biotiques, engendrant la formation de métabolites et/ou la 

minéralisation des molécules, et/ou être bioaccumulés dans les organismes. Leur devenir va impacter leur 

toxicité vis-à-vis des organismes aquatiques. 

3.6.1. Dégradation 

3.6.1.1. Dégradation abiotique 

L’hydrolyse, l’oxydation ainsi que la photolyse sont les principaux processus de dégradation abiotique des 

pesticides (Wolfe et al., 1990). 

L’hydrolyse est une réaction chimique entre les pesticides et les molécules d’eau. Cette réaction, 

température- et pH-dépendante, est fonction de la structure chimique et des groupements fonctionnels de la 

molécule (Gao et al., 2012). 

L’oxydation des pesticides est fonction de nombreux facteurs environnementaux comme le taux 

d’oxygène, le pH, la concentration en métaux, le contenu en matière organique. Ces éléments peuvent en 

effet catalyser la réaction (Gao et al., 2012). 

La photolyse est une voie importante de dégradation des pesticides, notamment par le biais des radiations 

UV. La présence de MOD dans le milieu peut stimuler ou freiner la dégradation des pesticides (voir section 

2.4.3. et Canonica, 2009). Les propriétés physico-chimiques des molécules (solubilité dans l’eau, affinité 

avec des molécules organiques, ionisation, volatilisation) peuvent également influencer la photodégradation 

des pesticides (Burrows et al., 2002, Calvet, 2005). 

3.6.1.2. Dégradation biotique (ou biodégradation) 

La dégradation biotique est due à l’action des organismes vivants (végétaux, animaux, microorganismes). 

C’est un processus majoritaire permettant de transformer les pesticides, jusqu’à leur minéralisation pour 

certaines molécules : elles passent d’un état organique à un état inorganique. C’est la seule voie permettant 

la disparition complète de la molécule dans l’environnement (Calvet, 2005). 

Bien que de nombreux organismes soient capables de dégrader, ce processus est essentiellement assuré par 

des bactéries et des champignons en raison de leur diversité et notamment de la multiplicité des conditions 

de développement (Calvet, 2005). La biodégradation dépend de nombreux facteurs : les paramètres 

physico-chimiques, l’état du pesticide (qui doit être à l’état dissous pour les microorganismes), sa 

biodisponibilité et l’équipement enzymatique dont disposent les cellules. 

La dégradation peut se faire par quatre voies (Bollag & Liu, 1990) : 

– le métabolisme dit de routine : utilisation du pesticide comme source d’énergie pour la croissance grâce 

aux enzymes dont dispose l’organisme ; 
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– le co-métabolisme : transformations chimiques des pesticides via une molécule (ou un ensemble de 

molécules) qui favorise/permet la dégradation ; 

– la conjugaison : réactions chimiques entre pesticides ou avec d’autres molécules, qui sont catalysées par 

des enzymes extracellulaires ; 

– les effets liés à l’activité des micro-organismes : consommation d’oxygène, production de composés 

organiques, modulation du pH qui vont agir directement sur la dégradation des pesticides (facilitation ou 

inhibition). 

Un autre paramètre est également capital pour la dégradation des pesticides : la biodisponibilité (ou 

capacité d’interagir) de la molécule pour les organismes. La biodisponibilité est fonction de l’organisme 

étudié (physiologie), du pesticide, de son devenir dans l’environnement, c’est-à-dire de sa dégradation mais 

également de la présence de matière organique et notamment de la fraction dissoute. Les pesticides peuvent 

s’adsorber sur les molécules de MOD : cette complexation a pour conséquence de moduler leur 

dégradation (Canonica, 2009), leur bioaccumulation et leur toxicité (Alix et al., 2005). 

3.6.2. Devenir et effets dans les organismes aquati ques 

Une fois passé les barrières biologiques (membranes), les pesticides peuvent être bioaccumulés, 

biotransformés et/ou induire des effets délétères sur les organismes aquatiques dont les microalgues. 

3.6.2.1. Bioaccumulation et biotransformation 

La bioaccumulation peut se faire via la consommation de nourriture contaminée ou directement par divers 

phénomènes comme la diffusion passive, la filtration, la diffusion facilitée (via un canal) ou via un 

transporteur (Amiard, 2011). Plusieurs facteurs influencent ce transport : la physico-chimie, le degré de 

lipophilie de la molécule pesticide. Le potentiel de bioaccumulation d’une molécule est évalué via le 

coefficient de partage octanol/eau (Kow) en raison de la polarité proche de l’octanol avec les membranes 

lipidiques. Si le Log Kow est inférieur à 1,5, la substance est polaire et peu bioaccumulable et si le Log Kow 

est supérieur à 3, la substance est apolaire et bioaccumulable (Amiard, 2011). Les pesticides, qui couvrent 

une gamme de Log Kow entre 1,0 et 8,0, ne sont donc pas tous bioaccumulables (Calvet, 2005). 

La biotransformation est un processus qui permet la conversion de la molécule-mère en métabolite. Ce 

processus a pour but de détoxifier l’organisme. Une multitude de transformations chimiques, 

essentiellement causées par des enzymes (cytochromes P450, catalase, glutathion S-transférase), peuvent 

avoir lieu. La nature de ces transformations, ainsi que l’intensité de détoxification, sont fonction de la 

molécule mais également de l’organisme (Amiard, 2011). 

3.6.2.2. Étude des effets des pesticides 

L’exposition directe des organismes aux pesticides peut engendrer des effets divers selon le type de 

pesticide, la concentration, la durée d’exposition, l’organisme, sa sensibilité et notamment ses capacités de 

détoxification. En effet, les pesticides aux modes d’action variés peuvent agir selon plusieurs types de 

réactions (Stenersen, 2004) : 

– inhibition d’activités enzymatiques ; 
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– perturbation de signaux chimiques via le blocage de récepteurs ; 

– génération de molécules très réactives provoquant la dégradation de composants cellulaires ; 

– altération des gradients de pH (qui se font au travers des membranes) nécessaires à la production 

d’énergie dans les mitochondries et les chloroplastes ; 

– perturbation de la structure physique des membranes cellulaires. 

Pour évaluer l’impact toxique de pesticides sur les organismes, différentes échelles peuvent être 

considérées : des communautés, populations, à l’individu, son métabolisme et les mécanismes cellulaires, 

jusqu’à l’échelle moléculaire (génomique, transcriptomique). Aussi, dans les tests standardisés avec des 

microalgues comme celui de l’OCDE (2011), les effets sont évalués à l’échelle de la population sur le taux 

de croissance. 

Depuis de nombreuses années, les effets des pesticides sont étudiés sur les microalgues à divers niveaux de 

complexité (population, communautés, pesticides seuls et en mélange), que ce soit pour fournir des 

données de toxicologie classiques (comme celles exigées dans le cadre des autorisations de mise sur le 

marché) ou dans le but d’évaluer plus précisément les conséquences d’expositions en conditions 

environnementales. 

De très nombreuses études ont porté sur l’influence de molécules seules sur des espèces dulçaquicoles et 

marines (Bérard et al., 2003, Ma et al., 2003, Ma et al., 2006). Les impacts sont généralement évalués sur 

la croissance mais également sur la photosynthèse, cible de nombreux herbicides (près de 50% ; Stenersen, 

2004). Ma et al. (2006) ont par exemple démontré que parmi 40 herbicides comprenant neuf modes 

d’action différents, testés sur la microalgue Raphidocelis subcapitata, les molécules les plus toxiques 

étaient l’atrazine, l'amétrine, le diuron, l’isoproturon et la simazine. Parmi les neuf paramètres biologiques 

étudiés, les plus sensibles étaient les processus photosynthétiques, la division cellulaire et la synthèse des 

lipides. La toxicité des pesticides est aussi influencée par la présence d’autres contaminants : ainsi, les 

pesticides en mélange peuvent donner lieu à des effets synergiques, additifs, antagonistes (Cedergreen et 

al., 2007, Faust et al., 1993, 1994). L’acquisition de données de toxicité individuelle des molécules 

considérées devrait donc, dans la mesure du possible, s’accompagner d’études intégrant les effets de 

mélange, pour mieux comprendre les phénomènes intervenant en milieu naturel (Altenburger et al., 2004). 

Le réalisme environnemental peut également être amélioré en considérant les communautés naturelles de 

microalgues (Bérard & Benninghoff, 2001, Hartgers et al., 1998, Kim Tiam et al., 2016, Roubeix et al., 

2011a). Par exemple, Knauert et al. (2008) ont observé qu’une communauté phytoplanctonique d’eau 

douce exposée aux herbicides atrazine, isoproturon et diuron, seuls et en mélange, montrait une diminution 

des impacts toxiques au cours du temps (exposition de 5 semaines). Ce résultat peut traduire une 

diminution des concentrations de pesticides et/ou une acquisition de tolérance correspondant à une 

restructuration de la communauté (remplacement des taxons sensibles par des taxons tolérants). 

L’augmentation du niveau de complexité des expérimentations (considérant notamment les communautés 

et/ou les mélanges de molécules) au profit du réalisme environnemental s’accompagne a fortiori d’une 

difficulté d’interprétation des résultats et de compréhension des mécanismes du fait des interactions 
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multiples entre les différents compartiments. Aussi, la simplification des systèmes par la mise en œuvre 

d’expérimentations en laboratoire est complémentaire pour mieux appréhender les mécanismes en jeu. 

3.7. Caractéristiques et toxicité des pesticides ch oisis vis-à-vis 

des microalgues 

3.7.1. Caractéristiques des molécules sélectionnées  

Trois molécules ont été choisies, à partir des données de contamination du Bassin d’Arcachon et de la 

Leyre, en fonction des critères suivants : 

– molécules herbicides et/ou algicides de familles chimiques différentes ; 

– molécules les plus concentrées et/ou les plus fréquemment détectées. 

Il a donc été décidé de sélectionner : 

– l’herbicide S-métolachlore (2-Chloro-N-(2-ethyl-6-methylphenyl)-N-[(1S)-2-methoxy-1-

methylethyl]acétamide ; famille des chloroacétamides), isomère du métolachlore autorisé sur le marché (le 

R- étant interdit) et présent de façon chronique dans la Leyre et le Bassin d’Arcachon ; 

– l’herbicide et algicide diuron (1-(3,4 dichlorophenyl)-3,3dimethylurée ; famille des phénylurées), interdit 

en usage agricole et biocide depuis 2008 (Directive biocide 98/8/CE et arrêté du 21/08/2008) mais toujours 

utilisé comme antimousse en traitement de façades, relevé de façon plus ponctuelle dans la Leyre et le 

Bassin d’Arcachon ; 

– l’algicide irgarol (2-methylthio-4-tertbutylamino-6-cyclopropylamino-s-triazine ; famille des triazines), 

interdit depuis 2016 par la Commission Européenne (Décision d'exécution n°2016/107 de la Commission 

du 27/01/16) mais encore très utilisé dans le monde comme biocide dans les peintures antisalissures sur les 

bateaux. Il est ponctuellement retrouvé dans le Bassin d’Arcachon. 

Les caractéristiques des trois molécules sont présentées dans le Table 3. 

Les principaux produits de dégradation connus sont : 

– diuron : DCPMU (1-(3,4-dichlorophényl)-3-methylurée), 1,2,4-DCPU (1-(2,4-dichlorophényl)urée), 

1,3,4-DCPU (1-(3,4-dichlorophényl)urée), DCA (dichloroanilide) (Giacomazzi & Cochet, 2004) ; 

– irgarol : métabolite M1 (2-méthylthio-4-tert-butylamino-6-amino-s-triazine) (Liu et al., 1997, Okamura et 

al., 2000b) ;  

– S-métolachlore : métolachlore OA (acide [(2-éthyl-6-méthylphenyl)(2- méthoxy-1-

méthyléthyl)amino]oxo acétique), métolachlore ESA (acide 2-[(2-éthyl-6-méthylphényl)(2-méthoxy-1-

méthyléthyl)amino]-2-oxo-éthane sulfonique) (Rivard, 2003). 
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Table 3 : Propriétés physico-chimiques des trois molécules étudiées (T1/2 : temps de demi-vie). 

 

Composé Famille 
Numéro 

CAS 
Structure chimique 

Poids 

moléculaire 

(uma) 

Solubilité dans 

l’eau (mg.L-1) 
Log Kow 

T1/2 par 

hydrolyse 

dans l’eau 

stérilisée 

T1/2 par 

photolyse dans 

l’eau stérilisée 

Références 

Irgarol Triazines 28159-98-0 

 

253,4 9 4,0 Très stable 36 à 148 jours 
(INERIS, 2012, 

Tetko et al., 2005) 

Diuron Phénylurées 330-54-1 

 

233,1 35 2,9 Très stable 43-2180 jours 
(INERIS, 2007, 

Tetko et al., 2005) 

S-métolachlore Chloroacétamides 51218-45-2 

 

283,8 530 3,4 Très stable >30 jours 
(Rivard, 2003, 

Tetko et al., 2005) 
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3.7.2. Toxicité des trois substances vis-à-vis des microalgues 

L’irgarol et le diuron, bien qu’appartenant à deux familles différentes, ciblent tous deux la photosynthèse. 

En effet, ils inhibent le transport d’électrons entre les quinones A et B du photosystème II (cf. partie 1.4.1 

pour le détail de la photosynthèse) (Jones & Kerswell, 2003, Nimbal et al., 1996). Le S-métolachlore 

inhibe quant à lui les élongases localisées au niveau du réticulum endoplasmique et des mitochondries qui 

interviennent dans la synthèse des acides gras à longue chaîne (Fuerst, 1987, Götz & Böger, 2004, 

Vallotton et al., 2008). Cette inhibition entraîne notamment un déséquilibre dans la composition des acides 

gras des membranes, conduisant à une perte de rigidité et de perméabilité des parois (Böger, 2003, 

Schmalfuß et al., 1998). 

Les diverses études écotoxicologiques réalisées avec des cultures monospécifiques de microalgues et avec 

ces trois molécules ont montré que la toxicité était fonction de l’espèce étudiée mais également de la 

molécule. Une partie des résultats disponibles dans la bibliographie ont été synthétisés sous forme de 

tableaux (Table 4 pour l’irgarol, Table 5 pour le diuron et Table 6 pour le S-métolachlore). 

Pour l’irgarol, la concentration causant l’inhibition de 50% de la croissance (CE50) était comprise entre 

0,116 µg.L-1 pour la chlorodendrophycée Tetraselmis sp. et 2,3 µg.L-1 pour la chlorophycée Selenastrum 

capricornutum (Table 4), démontrant la très forte toxicité de cette molécule à de faibles concentrations. 

Pour le diuron, la CE50 pour la croissance est globalement plus élevée d’un ordre de grandeur que pour 

l’irgarol au regard des données disponibles : de 0,7 µg.L-1 pour la chlorophycée Raphidocelis subcapitata à 

près de 27 µg.L-1 pour la diatomée Navicula forcipata (Table 5). Enfin, pour le S-métolachlore, la plage des 

CE50 pour la croissance couvre une gamme allant de 68 µg.L-1 pour Chlorella pyrenoidosa à près de 

21 280 µg.L-1 pour Tetraselmis suecica. Ainsi, la toxicité des trois molécules peut être ordonnée de la façon 

suivante : irgarol > diuron > S-métolachlore. D’autre part, les études ont montré que la sensibilité des 

paramètres biologiques étudiés était fonction de l’espèce de microalgue. En effet, Buma et al. (2009) ont 

ainsi montré que suite à une exposition à de l’irgarol, la photosynthèse était plus inhibée que la croissance 

pour Fibrocapsa japonica, contrairement à Tetraselmis sp. (croissance plus inhibée que la photosynthèse) 

(Table 4). 
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Table 4 : Effets de l’irgarol sur diverses espèces de microalgues (CE50 : concentration efficace causant une diminution de 50% du paramètre biologique étudié par rapport aux témoins). 

 

 

 

  

Espèces microalgales Milieu de vie Paramètre Concentration (µg.L-1) Références 

Selenastrum capricornutum dulçaquicole 
CE50 croissance (72h) 1,6 (Okamura et al., 2003) 

CE50 croissance (72h) 2,3 (Okamura et al., 2000a) 

Fibrocapsa japonica 

marine 

CE50 croissance (72h) 

CE50 photosynthèse (72h) 

0,618 

0,110 
(Buma et al., 2009) 

Tetraselmis sp. 
CE50 croissance (72h) 

CE50 photosynthèse (72h) 

0,116 

0,230 
(Buma et al., 2009) 

Skeletonema costatum CE50 croissance (96h) 0,57 (Bao et al., 2011) 

Thalassiosira pseudonana CE50 croissance (96h) 0,38 (Bao et al., 2011) 

Dunaliella tertiolecta CE50 croissance (96h) 1,1 (Gatidou & Thomaidis, 2007) 

Navicula forcipata CE50 croissance (96h) 0,6 (Gatidou & Thomaidis, 2007) 

Emiliania huxleyi 

CE50 croissance (72h) 

CE50 photosynthèse (72h) 

0,406 

0,604 
(Buma et al., 2009) 

CE50 croissance (72h) 0,25 (Devilla et al., 2005) 
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Table 5 : Effets du diuron sur diverses espèces de microalgues (CE50 : concentration efficace causant une diminution de 50% du paramètre biologique étudié par rapport aux témoins). 

 

  
Espèces microalgales Milieu de vie Paramètre Concentration (µg.L-1) Références 

Emiliania huxleyi 

marine 

CE50 croissance (72h) 2,26 (Devilla et al., 2005) 

Navicula forcipata CE50 croissance (96h) 27 (Gatidou & Thomaidis, 2007) 

Dunaliella tertiolecta CE50 croissance (96h) 5,9 (Gatidou & Thomaidis, 2007) 

Skeletonema costatum CE50 croissance (96h) 5,9 (Bao et al., 2011) 

Thalassiosira pseudonana CE50 croissance (96h) 4,3 (Bao et al., 2011) 

Raphidocelis subcapitata 

dulçaquicole 

CE50 croissance (96h) 0,7 (Ma et al., 2006) 

Selenastrum capricornutum CE50 croissance (72h) 6,6 (Okamura et al., 2003) 

Chlorella vulgaris CE50 croissance (96h) 4,3 (Ma et al., 2002) 
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Table 6 : Effets du (S-)métolachlore sur diverses espèces de microalgues (CE50 : concentration efficace causant une diminution de 50% du paramètre biologique étudié par rapport aux témoins ; 

met : métolachlore ; S-met : S-métolachlore). 

  

Espèces microalgales Milieu de vie Paramètre Concentration (µg.L-1) Références 

Selenastrum capricornutum (met) 

dulçaquicole 

CE50 croissance (96h) 84 (Fairchild et al., 1998) 

Chlorella vulgaris (met) CE50 croissance (96h) 203 (Fairchild et al., 1998) 

Chlamydomonas reinhardi (met) CE50 croissance (96h) 1 138 (Fairchild et al., 1998) 

Scenedesmus quadricauda (met) CE50 croissance (96h) >3 000 (Fairchild et al., 1998) 

Microcystis sp. (met) CE50 croissance (96h) >3 000 (Fairchild et al., 1998) 

Anabaena flosque (met) CE50 croissance (96h) >3 000 (Fairchild et al., 1998) 

Raphidocelis subcapitata (met) CE50 croissance (96h) 5 508 (Ma et al., 2006) 

Chlorella pyrenoidosa (S-met) CE50 croissance (96h) 68 (Liu & Xiong, 2009) 

Scenedesmus vacuolatus (S-met) CE50 croissance (48h) 2 300 (Vallotton et al., 2008) 

Tetraselmis suecica (met) 

marine 

CE50 croissance (72h) 21 280 (Ebenezer & Ki, 2013) 

Ditylum brightwellii (met) CE50 croissance (72h) 423 (Ebenezer & Ki, 2013) 

Prorocentrum minimum (met) CE50 croissance (72h) 73 (Ebenezer & Ki, 2013) 
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Cependant, des études comme celle de DeLorenzo et al. (2013) et Knauer et al. (2007) ont également 

montré que la toxicité des herbicides étudiés était fonction de paramètres physico-chimiques tels que la 

température, la salinité et la teneur de carbone noir (matière organique représentant environ 10% du 

carbone organique total dans les sédiments ; Knauer et al., 2007). DeLorenzo et al. (2013) ont observé 

qu’une augmentation de température ne modifiait pas la toxicité du diuron (concentration testée de 10 µg.L-

1) et de l’irgarol (concentration testée de 10 µg.L-1) sur la croissance de Dunaliella terciolecta, 

contrairement à l’augmentation de salinité, qui exacerbait l’impact toxique du diuron. En revanche, le 

couplage des deux augmentait fortement la toxicité des herbicides. Knauer et al. (2007) ont mis en 

évidence une diminution de 10% de la toxicité du diuron à la concentration de 5 µg.L-1 vis-à-vis de la 

photosynthèse de la microalgue Pseudokirchneriella subcapitata, en présence de carbone noir, une partie 

du diuron s’étant adsorbée dessus. Ces deux études illustrent ainsi l’influence de facteurs 

environnementaux susceptibles de modifier la toxicité des herbicides et notamment la matière organique 

présente dans l’environnement. Ce volet est encore trop peu étudié étant donné l’influence exercée par les 

composantes du milieu aquatique sur les interactions entre les microalgues et les pesticides.  

D’autre part, dans un souci de réalisme environnemental, il est également pertinent de travailler à des doses 

environnementales et avec des mélanges de pesticides, en raison des interactions possibles entre molécules 

(Cedergreen, 2014, Cedergreen et al., 2007, Gatidou & Thomaidis, 2007). Fernandez-Alba et al. (2002) ont 

par exemple observé que les effets de l’irgarol et du diuron en mélange sur de la croissance de la 

microalgue Selenastrum capricornutum étaient synergiques, c’est-à-dire que l’effet observé était plus 

important que la somme des effets de chaque molécule prise individuellement. 

4. Objectifs de l’étude 

Dans ce contexte, les objectifs de ce travail ont donc été : 

– d’évaluer dans quelle mesure la MOD naturelle peut influencer des microalgues dulçaquicoles et marines 

en conditions non axéniques ; 

– d’évaluer, sur ces microalgues, la toxicité de trois pesticides (le diuron, l’irgarol et le S-métolachlore) 

présents seuls et en mélange, à des concentrations réalistes du point de vue environnemental ; 

– d’évaluer si la présence de MOD naturelle peut moduler cette toxicité. 

Pour répondre à ces objectifs de travail, la réalisation de deux études préliminaires, mettant en œuvre les 

microalgues en présence des pesticides uniquement a été nécessaire pour tester (i) la réponse de nouveaux 

paramètres biologiques comme la mobilité des diatomées et (ii) pour évaluer la toxicité de l’irgarol et du 

diuron seuls et en mélange sur une partie des espèces étudiées (marines). Ces deux études, qui ont fait 

l’objet de publications, sont présentées dans les Chapitres 3 et 4 du manuscrit. 

La suite des recherches se sont centrées sur quatre espèces de microalgues en cultures non axéniques : deux 

espèces d’eau douce (Gomphonema gracile (diatomée) et Sphaerellopsis sp. (chlorophyte)) et deux espèces 

d’eau de mer (Chaetoceros calcitrans (diatomée) et Tetraselmis suecica (chlorophyte)) et les effets ont été 

évalués sur la croissance, l’efficacité photosynthétique et la quantité relative de lipides intracellulaires. Les 
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cultures étant non axéniques (non exemptes de bactéries), la concentration bactérienne a également été 

évaluée. Afin d’essayer de comprendre au mieux les effets biologiques observés et les interactions entre les 

trois composantes (microalgues, MOD et pesticides), une caractérisation de l’environnement chimique a 

également été réalisée : mesure des concentrations en pesticides, en sels nutritifs et en carbone organique 

dissous mais également diverses mesures optiques renseignant sur certaines caractéristiques de la MOD. 
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Bassin d’Arcachon 

Dans ce chapitre sont présentés les objets d’étude utilisés pour répondre aux objectifs généraux de la thèse, 

les matériels et méthodes des études préliminaires n’y sont donc pas présentés, ces derniers étant présents 

dans les Chapitres 3 et 4. Ce chapitre présente donc la matière organique dissoute (MOD) naturelle (son 

prélèvement et son isolement), les quatre espèces de microalgues étudiées ainsi que la préparation des 

molécules (irgarol, diuron et S-métolachlore). S’en suit le principe des expérimentions réalisées pour 

évaluer l’influence de la MOD sur la toxicité des herbicides vis-à-vis des quatre espèces. L’ensemble des 

analyses biologiques et chimiques avec le principe des techniques utilisées y est ensuite détaillé. Enfin, les 

analyses statistiques appliquées aux données obtenues sont présentées. 

1. Prélèvement et isolement de la matière organique  

dissoute (MOD) naturelle 

1.1. Choix des sites 

Pour réaliser les expositions des cultures de microalgues à de la MOD naturelle caractéristique de leur 

milieu de vie, la MOD a été prélevée à partir de deux sites : le ruisseau de Rebec (pour les expériences avec 

les microalgues dulçaquicoles) et la station de Grand Banc dans le Bassin d’Arcachon (pour les expériences 

avec les microalgues marines) (Figure 16).  

 

Figure 16 : Localisation des sites de prélèvement d’eau dans le ruisseau de Rebec (A) et dans le Bassin d’Arcachon 

à la station de Grand Banc (B). 

Le ruisseau de Rebec est un petit tributaire de la Leyre long de 4,1 km traversant à la fois des forêts et des 

milieux semi-naturels (sur 83,5% de son trajet) ainsi que des territoires agricoles (sur 13,5% de son trajet) 
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Filtre PolycapTM 75TF 

Échantillon 

filtré (MOD) 

Échantillon non 

filtré 

(MOP+MOD) 

(Sandre, 2017). Ce ruisseau a été choisi car il se jette dans la Leyre qui est le principal tributaire du Bassin 

d’Arcachon, et parce qu’il draine un bassin versant peu agricole, limitant ainsi les apports de contamination 

chimique. La station de prélèvement est située dans la partie aval du ruisseau, à 700 m du point de 

confluence avec la Leyre. 

La station de Grand Banc est suivie historiquement (phytoplancton et chimie) par le Réseau REPAR 

(Réseau opérationnel de suivi et d'expertise sur les phytosanitaires et biocides au niveau du Bassin 

d'Arcachon et de ses bassins versants). Cette station du réseau de surveillance est la plus proche de la sortie 

du Bassin et donc la plus soumise aux apports océaniques. Elle a été choisie afin d’avoir le maximum des 

influences océaniques et de minimiser l’influence des apports fluviaux. 

1.1. Prélèvement de la MOD naturelle  

Afin de pouvoir isoler et concentrer la MOD naturelle, des prélèvements d’eau ont été réalisés par pompage 

au niveau des deux stations sélectionnées. Les échantillons d’eau ont été conditionnés dans des bidons de 

20 L préalablement lavés avec du RBS 50, détergent alcalin et chloré permettant de retirer toute trace de 

contamination organique, abondamment rincés à l’eau du robinet puis à l’eau ultrapure (Milli-Q, 

Millipore). 

Un volume de 91 L d’eau de mer a été prélevé le 16 mars 2015 dans le bassin d’Arcachon au niveau de la 

station Grand Banc (coordonnées : 44°39'59.898"N - 1°12'45.88"O) (Figure 16). L’eau a été collectée à 

1,50 m de profondeur à marée haute afin de limiter au maximum l’influence des apports en eau douce. Le 

coefficient de marée était de 53. 

Un volume de 97 L d’eau douce a été prélevé le 13 avril 2015 dans le ruisseau de Rebec (coordonnées : 

44°35'16.962"N - 0°56'2.239"O) (Figure 16). 

1.2. Isolement de la MOD naturelle 

Les échantillons d’eau contenaient initialement la matière organique vivante et non vivante, sous forme 

particulaire (MOP) et dissoute (MOD). Afin d’éliminer la MOP, les échantillons d’eau douce et marine ont 

été filtrés immédiatement après le retour au 

laboratoire à l’aide de cartouches filtrantes 

Whatman PolycapTM 75TF en Teflon de 

porosité de 0,45 µm (Figure 17). Chaque 

cartouche filtrante utilisée a nécessité un 

conditionnement préalable avant utilisation : 

0,4 L de méthanol (qualité Ultra Gradient 

HPLC, Baker, France) suivi de 5 L d’eau 

ultrapure (Milli-Q, Millipore) et de 1 L d’eau 

échantillonnée ont été passés au travers de 

chaque filtre. L’eau contenant la MOD 

 

Figure 17 : Première étape d'isolement de la MOD naturelle par 

filtration sur 0,45 µm. 
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utilisée pour réaliser les expérimentations avec les cultures de microalgues a ensuite été dessalée (pour la 

MOD marine) et/ou concentrée environ 10 fois. Ces procédures sont détaillées dans les parties suivantes. 

1.2.1. Concentration de la MOD 
Les MOD dulçaquicole et marine ont été concentrées par osmose inverse, à l’aide d’un pilote (TIA) équipé 

d’une membrane FILMTECTM SW30-2540 (conçue pour dessaler l’eau de mer). Cette technique repose sur 

la réversibilité du phénomène d’osmose. En effet, lorsque deux solutions de concentrations différentes sont 

séparées par une membrane semi-perméable, les molécules d’eau vont passer au travers de la membrane de 

la solution diluée vers la solution concentrée afin d’équilibrer les concentrations de part et d’autre : c’est le 

phénomène d’osmose. Une pression supérieure à la pression osmotique (correspondant à la pression 

nécessaire sur la solution concentrée pour que le flux d’eau s’annule) doit être appliquée pour inverser ce 

flux osmotique, le flux d’eau va ainsi être dirigé de la solution concentrée vers la solution diluée : c’est le 

phénomène d’osmose inverse (Figure 18). 

 

Figure 18 : Principe du phénomène d’osmose et d’osmose inverse (Huguet, 2007). 

Appliqué à nos échantillons, ce principe permet de concentrer la MOD via l’élimination des molécules 

d’eau. Le schéma du pilote utilisé est présenté dans la Figure 19. Il est important de préciser que plusieurs 

cycles de nettoyage ainsi que des contrôles de propreté (par spectrofluorimétrie) et de qualité ont été 

réalisés avant la concentration. De la même façon au cours du processus de concentration des échantillons, 

différents paramètres ont été suivis : la température, la pression, le pH et la salinité afin d’éviter toute 

modification de l’échantillon. 

 

Figure 19 : Schéma du pilote d’osmose TIA (rétentat = ce qui est retenu par la membrane, c’est-à-dire la matière 

organique et les sels ; perméat = ce qui passe au travers de la membrane, de l’eau). 
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D’autre part, la concentration des échantillons provoquant une augmentation de température, ceux-ci ont 

été refroidis au cours du processus (refroidisseur LAUDA WK1200). Les échantillons d’eau douce (96 L) 

et d’eau de mer (90 L) contenant la MOD ont été concentrés jusqu’à un volume final de respectivement 9,6 

et 9,5 L ; soit un facteur de concentration de 10 pour l’eau douce et de 9,5 pour l’eau de mer. La 

température maximale atteinte n’a pas excédé 14°C pour l’eau douce et 23°C pour l’eau de mer. 

1.2.2. Dessalement de la MOD 
En raison de la concentration simultanée des sels lors de l’étape d’osmose inverse, la MOD marine a du 

être dessalée. Le dessalement a été effectué, avant et après concentration, à l’aide d’un pilote 

d’électrodialyse (pilote EUR2B-10P, Eurodia). Cette technique séparative est basée sur le transfert sélectif 

d’ions (= diffusion) à travers des membranes sous l’effet d’un champ électrique. Un empilement de deux 

types de membranes homopolaires a été utilisé : les membranes échangeuses d’anions (dites anioniques, 

permettant le passage des anions (comme Cl-) et au nombre de 10) et les membranes échangeuses de 

cations (dites cationiques, permettant le passage des cations (par exemple Na+) et au nombre de 12) 

(Neosepta, Tokuyama Corporation, Japon). Le principe est présenté dans la Figure 20. 

 

Figure 20 : Représentation schématique du principe de l’électrodialyse. A et C correspondent respectivement aux 

membranes anioniques et cationiques. Elles sont au nombre de 10 pour les anioniques et 12 pour les 

cationiques (D'après Huguet (2007)). 

Appliqué à nos échantillons, ce principe permet de dessaler la MOD via l’élimination des sels. Le schéma 

du pilote utilisé est présenté dans la Figure 21. Il est important de préciser, tout comme pour l’osmose 

inverse, que plusieurs cycles de nettoyage ainsi que des contrôles de propreté (par spectrofluorimétrie) et 

qualité ont été réalisés avant le dessalement. De la même façon au cours du processus de dessalement des 

échantillons, différents paramètres ont été suivis : la température (qui augmente au cours du processus), la 

salinité, la tension, l’intensité et le pH afin d’éviter toute modification de l’échantillon. 
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Figure 21 : Schéma du pilote d’électrodialyse (concentrat = cuve vers laquelle vont migrer les sels ; 

diluat = cuve contenant l’échantillon à dessaler ; électrodat = cuve contenant l’électrolyte). 

La température maximale atteinte au cours du processus de dessalement était de 24°C. La salinité de 

l’échantillon avant et après concentration était de 33 (salinité du milieu de culture utilisé ensuite pour les 

expérimentations). 

La qualité de la MOD a été vérifiée par fluorescence 3D (détaillée dans la partie 6.4.2.) avant et après 

dessalement et concentration. 

2. Matériel biologique 

Pour chaque milieu d’étude, deux espèces ont été choisies : 

– Gomphonema gracile (diatomée) et Sphaerellopsis sp. (chlorophyte) pour le milieu dulçaquicole ; 

– Chaetoceros calcitrans (diatomée) et Tetraselmis suecica (chlorophyte) pour le milieu marin. 

2.1. Espèces dulçaquicoles 

Les deux espèces dulçaquicoles Gomphonema gracile et Sphaerellopsis sp. ont été isolées par micro-

manipulation sous microscope inversé à partir d’un échantillon de biofilm naturel prélevé dans le ruisseau 

de Rebec en décembre 2013. Ces deux espèces, non axéniques, ont été cultivées en milieu Dauta stérile 

(Dauta, 1982) (Annexe 2) dans une armoire de culture thermostatée (610 XAP, LMS LTD®, UK) à 17°C 

sous une intensité lumineuse de 67 ± 0 µmol.m-2.s-1 avec un cycle jour:nuit de 16h:8h. Pour Sphaerellopsis 

sp., des tests préliminaires de vitesse de croissance ont également été effectués avec du milieu de culture 

WC (Guillard & Lorenzen, 1972), couramment utilisé pour la culture de microalgues d’eau douce. Les 

résultats n’étant pas meilleurs que ceux obtenus avec le milieu Dauta, il a été décidé de ne pas poursuivre 

avec ce milieu de culture. 
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2.1.1. Gomphonema gracile Ehrenberg, 1838 

Gomphonema gracile (Figure 22) est une diatomée benthique pennée appartenant à la famille des 

Gomphonematacées. Les cellules possèdent des valves hétéropolaires et striées avec un stigma dans l’aire 

centrale. Les valves ont une longueur et une largeur variant 

respectivement de 20 à 80 µm et de 4,5 à 9 µm (Reichardt, 2015). 

Les cellules de G. gracile peuvent être mobiles ou fixées au substrat 

par un pédoncule et vivre seules ou regroupées au sein d’une 

matrice. Cette espèce peuple préférentiellement les eaux légèrement 

acides. Elle est considérée comme très sensible à divers types de 

pollution (selon son profil écologique dans l'IBD ; Coste et al., 

2009) et est retrouvée dans de nombreuses zones du monde 

(Germain, 1981, Verma & Nautiyal, 2016, Villeneuve & Pienitz, 

1998). 

2.1.2. Sphaerellopsis sp. Korshikov, 1925 

Compte-tenu des modifications engendrées par la mise en culture des cellules ainsi que des descriptions 

très proches des espèces du genre Sphaerellopsis, le taxon cultivé 

n’a pas pu être définitivement identifié jusqu’au niveau de 

l’espèce (Figure 23). En effet, il peut s’agir de l’espèce 

Sphaerellopsis fluviatilis (F. Stein) Pascher 1927 ou de l’espèce 

Sphaerellopsis gloeocystiformis (O. Dill) Gerloff 1940, très 

proche morphologiquement (Pente Cost, 2011). Dans la suite de 

cette étude, afin d’éviter toute confusion, celle-ci sera nommée 

Sphaerellopsis sp. 

Il s’agit d’une chlorophyte appartenant à la famille des 

Chlamydomonadacées. Les cellules ellipsoïdes à paroi hyaline sont caractérisées par leurs chloroplastes en 

forme de coupe et par la présence de deux flagelles de taille identique. Les cellules ont une largeur 

comprise entre 10 et 20 µm et une longueur comprise entre 14 et 30 µm. Le genre Sphaerellopsis est 

retrouvé dans les eaux européennes ainsi que dans les eaux nord-américaines (Nakada & Nozaki, 2015, 

Pente Cost, 2011). 

2.2. Espèces marines 

Les cultures non axéniques de Chaetoceros calcitrans (CCMP 1315) et Tetraselmis suecica (CCMP 904) 

proviennent du Provasoli–Guillard National Center for Marine Algae and Microbiota (NCMA). Elles ont 

été cultivées dans une armoire de culture thermostatée (ST5+, POL-EKO-Aparatura®, Poland) à 17°C et 

sous une intensité lumineuse de 106 ± 0 µmol.m-2.s-1 avec un cycle jour:nuit de 16h:8h. Les deux espèces 

ont été maintenues dans du milieu de culture stérile, le milieu f/2 pour T. suecica et f/2+Si pour C. 

 

Figure 22 : Frustule de Gomphonema 

gracile (- Coste©).  

 

Figure 23 : Cellules de Sphaerellopsis sp. 

isolées (Laplace-Treyture©). 
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calcitrans (Guillard, 1975, Guillard & Ryther, 1962) (Annexe 3). Ces milieux de culture sont fabriqués à 

partir d’eau de mer naturelle provenant de la pointe de la Varde près de Saint-Malo, filtrée sur 0,22 µm et 

autoclavée, à laquelle sont ajoutés les différents éléments stériles (Annexe 3). 

2.2.1. Chaetoceros calcitrans (Paulsen) Takano, 1968 

Chaetoceros calcitrans (Figure 24) est une diatomée planctonique appartenant à la famille des 

Chaetocerotacées. Les cellules portent sur chaque valve une 

paire d’expansions siliceuses latérales munies d’épines, 

appelées soies. La taille des cellules est généralement 

comprise entre 5 et 10 µm (Ricard, 1987, Robert et al., 

2004). Cette espèce est couramment retrouvée dans de 

nombreuses mers tempérées du globe. Elle est utilisée en 

écloserie comme algue fourrage pour les larves de 

mollusques et de crevettes en raison de ses qualités 

nutritionnelles (riche en lipides de type cholestérol) (Muller-

Feuga et al., 2007b, Robert et al., 2004). 

2.2.2. Tetraselmis suecica (Kylin) Butcher, 1959 

Tetraselmis suecica (Figure 25) est une chlorophyte planctonique appartenant à la famille des 

Chlorodendracées. Les cellules sont ovoïdes à paroi lisse et sont 

caractérisées par la présence de quatre flagelles égaux 

(Chrétiennot-Dinet, 1990).  

Les cellules ont une taille généralement comprise entre 9 et 11 µm 

(Robert et al., 2004). Cette espèce est ubiquiste en milieu côtier 

tempéré. Elle est très largement utilisée en écloserie comme 

fourrage pour de nombreux organismes aquatiques (copépodes, 

crevettes, mollusques) en raison de sa forte productivité et de sa 

teneur riche en lipides et notamment en acides gras poly-insaturés 

(Muller-Feuga et al., 2007a, Muller-Feuga et al., 2007b, Støttrup, 2007). Ces derniers font qu’elle est 

également étudiée pour la production de biocarburant. 

3. Préparation des solutions de pesticides 

Pour chaque pesticide, une solution mère de 500 mg.L-1 a été préparée à partir de méthanol pur et de 

molécules sous forme de poudre pure à plus de 98,4% pour l’irgarol (Pestanal®) et le S-métolachlore 

(Pestanal®) et à plus de 98% pour le diuron. Ces trois molécules ont été achetées chez Sigma Aldrich 

(Seelze, Allemagne). 

 

Figure 24 : Cellule de Chaetoceros calcitrans 

(Stachowski-Haberkorn©). 

 

Figure 25 : Cellule de Tetraselmis 

suecica (CCMP©). 
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À partir de ces trois solutions mères, quatre solutions de travail ont été réalisées pour chaque molécule dans 

de l’eau Milli-Q ultrapure stérile (Table 7) : 

 

Table 7 : Concentration et pourcentage de méthanol dans les solutions de travail utilisées pour la contamination des 

ballons lors des expérimentations. 

 
Irgarol et Diuron S-métolachlore 

Concentration (mg.L-1) 0,002 0,02 0,006 0,06 0,02 0,2 0,06 0,6 

Pourcentage de 
méthanol 

0,0004 0,004 0,0012 0,012 0,004 0,04 0,012 0,12 

 

4. Principe des expérimentations 

Quatre expériences indépendantes ont été réalisées (une par espèce). La durée de ces expérimentations a été 

fonction de la cinétique de croissance de chaque espèce de microalgue. Ainsi, les expériences ont duré sept 

jours pour G. gracile, 14 jours pour Sphaerellopsis sp. et six jours pour les deux espèces marines. Ces 

expérimentations ont été réalisées dans des ballons en verre borosilicaté préalablement calcinés à 450°C 

pendant 6 heures et autoclavés 20 minutes à 121°C. Pour l’ensemble des expériences, le volume 

expérimental était de 60 mL. 

Pour chaque expérience, les influences seules et croisées de la MOD et des pesticides ont été testées sur les 

cultures de microalgues (Figure 26). Pour ce faire, la moitié des ballons a été remplie avec du milieu de 

culture (Dauta pour les espèces d’eau douce, f/2 pour T. suecica et f/2-Si pour C. calcitrans) : condition 

sans MOD. La seconde moitié des ballons a été remplie avec du milieu de culture et de la MOD 

concentrée : condition avec MOD. Dans ce dernier cas, l’enrichissement du milieu de culture en sels 

nutritifs a été ajusté en considérant l’ajout de MOD comme un facteur de dilution, de façon à ce que la 

concentration finale en nutriments soit la même que dans la condition sans MOD. Le volume de MOD 

ajouté a été calculé de façon à avoir une concentration finale égale à deux fois la concentration 

environnementale au moment du prélèvement, ce qui correspond à des niveaux communément retrouvés 

dans l’environnement d’étude (données issues des suivis de 2008 à 2012 des projets Région Aquitaine 

OSQUAR et OSQUAR 2). Les concentrations finales de MOD dans les ballons étaient ainsi de 12,9 

mgC.L-1 pour les espèces dulçaquicoles (pour une concentration environnementale de 6,5 mgC.L-1 au 

moment du prélèvement) et de 2,2 mgC.L-1 pour les espèces marines (pour une concentration 

environnementale de 1,1 mgC.L-1 au moment du prélèvement). 

Au sein de chacune de ces deux conditions (avec et sans MOD), neufs traitements « pesticides » ont été 

appliqués : 

– un traitement témoin (sans pesticides ajoutés) 

– deux traitements irgarol aux concentrations de 0,05 (I0,05) et 0,5 (I0,5) µg.L-1 

– deux traitements diuron aux concentrations de 0,05 (D0,05) et 0,5 (D0,5) µg.L-1 
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– deux traitements S-métolachlore aux concentrations de 0,5 (S0,5) et 5 (S5) µg.L-1 

– deux traitements « mélange » composés des concentrations minimales de chaque pesticide pour le 

premier mélange (M1 = I0,05 + D0,05 + S0,5) et des concentrations maximales de chaque pesticide pour le 

second mélange (M2 = I0,5 + D0,5 + S5). 

Le nombre de réplicats par traitement, conditions et expérimentations est indiqué dans le Table 8. 
 

Table 8 : Nombre de réplicats réalisés pour chaque traitement de chaque condition et de chaque volet. 

 

Volets Conditions Traitements Nombre de réplicats 

Biotique 

Sans MOD 
Témoins 4 

Cultures exposées aux pesticides 3 par concentration 

Avec MOD 
Témoins 4 

Cultures exposées aux pesticides 3 par concentration 

Abiotique 

Sans MOD 
Témoins 1 

Ballons avec pesticides 1 par concentration 

Avec MOD 
Témoins 2 

Ballons avec pesticides 2 par concentration 

 

Le pourcentage maximal en méthanol est de 0,0012%. Cette concentration, qui est 700 fois plus basse que 

celle recommandée pour les tests avec microalgues (Abou-Waly, 2000), a été testée au préalable sur les 

espèces marines (Dupraz et al., 2016) sans qu’une toxicité ne soit détectée sur les paramètres 

physiologiques étudiés. 

L’ensemble des conditions et traitements a été inoculé, pour chaque espèce, avec une culture mère en phase 

exponentielle de croissance à une concentration initiale en microalgues de 2 000 cellules.mL-1 pour les 

espèces dulçaquicoles et de 20 000 cellules.mL-1 pour les espèces marines au premier jour des 

expérimentations. Cela correspond au volet biotique (Figure 26). En parallèle, les mêmes conditions et 

traitements ont été appliqués dans un environnement abiotique, c’est-à-dire contenant les différents 

composants à l’exception des microalgues et des bactéries associées. Le premier jour de chaque 

expérimentation, un ballon supplémentaire a été réalisé pour chaque traitement de chaque condition. Ce 

ballon a été immédiatement échantillonné dans son intégralité pour les besoins des mesures chimiques 

initiales. 
 

Au cours des quatre expérimentations, des prélèvements ont été effectués pour les analyses biologiques et 

chimiques.  

Les paramètres biologiques suivis ont été : 

– la croissance des microalgues, évaluée grâce à la mesure de la densité cellulaire effectuée tous les jours 

ouvrés ; 
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– le contenu relatif en lipides intracellulaires, évalué le dernier jour des expérimentations ; 

– l’efficacité photosynthétique réelle, mesurée le dernier jour des expérimentations ; 

– la concentration bactérienne au sein des cultures, mesurée le dernier jour des expérimentations. 

Les paramètres chimiques suivis ont été : 

– les concentrations en sels nutritifs (nitrates, orthophosphates et silicates), mesurées le premier jour sur le 

ballon supplémentaire et le dernier jour sur l’ensemble des traitements de chaque condition et de chaque 

volet (biotique et abiotique) ; 

– les concentrations en pesticides, mesurées le premier et le dernier jour des expérimentations sur chaque 

réplicat des traitements témoins (biotiques et abiotiques avec et sans MOD) et des concentrations 

maximales en irgarol, diuron, S-métolachlore et du mélange ; 

– les concentrations en carbone organique dissous (COD), mesurées le premier et le dernier jour dans les 

traitements témoins (biotiques et abiotiques avec et sans MOD) et les traitements pesticides pour lesquels 

un effet drastique a été observé sur les microalgues. Les analyses du premier jour ont été réalisées sur le 

ballon supplémentaire ; 

– des paramètres optiques caractérisant la MOD, mesurés sur les mêmes traitements que le COD. 

L’ensemble des analyses réalisées est détaillé dans les parties suivantes. 



Chapitre 2 – Matériels et Méthodes       Principe des expérimentations 

85 

 

 

MOD 
(concentration X2) + 

milieu de culture 

Milieu de culture 

Témoin Irgarol Diuron S-métolachlore Mélange 

Témoin abiotique Irgarol Diuron S-métolachlore Mélange 

Témoin 

Irgarol Diuron S-métolachlore Mélange 

Irgarol Diuron S-métolachlore Mélange 

Témoin abiotique 

Microalgues 

(cultures non 

axéniques) 

Prélèvement 

Concentration/Dessalement 

Filtration 

MOD concentrée (x10) 

Caractérisation de 

l’environnement chimique 

J0 Jf 

Paramètres 

physiologiques 

Caractérisation de 

l’environnement chimique 

Croissance 

Isolement MOD 

Figure 26 : Représentation schématique des expérimentations réalisées. Jf correspond au jour 7 pour Gomphonema gracile, au jour 14 pour Sphaerellopsis sp. et au jour 6 pour les 

deux espèces marines. 
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5. Analyses biologiques 

5.1. Cytométrie en flux 

Les mesures détaillées ci-après ont été réalisées avec un cytomètre en flux BD-Accuri C6 (Becton 

Dickinson AccuriTM) équipé d’un laser bleu (488 nm) et d’un laser rouge (640 nm). 

5.1.1. Principe 

La cytométrie en flux est une technique rapide qui permet d’effectuer une analyse multiparamétrique de 

cellules individualisées en suspension (Ronot et al., 2006). Les cellules issues de l’échantillon d’intérêt sont 

aspirées par le cytomètre et subissent alors une focalisation hydrodynamique au sein du système contenant 

également un liquide de gaine : dans notre cas, de l’eau ultrapure Milli-Q filtrée sur 0,22 µm et autoclavée. 

Les cellules défilent ensuite une par une devant une source d’excitation lumineuse constituée par un laser. 

Les cellules frappées par le laser émettent des signaux lumineux correspondant à de la diffusion lumineuse 

et à l’émission de fluorescence (Figure 27). Les signaux émis sont liés d’une part aux propriétés 

intrinsèques des cellules (taille, structure interne ou autofluorescence liée aux pigments dans le cas des 

microalgues), mais également aux propriétés induites par un marquage spécifique d’une structure ou 

fonction cellulaire grâce à l’utilisation de fluorochromes. 

 

Figure 27 : Représentation schématique du principe de fonctionnement d’un cytomètre en flux. 

Le forward scatter (FSC) correspond à la diffusion de la lumière aux petits angles, collectée dans l’axe du 

faisceau du laser. Il donne une indication de la taille relative d’une particule : plus celle-ci sera grande, plus 

le signal de FSC sera important (Figure 28). 
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Le side scatter (SSC) correspond à la diffusion de la lumière aux grands angles, collectée à 90° par rapport 

au faisceau du laser. Il permet de renseigner sur la structure interne d’une cellule (complexité, granularité 

ou encore granulosité) : plus une particule sera complexe et plus le signal de SSC sera important (Figure 

28). 

Les signaux de fluorescence émis par les cellules peuvent être liés à leur contenu pigmentaire 

(autofluorescence) ou résulter d’un marquage par fluorochrome(s). Les fluorochromes sont des molécules 

qui vont se lier sur un site de fixation particulier, comme les lipides membranaires, l’ADN, ou encore 

certaines espèces réactives de l’oxygène. Ils peuvent fluorescer naturellement, fluorescer après la liaison au 

site de fixation, ou après avoir été activés/clivés par une enzyme. Quel que soit le mode d’activation, le 

principe est que le fluorochrome activé émet une fluorescence lorsqu’il est excité par le laser. À chaque 

fluorochrome correspond un spectre d’excitation et d’émission. Les signaux de fluorescence émis par les 

cellules sont collectés simultanément et séparés grâce à des systèmes de miroirs dichroïques et des filtres 

sélectifs permettant de détecter, dans notre cas, la fluorescence verte (FL1 : 530 ± 15 nm), la fluorescence 

jaune-orange (FL2 : 585 ± 20 nm émise par la phycoérythrine par exemple) et la fluorescence rouge (FL3 : 

>670 nm et FL4 : 675 ± 12,5 nm, émise par la chlorophylle par exemple) (Figure 27). 

5.1.2. Paramètres mesurés 

L’ensemble des paramètres mesurés pour chaque espèce au cours des diverses expérimentations, excepté la 

croissance, a nécessité la réalisation de tests préliminaires. Ces tests ont permis de sélectionner la 

concentration et la durée de marquage optimale pour chaque fluorochrome et chaque espèce. Cette mise au 

point n’est pas détaillée dans la suite du manuscrit. 

 

Figure 28 : Représentation schématique du side scatter (en haut à droite) et du forward scatter (en bas à droite) en 

fonction de la taille d’une particule. 

https://www.youtube.com/watch?v=EQXPJ7eeesQ Laser Particules Détecteur de diffraction  
FSC 

Miroir 

dichroïque 

Taille  
des 

particules 

Détecteur de 

diffraction  
SSC 
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5.1.2.1. Croissance 

La croissance a été évaluée à partir des mesures de densité cellulaire, pour lesquelles des échantillons de 

300 µL de chaque culture ont été prélevés et fixés au glutaraldéhyde (concentration finale dans les 

échantillons de 0,25% ; Acros organics, Geel, Belgique). Ce fixateur offre une bonne qualité de fixation car 

il préserve les structures fines des cellules (Marie et 

al., 2005). Une fois le glutaraldéhyde ajouté, les 

tubes ont été vortexés et incubés à l’obscurité et à 

température ambiante durant 15 minutes. Les 

échantillons ont ensuite été analysés pour les 

cultures marines et congelés à -80°C jusqu’à 

analyse pour les cultures d’eau douce. 

Pour G. gracile et T. suecica, les cellules ont été 

dénombrées à partir des populations visualisées sur 

des cytogrammes représentant la fluorescence verte 

(FL1) en fonction de la fluorescence dans le rouge 

lointain (FL4) (Figure 29). Les cellules de 

Sphaerellopsis sp. ont été dénombrées à partir des 

populations visualisées sur des cytogrammes 

représentant la fluorescence en FL1 en fonction de 

la fluorescence rouge (FL3). C. calcitrans a été dénombrée à partir des populations visualisées sur des 

cytogrammes représentant le SSC en fonction de la fluorescence en FL3. 

 

Les courbes de croissance des microalgues ont généralement pour équation : 

�� � ����� où :  – N0 = la densité cellulaire au jour initial (cellules.mL-1) 

  – Nt = la densité cellulaire au temps t (cellules.mL-1) 

  – µ = le taux de croissance (h-1) 

  – t = le temps de l’expérimentation (h) 

Deux paramètres ont été calculés à partir des courbes de croissance : le taux de croissance moyen et le 

temps de doublement. 

Afin d’extraire plus facilement le taux de croissance, les données doivent être linéarisées. Pour ce faire, une 

transformation de type logarithme népérien (Ln) est appliquée aux concentrations cellulaires. Une droite de 

régression linéaire est alors appliquée au nuage de points. Cette droite a pour équation : 

��	��
 � μ� 
 ��	��
 

Le taux de croissance, qui représente le coefficient directeur de cette droite, a donc pour équation : 

μ �
���	��
 � ��	��
�

�
 

 

Figure 29 : Cytogramme utilisé pour dénombrer les 

cellules - Exemple de la condition témoin 

sans MOD pour T. suecica au jour final. 
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Le temps de doublement de la population (TD), également appelé temps de génération ou temps de division, 

a pour équation : 

�� �
��	2


μ
 

Les données présentées dans le manuscrit sont exprimées en h-1 pour le taux de croissance et en h pour le 

temps de doublement. 

5.1.2.2. Contenu relatif en lipides intracellulaire s 

Le contenu relatif en lipides intracellulaires (FL1Lipides) a été estimé le dernier jour des expérimentations 

grâce à l’utilisation d’un fluorochrome, le BODIPY505/515 (Life Technologies®, Carlsbad, CA, USA). Ce 

fluorochrome, qui fluoresce dans le vert (FL1), passe au travers des membranes par diffusion en raison de 

son caractère très lipophile (haut coefficient de partage huile/eau; 

Cooper et al., 2010). Il est utilisé pour marquer un large éventail 

de lipides : acides gras, phospholipides (Govender et al., 2012). 

Il permet également de visualiser les gouttelettes lipidiques des 

microalgues par microscopie à épifluorescence (Cooper et al., 

2010) (Figure 30). Le protocole de marquage appliqué ici a été 

adapté de celui de Brennan et al. (2012).  

Pour chaque espèce, une solution de travail de BOPIDY505/515 a 

été préparée à partir d’une solution mère à 5000 mg.L-1 diluée 

dans du diméthylsulfoxyde (DMSO) pur (Sigma Aldrich, Saint-

Louis, USA). Les concentrations des solutions de travail sont présentées dans le Table 9. 

 

Table 9 : Concentration en BODIPY505/515 dans les solutions de travail et dans les échantillons marqués pour les quatre 

espèces de microalgues. 

  G. gracile Sphaerellopsis sp. C. calcitrans T. suecica 

Solution de travail 
Concentration 

(mg.L-1) 
6 6 3 4 

Dans chaque 

échantillon 

marqué 

Concentration 

(µg.L-1) 
60 60 75 120 

% DMSO 1 1 2,5 2,5 

 

Pour chaque culture, des échantillons de 200 µL ont été prélevés et des billes fluorescentes de 2 µm de 

diamètre en polystyrène ont été ajoutées à raison de 1 µL par échantillon (Flow CheckTM High Intensity 

Alignment Grade Particles 2.00 µm, Polysciences Inc., Warrington, PA, USA). Les échantillons ont ensuite 

été marqués à l’aide des solutions de travail aux concentrations finales présentées dans le Table 9. 

 

Figure 30 : Cellule de T. suecica marquée 

au Bodipy505/515 (Microscope à 

épifluorescence - Dupraz©). 
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Après ajout du fluorochrome, les échantillons ont été incubés à l’obscurité et à température ambiante durant 

3 minutes pour les espèces dulçaquicoles, 5 minutes pour C. calcitrans et 6 minutes pour T. suecica. 

Afin de s’affranchir d’éventuels biais sur la fluorescence, liés soit à des variations dues au laser du 

cytomètre, soit à l’influence des différents composés (herbicides, MOD) sur la fluorescence native des 

cellules, les valeurs de FL1 des cellules marquées ont été corrigées par : 

- les valeurs de FL1 des cellules non marquées  

- les valeurs de FL1 des billes dans les échantillons marqués et non marqués. 

La formule de normalisation est la suivante : 

��1������� �

��1����� !"#�� � �%#é��

��1'�!!�� � �%#é��

��1����� !"#�� (�( � �%#é��

��1'�!!�� (�( � �%#é��

 

5.1.2.3. Concentration bactérienne 

Les cultures des quatre espèces étant non axéniques, la concentration en bactéries naturellement présentes 

dans les cultures a été mesurée le dernier jour des expérimentations grâce à l’utilisation du fluorochrome 

SYBR® Green I (Molecular Probes Inc., Eugene, OR, USA). Cette molécule, qui a une forte affinité pour la 

double hélice d’ADN, s’intercale entre les paires de bases. Elle possède une faible affinité pour l’ADN 

simple brin et pour l’ARN (Marie et al., 1997, Noble & Fuhrman, 1998). Ce fluorochrome émet une 

fluorescence verte quand il est lié. Le protocole de marquage suivi est identique à celui de Marie et al. 

(1997). 

Pour chaque espèce, 200 µL de chaque culture ont été marqués à l’aide d’une solution de travail de SYBR® 

Green I (concentration à 100X dans de l’eau Milli-Q) préparée à partir d’une solution commerciale 

(concentration à 10 000X dans du DMSO). Les échantillons marqués (concentration finale de 1X) ont été 

incubés à l’obscurité et à température ambiante durant 15 minutes. Les cellules ont été dénombrées et 

visualisées à partir de cytogrammes représentant la fluorescence verte (FL1) en fonction de la fluorescence 

rouge (FL4). 

5.2. Mesure de l’efficacité photosynthétique par fl uorimétrie PAM 

Les premières étapes de la photosynthèse sont caractérisées par la captation d’un photon par l’antenne 

collectrice (cf photosynthèse chapitre 1 partie 1.1.3.1). Le photon est transporté par résonance jusqu’au 

photosystème II où les molécules de chlorophylle a passent dans un état excité et instable. L’énergie 

accumulée peut être convertie en énergie chimique (voie photochimique) ou être dissipée sous forme de 

chaleur ou de fluorescence. 

Ces trois voies de dissipation d’énergie étant en compétition, la fluorescence permet de renseigner sur l’état 

des réactions photosynthétiques et plus spécifiquement sur l’état des cellules étant donné le lien étroit entre 

le transport d’électrons et le métabolisme des cellules végétales (Juneau, 2007). La technique de mesure de 

l’activité photosynthétique par fluorimétrie PAM est basée sur cette compétition entre processus. Elle 
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consiste à appliquer une lumière modulée (correspondant à une fréquence donnée) qui engendre une 

réémission de fluorescence modulée par les cellules. Afin d’évaluer l’efficacité du transfert d’électrons sous 

une condition de lumière donnée, les cellules de microalgues adaptées à cette lumière (dite actinique) sont 

soumises à un pulse lumineux puissant et de courte durée (3000 µmol de photons.m-2.s-1) (Herlory, 2005). 

Ce pulse permet de bloquer la voie photochimique de conversion de l’énergie lumineuse par saturation des 

photosystèmes en photons, privilégiant ainsi la dissipation de l’énergie sous forme de fluorescence qui est 

alors maximale. L’efficacité de conversion de l’énergie lumineuse en énergie chimique par les centres 

réactionnels ouverts est estimée grâce au rendement quantique effectif du photosystème II. Ce paramètre, 

également appelé efficacité photosynthétique réelle ou yield opérationnel (Φ’M ou ΦPSII dans la littérature) 

est défini de la façon suivante :  

Φ′+ �
	�,

+ � �


�′+
 

Où : – F’M représente la fluorescence maximale mesurée suite au pulse saturant ; 

– F représente le niveau de fluorescence minimal, constant sous lumière actinique. 

Pour cette étude, le Φ’M de chaque culture a été mesuré le dernier jour des expérimentations à l’aide d’un 

fluorimètre PHYTO-PAM (Heinz Walz, GmbH, Allemagne) pour les espèces dulçaquicoles et d’un 

fluorimètre Aquapen-C AP-C 100 (Photon System Instruments®, Drasov, République Tchèque) pour les 

espèces marines.  

Pour les espèces dulçaquicoles, dix mesures ont été réalisées sur le fond de chaque ballon (grâce à un 

système sur mesure fait maison, assurant une distance capteur-culture fixe), après homogénéisation par 

agitation et après avoir vérifié l’absence notable d’amas. Ces dix mesures ont été moyennées pour chaque 

culture. 

Pour les espèces marines, après homogénéisation par agitation manuelle, trois mesures ont été réalisées 

dans des cuves à usage unique en plastique de section carrée de 1 cm de côté contenant 2 mL de culture 

diluée au demi dans du milieu de culture, pour éviter la saturation de l’appareil. Les trois mesures ont été 

moyennées pour chaque culture. 

6. Caractérisation de l’environnement chimique 

La caractérisation de l’environnement chimique a été réalisée sur des échantillons filtrés sur des entonnoirs 

de filtration à usage unique dotés d’un filtre de 0,45 µm en polyéthersulfone (PES; VWR, USA) 

préalablement rincé avec de l’eau ultrapure (0,7 L). 

6.1. Dosage des pesticides 

Les concentrations en pesticides ont été dosées le premier et le dernier jour des expérimentations dans tous 

les réplicats des témoins biotiques et abiotiques (c’est-à-dire sans pesticides ajoutés) et dans les traitements 

correspondant aux concentrations les plus élevées en pesticides, soit I0,5, D0,5, S5 et M2. 
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Les analyses ont été réalisées par chromatographie en phase liquide (Infinity 1290, Agilent Technologies, 

USA) couplée à un spectromètre de masse triple quadripôle (Série 6460, Agilent Technologies, USA). 

Cette technique est également appelée LC-MS/MS. Pour cela, des échantillons filtrés de 100 µL de chaque 

culture ont été dilués 10 fois dans de l’eau ultrapure (Milli-Q, Millipore), puis 40 µL ont été injectés 

directement après ajout des étalons internes appropriés (irgarol-D9, diuron-D6 et métolachlore-D6). La 

séparation a été réalisée à l’aide d’une colonne Kinetex C18 thermostatée à 35°C et d’un gradient de 

solvants A et B, correspondant à une solution de 5 mM d’acétate d'ammonium (Fluka, France) et de 0,1% 

d’acide acétique (Baker, France) dilué dans de l’eau ultrapure (Millipore, Milli-Q) pour le solvant A et à du 

méthanol pur (qualité HPLC, Baker, France) pour le solvant B. La vitesse de flux était de 0,5 mL.min-1. 

L’analyse des trois pesticides et de leurs métabolites (uniquement pour le diuron et le S-métolachlore) a été 

réalisée en mode MRM (multiple reactions monitoring) et l’ionisation a été réalisée avec une source 

électrospray ESI+ (Agilent Jet Stream). 

Les moyennes des limites de quantification obtenues au cours des différentes injections sont données dans 

le Table 10. 

6.2. Dosage des sels nutritifs 

Les nitrates, orthophosphates et silicates (uniquement pour les diatomées) ont été dosés par le laboratoire de 

chimie d’Irstea Bordeaux dans l’ensemble des conditions et traitements réalisés et détaillés dans la partie 4. 

Table 10 : Limites de quantification moyennes des molécules étudiées obtenues au cours des différentes injections. 

Molécules Nom chimique IUPAC Limites de quantification (ng.L-1) 

Irgarol 
2-methylthio-4-tertbutylamino-6-cyclopropylamino-s-

triazine 
0,24 ± 0,07 

Diuron 1-(3,4 dichlorophenyl)-3,3 dimethylurée 1,19 ± 0,18 

DCPMU 1-(3,4-Dichlorophényl)-3-méthylurée 4,43 ± 0,70 

1,2,4-DCPU 1-(2,4-dichlorophényl)urée 5,29 ± 0,83 

1,3,4-DCPU 1-(3,4-dichlorophényl)urée 4,26 ± 1,76 

S-métolachlore 
2-Chloro-N-(2-ethyl-6-methylphenyl)-N-[(1S)-2-

methoxy-1-methylethyl]acétamide 
1,11 ± 0,18 

Métolachlore ESA 
acide 2-[(2-éthyl-6-méthylphényl) (2-méthoxy-1-

méthyléthyl)amino]-2-oxo-éthanesulfonique 
3,13 ± 1,40 

Métolachlore OA 
acide [(2-éthyl-6-méthylphenyl)(2-méthoxy-1-

méthyléthyl)amino]oxo-acétique 
1,23 ± 0,13 
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6.2.1. Nitrates et orthophosphates 

L’analyse des nitrates et orthophosphates a été réalisée sur des échantillons de 15 mL filtrés et dilués avec 

de l’eau déminéralisée (France Eau) avant injection. Les échantillons d’eau douce ont été dilués au demi et 

ceux d’eau de mer au vingtième. Les analyses ont été réalisées par chromatographie ionique avec 

suppression chimique (COMPACT 881 IC Pro, Metrohm, Suisse) équipée d’un détecteur de conductivité 

(850 IC, Metrohm). La séparation a été réalisée avec une pré-colonne Metrosep A Supp 4/5 Guard/4.0 

suivie par une colonne échangeuse d’anions Metrosep A Supp 5 – 250/4.0. L’éluant utilisé était une 

solution de 3,2 mM de carbonate de sodium (Na2CO3) et 1 mM de bicarbonate de sodium (NaHCO3) et la 

suppression chimique était une solution de 100 mM d’acide sulfurique (H2SO4). Les limites de 

quantification pour les nitrates étaient de 0,010 mg.L-1 et de 0,005 mg.L-1 pour les orthophosphates. 

6.2.2. Silicates 

L’analyse des silicates solubles n’a été réalisée que sur les échantillons provenant des expérimentations 

avec les diatomées G. gracile (pour l’eau douce) et C. calcitrans (pour l’eau de mer). Pour le premier jour 

des expérimentations, l’analyse a été faite sur un échantillon de 20 mL provenant du ballon supplémentaire. 

Pour le dernier jour, 5 mL de chaque réplicat d’un même traitement ont été rassemblés pour l’analyse. Les 

dosages ont été réalisés par méthode colorimétrique selon la norme AFNOR NF T90-007 (AFNOR, 2001) 

avec un spectrophotomètre Shimadzu UV-1800 (Shimadzu Inc., Kyoto, Japon) et la limite de 

quantification était de 0,05 mg.L-1. 

6.3. Carbone organique dissous (COD) 

Les dosages des concentrations de COD ont été réalisés pour tous les témoins biotiques et abiotiques (sans 

pesticides), et pour les traitements pesticides qui ont eu un effet important sur les microalgues. Ces dosages 

ont été réalisés le premier et le dernier jour des expérimentations avec un analyseur de carbone organique 

total Shimadzu (TOC-V CSN, Japon) équipé d’un passeur d’échantillons (ASI-V, Shimadzu), en mode 

NPOC (Non Purgeable Organic Carbon). Le carbone organique non purgeable (NPOC) correspond au 

carbone organique restant en phase aqueuse après purge par un gaz. Il est assimilable au COD pour les 

échantillons ne contenant pas de carbone organique volatil. 

Pour ce faire, 10 mL d’échantillons filtrés de chaque culture ont tout d’abord été acidifiés avec une solution 

d’acide chlorhydrique (HCl, Suprapur Merck, Darmstadt, Allemagne) à 2 M (concentration finale 0,5%). 

Chaque échantillon a ensuite été purgé, avant injection, durant 6 minutes avec de l’air synthétique de haute 

pureté (LINDE, Air Synthétique Zero Monitoring 5.0) afin d’éliminer le carbone inorganique présent dans 

l’échantillon. L’injection est faite dans un tube à combustion, contenant des billes de catalyseur de platine, 

chauffé à 680°C. La quantité de dioxyde de carbone produite par l’oxydation catalytique à haute 

température du carbone organique dissous, est ensuite mesurée par un détecteur Infra Rouge Non Dispersif 

(NDIR). La surface du pic généré par le signal reçu par le NDIR, est proportionnelle à la concentration de 

carbone dans l’échantillon. Cette concentration de COD est calculée grâce aux courbes de calibration 
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réalisées à partir de solutions de phtalate de potassium (C6H4(COOK)(COOH)) (Shimadzu, Kyoto, Japon), 

elles-mêmes validées par analyse d’eaux de référence certifiées (ANALAB, Environnement Canada, 

Burlington, Canada). 

Pour chaque échantillon, la concentration en COD correspond à la moyenne de trois à quatre mesures ayant 

un coefficient de variation inférieur à 2%. De plus, pour chaque série d’analyses, au moins deux 

échantillons de référence certifiés (CRM) sont dosés, en début et fin de séquence, afin de s’assurer de la 

qualité des mesures et de valider les résultats. 

6.4. Caractérisation de la MOD 

La caractérisation de la MOD a été effectuée le premier et le dernier jour des expérimentations sur les 

mêmes conditions que pour les analyses de COD : les témoins biotiques et abiotiques (sans pesticides), et 

les traitements pesticides qui ont eu un effet important sur les microalgues. Cette caractérisation a été 

effectuée par spectroscopie d’absorbance UV-Visible et de fluorescence. 

6.4.1. Spectrophotométrie UV-Visible 

Le principe de cette méthode repose sur le fait que seules les molécules fortement conjuguées absorbent 

une partie du rayonnement lumineux (Di Benedetto & Breuil, 2007, Skoog et al., 2003). La quantité de 

lumière absorbée, essentiellement dans l’UV et le visible, est fonction de la composition atomique et 

principalement des liaisons entre atomes. En effet, une molécule comportant des chromophores où les 

atomes sont liés par une ou plusieurs double-liaisons absorbe, contrairement aux molécules composées de 

liaisons simples (Skoog et al., 2003).  

L’absorption est directement liée à la concentration des molécules absorbantes d’après la loi de Beer-

Lambert : 

- � ./ℓ1 

Où : – A correspond à l’absorbance pour une longueur d’onde λ (sans unité) ; 

– ελ correspond au coefficient d’extinction molaire (en L.mol-1.cm-1) ; 

– ℓ correspond à la longueur du trajet optique parcouru (en cm) ; 

– c correspond à la concentration en mol.L-1 des molécules qui absorbent à la longueur d’onde λ. 

L’absorbance peut également être déterminée grâce à une autre expression de la loi de Beer-Lambert. Cette 

équation est la suivante : 

- � log 	
5�

5

 

Où : – I0 correspond à l’intensité de la lumière incidente ; 

– I correspond à l’intensité de la lumière transmise. 

À partir des spectres d’absorption réalisés pour chaque échantillon, deux paramètres couramment utilisés 

ont été calculés : le rapport de pentes spectrales, également appelé SR et l’indice SUVA254. 
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L’indice SR ou rapport de pentes spectrales est un paramètre utilisé comme proxy de la variation du poids 

moléculaire moyen de la MOD contenue dans l’échantillon. Il est calculé de la façon suivante (Helms et al., 

2008) (Figure 31) : 

67 �
689:;8<:

6=:�;>��
 

 Où : – S275-295 correspond à la pente du spectre d’absorption calculée entre 275 et 295 nm ; 

 – S350-400 correspond à la pente du spectre d’absorption calculée entre 350 et 400 nm. 

 

 

Figure 31 : Spectre d’absorption typique sur lequel sont indiquées les pentes spectrales utilisées dans le calcul de 

l’indice SR. 

Helms et al. (2008) ont montré que cet indice était inversement corrélé au poids moléculaire moyen 

(diminution du poids moléculaire moyen = augmentation du SR).  

L’indice SUVA254 (Specific UV Absorbance à 254 nm) fournit des informations sur le caractère 

aromatique de la MOD. Cet indice est supposé augmenter avec l'aromaticité, l’hydrophobicité et le poids 

moléculaire de la matière organique (Labanowski, 2004). Une augmentation de ce paramètre traduit une 

augmentation du caractère aromatique global de la MOD présente dans les cultures. Il est calculé de la 

façon suivante (Weishaar et al., 2003) : 

 

6?@-8:> �
-AB8:>

�CDE�
F100 

Où :  – Abs254 représente l’absorbance à 254 nm ; 

– [COD] représente la concentration en carbone organique dissous (en mg.L-1). 

 

L’appareil utilisé est un spectrophotomètre UV-Visible (JASCO V-560, France) équipé d’une lampe à 

décharge au deutérium (pour l’émission entre 190 et 350 nm) et d’une lampe à filament de tungstène (pour 

l’émission entre 330 et 900 nm). L’échantillon est placé dans une cuve en quartz de 1 cm de trajet optique 

(Hellma, Müllheim, Allemagne). L’acquisition des spectres a été réalisée de 210 à 700 nm, avec un pas de 
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1 nm et une vitesse de balayage de 200 nm.min-1. Aux spectres des échantillons est systématiquement 

soustrait le spectre d’absorption de l’eau ultrapure (Milli-Q, Millipore), réalisé au préalable dans la même 

cuve afin de retirer la part d’absorption liée à l’eau et à la cuve elle-même. 

6.4.2. Spectrofluorimétrie 

L’énergie absorbée par les molécules provoque leur passage à un état excité. Cet état excité est 

thermodynamiquement instable (Figure 32). Aussi, l’énergie absorbée doit être restituée afin que les 

molécules puissent revenir à leur état fondamental. Cette restitution peut s’effectuer sous forme d’émission 

de chaleur (relaxation non rayonnante pouvant se faire sous forme de conversion interne, de relaxation 

vibrationnelle, etc.) ou sous forme d’émission de photons (relaxation sous forme de fluorescence). Sur la 

totalité des chromophores contenus dans la MOD, seuls les fluorophores (comme les cycles aromatiques) 

réémettent de la lumière (Aiken, 2014a, Reynolds, 2014) ; les autres restituent l’énergie sous forme de 

chaleur. Le rayonnement réémis par les molécules disposant de fluorophores possède une énergie inférieure 

au rayonnement d’excitation. Pour faire passer une molécule d'un état d'énergie basal à un état excité, il faut 

lui fournir une quantité d'énergie équivalente à la différence entre ces deux niveaux. Toutefois l'énergie 

émise est toujours plus faible que celle d'excitation puisqu'il y a des pertes au sein de la molécule. La 

longueur d’onde du rayonnement émis est donc toujours supérieure à celle d'excitation (Reynolds, 2014, 

Skoog et al., 2003). L’étude par fluorescence de la MOD apporte des informations qualitatives et semi-

quantitatives (composition relative) sur le type de molécules fluorescentes présentes. 

 

 

 

Figure 32 : Diagramme de Perrin-Jablonski (Huguet, 2007). 

Les analyses des échantillons ont été réalisées à l’aide d’un spectrofluorimètre Fluorolog FL3-22 (Horiba 

Jobin-Yvon, France) équipé d’une lampe à arc Xenon (de 450 W) et de double monochromateurs à 

l’excitation et à l’émission. Les échantillons contenus dans une cuve en quartz de 1 cm de trajet optique 
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(Hellma, Müllheim, Allemagne), étaient thermostatés à 20°C dans le compartiment échantillon. Les 

analyses de fluorescence ont été réalisées dans des conditions de faible absorbance (absorbance <0,1 au 

maximum d’absorbance, ici 250 nm) afin d’éviter les effets de filtre interne et d’être dans un domaine de 

linéarité entre intensité de fluorescence et concentration. 

La fluorescence tridimensionnelle, ou matrice d’excitation-émission de fluorescence (EEM en anglais), a 

été largement appliquée à l’étude de la MOD dans les eaux naturelles (Coble et al., 2014, Findlay & 

Sinsabaugh, 2003). Les matrices de fluorescence sont en fait des cartes de fluorescence de l'ensemble des 

fluorophores d'un mélange. Elles permettent de caractériser plusieurs composés dans un mélange. Elles 

renseignent ainsi sur les sources, la composition, le degré de dégradation/transformation et la réactivité de 

la MOD (Moncada, 2004, REPAR, 2015, Tapie et al., 2016). 

Les spectres de fluorescence 3D sont composés de 17 spectres d’émission acquis de 260 à 700 nm (avec un 

incrément de 1 nm et un temps d’intégration de 0,5 sec) pour des longueurs d’onde d’excitation allant de 

250 à 410 nm (avec un incrément de 10 nm). L’acquisition des matrices de fluorescence est réalisée en 

mode S/R (S = « sample », R = « reference » correspondant à l’énergie de la lampe mesurée par une 

photodiode de référence) afin de s’affranchir des variations d’énergie de la lampe. À chacun de ces spectres 

a été soustrait le spectre de fluorescence 3D d’un blanc enregistré quotidiennement avec de l’eau ultrapure 

Milli-Q dans la même cuve que celle utilisée pour les échantillons. Cette soustraction a pour but d’éliminer 

les biais liés à la cuve elle-même et d’éliminer les diffusions Rayleigh et Raman liées aux phénomènes de 

diffusion de la lumière dans l’eau Milli-Q. 

Sur les spectres de fluorescence, on observe en effet des pics étroits dus aux phénomènes de diffusion. La 

diffusion Rayleigh est due à l’interaction entre des photons et des molécules d’eau. C’est une diffusion 

élastique, c’est-à-dire qu’elle se produit sans modification de l’énergie des photons. Les bandes résultantes 

sont observées à la longueur d’onde d’excitation. La diffusion Raman résulte aussi de l’interaction 

photons/molécules d’eau. C’est une diffusion non élastique, c’est-à-dire qu’une partie de l’énergie des 

photons est perdue. La longueur d’onde de diffusion Raman est supérieure à la longueur d’onde 

d’excitation. 

Une correction instrumentale est ensuite réalisée afin de s’affranchir des biais liés à l’appareillage (Huguet 

et al., 2009b). L’ensemble des spectres 3D acquis a été converti en unités Raman (voir la publication de 

Huguet et al. (2009b) pour le détail de la normalisation par la bande Raman de l’eau Milli-Q). 

La Figure 33 montre les principaux pics de fluorescence observés pour les eaux naturelles. Les 

caractéristiques de ces composants en termes de composition et de longueurs d’onde d’excitation et 

d’émission sont données dans le Table 11. 

 



Chapitre 2 – Matériels et Méthodes Caractérisation de l’environnement chimique 

98 

 

 

 

Deux autres paramètres peuvent également être calculés à partir de ces spectres : les indices HIX et BIX. 

L’indice HIX ou indice d’humification, lié au caractère aromatique de la molécule, permet d’estimer le 

degré d’évolution dans le processus d’humification de la MOD (Zsolnay et al., 1999). Il est calculé en 

faisant le rapport de deux aires (H et L) du spectre d’émission enregistré pour une longueur d’onde 

d’excitation de 254 nm (Figure 34) : 

��� =
�

�
 

Où: – H correspond à l’aire sous la courbe entre les intensités émises allant de 435 à 480 nm ; 

– L correspond à l’aire sous la courbe entre les intensités émises allant de 300 à 345 nm. 
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Figure 33 : Exemple de spectre de fluorescence 3D obtenu avec un échantillon contenant de la MOD marine du Bassin 

d’Arcachon sur lequel sont représentées les principales bandes de fluorescence observées. 

Table 11 : Principaux fluorophores des eaux naturelles (d'après Parlanti et al., 2000). 

 Type de composés 
Longueur d’onde 

d’excitation (nm) 

Longueur d’onde 

d’émission (nm) 

α' 
Substances de type humique (acides humiques et fulviques) + 

matériel récent 
250 – 260 380 – 480 

α Substances de type humique 340 – 370 420 – 480 

β Production récente de matériel 310 – 320 380 – 420 

γ 
Composés de type protéique + activité microbienne et 

bactérienne 
270 – 280 300 – 350 
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Figure 34 : Délimitation des domaines H et L permettant le calcul de l’indice HIX sur le spectre d’émission typique 

pour une longueur d’onde d’excitation de 254 nm (d'après Zsolnay et al., 1999). 

Une augmentation de HIX traduit une augmentation du caractère aromatique des molécules (déplacement 

du spectre vers les grandes longueurs d’onde) reflétant des phénomènes de condensation, de polymérisation 

des molécules et donc un degré de maturation plus important de la MOD. 

L’indice BIX, également appelé indice biologique, est un indicateur de production autotrophe, autrement 

dit de contribution autochtone récente (Huguet et al., 2009b). Il correspond au ratio entre l’intensité émise à 

380 nm (correspondant au maximum d’émission du fluorophore β) et l’intensité émise à 430 nm 

(correspondant au maximum d’émission du fluorophore α) pour une longueur d’onde d'excitation de 

310 nm. Plus il augmente, plus la contribution de la bande β et donc la production autochtone de MOD, est 

importante. 

7. Analyses statistiques 

Différentes analyses statistiques ont été réalisées pour la description et l’interprétation des résultats. Elles 

sont explicitées de façon plus précise dans chacune des parties « matériels et méthodes » des articles qui 

constituent les chapitres 5, 6 et 7. 

Pour les résultats biologiques, des analyses de variance (ANOVA) à un ou deux facteurs (selon les données 

exploitées) ont été réalisées sur les différents paramètres afin de détecter l’existence de différences 

significatives entre les traitements expérimentaux. Ces analyses ont été réalisées après avoir vérifié 

l’homogénéité des variances (homoscédasticité) grâce au test de Levene. Le cas échéant, des tests a 

posteriori de Tukey ou Newmann-Keuls (selon l’étude considérée) ont été appliqués pour identifier les 

différences significatives entre les témoins et les cultures exposées aux pesticides (avec une p-valeur <0,05 

considérée comme statistiquement différente). 

Concernant les concentrations en pesticides, deux comparaisons ont été réalisées : une comparaison au jour 

initial entre les ballons biotiques et abiotiques, et une comparaison entre le jour initial (t0) et le jour final 

(tf) pour un même traitement.  
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Pour une partie des paramètres de caractérisation de la MOD (COD et indices SR, SUVA254, HIX et BIX), 

la valeur initiale a été soustraite à la valeur finale afin de retirer la part de variation due à l’ajout de MOD 

dans les ballons le premier jour des expérimentations. Cette soustraction a notamment permis de comparer 

les conditions avec et sans MOD.  

Pour les sels nutritifs ainsi que pour les fluorophores de la MOD, la comparaison a été effectuée sur les 

valeurs obtenues au jour final. Pour l’ensemble de ces analyses chimiques, les comparaisons ont été 

effectuées avec un test t ou un test de Welch (avec une p-valeur <0,05 considérée comme statistiquement 

différente), après avoir vérifié l’homoscédasticité avec un test F de Fisher. 

Pour l’ensemble du jeu de données, biologiques et chimiques, lorsque les résultats des analyses statistiques 

n’étaient pas significatifs et que les données semblaient malgré tout indiquer une tendance, l’erreur de type 

II également appelée erreur statistique bêta a été calculée. Cette erreur correspond à la probabilité (risque) 

d’accepter l’hypothèse nulle alors qu’elle est fausse, c’est-à-dire le pourcentage de chances de ne pas voir la 

différence alors qu’il y en a une. 

L’ensemble des analyses statistiques a été réalisé avec le logiciel R version 3.2.2. (Ihaka & Gentleman, 

1996). Les graphiques ont été réalisés avec le logiciel SigmaPlot® version 12.0 (Systat Software Inc., 

USA). 
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1. Introduction 

Cette première étude préliminaire a eu pour but d’évaluer l’impact du métolachlore sur la diatomée 

dulçaquicole Gomphonema gracile par la mesure de divers paramètres liés à : i) la dynamique de 

population (croissance, distribution des classes de taille), ii) la physiologie des cellules (contenu en 

chlorophylle a, mesure de l’efficacité photosynthétique et quantité d’ATP), et iii) leur comportement 

(pourcentage de cellules mobiles, vitesse de déplacement, linéarité de la trajectoire et pourcentage de 

cellules associées).  

Les cellules ont été exposées durant sept jours à trois concentrations de métolachlore (1, 10 et 100 µg.L-1) à 

une température de 20°C selon un cycle jour:nuit de 12h:12h. Le nombre de réplicats par traitement était de 

quatre pour les témoins (sans pesticides) et de trois pour chaque concentration étudiée. Les paramètres 

biologiques ont été évalués aux jours 0, 1, 3, 4 et 7.  
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2. Article 1: Use of diatom motility features as 

endpoints of metolachlor toxicity 
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Abstract 
Many recent ecotoxicological studies suggest a relationship between freshwater contamination and 

increasing abundances of motile diatoms (potentially able to move). The capacity to escape would present 

advantages to species in polluted environments. However, actual motility as a response to toxicants had not 

been described and required experimental validation.  

We designed a specific experiment to assess how a field-isolated diatom (Gomphonema gracile) distributes 

energy to in situ resistance (increased population growth or photosynthesis) and escape (behavioral 

changes), when exposed to increasing concentrations of the herbicide metolachlor.  

We report here the dose-time dependent responses of G. gracile populations. They coped with low 

contamination by resisting in situ, with early hormetic responses highlighted by stimulation of chlorophyll-

a fluorescence. At a higher dose, harmful impacts were observed on growth after a few days, but an earlier 

behavioral response suggested that higher motility (percentage of motile individuals and mean distance 

crossed) could be involved in escape. 

Our findings bring new arguments to support the implementation of real measurements instead of motility 

traits in toxicity assessment. Specifically, motion descriptors have been used as early-warning indicators of 

contamination in our study. Further works should address the reliability of these endpoints in more 

complex conditions (interspecific variability, behavior in the field). 

 

 

Keywords 
Diatoms; physiology; behavior; pesticide exposure; motility; CASA   
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2.1. Introduction 

Motility has been described in many pennate diatoms (e.g. Bertrand, 1999, Harper, 1977), and migration 

plays a role in photoregulation, described as a major behavioral response in intertidal environments (Ni 

Longphuirt et al., 2006, Serôdio et al., 2012). Freshwater diatom motility, also observed in response to light 

intensity (Cohn, 2001, Cohn et al., 2004), may be affected by environmental factors other than light (Cohn 

& Disparti, 1994, Cohn et al., 2003). The decrease in the speed of the diatom Craticula cuspidata has been 

proposed to assess toxicity of sediment elutriates (Cohn & McGuire, 2000). Ahmed and Häder (2010) 

demonstrated inhibition of the percentage of motile cells and of upward swimming in Euglena gracilis 

exposed to heavy metals. When dealing with community ecotoxicology, the motility trait is preferred to the 

effective behavioral descriptors in toxicity assessment, and is calculated based on the structural 

composition (and more specifically, growth forms) of communities and ability of some species to move 

(i.e. species belonging to the “motile guild”, as defined by Passy, 2007). Indeed, the structure of the biofilm 

is made up of very diverse species, with various growth forms controlling its thickness. The layers of cells 

closest to the substrates are dominated by prostrate tightly attached diatoms. Other diatom growth forms 

(clumps, filaments) compose a complex three-dimensional structure. Species not fixed have the ability to 

move within the biofilm matrix. According to Roubeix et al. (2011b) or Paule et al. (2013) the abundance 

of potentially motile taxa is expected to increase with toxic contamination. Indeed, the motile species are 

assumed to be able to control their refuge within the biofilm (Larras et al., 2012), or regulate the balance 

between access to environmental resources (light, nutrients) and exposure stress (Fore & Grafe, 2002, 

Laviale et al., 2009). But, the real motility response to toxicants has been, to date, overlooked and requires 

experimental validation.  

A toxicant entering the cell generates a dramatic accumulation of reactive oxygen species (ROS) in the 

cytosol (Wang et al., 2004). Excess ROS are cytotoxic and have different cellular targets (nucleus, 

mitochondria and chloroplasts). Adverse effects in diatoms are most often: damage to the photosynthetic 

apparatus (Knauert & Knauer, 2008) affecting D1 protein resulting in photoinhibition (Cartaxana et al., 

2013); damage to the electron transfer chain in mitochondria, causing a decrease in ATP production (Stohs 

& Bagchi, 1995); damage to DNA affecting vegetative growth (Stohs & Bagchi, 1995). The way to cope 

with sublethal contamination would rather be linked to temporary physiological adaptation: low 

concentrations of toxicants promote hormesis (compensatory stimulation), as a mechanism to counteract 

the stress induced by the toxicant. In microalgae, an increase in chlorophyll-a synthesis (“greening effect”) 

can be observed (e.g. Tlili et al., 2011) as a short term response to maintain an efficient photosynthetic 

processes. In contrast, exposure to higher doses may provoke more overwhelming responses (even death). 

The capacity to escape may thus constitute a serious advantage for cells experiencing contamination. 

Metolachlor [2-chloro-N -(2-ethyl-6-methylphenyl)-N-(2-methoxy-1-methylethyl) acetamide] is a pre-

emergent and early post-emergent chloroacetanilide herbicide widely used in agriculture and detected at 

high concentrations in rivers in particular during the field application period and after rainfall (e.g. Liu & 
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Xiong, 2009, Roubeix et al., 2012). It inhibits growth by suppressing synthesis of chlorophyll, proteins, 

fatty acids and lipids, isoprenoids, and flavonoids (Fuerst, 1987, Rivard, 2003). Assessing metolachlor 

toxicity is challenging, because current diatom indicators of toxic impact (mainly growth and 

photosynthesis) fail to properly assess metolachlor toxicity, except when it is at extremely high 

concentrations (Debenest et al., 2009, Roubeix et al., 2012, Roubeix et al., 2011a). 

We designed a specific experiment to determine behavior changes (motility parameters) of a pennate 

diatom isolated in the field (Gomphonema gracile Ehrenberg) when exposed to three environmentally 

realistic concentrations of metolachlor. In our experiment, we hypothesized that physiology and behavior 

would be modified by exposure to metolachlor. More specifically, we expected the responses to 

preferentially be in situ resistance at low doses (increased reproduction or photosynthetic processes) and 

escape (increased motility) at higher concentrations. Over a certain level of exposure, and thus stress for the 

organisms, impacts on population dynamics (reproduction and mortality) were also expected to occur. A 

delay before the detection of an impact, and the potential non-linearity of the dose-response relationships, 

could complicate toxicity assessment. Here we aimed to determine whether motility parameters, obtained 

with a rapid method commonly used in animal biology (an ImageJ plug-in), would provide a finer 

assessment of metolachlor toxicity earlier than commonly used descriptors. 

2.2. Materials and methods 

2.2.1. Gomphonema gracile 

Gomphonema gracile  Ehrenberg (1838) is a benthic species preferentially found in slightly acidic waters 

(Germain, 1981). Its length and width range from 20 to 100µm and from 4 to 11µm, respectively 

(Krammer & Lange-Bertalot, 1986). This species is considered to be very sensitive to various types of 

pollution (according to the Indice de Polluosensensibilité Spécifique: Coste in Cemagref, 1982). It is a 

pennate diatom and has a bidirectional movement, like most raphid species (Cohn, 2001).  

The specimen used was from a field sample (December 2013) collected from an upstream section of the 

river Leyre, the main tributary of Arcachon Bay (South West France) by micromanipulation under the 

inverted microscope, and cultured in Dauta medium (Dauta, 1982). The culture was incubated in a chamber 

with a light/dark cycle of 12 h:12 h at a mean temperature of 20 °C. The culture was regularly (every 1-2 

weeks) transplanted into freshly prepared medium. Diatom length in our cultures was mainly in the range 

of 20-40µm. The effective quantum yield (see Section 2.2.3.1) of the culture was periodically checked prior 

to the experiment and found to be stable over time (0.36±0.00, n=70). 

2.2.2. Experimental design 

Thirteen experimental units (EUs) of 40 mL (final volume) were filled with culture medium autoclaved at 

121°C for 21 minutes and with the culture of G. gracile, at an initial cell concentration of around 30 000 

cell.mL-1. Four EUs were used as control replicates (named C0), and the three concentrations of increasing 
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exposure (C1, C2 and C3) were performed in triplicate. The cultures in exponential growth phase were 

exposed by pouring metolachlor in solution (racemic metolachlor at 100 mg.L-1, 99.5% purity, Dr. 

Ehrenstorfer, Germany) into the EUs to reach the following nominal concentrations: 1, 10 and 100 µg.L-1 

(i.e. 4 nM, 35 nM, 352 nM). Three additional experimental units, used as abiotic positive controls, were 

filled with culture medium contaminated with the highest concentration of metolachlor. The three 

concentrations correspond to (i) environmentally realistic exposure concentrations (1 µg.L-1) in the Leyre 

watershed (Roubeix et al., 2012) or other rivers of the area (Fauvelle et al., 2014), and (ii) for the higher 

ones, concentrations of the same order of magnitude as those used in other ecotoxicological studies 

(Debenest et al., 2009, Roubeix et al., 2011a). The cultures were thus exposed to these four treatments over 

7 days, during which samples were taken for chemical and biological measurements. 

2.2.3.  Biological endpoints 

Biological endpoints were determined on day 0 (d0, immediately after contamination), d1, d2, d3, d4 and 

d7. First, measurements of yield and chlorophyll-a fluorescence were performed directly on the intact 

biofilms (in their benthic “form”). Then the cultures were gently shaken to homogenously suspend the cells 

before sampling aliquots for the other endpoints measured: 20 µL were used for the motility measurements 

and image acquisition; 375 µL were preserved with a 25 µL drop of formalin solution for growth and 

mortality analyses; 300 µL were immediately frozen for further ATP content determination. 

2.2.3.1. Chlorophyll-a fluorescence derived paramet ers  

Measurements were performed on the intact biofilms, using a PHYTO-PAM (Heinz Walz, GmbH) 

equipped with an emitter-detector unit (PHYTO-EDF). Using a home-made system for reproducible direct 

measurements on bottom of the EUs,  ten randomly selected benthic measurements of the effective 

quantum yield (ΔF/Fm’) and chlorophyll-a content estimated by chlorophyll-a fluorescence (Chl-a) were 

performed to account for the patchy pattern of benthic settlement (especially in the initial phase of 

colonization). The median of 10 values per sample was then used for statistical analyses. 

2.2.3.2. Motility  

The motility parameters (percentage of motile cells, velocity) were determined using the ImageJ plug-in, 

CASA (Computer-assisted sperm analysis). This plug-in, initially developed to measure the motility of 

human spermatozoa, was adapted to animal biology (zebrafish sperm) by Wilson-Leedy and Ingermann 

(2007) and is commonly used to analyze the movement of trochophore larvae, sea bass spermatozoa, etc. It 

allows a quick measurement of different motility parameters, characterizing the general state of the cells. 

The measurement conditions as well as the CASA plug-in were specifically adapted to Gomphonema 

gracile. Briefly, a 20 µL drop of sample was carefully deposited onto a microscope slide and, after 2-3 min, 

video acquisition (ArchimedTM, Microvision Instruments) was performed. Cell motion variables, calculated 

from 260 frames and corresponding to 10 s of film, were: VAP (velocity average path), VCL (velocity 

curvilinear), VSL (velocity straight line) and LIN (linearity, LIN=VSL/VAP). The measurement of these 
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parameters (automatized in the CASA plug-in) allows the characterization of the different velocity types 

and, for the LIN parameter, describes the curvature of the trajectory (Rurangwa et al., 2004). 

2.2.3.3. Population dynamics 

The enumeration of live and dead diatoms was carried out at a x400 magnification (Olympus BX51 upright 

microscope, UK) using a Nageotte counting cell chamber (see Morin et al., 2010 for details). Solitary cells 

were also distinguished from those forming associations in the counts. Growth rates were calculated from 

live cell densities during the whole experiment, following Morin et al. (2008).  

In diatoms, population growth is dominated by cell division, leading to a reduction in the size of the 

daughter cells (Round et al., 1990); larger cell sizes are only recovered after sexual reproduction. 

Gomphonema species are known to undergo sexual reproduction (Drebes, 1977, Rose & Cox, 2013). Thus, 

a shift in cell distribution towards smaller cell classes would reflect vegetative-dominated reproduction, 

whereas larger sizes could indicate sexual reproduction (but seeRose & Cox, 2013)). Reproduction mode 

(vegetative vs. sexual) was assessed by measuring cell lengths (10 values per replicate) throughout the 

experiment. Length data were discretized into size classes using Huntsberger’s formula (Huntsberger, 

1961):  

1 + 3.32 × ��	
�(
) , where n corresponds to data numbers 

An optimal number of six size classes was obtained. Size class limits were selected in order to respect 

homogeneity of data distributions, and interval classes of the same width were fixed. We assumed that an 

increase in the number of larger cells (>34µm) between two sampling dates was related to sexual 

reproduction. 

2.2.3.4. ATP content 

The cellular ATP content was measured from 300 μL of the cultures, in microwells using the PerkinElmer 

ATPlite™ kit according to the manufacturer’s instructions. Luminescence measurements were performed 

with a Synergy HT multi-mode microplate reader (Biotek®).  

2.2.4. Metolachlor concentrations 

One milliliter of water was collected in all EUs 30 min after contamination (d0), and on d4 and d7, for 

dissolved metolachlor analysis in order to assess actual exposure throughout the experiment. Samples were 

filtered through syringe filters in regenerated cellulose (Spartan® 13 mm diameter, pore size 0.45 µm, 

Whatman®) and stored frozen until HPLC-ESI-MS/MS analysis (API 2000® triple quadrupole mass 

spectrometer, Applied Biosystems/MDS SCIEX). As the quantification limit was of 1 µg.L-1, samples from 

C0 and C1 were preconcentrated 5-fold (evaporation of the 1-mL sample using a RapidVap system and 

reconstitution of the residue in a 90/10, v/v mixture of ultrapure water and acetonitrile), and C3 prediluted 

5-fold prior to analysis. 

At the end of the experiment, the replicate Gomphonema gracile suspensions of each treatment were 

pooled to get enough fresh material for measurement of total metolachlor bioaccumulation. Samples 
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filtered through GF/F filters (47 mm glass microfiber filters, pore size 0.45 µm, Whatman®) were then 

extracted by ASE (Dionex®, Accelerated Solvent Extractor 200) and stored frozen until HPLC-ESI-

MS/MS analysis. 

2.2.5. Statistical analyses  

Undetectable metolachlor concentrations were replaced by half the value of the detection limit according to 

Helsel (1990) to determine statistical differences between exposure conditions. 

Repeated-measures ANOVAs and Newman-Keuls post-hoc tests were run in Statistica 10 (StatSoft, Inc, 

Tulsa, OK, USA) to detect differences between samples, with a significance level of p<0.05. Correlated 

variables were identified using Multiple Factor Analysis for a mixture of qualitative and quantitative 

variables (MFAmix) inside the groups of endpoints (related respectively to population dynamics, 

physiology and behavior). MFAmix is an extension of Principal Component Analysis (PCA) handling 

heterogeneous (quantitative and categorical) variables. First, PCA for mixed data (PCAmix) are computed 

for each group of endpoints (population dynamics, physiology and behavior), using the set of quantitative 

and qualitative variables measured. Then, the three PCAmix are given the same weight (normalized) to 

remove the influence of datasets of different sizes on the final inertia. Finally, the normalized matrices are 

combined into a common representation of the different data. The map of observations or variables plotted 

reflects the similarities between the observations. The analysis was performed in the R environment, using 

the package PCAmixdata (Chavent et al., 2014). 

2.3. Results 

2.3.1. Control units 

2.3.1.1. Population dynamics 

From d0 to d4, the diatom cell density increased significantly from 31 168 ± 2538 cell.mL-1 on d0 to 

162 389 ± 10 030 cell.mL-1 on d4 (Figure 35a), with an average growth rate of 0.41±0.03 divisions/day. 

Simultaneously, the percentage of dead diatoms decreased continuously from d0 (4.29±0.66%) to d4 

(0.09±0.07%). On d7, mortality increased (0.38±0.10%) and growth rate clearly decreased (0.31±0.03 

divisions/day between d4 and d7) indicating that the cultures were no longer in exponential growth. 

The distribution of size classes is shown in Figure 35b. From d0 to d2, the proportion of the highest size 

(>34 µm) class decreased. At the same time, the proportion of intermediate classes (32-34, 30-32 and 28-30 

µm) increased indicating that vegetative reproduction dominated. On d3, the proportion of highest size 

class increased suggesting sexual reproduction. 
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Figure 35: a) Diatom live cell density, b) distribution of cell size classes (error bars not provided for clarity; statistical 

groups refer to differences in the largest class size: >34µm) versus time as a function of metolachlor 

exposure (values are mean±standard error, n=4 for controls and n=3 replicates for each metolachlor 

concentration). White bars represent C0, light grey bars: C1, dark grey bars: C2 and black bars: C3. Different 

letters indicate between-treatment post hoc differences. 

2.3.1.2. Physiology 

The chlorophyll-a content measurements increased over the duration of the experiment (Figure 36a), 

following the cell growth (Figure 35a). The effective quantum yield (ΔF/Fm’) of the C0 cultures (Figure 

36b) did not change significantly during the seven days, and perfectly matched the values measured over 

the weeks preceding the experiment (0.36±0.00, n=70). This confirms that our experimental conditions did 

not significantly impact yield. ATP content decreased over time (not shown). 

  

Figure 36: Chlorophyll-a fluorescence derived parameters versus time and as a function of metolachlor exposure 

(values are mean±standard error, n=4 for controls and n=3 replicates for each metolachlor concentration): 

a) chlorophyll-a fluorescence, b) effective quantum yield. Bar colors are the same as in Figure 1. Different 

letters indicate between-treatment post hoc differences. 

2.3.1.3. Behavior 

The percentage of motile cells (Figure 37b) decreased in the first days of the experiment. From d3, the 

number of motile cells increased significantly. This temporal pattern was inversely correlated with the 

clumping of individuals giving small scattered aggregation patterns (Figure 37a): an increase from d0 to d3 

(highest percentage of cells in associations) followed by a significant decrease until d7. Motility was noted 

in 43±5% of the cells on d0 falling to 15±1% on d3, while larger numbers of ribbon- to star-shaped 

associations (4-7 cells in the first days, then 8-10 cells) were noted. The abundance of cell clumps peaked 
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on d3 (20±3% of the total number of cells), then they tended to disaggregate from day 4 (smaller clumps) 

and/or disintegrate on d7, potentially indicating biofilm senescence. Conversely, the percentage of motile 

cells increased to 72±3% at this date, confirming population decay. 

Whatever the velocity measurement considered, the values significantly increased from d0 to d2, then 

stabilized until d7 (Figure 37c, 37d and 37e). On d0, velocities were of 5.81±0.17 µm.s-1 (VAP), 6.68±0.42 

µm.s-1 (VCL) and 4.30±0.26 µm.s-1 (VSL), and reached 8.50±0.20 µm.s-1 (VAP), 9.08±0.18 µm.s-1 (VCL) 

and 7.48±0.28 µm.s-1 (VSL) on d2. The LIN parameter was on average 0.86±0.02 over the 7-day 

experiment (Figure 37f), indicating a constant trajectory (relatively linear) of the cells (illustrated in 

Supplementary material: Figure 40). 

 

Figure 37: Behavioral endpoints versus time for different metolachlor exposure levels (values are mean±standard error, 

n=4 for controls and n=3 replicates for each metolachlor concentration): a) percentage of cells in 

associations, b) percentage of motile cells, c) average path velocity, c) curvilinear velocity, d) straight line 

velocity and e) linearity. Bar colors are the same as in Figure 35. Different letters indicate between-

treatment post hoc differences. 

2.3.1.4. Correlations between physiological, behavi oral and populational descriptors 

The two common parameters used to estimate periphytic biomass, cell density and chlorophyll-a 

fluorescence, were well correlated (R² =0.94, p<0.0001; also see Figure 38). Both increased with time, 

highlighting the exponential growth of the cultures. Growth rates were inversely correlated with average 

diatom length and percentage of larger cells (Figure 38), highlighting the key role of vegetative 
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reproduction in the exponential growth. The decrease in ATP content over time, simultaneous with 

exponential cell growth (R² =0.45, p<0.0001), and the negative correlation with sexual reproduction 

(Figure 38), also expressed culture growth and ageing. 

In contrast to these unidirectional trajectories, behavioral descriptors provided complementary information 

about the structural evolution of the cultures under control conditions. Indeed, we observed that increasing 

aggregation of cells was inversely correlated with the percentage of motile cells (R² =0.46, p<0.0001). The 

velocity parameters (VAP, VCL and VSL) were well correlated, with a positive relationship between VAP 

and VCL (R²=0.93, p<0.0001), as well as with VSL due to the constant linearity value of the trajectories 

over time (LIN=VSL/VAP). 

 

 

Figure 38: Correlation circle of variables analyzed by Multiple Factor Analysis for quantitative and qualitative data, 

performed for all samples. Variables related to physiology: Chlorophyll fluorescence (Chl-a), effective 

photosynthetic yield (ΔF/Fm’) and ATP content (ATP); to behavior: percentage of cells in associations (% 

Associations) and of motile cells (% Motile), and motility parameters (VAP, VCL, VSL, LIN); to 

population dynamics: diatom live cell density (Density), mean cell length (Length), percentage of cells 

longer than 34µm (% Larger), growth rate (GR) and presence or absence of sexual reproduction 

(Reproduction). 

2.3.2. Metolachlor-contaminated units 

2.3.2.1. Chemical concentrations 

Metolachlor concentrations measured in the EUs containing G. gracile were close to the nominal 

concentrations: the anticipated gradient of exposure of our cultures was respected (Figure 39). 

Concentrations were below quantification limits in C0, and 1.1±0.2 µg.L-1 in C1, 9.1±0.5 µg.L-1 in C2 and 

45.5±6.6 µg.L-1 in C3 over the 7-day experiment. Metolachlor concentrations in the abiotic EUs (highest 
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concentration) on d0 and d7 did not differ from those measured in C3 at the same sampling dates (Figure 

39). Concentrations decreased slightly over time in all treatments (although this was not statistically 

significant). 

Final biomass collected on the filters for bioaccumulation measurements was quite high (18±2 mg 

lyophilized weight), but no metolachlor was quantified in the biota, even at the highest concentration (C3). 

 

 

Figure 39: Exposure in the EUs: Mean (±standard error) metolachlor concentrations analyzed over the experiment 

(n=4 for controls and n=3 for each metolachlor concentration). White bars represent C0, light grey bars: 

C1, dark grey bars: C2, black bars: C3, and dashed bars: abiotic EUs. bdl: below detection limit; nm: not 

measured. 

2.3.2.2. Population dynamics 

Exponential growth was globally similar between controls and treatments (Figure 35a) from d0 to d4. On 

d7, however, diatom cell numbers were significantly lower at the highest exposure concentrations than in 

the controls (Figure 35a), with densities of 338 660±21 950 cells.mL-1 in C2 and 349 468±24389 cells.mL-1 

in C3 (compared to 411 563±26 394 cells.mL-1 in the controls). The distribution of size classes in C1 and 

C2 treatment was similar to that of the controls (Figure 35b). Sexual reproduction (recovery of larger cell 

sizes) was however delayed with highest exposure (in C3), happening 1-2 days later than with the other 

treatments. 

2.3.2.3. Physiology  

Chl–a increased over time in all EUs (Figure 36a), but was significantly inhibited at high doses (in C3 on 

d7), whereas a slight stimulation of fluorescence was observable earlier (d1, d3) at lower doses. The 

effective quantum yield (ΔF/Fm’) did not differ significantly from the controls, whatever the exposure 

concentration (Figure 36b). ATP production was not significantly impaired by the concentrations of 

metolachlor used and was not different from that of the controls (not shown), suggesting that overall 

metabolism was maintained. 
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2.3.2.4. Behavior 

A significant increase in the percentage of motile cells with metolachlor exposure was measured on d3 

(Figure 37a). Motility was significantly higher for all treatments (60±11%) compared to the controls. At the 

same sampling date, cell associations were also impacted (Figure 37b): on d3 cells grew in less aggregated 

patterns than in the controls, especially for C3 where the percentage of diatoms forming associations was 

always lower than in C0. 

The VAP and VCL were still well correlated (R² =0.96, p<0.0001 for the contaminated EUs; Figure 38) 

and no significant effect of metolachlor was observed on these parameters (Figure 37c and 37d). 

Conversely, the VSL of motile diatoms tended to increase with time, and was significantly higher in C2 

from d4 (Figure 37e). The LIN parameter increased slightly in C2 from day 4, and significantly higher LIN 

was measured on day 7 in all treatments compared to C0, indicating a more linear, although jerkier 

movement (observation not quantified). Linearity particularly increased in C2 at the last date (Figure 37f). 

2.3.2.5. Correlations between physiological, behavi oral and populational descriptors 

Figure 38 provides an overview of the correlations between physiological, behavioral and populational 

descriptors in this experiment. Cell densities and Chl–a were still well correlated (R² =0.89, p<0.0001), 

although some discrepancies were observed in comparison to the controls: chlorophyll-a fluorescence was 

enhanced at lower doses, and decreased with the highest concentration of exposure at the end of the 

experiment. Metolachlor effects were mostly highlighted by motility parameters, driving correlations (see 

Figure 38, top-right corner) between higher percentages of motile cells and a more linear trajectory 

(p<0.0001). 

2.4. Discussion 

In ecotoxicology studies, the parameters commonly used to assess the impact of a molecule on microalgae 

are generally growth and photosynthesis, because of rapidity and ease of measurement. Based on the sole 

use of these two endpoints, toxicity can be underestimated, especially in the case of toxicants not directly 

targeting photosynthesis. This may explain the high effective concentrations (EC50s) of metolachlor 

(inhibitor of fatty acids and lipids synthesis; Fuerst, 1987)  found in the literature. Toxicity values based on 

photosynthesis and growth are of the order of milligrams per liter (Juneau et al., 2001, Ma et al., 2006, 

Thakkar et al., 2013). There is an urgent need to develop complementary toxicity endpoints. This work is 

thus topical, as the use of motility endpoints provides an image of the general state of cells, assessing 

toxicity on (an)other metabolic target(s).  Moreover, it is quickly and easily quantifiable. Motility is 

characterized via the quantification of different parameters (velocity values: VAP, VCL, VSL; linearity; 

percentage of motile cells). For approximately 40 years (Rupert & Dagmar, 2014), motility has been 

commonly used in animal biology as a quality indicator of human sperm, and as an endpoint of toxicity. 

More recently, motility endpoints were successfully used with for example fish and bivalve sperm, 

trochophore larvae, thanks to the CASA system (Wilson-Leedy & Ingermann, 2007). Wilson-Leedy and 
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Ingermann made this method of motility assessment more accessible, by developing an easy-to-use plug-in 

implemented in the freeware ImageJ. In the present study, we aimed to demonstrate its applicability to 

algae, and to determine the motility parameters of Gomphonema gracile, a diatom chosen because of its 

high sensitivity to pollutants and its presence in the environment studied, the Leyre River. 

2.4.1. Control conditions 

Under control conditions, the five motility parameters assessed showed different patterns of change during 

the experiment. Indeed, the VAP, VSL and VCL velocities increased the first days (d0 to d2) then 

stagnated. In contrast, the LIN parameter describing the cell trajectory directly, did not depend on the age 

of the culture. Changes in motility were consistent with other parameters related to population dynamics 

(growth rate, class size distribution), physiology (chlorophyll-a content, effective quantum yield, ATP 

content) and behavior (percentage of cells in association). Indeed, our results indicated an increase in cell 

velocity (VAP, VSL and VCL) in the first three days, corresponding with decreasing ATP content (Figure 

38), thus revealing higher energy consumption for motility purposes (e.g. see Bertrand, 1999). Besides, the 

initial decrease (from d0 to d3) in the percentage of motile cells showed that exponential growth during the 

first days of the experiment coincided with the formation of diatom associations (Vieira et al., 2008), as a 

consequence of the natural development of Gomphonema gracile populations. Gomphonema gracile cells 

were mainly solitary, as expected for highly motile species (Hudon & Legendre, 1987). On the first days, 

clusters started to form in the culture, with increasing aggregation of cells. In another study performed with 

shaken cultures of Nitzschia angularis and Thalassiosira weissflogii, Crocker and Passow (1995) also 

observed cell aggregates within 6 hours. As cells aggregated, lower numbers of motile individuals were 

predictably found. Population density and cell proximity increased the likelihood of sexual reproduction 

(Mann, 2011), and the cell aggregations observed may have favored sexuality, as observed through the 

recovery of larger cell sizes in the 2-3 first days. Then Gomphonema associations tended to disaggregate 

from day 4 (smaller clumps) and/or started to senesce on d7, with aging of the populations. At the same 

time, increasing numbers of motile diatoms were recorded. Decreased cell aggregation in the stationary 

growth phase was also suggested by Decho (1990). The kinetics of cell clustering depend on the species 

considered (Crocker & Passow, 1995), but discernable patterns were observed in our Gomphonema 

cultures. The cells quite quickly formed loose aggregates during their first stage of exponential growth, 

which then became denser. Aggregation is involved in diatom sinking, and here it may have contributed to 

forming the benthic mats observed on the bottoms of the EUs. Then, with population senescence and/or 

crowding, the search for more favorable conditions would be allowed by disaggregation and increased 

motility. 

2.4.2. Diatom responses to metolachlor exposure 

Besides the validation of the motility evaluation method, this study aimed to characterize the toxicity of 

metolachlor on a whole set of parameters and to demonstrate the interest of increasing the number of 
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endpoints, in order to properly assess the toxicity of any type of molecule with various modes of action, in 

particular those not targeting photosynthesis directly. 

2.4.2.1. Metolachlor exposure 

Although metolachlor concentrations in the EUs clearly fitted a gradient, the highest dose prepared only 

reached half its nominal concentration. Several hypotheses may explain this loss of dissolved metolachlor, 

including: bioaccumulation in the diatom cells, degradation and adsorption on the UE walls. The first two 

were refuted by the analysis of diatom biomass (no metolachlor detected) and in the water of the abiotic 

EUs (no breakdown products quantified, data not shown). Moreover, dissolved metolachlor concentrations 

were similar in C3 (i.e. with diatom cultures) and in the abiotic EUs, supporting the hypothesis of rapid 

adsorption onto the EU walls (within the 30 first minutes). 

Even at the highest concentration, no metolachlor was quantified in biofilms, tending to disprove the 

conclusion of Larras et al. (2013) that hydrophobicity of substances alone can be used to predict benthic 

diatom exposure through bioaccumulation. Indeed, their statement was based i) on the relationships 

obtained in biofilms by Headley et al. (1998) between short-term sorption capacity of organic contaminants 

and their hydrophobicity, and ii) on their experimental results highlighting greater sensitivity towards 

hydrophobic substances (irgarol, metolachlor, terbutryn) of benthic diatoms, compared to planktonic forms. 

They came to the conclusion that this sensitivity should be explained by sorption in the biofilm matrix 

(Larras et al., 2013). In the case of metolachlor, our results demonstrate that low bioaccumulation is to be 

expected, and that sorption processes are determined by properties other than hydrophobicity of the 

compound. Here, exposure, and subsequent toxicity, relied more on dissolved metolachlor concentrations. 

2.4.2.2. Time-dose dependent impacts on diatoms 

As expected, very few endpoints highlighted metolachlor effects on population growth and physiology. 

Indeed, there was no significantly diverging trend over the experiment in most of these parameters, except 

for chlorophyll-a fluorescence, and a slight (although above the 5% α-level) impact on cell association. 

ATP production was not significantly impaired by the concentrations of metolachlor used (not shown), 

suggesting that overall metabolism was maintained. Growth and effective quantum yield were globally 

similar between controls and treatments (Figure 35a, 36b), as were VAP and VCL (Figure 37c-d). 

However, certain parameters were affected by metolachlor exposure. A time effect was almost always 

observed, and the impact of treatment was visible only at certain times of exposure, suggesting that 

population responses did not follow unidirectional trajectories but rather followed time-dependent patterns, 

with possible successive shifts in strategies. 

The effects on chlorophyll-a content were clearly dose-dependent: a slight stimulation of fluorescence was 

observable at low doses, whereas it was significantly inhibited at the highest concentration (Figure 36a). 

These results stress that coping with sublethal contaminations requires optimal allocation of energy to 

specific processes, to counterbalance the impacts of the toxicants. This phenomenon is known as hormesis 

(Calabrese, 2005). Biofilm stimulation of chlorophyll fluorescence has been shown to occur broadly with 
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low dose exposure (e.g. Ricart et al., 2009, Tlili et al., 2011, Tlili et al., 2008), for diverse classes of 

chemicals. This consistent compensatory response suggests that extra allocation of resources to 

fluorescence may be sufficient to maintain photosynthetic activity, without affecting the total number of 

cells, in slightly impacted environments. Indeed, the cultures displayed dose-time dependent hormetic 

responses: the “greening effect” was recorded earlier in C1 (d1, d3) than C2 (on d4). Fluorescence 

stimulation in C1 and C2 suggested that diatoms were able to implement the same tolerance mechanisms, 

at timescales depending on the intensity of the stress. As time progressed, fluorescence levels returned to 

control values. In contrast, the inhibition on the last days of experiment in C3 indicated deleterious impacts 

for the culture, converging with the conclusions of Debenest et al. (2009) that diatoms are sensitive to 

chronic metolachlor exposure from 30 µg.L-1. 

The highest concentration (C3) of exposure impacted the size class distribution, the percentage of cells in 

associations and the percentage of motile cells on day 3. Other works have also demonstrated that toxicants 

can effect the distribution of cell sizes in diatom populations (decrease in average cell size with metal 

exposure; Luís et al., 2011) and particularly delayed sexual reproduction (later recovery of larger cell 

sizes). The percentage of cells forming associations was lower in the treatments than in the controls (Figure 

37a), suggesting that toxicant exposure may also affect the normal structure of the biofilm. Previous works 

showed that pesticides, including chloroacetanilides, modify the 3-D structure of more complex 

(multispecies) biofilms by reducing biofilm thickness and the distribution of the life forms present (e.g. 

Roubeix et al., 2012, Roubeix et al., 2011a regarding metolachlor). The lower numbers of aggregated cells 

in C3 indicated that changes could also occur at the population level, contributing to alterations in the 

overall biofilm architecture. Despite the fact that association in colonies could help the diatoms limit the 

influence of toxicants, by reducing the cell surface exposed or thanks to the concomitant increase in 

exopolymeric substance production (Crocker & Passow, 1995), cell aggregation is likely to make each cell 

lose its motility, thus its potential to escape the contaminant. Here, it can be noted that, contrary to the 

observations made by Cohn and McGuire (2000) or Ahmed and Häder (2010), the percentage of motile 

cells did not decrease, nor increase, with metolachlor exposure, meaning that only a given proportion of 

individuals within the population would be able to escape a contaminant. 

Finally, the VSL velocity and the LIN parameter were found to be the most sensitive. Indeed, VSL tended 

to increase with time, and was higher in C2 from d4 (Figure 37e). Cell trajectory was still curvilinear in 

metolachlor-exposed EUs, but on d7 all treatments had significantly higher LIN than C0 indicating a more 

linear movement which could enable the diatoms to cover larger distances. Motile pennate diatoms thus 

regulated their motility depending on exposure to metolachlor, with higher velocity and lower trajectory 

curvature. Active gliding in diatoms is related to the cell’s ability to secrete extracellular polymeric 

substances (Cohn, 2001). On the other hand, excretion of polymeric substances is also involved in 

resistance mechanisms: by binding the toxicant extracellularly, they contribute to limiting the entrance into 

the cells and thus lessen toxicity (Pereira et al., 2011). Higher motility (increased VSL and a more linear 

trajectory) in the metolachlor-exposed EUs with respect to controls could thus highlight both increased 
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escape behavior against toxicants and higher excretion induced by exposure. Escape behavior could be 

controlled by the ROS generated by the toxicant in the cell. Indeed, Laviale et al. (2011) recently suggested 

ROS-controlled migration in marine diatoms, i.e. ROS acting as signaling molecules to generate 

movement. 

2.5. Conclusions and perspectives 

The cost of coping with toxicants for the organisms may not always be highlighted by the effect descriptors 

used so far. In microalgal ecotoxicological studies, fluorescence measurements are widely used, given the 

fact that most of the toxicants target any of the components of the photosynthetic chain, directly or 

indirectly. 

However, harmful impacts on fluorescence and to a lesser extent on cell density were observable here only 

at the highest concentration tested and at the end of the experiment, whereas other endpoints responded 

earlier and/or at lower concentrations, such as motility-related ones. The results of our experiments showed 

that, at low-dose exposure, energy was allocated to resist in situ (increased fluorescence), whereas 

increased motility at higher doses tended to indicate an escape behavior. 

The generalizability of these behavioral responses should now be confirmed for diverse contaminants (with 

different modes of action). Motility endpoints would provide valuable perspectives for the assessment of 

pollutant impacts not targeting photosynthesis directly, given the fact that the use photosynthesis inhibitors 

is increasingly restricted (Commission, 2012), calling for new reliable toxicity indicators other than 

photosynthesis-based ones. 

Diatom motility, and more generally behavior, in response to perturbations has been overlooked in 

freshwater environments. Here, we demonstrate the relevance of this kind of response, even if further 

investigations are still needed for a better assessment of the value of diatom behavioral measurements. The 

species considered may obviously be a major source of variability, as well as its origin. Moreover, the 

extrapolation of these motility measurements will also require determining the degree of correlation 

between laboratory observations and behavior in the field. 
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Figure 40 : Supplementary information: Individual trajectories of G. gracile: projection of 250 video frames from a 10-s 

video from samples collected day 3. C0 to C3 indicate the treatment and r1 to r4 different replicates. Scale 

bar: 100 µm. 
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3. Synthèse 

Les résultats de cette étude ont permis de mettre en avant des effets biologiques « relativement précoces » 

(au jour 3) à la concentration maximale sur le pourcentage de cellules mobiles, le pourcentage de cellules 

associées et sur la distribution des classes de taille. Une augmentation du pourcentage de cellules mobiles 

inversement corrélé avec le pourcentage de cellules associées a été observée. L’augmentation de la 

proportion de grandes cellules (contraire au mode de reproduction asexuée typique des cellules causant une 

diminution de taille) à la concentration 100 µg.L-1 suggère une mise en place de la reproduction sexuée non 

visible dans les autres conditions, où elle a été mise en place plus tardivement (1 à 2 jours après). Les 

résultats ont également permis de montrer qu’au jour final, les paramètres affectés à diverses concentrations 

étaient : la densité cellulaire, le contenu en chlorophylle a, la vitesse de déplacement appelée VSL (velocity 

straight line soit la vitesse en ligne droite) et sur la linéarité du mouvement (LIN). 

Les résultats obtenus sur la mobilité montrent une augmentation de la linéarité de la trajectoire corrélée 

avec l’augmentation de la vitesse de déplacement linéaire. Le LIN a été affecté par l’ensemble des 

concentrations testées, y compris la concentration de 1 µg.L-1, traduisant des effets sublétaux du 

métolachlore à une concentration très basse (par rapport aux données de la bibliographie) non visibles sur 

les autres paramètres biologiques. En effet, la VSL a été augmentée par les deux plus fortes concentrations 

(10 et 100 µg.L-1) et la densité cellulaire et le contenu en chlorophylle a ont été significativement plus 

faibles après exposition aux concentrations de 10 et 100 µg.L-1, et 100 µg.L-1, respectivement. 

Les résultats de cette étude ont donc montré une sensibilité beaucoup plus grande des paramètres liés à la 

mobilité des cellules par rapport aux autres descripteurs couramment utilisés comme l’efficacité 

photosynthétique (aucun effet sur ce paramètre aux concentrations testées) et la croissance. Chez les 

diatomées pennées, le mouvement est permis par la capacité des cellules à sécréter des substances 

extracellulaires polymérisées (Cohn, 2001) également impliquées dans la résistance aux toxiques (qui 

peuvent se lier à ces substances ; Pereira et al., 2011). Ce comportement échappatoire pourrait résulter de la 

présence d’espèces réactives de l’oxygène comme stipulé par Ezequiel et al. (2015). La mesure du 

comportement de mobilité est relativement chronophage pendant les expérimentations (5 minutes de 

préparation et d’acquisition vidéo par échantillon immédiatement après le prélèvement, puis 5 min de 

traitement pour chaque vidéo) mais ne nécessite que du matériel courant dans les laboratoires (microscope 

et caméra). La mobilité est effet très utilisée dans le domaine animal comme critère de qualité de larves et 

de spermatozoïdes : compte tenu de la sensibilité de ce descripteur, il serait intéressant de poursuivre les 

recherches pour évaluer son potentiel comme indicateur de toxicité sur les microalgues, complémentaire 

des descripteurs classiques tels que la croissance et la photosynthèse. 

Lors des expérimentations présentées dans les chapitres 5, 6 et 7 du manuscrit visant à évaluer l’influence 

de la MOD sur les microalgues et la toxicité des herbicides, la mobilité des cellules n’a toutefois pu être 
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mesurée en raison du temps nécessaire aux prélèvements, aux filtrations et aux analyses des autres 

paramètres biologiques et chimiques.  
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1. Introduction 

Cette deuxième étude préliminaire a eu pour but d’évaluer l’impact de l’irgarol et du diuron seuls et en 

mélange, sur la diatomée marine Chaetoceros calcitrans et la chlorodrendrale marine Tetraselmis suecica 

sur le temps de doublement (division), l’efficacité photosynthétique, le contenu relatif en lipides 

intracellulaires et en espèces réactives de l’oxygène. 

Les cellules des trois souches ont été exposées durant six jours à trois concentrations de chaque pesticide 

(0,05, 0,1 et 0,5 µg.L-1 pour l’irgarol (I) et 0,5, 1 et 5 µg.L-1 pour le diuron (D)) et à quatre mélanges 

binaires (M1 : D5+I0,5 ; M2 : D5+I0,1 ; M3 : D1+I0,5 ; M4 : D1+I0,1). Les expérimentations ont été 

conduites à une température de 17°C et suivant un cycle jour:nuit de 16h:8h. Le nombre de réplicats par 

traitement était de quatre pour les témoins (sans pesticides) et de trois pour chaque modalité testée. Le 

comptage des cellules a été effectué quotidiennement et les trois paramètres ont été mesurés le dernier jour 

des expérimentations. 
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2. Article 2: Microalgal sensitivity varies between  a 
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Abstract 
A wild strain of C. calcitrans and wild and diuron-resistant strains of T. suecica, were exposed to the PSII 

inhibitor herbicides diuron and irgarol, individually and in mixtures. The effects of three concentrations of 

diuron and irgarol and four binary mixtures were evaluated on doubling time, relative reactive oxygen 

species and lipid content by flow cytometry, and on photosynthetic efficiency by pulse amplitude 

modulated fluorescence. 

In both wild strains, significant effects were observed for each molecule at the highest concentration tested: 

at irgarol 0.5 µg.L-1, C. calcitrans was shown to be more sensitive than T. suecica (+ 52% and + 19% in 

doubling time, respectively), whereas at diuron 5 µg.L-1, T. suecica was more affected (+ 125% in doubling 

time) than C. calcitrans (+ 21%). Overall, irgarol had a higher toxicity at a lower concentration than diuron 

(no effect at diuron 0.5 µg.L-1) for both wild strains. The strongest mixture (irgarol 0.5 µg.L-1 + diuron 5 

µg.L-1) increased doubling time by 356% for T. suecica, thus showing amplified effects when the two 

compounds were mixed. 

Sequencing of the diuron-resistant strain demonstrated a single mutation in the psbA gene coding sequence. 

Although resistance of this strain to diuron was confirmed with no effect at the highest diuron 

concentration, no resistance to irgarol was shown. In addition, the mutant strain exposed to the strongest 

mixture showed a 3.5-fold increase in doubling time compared with irgarol alone, thereby supporting the 

hypothesis of a biochemical interaction between these two compounds. 

 

 

Keywords 
Microalgae; Herbicides; Antifouling; Irgarol; Diuron; Diuron resistance   
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2.1. Introduction 

Irgarol (2-methylthio-4-tertbutylamino-6-cyclopropylamino-s-triazine) and diuron (1-(3,4 dichlorophenyl)-

3,3 dimethyl urea) are two biocides commonly used in copper-based antifouling paints to replace TBT 

(Tributyltin) (Manzo et al., 2006). Diuron has also been used as an herbicide in agriculture. The use of 

diuron as a biocide and herbicide was prohibited in France in 2008 (Directive biocide 98/8/CE and Arrêté 

du 21/08/2008). However, its persistence in the environment means that it is still found in rivers and coastal 

waters. In the Water Framework Directive (2000/60/EC), diuron, and later irgarol (Directive 2013/39/UE), 

were included in the list of “48 priority pollutants to be monitored in European waters”, which will lead to 

their progressive prohibition over the next 20 years. While diuron is no longer used in most European 

countries, it is still of great concern in other countries, such as in Australia where it is known to be harmful 

to the Great Barrier Reef (Holmes, 2012, Lewis et al., 2009). In contrast, irgarol is still widely used in 

antifouling paints all around the world despite reports of high toxicity in some studies from the U.K. 

(Chesworth et al., 2004, Thomas et al., 2001), where its use in antifouling paints has been prohibited. 

Along the French coasts, average irgarol concentrations from 10 to 40 ng.L-1 were found in Arcachon Bay, 

while concentrations up to 0.1 µg.L-1 were reported in Arcachon port (Auby & Maurer, 2004). More 

recently, irgarol concentrations up to 0.186 µg.L-1 were reported in Vilaine Bay (Caquet et al., 2013). In 

Singaporean coastal waters, irgarol concentrations in the range of 3 to 4 µg.L-1 have been reported (Basheer 

et al., 2002). As for diuron, concentrations from 11 to 33 ng.L-1 were reported in Mediterranean coastal 

waters (Munaron et al., 2012), and 0.268 µg.L-1 in Vilaine Bay (Caquet et al., 2013). The highest 

concentrations reported in European rivers and ground waters have been 0.279 µg.L-1 and 0.864 µg.L-1, 

respectively (Loos et al., 2009, Loos et al., 2010). In addition, diuron and irgarol have been measured at 

maximal concentrations of 2.583 and 0.824 µg.L-1, respectively, in careening areas of several ports (Cozic 

& Durand, 2013).  

Irgarol, a triazine, and diuron, a phenylurea, both act as photosystem II (PSII) inhibitors: their binding 

action on the D1 protein in PSII prevents electron transfer between quinones QA and QB, impeding Hill’s 

reaction (Jones & Kerswell, 2003, Nimbal et al., 1996). As PSII structure is very well conserved among 

plants and microalgae, numerous non-target organisms could suffer deleterious effects if environmental 

pollution occurs (Readman et al., 1993).  

Effects on phytoplankton have been recorded in a number of studies. Koutsaftis and Aoyama (2006) 

reported 72 h IC50 values of 1.1 µg.L-1 and 36 µg.L-1 for irgarol and diuron respectively, on the growth of 

the microalga Chaetoceros gracilis. Nyström et al. (2002) established that irgarol concentrations ranging 

from 441 to 647 ng.L-1 were responsible for 50% photosynthesis inhibition in Lake Geneva phytoplankton. 

Larras et al. (2013) assessed the sensitivity of benthic diatoms to diuron and irgarol under both planktonic 

and benthic conditions. They established EC50, values of 4.27 and 10.07 µg.L-1 for planktonic conditions 

and 9.50 and 0.070 µg.L-1 for benthic conditions, for diuron and irgarol, respectively, based on the 96 h 

growth rate of the population. Devilla et al. (2005) established EC50 values based on 72 h cell number 
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inhibition of 2.26 and 0.25 µg.L-1 for diuron and irgarol, respectively, on the microalga E. huxleyi. For 

diuron, tropical estuarine microalgae species Navicula sp. and N. pyriformis showed EC50 values of 7.8 and 

8 µg.L-1, respectively, based on 72 h growth rate (Magnusson et al., 2008). In another study, Magnusson et 

al. (2010) found diuron IC50 values of 2.6, 2.01, 2.71 and 4.4 µg.L-1 for Navicula sp., N. pyriformis, 

P. tricornutum and C. closterium, respectively, based on photosynthetic efficiency.  

In the environment, organisms are exposed to cocktails of chemicals, it is thus of interest to study the 

effects induced by mixtures of contaminants. Fernandez-Alba et al. (2002) showed that a mixture of irgarol 

and diuron resulted in a synergistic interaction impacting three different organisms, including a microalga. 

Gatidou and Thomaidis (2007) showed that the harmful effects of interactions between irgarol and its 

metabolites were additive on phytoplankton, while the interaction between diuron and its metabolites was 

shown to be synergistic. Recently, Cedergreen (2014) reviewed the main interactions resulting from 

different types of pollutants: metals, pesticides and antifouling agents, revealing that synergistic interaction 

often occurred with antifouling mixtures.   

Following chronic exposure to many different chemicals, genetic variants resistant to certain types of 

molecules might arise in some species. It was demonstrated that PSII inhibitor resistance was mainly due to 

a mutation in the gene sequence coding for the D1 protein (Erickson et al., 1989, Oettmeier, 1999). 

However, according to the literature available, such mutations were not involved in resistance to irgarol 

(Eriksson et al., 2009). Cells resistant to contaminants arise randomly by rare spontaneous pre-selective 

mutation during replication (Costas et al., 2001, López-Rodas et al., 2001). In the case of environmental 

pollution, such mutants would allow a population to become resistant (Carrera-Martinez et al., 2011, 

López-Rodas et al., 2009, Romero-Lopez et al., 2012). In the particular case of diuron resistance, it has 

been demonstrated that diuron itself was not responsible for the first appearance of resistant cells (López-

Rodas et al., 2001).  

The microalgae used in this study were the chlorophyte Tetraselmis suecica and the diatom Chaetoceros 

calcitrans. In addition to their use in aquaculture, both of these species are encountered in the temperate 

coastal waters of the East Atlantic. The testing of species from two different phyla enabled us to cover a 

broader range of potential responses to pesticide exposure. Furthermore, two different strains of T. suecica 

were used in this study: (i) a “wild” strain and (ii) a diuron-resistant strain (Stachowski-Haberkorn et al., 

2013).  

In order to understand to what extent environmental contamination with herbicides can affect microalgal 

populations, this study aimed: 

1. To evaluate the toxicity of diuron and irgarol separately and to explore the effects of binary 

mixtures, on four physiological endpoints, using two species of microalgae.  

2. To identify the mutation responsible for diuron resistance in the mutant strain of T. suecica.  

3. To investigate the effects on the mutant strain of irgarol and of binary mixtures of both herbicides. 
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To answer these questions, the impacts of irgarol and diuron (individually and in mixtures) were assessed 

on three strains of two marine phytoplankton species. The genetic basis of the resistance to diuron was 

investigated and effects of the herbicides were measured on four parameters. Growth, measured by 

doubling time (TD), is a parameter obviously related to the survival process in microalgae. Two other 

parameters related to the physiological status of the strains are expected to vary because of photosynthesis 

inhibition caused by diuron and irgarol: the photosynthetic efficiency (ϕ’M) and the relative reactive oxygen 

species (ROS; FL1ROS) content. Since the two phytoplankton species are commonly used in aquaculture, 

the relative lipid content (FL1Lipids) was also measured, as it is related to the nutritive quality of the cells.  

One major interest of the present study is that, to our knowledge, no ecotoxicological studies have yet 

established the effects of herbicide mixtures toward both wild and resistant strains of the same 

phytoplankton species.  

2.2. Materials and methods 

2.2.1. Chemical / toxicant preparation 

Irgarol (Irgarol Pestanal® ≥ 98.4%) and diuron (> 98%) were purchased from Sigma Aldrich. Stock 

solutions of irgarol (500 mg.L-1) and diuron (500 mg.L-1) were then prepared in pure methanol. These 

solutions were diluted, using sterile ultra-pure water to make working solutions of 0.02 mg.L-1 (0.004% 

methanol) and 0.06 mg.L-1 (0.012% methanol) for irgarol; and 0.1 mg.L-1 (0.02% methanol) and 1 mg.L-1 

(0.2% methanol) for diuron. 

2.2.2. Microalgal cultures 

The marine microalgae Tetraselmis suecica (CCMP 904) (“wild” strain: T_wild) and Chaetoceros 

calcitrans (CCMP 1315) (“wild” strain: C_wild) were obtained from the Provasoli–Guillard National 

Center for Marine Algae and Microbiota (NCMA). A Tetraselmis suecica strain resistant to diuron (diuron-

resistant mutant: T_mutant) was obtained from wild strain CCMP 904 after experiments performed by 

Stachowski-Haberkorn et al. (2013).   

Microalgal cultures were maintained in sterile f/2 and f/2-silica medium (Guillard, 1975, Guillard & 

Ryther, 1962) at 17 ± 1°C, in a thermostatic chamber ST5+ (POL-EKO-Aparatura®, Poland) at 105 

µmol.m-2.s-1 (Quantometer Li-Cor Li-250 equipped with a spherical sensor), with a dark:light cycle of 

8:16 h. Cultures were grown in 100 mL round borosilicate sterile glass flasks previously heated to 450°C 

for 6 h and autoclaved 20 min at 121°C.  

For exposure experiments, cultures were grown in 60 mL sterile f/2 medium for T. suecica and f/2-Si 

medium for C. calcitrans: cultures were inoculated using stock cultures in exponential growth phase. The 

initial concentrations of cells were 20,000 cell.mL-1 for each species at the beginning of exposure. 
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2.2.3. Exposure experiments 

Six-day exposure experiments were run. Preliminary experiments performed with each biocide separately 

showed that above 0.5 µg.L-1 irgarol or 5 µg.L-1 diuron, no algal growth was observed for at least one of the 

three strains. Each strain was therefore exposed to each biocide singly (irgarol: 0.05 (I0.05), 0.1 (I0.1) and 

0.5 (I0.5) µg.L-1; diuron: 0.5 (D0.5), 1 (D1) and 5 (D5) µg.L-1) and to four binary mixtures of irgarol and 

diuron: M(D5+I0.5), M(D5+I0.1), M(D1+I0.5) and M(D1+I0.1). All concentrations are expressed as 

nominal concentrations. Only the two highest concentrations of each biocide were tested in the mixtures, as 

no effects were expected with the lowest concentrations. Two control treatments were included in the 

experiments. Control cultures (C) contained only microalgae and culture medium; solvent-control cultures 

(CS) contained microalgae, culture medium and the highest methanol concentration corresponding to either 

M(D5+I0.5) (0.0011% methanol) or diuron 5 µg.L-1 (0.001% methanol), which are more than 700 fold 

lower than the maximum methanol concentration recommended for algal bioassays (Abou-Waly, 2000). 

Five independent experiments were run in order to expose the three strains to all the treatments. Cultures 

were carried out in triplicate (exposed conditions) or in quadruplicate (control conditions). Every day, 

500 µL of each culture were sampled to measure cell concentrations. On the last day (day 6), when control 

cultures reached the end of exponential growth, a further 1400 µL were sampled in each culture to assess 

the effects of exposures on different physiological endpoints: photosystem II effective quantum yield 

(1000 µL), relative intracellular ROS content (200 µL) and relative intracellular lipid content (200 µL).  

2.2.4. Microalgal analysis using flow cytometry 

Samples were run on an Accuri C6 flow cytometer (Becton Dickinson Accuri™) equipped with a blue 

(488 nm) and a red (640 nm) laser. Preliminary experiments made it possible to select the optimal protocol 

(staining duration and concentration) for each fluorescent dye and species. 

2.2.4.1. Doubling time measurement 

In order to measure the cell density daily in each culture, 500 µL were sampled and fixed using 

glutaraldehyde (final concentration 0.25%). Tubes were mixed and left for 15 minutes at room temperature 

in the dark before analysis. Preliminary experiments made it possible to choose the parameters best suited 

to discriminate the species: cells of T. suecica strains were counted on a FL1 (green fluorescence, 530/30 

nm) vs. FL4 (red fluorescence, 675/25 nm, chlorophyll-related) cytogram. Cells of C. calcitrans were 

counted on a SSC (Side Scatter) vs. FL3 (red fluorescence, > 670 nm) cytogram.  

Observation of culture samples by microscopy confirmed that C. calcitrans did not produce chains of cells 

under these experimental conditions. Counts were available directly in the BD AccuriTM C6 software, 

including the analyzed volume.  

For each culture, growth parameters were calculated as follows: the growth rate (µ, hours-1) was the slope 

of the regression line from the plot of Ln (cell.mL-1) on time (hours). The doubling time (TD, hours) was 

calculated as: TD = Ln(2)/µ.  
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2.2.4.2. Reactive oxygen species (ROS) 

The fluorescent dye 2’,7’–dichlorodihydrofluorescein diacetate (H2DCFDA) was used to check for effects 

of irgarol, diuron and their mixtures on intracellular ROS production (Molecular probes, Eugene, OR, 

USA). H2DCFDA is a non-polar dye which can enter the cells: in  presence of H2O2, ROO• or ONOO-, 

acetate groups are cleaved and oxidized by intracellular esterases, resulting in the conversion from non-

fluorescent H2DCFDA to highly fluorescent 2',7'-dichlrofluorescein (DCF). This fluorescent compound can 

be measured by green fluorescence (FL1, 530/30 nm). The following protocol was adapted from 

Stachowski-Haberkorn et al. (2013): a stock solution of 100 mM H2DCFDA in dimethyl sulfoxide 

(DMSO) was used to make a 2 mM working solution in phosphate-buffered saline (137 mM NaCl; 2.7 

mM KCl, pH 7.4, 2% final DMSO concentration in the working solution). Preliminary experiments were 

carried out to determine the optimal H2DCFDA concentration and incubation time to use for T. suecica and 

C. calcitrans cultures, using cultures exposed to 1 mM or 100 µM H2O2 (final concentration) as a positive 

control. In the present experiment, H2DCFDA was used at a final concentration of 80 µM (0.08% DMSO) 

in fresh 200 µL samples. Samples were incubated in the dark at room temperature for 30 min before 

analysis.  

2.2.4.3. Relative intracellular lipid content 

The relative intracellular lipid content was estimated by the use of a green lipophilic fluorochrome: 4,4-

difluoro-1,3,5,7-tetramethyl-4-bora-3a,4a-diaza-s-indacene (BODIPY505/515 Life Technologies®, Carlsbad, 

CA, USA). This fluorescent compound is accumulated in the intracellular lipid bodies (which are 

morphologically diverse) by a diffusion mechanism and subsequent trapping. This dye easily crosses cell 

and organelle membranes due to its high oil/water partition coefficient (Akimoto & Mimuro, 2007, Cooper 

et al., 2010). BODIPY505/515 can be measured by green fluorescence (FL1, 530/30 nm). The following 

protocol was adapted from Brennan et al. (2012): a working solution of 12 µg.L-1 was prepared from a 

5000 mg.L-1 stock solution in pure DMSO. BODIPY was used at 0.075 µg.L-1 final concentration (0.6% 

DMSO) for C. calcitrans and 0.12 µg.L-1 final concentration (1.0% DMSO) for T. suecica in fresh 200 µL 

samples. Before analysis, samples were incubated in the dark at room temperature for 6 and 5 minutes for 

C. calcitrans and T. suecica, respectively.  

2.2.5. Photosystem II effective quantum yield 

Photosystem II effective quantum yield (operational yield = ϕ’M) was measured by Pulse Amplitude 

Modulated (PAM) fluorescence using an Aquapen-C AP-C 100 fluorometer (Photon system Instruments®, 

Drasov, Czech Republic). Measurements were made on 2 mL of diluted cultures (1:2 dilution in culture 

medium) in light adapted conditions (light intensity of the culture chamber). Three measurements were 

performed for each culture and a mean taken of these values.  
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2.2.6. D1 protein mRNA sequencing 

Triplicate 50-mL cultures of T_wild and T_mutant were grown in control conditions for six days in order to 

extract total RNA. Cells were centrifuged at 4500 g for 10 min, washed in sterile f/2 medium and re-

centrifuged prior to adding 1.5 mL Trizol (Ambion, Life Technologies). Total RNA was extracted 

according to the Trizol manufacturer's instructions. RNA concentrations were determined using an ND-

1000 spectrophotometer (Thermo Scientific, Waltham MA, USA) at 260 nm. RNA integrity was assessed 

on an Agilent bioanalyzer using RNA 6000 Nano kits (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA), 

according to the manufacturer’s instructions. Reverse transcription was carried out with the High-Capacity 

cDNA Reverse Transcription Kit (Applied Biosystems, Life Technologies), according to manufacturer’s 

instructions, on 2 μg total RNA. Primers (Table 12) were designed on the T. suecica D1 protein complete 

CDS (Genbank DQ173249) using Primer-BLAST NCBI tools. The protein was divided into two regions 

(A and B) in order to obtain PCR products between 500 and 600 bp. For each T. suecica strain and primer 

pair, PCR reactions were performed in triplicate using NEBNext High Fidelity 2X Master mix (New 

England Biolabs, Ipswich, MA USA) on 3 µL cDNA with 25 µM of primers. The thermal cycler was 

programmed, according to manufacturer’s instructions, as follows: 98°C for 30 seconds for initial 

denaturation; 15 cycles at 98°C for 10 seconds, 65°C for 30 seconds and 72°C for 30 seconds; then 72°C 

for 5 min for the final extension. PCR products were purified with USB ExoSAP-IT PCR Product Cleanup 

(Affymetryx, Santa Clara, CA, USA) and sequenced in a facility with a Sanger ABI 3730xl (Applied 

Biosystems, Life Technologies), using the primers in Table 12. Sequences were aligned with Clustal W 

implemented in MEGA 6 software (Tamura et al., 2013).  

Table 12 : Primers used for D1 protein coding sequence amplification end sequencing. 

 

 Sequence (5'->3') Product length (bp) 

D1 A Fw GCTAACTCAATGTGGGCTCG 
498 

D1 A Rv ACCTAAAGGCATACCATCAGAGA 

D1 B Fw ACCCAATCGGTCAAGGTTCA 
578 

D1 B Rv AGCGTTTACAGATGGAGCTTCT 

2.2.7. Statistical analysis 

One-way ANOVAs were performed on each strain/chemical combination to check for significant 

differences in growth, yield, relative intracellular ROS level and lipid content between control and exposed 

cultures. A p-value < 0.05 was considered statistically significant. When significant differences were 

observed, a multiple range Newman–Keuls test was used to compare means. All statistical analyses were 

performed using Statistica (StatSoft, Inc., version 10). 
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2.3. Results 

Neither methanol concentration showed a significant effect on the studied parameters (data not shown) 

compared with the control without solvent, whatever the species and strain. The results obtained for each 

species/strain are therefore presented without the solvent-controls. In Table 13, results are expressed as 

mean values (± standard-error, SE) of raw data. In all the figures, results are shown as the percentage of 

variation of exposed samples compared with the control without solvent (C). 

2.3.1.  Chaetoceros calcitrans 

2.3.1.1. Toxicity of single herbicides 

Among the three concentrations of diuron tested, only the highest (D5) showed significant effects on the 

four parameters measured (Table 13), namely: doubling time TD, photosynthetic efficiency ϕ’M, reactive 

oxygen species-related relative fluorescence FL1ROS and lipid-related relative fluorescence FL1Lipids. In the 

D5-exposed cultures, while TD increased by 21 ± 2.2% (p = 0.0002) compared to the control, the three 

other parameters decreased (Figure 41). 

Like diuron, irgarol showed no significant effect at the two lowest concentrations (Table 13). At 0.5 µg.L-1, 

a significant increase of TD was demonstrated (+52 ± 3.1%, p = 0.0002); significant decreases were noticed 

in ϕ’M and FL1ROS, although no significant effect was found on FL1Lipids (Table 13).  

 

 

Figure 41 : Percentage variation of exposed samples of C. calcitrans (C_wild) compared with the control treatment 

without solvent (C) for: doubling time (TD), photosynthetic efficiency (Ф’M), relative ROS content (FL1ROS) 

and relative lipid content (FL1LIPIDS); after exposure to diuron (D) and irgarol (I), alone and in mixtures 

(means ± SE). Only significant effects are shown (ANOVA, p < 0.05). 
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Table 13 : Effects of diuron and irgarol, singly and in mixtures, on C. calcitrans and T. suecica after six-day exposures. 

All values are mean values (± standard-error, SE) of raw data 
a, b, c, d indicate significant differences between treatments (ANOVA, p < 0.05 followed by Newman-Keuls post-hoc test, p < 0.05) 
TD: doubling time; Ф’M: photosystem II effective quantum yield; FL1ROS: intracellular ROS relative content; FL1LIPIDS: intracellular lipid relative content  
C_wild: C. calcitrans wild strain; T_wild: T. suecica wild strain; T_mutant: T. suecica mutant strain; C: Control treatment without solvent 
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2.3.1.2. Toxicity of herbicide mixtures 

The four mixtures used in this study significantly affected C. calcitrans for at least one parameter out of the 

four measured (Table 13, Figure 41). Indeed, while M(D1+I0.1) induced only a single significant decrease 

in FL1Lipids, the three other mixtures had significant effects on all parameters. M(D5+I0.5) and M(D1+I0.5), 

induced greater effects on TD and ϕ’M than M(D5+I0.1): TD was increased by 87 ± 11% (p = 0.0002) and 

by 56 ± 2.2% (p = 0.0003) when the cultures were exposed to M(D5+I0.5) and M(D1+I0.5), respectively. 

The increase induced by M(D5+I0.1) was lower (+35 ± 5.9%, p = 0.0021). In the same way, these three 

mixtures caused significant decreases in ϕ’M from -26 ± 0.8% (p = 0.0002), to -14 ± 2.9% (p = 0.0002) 

(Figure 41). FL1ROS and FL1Lipids were affected to nearly the same extent by the three mixtures, with 

decreases around 60% (p = 0.0002 for all concentrations and both parameters). 

2.3.2.  Tetraselmis suecica 

2.3.2.1. Wild strain 

2.3.2.1.1.  Toxicity of single herbicides 

Among the three diuron concentrations tested, only the highest (D5) significantly affected all parameters, 

the greatest effect being on TD (+125 ± 24.3%, p = 0.0003) (Table 13 and Figure 42). At 1 µg.L-1, diuron 

induced a significant increase in FL1ROS by 10 ± 4.2% (p = 0.019) and a significant decrease in FL1Lipids by 

16 ± 3.4% (p = 0.028), when no effect was detected on TD or ϕ’M. At 0.5 µg.L-1 diuron (Table 13), only a 

significant decrease in FL1Lipids was demonstrated (Figure 42). 

After exposure to irgarol 0.5 µg.L-1, significant effects were shown on the four parameters (Table 13 and 

Figure 42). TD and FL1ROS were increased (+19 ± 2% for TD, p = 0.0002), while ϕ’M and FL1Lipids were 

decreased (Figure 42). With irgarol 0.05 µg.L-1, slight significant effects were noticed on ϕ’M, which was 

mildly stimulated, and FL1ROS, which was lower than the control. 

2.3.2.1.2.  Toxicity of herbicide mixtures 

Among the four mixtures tested in this study, three induced significant deleterious effects on all parameters 

measured (Table 13). The most concentrated mixture, M(D5+I0.5), led to a 356 ± 35% (p = 0.0002) 

increase in TD, as well as a 95 ± 8% (p = 0.0002) increase in FL1ROS (Figure 42). The ϕ’M and FL1Lipids 

decreased significantly by 29 ± 1.2% (p = 0.0002) and 37 ± 2.6% (p = 0.0003), respectively.  

While the increase in TD was more than two-fold lower for M(D5+I0.1) (150 ± 8.9%, p = 0.0003) and four-

fold lower for M(D1+I0.5) (81 ± 2.2%, p = 0.008), the effects on FL1Lipids remained at the same level as for 

M(D5+I0.5) (around -35%, p = 0.0003 for both) (Figure 42). The toxicity gradient was also observed in 

ϕ’M with a 23 ± 0.6% (p = 0.0002) decrease for M(D5+I0.1) and a 15 ± 0.5% (p = 0.0002) decrease for 

M(D1+I0.5), which was half the decrease observed for M(D5+I0.5). FL1ROS also showed the same toxicity 
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gradient between mixtures, with 79 ± 5.8% (p = 0.0002) and 66 ± 4.4% (p = 0.0003) increases for 

M(D5+I0.1) and M(D1+I0.5), respectively.  

Finally, the least toxic mixture, M(D1+I0.1), was only responsible for a slight but significant decrease in 

FL1Lipids (Figure 42). 

 

Figure 42 : Percentage variation of exposed samples of T. suecica (T_wild) compared with the control treatment 

without solvent (C) for: doubling time (TD), photosynthetic efficiency (Ф’M), relative ROS content 

(FL1ROS) and relative lipid content (FL1LIPIDS); after exposure to diuron (D) and irgarol (I), alone and in 

mixtures (means ± SE). Only significant effects are shown (ANOVA, p < 0.05). 

2.3.2.2. Diuron-resistant strain 

2.3.2.2.1. D1 protein mRNA sequencing 

The sequence alignment in the resistant strain revealed a mutation from G to A in the quinone binding 

domain (amplified with primer pair B) at position 661 of the CDS (Figure 43A). This mutation 

corresponded to a change in the codons from GTA to ATA, leading to a switch in the amino acid sequence 

from Valine (V) to Isoleucine (I) at position 221 of the protein (Figure 43B). No other mutations were 

observed in the sequenced samples.  

2.3.2.2.2. Toxicity of single herbicides 

Diuron exposure did not show any significant effect on the mutant strain at the three concentrations tested 

(Table 13), except a slight decrease of ϕ’M at 5 µg.L-1 (Figure 44). 



Chapitre 4 – Étude préliminaire n 2 Article 2 

138 

 

Irgarol exposure induced significant effects on the mutant strain, in particular at the highest concentration 

tested (0.5 µg.L-1): TD and FL1ROS increased significantly (+19 ± 3.4% for TD, p = 0.0002), whereas ϕ’M 

and FL1Lipids decreased significantly (Figure 44). A slight but significant decrease of ϕ’M was obtained with 

the lowest concentration of irgarol (0.05 µg.L-1). 

 

 

Figure 43 : Sequence alignments of the mRNA coding for the D1 protein in T. suecica wild and diuron-resistant 

strains. A: nucleotide sequences; B: translated protein sequences. Dots represent identities, dashes 

represent unidentified amino acids. 

2.3.2.2.3.  Toxicity of herbicide mixtures 

The four mixtures tested did not impact the mutant strain in the same way. On the one hand, M(D5+I0.5) 

and M(D1+I0.5) significantly affected all parameters tested (Table 13). M(D5+I0.5) was the most toxic 

mixture, which induced an increase of TD and FL1ROS by 66 ± 6.7% (p = 0.0002) and 70 ± 7.9% 

(p = 0.0002), respectively, while ϕ’M and FL1Lipids decreased (Figure 44). In comparison, M(D1+I0.5) 

exposure resulted in lower toxicity, with an increase in TD by 28 ± 2.8% (p = 0.0002).  FL1ROS and ϕ’M also 

indicated lower effects of M(D1+I0.5).  

On the other hand, the two other mixtures did not cause strong deleterious effects on this strain, as the only 

significant effect was a slightly lower photosynthetic efficiency with M(D5+I0.1) and M(D1+I0.1) (Figure 

44). No significant effect was detected on growth, FL1ROS or FL1Lipids (Table 13) with these two mixtures. 
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Figure 44 : Percentage variation of exposed samples of T. suecica (T_mutant) compared with the control treatment 

without solvent (C) for: doubling time (TD), photosynthetic efficiency (Ф’M), relative ROS content 

(FL1ROS) and relative lipid content (FL1LIPIDS); after exposure to diuron (D) and irgarol (I), alone and in 

mixtures (means ± SE). Only significant effects are shown (ANOVA, p < 0.05). 

2.4. Discussion 

2.4.1. Herbicide toxicity towards the two wild strains 

The two microalga species were not affected in the same way by the exposure to the herbicides. 

Chaetoceros calcitrans, when exposed to irgarol 0.5 µg.L-1, showed an increase in TD that was 2.5-fold 

higher than that for Tetraselmis suecica, highlighting a higher sensitivity of the diatom to irgarol. This 

increase corresponded to a 144 h growth rate inhibition of 34.3 ± 1.3% for C. calcitrans and 16.1 ± 1.4% 

for T. suecica (data not shown), showing that for both species, 144 h EC50 would be higher than 0.5 µg.L–1. 

Exposure to diuron 5 µg.L-1 resulted in a six-fold higher increase in TD for T. suecica compared with the 

diatom, corresponding to 144 h growth rate inhibition of 17.5 ± 1.6% for C. calcitrans and 54.5 ± 4.8% for 

T. suecica, the latter being close to the EC50. In comparison, EC50 based on 72 h growth rate for Navicula sp 

and N. pyriformis exposed to diuron were 7.8 and 8 µg.L-1 (Magnusson et al., 2008). Buma et al. (2009) 

determined irgarol EC50 (based on 72 h growth rate) from 0.46 ± 0.09 to 2.44 ± 0.68 µg.L-1 for four marine 

microalga species. Devilla et al. (2005) reported 72 h EC50 of 0.25 µg.L-1 irgarol and 2.26 µg.L-1 diuron on 

the growth of the microalga Emiliania huxleyi, while 96 h EC50 of 0.57 µg.L-1 irgarol and 5.9 µg.L-1 diuron 
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were measured on the growth of the diatom Skeletonema costatum (Bao et al., 2011). Our results are thus 

in agreement with the data available in the literature.  

Diuron and irgarol both target photosystem II on which microalgae rely for photosynthesis to produce their 

organic matter and to divide. Photosynthesis inhibition consequently induces growth inhibition, as shown 

by these results. Furthermore, other side effects occur due to the action of such molecules on photosystem 

II. Harmful free radicals such as hydrogen peroxide are produced when the photochemical pathway is 

blocked (Fuerst & Norman, 1991, Oettmeier, 1992) as it could be by PSII inhibitors. The two molecules 

tested in the present study were thus particularly expected to induce oxidative stress in the exposed cells. 

When looking at ROS intracellular levels expressed by FL1ROS for each wild strain, the response induced 

on FL1ROS by either diuron or irgarol at the highest concentration (5 µg.L-1 and 0.5 µg.L-1, respectively) 

was in the same range: a decrease of about 60% for the diatom and an increase of about 40% for the 

chlorophyte. Unlike T. suecica, in which FL1ROS was enhanced, indicating an increase of intracellular 

reactive oxygen species content, the significant decrease of about 60% observed in FL1ROS for the diatom 

indicates a decrease of intracellular ROS content. Preliminary experiments made it possible to validate the 

use of H2DCFDA with this species, using hydrogen peroxide (1 mM and 100 µM) as a positive control, 

and showing an increase in FL1ROS (data not shown). Diatoms possess an effective antioxidant system 

against photo-inhibition and photo-oxidation: it has been demonstrated that fucoxanthin, which is a major 

carotenoid pigment in diatoms (Pennington et al., 1988), has a very effective ROS scavenging activity 

(Sachindra et al., 2007, Xia et al., 2013). As a consequence, the decrease of ROS content observed with 

C. calcitrans in the present study could be due to the high ROS scavenging activity of fucoxanthin. 

Another hypothesis, which could be related to the last, is that the biocides trigger a ROS scavenging system 

involving enzymes such as SOD and CAT through their inhibition of photosynthesis. Thus, it would be 

interesting to quantify the fucoxanthin within diatom cells and measure enzymatic activities of SOD and 

CAT to test these hypotheses.  

When herbicide exposure inhibits photosynthesis, ATP production is compromised, impairing biochemical 

pathways such as lipid synthesis. BODIPY505/515 was used to measure the relative lipid content in 

microalgal cells. BODIPY505/515 stains neutral lipids, which correspond to oil droplets that accumulate 

inside cells over time (Hu et al., 2008). T. suecica was affected at all diuron concentrations tested, even the 

lowest (0.5 µg.L-1 diuron). For C. calcitrans, FL1Lipids decrease was two-fold greater than for the 

cholorophyte at the highest concentration (5 µg.L-1 diuron), but no significant effects were observed at 

lower concentrations. These results indicate that diuron induced greater effects than irgarol on relative lipid 

content in both strains. It could be interesting to make further studies on this lipid decrease, to determine 

and quantify which lipid classes are impacted. This would provide information about the effects of such 

herbicides on the nutritive quality of these species, since they are commonly used in aquaculture. 

Considering growth as the most integrative parameter, C. calcitrans appeared to be more sensitive to 

irgarol than T. suecica, which had a higher sensitivity to diuron. However, the concentrations used to assess 

diuron toxicity were ten-fold higher than the concentrations used to test irgarol, thus illustrating how irgarol 
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has a higher absolute toxicity than diuron, whatever the microalgal species. Several studies already reported 

higher toxicity of irgarol toward microalgae in comparison with diuron (Devilla et al., 2005, Gatidou & 

Thomaidis, 2007). The higher toxicity of irgarol seems likely due to its higher affinity for the QB niche and 

a higher toxicokinetic (Chesworth et al., 2004). 

Regarding the effects on the coastal water microalgae T. suecica and the diatom P. tricornutum, Huertas et 

al. (2010) demonstrated that the chlorophyte T. suecica was more tolerant of simazine (a triazine) than the 

diatom. Another study found the triazine atrazine to be more toxic to the chlorophytes than to diatoms 

(Seguin et al., 2001). From the data available in literature, it is still unclear whether diatoms are more 

sensitive to triazine than other microalgae, since this sensitivity can vary depending on the herbicide 

(Suresh Kumar et al., 2014) and the diatom species (Larras et al., 2014). Moreover, following a study from 

Weiner et al. (2004), the sensitivity of microalgae could vary depending on the herbicide uptake, which is 

itself related to intrinsic properties of the species, like biovolume or surface area.   

2.4.2. Toxicity of single herbicides vs. mixtures in the two wild strains 

The sensitivity of these species to the mixtures followed the same trend as the single molecules. Although 

M(D5+I0.5) was the most toxic mixture for both species, the increase in doubling-time was four-fold 

higher for T. suecica than for C. calcitrans. When looking at the increase in doubling-time, it appeared that 

T_wild  was more sensitive to mixtures containing diuron 5 µg.L-1. On the contrary, C. calcitrans was more 

affected by mixtures containing irgarol 0.5 µg.L-1. These results corroborate the effects obtained with the 

single molecules. Impacts on ϕ’M were within the same range for both species and revealed a similar level 

of toxicity than TD for M(D5+I0.5), M(D5+I0.1) and M(D1+I0.5). The decrease in FL1Lipids was almost 

two-fold higher for the diatom. An interesting pattern was obtained for FL1Lipids in both species, as the same 

decrease was caused by the three strongest mixtures (about 60% for the diatom and 35% for the 

chlorophyte). There might be a threshold beyond which FL1Lipids cannot decrease further, corresponding to 

the lowest concentration of oil droplets allowed by the cell and/or to the background fluorescence value 

obtained with BODIPY505/515 for each species. As shown by the single-herbicide exposures, FL1ROS results 

were the opposite between the two species: a threshold was shown in the diatom responses, with the same 

decrease in FL1ROS for M(D5+I0.5), M(D5+I0.1) and M(D1+I0.5). In contrast, T. suecica showed an 

increasing gradient in the FL1ROS from M(D1+I0.5) (about 66%) to M(D5+I0.5) (almost 100%), thus 

indicating an enhanced ROS production in the exposed cells, which is consistent with the results observed 

on TD and ϕ’M.  

When comparing the toxicity of single herbicides and mixtures, M(D1+I0.5) was significantly more toxic 

than irgarol 0.5 µg.L-1 to T_wild. The only difference between these two treatments was the addition of 1 

µg.L-1 diuron to M(D1+I0.5), which itself was not harmful to the T. suecica wild strain. Finally, when 

M(D5+I0.5) toxicity was compared with added single-herbicide toxicities, it showed a higher toxicity on 

TD than the two biocides together, while the impact on ϕ’M, FL1ROS and FL1Lipids remained nearly the same 
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as for single-herbicide exposures. For the diatom C. calcitrans, M(D5+I0.5) was as toxic as the added 

toxicity of the two single biocides on TD and ϕ’M.  

When looking at the percentage of variation of doubling time in comparison with the control, the effects of 

M(D5+I0.5) and M(D1+I0.5) were stronger than a simple addition on the chlorophyte: the added effect of 

D5 (125 ± 24.3% increase in TD) and I0.5 (19 ± 2% increase in TD) should be around 144% increase in 

doubling time, when M(D5+I0.5) was responsible for a 356  ± 35% increase. Similarly, the summed effects 

of D1 (no significant effects on TD) and I0.5 (19 ± 2% increase in TD) should be around 19%, while 

M(D1+I0.5) was responsible for a 81 ± 2.2% increase. These results might thus indicate a possible 

synergistic interaction between these two herbicides, as already reported elsewhere (Fernandez-Alba et al., 

2002, Koutsaftis & Aoyama, 2006). However, the use of a Concentration Addition (CA) model (Loewe & 

Muischnek, 1926) is required to prove the additive or synergistic interaction between the two biocides.   

Considering the set of parameters, the toxicity of mixtures and single herbicides that induced significant 

effects on these two species can be ranked as follows: 

C_wild: M(D5+I0.5) > M(D1+I0.5) ≈ I0.5  > M(D5+I0.1) > D5  

T_wild: M(D5+I0.5) > M(D5+I0.1) ≈ D5 ≥ M(D1+I0.5) > I0.5   

When mixed together at the highest concentrations tested, these two herbicides show a higher toxicity than 

the sum of single toxicities for T. suecica and it is very likely that other molecules from the same family or 

with a similar mode of action would further increase the toxicity of such mixtures (Cedergreen, 2014).  

2.4.3. PsbA gene mutation: resistance to diuron and comparison with the 

wild strain  

The appearance of species or strains resistant or tolerant to xenobiotics is an increasing problem (López-

Rodas et al., 2009, Marvá et al., 2010) and illustrates the selective pressure exerted by pollutants on 

organisms. For example, in cases of severe pollution in an aquatic environment, the selection pressure 

exerted will permit the survival of resistant variants among the natural phytoplankton community. 

However, the surviving community will have a reduced genetic diversity that may not be sufficient to deal 

with other ecosystem disturbances, such as those expected with climate change for example. In addition, 

resistance to a pollutant is usually accompanied by diminished primary production (Lardans et al., 1998) 

that could eventually impair the ecosystem productivity. Some microalga species show resistance to 

photosynthesis inhibitor herbicides: in the case of PSII inhibitors that specifically bind to D1 protein, the 

resistance was shown to be due to mutations in the psbA gene coding for this protein binding site (Erickson 

et al., 1989, Erickson et al., 1985, Galloway & Mets, 1984). In the present study, the mutation found in the 

diuron-resistant strain of T. suecica was caused by a single nucleotide modification in the psbA sequence, 

and resulted in a change from V to I, as already reported (Erickson et al., 1985). The additional methyl 

group in Isoleucine could prevent the binding of diuron to the D1 protein by steric blockage (Wildner 

Günter et al., 1990). This particular mutation was previously shown to confer a resistance to diuron in 
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Chlamydomonas reinhardtii (Oettmeier, 1999). Some authors demonstrated that adaptation of microalgae 

to herbicides might be the result of pre-selective mutations (López-Rodas et al., 2001, Marvá et al., 2010).  

In order to assess whether the mutation could affect strain response to another PSII inhibitor, both T. 

suecica strains were exposed to diuron and irgarol. Unlike T_wild, which was heavily affected by diuron 5 

µg.L-1 exposure (125% increase in TD), T_mutant was not affected by diuron, regardless of the 

concentration used. Even though exposure to irgarol 0.5 µg.L-1 induced an increase of 19% of TD in both 

T_wild and T_mutant, the effects on FL1ROS and FL1Lipids in T_mutant were lower compared with T_wild. 

The lower effects on ROS and lipids in T_mutant might be a side-effect of the mutation. The triazine 

irgarol significantly impacted all studied parameters at the highest concentration in the mutant strain, 

implying that the mutation did not prevent its toxic action, i.e. it did not prevent irgarol from binding to the 

D1 protein. The two herbicides share the same mode of action, inhibiting electron transfer between QA to 

QB by reversely-binding on the QB binding site on the D1 protein (Giardi & Pace, 2005, Tischer & 

Strotmann, 1977). One reason why the mutation prevents diuron but not irgarol from binding to the D1 

protein could be that the two molecules do not necessarily have the same toxicological behavior (Borgert et 

al., 2004, Gramatica et al., 2001) because they come from different chemical families (phenylureas for 

diuron and triazines for irgarol). Indeed, the two classes of compounds are structurally different, as 

demonstrated by Gramatica et al. (2001), and their binding niches therefore differ slightly (Geissbühler et 

al., 1975, Ohad et al., 1990).   

Recently, tolerance to irgarol in marine periphyton was found to be based not on amino acid substitution, 

but rather on increased D1 degradation (Eriksson et al., 2009). This latter mechanism seems to be linked to 

the non-conserved amino acid region (PEST region) involved in regulating D1 protein degradation. In any 

case, in the present study, this region did not show any differences between the two T. suecica strains.  

The effects of mixtures were also investigated to further examine the toxicity pattern obtained with the 

single molecules. As expected, the wild strain was a lot more sensitive to the mixtures M(D5+I0.5) and 

M(D5+I0.1) than the mutant strain. Regarding the wild strain, M(D5+I0.5) induced an increase in TD that 

was nearly six-fold the increase observed in the mutant strain. Although M(D5+I0.1) induced no significant 

effect on T_mutant, it was responsible for a 150% increase of doubling-time in the wild strain. Similar 

impacts were expected on the mutant strain after irgarol 0.5 µg.L-1, M(D5+I0.5) and M(D1+I0.5) 

exposures, because they all contained the same concentration of irgarol. In fact, after M(D5+I0.5) exposure, 

the increase in TD of T_mutant was three-fold higher than with irgarol 0.5 µg.L-1 alone. As observed to a 

higher extent in the wild strain, the strongest mixture resulted in amplified effects in the mutant strain as 

compared to single molecules. This implies that even if diuron alone was not toxic to the mutant strain, at 5 

µg.L-1 it seemed to somehow increase the toxicity of irgarol 0.5 µg.L-1. This might be the result of a 

synergistic effect between these two compounds, but further investigations would be needed to prove this, 

using a wider range of concentrations in order to apply the CA model. As reviewed by Cedergreen (2014), 

binary mixtures of PSII inhibitor antifouling agents were mostly responsible for additive or synergistic 

effects on autotrophic organisms. The present results indicate such synergy also probably occurs with 
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resistant variants, confirming the existence of some interactions between these compounds that are not 

limited to the known mode of action. From the mutation revealed by sequencing, it is assumed that diuron 

cannot bind efficiently to the QB niche of the mutant strain. There could be chemical interactions between 

the two molecules: diuron might facilitate the binding of irgarol with its target. The mechanisms explaining 

such interactions between these PSII inhibitors remain to be demonstrated (Cedergreen, 2014). 

To our knowledge, no other such experiments involving wild and mutant strains exposed to single 

herbicides and mixtures have yet been performed elsewhere.  

On the one hand, the wild strain was obviously more sensitive to the mixtures containing 5 µg.L-1 diuron: 

M(D5+I0.5) and M(D5+I0.1). On the other hand, due to its resistance to diuron, the mutant strain was more 

sensitive to mixtures containing 0.5 µg.L- 1 irgarol. Effects of mixtures and single herbicides can be ranked 

from the most toxic to the least toxic for the two strains as follows:  

T_wild: M(D5+I0.5) > M(D5+I0.1) ≈ D5 ≥ M(D1+I0.5) > I0.5  

T_mutant: M(D5+I0.5) > M(D1+I0.5) ≥ I0.5  

This study demonstrates the great interest of comparing the responses of sensitive and resistant strains 

exposed to mixtures, in order to figure out what biochemical interactions could lead to an increased toxicity 

when substances are mixed, especially for resistant strains.  

2.5. Conclusions 

Significant effects were induced by exposure of two marine microalgal species to diuron 5 µg.L-1 and 

irgarol 0.5 µg.L-1, showing the higher toxicity of irgarol, which was harmful at a tenth the concentration of 

diuron. Wild strains of C. calcitrans and T. suecica did not have the same sensitivity towards the molecules 

(alone or in mixtures), the first being more sensitive to irgarol 0.5 µg.L-1 and the second being more 

sensitive to diuron 5 µg.L-1.  

The mutation identified as a single nucleotide change in the psbA sequence of a T. suecica strain that was 

resistant to diuron was effective against diuron alone, but failed to confer resistance against irgarol 

exposure. Thus, unlike the wild strain, the mutant strain was more sensitive to irgarol. In addition, the 

exposure of the mutant strain to the mixture containing irgarol 0.5 µg.L-1 and diuron 5 µg.L-1, induced 

stronger effects on growth than irgarol alone. This study, involving a comparison between a wild and a 

mutant strain of the species T. suecica exposed to two PSII inhibitors, highlighted the fact that: i) a 

particular mutation was not effective to induce resistance to two molecules from different chemical 

families; ii) a mutant strain, despite its resistance to one of the molecules tested, could also be subjected to 

probable additive/synergistic effects; iii) biochemical interactions took place inside the cells between the 

two molecules, which were, at least for diuron, not directly linked to its binding to QB niche.  

This study provides new insights into understanding how pollution in aquatic environment can affect 

unicellular primary producers, by comparing effects of single-herbicide and mixture exposure towards 

different species, including a mutant strain resistant to diuron. In addition to the identification of the 

mutation, further investigations on exposure of this mutant strain to pollutants (gene expression and, 
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epigenetic mechanisms) would help us to improve understanding of the mechanisms of microalgal 

adaptation to chronic contamination.  
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3. Synthèse 

Pour les substances testées seules, les résultats ont montré une inhibition de la croissance, de l’efficacité 

photosynthétique et une diminution du contenu lipidique avec les concentrations maximales des deux 

molécules pour C. calcitrans : +20% pour le temps de division avec le diuron à 5 µg.L-1 contre +50% pour 

l’irgarol dix fois moins concentré. T. suecica était beaucoup plus sensible au diuron que C. calcitrans 

puisque le temps de division a été largement augmenté à la concentration maximale de diuron (+125%). 

Cependant, pour les deux espèces à concentration d’exposition égale, l’irgarol a été nettement plus toxique 

que le diuron (+19% pour le temps de division de T. suecica). 

Les résultats des mélanges ont montré pour C. calcitrans une diminution de l’ordre de 40% du contenu 

lipidique avec le mélange M4, alors que les molécules seules n’ont eu aucun effet. Les effets observés sur 

la croissance et notamment avec le mélange M1 semblent correspondre à des effets de type additifs. Pour T. 

suecica, les mélanges M1 et M3 ont montré des impacts largement plus toxiques que les molécules seules. 

Par exemple, le temps de division a été augmenté d’environ 350% (mélange M1) contre 125% pour le 

diuron et +19% l’irgarol pris seuls. 

Les résultats de cette étude ont donc permis de montrer i) une toxicité accrue de l’irgarol par rapport au 

diuron) concentration équivalente, conformément aux informations disponibles dans la littérature, et ii) que 

les mélanges (M1 et M4) provoquaient des effets toxiques plus importants que les molécules seules, 

conditionnant le choix du type de mélange à utiliser pour les expérimentations avec MOD. 

D’autre part ces résultats ont également permis (i) d’apporter des informations de base sur la toxicité des 

molécules choisies (notamment en mélange) et la sensibilité des deux espèces marines considérées et (ii) de 

déterminer, en complément de l’étude préliminaire n°1, les concentrations d’exposition (choisies pour être 

environnementales) pour la suite des expérimentations présentées dans les chapitres suivants du manuscrit. 
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1. Introduction 

La matière organique dissoute représente une composante majoritaire de l’environnement aquatique. Il a été 

démontré qu’elle pouvait influencer la croissance des microalgues, via son impact sur la pénétration de la 

lumière dans la colonne d’eau : diminution du développement des microalgues benthiques et planctoniques 

(Karlsson et al., 2009) et protection vis-à-vis des rayonnements UV (Tedetti & Sempéré, 2006). 

La MOD peut également affecter les microalgues via la consommation des molécules qui la composent, 

directement ou indirectement par le biais des bactéries. Dans l’environnement aquatique, les bactéries qui 

consomment des molécules de faible poids moléculaires, transforment la matière polymérisée en petites 

molécules labiles via l’excrétion d’enzymes extracellulaires (Nagata, 2008). Cette libération d’hydrolases 

permet également de rendre disponibles des molécules organiques de type vitamines (B12, B1 ou B7) pour les 

espèces de microalgues incapables de les synthétiser (Croft et al., 2005, Croft et al., 2006, Droop, 2007). 

D’autres études réalisées en cultures non axéniques ont également montré que des substances organiques 

comme l’acétate, le glucose ou le glycérol pouvaient stimuler la croissance de certaines espèces de 

microalgues (EL-Sheekh et al., 2012, Liu et al., 2009, Sharma et al., 2016). Or, ces substances sont des 

molécules constitutives de la MOD naturelle (Findlay & Sinsabaugh, 2003). Ainsi, il paraît indispensable 

d’investiguer l’influence que peut avoir la MOD naturelle sur les microalgues. 

D’autre part, il est admis que les microalgues jouent un rôle prépondérant dans la production de MOD par leur 

sécrétion, leur excrétion et leur décomposition par les bactéries dans l’environnement aquatique (Bertilsson & 

Jones, 2003), et que cette production est fonction du stade physiologique (Leloup et al., 2013). Or, aucune 

étude n’a visé à évaluer dans quelle mesure les microalgues peuvent influencer les changements de 

composition et de concentration de la MOD naturelle. 

Ce chapitre s’attache donc à appréhender les interactions possibles entre la MOD et quatre espèces de 

microalgues avec leurs bactéries associées (cultures non axéniques). Pour ce faire, deux espèces de 

microalgues d’eau douce et deux espèces de microalgues marines ont été exposées en conditions contrôlées de 

laboratoire à de la MOD extraite de l’environnement. La mesure de paramètres physiologiques (croissance, 

efficacité photosynthétique et quantité relative en lipides) a été couplée à la caractérisation de l’environnement 

biologique (mesure des concentrations bactériennes) et chimique, via des mesures des concentrations en sels 

nutritifs, en carbone organique dissous et des analyses d’absorbance UV-Visible et de fluorescence. 

Ce chapitre est présenté sous la forme d’une publication qui sera prochainement soumis. 
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2. Article 3: Interactions between microalgae and 

natural dissolved organic matter 
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Abstract 
Dissolved organic matter (DOM) is a complex and heterogeneous mixture of organic molecules (size 

<0.45 µm). For the first time, the influence of natural DOM on non-axenic microalgal cultures was studied, 

using DOM collected from freshwater and marine environments. The effects were assessed on growth, 

photosynthetic efficiency and intracellular lipid content of four species (Sphaerellopsis sp., Gomphonema 

gracile, Chaetoceros calcitrans and Tetraselmis suecica). The cellular density of bacteria naturally inhabiting 

the cultures was also assessed at the end of exposure. Microalgae growth was significantly enhanced by the 

addition of DOM, with gradual responses, from outstanding to slight stimulations depending on the species: 

+30,000% for Sphaerellopsis sp., +104% for G. gracile, +80% for C. calcitrans and +14% for T. suecica, 

respectively. No difference between conditions was observed on bacteria concentration for T. suecica and G. 

gracile, contrarily to the two other species, where an increase of bacteria concentrations in cultures with DOM 

was observed, related to microalgae growth. Nonetheless, the bacteria per microalga ratio was not different for 

C. calcitrans (equal to 1) and decreased for Sphaerellopsis sp. (160 without DOM vs. 3 with DOM). At the 

same time, the relative lipid content decreased in the condition with DOM for Sphaerellopsis sp. and C. 

calcitrans, but not for G. gracile and T. suecica. The characterization of chemical environment showed a 

decrease of the average molecular weight and aromaticity of DOM for all species. The results also showed (i) 

a decrease of DOM humic-like substances in the culture containing Sphaerellopsis sp. and its associated 

bacteria, (ii) an increase of all chromophores for both marine species and (iii) a decrease of all chromophores 

for G. gracile. On the other hand, the dissolved organic carbon concentrations and the DOM optical indices 

studied also showed that microalgae, in presence of their associated bacteria, by their metabolic excretion and 

consumption (directly or indirectly), drastically changed the characteristics of DOM (concentration and 

composition) originating from marine and freshwater environments. This study proved that (i) natural DOM 

addition can induce a stimulation of photoautotrophic organisms, directly or indirectly via associated bacteria 

initially inhabiting the cultures and that (ii) microalgae, together with their associated bacteria, can actively 

contribute to DOM changes in the environment. 

 

 

Keywords 
Microalgae; Dissolved organic matter; DOM; Freshwater; Marine water; Production; Transformation  
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2.1. Introduction 

Dissolved organic matter (DOM) is a complex and heterogeneous mixture of organic molecules passed 

through a 0.45 µm filter. DOM results from: environmental processes (drainage, erosion or runoff), biological 

processes (decomposition of terrestrial and/or aquatic organisms, their excretions, secretions, transformation 

of these molecules into new organic molecules by microorganisms and their free enzymes (Saunders 1957)) 

or physicochemical processes (e.g. photodegradation). 

DOM is thus a mixture of aromatic and aliphatic hydrocarbon structures that have attached functional groups 

(e.g. amide, carboxyl, hydroxyl, ketone), of autochthonous origin, derived from in situ photosynthetic activity 

and processed microbially, and allochthonous inputs that are rich in humic substances and largely derived 

from terrestrial environments (Blough & Del Vecchio, 2002, Ogawa & Tanoue, 2003). Properties and 

concentrations of DOM vary greatly with seasons and among locations (Canuel & Hardison, 2016, Steinberg 

et al., 2006). DOM contains a wide range of molecules varying in size, molecular weight and functionality, 

making them difficult to characterize using traditional chemical techniques. Their composition and reactivity 

in aquatic ecosystems thus still remain poorly understood. However, optical techniques, including UV-Visible 

spectrometry and fluorescence excitation-emission matrix (EEM) spectroscopy, have been largely used to 

identify DOM sources, dynamics and chemical nature (Canuel & Hardison, 2016, Fellman et al., 2010, Helms 

et al., 2008, Hudson et al., 2007, Jaffé et al., 2008, Stedmon et al., 2011).  

DOM has been classified in the literature in different categories defined operationally on the basis of their 

properties: (i) “non-humic” and “humic (humic and fulvic acids)” substances by fractionating with XAD-8 

resin (Thurman & Malcolm, 1981); (ii) “hydrophobic”, “transphilic”, “hydrophilic”, “acidic”, “basic”, and 

“neutral” categories based on polarity and isolated with two serial resin (XAD-8 and XAD-4) columns 

(Leenheer & Croué, 2003); (iii) according to biological availability, e.g. labile, semi-labile and recalcitrant 

DOM (Minor et al., 2014); (iv) size classes (Benner & Amon, 2015); (v) optical properties (Coble, 2007). 

DOM plays a key role in aquatic biogeochemical and ecological processes (Ahlgren & Merino, 1991, 

Downing et al., 2009). It influences the penetration of light in the water column, the transport and 

bioavailability of pollutants as metals or pesticides (Downing et al., 2009, Hansen et al., 2016). In addition, it 

is established that DOM supports aquatic food webs (McMeans et al., 2015, Taipale et al., 2016). For 

example, in the ocean, it is the main mediator of energy flux from autotrophic organisms like microalgae to 

microbial-type heterotrophic organisms (Dittmar & Stubbins, 2014). 

Microalgae, as primary producers, are the basis of aquatic food webs (Wetzel, 2001). Karlsson et al. (2009) 

showed that, in the environment, microalgae can be negatively affected by high turbidity and/or a high 

concentration of colored DOM. Conversely, these compounds can play a protective role against UV-

radiations (see Tedetti & Sempéré, 2006's review). DOM also affects positively microalgae through its 

consumption, directly or via bacteria intervention and more specifically their extracellular enzymes. Indeed, in 

natural environment as well as controlled laboratory conditions, bacteria participate in the bioavailability of 

various compounds such as vitamins (necessary for the development of microalgae), that some species are 
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unable to synthesize (Croft et al., 2005, Croft et al., 2006). Windler et al. (2014) also showed the crucial 

importance of the bacteria presence in cultures of three freshwater diatoms (Achnanthidium minutissimum, 

Cymbella affiniformis and Nitzschia palea) for the development of cellular size and their morphology 

(morphological aberrations of frustule microstructures, simplification and deformation of frustule). Under 

controlled conditions, Liu et al. (2009) also showed a growth increase of the diatom Phaeodactylum 

tricornutum in non-axenic cultures with the addition of diverse organic compounds such as glucose or acetate. 

Campbell et al. (1997) and Millour (2011) also demonstrated the microalgae ability to adsorb humic 

substances, using the freshwater chlorophyte Chlorella pyrenoidosa, the marine haptophyte Isochrysis 

galbana and the ochrophyte Nannochloropsis oculata, in axenic environment. However, to our knowledge, no 

study has explored the influence of natural DOM complex mixture on microalgae. 

On the other hand, as microalgae are involved in DOM production, metabolism or cell death also lead to 

changes in DOM characteristics. Indeed, in natural aquatic environments, DOM is enriched with 

autochthonously-produced organic components during phytoplankton blooms, due to the formation and 

degradation of dissolved organic carbon by microalgae (Meon & Kirchman, 2001). Under controlled 

conditions, microalgae naturally excrete compounds (such as carbohydrates, lipids), nature of which depends 

on the phase of the cellular cycle and on the species considered (Henderson et al., 2008, Leloup et al., 2013). 

These secretions (namely algal organic matter, AOM) and in particular the cellular decomposition by bacteria, 

strongly participate to DOM formation in the aquatic environment (Bertilsson & Jones, 2003). However, no 

study has until now measured the general impact of freshwater and marine microalgae with their associated 

bacteria (which modify the AOM through their consumption and their own secretions ; Romera-Castillo et al., 

2011) on the changes of composition and concentration of natural aquatic DOM. Therefore, this study aimed: 

– to investigate the influence of natural DOM on four species of microalgae in non-axenic conditions; 

– to evaluate to what extent the microorganisms (microalgae and their associated bacteria) induce quantitative 

and qualitative changes in the natural DOM studied. 

To answer these questions, four non-axenic microalgae species (two freshwater and two marine species) were 

exposed to natural DOM extracted from riverine and marine waters. The influence of DOM was evaluated on 

the growth of microalgae and on two physiological parameters (photosynthetic efficiency and relative lipid 

content). On the other hand, the bacteria concentration and chemical environment (nutrient concentration, 

dissolved organic carbon concentration (DOC) and DOM optical properties) were also characterized over the 

experiments. 

2.2. Materials and methods 

2.2.1. Sampling and concentration of natural DOM 

In order to concentrate DOM, 97 and 91 L of natural water samples were collected (pumped) during spring 

2015 in Rebec stream (small tributary of Leyre River 44°35'16.962"N - 0°56'2.239"O) for freshwater and in 

Arcachon Bay at site Grand Banc for marine water (44°39'59.898"N - 1°12'45.88"O), respectively (Figure 
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45). The Leyre River is the main tributary of the Arcachon Bay (South West of France), with a mean 

discharge about 20 m3.s-1, representing 77% of the freshwater inputs into the bay. The marine water was 

collected at 1.50 m depth at high tide to avoid influence of freshwater inputs. 

 

 

Figure 45: Location of water sampling sites in the Rebec stream (Leyre River - A) and in Arcachon Bay at Grand Banc 

(B). 

Water samples were filtered, immediately after returning to the laboratory, through 0.45 µm Teflon filter 

cartridges (Whatman, PolycapTM 75TF) to remove particulate organic matter. All filters were pre-cleaned with 

methanol (Ultra Gradient HPLC, JT. Baker) (0.4 L) then rinsed firstly with 5 L of ultrapure water (Millipore, 

Milli-Q) and secondly with sample water (1 L). In order to obtain the concentrated DOM, 96 L of 0.45 µm 

filtered freshwater were concentrated ten times by reverse osmosis (RO; TIA pilot equipped with a 

FILMTECTM SW30 - 2540 membrane) until a final volume of 9.6 L. For marine DOM, 90 L of 0.45 µm 

filtered marine water were first desalted by electrodialysis (ED; EURODIA Aqualyzer pilot EUR2B-10P 

equipped with Neosepta AMX/CMX membranes from Tokuyama Corporation (Japan)). The desalted water 

was then concentrated by reverse osmosis about ten times until a final volume of 9.5 L and finally desalted 

again to reach a salinity of 33 (corresponding to the salinity of f/2 culture medium used to grow marine 

microalgae). The sample temperature was controlled during the steps of both concentration (RO) and 

desalination (ED), in order to minimize any loss of molecules and possible modifications of DOM. The 

maximum temperatures reached during the RO and ED proceedings did not exceed 14°C for the freshwater 

sample and 24°C for the marine water sample. Moreover, DOM quality was checked by excitation-emission-

matrix (EEM) fluorescence spectroscopy before and after concentration and desalination (Figure 46). Only 
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slight differences of spectra were observed, pointing out that no selective loss nor modification of fluorescent 

organic compounds occurred during RO/ED proceedings. The concentrated and desalted final samples were 

thus representative of the original ones. More details on the protocols and on the RO and ED systems used can 

be found in Huguet (2007) and Huguet et al. (2009a). 

 

Figure 46: Excitation-emission matrix (EEM) spectra of freshwater (A) and marine (B) DOM before (a) and after (b) 

concentration and desalination. Note that there is a factor of 10 in scale between EEM spectra before and after 

concentration (fluorescence intensity in Raman unit). 

2.2.2. Microalgal cultures 

The freshwater species, Gomphonema gracile (Bacillariophyta) and Sphaerellopsis sp. (Chlorophyta), were 

isolated from a natural biofilm sample collected in December 2013 in the Rebec stream, at the same place 

than DOM sampling (Figure 45). The two species were first isolated separately following micromanipulation 

under the inverted microscope and then cultured in sterile Dauta medium (Dauta, 1982) at 17°C in a 

thermostatic chamber 610 XAP (LMS LTD®, UK) at 67 ± 0 µmol.m-2.s-1 with a dark:light cycle of 8:16 h. 

Cultures were non axenic. 
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Non axenic cultures of the marine microalgae Tetraselmis suecica (CCMP 904, Chlorophyta) and 

Chaetoceros calcitrans (CCMP 1315, Bacillariophya) were previously obtained from the Provasoli–Guillard 

National Center for Marine Algae and Microbiota (NCMA). Microalgal cultures were maintained in sterile f/2 

(for T. suecica) and f/2-silica medium (for C. calcitrans) (Guillard, 1975, Guillard & Ryther, 1962) at 17°C, 

in a thermostatic chamber ST5+ (POL-EKO-Aparatura®, Poland) at 17°C, in a thermostatic chamber ST5+ 

(POL-EKO-Aparatura®, Poland) at 106 ± 0 µmol.m-2.s-1 with a dark:light cycle of 8:16 h. 

All cultures were grown in 100-mL round borosilicate sterile glass flasks previously heated to 450°C for 6 h 

and autoclaved 20 min at 121°C. For the experiments, cultures (60 mL volume) were inoculated using stock 

cultures in exponential growth phase. At the beginning of experiments, cultures were inoculated at 

2,000 cell.mL-1 for the freshwater species and 20,000 cell.mL-1 for the marine species, respectively. These 

inoculation concentrations were chosen based on growth kinetics of each species in its culture medium 

determined during previous experiments. 

2.2.3. Experimental design 

Experiment durations were set according to the growth kinetics of each species: fourteen days for 

Sphaerellopsis sp., seven days for G. gracile and six days for the two marine species. Four independent 

experiments were run (one per species), each including four treatments: two “biotic” treatments with 

microalgae and associated bacteria in culture flasks, and two treatments without any microorganism, namely 

“abiotic” treatments. These were: biotic control treatment (algae and associated bacteria in culture medium, in 

quadruplicate), biotic exposed treatment (algae and associated bacteria in culture medium + DOM, in 

quadruplicate), abiotic control treatment (culture medium only, one replicate) and abiotic exposed treatment 

(culture medium + DOM, in duplicate). In exposed treatments, concentrated DOM, as obtained following the 

protocols described in section 2.2.1., was added to the flasks to reach a final concentration of twice the initial 

environmental concentration. This stands in the range of environmental concentrations observed in the studied 

areas (projets Région Aquitaine OSQUAR et OSQUAR 2) and corresponds to: 2.2 mgC.L-1 for marine 

species (initial DOC concentration of 1.1 mgC.L-1 in the marine water sample) and 12.9 mgC.L-1 for 

freshwater species (initial DOC concentration of 6.5 mgC.L-1 in the freshwater sample). To avoid any bias due 

to DOM addition, nutrient concentrations (nitrates, phosphates, silica, vitamins and trace elements) were 

adjusted in the culture media to obtain the same final concentrations in all treatments (with or without DOM 

addition). Freshwater species were exposed to natural DOM isolated from Rebec, when marine species were 

exposed to natural DOM isolated from Grand Banc. 

During each experiment, samples were taken for biological and chemical measurements. The biological 

parameters monitored were: cell density of microalgae (measured throughout the experiments), photosystem 

II effective quantum yield (measured on the last day), relative intracellular lipid content (measured on the last 

day) and bacterial concentration (measured on the last day). The chemical parameters monitored were: 

nutrient concentrations, dissolved organic carbon (DOC) concentrations and DOM optical properties. They 

were measured on the first and last days of each experiment as described in the following sections. 
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2.2.4. Biological parameters 

2.2.4.1. Measurements by flow cytometry 

Culture samples were analyzed on an Accuri C6 flow cytometer (Becton Dickinson AccuriTM) equipped with 

a blue (488 nm) and a red (640 nm) laser. Preliminary tests allowed to select the optimal staining duration and 

concentration for each fluorescent dye and species. 

2.2.4.1.1. Microalgal cell density and doubling time 

For cell density measurements, 300 µL were sampled from all the cultures and fixed using glutaraldehyde 

(final concentration 0.25%; Fisher Scientific). Tubes were mixed and left for 15 minutes at room temperature 

in the dark before analysis for marine species or frozen (-80°C) until analysis for freshwater species. Counts 

were performed on a FL1 (green fluorescence, 530/30 nm) versus FL4 (red fluorescence, 675/25 nm) 

cytogram for G. gracile and T. suecica, on a FL1 versus FL3 (red fluorescence, >670 nm) cytogram for 

Sphaerellopsis sp. and on a side scatter (SSC) versus FL3 cytogram for C. calcitrans (Dupraz et al., 2016). 

For each species, the cell density was monitored all along the experiments and the average doubling time (TD, 

hours) was calculated based on the whole growth curve using the formula: TD = ln(2)/µ, where µ is the growth 

rate (h-1) corresponding to the slope of regression line from ln(cell.mL-1) vs time (h). 

2.2.4.1.2. Relative intracellular lipid content 

The relative intracellular lipid content (FL1Lipids) was estimated on the last day of experiments by the use of a 

green lipophilic fluorochrome: 4,4-difluoro-1,3,5,7-tetramethyl-4-bora-3a,4a-diaza-s-indacene (BODIPY505/515 

Life Technologies®, Carlsbad, CA, USA). This dye is accumulated in the intracellular lipid bodies (which are 

morphologically diverse) by a diffusion mechanism and subsequent trapping. This dye easily crosses cell and 

organelle membranes due to its high oil/water partition coefficient (Akimoto & Mimuro, 2007, Cooper et al., 

2010). BODIPY505/515 can be measured by green fluorescence (FL1, 530/30 nm). The following protocol was 

adapted from Brennan et al. (2012). 

Working solutions of BODIPY505/515 were prepared from a stock solution at 5,000 mg.L-1 in pure 

dimethylsulfoxide (DMSO; Sigma Aldrich). For each culture, 200 µL samples were stained with a 

BODIPY505/515 working solution at 6 mg.L-1 for freshwater species, 3 mg.L-1 for C. calcitrans and 4.8 mg.L-1 

for T. suecica leading to final BODIPY505/515 concentrations of 60 µg.L-1 for freshwater species (1% DMSO), 

75 µg.L-1 for C. calcitrans (2.5% DMSO) and 120 µg.L-1 for T. suecica (2.5% DMSO). Stained samples were 

incubated at room temperature in the dark during 3 minutes for G. gracile and Sphaerellopsis sp., 5 minutes 

for C. calcitrans and 6 minutes for T. suecica (optimal incubation time for species-dependent staining). FL1 

values of microalgal cells (unstained cells and cells stained with BODIPY) were normalized using FL1 values 

of 2 µm-fluorescent polystyrene microspheres (Flow CheckTM High Intensity Alignment Grade Particles 

2.00 µm, Polysciences Inc., Warrington, PA, USA), added in all samples. The normalization is resumed with 

the formula: 



Chapitre 5 – Interactions entre les microalgues et la matière organique dissoute naturelle Article 3 

158 

 

FL1Lipids = (FL1stained microalgae / FL1stained microsphere)/(FL1unstained microalgae / FL1unstained microsphere) 

2.2.4.1.3. Bacterial concentration 

The bacterial concentration in cultures was estimated on the last day of experiments using the fluorochrome 

SYBR® Green I (Molecular Probes Inc., Eugene, OR, USA). SYBR® Green I, which intercalates between 

base pairs, has a strong binding affinity for double-stranded DNA. This fluorescent dye, which is optimally 

excited at 495 nm, emits green fluorescence only when it is bound and is measured by green fluorescence 

(FL1, 530/30 nm). Following the protocol of Marie et al. (1997), 200 µL samples were stained with a SYBR® 

Green I working solution (100X diluted in sterile Milli-Q water) prepared from a commercial solution 

(10,000X in DMSO). Stained samples (1X) were incubated at room temperature in the dark during 15 

minutes for all species. 

2.2.4.2. Photosystem II effective quantum yield - Photosynthesis  

The photosystem II (PSII) effective quantum yield (=operational PSII quantum yield, Φ’M) was measured on 

the last day of experiments by Pulse-Amplitude Modulated (PAM) fluorescence using a PHYTO-PAM 

(Heinz Walz, GmbH) equipped with an emitter-detector unit (PHYTO-EDF) for the freshwater species and an 

Aquapen-C AP-C 100 fluorometer (Photon system Instruments®, Drasov, Czech Republic) for the marine 

species, respectively. 

For freshwater species, measurements were realized using a home-made device for reproducible direct 

measurements on the bottom of the flasks. Ten measurements were made after homogenization of each 

culture by agitation and after checking that cells were not stuck on the bottom. For marine species, 

measurements were made in 1-cm wide cuvettes using 2 mL of algal cultures diluted (1:2) in culture medium. 

Three measurements were performed for each culture. For each culture, the mean of ten or three Φ’M values, 

depending on the species, was calculated. In order to avoid any bias induced by the different absolute values 

of measurements obtained using two devices for freshwater and marine species, Φ’M results for exposed 

cultures were expressed in percentage of their respective control cultures. 

2.2.5. Chemical analyses 

All chemical analyses were performed on samples filtered on the first and last day of each experiment. Fifty-

five millilitre samples were filtered using sterile filtration funnels containing a 0.45-μm PES 

(polyethersulfone) filter (VWR, USA), previously rinsed with ultrapure water (0.7 L). On the first day of each 

experiment, one additional flask was prepared for each of the four treatments in addition to the replicates, in 

order to provide sufficient volume for these analyses. This additional flask was immediately entirely sampled. 

2.2.5.1. Nutrient analyses 

For nitrate and orthophosphate analyses, 15 mL (out of 55 mL) of the filtered culture samples were diluted 

with ultrapure water (1:2 for freshwater and 1:20 for marine samples) before injection. These analyses were 

performed by ionic chromatography with chemical suppression (COMPACT 881 IC Pro, Metrohm, 
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Switzerland) equipped with a Metrohm 850 IC Conductivity Detector. The separation was performed with a 

Metrosep A Supp 4/5 Guard/4.0 pre-column followed by a Metrosep A sup 5 - 250/4.0 anion exchange 

column. The eluent was a solution of 3.2 mM Na2CO3 and 1 mM NaHCO3, and the chemical suppressor was 

a solution of 100 mM H2SO4. Quantification limits were 0.010 mg.L-1 for nitrates and 0.005 mg.L-1 for 

orthophosphates. 

For silicate analysis, 20 mL were sampled from the additional flask of each treatment on the first day, and 

5 mL per quadruplicate of each treatment were pooled on the last day of experiment. Soluble silicate 

concentrations were determined by colorimetric method with a Shimadzu UV-1800 spectrophotometer 

(Shimadzu Inc., Kyoto, Japan) according to the French standard NF T90-007 (AFNOR, 2001). The 

quantification limit was 0.05 mg.L-1. Silicates were only analyzed in samples from experiments with diatoms 

(G. gracile and C. calcitrans). 

2.2.5.2. DOM characterization  

After filtration through 0.45-μm, all samples were stored at 4°C in the dark until DOM analyses. To 

characterize the DOMs from freshwater and marine water as well as their evolution over time in the 

experiments, DOC concentrations were determined and optical analyses (absorbance and fluorescence) were 

performed. Furthermore, to compare the evolution of each parameter in time between the treatments with and 

without DOM, the results for each parameter were expressed as the difference between the last and the first 

day of experiments. 

2.2.5.2.1. Dissolved organic carbon (DOC) 

For DOC concentration measurements, 10 mL samples of filtered cultures were acidified with 2 M 

hydrochloric acid then sparged during 6 minutes with high purity air before injection. DOC concentrations 

were determined using a Total Organic Carbon analyzer (Shimadzu TOC-V CSN, Japan), calibrated with 

solutions of potassium hydrogen phthalate (C6H4(COOK)(COOH)) and run in non purgeable organic carbon 

(NPOC) mode. The DOC concentration result is the mean of the three to four injections most satisfying in 

terms of variation coefficient (<2%). At least two natural water certified reference materials (CRMs - 

Environment Canada purchased by ANALAB) were systematically analyzed within each samples series in 

order to validate DOC measurements. The measured values for MISSISSIPI-03 River Water lot 1010 and 

CRANBERRY-05 Lake Water lot 0411, respectively 6.42 ± 0.58 mg.L-1 and 3.76 ± 0.08 mg.L-1, were within 

the range expected for these natural water CRMs (6.31 ± 0.71 mg.L-1 and 3.60 ± 0.51 mg.L-1 respectively). 

2.2.5.2.2. Absorbance analyses 

Four millilitre samples of filtered cultures were used for absorbance measurements. All absorbance 

measurements were made using a 1-cm path length fused silica cell (Hellma) and a Jasco V-560 

spectrophotometer (JASCO, France) equipped with deuterium and tungsten iodine lamps. The light absorbing 

properties of DOM were studied via two optical indices: the Specific UV Absorbance (SUVA254) and the 
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spectral Slope Ratio (SR). The SUVA254 (L.mg.C-1.m-1) index provides information on the aromatic character 

of DOM (Weishaar et al., 2003); it is calculated as the ratio between UV absorbance at 254 nm and DOC 

concentration (mg.L-1). The SR parameter, used as a proxy for molecular weight, corresponds to the ratio 

between the spectral slopes of the 275–295 nm region and the 350–400 nm region of the absorbance spectrum 

(Helms et al., 2008). 

2.2.5.2.3. Excitation-emission matrix (EEM) spectroscopy analyses 

Four millilitre samples of filtered cultures were used for fluorescence measurements. The spectra were 

acquired using a 1-cm path length quartz cuvette (Hellma) and a Fluorolog FL3-22 fluorometer (Horiba Jobin 

Yvon, France) equipped with a xenon lamp (450 W) and a double monochromator at both excitation and 

emission sides. The excitation-emission matrix (EEM) spectra were composed of seventeen emission spectra 

acquired from 260 to 700 nm (with an increment of 1 nm and an integration time of 0.5 second) with 

excitation wavelengths in the range of 250 to 410 nm (with an increment of 10 nm). Each spectrum obtained 

was corrected by subtracting an ultrapure water blank spectrum to eliminate water Rayleigh and Raman 

scattering peaks. Spectra were also corrected instrumentally as detailed in Huguet et al. (2009b). EEM spectra 

allowed obtaining the intensity values of the observed fluorescence peaks: α’ (maximum excitation 

wavelength (λex) in the 250–260 nm region and maximum emission wavelength (λem) in the 380–480 nm 

region), α (λex = 340–370 nm and λem = 420–480 nm), β (λex = 310–320 nm and λem = 380–420 nm) and γ (λex 

= 270–280 nm and λem = 300–350 nm) (Parlanti et al., 2000). The fluorescence intensities were expressed in 

Raman units (RU). Two additional parameters were calculated from EEMs fluorescence spectra : HIX (or 

humification index) and BIX (or biological index). The HIX index, used to characterize DOM humification in 

Zsolnay et al. (1999), was calculated as the ratio of the area from emission wavelengths 435 to 480 nm 

divided by the area from 300 to 345 nm for an excitation wavelength of 250 nm. The BIX index (Huguet et 

al., 2009b) is an indicator of autotrophic productivity (= recent autochthonous contribution); it was calculated 

as the ratio of emission intensity at 380 nm divided by emission intensity at 430 nm for an excitation 

wavelength of 310 nm. 

2.2.6. Statistical analyses 

For microalgal growth curves, two-way ANOVAs were performed on each species to detect significant 

differences in the cell densities over time between biotic treatments (with a p-value < 0.05 considered as 

statistically significant). When significant differences were detected, a Newman-Keuls post-hoc test was 

performed. 

For each parameter at the end of experiment, the biotic exposed treatments were compared to biotic control 

treatments using Student’s t-test or Welch’s t-test (with a p-value <0.05 considered as statistically significant) 

after having checked the homoscedasticity with Fisher’s F-test. When the result was not significant although 

data suggested a trend, the type II error β was calculated, corresponding to the probability to wrongly accept 
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the null hypothesis. All statistical analyses were performed with R 3.2.2. (Ihaka & Gentleman, 1996) and all 

graphs were performed with SigmaPlot® 12.0 software (Systat Software Inc., USA). 

2.3. Results 

2.3.1. DOM influence on cultures 

2.3.1.1. Microalgal growth 

Growth curves of control cultures showed differences among the four species, the freshwater ones (Figure 

47A-B) showing a lower growth than marine species (Figure 47C-D). Indeed, cell concentration of 

Sphaerellopsis sp. barely increased during the experiment from about 1,200 cell.mL-1 to about 

10,000 ± 1,000 cell.mL-1 in 14 days (Figure 47B-b). Gomphonema gracile cultures reached the beginning of 

exponential growth phase at the end of experiment (day 7), with a final cell concentration of 

53,000 ± 18,000 cell.mL-1 (Figure 47A). On the contrary, the two marine species exhibited a well-marked 

exponential growth with final concentrations (day 6) around 3,000,000 ± 50,000 cell.mL-1 for Chaetoceros 

calcitrans (Figure 47C) and 700,000 ± 20,000 cell.mL-1 for Tetraselmis suecica (Figure 47D). 

When DOM was added to the culture medium, the results showed faster growth with significant differences in 

exponential growth for the four species: from day 3 for C. calcitrans, from day 4 for T. suecica and from day 

6 for the freshwater species (G. gracile and Sphaerellopsis sp.) (Figure 47). As compared to control cultures, 

exposed cultures reached final cell densities significantly higher: initial cell densities were multiplied by 29 

(vs 18 in controls) for G. gracile, by 32 (vs 30 in controls) for T. suecica and by 243 (vs 135 in controls) for 

C. calcitrans. For Sphaerellopsis sp., the DOM addition induced a particularly outstanding increase of cell 

density of more than 2,000 fold (Figure 47B-a), compared to the weak growth observed in controls (12 fold). 
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Figure 47: Growth curves of Gomphonema gracile (A), Sphaerellopsis sp. (B), Chaetoceros calcitrans (C) and Tetraselmis suecica (D) in control ( ) and DOM-exposed ( ) 

treatments. Note the different Y axes between B (a) and (b). All values are mean values (± standard error, SE; n = 4) and different letters indicate significant differences 

between treatments (ANOVA, p < 0.05). 
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Consequently, DOM significant influence on growth was also observed on average doubling times calculated 

from the complete growth curves of C. calcitrans and Sphaerellopsis sp. (Figure 48A). Indeed, for these 

species TD was 2 h and 90 h lower, respectively, in the DOM exposed cultures as compared to controls. For 

the two other species G. gracile and T. suecica, no significant difference was detected on average TD (p-

value = 0.23 and 0.29, respectively) but the β values were very high (0.80 for G. gracile and 0.82 for T. 

suecica, respectively). 

2.3.1.2. Microalgal physiology 

Concerning the relative intracellular lipid content measured on the last day of experiments, the FL1Lipids ratio 

was very heterogeneous between species in control cultures. The species can be classified according to their 

lipid relative content: C. calcitrans > T. suecica > G. gracile > Sphaerellopsis sp. With addition of DOM to 

the cultures, the FL1Lipids ratio was significantly different compared to controls for Sphaerellopsis sp. and C. 

calcitrans, with lower values (Figure 48B). In contrast, no significant difference was detected between 

treatments on the FL1Lipids ratios of G. gracile and T. suecica, but cultures containing DOM tended to exhibit 

slightly higher FL1Lipids ratio values. For those species, high β values (0.84) were found. 

The photosynthetic efficiency Φ’M was not significantly different between treatments for G. gracile, C. 

calcitrans and T. suecica (Figure 48C). For Sphaerellopsis sp., there was a significant decrease of Φ’M (-17%) 

when DOM was added to the cultures as compared to the controls. 

2.3.1.3. Bacterial concentration 

At the end of the experiments, bacteria concentrations in controls, as determined in the cultures using SYBR 

Green I, were the highest in cultures of G. gracile (4.0x106 cells.mL-1 vs 1 to 2x106 cells.mL-1 for the three 

other species) (Figure 48D). When DOM was added, no significant change was observed in bacterial 

concentration for G. gracile and T. suecica, when a slight increase occurred in C. calcitrans (2.9x106 cells.mL-

1) and a huge one in Sphaerellopsis sp. (9.7x106 cells.mL-1). However, when the bacterial concentration is 

divided by microalgae concentration (Figure 48E), the sole significant difference observed between conditions 

with and without DOM was in Sphaerellopsis sp.: the bacteria number per algae cell decreased from 

165 ± 13 bacteria.cell-1 down to 3 ± 0 bacteria.cell-1. 
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2.3.2. Evolution of the chemical environment during experiments 

2.3.2.1. Nutrient concentrations 

On the first day of experiments, nutrient concentrations were in the same range between treatments (Table 

14), except for silicate concentration in G. gracile cultures where the concentration in exposed cultures was 

1.6 fold the concentration of control treatment. 

For G. gracile, the nutrient concentration decrease during the experiment was quite similar for both 

treatments (-14% of nitrate concentration and -73% of orthophosphate concentration in control and exposed 

cultures) and the silicates were almost entirely consumed in the control treatment at the end of the 

experiment (-95%) (Table 14). For Sphaerellopsis sp., the nitrate and orthophosphate concentrations 

decreased in the exposed treatment by about 55% and 98% respectively, with a total consumption of the 

latter, whereas no change was observed in concentrations over time for the control treatment. For C. 

calcitrans, in cultures exposed to DOM, the nitrate and orthophosphate concentration decreases were more 

important compared to control cultures (-38% vs -21% of nitrate concentration and -90% vs. -52% of 

orthophosphate concentration) and orthophosphates were almost entirely consumed in the exposed 

cultures; the silicate concentration decrease was around 50% for both treatments. Finally, for T. suecica 

species where no orthophosphate data are available, nitrates were almost entirely consumed (90%). 

 

Table 14: Mean (± SE) concentrations of nitrates (NO3
-), orthophosphates (PO4

-) and silicates (Si) on the first (Day 0) 

and last (Day f) days of experiments for the four species and the two treatments (n = 4 for NO3
- and PO4

- 

on the last day; otherwise n = 1). 

 

   
Nitrates – NO3

- (mg.L-1) Orthophosphates – PO4
- (mg.L-1) Silicates – Si (mg.L-1) 

   
Day 0 Day f Day 0 Day f Day 0 Day f 

Gomphonema 

gracile 

Control 175.6 148.3 ± 3.9 8.1 3.0 ± 0.3 28.2 1.8 

Exposed 161.0 142.6 ± 4.3 8.1 1.5 ± 1.1 45.7 16.3 

Sphaerellopsis 

sp. 

Control 175.6 178.9 ± 0.9 8.1 11.1 ± 0.1 - 

Exposed 161.0 72.1 ± 4.5 8.1 0.2 ± 0.1 - 

Chaetoceros 

calcitrans 

Control 65.0 50.6 ± 6.5 1.8 0.9 ± 0.3 22.6 11.0 

Exposed 58.5 34.0 ± 0.4 1.5 0.2 ± 0.2 22.0 11.8 

Tetraselmis 

suecica 

Control 65.0 8.8 ± 2.3 - - 

Exposed 58.5 4.4 ± 0.9 - - 

2.3.2.2. Modifications of DOM 

2.3.2.2.1. Quantitative evolution – DOC concentrations 

DOC concentrations in the control cultures increased for all species during the experiments, as shown by 

the positive values in Figure 49A. In cultures exposed to DOM, DOC also increased between the first and 
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last days. This increase of DOC was significantly different from the control treatment only in the cultures 

of the two chlorophytes (Sphaerellopsis sp. and T. suecica). In the culture of C. calcitrans, ∆DOC was not 

detected as statistically different in DOM exposed cultures but the β value was high (0.68). 

2.3.2.2.2. Absorbance indices 

Between the first and last days of experiments, SUVA254 of control cultures decreased for three out of four 

species: G. gracile, C. calcitrans and T. suecica (Table 15). In Sphaerellopsis sp. cultures, this index related 

to DOM aromaticity did not evolve during the experiment. In the exposed treatments, the SUVA254 

decreased over experiment duration for all species. Significant differences in ∆SUVA254 between 

treatments were highlighted in cultures of G. gracile and T. suecica (lower decrease over time in exposed 

treatments) and for Sphaerellopsis sp., with negative values of ∆SUVA254 in the cultures exposed to DOM. 

The SR index, used as a proxy of molecular weight, showed different patterns of changes between 

freshwater and marine control cultures: it decreased over time in the G. gracile and Sphaerellopsis sp. 

cultures, whereas it increased over time in C. calcitrans and T. suecica cultures (Table 15). In DOM 

exposed cultures, the ∆SR was statistically different from the controls except for C. calcitrans. Indeed, for 

G. gracile cultures the decrease was less important than for the control treatment and the ∆SR of 

Sphaerellopsis sp. cultures even increased over time whereas it decreased in control treatment. In C. 

calcitrans cultures, no significant difference was found between treatments (p-value = 0.065), however the 

increase over time in SR tended to be higher with DOM than without (β error = 0.42). Finally, in T. suecica 

cultures, SR increased during the experiment with DOM as well, but significantly less than without DOM. 
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between treatments (t-test, * p < 0.05) and the numeric value indicates the β error. 
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Table 15: Evolution (Δ) of qualitative DOM descriptors between the last and first days of experiments. All values are mean variations over time, between final sampling date (n = 4 ± standard 

error) and day 0 (n = 1). * indicates significant differences between two treatments (t-test, * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001). The value in brackets indicates the β value. 

 

  
Gomphonema gracile Sphaerellopsis sp. Chaetoceros calcitrans Tetraselmis suecica 

Control Exposed Control Exposed Control Exposed Control Exposed 

Absorbance 

indices 

ΔSUVA254 (L.mgC-1.m-1) -2.37 ± 0.52 -0.24 ± 0.05 * 0.34 ± 0.50 -1.43 ± 0.09 * -1.08 ± 0.43 -1.09 ± 0.62 -2.55 ± 0.03 -2.06 ± 0.10 ** 

ΔSR -0.21 ± 0.04 -0.02 ± 0.00 * -2.11 ± 0.23 0.10 ± 0.04 ** 0.77 ± 0.08 1.50 ± 0.35 (0.42) 0.78 ± 0.20 0.19 ± 0.07 * 

Fluorescence 

parameters 

ΔHIX 0.25 ± 0.13 -0.39 ± 1.00 0.27 ± 0.09 -4.77 ± 0.48 ** -0.37 ± 0.15 -0.76 ± 0.40 -1.11 ± 0.06 -0.54 ± 0.10 ** 

ΔBIX -0.01 ± 0.02 0.03 ± 0.01  0.19 ± 0.06 0.06 ± 0.00 0.11 ± 0.01 0.10 ± 0.03 -0.04 ± 0.05 0.00 ± 0.01 
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2.3.2.2.3. Fluorescence analyses 

The α’ fluorophore, associated with humic-like substances (mixture of fulvic and humic acids) and with 

recent organic matter, increased over time in control treatment for G. gracile and for two marine species 

(Figure 49B). In exposed cultures, α’ fluorescence intensity (Iα’) decreased for G. gracile and increased 

with time for the three other species (-8% for G. gracile, +4% for Sphaerellopsis sp., +61% for C. 

calcitrans and +21% for T. suecica, respectively). This ΔIα’ was significantly different compared to 

controls except for T. suecica, where the type II error β values were high (0.72). 

The α fluorophore, characteristic of humic-like substances, and the β fluorophore, associated with recent 

production of biological material, decreased over time in control cultures of G. gracile when they increased 

in control cultures of the three other species (Figure 49C and D). In cultures exposed to DOM, α intensity 

decreased when β intensity increased for Sphaerellopsis sp. For G. gracile, intensity of the two 

fluorophores decreased significantly more than in the controls during the experiment. For marine cultures, 

although α fluorophore intensity increased between the first and last days of experiments, no significant 

difference between treatments was observed (high error β value, of 0.58, for C. calcitrans). Finally, the β 

fluorophore intensity increased significantly for exposed cultures in comparison with controls during the 

experiments for both marine species. 

The intensity of fluorophore γ, characteristic of protein-like compounds and bacterial/microbial activity, did 

not evolve over time in controls for freshwater species cultures and increased in controls for marine species 

cultures (+489% for C. calcitrans cultures and +291% for T. suecica cultures, respectively) (Figure 49E). 

With natural DOM addition to cultures, a significant decrease was observed in G. gracile cultures. In 

Sphaerellopsis sp. cultures, a significant increase (+113%) was obtained during the experiment, compared 

to the controls. For both marine species, γ fluorescence intensity increased over time similarly to control 

treatments, although β value was high (0.73) for C. calcitrans cultures. 

The humification index (HIX) increased during the experiments without DOM in freshwater cultures, and 

decreased in marine cultures (Table 15). With DOM addition, HIX was stable over time in G. gracile 

cultures, while it decreased in the other species cultures. Significant differences between treatments were 

found in Sphaerellopsis sp. cultures, due to inverse variations in HIX, and in T. suecica cultures where the 

decrease in HIX was halved in the presence of DOM compared to the controls. Finally, the biological index 

(BIX) was stable over time in G. gracile and T. suecica cultures without DOM (Table 15), whereas it 

increased for the two other species. With DOM, the patterns were similar and no significant difference in 

∆BIX was found between treatments. 

2.4. Discussion 

The aim of this study was to investigate the responses of four non axenic cultures of microalgae, 

Gomphonema gracile, Sphaerellopsis sp., Chaetoceros calcitrans and Tetraselmis suecica, exposed to 

dissolved organic matter (DOM) from their natural environment. Diverse biological parameters were 

assessed, namely growth, relative intracellular lipid content, and operational photosynthetic efficiency of 
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microalgae together with bacteria counts in the cultures. Parameters linked to their chemical environment 

were also monitored to characterize the changes induced by DOM added to the cultures. 

2.4.1. Microalgal growth stimulation in the presence of natural DOM 

The marine species grew very well during the six-day exposure, as shown by the control treatments where 

the initial cell densities were multiplied by 135 for C. calcitrans and 30 for T. suecica, respectively. These 

results, together with nutrient concentrations, demonstrated that the f/2 culture medium was not limiting 

and attest the validity of the treatment without DOM used as controls. The growth of marine species was 

faster than the freshwater species growth. Indeed, G. gracile cultures barely reached the beginning of 

exponential growth phase at the end of experiment (day 7). Therefore, it would have been interesting to 

continue the experiment for a few additional days, although the silicate concentration was already low at 

the end of experiment. Finally, growth results of Sphaerellopsis sp. seemed to demonstrate that cultures 

were in a compromised physiological state (maintaining the cell rather than an efficient growth). The 

hypothesis, which may explain these results, is that the culture medium used (Dauta) does not contain all 

the nutrients essential to the cellular division of this species. Due to the lack of culturing data for this 

species in the literature, preliminary tests were also carried out with the WC medium (Guillard & Lorenzen, 

1972) currently used for freshwater microalgal cultures. Growth results being similar between both media, 

this species was maintained in unexpected non-optimal conditions. Finally, the relative lipid content in the 

controls showed that species had very heterogeneous lipid levels, that can be classified as follows: C. 

calcitrans > T. suecica > G. gracile > Sphaerellopsis sp.. Brown (1991) already observed such results, with 

a lipid percentage of dry weight of 16% for C. calcitrans and 10% for T. suecica, respectively. For the 

freshwater species, no bibliographic data were available. The fact that the lipid content was higher for the 

marine species compared to freshwater species can not be generalized. Indeed, many studies showed that 

lipid content is species-dependent (see review in Amaro et al., 2012).  

At the end of experiments among control cultures, bacteria concentrations were the highest in G. gracile, at 

least twice compared to the other species; when bacteria concentrations were divided by algal cell 

concentrations, the highest ratio was found in Sphaerellopsis sp. cultures, the marine cultures still 

exhibiting the lowest ratios. In the case of diatoms, this difference between freshwater and marine species 

may be explained by the fact that the freshwater benthic diatom G. gracile secretes large amounts of 

exudates (personal observations and Coquillé et al., 2015), compared to marine species. Indeed, a strong 

production of exudates promotes the fixation and development of bacteria, as also demonstrated by Arzul et 

al. (2002) for dinoflagellates. For Sphaerellopsis sp., a combination of two factors would explain the higher 

number of bacteria per algae: first, algal cell densities were very low, explaining the high bacteria/cell ratio 

in the control cultures; second, this species produces mucus that was observed under the microscope, likely 

providing nutrients for bacteria and promoting their development (Romera-Castillo et al., 2011). In any 

case, as both freshwater species were isolated from a natural biofilm, the high amount of bacteria inhabiting 

these cultures is nor outstanding nor surprising. 
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The evolution of cultures under DOM exposure showed that microalgae were positively influenced by the 

presence of DOM in their environment. Indeed, the cellular division of the four species studied was 

stimulated: a final cellular concentration increase of 14% for T. suecica, 80% for C. calcitrans, 104% for 

G. gracile, and 30,000% for Sphaerellopsis sp. was observed at the end of experiments. Particularly, the 

latter exhibited an outstanding stimulation: these results would therefore demonstrate that optimal growth 

of this species requires nutrients that are not provided by the Dauta culture medium used in the control 

treatment. Nutrient analyses on the first days showed that DOM effects on growth were not due to a greater 

quantity of nitrates, phosphates or silicates brought by DOM addition. In the same time, bacteria 

concentrations in the cultures were significantly enhanced with DOM for Sphaerellopsis sp. and C. 

calcitrans. However, considering the bacteria/cell ratio, no difference was detected for G. gracile anymore, 

neither in the two marine species (ratio equal to 1) when a significant decrease was observed for 

Sphaerellopsis sp. (from 165 to 3 bacteria.cell-1). These results confirm that DOM addition to the cultures 

did not introduce high amounts of bacteria nor induce an outstanding increase of bacteria naturally 

inhabiting the cultures. The bacteria are known to play a role in the algal growth and survival and vice 

versa (Amin et al., 2015, Kim et al., 2014, Ramanan et al., 2016, Windler et al., 2014). Indeed, bacteria, 

which are heterotrophic organisms, degrade and transform the organic matter into small molecules useable 

by microalgae (Croft et al., 2005, Croft et al., 2006, Droop, 2007). At the same time, the extracellular 

products released by algae provide a source of carbon and energy for bacteria (Larsson & Hagström, 1979, 

Maurin et al., 1997, Romera-Castillo et al., 2011). On the other hand, several studies have shown the 

microalgae ability to use relatively simple molecules such as sugars (glucose, Liu et al., 2009), acetate 

(Laliberté & de la Noüe, 1993), but also more complex molecules such as humic substances (Campbell et 

al. 1997). More generally, the results obtained on the four species are in agreement with the observations 

made on several species from various phyla as: Scenedesmus obliquus (Chlorophyta) exposed to different 

glucose concentrations (EL-Sheekh et al. 2012) for freshwater microalgae, and Phaeodactylum tricornutum 

(Bacillariophyta) exposed to 100 nM of glucose, acetate and glycerol (Liu et al. 2009), Isochrysis galbana 

(Chlorophyta) exposed to 12 mM of glucose, acetate and glycerol (Alkhamis & Qin 2013) and 

Alexandrium tamarense (Dinoflagellata) exposed to different concentrations of humic substances (Gagnon 

et al. 2005) for marine microalgae. In the four studies cited, the growth of microalgae (in non-axenic 

conditions) was stimulated in presence of organic carbon substances mentioned, which are possible DOM 

components (Findlay & Sinsabaugh 2003). In axenic conditions, Bollman and Robinson (1977) previously 

demonstrated, by kinetics of assimilation, the ability of Chlorella sp. and Chlamydomonas segnis to 

directly consume acetate, lactate, glycolate. These substances can be internalized in microalgae through 

numerous mechanisms via pumps, channels, enzymes, etc. (Perez-Garcia et al. 2011b) but also phenomena 

as sorption (ad/absorption), diffusion and osmosis. However, our results do not make it possible to 

discriminate between direct effects of DOM on microalgae via consumption or indirect ones through 

bacterial metabolism, as bacteria are able to grow on DOM. 
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On the other hand, the effects obtained on the relative lipid content and the operational photosynthetic 

efficiency, are somewhat related to growth results, a parameter directly linked to survival and development 

of cells. Sphaerellopsis sp. and C. calcitrans, the species most stimulated when exposed to DOM, exhibited 

a decrease of about 30% in their relative lipid content: it can be assumed that stimulated cells would be less 

subjected to accumulate energy stock as lipids. Piorreck and Pohl (1984) showed that total lipid content 

was different during growth and was function of species; for example, they observed an increase over time 

for Scenedesmus obliquus and Chlorella vulgaris, a decrease for Anacystis nidulans and variations over 

time for Microcystis aeruginosa. 

The addition of natural DOM to the cultures also decreased the photosynthetic efficiency of Sphaerellopsis 

sp. (17%), whereas no significant difference was observed for the three other species indicating that their 

phototrophic metabolism was not substantially modified. For Sphaerellopsis sp., our results are in 

agreement with those of Liu et al. (2009) and Heifetz et al. (2000): they showed that, in mixotrophic and 

non-axenic conditions realized using glucose, glycerol and acetate, Phaeodactylum tricornutum and 

Chlamydomonas reinhardtii exhibited a decrease in photosynthetic efficiency, whereas their growth was 

boosted by these molecules. These authors observed a transitory decrease of Φ’M, which resulted from the 

stimulation of the respiration caused by organic carbon consumption. Therefore, we hypothesize that the 

decrease of Φ’M in Sphaerellopsis sp. could also be linked to enhanced respiration, but specific 

measurements of O2 consumption are needed to prove it. 

2.4.2. Changes in DOM in the presence of microorganisms 

2.4.2.1. Putative consumption by microorganisms 

In the control cultures where no DOM was added, humic-like, recent biological and protein-like material 

related fluorophores (α, α’, β and γ) increased over the experiment for marine species. For Sphaerellopsis 

sp., no variation was observed on α’ and γ intensities, and a small increase was observed on the two other 

fluorophores. For G. gracile, whereas α and γ did not evolve over experiment, α’ increased and β 

decreased. When cultures were exposed to natural DOM, intensities of the four fluorophores also increased 

over time for marine species. These intensity increases (corresponding to an increase of relative 

concentration) were not proportional to DOC increase, contrarily to the controls. For Sphaerellopsis sp., a 

drastic decrease for α intensity and an increase of γ, α’ and β intensities (not proportional to DOC increase 

for α’ and β) were observed. For G. gracile, all fluorophores decreased over experiment. 

As no such evolution was observed in abiotic components (data not shown), the various observations made 

for the four species (decreases and differences between fluorophores and DOC increase) were probably 

directly linked to the presence of microalgae and associated bacteria, revealing consumption (directly 

and/or indirectly) and/or biotic degradation to different types of compounds. The consumption of various 

elements was perhaps due to microalgae and/or bacteria, via enzymes excretion such as proteases, 

polysaccharidases, and glucosidases (for bacteria; De La Rocha & Passow, 2014, Droop, 2007) or 

adsorption of molecules such as humic substances (for microalgae ; Campbell et al., 1997). For G. gracile, 
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not only consumption could explain these results, but also the presence of EPS-type substances synthesized 

by the microalgae, which could alter or impede the excitation sites of fluorescent molecules. However, due 

to the lack of data in literature, further analyses are necessary to conclude.  

2.4.2.2. Production by microorganisms 

Natural DOM addition to the cultures strongly influenced the four species. Consumption and/or 

degradation of DOM substances by bacteria and/or microalgae caused the modification of the chemical 

environment of the cells. However, the cells themselves (microalgae and bacteria) also contributed to 

modify this chemical environment, by excreting self-produced molecules. This excretion was assessed 

through various parameters measured during the experiments: DOC, fluorescence intensities and SUVA254, 

SR, HIX and BIX indices. 

DOC concentration increased during the experiment in the two treatments for all species. This organic 

carbon production is related to the microalgae and bacteria growth and especially to cell excretion. Indeed, 

several authors (e.g. Pivokonsky et al., 2006, Schartau et al., 2007; in non-axenic cultures and in 

mesocosms); showed that during the exponential growth phase (corresponding to the end of the experiment 

for the four species) with very low cell mortality, DOC production was mainly due to microalgae 

metabolism. This organic matter, also named algal extracellular organic matter, includes exudates and/or 

extracellular polymeric substances (EPS). The latter are produced by diatoms and some other microalgae, 

and participate to the formation of microbial aggregates (biofilm type, Geesey, 1982). This excretion was 

also highlighted by the increase of the α’, γ and β fluorescence intensity over the experiment in the cultures 

that grew the best, i.e. in both treatments for the two marine species and in the exposed treatment for 

Sphaerellopsis sp.. These fluorophores are indeed associated to humic-like substances and to recent organic 

matter for α’ and associated to protein-like compounds for γ. The fluorophore β produced from a recent 

algal and/or bacteria activity (Determann et al., 1998) corresponds to a labile fraction of DOM. In the same 

way, an increase of α’ and α fluorophore intensities (corresponding to humic-like substances and more 

precisely to a mixture of fulvic and humic acids) was also observed for both marine species over 

experiments. This increase of α intensity (and hence quantity) usually correspond to more refractory 

macromolecules formed by condensation or polymerization processes from molecules such as fatty acids 

(Castillo et al., 2010, Findlay & Sinsabaugh, 2003, Harvey et al., 1983, Romera-Castillo et al., 2011). 

The increase of the BIX index (=biological index) revealed recent DOM production from autochthonous 

origin as shown by Huguet et al. (2009b). It was observed in both treatments for Sphaerellopsis sp. and C. 

calcitrans. For the two other species, no change was observed between the last and first days, although the 

cellular concentration increased. One hypothesis to explain this absence of changes may be related to the 

fact that in G. gracile and T. suecica cultures, non-fluorescent organic molecules were excreted either by 

microalga, bacteria or both. 

During the experiments, changes in the aromaticity of DOM for all cultures whatever the treatment were 

highlighted by decreasing HIX and SUVA254 values (which are correlated to DOM aromaticity according 

to Weishaar et al., 2003). This corroborates the findings of Henderson et al. (2008), who observed that 
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DOM was less aromatic and more hydrophilic in exponential growth phase of Chlorella vulgaris, 

Microcystis aeruginosa and Asterionella formosa species cultivated in non-axenic environment, due to the 

increase of small and simple molecules excreted (generally hydrophilic and with a low molecular weight). 

Potential changes in molecular weight and aromaticity of marine and freshwater DOMs during the 

experiments were evaluated through the SR and HIX parameters. SR was found to increase in the two 

treatments for marine species, and with DOM addition for Sphaerellopsis sp, meaning that the average 

molecular weight of the cell (microalgae and/or bacteria) exudates was low. For Sphaerellopsis sp. control 

cultures, SUVA254, SR and HIX results showed an increase in average molecular weight and in DOM 

aromaticity. These results confirm that cells and their associated bacteria did not excrete sufficiently to 

substantially modify DOM, in accordance with the conclusions drawn in 2.4.1., which were that cultures 

were in a maintain state rather than growth. In contrast for G. gracile, SR and SUVA254 decreased 

simultaneously between the first and last day in both treatments, expressing a release of substances with 

higher molecular weight and less aromatic or more aliphatic properties. This apparent contradiction 

between the SR and SUVA254 results is likely explained by the properties of the substances excreted by G. 

gracile and/or the associated bacteria, in quantity and/or composition. Huguet et al. (2010) also showed 

that the most aromatic molecules were not necessarily the biggest ones. Therefore, more in-depth analyses 

of DOM elemental composition would be necessary to conclude. 

2.5. Conclusions 

The aim of this study was to assess how natural DOM interacts with microalgae and the associated 

bacteria. The results showed: 

– the ability of freshwater and marine microalgae to use the surrounding molecules brought by natural 

DOM and/or derived from their degradation by the bacteria associated with cultures, favouring an increase 

of their growth rate; 

– the diminution of humic-like substances (linked to a direct or indirect use) for Sphaerellopsis sp.; 

– major changes in the DOM characteristics from marine water and freshwater caused by metabolic 

excretion and direct or indirect consumption of all species with their associated bacteria. 

Therefore, this study proves that microalgae and their associated bacteria are major players of DOM 

modifications (concentration and composition) through their consumption and production. It also highlights 

DOM influence on photoautotrophs (and not only on heterotrophs), confirming the key role of DOM in 

aquatic ecosystems. 
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3. Synthèse 

Le but de ce chapitre était d’évaluer, en conditions axéniques, (i) l’influence de la MOD naturelle sur 

quatre espèces de microalgues et (ii) dans quelle mesure les microalgues avec leur bactéries associées 

induisent des changements quantitatifs et qualitatifs de la MOD. 

Les résultats des expositions ont montré que la présence de MOD avait fortement stimulé la division 

cellulaire des quatre espèces de microalgues : +14% pour T. suecica, +80% pour C. calcitrans, +104% 

pour G. gracile et +30 000% pour Sphaerellopsis sp. La croissance de Sphaerellopsis sp., exacerbée en 

présence de MOD, nous a indiqué que le milieu de culture utilisé jusque-là n’était pas optimal pour cette 

espèce. Les analyses des concentrations en sels nutritifs ont permis d’écarter un possible lien entre 

l’augmentation de la croissance des quatre espèces de microalgues et une quantité plus importante de sels 

nutritifs (nitrates, phosphates et silicates) apportés par l’ajout de MOD. 

D’autre part, les analyses des concentrations bactériennes ont permis de mettre en avant que l’ajout de 

MOD non stérile n’avait pas engendré de développement intempestif des bactéries. En effet, bien que la 

concentration bactérienne ait été supérieure en présence de MOD pour deux des quatre espèces (C. 

calcitrans et Sphaerellopsis sp.), le ratio bactéries/microalgues s’est vu inchangé dans les cultures de C. 

calcitrans (1 bactérie.cellule-1) et a diminué pour Sphaerellopsis sp. (3 bactéries.cellule-1, contre 165 sans 

MOD). Cette présence de bactéries n’a pas permis d’identifier la cause de la stimulation de croissance, en 

raison du lien étroit entre les bactéries et les microalgues (Amin et al., 2015, Ramanan et al., 2016, Windler 

et al., 2014). En effet, les bactéries décomposent la matière organique (cellules mortes et substances 

excrétées) via la libération d’enzymes extracellulaires. Leur métabolisme met ainsi à disposition des 

microalgues des composants inorganiques et organiques (comme les vitamines) nécessaires à leur 

croissance (Croft et al., 2005, Croft et al., 2006, Droop, 2007). Aussi, même si des études ont déjà 

démontré la capacité des microalgues à consommer des molécules de type glucose ou substances humiques 

(Campbell et al., 1997, Sharma et al., 2016), nous ne pouvons conclure quant à une consommation directe 

ou indirecte des microalgues. Des expérimentations incluant un volet axénique seraient nécessaires pour 

déterminer plus précisément la part de consommation éventuellement imputable aux microalgues. 

La caractérisation de l’environnement chimique a permis de montrer une diminution de la proportion du 

fluorophore α (correspondant à des substances humiques) au cours du temps dans la culture de 

Sphaerellopsis sp. en présence de MOD, pouvant être assimilée à de la consommation directe ou indirecte 

(via les bactéries). Pour les autres fluorophores (α’, β et γ) étant donné qu’ils ont augmenté au cours du 

temps dans les cultures marines, nous ne pouvons déterminer s’il y a eu consommation de ces composés. 

En effet, les microalgues et leurs bactéries associées ont modifié les caractéristiques des MODs 

dulçaquicole et marine via leur excrétion. La quantité de carbone organique dissous a ainsi fortement 

augmenté au cours des expérimentations. Cette augmentation a été liée, pour T. suecica, C. calcitrans et 

Sphaerellopsis sp., à une diminution du poids moléculaire moyen et de l’aromaticité globale de la MOD. 

Concernant la diatomée G. gracile, la diminution de l’intensité de l’ensemble des fluorophores et de 
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l’aromaticité, combinée à l’augmentation du COD et du poids moléculaire moyen pourraient peut être 

expliqués par un rôle de la matrice EPS, qui pourrait altérer ou empêcher l’excitation des sites des 

molécules fluorescentes. Aussi, des recherches plus poussées sur la variabilité de la composition des EPS et 

de leur impact sur les analyses effectuées devraient être réalisées. 
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1. Introduction 

Comme démontré dans le précédent chapitre, la MOD naturelle influence la croissance des microalgues, 

que ce soit directement ou indirectement via le métabolisme des bactéries associées aux cellules en 

conditions non axéniques. Dans l’environnement aquatique, en plus de la MOD, les microalgues sont 

également en contact direct avec d’autres éléments susceptibles de les impacter comme les pesticides. Ces 

molécules, dont la France est le second consommateur européen (Ecophyto, 2015, Eurostat, 2013), vont par 

divers phénomènes comme le lessivage des sols, le drainage, le transport aérien, se retrouver dans les cours 

d’eau présents à proximité et transiter jusqu’aux estuaires et zones côtières sous influence estuarienne. 

Aussi, dans l’environnement, la MOD est connue pour favoriser leur transport (Gao et al., 2012), stimuler 

ou freiner leur dégradation naturelle (Canonica, 2009) et augmenter ou diminuer leur biodisponibilité 

(Haitzer et al., 1998). Zhang et al. (2016b) ont également montré que la présence de MOD commerciale 

modulait la toxicité des chlorobenzènes vis-à-vis de la microalgue d’eau douce Chlorella pyrenoidosa. 

Aucune étude connue à ce jour n’a visé à évaluer l’influence de la MOD sur la toxicité de pesticides vis-à-

vis des microalgues marines. 

L’objectif de ce chapitre est donc de fournir des pistes sur l’influence de la MOD naturelle sur la toxicité 

des pesticides, seuls, en mélange et à dose environnementale, vis-à-vis de deux espèces marines retrouvées 

dans nos eaux côtières Chaetoceros calcitrans (diatomée) et Tetraselmis suecica (chlorophyte). Les 

données du réseau de surveillance REPAR (réseau opérationnel de suivi et d'expertise sur les 

phytosanitaires et biocides au niveau du Bassin d'Arcachon et de ses bassins versants) ont permis de 

sélectionner : le S-métolachlore, le diuron et l’irgarol. Ce sont les molécules les plus retrouvées en termes 

de fréquence et de concentration dans le Bassin d’Arcachon qui est la zone de prélèvement de la MOD 

naturelle. Au moyen de cultures monospécifiques non axéniques, la toxicité de ces molécules a été évaluée 

en l’absence et en présence de MOD naturelle. Les effets ont été évalués sur trois paramètres biologiques à 

savoir la croissance, l’efficacité photosynthétique (cible de l’irgarol et du diuron : quinone B du 

photosystème II, Jones & Kerswell, 2003, Nimbal et al., 1996) et la quantité relative en lipides 

intracellulaires (cible du S-métolachlore : élongases intervenant dans la synthèse d’acide gras à longues 

chaînes; Fuerst, 1987, Götz & Böger, 2004, Vallotton et al., 2008). Le suivi de ces paramètres biologiques 

a été couplé à la caractérisation de l’environnement chimique, via des mesures des concentrations en 

pesticides, en sels nutritifs, en carbone organique dissous, et des analyses d’absorbance UV-Visible et de 

fluorescence pour caractériser la MOD. 

Ce chapitre est présenté sous la forme d’une publication qui sera soumise prochainement. 
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2.1. Introduction 

Pesticides are used to control, destroy and prevent pests and diseases in agriculture (FAO, 2003) when 

biocides (such as antifouling paints) are toxic products used to kill and control different life-forms (e.g. 

algae, viruses, animals) (Directive n°98/8/CE, European Union, 1998). These molecules are transferred to 

nearby rivers by natural phenomena such as soil leaching, runoff, drainage, (Mai et al., 2013), down to 

estuaries and coastal areas, which play key ecological roles. Indeed, they fulfil many services and functions, 

both economic (tourism, fishing, aquaculture) and biological (areas of refuge, reproduction, spawning, 

nursery) (Boehlert & Mundy, 1988, Dauvin et al., 2002). Their importance relies on their ecotone position 

(transition zone) between terrestrial, fluvial and marine ecosystems. 

Coastal and estuarine areas are the ultimate receptacle of anthropogenic and natural inputs, including 

pesticides and also organic matter from continental ecosystems and rivers (Mitra & Zaman, 2016, 

Rajasekaran et al., 2005). The terrestrial organic matter inputs (namely allochthonous), composed of 

particulate (>0.45 μm) and dissolved matter (<0.45 μm), favour biological production. Indeed, organic 

matter, being mainly dissolved in aquatic ecosystems (Findlay & Sinsabaugh, 2003), constitutes a 

significant source of organic nutrients (composed of phosphorus, nitrogen, silica among others) essential 

for coastal and estuarine phytoplanktonic blooms (Gailhard, 2003, Hansell & Carlson, 2014). In addition to 

terrigenous dissolved organic matter (DOM) inputs, estuarine and coastal environments are also the place 

where a strong production of autochthonous DOM occurs. Indeed, in temperate latitudes during spring (at 

the end of phytoplanktonic blooms), summer and autumn, microalgal excretion together with 

decomposition of dead microalgae by bacteria, are the main sources of autochthonous DOM production 

(Findlay & Sinsabaugh, 2003). Therefore, production, degradation and fate of DOM are tightly linked to 

microorganisms including phytoplankton in coastal environments. 

Phytoplankton play a key role in marine ecosystems. As primary producers, they synthesize organic carbon 

through photosynthesis (Hall & Rao, 1999) and are thus at the basis of aquatic food webs (Wetzel, 2001). 

These planktonic organisms, whose development relies directly on their environment quality, are sensitive 

to key parameters such as temperature, light and nutrient availability. They could be negatively affected by 

a high concentration of coloured organic matter due to the decrease of light penetration in the water column 

(Karlsson et al., 2009), but also by pesticides and more specifically by herbicides due to their mode of 

action (especially inhibition of photosynthesis; Pesce et al., 2009). 

Coastal areas, estuaries and bays such as Arcachon Bay (South-West of France) have been contaminated by 

diverse pesticides, especially herbicides due to the importance of agriculture in the watershed (Fauvelle, 

2012, SOeS, 2015). S-metolachlor (chloroacetanilide), one of the herbicides that are the most applied to 

corn and other crops (Sjollema et al., 2014), is the fourth most detected molecule in surface waters of 

French streams (SOeS, 2015). In the Arcachon Bay, contamination footprint showed that together with its 

metabolites (ESA and OA), S-metolachlor is the most frequently found molecule, and at the highest 

concentrations (peak concentration of 0.526 µg.L-1) (REPAR, 2015, Tapie et al., 2016). Its widespread 
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occurrence in waters raises questions about its toxicity toward aquatic organisms. Despite its mode of 

action based on inhibition of the synthesis of fatty acids and lipids (Fuerst, 1987, Schmalfuß et al., 1998) 

and suspected to induce toxic effects on microalgae, most of studies showed toxic effects in the mg.L-1 

range. For example, Ebenezer and Ki (2013) measured a 50% decrease of chlorophyll a levels with 

0.423 mg.L-1 and 21.3 mg.L-1 metolachlor for the marine diatom Ditylum brightwellii and the marine 

chlorophyte Tetraselmis suecica, respectively. Thakkar et al. (2013) showed a decrease of growth (-9%) 

and chlorophyll a fluorescence (-35%) in the chlorophyte Dunaliella tertiolecta after exposure to 5.0 mg.L-

1 metolachlor. However, some sublethal effects were demonstrated at lower concentrations: Roubeix et al. 

(2011) observed a significant increase in the quantity of deformed frustules of the microalga Surirella 

angusta (around 20‰) at 5 µg.L-1 S-metolachlor. 

Nautical activities (recreational and fishing) are also at the origin of pollutions caused by biocides used as 

antifouling coating on boats (Fauvelle, 2012, REPAR, 2015) such as diuron and irgarol. Diuron is a 

phenylurea, used as antifoam and previously used in agriculture and antifouling paints in France (Directive 

biocide 98/8/CE and Arrêté du 21/08/2008) and irgarol is a triazine, used in antifouling paints and 

prohibited in European Union since 2016 (Commission implementing decision n°2016/107 of 27/01/2016). 

Even though concentrations in the environment, including Arcachon Bay, for these two substances are 

usually in the ng.L-1 range, (Munaron et al., 2012, REPAR, 2015, Tapie et al., 2016), Caquet et al. (2013) 

found irgarol up to of 1 µg.L-1 in the estuary of the Vilaine River in France when Cozic and Durand (2013) 

measured maximal irgarol and diuron concentrations of 0.82 µg.L-1 and 2.58 µg.L-1, respectively, in 

careening areas of several French ports. Both substances inhibit the photosynthesis, preventing electron 

transfer between quinones QA and QB by fixing on the D1 protein in the photosystem II (PSII) (Jones & 

Kerswell, 2003, Nimbal et al., 1996). Their strong toxicity to microalgae has been documented for several 

species: Gatidou and Thomaidis (2007) obtained a 96h-EC50 for growth (concentration which inhibits 

growth by 50% after 96h) of 0.6 µg.L-1 irgarol for the marine diatom Navicula forcipata and 5.9 µg.L-1 

diuron for the marine chlorophyte Dunaliella tertiolecta. Buma et al. (2009) obtained a 72h-EC50 for 

growth and effective quantum yield of 0.116 and 0.230 µg.L-1 irgarol for the marine chlorophyte 

Tetraselmis sp., when Bao et al. (2011) obtained a 96h-EC50 for growth of 0.57 µg.L-1 irgarol and 5.9 µg.L-

1 diuron for the marine diatom Skeletonema costatum. 

In the environment, other components, like DOM, can influence pesticides, microalgae, and their 

relationships. Indeed, DOM is well known to influence the transport, fate, bioavailability, biodegradation 

and toxicity of pesticides in the aquatic environment (Bejarano et al., 2005a). Several studies performed on 

animals have shown that pesticide toxicity can be increased or decreased with DOM presence, depending 

on the molecules and organisms tested (see review in Haitzer et al., 1998). For example, Bejarano et al. 

(2005a) showed that a natural DOM concentration around 12 mgC.L-1 increased the toxicity of fipronil to 

the estuarine copepod Amphiascus tenuiremis when it decreased the toxicity of chlorpyrifos and 

chlorothalonil. In the same way, Zhang et al. (2016b) showed an increase of monochlorobenzene and 1,2-

dichlorobenzene toxicity and a decrease of pentachlorobenzene and hexachlorobenzene toxicity on growth 
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of the freshwater microalga Chlorella pyrenoidosa with Suwannee River Natural Organic Matter (SRNOM 

- reference material of the International Humic Substances Society (IHSS)) addition (around 10 mgC.L-1). 

However, to our knowledge, no other study has focused on the cross-impact of herbicides and natural 

DOM on microalgae. Therefore, this study aimed: 

– to evaluate the influence of three herbicides (diuron, irgarol and S-metolachlor), singly and in ternary 

mixtures, to two marine microalgae; 

– to investigate the influence of natural DOM on herbicide toxicity. 

Two marine microalgae species (Chaetoceros calcitrans and Tetraselmis suecica) were exposed during six 

days to the three herbicides singly and in mixtures, with and without natural DOM concentrated from 

marine water. The effects were evaluated on growth, photosynthetic efficiency and relative intracellular 

lipid content. At the same time, the chemical environment (herbicide and nutrient concentrations, dissolved 

organic carbon concentration (DOC) and DOM optical properties) was also characterized to evaluate the 

changes during experiments. 

2.2. Materials and methods 

2.2.1. Chemical preparation 

Irgarol (Pestanal®
≥ 98.4%; 2-(tert-Butylamino)-4-(cyclopropylamino)-6-(methylthio)-s-triazine), diuron 

(>98%; 3-(3,4-dichlorophenyl)-1,1-dimethylurea), and S-metolachlor (Pestanal®
≥98.4%; 2-chloro-N-(2-

ethyl-6-methylphenyl)-N-[(1S)-2-methoxy-1-methylethyl]acetamide), were purchased from Sigma 

Aldrich. Stock solutions of each (500 mg.L-1) were prepared in pure methanol and diluted in sterile 

ultrapure water to make working solutions of 0.002 (0.0004% methanol), 0.02 (0.004% methanol), 0.006 

(0.0012% methanol) and 0.06 mg.L-1 (0.012% methanol) for irgarol and diuron, and 0.02 (0.004% 

methanol), 0.2 (0.04% methanol), 0.06 (0.012% methanol) and 0.6 mg.L-1 (0.12% methanol) for S-

metolachlor. 

2.2.2. Natural DOM sample 

In order to control the DOM concentration in exposure systems, which did not correspond to the 

environmental concentration at the time of DOM sampling, DOM was concentrated. 

For DOM concentration, 91 L of natural seawater were pumped during spring 2015 in Arcachon Bay 

(France) at Grand Banc site at 1.50 m depth at high tide to avoid influence of freshwater inputs. 

Immediately after returning to the laboratory, seawater was filtered through 0.45-μm Teflon filter cartridges 

(Whatman, PolycapTM 75TF) to remove particulate organic matter. All filters were pre-cleaned with 

methanol (0.4 L) then rinsed firstly with 5 L of ultrapure water (Milli-Q, Millipore) and secondly with the 

water sample (1 L). The 0.45-μm filtered seawater was first desalted by electrodialysis (ED; EURODIA 

Aqualyzer pilot EUR2B-10P equipped with Neosepta AMX/CMX membranes from Tokuyama 

Corporation, Japan). The desalted water was then concentrated by reverse osmosis (RO; TIA pilot 
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equipped with FILMTECTM SW30-2540 membrane) about ten times until a final volume of 9.5 L and 

finally desalted again to reach a salinity of 33 (corresponding to the salinity of f/2 culture medium 

(Guillard, 1975, Guillard & Ryther, 1962) used to grow marine microalgae). During the steps of 

concentration (RO) and desalination (ED), the sample temperature was controlled in order to minimize any 

possible changes of DOM. The maximum temperature reached during the diverse procedures did not 

exceed 24°C. DOM quality was checked by excitation-emission-matrix (EEM) fluorescence before and 

after concentration and desalination. Only slight differences of spectra were observed, pointing out that no 

selective loss nor modification of fluorescent organic compounds occurred during RO/ED proceedings 

(data not shown). The concentrated and desalted final samples were thus representative of the original ones. 

More details on the protocols and on the systems used can be found in Huguet (2007) and Huguet et al. 

(2009a). Finally, the concentrations of the three herbicides studied were also measured before and after 

DOM concentration to verify the absence of high herbicide concentrations in the seawater sample. Details 

on the pesticide measurement protocol are available in section 2.2.6.2. 

2.2.3. Microalgal cultures 

The microalgae Tetraselmis suecica (CCMP 904, Chlorophyta) and Chaetoceros calcitrans (CCMP 1315, 

Bacillariophyta) were obtained from the Provasoli–Guillard National Center for Marine Algae and 

Microbiota (NCMA). Microalgal cultures were maintained in sterile f/2 (for T. suecica) and f/2-silica 

medium (for C. calcitrans) (Guillard, 1975, Guillard & Ryther, 1962) at 17°C, in a thermostatic chamber 

ST5+ (POL-EKO-Aparatura®, Poland) at 106 ± 0 µmol.m-2.s-1 with a dark:light cycle of 8:16 h. Cultures 

were non-axenic. 

All cultures were grown in 100-mL round borosilicate sterile glass flasks previously heated to 450°C for 6 

h and autoclaved 20 minutes at 121°C. For the experiments, cultures (60 mL volume) were inoculated at 

20,000 cell.mL-1 using stock cultures in exponential growth phase. 

2.2.4. Experimental design  

Two independent experiments were run during six days (one per species), each composed by a biotic and 

an abiotic component. For each experiment, the crossed influence of DOM (two conditions) and pesticides 

(nine treatments per condition including a control) was tested on microalgae, as follows. Half of the flasks 

was filled with culture medium when the other half was filled with culture medium and DOM added at 

twice the environmental concentration. Nutrient enrichment was adjusted in both conditions (with and 

without DOM) to obtain the same final concentrations in all flasks. Each condition (culture medium and 

culture medium + DOM) included a control treatment (no pesticide) in quadruplicate plus eight pesticide 

treatments in triplicate: irgarol at 0.05 (I0.05) and 0.5 (I0.5) µg.L-1, diuron at 0.05 (D0.05) and 0.5 (D0.5) 

µg.L-1, S-metolachlor at 0.5 (S0.5) and 5 (S5) µg.L-1 and their mixtures: M1 (I0.05+D0.05+S0.5) and M2 

(I0.5+D0.5+S5). The highest methanol concentration reached in the flasks (for M2 treatment) was 

0.0012%. This concentration was already shown as not harmful for these two species (Dupraz et al., 2016). 
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The abiotic component, i.e. no microalgae were added to the flasks, was composed by the same treatments 

and conditions than biotic component. The number of replicates was only one replicate for each treatment 

in the condition “culture medium” and duplicates for each treatment in the condition “culture medium + 

DOM”. 

During each experiment, samples were taken for biological and chemical analyses. The biological 

parameters monitored were: cell density (measured daily throughout the experiments), photosystem II 

effective quantum yield (measured on the last day) and relative intracellular lipid content (measured on the 

last day). The chemical parameters monitored were: nutrient concentrations, herbicide concentrations, 

dissolved organic carbon (DOC) concentrations and DOM optical properties. They were measured on the 

first and last days of each experiment. The protocols are described in the following sections. 

2.2.5. Biological parameters 

2.2.5.1. Measurements by flow cytometry 

Culture samples were analyzed on an Accuri C6 flow cytometer (Becton Dickinson AccuriTM) equipped 

with a blue (488 nm) and a red (640 nm) laser, as described in Dupraz et al. (2016). 

2.2.5.1.1. Growth rate 

To measure the cell density, 300 µL from all the cultures were daily sampled and fixed using 

glutaraldehyde (final concentration 0.25%). Tubes were mixed and left for 15 minutes at room temperature 

in the dark before analysis. Cells were counted on a side scatter (SSC) versus FL3 (red fluorescence, 

>670 nm) cytogram for C. calcitrans and a FL1 (green fluorescence, 530/30 nm) versus FL4 (red 

fluorescence, 675/25 nm) cytogram for T. suecica (Dupraz et al., 2016). For each culture, the average 

growth rate (µ, h-1), corresponding to the slope of regression line from ln(cell.mL-1) vs time (h), was 

calculated. 

2.2.5.1.2. Relative intracellular lipid content 

The relative intracellular lipid content (FL1Lipids) was estimated on the last day of experiments by the use of 

the green lipophilic fluorochrome BODIPY505/515 (Life Technologies®, Carlsbad, CA, USA), following the 

protocol used by Dupraz et al. (2016). Briefly, for each culture, 200-µL samples were stained with a 

BODIPY505/515 working solution at 3 mg.L-1 for C. calcitrans and 4.8 mg.L-1 for T. suecica leading to final 

BODIPY concentrations of 75 µg.L-1 (2.5% DMSO) and 120 µg.L-1 (2.5% DMSO), respectively. Stained 

samples were incubated at room temperature in the dark during 5 minutes for C. calcitrans and 6 minutes 

for T. suecica. FL1 values of cells (unstained cells and cells stained with BODIPY) were normalized using 

FL1 values of 2 µm-fluorescent polystyrene microspheres (Flow CheckTM High Intensity Alignment Grade 

Particles 2.00 µm, Polysciences Inc., Warrington, PA, USA), added in all samples prior to analysis. The 

normalization is resumed with the formula: 
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FL1Lipids = (FL1stained microalgae/FL1stained microsphere)/(FL1unstained microalgae/FL1unstained microsphere) 

2.2.5.2. Photosystem II effective quantum yield - P hotosynthesis  

The PSII effective quantum yield (operational PSII quantum yield, Φ’M) was measured on the last day of 

experiments by Pulse-Amplitude Modulated (PAM) fluorescence using an Aquapen-C AP-C 100 

fluorometer (Photon System Instruments®, Drasov, Czech Republic). Measurements were made in 1-cm 

wide cuvettes using 2 mL of microalgal cultures diluted (1:2) in culture medium. Three Φ’M measurements, 

which were averaged, were performed for each culture. 

2.2.6. Chemical analyses 

Nutrient analyses were performed for all conditions and treatments. Pesticides were analyzed in all control 

(no pesticide added) replicates, including abiotic flasks, and in the highest concentrations tested (I0.5, D0.5, 

S5 and M2). DOM was characterized in all biotic and abiotic control (no pesticide) replicates and in the 

pesticide treatments that significantly impacted the microalgae. 

Chemical analyses were performed on the first and last days of each experiment, on filtered samples. 55-

mL samples were filtered using sterile filtration funnels containing a 0.45-μm PES (polyethersulfone) filter 

(VWR, USA), previously rinsed with ultrapure water (0.7 L). On the first day of each experiment, one 

additional flask was prepared for each treatment in addition to the replicates, in order to provide sufficient 

volume for analyses of nutrients and DOM characterization. This additional flask was immediately entirely 

sampled. 

2.2.6.1. Nutrient analyses 

For nitrate and orthophosphate analyses, 15 mL (out of 55 mL) of the filtered culture samples were diluted 

20-fold with ultrapure water before injection. Analyses were performed by ionic chromatography with 

chemical suppression (COMPACT 881 IC Pro, Metrohm, Switzerland) equipped with a Metrohm 850 IC 

Conductivity Detector. The separation was performed with a Metrosep A Supp 4/5 Guard/4.0 pre-column 

followed by a Metrosep A sup 5 -250/4.0 anion exchange column. The eluent was a solution of 3.2 mM 

Na2CO3 and 1 mM NaHCO3, and the chemical suppressor was a solution of 10 mM H2SO4. Quantification 

limits were 0.010 mg.L-1 for nitrates and 0.005 mg.L-1 for orthophosphates. 

For silicate analysis, 20 mL were sampled from the additional flask of each treatment on the first day, and 

5 mL per quadruplicate of each treatment were pooled on the last day of experiments. Soluble silicate 

concentrations were determined by colorimetric method with a Shimadzu UV-1800 spectrophotometer 

(Shimadzu Inc., Kyoto, Japan) according to the French standard NF T90-007 (AFNOR, 2001). The 

quantification limit was 0.05 mg.L-1. Silicates were only analyzed in samples from the experiment with C. 

calcitrans. 
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2.2.6.2. Pesticide analyses 

One hundred microlitres of filtered culture samples were diluted 10-fold using ultrapure water. 40 µL of 

diluted samples were directly analyzed by liquid chromatography (1290 Infinity system from Agilent 

Technologies, USA) coupled to tandem mass spectrometer (6460 triple quadrupole LC/MS system from 

Agilent Technologies, USA) and after adding internal standards (irgarol-D9, diuron-D6, metolachlor-D6). 

The separation was performed using a Kinetex C18 column and using a gradient of solvent A (solution of 

5 mM acetate ammonium and 0.1% acetic acid diluted in water ultrapure) and B (pure methanol) with a 

flow rate of 0.5 mL.min-1. Analyses of the three pesticides and their metabolites (only for diuron and S-

metolachlor) were performed in MRM (multiple reactions monitoring) mode. Quantification limits were 

0.24 ng.L-1 for irgarol, 1.19 ng.L-1 for diuron, 4.43 ng.L-1 for DCPMU (1-(3,4-dichlorophenyl)-3-

methylurea), 5.29 ng.L-1 for 1,2,4-DCPU (1-(2,4-dichlorophenyl)urea), 4.26 ng.L-1 for 1,3,4-DCPU (1-(3,4-

dichlorophenyl)urea), 1.11 ng.L-1 for S-metolachlor, 1.23 ng L-1 for metolachlor OA ([(2-ethyl-6-

methylphenyl)(1-methoxy-2-propanyl)amino](oxo)acetic acid) and 3.13 ng.L-1 for metolachlor ESA (2-[(2-

ethyl-6-methylphenyl) (2-methoxy-1-methylethyl)amino]-2-oxo-ethanesulfonic acid). 

2.2.6.3. DOM characterization  

After filtration through 0.45 μm, all experimental samples were stored at 4°C in the dark until DOM 

analyses. To characterize the DOM evolution over time in control cultures and cultures exposed to I0.5 and 

M2, DOC concentrations were determined and optical analyses (absorbance and fluorescence) were 

performed. In order to compare the evolution of each parameter over time between the different conditions 

(with and without DOM), results were expressed as the variation between the last and the first days of 

experiments (valuelast day - valuefirst day). 

2.2.6.3.1. Dissolved organic carbon (DOC) 

The DOC concentrations were determined using a Total Organic Carbon analyzer (Shimadzu TOC-V 

CSN, Japan), calibrated with solutions of potassium hydrogen phthalate (C6H4(COOK)(COOH)) and run in 

non purgeable organic carbon (NPOC) mode. Ten millilitres of filtered culture samples were acidified with 

2 M hydrochloric acid then sparged during 6 minutes with high purity (5.0) synthetic air (LINDE, France). 

The DOC concentration result is the mean of the three to four injections most satisfying in terms of 

variation coefficient (<2%). At least two certified reference waters (Environment Canada purchased by 

ANALAB) were systematically analyzed within each sample series in order to validate DOC 

measurements. Results of concentration variations during the experiment were expressed per microalgal 

cell. 

2.2.6.3.2. Absorbance analyses 

Four-millilitre samples of filtered cultures were used for absorbance measurements performed with a Jasco 

V-560 spectrophotometer (JASCO, France) equipped with deuterium and tungsten iodine lamps. Samples 
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were placed in a 1-cm path length fused silica cell (Hellma). The light absorbing properties of DOM were 

studied via two optical indices: the Specific UV Absorbance (SUVA254) and the spectral Slope Ratio (SR). 

The SUVA254 (L.mg.C-1.m-1) index provides information on the aromatic character of DOM (Weishaar et 

al., 2003); it is calculated as the ratio between UV absorbance at 254 nm and DOC concentration (mg.L-1). 

The SR parameter, used as a proxy for molecular weight variation, corresponds to the ratio between the 

spectral slopes of the 275–295 nm region and the 350–400 nm region of the absorbance spectrum (Helms 

et al., 2008). 

2.2.6.3.3. EEM spectroscopy analyses 

Four-millilitre samples of filtered cultures were used, after absorbance, for fluorescence measurement. The 

EEM spectra were recorded using a Fluorolog FL3-22 fluorometer (Horiba Jobin Yvon, France) equipped 

with a xenon lamp (450 W) and a double monochromator at both the excitation and the emission sides. 

Samples were contained in a 1-cm path length quartz cuvette (Hellma), thermostated at 20°C. The EEM 

spectra were composed of seventeen emission spectra acquired from 260 to 700 nm (with an increment of 

1 nm and an integration time of 0.5 second) with excitation wavelengths in the range of 250 to 410 nm 

(with an increment of 10 nm). Each spectrum obtained was corrected by subtracting an ultrapure water 

blank spectrum to eliminate water Rayleigh and Raman scattering peaks. Spectra were also corrected 

instrumentally as previously detailed Huguet et al. (2009b). EEM spectra allowed the characterization of 

DOM and its evolution during the experiments. Two fluorescence parameters were more particularly 

monitored in this work: HIX (or humification index) and BIX (or biological index). The HIX index, used to 

characterize DOM humification and related to aromaticity (Zsolnay et al., 1999), was calculated as the ratio 

of the area from emission wavelength 435 to 480 nm divided by the area from emission wavelength 300 to 

345 nm for an excitation wavelength of 250 nm. The BIX index (Huguet et al., 2009b) is an indicator of 

recent autochthonous production of DOM; it was calculated as the ratio of emission intensity at 380 nm 

divided by emission intensity at 430 nm for an excitation wavelength of 310 nm. 

2.2.7. Statistical analyses 

For each experiment, one-way ANOVAs were performed on each condition (with and without DOM) to 

detect significant differences in growth rate, FL1Lipids ratio and photosynthetic efficiency between control 

and herbicide-exposed cultures (with a p-value <0.05 considered as statistically significant). When 

significant differences were detected, a Tukey post-hoc test was performed. 

Evolution of nutrient and pesticide concentrations over time were assessed with Student’s t-test or Welch’s 

t-test (with a p-value <0.05 considered as statistically significant) after having checked the 

homoscedasticity with Fisher’s F-test. The DOM characterization results of herbicide-exposed conditions 

were compared to control conditions with the same statistical tests used for nutrients and pesticides. 

When the result was not significant although data suggested a trend, the type II error β was calculated, 

corresponding to the probability to wrongly accept the null hypothesis. All statistical analyses were 
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performed with R 3.2.2. (Ihaka & Gentleman, 1996) and all graphs were performed with SigmaPlot® 12.0 

software (Systat Software Inc., USA). 

2.3. Results 

2.3.1. Herbicide concentrations 

Chemical analysis of the concentrated DOM sample showed the absence of irgarol, diuron and its 

metabolites, and the presence of S-metolachlor (concentration of 9.7 ng.L-1 in the extract, corresponding to 

1.94 ng.L-1 in the “culture medium + DOM” flasks). S-metolachlor metabolites were also quantified: 

793 ng.L-1 for ESA and 393 ng.L-1 for OA in DOM extract, corresponding to expected concentrations 

around 160 ng.L-1 and 80 ng.L-1, respectively, in the “culture medium + DOM” flasks. 

On the first day of experiments, irgarol, diuron and S-metolachlor were not found in controls (biotic and 

abiotic, data not shown), but ESA and OA metabolites were detected in all conditions and treatments 

containing DOM (around 150 ng.L-1 for ESA and 127 ng.L-1 for OA, data not shown). In abiotic 

components with and without DOM, the measured concentrations of the three herbicides, singly and 

mixed, were in the same range in the highest pesticide treatments: between 480 and 565 ng.L-1 for irgarol 

(Figure 50A) compared with the theoretical concentration of 500 ng.L-1, between 515 and 645 ng.L-1 for 

diuron (Figure 50B), slightly above the theoretical concentration of 500 ng.L-1, and between 4680 and 

4930 ng.L-1 for S-metolachlor (Figure 50C), close to the theoretical concentration of 5000 ng.L-1. In the 

flasks with microalgae, the measured concentrations of the three herbicides at day 0 were significantly 

lower than concentrations in abiotic flasks. Irgarol concentrations were between 240 and 290 ng.L-1 in I0.5 

and M2 of both conditions for C. calcitrans (Figure 50A). For T. suecica cultures without DOM, irgarol 

concentrations were 116 ± 2 ng.L-1 in I0.5 and 212 ± 1 ng.L-1 in M2, and around 183 ng.L-1 with DOM. For 

diuron, concentrations were quite similar and ranged from 320 to 430 ng.L-1 for the two species in both 

treatments, with and without DOM (Figure 50B). No diuron metabolites were detected at day 0. S-

metolachlor concentrations were similar between conditions with and without DOM for S5 and M2: around 

3000 ng.L-1 for C. calcitrans and 2260 ng.L-1 for T. suecica. ESA and OA metabolites were detected in 

cultures where DOM was added, at concentrations in the same range than for controls (around 155 ng.L-1 

for ESA metabolite and 130 ng.L-1 for OA metabolite, data not shown) and remained similar until the end 

of experiment. 

A significant decrease of concentrations of the three herbicides was observed over time in the abiotic 

component for the condition without DOM: around -37% for irgarol, -25% for diuron and -15% for S-

metolachlor in treatments with single molecules. In the abiotic component with DOM, whereas a decrease 

of -22% over time was observed for irgarol singly and mixed, no significant difference was observed for 

diuron and S-metolachlor between the first and last days. In flasks containing microalgae, no concentration 

variations over time were observed for irgarol except in I0.5 with C. calcitrans cultures containing DOM (-

49%). Diuron concentrations did not significantly evolve over time for both conditions in C. calcitrans 
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cultures while for T. suecica, a decrease around -59% was observed only in D0.5 with and without DOM, 

but not in mixture. No diuron metabolites were detected at the end of experiments. Finally, for both species 

no loss in S-metolachlor concentration was observed over time in S5 but a significant increase of the 

concentration was shown during the experiment  for M2 (concentration at the end of experiments around 

4270 ng.L-1). No S-metolachlor metabolites were detected over the experiment in abiotic and biotic 

conditions without DOM. 
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Figure 50: Herbicide concentrations in the highest treatments of irgarol (A), diuron (B) and S-metolachlor (C), singly and in mixture M2, in abiotic and biotic components on the first 

and last days. All values are mean values (± standard error, SE); n=2 for abiotic system without DOM (for each treatment, mean from two samples: the one from C. 

calcitrans experiment and the one from T. suecica experiment), n=4 for abiotic system with DOM (for each treatment, mean from four samples: two from C. calcitrans

experiment and two from T. suecica experiment) and n=3 for biotic systems (triplicates for each species). † indicates significant differences between biotic and abiotic 

conditions on day 0 and * indicates significant differences between day 0 and day 6 for a given treatment (t-test, * and † p<0.05). The numeric value indicates the β value. 
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2.3.2. Nutrients 

On the first day of experiments, nutrient concentrations in conditions with and without DOM were in the 

same range: around 60 mg.L-1 nitrates, around 1.6 mg.L-1 orthophosphates and 22 mg.L-1 silicates (Figure 

51). Due to conservation problems, no orthophosphate data are available for T. suecica. 

Nutrient concentrations were similar and stable over time in the abiotic component (data not shown). In C. 

calcitrans cultures at the end of experiment, nitrate (Figure 51A) and orthophosphate (Figure 51B) 

concentrations decreased more in the control flasks with than without DOM addition. In C. calcitrans 

cultures exposed to pesticides without DOM, no significant difference was detected between controls and 

herbicide-exposed cultures at the end, while for I0.5 and M2 no decrease over time was observed (β risk= 

0.63 for I0.5 and 0.76 for M2). In cultures with DOM, nitrate decrease over time was the same than in the 

controls except for I0.05 (-26% vs. -42% in controls compared to the first day), I0.5 and M2 (where no 

decrease was observed over time). For orthophosphates, no significant difference with controls was 

observed in the condition without DOM. In the condition with DOM, orthophosphates were almost entirely 

consumed except for I0.5 and M2 (no variations over time). For the silicates, the decrease was similar 

between controls with and without DOM (around 50%) (Figure 51C). In the condition without DOM, this 

decrease seemed lower under pesticide exposure especially for I0.5 and M2, compared to the controls. 

With DOM addition, no difference with controls was observed after 7 days (-63% vs. -50% for controls), 

except for M2, where no decrease occurred over the experiment duration. 

In T. suecica cultures, a striking decrease in nitrates over time was observed in almost all cultures, with and 

without DOM (around -91% and -85% in controls, respectively), except for those exposed to I0.5 (-17% 

without DOM and no decrease with DOM), D0.05 with DOM (-87%), D0.5 (-72% without DOM and -

65% with DOM), M1 with DOM (-77%) and M2 (-55% without DOM and no decrease with DOM) 

(Figure 51D). 
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Figure 51: Mean (± SE) concentrations of nitrates, orthophosphates and silicates on the first and last days of experiments for C. calcitrans (A, B and C) and T. suecica (D) in 

conditions without DOM (white bars) and with DOM (grey bars) (for NO3
- and PO4

- on the last day, n=4 for controls and n=3 for herbicide-exposed cultures; otherwise 

n=1). * and † indicate significant differences between controls and herbicide-exposed treatments for conditions without DOM and with DOM, respectively (t-test, * 

and † p<0.05). The value indicates the β value. 
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2.3.3. Pesticide effects on microalgae 

2.3.3.1. Pesticide effects without DOM addition 

Among concentrations and mixtures tested, only I0.5 and M2 had significant and similar effects on all 

physiological parameters studied on C. calcitrans: an inhibition of growth rate (about -56%), a decrease in 

the ratio of relative lipid content (-50%) and an inhibition of photosynthetic efficiency (-28%) (Figure 

52A). Effects were also observed on µ (-11.3 ± 3.9%) and on the FL1Lipids ratio (+28.6 ± 14.7%) in cultures 

exposed to I0.05. Likewise for T. suecica (Figure 52B), I0.5 and M2 treatments showed significant 

decreases for µ (-56.4 ± 0.9% and -62.6 ± 1.0%, respectively), FL1Lipids ratio (-32.0 ± 1.8% and -

25.7 ± 2.5%, respectively) and Ф’M (-22.0 ± 0.4% and -28.0 ± 0.4%, respectively). A slight decrease of 

Ф’M was also observed with D0.5 (-2.7 ± 0.4%). 
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Figure 52: Percentage variation in biological endpoints (mean ± SE) of C. calcitrans cultures (A) and T. suecica cultures (B) 

exposed to herbicides, compared with respective controls (without and with DOM). Only significant effects 

(ANOVAs, p<0.05) on growth rate (µ), relative lipid content (FL1Lipids) and photosynthetic efficiency (Ф’M) after 

exposure to irgarol (I), diuron (D) and S-metolachlor (S), alone and in mixtures (M) are shown. Negative values 

correspond to an inhibition, while positive values indicate stimulation compared to the controls. 
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2.3.3.2. Pesticide effects with natural DOM additio n 

DOM addition to the control cultures of C. calcitrans increased significantly µ (+9.6 ± 0.5%) and 

decreased FL1Lipids ratio (-38.6 ± 1.8%) and Ф’M (-1.7 ± 0.3%), compared to the controls without DOM 

(Table 16). For T. suecica, only the FL1Lipids ratio tended to increase with DOM (high β = 0.84). 

 

Table 16: Growth rate (µ), relative intracellular lipid content (FL1Lipids ratio) and operational yield (Φ’M) obtained on 

the last day of experiments for control cultures of C. calcitrans and T. suecica with and without DOM. All 

values are mean values (± SE; n = 4) and * indicates significant differences between treatments (t-test, * 

p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001). The value in brackets indicates the β value. 

 

 

Chaetoceros calcitrans Tetraselmis suecica 

Without DOM With DOM Without DOM With DOM 

µ (h-1) 0.035 ± 0.000 0.038 ± 0.000 *** 0.026 ± 0.001 0.026 ± 0.000 

FL1Lipids ratio 248 ± 20 153 ± 5 ** 75 ± 3 79 ± 2 (0.84) 

Φ’M 0.76 ± 0.01 0.74 ± 0.00 (0.78) 0.78 ± 0.00 0.78 ± 0.00 

 

Exposure to irgarol, or to mixture M2, significantly inhibited the growth (µ) of C. calcitrans with DOM: -

50.3 ± 0.4% at I0.5 and -51.5 ± 0.2% with M2 (Figure 52A). FL1Lipids ratio was significantly enhanced in 

I0.05 treatment (+25.2 ± 3.0%), when it decreased with I0.5 and M2 (around -27% for both); Ф’M was 

significantly affected in I0.5 treatment (-24.1 ± 0.4%) and M2 (-27.3 ± 0.8%). For T. suecica with DOM, µ 

and FL1Lipids ratio decreased significantly with the highest concentrations of diuron, irgarol and mixture. 

Algal growth inhibition was -9% for D0.5, and reached -64% with I0.5 and -75% with M2. Likewise, the 

FL1Lipids ratio was significantly impacted: -10% with D0.5, -18% with I0.5 and -15% with M2 (Figure 

52B). Ф’M decreased significantly with I0.5 (-24.8 ± 1.5%) and M2 (-35.0 ± 0.4%) exposure. 

2.3.4. DOM characterization in the treatments with drastic effects on 

microalgae 

For both microalgal species, the exposure to the highest concentrations of irgarol (I0.5) and mixture (M2), 

which induced significant inhibition of the three biological parameters studied, were subsequently selected 

for DOM characterization. 

First, the DOC concentration variation was measured over the experiments. In C. calcitrans (Figure 53A) 

and T. suecica controls (Figure 53B) of both conditions (with and without DOM), ΔDOC concentration per 

algal cell increased in the same way during the experiments. Under pesticide exposures without DOM, 

ΔDOC was significantly higher than in the controls for I0.5 treatment (+18.5 pgC.cell-1 for C. calcitrans 

and +10.8 pgC.cell-1 for T. suecica); a similar trend was observed for M2, although statistical tests were not 

significant (β risk = 0.77 for C. calcitrans and 0.33 for T. suecica). No such significant increase was 
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demonstrated after DOM addition in C. calcitrans exposed to I0.5 and M2. For T. suecica, ΔDOC was not 

statistically different from the controls for I0.5 exposure, whereas a high and significant increase of ΔDOC 

concentration per cells was found for M2 exposure (+31.8 ngC.cell-1). 
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Figure 53: Evolution, over the experiments (Δ), of dissolved organic carbon concentration (DOC, in pgC.cell-1; A and 

B), SUVA254 (in L.mgC-1.m-1; C and D) and SR (E and F) parameters for controls, I0.5 and M2 treatments 

in C. calcitrans (A, C and E) and T. suecica (B, D and F) cultures. All values are mean variations between 

day 6 (n = 4 for controls and n = 3 for I0.5 and M2, ± SE) and day 0 (n = 1). * and † indicates significant 

differences between controls and  exposed cultures in treatments without DOM and with DOM addition, 

respectively (t-test, * and † p < 0.05). The values indicate the β risk. 
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The SUVA254 index decreased between the first and last day of experiments in all cultures (controls and 

exposed to I0.5 and M2) for both microalgal species (Figure 53C and D). With or without DOM, pesticide 

exposure did not impact the ΔSUVA254 in C. calcitrans cultures. In T. suecica cultures without DOM and 

exposed to I0.5 and M2, ΔSUVA254 was significantly reduced (to about -2.24 L.mgC-1.m-1 as compared to 

the controls: -2.55 ± 0.03 L.mgC-1.m-1). No significant difference was observed in ΔSUVA254 between 

herbicide-exposed cultures and controls in condition where DOM was added. 

The SR index increased during experiment in all treatments for both species (Figure 53E and F). Without 

DOM, ΔSR increase was significantly lower with irgarol exposure (I0.5) for both species: -81% of the 

control value for C. calcitrans and -88% for T. suecica; no significant difference was observed with M2 

although a similar trend can be suspected (β risk = 0.74 and 0.49 for C. calcitrans and T. suecica, 

respectively). With DOM addition, SR differed significantly only for C. calcitrans under M2 exposure. 

The HIX index (humification index) decreased during the experiment in all treatments without DOM, and 

no significant difference was observed between control and pesticide-exposed cultures (high β errors for 

M2 treatments: 0.81 for C. calcitrans and 0.86 for T. suecica) (Table 17). With DOM in the cultures, this 

index also decreased in the controls over time for both species, while it increased significantly (positive 

ΔHIX values) in C. calcitrans cultures exposed to M2 and in T. suecica exposed to I0.5 and M2 treatments. 

Finally, BIX index (biological index) increased for all C. calcitrans treatments with and without DOM, 

with no difference between controls and pesticide-exposed cultures, when no variation occurred over time 

in T. suecica cultures, whatever the condition and treatment. 

Table 17: Evolution (Δ) of DOM fluorescence parameters (HIX: humification index and BIX: biological index) 

between the last and first days of experiments for controls, I0.5 and M2 treatments. All values are mean 

variations between day 6 (n = 4 for controls and n = 3 for I0.5 and M2 ± SE) and day 0 (n = 1).* indicates 

significant differences with their respective controls (t-test, * p < 0.05; ** p < 0.01). The value in brackets 

indicates the β risk. 

 

  
Chaetoceros calcitrans Tetraselmis suecica 

  
Without DOM With DOM Without DOM With DOM 

Δ HIX 

Controls -0.37 ± 0.15 -0.76 ± 0.40 -1.11 ± 0.06 -0.54 ± 0.10 

I0.5 -0.37 ± 0.06 -0.55 ± 0.26 (0.95) -1.07 ± 0.08 0.44 ± 0.17 ** 
M2 -0.62 ± 0.11 (0.81) 0.66 ± 0.14 * -1.01 ± 0.06 (0.86) 0.58 ± 0.23 ** 

Δ BIX 

Controls 0.11 ± 0.01 0.10 ± 0.03 -0.04 ± 0.05 0.01 ± 0.01 

I0.5 0.10 ± 0.01 0.06 ± 0.01 (0.65) -0.02 ± 0.01 0.01 ± 0.00 

M2 0.08 ± 0.01 (0.70) 0.06 ± 0.01 (0.65) -0.03 ± 0.01 0.01 ± 0.00 

2.4. Discussion 

The aim of this study was to investigate the influence of natural DOM on the toxicity of three herbicides, 

irgarol, diuron and S-metolachlor, singly and in mixtures, to two marine microalgae, Chaetoceros 

calcitrans and Tetraselmis suecica. The effects were assessed on growth, intracellular lipid content and 
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operational photosynthetic yield. At the same time, chemical parameters were also monitored to 

characterize pesticide exposures and DOM. 

2.4.1. Pesticide concentrations 

Pesticides analyses on concentrated DOM, which showed an absence of irgarol and diuron (+metabolites) 

and a presence of S-metolachlor and its metabolites (ESA and OA), were in accordance with the results of 

parent-molecule analyses realised on water sample (before the concentration and desalination), where only 

S-metolachlor was found (2.8 ng.L-1). These results were also in accordance with literature, which showed 

that chemical footprint in Arcachon Bay was dominated by S-metolachlor and its metabolites due to the 

agricultural practices in the watershed (Dagens, 2012, REPAR, 2015, Tapie et al., 2016). On the other 

hand, due to previously reported occurrence of various molecules in the sampling area (such as acetochlor, 

not analysed in this study ; REPAR, 2015), we can not exclude their presence in our concentrated DOM 

sample. 

In the experiments, pesticide analyses were performed on samples from maximal concentration treatments 

on the first and last days of experiments. Results showed that measured concentrations were in accordance 

with nominal ones in abiotic experiments with and without DOM. Inversely, concentrations measured in 

flasks containing microalgae of both conditions with and without DOM were lower than expected: around -

38% for diuron, -46% for S-metolachlor, and -50% (C. calcitrans) to -67% (T. suecica) for irgarol 

compared to concentrations in abiotic experiments. Two hypotheses can explain these results: an almost 

instantaneous adsorption of the molecules on the cell wall of microalgae and/or a very fast internalization 

into cells. Indeed, these three substances have high log Kow: 2.9 for diuron, 3.4 for S-metolachlor and 4.0 

for irgarol (Belles, 2012, Tetko et al., 2005). This parameter, namely octanol/water partition coefficient, is 

the measurement of differential solubility of a given molecule in octanol and water. Cell walls are 

composed of lipids (phospholipids, lipoproteins and free fatty acids), polarity of which is similar to octanol. 

For this reason, log Kow is used to assess the lipophilic character (affinity with cell walls) of molecules 

(Amiard, 2011). Based on their log Kow, the three molecules studied can be considered as nonpolar, 

lipophilic and bioaccumulative. The cell-wall affinity of these three molecules can thus be classified as 

follows: diuron < S-metolachlor < irgarol and seems to correspond well with the differences observed 

between abiotic and biotic flasks. The variation observed for irgarol between the two species can be 

explained by the different composition of cell wall. Indeed, the cell wall of the chlorophyte T. suecica is a 

smooth surface rich in lipids in direct contact with the environment (Chrétiennot-Dinet, 1990), suggesting a 

higher affinity of irgarol for these cells, on the contrary to C. calcitrans: this diatom has a cell wall (namely 

frustule) essentially composed of silicate and covered of organic coating (Round et al., 2007, Tesson & 

Hildebrand, 2013) for which irgarol would have a lower affinity. This adsorption on the cells could also be 

combined with a fast internalization of the molecules into the cells. Indeed, Nestler et al. (2012) showed 

that an inhibition of ФPSII took place only 1-2 minutes after addition of diuron to Chlamydomonas 

reinhardtii cultures, suggesting a very rapid internalization of the molecule. Given the lapse of time 

between addition of herbicides to the cultures, sampling and filtration (up to 2-3 hours), we can hypothesize 
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that diuron molecules could have been, at least partly, internalized. No quantitative estimate of loss due to 

this phenomenon can be given, but Chaumet et al. (2016) showed that the equilibrium between diuron 

concentrations internalized into cells (in biofilms) and in the water can be reached within 2 hours. For the 

two other molecules, there are no data available in the literature to verify this hypothesis of very fast 

internalization. 

At the end of experiments, losses over time were observed for all molecules in abiotic component without 

DOM. It could be due to adsorption of compounds on walls of borosilicate glass flasks or/and to their 

volatilisation in the headspace of flasks. In the abiotic component with DOM, no variations were observed 

for diuron and S-metolachlor concentrations compared with initial concentrations. The pesticide analyses 

were performed on total dissolved fraction, including the part of pesticides possibly adsorbed or bound to 

DOM. Given the results, it seemed therefore that pesticides and DOM were rather associated, what 

prevented their adsorption on glass walls (higher affinity of pesticides for DOM components) or their 

volatilization. Losses of irgarol over time were also observed in condition with DOM, although to a lesser 

extent than in the condition without DOM (-21% with DOM vs. -36% without DOM). In the same way, 

interaction with DOM could have occurred and probably limited adsorption and volatilization but less 

efficiently compared to diuron and S-metolachlor. As no metabolites were found at the end of experiments 

for the latter (except S-metolachlor metabolites brought by natural DOM), the losses were probably also 

due to an abiotic degradation of parent-compounds (photodegradation and/or hydrolyse). As for irgarol, 

although metabolites were not analysed, its decrease with DOM could result from a photodegradation of 

this molecule: several studies showed that irgarol degradation under sunlight was more rapid than for 

diuron (Okamura, 2002) and was catalysed/promoted by humic-type substances (= photosensitizer; 

Okamura & Sugiyama, 2004, Sakkas et al., 2002). 

In the biotic flasks, the sole decreases in diuron concentrations over the experiments were measured in the 

D0.5 treatment applied to T. suecica in conditions with and without DOM. Diuron losses were not due to 

biodegradation (metabolites not detected) or photodegradation (decrease only for single molecule and this 

species). Diuron molecules were thus probably on or inside the cells, corresponding to the continuation of 

the adsorption/internalization phenomenon already noticed on the first day, and amplified with the growing 

number of cells. This decrease was not shown in T. suecica cultures exposed to M2: it can be assumed that 

diuron molecules in mixture M2 would be less bioavailable for microalga cells, or outcompeted by the 

other herbicides for adsorption. Or, the strong growth inhibition induced by mixture M2 prevented the 

continuation of the adsorption/internalization phenomenon observed from the first day. No such diuron 

decrease over time was observed in C. calcitrans cultures, perhaps due to a lower affinity for the diatom 

frustule (and/or its organic coating; Round et al., 2007, Tesson & Hildebrand, 2013) leading to an 

adsorption equilibrium reached from the beginning of experiment. DOM did not exert any influence on 

diuron concentrations in cultures. 

As for irgarol, the sole decrease was shown in I0.5 treatment with DOM in C. calcitrans cultures. Irgarol 

metabolites were not analysed, consequently it cannot be excluded that a degradation of irgarol occurred 
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over the experiment, possibly promoted by DOM. Another hypothesis would be an interaction between 

irgarol and DOM in I0.5 treatment, favouring an adsorption/internalization together with a lower toxicity 

due to changes in irgarol availability: in this case, DOM would play a protective role against irgarol 

toxicity. Surprisingly, no such decrease was observed in mixture M2 where other herbicides could compete 

with irgarol for complexation with DOM and/or adsorption. However, there are no data available in the 

literature to validate or not these hypotheses. 

Finally, whereas no variation of S-metolachlor concentrations was observed in the single molecule 

treatments for both species, with and without DOM, an increase of concentration over time was obtained in 

all mixture treatments, reaching +57% of the S-metolachlor concentration added at day 0 in the flasks 

(concentration similar to abiotic flasks). As shown by the results from day 0 compared to the abiotic flasks, 

a fast adsorption/internalization of S-metolachlor occurred in the cultures of the two species. In S5 

treatment, with no growth impairment, concentrations did not evolve significantly during the experiment. 

However when growth was strongly inhibited in treatment M2, the increased concentration probably 

revealed desorption from cell walls, independently from DOM addition. It can be supposed that irgarol 

effects induced changes in structure, composition or permeability of cell walls that would diminish S-

metolachlor affinity. However, no data are available in the literature to confirm this hypothesis. 

2.4.2. Herbicide toxicity without natural DOM addition 

For all cultures, nutrient analyses performed on the first and last days of experiments showed that nitrates, 

orthophosphates and silicates were not limiting for algal growth. When a strong inhibition occurred, as with 

treatments I0.5 and M2, no variation was observed over time in nitrate and orthophosphate concentrations, 

meaning almost no consumption, as expected. 

Exposure to 0.5 µg.L-1 irgarol induced a very strong toxicity on the two species, compared to diuron which 

induced almost no effects at the same concentration, as already related in Dupraz et al. (2016). This 

stronger toxicity of irgarol on microalgae, whereas both herbicides share the same metabolic target (protein 

D1 of the photosystem II), was shown in other studies as well (Devilla et al., 2005, Gatidou & Thomaidis, 

2007). It is likely due to a higher affinity of irgarol for QB niche on the D1 protein (Chesworth et al., 2004). 

Given that no significant effects were detected with D0.5 and S5 treatments, the effects observed on C. 

calcitrans after exposure to the mixture M2, which were similar than with I0.5, were thus probably 

attributable to irgarol. For T. suecica, toxic effects were a bit stronger on growth and photosynthesis with 

M2 treatment compared to I0.5 (-63 ± 1% vs. -56 ± 1%) and (-28 ± 0% vs. -22 ± 0%) respectively. This 

could probably be due to an interaction between molecules which increased the toxicity, as already 

observed with the same substances by Dupraz et al. (2016). However, this assumption remains to be 

demonstrated by specific experiments devoted to the study of mixtures (Cedergreen et al., 2007). Despite 

the sublethal effects previously detected by Roubeix et al. (2011a) as deformed frustules in the freshwater 

diatom Surirella angusta after a 5 µg.L-1 exposure to S-metolachlor (20‰ for exposed cells vs. around 0‰ 

for controls) and by Coquillé et al. (2015) on linearity of movement for freshwater diatom G. gracile after a 

1 µg.L-1 exposure to S-metolachlor (increase of linearity compared to controls), no effects of S-metolachlor 
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were shown in the present study, even on the relative lipid content. Indeed, effects were somehow expected 

due to its mode of action that targets elongases involved in the synthesis of fatty acids and lipids (Fuerst, 

1987). Our results are in line with literature (Juneau et al., 2001, Ma et al., 2006, Thakkar et al., 2013) and 

show no toxicity at these environmental concentrations. 

In addition to drastic physiological effects of I0.5 and mixture M2, other effects on microalgae were also 

deduced from analyses of autochthonous DOM produced in the cultures where no natural DOM was 

added. Indeed, the increase in the culture medium, over time, of dissolved carbon quantity per cells 

exposed to I0.5 was higher than for controls: +370 ± 40% for T. suecica and around +4000 ± 900% for C. 

calcitrans. Usually in the literature, it is admitted that such DOC increase in microalgae cultures can be 

linked to either excretion of cells or their death (Findlay & Sinsabaugh, 2003). In the present study, analysis 

of cultures by flow cytometry indicated a very slow growth rather than cell-death. This increase of DOC 

can thus be linked to cell excretion with no modification of aromaticity for C. calcitrans, based on 

ΔSUVA254 results which did not differ compared to controls.  For T. suecica however, decrease of 

ΔSUVA254 was lower in I0.5 and M2 exposed cells: microalgae exposed to these treatments might have (i) 

excreted more aromatic molecules than controls; and/or (ii) secreted/excreted less non-aromatic molecules 

than controls; (iii) secreted/excreted molecules, which were more easily transformed (e.g. condensation, 

polymerization), thus forming more aromatic molecules. In the three cases, the differential excretion or 

secretion between controls and herbicide-exposed cultures could reflect stress effects. Indeed, several 

studies showed that the composition of excreted substances (protein, lipids, sugars,) could vary depending 

on microalgal species, growth phase and physico-chemical conditions (de Brouwer et al., 2003, Hellebust, 

1965, Urbani et al., 2012, Zhang et al., 2016a) including metal contaminations (Herzi, 2013, Taylor et al., 

2016). In the case of T. suecica exposed to I0.5 and M2, this enhanced excretion associated with a very low 

growth remains to be explained but it could result from ageing of cells between each doubling, 

detoxification mechanisms and/or cell impairments. 

Neither results of autochthonous DOM production index BIX, nor those of HIX, related to 

humification/aromaticity, showed differences between treatments for both species. Controls and exposed 

cells have probably excreted fluorescent molecules similar in quantity and type and/or have undergone 

processes such as polymerization, polycondensation or polyaddition leading to the formation of similar 

fluorescent molecules. The increase in SR (inversely correlated to average molecular weight) in control 

cultures of both species during the experiments reflected a decrease of molecular weight of molecules 

present in autochthonous DOM. In I0.5 treatment for both species, SR also increased over time but 

significantly less than in the controls, suggesting the types of molecules excreted being different. These 

variations of excretion by microalgae cells exposed to pesticides were also observed by Bester et al. (1995). 

In Bester et al. (1995)’s study (to our knowledge, the only one identified until now), the authors obtained a 

positive correlation between the increase of amino acid excretion, dissolved organic phosphorus and 

nitrogen concentrations, and the increase of atrazine concentration in mesocosms containing four species of 

marine diatoms (Thalassiosira punctigera, Thalassiosira rotula, Nitzschia pungens and Skeletonema 
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costatum) and one prymnesiophyte (Phaeocystis globosa). At the same time, they observed a decrease of 

primary production during growth phase. They hypothesized this increase of excretion being linked to the 

stress exerted by atrazine, resulting either in cell wall damages (causing losses) or cell lysis. In the present 

study, this latter hypothesis being excluded, the differential excretion (quantity and quality) of cells could 

potentially be linked to stress caused by irgarol. However, to rule on the possible reason for this excretion, 

analyses on composition of excreted substances and on cell wall, cell mechanisms (metabolic wastes, 

detoxification of cells, cell damages among others) would be necessary. 

2.4.3. Modulation of herbicide toxicity in the presence of natural DOM 

DOM addition to the culture media on the first day of experiments did not modify nutrient concentrations 

(nitrates, orthophosphates and silicates) in the cultures. Similarly to condition without DOM, the absence of 

variations or the lower consumption of nutrients over time was observed in treatments where algae growth 

was inhibited. 

DOM addition to the cultures boosted C. calcitrans growth (+10% for average growth rate in controls) 

when no significant effect was shown on T. suecica average growth rate, although final cellular 

concentration was significantly enhanced with DOM: 751,500 ± 25,500 cell.mL-1 vs. 660,500 ± 20,700 

cell.mL-1 respectively. Therefore, it can be assumed that microalgae used/consumed molecules i) present in 

the natural DOM or ii) molecules resulting from bacteria metabolism on DOM, as the cultures were non 

axenic. Indeed, bacteria release extracellular enzymes (hydrolases), which hydrolyse polymeric matter 

(Nagata, 2008). This hydrolysis provides organic compounds such as vitamins that some organisms like 

microalgae are unable to synthesize (Croft et al., 2005, Croft et al., 2006, Droop, 2007). Other studies also 

demonstrated microalgae growth in non-axenic conditions being boosted through the direct consumption of 

organic molecules such as sugars (as glucose; EL-Sheekh et al., 2012), humic acids (Gagnon et al., 2005), 

that are components of natural DOM (Benner, 2003, Kujawinski, 2011). In order to provide deeper insights 

on the quantity and type of molecules available and consumed by microalgae, experiments in axenic 

environment (without bacteria) and more in-depth analyses of DOM composition at the beginning and at 

the end of experiments are required. 

With DOM addition, biological results of herbicide-exposed cultures showed, for C. calcitrans, a slight but 

significant decrease of the effect induced by I0.5 and M2 compared to condition without DOM on growth 

rate and FL1Lipids ratio. Contrarily for T. suecica, DOM addition exacerbated the toxicity of pesticides: in 

D0.5 where no effect was found on growth rate or FL1Lipids ratio without DOM, an inhibition appeared 

(around -10% for both parameters) with natural DOM addition. For I0.5 and M2, DOM addition resulted in 

a more pronounced toxicity on growth rate and photosynthetic efficiency. These variations of herbicide 

toxicity between conditions with and without DOM were not due to differences in exposure concentrations 

that were similar. Changes induced by organic matter in toxicity of organic chemicals towards microalgae 

were also observed by Zhang et al. (2016b), which are to our knowledge the only authors having published 

a study that combined microalgae, natural organic matter and contaminants. These authors showed that the 

presence of natural organic matter from Suwannee River (IHSS) increased acute toxicity of 



Chapitre 6 – Modulation de la toxicité des herbicides vis-à-vis de microalgues marines en présence de MOD Article 4 

206 

 

monochlorobenzene and 1,2-dichlorobenzene, when it decreased toxicity of pentachlorobenzene and 

hexachlorobenzene on the growth of the freshwater microalga Chlorella pyrenoidosa. The authors linked 

these toxicity variations to complex relationships between organic matter and chlorine substitutions of 

chlorobenzenes promoting or inhibiting their passage into the cells. In our study, three hypotheses could 

perhaps explain our results. The first hypothesis is that herbicides could be adsorbed on or bound to specific 

substances of DOM such as humic substances (Campbell et al., 1997, Millour, 2011, Vigneault, 2000), less 

consumed/used in diatom cultures than in chlorophyte cultures (by microalgae and/or bacteria). The second 

hypothesis could be linked to the difference in the nature and composition of cell walls. Indeed, the cell 

wall of chlorophytes is in direct contact with herbicides and DOM substances contrary to diatoms, which 

have siliceous walls (frustule) covered of organic coating (Round et al., 2007, Tesson & Hildebrand, 2013) 

that could exert a protecting role. Indeed, this organic coating has maybe favoured the adsorption of irgarol 

linked to organic molecules on the cell wall (that would explain the higher decrease of irgarol 

concentration) but inhibited the internalization, on the contrary to T. suecica. Parent et al. (1996) showed 

that fulvic acids increased the membrane permeability of Chlorella pyrenoidosa (Chlorophyte). Therefore, 

we hypothesize that this phenomenon of increased membrane permeability, which would facilitate the 

passage of herbicides (glued to the wall in our condition without DOM), could have happened for T. 

suecica and not for C. calcitrans or to a lesser extent. Measurements of membrane permeability (Parent et 

al., 1996) and the determination of the partition of herbicides free and bound to DOM (log KDOC), would be 

necessary to answer this. Finally, the third hypothesis concerns the decrease of herbicide effects, especially 

for irgarol, on C. calcitrans in the presence of DOM. Our hypothesis is that this species could consume 

DOM constituents directly or indirectly (through the bacteria action) as additional source of energy (such as 

carbon, glucose, vitamin) and would allocate a part of this energy (not available without DOM) to detoxify. 

Indeed, microalgae have an enzymatic equipment such as cytochrome P450 (Mthakathi et al., 2015, Thies 

et al., 1996) or antioxidant enzymes (e.g. superoxide dismutase, catalase; Liu et al., 2017), and can 

synthesize protective substances (such as carotenoids; Demmig-Adams, 1990, Rowan, 1989). To confirm 

this last hypothesis, complementary analyses are necessary, such as measurement of enzymatic activity in 

conditions with and without DOM (Liu et al., 2017). 

The toxicity induced by I0.5 and M2 was accompanied by a strong increase of carbon quantity per cells 

produced over time compared to controls (up to +855% for T. suecica exposed to M2). This carbon 

increase, as observed by Bester et al. (1995), likely corresponded to excretion or secretion of cells, 

reflecting stress or wall damages, rather than cell death. It was not accompanied by a variation of DOM 

aromaticity (no significant difference in the ΔSUVA254 nor in HIX between controls and herbicide-exposed 

cultures). It can be assumed that microalgae in controls and treatments I0.5 and M2 secreted the same 

proportion of aromatic and fluorescent molecules. On the other hand, this increase of carbon was 

accompanied by a modification of average molecular weight (SR) and DOM humification/aromaticity 

(HIX), contrary to the conditions without DOM. Indeed, the decrease in average molecular weight seemed 

lower in I0.5 and M2 than in controls, and DOM aromaticity increased over time for T. suecica exposed to 
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I0.5 and M2 and for C. calcitrans exposed to mixture M2, while it decreased in the controls. These results 

could be explained by an excretion/secretion of more humified molecules having a higher molecular weight 

than in controls. Complementary analyses on the nature of excreted molecules would be necessary to 

validate these hypotheses. 

2.5. Conclusions 

The aim of this study was to investigate the influence of natural DOM on the toxicity of three herbicides, 

singly and in mixtures (irgarol, diuron and S-metolachlor), to two marine microalgae, Chaetoceros 

calcitrans and Tetraselmis suecica. The concentrations (herbicides and DOM) tested in this study were 

representative of those found in natural environments under anthropogenic pressure. Results showed that 

for both species, irgarol was the most toxic on growth, relative intracellular lipid content, and operational 

photosynthetic efficiency, and that the differential excretion in terms of composition and quantity of 

dissolved organic carbon, compared to controls, could be related to this toxicity. They also showed that (i) 

microalgae were likely able to use molecules present in natural DOM directly or indirectly (made available 

in non-axenic conditions by bacteria metabolism), (ii) DOM addition to the cultures did modulate herbicide 

toxicity, and (iii) this toxicity modulation was species-dependent: the toxicity decreased for the diatom, 

whereas it increased for the chlorophyte. Therefore, this study confirms the major role of DOM on the 

marine microalgae studied and on herbicide toxicity, highlighting the importance to consider DOM as a 

possible major factor implied in toxicity modulation in the environment. 
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3. Synthèse 

Le but de ce chapitre était d’évaluer (i) les effets de l’irgarol, du diuron et du S-métolachlore, seuls, en 

mélange et à dose environnementale vis-à-vis de deux espèces marines (Chaetoceros calcitrans (diatomée) 

et Tetraselmis suecica (chlorophyte)) et (ii) d’investiguer l’influence de la MOD naturelle sur cette toxicité. 

Les mesures de croissance, d’efficacité photosynthétique et du contenu relatif en lipides ont permis de 

montrer que la molécule la plus toxique vis-à-vis des microalgues testées était l’irgarol. En effet, une forte 

inhibition des trois paramètres a été provoquée chez les deux espèces par la concentration de 0,5 µg.L-1. À 

concentration égale et bien qu’ayant la même cible métabolique, le diuron n’a pas été toxique sur les 

paramètres étudiés. Cette plus faible toxicité du diuron a également été observée lors de l’étude 

préliminaire disponible dans le Chapitre 4. Concernant le S-métolachlore, malgré l’absence d’effet 

significatif sur les paramètres étudiées (résultat peu surprenant au vu des données disponibles sur sa toxicité 

dans la littérature), nous ne pouvons exclure qu’il ait affecté les espèces étudiées. En effet, lors de l’étude 

préliminaire sur G. gracile (Chapitre 3), une modification de la linéarité du mouvement a été observée 

après exposition à 1 µg.L-1 de métolachlore. Roubeix et al. (2011a) ont également observé une 

augmentation du pourcentage de frustules déformés chez la diatomée Surirella angusta exposée à 5 µg.L-1 

de S-métolachlore. Aussi, il aurait été intéressant d’évaluer à d’autres paramètres comme la mobilité ou le 

pourcentage de cellules déformées. Concernant les mélanges, seul celui composé des concentrations 

maximales de chaque molécule (M2) s’est avéré toxique sur les paramètres étudiés. Cette toxicité du 

mélange était similaire à celle de l’irgarol à 0,5 µg.L-1 pour C. calcitrans alors qu’elle était plus élevée pour 

T. suecica, suggérant un probable effet synergique des molécules, qui reste à démontrer. Ces effets toxiques 

se sont également répercutés sur les caractéristiques de la MOD. En effet, une plus forte production de 

carbone organique dissous par les cellules et/ou les bactéries a été observée pour les cultures exposées à 

I0,5 et M2. 

L’ajout de MOD naturelle aux cultures a influé sur la toxicité des herbicides différemment selon l’espèce. 

En effet, une diminution de la toxicité a été observée pour les paramètres biologiques de C. calcitrans ; à 

l’inverse, cette toxicité a été augmentée pour T. suecica exposée à l’irgarol mais également au diuron 

(inhibition de la croissance et de l’efficacité photosynthétique en présence de MOD à 0,5 µg.L-1 de diuron, 

alors qu’aucun effet significatif n’avait été détecté en l’absence de MOD pour ce traitement). Cette 

modulation de toxicité s’est également reflétée sur la concentration en carbone organique dissous 

(diminution pour C. calcitrans et augmentation pour T. suecica) : les cellules exposées de C. calcitrans ont 

moins excrété en présence de MOD que sans MOD, et inversement pour T. suecica. Cette modulation de 

toxicité pourrait être expliquée par : 

– une modification de la biodisponibilité des pesticides (liés à des molécules organiques plus ou moins 

utilisables par les microalgues) ; 

– une composition différente des parois cellulaires : frustule recouvert d’un revêtement organique pour la 

diatomée et paroi nue pour la chlorophyte ; 
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– une capacité de détoxification des microalgues (pour C. calcitrans) augmentée en présence de MOD 

grâce à la présence de sources d’énergie supplémentaires (composés organiques ou inorganiques rendus 

éventuellement disponibles par l’action des bactéries). 

L’étude présentée dans ce chapitre a montré pour la première fois le rôle majeur de la MOD naturelle sur la 

modulation de la toxicité des herbicides. 
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1. Introduction 

Dans l’environnement aquatique, la MOD peut interagir avec les contaminants chimiques tels que les 

pesticides. En effet, elle affecte leur transport, leur devenir (dégradation inhibée ou favorisée), leur 

biodisponibilité mais également leur toxicité comme démontré dans le chapitre précédent avec des 

microalgues marines (modulation de toxicité espèce-dépendante). 

Cependant, le devenir des pesticides est également gouverné par des processus faisant intervenir la 

composante biotique. Ainsi, les microorganismes comme les bactéries et les microalgues sont l’objet de 

phénomènes de biosorption (mécanismes passifs tels que l’adsorption, l’absorption, ou encore la 

complexation avec les surfaces comme les parois cellulaires), de bioaccumulation et de métabolisation des 

molécules (Priyadarshani et al., 2012). En effet, les microalgues, cibles indirectes des pesticides, sont dans 

certains cas capables de bioaccumuler (Okay et al., 2000, Weiner et al., 2004) mais également de 

biodégrader certaines molécules (Petroutsos et al., 2008, Subashchandrabose et al., 2013, Suresh & 

Ravishankar, 2004, Thies et al., 1996). Dans le cas de la biodégradation, elle peut être mise en œuvre par le 

biais d’une source de carbone organique annexe (co-métabolisme) comme l’acétate (Xiong et al., 2017). 

Ces phénomènes sont fonction de l’espèce (taille de la cellule) mais également de la molécule considérée et 

de sa concentration (Amiard, 2011). 

L’objectif de ce chapitre est d’évaluer, en présence de MOD, la toxicité des trois herbicides étudiés, seuls et 

en mélange, sur deux souches de microalgues d’eau douce en cultures non axéniques. L’influence des 

microalgues et de leurs bactéries associées sur le devenir de ces herbicides est également appréhendée. 

Le chapitre est constitué de trois parties. La première partie est présentée sous la forme d’une publication 

courte (short paper), soumise prochainement, portant sur la chlorophyte Sphaerellopsis sp.. La deuxième 

partie présente des résultats complémentaires obtenus sur l’espèce Gomphonema gracile (diatomée). Enfin, 

la troisième partie est une synthèse des résultats présentés dans ce chapitre. 
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2.1. Introduction 

Microalgae are at the basis of aquatic food webs due to their capacity to produce organic carbon from light 

energy (= photosynthesis) (Wetzel, 2001). In the environment, microalgae can be targeted by herbicides, 

which transit in aquatic systems by runoff, aerial transport, diffusion, drainage, etc. 

In Southwest France, coastal rivers such as the tributaries of Arcachon Bay are contaminated by diverse 

herbicides used for the protection of surrounding crops, and biocides used as antifouling coatings on boats. 

Among them, diuron, irgarol and S-metolachlor are frequently detected in the area, especially the latter 

(Fauvelle, 2012). Diuron (phenylurea) and irgarol (triazine) are inhibitors of photosynthesis, whereas S-

metolachlor (chloroacetamide) inhibits the synthesis of fatty acids. These three herbicides have been shown 

to exert toxicity on microalgae, but not at the same concentration ranges. For example, Okamura et al. 

(2003) determined 96h-EC50 of 1.6 µg.L-1 irgarol, and 6.6 µg.L-1 diuron, based on the growth of the 

freshwater chlorophyte Selenastrum capricornutum, when the value obtained by Fairchild et al. (1998) on 

the same species for metolachlor was around 84 µg.L-1.  

Microalgae can thus be indirect targets, but some of them have the ability to biodegrade pesticides. Indeed, 

Bi et al. (2012) observed a decrease of growth and photosynthetic effective quantum yield in the 

chlorophyte Chlamydomonas reinhardtii exposed to increasing concentrations of isoproturon; at the same 

time, the authors measured a decrease of isoproturon concentration in the culture medium, together with an 

increase of isoproturon intracellular concentration, and an increase of biodegradation with higher 

concentrations. Kabra et al. (2014) also observed a decrease in the growth and chlorophyll a content of 

Chlamydomonas mexicana with increasing atrazine concentrations (0 to 100 µg.L-1) over time. At the same 

time, a decrease of bioaccumulation and an increase of biodegradation were shown over time. These 

capacities of microalgae to biodegrade pesticides originate from some well-known enzymatic systems 

(cytochrome P450, glutathione S-transferase (GST), etc. ; Torres et al., 2008, Zablotowicz et al., 1998). 

However in the environment, other components such as dissolved organic matter (DOM) may influence the 

fate, bioavailability, bioaccumulation and toxicity of pesticides (Bejarano et al., 2005a). DOM is a complex 

and heterogeneous mixture of organic molecules (<0.45 µm) of various aquatic and terrestrial origins 

resulting from decomposition of living organisms, their defecation, secretion and excretion. In the 

environment, DOM can decrease or increase the abiotic degradation of pesticides (Canonica, 2009, 

McNeill & Canonica, 2016). It can also modify their toxicity. For example, Knauer et al. (2007) observed a 

decrease of photosynthesis (around 10%) with 5 µg.L-1 diuron and black carbon (a part of organic carbon) 

added to Pseudokirchneriella subcapitata cultures. Zhang et al. (2016b) demonstrated a modulation of 

chlorobenzene toxicity with DOM addition (Suwannee River Natural Organic Matter (purchased by the 

International Humic Substances Society - IHSS)) in the freshwater microalgae Chlorella pyrenoidosa. 

However, no study has until now explored the influence of natural DOM, which is a major component in 

aquatic environments, on the possible interactions between pesticides and microalgae. 
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Therefore, this study aimed to evaluate the toxicity of irgarol, diuron and S-metolachlor, singly and in 

mixtures, in presence of DOM isolated from the environment, on growth, photosynthetic efficiency and 

relative intracellular lipid content of the freshwater chlorophyte Sphaerellopsis sp. 

2.2. Materials and methods 

2.2.1. Biological material and culture conditions 

The microalga Sphaerellopsis sp. (Chlorophyta) was isolated from a natural biofilm sample collected in 

December 2013 in Rebec stream (Southwest France), a small tributary (with limited pollutant inputs) of 

Leyre River, itself the principal tributary of Arcachon Bay. The species was isolated by micromanipulation 

under the inverted microscope and cultured in the laboratory in sterile Dauta medium (Dauta, 1982), in 

non-axenic conditions, at 17°C, in a thermostatic chamber 610 XAP (LMS LTD®, UK) with a dark:light 

cycle of 8:16 h (average light: 67 ± 0 µmol.m-2.s-1). 

The growth of Sphaerellopsis sp. is optimal with natural DOM addition to the culture medium. Natural 

DOM was collected in spring 2015 in Rebec stream, at the origin site of the species. Stream water (96 L) 

was pumped, filtered onto 0.45-μm Teflon filter cartridges (Whatman, PolycapTM 75TF), and DOM was 

concentrated ten times by reverse osmosis (TIA pilot equipped with FILMTECTM SW30-2540 membrane), 

as described in Huguet (2007). In the experiment, Sphaerellopsis sp. was grown in sterile Dauta medium 

with the concentrated DOM added at twice the environmental concentration. 

2.2.2. Experimental design 

The experiment lasted fourteen days and was performed in 100-mL round borosilicate sterile glass flasks 

previously heated to 450°C for 6 h and autoclaved 20 min at 121°C. Glass flasks were inoculated at 2,000 

cell.mL-1 using stock cultures in exponential growth phase (total volume of 60 mL). Nine treatments (with 

DOM added in culture medium) were run: a control treatment (no pesticide) plus 8 pesticide treatments: 

irgarol at 0.05 (I0.05) and 0.5 (I0.5) µg.L-1, diuron at 0.05 (D0.05) and 0.5 (D0.5) µg.L-1, S-metolachlor at 

0.5 (S0.5) and 5 (S5) µg.L-1 and their mixtures: M1 (I0.05+D0.05+S0.5) and M2 (I0.5+D0.5+S5). Stock 

solutions (500 mg.L-1) of Irgarol Pestanal® (≥ 98.4%), diuron (> 98%) and S-metolachlor Pestanal® (≥ 

98.4%), purchased from Sigma Aldrich, were prepared in pure methanol and diluted in sterile ultrapure 

water. The highest methanol concentration reached in the flasks, 0.0012% in M2, is far below the 

maximum concentration recommended for algal bioassays (Abou-Waly, 2000). Controls were carried out 

in quadruplicate and herbicide-exposed cultures in triplicate. All treatments were also carried out without 

microalgae (abiotic component), in duplicate. 

During the experiment, samples were taken for pesticide and biological analyses, as described in the 

following sections. 
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2.2.3. Pesticide analyses 

Pesticides were analyzed in all controls, including abiotic ones, and in the highest concentrations tested 

(I0.5, D0.5, S5 and M2) on the first and last days of experiment, on filtered samples (0.45-μm 

polyethersulfone filter, VWR, USA). Filtered culture samples (100µL) were diluted ten-fold using 

ultrapure water and 40 µL of the diluted samples were directly analyzed by liquid chromatography (1290 

Infinity system, Agilent Technologies, USA) coupled to tandem mass spectrometer (6460 triple quadrupole 

LC/MS system, Agilent Technologies, USA), after adding internal standards. The separation was 

performed using a Kinetex C18 column and using a gradient of 5 mM ammonium acetate with 0.1% acetic 

acid in ultrapure water and pure methanol as mobile phases, with a flow rate of 0.5 mL.min-1. Analyses of 

pesticides and their metabolites (for diuron and S-metolachlor) were performed in multiple reaction 

monitoring mode. Quantification limits were 0.24 ng.L-1 for irgarol, 1.19 ng.L-1 for diuron, 4.43 ng.L-1 for 

DCPMU, 5.29 ng.L-1 for 1,2,4-DCPU, 4.26 ng.L-1 for 1,3,4-DCPU, 1.11 ng.L-1 for S-metolachlor, and 1.23 

ng L-1 and 3.13 ng.L-1 for metolachlor OA and ESA. 

2.2.4. Biological parameters 

Culture samples were analyzed on an Accuri C6 flow cytometer (Becton Dickinson AccuriTM) equipped 

with a blue (488 nm) and a red (640 nm) laser. 

  

Cell density was measured in all the cultures, from 300 µL sampled every working day, fixed using 

glutaraldehyde (final concentration 0.25%), then frozen (-80°C) until analysis. Cells were counted on FL1 

(green fluorescence, 530/30 nm) versus FL3 (red fluorescence, >670 nm) cytograms. For each culture, the 

average growth rate (µ, h-1) was calculated, corresponding to the slope of regression line from ln(cell.mL-1) 

vs time (h). 

  

The relative intracellular lipid content (FL1Lipids) was estimated on the last day of experiment by the use of 

the green lipophilic fluorochrome BODIPY505/515 (Life Technologies®, Carlsbad, CA, USA), following a 

protocol adapted from Brennan et al. (2012). Briefly, for each culture, 200 µL samples were stained (final 

BODIPY505/515 concentration of 60 µg.L-1, 1% DMSO) and incubated at room temperature in the dark 

during 3 minutes. FL1 values of cells (unstained and stained cells) were normalized using FL1 values of 2-

µm fluorescent polystyrene microspheres (Flow CheckTM High Intensity Alignment Grade Particles 2.00 

µm, Polysciences Inc., Warrington, PA, USA), added in all samples, using the formula: 

FL1Lipids = (FL1stained microalgae/FL1stained microsphere)/(FL1unstained microalgae/FL1unstained microsphere) 

The bacterial concentrations in cultures were determined on the last day of experiment by the use of the 

fluorochrome SYBR® Green I (Molecular Probes Inc., Eugene, OR, USA), following the protocol of Marie 

et al. (1997). Briefly, 200 µL samples were stained (final concentration of 1X) with a working solution at 

100X diluted in sterile Milli-Q water then incubated during 15 minutes at room temperature in the dark. 

Cells were counted of FL1 versus FL4 (red fluorescence, 675/12.5 nm). 
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The PSII effective quantum yield (Φ’M) was measured on the last day of experiment by Pulse-Amplitude 

Modulated (PAM) fluorescence using a PHYTO-PAM (Heinz Walz, GmbH, Germany) equipped with an 

emitter-detector unit (PHYTO-EDF). Measurements were performed using a homemade device for 

reproducible direct measurements on bottom of the flasks, after homogenization of cultures by agitation 

and after checking that cells were not stuck on the bottom. Final Φ’M values resulted from the average of 10 

measurements per culture. 

2.2.5. Statistical analyses 

One-way ANOVAs were performed on biotic treatments to detect significant differences between control 

and herbicide-exposed cultures (with a p-value <0.05 considered as statistically significant), followed by a 

Tukey post-hoc test when significant differences were detected. Evolution of herbicide concentrations over 

time was assessed with Student’s t-test or Welch’s t-test (p-value <0.05 considered as statistically 

significant) after having checked the homoscedasticity with Fisher’s F-test. All statistical analyses were 

performed with R 3.2.2. (Ihaka & Gentleman, 1996). 

2.3. Results and discussion 

2.3.1. Herbicide exposure 

Neither diuron nor irgarol were detected in the concentrated natural DOM sample used to enrich 

microalgae culture medium. S-metolachlor was quantified at 9 ng.L-1 and its metabolites ESA and OA at 

417 ng.L-1 and 198 ng.L-1, respectively (data not shown). These metabolites were consequently measured in 

all treatments, including controls (data not shown), at concentrations averaging 88 ± 12 ng.L-1 (ESA) and 

60 ± 4 ng.L-1 (OA) (Figure 54C). The dilution factor (of five) together with the quantification limit of 

1.11 ng.L-1 explain why S-metolachlor was not quantified in treatments where no S-metolachlor was added. 

Herbicide concentrations measured on the first day in abiotic treatments matched the nominal 

concentrations: 504 ± 12 ng.L-1 for irgarol (Figure 54A), 552 ± 25 ng.L-1 for diuron (Figure 54B), and 

4736 ± 32 ng.L-1 for S-metolachlor (Figure 54C). However in the biotic systems on the first day, 

concentrations were significantly lower than those measured in the abiotic systems: about -53 ± 4 % for 

irgarol, -15 ± 10 % for diuron and -13 ± 3 % for S-metolachlor. These results suggest rapid adsorption of 

the molecules onto cell walls and/or internalization into cells. Based on their log Kow values, these 

molecules are considered as non-polar substances, lipophilic and bioaccumulative (Tetko et al., 2005), 

having a high affinity with phospholipids, lipoproteins and fatty acids of cell walls (Amiard, 2011). 

Moreover, Nestler et al. (2012) suggested that diuron could be internalized as fast as 1-2 minutes following 

its addition to cultures of the freshwater microalga Chlamydomonas reinhardtii. Therefore, the “lost” 

molecules of diuron could have been partly internalized into Sphaerellopsis sp. cells; for the two other 

molecules, no uptake kinetics data are available in the literature to support this hypothesis. 
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Figure 54 : Herbicide concentrations measured in the highest treatments of irgarol (A), diuron (B) and S-metolachlor (C), singly and in mixture M2, in abiotic and biotic component on 

the first and last days of experiment. All values are mean values (± standard error, SE; n=2 for abiotic treatments and n=3 for Sphaerellopsis sp. cultures). * and † indicate 

significant differences between abiotic and biotic components on day 0 and between the first and last days for a given treatment, respectively (t-test, p<0.05). 
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2.3.2. Effects and fate of herbicides 

Cell concentrations in controls increased from 2,000 to 3,000,000 cell.mL-1 in 14 days, showing a classic 

exponential growth (data not shown). All biological results showed that herbicide exposure in presence of 

DOM did not induce any deleterious impact on Sphaerellopsis sp. under our experimental conditions 

(Table 18). Instead, the growth rate significantly increased in M2 treatment (0.026 h-1) compared to 

controls (0.023 h-1). This higher concentration of cells in M2 treatment was also observed with bacteria 

concentration (15.3 ± 0.7x106 cells.mL-1 vs. 9.7 ± 1.3x106 cells.mL-1 for controls). However, the bacteria 

per alga ratio was not different (around 3). Mean photosynthetic efficiency (all treatments included) was 

0.39 and the FL1Lipids ratio averaged 4.47 ± 0.09. Given the literature available on the toxicity of irgarol and 

diuron at low concentrations, effects on growth and especially on photosynthesis were expected. On the 

contrary, this strain exhibits a very low sensitivity to these molecules. This low sensitivity of some species 

of microalgae (and thus the wide range of responses) is known, as showed by Larras et al. (2012). This 

could be linked to its exposure historic before being isolated from the environment, although the site is 

normally slightly polluted (Sandre, 2017), and/or to interactions having occurred between pesticides and 

DOM. Indeed, as evidenced by Zhang et al. (2016b), DOM can decrease the bioavailability of herbicides 

and consequently their toxicity:  using natural DOM from Suwannee River (IHSS) added to the cultures, 

they found lower toxic-induced growth inhibition of Chlorella pyrenoidosa with highly chlorinated 

chlorobenzenes. 

 

While concentrations of S-metolachlor and its metabolites were stable over time, a significant decrease in 

irgarol (around -100%) and diuron (around -52%) concentrations was observed at the end of the 

experiment, in single treatments and mixture M2 (Figure 54).  

Irgarol almost disappeared at the end of experiment (0.27 ± 0.06 ng.L-1 in I0.5 and below the quantification 

limit in M2). Given the decrease observed in abiotic treatments over time (-54 ± 4%), a part of irgarol 

decrease in the cultures can be directly related to abiotic processes such as losses linked to adsorption on 

walls of flasks and/or evaporation in  the headspace of flasks and/or hydrolysis and/or photodegradation 

possibly increased by DOM. Indeed, Sakkas et al. (2002) showed that humic substances promoted the 

photodegradation of irgarol in controlled conditions. It can thus be assumed that the decrease of the 

remaining 46%, was probably due to biological activity (microalgae and/or bacteria): photodegradation 

could have been catalyzed/promoted by the DOM together with the organic dissolved substances excreted 

by microorganisms. Indeed, the analyses of dissolved organic carbon showed an increase of DOC 

concentration over time in the biotic treatments (26.8 ± 0.8 mgC.L-1 vs 13.6 ± 0.2 mgC.L-1 averaged for all 

abiotic treatments). Irgarol decrease can also be linked to adsorption on cell walls or internalization into 

cells, given the lipophilic character of this molecule (Log Kow=4.0) (Tetko et al., 2005). A third hypothesis 

could be the biodegradation made by bacteria (INERIS, 2012) and/or microalgae, but irgarol metabolites 

were not analyzed in our study. To be conclusive about the organisms responsible for such degradation, 
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experiments in both axenic and non-axenic conditions would be necessary to conclude, although microalgal 

growth may perform worse under axenic conditions (Windler et al., 2014). Another option would be to 

implement again the experiment with other algal species, in order to compare pesticide losses over time. In 

any case, to conclude about biodegradation, measurements of enzymatic activities (cytochrome P450) and 

concentrations of parent-molecule and its metabolites into the cells would also be necessary. 

For diuron, no variation over time was observed in abiotic systems (472 ng.L-1) but concentrations fell 

down to 232 ± 23 ng.L-1 in D0.5 treatment and to 184 ± 29 ng.L-1 in M2 treatment. This could be explained 

by adsorption on cell walls and/or internalization into cells (Log Kow=2.9) (Tetko et al., 2005). As for 

irgarol, a photodegradation or hydrolysis catalyzed/promoted by the excretion of microorganisms (humic 

substances) could also have occurred. A third hypothesis is the biodegradation. Indeed, DCPMU (1-(3,4-

dichlorophenyl)-3-methylurea), one of diuron metabolites, appeared and was quantified in both D0.5 and 

M2 treatments (90 ± 19 ng.L-1). These results suggest diuron degradation in presence of microalgae and/or 

bacteria associated to Sphaerellopsis sp. cultures, as no DCPMU was measured in abiotic treatments. 

DCPMU results from diuron’s loss of a methyl group (Giacomazzi & Cochet, 2004). Biodegradation is 

usually performed by Gram positive and negative bacteria (Giacomazzi & Cochet, 2004), which are 

bacteria (both) cohabiting with algae (Ramanan et al., 2016, Romera-Castillo et al., 2011). Furthermore, 

scientific evidence of possible degradation of pesticides by microalgae can be found, for example, in 

Zablotowicz et al. (1998): they showed that four microalgae species were able to degrade fluometuron 

(phenylurea) by N-demethylation with cytochrome P450. However, as for irgarol, experiments in axenic 

environment and/or with other species, coupled to analyses of pesticides (diuron and its metabolites) and 

enzymatic activities known to participate in detoxification, are necessary to conclude. 

Finally, we can not exclude a co-metabolic degradation (=microbial degradation mechanism without 

benefit for organism (energy) and in the presence through of another carbon source used for as growth; 

Sylvestre et al. (2004)) through organic substrate consumption by microalgae and/or bacteria naturally 

inhabiting the cultures, to explain the diuron degradation. In the case of our study, we can not conclude 

about this hypothesis. Experiments in axenic environment, including other, “simple” substrate (such as 

glucose, acetate) and compared to results obtained with DOM (more complex) could possibly provide new 

insights about this option. 

To conclude, the present study showed no toxic effect of the herbicides diuron, irgarol and S-metolachlor, 

tested at environmental concentrations (Fauvelle, 2012, REPAR, 2015), on the freshwater microalga 

Sphaerellopsis sp.. It also suggests that Sphaerellopsis sp., cultured in non-axenic conditions, may be able, 

with its associated bacteria and in presence of natural DOM, to biodegrade diuron in freshwater 

environments. 
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Table 18: Sphaerellopsis sp. growth rate (µ), relative intracellular lipid content (FL1Lipids ratio), operational yield (Φ’M), bacteria concentration and bacteria number per alga cell 

obtained at final day for the nine treatments in presence of natural DOM. All values are mean values (n=4 for control and n=3 for pesticide-exposed cultures) (± standard 

error, SE) and * indicate significant differences between controls and pesticide-exposed cultures for different parameters (ANOVA, p<0.05 followed by Tukey post-hoc 

test, p<0.05). 

 
Control I0.05 I0.5 D0.05 D0.5 S0.5 S5 M1 M2 

µ (h-1) 0.0229 ± 0.0003 0.0246 ± 0.0012 0.0235 ± 0.0003 0.0231 ± 0.0004 0.0226 ± 0.0003 0.0236 ± 0.0002 0.0233 ± 0.0001 0.0237 ± 0.0004 0.0255 ± 0.0003 * 

FL1Lipids ratio 4.69 ± 0.21 4.32 ± 0.40 4.43 ± 0.19 4.23 ± 0.23 4.51 ± 0.35 4.26 ± 0.10 5.22 ± 0.40 4.18 ± 0.07 4.28 ± 0.26 

Φ’M 0.40 ± 0.01 0.38 ± 0.00 0.37 ± 0.00 0.39 ± 0.00 0.38 ± 0.01 0.39 ± 0.01 0.40 ± 0.00 0.40 ± 0.01 0.39 ± 0.01 

Bacteria 
concentration 

(106 cells.mL-1) 

9.7 ± 1.3 9.7 ± 0.6 11.1 ± 0.3 9.2 ± 0.4 9.7 ± 0.9 13.4 ± 2.6 12.4 ± 0.7 11.4 ± 1.0 15.3 ± 0.7 * 

Bacteria per 
algae cell 

3 ± 0 3 ± 1 4 ± 0 2 ± 0 3 ± 0 2 ± 0 3 ± 0 2 ± 0 3 ± 0 
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3. Devenir et toxicité vis-à-vis de Gomphonema 

gracile 

Gomphonema gracile, tout comme Sphaerellopsis sp., a été exposée aux trois herbicides (irgarol, diuron et 

S-métolachlore) seuls et en mélange avec de la MOD durant sept jours. Le principe de l’expérimentation, 

les prélèvements et les différentes analyses ont été réalisés comme décrit dans la partie 2.2. 

3.1. Concentrations d’exposition 

Dans l’ensemble des traitements des volets biotiques et abiotiques, les métabolites du S-métolachlore ont 

été quantifiés : 52 ± 7 ng.L-1 pour le métolachlore ESA et 59 ± 3 ng.L-1 pour le métolachlore OA (toutes 

conditions confondues). Comme expliqué dans la partie 2.3.1., ces métabolites proviennent de la MOD 

naturelle concentrée. 

Dans le volet abiotique, les concentrations en pesticides mesurées au premier jour de l’expérimentation 

étaient relativement proches des concentrations nominales  (mais sensiblement plus élevées pour le 

diuron) : 501 ± 10 ng.L-1 pour l’irgarol (Figure 55A), 621 ± 30 ng.L-1 pour le diuron (Figure 55B) et 4792 ± 

69 ng.L-1 pour le S-métolachlore (Figure 55C). À l’inverse, pour le volet biotique, à l’exception de la 

condition D0,5, les concentrations étaient significativement plus faibles que dans le volet abiotique : de -55 

± 2% pour l’irgarol à -46 ± 3% pour le S-métolachlore et -21 ± 6% pour le diuron (tous traitements 

confondus). Le classement par ordre décroissant de ce pourcentage de perte, correspond au classement 

décroissant des log Kow des molécules étudiées, à savoir : irgarol (4,0) > S-métolachlore (3,4) > diuron (2,9) 

(Tetko et al., 2005). Le log Kow correspond au coefficient de partage octanol-eau. L’octanol ayant une 

polarité très proche des lipides des cellules, le log Kow est assimilé à l’affinité de la molécule étudiée pour 

les acides gras, phospholipides et lipoprotéines ; autrement dit, elle permet de juger du caractère lipophile et 

bioaccumulable de la substance étudiée (Amiard, 2011). Au vu des constantes de chacune des molécules 

étudiées, elles peuvent être considérées comme lipophiles et bioaccumulables. Aussi, les variations entre les 

concentrations abiotiques et biotiques suggèrent une rapide adsorption sur les cellules ou une internalisation 

(dans les 2h suivant la contamination, délai maximal entre l’exposition et le prélèvement du dernier ballon). 

Concernant le diuron, cette molécule a pu en partie être internalisée. En effet, Chaumet B. (données non 

publiées) a observé une accumulation de la molécule en moins de 15 minutes dans la fraction intracellulaire 

de biofilms d’eau douce. Nestler et al. (2012) ont également suggéré une internalisation très rapide (de 

l’ordre de la minute) pour cette même molécule en raison de l’inhibition de la photosynthèse de 

Chlamydomonas reinhardtii (chlorophyte dulçaquicole) observée juste après l’ajout de diuron dans le 

milieu. Pour les deux autres molécules, étant donné qu’aucune cinétique d’accumulation n’est disponible 

dans la littérature, nous ne pouvons conclure quant à leur possible internalisation.
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Figure 55 : Concentrations en herbicides mesurées le premier et le dernier jour de l’expérience, dans les traitements aux concentrations maximales d’irgarol (A), de diuron (B) et de S-

métolachlore (C), seuls et dans le mélange M2, dans le volet biotique et abiotique. (Moyenne ± erreur-type ; n=2 pour le volet abiotique et n=3 pour les cultures de G. gracile). * 

indique les différences significatives entre le volet biotique et abiotique au jour 0 et † indique les différences significatives entre le premier et le dernier jour pour un même 

traitement (t-test, * et † p<0,05). 
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3.1. Devenir et toxicité des herbicides 

Les dosages en herbicides effectués le dernier jour de l’expérimentation ont montré pour le volet abiotique : 

une diminution de l’ordre de 40% de la concentration en irgarol et aucune évolution au cours du temps pour 

le diuron et le S-métolachlore (Figure 55). Comme dans la section 2.3.2., cette diminution de l’irgarol 

pourrait être expliquée par plusieurs phénomènes : i) une adsorption sur les parois des ballons en verre 

borosilicaté ; ii) des pertes liées à la volatilisation des molécules dans l’espace de tête des ballons ; iii) une 

hydrolyse ; iv) une photodégradation de ce composé. Des expérimentations complémentaires en jouant sur 

le volume de l’espace de tête, la présence ou non de lumière, pourraient peut-être permettre d’identifier la 

cause de ces observations ou tout du moins exclure certains processus abiotiques. 

Dans les ballons avec les microalgues, une diminution des concentrations en irgarol dans le traitement M2, 

en diuron dans le traitement D0,5 et une augmentation des concentrations de S-métolachlore dans les 

traitements S5 et M2 ont été observées. Plusieurs processus peuvent être à l’origine des diminutions 

mesurées : (photo-)dégradation de la molécule dans des conditions particulières, bioaccumulation, 

molécules « collées »/adsorbées sur la surface du biofilm, etc. Cependant, nos résultats ne nous permettent 

pas de conclure quant à ces phénomènes. Concernant l’augmentation de la concentration du S-métolachlore 

au cours du temps, il s’agit vraisemblablement d’un relargage/d’une désorption de la molécule. Ce 

phénomène reste encore inexpliqué, du fait de l’absence d’informations dans la littérature. Des analyses 

plus poussées de cinétique d’accumulation et d’adsorption de la molécule sur les parois cellulaires sont 

nécessaires pour conclure. 

 

Les courbes de croissance tracées à partir des densités cellulaires (allant de 2 000 cellules.mL-1 à 100 000 

cellules.mL-1) ont montré une allure classique de courbe de croissance exponentielle. À partir de ces 

courbes de croissance, les taux de croissance ont été déterminés (Figure 56A). Les résultats ne montrent pas 

d’effet significatif sur ce paramètre pour les différents traitements. De la même façon, aucun effet 

significatif n’a été observé sur les autres paramètres biologiques. L’efficacité photosynthétique (Figure 

56B) était de 0,34 ± 0,01, le ratio FL1Lipides était de 24,13 ± 1,18 (Figure 56C) et la concentration 

bactérienne était en moyenne de  5,76 ± 0,31x106 cellules.mL-1 (Figure 56D). 
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Figure 56 : Taux de croissance µ (A), efficacité photosynthétique réelle Ф’M (B), ratio FL1Lipides (C) et concentration 

bactérienne (D) au jour final (J7) pour les 9 traitements appliqués à G. gracile en présence de MOD 

naturelle. (Moyennes ± erreur-type,  n=4 pour les témoins et n=3 pour les cultures exposées aux 

herbicides). La lettre a indique aucune différence significative entre les traitements (ANOVA p>0,05). 

D’après les données disponibles dans la bibliographie, l’absence d’effets du S-métolachlore sur les 

paramètres étudiés n’est pas surprenante. En effet, la toxicité vis-à-vis des microalgues (CE50) est 

généralement de l’ordre de la centaine de µg.L-1 voire du mg.L-1 (Fairchild et al., 1998, Liu & Xiong, 2009, 

Ma et al., 2006, Vallotton et al., 2008). Cependant, cela ne signifie pas que la molécule n’ait pas affecté 

cette espèce. En effet, lors de l’étude préliminaire (présentée dans le Chapitre 3) réalisée avec cette espèce 

exposée à trois concentrations de métolachlore (1, 10 et 100 µg.L-1) et sans MOD, la linéarité du 

mouvement des microalgues était modifiée dès la concentration de 1 µg.L-1. Roubeix et al. (2011a) ont 

également observé une augmentation significative de l’abondance de frustules déformés de Surirella 

angusta en présence de 5 µg.L-1 de métolachlore (20‰ pour les cellules exposées contre 0‰  pour les 

témoins). 

Concernant les deux autres molécules, bien que la sensibilité aux pesticides soit espèce-dépendante, les 

données disponibles dans la littérature montrent une toxicité à des concentrations largement inférieures à 

celle du S-métolachlore. Okamura et al (2003) ont par exemple obtenu une CE50 de 1,6 µg.L-1 d’irgarol et 

de 6,6 µg.L-1 de diuron sur le taux de croissance de la chlorophyte dulçaquicole Selenastrum 

capricornutum à 72h. Bao et al. (2011) ont déterminé une CE50 de 0,57 µg.L-1 pour l’irgarol et de 5,9 µg.L-
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1 pour le diuron sur le taux de croissance de la diatomée marine Skeletonema costatum, à 96h. L’espèce 

étudiée ici, Gomphonema gracile, est considérée comme très sensible à divers types de pollution (selon son 

profil écologique dans l’IBD ; Coste et al., 2009). Aussi, il est d’autant plus surprenant de ne pas avoir 

observé d’effets sur cette espèce. L’hypothèse privilégiée quant à l’absence d’effets détectés de ces deux 

molécules, et notamment de l’irgarol, est que la présence de MOD ait modifié la biodisponibilité des 

pesticides. En effet, Zhang et al. (2016b) ont observé une modulation de la toxicité des chlorobenzènes en 

présence de MOD vis-à-vis de la chlorophyte dulçaquicole Chlorella pyrenoidosa. Enfin, lors des 

expérimentations, l’aspect du biofilm formé par cette espèce était foncièrement différent entre les cultures 

témoins et exposées (Figure 57). Ces différences d’aspect ne se sont nullement reflétées sur la mesure de 

carbone organique dissous et les analyses optiques réalisées pour caractériser la MOD (les données ne sont 

pas montrées en raison de l’absence totale de différence entre les cultures témoins et exposées). Aussi, nous 

pouvons nous demander si cette structuration différente du biofilm ne reflète pas un effet des pesticides 

et/ou une stratégie protectrice de la part des cellules (agrégation des cellules et enchâssement dans une 

matrice de type EPS pour limiter la surface cellulaire exposée, et/ou l’accumulation/internalisation). En 

effet, plusieurs études ont montré que la composition de ces exsudats était fonction de l’espèce, mais 

également du stade de croissance, de la composition du milieu de culture et de la présence de contaminants 

(de Brouwer et al., 2003, Hellebust, 1965, Herzi, 2013, Taylor et al., 2016, Urbani et al., 2012, Zhang et 

al., 2016a). 

 

Figure 57 : Aspect du biofilm dans une culture témoin (A) et dans une culture exposée à 5 µg.L-1 de S-métolachlore 

(B). 

Aussi, il serait intéressant pour de futurs travaux de prendre en considération d’autres paramètres 

biologiques pour l’évaluation de l’impact toxique comme la nature de la matrice d’exopolymères 

(composition) mais également la mobilité des cellules ou le pourcentage de frustules déformés. 

4. Synthèse 

Le but de ce chapitre était (i) d’évaluer, en présence de MOD, la toxicité des trois herbicides étudiés, seuls 

et en mélange sur deux souches de microalgues d’eau douce en cultures non axéniques et (ii) d’évaluer 

l’influence des microalgues et de leurs bactéries associées sur le devenir des herbicides. 

A B 
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Les résultats ont montré une absence totale de toxicité des trois molécules présentes seules et en mélange 

sur la croissance, le contenu relatif en lipides et l’efficacité photosynthétique réelle des deux souches de 

microalgues étudiées en présence de MOD. 

Différentes hypothèses ont été émises pour expliquer ces résultats. La première hypothèse est que la 

microalgue Sphaerellopsis sp. possède une faible sensibilité aux trois pesticides testés (contrairement à G. 

gracile normalement qualifiée de très sensible). La seconde hypothèse est que la présence de la MOD 

aurait modifié la biodisponibilité des herbicides via leur liaison avec des composés organiques. La 

détermination des KDOC et des cinétiques d’accumulation aurait permis de déterminer la part de pesticides 

libres/dissous et de déterminer si les molécules étaient entrées dans les cellules. La troisième hypothèse est 

que les paramètres biologiques choisis n’étaient pas été assez sensibles pour discriminer un effet des 

pesticides. Aussi, la mobilité et/ou le pourcentage de déformations du frustule auraient été des indicateurs 

supplémentaires intéressants à  prendre en compte au vu de leur sensibilité démontrée par l’étude présentée 

dans le Chapitre 3 et par Roubeix et al. (2011a).  Enfin, la dernière hypothèse concerne le rôle joué par la 

matrice EPS, dont l’aspect était foncièrement différent en présence des pesticides et en leur absence. C’est 

pourquoi, l’étude de sa composition aurait pu permettre de mettre en évidence des différences entre 

traitements. 

D’autre part, les dosages de pesticides ont également permis de montrer que la présence de 

microorganismes (algues et bactéries associées) et de MOD avait influencé le devenir des molécules dès les 

premières heures d’exposition. En effet le pourcentage d’abattement a été plus important pour l’irgarol, 

suivi du S-métolachlore et du diuron pour les deux espèces, reflétant ainsi le classement décroissant des log 

Kow des herbicides. Enfin, au jour final, alors que les concentrations en S-métolachlore dans les traitements 

de G. gracile ont augmenté (observation pour laquelle aucune explication ne peut être donnée), les 

concentrations dans les cultures de Sphaerellopsis sp. n’ont pas évolué. Les concentrations d’irgarol et de 

diuron n’ont évolué de la même façon pour G. gracile. Pour Sphaerellopsis sp., l’irgarol a totalement 

disparu, et une apparition de DCPMU conjointe à la diminution du diuron a été observée. Les hypothèses 

émises pour expliquer cette disparition sont : des processus abiotiques (photodégradation, hydrolyse, 

adsorption sur les parois des ballons, évaporation via l’espace de tête) couplés à des processus biologiques 

(adsorption sur les parois des cellules, internalisation et dégradation par les bactéries et/ou les microalgues). 

Concernant le diuron, en plus des processus abiotiques précédemment cités, une biodégradation de la 

molécule a été observée (biodégradation ou co-métabolisation par des molécules présentes dans la MOD, 

ou résultant de l’hydrolyse engendrée par les enzymes extracellulaires des bactéries). L’origine de cette 

biodégradation (microalgues et/ou bactéries) ne peut cependant par être déterminée avec les données 

actuelles. Aussi, des expérimentations similaires en conditions axéniques, et pour lesquelles d’autres 

paramètres biologiques seraient pris en considération, devraient être menées. 
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Dans l’environnement, les microalgues sont la cible indirecte des pesticides et notamment des herbicides, 

molécules les plus largement retrouvées dans les eaux françaises (SOeS, 2015). Or ces molécules, qui sont 

présentes en mélanges (intérêt de considérer ces mélanges dans les études), interagissent également avec la 

matière organique dissoute (MOD), composante majoritaire dans l’environnement. Elle affecte en effet leur 

devenir, leur transport, leur biodisponibilité et leur toxicité vis-à-vis de certains animaux aquatiques 

(Bejarano et al., 2005a). D’autre part, la MOD naturelle est également connue pour influencer le 

développement des microalgues en conditions naturelles (pénétration de la lumière dans l’eau (Karlsson et 

al., 2009), protection contre les radiations UV (Tedetti & Sempéré, 2006)). Certaines études réalisées en 

conditions de laboratoire ont également montré que des molécules constitutives de la MOD pouvaient 

stimuler la croissance de certaines espèces de microalgues dulçaquicoles et marines (Gagnon et al., 2005, 

Liu et al., 2009). Cependant aucune étude n’a visé à décrire précisément les effets délétères ou avantageux 

que peut avoir la MOD naturelle sur les microalgues et dans quelle mesure sa présence influence la toxicité 

des herbicides vis-à-vis de ces organismes. 

Ces travaux de thèse se sont inscrits au sein du projet IMPACT (ANR-10-LABX-45 - LabEx COTE). Ils 

ont eu pour objectif d’apporter des connaissances sur l’influence de trois herbicides (le S-métolachlore, le 

diuron et l’irgarol) retrouvés dans la zone d’étude (Leyre et Bassin d’Arcachon), sur quatre espèces de 

microalgues. Les microalgues ont été cultivées en conditions non axéniques et exposées aux herbicides 

seuls et en mélange, à dose environnementale. Ces travaux ont également exploré l’influence de la MOD 

naturelle sur ces quatre espèces et sur la toxicité et le devenir des trois herbicides. Les résultats des 

expérimentations ont été présentés dans les Chapitres 5, 6 et 7. Le but de ce dernier chapitre est donc de 

fournir un bilan global des résultats majeurs acquis et de proposer des perspectives à ces travaux de 

recherche. 

1. Toxicité des herbicides étudiés 

Les trois molécules choisies (le S-métolachlore, le diuron et l’irgarol) pour réaliser cette étude 

correspondent aux molécules essentiellement retrouvées dans la Leyre et le Bassin d’Arcachon (Figure 14 

et 15 ; Fauvelle, 2012, REPAR, 2015, Tapie et al., 2016). Les concentrations choisies pour cette étude se 

sont voulues être représentatives de ce qui peut être retrouvé dans l’environnement (pour le S-

métolachlore : AEAG (2015), Fauvelle (2012), REPAR (2015) ; pour le diuron et l’irgarol : Caquet et al. 

(2013), Cozic and Durand (2013)) tout en se basant sur les résultats obtenus lors des deux études présentées 

dans les Chapitre 3 et 4.  
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Table 19 : Récapitulatif des effets significatifs observés (pourcentage par rapport aux témoins ± SE) en présence des pesticides, de la MOD et des deux combinés sur les quatre espèces de 

microalgues. Les cases grises indiquent une absence d’effet, les cases bleues une diminution et les cases violettes une augmentation. 

Conditions 
Concentration 

(µg.L-1) 

Chaetoceros calcitrans Tetraselmis suecica Gomphonema gracile Sphaerellopsis sp. 

µ FL1Lipides Ф’M µ FL1Lipides Ф’M µ FL1Lipides Ф’M µ FL1Lipides Ф’M 

Irgarol 
0,05 -11 [4] +29 [15]          -55 [3] 

0,5 -55 [1] -50 [1] -30 [1] -56 [1] -32 [2] -22 [0]  -52 [1] -45 [5]   -69 [2] 

Diuron 
0,05            -46 [7] 

0,5      -3 [0]      -55 [3] 

S-métolachlore 
0,5            -41 [4] 

5          -50 [19]  -50 [2] 

Mélange 
M1           +37 [9] -45 [4] 

M2 -57 [1] -51 [2] -27 [2] -63 [1] -26 [2] -28 [0]   -53 [3]   -55 [3] 

              

T/T-mod - +10 [1] -39 [2]        +275 [4] -32 [3] -17 [2] 

              

Irgarol + MOD 
0,05 -7 [0] +25 [3]           

0,5 -50 [0] -25 [2] -24 [0] -64 [1] -18 [0] -25 [2]       

Diuron + MOD 
0,05             

0,5    -9 [1] -10 [2]        

S-métolachlore + MOD 
0,5             

5             

Mélange + MOD 
M1 -2 [0]            

M2 -52 [0] -29 [2] -27 [1] -75 [1] -15 [1] -35 [0]    +11 [1]   
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1.1. Variabilité interspécifique des réponses des m icroalgues vis-

à-vis de l’exposition aux herbicides 

Avant de faire la synthèse des résultats acquis au cours de ces travaux de thèse, il est nécessaire de faire un 

aparté pour présenter brièvement les résultats acquis pour la condition sans MOD pour les microalgues 

d’eau douce et qui ne figurent pas dans le corps du manuscrit. 

 

Les résultats acquis au cours des expérimentations réalisées avec la microalgue 

dulçaquicole Gomphonema gracile en l’absence de MOD ont permis de montrer que seul 

l’irgarol à la concentration de 0,5 µg.L-1 et le mélange M2 avaient significativement 

diminué (Table 19) : 

– l’efficacité photosynthétique (-45 ± 5%) et le contenu relatif en lipides (-52 ± 1%) pour 

l’irgarol seul; 

– l’efficacité photosynthétique pour de mélange M2 (-53 ± 3%). 

Aucun effet n’a donc été observé avec le S-métolachlore et le diuron. Aussi, bien que cette 

espèce soit catégorisée comme sensible (Coste et al., 2009), il se peut que les 

concentrations testées ne soient pas assez élevées pour générer un effet sur les paramètres 

testés. Des mesures complémentaires sur d’autres paramètres comme la mobilité, l’aspect 

morphologique des cellules (frustules) et/ou avec une gamme de concentrations 

croissantes permettrait de déterminer plus précisément sa sensibilité aux molécules testées. 

Concernant l’espèce Sphaerellopsis sp. exposée en l’absence de MOD, les résultats 

biologiques ont montré (Table 19) : 

– une inhibition de 50 ± 19% de la croissance en présence de S-métolachlore à la 

concentration de 5 µg.L-1 ; 

– une augmentation de la quantité relative de lipides dans les cellules (+37 ± 9%) en 

présence du mélange M1 (I0,05+D0,05+S0,5) ; 

– une inhibition de la photosynthèse de l’ordre de 50% pour l’ensemble des concentrations 

et molécules testées. 

Cependant, la faible croissance de cette espèce dans le milieu de culture Dauta (Chapitre 

5) qui ne semble pas optimal, témoigne plutôt d’un état physiologique de maintien dans le 

meilleur des cas. Des comparaisons avec d’autres milieux de culture (différents du milieu 

WC déjà testé) seraient nécessaires pour approfondir cet aspect.  

 

Les résultats des expositions présentées dans le Chapitre 6 pour les espèces marines et ci-dessus pour les 

espèces d’eau douce ont montré que les quatre espèces de microalgues étudiées avaient été affectées par la 

présence d’herbicides à dose environnementale. Cependant, une variabilité dans le degré de sensibilité des 

microalgues a été obtenue (Table 19). En effet, les microalgues marines ont toutes deux présenté une forte 
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inhibition de croissance (environ 55%), d’efficacité photosynthétique (autour de 25%) et une diminution du 

contenu relatif en lipides (-50% pour C. calcitrans et -30% pour T. suecica) lors de l’exposition à 0,5 µg.L-1 

d’irgarol et au mélange M2 (0,5 µg.L-1 d’irgarol, 0,5 µg.L-1 de diuron et 5 µg.L-1 de S-métolachlore). La 

diatomée marine a également été plus sensible à l’irgarol que la chlorophyte marine (effet à la 

concentration de 0,05 µg.L-1). Les microalgues d’eau douce ont essentiellement présenté une inhibition de 

l’efficacité photosynthétique. L’espèce Sphaerellopsis sp. a par ailleurs été affectée par l’ensemble des 

concentrations et molécules testées. Cependant, ces effets étaient très certainement liés à son état de 

croissance suboptimale (Chapitre 5). Ainsi, les microalgues marines ont été globalement plus sensibles aux 

trois herbicides testés seuls et en mélange que les microalgues d’eau douce même si cela ne peut 

probablement pas être généralisé à toutes les espèces peuplant les deux milieux. Gatidou and Thomaidis 

(2007) ont par exemple montré que la chlorophyte marine Navicula forcipata était plus sensible à l’irgarol 

que la chlorophyte Dunaliella tertiolecta (CE50-96h sur la croissance de  0,6 et 1,1 µg.L-1, respectivement) et 

qu’à l’inverse Dunaliella tertiolecta était plus sensible au diuron que Navicula forcipata (CE50-96h sur la 

croissance de respectivement 5,9 et 27 µg.L-1). De la même façon, cette sensibilité plus grande des espèces 

marines par rapport aux espèces d’eau douce ne peut être généralisée tant la sensibilité de chaque espèce 

(voire entre populations) est variable. Par exemple, Ma et al. (2006) ont obtenu une CE50-96h de 0,7 µg.L-1 

de diuron  sur la croissance de la chlorophyte dulçaquicole Raphidocelis subcapitata, valeur nettement 

inférieure à celles obtenues par Gatidou and Thomaidis (2007), comme cité précédemment. Malgré cela, 

les quatre espèces de microalgues peuvent être classées de la façon suivante, selon leur sensibilité vis-à-vis 

des paramètres de croissance et d’efficacité photosynthétique : 

T. suecica > C. calcitrans > Sphaerellopsis sp. > G. gracile 

D’autre part, l’origine différente des souches de microalgues marines (centre Provasoli–Guillard National 

Center for Marine Algae and Microbiota (NCMA)) et des souches de microalgues dulçaquicoles (isolées 

du ruisseau de Rebec) peut également être sujette à questionnement. Le ruisseau de Rebec a été choisi en 

raison des milieux qu’il traverse : essentiellement des forêts et milieux semi-naturels (à 83,5%) et, dans une 

moindre mesure (13,5%) des territoires agricoles (Sandre, 2017), de façon à limiter les sources et 

l’importance de la contamination chimique. Les microalgues d’eau douce ont été cultivées au laboratoire 

depuis décembre 2013, à raison d’un repiquage toutes les semaines pour G. gracile, et toutes les deux 

semaines et demi pour Sphaerellopsis sp.. L’étude préliminaire n°1, présentée dans le Chapitre 3, a été 

réalisée début février 2014, et a montré des effets significatifs du métolachlore à 1 µg.L-1 sur la mobilité et 

à 10 µg.L-1 sur la croissance. Les expérimentations présentées dans le Chapitre 7 de ce manuscrit ont été 

réalisées en avril et mai 2015 soit 1 an et demi après l’isolement de la souche, mais cette fois en utilisant du 

S-métolachlore. La différence entre le métolachlore et le S-métolachlore réside dans le fait que le premier 

est composé des deux énantiomères (R et S). Le métolachlore étant interdit depuis décembre 2003 (avis 

JORF du 18 août 2002), il a été décidé de poursuivre les recherches avec le S-métolachlore.Aussi, il 

semblerait que le S-métolachlore soit plus toxique que la forme R pour certaines espèces de microalgues 

comme Chlorella pyrenoidosa ou Scenedesmus obliquus comme établi par respectivement Liu and Xiong 

(2009) et Liu et al. (2017). En effet ces auteurs ont démontré une toxicité plus importante du S-
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métolachlore que du R-métolachlore. C’est pourquoi, il est également possible que G. gracile n’ait pas la 

même sensibilité au métolachlore testé lors de la première étude qu’au S-métolachlore. Il serait donc 

intéressant de faire un comparatif de toxicité entre ces deux composés sur les paramètres présentés dans le 

Chapitre 3. 

1.2. Toxicité des herbicides seuls et en mélange 

Malgré la sensibilité différentielle des espèces étudiées, les résultats présentés dans le cœur du manuscrit  

(Table 19 et Chapitre 6) ont permis de hiérarchiser la toxicité des trois herbicides seuls, de la façon 

suivante : 

Irgarol > Diuron > S-métolachlore 

Ce gradient de toxicité entre les molécules concorde avec les données disponibles dans la littérature (Bao et 

al., 2011, Devilla et al., 2005, Ma et al., 2006, Okamura et al., 2003) et l’étude préliminaire n°2 (Chapitre 

4; pour l’irgarol et le diuron). Il peut être expliqué par : 

– leur cible métabolique : photosynthèse pour le diuron et l’irgarol (Jones & Kerswell, 2003, Nimbal et al., 

1996), et synthèse des acides gras à longue chaîne pour le S-métolachlore (Fuerst, 1987). En effet, ces 

pesticides agissant sur la photosynthèse inhibent le transport d’électrons et donc la production directe 

d’énergie contrairement au S-métolachlore, qui inhibe des enzymes intervenant dans la synthèse des acides 

gras à longues chaînes. Aussi, le temps de réponse d’un organisme à ce type de contaminant est a fortiori 

plus long que pour ceux inhibant directement le transport d’électrons. 

– le degré d’affinité de l’irgarol pour le site de fixation de la quinone QB sur la protéine D1 du 

photosystème II, supposé plus fort que celui du diuron (Chesworth et al., 2004) ; 

– le degré d’affinité pour les lipides polaires (logKow de l’irgarol plus élevé que celui du S-métolachlore et 

du diuron) (Katagi, 2010). En effet, il est admis que la plupart des polluants exercent leur toxicité via leurs 

interactions avec les lipides contenus dans les parois cellulaires comme les phospholipides, les 

lipoprotéines ou les acides gras : ces interactions leur permettent ainsi de passer plus facilement au travers 

des membranes (Amiard, 2011). 

 

Les résultats de l’étude préliminaire n°2 (Chapitre 4) ont permis de mettre en évidence une toxicité plus 

accrue vis-à-vis de la croissance des deux microalgues marines pour les mélanges irgarol(I)/diuron(D) 

(D5+I0,5) et (D1+I0,5) pour T. suecica comparativement aux molécules seules. Les résultats présentés 

dans le Chapitre 6 ont quant à eux permis de montrer que le mélange M1 des trois molécules aux 

concentrations minimales (I0,05 + D0,05 + S0,5) n’avait affecté aucun des paramètres biologiques 

mesurés, contrairement au mélange M2 des concentrations maximales (I0,5 + D0,5 + S5). En effet, alors 

que la toxicité du mélange M2 sur C. calcitrans était similaire à la toxicité obtenue avec la concentration 

maximale d’irgarol, elle était beaucoup plus marquée pour l’espèce T. suecica (sur la croissance et 

l’efficacité photosynthétique), ce qui pourrait témoigner d’un effet synergique du mélange des molécules 

aux concentrations testées. La variation de toxicité entre les molécules seules et les mélanges a déjà été 



Chapitre 8 – Synthèse générale et perspective Toxicité des herbicides étudiés 

238 

 

démontrée dans de nombreuses études (Cedergreen et al., 2007, Faust et al., 1993, 1994). Cedergreen et al. 

(2007) ont par ailleurs montré que le type d’interactions entre molécules (additivité, synergisme, 

antagonisme) était fonction de la composition du mélange mais également de la concentration de chacune 

des molécules et de l’organisme sur lequel sont effectués les tests. Dans notre cas, seules des expériences 

dédiées selon la méthodologie d’étude des effets de mélanges binaires dans un premier temps, puis 

ternaires dans un second temps, pourraient apporter des données suffisamment robustes pour qualifier 

précisément la nature des interactions entre ces molécules (additivité, synergie, antagonisme) : pour cela, 

différents ratios de mélanges des molécules doivent être testés sur les espèces considérées. Les résultats 

obtenus pourraient alors être confrontés aux modèles d’addition des concentrations (ou CA, Loewe & 

Muischnek, 1926) et d’indépendance d’action (ou IA, Bliss, 1939) qui permettent la prédiction des effets de 

mélange. Dans le cas d’une déviation des données par rapport aux modèles CA et IA, des modèles plus 

complexes incluant un (Hewlett, 1969) ou plusieurs (Vølund, 1992) paramètres d’interaction pourraient 

être utilisés pour qualifier la nature de l’interaction. Des interactions concentration/ratio-dépendantes 

pourraient également être mises en évidence (Jonker et al., 2005). 

Aussi, au vu des résultats acquis montrant une toxicité plus accrue du mélange et des informations 

disponibles dans la littérature, il est nécessaire de poursuivre l’effort de recherche sur les effets cocktails 

des pesticides afin de s’approcher au plus près du réalisme environnemental. 

1.3. Descripteurs biologiques 

Les trois descripteurs biologiques étudiés dans les Chapitres 5, 6 et 7 ne nous ont pas permis de détecter 

d’effets du S-métolachlore, du diuron, du mélange M1 et de la concentration minimale d’irgarol (hormis 

pour C. calcitrans et pour Sphaerellopsis sp. dont l’état physiologique relevait du maintien). Cependant, 

nous ne pouvons exclure des effets sub-létaux. En effet, Roubeix et al. (2012) ont observé une 

augmentation du pourcentage de déformation du frustule de la diatomée dulçaquicole Surirella angusta 

exposée à 5 µg.L-1 de S-métolachlore (20‰ alors que proche de 0‰ pour les témoins). De plus, les 

résultats acquis lors de l’étude préliminaire n°1 (Chapitre 3) concernant l’influence du métolachlore sur G. 

gracile, ont démontré une augmentation de la linéarité du mouvement dès 1 µg.L-1 et une diminution sur la 

croissance et une augmentation de la vitesse de déplacement à 10 µg.L-1. La modification de la mobilité des 

cellules sous  stress toxique pourrait résulter de la présence d’espèces réactives de l’oxygène (Ezequiel et 

al., 2015) ou d’une modification des parois cellulaires (déformation du frustule) (Pandey & Bergey, 2016). 

Dans les expérimentations présentées dans le corps du manuscrit, les mesures de mobilité qui doivent être 

réalisées sur des cellules fraîchement prélevées des cultures, n’ont pu être effectuées en raison du temps 

nécessaire aux prélèvements pour les autres analyses biologiques et chimiques. En effet, la mesure de 

mobilité pour une culture demande environ 5 minutes uniquement pour la préparation de la lame et 

l’enregistrement du film, sans compter le temps de traitement de la vidéo par la suite, qui peut représenter 

jusqu’à 5 minutes par échantillon. Sachant que les expérimentations réalisées contenaient jusqu’à 56 

cultures exposées simultanément (en ne comptant pas les ballons abiotiques), il était impossible 
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logistiquement de considérer ce paramètre supplémentaire. Néanmoins, l’intérêt que comporte l’étude du 

mouvement comme indicateur d’une toxicité sublétale nécessite des recherches plus approfondies sur ce 

descripteur. 

D’autre part, il serait intéressant pour de futurs travaux d’aller plus loin aussi dans l’étude des effets sur les 

lipides. En effet, une diminution du contenu relatif lipidique a été observée en présence d’irgarol et du 

mélange M2 mais pas avec le S-métolachlore, qui cible pourtant les élongases intervenant dans la synthèse 

des acides gras à longues chaînes. Pandey and Bergey (2016) ont par ailleurs observé des changements du 

biovolume et du nombre de gouttelettes lipidiques ainsi qu’un changement de forme des chloroplastes lors 

d’une exposition métallique. Aussi, bien que les métaux aient des effets non semblables aux pesticides, il 

aurait tout de même été intéressant de s’intéresser à ces deux descripteurs au vu de la cible métabolique du 

S-métolachlore. Par ailleurs, l’étude des grandes classes d’acides gras pourrait également permettre 

d’identifier des effets des pesticides et  notamment du S-métolachlore. 

Enfin, il aurait également été intéressant de mesurer l’activité de diverses enzymes de détoxification du 

type cytochrome P450 (Mthakathi et al., 2015, Thies et al., 1996), des enzymes antioxydantes (superoxyde 

dismutase, catalase ; Liu et al., 2017) ou de quantifier la synthèse de molécules connues pour protéger les 

cellules comme les caroténoïdes (Demmig-Adams, 1990, Rowan, 1989) afin de voir si l’absence d’effet 

était due à l’activation d’un système de détoxification particulièrement efficace. 

2. Influence de la MOD sur les microalgues 

Les expérimentations ont été réalisées sur des cultures non axéniques, en conditions contrôlées de 

laboratoire avec de la MOD naturelle. Les résultats ont démontré une augmentation de la densité cellulaire 

finale pour les quatre espèces et du taux de croissance pour deux espèces (C. calcitrans et Sphaerellopsis 

sp.) en présence de MOD. Cela témoigne, pour ces microalgues provenant de deux milieux différents, une 

exploitation directe ou indirecte (via les bactéries) des molécules organiques apportées par la MOD. En 

effet, la croissance a été légèrement stimulée pour G. gracile et T. suecica, à très largement stimulée pour 

C. calcitrans et Sphaerellopsis sp. (Chapitre 5 et Table 19). Les techniques analytiques mises en œuvre 

pour suivre l’évolution de la MOD (analyse du carbone organique dissous et des propriétés optiques), ont 

permis de déterminer que pour Sphaerellopsis sp., la spectaculaire stimulation de croissance observée était 

associée à une diminution quantitative des substances humiques (Table 19 et Figure 58). 

 Cependant, les cultures étaient non axéniques, c’est-à-dire non exemptes de bactéries. La concentration 

absolue de ces dernières était globalement plus élevée en présence de MOD, mais comme la croissance des 

microalgues était elle-même stimulée, le ratio bactéries/microalgues dans les cultures était plus faible (135 

bactéries par cellules à 3 en présence de MOD pour les cultures de Sphaerellopsis sp.). Cette présence de 

bactéries ne peut être négligée du fait des interactions connues entre les microalgues et les bactéries. En 

effet, ces dernières « consomment » des molécules de faible poids moléculaire directement ou après 

hydrolyse de la matière polymérisée par la sécrétion d’enzymes extracellulaires (Nagata, 2008). Cette 

hydrolyse est connue pour participer à la mise à disposition de composés inorganiques et organiques 
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(comme des vitamines) pour les microalgues (Croft et al., 2005, Droop, 2007). Aussi, les résultats acquis 

ne nous permettent pas à l’heure actuelle de déterminer si la diminution des substances humiques provient 

de l’action des bactéries, des microalgues ou des deux. En effet, plusieurs études ont démontré la capacité 

des microalgues à consommer des substances humiques via des phénomènes complexes de sorption 

(Campbell et al., 1997, Millour, 2011, Vigneault, 2000). 

 

Figure 58 : Cultures de Sphaerellopsis sp. avec et sans MOD naturelle au bout de 14 jours. 

Pour les trois autres espèces, les techniques analytiques utilisées n’ont pas permis de déterminer de façon 

évidente si la stimulation de croissance était liée à une diminution des substances fluorescentes de la MOD 

en raison des modifications engendrées par l’excrétion de composés organiques dissous (carbone organique 

dissous, substances humiques et protéiques) par les des microalgues et bactéries . Tout comme pour 

Sphaerellopsis sp., la présence de bactéries associées aux cultures (et, dans une moindre mesure, apportées 

par la MOD en raison du seuil de coupure de 0,45 µm) ne nous permet pas de déterminer l’origine exacte 

de cette stimulation de croissance algale observée. Aussi, les futurs travaux de recherche visant à évaluer 

l’influence de la MOD naturelle sur les microalgues devraient intégrer les bactéries comme un facteur à 

part entière, en travaillant notamment avec (i) des cultures axéniques et non-axéniques et avec (ii) de la 

MOD filtrée sur 0,2 µm et sur 0,45 µm afin d’évaluer la part due aux bactéries apportées avec la MOD. 

D’autre part il serait intéressant de coupler ces recherches avec des investigations plus poussées sur la 

composition de la MOD et notamment le suivi des concentrations (dosages) de certaines molécules 

connues pour être constitutives de la MOD et pour influencer les microalgues comme le glucose ou 

l’acétate. 

Cependant, travailler en conditions axéniques peut également engendrer de profondes modifications sur la 

croissance des microalgues, l’aspect des cellules (déformation des frustules, diminution de la taille), voire 

engendrer un retard de reproduction sexuée comme stipulé par Windler et al. (2014). C’est pourquoi le 

choix a été fait de travailler en conditions non axéniques dans ces travaux de recherche. Aussi, malgré la 

présence de ces bactéries nous empêchant de déterminer l’origine précise des effets observés, les résultats 

ont tout de même montré que la présence de MOD naturelle influençait positivement et fortement les 

microalgues étudiées. Cependant dans l’environnement, d’autres éléments susceptibles d’influencer 

Avec MOD 
Sans MOD 



Chapitre 8 – Synthèse générale et perspective La MOD: un facteur important de modulation de la toxicité des herbicides 

241 

 

négativement les microalgues sont présents, c’est le cas notamment des pesticides. Aussi, l’un des objectifs 

de ces travaux de thèse a été d’évaluer l’influence de la MOD naturelle sur leur toxicité. 

3. La MOD: un facteur important de modulation de la  

toxicité des herbicides 

Les expérimentations réalisées avec les trois herbicides seuls et en mélange avec ajout de MOD naturelle 

ont montré, pour la première fois, que celle-ci pouvait significativement influencer la toxicité des 

herbicides de façon espèce-dépendante. En effet, les résultats obtenus sur la croissance, l’efficacité 

photosynthétique et le contenu relatif en lipides (Table 19 et Chapitres 6 et 7) en comparaison de ceux 

obtenus sans l’ajout de MOD dans le milieu de culture ont montré : 

– une disparition complète des effets toxiques des herbicides seuls et en mélange chez les deux espèces 

dulçaquicoles sur l’ensemble des paramètres testés, 

– une diminution de la toxicité de ces herbicides chez la diatomée marine Chaetoceros calcitrans vis-à-vis 

des trois paramètres biologiques, 

– une augmentation de la toxicité de ces herbicides chez la chlorophyte marine, Tetraselmis suecica au 

regard des résultats de croissance et d’efficacité photosynthétique. 

Cependant, les résultats acquis ne permettent pas d’identifier l’origine des effets observés. Aussi, diverses 

hypothèses constituant des pistes pour de futures recherches pourraient expliquer ces résultats. Elles sont 

détaillées ci-après.  

3.1. Interactions MOD/pesticides 

La première hypothèse émise pour tenter d’expliquer cette modulation de toxicité est que les pesticides (ou 

tout du moins une partie) se seraient liés à certaines molécules organiques présentes dans la MOD naturelle 

et/ou sur des molécules résultant de l’action des bactéries. Cette liaison favoriserait (pour T. suecica) ou 

diminuerait (pour les trois autres espèces) le passage des pesticides dans les cellules ou au travers de la 

matrice organique (EPS) dans laquelle vit G. gracile. Cependant, aucune étude n’est disponible à ce jour 

dans la littérature pour étayer cette hypothèse. Aussi, il aurait été intéressant d’intégrer des mesures de 

cinétique d’accumulation des trois herbicides dans les cellules et la matrice EPS en présence et en l’absence 

de MOD afin d’évaluer l’influence de la MOD sur la biodisponibilité des molécules. Enfin, des mesures de 

KDOC auraient également permis de déterminer la part d’herbicides libres et liés à la MOD (Krop et al., 

2001), pouvant potentiellement expliquer les effets observés. 

3.2. Influence de composants organiques dissous sur  les 

microalgues 

Outre la potentielle consommation directe ou indirecte des molécules organiques, la présence de ces 

molécules organiques pourrait modifier l’accessibilité des herbicides aux cellules via une action sur les 
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parois cellulaires. En effet, Parent et al. (1996) ont montré que les acides fulviques augmentaient la 

perméabilité membranaire des cellules de la chlorophyte Chlorella pyrenoïdosa. Aussi, nous émettons 

l’hypothèse que la présence de telles substances faciliterait le passage des herbicides (liés ou non à des 

molécules organiques) dans la cellule, provoquant ainsi l’augmentation de leur toxicité et notamment pour 

le diuron, l’irgarol et le mélange d’herbicides M2 vis-à-vis de la chlorophyte marine T. suecica. Cette 

hypothèse ne serait pas valide pour les diatomées en raison de leur frustule siliceux qui pourrait jouer un 

rôle de protection. Cependant, des analyses plus poussées sur la perméabilité membranaire (Parent et al., 

1996, Spiese et al., 2016) et les interactions parois cellulaires/MOD/pesticides sont nécessaires pour tenter 

d’infirmer ou confirmer ces hypothèses sur la perméabilité et le potentiel rôle du frustule. 

Quant à la chlorophyte Sphaerellopsis sp., elle présente peut-être naturellement une faible sensibilité aux 

herbicides testés (aucune donnée n’est disponible dans la littérature pour cette espèce). 

3.3. Système de détoxification 

En présence de MOD, trois des quatre espèces, C. calcitrans, G. gracile et Sphaerellopsis sp., ont présenté 

une diminution ou une disparition complète (pour les dulçaquicoles) des effets toxiques des herbicides 

seuls et en mélange qui avaient été observés en l’absence de MOD. Parmi ces trois espèces, C. calcitrans et 

Sphaerellopsis sp. ont eu leur croissance particulièrement stimulée en présence de MOD, augmentation liée 

à une consommation directe ou indirecte (via les bactéries) de molécules organiques (Table 19 et Chapitre 

5). Or les microalgues disposent d’un système de détoxification puissant de type cytochrome P450, 

superoxyde dismutase, catalase (Liu et al., 2017, Mthakathi et al., 2015, Thies et al., 1996). Aussi, nous 

émettons l’hypothèse que la présence de MOD a constitué une ressource énergétique (directe ou indirecte) 

supplémentaire pour les microalgues, leur permettant de se détoxifier plus « facilement » et/ou de façon 

plus efficace. C’est pourquoi il aurait été intéressant lors de ces expérimentations et dans le cadre de 

recherches futures, d’intégrer la mesure de diverses activités enzymatiques afin d’évaluer les capacités de 

détoxification des espèces. 

 

Enfin, il est important de souligner que la diminution ou disparition des effets toxiques ne concerne que les 

trois paramètres biologiques étudiés (Chapitres 6 et 7). Aussi, les descripteurs suivis étaient peut-être 

insuffisamment sensibles pour détecter des effets sublétaux, qui auraient vraisemblablement pu être 

observés en ajoutant le suivi d’autres paramètres biologiques tels que la mobilité, l’étude des classes de 

lipides, le nombre et la taille des gouttelettes lipidiques, de la perméabilité membranaire, la mesure 

d’activités enzymatiques, et ce afin d’évaluer et de comprendre au mieux les effets des pesticides sur les 

microalgues et l’influence de la MOD sur cette toxicité. 
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4. Modifications engendrées par les microorganismes  

sur leur environnement chimique 

Le dernier ensemble de résultats majeurs obtenus dans le cadre de ces travaux de recherche concerne les 

effets que les microorganismes (microalgues/bactéries) ont eu sur la MOD et les pesticides. En effet, le 

suivi chimique réalisé au cours des expérimentations a permis de démontrer qu’ils étaient capables 

d’engendrer de profondes modifications de ces deux composants. 

4.1. Modifications qualitatives et quantitatives de  la MOD 

Le suivi de la concentration en carbone organique dissous lors des expérimentations a montré que les 

quatre espèces de microalgues et leurs bactéries associées avaient fortement excrété (Chapitres 5, 6 et 7). 

Les analyses optiques de la MOD, par spectrophotométrie UV-Visible et spectrofluorimétrie, nous ont 

permis de constater une diminution globale du caractère aromatique de la MOD dans les cultures des quatre 

espèces. Elles ont également permis de constater pour trois des quatre espèces (les deux espèces marines et 

Sphaerellopsis sp.) : 

– une diminution du poids moléculaire moyen de la matière organique dissoute au cours du temps ; 

– une augmentation de la quantité de substances fluorescentes de type humiques et protéiques. 

Les résultats obtenus sur les cultures de G. gracile montrent une augmentation du poids moléculaire moyen 

et une diminution de la proportion de substances fluorescentes. Aussi au vu de ces résultats, nous pouvons 

nous demander si la matrice d’EPS, observée en microscopie optique, n’aurait pas fortement perturbé les 

analyses (molécules fluorescentes adsorbées à leur surface ou liaison(s) particulière(s) ayant engendré une 

perte lors de la filtration sur 0,45µm pour les analyses optiques et/ou leur interaction ayant rendu les sites 

excitables non disponibles). 

Néanmoins, l’ensemble de ces résultats a souligné la profonde modification qualitative et quantitative de la 

MOD engendrée par les microorganismes. Cependant, ces analyses n’ont pas permis de discriminer les 

parts liées à la photodégradation, à l’excrétion des cellules (microalgues et bactéries), à la consommation 

directe ou à la modification des molécules (hydrolyse par enzymes extracellulaires) par les bactéries et/ou 

les microalgues. Aussi, pour de futures expérimentations, il paraît important de pouvoir découpler les 

bactéries des microalgues afin de pouvoir quantifier la part des modifications liées à chacun de ces 

organismes. 

4.2. Devenir des pesticides 

Les résultats acquis sur les pesticides ont permis de montrer que les microorganismes combinés ou non 

avec de la MOD avaient également fortement influencé le devenir des pesticides au cours des 

expérimentations. 
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Les analyses des concentrations en pesticides effectuées dans le cadre de ces travaux ont permis de 

souligner qu’une quantité non négligeable d’irgarol et de diuron (près de 50%) était probablement adsorbée 

sur les parois des cellules et/ou internalisée dans les cellules des quatre espèces dès les premières heures des 

expérimentations, en présence ou non de MOD dans le milieu. La rapide internalisation du diuron a été 

soulignée par Nestler et al. (2012) pour la microalgue Chlamydomonas reinhardtii (en moins de 2 minutes) 

et observée par Chaumet B., dont les travaux de thèse sont en cours, sur du biofilm (en moins de 15 

minutes). Aussi, des recherches plus poussées devraient être menées sur l’internalisation du diuron en 

présence ou non de MOD. De la même façon, il pourrait être intéressant d’évaluer cette internalisation pour 

les deux autres molécules étudiées (l’irgarol et le S-métolachlore) dont aucune donnée de ce type n’est 

actuellement disponible. Ces données pourraient permettre de comprendre les variations de concentrations 

observées et de les relier ou non aux effets toxiques relevés sur les trois paramètres des quatre espèces.  

D’autre part, les analyses réalisées lors des expérimentations avec l’espèce Sphaerellopsis sp. ont permis de 

mettre en évidence une apparition d’un des métabolites du diuron, le DCPMU, en présence de MOD 

naturelle. Cependant, les résultats de ces travaux n’ont pas permis d’identifier les organismes à l’origine de 

cette biotransformation étant donné la présence de bactéries (cultures non axéniques). Le diuron est 

biodégradé par des bactéries Gram +, Gram – et des champignons (Giacomazzi & Cochet, 2004). 

Cependant, de nombreuses études ont montré la capacité des microalgues à biodégrader les pesticides grâce 

à leur système enzymatique complexe (Torres et al., 2008, Zablotowicz et al., 1998). Aussi, il aurait fallu 

intégrer une condition axénique afin de pouvoir déterminer l’origine de cette biotransformation dans nos 

expérimentations. Il aurait également été pertinent de réaliser des mesures d’activités enzymatiques liées à 

la détoxification (cytochrome P450, glutathion S-transférase) et d’effectuer des dosages intracellulaires des 

pesticides et de leurs métabolites. 

Concernant l’irgarol, un fort abattement des concentrations a été observé dans les cultures des deux espèces 

marines et celles de G. gracile, alors qu’une disparition complète de la molécule a été observée pour 

Sphaerellopsis sp. Au vu de la durée de l’expérimentation avec Sphaerellopsis sp. (14 jours) 

comparativement aux trois autres espèces (six jours pour les espèces marines et sept jours pour G. gracile), 

nous pouvons nous demander si, à durée égale, cette diminution de la concentration n’aurait pas été la 

même. D’autre part, il aurait été intéressant de doser le métabolite principal de l’irgarol, (métabolite M1 ; 2-

méthylthio-4-tert-butylamino-6-amino-s-triazine) pour déterminer si la diminution de la molécule parent 

serait liée à l’apparition de ce métabolite. En effet, nous ne pouvons à l’heure actuelle statuer sur l’origine 

de ces observations, divers processus étant plausibles : l’internalisation, l’adsorption sur les parois 

cellulaires couplée ou non à la photodégradation, l’hydrolyse et/ou la biodégradation de la molécule (par les 

bactéries et/ou les microalgues). C’est pourquoi, il serait important pour de futurs travaux de recherche (i) 

de travailler en conditions axéniques et non-axéniques pour déterminer la part des effets liés aux 

microalgues et aux bactéries, (ii) de doser le métabolite de l’irgarol (dosage très rarement réalisé en 

particulier dans le suivi environnemental), et (iii) de réaliser des cinétiques d’accumulation avec et sans 

MOD dans les cellules et la matrice d’EPS.  
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L’ensemble de ces travaux exploratoires de thèse ont ainsi souligné le lien étroit entre ces trois composants 

que sont les microorganismes, la MOD naturelle et les pesticides. Néanmoins aucun patron “générique” de 

réponse n’ayant pu être établi pour les quatre espèces étudiées et cultivées en conditions non-axéniques, ces 

travaux soulignent également la complexité de leurs interactions et le fait que des recherches plus 

approfondies doivent être menées pour tenter de comprendre les phénomènes observés en conditions 

contrôlées et dans l’environnement. 

5. Perspectives 

Les nombreuses perspectives de recherche du point de vue biologique et chimique pouvant être données à 

ces travaux peuvent être abordées selon deux approches : 

– une approche basée sur les espèces seules pour comprendre les mécanismes à l’échelle de la cellule/d’une 

espèce, en conditions contrôlées ; 

– une approche basée sur les communautés naturelles en conditions contrôlées afin d’augmenter le réalisme 

environnemental. 

5.1. À l’échelle de l’espèce 

5.1.1. Détermination de l’influence de la MOD sur l es microalgues 

Dans les expérimentations de cette thèse, les cultures contenaient toutes des bactéries provenant à la fois 

des cultures mais également de la MOD puisque le seuil de coupure de filtration était de 0,45 µm. Aussi, 

afin de déterminer plus précisément la capacité des microalgues à utiliser directement des molécules 

organiques sans l’intervention de bactéries, il serait intéressant de réaliser des expérimentations en milieu 

contrôlé, en conditions axéniques et non axéniques et avec de la MOD filtrée sur 0,2 µm et sur 0,45 µm. 

Ces expérimentations comporteraient trois types de conditions : 

– une condition autotrophe : (milieu de culture + microalgues) exposés à la lumière avec un cycle 

jour:nuit ; 

– une condition mixotrophe : (milieu de culture + microalgues + MOD) exposés à la lumière avec un cycle 

jour:nuit ; 

– une condition hétérotrophe : (milieu de culture + microalgues + MOD) gardés à l’obscurité pendant toute 

l’expérimentation. 

Ces expérimentations permettraient ainsi de déterminer l’influence des bactéries associées aux cultures et 

apportées par la MOD. Il serait également intéressant de réaliser ces expérimentations avec de la MOD de 

différentes saisons de l’année et provenant de divers endroits afin d’évaluer dans quelle mesure les 

réponses des microalgues peuvent varier selon la composition de la MOD. 

D’autre part, pour tenter d’identifier des molécules ou groupes de molécules pouvant être à l’origine de 

l’augmentation de croissance (si l’absence de bactéries n’empêche pas la croissance algale), il serait 

également intéressant de rajouter des analyses complémentaires sur la MOD telles que (i) du 
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fractionnement par AF4 (fractionnement par couplage flux/force) afin d’évaluer si certaines gammes de 

taille de molécules sont plus facilement utilisées ou (ii) des dosages de composants comme les sucres 

(individuels et/ou totaux) et les acides aminés (individuels et/ou totaux) par chromatographie (Amiard, 

2011). 

5.1.2. Effets des pesticides sans MOD 

Compte-tenu des résultats observés sur la mobilité des cellules en présence de métolachlore dès 1 µg.L-1, il 

serait intéressant de poursuivre l’effort de recherche sur ce paramètre couramment utilisé dans le domaine 

animal. Des tests pourraient être réalisés au cours desquels plusieurs paramètres pourraient être évalués 

comme la quantité d’ATP, la taille et la forme des cellules (déformation du frustule), la quantité d’espèces 

réactives de l’oxygène, la quantité de lipides (classes de lipides, nombre et taille des gouttelettes lipidiques). 

La mesure de ces nombreux paramètres pourrait peut-être permettre deles relier à la mobilité des cellules et 

ainsi potentiellement de pouvoir en faire un critère de « qualité » ou d’état physiologique des cellules 

simple à mettre en œuvre pour l’évaluation de l’impact toxique. 

De plus, comme soulevé plusieurs fois au cours du manuscrit et lors de la synthèse générale, il serait 

important pour de futurs travaux de recherches sur l’évaluation de l’impact toxique d’intégrer la mesure 

d’activités enzymatiques liées à la détoxification des cellules (cytochrome P450, glutathion S-transférases). 

En effet, ces mesures pourraient permettre d’expliquer une diminution ou l’absence de toxicité observée 

pour le S-métolachlore ou le diuron. 

  

D’autre part, compte-tenu des effets biologiques observés (inhibition des paramètres biologiques étudiés en 

présence d’irgarol et du mélange M2) et notamment des variations de concentrations en pesticides, il serait 

intéressant et important d’évaluer les cinétiques d’accumulation des pesticides dans les cellules mais 

également dans les EPS. Des expérimentations pour tenter de déterminer la vitesse d’accumulation du 

diuron (et prochainement d’autres molécules) au sein du biofilm (dans les EPS et les cellules) sont 

actuellement en cours de réalisation au sein de l’équipe CARMA d’Irstea Bordeaux (thèse de Betty 

Chaumet). 

  

Enfin, les résultats des expérimentations réalisées avec les mélanges (irgarol/diuron et irgarol/diuron/S-

métolachlore) ont permis de montrer une amplification des effets observés par rapport aux molécules seules 

vis-à-vis des microalgues marines (étude n°2 et Chapitre 6). Des expérimentations en cours au Laboratoire 

d’Écotoxicologie d’Ifremer Nantes (dans le cadre de la thèse de Valentin Dupraz) ont par ailleurs permis de 

montrer que les effets du mélange irgarol/diuron pouvaient être additifs ou synergiques selon l’espèce 

testée, le ratio de chaque molécule dans le mélange, et selon les concentrations appliquées. Aussi, au vu des 

résultats acquis et présentés dans ce manuscrit sur les deux espèces marines et des résultats disponibles 

dans la littérature et acquis à Ifremer, il est nécessaire de poursuivre l’effort de recherche sur les effets 

cocktails afin de comprendre les interactions et effets entre les molécules et les microalgues pouvant avoir 

lieu dans l’environnement. 
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5.1.3. Effets des pesticides avec MOD 

Les résultats acquis au cours de ces travaux de thèse ont permis de montrer que l’influence de la MOD sur 

la toxicité des herbicides présents seuls et en mélange était fonction : de la molécule testée, du paramètre 

physiologique étudié mais également de l’espèce de microalgue étudiée. C’est pourquoi au vu des données 

acquises et de la représentativité de la MOD dans l’environnement, il semble important de poursuivre les 

efforts de recherche sur l’influence de la MOD sur la toxicité des pesticides. Cependant, pour de futurs 

travaux visant à évaluer l’impact toxique, il sera nécessaire d’élargir le panel de paramètres biologiques 

évalués (mobilité, enzymes de détoxification, lipides, perméabilité membranaire). D’autre part, il serait 

également important d’intégrer des mesures de KDOC afin de déterminer la part dissoute libre des pesticides 

et la part liée à la MOD, conditionnant la biodisponibilité des pesticides.  

Il semble par ailleurs pertinent de réaliser des expérimentations semblables à celles menées dans les travaux 

présentés en intégrant des conditions axéniques afin d’évaluer la part de responsabilité des bactéries sur les 

effets biologiques observés mais également sur les effets chimiques (apparition de DCPMU, disparition de 

l’irgarol). 

Enfin, il serait intéressant de réaliser des expérimentations semblables à celles présentées avec de la MOD 

naturelle de diverses saisons et de divers endroits afin d’évaluer dans quelle mesure cette variation de 

composition peut influencer les réponses des microalgues. 

5.2. À l’échelle des communautés 

Cette étude avait pour but d’évaluer la toxicité d’herbicides seuls, en mélange et à dose environnementale 

vis-à-vis de monocultures algales en intégrant une composante majoritaire de l’environnement, la MOD. 

Aussi, pour aller plus loin dans ce réalisme environnemental, les communautés algales pourraient être à la 

base d’études visant à évaluer les effets de la MOD couplée aux pesticides. Divers paramètres pourraient 

être suivis comme l’efficacité photosynthétique globale (couramment utilisée dans les études en 

écotoxicologie en raison du lien existant entre la réponse et l’état physiologique de la communauté), les 

taxons composant cette communauté et ce dans le but de voir si une restructuration de la communauté se 

met en place, par remplacement des taxons sensibles au profit de taxons plus tolérants, les activités 

enzymatiques antioxydantes (marqueurs du stress oxydant pour le biofilm de rivière (Bonnineau et al., 

2013)), etc. Ces résultats pourront ainsi permettre de compléter les données disponibles dans la littérature 

sur la toxicité des pesticides dans l’environnement aquatique. 
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Annexes 

Annexe 1 – Liste des 45 substances prioritaires identifiées par la DCE. 
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Annexe 2 – Composition du milieu de culture Dauta (Dauta, 1982). 

 

Pour 1 Litre de Dauta : 

 

• 1 mL de FeSO4, 7 H2O à 1 g.L-1 

• 1 mL de NaHCO3 à 50 g.L-1 

• 1 mL de Na2CO3 à 5 g.L-1 

• 1 mL de MgSO4, 7 H2O à 25 g.L-1 

• 1 mL de Cacl2, 2 H2O à 25 g.L-1 

• 3,6 mL de Na2SiO3, 9 H2O à 28,42 g.L-1 (correspondant à environ 10 mg.L-1 de Si) 

• 1 mL de solution d’oligoéléments contenant : 

- ZnSO4, 7 H2O à 20 mg.L-1 

- CuCl2, 2 H2O à 20 mg.L-1 

- MnCl2, 4 H2O à 400 mg.L-1 

- CoCl2, 2 H2O à 10 mg.L-1 

- H3BO3 à 1 mg.L-1 

- Na2MoO4 à 35 mg.L-1 

• 1 mL de KNO3 à 200 g.L-1 

• 1 mL de K2HPO4 à 25 g.L-1 

• Eau distillée (pour compléter jusqu’à 1 L) 

• HCl (pour ajuster le pH entre 7,5 et 8 en toute fin de préparation) 
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Annexe 3 – Composition et préparation du milieu de culture f/2 (Guillard, 1975, Guillard & Ryther, 

1962). 
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Influence de la matière organique dissoute naturelle et d’herbicides, seuls et combinés, 
sur des microalgues marines et d’eau douce. 

Résumé : Les microalgues, qui sont à la base des réseaux trophiques aquatiques, peuvent être la cible 
indirecte des herbicides provenant des usages agricoles et urbains. Elles sont également en interaction avec 
d’autres éléments de leur environnement comme la matière organique dissoute (MOD) naturelle, elle-
même susceptible d’interagir avec les herbicides. Cette thèse a visé à étudier, en milieu contrôlé, l’influence 
de la MOD naturelle sur la toxicité d’herbicides vis-à-vis de microalgues en cultures monospécifiques non 
axéniques. Ont été considérés de la MOD naturelle d’eau douce et marine, trois herbicides (irgarol, diuron 
et S-métolachlore) seuls et en mélange, deux espèces de microalgues dulçaquicoles (Gomphonema gracile 
et Sphaerellopsis sp.) et deux espèces marines (Chaetoceros calcitrans et Tetraselmis suecica). Les effets 
ont été déterminés sur la croissance, l’efficacité photosynthétique et le contenu relatif en lipides des 
microalgues. En parallèle, l’environnement chimique a été caractérisé en suivant l’évolution de la 
composition et des propriétés de la MOD, ainsi que des concentrations d’herbicides et de leurs métabolites. 
Les résultats de ces travaux, qui considèrent pour la première fois la MOD naturelle dans sa globalité en 
interaction avec des microalgues et des herbicides, démontrent le rôle clé joué par la MOD sur (i) la 
stimulation de la croissance des quatre espèces de microalgues (et en retour la modification de la MOD par 
celles-ci), (ii) la modulation de la toxicité des herbicides et suggèrent (iii) la capacité de Sphaerellopsis sp. 
et/ou de ses bactéries associées de biodégrader le diuron. 

Mots clés : Microalgues, Matière organique dissoute naturelle, MOD, Herbicides, Transformations 
chimiques, Toxicité. 

Influence of natural dissolved organic matter and herbicides, singly and in mixtures, on 
marine and freshwater microalgae. 

Abstract: Microalgae are at the basis of aquatic food webs and may be the indirect target of herbicides 
from agricultural and urban uses. They also interact with other compounds from their environment such as 
natural dissolved organic matter (DOM), which can itself interact with herbicides. This thesis aimed to 
study, in laboratory controlled conditions, the influence of natural DOM on herbicide toxicity to microalgae 
by using monospecific, non-axenic cultures. The experiments included: natural freshwater and marine 
DOM, three herbicides (irgarol, diuron and S-metolachlor) singly and in mixtures, two freshwater 
microalgae (Gomphonema gracile and Sphaerellopsis sp.) and two marine microalgae (Chaetoceros 
calcitrans and Tetraselmis suecica). Effects were evaluated on microalgae growth, photosynthetic 
efficiency and relative lipid content. At the same time, changes in chemical environment over the 
experiments were measured through DOM composition and properties, as well as the concentrations in 
herbicides and their metabolites. The results of this work, which consider for the first time natural DOM as 
a whole, interacting with microalgae, their associated bacteria and herbicides, demonstrate the key role 
played by DOM in (i) the growth stimulation of four microalgae (and in return the DOM changes induced 
by microalgae), (ii) the modulation of herbicide toxicity and suggest (iii) the ability of Sphaerellopsis sp. 
and/or its associated bacteria to biodegrade diuron in non-axenic conditions. 

Keywords: Microalgae, Natural dissolved organic matter, DOM, Herbicides, Chemical transformations, 
Toxicity. 
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