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Résumé 
 
L'océan est en grande partie profond, la majorité de son volume (> 80 %) se situant à une 
profondeur supérieure à 1000 m, et est peu échantillonné (< 0,01 %). Il est caractérisé par une 
pression hydrostatique élevée, une température basse, des nutriments inorganiques élevés 
et de faibles concentrations de carbone organique. L'apport de matière et énergie est 
principalement issu de la production primaire en surface sous forme de matière organique 
particulaire et dissoute puis exporté vers le fond des océans par différentes voies d’export et 
de transfert. Les fractions particulaire et dissoute biodisponibles sont principalement 
consommées dans les eaux de surface par les procaryotes, et ne laissant qu’une fraction dite 
réfractaire, plus complexe à dégrader comme seule source de carbone pour les procaryotes 
de l’océan profond (zone bathypélagique). La plupart des mesures d’activités métaboliques et 
de diversité des procaryotes bathypélagiques sont généralement sous-estimées en raison des 
limitations technologiques pour récupérer les échantillons et les maintenir dans des 
conditions environnementales in situ (pression hydrostatique élevée, température, etc.). Pour 
étudier les procaryotes dans les conditions in situ, nous disposons d'une technologie 
hyperbare pour collecter, transférer et incuber des échantillons dans des conditions in situ 
(pression hydrostatique et température élevées) qui est maintenant commercialisée et 
disponible pour la communauté scientifique. En utilisant la versatilité de nos équipements, 
nous pouvons également simuler l'augmentation de la pression hydrostatique le long de la 
colonne d'eau. Les résultats mettent en lumière qu’en maintenant les conditions de pression, 
il est possible d’échantillonner des microorganismes piezophiles (avec une affinité pour la vie 
sous pression) représentatif du milieu profond. Ces résultats ont été confirmés lors d’une 
expérimentation sur la dégradation de matière organique dissoute de haut poids moléculaire 
par une communauté adaptée au milieu profond. Enfin, nous avons également montré 
l’importance des conditions environnementales pour étudier le devenir de la matière 
organique dans la colonne d’eau.  
 
 
 
Mots-clés : océan profond, haute pression, procaryotes, diversité, activité microbienne, 
échantillonnage in situ 
  



 
Abstract 

 
The ocean is mostly deep, with most of its volume (>80%) at depths greater than 1000 m, and 
is poorly sampled (<0.01%). It is characterized by high hydrostatic pressure, low temperature, 
high inorganic nutrients and low organic carbon concentrations. The input of matter and 
energy is mainly driven from primary production at the surface in the form of particulate and 
dissolved organic matter and then exported to the seafloor through various export and 
transfer routes. The bioavailable particulate and dissolved fractions are mainly consumed in 
surface waters by prokaryotes, leaving only a fraction called refractory, more complex to 
degrade as the only source of carbon for prokaryotes in the deep ocean (bathypelagic zone). 
Most metabolic activity and diversity measurements of bathypelagic prokaryotes are 
generally underestimated due to technological limitations in recovering samples and 
maintaining them under in situ environmental conditions (high hydrostatic pressure, 
temperature, etc.). To study prokaryotes under in situ conditions, we have a hyperbaric 
technology to collect, transfer, and incubate samples under in situ conditions (high hydrostatic 
pressure and temperature) that is now commercialized and available to the scientific 
community. Using the versatility of our equipment, we can also simulate the increase of 
hydrostatic pressure along the water column.  The results highlight that by maintaining 
pressure conditions, it is possible to sample piezophilic microorganisms (with an affinity to live 
under high hydrostatic pressure) representative of the deep environment.  These results were 
confirmed in an experiment on the degradation of high molecular weight dissolved organic 
matter by a community adapted to the deep-sea environment. Finally, we have also shown 
the importance of environmental conditions to study the fate of organic matter in the water 
column.  
 
 
 
 
Keywords: deep ocean, high pressure, prokaryotes, diversity, microbial activity, in situ 
sampling 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
“Il faut se méfier des ingénieurs, ça commence par la machine à coudre, ça finit par la bombe 

atomique.”  
Critique des critiques | M Pagnol  

 
 
 

"Quand tu vas commencer à mesurer le fond de la mer, fais bien attention de ne pas trop te 
pencher, et de ne pas tomber par-dessus bord et là où ça sera trop profond, laisse un peu 

mesurer les autres." 
Fanny | M Pagnol  
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1 INTRODUCTION : ÉTAT DE L’ART ET 
OBJECTIFS DE L’ETUDE 

1.1 GENERALITE ET BREF HISTORIQUE SUR LES 
EVOLUTIONS TECHNOLOGIQUES 

 PROPRIETES PHYSICO-CHIMIQUES ET BIOGEOCHIMIQUES DU DOMAINE 

OCEANIQUE PROFOND.  
L’hydrosphère représente 1.38x1018 m3 soit 71 % de notre planète. Plus de 70 % de 

l’océan sont en dessous de 1200 m (soit 12 MPa de pression hydrostatique1) et 50 % sont en 

dessous de 3000 m de profondeur (soit 30 MPa). La profondeur moyenne des océans est de 

3690 m et la profondeur maximum de 11000 m soit 110 MPa (Tableau 1-1). L’océan est divisé 

verticalement en différentes zones : la zone épipélagique (de 0 à 200 m, zone éclairée siège de 

la production primaire), la zone mésopélagique (de 200 à 1000 m, c’est de début de la zone 

obscure), la zone bathypélagique (de 1000 à 4000m) et la zone abyssopélagique ou hadale 

(>4000m). Bien qu’étant le plus large écosystème sur terre, l’océan profond (> 1000m) reste 

mal connu avec seulement 5 % exploré et 0.01 % échantillonné et étudié en détail (Ramirez-

Llodra et al., 2010). L’océan profond est principalement caractérisé par une forte pression 

hydrostatique, une faible température, entre 2 et 4 ̊C (à l’exception des sources 

hydrothermales profondes avec des températures dépassant les 300  ̊C et certaines mers 

comme la mer Méditerranée avec des températures comprises entre 11 et 13  ̊C), l’absence de 

lumière, et une faible concentration en matière organique biodisponible (Bartlett, 1999; 

Robison, 2004; Tamburini, 2006; Lauro and Bartlett, 2008).  

Tableau 1-1 Volume et profondeurs des océans selon Sarmiento and Gruber (2013) 

Acronyme Valeurs Unité Description 

Volume 1.38x1018 m3 Volume total des océans 

Vol. Océan Profond 9.44x1017 m3 Volume de l’océan > 1200m 

Profondeur 3690 m Profondeur moyenne des océans 

Profondeur 11000 m Profondeur max. des océans 

 
1 Selon le système international, la pression est estimée en Pascal (Pa). La pression hydrostatique augmente de 
1.01x105 Pa = 1 bar tous les 10m de profondeur. 
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En dehors des « oasis profonds » que représentent les sources hydrothermales profondes, les 

ressources en matière organique biodisponible « carbonées » sont principalement issues de la 

zone euphotique où le dioxyde carbone et les nutriments inorganiques sont convertis par le 

biais de la photosynthèse en carbone organique particulaire (POC) et dissous (DOC). Selon 

Arístegui et al., (2009, 2005) 90% du POC produit dans la zone épipélagique et exporté vers le 

fond serait reminéralisé dans la partie supérieure de la zone mésopélagique et donc 

n’atteindrait pas les profondeurs en dessous de 1000m. Par conséquence le DOC constitue 

donc, la principale source de carbone dans la zone bathypélagique (Arístegui et al., 2009). Le 

DOC est divisé en plusieurs réservoirs en fonction de sa réactivité (biodisponibilité) : DOC labile 

qui est la ressource principale de la boucle microbienne en zone épipélagique, il n’est pas 

accumulé (turnover compris entre l’heure et la journée). Le domaine profond, quant à lui, est 

caractérisé par des fractions de DOC plus récalcitrantes comme le DOC semi-labile (SLDOC, 

temps de vie ~1.5 ans), le DOC semi-réfractaire (SRDOC, temps de vie ~20 ans), le DOC 

réfractaire (RDOC, temps de vie = 16000 ans), et le DOC ultra-réfractaire (URDOC, temps de vie 

= plusieurs dizaines de millénaires) (Carlson and Hansell, 2014; Santinelli, 2014; Tableau 1-2). 

Ces auteurs ont défini un diagramme conceptuel sur la répartition de ces fractions le long de la 

colonne d’eau pour des conditions oligotrophiques selon Hansell (2013)(Figure 1-1A) et en Mer 

Méditerranée (Figure 1-1B et C) Santinelli (2014). Étant donné que les chapitres 0 et 3 portent 

exclusivement sur la Méditerranée c’est sur les figures Figure 1-1B et C que je vais un peu plus 

détailler la répartition de ces fractions du DOC. 
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Tableau 1-2 Tableau des caractéristiques du carbone organique dissous : labile, semi-labile, semi-réfractaire, 
réfractaire et ultra-réfractaire dans l’Océan. DCAA : dissolved combined amino-acid ; DCNS : dissolved 
combined neutral sugar ; APS : acyl heteropolysaccharides ; modifié d’après Nagata, (2008). 

Fraction Concentration (µM) Temps de résidence Fonction Identité chimique 

Labile <1 < Heures-Jours Utilisé pour la 

production 

hétéotrophique 

Acides aminés 

dissous libres, 

sucres dissous 

libres, protéines 

dissoutes 

Semi Labile ~ 10-30 Mois-années Exportée DCAA, DCNS, APS 

Semi Réfractaire ~10 >années-centaines 

d’années 

Stockage NA 

Réfractaire 40 Millénaire Stockage NA 

Ultra Réfractaires <10 >10000 ans Stockage « Black carbon » 

 

La Figure 1-1 montre que le domaine océanique profond, que cela soit en Méditerranée 

ou en Atlantique, est composé essentiellement par du DOC réfractaire (RDOC, en moyenne de 

l’ordre de 40 µM) et semi-réfractaire (en moyenne de l’ordre de 10 µM) (Hansell and Carlson, 

2015; Santinelli, 2015). Par ailleurs, en Méditerranée (Mer Adriatique), il est possible de 

retrouver jusqu’à 10 µM C de SLDOC en dessous de 800 m. Ce SLDOC, plus réactif, est 

transporté en profondeur, lors du mélange hivernal qui peut persister plusieurs semaines, et 

constitue ainsi une source significative pour les activités métaboliques profondes (taux de 

minéralisation du DOC en profondeur compris entre 2.2 et 14.4 µM C an-1)(Figure 1-1.C) 

(Santinelli et al., 2010).  

L’océan profond est également le plus important réservoir de carbone inorganique, 

contenant plus de 98% du carbone inorganique dissous global (Gruber et al., 2004). 
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Figure 1-1Distribution des différentes fractions de DOC dans la colonne d’eau est définie en fonction de leur 
réactivité dans une région de l’océan Atlantique et des régions de la mer Méditerranée. A) Distribution verticale 
des stocks de RDOC, SRDOC, et SLDOC et estimation de la concentration de DOC pour chaque fraction dans des 
eaux oligotrophiques stratifiées du Nord-Ouest de la mer des Sargasse. B) Dans les eaux sud de la mer 
Tyrrhénienne (Novembre 2006, Janvier 2009, Août 2010) de la C) dans les eaux de la  mer Adriatique (Novembre 
2006, Février 2008 et Juin 2008) période. SLDOC, semi-labile DOC; SRDOC, semi-refractory DOC; RDOC, 
refractory DOC (Hansell, 2013; Santinelli, 2015). 

 

 INTERET POUR LE MILIEU PROFOND  :  UN BREF HISTORIQUE.  
L'étude du milieu profond a débuté au début du 19ième siècle avec la découverte d'une 

espèce d'ophiure Gorgonocephalus caputmedusae par Sir John Ross durant une campagne de 

dragage. Cette découverte a été cachée et durant une autre campane de dragage en mer Égée 

entre 1841 et 1842, Edward Forbes constate une diminution du nombre d'espèces avec la 

profondeur et conclu qu'après 600 m il n'y a plus de vie. C'est le début de la « Azoic Theory ». 

Cette théorie fait alors débat. De nombreuses expéditions sont organisées montrant l'évidence 

de la vie dans les profondeurs. C'est particulièrement à partir de l’expédition Challenger 

organisée entre 1872 et 1876 par C. W. Thomson pour étudier la physique, la chimie et la 

biologie du milieu profond que de nombreux efforts seront déployés pour étudier ce milieu. 

Les études qui suivirent furent principalement concentrées sur les macroorganismes (pour plus 

de détails voir les références dans Ramirez-Llodra et al., 2010).  
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La microbiologie du domaine océanique profond, et particulièrement l'effet de la pression 

hydrostatique, a débuté à peine au milieu du 20ième siècle par les travaux du pionnier Claude 

ZoBell (Figure 1-2A,  ZoBell and Morita, 1959). Des espèces de bactéries marines ont été 

inoculées dans des milieux de culture puis contraintes à différentes pressions hydrostatiques. 

Les conclusions de cette étude ont montré que certaines bactéries marines se développaient 

mieux à forte pression hydrostatique qu'à pression atmosphérique constituant la définition du 

terme "barophile" (ZoBell and Johnson, 1949). Ce terme, du grec poids ‘baro’ proposé par 

ZoBell  sera remplacé par la suite par celui de "piézophile" proposé par Aristide Yayanos en 

1995, en référence à ‘piezo’ du grec pression  (Yayanos, 1995). À partir des années 1970, les 

développements technologiques se sont concentrés sur la capacité à prélever des échantillons 

en maintenant les conditions environnementales (Jannasch et al., 1971, 1973; Jannasch and 

Wirsen, 1977, 1982). C’est l’équipe de Holger W. Jannasch qui est pionnière dans le domaine 

de prélèvements à grande profondeur en proposant un système de prélèvement mis en œuvre 

à partir du sous-marin Alvin, déposé sur les sédiments (Figure 1-2B). Puis , au début des années 

1980 suivirent les travaux de Tabor et collaborateurs qui ont proposé également un système 

de prélèvement de 400 mL d’échantillon, en maintenant les conditions in situ de pression 

hydrostatique et pouvant être déployé à l’aide d’un treuil hydraulique, disponible sur la plupart 

des navires océanographiques (Tabor and Colwell, 1976; Tabor et al., 1981; Figure 1-2C). Par la 

suite, vingt ans après les travaux de Jannasch et collaborateurs, un laboratoire français mené 

par Bianchi et collaborateurs proposent un nouveau système de prélèvement, utilisant 

également un treuil hydrologique, d’un volume de 5 L permettant de multiplier les 

expérimentations et les répliquats (Bianchi and Garcin, 1993, 1994; Tholosan et al., 1999). Ce 

système lourd laissera place à un système plus compact permettant de prélever plusieurs 

échantillons, en maintenant les conditions de pression hydrostatique. C’est le système HPSS 

pour « High pressure serial sampler » qui se met en œuvre avec un carrousel-CTD Sea-Bird®  

(Bianchi et al., 1999; Figure 1-2D).  Les avantages principaux de ce système sont : i) la possibilité 

d’avoir plusieurs échantillons profonds, de 500 mL chacun, ii) la capacité de s’adapter à un 

carrousel-CTD Sea-Bird® présent également sur la plupart des navires océanographiques. En 

effet, chaque bouteille haute pression (HPBs) de 500 mL est montée sur une plaque de 

polypropylène puis installée sur un carrousel-CTD Sea-Bird® pour prélever jusqu’à une 

profondeur maximale de 3500 m. Le système HPSS a contribué à près de 150 couples 
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d’échantillons maintenus dans les conditions environnementales à la pression in situ versus 

décomprimés sur les 250 cités dans la revue Tamburini et al. (2013a). C’est à partir de ce 

système que j’ai apporté des modifications telle qu’une simplification du mécanisme de la 

vanne prélèvement, un capteur de pression autonome, un hublot en saphir dans 

l'obturateur supérieur pour la mesure en ligne de la concentration en oxygène, et la mise en 

place de procédures dédiées au transfert d’échantillons en équipression. Ces mises à jour 

permettent maintenant de prélever jusqu’à 6000 m (précédemment jusqu’à 4000m de 

profondeur) en maintenant les conditions environnementales de pression (Figure 1-2E) et sont 

décrites dans Garel et al. (2019) et dans ce manuscrit au chapitre suivant (chapitre 2). Le 

système complet était assemblé au laboratoire à partir de différents fournisseurs (HPB, 

capteurs de pression, support en polypropylène, connexions et fluidiques hyperbares). J’ai 

donc mené un transfert de savoir-faire vers une société, Top Industrie (SAS, France) pour la 

commercialisation du système, pour en permettre l’accès à la communauté scientifique. À ce 

jour, ce nouveau système a été acquis par différents laboratoires internationaux : Deep Carbon 

Observatory, DCO—Sloan Foundation; Hadal Science and Technology Research Center, HAST, 

Shangai, China; Sanya Institute of Deep Sea Science and Engineering, SIDSSE, China Academy 

of Science ; IFREMER Brest (pour le prélèvement de fluides hydrothermaux en maintenant les 

conditions environnementales).  

L’engouement pour le milieu profond ne cesse de croître ces dernières années, d’autres 

développements technologiques ont vu le jour, comme le système de prélèvements de fluides 

hydrothermaux développé par McNichol et al. (2016, Figure 1-2G), les différents appareils 

développés par le JAMSTEC au Japon (Kim and Kato, 2010), ou bien l’échantillonneur développé 

par l’équipe de Douglas Bartlett au SCRIPPS (USA) permettant d’échantillonner jusqu’à 10000 

m de profondeur (Peoples et al., 2019, Figure 1-2F). 
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Figure 1-2 Panel non exhaustif de photographies ou schémas résumant 60 ans d’évolution technologique pour 
échantillonner le milieu profond en maintenant les conditions de pression in situ. 1) Photographie de l’autoclave 
hyperbare et pompe hydraulique manuelle utilisée par ZoBell et collaborateus pour étudier l’impact de la 
pression hydrostatique sur les microorganismes marins (ZoBell and Morita, 1959); B) Système de prélèvement 
conservant les conditions environnementales de pression (Jannasch and Wirsen, 1973) ; C) Schéma du système 
de prélèvement isobare développé par Tabor et collaborateurs déployé  à l’aide d’un treuil hydraulique (Tabor 
et al., 1981) ; D) Photographie du High Pressure Serial Sampler développé par Bianchi et al. (1999);  E) HPSU 
monté sur un carrousel CTD Sea-Bird® durant la campagne PEACETIME décrit par Garel et al. (2019) dans le 
chapitre suivant, F) Schéma du Pressure Retaining Sampler et Lander développés par Peoples et al. (2019) pour 
étudier la diversité des microorganismes provenant des milieux très profonds, tel que la fosse des Mariannes, 
dans les conditions in situ ; G) Photographie de l’Isobaric Gas-Tight (IGT) sampler développé par McNichol et al. 
(2016) pour échantillonner les fluides provenant de sources hydrothermales en conservant les conditions de 
pression hydrostatique et d’anoxie. 

1.2 LES PROCARYOTES DU MILIEU PROFOND 

 D IVERSITE DES PROCARYOTES DU DOMAINE OCEANIQUE PROFOND  
Comme je le rappelle dans le paragraphe 1.1.1, la plus large fraction de l’océan est 

profonde, et contient 6.5x1028 cellules, soit 55 % des procaryotes du monde aquatique 

(Whitman et al., 1998; Bar-On et al., 2018) et abrite une très grande diversité de procaryotes 

différente des communautés de surface (Delong et al., 2006; Sogin et al., 2006; Salazar et al., 

2016). Cependant, très peu sont cultivables. La plupart des procaryotes isolés et cultivés, 

appartiennent principalement au domaine des Bacteria, sont Gram-négatives et anaérobiques 

facultatives. La majorité des Bacteria piézophiles sont regroupées dans les genres suivants : 

Colwellia, Moritella, Photobacterium, Psychromonas et Shewanella pour les g-Proteobacteria et 

deux sulfato réductrices du genre Desulfovirbrio (Delong et al., 1987; Kato et al., 1995; Xu et 

al., 2003; Nogi et al., 2004; Khelaifia et al., 2011; Martini et al., 2013; Pradel et al., 2013). Alors 

que pour le domaine des Archaea, la plupart des organismes isolés proviennent des sources 

hydrothermales et appartiennent aux familles des Thermococcaceae abritant le genre de 

Pyrococcus (Erauso et al., 1993), Methanocaldcoccaceae comme le genre Methanocaldococcus 

(Jones et al., 1983), la famille des Methanococcacea abritant le genre Methanococcus, et la 

famille des Archeoglobaceae abritant l’espèce Archeoglobus fulgidus (Oliver et al., 2020). Une 

liste exhaustive a été dressée dans les revues écrites par Jebbar et al., (2015) et Cario et al., 

(2019). Ces microorganismes sont pour la majorité chimioorganotrophe et méthanogènes. En 

parallèle de cet effort d’isolement de souches piézophiles, l’essor de différents outils 

moléculaires (ex. PCR, hybridation in situ, clonage séquençage…) a permis de montrer au 

travers de différents travaux que les Bacteria dominaient les communautés procaryotiques 

(Venter et al., 2004; Delong et al., 2006), et que les Archaea pouvaient atteindre les mêmes 



Chapitre  1  
Introduct ion :  État  de l ’art  et  Object i fs  de l ’étude 

 9 

proportions que les Bacteria, notamment en profondeur (Karner et al., 2001; Reinthaler and 

Herndl, 2005; Tamburini et al., 2009a). 

L’apport des nouvelles générations de séquençage (MiSeq Illumina, génomique, 

transcriptomique) a permis une réelle avancée dans l’étude des communautés microbiennes 

non cultivables en termes de biogéographie. A ce jour, l’état des connaissances sur la diversité 

des procaryotes du domaine bathypélagique est principalement dû à des études menées dans 

des zones spécifiques (voir les différentes références répertoriées dans les travaux de Salazar 

et al., 2016) et peu nombreuses en comparaison avec celles réalisées sur les communautés de 

surface. Le domaine bathypélagique a longtemps été considéré comme uniforme et la 

connectivité avec la surface réduite au mélange des masses d’eaux et à l’advection. Salazar et 

al. (2016) ont montré dans une étude réalisée durant les campagnes MALASPINA en 

échantillonnant sur tout le globe que (Figure 1-3) : 

i) Les phyla dominant dans le domaine bathypélagique sont les : Gammaproteobacteria, 

Alphaproteobacteria, Actinobacteria, Thaumarchaeota et Deltaproteobacteria. Les 

Archaea ne représenteraient que 2.2% à 16.3% du total des procaryotes par rapport à 

ce qui avait été montré dans de précédentes études utilisant des techniques 

quantitatives (hybridation in situ) (Karner et al., 2001; DeLong, 2003) et seraient 

principalement représentées par les Thaumarchaeota et Euryarchaeota (1.7–14% vs 

0.29–3.7%) comme décrit par (Herndl et al., 2005b; Teira et al., 2006b; Tamburini et al., 

2009a). 

ii) Chaque communauté procaryotique des grands fonds échantillonnée dans l’étude de 

Salazar et al., (2016) est composée d'un ensemble d'espèces dominantes partagées 

avec le reste des stations dans des proportions variables, qui est à environ 42 % des 

OTU identifiés et d'un ensemble de taxons peu abondants et relativement spécifiques 

à l'échantillon (c'est-à-dire très peu partagés) comprenant une "biosphère rare" (Sogin 

et al., 2006; Pedrós-Alio, 2012) du pool global de procaryotes des grands fonds. 

iii) Les masses d’eaux sont les principales actrices de la distribution des communautés 

libres et attachées, comme cela a déjà été montré par Agogué et al. (2011). De plus, ces 

auteurs ont montré au travers d’analyse sur la béta-diversité en utilisant la distance de 

Bray-Curtis (Figure 1-3) que les procaryotes attachés aux particules (obtenus après 

filtration séquentielle) étaient clustérisés par bassin océanique profond, alors que la 
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distribution des procaryotes libres serait plutôt, gouvernée par d’autres facteurs 

environnementaux tels que la température, la profondeur (c’est-à-dire la pression 

hydrostatique). 

 

 

Figure 1-3 Analyse de la diversité bêta (distance de Bray-Curtis) à l’aide du NMDS (« non metric 
multidimensional scaling ») issue des échantillons de la campagne MALASPINA.   La fraction de taille est codée 
avec le style de points (carrés, attachés et cercles, vivant en liberté) et les bassins océaniques profonds suivant 
des codes de couleur (voir légendes). Les nombres proches de chaque échantillon représentent le numéro de 
la station. A noter que les bactéries attachées aux particules ont été obtenues après filtration séquentielle 
d’après Salazar et al., (2016). 

 RELATION ENTRE LES PROCARYOTES ET LA MATIERE ORGANIQUE  
Les procaryotes hétérotrophes, principaux acteurs du cycle du carbone dans l’océan 

global, i) consomment 10 à 50 % de la matière organique produite par la production primaire 

dans les eaux de surface (Azam et al., 1983), ii) sont responsables de la solubilisation des 

particules (Aristegui et al., 2009; Cho and Azam, 1988; Sempéré et al., 2000; Tamburini et al., 

2009b) iii) produisent entre 0.008-0.023 Pg C an-1 de DOC réfractaire à partir du DOC labile à 

travers différents processus comme la « Microbial Carbon Pump » (Tamburini et al., 2003; Jiao 

et al., 2010; Benner and Herndl, 2011; Fang et al., 2015), et enfin, iv) sont responsables de  20–

33.3 Pg C yr-1 minéralisés par respiration hétérotrophe en haute mer (del Giorgio et al., 1997; 
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Arístegui, 2003).  Cependant, il existe encore des lacunes importantes dans la compréhension 

des processus métaboliques des procaryotes qui contrôlent la transformation et la dégradation 

de la matière organique dans l'ensemble de la colonne d'eau et plus particulièrement dans les 

eaux profondes. 

Pour ces organismes adaptés à l’environnement profond, les seules sources d’énergie et 

de carbones connues sont issues de la surface des océans et transférées sous forme de DOC 

(0.2 PgC an-1 après 500 m (Carlson et al., 2010) et de POC (0.7 Pg Gt de POC an-1 après 2000 m, 

(Henson et al., 2012), vers le fond des océans par différentes voies d’export et de transfert. La 

pompe biologique de carbone et la pompe physique (solubilité), ainsi que la pompe à carbone 

organique dissous, sont les principaux moteurs du transfert descendant du carbone et jouent 

un rôle central dans la séquestration du dioxyde de carbone (Boyd et al., 2019; Dall’Olmo et al., 

2016; Hansell et al., 2009; Levy et al., 2013; Siegel et al., 2016). Au sein de la pompe biologique 

de carbone, le dioxyde de carbone et les nutriments inorganiques sont convertis par 

photosynthèse en particules (POC) et en carbone organique dissous (DOC) dans la zone 

euphotique, et sont transférés vers les profondeurs de l'océan par divers mécanismes, 

notamment le flux particulaire (chute gravitationnelle des particules et de la neige marine 

(Siegel et al., 2016), la convection profonde hivernale, la subduction (Arístegui et al., 2009; 

Hansell, 2009; Burd et al., 2010), la fragmentation des gros agrégats en petites particules 

(Briggs et al., 2020) et la migration verticale du zooplancton et du micronecton avec libération 

de POC/DOC par exsudation et défécation (Steinberg et al., 2000; Hidaka et al., 2001; Steinberg 

and Landry, 2017). Récemment, Boyd et al. (2019) ont proposé le concept de "pompes à 

injection de particules" (PIP) à médiation physique et biologique : la pompe gravitationnelle 

biologique, la pompe à subduction par tourbillon, la pompe à couche mixte, la pompe 

mésopélagique et la pompe à lipides saisonnière. Ces PIP, dont l’importance varie dans le temps 

et dans l’espace au niveau de la colonne d’eau, pourraient transporter directement des stocks 

importants de particules biogènes (8.7 Pg C an-1) en profondeur, d'une ampleur cumulative qui 

peut être équivalente au stockage de carbone de la pompe à carbone biologique 

(gravitationnelle). Ces nouveaux concepts pourraient aider à clôturer le bilan du carbone qui 

jusqu'à présent est déséquilibré dans les couches méso- et bathypélagique (Arístegui et al., 

2009; Burd et al., 2010; Santinelli et al., 2010, 2013; Reinthaler et al., 2013; Tamburini et al., 

2013a).  
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Mais l’activité métabolique (production de biomasse et respiration) mesurée semble 

supérieure aux flux d’apport de matière organique qui chute le long de la colonne d’eau (Burd 

et al., 2010; Nagata et al., 2010; Reinthaler et al., 2013). Plusieurs hypothèses ont été mises en 

avant comme une mauvaise estimation du flux de matière organique particulaire, l’existence 

d’une autre source de carbone comme le carbone inorganique dissous utilisé comme source 

d’énergie et de carbone (chemolithoautotrophie), ou encore une mauvaise estimation de 

l’activité métabolique due à des biais d’échantillonnages (Burd et al., 2010). Une étude récente 

de Acinas et al., (2021), issue des campagnes MALASPINA, dans laquelle 58 génomes ont été 

analysés de région tropicale et subtropicale, met en lumière des traits écologiques différents 

selon que les communautés de procaryotes soient libres ou attachées aux particules. En 

résumé, les communautés libres possèderaient des gènes impliqués dans l’oxydation du NH4 

et du CO. Les communautés attachées aux particules possèderaient des gènes impliqués dans 

la voie de la réduction dissimilatrice du NO3
- en NH4 (i.e nirB, NADH-dépendent nitrite 

réductase) dans 27% des échantillons, la sulfacto-réduction (i.e aprA et B) dans 90% des 

échantillons et des gènes impliqués dans l’oxydation du H2 dans 24% des échantillons. Ces 

études récentes, comme celle de Salazar et., al (2016) et Acinas et al., (2021),  mettent en 

lumière la diversité spécifique et fonctionnelle des communautés de procaryotes libres et 

attachés aux particules de l’océan profond qui représentent une étape clé dans la 

compréhension du rôle des microorganismes dans les cycles biogéochimiques. Cependant, la 

grande majorité de ces résultats sont issus d’échantillons profonds obtenus à partir 

d’échantillons décomprimés, c’est-à-dire non maintenus aux conditions de pression 

hydrostatique in situ.  

En réalité, lors de la remontée des échantillons la décompression provoque des 

changements physiologiques et métaboliques (voir les références dans Tamburini et al., 2013a; 

Edgcomb et al., 2016), mais également un changement de la composition de la communauté 

procaryotique (La Cono et al., 2015; Garel et al., 2019). De plus la revue de 2013 de Tamburini 

et collaborateurs a montré que les procaryotes du domaine océanique profond sont adaptés à 

la pression hydrostatique en recensant plus de 250 couples de mesures d’activités 

métaboliques effectuées dans les conditions in situ de pression et décomprimés. Ils ont montré 

l’impact des conditions environnementales (pression hydrostatique, température, 

stratification des eaux, flux particulaire et mélanges des eaux) sur les activités métaboliques. 
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Les principales conclusions de cette revue sont qu’en fonction des conditions 

d’échantillonnages les activités métaboliques obtenues après décompression sont i) 

généralement sous-estimées dans le cas le plus classique de stratification des eaux ; ii) 

surestimées dans le cas de convection d’eau profonde, de fort flux particulaires ou 

d’échantillons obtenus à l’interface eau-sédiments dû à un mélange de communautés 

allochtones (issus des masses océaniques  supérieures) et autochtones (issues de la zone 

bathypélagique). Dans ces derniers cas de figure, une fois décomprimées, les communautés 

allochtones, souvent plus compétitrices sur les substrats, se retrouveraient majoritaires lors 

des expérimentations et biaiseraient les mesures d’activités métaboliques. Il importe donc, 

dans la mesure du possible, de réaliser les mesures d’activités et de diversités in situ ou en 

maintenant les conditions in situ. 

Ces communautés procaryotiques inféodées au domaine océanique profond ont des 

caractéristiques phénotypiques et génotypiques différentes des procaryotes provenant des 

eaux de surfaces.  Depuis plus de 50 ans avec les premiers travaux de Claude ZoBell, il a été 

montré avec des souches modèles que les procaryotes dits piézophiles (qui ont une affinité 

avec la pression hydrostatique selon Yayanos (1995)) ont développé des adaptations 

physiologiques pour survivre dans les conditions de haute pression : :i) modification de la 

composition lipidique de la membrane cellulaire par l’augmentation de l’insaturation des acides 

gras membranaires (Bartlett, 2002; Mangelsdorf et al., 2005) ou des lipides de réserve (Grossi 

et al., 2010); ii) modification des protéines transmembranaires (Qureshi et al., 1998; Michoud 

and Jebbar, 2016); iii) modification du taux de croissance (ZoBell and Morita, 1959; Martini et 

al., 2013); iv) des protéines impliquées dans la division cellulaire comme la protéine FtsZ, la 

sous-unité de la RNZA polymérase, la dihydrofolate réductase (DHFR), et l’isopropylmalate 

déshydrogénase (IPMDH) sont stables et actives dans les conditions de haute pression (Kato, 

2011 and references therein); v) la capacité à dégrader des composés complexes de haut poids 

moléculaire probablement dû à la présence de  gènes codant pour des enzymes particulières 

comme les CAZyme extracellulaires (e.g chitine, cellulose and pullulane, carbohydrate) (Vezzi 

et al., 2005; Peoples et al., 2019). 

Cette capacité à dégrader de la matière de haut poids moléculaire par une communauté 

naturelle profonde a déjà été mise en évidence. Tout d’abord, Boutrif et al. (2011) montrent 

que dans des conditions de stratification des eaux, la capacité d’une communauté 
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procaryotique issue de 2000 m de profondeur à dégrader un substrat complexe comme des 

exopolysaccharides marqués au tritium, synthétisé en laboratoire. En couplant une technique 

de biologie moléculaire appelée CARD-FISH (CAtalyser Reported Deposition Fluorescent in Situ 

Hybridization) à la microautoradiographie, les auteurs ont également démontré que dans des 

échantillons maintenus dans les conditions in situ de pression, les Euryarcheota apparaissent 

aussi actives que les Bacteria sur la dégradation de ce substrat (Boutrif et al., 2011). Ensuite, 

très récemment, j’ai pu montrer la capacité des communautés inféodées à la zone 

bathypélagique à dégrader des composés naturels de haut poids moléculaires (article publié 

en 2021 qui constitue mon chapitre 3). Enfin dans une autre étude récente de Saw et al. (2020), 

des échantillons ont été récoltés dans trois différentes fosses océaniques : la fosse des 

Mariannes, la fosse du Japon et la fosse d’Izu-Ogasawara. Les auteurs ont utilisé différentes 

approches moléculaires, comme le « single cell genome amplification » et le CARD-FISH pour 

étudier la répartition des bactéries du clade SAR202 (appartenant au phylum des Chloroflexi) 

ainsi que les gènes impliqués dans la dégradation de composés complexes.  L’étude met en 

évidence, d’une part une stratification verticale des différents groupes du clade SAR202 

suggérant l’existence de niches spécifiques pour chaque groupe, et d’autre part la présence de 

gènes codant pour des familles de monooxygénase flavine-dépendante. Ces derniers, 

abondants dans le groupe III des SAR202 (le plus abondant dans le domaine bathypélagique), 

seraient responsables de l’oxydation des stérols et hopanoïdes (lipides marqueurs des 

membranes lipidiques bactériennes) en molécules alicycliques riches en carboxyle abondant 

dans la RDOM. 

Les composés de haut poids moléculaire sont hydrolysés en composés de faible poids 

moléculaire pour être transportés dans la cellule par des protéines membranaires 

appelées "transporteur" ou bien être diffusés dans le milieu naturel pour alimenter d’autre 

compartiments du réseau trophique, c’est la théorie de « POM-DOM piezophilic 

microorganisms continuum (PDPMC)» (Fang et al., 2015) ou séquestrés sous forme plus 

réfractaire, par le biais de la «MCP microbial carbon pump » (Jiao et al., 2010) (Figure 1-4).  
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Figure 1-4 Schéma conceptuel de la pompe biologique de carbone, modifié d’après Nayak and Twardowski (2020). Le 
carbone organique majoritairement produit en surface par le phytoplancton va subir par des processus biotique et abiotique 
des transformations qui vont entraîner son exportation, principalement sous forme particulaire (carbone organique 
particulaire, POC), fragmenté par l’activité des microorganismes attachés aux particules ou colonisant ces particules (« 
POM-DOM piezophilic microorganisms continuum (PDPMC)»,  Fang et al., 2015) puis séquestré dans  l’océan profond 
principalement par l’activité microbienne (MPC theory, « Microbial Carbon Pump », Jiao et al, 2010).  

  

MCP theory

PDMPC continuum
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1.3 SENSIBILITE DU MILIEU PROFOND AUX CHANGEMENTS 
GLOBAUX 

 LE RECHAUFFEMENT DES EAUX PROFONDES  :  UN BREF ETAT DES 

CONNAISSANCES  
Selon le dernier rapport du GIEC, il est incontestable que l’océan est impacté 

directement par le réchauffement global, avec des effets différents en fonction des régions. 

Les résultats présentés dans le rapport IPCC (2013) mettent en évidence des changements des 

propriétés océaniques sur les 40 dernières années au niveau de la température, du niveau de 

la mer, du carbone, du pH et de l’oxygène.  

Les résultats de ce rapport IPCC (2013) montrent que non seulement les eaux de surface 

se réchauffent mais également les eaux des zones mésopélagique et bathypélagique, 

particulièrement entre 700 et 2000 m, avec une augmentation de la température de 0.015°C 

tous les 10 ans contribuant à 30 % du réchauffement global de l’océan (Levitus et al., 2012). 

Ces mesures permettent de modéliser l’évolution de la température de l’eau dans les années 

à venir. Il a été calculé que d’ici la fin du 21ième siècle, la température dans les cent premiers 

mètres pourrait s’élever de 0.6 à 2 °C et de 0.3 à 0.6 °C à 1000 m de profondeur, en fonction 

des régions. Cependant, pour certaines zones océaniques comme les zones plus profondes, en 

dessous de 2000 m de profondeur, les incertitudes subsistent. L’acquisition des données reste 

trop incomplète ou trop faible pour dégager des tendances à l’échelle de l’année ou de la 

décennie. La mise en place de programmes internationaux d’observation comme DOOS (Deep-

Ocean Observing Strategy, https://deepoceanobserving.org) qui depuis 2014 a été adopté par 

le GOOS « Global Ocean Observation Strategy », européens comme EMSO-ERIC (the European 

Multidisciplinary Seafloor and water column Observatory, http://emso.eu/) et les récents 

développements de capteurs autonomes montrent la prise de conscience du manque de 

résolution spatio-temporelle de données pour le domaine océanique profond (Levin et al., 

2019). Par exemple, la mise au point récente de flotteurs "Deep Argo" étendent les paramètres 

mesurés jusqu’à une profondeur de 6000 m. Ce nouveaux types d’Argo ont été déployés dans 

une zone d’essais dans l’hémisphère sud (Pacifique et océan Indien, 

https://deepoceanobserving.org/deep-ocean-observations/). Cependant, pour de 

nombreuses variables biogéochimiques et biologiques, les méthodes d’échantillonnages 

limitent la compréhension des changements dans l’océan mondial sur les organismes, malgré 
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l’initiative BCG Argo (seulement pour les 2000 premiers mètres) qui vise à étendre les capacités 

d'observation des flotteurs profileurs autonomes pour inclure des variables biogéochimiques 

et biologiques (Levin et al., 2019). 

Pour conclure cette section, grâce aux efforts internationaux d’échantillonnage, il n’est 

plus à démontrer que l’augmentation de la température en surface des océans a un impact 

direct sur les écosystèmes de surface mais également sur les écosystèmes profonds. Les 

conséquences de ces changements globaux sont bien connues chez les macroorganismes (i.e 

modification de la biodiversité, blanchiment de coraux) mais un peu moins discutées au niveau 

des microorganismes (Cavicchioli et al., 2019).  

 

 IMPACT DU RECHAUFFEMENT SUR LES MICROORGANISMES  
L’élévation de  la température des eaux de surface favorise la stratification et par 

conséquent affecte la circulation océanique ce qui i) diminue l’export de matière organique de 

la surface vers les couches plus profondes (Smith et al., 2009), ii) limite la production primaire 

par une diminution des apports en nutriment  (Passow and Carlson, 2012) et iii) favorise le 

transfert du DOC labile vers le DOC réfractaire (Smith et al., 2009; Jiao et al., 2010; Legendre et 

al., 2015), iv) augmente la dégradation de la matière organique par les respirations aérobies 

microbiennes conduisant à une production accrue de pCO2 (Robinson, 2019) et v) limite 

également la diffusion de l’oxygène vers les couches plus profondes en favorisant la formation 

de zone de minimum d’oxygène entre 200 et 700m de profondeur (Stramma et al., 2010).  

Concernant les communautés phytoplanctoniques, les effets du réchauffement 

climatique sur les eaux de surface sont régionalisés. Boyce et al., (2010) ont montré une 

relation sur le déclin des communautés phytoplanctoniques (avec un taux annuel de 1%) 

phytoplanctonique et l’augmentation de la température des eaux de surfaces (SST) dans huit 

régions océaniques sur dix. Les régions aux faibles latitudes sont les plus touchées. En effet le 

réchauffement de eaux de surface induisant une forte stratification des eaux conduit à un 

appauvrissement des eaux de surface en éléments nutritifs nécessaires pour la photosynthèse. 

Cette conclusion est soutenue par une étude récente qui met en évidence une régionalisation 

des effets de l’augmentation de la SST sur la croissance et la calcification des coccolithophores 

(Krumhardt et al., 2017). Les résultats du modèle tendent à montrer que dans les basses 
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latitudes, la stratification induite par le réchauffement produit une diminution de la 

calcification et conduit à des taux de croissance ∼25% plus lents, ce qui influe directement sur 

l’export de matière organique vers les couches profondes. Dans les hautes latitudes Krumhardt 

et al., (2017), montre qu’une augmentation de la température de surface de la mer de ∼2-3°C 

conduirait à des taux de croissance plus rapides des coccolithophores et la calcification dans 

les hautes latitudes. Ces différents effets sont par la suite transférés dans les compartiments 

supérieurs du réseau trophique.  

Concernant le compartiment hétérotrophe, l’élévation de la température entraîne  une 

augmentation de la production hétérotrophique (PHP) et de la respiration (PR) en surface mais 

également dans l’océan profond (Pomeroy et al., 2000; Apple et al., 2006; Lønborg et al., 2016). 

D’après Cavan and Boyd, (2018) cette augmentation de la PR en surface conduirait  à une 

diminution de l’export de matière organique vers le milieu mésopélagique dans la zone sub-

Antarctique.  Dans d’autres régions Apple et collaborateurs (2006) décrivent, en surface, une 

réponse différente dans le métabolisme procaryotique entre l’anabolisme (production 

hétérotrophique) et le catabolisme (respiration procaryotique). Les auteurs montrent que 

l’action conjointe de la température et de la diminution de la qualité de matière organique 

diminuerait l’efficacité de croissance durant les mois les plus chauds.  Ce qui a également été 

montré par Céa et al., (2015) dans une étude décrivant l’action conjointe de la température de 

la concentration en phosphore sur l’efficacité de croissance. Les communautés procaryotiques 

auraient tendance à favoriser la maintenance cellulaire au détriment de leur croissance (Bunse 

et al., 2016).  

De plus, la dépendance des communautés des grands fonds marins à l'égard de la 

production d'eau de surface soulève d'importantes questions sur la façon dont le changement 

climatique affecte le cycle du carbone et le fonctionnement des écosystèmes des grands fonds 

marins (Arístegui et al., 2009; Smith et al., 2009; Reinthaler et al., 2013). Le domaine océanique 

profond comprenant 75% de la biomasse procaryotique pélagique et une grande fraction de la 

minéralisation de la matière organique s’effectue en dessous de 200m (del Giorgio and Duarte, 

2002), alors une modification de cette activité procaryotique, due au changement climatique, 

impacterait le fonctionnement de l’océan (Lønborg et al., 2016). Les auteurs mettent en 

lumière une dépendance de la PHP à la température. La PHP apparait fondamentalement 

différente entre ces grandes couches océaniques profondes. Les auteurs estiment une 
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augmentation de 55% de la PHP pour une augmentation de 1°C. Tout comme en surface, 

l’augmentation de la température des eaux profondes favoriserait la production de DOC 

récalcitrant nécessitant plus d’énergie pour être dégradé. Cette faible bioréactivité entraine 

une augmentation de Ea avec la profondeur pour la maintenance cellulaire. Ils en concluent 

donc que l’océan profond serait plus sensible au réchauffement global. J’ai résumé ces 

phénomènes sur la Figure 1-5. 

Encore une fois, il est important de noter que tous ces résultats ont été obtenus, pour 

la zone bathypélagique, sur des échantillons décomprimés et incubés à pression 

atmosphérique. Or, comme déjà mentionné plus haut, Tamburini et al. (2013a) ont montré que 

dans des conditions de stratification des eaux, l’activité mesurée en décomprimant est 

largement sous-estimée (4.01 ± 6.83 fois inférieurs en moyenne). Par conséquent, l’importance 

du réchauffement peut être minimisée et il est donc très urgent d’utiliser un système 

d’échantillonnage et d’incubation adapté au milieu profond afin d’avoir une vision plus réaliste 

des effets du changement climatique.  
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Figure 1-5 Infographie représentant de manière schématique les impacts du changement climatique sur les 
zones méso- et bathypélagique. L’augmentation de la température de surface augmente la stratification des 
eaux de surface, limitant les échanges avec les eaux sous-jacentes. Par conséquent, le CO2 s’accumulerait en 
surface provoquant l’acidification des eaux de surfaces. La matière organique produite en surface est 
principalement consommée par les communautés de surfaces ce qui diminue l’export vers les zones méso- et 
bathypélagique, donc diminuerait la séquestration du carbone. Enfin, le front thermique diminuerait la diffusion 
de l’oxygène vers les zones plus profondes modifiant la ventilation des eaux profondes (accroissement des zones 
à minimum d’oxygènes – OMZ). La ligne en pointillé représente la stratification des eaux. Illustration réalisée 
par Vincent Garel. 

 

1.4 PROBLÉMATIQUES ET OBJECTIFS DE L’ÉTUDE 

Le but de cet état de l’art était : i) de mettre en exergue les particularités des domaines 

méso- et bathypélagique tant au niveau biogéochimique qu’au niveau des organismes y vivant, 

en particulier les procaryotes hétérotrophes ; ii) de rappeler qu’il existe une connectivité entre 

l’atmosphère-zone épipélagique et les zones méso- et bathypélagique. Le domaine océanique 

profond est constitué en règle générale (dans des conditions de stratification des eaux) par des 

communautés des procaryotes dites autochtones, c’est-à-dire adaptées aux conditions 

environnementales (forte pression hydrostatique et faible température).  

ÓVincent Garel 
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Dans ce travail de thèse, j’ai contribué à amender les travaux entrepris initialement au 

laboratoire depuis plus de trois décennies : comment échantillonner correctement le domaine 

océanique profond pour avoir une mesure la plus juste possible de l’activité des procaryotes ? 

Comment maintenir les conditions in situ ou reproduire au plus près les conditions 

environnementales pour réaliser des expérimentations permettant de comprendre l’impact de 

la pression hydrostatique sur les activités et la diversité des procaryotes ? 

Bianchi et al, proposaient en 1999 déjà un système de prélèvement permettant de 

collecter et maintenir un échantillon d’eau de mer dans les conditions in situ de pression 

hydrostatique qui était resté à l’état de prototype. Ici j’ai entrepris de continuer ce 

développement en y apportant quelques améliorations que je détaillerai dans l'article 1 

(chapitre 2). Ce développement a été standardisé et rendu disponible à toute la communauté 

scientifique (nationale et internationale) en étant commercialisé par la société Top Industrie 

(SA). Avec ce nouveau dispositif, j’ai pu évaluer l’impact de la décompression des échantillons 

d’eau de mer sur la diversité spécifique de la communauté microbienne. Ce travail a été réalisé 

dans le cadre de la campagne PEACETIME démarré à bord du N/O Pourquoi Pas?  et prolongé 

au laboratoire. 

Dans un deuxième temps, je démontrerai l’importance des prélèvements dans les 

conditions in situ sur la dégradation de la matière organique dissoute de haut poids moléculaire 

(HMWDOM) dans deux conditions hydrologiques contrastées (article 2, chapitre 3).  

Dans un troisième temps, j’étudierai l’impact de la pression hydrostatique sur une 

communauté procaryotique naturelle de surface, en simulant en laboratoire, une chute de 

particules provenant d’une culture d’Emiliania huxleyi, une espèce phytoplanctonique 

représentative du milieu naturel (article 3, chapitre 4). A l’aide des mêmes bouteilles HPBs et 

en utilisant le dispositif de simulation de particules (PASS, PArticle Sinking Simulator), cette 

étude a été réalisée avec une communauté issue du site « Porcupine Abyssal Plain » durant la 

campagne DY032 au travers d’une expérimentation en laboratoire à bord du RRS Discovery. 

Chacun de ces trois chapitres contenant les articles est constitué d’un préambule, pouvant 

répéter quelques notions déjà abordées dans cette introduction mais permettant de prendre 

chaque chapitre de manière indépendante, de l’article, et éventuellement des données 

complémentaires obtenues après la publication de l’article. 
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Enfin, je terminerai mon manuscrit de thèse sur des conclusions et perspectives (chapitre 

5) et un chapitre (chapitre 6) présentant mes travaux complémentaires où je traiterai d’aspects 

techniques, concernant plus particulièrement mon poste d’ingénieur, nécessaire au soutien de 

la recherche dans cette thématique.
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2 EFFET DE LA PRESSION HYDROSTATIQUE SUR 

LA COMMUNAUTE MICROBIENNE 

PREAMBULE 
 

Le maintien des conditions environnementales pour étudier les microorganismes de la 

zone bathypélagique est une préoccupation relativement récente. En effet cela a débuté avec 

les travaux de Claude ZoBell dans les années 50, en étudiant l’effet de la pression hydrostatique 

sur des souches bactériennes provenant du milieu marin (ZoBell and Morita, 1959). Plus tard 

dans années 70, le laboratoire de Holger Jannasch a conçu le premier échantillonneur d’eau de 

mer capable de maintenir la pression hydrostatique en anglais « Pressure Retaining Sampler » 

(PRS). Ce PRS permettait d’échantillonner et filtrer l’eau de mer dans les conditions in situ , ce 

qui a permis d’entreprendre les premières études concernant le rôle de procaryotes dans le 

domaine océanique profond (Jannasch et al., 1976; Jannasch and Wirsen, 1977). Dans les 

années qui suivirent d’autres PRS ont été développés sur le même principe (Tabor and Colwell, 

1976; Tabor et al., 1981). Mais l’inconvénient majeur de ces différents systèmes en était la mise 

en œuvre. En effet cela nécessitait l’intervention d’un sous-marin rendant les campagnes 

océanographiques plus difficiles et plus onéreuses. 

Dans le début des années 90, l’équipe d’Armand Bianchi a développé un PRS s’adaptant 

sur les câbles hydrologiques des navires océanographiques (Bianchi and Garcin, 1993, 1994). 

Les résultats issus de ces études ont permis de mettre en évidence les premiers résultats sur 

l’effet de la pression hydrostatique sur l’activité métabolique des communautés 

procaryotiques. Par la suite, Bianchi et al. (1999) ont développé le « High Pressure Serial 

Sampler », un système multi-échantillonneur de 500mL capable de collecter, de maintenir et 

d’incuber les échantillons d’eau de mer dans les condition in situ de pression hydrostatique et 

de température sur une rosette Sea-Bird® au côté de bouteilles Niskin® classiquement déployé 

via le câble électro-porteur des navires océanographiques. Le système de déclenchement de 

ces bouteilles hyperbares étant actionné à partir du carrousel Sea-Bird®. Jusqu’à maintenant 

cet équipement a permis non seulement de montrer et comprendre l’impact de la pression 
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hydrostatique sur les procaryotes vivant dans les milieux méso et bathypélagique (pour plus de 

détails voir la review de Tamburini et al.(2013)), mais également d’ouvrir une nouvelle voie sur 

l’océanographie microbienne du domaine océanique profond. 

L’article 1 présenté ci-après dans ce chapitre, constitue, dans la continuité du 

développement technologique du système de Bianchi et collaborateurs, un bilan des 

améliorations réalisées tant en terme technique que de procédures. Les mesures classiques 

réalisées sont associées à des méthodes de nouvelle génération de séquençage (NGS) ainsi que 

des mesures d’activités en temps réel. 
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Article 1 

Garel, M., Bonin, P., Martini, S., Guasco, S., Roumagnac, M., Bhairy, N., et al. (2019). Pressure-

Retaining Sampler and High-Pressure Systems to Study Deep-Sea Microbes Under In 

Situ Conditions. Front. Microbiol. 10, 453. doi:10.3389/FMICB.2019.00453. 
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Abstract 

The pelagic realm of the dark ocean is characterized by high hydrostatic pressure, low temperature, high-inorganic 
nutrients and low organic carbon concentrations. Measurements of metabolic activities of bathypelagic bacteria 
are often underestimated due to the technological limitations in recovering samples and maintaining them under 
in situ environmental conditions. Moreover, most of the pressure-retaining samplers, developed by a number of 
different labs, able to maintain seawater samples at in situ pressure during recovery have remained at the 
prototype stage, and therefore not available to the scientific community. In this paper, we will describe a ready-
to-use pressure-retaining sampler, which can be adapted to use on a CTD-carousel sampler. As well as being able 
to recover samples under in situ pressure, we propose a sample processing in equi-pressure mode. Using a piloted 
pressure generator, we present how to perform sub-sampling and transfer of samples in equi-pressure mode to 
obtain replicates and perform hyperbaric experiments safely and efficiently (with less than 2% pressure 
variability). As proof of concept, we describe a field application (prokaryotic activity measurements and incubation 
experiment) with samples collected at 3000 m-depth in the Mediterranean Sea. Sampling, sub-sampling, transfer 
and incubations were performed under in situ pressure conditions and compared to those performed following 
decompression and incubation at atmospheric pressure. Three successive incubations were made for each 
condition using direct dissolved-oxygen concentration measurements to determine the incubation times. 
Subsamples were collected at the end of each incubation to monitor the prokaryotic diversity, using 16S-
rDNA/rRNA high-throughput sequencing. Our results demonstrated that oxygen consumption by prokaryotes is 
always higher under in situ conditions than after decompression and incubation at atmospheric pressure. In 
addition, over time, the variations in the prokaryotic community composition and structure are seen to be driven 
by the different experimental conditions. Finally, within samples maintained under in situ pressure conditions, the 
active (16S rRNA) prokaryotic community was dominated by sequences affiliated with rare families containing 
piezophilic isolates, such as Oceanospirillaceae or Colwelliaceae. These results demonstrate the biological 
importance of maintaining in situ conditions during and after sampling in deep-sea environments. 
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2.1 INTRODUCTION  

Only 5% of the ocean has been explored using remote instruments and less than 0.01% 

has been sampled and studied (Ramirez-Llodra et al., 2010). Despite the deep sea, being the 

largest  ecosystem of the ocean (mean depth of about 3500 m, i.e. 35 MPa), with the greatest 

reservoir of microbes (Whitman et al., 1998), it still  hasn’t been sampled or studied adequately 

under in situ conditions. This major issue is mainly the consequence of technical limitations that 

both restrict access to this environment and make sampling under in situ pressure conditions 

difficult. 

Microorganisms living in the deep-sea are subjected to well-known conditions:  high 

hydrostatic pressure, low temperature, high concentrations of inorganic matter and low 

organic carbon content. Pressure-adapted microorganisms have been isolated from many 

deep-sea sites and are defined as piezophiles when their optimum growth occurs at high 

hydrostatic pressure. Using laboratory pressure vessels, the characteristics of piezophiles have 

been described, including membrane properties, motility, nutrient transport and DNA 

replication and translation under elevated hydrostatic pressure (see e.g  Bartlett et al., 2007; 

Lauro and Bartlett, 2008).  

In deep-sea environments, microorganisms represent the main players in the biological 

carbon pump by consuming and mineralizing organic matter as it sinks down the water column 

(Cho and Azam, 1988; Aristegui et al., 2009). However, one of the main biases in deep-sea 

metabolic activity estimations is that, most of the time, they are measured at atmospheric 

pressure following the  decompression of the water sample. As a result of decompression, 

significant shifts in prokaryotic activity (Tamburini et al., 2013; Wannicke et al., 2015),  

community composition (La Cono et al., 2009, 2015)  and gene expression (Edgcomb et al., 

2016) have been identified. In a previous review (Tamburini et al., 2013a), we considered the 

hydrostatic pressure effects on natural communities containing both unadapted prokaryotes 

(piezosensitive) originating from surface water, and adapted prokaryotes (including piezophilic) 

from the deep sea. Analysis of datasets in the literature, show that under stratified conditions, 

deep-sea communities are adapted to in situ conditions of high pressure, low temperature and 

low organic matter. Measurements from decompressed samples that are incubated at 

atmospheric pressure thus underestimate in situ activities. Exceptions that can lead to 
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overestimations can be attributed to deep sea mixing events, large influxes of surface particles, 

or the provision of excessive organic matter during experimentation (Tamburini et al., 2013a).  

In order to study the deep-sea environment, it is necessary to perform in situ 

measurements or continuously maintain the hydrostatic pressure at in situ temperature from 

deep-sea water sampling through to the transfer and measurement of microorganism activity 

and community composition. Over the last 40 years, pressure-retaining sampler prototypes 

have been developed by several laboratories using different approaches, but none are available 

to the scientific community without local engineering expertise or high-pressure system 

facilities. For the oldest systems refer to Bianchi et al. (1999), Jannasch et al. (1973), Tabor and 

Colwell (1976) or for an historical review of microbial pressure-retaining samplers see 

Tamburini (2006). Recently, new pressure-retaining samplers have been locally developed 

(without being exhaustive NIOZ, the Netherlands; JAMSTEC, Japan – (Kim and Kato, 2010); 

WHOI, USA – McNichol et al. 2016; SCRIPPS, USA – (Peoples et al., 2019)).   

Here we describe a ready-to-use pressure-retaining sampler capable of collecting and 

maintaining samples under in situ pressure conditions (up to 60 MPa) during sampling and the 

ascent from ocean depth. Along with a complete high-pressure setup, we show how to perform 

experiments, including replicates, transfer, and subsampling, without decompression. 

Technical specifications and proof of concept are described with examples of data including 

oxygen concentration and prokaryotic diversity from incubation experiments. These latter were 

carried out from a deep natural prokaryotic community collected at 3000 m-depth in 

Mediterranean Sea, a first series being maintained under in situ pressure compared to another 

series incubated at atmospheric pressure. 

2.2 MATERIALS AND METHODS 

 H IGH-PRESSURE BOTTLES (HPBS) 
 

Two kinds of High-Pressure Bottles (HPBs) are available, one in stainless-steel coated 

with PEEK (Poly-Ether-Ether-Ketone) described in Bianchi et al., (1999) and  Tamburini et al., 

(2003)and one in titanium (described below). Different volumes can also be used: 500 mL HPBs 

used for sampling and 50 mL HPBs used for incubation.  
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Titanium alloy is widely used in oceanography instrumentation as it meets corrosion 

constraints linked to biofouling and prolonged immersion at great depths, or those seen in 

hydrothermal vents such as extreme temperatures and pH. Titanium, in particular TA6V ELI 

grade 5 used in the medical field, has several interesting mechanical properties when working 

at high-pressure. The tear resistance of TA6V is 3 times higher than 316L and the elastic limit 

of TA6V is 4 times higher than 316L. Densities are 4.33 g cm-3 and 8 g cm-3 respectively for TA6V 

ELI and 316L. Such differences facilitate manual handling. In addition, TA6V ELI, like other 

titanium, is resistant to corrosion, specifically to crevice corrosion.  

Based on our previous expertise we built a new generation of HPBs in Titanium TA6V 

ELI grade 5 for medical use (2686 0000, Top Industrie SAS, https://www.top-industrie.com) 

avoiding the use of PEEK coating which is an expensive consumable. These bottles are similar 

in principle to those made in 316L stainless-steel with PEEK coating described by Bianchi et al. 

(1999) and  Tamburini et al. (2003) (Figure 2-1A). An important additional improvement was 

made using a top-end cap devoted to optical measurements. Ti-HPBs are 500 mL Titanium TA6V 

ELI cylinders with PEEK floating pistons fitted with two polyurethane seals as they are more 

suitable for longitudinal friction. Maximum operating pressure and operating temperatures are 

60 MPa and 50°C.  

The screw top end-cap (in titanium TA6V ELI) fitted with two O-rings is composed of two 

parts (see details in Supplementary Figure 2-1). Main part with 4 pipes, 2 screwed pipe 

connections 1/8” (3.2 mm O.D.) for sample pathway, 1 blind pipe for PT100 sensor with a 

diameter of 6 mm and length 60 mm and 1 pipe for the optic fiber with a diameter 5 mm and 

a length of 82 mm. The second part is 4 mm thick, screwed into the main part with three 

titanium grade 5 screws to fix a sapphire window for optical measurements. The bottom end-

cap (in titanium TA6V ELI) has only one connection (see in the text below). 

Cleaning procedure: HPBs are washed with pressurized milliQ water using a pre-cleaned 

stainless-steel pressurized container. For washing HPBs, pressurized milliQ water moves the 

floating piston in two ways sequentially. This backward and forward movement is repeated 

three times and the floating piston is placed at the top of the HPB. Hence, the part below the 

floating piston is fully filled with milliQ water. Finally, HPBs were sterilized in a pressure-sealed 

unit (for 20min at 110°C). 
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Figure 2-1 (A) Cross section of the Titanium TA6V 500mL High Pressure Bottle (HPBs). (B) Schematic drawing of 
the front and back views of the High-Pressure Sample Unit (HPSU). 1. Top end-cap devoted to oxygen 
measurement; 2. 1/8ʹʹ (3.2mm O.D.) Inlet flowthrough; 3. Sapphire window; 4. Main core; 5. PEEK floating-
piston with lip seal; 6. Bottom end-cap. In the part, above floating-piston seawater sample is in contact with 
sapphire window (see details in the text). The part below the floating-piston contains sterile milliQ water which 
serve as hydraulic brakes when passing through the thin catheter into the exhaust tank (7); 8. Polypropylene 
main frame; 9. Push rod for attachment to a rosette system. When the (10) inlet-valve is opened by magnetically 
activated lanyard release, the seawater enters the hydraulic circuit through a 1/8ʹʹ (3.2mm O.D.) stainless-steel 
tube (11), via one check valve (12), to fill in the HPB (13), the pressure accumulator (14), and the aero-hydraulic 
pressure sensor (15). 

 

 H IGH-PRESSURE SAMPLER UNIT (HPSU) 
 

To perform deep-water sampling with maintained elevated pressure, both 500 mL HPBs, 

described previously, are fitted onto a specific frame, designated the high-pressure sampler 
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unit (HPSU, described in Figure 2-1B). The HPSU can be fitted onto a CTD carousel beside the 

Niskin bottles (using the same attachment push-rod system), widely used in oceanography but 

now providing decompressed deep-water samples. 

To make it accessible to potential future users, we have standardized the manufacturing 

of the HPSU in collaboration with Top Industrie SAS (Vaux-le-Penil, France). The HPB is fitted by 

two flanges onto a polypropylene frame (287x600mm) and connected to the top-part at the 

inlet-valve (see Supplementary Figure 2-2 for details) with a check-valve and to the bottom-

part on the exhaust tank (a stainless-steel tank, 480 mm total length, 55 mm O.D.). The 

Supplementary Figure 2-2 shows the schematic drawing of the quarter-turn inlet-valve, which 

is set to closed position, thanks to a nylon wire (under tension using a strong spring) on the 

corresponding CTD-carousel trigger until fired for sampling. Moreover, each HPB is linked to 

the hydraulic part of autonomous data-logger pressure sensors (2903-0000, Top Industrie SAS), 

these are independent of the CTD carousel and gives quality control of samples before 

processing. HPBs are connected to an aero-hydraulic pressure accumulator (2820-1300, Top 

Industrie SAS) to counterbalance drops in pressure  (see the description in Bianchi et al., 1999). 

 

Figure 2-2(A) Photograph of four HPSUs mounted on a rosette system. In this example, four HPSUs are taking 
the place of 5 Niskin-bottles. (B) Plot of recorded data by pressure sensor during sampling. Dark-blue line is a 
sample from 3600 m-depth and dark-red is a sample from 3500 m-depth. Pressure sensor begins to record data 
when inlet valve of frame is open. Data is recorded during all the casts and stored in data logger. Recorded data 
are available on board to check quality of collected samples.  



Chapitre  2 
Ef fet  de la  press ion hydrostat ique sur  la  communauté microbienne 

 32 

  H IGH-PRESSURE SAMPLING  
For sampling, the HPSU is fitted to a CTD-carousel. The photograph in Figure 2-2A shows 

four HPSUs mounted on a 24-bottle CTD-carousel. At the desired depth, the CTD carousel 

trigger is fired, freeing a spring to open the inlet-valve with a quarter turn. The seawater enters 

the hydraulic circuit through a 1/8” (3.2 mm O.D.) stainless-steel tube, via one check-valve, 

filling the HPB, the pressure accumulator and the pressure sensor. As the seawater enters the 

HPB, the floating-piston moves and flushes out the milliQ water below the floating piston into 

the exhaust tank through a stainless-steel-tube (1/51” I.D. – 0.5 mm I.D.). This ensures a 

continuous and slow flow rate during the downward movement of the floating-piston and 

prevents damage to the floating-piston as the HPB fills up with seawater. Seawater sampling 

ends when the floating-piston sits on the bottom end-cap (Figure 2-1B and animated drawing 

in Supplementary Figure 2-4). The check-valve means there is no need for a closing valve or an 

additional trigger. Once the inlet-valve is triggered to open, the sampling time is estimated to 

be around 10 minutes to guarantee full-filling and equilibrium with the pressure accumulator.  

Once the HPSU is back on board, the master pressure sensor is connected to the 

computer to check the monitored pressure recorded during sampling and to determine its 

quality (pressure variability). It can be observed that the hydrostatic pressure is maintained at 

± 5% during the up-cast of the carousel. Once on board the ship, HPSUs are recovered and 

transferred immediately into our mobile MIO HP-Lab container (Supplementary Figure 2-3). 

HPSUs are then placed in the in situ temperature water baths before being processed to offset 

the slight increase in temperature during up-cast and manual handling on deck. n example on 

Figure 2-2B shows a sample collected at a depth of 3000 m, it can be observed that the 

hydrostatic pressure is maintained throughout the ascent without pressure variation. 

 TRANSFER AND SUBSAMPLING IN EQUI-PRESSURE MODE  
An important improvement was made in transferring the main sample and several sub-

samples (obtained with the HPSU) under an equi-pressure mode maintaining at all times the 

high hydrostatic pressure, using a piloted pressure generator (PPG). This procedure can be used 

to obtain replicates of the same activity measurement. 
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 P ILOTED PRESSURE GENERATOR  
The piloted pressure generator is a PHMP 600-600 (2493 0000, Top Industrie SA).  It 

consists of a TA6V reservoir with a maximum operating pressure of 60 MPa, a useful capacity 

volume of 600 mL and a maximum flow rate of 50 mL min-1. The PMHP 600-600 is filled with 

milliQ water that is compressed by a piston regulated by a brushless motor Servomotor Compax 

3. This enables us to work with hydrostatic pressure safely. The PMHP 600-600 operates in 

three modes: pressure, volume and flow. The draining and filling/pressure input is controlled 

by two 1/8” electro-valves piloted by Labview software (National InstrumentsTM).  

 PROTOCOL TO TRANSFER AND SUBSAMPLE UNDER EQUI-PRESSURE MODE  
Figure 2-3 describes the set-up used to transfer under equi-pressure mode. It is 

composed of three main parts: the PMHP 600-600, the 500 mL-HPB containing seawater 

sample (entitled thereafter HPB 1) and the HPB with a labeled tracer to measure activity or HPB 

with a culture medium (entitled thereafter HPB 2). To facilitate handling and to reduce 

experiment costs, 50 mL HPBs (2730 4000, Top Industrie SA) may be used instead of 500 mL 

HPBs. Both volumes of HPB can be used to perform a transfer in equi-pressure mode if the 

HPBs are equipped with a floating piston inside. 

Firstly, HPB 2 is filled in with the labeled tracer or the culture medium and pre-

conditioned at the in situ temperature. This operation is done at atmospheric pressure using a 

precision sterile syringe in sterile conditions. Firstly, HPB 2 is filled in with the labeled tracer or 

the culture medium and pre-conditioned at the in situ temperature. This operation is done at 

atmospheric pressure using sterile syringe in sterile condition. Then, the HPB 2 is pressurized 

at the same pressure as the HPB 1 to equilibrate the pressure between both HPBs. Finally, both 

hand valves of the HPBs (at their the top parts) are connected using a sterile 1/8” (3.2 mm O.D.) 

stainless tube. The bottom part of the HPB 1 is connected to the PMHP 600-600. The top hand-

valve of HPB 1 is opened to equilibrate the pressure with the small stainless-tube connection. 

The top hand-valve of HPB2 can be opened. The bottom part of the HPB 2, also fitted with a 

1/8” hand valve, is then slowly opened by the operator to create a weak leak, the PMHP 600-

600 compensates the pressure loss by an increase in the flow rate. The PMHP 600-600 

regulates the hydrostatic pressure by injecting distilled water into the bottom part of the HPB, 

separated from the original deep-sea sample by the floating piston. The operator regulates the 

volume using the end hand-valve. The PMHP 600-600 regulates the hydrostatic pressure in 
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both HPBs, while the operator manages the transferred volume. Hence, the original deep-sea 

sample is transferred from HPB 1 into HPB 2 at constant pressure. HPBs are covered with a 

survival blanket to limit temperature change. From 500 mL samples, it is possible to transfer 

sub-samples of different volumes to perform replicates for metabolic activities or culture 

experiments under in situ pressure conditions. Less than 2 minutes is required to transfer 40 

mL of sub-sample with a pressure accuracy of less than 0.5 MPa (see the graph in Figure 2-3 

and animated diagram in Supplementary Figure 2-4).  

 

Figure 2-3 Transfer in equi-pressure mode. After sampling HPBs dedicated to sample (HPB 1) are 
connected at bottom end-cap to piloted pressure generator (PMHP 600-600) and at top end-cap to HPB 
dedicated to activity measurement or culture experiments (HPB 2), previously pressurized at the working 
pressure. In the example, the PMHP 600-600 and the HPB2 are preconditioned to 30 MPa, the same hydrostatic 
pressure of the 3000 m-depth sample of the HPB1. During the transfer, the PMHP 600-600 prevents pressure 
loss by adding milliQ water at the working pressure into the lower part of HPB 1, the sample being isolated by 
the floating piston. The equivalent volume of the seawater sample enters HPB 2, which is managed by a handle 
valve at the bottom end-cap. Data is recorded during transfer in equi-pressure mode with a time-step of 10 s. 
The transfer takes about 2 minutes for a volume of 40 mL with an accuracy of less than 0.5 MPa.   

  



Chapitre  2 
Ef fet  de la  press ion hydrostat ique sur  la  communauté microbienne 

 35 

 EXAMPLE OF FIELD APPLICATION  
IN SITU SAMPLING AND INCUBATION EXPERIMENT UNDER HIGH-HYDROSTATIC PRESSURE  

The experiment was conducted during the PEAcETIME cruise (http://peacetime-

project.org/) in May 2017 in the Ionian Sea. Seawater was sampled from 3000 m-depth (Station 

ION, 35.49N, 19.78E) using two HPSUs, one under in situ conditions (30 MPa) and another one 

decompressed during up-cast (HPSU mounted without check valve) and incubated at 

atmospheric pressure (0.1 MPa). Details of the PEAcETIME cruise will be fully described in a 

special issue soon. Incubations were carried out at in situ temperature (i.e., at 13°C in the deep 

Mediterranean Sea) for 7 days (named I1). At the end of the first incubation (I1), fifty milliliters 

(50 mL) were transferred in equi-pressure mode into another HPB previously filled with 450 mL 

0.2-µm-pore size filtered-seawater (to remove particulate matter and microorganisms), 

obtained at the same time and at the same depth using regular Niskin bottles for the second 

incubation (I2). The remaining volume was filtered, in less than 15 minutes, through 0.2-µm-

pore-size filters (Millipore®, GPWP04700) without any fixation and stored at -80 °C for DNA/RNA 

metabarcoding analysis. A third incubation (I3) is performed with the same protocol. A total of 

three incubations were performed maintaining in situ pressure (HP) or decompressed and 

incubated at atmospheric pressure conditions (DEC) (see workflow in Figure 2-4). The 

concentration of dissolved oxygen was monitored during the incubation using optode sensors 

(see section 0, Figure 2-4). 

PROKARYOTIC HETEROTROPHIC PRODUCTION  

Prokaryotic heterotrophic production (PHP) was measured by incorporating L-[4,5-3H]-

Leucine, (3H-Leu, 109 Ci mmol-1 of specific activity, PerkinElmer®) to get a final concentration of 

10 nM. Saturation concentrations were defined by multi-concentration kinetic experiments 

(data not shown) and according to previous experiments (e.g. Tamburini et al. 2002). Transfer 

and sub-sampling of high-pressure samples were performed using the PHMP 600-600 piloted 

pressure generator to ensure that hydrostatic pressure was maintained throughout the 

procedure within the MIO-HPLab (certified for the use of radiolabeled compounds). Figure 2-3 

and Supplementary Figure 2-4 present an example of the transfer from the HPB containing the 

3000 m-samples, obtained with the HPSU (HPB1), and the HPB pre-filled with the 3H-Leu 

(HPB2). In this case, forty millimeters of deep-sea samples were transferred into 3 independent 

HPBs, amended with 3H-Leu, for samples maintained at in situ pressure conditions (HP).  
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Figure 2-4 Timeline of the incubation experiment. Deep-sea samples were recovered at 3000 m-depth and 
incubated at in situ pressure conditions (HP) or after decompression at atmospheric pressure conditions (DEC). 
Samples were firstly incubated at in situ temperature over 7 days. Then, the second incubation was made by 
transferring, in equi-pressure mode for each condition, 50 mL of the first incubated sample into a new high-
pressure bottle (HPB) containing 450 mL of 0.2 µm-filtrated and sterilized seawater, sampled at the same depth. 
The remaining 450 mL of the first-incubated HPBs were then quickly sampled and conditioned for sequencing 
analysis (T0 HP and T0 DEC). At the end of the 2nd incubation, a third incubation was made according to the same 
protocol. At the end of each incubation the remaining 450 mL was conditioned for sequencing analysis and 
named T1 HP/T1 DEC and T2 HP/ T2 DEC, respectively. Dissolved-oxygen concentration was used to determine 
the incubation time. Graph plots represent dissolved-oxygen concentration (expressed in percent of initial 
dissolved-oxygen concentration) against time (h). 

 

In parallel, triplicate 40 mL formaldehyde-killed blanks and triplicate 40 mL decompressed 

atmospheric pressure (DEC) samples were incubated with a final concentration of 10 nM of 3H-

Leu. All the replicates (3 HP, 3 DEC, 3 blanks) were incubated at in situ temperature (13°C) in a 
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Peltier-cooled incubator (Memmert® IPP750 plus). After 10 hours of incubation, samples were 

fixed with 2% final concentration formaldehyde and stored at 4°C until filtration. The following  

protocol is detailed in Kirchamn (1993). To calculate the prokaryotic heterotrophic production, 

we used the empirical conversion factor of 1.55 ng C pmol-1 of incorporated 3H-Leu according 

to Simon and Azam (1989) assuming that isotope dilution was negligible under these saturating 

concentrations. The concentration of 3H-Leu within HPBs was checked at the end of the 

experiment based on 100 µL of samples. 

IN SITU OXYGEN CONSUMPTION  

To measure, dissolved oxygen consumption inside HPBs, we modified the top end-cap 

of the HPB with a sapphire window for optical measurement (see details in ‘High-pressure 

bottles’ section and Supplementary Figure 2-1). We have adapted an available solution based 

on an optical method using a non-invasive planar optode method which provides high-

frequency measurements. The optical oxygen-sensor spot was glued with silicon glue onto the 

sapphire window directly inside the HPB rather than using a flow-through cell as in the pressure 

incubation system of McNichol et al. (2016). The oxygen sensor, containing the 

photoluminescent quenching dye, is produced by Presens GmbH® (Pst3, detection limit 15 ppb, 

 » 0.47µM) or by PyroScience GmbH® (OXSP5, detection limit 0.3µM). On the other side of the 

sapphire window, a polymeric optic-fiber was held against the sapphire window and was 

connected to a data logger. We used OXY-10 mini device for Presens GmbH® or FireStingO2 

(fiber-optic oxygen meter) coupled to TeX4 (temperature extension module) for PyroScience 

GmbH®. Both data loggers shone a beam of light at a precise wavelength (for Presens 485 

nm/620 nm, for PyroScience 620 nm/760 nm) onto the optode spot from the outside. Oxygen 

concentration data were then collected every minute during the incubation. Particular 

attention must be given to maintaining a constant temperature (here the samples were 

maintained at 13±0.1°C) during the whole incubation to avoid a temperature sensor 

dependence signal during the experiment. The optodes were calibrated manually using a two-

point calibration procedure. All optodes are intercalibrated individually and intercompared. 

Hydrostatic pressure, temperature and salinity are compensated for using algorithms 

proposed by McNeil and D’Asaro (2014) and  McNeil and D’Asaro (2014). In the Figure 2-4, 
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dissolved oxygen concentration is expressed as a percentage of initial concentration to 

normalize the differences in absolute concentration at the initial time of each incubation. 

 

DNA  AND RNA  EXTRACTION AND PCR  AMPLIF ICATION  

The 16S-rDNA (revealing all taxa present in a given sample) and 16S-rRNA (revealing taxa 

actively transcribing RNA) were taken from the same filter. 16S-rDNA and 16S-rRNA were 

extracted on two different pieces of filter. Each piece of filter was treated with TE-Lysis buffer 

(20 mM Tris, 25 mM EDTA, 1 µg µL-1 Lysozyme) followed by 10% SDS. The extractions were 

performed twice with an equal volume of phenol:chloroform:isoamyl alcohol pH8 16S-rDNA 

and  pH 6 16S-rRNA. Then 16S-rRNA samples were treated with TurboDNaseTM (Ambion®, 

Thermo Fisher Scientific Corp.) and reverse transcribed into cDNA by RT-PCR using SuperScript® 

IV Reverse Transcriptase with random primers (Life Technologies, Thermo Fisher Scientific 

Corp.). For ribosomal diversity analysis, the V4 region of the bacterial and archaeal 16S rDNA 

genes and 16S cDNA product were amplified using universal primer sets (Caporaso et al., 2012), 

515F-Y (5ʹ -GTGYCAGCMGCCGCGGTAA-3ʹ, Parada et al. (2016)) and 806RB (5ʹ-

GGACTACNVGGGTWTCTAAT-3ʹ, Apprill et al. (2015)) and using 2.5U/50 µL TaKaRa PrimeSTAR® 

GXL DNA polymerase (OZYME). The 16S amplicons were sequenced by the MiSeq Illumina 

(paired end 2* 250) platform GeT of Genotoul (https://get.genotoul.fr/en/). 16S-rDNA and 16S-

rRNA raw reads sequences are deposited on public database GeneBank (accession number are 

ranged between SRR8503024 to SRR8503035). 

 16S  RDNA/RRNA  SEQUENCES ANALYSIS   
The paired-end raw reads were firstly overlapped and merged by platform GeT of 

Genotoul. The analysis of the 16S-assembled data  relied on the use of QIIME 1.91 (Ramírez-

Guzmán et al., 2004; Kuczynski et al., 2012). The removal of low quality bases and chimera 

sequences were performed by QIIME 1.91 script and UCHIME (Edgar et al., 2011), respectively. 

The high-quality sequences were then clustered into the Operational Taxonomic Unit (OTU) 

using the UCLUST algorithm and a threshold of 97% of sequence identity.  The taxonomic 

assignment of representative sequences of OTUs was performed using the SILVA123 database 

(Edgar, 2010; Quast et al., 2013). The OTU table was filtered for low abundance OTUs (Bokulich 

et al., 2013). Finally, sub-sampling normalization, alpha and beta diversity were characterized 
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by Phyloseq, an open-source software package project for R (www.r-project.org) (R Core Team, 

2008; McMurdie and Holmes, 2013). 

 

 

2.3 RESULTS AND DISCUSSION 

In this article, we describe a field application using the pressure-retaining sampler and 

high-pressure systems that we developed. Samples taken from 3000 m-depth were obtained 

in the Mediterranean Sea during the multidisciplinary cruise PEAcETIME in May 2017. Three 

HPSUs were implemented on the CTD-carousel used during the PEAcETIME cruise, one HPSU 

dedicated to the measurement of prokaryotic heterotrophic production (PHP) and the other 

two for the incubation experiment described in Figure 2-4.   

 PROKARYOTIC ACTIVITY MEASUREMENTS  
The prokaryotic heterotrophic production (PHP) measurements were performed to 

characterize the prokaryotic community lifestyle status with respect to  hydrostatic pressure 

(Tamburini et al., 2013). PHP was 3.2-fold higher for samples maintained at in situ (PHPHP = 0.93 

± 0.13 ng C L-1, n=3) than those decompressed and incubated at atmospheric pressure 

conditions (PHPDEC = 0.29 ± 0.01 ng C L-1, n=3). Thus , the natural 3000 m-depth prokaryotic 

assemblage sampled can be defined  globally as piezophilic (that means adapted to in situ 

pressure conditions) according to Tamburini et al. (2013) and Wannicke et al., (2015). This 

global adaptation of the prokaryotic assemblage to pressure is supported by the prokaryotic 

respiration rate (PR) measurements derived from oxygen consumption rates within the two 

high-pressure bottles during the incubation experiment. One set of samples was maintained at 

in situ hydrostatic pressure (HP) and the other was decompressed and incubated at 

atmospheric pressure (DEC). Tableau 1-1 and plots presented in Figure 2-4 summarize the O2-

consumption results.  Oxygen consumption is clearly always higher in HP than in DEC conditions 

as exemplified by the third incubation experiment where only 14% of the O2 is consumed in 

DEC conditions compared to 34% in HP conditions after 43 days of incubation (see O2 graph-

plots in Figure 2-4). Results in Tableau 2-1  show that for each incubation experiment, PR was 

between 1.6 and 7.0-folds higher under in situ pressure conditions than in incubations carried 

out after decompression and incubated in atmospheric conditions. Furthermore, the sampling 
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strategy of the incubation experiments was adjusted using real-time monitoring of oxygen 

concentrations. All incubation experiments were performed until oxygen consumption reached 

a maximum of 40%. 

Tableau 2-1 Total cells count (stained with DAPI), range of prokaryotic respiration, number of observed 
operational taxonomic units (OTUs), 647 16S-rDNA- and 16S-rRNA-based sequence lengths, and alpha-
diversity indexes for enrichment incubation experiments (Figure 2-4). 

 I1_HP I1_DEC I2_HP I2_DEC I3_HP I3_DEC 

DAPI cells count 105 mL-1 2.05±0.33 1.97±0.29 2.39±0.36 1.73±0.25 6.78±0.79 2.01±0.32 

Prokaryotic respiration (µmol O2 L-1 h-1) (min-
max) 

0.55-2.5 0.15-1.15 0.32-2.39 0.09-0.22 0.07-0.15 0.01-0.09 

Total number OTU 16S-rDNA-based 108 120 126 136 128 131 

Total number OTU 16S-rRNA-based 129 110 139 148 109 155 

Means length of sequence DNA (bp) 305.2 ± 31.3 300.2 ± 25.3 297.1 ± 20.9 299.8 ± 25.0 299.8 ± 25.0 308.0 ± 33.7 

Means length of sequence RNA (bp) 300.0 ± 25.7 300.2 ± 25.3 300.0 ± 25.5 299.8 ± 25.0 302.4 ± 28.6 309.2 ± 34.5 

Simpson DNA 0.77 0.40 0.77 0.85 0.90 0.87 

Simpson Rarefied DNA 0.77 0.40 0.78 0.84 0.90 0.87 

Simpson RNA 0.83 0.23 0.81 0.81 0.90 0.86 

Simpson Rarefied RNA 0.83 0.24 0.81 0.82 0.90 0.87 

 

 PROKARYOTIC D IVERSITY AND COMMUNITY STRUCTURE (16S  RDNA  AND 

RRNA) 
The prokaryotic diversity and community structure shifts were characterized by 16S 

rDNA (the resident community) and 16S rRNA (the active community) gene sequencing 

according to experimental conditions (HP and DEC). Beyond RNA instability and bias originating 

from DNA/RNA extraction and amplification, the rRNA- overcomes rDNA-based approach for 

detecting live prokaryotic cells in water (Li et al., 2017). 

The amplicon sequencing followed by trimming and normalization processes generated 

19420 16S rDNA and 16S rRNA high quality reads (average length 302 bp) per sample (Tableau 

2-1). In addition, the number of observed OTUs ranged from 108 to 155 over time with no 

significant difference between rDNA and rRNA analysis. The decrease of the specific richness 

during the experiment was indicated by the Simpson index, which increases from 0.77 to 0.90 

and from 0.40 to 0.87 within HP and DEC samples, respectively. Moreover, the comparison of 
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the OTUs relative abundances shared between rDNA and rRNA (log(rDNA/rRNA)) showed a 

distribution around the 1:1 bar, especially for the more abundant ones (Supplementary Figure 

2-5). Beyond the pitfalls linked to the overestimation or underestimation of OTUs abundances, 

this result suggests that the active community corresponded to almost the entire resident 

community. This finding is fully supported by a non-metric multidimensional scaling (NMDS) 

analysis that highlighted close positions for rDNA and rRNA samples with common 

experimental conditions (Figure 2-5). In contrast, the shifts observed in prokaryotic community 

structure over time are driven by the different experimental conditions, confirming a previous 

study (Wannicke et al., 2015b). Indeed, HP versus DEC incubation conditions were mainly 

discriminated by the absence of Colwelliacea and Bacteriovracaceae in DEC incubations 

(NMDS1 axis). This is already the case at the end of the 1st incubation (I1_HP vs I1_DEC) and 

reinforces the results that decompression impacts not only prokaryotic activity as shown in this 

study and elsewhere (Tamburini et al., 2013; Wannicke et al., 2015) but also effects the 

community composition (La Cono et al., 2009, 2015) or the gene expression (Edgcomb et al., 

2016).  

 

Figure 2-5 NMDS ordination plot (Bray–Curtis distance matrix) from incubation experiment performed with 
deep-seawater sample maintained at in situ condition (HP) and after decompression and incubated at 
atmospheric pressure (DEC). This graph shows two clusters: on one side the HP samples and on the other the 
DEC samples. Prefix D and R before the name for the sample is for DNA- or RNA-based sequences, respectively. 
The NMDS stress is equal to 0.03.  
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Figure 2-6 Bar plot of the ten most abundant families into the four main classes during incubation experiments 
of deep-seawater samples maintained at in situ pressure conditions (HP) and after decompression and 
incubated at atmospheric pressure conditions (DEC). 

For each experimental condition (HP and DEC), variation in community structure over 

time (incubation time-series) was observed and driven by the NMDS2 axis (Figure 2-5). This 

suggests that sufficient carbon and energy is available in the deep-sea water sampled at 3000 

m-depth used as the ‘medium’ in our incubation experiments. Figure 2-6 shows the shifts in 

prokaryotic community structure from the ten most abundant families (corresponding to four 

classes) during the course of the incubation experiments. After the 1st incubation experiment 

(I1) no Archaea were detected in either condition whilst they can reach 50% of the prokaryotic 

community in the deep ocean (Herndl et al., 2005; Karner et al., 2001; Tamburini et al., 2009). 

The absence of Archaea genes sequenced in the incubation experiment is confirmed by the RT-

qPCR quantification showing more than 4-orders of magnitude between the number of 

Archaea and Bacteria gene copies per milliliter (data not shown). In DEC conditions (I1_DEC), 

the class Gammaproteobacteria accounted for 93% of the total sequences and was almost 

exclusively represented by the family Alteromonadaceae (Figure 2-6). Conversely, in HP 

conditions (I1_HP), the prokaryotic community was also dominated by the class 

Gammaproteobacteria (99% of the total sequences) but included various families such as 

Alteromonadaceae, Oceanospirillaceae, Pseudoalteromonas and Colwelliaceae. The family 
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Alteromonadaceae accounted only for 15% (of both 16S rDNA- and rRNA sequences), while 

Colwelliaceae dominated with 53% and 25% of 16S rDNA- and rRNA sequences, respectively. 

In our study, the family Colwelliaceae was mainly  made up of the genus Colwellia (more than 

50%) which contained isolates described as piezophilic (Deming et al., 1988; Nogi et al., 2004; 

Eloe et al., 2011b). The proportions of family Pseudoaltermonadaceae reached 22 and 25% of 

16S rDNA- and rRNA sequences, respectively. Interestingly, Oceanospirillaceae represented 9% 

of 16S rDNA sequences but 33% of 16S rRNA sequences at I1_HP. The family Oceanospirillaceae 

is one of the rare families containing piezophilic isolates (Cao et al., 2014).  

At the end of the third incubation experiment (I3, Figure 2-4), the active community 

(rRNA) of the Gammaproteobacteria decreased around 60% and 70% in DEC and HP conditions, 

respectively. Under DEC conditions, this decrease was in favor of Bdellovibrionaceae (family 

Deltaproteobacteria) which is mainly represented by the genus OM27, previously described as 

bacterial predatory (Fuchs et al., 2005; Orsi et al., 2016) and was only found in the DEC 

condition. This result suggests that high hydrostatic pressure could initiate growth repression 

of these microorganisms within this family. In contrast, at I3_HP, an increase in the abundance 

of families Rhodobacteraceae (Alphaproteobacteria class) and Flavobacteriaceae (Flavobateria 

class) was observed and reached 10 and 8% of the rRNA total sequences, respectively. Both of 

these families were absent from the ‘active community’ at I1_HP. The family Rhodobacteraceae 

was found in both DEC and HP conditions in proportions ranging from 6 to 15% and are 

ubiquitous from the surface to the deep ocean (Moran et al., 2003). Members of the family 

Flavobacteriaceae have shown the ability to degrade high molecular dissolved organic matter 

(HMW-DOM) such as chitin, agar or particulate organic matter (POM) that characterize the 

deep-sea environment (Kirchman, 2002; Fernández-Gómez et al., 2013). It is widely known that 

the deep-sea waters are depleted in carbon and energy sources. Consequently, deep-sea 

microorganisms harbored unique metabolic capabilities with respect to the degradation of 

complex organic matter and were supported by genomic and transcriptomic analysis (Vezzi et 

al., 2005; Delong et al., 2006) as well as the measurements of degradation of refractory organic 

matter in deep water compared with surface water (Boutrif et al., 2011; Hoppe and Ullrich, 

1999; Tamburini et al., 2009; Teira et al., 2006). 
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2.4 CONCLUSION AND PERSPECTIVES 

Conserving the in situ conditions when sampling the deep ocean is becoming a major 

concern for the scientific community and many have tried to find solutions to sample without 

decompressing the samples. For example, Shillito and collaborators developed PERISCOP to 

sample deep-sea macro-organisms (e.g. shrimps, crabs), under in situ conditions without 

decompression issues. This was then adapted by BALIST into IPOCAMP for use in physiology 

and behavioral experiments (Shillito et al., 2008, 2014; Ravaux et al., 2013). Likewise, McNichol 

et al. (2016)  developed a specific device to sample hydrothermal vent fluids under in situ 

conditions and to study microbial metabolism associated with fluid biogeochemistry. Peoples 

et al. (2019) proposed a pressure-retaining sampler (coupled to a Lander) capable of collecting 

hadal seawaters under in situ conditions during recovery. Finally, Parkes and coll. (2009) have 

proposed high-pressure sampler systems to study prokaryotic subseafloor sediments.  

Based on the prototype proposed by Bianchi et al (1999) and our experience with more 

than 200 deep-water samples collected under in situ pressure conditions, we propose a 6000 

m-seawater pressure-retaining sampler ready-to-use for the scientific community. The various 

improvements implemented promote the success of high-pressure sampling, sub-sampling and 

transfer of samples in equi-pressure mode with replicate. In addition, our system provides (it is 

also possible to make) direct measurements of oxygen consumption at high hydrostatic 

pressure as well as the use of radiolabeled compounds in accordance with health and safety 

standards. Such methodology can be an outstanding tool in isolating new piezophilic strains 

without any pressure losses during the experiment. 

Apart from collecting samples and maintaining them under in situ conditions, it is 

important to note that this system and specifically HPBs are versatile. For example, PEEK-

coated HPBs can be selected for cultivation under anoxic conditions (e.g. sulfato-reducing 

bacteria) they don’t corrode. HPBs and piloted pressure generators can be used to perform 

laboratory experiments such as for sinking particle simulation experiments (Riou et al., 2017; 

Tamburini et al., 2009; Tamburini et al., 2006). To our knowledge, at least several teams have 

already achieved the same pressure-retaining sampler (Deep Carbon Observatory, DCO – Sloan 

Foundation; Hadal Science and Technology Research Center, HAST, Shangai, China; Sanya 

Institute of Deep Sea Science and Engineering, SIDSSE, China Academy of Science). 
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The incubation experiment, presented in this study, is an example of a field application 

using the pressure-retaining sampler and associated high-pressure systems. This illustrates its 

fully operational use during our field experiment dedicated to deep-sea microbial 

oceanography. Using prokaryotic diversity and community structure based on 16S rDNA- and 

rRNA-sequences, we have shown that the diversity decreased in both HP and DEC conditions 

and that the community structure evolved differently according the pressure conditions. 

Further studies will be conducted to reveal the metabolic pathways and microbial taxa involved 

in the biogeochemical transformation of the organic matter in the dark ocean, as many 

important ecological and biogeochemical processes, linked to the biological carbon pump, take 

place in this the largest habitat of the biosphere. 
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2.5 SUPPLEMENTARY INFORMATION 

 

Supplementary Figure 2-1 Top end cap with optic measurement. 1) Optic fiber, 2) Temperature sensor (pt100), 
3) Inlet/outlet 1/8” diameter (3.2 mm O.D.), 4) O’ring, 5) Planar optode (diameter 5mm), 6) Sapphire window, 
7) Titanium screw. 
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Supplementary Figure 2-2 Schematic drawing of sampling valve fitted on HPSU. 1. Nylon wire; 2. Stainless steel 
trigger; 3. Stainless steel frame for valve; 4. Modified swagelock valve (réf : SS-84PS4 ); 5. Modified handle to 
link trigger at spring; 6. sample inlet, 7. spring. In this view sampling valve is set in close position before sampling 
(A). At the sampling depth nylon wire is disconnected to carrousel trigger, modified Swagelock® valve move to 
opening position performing a quarter of a rotation by power of the extended spring (B). 
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Supplementary Figure 2-3 Photograph showing different point of view of MIO-HPLab. This mobile laboratory 
has been constructed in a 20 feet container. It is composed of two piloted pressure generators, four 
temperature regulated water baths with two temperature coolers dedicated for HPSU and PASS experiments 
(Tamburini et al., 2009), and a reinforced Peltier-cooled incubator Memmert IPP 750 oven for HPBs incubation. 
The mobile laboratory (MIO-HPLab) is also certified to use radiolabeled during oceanographic cruises. 

  



Chapitre  2 
Ef fet  de la  press ion hydrostat ique sur  la  communauté microbienne 

 49 

Click on hyperlink to download movie (Supplementary Video 1) 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb. 2019.00453/full#supplementary-material 

Supplementary Figure 2-4 An animated diagram showing a transfer in equi-pressure mode between two HPBs. 
HPB1 is the high-pressure bottle containing the 3000 m-depth sample maintained under in situ pressure 
conditions. HPB2 is the high-pressure bottle containing radiolabeled compounds, such as, 3H-Leucine to 
measure prokaryotic heterotrophic production. Forty milliliters of 3000 m-depth seawater sample from HPB1 
are transferred into HPB2 containing 10nM of aqueous 3H-Leucine. This process is performed, securely, in 
replicate inside the mobile MIO-HPLab. 
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Supplementary Figure 2-5 RNA:DNA ratios from RNA-based and DNA-based relative log transformed abundance 
of OTU. This ratio enables us to estimate a proportion of active prokaryote for each sample. The black line is 
1:1 bar. OTU are distributed around the line which indicates that the microbial communities identified in the 
sample are also active. 
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Click on hyperlink to download movie (Supplementary Video 2) :  

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2019.00453/full#supplementary material. 

Supplementary Figure 2-6 Animated schematic drawing in transparency of the front and back views of the High-
Pressure Sample Unit (HPSU). A) During the descent of the CTD-carousel. The inlet valve is in close position; B) 
During the sampling at the chosen depth after firing the CTD-Carousel and the inlet valve is in open position. 
The numbers are the same than in figure 1: 7. exhaust tank; 8. Polypropylene main frame; 9.  Push rod for 
attachment to a rosette system. When the (10) inlet valve is opened by magnetically activated lanyard release, 
the seawater enters the hydraulic circuit through a 1/8” (3.2 mm O.D.) stainless-steel tube (11), via one check 
valve (12), to fill in the HPB (13), the pressure accumulator (14) and the aero-hydraulic pressure sensor (15). 
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2.6  DONNÉES COMPLÉMENTAIRES 

 PREAMBULE  
L’article 1 présenté dans ce chapitre, souligne un effet de l’échantillonnage sur la composition 

de la communauté procaryotique profonde. S’il n’est plus à démontrer l’impact de 

l’échantillonnage sur les activités microbiennes (Bianchi and Garcin, 1993, 1994; Tamburini et 

al., 2003, 2013a), il n’en reste pas moins qu’il n’existe peu d’études portant sur l’impact de 

l’échantillonnage sur la structure des communautés procaryotiques et l’expression génétique 

(La Cono et al., 2009, 2015; Taylor et al., 2015; Edgcomb et al., 2016). Ce premier article est 

donc un démonstrateur sur les potentialités de notre équipement, disponible 

commercialement, en termes d’isolement de nouvelles souches de procaryotes en maintenant 

les conditions environnementales. L’article 1 met en évidence un suivi des communautés 

procaryotiques durant trois incubations dans deux conditions :  

• HP : le prélèvement, les transferts et les incubations ont été maintenus dans les 

conditions de pression et de température durant toute l’expérimentation (soit 43 jours) 

• DEC : les échantillons ont été décomprimés puis incubés à pression atmosphérique 

durant toute l’expérimentation (soit 43 jours) 

Cependant, en raison du délai de séquençage les résultats publiés sont incomplets, les 

incubations suivantes ont été séquencées dans un deuxième temps (incubation 4 HP et 

l’échantillon d’eau de mer prélevé à 3000m avec une bouteille Niskin). En effet 

l’expérimentation a duré 54 jours de plus. Une quatrième incubation a donc été effectuée pour 

les échantillons HP et DEC (I4 HP et I4 DEC, respectivement). Après I4, pour la condition DEC, il y 

a une accélération de la consommation d’oxygène dissous, par conséquent, j’ai dû faire un 

transfert supplémentaire ce qui a donné lieu à une cinquième incubation (I5 DEC). J’ai résumé 

le protocole dans la Figure 2-7. En plus des incubations, un prélèvement a été effectué avec 

une bouteille Niskin au même moment de l’échantillonnage initial, puis séquencé. L’ensemble 

des données issues du séquençage (celles de l’article et celles des incubations 

complémentaires) ont été ré-analysées au moyen de QIIME 1.94 avec l’algorithme décrit dans 

Garel et al., (2019). 
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Figure 2-7 Chronologie de l'expérience d'incubation. Des échantillons d'eau profonde ont été récupérés à 3000 
m de profondeur et incubés à des conditions de pression in situ (HP) ou après décompression à des conditions 
de pression atmosphérique (DEC). Les échantillons ont d'abord été incubés à la température in situ pendant 7 
jours. Ensuite, la seconde incubation a été réalisée en transférant, en mode équipression pour chaque 
condition, 50 mL du premier échantillon incubé dans une nouvelle bouteille haute pression (HPB) contenant 
450 mL d'eau de mer filtrée à 0,2 µm et stérilisée, échantillonnée à la même profondeur. Les 450 mL restants 
des HPB incubées en premier ont ensuite été rapidement échantillonnés et conditionnés pour l'analyse de 
séquençage (T0 HP et T0 DEC). Les incubations suivantes ont été faites selon le même protocole. La 
concentration d'oxygène dissous a été utilisée pour déterminer le temps d'incubation. Les graphiques 
représentent la concentration d'oxygène dissous (exprimée en pourcentage de la concentration initiale 
d'oxygène dissous) en fonction du temps (h). 

  

HP 
DEC 
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 SYNTHESE DES RESULTATS  
IMPACT DES TRANSFERTS SUCCESSIFS  SUR L ’ALPHA-DIVERSITE  

Pour montrer l’impact des transferts successifs sur la diversité, j’ai utilisé l’indice de Simpson 

qui représente la probabilité que deux individus tirés au hasard appartiennent à la même 

espèce. S’il y a beaucoup de diversité dans un échantillon, l’indice tend vers 0, alors que si la 

diversité est faible l’indice tend vers 1. La Figure 2-8, ci-dessous, montre l’évolution de la 

diversité au cours des transferts successifs. 

 

Figure 2-8 Évolution de l’alpha-diversité au cours des différentes incubations mesurées à l’aide de l’indice de 
Simpson. Le préfixe D et R dans la légende graphique sont DNA et RNA, TI est pour l’échantillon initial prélevé 
à l’aide de la bouteille Niskin, HP sont pour les incubations maintenues dans les conditions in situ de pression 
hydrostatique et DEC sont pour les incubations décomprimées puis incubées à pression atmosphérique. 

Comme je l’ai déjà démontré dans l’article 1 Garel et al., (2019), la diversité spécifique (basée 

sur le DNA et le RNA) diminue au fur et à mesure des transferts, passant de 0.77 à 0.90 et 0.40 

à 0.91 pour les échantillons HP et DEC respectivement. L’échantillon prélevé à la bouteille 

Niskin à un indice de Simpson compris entre 0.43 (basé sur le DNA) et 0.73 (basé sur le RNA).  
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IMPACT DES INCUBATIONS SUCCESSIVES SUR LA STRUCTURE DE LA COMMUNAUTE  

Pour décrire l’évolution successive des communautés de procaryotes au cours du temps, j’ai 

repris la présentation graphique des Figure 2-5 et Figure 2-6 de l’article 1, dans lesquels j’ai 

implémenté les données des derniers séquençages. Les résultats sont présentés dans les 

figure 2-5 et 2-6 modifiées de l’article 1, ci-après notées Figure 2-9 et Figure 2-10. 

La Figure 2-9 est une représentation d’une analyse NMDS utilisant une matrice de similarité 

(Bray-Curtis). Dans cette représentation, NMDS1 discrimine les échantillons au cours du temps, 

et NMDS2 discrimine les échantillons par rapport aux conditions de prélèvement et 

d’incubation. Tout comme la Figure 2-5 de l’article 1, les conditions de prélèvement et 

d’incubation sont les critères principaux marquant la dissimilarité entre les deux conditions de 

HP et DEC. De plus, concernant les échantillons notés ‘Init’ (provenant de l’échantillonnage à la 

bouteille Niskin avant de débuter les incubations), la Figure 2-9 montre que les échantillons 

basés sur le séquençage de l’ARNr sont différents de ceux provenant du séquençage de l’ADN, 

contrairement aux autres échantillons. Ce qui signifie que la communauté dite 

« potentiellement active » (identifiée à partir des transcrits de gène codant pour 16S) est 

différente de la communauté identifiée à partir du gène. Les auteurs Edgcomb et al. (2016) et 

La Cono et al. (2015) ont montré que l’échantillonnage classique avec une bouteille Niskin avait 

un effet sur la qualité de l’échantillon, provenant de la zone bathypélagique, au niveau de la 

diversité spécifique et de la transcription des gènes. Le temps d’échantillonnage ainsi que le 

conditionnement de l’échantillon entraînent des changements physiologiques chez les 

microorganismes altérant l’analyse barcode basée sur les ARN. Ces résultats ‘Init’ sont donc à 

prendre avec précaution puisqu’ils sont décomprimés et ne représentent donc pas la réalité de 

la diversité in situ. Il faut noter, également que les échantillons notés ‘Init’ sont plus proches 

des incubations effectuées à pression atmosphérique après décompression que celles 

maintenues dans les in situ conditions de pression. Ils sont dominés par la famille des 

Alteromonadaceae avec une abondance relative de 52,8 % (Tableau 2-2). 
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Figure 2-9 Graphique d'ordination du NMDS (matrice de distance Bray-Curtis) d'une expérience d'incubation réalisée avec un échantillon d'eau profonde maintenu à l'état 
in situ (HP) et après décompression et incubé à la pression atmosphérique (DEC). Ce graphique montre deux grappes : d'un côté les échantillons HP et de l'autre les 
échantillons DEC. Les préfixes D et R avant le nom de l'échantillon correspondent à des séquences à base d'ADN ou d'ARN, respectivement. Le stress du NMDS est égal à 
0,09.’
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La Figure 2-10  est une modification de la Figure 2-6 dans laquelle d’une part j’ai implémenté 

les dernières incubations, d’autre part j’ai dû sélectionner les 15 familles les plus abondantes 

au lieu des 10 majoritaires présentées dans l’article. Je rappelle qu’il y a un décalage temporel 

entre I4_HP et I4_DEC. Ce décalage est dû à une accélération de la respiration (données non 

montrées) dans la condition DEC, par conséquent, afin d’éviter l’anoxie dans mon incubation 

j’ai dû procéder à un transfert supplémentaire. Cela a donné lieu à une cinquième incubation 

dans la condition DEC. Les incubations I4_HP et I5_DEC ont été arrêtées au même moment. 

Comme décrit dans Garel et al. (2019) la communauté de procaryotes de la condition DEC est 

dominée par la classe des Gammaproteobacteria et la famille des Alteromonadaceae jusqu’à 

l’incubation I4 passant de 85,5 à 32.9 %  et de 92.9 à 48 %, respectivement pour les séquences 

basées sur l’ADNr (gène codant pour l’ARNr 16S) et les séquences basées sur l’ARNr (les 

transcrits) (Tableau 2-2). Cette diminution des Alteromonadaceae est au profit des familles des 

Oceanospirillaceae et des Rhodobacteraaea avec des abondances relatives inférieures à 1 % 

dans I1 et deviennent dominantes dans I5 avec une abondance relative supérieure à 10 %. Dans 

l’article 1, nous avions souligné une augmentation de la famille Bdellovibrionaceae, membre 

des Deltaproteobcateria jusqu’à I3, mais qui diminue après I4 jusqu’à atteindre des valeurs de 

0.1 et 0.3 % respectivement pour les séquences basées sur l’ADNr et l’ARNr dans I5. 

L’incubation I5 est également marquée par une multiplication de 2 à 3 de l’abondance relative 

des familles Hyphomonadaceae et Alcanivoracaceae atteignant ainsi une abondance relative 

de 11.8 % et 13.8 % pour les séquences basées sur l’ARNr présentes toutes deux dans de 

nombreux habitats profonds (Abraham and Rohde, 2014; Silveira and Thompson, 2014). 

Ces changements de familles dominantes sont aussi remarquables dans la dernière incubation 

I4_HP. En effet dans Garel et al. (2019), l’étude montre que dans l’incubation I3 les Colwelliaceae  

sont dominantes avec des abondances relatives comprises entre 25 et 50 %, suivies par les 

Rhodobacteraceae et les Flavobacteriaceae avec des abondances relatives comprises entre 10 

et 8%.  Dans la dernière incubation, les Colwelliaceae diminuent jusqu’à atteindre 1 % (Figure 

2-10 et Tableau 2-2). Les familles de Erythrobactaraceae et Kordiimonadaceaea appartenant à 

la classe des Alphaproteobacteria. Ces familles sont décrites comme pouvant exister dans un 

grand nombre d’environnements (Tonon et al., 2014; Xu et al., 2014).  
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Figure 2-10 Diagramme à barres des quinze familles les plus abondantes dans les quatre classes principales pendant les expériences d'incubation d'échantillons d'eau 
profonde maintenus à des conditions de pression in situ (HP) et après décompression et incubés à des conditions de pression atmosphérique (DEC). 
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Tableau 2-2 Abondance relative des 15 familles les plus abondantes provenant du séquençage du gène codant pour l’ARN 16S (DNA), des transcrits (RNA) 

 

Family Init I1_HP I1_DEC I2_HP I2_DEC I3_HP I3_DEC I4_DEC I5_DEC Init I1_HP I1_DEC I2_HP I2_DEC I3_HP I3_DEC I4_DEC I4_HP I5_DEC
Alcanivoracaceae 0.1 0.0 0.2 0.0 0.7 0.3 4.8 0.8 8.3 0.0 0.0 0.2 0.0 0.9 0.7 3.9 1.7 7.0 13.8
Oleiphilaceae 0.0 0.0 0.1 0.0 0.0 0.0 15.2 0.9 1.5 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0 6.7 0.5 0.0 1.3
Pseudoalteromonadaceae1.8 21.3 2.5 1.6 2.9 0.2 2.6 1.3 1.6 1.0 23.5 1.2 2.6 3.8 0.0 0.7 0.3 0.0 1.2
Colwelliaceae 0.0 52.1 0.4 57.4 0.5 31.6 0.1 0.1 0.0 0.0 25.6 0.3 50.7 0.1 14.6 0.2 0.0 1.3 0.0
Pseudomonadaceae 0.9 0.0 0.0 0.1 0.1 7.5 0.1 0.1 0.0 4.8 0.3 0.1 0.1 0.0 13.4 0.1 0.2 0.0 0.0
Hyphomonadaceae 0.0 0.0 0.0 0.1 0.4 1.1 2.9 7.2 3.1 0.0 0.0 0.1 0.1 1.0 1.2 5.9 11.8 5.8 11.8
Erythrobacteraceae 0.2 0.0 0.0 0.1 0.2 0.9 1.0 0.7 5.1 0.2 0.0 0.1 0.1 0.9 2.1 2.1 0.8 27.0 4.6
Kordiimonadaceae 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0 1.1 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0 1.0 0.0 0.0 26.6 0.0
Rhodobacteraceae 0.3 0.3 6.6 15.0 13.9 6.7 10.6 17.3 20.3 0.3 0.5 3.0 15.0 10.6 8.3 3.7 11.8 3.7 11.2
Bdellovibrionaceae 0.0 0.0 0.0 0.1 0.0 0.0 3.7 7.3 0.1 0.0 0.0 0.1 0.1 0.0 0.0 13.1 8.3 0.0 0.3
Oceanospirillaceae 0.1 9.1 0.8 1.3 8.9 6.3 5.8 26.0 18.5 0.1 32.9 0.6 0.8 8.4 10.5 10.0 11.5 1.9 21.4
Flavobacteriaceae 0.1 0.1 0.1 0.6 0.2 16.6 5.1 3.2 3.1 0.1 0.2 0.1 0.9 0.4 10.1 6.4 2.0 12.2 2.3
Bacteriovoracaceae 0.0 0.0 2.8 0.0 15.3 0.0 0.4 0.0 0.0 0.0 0.0 1.1 0.0 8.2 0.0 0.0 0.0 0.0 0.0
Cellvibrionaceae 0.0 0.9 0.0 0.0 0.0 5.2 0.0 0.0 0.0 0.0 1.1 0.0 0.0 0.0 4.9 0.0 0.0 9.1 0.0
Alteromonadaceae 52.8 15.8 85.5 22.8 54.2 21.0 44.6 32.9 14.4 80.0 15.6 92.9 29.0 62.4 31.2 43.0 47.1 3.4 18.5

DNA RNA
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ÉVOLUTION DE LA COMMUNAUTE DOMINANTE DANS LES CONDITIONS IN S ITU DE PRESSION  

Dans la Figure 2-11 Évolution des familles dominantes dans les incubations maintenues dans 

les conditions in situ de pression. ci-dessous, je mets en exergue le changement de la 

communauté dans I4_HP. Toutes les incubations ont été réalisées avec de l’eau de mer stérile 

provenant du site de prélèvement. Les Colwelliaceae dominent dans I1 et I2 puis commencent 

à diminuer en I3 pour être minoritaires en I4. Cela suggère que l’apport d’une nouvelle eau pour 

chaque incubation ne suffit pas à soutenir la croissance des Colwelliaceae. Cette famille a 

été remplacée par des organismes plus opportunistes pouvant se développer dans des 

conditions plus oligotrophes avec des sources de carbone plus diverses. Afin d’aller plus loin, il 

serait judicieux de prévoir l’utilisation de la génomique et de la transcriptomique dans le but 

de relier la diversité fonctionnelle à la diversité spécifique ou d’être capable de réaliser un 

séquençage plus rapidement au laboratoire pour suivre la diversité non pas en fin 

d’expérimentation mais à la fin de chaque incubation. De ce fait, en fonction des cibles 

identifiées, un milieu de culture spécifique pourrait être ajouté pour tenter l’isolement d’une 

souche d’intérêt. Nous ne sommes pas aller jusque-là dans cette expérimentation, mais c’est 

une preuve de concept qu’il serait bon d’investiguer dans le futur. 

 

 

Figure 2-11 Évolution des familles dominantes dans les incubations maintenues dans les conditions in situ de 
pression.  
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CONCLUSION SUR LES DONNEES COMPLEMENTAIRES  

Les ajouts de ces données complémentaires ont renforcé le message de l’article Garel et 

al. (2019). L’utilisation d’un système d’échantillonnage adapté est cruciale pour l’étude du 

milieu profond. En effet, il y a un effet de la pression hydrostatique sur la diversité spécifique 

des procaryotes. Les résultats montrent également un appauvrissement de la diversité au cours 

du temps, ce qui pourrait permettre dans une expérimentation plus longue de pouvoir isoler 

des microorganismes piézophiles en utilisant des milieux de cultures adaptées. Il serait 

également judicieux de suivre les variations du génome ainsi que du transcriptome afin de 

mettre en avant, en plus de nouvelles espèces, des nouvelles voix métaboliques inconnues. 
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3 DEGRADATION DU CARBONE ORGANIQUE 

DISSOUS PAR LES COMMUNAUTES 
PROCARYOTIQUES PROFONDES DURANT DES 
CONDITIONS HYDROLOGIQUES 
CONTRASTEES 

PREAMBULE 
Le carbone organique dissous (en anglais DOC) constitue l’une des principales sources 

de carbone et d’énergie pour les microorganismes du domaine océanique profond avec des 

concentrations comprises entre 33-45 µMC (Nagata et al., 2010; Santinelli, 2015). Ce DOC est 

produit en surface et transféré en profondeur au moyen de différents procédés (Boyd et al., 

2019; Dall’Olmo et al., 2016; Hansell et al., 2009; Levy et al., 2013; Siegel et al., 2016). Le DOC 

est subdivisé en plusieurs compartiments en fonction de sa complexité moléculaire, donc sa 

biodisponibilité, c’est-à-dire sa capacité à être assimilé par les microorganismes. En dessous de 

800m, le DOC est un assemblage de molécules complexes et existe sous trois formes, avec une 

disponibilité décroissante : semi-labile (temps de résidence de l’ordre de plusieurs semaines à 

plusieurs mois), semi-réfractaire (temps de résidence de l’ordre de plusieurs dizaines 

d’années), et réfractaire (temps de résidence de l’ordre de plusieurs centaines d’années).  

Dans la littérature, des expérimentations en laboratoire sur des souches pures ont 

montré que certains microorganismes profonds adaptés aux conditions de fortes pressions 

hydrostatiques possèdent les outils nécessaires pour dégrader ces molécules complexes (Vezzi 

et al., 2005; Lauro and Bartlett, 2008). A partir d’une communauté naturelle prélevée à 2000m 

de profondeur, il a également été montré la capacité du phylum de Euryarcheaota à assimiler 

du 3H-EPS (exopolysaccharide marqué au tritium) un proxy du SL-DOC (Boutrif et al., 2011).  

Dans ce chapitre nous avons réitéré cette expérimentation dans deux conditions 

hydrologiques contrastées en utilisant du DOC de haut poids moléculaire (HMWDOC dans 

l’article) naturel. 



Chapitre  3 
DEGRADATION DU CARBONE ORGANIQUE DISSOUS PAR LES COMMUNAUTES 
PROCARIOTIQUES PROFONDES DURANT DES CONDITIONS HYDROLOGIQUES CONTRASTEES 

 63 

Ce travail avait été commencé lors de la thèse de Mehdi Boutrif (2009-2012), avec qui 

j’ai réalisé l’ensemble des expérimentations sur le terrain. Une première analyse avait été 

proposée dans sa thèse mais de nombreux verrous ne permettaient d’arriver à une conclusion 

très claire. Dans ce manuscrit, entièrement repensé et réécrit, je propose une nouvelle 

approche mathématique en collaboration avec J-C Poggiale et D. Nérini qui permet d’étudier 

conjointement la dégradation du DOC et la dynamique de la communauté microbienne.  
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PROKARYOTES UNDER STRATIFIED WATER MASSES AND 

DEEP-WATER CONVECTION CONDITIONS IN THE NW 

MEDITERRANEAN SEA 
Marc Garel1, Christos Panagiotopoulos1, Mehdi Boutrif1, Daniel Repeta2, Richard Sempéré1, 
Chiara Santinelli3, Bruno Charrière4, David Nerini1, Jean-Christophe Poggiale1 and Christian 
Tamburini1 

1 Aix Marseille Univ., Universite de Toulon, CNRS, IRD, MIO UM 110, 13288, Marseille, France 

2 Department of Marine Chemistry and Geochemistry, Woods Hole Oceanographic Institution, 

Woods Hole, MA 02543, USA 

3 C.N.R., Istituto di Biofisica, Pisa, Italy 

4 Univ. Perpignan Via Domitia, Centre de Formation et de Recherche sur les Environnements 

Méditerranéens (CEFREM), UMR 5110, 66860 Perpignan, France 

Keywords: High-molecular weight dissolved organic carbon (HMW-DOC); Deep-sea 
prokaryotes; Deep-water convection; Marine microbes; Organic matter degradation; High-
pressure; Deep Ocean 

Abstract 

Most of the ocean is deep with the majority of its volume (> 80%) lying under a depth greater than 1000 m. Deep-
ocean substrates input is mainly supplied as organic matter (in particulate and/or dissolved forms) by physical and 
biological processes. Bioavailable dissolved organic carbon (DOC) is mainly consumed in surface water by 
prokaryotes, while most of DOC in the deep ocean is recalcitrant. Deep-sea prokaryotes are known to be adapted 
to degrade complex substrates. In this study, we investigate the utilization of HMW-DOC on the short temporal 
scale (10-15 days) by deep-sea prokaryotes maintained at in situ high-pressure conditions. Deep-sea prokaryotic 
natural assemblages were collected in the Mediterranean Sea in two contrasting hydrological conditions (water 
column stratification and deep-water formation period conditions). The experimental results were coupled with 
a cell-quota model, in order to quantify the kinetics of HMW-DOC degradation and its impact on the prokaryotic 
assemblages under these two contrasting hydrological conditions. The results show that under stratified water 
conditions autochthonous deep prokaryotic assemblages are able to degrade up to 46.6% of DOC on the 
timescales of the incubation, when maintained under in situ sampling high-pressure conditions. By contrast, 
during deep-water convection period condition, DOC is weakly degraded on the timescales of the incubation 
under in situ high pressure conditions. This study shows that the remineralization rates of DOC are controlled by 
the prokaryotic communities, which are further driven by the hydrological conditions of the water column. 
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3.1 INTRODUCTION 

The deep sea, below 1000 m, is one of the largest ecosystems and the largest biome on 

Earth, yet it is the least well studied and sampled. It is a microbially dominated environment, 

where prokaryotes drive the most important biological processes. It is characterized by high-

hydrostatic pressure, low temperature, high nutrient concentrations and low dissolved organic 

carbon content (around 33-45 µMC) (Nagata et al., 2010). The main source of carbon and 

energy is organic matter produced in the euphotic layer and transferred to depth by different 

processes (Hansell et al., 2009; Levy et al., 2013; Dall’Olmo et al., 2016; Siegel et al., 2016; Boyd 

et al., 2019). Hence, carbon dioxide and inorganic nutrients are converted by photosynthesis 

into particulate (POC) and dissolved organic carbon (DOC) in the euphotic zone, and transferred 

to the deeper ocean by various mechanisms including winter deep convection (Copin-

Montégut and Avril, 1993), subduction (Sohrin and Sempéré, 2005; Arístegui et al., 2009; 

Hansell, 2009; Burd et al., 2010), fragmentation of large aggregates into small particles (Briggs 

et al., 2020), dissolution of sinking particles (Smith et al., 1992; Follett et al., 2014) and the 

vertical migration of zooplankton with release of POC/DOC by exudation and defecation 

(Steinberg et al., 2000; Steinberg and Landry, 2017). 

DOC concentration decreases with depth (Hansell et al., 2009) and can be divided into 

two reservoirs of different biological lability: labile-DOC and recalcitrant DOC (Hansell et al., 

2009; Carlson and Hansell, 2015). The recalcitrant fraction can be further divided in semi-labile, 

semi-refractory, refractory and ultra-refractory DOC (Hansell, 2013). Semi-labile DOC 

accumulates in the surface ocean where DOC production exceeds DOC consumption and is 

transferred in the dark ocean where consumption exceeds production (Carlson et al., 1994; 

Carlson and Hansell, 2015). However, turnover times for semi-labile DOC are largely 

unconstrained, and the contribution of semi-labile DOC to global prokaryotic heterotrophic 

production is hard to quantify (Carlson, 2002; Carlson and Hansell, 2015). From a chemical 

point of view, a major portion of surface high-molecular-weight-DOC (HMW-DOC) is composed 

of carbohydrates (acyl-polysaccharides) that have remarkably conservative spectrometric and 

chemical properties throughout the global ocean (Benner et al., 1992; Aluwihare et al., 1997; 

Repeta, 2015).  
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Heterotrophic prokaryotes are one of the main actors of the carbon cycle in marine 

ecosystems. They i) consume 10 to 50% organic matter produced by primary production in the 

surface waters (Azam et al., 1983), ii) facilitate particle solubilization (Cho and Azam, 1988; 

Sempéré et al., 2000; Panagiotopoulos et al., 2002; Arístegui et al., 2009; Tamburini et al., 

2009b), iii) produce semi-labile DOC from labile DOC (ranged 0.1 to 0.2 Gt C yr-1) (Tamburini et 

al., 2003; Jiao et al., 2010; Fang et al., 2015) and finally, iv) account for a large part of 

heterotrophic respiration in open ocean (20–33.3 Gt C yr-1) (del Giorgio et al., 1997; Arístegui, 

2003). However, there are still significant gaps in our knowledge of prokaryotic processes that 

control transformation, and degradation of the organic matter in the deep sea. 

Most studies of DOC degradation have targeted the labile fraction and used simple 

compounds coupled with radioelements or fluoregenic substrate analogs to measure uptake 

and turnover time (Koike and Nagata, 1997; Hoppe and Ullrich, 1999; Tamburini et al., 2002, 

2009a; Teira et al., 2006a, 2006b). As such very little is known about the degradation of semi-

labile or semi-refractory DOC fractions.  In addition, most studies have not taken into account 

the effect of hydrostatic pressure, which is a major parameter acting on prokaryotic 

metabolisms (Tamburini et al., 2013a). One of the few studies of semi-labile DOC degradation 

under pressure was made by Boutrif et al., (2011) who used radiolabeled exopolysaccharides 

(3H-EPS) as a proxy semi-labile DOC and incubated their samples under in situ high-pressure 

conditions. Using this approach, Boutrif and colleagues were able to show (i) an increase with 

depth of specific-cell activity assimilating 3H-EPS and (ii) a high contribution of Euryarchaeota 

in driving the degradation of 3H-EPS in the deep-sea waters of the Mediterranean Sea. 

The phylogenetic composition and metabolic capabilities of marine microbial 

communities change with depth (Delong et al., 2006; Nagata et al., 2010) as does metabolic 

capabilities of the microbial communities that regulate carbon export (Giovannoni and Stingl, 

2005; Mccarren et al., 2010). Delong et al., (2006) identified a great number of genes, putatively 

involved in polysaccharide degradation, in deep microbial populations compared to those 

found in the surface. More recently, using comparative metaproteomics, Bergauer et al., (2018) 

found that deep-sea microorganisms produce transporters not only for substrate such as amino 



Chapitre  3 
DEGRADATION DU CARBONE ORGANIQUE DISSOUS PAR LES COMMUNAUTES 
PROCARIOTIQUES PROFONDES DURANT DES CONDITIONS HYDROLOGIQUES CONTRASTEES 

 68 

acids and carbohydrates, but also for osmolytes. These osmolyte transporters increase with 

depth, reaching 39% of protein sequences identified in the bathypelagic zone. Recently, Saw et 

al., (2020) describe the enzymatic repertoire of resident mesopelagic and bathypelagic SAR202 

that appear to favor remineralization of recalcitrant DOC. Moreover, under high hydrostatic 

pressure, piezophile deep-sea microorganisms display unique metabolisms (Campanaro et al., 

2005; Lauro and Bartlett, 2008). As an example, piezophilic Photobacterium profondum SS9 

have shown its ability to degrade complex organic matter. The regulation of metabolic 

pathways for the degradation of different polymers such as chitin, pullulan, and cellulose is 

controlled by pressure, being activated at 28 MPa and turned off at 0.1 MPa (Vezzi et al., 2005). 

Fieldwork investigation using 3H-labeled extracellular polymeric substance labeled (3H-EPS), 

done at in situ high pressure conditions, showed that prokaryotes increased their ability to use 

3H-EPS with depth (Boutrif et al., 2011).  

The Mediterranean Sea is a semi-enclosed sea, with a deep warm temperature (~13°C), 

and very short ventilation and residence times for deep waters of ~70-126 years (Schlitzer et 

al., 1991). The NW Mediterranean Sea is one of the few regions in the world’s ocean where 

both dense shelf water cascading and open-sea convection take place (Mertens and Schott, 

2002; Canals et al., 2006; Santinelli et al., 2010; Durrieu de Madron et al., 2011, 2017; 

Tamburini et al., 2013b). These sinking water masses carry POC and DOC, as well as significant 

numbers of organisms from the surface layer into the deep sea (Marshall and Schott, 1999; 

Avril, 2002; Testor and Gascard, 2006; Vidal et al., 2009; Martín et al., 2010; Santinelli et al., 

2010; Santinelli, 2015). Depending on the preconditioning phase different volumes of surface 

water are exported (in a more cold and dry winter, more water will sink; Durrieu de Madron et 

al., 2017), driving a larger amount of dissolved oxygen, semi-labile DOC (Lefèvre et al., 1996; 

Canals et al., 2006; Santinelli et al., 2010; Santinelli, 2015; Powley et al., 2017) and surface-

prokaryotic communities  (Tamburini et al., 2013a; Luna et al., 2016; Severin et al., 2016) from 

surface to deep-sea layers. 

This paper investigates the utilization of HMW-DOC on the short temporal scale (10-15 

days) by deep-sea prokaryotes maintained at in situ high-pressure conditions. Deep-sea 

prokaryotic natural assemblages were collected in the Mediterranean Sea in two contrasting 

hydrological conditions including water column stratification and deep-water formation period 
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conditions. Here, the experimental results were coupled with a cell-quota model (Droop, 1968), 

in order to quantify the kinetics of HMW-DOC degradation and its impact on the prokaryotic 

assemblages under these two contrasting hydrological conditions. 

3.2 MATERIALS AND METHODS 

 RECOVERING AND PREPARATION OF HMW-DOC 
HMW-DOC was obtained from seawater that was drawn from the 600 m depth at the 

Natural Energy laboratory of Hawaii Authority NEHLA (19° 43' 42.7"N; 156° 03' 33.2" W) in 

December 2003. Samples were filtered in-line, and the <0.2 µm fraction concentrated using a 

custom crossflow ultrafiltration system fitted with a GE-osmonics “GE series” membrane.  The 

membrane has a pore size of ~1 nm and nominally retains organic matter of molecular weight 

>1 kDa (>99% rejection of vitamin B12 in laboratory tests). Seawater (~1800 L) was 

concentrated daily to 20 L, frozen and returned to the laboratory for further processing.  In the 

laboratory, HMW-DOC concentrates were thawed and filtered through an Ultracel 30kD 

membrane (Millipore Corp.) to remove viruses and other small particles, reduced in volume to 

2 L by ultrafiltration, and desalted by serial (~10x; 2L each) dilution/concentration with ultra-

high purity water until addition of a 0.1N AgNO3 solution remained clear. Samples from 

different concentrates were pooled and freeze-dried to a fluffy white powder that was ~36% 

carbon. Between 18-21% of the total dissolved organic carbon in seawater was recovered 

(modified protocole from Repeta and Aluwihare, 2006). 

 STUDY SITE AND HYDROLOGICAL CONDITIONS  
Water samples were collected at 2000 m depth in August 2008 and April 2010 at the 

ANTARES study site (42°48'N; 6°10'E) about 40 km offshore the French Mediterranean coast 

(NW Mediterranean Sea; Tamburini et al., 2013b). The hydrological conditions at this site were 

monitored over the time period of two and a half years prior to sample collection as part of the 

cabled ANTARES neutrino telescope and EMSO (European Multidisciplinary Subsea 

Observatory) observation program (ANTARES – EMSO-LO site), in addition measurements of 

NW Mediterranean deep convection zone located in the Gulf of Lions (LION Site; Tamburini et 

al. 2013b). In August 2008, the water column was characterized by a strong summertime 

stratification, which isolates the Western Mediterranean Deep Water from the upper water 

masses. In contrast, deep–sea waters sampled in April 2010, were recorded as modified due to 
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a strong deep-water convection (see for details Tamburini et al., 2013b and Durrieu de Madron 

et al., 2017) causing surface water cooling, vertical mixing and finally homogenization of the 

water column to the deep that occurred in the Gulf of Lion. These two experiments will be 

called hereafter stratified (Strat.) and deep-water convection period (Conv.), respectively. 

 

 SAMPLING  
Deep–sea water (2000 m) was sampled and kept in high pressure bottles (HPBs) to maintain 

constantly the ambient high hydrostatic pressure (20 MPa) during all manipulations (sampling 

and retrieval, incubation, transfer and sub-sampling) corresponding to the in-situ depth 

conditions (Garel et al., 2019). Before collecting samples, 500µL of the HMW-DOC solution was 

added in the top-part of HPBs (Figure 3-1). To assess the effect of pressure on deep-sea 

prokaryotes, two HPBs were maintained at in situ high-pressure condition (thereafter HP). To 

determine the effect of HP on our results, two replicates were decompressed and incubated at 

atmospheric pressure (thereafter DEC). Before use, HPBs (volume capacity 500 ± 20 mL) were 

thoroughly cleaned as described in Garel et al. (2019). Using this protocol, the organic carbon 

background (DOC) in the HPBs bottles was ≤ 2 µMC.   

 INCUBATION EXPERIMENTS  
HMW-DOC solution was amended into the HPBs, just before the CTD cast, to a 

theoretical final concentration of 120 µMC, and the incubation experiments started once the 

HPBs came on board (t=0 point). As such, HMW-DOC was incubated with Strat. and Conv. 

seawater under in situ and atmospheric pressure conditions, in the dark at 13 °C along with the 

prokaryotic assemblages sampled at 2000 m-depth for 10 and 15 days, respectively. Sub-

samples were collected using a piloted pressure generator that maintains the hydrostatic 

pressure within the HPBs (Garel et al., 2019). Aliquots (in duplicates or triplicates) of 10 – 40 

mL were sampled for DOC, sugars, and bacterial abundance measurements. 

All glassware including glass pipettes and ampoules used for DOC and carbohydrates 

sampling were combusted at 450 °C for at least 6 h to remove traces of organic compounds. 

For DOC measurements, 8 mL of sample were collected directly into glass ampoules with 10 µL 

of H3PO4 85%, flame-sealed, stored in the dark at 4 °C and analyzed within 3 months of sub-

sampling. Carbohydrates were collected into cleaned (10% HCl and Milli-Q water) plastic tubes 
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and stored at –20 °C until analyses.  Subsamples for microbial abundance were collected into 

sterile plastic tubes, fixed with formaldehyde (2 - 4% final concentration) and stored at 4 °C for 

24 h. Samples were then filtered through 0.22µm-pore-sized polycarbonate filter, dried and 

stored at –20 °C. 
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Figure 3-1 Timeline of the HMW-DOC incubation experiment. Before use, high-pressure bottles (HPBs) were thoroughly cleaned as described in Garel et al. (2019). Two 
experiments were done during stratified (Strat.) and deep-water convection period (Conv.), see text for details. 

HMW-DOC solution Before collecting samples, 500 
µL of HMW-DOC were added
in the top-part of  HPBs (500 ±
20 mL)

Initial solution of
HMW-DOC
15mg C diluted in 10mL of 
milliQ water

HPSU described in Garel et al. 2019
- 2 HPSU at in situ condition
- 2 HPSU decompressed

Parameters collected in equi-
pressure mode at each time-point 
and at each condition: 

2 x 40mL for prokaryotic
biomass

2 x 10mL for carbohydrates
identification

2 x 8mL for DOC concentration 

At each time-point, sub-samples were obtained
as described in Garel et al. 2019

PMHP pump allows to maintain in situ 
condition during sub-sampling (see Garel et al. 2019)

Date Hydrological
condition

[DOC]initial
(mM) in 

HMWDOM

Volumeadded
(µL)

[DOC]initial
(µM)

Duration of 
the 

experiments
(d)

August 2008 Strat. 150 500 42 15

April 2010 Conv. 150 500 72 10
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 DOC  MEASUREMENTS  
DOC was measured by high temperature combustion on a Shimadzu TOC 5000 analyzer 

(Sohrin and Sempéré, 2005). A four point-calibration curve was performed daily with standards 

prepared by diluting a stock solution of potassium hydrogen phthalate in Milli-Q water. To avoid 

the small error associated with day-to-day instrument variability, all samples from a given 

experiment were analyzed in a single day’s run. Procedural blanks were run with acidified 

sparged Milli-Q water and ranged from 1 to 2 µM C. Blanks were subtracted from the measured 

values. Deep seawater reference samples (provided by D. Hansell; Univ. Miami) were run daily 

(43.5 ± 1 µM C, n = 4) to check the accuracy of the TOC analysis. Finally, it is important to note 

that in our study sub-samples were not filtered, in order to reduce contamination, we therefore 

consider DOC≈TOC since seawater samples were collected at 2000 m, where POC may be 

considered as negligible. Experimental errors based on triplicates analyses were estimated to 

be about 5-8% for DOC. 

 D ISSOLVED COMBINED NEUTRAL SUGARS (DCNS)  DETERMINATION  
Aliquots of 8 mL were desalted using dialysis tubes with a molecular weight cut-off of 

100-500 Da (Spectra/Por® Biotech cellulose ester) (Engel and Händel, 2011). Before use, 

dialysis tubes were rinsed with Milli-Q water to remove sodium azide. Before applying the 

sample, dialysis tubes were rinsed with 1–2 mL of the sample volume. Then, the dialysis tube 

was filled with 8 mL of the sample and the dialysis was conducted in a 1 L beaker filled with 

Milli-Q water at 4 °C. Dialysis was achieved after 4-5 h (salinity dropped from 35 to 1–2 g L−1). 

Prior to sample removal, the tubes were placed into an ultrasonic bath for 5 min. Samples were 

transferred into pre-combusted glass vials (500 °C, 4 h) and freeze dried.  The obtained powder 

was hydrolyzed with 1M HCl for 20 h at 100 °C (Murrell and Hollibaugh, 2000; Engel and Händel, 

2011). As a precaution, we ensured the complete removal of HCl by adding 2–3 mL of Milli-Q 

water and repeating the freeze-drying. The dried sample was then re-dissolved in 4 mL of Milli-

Q water, filtered through quartz wool, and pipetted into scintillation vials and kept at 4 °C until 

the time of analysis (this never exceeded 24 h). Finally, it is important to note that the current 

desalination procedure does not allow for the determination of the dissolved free neutral 

sugars (i.e., sugar monomers present in samples with MW~180 Da) because these compounds 

are lost and/or poorly recovered during the dialysis step (Panagiotopoulos et al., 2014). 
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Carbohydrate concentrations in samples were measured by HPAEC-PAD according to 

(Mopper et al., 1992) and were modified by (Panagiotopoulos et al., 2001, 2012). Briefly, 

monosaccharides were separated on an-anion exchange column (CarbopacPA-1, Dionex) by 

isocratic elution (mobile phase 19 mM NaOH) and were detected by an electrochemical 

detector set in the pulsed amperometric mode (Panagiotopoulos et al., 2014). The flow rate 

and the column temperature were set at 0.7 mL min-1 and 17°C, respectively. Data acquisition 

and processing were performed using the Dionex software Chromeleon. The recovery yields of 

the whole procedure (dialysis and hydrolysis) were estimated using standard polysaccharides 

(laminarin, and chondroitin sulfate) and ranged from 82 to 86% (n = 3). Repeated injections (n 

= 6) of a dissolved sample previously submitted to dialysis and hydrolysis resulted in a CV of 12 

- 15% for the peak area, for all sugars. 

 PROKARYOTIC ABUNDANCE  
Prokaryotic cells were stained by 4, 6-di-amidino-2-phenylindole (DAPI, final 

concentration 25 µg mL−1). Total cells marked by DAPI were counted using semi-automatic 

epifluorescence microscope (Olympus B61) and image analyses with biovolume calculation 

were done as described by Cottrell and Kirchman, (2003). Biovolume (V, Table 1) was converted 

in carbon content (CC) (µM C) according to the methods described in Posch (2001) using the 

following equation: CC = 218 × V-0.86 (Loferer-Krössbacher et al., 1998). Prokaryotes biomass 

(µg C L–1) is calculated as the product of abundance (DAPI-cells count, Table 1) and mean 

cellular carbon content (CC). Experimental errors based on duplicates analyses were estimated 

to be about 3-5%. 

 

 DYNAMICS OF DOC  AND PROKARYOTES ADJUSTED TO A DROOP MODEL  
A cell-quota model (Droop, 1968) was built to represent both the kinetics of HMW-DOC 

and growth of microbial community. Such model, which has been already reported as much 

relevant for prokaryote dynamics as well (Eichinger et al., 2010, 2009, 2011) describes here the 

ability of the deep-sea microbial community to degrade HMW-DOC, store carbon with cell-

quota and coupling HMW-DOC, uptake and biomass synthesis. Equations of the model are the 

following: 
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The model involves three state variables: the biomass of microorganisms denoted as ' (µM C), 

the concentration of the substrate, here HMW-DOC, denoted as 012 (µM C) and the intra-

cellular quota of nutrient, here the carbon, denoted as . (µM C. µmol cells−1). The growth rate 

of prokaryotes, µ is the product of the maximum growth rate *!"# by an increasing function 

of the intracellular quota .. The parameter .! is defined as a threshold of intracellular quota, 

under which growth of prokaryotes is inhibited. The dynamics of concentration of substrate 

DOC depends on the cell biomass X that degrades substrate with degradation rate k. Only a 

fraction of DOM is labile and can be degraded by the microbial community present in the closed 

system, thus we denote by DOCrec the concentration of the recalcitrant fraction of carbon 

substrate. Using the sampled data (7' , &9:'), ; = 1,⋯ , =  in each experimental condition, 

parameters	*!"#, k, Qm and DOCrec were estimated by non-linear regression (Nelder-Mead 

simplex method, Seber and Wild, 2003) when minimizing the sum of squared error (SSE) which 

measures a distance from the data to the model as follows: 
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This cost function has been constructed to give the same weight between cell biomass 

'  and concentration of the substrate 012  by dividing each distance with its respective 

standard deviation, B# for the cell biomass data and B./0 for the substrate concentration data. 

At each step of the minimization process, the trajectories '(() and 012(() were estimated 

from the model by numerical integration (Euler method) until convergence to the minimum of 

>>?. Once the parameters were estimated and under some classical statistical hypotheses, 

bootstrapped data were drawn from the distribution of the model errors (Seber and Wild, 

2003, chap. 2). The minimization process has been reconducted 500 times. By this way, a 95% 

confidence interval for each parameter as well as some interval of variability of the trajectories 

'(() and 012(() have been evaluated in each experimental condition. By this way, it is easy 
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to compare the dynamical evolution of each state variable between different experimental 

conditions and to assess how variability bands are superimposed i.e. how experience are similar 

(see Figure 2). 

 STATISTICAL METHODS  
Non-parametric statistical methods were used to test the parameters (growth rates – 

µ!"#, degradation rates – k, minimum quota – .!	and the remaining DOC at the end of the 

incubation named recalcitrant carbon – 012$%&) obtained using the Droop model after 500 

simulations (see above) and to compare incubation (HP versus DEC) and hydrological (Strat. 

versus Conv.) conditions. Specifically, Kruskal–Wallis and Pairwise Wilcoxon Rank Sum tests (R 

Core Team, 2017) were used to compare medians between incubation and hydrological 

conditions. These tests performed on the box-and-whisker plots attests that each parameter 

estimated is significantly different (p < 0.05) between each incubation and each condition 

(except for DOCrec between Strat_HP and Conv_HP). 

3.3 RESULTS 

 BULK AND MOLECULAR COMPOSITION CHARACTERISTICS OF HMW-DOC  

THROUGHOUT THE EXPERIMENT  
 At 2000m-depth, DOC concentration significantly increased from 42 µM in December 

2009, prior to a deep-water convection period, to 63 µM in March and 72 µM in May 2010 

when the new deep water mass occupied the ANTARES site, concurrently with higher oxygen 

concentration in the bottom waters between March and mid-June 2010 (see for details 

Tamburini et al. 2013b and Durrieu de Madron et al. 2017). The in situ DOC concentrations for 

Strat. and Conv. experiments were 42 and 72 µM, respectively; after HMW-DOC addition, DOC 

initial concentrations in HPBs reached 96 ± 16 and 182 ± 46 µM for Strat. and Conv. 

experiments, respectively. In order to apply the Droop model to compare the kinetics of DOC 

degradation between each condition, we normalized the raw data of DOC concentrations 

(Tableau 3-1) to a fixed value of 120 µM, corresponding to the expected theoretical final 

concentration of DOC (Figure 3-2). Dissolved combined neutral sugars (DCNS) concentrations 

after HMW-DOC addition were 9 - 11 µMC for Strat. and Conv. experiments under HP 

conditions, respectively whereas the corresponding values for the DEC experiment were 5 - 12 

µMC. These results indicate that sugars account about 5 - 9% of DOC which is in agreement 



Chapitre  3 
DEGRADATION DU CARBONE ORGANIQUE DISSOUS PAR LES COMMUNAUTES 
PROCARIOTIQUES PROFONDES DURANT DES CONDITIONS HYDROLOGIQUES CONTRASTEES 

 77 

with literature data showing that sugars represent about <10% of DOC (Tableau 3-1; 

(Panagiotopoulos and Sempéré, 2005).
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Tableau 3-1 Raw data of DOC concentrations before normalization, DAPI-counts, biovolume and sugars relative abundance during incubation experiments during stratified 
period (Strat.) and deep-water mass convection period (Conv.) conditions. The contribution of the dissolved combined neutral sugars (DCNS) to the dissolved organic carbon 
(DCNS/DOC) pool is also given. Abbreviations: Fuc.: Fucose, Rha.: Rhamnose.: Ara.: Arabinose.: GlcN.: Glucosamine, Gal.: Galactose, Glc.: Glucose, Man.: Mannose, Xyl.: 
Xylose. HP: samples maintained under in situ high pressure condition without decompression; DEC: sampled decompressed and incubated at atmospheric pressure (DEC).      

Fuc.

HMW-DOC in the initial 
solution

13%

HP T0 (Strat.) 0%

HP T2 (Strat.) 2%

HP T7 (Strat.) 3%

HP T15 (Strat.) 2%

DEC To (Strat.) 4%

DEC T2 (Strat.) 5%

DEC T7 (Strat.) 5%

DEC T15 (Strat.) 3%

HP T0 (Conv.) 2%

HP T2 (Conv.) 2%

HP T5 (Conv.) 3%

HP T10 (Conv.) 3%

DEC To (Conv.) 0%

DEC T2 (Conv.) 1%

DEC T5 (Conv.) 2%

DEC T10 (Conv.) 3%

0.06±0.05

0.08±0.03

0.07±0.1

0.07±0.1

0.06±0.04

0.05±0.03

0.07±0.05

0.08±0.06

0.06±0.03

0.05±0.03

4.56±0.7

6.0±0.42

3.52±0.34

6.03±0.09

0.28

1.30±0.14

Biovolume          

(µm3)

0.05±0.03

0.07±0.05

0.09±0.06

0.08±0.04

0.08±0.03

0.05±0.03

2.15±0.07

4.9

0.28

1.07±0.05

DAPI counts          

(x105 cells mL-1)

0.67

0.70±0.7

3.98±1.26

6.09±0.09

0.66±0.25

1.43±0.55

138±20

208±57

161±36

134±30

143±28

78±2.8

157±21

167±27

151±29

56±4.2

62±07

81±0.7

83±0.7

74±2.1

Raw data of DOC 
(µM-C)

111±3.5

75±7.1

3% 3% 5% 27% 46% 8% 6% 7% 10.4

2% 2% 5% 22% 52% 9% 5% 8% 10.3

3% 6% 11.8

2% 1% 4% 37% 45% 7% 3%

1% 1% 3% 32% 48% 13%

7% 11.4

2% 1% 8% 13% 53% 14% 6% 7% 10.2

2% 2% 5% 11% 63% 10% 4% 6% 9.7

7% 7% 10.7

2% 2% 5% 12% 60% 11% 6%

1% 1% 6% 12% 59% 12%

5% 9.0

2% 2% 3% 23% 53% 9% 6% 6% 4.8

7% 6% 5.1

3% 4% 3% 21% 47% 9% 8%

3% 3% 4% 22% 47% 9%

8% 4.9

2% 4% 3% 25% 47% 7% 8% 6% 5.2

2% 3% 2% 19% 55% 9% 9% 9% 5.8

8% 8% 5.8

2% 2% 2% 19% 58% 7% 7%

2% 1% 3% 20% 55% 9%

9% 5.1

1% 1% 2% 16% 63% 8% 10% 8% 9.0

Xyl. DCNS/DOC DCNS (µMC)

17% 5% 19% 11% 14% 11% 11%

Rha. Ara. GlcN. Gal. Glc. Man.
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Figure 3-2 Changes in DOC concentrations (A, C), cell biomass concentrations (B, D) in µMC over time (in days) 
during stratified period (Strat.) and deep-water mass convection period (Conv.). Blue and black dots are 
observations respectively for HP and DEC incubations. Blue and black lines are predicted data by model and 
blue and grey variability bands are 95% confident intervals, respectively for HP and DEC incubations.  
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Before the addition to the HPBs, the analysis of hydrolyzed HMW-DOC indicated the 

presence of six neutral monosaccarides namely fucose, rhamnose, galactose, glucose, mannose 

and xylose occurring at approximately equimolar abundance (11-17% of DCNS) as well as 

arabinose (5% of DCNS) and glucosamine (19% of DCNS). With the exception of glucosamine, 

which was unusually high in this sample, all the above values agree well with previous 

investigations and support the idea that these sugars are an important component of acyl-

polysaccharides or semi-labile DOM (McCarthy et al., 1996; Aluwihare et al., 1997; Skoog and 

Benner, 1997; Repeta, 2015). Although we have not measured in situ background DCNS 

concentrations at the ANTARES site, data obtained during Conv. conditions (CASCADE cruise 1-

23 March 2011) suggested that DCNS represented 1.7% of DOC whereas glucose (49% DCNS), 

galactose (9% DCNS) and rhamnose (9% DCNS) were among the most abundant 

monosaccharides. Immediately after HMWDOM addition in HPBs bottles, glucose accounted 

for 59 to 48% of the DCNS at the beginning of the experiments while at the end it represented 

53 - 46% of the DCNS, in HP and DEC incubations respectively, suggesting a selective 

degradation of this compound during the incubation (Tableau 3-1). Galactose was second in 

abundance accounting for 12 - 32% of the DCNS at the beginning of the experiment and did 

not show variation throughout the experiment (13-27%), in HP and DEC incubations 

respectively. With the exception of mannose, the remaining sugars accounted less than 10% of 

the DCNS pool and again they vary little during the incubation experiment.  

 DOC  DEGRADATION AND PROKARYOTIC BIOMASS  
 Key degradation kinetic parameters including DOC degradation rate (k), estimated 

recalcitrant DOC concentration (DOCrec) as well as maximum growth rate (µmax) and metabolic 

state of microbial community were estimated in non-steady state and closed conditions by 

using the Droop model (Figure 3-2 – Figure 3-3 and Tableau 3-2). Figure 3-2A compares the 

kinetics of DOC degradation between observed data (black and blue circles for DEC and HP 

conditions, respectively) and theorical data (black and blue curves for DEC and HP conditions, 

respectively) during the stratified period condition. The variability bands around the curves 

represent 95% confidence intervals showing the statistical difference over time (or not if the 

variability bands intersect) between incubations. The same method has been used for the cell 

biomass concentration (Figure 3-2B).   
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Figure 3-3Bootstrapped (with 500 simulations) distribution of parameters estimated by Droop Model during 
stratified period (Strat.) and deep-water mass convection period (Conv.) conditions maintained under in situ 
high pressure conditions without decompression of the sample (HP) and decompressed plus incubated at 
atmospheric pressure conditions (DEC). A) Growth rate (µmax) for both conditions in d-1; B) Degradation 
constant (k) in d-1; C) Minimum cell-quota (Qm) (a ratio between intracellular concentration of organic carbon 
and cellular biomass, dimensionless); and D) Concentration of recalcitrant (DOCrec) in µMC on the timescales of 
the incubations. The horizontal lines are respectively, third quartiles, median and first quartiles. The whiskers 
correspond to the 95% of the confidence interval.  

Results from the Conv. period conditions are given in Figure 3-2 B and D. Hence, it is possible 

to directly compare HP and DEC incubations on the same graph and between water masses 

period conditions, Strat_HP versus Conv_HP, comparing all panels in Figure 3-2).  

During Strat. conditions, DOC degradation was significantly higher in HP than in DEC 

incubations (Figure 3-2A). On the timescales of the incubations, 56.0 µM (i-e. 46.6% of the 

initial concentration) of DOC were degraded in HP incubation whereas only 11.2 µM (i-e. 9.3% 

of the initial concentration) of DOC were degraded in DEC incubation. Degradation rates (k) 

averaged 0.45 ± 0.12 d-1 and 0.11 ± 0.10 d-1 in HP and DEC conditions, respectively (Tableau 

3-2). Growth rate was also higher in HP conditions averaging 0.51 ± 0.07 d-1 compared to 0.41 

± 0.03 d-1 for DEC incubations (Figure 3-2B), being closed to growth rates median (Tableau 3-2).  
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By contrast, during Conv. period, DOC degradation rates (k) were higher (k = 0.51 ± 0.11 d-1) in 

DEC than in HP incubations (k = 0.01 ± 0.03 d-1) (Figure 3-2C). Due to this very low DOC 

degradation rates in HP incubations, the DOCrec is highly variable (65.04 ± 29.11 µMC, Tableau 

3-2). This does not allow us to calculate with confidence a percentage of degradation in this 

case. Prokaryotic growth rates averaged 0.76 ± 0.02 and 0.56 ± 0.08 d-1, for DEC and HP 

incubations (Figure 3-2D and Tableau 3-2), respectively. In addition, for HP incubation, the 

community of prokaryotes does not seem to reach a stationary phase in contrast to DEC 

incubation.  

3.4 DISCUSSION 

 HMW-DOC  COMPOSITIONAL CHANGES DURING DEGRADATION  
The monosaccharide composition of the samples after addition of HMW-DOC (samples 

retrieved at 2000 m at DEC and HP conditions) resembled that generally reported for deep 

waters (Tableau 3-1) (Skoog and Benner, 1997; Kaiser and Benner, 2008; Panagiotopoulos et 

al., 2014). Our results showed distinct differences in the initial and final sugar composition 

during the biodegradation experiments for both Strat. and Conv. conditions (Tableau 3-1). This 

finding was more pronounced for glucose (45% decrease of its initial concentration) mannose 

(27%) and galactose (20%) during Stat. water period under HP incubations than Conv. period 

also under HP conditions (glucose 14%; mannose and galactose <1%). These results suggest 

deep-sea prokaryotes under high HP preferentially remove hexoses (e.g. glucose, mannose and 

galactose) from HMW-DOC similar to results of previous studies carried out in Atlantic and 

Pacific Oceans (Kaiser and Benner, 2009; Goldberg et al., 2011).  

Overall, these results further indicate that neutral sugars can be used as tracers of deep-sea 

semi-labile DOC and that changes in DOC composition are related to the bioavailability of DOC. 

 PROKARYOTIC DEGRADATION OF DOC  IN STRATIFIED PERIOD CONDITION  
In the NW Mediterranean Sea, summertime stratification isolates the upper mixed layer 

from deeper water masses preventing down-mixing of DOC (Copin-Montégut and Avril, 1993; 

Santinelli et al., 2010, 2013). Thus, the prokaryotic communities sampled at 2000 m-depth in 

summertime are well adapted to the deep-sea conditions, due to the stratification (Tamburini 

et al., 2013a) while surrounded with old and recalcitrant DOC (Santinelli et al., 2010; Santinelli, 

2015). 
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Tableau 3-2 Parameters estimated by cell-quota model and bootstrapped variance and median during stratified period (Strat.) and deep-water mass convection period 

(Conv.) conditions. µmax is the growth rate in d-1; k is the degradation rate in d-1; Qm is the minimum cell-quota (a ratio between intracellular concentration of organic 

carbon and cellular biomass, dimensionless); DOCrec is the quantity of residual HMW-DOC in µMC. HP: samples maintained under in situ high pressure conditions without 

decompression; DEC: samples decompressed and incubated at atmospheric pressure conditions (DEC).      

 

 
 

µ max k Q m DOC rec µ max k Q m DOC rec µ max k Q m DOC rec µ max k Q m DOC rec
mean 0.51 0.45 11.32 64.02 0.41 0.11 8.94 108.80 0.56 0.01 9.05 65.04 0.76 0.51 10.42 80.85
sd 0.07 0.12 0.81 1.75 0.03 0.10 0.55 3.37 0.08 0.03 1.34 29.11 0.02 0.11 0.18 1.99
median 0.5 0.44 11.25 63.94 0.44 0.08 8.94 109.34 0.55 0.006 9.98 63.74 0.76 0.49 10.40 80.76

Stratified water period Deep-water convection period
HP DEC HP DEC
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Gravitational sinking of particles carrying HMW-DOC in its plume can locally enhance 

and provide HMW-DOC to free-living deep-sea prokaryotes (Kiørboe and Jackson, 2001; Long 

and Azam, 2001; Tamburini et al., 2003; Follett et al., 2014; Fang et al., 2015).  
Then, results presented in Carlson et al., (1994), show that stratification sequesters DOC 

in deep water, leading to an increase of remineralization by deep prokaryotes, that is consistent 

with our results in Strat_HP. HMW-DOC issue from surface water is more bioreactive than 

HMW-DOC already present in deep ocean (Carlson et al., 2004). Our results showed that 

autochthonous deep-sea prokaryotes, during stratified period conditions, are able to use 

HMW-DOC, at a higher rate (1.7-fold) under in situ high pressure conditions than if 

decompressed and incubated at atmospheric pressure conditions. These results agree with 

previous investigations of Boutrif et al. (2011) showing higher degradation rates of radiolabeled 

marine extracellular polymeric substances by deep-sea prokaryotes under HP compared to DEC 

incubations during stratified period conditions. Overall, the above results are in agreement with 

other investigations that demonstrated that deep-sea adapted prokaryotes have specific 

enzymes able to degrade complex organic matter substrates (DeLong and Karl, 2005; Vezzi et 

al., 2005) and with those of Bergauer et al. (2018) reporting an increase of protein transporter 

of the microbial community with depth to adapt to the change of OM quality.  
Figure 3-3 summarizes the distribution of parameters estimated by the cell-quota 

model after 500 simulations (see Materials and methods section) and to compare incubation 

(HP versus DEC) and hydrological conditions (Strat. versus Conv.). The Kruskal-Wallis and 

Pairwise Wilcoxon Rank Sum tests (R Core Team, 2017) performed on the box-and-whisker 

plots attests that each parameter estimated is significantly different (p < 0.05) between each 

incubation (HP versus DEC) in stratified period condition. Under HP conditions Qm (median Qm 

HP = 11.32) was significantly higher than DEC conditions (median Qm DEC = 8.94). These results 

indicate that under HP conditions, deep-sea prokaryotes have elevated carbon requirements 

to grow, or in other words expends more energy for their growth. According to del Giorgio and 

Cole (1998) , if the supply of organic carbon is scarce, then most of the substrate will be 

catabolized and used primarily for maintenance energy requirements rather than for growth. 

On the other hand, the DEC community also sampled at 2000m depth but decompressed may 

need less organic carbon to grow. Recent results by Arrieta et al., (2015), have incubated at 

atmospheric pressure conditions, deep seawater with natural community from the Pacific and 
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Atlantic Ocean, have shown that even a low concentration of labile DOC (even of only 2-fold of 

the natural DOC) could sustain growth after a 10-day incubation. Closed incubation approaches 

as well as changes in pressure lead to changes in prokaryotic community composition (Ionescu 

et al., 2015; Edgcomb et al., 2016; Garel et al., 2019). The prokaryotic community, able to 

withstand changes in pressure, showed greater catabolism requirements in growing with the 

available DOC (Qm DEC = 8.94 versus Qm HP = 11.32). However, the HMW-DOC degradation is 

more efficient under HP than DEC incubations since the DOCrec is significantly higher in DEC 

incubations (median DOCrec = 109.34 µM) than in HP incubations (median DOCrec = 63.94 µM) 

on the timescales of the incubations (Figure 3-3 and Tableau 3-2).  

 

 PROKARYOTIC DEGRADATION OF DOC  IN DEEP-WATER CONVECTION PERIOD 

CONDITION  
During deep-water convection event, the story is completely different. Under that 

condition, bioavailable surface DOC can be carried to the deep microbial community with the 

mixing of surface and deep Mediterranean seawaters. Tamburini et al. (2013b) reported that 

the concentration of DOC at 2000m increases from ~42 µM under stratified conditions, to ~72 

µM under deep-water period condition. These values are in agreement with those reported by 

Santinelli et al. (2010) in the Gulf of Lions in May 2005, that show a marked increase in DOC by 

deep convection event. During deep-water convection events, deep seawater is amended with 

~30 µM labile or semi-labile DOC originating from the surface. Moreover, in this specific case, 

the prokaryotic communities were composed of both prokaryotes from surface water mixed 

with prokaryotes from deep waters (Tamburini et al., 2013b), surface seawater includes a larger 

proportion of surface prokaryotic cells, which are not adapted to in situ HP conditions (Egan et 

al., 2012; Tamburini et al., 2013a). Another study of Turley (1993) has shown that prokaryotes 

from surface water are affected by increasing hydrostatic pressure, i.e decrease of protein 

synthesis, during sinking of particles, thus preserving particles to reach the seabed. A study of 

Grossart and Gust (2009), using shallow-water bacterial strains submitted to increasing 

pressure, indicates that strains from the surface respond individually to pressure exposure and 

appear to rapidly reduce cell division. In the same vein, our series of experiments increasing 

hydrostatic pressure of surface prokaryotic communities lead in generally to a decrease in the 

activities of surface prokaryotic communities with increasing pressure (Tamburini et al., 2006, 
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2009b; Riou et al., 2018). As a consequence, on the timescales of the incubations, DOC 

degradation rates in the HP incubations (median k  = 0.006 d-1) are significantly lower than in 

the DEC incubations (median k  = 0.49 d-1) during the deep-water convection event (Kruskal-

Wallis and Wilcoxon Signed Rank tests, p <0 .05) (Figure 3-3 and Tableau 3-2). Due to low 

degradation rate during the deep-water convection under HP incubation (Figure 3-2C and 

Figure 3-3B, Conv_HP), the highest variability is found, by the Droop model, on the estimation 

of DOCrec (Figure 3-3D, Conv_HP).  

Similarly, growth rates are lower when incubated at HP conditions (median µmax = 0.55 

d-1) than when decompressed and incubated at atmospheric pressure conditions (median µmax 

= 0.76 d-1) (Figure 3-3 and Tableau 3-2, Kruskal-Wallis and Wilcoxon Signed Rank tests, p < 0.05). 

Moreover, in the HP incubations, the minimum cell-quota estimation is relatively high with the 

highest variability (Qm HP = 9.05 ± 1.34, mean ± s.d., see Tableau 3-2), slightly lower that DEC 

conditions (Qm DEC = 10.42 ± 0.18). In the HP incubations of our experiments during deep-sea 

convection event, degradation rates appear to be inhibited or not visible. The production and 

removal of recalcitrant DOC can be hypothesized to occur, as shown in Romera-Castillo et al., 

(2019), sustaining the growth rates estimated in the HP incubations. In contrast, after 

decompression (DEC incubations), surface prokaryotes carried out in the deep-sea water and 

incubated at atmospheric conditions are able to partially degrade the DOC available. However, 

the DOCrec at the end of incubation during the deep-water convection event remained relatively 

high in DEC incubations. In their experiments conducted with surface and mesopelagic 

prokaryotic consortium, Carlson et al. (2004) found high DOC degradation and biomass yields 

in surface waters inoculated with upper mesopelagic consortium than with surface ones. They 

suggested that mesopelagic prokaryotes adapted to use recalcitrant DOC are in competition 

for inorganic nutrients with surface prokaryotes that are adapted to use labile DOM, they may 

grow at slower rates thereby limiting semi-labile DOC remineralization.  

 

  DOC  DEGRADATION IN STRATIFIED VERSUS DEEP-WATER CONVECTION 

PERIOD CONDITIONS  
Changes of the in situ hydrostatic pressure conditions during sample retrieval and 

incubation impact the degradation of HMW-DOC due to the change of prokaryotic community 
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(Egan et al., 2012; Tamburini et al., 2013a). Recent studies have demonstrated that 

decompression of deep seawater samples very likely involves a shift of the prokaryotic 

community (Edgcomb et al., 2016; Garel et al., 2019). Even if the shift of the prokaryotic 

community is true for the both incubations (HP and DEC) due to the 2-weeks incubation time 

(ZoBell and Anderson, 1936; Lee and Fuhrman, 1991), to make statements about DOC 

degradation in the deep ocean, HP incubation conditions are more realistic.  

 Follett et al., (2014) have shown that in the deep ocean, 10 - 30% of the deep DOC 

reservoir is semi-labile and supported by a flux of ~1 Gt C year -1 carbon introduced by sinking 

particles. During stratified period conditions, the deep seawaters are sequestered for up to 

century, and carbon is introduced principally by gravitational sinking of particles (Siegel et al., 

2016; Le Moigne, 2019). Moreover, autochtonous prokaryotes adapted to in situ high pressure 

conditions (Boutrif et al., 2011; DeLong and Karl, 2005; Tamburini et al., 2013a; Vezzi et al., 

2005) seem able to degrade up to 46.6% of the added DOC (according to Figure 3-2A; Tableau 

3-2). Finally, it is more and more obvious that some deep prokaryotes exploit environments 

where the most abundant energy resources are sinking organic particles or recalcitrant 

dissolved organic matter (DOM). As an example, SAR202 group III dominate bathypelagic 

waters presumably indicating that molecules, such as recalcitrant organic compounds, 

susceptible to oxidation by FMNOs (flavin-dependent monooxygenases) become one of the 

few remaining harvestable DOM resources at these depths (Saw et al., 2020). However, during 

the deep convection event periods, surface prokaryotes are carried deeper into the water 

column, mixing with the pressure adapted community. The result is a lower degradation 

observed under in situ HP incubations, (Figure 3-2C; Tableau 3-2). In this experiment, we 

hypothesize that adapted deep-sea bacteria grew by using mainly the surface semi-labile DOC 

transported by deep water formation. Semi-labile DOC can stay in deep waters for several 

weeks in agreement with Santinelli et al. (2010). These authors estimated DOC removal rates 

to be 14.4 µM C year-1, or 0.04 µM C d-1 in deep waters recently ventilated (and thus 

characterized by high DOC concentrations). This removal rate is in agreement with our results, 

the estimate of the degradation rate in the HP incubations during Conv. experiments, being 

apparently very low (0.01 ± 0.03 d-1), the production and removal of recalcitrant DOC can be 

hypothesized to occur as discussed previously.  
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3.5 CONCLUSION AND PERSPECTIVES 

Our results demonstrate that the degradation of DOC under stratified and deep 

convective mixing conditions depends on the origin and the history of the prokaryotic 

communities, which were controlled by the origin of the water masses in the NW 

Mediterranean Sea. Depending on the hydrological conditions, the proportion of allochthonous 

and autochthonous prokaryotes in deep-sea microflora can vary, with surface bacteria 

increasing in deep-sea waters during deep-sea convection (Luna et al., 2016; Severin et al., 

2016). Degradation of HMW-DOC is less effective during deep-sea convection than during 

stratified period conditions, where adapted deep-sea prokaryotes probably have a specific 

metabolism to degrade HMW-DOM. This study must be considered in the context of climate 

change, as the stratification of the surface layers of the Mediterranean Sea is expected to 

intensify and thus limit the vertical transfer of both dissolved oxygen and DOC by winter 

convection of surface waters (Adloff et al., 2015; Powley et al., 2016). 

            The interactions between the DOC and the deep-sea prokaryotic communities are still 

unclear, and future experiments should include measurements of oxygen consumption 

throughout the incubation and the dissolved inorganic matter (DIC) concentration, key 

indicators of the microbial remineralization. Furthermore, a better understanding of the 

metabolic abilities of deep-sea prokaryotes, at a cellular scale, and under in situ conditions of 

pressure and temperature, are needed. Since dense water formation occurs in other regions 

worldwide, a steering of deep pelagic ecosystem activity similar to that observed in the NW 

Mediterranean Sea should occur there too. 

Genomic and transcriptomic analysis will be required in further studies to highlight the 

succession of different prokaryotic communities and metabolic pathways involved in 

degradation of the different pool of dissolved organic matter. 
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4 EFFET D’UNE AUGMENTATION DE PRESSION 
HYDROSTATIQUE SUR LA DIVERSITE 
MICROBIENNE DURANT LA BIODEGRADATION 
D’AGGREGATS DE EMILINIA HUXLEYI 

PREAMBULE 
L’essentiel de la matière organique exportée vers l’océan profond est synthétisé dans 

la zone épipélagique par les organismes phytoplanctoniques sous forme de carbone organique 

particulaire (POC, pour particulate organic carbon) et carbone organique dissous (DOC, 

disscolved organic carbon).  Selon Arístegui et al. (2009, 2005), 90% du POC produit dans la 

zone épipélagique est exporté vers les couches inférieures, principalement par gravité, c’est la 

pompe biologique de carbone. La zone mésopélagique ou crépusculaire (de la base de la zone 

euphotique à 1000 m de profondeur) représente un environnement clé, dans lequel les 

particules qui chutent sont transformées par les microorganismes (Siegel et al., 2016). Pour 

comprendre l’impact de ces microorganismes sur la matière organique exportée,  des études 

de biodégradation ont été menées en utilisant par exemple des agrégats obtenus à partir de 

cultures de diatomées, car celles-ci forment d'importantes efflorescences saisonnières 

(Tréguer and Pondaven, 2000). L’essentiel des expérimentations effectuées a été réalisé à 

pression atmosphérique, et pour certaines en simulant la diminution de la température (Bidle 

et al., 2002a). À ce jour il n’existe encore que trop peu d’expérimentations tenant compte de 

la pression hydrostatique. 

Les précédentes études utilisant des particules naturelles (i.e pelotes fécales ) ou 

synthétisées en laboratoire à l’aide de cultures phytoplanctoniques (i.e Thalossiosira 

weissflogii, Emilinia huxleyi) ont montré un changement de la communauté procaryotique avec 

l’augmentation de la pression hydrostatique (Tamburini et al., 2006, 2009b; Riou et al., 2018). 

En effet, Tamburini et al. (2006) ont mis en évidence, une augmentation du phylum Cytophaga–

Flavobacter–Bacteroides et de la classe des γ-Proteobacteria avec l’augmentation de la pression 

hydrostatique. Dans une autre expérimentation en laboratoire,  Tamburini et collaborateurs 
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ont montré avec des particules issues du milieu naturel que la classe des a-Proteobacteria était 

impactée par l’augmentation de de la pression hydrostatique (Tamburini et al., 2009b). Et enfin 

Riou et al. (2018) ont mis en évidence, avec des particules issues d’une culture E. huxleyii, une 

communauté dominée par la classe des γ-Proteobacteria dans les incubations en condition de 

pression, alors que dans le contrôle à pression atmosphérique, la communauté de procaryotes 

était dominée à la fois par les a-Proteobacteria et γ-Proteobacteria. Cependant, dans ces 

précédents travaux, la diversité des procaryotes a été évaluée avec des méthodes d’hybridation 

in situ couplé à la fluorescence (i.e FISH, CARD-FISH), bien que quantitatives, cela ne permet 

pas d’avoir une grande résolution au niveau de la diversité en ciblant principalement les taxons 

comme les phylums et classes.  

Dans ce chapitre, l’étude a été menée lors d’une campagne océanographique en 

Atlantique Nord (DY032), avec des particules issues également d’une culture E. huxleyii. La 

diversité des procaryotes a été estimée grâce à un séquençage MiSeq Illumina (2x250 pb paire-

end) de l’ARNr 16S, afin de nous permettre d’augmenter la résolution de la diversité en 

présentant des résultats au niveau de la famille et du genre pour mieux comprendre qui sont 

les acteurs de la reminéralisation du POC. Ce chapitre de thèse a été publié en 2021 dans une 

issue spéciale de la revue MDPI Water.  

Pour cette étude, j’ai réalisé l’expérimentation, analysé la diversité procaryotique issue 

de métabarcoding, et participé à l’écriture de l’article.  
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Abstract 

In the dark ocean, the balance between the heterotrophic carbon demand and the supply of sinking carbon 
through the biological carbon pump remains poorly constrained. In situ tracking of the dynamics of microbial 
degradation processes occurring on the gravitational sinking particles is still challenging. Our particle sinking 
simulator system (PASS) intends to mimic as closely as possible the in situ variations in pressure and temperature 
experienced by gravitational sinking particles. Here, we used the PASS to simultaneously track geochemical and 
microbial changes that occurred during the sinking through the mesopelagic zone of laboratory-grown Emiliania 

huxleyi aggregates amended by a natural microbial community sampled at 105 m depth in the North Atlantic 
Ocean. The impact of pressure on the prokaryotic degradation of POC and dissolution of E. huxleyi-derived calcite 
was not marked compared to atmospheric pressure. In contrast, using global O2 consumption monitored in real-
time inside the high-pressure bottles using planar optodes via a sapphire window, a reduction of respiration rate 
was recorded in surface-originated community assemblages under increasing pressure conditions. Moreover, 
using a 16S rRNA metabarcoding survey, we demonstrated a drastic difference in transcriptionally active 
prokaryotes associated with particles, incubated either at atmospheric pressure or under linearly increasing 
hydrostatic pressure conditions. The increase in hydrostatic pressure reduced both the phylogenetic diversity and 
the species richness. The incubation at atmospheric pressure, however, promoted an opportunistic community of 
“fast” degraders from the surface (Saccharospirillaceae, Hyphomonadaceae, and Pseudoalteromonadaceae), 
known to be associated with surface phytoplankton blooms. In contrast, the incubation under increasing pressure 
condition incubations revealed an increase in the particle colonizer families Flavobacteriaceae and 
Rhodobacteraceae, and also Colwelliaceae, which are known to be adapted to high hydrostatic pressure. 
Altogether, our results underline the need to perform biodegradation experiments of particles in conditions that 
mimic pressure and temperature encountered during their sinking along the water column to be ecologically 
relevant. 
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4.1 INTRODUCTION  

The oceanic biological carbon pump, through a complex set of processes, removes a part 

of the atmospheric carbon dioxide (CO2), fixed by photosynthesis in the euphotic ocean, by 

storing it into the ocean’s interior (Eppley and Peterson, 1979; Siegel et al., 2016). Hence, the 

dark ocean food webs and biogeochemical cycles are mainly fueled by gravitational sinking 

particles (the biological gravitational pump—BGP). Recently, the particle injection pumps have 

been proposed as an augmented BGP (Boyd et al., 2019), aggregating additional transportation 

pathways such as water mixing process, eddy subduction, and diel or seasonal vertical 

migrations of fish or zooplankton. The mesopelagic or twilight zone (euphotic zone base to 

1000 m depth) represents a key environment, in which gravitational sinking particles are 

transported and transformed (Siegel et al., 2016; Le Moigne, 2019), half of the flux loss being 

due to particle fragmentation and remineralization (Briggs et al., 2020), driven by zooplankton 

(Steinberg et al., 2008; Hernández-León et al., 2020; Kiko et al., 2020) and by heterotrophic 

microorganisms (Simon et al., 2002; Giering et al., 2014). While the twilight zone is at risk due 

to climate warming and potential human exploitations (Martin et al., 2020), little is known 

about the global composition, ecology, and functions of the microbiota inhabiting this vast 

ocean domain. The BGP functioning may be altered by global oceanic changes (increasing 

stratification, changes in upwelling and ice cover, acidification, lower oxygen, and higher 

temperature) according to future climate projections (Bopp et al., 2013; Moore et al., 2018; 

Ibarbalz et al., 2019). It is therefore highly relevant to estimate and understand how 

gravitational sinking particles are remineralized (into dissolved inorganic carbon) by 

heterotrophic prokaryotes through mesopelagic waters. 

Using a marine snow catcher device, Baumas et al., (2021) recently studied the link 

between diversity and activity of prokaryotes associated with freshly collected gravitational 

sinking particles at the Porcupine Abyssal Plain site (PAP site) in the Eastern North Atlantic 

Ocean. To complement these observations, we hereby present a laboratory biodegradation 

experiment carried out during the same field sampling campaign (DY032 cruise). In this paper, 

we evaluate the hydrostatic pressure impact, as a single abiotic forcing factor, on prokaryotic 

diversity and activity associated with gravitational sinking particles. Following the diatom-

dominated spring bloom, the Eastern North Atlantic experiences some of the most extensive 
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coccolithophore blooms on the planet (Sanders et al., 2014). Most of the deep North Atlantic 

sediments consist of rich calcareous materials composed of coccolithophores, such as E. 

huxleyi, implying a significant role for these organisms in efficient export (Le Moigne et al., 

2013b; Sanders et al., 2014). The presence of “ballast” minerals (such as opal, calcium 

carbonate, or dust) has been proposed to preserve the organic matter from biotic degradation 

(Hedges et al., 2001; Armstrong et al., 2002, 2009; Ingalls et al., 2003; Bressac et al., 2019; 

Panagiotopoulos et al., 2020). Prokaryotic-mediated diatom silica dissolution has been found 

to increase together with the degradation of organic matter in surface waters (Bidle and Azam, 

1999, 2001; Goutx et al., 2007) and to decrease with decreasing temperature (Bidle et al., 

2002b). The addition of CaCO3 to diatom aggregates was also observed to decrease silica 

dissolution by diminishing remineralization of the aggregates by zooplankton (Le Moigne et al., 

2013a). Laboratory studies confirm that calcifying cells such as coccolithophores can enhance 

particle density and sinking speed (Engel et al., 2009). However, the link between CaCO3 

dissolution and particulate organic carbon (POC) degradation remains unclear, as there is still 

no evidence that CaCO3 dissolution is microbiologically mediated Bissett et al., (2011) and 

referenced therein. Still, significant CaCO3 dissolution occurs in the upper 1000 m of the water 

column, above the calcite or aragonite saturation horizon (Wollast and Chou, 1998, 2001). 

According to Sulpis et al., (2021), 47% of the global CaCO3 exported to 300 m depth might be 

dissolved in the water column. 

In situ tracking of the dynamics at the particle level as they sink into the water column is 

still challenging. The PArticle Sinking Simulator (PASS) system is an experimental setup that 

accurately simulates the pressure increase (and the temperature decrease) that the 

prokaryotes associated with particles are experiencing during their sinking to depth (see details 

in Tamburini et al. 2009). Briefly, high-pressure bottles (HPBs) are used to incubate samples 

while pressure is linearly increased by means of a piloted pressure generator. Particles are 

maintained in suspension by rotating (semi-revolution) HPBs during the incubation in water 

baths mimicking temperature changes with depth. This unique experimental device has been 

previously used in a series of biodegradation experiments (Tamburini et al., 2006, 2009b; Riou 

et al., 2018). 
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Based on the experimental design of Bidle & Azam (1999, 2001) and  Bidle et al. (2002, 

2003), the first pressurized biodegradation assay of Tamburini et al. (2006) used diatom 

detritus (Thalassiosira weisflogii) as a source of POC and biogenic silica. In comparison with 

constant atmospheric pressure (ATM) conditions (as control), significantly lower 

aminopeptidase activity was measured under increasing pressure (HP) which, in turn, limited 

biogenic silica dissolution to a simulated depth of 800 m (Tamburini et al., 2006). Consistently 

with this first experiment, the degradation of freshly-sampled in situ particles (mainly fecal 

pellets) was also slower under HP than at ATM conditions (Tamburini et al., 2009b). In contrast 

with the latter experiments, calcifying E. huxleyi aggregates were found to be more sensitive to 

degradation under HP than ATM conditions, partially compensated by an increase of 

aggregation under increasing hydrostatic pressure (Riou et al., 2018). A stronger dissolution of 

particulate inorganic carbon (PIC) under HP has also been observed with diatom-biomineral 

(carbonate-kaolinite-smectite) aggregates, as well as a decrease in the rate of POC decay (de 

Jesus Mendes and Thomsen, 2012). 

Although POC degradation rates decreased in the two sets of simulated sinking 

experiments (Tamburini et al., 2006, 2009b), in agreement with Turley (1993), no drastic 

changes were detected in prokaryotic assemblages, as estimated by Catalyzed Reporter 

Deposition Fluorescence In situ Hybridization methods (CARD-FISH). Gammaproteobacteria 

and Alphaproteobacteria dominated in both conditions, though the latter seemed to be 

affected by the increase in hydrostatic pressure (Riou et al., 2018). Archaea were also identified 

in particle degradation, as was already observed in previous studies (e.g. Bidle & Azam 2001, 

Simon et al. 2002). Changes in the finer taxonomic structure of the microbiota can, however, 

play a disproportionate role in the biogeochemical processes involved on particles, since rare 

species may realize key environmental functions (Jousset et al., 2017). 

To finely monitor the phylogenetic changes occurring during particle sinking and to detail 

the effect of increasing hydrostatic pressure as the single abiotic forcing factor in this Emiliania 

huxleyii-aggregate biodegradation experiment, the present study describes the use of high-

throughput sequencing of the transcript of the small ribosomal subunit (SSU, 16S rRNA) in 

particle-associated prokaryotes. We highlight the reduction in respiration rate of surface-

originated community assemblages submitted to increasing hydrostatic pressure conditions as 



Chapitre  4 

Ef fet  d’une augmentat ion de press ion hydrostat ique sur  la  d ivers i té  microbienne durant  la  

b iodegradat ion d’aggregats  de Emi l in ia  huxleyi  

 96 

well as a drastic difference in the composition of transcriptionally active prokaryotes associated 

with E. huxleyi-derived particles comparing incubations performed at atmospheric and at 

increasing hydrostatic pressure. 

4.2 METHODS  

 SINKING PARTICLES S IMULATION EXPERIMENTS (SINPAS  EXPERIMENTS) 
Incubation experiments were conducted in June-July 2015 on board the RRS Discovery 

at the Porcupine Abyssal Plain Sustained Observatory (PAP-SO; 49°N,16°W) site during the 

DY032 cruise. Figure 4-1shows the complete design of the incubation experiments. On June 

28th 2015, a total volume of 7 L of seawater sampled at 105 m of depth was gently filtrated 

through pre-combusted GF/F filters (450°C for 6 h) in order to obtain fresh natural <0.7 µm 

prokaryotic assemblages. Around 4 L of these natural prokaryotic assemblages were inoculated 

with aggregates made of an axenic culture of E. huxleyi TW1 strain, prepared following the 

protocol described in Riou et al. (2018), to obtain a ca. 50 µM final POC concentration. This mix 

was split into six fractions, using a peristaltic liquid dispenser (Jencons Scientific Ltd., Leighton 

Buzzard, UK), pouring the fractions into pre-combusted glass bottles.  
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Figure 4-1 Schematic design of the sinking particles simulation (SINPAS) experiment. The objective of the 
present study was to investigate the effect of increasing hydrostatic pressure on the degradation of Emiliania 
huxleyi aggregates by NE Atlantic natural free-living prokaryotic assemblages collected at 105 m depth (PAP 
site). Using the particles sinking simulator system (PASS described in Tamburini et al., (2009b)), incubations 
were performed in duplicates for over 6 days under constant atmospheric pressure (ATM) or controlled 
increasing pressure conditions (HP) simulating a sinking rate of 150 m d−1. Both ATM and HP conditions were 
submitted to a decrease in temperature mimicking profiles measured in situ by CTD (see plot temperature and 
pressure versus time). Global O2 consumption was real-time monitored inside the high-pressure bottles using 
planar optodes via a sapphire window in both ATM and HP conditions. Three data sets were therefore obtained: 
initial time (T0), and after 6 days of incubation T6-HP and T6-ATM. The differences between T0 and T6-HP were 
due to the fate of E. huxleyi aggregates, the decrease in temperature, and the increase in hydrostatic pressure, 
those between T0 and T6-ATM were due to the fate of E. huxleyi aggregates and the decrease in temperature, 
and those between T6-HP and T6-ATM were due only to the increase in hydrostatic pressure. 

Duplicate samples (T0) were immediately sub-sampled for the biogeochemical 

parameters and diversity as described below. The four other aliquots were immediately 

transferred into high-pressure bottles (HPBs, 500 mL final volume) and fitted onto the particle 

sinking simulator (PASS) system (Tamburini et al., 2009b). Incubations were performed in 

duplicates for 6 days, either at atmospheric pressure (ATM) or continuously pressurized at a 

rate of of 1.5 MPa d−1 (HP) corresponding to a simulated sinking rate of 150 m per day. 

Coccolithophore aggregates were kept in suspension by half-revolutions every minute of the 2-

paired HPBs in 2 temperature-regulated water baths. After the 6-days incubation, T6-HP 

samples had reached 10.05 MPa, simulating the sinking of the aggregates (and their associated 

prokaryotic assemblages) to a depth of −1005 m, while T6-ATM samples had remained at 

E. huxleyi 
aggregates

+ Prok <0.7µm, 
PAP 150m-depth

PAP-SO site, NE Atl. Ocean

3) Piloted pressure generator
(e.g. increase of 0.000017 MPa sec-1

i.e. 1.5 MPa d-1)

1) 2 HPBs fitted within a revolving 
system incubated in water bath

2) Temperature 
cooler

 

ATM HP

PASS, Tamburini et al. 2009

Incubation for 6 days:
- 2 HPBs at atmospheric pressure (2x ATM)
- 2 HPBs at ­ pressure (2 x HP) ó 150 m/day (3x HP) (end of incubation: 1005m-depth simulated)

Sampling (in duplicates) at T0 and at T6-ATM and T6-HP conditions:  
- TOC, DOC, carbohydrates, minerals analyses and direct O2 consumption
- Prokaryotic enumeration and specific diversity using MiSeq Illumina sequencing

PAP-SO
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atmospheric pressure. Both ATM and HP incubations were performed following a decrease in 

temperature (from 13 to 8.5 °C at the end of the incubation), agreeing with the temperature 

profile measured in situ between −105 and −1005 m, during the sampling period (Figure 4-1). 

HP samples were compared to ATM samples (in duplicate), in which the only decrease in 

temperature was controlled in the same water baths simultaneously. For a complete 

description of the PASS system, see (Tamburini et al., 2009b), except for the online 

measurement of dissolved oxygen concentration described hereafter. 

At the end of the 6 days incubation, gentle depressurization was performed for the T6-

HP samples. All the HPBs were opened and transferred in pre-combusted glass bottles prior to 

chemical and microbial sub-sampling. 

 B IOGEOCHEMICAL ANALYSES  
All glassware was rinsed with 1 N HCl, Milli-Q water, and pre-combusted at 450 °C for 6 

h prior to use. All plastic wares were rinsed with 1 N HCl and Milli-Q water and changed for 

each sample. 

Samples (20 mL) for total organic carbon (TOC) were stored at −20 °C and analyzed at 

the Institute of Biophysics (IBF), CNR, Pisa, with a Shimadzu TOC-VCSN as described Santinelli 

et al. (2015). Particulate carbohydrates (PCHO-C) were obtained by gently filtrating 30 mL 

throughout pre-combusted GF/F filters. Then, 10–15 mL of the filtrate were transferred with 

pre-combusted glass pipettes into pre-cleaned 50 mL falcon tubes for dissolved carbohydrates 

(DCHO-C) analysis. GF/F filters and falcon tubes were stored in the dark at −20 °C until analysis. 

In the laboratory, samples were analyzed as described previously (Panagiotopoulos et al., 2014; 

Suroy et al., 2015). Total carbohydrates (C-TCHO) were obtained by summing C-PCHO and C-

DCHO results. 

Samples for particulate calcium (PCa) were obtained by gently filtrating 50 mL 

throughout 0.45 µm polycarbonate filters. Filters were rinsed with a few mL of Milli-Q water, 

dried (50 °C), and stored in Petri dishes at room temperature for later analysis. In the 

laboratory, total digestion of filters was performed using a tri-acid mixture (0.5 mL HF/1.5 mL 

HNO3/HCl 1 mL; all Optima grade) in closed Teflon beakers overnight at 95 °C in a clean 

pressurized room. After evaporation close to dryness, samples were re-dissolved into 10 mL of 

HNO3 2%. Solutions were analyzed for Ca and other elements of interest (i.e., Al, Sr, and Ba) by 
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HR-ICP-MS (high-resolution inductively coupled plasma mass spectrometry; ELEMENT XR, 

ThermoFisher Scientific Inc., Waltham, MA, USA) according to Jacquet et al. (2015). The 

presence of remaining sea salt was checked by analyzing Na and the sea salt particulate Ca (and 

other elements analyzed). Their contribution was found to be negligible. The suspended matter 

was obtained by gently filtrating 50 mL through pre-combusted and pre-weighed GF/F filters, 

dried overnight, and reweighed. 

Prokaryotic abundance was estimated by flow cytometry. Five milliliters of seawater 

were immediately fixed with glutaraldehyde (0.25% final concentration), freeze-trapped in 

liquid nitrogen, and stored at −80 °C until analysis. In the laboratory, the samples were thawed 

at room temperature and stained using SYBR Green II (Invitrogen®, Thermo Fisher Scientific, 

Waltham, MA, USA), then analyzed using a FACSCalibur (BD Biosciences®, San Jose, CA, USA) 

of the PRECYM flow cytometry platform (http://precym.mio.univ-amu.fr/, accessed on 

17/09/2021), to enumerate heterotrophic prokaryotes with low nucleic acid content (LNA) and 

high nucleic acid content (HNA) as detailed in Girault et al., (2015). 

Dissolved oxygen concentration was real-time monitored every minute, inside one ATM 

high-pressure bottle and one HP high-pressure bottle using a non-invasive planar optode 

method (optical oxygen-sensor and OXY-10 mini device, Presens GmbH®, Regensburg, 

Germany) following a protocol and design presented in  Garel et al., (2019). Raw O2-data 

measured using planar O2 sensing foil under increasing pressure conditions were corrected by 

post-treatment to take into account at each measurement point the hydrostatic pressure using 

the calibration equation of McNeil and D’Asaro, (2014). Temperature decrease was also 

corrected for both incubations. Respiration rates were estimated, in both conditions, by linear 

regression. 

 

 16S  RRNA  EXTRACTION,  PCR  AMPLIFICATION AND SEQUENCING  
Fifty milliliters of initial time duplicates (T0) and of final-time duplicates after incubation 

at atmospheric pressure (T6-ATM) or at increasing pressure conditions (T6-HP) were filtered 

through 0.2 µm-pore-size filters (hydrophilic polyethersulfone membrane 47 mm, GPWP04700 

Millipore Corp., Burlington, Massachusetts, USA). Filters were flash-frozen in liquid nitrogen 

until further processing. Nucleic acids extractions were performed in duplicate, after gentle 
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thawing on ice, with TE-Lysis buffer (20 mM Tris, 25 mM EDTA, 1 μg μL−1 Lysozyme) containing 

10% SDS, and phenol:chloroform:isoamyl alcohol (1:1:1, pH 6). Resulting RNA samples were 

treated with TurboDNaseTM (Ambion®, ThermoFisher Scientific, Waltham, MA, USA) until any 

trace of DNA remains and then reverse transcribed into cDNA by RT-PCR using SuperScript® IV 

Reverse Transcriptase with random primers (Life Technologies, ThermoFisher Scientific, 

Waltham, MA, USA) following the manufacturer’s recommendations. The hypervariable 

regions V4 of the SSU were amplified with universal primer sets (Caporaso et al., 2012), 515F-

Y (5ʹ -GTGYCAGCMGCCGCGGTAA-3ʹ, (Parada et al., 2016)) and 806RB (5ʹ-

GGACTACNVGGGTWTCTAAT-3ʹ, (Apprill et al., 2015b)), using 2.5 U/50 μL TaKaRa PrimeSTAR® 

GXL DNA polymerase (OZYME). Amplicons were sequenced by MiSeq Illumina (paired-end, 

2*250 pb) at the Genotoul platform (https://get.genotoul.fr/en/ accessed on 17/09/2021). The 

raw data are available under the NCBI SRA project PRJNA731017. 

 ANALYSIS OF THE 16S  RRNA-BASED COMMUNITY  
The cDNA-based community is referred to as the “16S rRNA-based community”. The 

16S rRNA-based community is interpreted as the “actively transcribing prokaryotes” since 16S 

rRNA is not a direct indicator of activity but rather protein synthesis potential (Blazewicz et al., 

2013). Hereafter, “active” will thus refer to “actively transcribing prokaryotes”. Raw sequencing 

reads (paired-end, 2*250 bp) were analyzed using DADA2 v1.8, a model-based approach for 

correcting amplicon sequencing errors (Callahan et al., 2016). After inspection of quality read 

profiles, the 16S rRNA paired-end reads were quality-trimmed (maxEE = c(2,3)), and only reads 

>150 bp were retained. The paired-end reads were then dereplicated, denoized (DADA2 error 

correction model), assembled, and chimeras were discarded (see “Results and Discussion” 

section). The high-quality and denoizing sequences obtained are amplicon sequence variants 

(ASVs). The taxonomic assignment of ASVs was performed using the SILVA_132 database 

(Quast et al., 2013), and 100% of sequence identity is required for species level. Finally, after 

sub-sampling normalization, α- and β-diversity were characterized by R packages including 

phyloseq v1.36 (Mcmurdie and Holmes, 2013), vegan v2.5–7 (Oksanen et al., 2020), 

Microbiome v1.14 (Lahti et al., 2017) and ComplexHeatmap v2.7 (Gu et al., 2016). Z-scores are 

abundance data normalized and standardized. The Z-scores are given in standard deviation (SD) 

to the population mean. 
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The global richness and the α-diversity indices (Observed, ASV, Shannon, Simpson, and 

PD_faith) were calculated from phyloseq v1.36 and abdiv v0.2 (Bittinger, 2020). To decide 

whether the data are homogeneous or heterogeneous, respectively (and thus more suitable 

for linear or unimodal ordination methods, respectively), we calculated detrended 

correspondence analysis (DCA) with vegan and checked the length of the first ordination axis 

in units of SD. The length of the first axis was 2.92 SD units, which means that linear ordination 

methods such as principal component analysis (PCA) are suitable (Lepš and Šmilauer, 2003). 

PCA was computed with prcomp from the stats R package (R Core Team, 2013). The PCA was 

performed at the family level because genus level indicated a large fraction of “not assigned” 

sequences (30% in HP and T0). To avoid the double-zeros problem (Legendre and Legendre, 

1998), low abundant families were discarded (<0.5%). Only the most contributing families were 

displayed using the significant contribution scores from fviz_contrib of factoextra from stats 

v3.6.2 R package. The environmental variables were then fitted onto PCA ordination using 

envfit function of vegan by calculating multiple regression. Coordinates onto PCA ordination, 

R2 scores, and p-values for each environmental variable were obtained from envfit from stats 

R package. Differences between T6-HP and T6-ATM conditions were analyzed by the non-

parametric pairwise Mann–Whitney test on raw data (i.e., individual replicate values) due to 

the low number of replicates. 

Finally, the β-Nearest-Taxon-Index (βNTI) (Webb et al., 2002; Stegen et al., 2012) was 

used to quantify the phylogenetic turnover of communities between groups (T6-ATM, T6-HP, 

and T0), estimated using the picante R package (Kembel et al., 2010). The βNTI quantifies the 

magnitude and direction of deviation between an observed βMNTD (Mean-Nearest-Taxon-

Distance) value and the mean of the null βMNTD distribution in SD units. The βNTI values 

ranging from −2 to 2 indicate the dominance of stochastic processes, while |βNTI| >2 indicates 

the dominance of deterministic processes (Stegen et al., 2015). 
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4.3 RESULTS AND DISCUSSION 

 B IOGEOCHEMISTRY OF E.  HUXLEYI  PARTICLES IN SINKING PARTICLE 

SIMULATION EXPERIMENTS.   
TOC-normalized concentration of total carbohydrates (TCHO-C/TOC) significantly 

decreased (Mann–Whitney pairwise test, p = 0.05) under both conditions between the initial 

time (T0 = 5.6% ± 0.7%) and the 6-days incubation (T6-HP = 1.2% ± 0.1%; T6-ATM = 2.0% ± 

0.5%; Figure 4-2A). Carbohydrates were equally degraded in both experimental conditions 

since no significant differences between ATM and HP conditions were noticeable (Mann–

Whitney pairwise test, p > 0.05). Previous investigations with fecal pellet particles showed that 

particulate carbohydrate, chloropigments, and transparent exopolymer particles (TEP) 

concentrations decreased more slowly under HP than ATM conditions (Tamburini et al., 2009b). 

Increasing hydrostatic pressure conditions also influenced the efficiency of silica dissolution, as 

well as prokaryotic activity (aminopeptidase), during another sinking particle simulation 

experiment with diatom (Thalassiosira weissflogii) aggregates (Tamburini et al., 2006). The 

latter results agree with a recent study of Liu et al., (2020), which showed, using a 13C-amended 

diatom culture (T. weissflogii), that degradation rates by the particulate-attached microbiote 

were markedly slowed down by increasing pressure. 
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Figure 4-2 (A) Ratio of total carbohydrates (TCHO-C) versus total organic carbon (TOC) (left axis) and between 
particulate calcium and suspended matter (PCa/Susp.) expressed in nmol mg−1 (right axis) initially (T0) and after 
6 days of incubation under increasing pressure (T6-HP) or atmospheric pressure (T6-ATM) conditions. Error bars 
display the standard deviation of the duplicates in both incubation conditions. (B) Prokaryotic abundance 
initially (T0) and after 6 days of incubation at HP and ATM conditions. LNA (light gray) are cells with low nucleic 
acid content, HNA (dark gray) are cells with high nucleic acid content. Total cells correspond to the sum of LNA 
and HNA cells. Error bars display the standard deviation of the duplicates in both incubation conditions. (C) 
Real-time measurements of the total O2 consumption under conditions of increasing pressure (HP, red line) and 
atmospheric conditions (ATM, blue line). Black lines correspond to the linear regression used to calculate 
oxygen consumption rates; HP: −0.13 ± 0.0005 µM O2 L−1 h−1, R2 = 0.90; ATM: −0.19 ± 0.0005 µM O2 L−1 h−1, R2 
= 0.96. 
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In the present study, E. huxleyi coccoliths were partially dissolved, as the ratio of particulate 

calcium to suspended matter was twice lower after 6 days of incubation under both conditions 

(T6-ATM, T6-HP) compared to T0 (PCa/Susp., Figure 4-2A). However, as for the TCHO-C/TOC 

ratio, no significant difference in the particulate calcium/suspended mater ratio (PCa/Susp., 

Figure 4-2A) between ATM and HP conditions was noticeable. Another study using diatom-

mineral aggregates (carbonate-kaolinite-smectite) found that particulate inorganic carbon 

dissolution was enhanced under HP conditions (de Jesus Mendes and Thomsen, 2012). Using 

coccolithophorid aggregates (E. huxleyi), we previously hypothesized that increased hydrostatic 

pressure may cause coccoliths to dissolve more rapidly than in surface waters (Riou et al., 

2018). Concurrently, Dong et al., (2018) highlighted an in vitro pressure-dependent 

enhancement of PCa dissolution rates by a factor of 2 to 4 at 7 MPa (equivalent to a depth of 

700 m) compared to dissolution at 0.1 MPa (atmospheric pressure).  

Hence, the impact of increasing hydrostatic pressure on the degradation processes 

occurring in the mesopelagic zone could be dependent on the quality and source of carbon 

within the aggregates, as well as on the aggregate types themselves (Tableau 4-1). When 

increasing pressure, fecal pellets as well as diatom aggregates would better protect the access 

to organic carbon available for microbial degradation than particles composed of E. huxleyi 

coccoliths. Such variations in degradation efficiencies could also indicate differences in 

microbial communities associated with different types of aggregates or depths. 
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Tableau 4-1Main results from literature reporting similar experiments performed with surface prokaryotic community 

References Aggregates Pressure 
simulated 

Depth 
simulated Temperature Sinking rate Dissolved O2 

measurement 
Microbial 
diversity Main results 

[36] Aggregate-forming 
diatom T. wessflogii 

2 - 14 MPa 200-1400 m 13°C Pressure increase 
of 1.5 MPa each 

day 

ND CARD-FISH Increasing pressure decreased silica 
dissolution and aminopeptidase activity 
(relatively to constant ATM conditions) and 
increased Bacteroidetes abundance 

[34] Fecal pellets 2 - 15 MPa 200-1500 m 13-13.4°C Continuously 
pressurized at a 
rate of 2 MPa d-1 

ND CARD-FISH Particulate carbohydrate, chloropigments 
and TEP decreased more slowly under HP 
than ATM condition 

[35] Aggregate-forming 
coccolithophorid E. 

huxleyii 

1 - 17 MPa 100-1700 m 13°C Continuously 
pressurized at a 

rate of 1.5 MPa d-1 

ND CARD-FISH Increasing pressure enhanced dissolution of 
calcite and particle aggregation (relatively to 
constant ATM conditions), and decreased !-
Proteobacteria abundance 

[67] Synthetic inorganic 
Ca13CO3 (calcite)  

25 MPa 2500 m 21°C ND ND ND Increasing pressure promoted calcite 
dissolution at 7 MPa 

[38] Culture of 
Thalassiosira 

weissflogii 

10 MPa 1000 m ND Continuously 
pressurized at a 
rate of 3 MPa d-1 

ND ND Increasing pressure enhanced particulate 
inorganic carbon dissolution  

[70] No aggregates 40 MPa 4000 m 20.5°C Pressure increase 
of 10 MPa each day 

Yes FISH* Increasing pressure inhibited growth of 
surface-originated bacteria and decreased !-
Proteobacteria et Bacteroidetes abundance 

[71] Aggregate-forming 
diatom 

Nannochloropsis and 
Tetraselmis algae 

30 MPa 3000 m 4°C Pressure increase 
of 2.5 MPa every 15 

min 

Yes ND Increasing pressure promoted particulate 
inorganic carbon dissolution 
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[72] Diatom-bacteria 
aggregates 

10 to 100 MPa 100-10000 m 3°C  Pressure increase 
or decrease of 10 

MPa during 15–20 
min 

Yes ND Increasing pressure inhibited respiration on 
surface prokaryotic assemblage 

[72] Aggregate-forming 
diatom Skeletonema 

marinoi 

10 to 100 MPa 100-10000 m 3°C  Pressure increase 
or decrease of 10 

MPa during 15–20 
min 

Yes ND Increasing pressure inhibited respiration on 
surface prokaryotic assemblage 

[This 
study] 

Aggregate-forming 
coccolithophorid E. 

huxleyii 

1.05-10.05 
MPa 

105-1005 m 13-8.5°C Continuously 
pressurized at a 

rate of 1.5 MPa d-1 

Yes Metabarcoding Increasing pressure inhibited respiration on 
surface prokaryotic assemblage, reduced 
both the phylogenetic diversity and the 
species richness (specifically Bacteroidetes) 

*Microbial community was artificial, composed with 5 different strains of Bacteria.
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 B IOLOGICAL ACTIVITY ASSOCIATED WITH E.  HUXLEYI  PARTICLES IN SINKING 

PARTICLES SIMULATION EXPERIMENTS.  
The dynamics of prokaryotic abundance was monitored by flow cytometry in HP and ATM 

conditions (Figure 4-2B). The abundance of LNA cells remained constant, while HNA cells 

increased between the beginning and the end of the experiment. HNA cells would represent 

the active fraction of prokaryotes, while LNA cells would represent the dormancy fraction of 

prokaryotes (Bouvier et al., 2007). This increase was particularly marked under ATM conditions, 

which resulted in a significant difference (Mann–Whitney test, p-value = 0.03) in total cell 

abundance between HP and ATM incubation conditions (Figure 4-2B). However, during this 

experiment, the growth rate of total prokaryotes was lower compared to our previous studies 

on similar aggregates (Riou et al., 2018). This was probably caused by colder incubation 

temperatures. In this work, the temperature decreased from 13°C to 8.5°C, mimicking the 

gradient encountered between 150 and 1000 m depth in the NE Atlantic Ocean, whereas in the 

previous experiments temperature was never lower than 13ºC, mimicking the temperature 

observed in the mesopelagic waters of the NW Mediterranean Sea (Tamburini et al., 2006, 

2009b; Riou et al., 2018). In Turley (1993), while increasing pressure had no significant influence 

on cell numbers, it showed an impact on DNA and protein syntheses. Indeed, cell activities 

(biomass production) decreased exponentially for free-living bacteria but linearly for the 

particle-attached bacteria with increasing pressure, whereas no significant influence on cell 

numbers was reported. Hence, increasing pressure plays a role on the activity of particle-

associated microbial community, diminishing their activity while they sink with particles, as 

previously mentioned in (Tamburini et al., 2006, 2013a). 

To assess changes in prokaryotic activity with increasing pressure, we monitored, in real-

time, O2 consumption for both HP and ATM conditions (Figure 4-2C). This indicates rates of 

prokaryotic aerobic respiration activity. As far as we know, very few studies investigated the 

impact of pressure on particle respiration activity by direct measurements of O2 consumption 

(de Jesus Mendes et al., 2007; Grossart and Gust, 2009; Stief et al., 2021). All of these 

investigations showed that no significant differences occurring in the first simulated 1000 

meters of the water column. In our incubation experiments, O2 consumption rates were slightly 

higher at ATM compared to HP conditions (-0.13 ± 0.0005 versus -0.19 ± 0.0005 µM h-1, for HP 
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and ATM conditions, respectively, t-test comparison regression slopes p value = 0.001). These 

respiration rates are in line with Stief et al. (2021) showing inhibition of respiration when 

surface prokaryotic assemblages were exposed to pressure levels of 10–50 and 60–100 MPa. 

Under ATM conditions, more competitive opportunistic taxa could grow by increasing the 

respiration rate unrealistically, as attested by the diversity found (see thereafter). A previous 

study has shown that a change of environmental conditions leads to a change in microbial 

community composition, privileging opportunistic microorganisms at atmospheric pressure 

(Garel et al., 2019). In the following section, we investigate how prokaryotic species richness 

evolved during our incubations. 

 EFFECT OF THE INCREASING PRESSURE ON THE ACTIVE PROKARYOTIC 

COMMUNITIES EXPERIMENTS  
To further evaluate the effect of increasing pressure on the active community composition 

(term used hereafter referring to ‘actively transcribing prokaryotes’, see Methods section), a 

16S rRNA metabarcoding survey was performed during the degradation experiment. A total of 

445,620 raw reads were generated, ranging from 59,218 to 98,599 depending on the sample. 

After the quality trimming process, about 69-76% of reads were retained (Tableau 4-2).  

Tableau 4-2Data quality trimming and alpha diversity indices. The columns of Table 4.1 indicate the number of 
reads retained after each processing step of DADA2 from the initial raw data (Input). “Filtered” column 
corresponds to the removal of bad quality reads, “Denoised” corresponds to the correction of sequencing 
errors, “Merged” are assembled reads and "Non chimeric" are not artefact sequences. The “Final retained” 
column is the read proportion conserved for downstream analyses. The “global richness” (which corresponds 
to the number of observed amplicon sequence variants—ASVs), Shannon, Chao1, and PD (phylogenetic 
diversity) columns provide alpha diversity indices calculated for each sample. 

 

The global species richness (observed ASV counts) ranged from 54 to 106 ASVs, depending on 

the sample (Tableau 4-2). Overall, the T6-HP samples showed a lower global richness (65 ± 11) 

than those of the T6-ATM (94 ± 4) and the T0 (101 ± 5) ones. However, regarding the Shannon 

and Simpson diversity indices (Tableau 4-2), which consider the evenness, a small decrease of 

the α-diversity level is observed under ATM condition compared to either T0 or T6-HP samples. 

 

Conditions Samples input Filtered Denoised Merged Non-chimeric Final 
retained (%) Observed Shannon Chao1 PD

T01 59 218 43 696 43 524 42 323 42 242 71.33 106 4.13 106 10.47
T02 71 661 54 986 54 827 53 562 53 412 74.53 96 3.86 96 8.45

ATM1 50 037 36 087 35 891 34 808 34 746 69.44 90 2.55 104 8.80
ATM2 98 599 72 212 71 853 70 168 69 053 70.03 98 2.14 99 9.21
HP1 94 669 72 866 72 701 71 523 71 500 75.53 76 3.83 76 6.20
HP2 71 436 53 275 53 177 52 386 52 386 73.33 54 3.50 54 5.52

T6-ATM

T6-HP

T0
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This observation results from a more pronounced imbalance of the evenness within the 

microbial community under ATM conditions, a direct consequence of the presence of highly 

dominant ASVs (in relative abundance). Moreover, estimating the phylogenetic diversity 

indices (PD) (Faith, 1992) indicates higher phylogenetic diversity within T0 (9.46) and T6-ATM 

(8.63) compared to T6-HP groups (5.86). Altogether, these findings indicate that the 

degradation experiment under increasing pressure reduced both species richness and 

phylogenetic diversity independently of the degradation process of organic matter. Indeed, no 

significant difference was observed for the TCHO-C/TOC ratio, as well as for the particulate 

calcium/suspended matter ratio (PCA/Susp. Figure 4-2A) between ATM and HP conditions. 

.  

The overall taxonomic community composition of samples was spread across 21 phyla 

(Figure 4-3). The bacterial phylum Proteobacteria mostly dominated the active community in 

all the conditions, accounting for 68.7, 93.9 and 60.2% of the reads (on average) within T0, ATM 

and HP groups, respectively. The Bacteroidetes, Firmicutes and Actinobacteria were the other 

major bacterial phyla, accounting (on average) for 10.2, 1.4 and 18.1% for T0, 7.4, 3.3 and 5.8% 

for T6-ATM and 7.7, 0.5 and 6.7% for T6-HP samples. All the other bacterial phylum were 

represented by less than 2% in all conditions. The archaeal community, which encompasses the 

Euryarchaeota, Nanoarchaeota, Crenarchaeota and Thaumarchaeota phyla, represented 1.7, 

0.1 and 5.5% (on average) of the reads within T0, T6-ATM and T6-HP samples, respectively. 

Finally, specific community structures emerged according to the experimental conditions 

(Figure 4-3). In that respect, the T0 samples (initial time) harbored a community profile 

dominated by Proteobacteria (68.7%) associated with similar abundance levels of Firmicutes 

(7.4%), Bacteroidetes (10.2%) and Actinobacteria (7.7%). In contrast, the T6-ATM community 

profile consisted of almost exclusively Proteobacteria (93.9%), with the lowest Firmicutes 

(3.3%), Bacteroidetes (1.4%) and Actinobacteria (0.5%) abundance levels, compared to T0 and 

T6-HP samples. Lastly, the T6-HP community profile showed the lowest Proteobacteria level 

(60.2%) to the benefit of Bacteroidetes (18.1%), and similar levels of Actinobacteria (6.7%) and 

Firmicutes (5.8%) to those of T0. These results emphasize the variations of dominant phyla 

within the active community subjected to different experimental conditions. Abundance 

variations occurred between T6-ATM and T6-HP samples after a 6-day incubation period, 
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starting from a common (T0) initial prokaryotic community (itself exhibiting variability between 

duplicates). 

 

Figure 4-3 Relative abundance (%) of the most actively transcribed prokaryotes (>0.01% in average) initially (T0) 
and after 6 days of incubation under increasing pressure (T6-HP) and atmospheric pressure (T6-ATM) conditions. 

Bacteroidetes appeared to be positively affected by increasing pressure (highest abundance 

level for T6-HP samples), which may have been stimulated by the supply of fresh complex 

organic matter released by particles, as already reported elsewhere (Cottrell and Kirchman, 

2000; Kirchman, 2002). Using a similar 16S rRNA metabarcoding, Liu et al. (2020) recently found, 

from 13C-amended diatom culture degradation experiment performed at pressures 

corresponding to 75, 2000 m and 4000 m-depth, that Gammaproteobacteria, 

Alphaproteobacteria and Bacteroidetes were the most active phyla in POC degradation. As 

already observed in previous similar biodegradation experiments using catalyzed reporter 

deposition-fluorescence in situ hybridization (CARD-FISH) for phylogenetic distinctions 
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(Tamburini et al., 2006, 2009b; Riou et al., 2018), a very low abundance of Archaea (<3%, 

initially) was present after 6 days of incubation (except in one of the duplicate-sample at T6-HP 

where Euryarchaeota reached 10.5% of the whole community). 

 

Figure 4-4 Heatmap visualizing the Z-score distribution from the relative abundance of the dominant families 
(>0.5% in average) initially (T0) and after 6 days of incubation under increasing pressure (T6-HP) and 
atmospheric pressure (T6 ATM) conditions. Z-score is the number of standard deviations separating a raw score 
from the mean. For each sample, we calculated how far from the mean (of a family relative abundance 
considering all samples) is the family abundance score of the sample. A positive Z-score indicates the raw score 
is higher than the mean (red color), and a negative Z-score reveals the raw score is below the mean (blue color). 
The higher the Z-score, the more overrepresented the family is for the sample compared to the mean. The 
dendrogram clusters were calculated with the UPGMA method (unweighted pair group method with arithmetic 
mean) according to the Bray–Curtis similarity index. The boxplots in the right panel show the distribution of 
family relative abundances (in %) for all samples. 

As β-diversity analysis, a hierarchical clustering (based on Bray-Curtis dissimilarity of 

community composition) combined to a Z-score heatmap of the 20 most actives families 

(relative abundance > 0.5%) showed the reunification of samples by experimental condition 

(T0, T6-ATM or T6-HP) Figure 4-4). Accordingly, Figure 4-4 exhibits a strong divergence between 

the abundance family profiles of T6-ATM, T0 and T6-HP groups. For the T6-ATM samples, the 

representative family pattern is indicated by a relative overabundance of the opportunistic 
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Pseudoalteromonadaceae (1.12 ± 0.002, Z-score±SD), Hyphomonadaceae (+2.68 ± 0.24, Z-

score±SD) and Saccharospirillaceae (+2.71 ± 0.28, Z-score±SD) compared to the mean. In 

contrast, each of these families is slightly underrepresented within T0 and T6-HP samples (Z-

score ≤ 0.5). These 3 opportunistic families belong to the Gammaproteobacteria, which 

account for 85% of the total of Proteobacteria fraction (93.9%) at ATM condition (Figure 4-3).  

At atmospheric pressure, the genus Oceanicaulis of the Hyphomonadaceae is 

predominant (28% of all genera and represented by only one ASV), whereas it reaches only 2.6% 

and 0.6% within T0 and T6-HP, respectively. The genus Oceanicaulis has been associated with 

E. huxleyii blooms, and is one of the main consumers of alkenones produced by E. huxleyii 

(Zabeti et al., 2010). Strains of Pseudoalteromonadaceae were also exacerbated during a recent 

particles degradation experiment performed at atmospheric conditions (Enke et al., 2018). This 

family is considered as “fast” degraders (copiotrophic) and primary colonizers on particles, 

partially due to their ability to swim (Enke et al., 2018).  

The bacterial families mainly responsible for the T6-HP pattern were the 

Flavobacteriaceae (Z-score = +2.94 SD±0.2), Rhodobacteraceae (Z-score = +2.03 SD±0.30), and 

to a lesser extent, Colwelliaceae. In our incubation experiments, Flavobacteriaceae 

(Bacteroidetes) and Rhodobacteraceae (Alphaproteobacteria), each representing 7.1% and 7.4% 

at T0, reached 16.3% and 12.4% at the end of incubation under HP condition, respectively.  

 FACTORS DRIVING THE active prokaryotic communities  
Figure 4-5 is a principal component analysis (PCA) performed at the family level on 

which the environmental variables were fitted (see Methods section). It identifies the same 

taxonomic family patterns as the major compositional factors (of the global community) that 

govern the distinction of samples, as the Z-score heatmap (Figure 4-4). The PC1 axis (46.2% of 

total variance) mainly drives the position of T6-ATM samples by a positive gradient of 

Hyphomonadaceae, Pseudoalteromonadaceae, Saccharospirillaceae, but none of the 

environmental factors measured is linked to PC1 since the best candidate “HNA” shows weak 

correlation (R2 = 0.67) and no significance (p-value = 0.21) with the PC1 axis. The PC2 axis (22.7% 

of total variance) mainly leads to the discrimination of T6-HP samples from others by another 

positive gradient of Flavobacteriaceae, Rhodobacteraceae and Colwelliaceae. Interestingly, the 

multiple regression of environmental variables on the PCA ordination shows a strong 
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correlation of the ‘Pressure’ factor with the PC2 axis (R2 = 0.97) and close to the significance 

threshold (p-value = 0.067, probably due to the small number of samples – duplicates). This 

trend links the positive gradient of Flavobacteriaceae, Rhodobacteraceae and Colwelliaceae to 

the increased pressure, suggesting that increased pressure is one of the potential factors that 

may shape the specific family pattern of HP communities relative to those of the initial time – 

T0 (Figure 4-5). 

 

Figure 4-5 Principal Component Analysis (PCA) biplot of samples and the most contributing taxonomic families 
(based on fviz_contrib function of factoextra). Samples are indicated as yellow circles (ATM), green triangles 
(HP) or blue squares (T0) whereas taxonomic families are indicated as red vectors. The magnitude of red vectors 
indicates the strength of their contributions to each PCA axis. Vectors pointing in similar directions indicate 
positively correlated variables, vectors pointing in opposite directions indicate negatively correlated variables. 
The environmental variables were fitted as blue vectors (dashed lines) onto PCA using envfit function by 
calculating multiple regression with R2 scores and p-values (top right of the Figure). 

Phylogenetic community turnover (at the ASV level) between sample groups (T0 vs. T6-

ATM and T0 vs. T6-HP) was assessed by the β Nearest-Taxon-Index (βNTI). This index helps to 

understand the forces that influence the community composition such as deterministic 

selection by environmental factors and/or ecologically neutral (stochastic) processes (Stegen 

et al., 2012, 2015). We thereby calculated βNTI to determine the stochastic/deterministic 

balance in the community assembly observed within each HP and ATM samples after a 6-day 

degradation experiment by increasing pressure (T6-HP) or not (T6-ATM) starting with the same 

initial community (T0). The βNTI score between ‘T0 vs. T6-HP’ and ‘T0 vs. T6-ATM’ is +2.57 and 
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+0.02, respectively. A |βNTI| < 2 for ‘T0 vs. T6-ATM’ pairwise community comparison excluded 

selection as the dominant process. In our experiment, the environmental factors are controlled 

in a closed system, as factors that change over time do not impose selection in ATM, neutral 

processes are expected to be dominant, here opportunistics were favorized. Hence, the three 

strong competitors (having ecological traits of r-strategy) gammaproteobacterial families 

dominated at ATM conditions (Pseudoalteromonadaceae, Hyphomonadaceae, and 

Saccharospirillaceae). The dynamics of surface community incubated in ATM conditions can be 

compared to what happen to deep-sea communities incubated at atmospheric pressure after 

decompression (Garel et al., 2019), in which a distortion of the diversity occurred in comparison 

with samples maintained at in situ high-pressure condition. Consequently, biodegradation 

experiments simulating particles sinking along the water column but carried out at atmospheric 

pressure could be stated as ecologically biased. 

In contrast, the ‘T0 vs. T6-HP’ pairwise community comparison has a βNTI > 2, 

suggesting selection as the dominant process. Starting from the initial time (T0), the incubation 

experiments were done by changing only one factor: the hydrostatic pressure gradient. The 

increasing hydrostatic pressure progressively increased the strength of selection (the selective 

pressure) and could have led to the exclusion of taxa (Dini-Andreote et al., 2015), as suggested 

from the alpha-diversity results (richness and phylogenetic diversity reduction).  

Although this work deals with a short sample number (due to technical constraints), our results 

suggest a selection process driven by increasing pressure conditions (Figure 4-5). This 

environmental factor, that microbes experienced while they sink with gravitational sinking 

particles, leads to a reduction in both species richness and phylogenetic diversity (37 genera 

initially detected in T0 were absent in T6-HP), as well as to a remodeling of the community 

structure (shifts in phyla and family abundance, Figure 4-4 and Figure 4-5). Thus, most 

interestingly, the results of these laboratory sinking particles simulation experiments agree 

with those obtained on freshly recovered particles samples using a marine snow catcher 

(Baumas et al. 2021).  

Our findings also indicated that there was no difference in the degradation of organic 

matter between HP and ATM conditions (Figure 4-2A), as well as there was no significant impact 

of the TCHO-C/TOC and PCa/Susp. matter in the microbial composition of HP and ATM 
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conditions (Figure 4-5). Thus, despite a reduction in the phylogenetic diversity in HP samples 

and a reshaping of the HP community structure, the functional capability of the HP community 

for degrading organic matter remains undisturbed (i.e., functional resilience). This result is 

supported by the fact that phyla, families, and genera are absent in the HP community but 

present in T6-ATM and/or T0 correspond to very low abundant taxa (<1% and mostly <0.5%), 

which are probably not major contributors to organic matter degradation. 

This result supports the hypothesis that the pressure increase alone impacts the diversity 

of active prokaryotes during particle sinking throughout the water column. Flavobacteriaceae 

and Rhodobacteraceae are known to be key particle colonizers in surface waters, in part 

because of their ability to degrade complex substances (Buchan et al., 2014; Dang and Lovell, 

2016). Bacteroidetes in particular, displayed many adaptation strategies to grow in a particle-

attached lifestyle, such as a wide variety of genes coding for an integrated regulation of 

adhesion and polymers degradation processes (Fernández-Gómez et al., 2013). In a study 

carried out by Elifantz et al. (2013), in coastal water, it has been hypothesized that 

Rhodobacteraceae were pioneer colonizers and Bacteroidetes were secondary colonizers 

adapted to semi-labile substances. Finding them as belonging to the most active families in our 

experiment was thus in line with their known ecological traits. Interestingly, Colwelliaceae 

(Gammaproteobacteria), especially the Colwellia genus, were among the lowest active families 

at T0 (0.3% in average) and reached 1.7% at T6-HP. The genus Colwellia is known to be one of 

the few microbial taxa from which members adapted to life at high-hydrostatic pressure have 

been isolated (see for examples Peoples & Bartlett 2017 and references therein). This 

bathytype is an opportunistic heterotroph, capable of fast growing on nutrient-rich 

environments, such as classical culturing media, or when associated with sinking particles. 

Indeed, Colwellia has been found as the second most abundant genus (DNA-level) and one of 

the mostly transcriptomically active (RNA-based) inhabitants of the microbiote associated with 

sinking particles at abyssal depth  in the North Pacific Subtropical Gyre (Boeuf et al., 2019). 

Wannicke et al. (2015) showed that the piezotolerant strain Colwellia maris was able to adapt 

itself to the increasing pressure by rising its proportion of unsaturated fatty acids in the 

membrane phospholipids. This characteristic is recognized in piezophilic strains to optimize 

membrane fluidity at high pressure (Delong and Yayanos, 1985). 
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4.4 CONCLUSION 

Using our original experimental setup and approach, we demonstrate a drastic difference 

in the composition of transcriptionally active prokaryotes associated with E. huxleyi-derived 

particles comparing incubations performed at atmospheric and at increasing hydrostatic 

pressure. Hence, we highlighted the necessity to simulate the increase in pressure to which 

prokaryotes are subjected during the gravitational sinking of particles to accurately 

characterize microbial key players in particle degradation in natural environment. Together 

with previous particle-degradation experiments (Tamburini et al., 2006, 2009b; Riou et al., 

2018) and field experiments (Baumas et al., 2021), this study also sheds light on the urgent 

need to combine geochemical and molecular biology approaches into laboratory simulation, to 

deconvolve the apparent imbalance between prokaryotic carbon demand and sinking flux 

within the deep sea (Burd et al., 2010). Going further by reducing the ‘bottle effect’ (Ionescu et 

al., 2015; Bižić-Ionescu et al., 2018) and by including omic approaches such as those carried out 

by Pelve et al. (2017) or Boeuf et al. (2019), are promising ways to refine our understanding of 

processes at play on sinking particles. Such coupled approaches will provide relevant 

information on the biological actors and key microbial functions, or metabolic pathways 

involved in the degradation of sinking particles in the deep ocean. 
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5 CONCLUSIONS ET PROSPECTIVES  
5.1 CONCLUSIONS  

Dans ce travail de thèse, les objectifs principaux étaient d’apporter des éléments de 

réponses à la problématique de l’étude en conditions in situ, des procaryotes libres des zones 

méso- et bathypélagique ou de comprendre l’impact de l’augmentation de pression sur des 

communautés de surface. Quel est l’impact de la pression hydrostatique sur la diversité 

spécifique et l’activité métabolique ?  Pour répondre à cette question, j’ai suivi deux axes de 

travail :  

i) Sur un assemblage microbien profond, quelles sont les méthodes, procédures et 

technologies nécessaires pour étudier ces microorganismes en condition in situ ? 

Quels sont les impacts d’une décompression sur la diversité spécifique et la 

dégradation de la matière organique ? 

ii) Sur un assemblage microbien de surface, quels sont les effets d’une chute de 

particules vers l’océan profond sur l’activité métabolique et la diversité spécifique 

des procaryotes ? 

Le premier axe est développé dans les chapitres 2 et 3, le second axe est développé dans le 

chapitre 4. Dans cette section, je synthétiserai les résultats présentés dans chaque chapitre 

avant de donner quelques perspectives technologiques en termes d’échantillonnage et 

d’analyse de la diversité dans les conditions in situ.  

 METHODES,  PROCEDURES ET TECHNOLOGIES POUR ETUDIER LES 

COMMUNAUTES PROFONDES  
Il n’est plus à démontrer que les communautés procaryotiques profondes sont composées à la 

fois de communautés dites autochtones adaptées aux conditions environnementales (pression 

hydrostatique et température) et de communautés dites allochtones apportées dans le milieu 

profond par différents processus comme la chute des particules, la formation d’eaux denses 

(Tamburini et al., 2013a). Ces procaryotes issus de masses d’eaux moins profondes ou de 

surface vont pour une grande partie avoir leurs métabolismes et leurs activités inhibées voire 

entrer en état de dormance attendant de meilleures conditions pour reprendre une activité 
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métabolique. Un échantillonnage classique, avec les bouteilles Niskin ou GoFlow, qui 

décomprimera l’échantillon permettront aux communautés non-adaptées à une forte pression 

hydrostatique de retrouver des conditions plus favorables à leur développement. Les mesures 

synthétisées dans la revue de Tamburini et al. (2013a) démontrent clairement l’impact des 

conditions hydrologiques sur les mesures d’activités métaboliques (e.g activités 

ectoenzymatiques, production hétérotrophique procaryotique, assimilation d’acides aminés, 

de carbohydrates…). Cependant il existe encore trop peu de travaux montrant l’impact du 

changement des conditions environnementales sur la structure de la communauté 

procaryotique. Dans Garel et al. (2019) (article 1 de ce manuscrit, chapitre 2), j’essaie 

d’apporter un éclairage nouveau quant à cette problématique, mais également j’apporte une 

solution technique pour la mesure de la consommation d’oxygène en continu et de manière 

non invasive. 

Dans ce travail je décris une preuve de concept pour la collecte, le maintien et le 

transfert d’échantillons, tout en maintenant constamment les conditions de pression in situ, en 

vue de réaliser différents types d’expérimentations comme réaliser des réplicats, étudier le 

devenir de la diversité procaryotique selon différentes conditions, isoler éventuellement de 

nouvelles souches microbiennes piézophiles dans les conditions in situ sans briser « la chaîne 

de pression hydrostatique ». Pour cette étude, un couple d’échantillons d’eau prélevé à 3000m 

de profondeur en mer Ionienne (Méditerranée) dont l’un a été collecté, et maintenu dans les 

conditions in situ de pression et de température, et l’autre a été décomprimé mais maintenu 

dans les conditions in situ de température. Le tout a été comparé à une troisième condition, un 

prélèvement avec une bouteille Niskin (donc décomprimé). Les résultats démontrent que les 

communautés microbiennes maintenues dans les conditions in situ sont différentes de celles 

ayant été décomprimés et de celles prélevées classiquement. Les échantillons décomprimés et 

incubés à pression atmosphérique présentent une communauté i) dominée par la famille des 

Alteromonadaceae, ii) un développement de prédateurs appartenant à la classe de 

Deltaproteobacteria (genre OM27).  A l’inverse les échantillons maintenus dans les conditions 

in situ, présentent une diversité plus importante et une forte abondance de la famille des 

Colwelliaceae et particulièrement le genre Colwellia dont certaines souches ont été décrites 

comme piézophile (Deming et al., 1988). Ces résultats confirment ceux obtenus par Edgcomb 

et al. (2016) qui ont mis au point système d’échantillonnage autonome permettant de filtrer et 
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conserver les acides nucléiques comme l’ARNm dans les conditions in situ (en stockant les 

échantillons après filtration dans du RNA later). Les auteurs ont montré qu’il existe une 

différence significative dans les profils d’expression de gènes entre les échantillons récoltés, 

filtrés in situ et conservés dans les conditions par rapport à ceux collectés par bouteilles Niskin. 

Par la suite, dans l’étude décrite dans le chapitre 3 (article 2 publié en Mars 2021), nous 

avons confirmé l’importance du maintien des conditions environnementales lors d’une 

incubation pour étudier la dégradation de DOC semi-labile, du carbone organique dissous de 

haut poids moléculaire (« HMWDOC ») dans des conditions hydrologiques contrastées : i) lors 

d’une stratification des eaux, ii) lors d’une convection d’eau profonde. Un couple d’échantillon 

en duplicata a été prélevé et incubé dans les conditions in situ dans un cas et dans l’autre cas 

décomprimé puis incubé à pression atmosphérique. Dans les conditions de stratification, la 

communauté procaryotique autochtone est adaptée aux conditions environnementales. Ils 

confirment les résultats qui ont été obtenus par Boutrif et al. (2011) qui avaient  utilisé de la 

matière organique semi-labile radiomarquée obtenue à partir d’une culture d’algue en 

présence de 3H-glucose. Concernant les conditions de convection, les eaux profondes ont été 

mélangées avec des eaux provenant de la surface transportant  une communauté non adaptée 

au milieu profond (Egan et al., 2012; Tamburini et al., 2013a). Les résultats montrent que les 

cinétiques de dégradation sont inversées à ceux en condition de stratification des eaux, 

probablement due à la ventilation du milieu profond avec du DOC plus labile provenant de la 

surface, devenant ainsi la source de carbone préférentielle des procaryotes non adaptés à la 

pression hydrostatique, permettant ainsi un développement plus rapidement.  

 IMPACT DE LA METHODOLOGIE POUR ETUDIER LA DEGRADATION DES 

PARTICULES CHUTANT DANS LA COLONNE D’EAU  
Enfin dans le chapitre 4 (article 3 soumis dans MDPI Water), j’ai étudié l’effet de la 

pression hydrostatique sur une communauté procaryotique de surface lors d’une chute de 

particules. Le modèle de particules utilisé provient d’une culture d’E. huxleyii, une microalgue 

ubiquiste que l’on retrouve dans tous les océans (McIntyre and Bé, 1967) et dont les blooms 

peuvent être visibles par satellites. Dans cette étude, nous avons mis en évidence non 

seulement un effet de la pression hydrostatique sur l’activité métabolique avec inhibition de la 

respiration avec l’augmentation de la pression pour une communauté de surface mais 

également sur la structure des communautés microbiennes. En effet, l’étude montre une 
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communauté qui chute avec les particules (subissant une pression hydrostatique croissante) 

différente de celle incubée en même temps à pression atmosphérique (classiquement fait dans 

tous les laboratoires). A pression atmosphérique, la communauté procaryotique est composée 

à plus de 90% par les familles des Pseudoalteromonadaceae, Hyphomonadaceae, et 

Saccharospirillaceae qui sont des organismes à stratégie r. Alors qu’en simulant les conditions 

environnementales (pression hydrostatique et température), la communauté procaryotique 

évolue différemment avec une augmentation significative (plus de 2 fois le Z-score) des familles 

de Flavobacteriaceae et Rhodobacteriaceae connus pour être des colonisateurs de particules 

clés en surface, en partie grâce à leur capacité à dégrader des substances complexes. Cette 

étude confirme d’une part les résultats obtenus avec une communauté de Méditerranée (Riou 

et al., 2018), et d’autre part ceux obtenus dans Garel et al. (2019) montrant l’effet de la pression 

hydrostatique sur les communautés procaryotiques. Les expérimentations portant sur la 

dégradation de particules et ne tenant pas compte des paramètres environnementaux 

constituent un biais majeur dans les bilans biogéochimiques et dans l’identification des acteurs 

de cette dégradation et par voie de conséquence les processus métaboliques mis en cause. 

Dans ce manuscrit, j’ai décrit des méthodes et procédures pour étudier les zones méso- et 

bathypélagique au travers d’une technologie standardisée, versatile et accessible pour la 

communauté. Comme perspective de ce travail, de nouveaux développements sont à venir. 

Dans la section suivante, je propose une voie de développement pour : 

• Cultiver et isoler l’incultivable sans changer les conditions environnementales du 

prélèvement jusqu’à la mise en collection de nouvelles souches. 

• Isoler et amplifier à l’échelle cellulaire les cellules d’une communauté naturelle.  
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5.2 PERSPECTIVES 

D’un point de vue technologique, les méthodes pour échantillonner, isoler et décrire 

provenant de la zone bathypélagique a très peu évolué et est toujours utilisé à l’heure actuelle 

(ZoBell and Morita, 1959; Kato et al., 1995; Yayanos, 1995; Bartlett, 2002; Kato, 2011a; Martini 

et al., 2013; Jebbar et al., 2015; Dalmasso et al., 2016; Quéméneur et al., 2019; Oliver et al., 

2020). Il existe actuellement un peu plus de soixante souches décrites comme piézophiles qui 

sont listées dans les revues de Jebbar et al. (2015) et mises à jour dans Cario et al. (2019). Par 

ailleurs, les progrès réalisés au cours de la dernière décennie dans le domaine du séquençage 

ont permis de dresser un tableau plus exhaustif sur la diversité spécifique et la potentialité 

fonctionnelle des procaryotes des grands fonds marins (Salazar et al., 2016). Seulement, il est 

encore difficile de trouver un système technologiquement simple pour être mis en œuvre dans 

n’importe quel laboratoire permettant de maintenir la pression hydrostatique depuis les 

prélèvements jusqu’au retour en laboratoire. Malgré, les différents prototypes 

d'échantillonneurs sous pression, très peu sont disponibles pour la communauté scientifique 

sans une expertise locale en ingénierie ou des installations de systèmes à haute pression. Mais, 

l’avènement de nouvelles technologies comme les laboratoires sur puce (« lab-on-ship » en 

anglais), dans le domaine des sciences environnementales apparaissent comme une alternative 

à des techniques conventionnelles. 

La technologie microfluidique peut être définie comme un assemblage de compartiments 

de culture de l’ordre du micromètre reliés à un réseau des canaux d'alimentation de quelques 

dizaines de micromètres. Cette technologie permet de réaliser sur une même puce un grand 

nombre d’expériences avec des conditions variées d’une part et d’autre part permet de 

travailler avec des volumes de l’ordre du nanolitre. Cela présente donc un avantage 

considérable tant dans la mise en œuvre que dans la répartition d’échantillons précieux et 

souvent de petit volume également. Cet outil connaît un essor important dans le domaine de 

la microbiologie (Campos and Da Silva, 2013; Hegab et al., 2013; Ishii et al., 2014; Girault et al., 

2019). Il est, par exemple désormais possible de commencer à élucider des phénomènes 

bactériens à fine échelle comme notamment les cycles cellulaires, le transport des électrons, 

la détection du quorum sensing, une activité métabolique par fluorescence. Il est possible de 

coupler ces puces à des observations par microscopie et à des mesures optiques. Enfin la 

microfluidique permet également de créer des écosystèmes synthétiques dans lesquels la 
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dynamique éco-évolutive spatiale des communautés bactériennes peut être explorée (Hol and 

Dekker, 2014; Leygeber et al., 2019). Dans les paragraphes suivants, je vais détailler quelques 

exemples d’utilisations transposables à l’océanographie microbienne.  

 

 QUELQUES APPLICATIONS DE LA MICROFLUIDIQUE A PRESSION 

ATMOSPHERIQUE  
POUR LES ACTIVITES METABOLIQUES  

Divers organismes, tels que les bactéries, les levures, les algues, les champignons, les 

consortiums microbiens et autres, peuvent être cultivés dans des monocouches cellulaires bien 

définies en faisant correspondre la hauteur du compartiment à la taille de la cellule (Leygeber 

et al., 2019). La manipulation d’aussi petit volume permet un contrôle très précis de conditions 

environnementales telles que : la température, la pression hydrostatique, le pH, la pression 

partielle en gaz dissous, l’apport en continu de sels nutritifs et/ou en substrats organiques. En 

adaptant le design des puces, il est possible d’effectuer différent types d’expérimentations sur 

une même puce (Leygeber et al., 2019). La possibilité de paralléliser plusieurs « chips » de 

microfluidique permet un screening rapide et à haut débit des conditions optimales sur les 

métabolismes de microorganismes.  

Par exemple, Tang et al. (2014) ont examiné les conditions de croissance d’une 

suspension d’E. coli et de deux souches de Bascillus subtillis en comparant la technologie sur 

puce microfluidique à la culture en tube conventionnel. Les auteurs ont mis au point une 

architecture de microfluidique en réseau dit « en arbre de Noël » pour tester les conditions de 

pH, de concentration en sel nutritifs et la température sur les cultures mono-spécifiques d’E. 

coli. Leurs travaux ont montré que le « screening » de toutes ces conditions a pu être réalisé 

en parallèle et beaucoup plus facilement sur puce microfluidique qu’en culture avec tubes. Les 

résultats montrent que les taux de croissance sont entre 5 et 16 fois supérieurs sur puce au 

regard des cultures en tube. 

Sur une application avec une thématique environnementale, Kim et al. (2016) ont 

montré, en couplant une puce microfluidique à la microscopie à fluorescence, la capacité de 

deux souches phytoplanctoniques à produire du biocarburant : Chlamydomonas reinhardtii 

(unicellulaire) et Botryococcus braunii (coloniale). La Figure 5-1A décrit d’une part le schéma 

conceptuel de la puce microfluidique sur lequel il est possible de voir les différentes chambres 
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réactionnelles (chambre de culture, d’incubation et d’observation) reliées entre elles par de 

fins canaux. La Figure 5-1B et représente une photo du dispositif de puce microfluidique utilisée 

dans le cadre de cette expérimentation compatible avec une observation par microscope à 

fluorescence. Les principaux résultats mis en lumière par les auteurs montrent l'accumulation 

de lipide (type biocarburant) chez C. reinhardtii dans différentes conditions de cultures 

(enrichissement ou limitation d’azote) au moyen de marqueurs fluorescents.  

 

Figure 5-1 A) Schéma conceptuel d’une puce microfluidique pour étudier la production de biocarburant. Cette 
puce divisée en trois compartiments (une chambre de culture, une chambre d’incubation avec le marqueur 
fluorescent et la chambre d’incubation) reliées par des canaux. B) Photographie de la puce microfluidique 
rapportée à une pièce de monnaie mettant en exergue la miniaturisation du système réactionnel. D’après Kim 
et al. (2016). 

Dans une application biotechnologique les puces microfluidiques ont été utilisées 

comme microréacteurs en culture semi-continue couplés à un microscope à épifluorescence 

(Buffi et al., 2016). Les auteurs utilisent E. coli comme « bactosensor », la souche bactérienne 

a été modifiée en y ajoutant un rapporteur fluorescent pour détecter l’arsenite (Na2AsO2). 

L’utilisation des puces microfluidiques a permis d’une part de trouver rapidement les 

paramètres optimaux de culture en continu de E. coli (taux de croissance, taux de dilution, 

volume réactionnel) pour l’induction de la fluorescence par l’exposition à l’arsenite. Les auteurs 

concluent que ce développement pourrait être déployé pour d’autres composés, mais 

également intégré à de nouveaux capteurs autonomes utilisables pour la détection de composé 

toxique dans l’environnement à l’image du capteur autonome qui mesure l’ATP dans l’eau 

développé par Fukuba et al. (2018). 

  

A B
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POUR LA GENOMIQUE  

D’un point vue écologie moléculaire, cette dernière décennie a vu se développer des 

laboratoires sur puce permettant à la fois le phénotypage mais également l’identification 

taxonomique par amplification et séquençage du génome à l’échelle cellulaire2. Une étude 

récente effectuée par Leung et al. (2012) propose un automate de laboratoire permettant 

l'analyse génomique de cellules uniques et de consortiums microbiens à partir d'échantillons 

environnementaux en utilisant la microfluidique. Le Figure 5-2 présente l’architecture de la 

puce microfluidique couplant à la fois un système de tri cellulaire, des chambres réactionnelles 

et de pompes péristaltiques ainsi que le set-up de l’automate.  

Figure 5-2 Réseau de réacteurs microfluidiques programmables tiré de l’article de Leung et al. (2012). Les 
légendes des schéma A, B, C, D, E, F sont une traduction de la légende originale. (A) Schéma du dispositif 
montrant la structure d'une buse d'élution conçue pour s'interfacer avec des tubes microfuges standards 
pendant l'élution des chambres. (B) Réseau adressable de 95 chambres de stockage organisées en 19 rangées 
et 5 colonnes. Les couches de contrôle sont indiquées en rouge. L'actionnement du multiplexeur de rangées et 
des vannes de colonnes crée un chemin fluidique unique (flèche verte) s'écoulant des ports de haute et de 
basse pression. (C) Géométrie de l'élément de stockage pour l'immobilisation et la coalescence des gouttelettes 
contrôlées par le flux. (1) Pendant le transport vers un élément de stockage adressé, un mince film d'huile 
lubrifiant empêche le mouillage des parois des canaux. (2) Les canaux latéraux créent une dérivation pour l'huile 
(flèches vertes), réduisant la vitesse des gouttelettes. (3i) En dessous de la vitesse d'écoulement critique, la 
gouttelette entre dans la chambre et se positionne à l'extrémité de la chambre cylindrique. (3ii) Au-dessus de 
la vitesse d'écoulement critique, la gouttelette ne se positionnent pas à l'entrée mais se déplace dans la 
chambre et s'immobilise au plafond de la chambre. (D) Micrographie d'une gouttelette d'eau stockée de 2,7 nL. 
(E) Module de triage des cellules. (1) Une suspension monocellulaire est pompée dans le canal de triage. (2) La 
cellule est encapsulée dans une gouttelette pour être transportée vers l'arrière de la chambre. (F) Module de 
dosage des réactifs. G Photographie d’une buse d’élution montée sur un bras articulé 3 axes. 

 

 
2 En anglais « single-cell whole genome amplification (WGA) » 

G
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Le système est composé par 95 chambres réactionnelles individuelles (Figure 5-2B et C) 

pouvant accueillir les cellules issues du tri (Figure 5-2E) en entrée de la puce. Dans cette étude, 

les auteurs présentent différentes applications des réacteurs de microfluidiques comme :  

i) Une amplification par PCR ou qPCR et un séquençage à l’échelle cellulaire 

(probablement triées et placées individuellement dans un réacteur) de l’ARNr 16S, 

6 amplicons d’une culture d’E. coli et 5 amplicons d’une culture de S. typhimurium 

ont été sélectionnées aléatoirement sur une trentaine d’amplicons de chaque 

espèce. Les résultats montrent un séquençage et une identification taxonomique 

parfaites des 6 amplicons de E. coli et des 5 de S. typhimurium. 

ii) Un séquençage du génome complet à l’échelle cellulaire (WGA) sur des échantillons 

provenant de trois environnements différents : sédiment marin profond, d’eau de 

mer enrichie, et biofilm d’une bouche d’humain. Chaque échantillon de chaque 

environnement a été trié, amplifié et séquencé. Au total 203 WGA ont été effectués. 

Les résultats démontrent la singularité de chaque échantillon en termes de 

taxonomie. 

B I LAN  

Les exemples, cités ci-dessus, montrent les potentialités importantes des puces 

microfluidiques tant pour les activités métaboliques des mircoorganismes à la fois dans des 

conditions de cultures dites en « batch » ou en continu type « chemostat » mais également sur 

des échantillons provenant d’environnement naturel. Cette technologie permet un i) screening 

à haut débit de différentes conditions sur différentes souches procaryotiques, en maximisant 

la reproductibilité et la mise en œuvre des expérimentations (montage en parallèle ou en séries 

des puces microfluidiques) ; ii) de trier et amplifier des cellules en vue de les séquencer. Cette 

technologie est bien maîtrisée pour les études des microorganismes à pression atmosphérique 

(Hegab et al., 2013; Girault et al., 2019; Leygeber et al., 2019), en conditions de haute pression, 

dans l’état actuel de mes connaissances, cela reste un domaine encore peu exploré. Cela 

pourrait offrir de nouvelle possibilité pour échantillonner, isoler et cultiver ce qui est 

actuellement incultivable et par conséquent également un outil pour étudier les différents 

métabolismes associés au milieu profond, sans jamais changer les conditions 
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environnementales. L’adaptation de ces outils à un système de prélèvement in situ tel que 

l’HPSU ouvrirait de réels nouveaux champs d’investigation tant dans la mesure d’activité 

métabolique que dans les approches « omiques » tels que la génomique à l’échelle de la cellule 

couplée à différents forçages environnementaux : gradient de température, de pression 

hydrostatique, de concentration en gaz ou encore de nutriments. 

 

 LA MICROFLUIDIQUE ET LA HAUTE PRESSION,  VERS DES SEQUENCEURS 

AUTONOMES IN SITU  
La technologie de puces microfluidiques en condition de haute pression est bien connue 

dans le domaine de la chimie et particulièrement dans le domaine de la synthèse de matériaux 

(Marre et al., 2009, 2010), mais encore trop peu ou pas utilisé dans le domaine de la 

microbiologie en condition de haute pression. Les possibilités de cet outil, que j’ai résumé dans 

la section 5.2.1, offrirait un avantage important dans la découverte, l’isolement, et la 

description de nouvelles souches piézophiles, dans l’étude des métabolismes qui jusqu’à 

maintenant demande un investissement tant sur le plan financier que sur plan humain 

(nécessitant un personnel qualifié). Par conséquent, très peu de laboratoires dans le monde 

sont capables, à ce jour, d’isoler et cultiver des microorganismes en condition de haute 

pression. Les souches piézophiles isolées et répertoriées dans la littérature ont toutes été 

décrites après décompression (Jebbar et al., 2015; Zhang et al., 2018; Cario et al., 2019). Alors 

qu’il a été clairement démontré un impact de l’échantillonnage sur la diversité spécifique et 

fonctionnelle de la communauté microbienne après la décompression d’échantillons naturels 

(Edgcomb et al., 2016; Garel et al., 2019; Peoples et al., 2019). 

Le développement des puces microfluidiques sous pression pour l’océanographie 

microbienne permettrait : i) de réduire les volumes utilisés et de multiplier le type 

d’expériences (isolement, mesures d’activités, phénotypage…) à partir d’un même 

prélèvement, ii) de conserver les conditions environnementales tout au long de 

l’expérimentation sans casser la chaîne de pression, iii) de maintenir et stocker les souches 

isolées dans les conditions environnementales au moyen de culture en continu par injections 

de milieu de culture frais sous pression. Cela ouvrirait de nouveau champs d’investigation 

concernant la microbiologie du domaine océanique profond avec la découverte de nouvelles 

espèces piézophiles, mais surtout dans la découverte de nouveaux métabolismes sans changer 



Chapitre  5 
Conclus ions et  perspect ives  

 127 

les conditions environnementales de la culture jusqu’à l’amplification par PCR. Enfin d’un point 

de vue hygiène et sécurité, le travail en « petit volume » permettrait d’accroitre de manière 

significative les conditions de sécurité en diminuant notamment le poids des équipements, 

d’accroitre les capacités de tests donc diminuer fortement la manutention. 

Parallèlement aux développements de laboratoire, des échantillonneurs/analyseurs 

autonomes in situ pour l’étude de la diversité spécifique et fonctionnelle sont développés. Ils 

sont immergés sur des mouillages ou bien intégrés aux AUV (« Autonomus Underwater 

Vehicle »)  permettant ainsi de travailler à différentes échelles spatio-temporelles plutôt que 

travailler en « snapshot » (Scholin et al., 2006; Paul et al., 2007; Scholin, 2010; Preston et al., 

2011; Ribeiro et al., 2019; Yamahara et al., 2019; Liu et al., 2020a). Cependant ces différents 

équipements sont déployés dans des environnements peu profonds. L’intégration de la 

microfluidique en condition in situ de pression permettrait de simplifier les systèmes 

mécaniques fonctionnant en équipression. Le montage en série de plusieurs puces permettrait 

d’échantillonner, de trier, de mesurer la croissance cellulaire par qPCR, d’amplifier les génomes 

à l’échelle cellulaire et de séquencer en y intégrant les nouvelles générations de séquenceurs 

compactes et peu couteux en énergie (i.e MINION Oxford Nanopore). 
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shinyUI(

fluidPage(

navbarPage("Application of a logistic model on microbial datasets",
tabPanel("Upload data",

sidebarLayout(
sidebarPanel("",

fileInput('file1', 'Upload your dataset (.csv or .txt)',
accept=c('text/csv', 'text/comma-separated-values,text/plain', '.csv', '.txt')),

# download demo file
downloadButton("downloadDataDemo", label = "Download a demo dataset"),

# header or not header
checkboxInput('header', 'Header', TRUE),

#
radioButtons('sep', 'Dataset separator',

c(Comma=',', Semicolon=';', Tab='\t'), selected="\t"),

#
radioButtons('dec', 'Decimal separator',

c(Point='.', Comma=','), selected=".")
),

mainPanel(
helpText('This app aims at estimating the growth rate and maximum cells density using non-linear regression.
The method is detailled in Martini et al. (2013).',
br(),
br(),
'A demo dataset is available in "Download a demo dataset", you can save it in your computer and load it using "Browse", or you

can also browse your own dataset.',
br(),
br(),
'On Plot panel, it is possible to set axes labels, axes range and Smooth. Smooth parameter can compute theorical (downloa‐

dable) for to use with other activities.',
br(),
br(),
'In order to run this application, you have to format your dataset with tabulation separators. Also, remove all spaces in the

dataset header (prefer to use "_" when needed).
Organise your dataset so that there is only two arrays. The first one being the time and the second one, the cells density
(e. g. optic density, cell number, biomass). This application proposes a method to perform ', strong('a logistic regression'),

' to estimate', strong('growth rate'), 'as well as ', strong('maximum cells density'),'.'),
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6             TRAVAUX COMPLEMENTAIRES. 
6.1 PRÉAMBULE  

Ce chapitre de thèse est dédié aux développements d’un logiciel sous forme d’une 

application web, que j’ai réalisé pour analyser des données liées à la microbiologie, 

principalement pour l’estimation du taux de croissance des microorganismes. La méthode que 

j’utilise pour l’estimation des paramètres de croissance est une régression non-linéaire de type 

logistique, cela revient à ajuster les points de mesure à une courbe qui décrit un modèle 

théorique, ici logistique, pour lequel il est possible de calculer des paramètres de croissance. 

Le principe de la méthode a été décrit et utilisé pour caractérisé une souche piézophile 

Photobacterium phosphoreum ANT 2200 dans Martini et al. (2013). L’outil que je vais détailler 

dans ce chapitre ne demande aucun talent particulier en programmation, c’est une application 

du type « ready-to-use ». L’idée de cette application est, en effet, de permettre au plus grand 

nombre d’utiliser des outils de mathématiques objectifs et de qualité. Il est possible de 

l’installer en local ou bien de l’utiliser via une connexion à internet. 

Ce travail est le fruit de multiples discussions avec mes collègues mais également d’une 

collaboration avec des étudiants, Marthe Vienne et Lloyd Izard que j’ai eu l’immense plaisir 

d’encadrer et je tiens à les remercier, pour leur aide, leurs motivations et leur regard neuf sur 

l’outil.  

Dans ce chapitre je décrirai rapidement la méthode mathématique, la démarche qui m’a 

permis de valider la méthode. Je décrirai également l’application, les différents onglets ainsi 

que les différentes sorties. L’application est actuellement hébergée gratuitement sur les 

serveurs de shinnyapps.io. Il est possible de retrouver l’application sur l’url suivante : 

https://hpteam.shinyapps.io/logistic_microbio/.  
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Citation : 

 
 Garel, M., Izard, L., Vienne, M., Nerini, D., Tamburini, C., Martini, S. (2021). R-shiny-

microorganisms v2: A ready-to-use logistic regression implemented in R shiny to 
estimate growth parameters of microorganisms [Data set]. MIO UMR 7294 
CNRS. https://doi.org/10.34930/DC1DAF1C-09E3-4829-8878-91D0BF0E643E 

 
Lien vers le code sources sur mon GitLab 

https://gitlab.osupytheas.fr/garel/logisitic_microbio.git 
 
Lien vers le catalogue de l’OSU Pytheas où sont hébergées les métadonnées ainsi que tous les 

liens utiles pour l’application. 

https://dataset.osupytheas.fr/geonetwork/srv/fre/catalog.search#/metadata/dc1daf1c-09e3-
4829-8878-91d0bf0e643e 
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6.2 APPLICATION LOGISTIC_MICROBIO 

 POURQUOI CE TRAVAIL  ? 
Les conditions environnementales sont un ensemble de paramètres physiques et 

biologiques qui définissent un écosystème. Les microorganismes, avec des temps de 

générations plus élevés que les organismes multicellulaires plus complexes, sont plus sensibles 

aux changements des conditions environnementales. Par conséquent, les courbes croissances 

microbiennes constituent une donnée simple et importante pour comprendre, comment les 

conditions environnementales affectent les microorganismes. Les courbes de croissances sont 

utilisées dans un nombre varié de champs d’application en biologie. Jacques Monod, en 1949, 

décrivait l’étude des courbes de croissance de la manière suivante : « L'étude de la croissance 

des cultures bactériennes ne constitue pas un sujet ou une branche spécialisée de la recherche 

: c'est la méthode de microbiologie. Ce serait une entreprise insensée, et condamnée à l'échec, 

pour tenter de passer brièvement en revue un « sujet » qui couvre en fait toute notre discipline ». 

La modélisation est utilisée depuis de nombreuses années pour décrire la croissance 

des microorganismes face à différentes conditions physiques et chimiques (Zwietering et al., 

1990). Dans le domaine de la microbiologie alimentaire ces modèles permettent de prédire la 

durée de conservation des produits, de détecter les parties critiques du processus de 

production et de distribution, et d'optimiser les chaînes de production et de distribution 

(Zwietering et al., 1990). Dans le domaine environnemental, ces modèles permettent de 

déterminer les optimums de croissance de souches nouvellement isolées (Martini et al., 2013), 

ou bien de décrire la dynamique de croissance de microorganismes en relation avec la 

dégradation d’un composé par des microorganismes (Eichinger et al., 2009, 2010; Garel et al., 

2021). 

Selon Zwietering et coll. la courbe de croissance bactérienne présente souvent une 

phase de latence, d’une durée plus ou moins longue, dans laquelle le taux de croissance 

spécifique est égal à zéro puis la croissance s'accélère ensuite jusqu'à une valeur maximale, 

appelée ‘taux de croissance maximum’  (µmax). Les courbes de croissance contiennent une 

phase finale dans laquelle le taux de croissance diminue et atteint finalement zéro, de sorte 

qu'une asymptote est atteinte. 
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Traditionnellement en microbiologie, le taux de croissance maximum µmax est calculé 

en ajustant les données de la phase exponentielle de croissance préalablement linéarisée et 

déterminée de manière suggestive à un modèle linéaire. C’est une méthode très simple à 

mettre en place, et extrêmement robuste si la phase exponentielle contient un grand nombre 

de points. Par conséquent, si cette phase exponentielle contient peu de points, l’estimation 

µmax entraîne beaucoup de variabilité. Ce dernier point, a été vérifié notamment dans le cadre 

de culture en condition de haute pression, où le nombre de point pour décrire une courbe 

complète est limitant (6 à 7 points), pour des raisons de disponibilité du matériel ou bien de 

manutention (une bouteille hyperbare HPB pèse entre 8 et 10 kg). 

L’approche mathématique décrite ci-après a été développée et publiée dans Martini et 

al. (2013) dans le cadre d’expérimentation visant à trouver l’optimal de croissance d’une 

souche de Photobacterium phosphoreum en fonction de la pression hydrostatique et de la 

température. 

Dans la sous-section suivante, je vais rappeler la méthodologie mathématique utilisée 

dans Martini et al., (2013)  mais surtout décrire un outil, sous forme d’application web, 

permettant d’estimer simplement (sans avoir à connaître un langage de programmation) des 

paramètres d’une courbe de croissance comme le taux de croissance, la densité maximum, et 

le début de la phase exponentielle de croissance. 

 LA METHODE   
DESCRIPTION DU MODELE  

La croissance d’un organisme est définie comme la variation du nombre d’individu {X(ti), 

i=1,…,n} en fonction du temps tel que   !"!# = "($). La courbe de croissance des procaryotes est 

non-linéaire et décrit trois phases : une phase de latence correspondant au début de la 

croissance avec un taux de croissance spécifique (µ) quasi-nul puis accélérant jusqu’à atteindre 

une valeur maximum (µmax) au bout d’une certaine période. Par la suite, les procaryotes vont 

croître de manière exponentielle jusqu’à atteindre une asymptote, qui sera marquée par une 

diminution du taux de croissance jusqu’à µ= 0. Cette phase est appelée phase stationnaire, qui 

est souvent due, dans le cas de culture en « batch », à une limitation d’un substrat ou d’un sel 

nutritif ou de tout élément limitant où la densité de population reste constante (K). La courbe 

de croissance décrit ainsi une sigmoïde (Zwietering et al., 1990). 
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L’idée principale de cette méthode vise à ajuster la totalité des données observées de 

croissance à un modèle non-linéaire de type logistique de Verhulst (1938). Cela permet non 

seulement d’estimer un taux de croissance maximum µmax, mais également la densité 

maximum de croissance et le début de la phase exponentielle. Ce type d’approche, permet 

également de pouvoir transformer des données discrètes en une fonction continue.  

 

Le modèle est défini de la manière suivante : 

!"
!# = 	µ!"# ∗ " () −

"
+, 

 

Où X=nombre d’individus, µmax est le taux de croissance maximum et K la densité maximum de 

population. 

 La solution analytique de cette équation est :  

-
.(0) = .$

.(2) = 3.$
.$ + (3 − .$) 567(−µ%&'2)

 

Les estimations des paramètres sont déterminées comme étant les paramètres fournissant le 

meilleur ajustement de la fonction moyenne "($$))&   aux observations {X(ti), i=1,…,n} obtenues 

par minimisation de la somme quadratique des résidus (en anglais « residual sums of squares », 

RSS) par la méthode itérative de Gauss-Newton. 

Cela revient à : 	

()) =*("($%) − "($$))& &
'

%()
	

  

Où "($%)	sont les observations et "($$))&  sont les valeurs estimées. 

TEST DE LA METHODE  

Afin de tester le modèle décrit dans la section précédente, j’ai créé un jeu de courbes 

de croissance théorique grâce au logiciel de statistique GNU R (R Core Team, 2013). Pour se 

faire, les courbes théoriques ont été construites avec un modèle logistique dont les paramètres 
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sont : temps d’expérimentation = 10 heures, µmax = 1 h-1, K la densité de population maximum 

= 6. De plus, j’ai ajouté un bruit gaussien afin de simuler une variabilité entre chaque point de 

mesure, ce qui est très commun dans le suivi d’une expérimentation. Pour tester les deux 

approches j’ai donc simulé 6 expérimentations avec un nombre décroissant de points : 100, 75, 

50, 25, 10 et 6 points Figure 6-1A à F. Pour chaque courbe j’ai estimé les paramètres de 

croissances, à la fois avec un modèle logistique et avec un modèle linéaire en linéarisant les 

données au préalable. Pour la méthode de régression linéaire, la phase exponentielle a été 

estimée de manière subjective. La sensibilité de chaque méthode d’estimation a été testée 

avec un bootstrap (ré-échantillonnage aléatoire avec remise) de 1000 simulations. 
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Figure 6-1 Jeux de données utilisés pour comparer l’estimation du taux de croissance par régression linéaire 
utilisée dans l’application logistic_microbio et par régression linéaire après transformation de y en log, utilisée 
classiquement en microbiologie.  
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CONSTRUCTION DE L ’APPLICATION  

L’application a entièrement été conçue avec GNU R (R Core Team, 2013). Les packages 

utilisés sont : ‘stat’ pour la régression non-linéaire, 'quantreg’ pour la régression des quantiles 

et l’estimation de l’intervalle de confiance à 95 %, et ‘shiny’ pour la construction de l’application 

web. Actuellement l’application est hébergée sur le serveur https://www.shinyapps.io/ , elle est 

disponible depuis n’importe quel ordinateur (indépendant de l’OS de l’ordinateur) munit d’un 

accès à internet et d’un navigateur web. 

DESCRIPTION DE L ’APPLICATION  

L’application « logistic_microbio » comprend plusieurs onglets  permettant : i) d’importer 

les données en proposant différents types de séparateurs de vecteurs, un choix pour les types 

de marqueurs de décimales (Figure 6-2) ; ii) de vérifier l’importation des données (Figure 6-3); 

iii) de voir le modèle appliqué sur le données mais également les paramètres estimés (qui 

peuvent également être téléchargés dans un fichier texte), iv) d’apprécier la qualité du modèle 

au moyen d’une représentation graphique de la fonction de coût RSS en 2 dimensions ou 3 

dimensions (les graphiques sont téléchargeables pour être intégrés dans un outil de traitement 

de texte). 

• Pour importer les données dans l’application, il suffit d’inscrire les données dans un 

fichier texte (.txt) en séparant les différents vecteurs (e.g le temps, la densité cellulaire) 

de préférence par des tabulations. Le type décimal peut être paramétré également sur 

le premier onglet (Figure 6-2). Un jeu de données de démonstration est téléchargeable 

pour tester l’application et apprécier le format de la matrice de données 

• La deuxième étape est de vérifier l’importation en cliquant sur l’onglet « Uploaded 

data ». Les données sont représentées sous forme d’un tableau Figure 6-3. 
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Figure 6-2 Accueil de l’application. Sur cet onglet, l’utilisateur télécharge son jeu de données, en  indiquant s’il 
y a une légende, le type de séparateur (virgule, point-virgule, tabulation), le type de décimal (virgule ou point), 
donne le titre de chaque axe. 

 

Figure 6-3 Onglet « Uploaded data » : représentation des données sous forme de tableau. Ici les données sont 
des valeurs de densités optiques (DO à 600nm) en triplicata (TE_0.1_A à C) en fonction du temps. 

• L’onglet « Plot » permet de visualiser les données sous forme d’un graphique en nuage 

de point Figure 6-4. Sur cet onglet, il est possible de donner un label pour chaque axe, 

d’ajuster la limite de chaque axe et d’ajuster le « smooth » de la courbe théorique. Cela 

revient à changer le nombre de données théorique généré par le modèle. Par défaut, 

le modèle génère autant de données théoriques qu’observées. Ce paramètre influe sur 

la forme de la courbe, plus le paramètre « smooth » tend vers 0 plus la courbe aura un 

aspect arrondi. Ce paramètre n’exerce aucune influence l’estimation des paramètres 

de croissance.  Tous les résultats sont téléchargeables au format *.txt. 
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Figure 6-4 Onglet « Plot » : représentation graphique des données sous forme d’un nuage de point. La courbe 
noire représente le modèle, les courbes en pointillé bleus représentent l’enveloppe 1er et 3èmequartile, et les 
courbes en points bleus représentent l’enveloppe de l’intervalle de confiance à 95 %. 

• L’onglet « Verify parameters estimation » (Figure 6-5) affiche deux représentations 

graphiques en 2D et 3D de la fonction de coût en fonction du taux de croissance 

maximum et de la densité de population maximum. La fonction de coût est la fonction 

qui représente la différence entre ce que le modèle prédit et l'observation. Nous 

voulons que ce "coût" soit minimal afin que le modèle soit le plus efficace possible. 

 

Figure 6-5 Représentation en contour-plot 2D de la minimisation de la somme résiduelles des carrés. Le point 
vert représente les coordonnées des paramètres estimés (µmax et K) 
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 LES RESULTATS   
COMPARAISON DES APPROCHES L INEAIRES ET NON-L INEAIRES POUR ESTIMER LES PARAMETRES 

DE CROISSANCES  

Pour comparer les deux méthodes d’estimation des paramètres de croissance, j’ai choisi 

de me focaliser sur le paramètre du taux de croissance, très utilisé en microbiologie dans la 

caractérisation de nouvelles souches, par exemple. 

La Figure 6-6 représente la distribution des taux de croissance µmax en fonction du 

nombre de points dans une courbe de croissance pour les deux approches mathématiques : i) 

estimation des paramètres de croissance à l’aide d’une régression non-linéaire avec un modèle 

logistique ; ii) estimation du taux de croissance par régression linéaire appliquée sur la phase 

exponentielle de croissance après linéarisation. De plus, la Figure 6-6 résume la distribution des 

taux de croissance avec quelques statistiques descriptives. 

Tableau 6-1Résumé statistique des taux de croissance par méthode de régression non-linéaire et régression 
linéaire obtenue après 1000 simulations en bootstrap. Dans ce tableau se trouve le taux de croissance minimum, 
le 1er quartile, la médiane, la moyenne, et le  3ème quartile et le maximum. Le paramètre n est le nombre de 
points utilisés pour chaque méthode pour l’estimation du taux de croissance et le nombre des simulations 
n’ayant abouti à aucune estimation (Nombre NA). 

Méthodes Nombre de 
points  

Min. 1st Qu. Median Mean 3rd Qu. Max n Nombre de  
NA 

Regression 
non-linéaire 

100 0.88 0.99 1.02 1.02 1.06 1.18 100 0 

75 0.81 0.92 0.96 0.96 1.00 1.18 75 0 

50 0.86 1.01 1.06 1.06 1.10 1.29 50 0 

25 0.65 0.88 0.95 0.96 1.03 1.37 25 0 

10 0.75 0.90 0.95 0.96 1.02 1.31 10 0 

6 0.65 0.81 0.86 0.87 0.92 1.12 6 0 

Régression 
linéaire 

100 0.34 0.40 0.43 0.43 0.45 0.54 38 0 

75 0.28 0.40 0.47 0.47 0.51 0.84 28 0 

50 0.35 0.45 0.48 0.48 0.50 0.64 19 0 

25 0.24 0.40 0.46 0.46 0.51 0.90 10 0 

10 0.24 0.24 0.48 0.47 0.48 0.72 4 118 

6 0.16 0.16 0.32 0.32 0.32 0.49 3 123 
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Figure 6-6 Distribution de l’estimation de µmax pour les 1000 simulations pour chaque courbe. La barre noire 
représente la valeur médiane. Les box plots gris représentent la distribution des µmax estimés par régression 
non-linéaire et les box plots blancs représentent µmax estimés par régression linéaire dans la phase 
exponentielle après linéarisation des données. 

D’après le Tableau 6-1, les taux de croissance estimés à l’aide du modèle logistique sont 

compris entre 0.65 et 1.37 h-1 alors que pour les taux de croissance estimés par régression 

linéaire sont compris entre 0.16 et 0.90 h-1. Le paramètre du taux de croissance que j’ai rentré 

dans le modèle logistique pour construire les courbes étaient de 1h-1. Ainsi, lorsque j’ai estimé 

les taux de croissance avec les deux méthodes, les résultats provenant de la régression non-

linéaire bornent 1 h-1 (taux de croissance choisi pour les simulations) alors que les taux de 

croissances calculés classiquement par régression linéaire à partir de la phase exponentielle 

sont inférieurs à 1 h-1. Par ailleurs, la distribution des taux de croissance obtenue par bootstrap 

sur la Figure 6-6 montre que les taux de croissances estimés par ces deux méthodes sont 

significativement différents.  

Outre cette différence significative, d’après le 

Méthodes Nombre de 
points  

Min. 1st Qu. Median Mean 3rd Qu. Max n Nombre de  
NA 

100 0.88 0.99 1.02 1.02 1.06 1.18 100 0 
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Regression 
non-linéaire 

75 0.81 0.92 0.96 0.96 1.00 1.18 75 0 

50 0.86 1.01 1.06 1.06 1.10 1.29 50 0 

25 0.65 0.88 0.95 0.96 1.03 1.37 25 0 

10 0.75 0.90 0.95 0.96 1.02 1.31 10 0 

6 0.65 0.81 0.86 0.87 0.92 1.12 6 0 

Régression 
linéaire 

100 0.34 0.40 0.43 0.43 0.45 0.54 38 0 

75 0.28 0.40 0.47 0.47 0.51 0.84 28 0 

50 0.35 0.45 0.48 0.48 0.50 0.64 19 0 

25 0.24 0.40 0.46 0.46 0.51 0.90 10 0 

10 0.24 0.24 0.48 0.47 0.48 0.72 4 118 

6 0.16 0.16 0.32 0.32 0.32 0.49 3 123 
, il est à noter que pour la méthode par régression linéaire, pour les courbes avec 6 et 

10 points, plus de 100 simulations par courbe n’ont pu aboutir à une estimation du taux de 

croissance, en raison du très petit nombre de points dans la phase exponentielle.  

Enfin la Figure 6-6 et le  

Méthodes Nombre de 
points  

Min. 1st Qu. Median Mean 3rd Qu. Max n Nombre de  
NA 

Regression 
non-linéaire 

100 0.88 0.99 1.02 1.02 1.06 1.18 100 0 

75 0.81 0.92 0.96 0.96 1.00 1.18 75 0 

50 0.86 1.01 1.06 1.06 1.10 1.29 50 0 

25 0.65 0.88 0.95 0.96 1.03 1.37 25 0 

10 0.75 0.90 0.95 0.96 1.02 1.31 10 0 

6 0.65 0.81 0.86 0.87 0.92 1.12 6 0 

Régression 
linéaire 

100 0.34 0.40 0.43 0.43 0.45 0.54 38 0 

75 0.28 0.40 0.47 0.47 0.51 0.84 28 0 

50 0.35 0.45 0.48 0.48 0.50 0.64 19 0 

25 0.24 0.40 0.46 0.46 0.51 0.90 10 0 

10 0.24 0.24 0.48 0.47 0.48 0.72 4 118 

6 0.16 0.16 0.32 0.32 0.32 0.49 3 123 
 montrent une augmentation de la variabilité des taux de croissance estimée par 

méthodes linéaires pour les courbes contenant 25, 10 et 6 points de mesures. Cette 

augmentation de variabilité est moins nette avec l’utilisation d’un modèle logistique. 

UTIL ISATION DE L ’APPLICATION WEB SUR DES DONNEES ISSUES DE LA L ITTERATURE  

Pour continuer la validation d’application web et l’approche par régression non-linéaire 

en ajustant les données de croissance à un modèle logistique, j’ai comparé cette approche avec 

17 souches de bactérie, issues d’environnements très différents, provenant de la littérature et 
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résumé dans le Tableau 6-2. Ce travail a fait l’objet d’un stage effectué par Marthe Vienne que 

j’ai encadré lors de son stage L3. Ces 17 courbes de croissance ont été récoltées dans la 

littérature au moyen de GNU R et du package ‘digitizer’ (Tableau 6-2).  

Les 17 souches proviennent de culture mono-spécifique d’organismes issus de 

différents environnements : milieu marin, milieu marin profond, agro-alimentaire, mucus 

gastro-instestinal, sources hydrothermales. Les taux de croissance ont été calculés par 

régression non-linéaire en ajustant les données de croissance à un modèle logistique et par 

régression linéaire des points de la phase exponentielle linéarisée (différentes phases 

exponentielles ont été choisies de manière graphique). Ces taux de croissances ont été ensuite 

comparés aux taux de croissances calculés par les différents auteurs quand cela a été possible. 

Dans la majorité des articles, la méthode de détermination du taux de croissance n’a pas été 

décrite, donc j’ai supposé que cela avait été calculé de manière classique, soit par régression 

linéaire des points de la phase exponentielle après linéarisation.  

Le Tableau 6-2 montre que les taux de croissances estimés par méthode non-

linéaire sont en moyenne 1.6 fois supérieurs à ceux estimés par régression linéaire et encore 

différent de ceux estimés par les auteurs des différentes études. Pour 15 courbes sur 17 les 

taux de croissance estimés grâce au modèle logistique sont supérieurs à ceux calculés par la 

méthode classique et aux valeurs données de la littérature.
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Tableau 6-2  Estimation des paramètres de croissance de 17 souches microbiennes par régression non linéaire et régression linéaire. µmax est le taux maximal de croissance, 
sd est l’écart-type de chaque paramètre estimé, et K est la densité maximum de population.

        Paramètres via modèle non linéaire Paramètres via modèle 
linéaire 

  Littérature Références 

Souche Milieu Nbr point par 
courbe 

Pression 
(en bar) K sd µmax  sd K µmax sd µmax 

 

Isolate PE31 
Marin profond 

10 1 2,92x107 9,08x105 0.082 0,006 2,92x107 0.075 0,011 0.099 (Yayanos et al., 1982) 

Isolate PE31 
Marin profond 

7 139 5,51x107 1,72x106 0.117 0,015 5,90x107 0.082 0,016 0.136 (Yayanos et al., 1982) 

Isolate PE31 
Marin profond 

10 553 1,30x107 3,31x105 0.097 0,008 1,29x107 0.051 0,002 0.054 (Yayanos et al., 1982) 

Rhodobacterales bacterium 
PRT1 Marin profond 

17 800 1,07x106 1,82x104 0.03 0,002 1,12x106 0.021 0,001 0.019 (Eloe et al., 2011a) 

E. coli Terrestre 8 1,013 2,45x109 2,40x107 2.131 0,118 2,48x109 1.134 0,123 NA (Pal et al., 2007) 

V. alginolyticus NCMB 1803 
Marin surface 

10 1,013 5,90x1010 6,58x109 1.794 0,128 3,80x1010 3.273 0,016 3.485 (Ulitzur, 1974) 

Shewanella putrefaciens MR-1 Sédiments 
anoxiques 

8 1,013 6,76x102 3,74x101 0.161 0,022 6,78x102 0.427 0,059 NA (Moser and Nealson, 1996) 

Colwellia.sp MT41 
Marin profond 

11 690 2,70x107 1,02x106 0.046 0,006 2,76x107 0.028 0,001 0.028 (Yayanos et al., 1981) 

Colwellia.sp MT41 
Marin profond 

9 863 3,63x107 1,67x106 0.031 0,001 2,79x107 0.021 0,001 0.027 (Yayanos et al., 1981) 

Colwellia.sp MT41 
Marin profond 

12 1035 2,67x107 1,94x106 0.028 0,003 2,59x107 0.027 0,002 0.020 (Yayanos et al., 1981) 

Staphylococcus aureus 
Produits laitiers 

13 1,013 2,82x103 7,15x101 0.279 0,031 2,89x103 0.11 0,006 NA (Fujikawa and Morozumi, 2006) 

Vibrio cholerae 
Eau douce 

13 1,013 2,59x105 3,80x103 0.512 0,028 2,56x105 0.357 0,025 0.5 (Vital et al., 2007)  

Vibrio anguillarum Mucus 
gastrointestinal des 

saumons 

11 1,013 7,09x108 8,83x106 1.102 0,242 7,24x108 0.832 0,013 NA (Garcia et al., 1997) 

Strain 106 Source 
hydrothermale 

6 160 6,38x108 1,02x107 0.195 0,010 6,19x108 0.1 0,012 NA (Takai et al., 2009) 

Strain 108 Source 
hydrothermale 

6 360 2,01x109 1,61x107 0.216 0,005 1,98x109 0.144 0,015 NA (Takai et al., 2009) 

Pyrococcus abyssi sp. nov. Source 
hydrothermale 

7 200 8,32x107 6,79x106 1.266 0,038 7,85x107 0.888 0,066  0.87 (Erauso et al., 1993) 

Phosphobacterium 9320-SD 
Substrat cultivé 

8 1,013 9,74x109 4,08x108 0.051 0,007 9,43x109 0.014 0,002 NA (Chen et al., 2008) 
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Dans le cas de la souche de V. alginolyticus NCMB 1803, le taux de croissance calculé 

par la méthode classique est supérieur à celui calculé par le modèle logistique. Une des 

hypothèses pourrait être la répartition des points dans la courbe de croissance est insuffisante. 

En effet, en examinant la courbe, il s’avère que les auteurs ont arrêté la croissance avant la 

phase stationnaire. Or d’après modèle logistique, la phase stationnaire est paramètre de 

l’équation car cela permet de calculer la densité maximum de population (paramètre K). 

L’absence de phase stationnaire entraînerait la sous-estimation du taux croissance avec la 

méthode non-linéaire par rapport à l’estimation par la méthode classique (linéaire).   

Concernant Shewanella putrefaciens MR-1, il y a également une surestimation du taux 

de croissance avec le modèle logistique. La courbe de croissance possède seulement 8 points 

et il manque une partie de la phase stationnaire (Figure 6-7). Ce qui pourrait expliquer la sous-

estimation du taux de croissance avec le modèle logistique. Si nous nous reportons à la Figure 

6-6, l’estimation de taux de croissance par méthode classique entraîne une grande incertitude 

pour des courbes comportant moins de 25 points. 

 
Figure 6-7 Courbes de croissance Shewanella putrefaciens MR-1 issue de Duane and Moser (1996). A) Les 
données de biomasse sont représentées au cours du temps. La courbe noire représente la courbe théorique. 
Les courbes en tiret sont les 1er et 3ème quartile et les courbes en pointillés sont les intervalles de confiance à 
95%. B) Les données de biomasse sont transformées en log et représentées au cours du temps. Le droite rouge, 
verte et bleue sont des droites possibles pour calculer le taux de croissances. 

L’utilisation de méthode classique induit un choix subjectif des points se situant sur la 

phase exponentielle influençant ainsi l’estimation du taux de croissance. Dans l’exemple de la 

Figure 6-7B,  la droite rouge donne un taux de croissance de 0.43±0.06, la droite verte donne 

un taux de croissance 0.55±0.05 et la droite bleue donne un taux de croissance 0.38±0.06. Quel 
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est le bon ? Avec la méthode logistique, il n’y a pas de suggestivité liée éventuellement au 

manipulateur. 

 CONCLUSION  
La méthode d’estimation par régression non-linéaire utilise la totalité des observations 

pour les ajuster à la courbe théorique, mais à condition que les différentes phases de croissance 

soient bien mesurées, alors qu’avec la méthode linéaire seule une partie de observations sont 

utilisées. Les résultats sur les données issues de la littérature semblent confirmer les résultats 

obtenus à ceux obtenus à partir de données théoriques : i) le choix subjectif des points de la 

phase exponentielle entraine des différences entre les paramètres de la littérature et les 

paramètres estimés par régression linéaire, et une différence entre paramètres estimés par 

méthode non-linéaire et méthode linéaire ; ii) la méthode non-linéaire permet d’obtenir une 

estimation plus robuste des paramètres de croissance à condition d’avoir un jeu complet 

permettant de définir correctement la phase stationnaire de croissance. 
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8 LISTE DES FIGURES 
Figure 1-1Distribution des différentes fractions de DOC dans la colonne d’eau est définie en fonction 
de leur réactivité dans une région de l’océan Atlantique et des régions de la mer Méditerranée. A) 
Distribution verticale des stocks de RDOC, SRDOC, et SLDOC et estimation de la concentration de 
DOC pour chaque fraction dans des eaux oligotrophiques stratifiées du Nord-Ouest de la mer des 
Sargasse. B) dans les eaux sud de la mer Tyrrhénienne (Novembre 2006, Janvier 2009, Aout 2010) 
de la C) dans les eaux de la  mer Adriatique (Novembre 2006, Février 2008 et Juin 2008) période. 
SLDOC, semi-labile DOC; SRDOC, semi-refractory DOC; RDOC, refractory DOC (Hansell, 2013; 
Santinelli, 2015). 4 
Figure 1-2 Panel non exhaustif de photographies ou schémas résumant 60 ans d’évolution 
technologique pour échantillonner le milieu profond en maintenant les conditions de pression in situ. 
1) Photographie de l’autoclave hyperbare et pompe hydraulique manuelle utilisée par ZoBell et 
collaborateus pour étudier l’impact de la pression hydrostatique sur les microorganismes 
marins (ZoBell and Morita, 1959); B) Système de prélèvement conservant les conditions 
environnementales de pression (Jannasch and Wirsen, 1973) ; C) Schéma du système de prélèvement 
isobare développé par Tabor et collaborateurs déployé  à l’aide d’un treuil hydrologique (Tabor et al., 
1981) ; D) Photographie du High Pressure Serial Sampler développé par Bianchi et al. (1999);  E) 
HPSU monté sur un carrousel CTD Sea-Bird® durant la campagne PEACETIME décrit par Garel et al. 
(2019) dans le chapitre suivant, F) Schéma du Pressure Retaining Sampler et Lander développés par 
Peoples et al. (2019) pour étudier la diversité des microorganismes provenant des milieux très 
profond, tel que la fosse des Mariannes, dans les conditions in situ ; G) Photographie de l’Isobaric 
Gas-Tight (IGT) sampler développer par McNichol et al. (2016) pour échantillonner les fluides 
provenant de sources hydrothermales en conservant les conditions de pression hydrostatique et 
d’anoxie. 8 
Figure 1-3 Analyse de la diversité bêta (distance de Bray-Curtis) à l’aide du NMDS (« non metric 
multidimensional scaling ») issues des échantillons de la campagne MALASPINA.   La fraction de 
taille est codée avec le style de points (carrés, attachés et cercles, vivant en liberté) et les bassins 
océaniques profonds suivant des codes de couleur (voir légendes). Les nombres proches de chaque 
échantillon représentent le numéro de la station. A noter que les bactéries attachées aux particules 
ont été obtenus après filtration séquentielle d’après Salazar et al., (2016). 10 
Figure 1-4 Schéma conceptuel de la pompe biologique de carbone, modifié d’après Nayak and 
Twardowski (2020). Le carbone organique majoritairement produit en surface par le phytoplancton va 
subir par des processus biotique et abiotique des transformations qui vont entraîner son exportation, 
principalement sous forme particulaire (carbone organique particulaire, POC), fragmenté par l’activité 
des microorganismes attachés aux particules ou colonisant ces particules (« POM-DOM piezophilic 
microorganismes continuum (PDPMC)»,  Fang et al., 2015) puis séquestré dans  l’océan profond 
principalement par l’activité microbienne (MPC theory, « Microbial Carbon Pump, Jiao et al, 2010).
 15 
Figure 1-5 Infographie représentant de manière schématique les impacts du changement climatique 
sur les zones méso- et bathypélagique. L’augmentation de la température de surface augmente la 
stratification des eaux de surface, limitant les échanges avec les eaux sous-jacentes. Par conséquent, 
le CO2 s’accumulerait en surface provoquant l’acidification des eaux de surfaces. La matière 
organique produite en surface est principalement consommée par les communautés de surfaces ce 
qui diminue l’export vers les zones méso- et bathypélagique, donc diminuerait la séquestration du 
carbone. Enfin, le front thermique diminuerait la diffusion de l’oxygène vers les zones plus profondes 
modifiant la ventilation des eaux profondes (accroissement des zones à minimum d’oxygènes – OMZ). 
La ligne en pointillé représente la stratification des eaux. Illustration réalisée par Vincent Garel.
 20 
Figure 2-1 (A) Cross section of the Titanium TA6V 500mL High Pressure Bottle (HPBs). (B) Schematic 
drawing of the front and back views of the High-Pressure Sample Unit (HPSU). 1. Top end-cap devoted 
to oxygen measurement; 2. 1/8′′ (3.2mm O.D.) Inlet flowthrough; 3. Sapphire window; 4. Main core; 
5. PEEK floating-piston with lip seal; 6. Bottom end-cap. In the part, above floating-piston seawater 
sample is in contact with sapphire window (see details in the text). The part below the floating-piston 
contains sterile milliQ water which serve as hydraulic brakes when passing through the thin catheter 
into the exhaust tank (7); 8. Polypropylene main frame; 9. Push rod for attachment to a rosette system. 
When the (10) inlet-valve is opened by magnetically activated lanyard release, the seawater enters 
the hydraulic circuit through a 1/8′′ (3.2mm O.D.) stainless-steel tube (11), via one check valve (12), 
to fill in the HPB (13), the pressure accumulator (14), and the aero-hydraulic pressure sensor (15).
 30 
Figure 2-2(A) Photograph of four HPSUs mounted on a rosette system. In this example, four HPSUs 
are taking the place of 5 Niskin-bottles. (B) Plot of recorded data by pressure sensor during sampling. 
Dark-blue line is a sample from 3600 m-depth and dark-red is a sample from 3500 m-depth. Pressure 
sensor begins to record data when inlet valve of frame is open. Data is recorded during all the casts 
and stored in data logger. Recorded data are available on board to check quality of collected 
samples. 31 
Figure 2-3 Transfer in equi-pressure mode. After sampling HPBs dedicated to sample (HPB 1) are 
connected at bottom end-cap to piloted pressure generator (PMHP 600-600) and at top end-cap to 
HPB dedicated to activity measurement or culture experiments (HPB 2), previously pressurized at the 
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working pressure. In the example, the PMHP 600-600 and the HPB2 are preconditioned to 30 MPa, 
the same hydrostatic pressure of the 3000 m-depth sample of the HPB1. During the transfer, the PMHP 
600-600 prevents pressure loss by adding milliQ water at the working pressure into the lower part of 
HPB 1, the sample being isolated by the floating piston. The equivalent volume of the seawater sample 
enters HPB 2, which is managed by a handle valve at the bottom end-cap. Data is recorded during 
transfer in equi-pressure mode with a time-step of 10 s. The transfer takes about 2 minutes for a 
volume of 40 mL with an accuracy of less than 0.5 MPa. 34 
Figure 2-4 Timeline of the incubation experiment. Deep-sea samples were recovered at 3000 m-depth 
and incubated at in situ pressure conditions (HP) or after decompression at atmospheric pressure 
conditions (DEC). Samples were firstly incubated at in situ temperature over 7 days. Then, the second 
incubation was made by transferring, in equi-pressure mode for each condition, 50 mL of the first 
incubated sample into a new high-pressure bottle (HPB) containing 450 mL of 0.2 µm-filtrated and 
sterilized seawater, sampled at the same depth. The remaining 450 mL of the first-incubated HPBs 
were then quickly sampled and conditioned for sequencing analysis (T0 HP and T0 DEC). At the end 
of the 2nd incubation, a third incubation was made according to the same protocol. At the end of each 
incubation the remaining 450 mL was conditioned for sequencing analysis and named T1 HP/T1 DEC 
and T2 HP/ T2 DEC, respectively. Dissolved-oxygen concentration was used to determine the 
incubation time. Graph plots represent dissolved-oxygen concentration (expressed in percent of initial 
dissolved-oxygen concentration) against time (h). 36 
Figure 2-5 NMDS ordination plot (Bray–Curtis distance matrix) from incubation experiment performed 
with deep-seawater sample maintained at in situ condition (HP) and after decompression and 
incubated at atmospheric pressure (DEC). This graph shows two clusters: on one side the HP samples 
and on the other the DEC samples. Prefix D and R before the name for the sample is for DNA- or RNA-
based sequences, respectively. The NMDS stress is equal to 0.03. 41 
Figure 2-6 Bar plot of the ten most abundant families into the four main classes during incubation 
experiments of deep-seawater samples maintained at in situ pressure conditions (HP) and after 
decompression and incubated at atmospheric pressure conditions (DEC). 42 
Figure 2-7 Chronologie de l'expérience d'incubation. Des échantillons d'eau profonde ont été 
récupérés à 3000 m de profondeur et incubés à des conditions de pression in situ (HP) ou après 
décompression à des conditions de pression atmosphérique (DEC). Les échantillons ont d'abord été 
incubés à la température in situ pendant 7 jours. Ensuite, la seconde incubation a été réalisée en 
transférant, en mode équipression pour chaque condition, 50 mL du premier échantillon incubé dans 
une nouvelle bouteille haute pression (HPB) contenant 450 mL d'eau de mer filtrée à 0,2 µm et 
stérilisée, échantillonnée à la même profondeur. Les 450 mL restants des HPB incubées en premier 
ont ensuite été rapidement échantillonnés et conditionnés pour l'analyse de séquençage (T0 HP et 
T0 DEC). Les incubations suivantes ont été faites selon le même protocole. La concentration 
d'oxygène dissous a été utilisée pour déterminer le temps d'incubation. Les graphiques représentent 
la concentration d'oxygène dissous (exprimée en pourcentage de la concentration initiale d'oxygène 
dissous) en fonction du temps (h). 53 
Figure 2-8 Évolution de l’alpha-diversité au cours des différentes incubations mesurées à l’aide de 
l’indice de Simpson. Le préfixe D et R dans la légende graphique sont DNA et RNA, TI est pour 
l’échantillon initial prélevé à l’aide de la bouteille Niskin, HP sont pour les incubations maintenues 
dans les conditions in situ de pression hydrostatique et DEC sont pour les incubations décomprimées 
puis incubées à pression atmosphérique. 54 
Figure 2-9 Graphique d'ordination du NMDS (matrice de distance Bray-Curtis) d'une expérience 
d'incubation réalisée avec un échantillon d'eau profonde maintenu à l'état in situ (HP) et après 
décompression et incubé à la pression atmosphérique (DEC). Ce graphique montre deux grappes : 
d'un côté les échantillons HP et de l'autre les échantillons DEC. Les préfixes D et R avant le nom de 
l'échantillon correspondent à des séquences à base d'ADN ou d'ARN, respectivement. Le stress du 
NMDS est égal à 0,09.’ 56 
Figure 2-10 Diagramme à barres des quinze familles les plus abondantes dans les quatre classes 
principales pendant les expériences d'incubation d'échantillons d'eau profonde maintenus à des 
conditions de pression in situ (HP) et après décompression et incubés à des conditions de pression 
atmosphérique (DEC). 58 
Figure 2-11 Évolution des familles dominantes dans les incubations maintenues dans les conditions 
in situ de pression. 60 
Figure 3-1 Timeline of the HMW-DOC incubation experiment. Before use, high-pressure bottles (HPBs) 
were thoroughly cleaned as described in Garel et al. (2019). Two experiments were done during 
stratified (Strat.) and deep-water convection period (Conv.), see text for details. 72 
Figure 3-2 Changes in DOC concentrations (A, C), cell biomass concentrations (B, D) in µMC over 
time (in days) during stratified period (Strat.) and deep-water mass convection period (Conv.). Blue 
and black dots are observations respectively for HP and DEC incubations. Blue and black lines are 
predicted data by model and blue and grey variability bands are 95% confident intervals, respectively 
for HP and DEC incubations. 79 
Figure 3-3Bootstrapped (with 500 simulations) distribution of parameters estimated by Droop Model 
during stratified period (Strat.) and deep-water mass convection period (Conv.) conditions maintained 
under in situ high pressure conditions without decompression of the sample (HP) and decompressed 
plus incubated at atmospheric pressure conditions (DEC). A) Growth rate (µmax) for both conditions 
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in d-1; B) Degradation constant (k) in d-1; C) Minimum cell-quota (Qm) (a ratio between intracellular 
concentration of organic carbon and cellular biomass, dimensionless); and D) Concentration of 
recalcitrant (DOCrec) in µMC on the timescales of the incubations. The horizontal lines are respectively, 
third quartiles, median and first quartiles. The whiskers correspond to the 95% of the confidence 
interval. 81 
Figure 4-1 Schematic design of the sinking particles simulation (SINPAS) experiment. The objective 
of the present study was to investigate the effect of increasing hydrostatic pressure on the 
degradation of Emiliania huxleyi aggregates by NE Atlantic natural free-living prokaryotic 
assemblages collected at 105 m depth (PAP site). Using the particles sinking simulator system (PASS 
described in Tamburini et al., (2009b)), incubations were performed in duplicates for over 6 days 
under constant atmospheric pressure (ATM) or controlled increasing pressure conditions (HP) 
simulating a sinking rate of 150 m d−1. Both ATM and HP conditions were submitted to a decrease in 
temperature mimicking profiles measured in situ by CTD (see plot temperature and pressure versus 
time). Global O2 consumption was real-time monitored inside the high-pressure bottles using planar 
optodes via a sapphire window in both ATM and HP conditions. Three data sets were therefore 
obtained: initial time (T0), and after 6 days of incubation T6-HP and T6-ATM. The differences between 
T0 and T6-HP were due to the fate of E. huxleyi aggregates, the decrease in temperature, and the 
increase in hydrostatic pressure, those between T0 and T6-ATM were due to the fate of E. huxleyi 
aggregates and the decrease in temperature, and those between T6-HP and T6-ATM were due only 
to the increase in hydrostatic pressure. 97 
Figure 4-2 (A) Ratio of total carbohydrates (TCHO-C) versus total organic carbon (TOC) (left axis) and 
between particulate calcium and suspended matter (PCa/Susp.) expressed in nmol mg−1 (right axis) 
initially (T0) and after 6 days of incubation under increasing pressure (T6-HP) or atmospheric pressure 
(T6-ATM) conditions. Error bars display the standard deviation of the duplicates in both incubation 
conditions. (B) Prokaryotic abundance initially (T0) and after 6 days of incubation at HP and ATM 
conditions. LNA (light gray) are cells with low nucleic acid content, HNA (dark gray) are cells with 
high nucleic acid content. Total cells correspond to the sum of LNA and HNA cells. Error bars display 
the standard deviation of the duplicates in both incubation conditions. (C) Real-time measurements 
of the total O2 consumption under conditions of increasing pressure (HP, red line) and atmospheric 
conditions (ATM, blue line). Black lines correspond to the linear regression used to calculate oxygen 
consumption rates; HP: −0.13 ± 0.0005 µM O2 L−1 h−1, R2 = 0.90; ATM: −0.19 ± 0.0005 µM O2 L−1 h−1, 
R2 = 0.96. 103 
Figure 4-3 Relative abundance (%) of the most actively transcribed prokaryotes (>0.01% in average) 
initially (T0) and after 6 days of incubation under increasing pressure (T6-HP) and atmospheric 
pressure (T6-ATM) conditions. 110 
Figure 4-4 Heatmap visualizing the Z-score distribution from the relative abundance of the dominant 
families (>0.5% in average) initially (T0) and after 6 days of incubation under increasing pressure (T6-
HP) and atmospheric pressure (T6 ATM) conditions. Z-score is the number of standard deviations 
separating a raw score from the mean. For each sample, we calculated how far from the mean (of a 
family relative abundance considering all samples) is the family abundance score of the sample. A 
positive Z-score indicates the raw score is higher than the mean (red color), and a negative Z-score 
reveals the raw score is below the mean (blue color). The higher the Z-score, the more 
overrepresented the family is for the sample compared to the mean. The dendrogram clusters were 
calculated with the UPGMA method (unweighted pair group method with arithmetic mean) according 
to the Bray–Curtis similarity index. The boxplots in the right panel show the distribution of family 
relative abundances (in %) for all samples. 111 
Figure 4-5 Principal Component Analysis (PCA) biplot of samples and the most contributing taxonomic 
families (based on fviz_contrib function of factoextra). Samples are indicated as yellow circles (ATM), 
green triangles (HP) or blue squares (T0) whereas taxonomic families are indicated as red vectors. 
The magnitude of red vectors indicates the strength of their contributions to each PCA axis. Vectors 
pointing in similar directions indicate positively correlated variables, vectors pointing in opposite 
directions indicate negatively correlated variables. The environmental variables were fitted as blue 
vectors (dashed lines) onto PCA using envfit function by calculating multiple regression with R2 
scores and p-values (top right of the Figure). 113 
Figure 5-1 A) Schéma conceptuel d’une puce microfluidique pour étudier la production de 
biocarburant. Cette puce divisée en trois compartiments (une chambre de culture, une chambre 
d’incubation avec le marqueur fluorescent et la chambre d’incubation) reliées par de canaux. B) 
Photographie de la puce microfluidique rapportée à une pièce de monnaies mettant en exergue la 
miniaturisation du système réactionnel. D’après Kim et al. (2016). 123 
Figure 5-2 Réseau de réacteurs microfluidiques programmables tirée de l’article de Leung et al. 
(2012). Les légendes des schéma A, B, C, D, E, F sont une traduction de la légende originale. (A) 
Schéma du dispositif montrant la structure d'une buse d'élution conçue pour s'interfacer avec des 
tubes microfuges standards pendant l'élution des chambres. (B) Réseau adressable de 95 chambres 
de stockage organisées en 19 rangées et 5 colonnes. Les couches de contrôle sont indiquées en 
rouge. L'actionnement du multiplexeur de rangées et des vannes de colonnes crée un chemin 
fluidique unique (flèche verte) s'écoulant des ports de haute et de basse pression. (C) Géométrie de 
l'élément de stockage pour l'immobilisation et la coalescence des gouttelettes contrôlées par le flux. 
(1) Pendant le transport vers un élément de stockage adressé, un mince film d'huile lubrifiant 
empêche le mouillage des parois des canaux. (2) Les canaux latéraux créent une dérivation pour 
l'huile (flèches vertes), réduisant la vitesse des gouttelettes. (3i) En dessous de la vitesse 
d'écoulement critique, la gouttelette entre dans la chambre et se positionne à l'extrémité de la 
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chambre cylindrique. (3ii) Au-dessus de la vitesse d'écoulement critique, la gouttelette ne se 
positionnent pas à l'entrée mais se déplace dans la chambre et s'immobilise au plafond de la 
chambre. (D) Micrographie d'une gouttelette d'eau stockée de 2,7 nL. (E) Module de triage des 
cellules. (1) Une suspension monocellulaire est pompée dans le canal de triage. (2) La cellule est 
encapsulée dans une gouttelette pour être transportée vers l'arrière de la chambre. (F) Module de 
dosage des réactifs. G Photographie d’une buse d’élution montée sur un bras articulé 3 axes. 124 
Figure 6-1 Jeux de données utilisées pour comparer l’estimation du taux de croissance par régression 
linéaire utilisée dans l’application logistic_microbio et par régression linéaire après transformation de 
y en log, utilisée classiquement en microbiologie. 134 
Figure 6-2 Accueil de l’application. Sur cet onglet, l’utilisateur télécharge son jeu de données, en en 
indiquant s’il y a une légende, le type de séparateur (virgule, point-virgule, tabulation), le type de 
décimal (virgule ou point), donne le titre de chaque axe. 136 
Figure 6-3 Onglet « Uploaded data » : représentation des données sous forme de tableau. Ici les 
données sont des valeurs de densités optiques (DO à 600nm) en triplicata (TE_0.1_A à C) en fonction 
du temps. 136 
Figure 6-4 Onglet « Plot » : représentation graphique des données sous forme d’un nuage de point. 
La courbe noire représente le modèle, les courbes en pointillé bleues représentent l’enveloppe 1er et 
3èmequartile, et les courbes en points bleues représentent l’enveloppe de l’intervalle de confiance à 
95 %. 137 
Figure 6-5 Représentation en contour-plot 2D de la minimisation de la somme résiduelles des carrés. 
Le point vert représente les coordonnées des paramètres estimés (µmax et K) 137 
Figure 6-6 Distribution de l’estimation de µmax pour les 1000 simulations pour chaque courbe. La barre 
noire représente la valeur médiane. Les box plots gris représentent la distribution des µmax estimés 
par régression non-linéaire et les box plots blancs représentent µmax estimés par régression linéaire 
dans la phase exponentielle après linéarisation des données. 139 
Figure 6-7 Courbes de croissance Shewanella putrefaciens MR-1 issue de Duane and Moser (1996). 
A) Les données de biomasse sont représentées au cours du temps. La courbe noire représente la 
courbe théorique. Les courbes en tiret sont les 1er et 3ème quartile et les courbes en pointillés sont les 
intervalles de confiance à 95%. B) Les données de biomasse sont transformées en log et représentées 
au cours du temps. Le droite rouge, verte et bleue sont des droites possibles pour calculer le taux 
de croissances. 142 
 
Supplementary Figure 2-1 Top end cap with optic measurement. 1) Optic fiber, 2) Temperature 

sensor (pt100), 3) Inlet/outlet 1/8” diameter (3.2 mm O.D.), 4) O’ring, 5) Planar optode (diameter 
5mm), 6) Sapphire window, 7) Titanium screw. 46 

Supplementary Figure 2-2 Schematic drawing of sampling valve fitted on HPSU. 1. Nylon wire; 2. 
Stainless steel trigger; 3. Stainless steel frame for valve; 4. Modified swagelock valve (réf : SS-
84PS4 ); 5. Modified handle to link trigger at spring; 6. sample inlet, 7. spring. In this view 
sampling valve is set in close position before sampling (A). At the sampling depth nylon wire is 
disconnected to carrousel trigger, modified Swagelock® valve move to opening position 
performing a quarter of a rotation by power of the extended spring (B). 47 

Supplementary Figure 2-3 Photograph showing different point of view of MIO-HPLab. This mobile 
laboratory has been constructed in a 20 feet container. It is composed of two piloted pressure 
generators, four temperature regulated water baths with two temperature coolers dedicated for 
HPSU and PASS experiments (Tamburini et al., 2009), and a reinforced Peltier-cooled incubator 
Memmert IPP 750 oven for HPBs incubation. The mobile laboratory (MIO-HPLab) is also 
certified to use radiolabeled during oceanographic cruises. 48 

 

Supplementary Figure 2-4 An animated diagram showing a transfer in equi-pressure mode between 
two HPBs. HPB1 is the high-pressure bottle containing the 3000 m-depth sample maintained 
under in situ pressure conditions. HPB2 is the high-pressure bottle containing radiolabeled 
compounds, such as, 3H-Leucine to measure prokaryotic heterotrophic production. Forty 
milliliters of 3000 m-depth seawater sample from HPB1 are transferred into HPB2 containing 
10nM of aqueous 3H-Leucine. This process is performed, securely, in replicate inside the 
mobile MIO-HPLab. 49 

Supplementary Figure 2-5 RNA:DNA ratios from RNA-based and DNA-based relative log transformed 
abundance of OTU. This ratio enables us to estimate a proportion of active prokaryote for each 
sample. The black line is 1:1 bar. OTU are distributed around the line which indicates that the 
microbial communities identified in the sample are also active. 50 

Supplementary Figure 2-6 Animated schematic drawing in transparency of the front and back views 
of the High-Pressure Sample Unit (HPSU). A) During the descent of the CTD-carousel. The inlet 



 

 185 

valve is in close position; B) During the sampling at the chosen depth after firing the CTD-
Carousel and the inlet valve is in open position. The numbers are the same than in figure 1: 7. 
exhaust tank; 8. Polypropylene main frame; 9.  Push rod for attachment to a rosette system. 
When the (10) inlet valve is opened by magnetically activated lanyard release, the seawater 
enters the hydraulic circuit through a 1/8” (3.2 mm O.D.) stainless-steel tube (11), via one check 
valve (12), to fill in the HPB (13), the pressure accumulator (14) and the aero-hydraulic pressure 
sensor (15). 51 
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