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scenario (n= 12). Stars indicate whether the Wilcoxon test result is significant or not 

Figure 7: P-I curves obtained by fitting relative gross oxygen production according to 

the light intensity (n=6), during the four scenarios, by the model of Eilers and Peeters [40] 

Figure 8: A: Mean value of α ± s.d. calculated on GOP P-I curves according to the 

scenario (n=6). B: Mean value of Pmax ± s.d. calculated on GOP P-I curves according to the 

scenario (n= 6). Stars indicate whether the Wilcoxon test result is significant or not 

Figure 9: Average depth of oxygen concentration maximum ± s.d. (n=6) measured 

on oxygen profiles obtained during the four scenarios 

 

 



 

 

Chapitre 4 

Figure 1: Mapping of the Canche estuary and salinity gradient during high tide (±1 

hour around high tide). Each point corresponds to the bottom water (< 1m above the 

sediment surface) sampling site. HL-S/B/F and LL-S/B/F are the study stations selected for 

primary production measurements and their associated salinity.  

Figure 2: Average porosity (n=4) measured in the first 0.5cm at each study station 

(LL : low bathymetric stations and HL : high bathymetric stations) before the spring bloom 

(Before) and after the spring bloom (After) the spring bloom. Letters represent the result 

of the Kruskal-Wallis test (two different letters meaning a significant different with an 

uncertainty of 5%). 

Figure 3: Average Chlorophyll a biomass (n=4) measured in the first 0.5cm of the 

sediment at each study station (LL : low bathymetric stations and HL : high bathymetric 

stations) before the spring bloom (Before) and after the spring bloom (After). Letters 

represent the result of the Kruskal-Wallis test (two different letters meaning a significant 

different with an uncertainty of 5%). 

Figure 4: Mean Halimione portulacoides thickness (n=10) measured at each study 

station (LL : low bathymetric stations and HL : high bathymetric stations) before the spring 

bloom (Before) and after the spring bloom (After). Letters represent the result of the 

Wilcoxon test (two different letters meaning a significant different with an uncertainty of 

5%). 

Figure 5: P-I curves obtained by fitting relative gross oxygen production according 

to the light intensity (n=6) for each station before and after the spring bloom (Model fitting: 

Eilers and Peeters (1988)).  

Figure 6: A: Mean value of the initial slope of the non-saturated photosynthetic rate 

(α) ± s.d. and B: Mean value of Pmax ± s.d. calculated on GOP P-I curves before and after 

the spring bloom according to the station (n=6). Letters represent the result of the Wilcoxon 

test (two different letters meaning a significant different with an uncertainty of 5%). 

Figure 7: Example of the evolution of oxygen vertical profiles and instantaneous 

fluorescence (Ft) under an increasing light intensity (Case of LL-B before the spring bloom). 

A : Light intensity for which Ft break in slope is observed. B: Depth of the Oxygen 

Concentration Maximum (DOCM). C: Light intensity for which DOCM is observed. 

Figure 8: A: Mean value ± s.d. of the light intensity for which the maximum oxygen 

concentration depth has been observed before and after the spring bloom (n=6). B: Mean 

value ± s.d. of the light intensity for which the Ft slope break has been observed before and 



 

after the spring bloom. (n=6). Letters represent the result of the Wilcoxon test (two 

different letters meaning a significant different with an uncertainty of 5%). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Chapitre 5 

 

Figure 1 : Pourcentage moyen de perte en eau durant 10h d’exposition d’un 

sédiment vaseux dont la porosité moyenne est de 0,83 ± 0,04 (n=9). La perte en eau a été 

calculée sur la différence de contenu en eau à partir de trois réplicats prélevés au début et 

à la fin de l’exposition du sédiment à l’air dont l’hygrométrie a été fixée.  

 

Figure 2 : Courbes P-E obtenues pour l’étude d’une vasière intertidale de l’estuaire 

de la Canche en ajustant la production brute relative d'oxygène en fonction de l’intensité 

lumineuse en laboratoire (rouge) (n=6) et in situ (Ajustement du modèle : Eilers et Peeters 

(1988)). 

 

Figure 3 : Cartographie de la bathymétrie de l’estuaire de la Canche dont les zones 

de prés-salés (vert clair) et de vasières (vert foncé) ont été mises en évidence. Données 

bathymétrique issue de mesure LIDAR en 2018. 

 

Figure 4 : Courbes P-E obtenues en laboratoire sous lumière croissante (courbe 

noire) et décroissante (courbe grise) pour une carotte de sédiment prélevée sur une vasière 

intertidale de l’estuaire de la Canche en ajustant la production brute relative d'oxygène en 

fonction de l’intensité lumineuse (n=6) (Ajustement du modèle : Eilers et Peeters (1988). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



 

 

Liste des abréviations 
 

ΦPSII   Rendement quantique effectif du photosystème II 

ρsed   Densité des particules sèches 

ρw   Densité de l'eau de mer 

α  Coefficient d'efficacité photosynthétique 

ADP  Adénosine Diphosphate 

ATP  Adénosine triphosphate 

Chl a   Chlorophyll a 

Courbe P-E Courbe Photosynthèse-Eclairement (P-I en anglais pour Photosynthesis-

Irradiance) 

Ddx  Diadinoxanthine 

DdxD  Diadinoxanthine déépoxidase 

Dt  Diatoxanthine 

Ddx  Diatoxanthine déépoxidase 

DOCM  Profondeur de la concentration maximale d'oxygène 

EPS  Exopolysaccharides 

F0  Fluorescence minimale 

Fm  Niveau de fluorescence maximal atteint avec une seule impulsion lumineuse 

saturante 

Ft  Niveau de fluorescence instantanée sous lumière ambiante 

Fv/Fm  Rendement quantique optimal de la photochimie du photosystème II 

GOP  Production brute d'oxygène 

Ik  Intensité lumineuse optimale pour la production primaire 

NDVI  Indice de végétation normalisé 

NOP   Production nette d'oxygène 

NPQ   Quenching non photochimique 

PAM  Modulation d'amplitude par impulsions 

PPFD  Densité du flux de photons 

Pmax  Maximum de la production primaire 

PSI  Photosystème I 

PSII  Photosystème II 

rETR  Taux relatif de transport d'électrons 

ROS  Espèces réactives de l’oxygène 

Wsed   Masse du sédiment 

Ww   Masse de l'eau 

y  Taux de photosynthèse
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1. Contexte écologique de l’étude 

1.1. Caractéristiques et importance écologique des estuaires 

 

La zone côtière, couvrant environ 7 % de la surface de l'océan mondial, soit 26 millions 

de km² (Gattuso et al., 1998), est caractérisée par sa position à l’interface entre la terre et 

la zone côtière ainsi que par des eaux peu profondes (Middelbrug et al., 1997). Les 

écosystèmes côtiers sont parmi ceux qui sont les plus productifs au monde (Alongi, 1998 ; 

Underwood et Kromkamp, 1999 ; Cloern et al., 2014) puisqu’ils contribuent jusqu'à 50 % de 

la minéralisation de la matière organique mondiale au travers des échanges dynamiques de 

nombreux éléments chimiques et particulaires (Middelburg et al., 1997).  

Cette interface entre terre et mer abrite des écosystèmes caractéristiques tels que les 

estuaires, qui ne représentent que 4 % de la marge côtière globale. Les estuaires jouent 

pourtant un rôle essentiel en tant qu'interfaces entre les compartiments terrestre, 

océanique et atmosphérique, facilitant le transfert de nombreux éléments dissous et 

particulaires, contribuant ainsi à de nombreux cycles biogéochimiques (Bianchi, 2007 ; 

Regnier et al., 2013). Les échanges sont favorisés dans les eaux peu profondes, qui 

permettent une interaction plus intense entre les domaines pélagique (eau libre) et 

benthique (fond marin) par rapport au reste des océans conduisant à un fort couplage 

bentho-pélagique permettant des échanges physico-chimiques accrus entre les sédiments 

et la colonne d'eau (Graf, 1992 ; Griffiths et al., 2017). Ainsi, les zones géographiques 

relativement restreintes que constituent les estuaires sont caractérisées par une 

minéralisation et des échanges de composés dissouts et gazeux intenses (McClain et al., 

2003). 
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L'importance des estuaires en tant que contributeurs majeurs aux cycles 

biogéochimiques ne se limite pas seulement à leur rôle dans la minéralisation de la matière 

organique. Ils participent également activement au pompage du CO2 atmosphérique, 

autrement appelé carbone bleu, grâce à la production primaire et à la séquestration à long 

terme du carbone par les organismes autotrophes estuariens dans les sédiments par 

l'enfouissement de la matière organique (Chmura et al., 2003), notamment dans la zone du 

pré-salé et des vasières. Parmi ces organismes autotrophes se trouve la végétation 

vascularisée mais également des macroalgues ainsi que des microalgues benthiques : le 

microphytobenthos (Flindt et al., 1999). 

Les estuaires jouent également un rôle essentiel pour la biodiversité. En raison de la 

grande quantité de nourriture disponible, ils servent de zones de nurserie et de zones 

d’alimentation pour de nombreuses espèces de poissons (Headrich, 1983 ; Potter et al., 

1990 ; Ray, 2005), d'invertébrés benthiques (Gray, 1997 ; Herman et al., 1999) et d'oiseaux 

(Hill et al., 1993 ; Moreira, 1993 ; Erwin, 1996). Selon une étude menée par Selleslagh et 

Amara (2008), 28 espèces dont 20 familles différentes peuvent être trouver dans l’estuaire 

de la Canche (France). De plus, selon une étude menée par Seitz et al. (2013), environ 40 % 

des espèces de poissons d'intérêt économique effectuent des migrations ou passent une 

partie de leur cycle de vie dans les estuaires ce qui souligne l’importance de ces écosystèmes 

pour la biodiversité.  

1.2. Menaces actuelles 
 

Depuis plusieurs siècles, les estuaires sont des lieux d'intérêt pour l'humanité, où se 

concentrent des activités comme le commerce, la pêche ou encore le tourisme (Booi et al., 

2022). Ainsi, leur importance économique en tant que fournisseurs de divers services 
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écosystémiques tel que la provision de poissons, le transport maritime, la protection contre 

les inondations et les tempêtes ou encore la production primaire est indéniable (Edgar et 

al., 2000 ; Beaumont et al., 2007 ; Boerema et Meire, 2016).  

Les estuaires sont aujourd'hui menacés par le développement économique ainsi que par 

les pressions naturelles et anthropiques qui perturbent leur équilibre. Le réchauffement des 

eaux (Bernardino et al., 2015 ; Llarri et al., 2022), l'élévation du niveau de la mer (Leuven et 

al., 2019), l'acidification de l'océan (Mitra et Zaman, 2016 ; Scanes et al., 2020) et l'érosion 

côtière (Roy et al., 2021 ; Cao et al., 2022) sont autant de menaces qui pèsent sur ces 

écosystèmes, en plus des pressions directes tels que l'exploitation côtière, la pollution, 

l'érosion, le transport maritime et le dragage (Tian et al., 2017 ; Kennish, 2022). 

Par ailleurs, sous l’influence croissante de l’activité anthropique, le réchauffement 

climatique, causé par l'augmentation des gaz à effet de serre dans l'atmosphère, constitue 

un problème majeur pour les écosystèmes estuariens (Cloern et al., 2016 ; Lauchlan et 

Nagelkerken, 2019 ; Herbold et al., 2022) et pour sa biodiversité. Parmi celle-ci se trouve un 

groupe d’organismes à la base du réseau trophique qui n’échappe pas à ces pressions : le 

microphytobenthos.  

Afin de protéger ces écosystèmes, au travers de mesures telles que la gestion des 

ressources en eau, la prévention de la pollution, la planification de l’urbanisme ou encore 

l’éducation et la sensibilisation, la "loi sur l'eau" a été adoptée en 1992. Elle vise à préserver 

les écosystèmes aquatiques ainsi que les zones humides, qu'ils soient exploités ou non afin 

de concilier les besoins en eau de l'agriculture, de la pêche et de l'aquaculture avec la 

préservation de l’environnement. Par la suite, la Convention de Ramsar en 1999, qui est un 

traité international pour la conservation et l'utilisation durable des zones humides, a permis 
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de reconnaitre les fonctions écologiques, économiques, culturelles, scientifiques et 

récréatives des zones humides, y compris les estuaires, et les désigne comme des sites 

d'importance internationale. Cette convention vise à enrayer leur dégradation ou 

disparition et à favoriser la coopération internationale pour le développement durable. 

2. L’estuaire de la Canche  
 

Notre étude s’est focalisée sur l’estuaire de la Canche, qui se situe en Manche Orientale 

et plus précisément sur la côte d’Opale. La Manche est une mer épicontinentale avec une 

profondeur moyenne relativement faible de 54m qui se réduit nettement dans la partie 

orientale de celle-ci (Kossina, 1921 ; Idier et al., 2012) (Figure 1).  

 

Figure 1 : Cartographie de la bathymétrie de la Manche Orientale, modifiée à partir de Idier 

et al. (2012). 

 

Cette mer est soumise à un régime de marée macrotidal et à des marées semi-

diurnes dont le marnage est d’environ 9m durant les marées de vives-eaux. Le courant de 

marée y est la force hydrodynamique dominante. En surface, les vents de sud-ouest à ouest 

sont à l’origine de courants marins qui sont considérés comme étant une force 
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hydrodynamique secondaire (Héquette et al., 2008 ; Idier et al., 2012).  Cela se traduit par 

une houle prédominante venant du Sud-Ouest, affichant en moyenne sur l’année une 

période de 5,4 secondes et une hauteur qui atteint rarement plus de 2 mètres près de la 

côte, sauf en cas de tempêtes, comme l'ont noté Héquette et al. (2008). 

La combinaison de la dérive littorale du Sud-Ouest au Nord-Est, de l'étroitesse de la 

Manche au niveau du détroit du Pas-de-Calais, et de la dominance des vents, entraîne la 

création de forts courants océaniques de surface dirigés du Sud-Ouest au Nord-Est. 

L'estuaire de la Canche (N 50°33'-E 1°35'), qui mesure 8 km² de superficie, est situé 

entre les communes d'Etaples-sur-Mer (au nord) et du Touquet (au sud) le long des côtes 

de la Manche Orientale (Figure 2). Il se caractérise par une forme étroite et allongée avec 

une orientation sud-est/nord-ouest.  

La Canche prend sa source sur le plateau d'Artois, près de la commune de Gouy-en-

Ternois, et se jette dans la plaine maritime picarde après un parcours fluvial de 85 km. Le 

bassin versant de la Canche, qui mesure 894 km², est principalement occupé (87%) par des 

terres agricoles, et dans une moindre mesure, par des forêts (8%), des zones artificielles 

(5%), et des zones humides (1%) (source : Annuaire des Statistiques agricoles, 2017). 

Cet estuaire, avec ceux de l'Authie et de la Somme, fait partie des estuaires dits 

"picards" car leur embouchure est caractérisée par un cordon dunaire issu d’une 

accumulation de sédiments grossiers sous forme de « langue » communément appelé 

poulier (Figure 2). Cette zone sablonneuse s'étend du sud au nord, principalement en raison 

de l'action de la dérive littorale. Elle est associée à une zone d'érosion sur la rive opposée : 

le musoir, et à la présence d'une zone d'accrétion en amont dans l'estuaire nommé le 
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contre-poulier. Ces deux phénomènes antagonistes d’érosion et d’accrétion provoquent un 

déplacement graduel de l'embouchure de l’estuaire vers le nord. Les estuaires picards, tout 

comme la Manche Orientale font l'objet de variations de l’amplitude de marées induisant 

de puissants courants (Anthony et Dobroniak, 2000 ; Dobroniak, 2005). L’estuaire de la 

Canche est également caractérisé par un hydrodynamisme fort dont le débit moyen du 

fleuve avoisine les 10 m3.s-1 avec des amplitudes allant de 5,6 durant les périodes d’étiage 

et de 18 m3.s-1 durant les périodes de crues (données de l’Agence de l’Eau Artois-Picardie). 

Figure 2 : Représentation des zones d’accrétion (hachuré en bleu) et d’érosion (hachuré en 

rouge) caractéristique d’un estuaire ‘picard’ dans l’estuaire de la Canche. 

 

3. Une diversité de paysages 

3.1. Gradient perpendiculaire à l’estuaire : relation entre bathymétrie et 

hydrodynamisme 
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L'estuaire de la Canche présente une diversité dans son paysage, résultant de 

l'interaction complexe entre les facteurs géomorphologiques et hydrologiques. Les 

estuaires, du fait de leur situation géographique entre influence marine et d’eau douce, 

sont soumis à l'influence de divers apports sédimentaires (Voltz et al., 2021). Les particules 

transportées par ces forces hydrodynamiques modifient le paysage estuarien de marées en 

marées mais également au fil d’évènements plus ponctuels comme lors de tempêtes. Ainsi, 

le paysage de l'estuaire va être façonné continuellement le long d'un gradient de faciès 

sédimentaires aux propriétés biologiques variables selon l’influence de la masse d’eau. 

Le long d’un transect perpendiculaire à l’estuaire, ces différents biofaciès telles que 

les vasières, les bancs de sable et les prés salés, présents le long des rives du fleuve, créent 

des habitats uniques pour une multitude d'organismes animaux et végétaux, marins et 

terrestres. Les vasières, composées de sédiments nus, riches en nutriments et en matière 

organique, abritent une grande diversité de bactéries, de microalgues, de crustacés et de 

vers (Beninger, 2018). Elles sont principalement composées de sédiments fins (<63µm), 

avec une proportion élevée d'argile granulométrique et de silt (Voltz et al., 2021) et sont 

caractérisées par la présence d’un biofilm microphytobenthique plus ou moins développé 

selon la saison (Adams et Bate, 1999). Les prés salés présentent les mêmes propriétés 

sédimentaires à la différence près que contrairement aux vasières, les sédiments sont 

couverts de végétation vascularisée (Pittman, 2017) avec pour principales espèces 

Halimione portulacoides (Obione ou faux pourpier) qui est l’espèce dominante, Spartina 

maritima et Spartina anglica ou encore Salicornia spp (Francescangeli et al., 2017 ; Voltz et 

al., 2021). Les bancs de sables sont quant à eux des zones où la composition sédimentaire 
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est principalement sableuse avec une granulométrie plus grossière (>63µm) que sur les 

prés-salés ou les vasières (>63µm).   

Ces différents biofaciès résultent de l’intensité des forçages hydrodynamiques 

variable sur les différentes hauteurs bathymétriques de l’estuaire (Marion et al., 2009) 

(Figure 3). Selon le phénomène de dépôt, une particule en suspension va se déposer à partir 

du moment où la turbulence au sein de la colonne d’eau sera assez faible pour que la vitesse 

de chute de la particule permette son transport vertical jusqu’à la surface du substrat 

(Manning et Dyer 2002).  Cela signifie donc que les vasières et les prés-salés sont des zones 

à faible turbulence lorsque celles-ci sont immergées contrairement aux zones sableuses.  

 

 

Figure 3 : Profil longitudinal des différents biofaciès en fonction de la bathymétrie et du 

niveau tidal (PMVGE : Pleine mer de grandes vives eaux. PMVE : Pleine mer de vive eau ; 

PMME : Pleine mer de morte eau ; NM : Niveau moyen de la mer). Adapté de Marion et al. 

(2009). 

 

3.2. Un gradient amont-aval : les principaux gradients physico-chimiques 
 

Au-delà du gradient perpendiculaire à l’estuaire, le gradient amont-aval est 

également un paramètre qui influence grandement le paysage estuarien de la Canche.  En 
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effet, lors de la marée montante, la convergence des flux d'eau douce issus du fleuve et des 

eaux marines dans les écosystèmes estuariens engendre une structure hydrologique d'une 

complexité et d'une dynamique exceptionnelles (McLusky, 1993), à l’origine de multiples 

gradients abiotiques en constante évolution, tant spatialement que temporellement (à 

l’échelle de la marée ou de la saison) (Day et al., 1981 ; McLusky et Elliott, 2006). Les 

systèmes estuariens, selon McLusky (1993), se caractérisent principalement par la diversité 

spatiale des gradients de salinité et de turbidité ainsi que par des fluctuations temporelles 

du gradient de température. En plus de ces gradients prévalents, d'autres gradients tels que 

les concentrations de nutriments (Daggers et al., 2020), de gaz dissous ou de polluants 

(Oksiyuk et Davydov, 2006 ; Green et al., 2016) vont également influencer la biomasse 

microphytobenthique. Ainsi, il est possible d’observer des interactions en synergie de tous 

ces paramètres qui rendent d’autant plus complexe la compréhension du système 

estuarien. Néanmoins, selon Nicolas (2010), des schémas généraux sont observables 

suivant les 3 principales variables mises en évidences par Mclusky (1993).  

➢ La salinité  

A la confluence des eaux douces et marines, l'environnement estuarien présente un 

fort gradient de salinité dans le sens longitudinal subdivisant en trois secteurs l’estuaire, de 

l'embouchure vers l'amont (McLusky et Eliott, 2006) ; l’estuaire fluvial où la salinité est 

inférieure à 5 ; l’estuaire moyen où la salinité est comprise entre 5 et 18 ; et l’estuaire marin 

où la salinité est supérieure à 18.  

Selon le contexte hydrodynamique, il existe une classification des estuaires selon 

leur degré de mélange permet de catégoriser ces écosystèmes en trois types principaux : 

les estuaires à coin salé, partiellement mélangés et bien mélangés. Les estuaires à coin salé 
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sont caractérisés par une stratification nette entre les eaux douces en surface et les eaux 

salées plus denses au fond, avec une faible interaction entre les deux sous l’influence d’un 

fort débit fluvial. Les estuaires partiellement mélangés présentent une certaine 

stratification, mais avec une zone de transition où les eaux douces et salées se mélangent 

partiellement sous l’influence de courants de marée plus forts que le débit du fleuve. En 

revanche, les estuaires bien mélangés comme l’estuaire de la Canche, affichent une 

homogénéisation presque complète des eaux douces et salées, résultant en un mélange 

plus uniforme sur toute la colonne d'eau sous l’influence de marnages macro et mégatidaux 

(McLusky et Eliott, 2006). 

➢ La turbidité 

Les rivières sont les principales sources d'apport de sédiments, fournissant 

d'importantes quantités de particules argileuses (McLusky & Elliott, 2006). De manière 

similaire au gradient perpendiculaire de l'estuaire, la sédimentation de ces particules est 

régie par des facteurs tels que la vitesse des courants, la taille et la concentration des 

particules. Lorsque les courants fluviaux et les courants de marée commencent à ralentir en 

pénétrant dans les parties en aval et en amont l'estuaire, les particules plus grossières, telles 

que les graviers et les sables, sont les premières à se déposer. À l'inverse, les particules plus 

fines ne sédimentent que dans la partie abritée de l'estuaire, où les courants fluviaux et de 

marée se rejoignent, principalement pendant l'étale de haute mer, lorsque ces courants 

diminuent significativement (Dalrymple et al., 1992 ; McLusky & Elliott, 2006).  

➢ La température 
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En raison de sa faible profondeur, l’estuaire de la Canche est sujet à des variations 

de température beaucoup plus rapides que les eaux du large (Whitfield, 2021). Ces 

variations de température sont principalement saisonnières, avec des eaux fluviales 

généralement plus chaudes que les eaux marines en été et plus froides en hiver (McLusky, 

1993). Le mélange des eaux douces et salées dans les estuaires entraîne la formation d'un 

gradient longitudinal de température, ainsi qu'un gradient de température relativement 

faible vertical dans la colonne d’eau lorsque l’hydrodynamisme est faible (Fischer, 1976). 

 

 

4. Le microphytobenthos des vasières intertidales  

4.1. Définition et caractéristiques 
 

Le terme microphytobenthos désigne principalement les microalgues benthiques, y 

compris les diatomées et les algues vertes, ainsi que les cyanobactéries, des procaryotes 

phototrophes vivant à la surface des sédiments des zones littorales et estuariennes 

(Middelburg et al., 2000). Cette communauté est composée de microorganismes 

photosynthétiques qui se développent dans le sédiment, qui forment un biofilm à la surface 

des sédiments. Les cellules microphytobenthiques des substrats meubles se divisent en 

deux groupes distincts. Les cellules épipéliques qui sont des cellules capables de se mouvoir 

dans les premiers millimètres de sédiment sont celles qui occupent majoritairement les 

sédiments au sein desquels la lumière pénètre peu profondément (Kooistra et al., 2007, 

Steele et al., 2010). Au contraire, les cellules épipsammiques se fixent aux particules 

sédimentaires plus grossières telles que des grains de sable (>63µm) (Jesus et al., 2009 ; 
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Cartaxana et al.¸ 2011) et dominent dans les sédiments plus grossiers (Méléder et al., 2005 ; 

Kooistra et al., 2007 ; Steele et al., 2010). Les tailles de ces microalgues peuvent varier 

considérablement en fonction de l'espèce et des conditions environnementales mais de 

manière générale, les cellules du microphytobenthos ont une taille qui varie de quelques 

micromètres à quelques dizaines de micromètres jusqu’à quelques centaines de 

micromètres (Williams, 1964 ; Jesus et al., 2009).  

Le microphytobenthos joue un rôle essentiel au sein des écosystèmes côtiers car il 

fournit des services écosystémiques importants. Parmi ces différents services se trouve la 

stabilisation sédimentaire (Blanchard et al., 2000). Grâce à la production 

d'exopolysaccharides qui lui permet de se fixer (Stal, 2010) mais également d’être mobile 

(Smith et al., 1998), le microphytobenthos forme un biofilm adhérent à la surface des 

sédiments (Austen et al., 1999 ; Le Hir et al., 2007). Ce biofilm agit comme une véritable 

colle naturelle, enchevêtrant les particules sédimentaires de surface pour former des 

structures en réseau (Blanchard et al., 2000). Cette consolidation des sédiments permet de 

prévenir l'érosion côtière, en offrant une résistance physique accrue contre les forces 

érosives des vagues, des courants et des marées. De plus, cette couche protectrice joue un 

rôle essentiel dans la rétention des particules en suspension dans l'eau, réduisant ainsi la 

remise en suspension des particules sédimentaires des voies navigables (Orvain et al., 

2007 ; Orvain et al., 2014 ; Ubertini et al., 2015).  

En étant à la base de ce réseau, le microphytobenthos produit de la matière 

organique via la photosynthèse, qui constitue une source de nourriture pour d'autres 

organismes de l'écosystème puisque les microalgues unicellulaires du microphytobenthos 

sont directement consommées par une grande variété d'organismes benthiques tels que 
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les annélides, les arthropodes et les mollusques, qui en font leur alimentation principale 

(Leguerrier et al., 2003 ; Degré et al., 2006 ; Orvain et al., 2007). Son rôle dans le réseau 

trophique est également remarquable d’un point de vue quantitatif puisqu’il représente un 

maillon essentiel de la chaîne alimentaire (Guarini et al., 2004 ; Kromkamp et Forster, 2006 ; 

Saint-Béat, 2012) (Figure 4). Selon l’étude de Van der Heijden (2020), le microphytobenthos 

d’une vasière tempérée pouvait représenter entre 60 et 81% du régime alimentaire de la 

méiofaune benthique estuarienne et être majoritaire dans le régime alimentaire d’une 

grande partie de la macrofaune benthique. Par exemple, le microphytobenthos représente 

75% du régime alimentaire d’espèces de nématodes de la macrofaune des vasières 

intertidales (Van der Heijden et al., 2019). 



Chapitre 1 – Introduction générale : Lieu et objet d’étude 

 

 
16 

 

 

Figure 4 : Réseau trophique d'une vasière intertidale en milieu tempéré (exemple de la baie 

de Marennes-Oléron). Le modèle de réseau trophique de la vasière intertidale comprend 

deux compartiments de producteurs primaires (vert), deux compartiments de bactéries 

(bleu), deux compartiments détritiques (orange) et 13 compartiments de consommateurs 

(rose). L'épaisseur des flèches indique l'intensité du flux de matière organique entre les 

compartiments et l'épaisseur des compartiments indique la quantité de biomasse. La 

biomasse de MOS (matière organique sédimentaire) et de MOPS (matière organique 

particulaire en suspension) dans la vasière sont inconnues (cases pointillées). Les 

compartiments de la méiofaune sont en caractères gras. BB = bactéries benthiques, BP = 

bactéries pélagiques, MBD = macrofaune benthique se nourrissant de dépôts, PB = poissons 

benthiques, MBB = macrofaune benthique brouteuse, MBO = macrofaune benthique 

omnivore, CB = copépodes benthiques, OC = oiseaux carnivores, MPB = microphytobenthos, 

MZP = microzooplancton, NDS = nématodes à dépôt sélectif, NDNS = nématodes à dépôt 

non sélectif, NCE = nématodes à croissance épigée, NO = nématodes omnivores/prédateurs, 

PHY = phytoplancton,  MS = macrofaune se nourrissant en suspension, MZ = 

mésozooplancton. Adapté de Van der Heijden et al. (2019). 
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En tant qu’organisme autotrophe, le microphytobenthos intervient dans le rôle 

tampon des systèmes estuariens au travers de l’assimilation de nutriments, au même titre 

que d’autres organismes autotrophes de ces milieux tels que le phytoplancton (Pinckney et 

al., 2001) ou la végétation supérieure des prés salés (Flindt et al., 1999). Cette assimilation 

des nutriments dans les écosystèmes estuariens est également une caractéristique qui fait 

du microphytobenthos un acteur clé du bon fonctionnement de l’écosystème. Grâce à la 

photosynthèse, les microalgues assimilent le CO2 et les bicarbonates et utilisent les 

nutriments présents dans l'eau à l’interface entre la colonne d’eau et le sédiment ainsi que 

dans les eaux interstitielles, tels que l'azote et le phosphore, pour produire de la matière 

organique (Sundbäck et Granéli, 1988 ; Sundbäck et al., 2000). Cette production de matière 

organique est particulièrement significative dans les estuaires, où les apports de nutriments 

en provenance des rivières sont souvent élevés (Nie et al., 2018). En transformant ces 

nutriments en biomasse, le microphytobenthos contribue à réguler leur concentration dans 

l'eau, limitant ainsi le risque de prolifération d'algues nuisibles (Webster et al., 2002). De 

plus, lorsque les microalgues sont consommées, meurent et se décomposent, elles libèrent 

les nutriments qu'elles ont assimilés, les rendant à nouveau disponibles pour d'autres 

organismes (Blackford, 2002 ; Webster, 2002, Stal, 2010).  
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Son rôle dans l’écosystème étant bien connu, le microphytobenthos est un 

ensemble d’organismes qui présente un intérêt croissant vis-à-vis de la communauté 

scientifique (Figure 5). Depuis 1981, ce sont 1431 articles qui ont été publiés dans des revues 

internationales, dont environ la moitié relayent des études réalisées dans des pays 

présentant une façade maritime en Europe. 

Figure 5 : Nombre de publications par année concernant des études portant sur le 

microphytobenthos. Données obtenues par croisement de mots clés (« microphytobenthos » 

/ « microphytobenthic » et « benthic diatom ») sur le moteur de recherche de littérature 

scientifique Scopus.  

 

 Ces différentes études regroupent de nombreuses thématiques telles que son 

abondance et sa diversité (Brotas et al., 2003 ; Launeau et al., 2018), son interaction avec 

d’autres organismes (Orvain et al., 2004 ; Hope et al., 2020) ou encore son activité 

photosynthétique puisqu’elle représente une source non négligeable d’assimilation de 

carbone dans la zone côtière et estuarienne (Guarini et al., 2008 ; Hope et al., 2020).  
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4.2. La photosynthèse 
 

La lumière solaire joue un rôle prépondérant en tant que source d'énergie qui régit 

la dynamique de la quasi-totalité des écosystèmes sur terre (Huisman et al., 2002). Elle 

alimente le processus fondamental de la photosynthèse, l'un des mécanismes les plus 

cruciaux pour la vie sur Terre. 

Apparu il y a 3,8 milliards d’années avec les premières cyanobactéries, le processus 

de photosynthèse est la clé de voute des équilibres biologiques (Falkowski et Raven, 2007). 

Elle permet aux organismes photoautotrophes de fixer le carbone atmosphérique ou 

dissous dans l’eau, à partir de l’énergie lumineuse, pour la synthèse de molécules 

organiques complexes utilisées dans les processus vitaux et pour la reproduction de ces 

organismes. 

La photosynthèse est un processus biochimique complexe et fondamental qui 

permet aux organismes autotrophes, tel le microphytobenthos, de synthétiser de la matière 

organique à partir de matière inorganique, principalement de l'eau (H2O) et de dioxyde de 

carbone (CO2), en utilisant l'énergie lumineuse. Ce processus se déroule dans les plastes des 

cellules photosynthétiques et peut être divisé en deux étapes principales : la phase claire 

(ou photochimique) et la phase sombre (ou biochimique) (Field et al., 1998).  

Ainsi, la photosynthèse peut être exprimée comme la réaction d’oxydoréduction au 

cours de laquelle le dioxyde de carbone et l’eau  sont convertis en sucres avec une libération 

d'oxygène (O2) et d’eau (Van Niel, 1931) :   

𝑛𝐶𝑂2 + 𝑛𝐻2𝑂 + é𝑛𝑒𝑟𝑔𝑖𝑒 𝑙𝑢𝑚𝑖𝑛𝑒𝑢𝑠𝑒 → 𝑛(𝐶𝐻2𝑂) + 𝑛𝐻2𝑂 + 𝑂2          (1) 
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4.3. Fonctionnement et structure de l’appareil photosynthétique 

du microphytobenthos 
 

i. La membrane thylakoïdale 

 

Le microphytobenthos étant principalement composé de diatomées (Admiraal, 

1984 ; Underwood, 1994 ; MacIntyre et al., 1996 ; Jesus et al., 2009 ; Dalu et al., 2020), c’est 

sur ce groupe que les caractéristiques des membranes photosynthétiques présentées ici 

vont se focaliser.  

A l’intérieur de la cellule se trouvent des plastes qui sont des organites spécialisés 

des diatomées. C’est au cœur de ces plastes que se trouvent des structures appelées 

thylakoïdes qui sont le siège des réactions chimiques et du transfert d’électrons (voir plus 

bas). Ces thylakoïdes sont composés de membranes lipidiques perméables qui permettent 

les échanges entre l’intérieur et l’extérieur de la cellule (Staehelin, 1975) (Figure 6). 

 

Figure 6 : Mécanique simplifiée de la photosynthèse durant les phases claire 

(photochimique) et sombre (non-photochimique). 
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Ces membranes thylakoïdales contient quatre types de complexes protéines-

pigments qui permettent de capturer, transformer et transporter l’énergie lumineuse en 

molécules organiques (Anderson, 1986).  

ii. Les complexes pigments-protéines membranaires : les photosystèmes 

 

C’est en 1940 qu’une expérimentation réalisée par Emerson a mis en lumière 

l’existence de deux structures servant à la conversion d’énergie lumineuse : le 

photosystème II et le photosystème I. Au travers d’un éclairement d’une microalgue verte 

(Chlorella), Emerson s’est rendu compte qu’au-delà de 680 nm, il se produit une diminution 

drastique de l'efficacité de la photosynthèse, bien que cette gamme de longueurs d'onde 

corresponde encore à une absorption significative par la chlorophylle qui absorbe 

principalement les longueurs d'onde du spectre lumineux situées dans les régions rouge 

(700nm) et bleue (470nm). 

Lorsque Chlorella a été exposée à une lumière de courte longueur d'onde (inférieure 

à 680 nm), il a également observé une réduction de leur efficacité photosynthétique. 

Cependant, lorsque Emerson a exposé les plantes simultanément à des longueurs d'onde 

courtes et longues, il a constaté une augmentation significative de l'efficacité de la 

photosynthèse. Cela l'a conduit à formuler l'hypothèse de l'existence de deux 

photosystèmes distincts intervenant dans la photosynthèse : le Photosystème II (PSII) et le 

Photosystème I (PSI) (Owens et al., 1989).  

Le PSII est le premier complexe pigments-protéines de la chaine de transport des 

électrons (Figure 7). Il est composé d’antennes collectrices composées d’un ensemble de 

chaines d’acides aminés au sein desquelles des pigments tels que la chlorophylle a (Chl a) 
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ou les caroténoïdes se trouvent, capturant ainsi la lumière correspondant à leur longueur 

d’onde d’absorption spécifique (Jansson, 1994). Ces pigments transmettent ensuite 

l'énergie lumineuse absorbée aux centres réactionnels (P680), où la réaction 

photochimique est initiée. En absorbant l’énergie, le centre réactionnel passe d’un état 

stable à un état excité (P680*) et afin de retrouver son état stable, la première réaction 

photochimique qui est mise en place correspond à la séparation de charges. Le P680* cède 

ainsi un électron à un accepteur primaire, la phéophytine. Le PSI comprend comme pour le 

PSII un système d’antennes et d’un centre réactionnel (P700). La différence réside dans le 

fait que le donneur primaire d'électrons, le P700, est constitué d'une paire spéciale de 

molécules de Chl a ayant un maximum d'absorption différent de celui du PSII, situé à 700 

nm. 

Les électrons passent par une chaîne de transport d'électrons, générant un gradient 

de protons entre deux côtés de la membrane. Cela est renforcé par la photolyse de l'eau 

lorsque le PSII est photo-oxydé, produisant de l'oxygène et des protons supplémentaires. 

Ce gradient crée une force motrice qui active une enzyme appelée ATP synthase, située 

dans la membrane des thylakoïdes. Cette enzyme catalyse la production d'ATP à partir 

d'ADP et de phosphate inorganique en utilisant l'énergie potentielle du gradient de protons. 

L'ATP ainsi produit est essentiel pour les processus métaboliques et les adaptations 

environnementales du microphytobenthos. L’ATP produit, qui est une molécule d'énergie 

utilisée pour de nombreuses réactions biochimiques dans la cellule, sera utilisée par le 

microphytobenthos pour son métabolisme cellulaire ainsi que pour se mouvoir et s’adapter 

aux variations environnementales qui sont un réel enjeu pour sa survie. 
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Figure 7 : Schéma de la chaîne de transport d’électrons dans une membrane thylakoidienne. 

Extrait de Taiz et al. (2015). 

 

4.4. Vivre dans un environnement changeant 
 

Le microphytobenthos, à l'échelle de l'estuaire, reste confiné dans les premiers 

millimètres de sédiments, sans jamais changer de position géographique. Ainsi, pour 

survivre dans ce milieu hostile en tant qu'organisme de quelques dizaines de micromètres, 

le microphytobenthos a développé de nombreuses capacités d’adaptations face à cet 

environnement changeant. Parmi les variations de son environnement, certains forçages 

vont gouverner son rythme de vie, en particulier la lumière que ce soit d’un point de vue 

quantitatif ou qualitatif, la marée ou encore la saison.   
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i. La lumière  

 

Le microphytobenthos est soumis à des conditions environnementales changeantes, 

notamment à des niveaux de lumière variables. Celle-ci, qui est pourtant le moteur de la 

photosynthèse, soulève un paradoxe qui s’avère être un enjeu réel pour le 

microphytobenthos : d’un côté la capture de photons doit être suffisante pour permettre la 

croissance des cellules et de l’autre, un excès de lumière conduit à des phénomènes de 

photoinhibition voire de photodestruction dans les cas les plus extrêmes (Kok, 1956).  

A l’échelle de la journée, le microphytobenthos peut être soumis à une gamme 

d’éclairement très contrastée. En condition de ciel dégagé, l’éclairement peut passer d’une 

valeur nulle à 2000 µmol photons.m-2.s-1 en été dans un écosystème tel que l’estuaire de la 

Canche (Denis et al., 2012). Or il est généralement observé que l’intensité de saturation des 

photosystèmes avoisine des valeurs comprises entre 200 et 500 µmol photons.m-2.s-1 pour 

le microphytobenthos des milieux tempérés (Migné et al., 2009 ; Denis et al., 2012) ce qui 

signifie que durant une journée complète, le microphytobenthos est capable de tolérer 10 

à 25% de la gamme d’éclairement d’une journée ensoleillée estivale. En dehors de cette 

gamme d’éclairement, le microphytobenthos peut être saturé en photons, mécanisme qui 

résulte en une photoinhibition et provoque donc une diminution de l’activité 

photosynthétique. Cette activité photosynthétique est généralement représentée sous la 

forme d’une courbe Photosynthèse-Eclairement (Figure 8).  
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Figure 8 : Courbe photosynthèse-Eclairement montrant les différents paramètres 

photosynthétiques α : la capacité photosynthétique face aux faibles éclairements, Pmax : 

l’activité photosynthétique maximale et Ik l’intensité optimale pour l’activité 

photosynthétique correspondant au début de saturation des photosystèmes.  

  

Lorsque le microphytobenthos est photoinhibé par des éclairements trop forts et/ou 

trop longs, des dommages à l’appareil photosynthétique peuvent survenir (Kim et al., 1993; 

Baroli et Melis, 1998 ; Melis, 1999). Lorsque la quantité de lumière absorbée par les 

pigments photosynthétiques dépasse la capacité de la cellule à la convertir en énergie 

chimique, l'énergie excédentaire peut endommager les systèmes photosynthétiques et 

causer la création d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) ou de chlorophylles triplets 

provoquant des dommages cellulaires (Cirulis et al., 2013). 

Pour se protéger de ces trop forts éclairements, le microphytobenthos a développé 

plusieurs mécanismes de photoprotection afin de faire preuve de photoadaptation.  
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a. Le cycle des xanthophylles  

 

En réponse à l'excès de lumière, les diatomées activent le cycle des xanthophylles 

(Figure 9). Il s'agit d'un processus rapide en plusieurs étapes qui consiste principalement en 

la conversion de la diadinoxanthine (Ddx) en diatoxanthine (Dt) et inversement (Strain et 

al., 1944). Cette réaction est catalysée par une enzyme appelée la diadinoxanthine 

deépoxidase (DdxD). La conversion de Ddx en Dt constitue un mécanisme essentiel pour la 

protection des pigments photosynthétiques, car la Dt agit comme un "écran de protection" 

en absorbant efficacement la lumière à des longueurs d'onde spécifiques, principalement 

dans la région du spectre lumineux correspondant à la chlorophylle. Lorsque l'intensité 

lumineuse diminue, le cycle des xanthophylles peut être inversé par une conversion de Dt 

en Ddx pour revenir à leur état initial. La conversion inverse est catalysée par une enzyme 

différente, la diatoxanthine déépoxidase (Ddx) convertitissant la Dt en Ddx (Strain et al., 

1944). La durée du cycle des xanthophylles peut varier en fonction de l'espèce de diatomée, 

de l'intensité lumineuse et de la durée de l'exposition à la lumière intense. Dans certaines 

diatomées, ce processus peut prendre de quelques minutes à quelques heures (Kuczynska 

et al., 2020).  
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Figure 9 : Fonctionnement du cycle des xanthophylles chez les diatomées. DdxD : 

diadinoxanthine deépoxidase, DtDx : diatoxanthine déépoxidase. Adapté de Latowski et al. 

(2004). 

 

b. Le Quenching Non Photochimique  

 

Des mécanismes mettant en jeu certains pigments du cycle des xanthophylles 

peuvent intervenir dans un mécanisme photochimique rapide et utilisé par de nombreux 

organismes photosynthétiques appelé Quenching Non Photochimique (NPQ). Lorsque 

l'intensité lumineuse augmente, les électrons dans les pigments photosynthétiques 

absorbent davantage d'énergie, conduisant ainsi à une accumulation de protons dans les 

thylakoïdes des plastes, ce qui abaisse le pH. En réponse à l'abaissement du pH, les antennes 

collectrices de lumière subissent une modification de la conformation de ces antennes et 

donc à une diminution de la probabilité d'absorption de la lumière (Ueno et al., 2019 ; Negi 

et al., 2020). En même temps que la modification de la conformation de l’antenne, 

l’excedant d’énergie va être émis sous forme de fluorescence et d’énergie thermique 

(Demmig-Adams et al., 2014).  
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Des mécanismes chimiques plus longs comme la régulation de la composition de leur 

cortège pigmentaire peut intervenir résultant plutôt de l’ordre de la photoadaptation que 

de la photoacclimatation (Jordan et al., 2009). 

c. La migration verticale 

 

Le dernier, qui est couramment admis comme étant celui qui intervient en premier 

est d’ordre comportemental (Perkins et al., 2010). La migration verticale est un processus 

lors duquel les cellules du microphytobenthos épipéliques se déplacent verticalement dans 

les premiers millimètres de sédiment (Paterson, 1986 ; Serôdio, 1997 ; Cartaxana et al., 

2011 ; Serôdio et al., 2023) grâce à la sécrétion d’exopolysaccharides (Smith et Underwood, 

1998).  

Lorsque le microphytobenthos est exposé à de forts éclairements durant l’émersion, 

le microphytobenthos s’enfouit dans le sédiment sous l’effet de la phototaxie négative à 

partir de 250 µmol photons.m-2.s-1 (Admiraal, 1984, Kromkamp et al., 1998, Consalvey et 

al., 2004) afin de réguler son exposition à la lumière dans la zone photique des premiers 

millimètres, voire micromètres de sédiment (Paterson et Hagerthey, 2001 ; Morelle et al., 

2018). Au contraire, lors des phases d’émersion, lorsque l’énergie lumineuse incidente est 

faible, sous l’influence d’une phototaxie positive, les microalgues se trouvant enfouies dans 

le sédiment se déplacent vers la surface du sédiment où la lumière est plus abondante pour 

réaliser la photosynthèse. Au-delà de l’effet de la lumière, cette migration sur la verticale 

est également permise par la géotaxie qui permet au microphytobenthos de s’orienter dans 

l’espace (Round, 1979 ; Coelho et al., 2011). 
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De manière plus générale, la vitesse de déplacement des cellules qui composent le 

microphytobenthos a été estimée à quelques millimètres par heure (Laviale et al., 2016) 

mais plusieurs études montrent que certaines espèces parmi les plus rapides se déplacent 

à des vitesses allant de 2 à 20 µm.s-1 (Cohn et Disparti 1994 ; Consalvey et al. 2004), ce qui 

leur permet théoriquement de migrer sur des distances allant jusqu'à 1 millimètre en 1 à 9 

minutes environ. De plus, au-delà de la vitesse de déplacement, Underwood et al. (2005) 

ont montré que l’intensité lumineuse pour laquelle la migration a lieu dépend de l’espèce, 

certaines d’entre elles restant à la surface dans des conditions de faible luminosité 

généralement aux alentours de 5 à 40 µmol photons.m-2.s-1 (Barnett et al., 2020) typiques 

du tout début de la journée avant de migrer vers le bas, tandis que d'autres présentent des 

mouvements migratoires lorsque la lumière incidente est plus élevée généralement 

comprises entre 100 et 250 µmol photons.m-2.s-1 (Perkins et al., 2002; Serôdio et al., 2006; 

Laviale et al., 2016 ; Du et al., 2018). 

ii. La marée  

 

Le microphytobenthos intertidal n’est en revanche pas soumis à un éclairement 

continu tout au long de la journée notamment dans l’estuaire de la Canche. Soumis à un 

régime de marée semi-diurne, il subit à intervalles réguliers des phases d’immersion durant 

lesquelles l’éclairement est brutalement modifié. Lors des phases d’immersion, dans le cas 

de l’estuaire de la Canche, la turbidité est très importante et la lumière incidente peut être 

très faible ou nulle (Denis et al., 2012). Dans ce contexte, Daggers et al. (2018) ainsi que 

Frankenbach et al. (2020) ont montré que le microphytobenthos se trouve enfoui dans le 

sédiment. En effet, au-delà de son intérêt vis-à-vis de la photoprotection, la migration 

verticale du microphytobenthos est également une réponse au forçage hydrodynamique lié 
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à la marée. Ce comportement permet d'éviter l'impact potentiel de la marée montante et 

la remise en suspension provoquée par l’effet mécanique des vagues (Hopkins, 1963 ; 

Consalvey et al., 2004). En s'enfouissant dans le sédiment, le microphytobenthos cherche à 

se protéger de ces perturbations et à assurer sa survie et sa persistance dans la zone 

intertidale. Ce mécanisme a déjà été décrit dans des études antérieures (de Brouwer et 

Stak, 2001 ; Paterson et al., 1998) qui ont rapporté que les mouvements migratoires du 

microphytobenthos se produisent par anticipation sous l’influence d’une horloge interne 

(Admiraal, 1984 ; Paterson et al., 1998 ; Consalvey et al., 2004 ; Haro et al., 2019) dans une 

fenêtre temporelle d'environ 30 à 45 minutes avant la transition entre l'émersion et 

l'immersion. Cette horloge interne a été décrite par Palmer et Round (1967) et ont montré 

que celle-ci était à l’origine d’une certaine rythmicité dans les phénomènes de migration 

verticale sous l’influence du rythme nycthémérale et marégraphique. 

 La création d’exopolysaccharides, au-delà de son intérêt moteur pour le 

microphytobenthos, sert à la formation d’un « patch » et est également particularité utile 

au microphytobenthos face au forçage tidal. Lorsque les sédiments sont exposés à des 

mouvements d'eau, par exemple lors du retour de la marée, le microphytobenthos est 

vulnérable à la remise en suspension (Orvain el al., 2012 ; 2014 ; Ubertini et al., 2015). Les 

exopolysaccharides (EPS) produits par le microphytobenthos servent à agglomérer les 

particules de sédiment, créant une matrice cohésive qui stabilise les sédiments et prévient 

leur remise en suspension. 

De plus, dans un contexte macrotidal, le microphytobenthos est amené à être 

émergé deux fois par jour dans l’estuaire de la Canche. Face à un environnement stressant 

d’un point de vue hydrique, les couches mucilagineuses produites par la production 
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d’exopolysaccharides permettent de retenir l'eau et de protéger les cellules contre la 

dessiccation (Coelho et al., 2009). 

iii. Saisonnalité et aléas météorologiques 

 

Ce stress de dessiccation est également un paramètre à prendre en compte car au 

moment de l’émersion, il peut être plus ou moins important selon la saison avec des 

périodes sans pluie ou présentant une faible hygrométrie (Blanchard et al., 1997 ; Wolfstein 

et al., 2000 ; Savelli et al., 2018 ; Méléder et al., 2020). La saison joue un rôle fondamental 

dans la vie du microphytobenthos puisque les saisons déterminent les variations de la 

température, de climat lumineux et des conditions météorologiques, qui affectent 

directement le métabolisme de ces microalgues benthiques. 

Durant l’été, l’ensoleillement est plus fort et plus long ce qui permet au 

microphytobenthos de profiter d’un plus fort éclairement mais en contrepartie, la 

température de l’air couplée à l’irradiation du sédiment par un fort éclairement provoque 

un stress thermique ainsi qu’une perte hydrique qui peuvent être délétère pour le 

microphytobenthos en terme d’activité photosynthétique (Vieira et al., 2013 ; Bartolo et al., 

2023) mais également en terme de pression par prédation avec une activité de broutage 

accrue (Méléder et al., 2020). A contrario, durant l’hiver, les températures basses ainsi que 

la photopériode réduite ralentissent le métabolisme rendant la production primaire moins 

forte (Savelli et al., 2018). 

 Généralement, la période de fin d’hiver – début du printemps est la période la plus 

favorable pour le microphytobenthos puisque c’est à ce moment que l’on observe une 

efflorescence dans de nombreux écosystèmes tempérés (Savelli et al., 2018 ; Méléder et al., 
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2020) en lien avec des conditions optimales de température et d’ensoleillement (Pinckney 

et Zingmark, 1991 ; Barnett et al., 2020) mais également par une disponibilité accrue en 

nutriments dans les premiers millimètres de sédiment (Kingston, 2002). 

Par ailleurs, au-delà de l’effet saisonnier, la région des Hauts de France dans laquelle 

se trouve l’estuaire de la Canche est régulièrement soumise à des passages de nuages qui 

provoquent un éclairement très irrégulier du sédiment qui peut être également une source 

de forçage pour la photobiologie et l’activité comportementale microphytobenthique 

(Denis et al., 2012).   

D’autre part, selon la saison, la pluviométrie peut également être variable d’une 

journée à une autre. Celle-ci peut impacter le microphytobenthos d’un point de vue 

physique puisque lorsqu'il pleut, l’effet mécanique des gouttes sur le biofilm ainsi que le 

ruissellement de l'eau peuvent éroder le biofilm (Tholhurst et al., 2008 ; Orvain et al., 2014 ; 

Ha et al., 2018). Mais la pluie peut également avoir un impact physiologique sur le 

microphytobenthos puisque l'eau douce se mélange à l'eau de mer, nécessitant la synthèse 

de composés osmoprotectants (van Bergeijk et al., 2003).  

iv. La variation spatiale des paramètres physico-chimiques 

 

Selon où la position géographique au sein de l’estuaire, l’eau de pluie à la surface du 

sédiment peut ne pas avoir le même effet sur le microphytobenthos. De par la confluence 

des masses d’eau marine et d’eau douce, un gradient amont-aval se met en place à chaque 

marée selon le gradient d’intrusion d’eau de mer dans l’estuaire, créant un gradient des 

paramètres physico-chimiques (McLusky, 1993 ; Telesh et Khlebovich, 2010) mais 
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également un gradient perpendiculaire à l’estuaire suivant la bathymétrie (Voltz et al., 

2021) (Voir section 3.1. et 3.2.).  

Ainsi, le microphytobenthos intertidal estuarien est soumis à de nombreux forçages 

qui, en agissant de façon combinée selon le moment de la marée, de la journée, de l’année 

et de la zone de l’estuaire, n’auront pas les mêmes conséquences d’un point de vue 

comportemental et photosynthétique. 

5. Mesurer la photophysiologie du microphytobenthos 

5.1. Méthodes d’étude  
 

La mesure de l'activité photosynthétique du microphytobenthos peut être réalisée 

à l'aide de nombreuses techniques qui permettent d'étudier la photosynthèse sous divers 

angles. Le diagramme de la Figure 10 représente la part d’utilisation des principales 

techniques employées par la communauté scientifique depuis 1950 jusqu’à aujourd’hui 

pour décrire le microphytobenthos. Chacune d’entre elle ayant des avantages et des 

inconvénients, certaines sont utilisées de manière combinée. 
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Figure 10 : Diagramme en secteurs selon le type d’outil utilisé pour étudier le 

microphytobenthos. Données issues du moteur de recherche de littérature scientifique 

(Scopus) de 1950 à aujourd’hui sur une analyse de 1463 articles. 

 

Ces divers outils permettent d’étudier le microphytobenthos sous divers angles. Sur 

le terrain, dans des systèmes intertidaux comme l’estuaire de la Canche, leur utilisation est 

souvent contrainte par la marée et ne permet pas de travailler durant de longues périodes. 

En revanche, en travaillant directement in situ, le microphytobenthos peut être étudié en 

condition naturelle, permettant ainsi d’intégrer toutes les variables en même temps. La 

variabilité des paramètres environnementaux ne permettant pas toujours de pouvoir 

caractériser l’effet d’un forçage, de nombreux outils d’étude ex situ ont été développés.  

Que ce soit in situ ou en laboratoire, parmi ces différentes techniques, la mesure de 

flux de composés dissous ou gazeux par l’intermédiaire de chambres d’incubation est la 

technique qui a été la plus utilisée pour décrire les flux d’oxygène et de CO2 issus de l’activité 

du microphytobenthos. Cette méthode consiste à mesurer les changements de la 
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concentration d'oxygène ou de dioxyde de carbone dans l’enceinte de la chambre 

benthique (Migné et al., 2002 ; Billerbeck et al., 2007 ; Cartaxana et al., 2016). Elle a pour 

avantage de pouvoir être utilisée in situ et en laboratoire selon le type de chambre, sur des 

durées relativement longues à partir du moment où la sursaturation/hypoxie en oxygène 

ou en CO2 est contrôlée. L’un des avantages majeurs de cette technique est qu’elle permet 

d’obtenir une mesure directe à partir d’un volume ou d’une surface sédimentaire connu 

(surface et profondeur de la carotte de sédiment). En revanche, selon le paramètre mesuré 

(CO2 ou O2), les inconvénients peuvent être différents. A l’émersion, les mesures de flux de 

CO2 est relativement stable pour des mesures sur des lapses de temps courts (<10 minutes) 

en revanche, pour l’étude des flux de CO2 dissous, l’équilibre des carbonates étant très 

sensibles aux variations des paramètres physico-chimiques (Deffeyes, 1965), la mesure du 

CO2 dissous est également sensible rendant le travail en conditions contrôlées impératif. 

Pour la mesure de l’O2 dissous, la concentration est plus stable même si dépendante des 

conditions physico-chimiques, mais l’interprétation des flux n’est pas triviale du fait de la 

respiration bactérienne dans le sédiment (Webster et al., 2002 ; Billerbeck et al., 2007).  

La mesure des isotopes stables est une technique couramment utilisée pour 

quantifier la production primaire du microphytobenthos. Cette méthode repose sur 

l'incorporation de certains isotopes stables, tels que le carbone-13 (¹³C) par exemple, dans 

les composants organiques des microalgues benthiques lors de la photosynthèse (Hartig et 

al., 1998 ; Cook et Røy, 2006) et permet donc une mesure directe de l’activité 

photosynthétique. Cette technique repose sur le principe d’une incubation du producteur 

primaire dans un milieu contenant un isotope stable afin d’estimer à postériori la quantité 

d’isotopes assimilés, ce qui a pour avantage d’être très précis mais qui ne permet pas de 
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travailler in situ puisque les échantillons doivent être exposés de manière artificielle à des 

gaz contenant des isotopes stables, tels que du CO₂ enrichi en ¹³C. De plus, selon l’isotope 

choisi, il est nécessaire de prendre certaines précautions spécifiques liées à l’emploi de 

matériel radioactif (notamment pour ¹4C).  

Contrairement aux deux premières, certaines méthodes reposent sur des mesures 

indirectes pour la réalisation de bilans. C’est le cas de la télédétection qui est une technique 

permettant d’acquérir de l’information à très haute fréquence et à grande échelle sans avoir 

besoin d’être présent sur le terrain (Daggers et Herman, 2020 ; Méléder et al., 2020 ; Jacobs 

et al., 2021). Cette méthode permet de quantifier indirectement les flux d’O2 ou de CO2 à 

travers l’emploi de proxies. Parmi ces proxies, la biomasse est généralement calculée à 

partir d’indice de végétation dont la plus utilisée est l'indice de végétation par différence 

normalisée (NDVI), qui évalue la densité de la végétation en mesurant la réflectance dans 

le rouge et le proche infrarouge (Méléder et al., 2003 ; van der Wal et al., 2010 ; Brito et al., 

2013 ; Méléder et al., 2020). A partir de modèles intégrant des variables environnementales, 

des estimations de production primaire microphytobenthique faisant appel aux techniques 

précédemment citées peuvent être réalisées. En revanche, pour valider les estimations de 

production primaire obtenues par télédétection ainsi que pour ajuster les modèles, des 

échantillonnages sur le terrain sont nécessaires impliquant la collecte d'échantillons de 

sédiments pour mesurer la biomasse du microphytobenthos et des taux de production 

primaire en laboratoire (Daggers et al., 2018 ; Méléder et al., 2020 ; Savelli et al., 2020).  

Pour finir, il existe deux autres outils qui peuvent être employés in situ ainsi qu’en 

laboratoire : les microélectrodes qui permettent des mesures de pression partielle en 

oxygène et le fluorimètre à modulation d'amplitude par impulsions ou « Pulse-Amplitude 
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Modulation » en anglais (PAM) basé sur la fluorescence de la Chl a en lumière modulée. Ces 

deux techniques ont été utilisées de manière complémentaire dans le cadre de cette thèse. 

Les microélectrodes d’une part, afin de pouvoir caractériser sur la profondeur la production 

primaire du microphytobenthos grâce à des mesures directes de la concentration en 

oxygène, alors que la fluorimétrie quant à elle a permis de mesurer directement en surface 

du sédiment l’activité photosynthétique microphytobenthique et au travers d’un proxy lié 

à la biomasse, son activité migratoire à l’aide de la fluorimétrie.  

5.2. Les microélectrodes à oxygène 
 

Les microélectrodes à oxygène permettent de quantifier la pression partielle en O2, 

et ce, de manière non destructive. Ces microélectrodes sont constituées d'une structure en 

verre, rempli d'une solution électrolytique et qui contient une électrode de travail et une 

électrode de référence (Revsbech, 1989) (Figure 11). 

Figure 11 : Schéma d’une pointe de microélectrode d’après Revsbech (1989).  
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Le fonctionnement des microélectrodes à oxygène repose sur le principe de la 

mesure de transfert d’électrons généré par une réaction chimique. Plus précisément, la 

mesure est basée sur la réduction de l'oxygène à l'électrode de travail, qui est en général 

constituée d'une électrode en or ou en platine, selon la réaction suivante : 

O2 + 4 H+ + 4 e- → 2 H2O          (1) 

Cette réaction de réduction de l'oxygène produit un courant électrique qui est 

mesuré par la microélectrode à oxygène. Le courant électrique est alors converti en une 

tension électrique par un amplificateur. 

La concentration d'oxygène dissous dans l'eau peut ensuite être calculée à partir de 

la tension électrique mesurée par la microélectrode à oxygène, en utilisant une courbe 

d'étalonnage qui est préalablement établie. Cette courbe d'étalonnage permet de convertir 

la tension électrique en concentration d'oxygène dissous. Les microélectrodes permettent 

de mesurer la concentration d'oxygène dissous à des échelles spatiales très fines, allant de 

quelques micromètres à quelques millimètres selon le type de microélectrode utilisée. Cela 

permet de caractériser les gradients de concentration d'oxygène qui peuvent être utilisées 

pour étudier l’activité photosynthétique microphytobenthique sur la profondeur. Par 

ailleurs ces données permettent également par exemple, de quantifier les processus de 

respiration et de photosynthèse qui ont lieu à l'interface entre l'eau et le sédiment. 

Pour l’intégralité des données présentées dans cette thèse, les mesures de flux 

d’oxygène ont été réalisées à l’aide de microélectrodes de type Clark fabriquées par 

Unisense A/S™ (Danemark). Ces microélectrodes à oxygène ont un diamètre compris entre 
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25 et 50 µm à leur extrémité selon le modèle utilisé, un temps de réponse inférieur à 2 

secondes et une sensibilité à l’agitation du milieu inférieure à 2%. 

Dans la zone de l’interface entre l’air et le sédiment, la microélectrode est 

positionnée à la verticale et va effectuer une descente pas à pas jusqu’à une profondeur 

donnée. Dans notre cas, cette profondeur est de l’ordre de quelques millimètres, c’est-à-

dire, là où le microphytobenthos est photosynthétiquement actif. L’objectif de cette 

insertion progressive est de réaliser une série de mesures de pressions partielles en O2 afin 

d’acquérir sur la verticale un profil de la concentration en oxygène (Figure 12). Cette 

acquisition pas à pas est marquée par des arrêts à intervalles réguliers durant quelques 

secondes (la durée étant propre au temps de réaction de la microélectrode).  

A partir des données brutes acquises pour la création du profil vertical de la 

concentration en O2, le profil peut être ajusté suivant le modèle de Berg et al. (1998). Cet 

ajustement nécessite l'intégration de plusieurs paramètres : la porosité, la température et 

la salinité du sédiment étudié. Ce modèle est basé sur une série d'ajustements des moindres 

carrés sur les profils d'oxygène mesurés. Les différents ajustements sont comparés par des 

statistiques (tests F) pour déterminer, suivant un seuil défini par l’utilisateur en fonction du 

nombre de zones minimal, le profil le plus adapté, i.e. le profil non significativement 

différent par rapport aux mesures pour chaque couche. Selon la série d'ajustements 

retenue, le profil est découpé en zones sur différentes profondeurs permettant d’intégrer 

la consommation/production d’oxygène sur différentes zones superposées verticalement. 

Chaque zone permet d’obtenir une valeur de flux, définie par le calcul de l'équilibre 

entre la production et la consommation d'oxygène (ou respiration). Les taux de production 
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et de consommation d'oxygène pour chaque zone sont intégrés verticalement pour estimer 

le taux global de production brute d’oxygène par unité de surface. 

 

Figure 12 : Profils bruts d’oxygène mesurés au noir (A) et sous lumière (B) avec leur 

modélisation respective (C et D). Les profils modélisés sont accompagnés du découpage en 

zones (vert : zone de production d’O2 et rouge : zone de consommation d’O2) et de la valeur 

de flux associée (série de données rouge). 

 

Cette technique qui a pour avantage de pouvoir être utilisé aussi bien in situ qu’en 

laboratoire a vu son emploi pour l’étude du microphytobenthos augmenter entre les années 

1990 et 2000. Depuis cette période, l’utilisation de cette technique permet la publication 

d’environ 6 études par an sur le microphytobenthos dans des revues internationales (Figure 

13).  
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Figure 13 : Nombre de publications par année concernant des études portées sur le 

microphytobenthos avec emploi de microélectrodes. Données obtenues par croisement de 

mots clés sur le moteur de recherche de littérature scientifique Scopus.  

 

Le nombre annuel de publications peut paraitre relativement faible en comparaison 

à d’autres méthodes telles que les chambres d’incubation par exemple mais peut 

s’expliquer par trois inconvénients principaux. Premièrement, ce sont des électrodes en 

verre dont la pointe peut aller jusqu’à 10 µm de diamètre. De ce fait, elles sont 

extrêmement fragiles. Leur coût étant assez élevé, cette fragilité rend son utilisation dans 

certaines conditions assez délicate. D’autre part, la représentativité spatiale des résultats 

obtenus est très faible. Par exemple, pour une microélectrode de 10 µm de diamètre, la 

concentration en O2 mesurée sera celle des 10 µm autour de la pointe de l’électrode. Or, le 

microphytobenthos est largement connu pour être réparti de manière très hétérogène à la 

surface des sédiments (Seuront et Spilmont, 2002 ; Spilmont et al., 2011 ; Chennu et al., 

2013). Ainsi, pour être représentatif, il faut réaliser un très grand nombre de réplicats de 
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mesure. Et pour finir, la chronophagie liée à l’utilisation des microélectrodes est importante 

avec un temps d’acquisition d’un profil d’environ 10 minutes et un temps de traitement du 

profil d’environ 4 minutes. 

5.3. Le fluorimètre PAM 
 

Le fluorimètre PAM (Pulse Amplitude Modulation) est un appareil de mesure qui 

permet de mesurer l’activité photosynthétique et la performance photosynthétique 

microphytobenthique à la surface du sédiment (Morelle et al., 2018). Le principe de la 

mesure par fluorimètre PAM repose sur la détection de la fluorescence de la Chl a en 

lumière modulée (Consalvey et al., 2005 ; Murchie et Lawson, 2013). Lorsque le 

microphytobenthos est soumis à un éclairement, la chlorophylle absorbe des photons 

(principalement les longueurs d'onde bleues et rouges). Cette absorption de photons par la 

chlorophylle va la conduire dans un état où les électrons passent d'un état fondamental à 

un état excité. La chlorophylle ne pouvant pas maintenir l'électron excité à un niveau 

d'énergie élevé pendant longtemps, l'électron excité doit perdre de l'énergie afin de revenir 

à son état fondamental. Il le fait en réémettant une partie de l'énergie sous forme de 

fluorescence, généralement à des longueurs d'onde plus grandes que celles de la lumière 

absorbée. C’est cette propriété qui est couramment utilisée pour mesurer un niveau de 

fluorescence sous une intensité lumineuse donnée.  

Le fluorimètre envoie un flash de lumière saturant à l'échantillon, qui excite la Chl a 

et génère une réponse de fluorescence (Genty et al., 1989) permettant au fluorimètre de 

mesurer l'amplitude de la réponse de fluorescence.  
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A partir de cette technique, différents paramètres peuvent être calculés selon les 

conditions d’éclairement (Figure 14). Premièrement, le fluorimètre PAM permet de 

mesurer le rendement quantique effectif du photosystème II (PSII) (ΦPSII) qui est une 

mesure de l'efficacité de la photosynthèse dans la conversion de l'énergie lumineuse en 

énergie chimique. Pour calculer ΦPSII, on utilise la formule de Genty et al. (1989) : 

𝜙𝑃𝑆𝐼𝐼 =
𝐹𝑚′ − 𝐹𝑡

𝐹𝑚′
               (2) 

où Ft représente le niveau de fluorescence instantané sous lumière ambiante. La mesure de 

Ft étant dépendante de la teneur en chlorophylle, ce paramètre peut être utilisé comme un 

proxy de la biomasse de surface (Serôdio et al., 1997, 2001). Fm′ correspond au niveau 

maximal déterminé avec un flash de lumière saturante (0,8 s, 2500 µmol photons.m-2.s-1) 

pour les échantillons acclimatés à la lumière. La vitesse relative de transfert des électrons 

(rETR) à travers le PSII sous une intensité lumineuse donnée est calculé à partir de ΦPSII en 

utilisant la formule de Genty et al. (1989) : 

𝑟𝐸𝑇𝑅 = 𝜙𝑃𝑆𝐼𝐼 × 𝑃𝑃𝐹𝐷 × 0.5              (3) 

où PPFD (Photosynthetic Photon Flux Density) correspond à la valeur de la lumière 

ambiante mesurée avec un capteur de lumière planaire (LI-190, LICOR, Allemagne) et 0,5 

est le facteur qui tient compte de la répartition de l'énergie entre les deux photosystèmes. 

Ce facteur est défini en partant de l’hypothèse que la répartition de l’énergie est réalisée à 

parts égales entre les deux photosystèmes PSII et PSI avec la moitié utilisée pour la 

photochimie. 

Pour calculer le quenching non photochimique (NPQ), on utilise la formule de Serôdio 

et al. 2005 : 
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𝑁𝑃𝑄 =
𝐹𝑚′𝑚  − 𝐹𝑚′

𝐹𝑚′
               (4) 

où Fm'm correspond au niveau de fluorescence maximal normalement mesuré à l’obscurité 

(ou pour de faibles intensités de lumière). Dans le cas d’étude du microphytobenthos, cette 

valeur n’est jamais maximale dans le noir car les organismes sont mobiles, mais sous de très 

faibles éclairements (Lefebvre et al., 2011). 

 

Figure 14 : Niveaux de fluorescence de la chlorophylle a en lumière modulée mesurés par 

fluorimétrie PAM. Adapté à partir de Consalvey et al. (2005). 
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Pour caractériser l'état physiologique du biofilm microphytobenthique, le 

rendement quantique optimal de la photochimie PSII (Genty et al., 1989) est calculé en 

utilisant le rapport suivant : 

𝐹𝑣

𝐹𝑚
=

𝐹𝑚 − 𝐹0

𝐹𝑚
               (5) 

où F0 représente le niveau de fluorescence minimale et Fm le niveau de fluorescence 

maximal obtenue pendant l'application d’un flash saturant de lumière blanche (0,8 s, 2500 

µmol photons.m-2.s-1), les deux niveaux étant mesurés après une période de 10 minutes 

dans l'obscurité. 

 Cette technique est non intrusive ni destructrive et présente l’avantage d’être 

facilement transportable, ce qui permet de réaliser des mesures à haute fréquence pour 

l’étude du microphytobenthos et dont la fréquence d’utilisation dans la littérature 

scientifique n’a cessé d’augmenter depuis les années 1990 (Figure 15).  
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Figure 15 : Nombre de publications par année concernant des études portées sur le 

microphytobenthos avec emploi d’un fluorimètre PAM. Données obtenues par croisement 

de mots clés sur le moteur de recherche de littérature scientifique Scopus.  

 

Cette hausse dans le nombre d’études à travers cette technique peut s’expliquer par 

la polyvalence de cet outil, utilisable à la fois sur le terrain et en laboratoire, son faible 

encombrement et la possibilité de faire fonctionner ce système en autonomie. En revanche, 

l’une des limites majeures à cette utilisation est qu’elle permet uniquement des mesures 

de surfaces (Morelle et al., 2018) et ne permet pas de quantifier directement la production 

primaire. 

6. Approches scientifiques et objectifs 
 

Le microphytobenthos étant un organisme dont l’activité photosynthétique et 

comportementale évolue en 3D, l’association des deux techniques précédemment 

détaillées permet d’obtenir cette vision. En utilisant le fluorimètre PAM, il est possible 
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d’obtenir une vue de surface de l’évolution de la biomasse microphytobenthique. Certaines 

études comme celle de Morelle et al. (2018) ont tenté de définir une méthodologie pour 

l’intégration sur la verticale de la fluorescence à partir des propriétés optiques du sédiment, 

mais cette méthode reste complexe puisque qu’elle fait intervenir de nombreux proxies 

(profil de lumière dans le sédiment calculé à partir de la porosité, profil de répartition de la 

Chl a…). 

De ce fait, en couplant des mesures fluorescence de surface à des mesures de 

concentration d’oxygène sur la verticale grâce à des microélectrodes, il est possible d’avoir 

une vision en 3 dimensions de la photobiologie microphytobenthique (plan horizontal et 

plan vertical) (Figure 16). 

 

Figure 16 : Exemple d’acquisition de données en 3 dimensions représenté par un 

enregistrement du Ft en fonction de l’intensité lumineuse et par un profil moyen d’oxygène 

sur la profondeur acquis pour une intensité lumineuse donnée.   
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Néanmoins, cette association méthodologique laisse persister certaines limites. 

Dans la littérature, il est possible d’observer que lorsque des courbes P-E sont réalisées à 

l’aide de microélectrodes, celles-ci sont très souvent modélisées sur des nuages de points 

avec très peu de mesures et dont les réplicats pour une même intensité de lumière sont 

absents (Gerbersdord et al., 2005 ; Denis et Desreumaux, 2009 ; Santema et Huettel, 2018). 

Or la forte hétérogénéité spatiale du microphytobenthos étant systématique, en n'ayant 

pas ou peu de réplicats, un biais important est introduit lors de l'étude du 

microphytobenthos à petite échelle.  

 De plus, les facteurs environnementaux ayant tendance à fluctuer en même temps, 

il est difficile d'interpréter les résultats et de réaliser des expériences reproductibles in situ. 

C'est pourquoi il semble approprié de travailler en conditions contrôlées pour les études 

visant à caractériser la capacité photosynthétique microphytobenthique.  

 C’est en ce sens que le premier axe de thèse s’est porté sur le développement d’un 

protocole d’acquisition en conditions contrôlées et autonome. En effet, compte tenu des 

facteurs physiques et biologiques complexes qui caractérisent les zones intertidales 

soumises à un régime macrotidal, une meilleure compréhension de l’influence des forçages 

naturels semble cruciale pour mieux appréhender la réponse photosynthétique du 

microphytobenthos. L'étude de ce milieu étant complexe, elle requiert une approche 

méthodologique reproductible, standardisée et adaptée aux échelles spatiales et 

temporelles.  

Ainsi, conscient qu’il existe de nombreux forçages qui peuvent influencer l’activité 

photosynthétique microphytobenthique et afin de caractériser l’effet de certains de ces 

facteurs, dans un deuxième axe nous avons tenté d’appréhender les capacités 
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photosynthétiques et la réponse comportementale microphytobenthique d’une vasière 

intertidale sous le prisme de la variabilité journalière d’un point de vue expérimental.  

Dans un troisième axe, la variabilité spatiale a également été étudiée car, résultant 

de l'interaction complexe entre les facteurs géomorphologiques et hydrologiques, celle-ci 

influence les conditions physico-chimiques dans lesquelles le microphytobenthos se trouve. 

Ainsi, à l’aide d’une étude expérimentale, nous avons tenté de comprendre dans quelle 

mesure la photosynthèse du microphytobenthos peut être influencée par cette diversité de 

conditions environnementales dans l’estuaire de la Canche. Par ailleurs, cette variabilité 

spatiale a également été appréhender dans le temps. L’activité photosynthétique et 

comportementale du microphytobenthos étant variable selon le moment de l’année, nous 

nous sommes intéressés à la comparaison de deux périodes contrastées, c’est-à-dire durant 

une période favorable et défavorable pour la production primaire.  
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L’article qui compose ce chapitre se distingue par son approche novatrice dans 

l'étude de la photosynthèse du microphytobenthos. L’outil présenté est un système 

expérimental autonome, permettant de recueillir des données sur l'activité 

photosynthétique de ces micro-organismes en conditions contrôlées permettant le contrôle 

d’un ensemble de paramètres afin d’étudier l’effet d’un forçage à la fois, tout en explorant 

la variabilité spatiale de l’activité du microphytobenthos dans les plans horizontal et vertical 

à micro-échelle, et ce, de manière autonome.  

Les études antérieures sur le microphytobenthos se sont souvent heurtées à des 

limitations méthodologiques, telles que des expériences de terrain de courte durée avec un 

échantillonnage restreint à cause de la marée, de la chronophagie des mesures durant 

laquelle la lumière évolue rapidement ou encore des variations de conditions 

météorologiques avec entre autres des passages nuageux. En outre, l'acquisition de courbes 

P-E (« P-I » en anglais pour « Photosynthesis-Irradiance) comporte des contraintes de temps 

importantes, rendant difficile la réplication des mesures. Le système expérimental présenté 

dans cet article vise à surmonter ces contraintes méthodologiques en automatisant et en 

standardisant le processus de mesure, permettant ainsi de construire des courbes P-E 

intercomparables avec un grand nombre de valeurs.  

Au-delà de cet aspect, ce système est également une base de travail permettant de 

travailler en conditions standardisées. Grâce à la possibilité de contrôler de manière précise 

et reproductible plusieurs paramètres tels que la lumière, la température ou l’hygrométrie, 

il est possible d’effectuer des expérimentations dans des conditions normalisées et ainsi 

obtenir des résultats comparables en éliminant les biais liés aux variations 

environnementales.   
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Pour cette thèse de doctorat et grâce au développement de ce système, un total 

d’environ 2400 profils verticaux d’oxygène ont été acquis dans le cadre de travaux menant 

à la rédaction d’articles scientifiques ainsi qu’environ 2200 profils pour des 

expérimentations annexes (tests expérimentaux pour développer le système d’acquisitions, 

expérimentations complémentaires…). Ainsi, près de 4600 profils d’oxygènes ont été 

analysés et exploités.   

Cet article a été publié dans l’édition spéciale « Experiments in Benthic Ecology: 

Using Experimental Manipulations to Study the Effects of Pressures on Benthic Organisms » 

dans la revue Frontiers in Marine Science le 22 mai 2023.  
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1. Abstract 
 

Despite their high productivity and their key role in coastal processes, microphytobenthic 

biofilm studies remain relatively scarce because in situ, meteorological hazards make it 

difficult to acquire reproducible measurements, also due to difficulties in properly 

reproducing field conditions in the laboratory. Therefore, in order to better understand the 

processes of microphytobenthic primary production, we have developed an automated 

laboratory system and procedure with variable light intensity, with a large number of 

replicates. This article aims to provide a description of the creation of a P-I curve based on 

a total of 128 vertical profiles recorded on a sediment core taken in situ, placed in the 

automated system and studied under controlled conditions of temperature and air 

humidity while light intensity was varied automatically, thus allowing to work in standard 

and replicable conditions. With measured production levels of up to 14.68 ± 3.70 mmol 

O2.m-2.h-1 and a productivity of 0.06 ± 0.01 mmol O2.m-2.h-1 per gram of Chl a corresponding 
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to what is generally found in temperate environments, we have shown that our system is 

suitable for high frequency measurements and, by combining surficial measurements of 

modulated fluorescence and oxygen microprofiling in sediments, complementary 

information from a large dataset on photosynthetic and microphytobenthic migratory 

activity may be obtained under standard conditions. The development of this tool has made 

it possible to highlight a stabilization time for oxygen fluxes. For our study conducted in a 

temperate environment, we observed a time lag of a few minutes that should be considered 

when acquiring PE curves in the laboratory to study microphytobenthic photosynthetic 

capacities. This tool also allowed to describe microphytobenthic migration in response to 

light exposure, with successive steps observed through fluorescence and oxygen profiles. 

First, microphytobenthos migrated towards the surface until the optimal intensity of 

production at 475 µmol photons.m-2.s-1, then from this intensity as well as towards 780 

µmol photons.m-2.s-1, downwards migratory movements were detected. This system is a 

working basis which can open interesting perspectives for the study of the effect of other 

abiotic (or biotic) parameters.  

2. Introduction 
 

Among the different actors of the intertidal primary production, the microphytobenthos 

has been known for a long time as an important contributor to intertidal primary production 

(Taylor 1964; McIntire 1969; Guarini 1998; Underwood and Kromkamp 1999). However, 

there is still a lot of uncertainties about its behavior and the primary production data are 

scattered. In order to better understand the functioning of the microphytobenthos and the 

environment in which it evolves, studies require a more accurate and detailed 

methodology. Over the last decades, methods for studying the microphytobenthic 
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production either directly or indirectly by measuring proxies have not changed substantially 

but have evolved with the continued development of increasingly efficient, non-destructive 

and complementary technologies (Park et al. 2014). For example, pulse-amplitude 

modulated (PAM) fluorometry through the measurement of the chlorophyll fluorescence 

emitted in the sub-surface layer of the sediment, allows quantifying the photosynthetic 

activity via the calculation of the electron transfer rate (rETR) (Genty et al. 1989), evidences 

the setup of photoprotective mechanisms through the non-photochemical quenching 

(NPQ) (Schreiber et al. 1994), the physiological state of the biofilm by calculating the Fv/Fm 

(Genty et al., 1989) or may be used as a proxy of the surface chlorophyll biomass (Serôdio 

et al. 1997, 2001). Although fundamentally unchanged since the nineties (Hartig et al. 1998), 

this technique has evolved towards more autonomous and high frequency acquisition, 

hence making it possible to detect the rate of vertical migration of microphytobenthos 

(Barnett et al 2020). However, one of the main drawbacks remains the vertical integration 

of the information, because this measurement tool is a surface-based method, which 

requires mathematical models to integrate this verticality (Forster and Kromkamp 2004; 

Serôdio 2004; Morelle et al. 2018). Complementary to the previously mentioned 

techniques, many studies use oxygen microprofiling as a non-destructive approach to 

evaluate microphytobenthic production (Revsbech et al. 1981; Lassen et al. 1998; Denis et 

al. 2012; Cartaxana et al. 2016). This technique allows the acquisition of vertical oxygen 

profiles, allowing the calculation of integrated oxygen fluxes on the vertical and the vertical 

location of oxygen production/consumption zones in the sediment column. The 

microsensors themselves have not fundamentally changed (except their size, response time 

and accuracy), but from manual acquisition of few vertical oxygen profiles (Revsbech et al. 

1981), automation has allowed studies with datasets of over 1800 vertical profiles using 



Chapitre 2 – Un outil d’acquisition autonome à haute fréquence de courbes photosynthèse-

irradiance 

 

 
58 

 

motorized acquisition methods (Kwon et al. 2018). However, there are two important 

limitations in the use of this method: (1) the measured profiles and oxygen fluxes 

correspond to a balance between production and consumption of oxygen, and (2) the 

spatial representativeness is limited by a very small scale of measurement, hence the need 

for replicates of measurements. 

Usually, when measuring fluorescence or oxygen flux, the photosynthetic response of algae 

can be characterized by the construction of photosynthesis (P) versus irradiance (I) curves 

which can be fitted using different models (Webb et al. 1974; Jassby and Platt 1976; Platt 

et al. 1980; Eilers and Peeters 1988). Nevertheless, the construction of these P-I curves is 

not always straight forward. When data acquisition is performed in situ under natural light 

variations, the main advantage lies in the possibility to perform measurements under real 

environmental conditions. However, in addition to the time-consuming nature of making 

vertical oxygen profiles (Underwood and Kromkamp 1999), each day may present a unique 

scenario of environmental conditions variations, and therefore does not allow the 

acquisition of a large data set under strictly identical conditions. It is therefore difficult to 

compare different sites under standard conditions in order to evaluate, for example, the 

photosynthetic characteristics of microphytobenthic communities. Moreover, the tidal 

and/or meteorological characteristics do not always allow a wide range of light intensities, 

necessary for the construction of P-I curves. 

Since environmental factors tend to fluctuate at the same time, there are some difficulties 

in interpreting results and in the ability to perform replicable experiments in situ. This is 

why it seems appropriate to work under controlled conditions for studies aimed at 

characterizing microphytobenthic photosynthetic capacity. Furthermore, in the intertidal 
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zone, the distribution of microphytobenthos is highly heterogeneous (MacIntyre et al. 1996; 

Spilmont et al. 2011; Redzuan and Underwood 2020). As a result, by having no or few 

replicates, a major bias is introduced when studying the microphytobenthos on a small 

scale. 

This paper aims to present and evaluate the efficiency of an automated P-I curve acquisition 

system under controlled conditions in the laboratory. The objective is to highlight the 

processes involved in a microphytobenthic biofilm functioning by a combined approach 

through the use of (i) microprofiling allowing the acquisition of information on the primary 

production and its vertical distribution in the sediment and (ii) modulated fluorescence 

allowing the acquisition of information on the migratory and photosynthetic activity 

processes at the surface of the sediment. The aim is also to perform a large number of 

measurements in standard conditions in order to study the primary production in a 

controlled and reproducible environment, all in an automated way by the use of a climatic 

chamber. 

3. Materials and methods 

3.1. Sampling and sedimentary characterization 
 

Sediment samplings were performed in spring 2021, during the emersion period of an 

intertidal mudflat located in the Canche estuary (50°32'07 "N; 1°35'45 "E) in the eastern 

English Channel. Field surface sediment temperature and salinity were measured in situ as 

conventionally done by inserting a multi-parameter probe (HI9829, Hanna Instruments, 
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France) into the first centimeter of the sediment within a few centimeters of the core 

location. 

Three 15 cm diameter sediment cores were collected in the dark before sunrise and stored 

in the dark until the beginning of the experiment about one hour later. One core was used 

for oxygen microprofiling and fluorescence study, while the two others were used for 

sediment characterization. For this characterization, 3 subcores (2.6 cm inner diameter) 

were randomly taken in the two sediment cores, just prior to the start of the acquisition 

sequence to estimate chlorophyll a (Chl a) concentrations in the first centimeter of wet 

sliced sediment, using the Lorenzen method (1967). Similarly, to determine the average 

sediment porosity, another subcore was sampled in each of the main sediment cores and 

stored at -20°C. Once frozen, each subcore was manually sectioned with a thin blade into 

2-mm slices, down to 1-cm depth, then into 5-mm slices, down to 3.5-cm depth, then into 

1-cm slices, down to 5.5-cm depth, then into 2-cm slices, down to 9.5-cm depth for 

determination of porosity profiles. Each sediment slice was then dried in an oven (60°C) for 

a week (Danovaro et al. 1999; Flemming and Delafontaine 2000), and the porosity was 

calculated from the measurement of sediment water content, obtained by dividing the 

difference between wet and dry sediment assuming a dry particle density (ρsed) of 2.65 g.cm-

3 (Mackin and Aller 1984) and a seawater density (ρw) of 1.03 g.cm-3. The equation used for 

the calculation of porosity is: 

φ =  

𝑊𝑤
𝜌𝑤

𝑊𝑤
𝜌𝑤

+
𝑊𝑠𝑒𝑑
𝜌𝑠𝑒𝑑

 
              (1) 

where Ww and Wsed are respectively the weight of water and the weight of sediment. 
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3.2. Overview of the automated Photosynthesis- Irradiance (P-I) curve 

acquisition system 

i. Two complementary measurement types 

 

The experimental setting was developed to measure and describe the microphytobenthic 

primary production, using a sediment core (15 cm diameter, 10 cm length) brought back 

from the field to the laboratory, through two complementary measurement tools. On the 

one hand, two Clark-type microsensors (OX50, Unisense, Denmark) were used in parallel to 

acquire vertical oxygen profiles in pairs (Figure 1). The two microsensors were connected 

to multichannel amplifier for the electric potentials measured by the microsensors 

(MultiChannel UniAmp, Unisense, Denmark). These microsensors have been fixed on a 

vertical micromotor system (MM33-2, Unisense, Denmark) allowing to realize in an 

automated way oxygen profiles with a vertical measurement step of 50 µm. The 

microsensors used have an outer diameter of 50 μm, a 90% response time < 4 s, a stirring 

sensitivity < 2 %, and were calibrated as described by Revsbech (1989). The choice of the 

number of microsensors used simultaneously results from a trade-off between the total 

duration of an experimentation, the constraint related to the self-shading of the device on 

the sediment and the number of replicates. While microsensors are thin, the microsensor 

holder must be larger to accommodate additional sensors, thereby increasing self-shading. 

Therefore, the number of microsensors used must be carefully weighed against the risk of 

self-shading. On the other hand, the optical fiber of a pulse-amplitude modulated 

chlorophyll fluorometer (Diving-PAM, Heinz Walz, Germany) is placed near the 

microsensors to acquire fluorescence data from the sediment (Figure 1). This instrument is 
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based on the use of modulated red light as a measuring, non-actinic light source (Kromkamp 

et al. 1998). 

 

FIGURE 1: General layout of the experimental system for P-I curves acquisition (1) Fitoclima 

chamber sensors that allows the maintenance of the programmed conditions and 

ventilation compartment, (2) Lighting strip integrated in the climatic chamber, (3) Hermetic 

door, (4) Oxygen microsensors, (5) Micromotor, (6) Diving-PAM optical fiber, (7) Sediment 

core, (8) Additional light source KL2500 LCD, (9) Diving-PAM, (10) Programmable turntable, 

(11) Laboratory stand 
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The Diving-PAM allowed the measurement of the effective quantum yield of the 

photosystem II (PSII) (ΦPSII). ΦPSII was calculated according to Genty et al. (1989): 

𝜙𝑃𝑆𝐼𝐼 =
𝐹𝑚′ − 𝐹𝑡

𝐹𝑚′
               (2) 

where Ft is the instantaneous fluorescence level under ambient light and Fm′ is the maximal 

level determined with a single actinic saturating light pulse (0.8 s, 2500 µmol photons.m-2.s-

1) for light-acclimated samples. ΦPSII is used to calculate the relative electron transport rate 

(rETR) through the PSII under a given light intensity, according to the estimation of Genty et 

al. (1989): 

𝑟𝐸𝑇𝑅 = 𝜙𝑃𝑆𝐼𝐼 × 𝑃𝑃𝐹𝐷 × 0.5              (3) 

where PPFD (Photosynthetic Photon Flux Density) is the value of the ambient light 

measured with a planar light sensor (LI-190, LICOR, Germany) and 0.5 is the factor that 

accounts for the partitioning of energy between the two photosystems.  

The non-photochemical quenching (NPQ), which is a mechanism of energy dissipation as 

heat, was calculated according to Serôdio et al. 2005:  

𝑁𝑃𝑄 =
𝐹𝑚′𝑚  − 𝐹𝑚′

𝐹𝑚′
               (4) 
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where Fm’m corresponds to the maximum Fm’ measured during the fluorescence 

measurements obtained here for an intensity of 110 µmol photons.m-2.s-1 corresponding to 

the lowest of the 16 different light intensities used during the actinic light application. 

In order to characterize the microphytobenthic biofilm physiological condition, the optimal 

quantum yield of PSII photochemistry (Genty et al., 1989) is calculated as the ratio:  

𝐹𝑣

𝐹𝑚
=

𝐹𝑚 − 𝐹0

𝐹𝑚
               (5) 

where F0 is the minimal fluorescence and Fm is the maximal fluorescence obtained during 

the application of a saturating pulse of white light (0.8 s, 2500 µmol photons.m-2.s-1), both 

levels measured after a period of 10 minutes in darkness. This parameter was measured 

before and after experimentation. For reliability of fluorescence measurements, gain, 

damping and intensity of the modulated light of the Diving-PAM was preliminary defined to 

obtain a sufficient Ft value (> 130) for the entire experiment. All fluorescence data 

presented in this study were averaged from the 14 values obtained for each light intensity. 

ii. A fully controlled environment 

 

These two measurement tools were used in a climatic chamber (Fitoclima s600, Aralab, 

Portugal) which enables to control different parameters (light intensity, air humidity or 

temperature) (Figure 1). To our knowledge, such a climatic chamber has never been used 

for studies on microphytobenthos, but the literature contains studies carried out with this 

type of chamber on kelps (Martins et al. 2022) or, in most cases, on terrestrial autotrophic 

organisms, as done with Arabidopsis thaliana (Sattari Vayghan et al. 2022). With the 

previously described microsensors/PAM configuration, the light applied to the biofilm 

measurement spots varied from 0 to 780 µmol photons.m-2.s-1. To reach intensities close to 
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the maximal values that can be observed in the field, an additional light source with a fiber 

optic guide (KL 2500 LCD, Schott, Germany) was added to the one integrated in the climatic 

chamber. In this way, the climatic chamber coupled with the additional lighting can create 

a light environment ranging from 0 to 1620 µmol photons.m-2.s-1. The system was 

programmed to provide 15 different light intensities, in addition to darkness. 

To ensure that additional light sources have no effect on the microphytobenthic primary 

production, oxygen fluxes were measured under controlled conditions of temperature and 

air humidity for three identical light intensities using three different light modalities: (i) 

chamber daylight lighting alone, (ii) additional daylight lighting alone (KL 2500, Schott, 

Germany), and (iii) both chamber and additional daylight lighting together (50%/50%). The 

light intensities chosen corresponded to a low (200 µmol photons.m-2.s-1), a medium (475 

µmol photons.m-2.s-1) and an high light intensity (1020 µmol photons.m-2.s-1). This high light 

intensity was reached by reducing the number of microsensors above the sediment and by 

positioning the sediment surface closer to the light source. 

Furthermore, in order to avoid that the microsensors perform profiles at the same places, 

the system has been equipped with a programmable turntable (Mouvements Phenix, 

France) controlled by an Arduino system on which the sediment core can be placed to be 

studied. This has two advantages: (i) not to create sediment disturbance during a second 

penetration of the microsensor and (ii) to allow integration of the spatial micro-

heterogeneity of the microphytobenthic community. 

Thus, the experimental set-up presented here allows to create a range of abiotic conditions 

that can be replicated in order to perform experiments under the same conditions. 
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Although we have only varied the light intensity, it is possible to vary one or more 

parameters at a time. Here, as an illustration, we presented the ability of the system to 

perform P-I curves, with a stepwise varying light intensity, at a constant air humidity level 

(70 %) and a constant temperature level (12°C) corresponding to the average climatic 

parameters of the last 5 days of the sampling. 

3.3. Automation of data acquisition: an opening to experimental 

opportunities 
 

The whole system (Arduino for the rotation of the sediment core, light variation, 

microsensors movement sequence and fluorescence signal acquisition) was programmed in 

such a way that the measurement procedure of the oxygen profiles and fluorescence took 

place under an automated increase of the light intensity by steps time of 44 minutes to 

allow the various measurements to take place. For this purpose, the various components of 

the system were synchronized. Every 11 minutes, a microprofiling sequence with 2 

microsensors located approximately 2 mm above the sediment was programmed in a way 

to reach the air-sediment interface at the same time. At the end of the profiles (when the 

microsensors have returned to their safe position), the turntable was programmed to rotate 

by 5°. Similarly to the microsensors, the optical fiber for fluorescence measurements with 

the Diving-PAM was placed at a 45° angle to the sediment surface to avoid shading the 

sediment, between the two microsensors in order to perform measurements at different 

locations in the sediment core. Ft and Fm' measurements are programmed to be 

automatically triggered every 3 minutes allowing three replicate measurements at the same 

location before each rotation of the sediment core. Concurrently, the increase in light 

intensity was programmed to go in steps from 0 to 1620 µmol photons.m-2.s-1 every 4 
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microprofiling sequences. Thus, for darkness and each of the 15 light intensities, two 

profiles with a vertical measurement made every 50 µm were acquired during the first 11 

minutes, then two more during the following 11 minutes, four times for a total of 8 profiles 

per light intensity (4 replicates × 2 microsensors). 

Before each measurement at a given depth, microsensors were systematically stopped 

during a stabilization time of 4 seconds with the purpose of having a 90% reliability of the 

measurement. Each profile was carried out down to a depth of 4.5 mm in order to 

systematically reach the anoxic layer. Oxygen penetration depth (OPD) was defined as the 

depth where O2 concentration was steadily lower than 1% of the oxygen interface 

concentration (Cai and Sayles 1996). Oxygen partial pressure was converted to oxygen 

concentration as a function of measured surface sediment salinity and temperature (Garcia 

and Gordon 1992). In addition to this OPD, the depth of the production peak, i.e. the depth 

at which the maximum oxygen concentration was measured as well as the thickness of the 

production peak, corresponding to the depth at which the concentration measured at the 

interface is measured in the sediment (below the maximum oxygen concentration). 

Vertical oxygen microprofiles were used to numerically estimate net oxygen production 

(NOP) as a function of depth using the SensorTrace (Unisense, Denmark) numerical profiling 

software, based on the model developed by Berg et al. (1998). This model is based on a 

series of least-squares fits to the measured steady-state oxygen profiles and requires the 

integration of several parameters: porosity (in our case, the average value of porosity 

measured over the surfacial 4 millimeters), temperature and salinity of the studied 

sediment with an accuracy of 0.01 °C and 0.01. Among different proposed models, the user 

chooses with the help of an F value the model which presents the best adjustment.  For all 
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calculations, we assumed steady state and vertical exchanges only (1D model), and profiles 

showing evident sign of bioturbation were not considered. Gross oxygen production (GOP) 

of microphytobenthos was calculated from the NOP values by subtracting the average 

respiratory fluxes measured at dark. 

3.4. P-I curve fitting and statistical analysis 
 

The characteristic photosynthetic parameters of the microphytobenthic communities, i.e. 

the initial slope of the non-saturated photosynthetic rate (α), the saturation onset 

parameter (Ik) and the maximum production (Pmax) (Coutinho and Zingmark 1987; Henley 

1993) were assessed thanks to the statistical software R (The R Core Team 2017) and 

statistical package Phytotools (V1.0) by using the model of Eilers and Peeters (1988):  

𝑦 =
𝐼

𝐼2

𝛼 × 𝐼𝑘²
+

𝐼
𝑃𝑚𝑎𝑥

−
2𝐼

𝛼 × 𝐼𝐾
+

1
𝛼

               (6) 

where y is the photosynthetic rate and I the photosynthetic photon flux density (PPFD).  

Normality and homogeneity of variance were tested using the Shapiro-Wilk W-test, and 

results indicated non-normal distribution of the GOP data. Hence, non-parametric Wilcoxon 

tests were applied to compare GOP obtained using the different light conditions by 

comparing 10 replicates for each light sources. The R statistical software was used to 

perform this statistical analysis.  

4. Results 

4.1. Testing of the lighting system 
 

Since the system is composed of two different daylight sources, we ensured that the three 

lighting modalities used in our experimentation did not have a significant impact on the 



Chapitre 2 – Un outil d’acquisition autonome à haute fréquence de courbes photosynthèse-

irradiance 

 

 
69 

 

biological processes we measured. No significant difference in GOP was observed between 

the three light sources for each light condition (p>0.05, n=10, Wilcoxon test) for the low, 

medium and high light intensities respectively (Figure 2). 

 

FIGURE 2: Gross oxygen production measured for 3 light intensities under 3 different light 

sources: chamber daylight lighting (black), additional daylight lighting (dark grey) and 

chamber combined to additional daylight lighting (light grey). 

 

Surface temperature measurements were also taken to ensure that there were no heating 

issues from the lighting. For a continuous 12-hour illumination, the surface temperature of 

the sediment changed from 11.7 ± 0.2°C (in the dark) to 12.0 ± 0.1 °C (at 1620 µmol 

photons.m-2 .s-1) (p>0.05, n=8, Wilcoxon test). We have added this to the manuscript. 
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4.2. An automated creation for a large oxygen fluxes dataset 
 

The surface temperature of the sediment core was 12.1°C, the salinity 33.6 and the average 

Chl a concentration 270.93 ± 32.49 mg.m-2. In the two centimeters of surficial sediment, the 

average porosity decreased downward from 0.92 ± 0.02 to 0.65 ± 0.03. Through the use of 

the autonomous system, 128 vertical oxygen profiles were acquired at different locations 

in the sediment core. Among all these profiles, 6 were not processed due to evidence of 

bioturbation that did not allow accurate profile fitting, giving a large dataset of 122 profiles. 

Some vertical oxygen profiles obtained at different light intensities and their corresponding 

model fits are presented in Figure 3.  

 

FIGURE 3: Raw oxygen concentrations measured under 3 light intensities versus depth in the 

superficial sediments with associated model fits. Profile (A) 0 µmol photons.m-2.s-1, profile 

(B) 565 µmol photons.m-2.s-1 and profile (C) 1650 µmol photons.m-2.s-1. 

 

The 0 mm depth corresponds to the sediment-air interface defined as the last value showing 

an oxygen concentration similar to that observed in air. The profile obtained at dark (0 µmol 
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photons.m-2.s-1) showed an exponential decrease in oxygen concentration from the first 

micrometers, down to anoxia values (under 1% of the interface oxygen concentration, i.e. 

2.5 µM) reached at 0.65 mm depth. The two other profiles, obtained under a light intensity 

of 565 and 1620 µmol photons.m-2.s-1 showed a maximum oxygen concentration at a depth 

of 0.15 and 0.20 mm respectively, with values decreasing further down until reaching a zero 

concentration value corresponding to anoxia at 1.05 and 1.10 mm. 

The most representative fit based on the best F value (Berg et al. 1998) allowed calculation 

of net oxygen production (NOP) integrated on depth. Over the entire dataset, average NOP 

values ranged from -4.52 ± 0.48 to 12.39 ± 2.93 mmol O2.m-2.h-1 while the oxygen 

penetration depth varied between 0.65 and 1.85 mm. The average GOP values ranged from 

0.00 ± 0.48 to 16.91 ± 2.93 mmol O2.m-2.h-1. 

4.3. P-I curve acquisition under increasing light 
 

The 122 GOP values were related to the light values to construct a P-I curve. The initial slope 

(α) was 0.54 ± 0.11, the maximum production (Pmax) 14.68 ± 3.70 mmol O2.m-2.h-1 and the 

saturation onset parameter (Ik) 478 ± 122 µmol photons.m-2.s-1. The scatterplot was also 

fitted with 4 P-I curves, each corresponding to a time of exposure to a given light intensity 

(i.e. 11, 22, 33 and 44 minutes) (Figure 4A). The P-I curve corresponding to the data acquired 

during the first 11 minutes was largely different from the three others, with an α two times 

lower, an Ik 40% higher and a Pmax 10% higher (Table 1). The mean GOP values for each light 

intensity were then compared to those calculated with all the GOP values without the ones 

measured during the first 11 minutes (Figure 4B). The mean GOP values obtained for the 

data between 0 and 475 µmol photons.m-2.s-1 (i.e. from dark to Ik), was significantly different 

from the mean GOP values obtained for the data without the first 11 minutes (p<0.05, n=8, 
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Wilcoxon test). Thus, only the data acquired from 22 to 44 minutes of illumination were 

retained for the calculation of the NOP and GOP.  

 

FIGURE 4: (A) Photosynthesis- Irradiance curves fitted following the time exposure to the 

different light intensities. Yellow curve fitted on the points corresponds to GOP calculated 

with the profiles carried out the first 11 minutes, orange between 11 and 22 minutes of 

exposure, red between 22 and 33 minutes of exposure and blue between 33 and 44 minutes 

of exposure for two microsensors. (B) Photosynthesis- Irradiance curves fitted on all dataset 

(black solid line, black dots corresponding to mean ± s.d.) and on all dataset excepted the 

first 11 minutes data (grey dashed line, grey triangle corresponding to mean ± s.d.). 
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Table 1: Characteristic photosynthetic parameters of the Photosynthesis-Irradiance curves 

modeled following the time exposure to the different light intensities 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Exposure time (min)  α Ik (µmol photons.m-2.s-1) Pmax (mmol O2.m-2.h-1) 

11 0.27 749.8 15.78 

22 0.61 472.6 14.92 

33 0.62 471.3 14.32 

44 0.71 469.1 14.10 



Chapitre 2 – Un outil d’acquisition autonome à haute fréquence de courbes photosynthèse-

irradiance 

 

 
74 

 

4.4. Fluorescence measurements 
 

At the beginning of the experiment, before any exposure to light in the climatic chamber, 

Fv/Fm was 0.644 ± 0.003 and reached 0.590 ± 0.073 at the end. Ft regularly increased from 

1416 ± 16 at dark to 2136 ± 82 at 475 µmol photons.m-2.s-1, then decreased to 833 ± 35 at 

1620 µmol photons.m-2.s-1 (Figure 5A). NPQ demonstrated a linear increase from 475 to 

1107 µmol photons.m-2.s-1, before reaching a plateau (Figure 5B). 

 

FIGURE 5: (A) Instantaneous fluorescence (Ft) according to the light intensity (each point 

corresponds to the mean ± s.d. of 14 Ft measurements, i.e. measurements performed every 

3 minutes during 44 minutes). (B) Non photochemical quenching (NPQ) according to the light 

intensity (each point corresponds to the mean ± s.d. of 14 NPQ measurements, i.e. 

measurements performed every 3 minutes during 44 minutes). 

 

4.5. Dispersion analysis: variability of photosynthetic activity within 

temporal heterogeneity 
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In order to study the short-term effect of a change in light intensity on microphytobenthic 

photosynthetic activity, the standard deviation (s.d.) was calculated on GOP and rETR 

dataset for each intensity, both on all values and on all values except the ones obtained 

during the first 11 minutes of exposition at a given light intensity (Figure 6A and 6B). This 

dispersion analysis has been used as a proxy of the variability of the microphytobenthic 

photosynthetic in response to specific light intensities. For GOP data, the s.d. ranged from 

0.57 to 4.61 mmol O2.m-2.h-1 when calculated on all values and from 0.57 to 4.45 mmol 

O2.m-2.h-1 for values without the first 11 minutes (Figure 6A). Whatever the dataset, three 

peaks can be observed in GOP s.d., at 200, 780 and 1290 µmol photons.m-2.s-1 respectively. 

For rETR, the s.d. ranged from 0.45 to 28.35 for all values and from 0.35 to 35.00 for values 

without the first 11 minutes (Figure 6B). Whatever the dataset, three peaks can be observed 

in rETR s.d., at 0, 475 and 780 µmol photons.m-2.s-1 respectively.  

FIGURE 6: Standard deviation as a function of the light intensity based on GOP (A) and 

rETR (B). Black sticks correspond to s.d. calculated on all data (n=8 for GOP and n=14 for 

rETR) and grey sticks correspond to s.d. calculated on all data excluding the 11 first 

minutes (n=6 for GOP and n=10 for rETR). 
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4.6. Mean depth of the maximum O2 production and thickness of the 

production peak 
 

The mean depth of the maximum oxygen concentration increased from 0 to 475 µmol 

photons.m-2.s-1 from 0.00 ± 0.00 to 2.18 ± 0.31 mm, then decreased up to a depth of 1.29 ± 

0.50 mm during the exposition at the 3 following light intensities, to reach again a second 

maxima of 1.93 ± 0.37 mm at about 935 µmol photons.m-2.s-1 (Figure 7A). The thickness of 

the production peak followed the same pattern (Figure 7B) with a peak reaching a thickness 

of 3.75 ± 0.38 mm at 475 µmol photons.m-2.s-1, followed by a decrease to 2.71 + 0.39 mm 

at 700 µmol photons.m-2.s-1 and an increase to reach a thickness of 0.40 + 0.29 mm for the 

second maximum at 935 µmol photons.m-2.s-1.  

 

FIGURE 7: (A) Mean (± s.d.) depth of the maximum oxygen concentration according to the 

light intensity (n=6, i.e. all dataset excepted the 11 first minutes data). (B) Mean (± s.d.) 

thickness of the production peak according to the light intensity (n=6, i.e. all dataset 

excepted the 11 first minutes data). 
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5. Discussion 

5.1. The development of an autonomous system to study photophysiology 

and primary production of microphytobenthos 

i. Limitations of past studies and methodological contributions of the 

autonomous system 

 

With field experiments, the tide usually forces users to carry out short experiments and 

sometimes with datasets with a small sample size. The impossibility of carrying out two 

comparative studies under strictly identical conditions or simply the number of people 

mobilized for the field study are among the many factors that make in situ acquisition 

complicated. Light response curves or photosynthesis – irradiance curves are usually used 

to determine a range of photophysiological and productivity parameters. However, the long 

duration of the light curves often makes replication of measurements impossible, even with 

fluorescence acquisition (Perkins 2010), and P-I curves with less than 30 points are usually 

performed either in situ (Denis et al. 2009) or in laboratory (Gerbersdorf et al. 2005; 

Santema and Huettel 2018). Due to the long time period spent obtaining a single set of 

measurements, investigation of temporal or spatial variation is also complicated (Perkins 

2010). Using the autonomous system we developed, a P-I curve was constructed on a 

scatterplot of 122 points, with 8 replicates for each light intensity. Contrary to the method 

of measuring fluorescence (Morelle et al. 2018) or eddy covariance (Merikhi et al. 2021) 

which are techniques that do not take depth into account, to our knowledge, no study on 

microphytobenthos using microsensor technique has allowed the construction of a P-I curve 

with such a high number of values. This was made possible by the synchronization and 

automation of the different elements composing the autonomous system. First, the use of 

a lighting system added to a climate chamber allowed the programming of irradiance levels 

over a wide range of intensities while controlling the other parameters. Secondly, the use 
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of a microprofiler on which two microsensors were mounted allowed the acquisition of 2 

profiles at the same time. And thirdly, the integration of an automatic rotation between the 

different profile acquisitions allowed to face two constraints often discussed in the 

literature: sediment disturbance generated by successive oxygen microsensors penetration 

(Revsbech 1989) and the limit of using microsensors because of spatial heterogeneity (Glud 

2006, Denis et al. 2012). As previously shown for sandy (Blanchard 1990; Spilmont et al. 

2011) and muddy sediments (Jesus et al. 2005; Daggers et al. 2020), microphytobenthos is 

heterogeneously distributed at the sediment surface, thus, by using too few replicates, 

spatial heterogeneity cannot be considered or only partially (Glud 2006). According to 

Spilmont et al. (2011), in the case of a production estimation for the realization of 

production budget, the sampling surface must be comprised between 30 and 220 cm2 on a 

sandy or even sandy-muddy sediment. To our knowledge, no study to date has established 

a study surface that would be representative of a muddy sediment. In our study and 

according to Rabouille et al. (2003), a dataset of 122 vertical profiles would allow to sample 

between 13 and 26 cm2 (i.e. spatial resolution of a microsensor between 0.1 and 0.2 cm2), 

which highlights the complementarity with the PAM, which has a higher spatial 

representativeness. The system we developed also allows to take into account changes in 

biofilm surface community that may also occur with light variations (intensity, duration), 

such as phototaxis, micro-cycling, as well as possible diel and tidal patterns in vertical 

migration (Perkins 2010, Cartaxana et al. 2016). By combining a regular increase of the light 

intensity with incremental light steps, it is possible to simulate an emersion with ideal light 

conditions at sunrise, while analyzing the response of the microphytobenthos to a given 

illumination. Beyond its capacity to acquire a large dataset thanks to a total automation of 

the different components of the system, it is important to note that this system allows to 
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create a wide range of physico-chemical conditions, which makes possible the work in 

controlled conditions and simulate a wide variety of climate scenarios.  

ii. Laboratory tests 

 

In order to have an autonomous system for the acquisition of P-I curves covering the whole 

range of light intensities encountered in the field (up to about 2000 µmol photons.m-2.s-1, 

Denis et al. 2009), two additive light sources were used. The use of both types of light 

sources, alone or in combination, did not result in significant differences in photosynthetic 

activity as measured through oxygen production. In addition, the duration of exposure to 

light in the laboratory was calculated and tested to ensure that it was compatible with the 

total emersion time that microphytbenthic biofilms undergo in situ, conducting to 8 

replicate profiles per light intensity. But according to the user’s needs, by making the 

compromise of reducing the number of light intensities, it is possible to increase the number 

of replicates per light intensity, for instance to better integrate spatial heterogeneity (higher 

replicate profiles). Thus, there is a trade-off between the number of light intensities applied 

to the microphytobenthic community and the number of profile replicates per intensity. 

Kwon et al. (2018) have chosen to acquire a large number of P-I curves from 3-4 replicates 

of measurements for only 5 light intensities, hence building a dataset of 1870 oxygen 

microprofiles during a 27 month-long survey, equivalent to only 15 P-I curves in our case. 

The high values of Fv/Fm obtained before and after the realization of the P-I curve acquisition 

(without any significant change) reflect the good physiological state of the biofilm as well 

as the photoregulatory capacity of the microphytobenthic assemblage during the whole 

experiment (Rasmussen et al. 1983; Barranguet et al. 1998; Chevalier et al. 2010), in 
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accordance with no evidence of photoinhibition on the P-I curve (no decrease in the 

production rate at high light intensities). 

5.2. Validation of the measurement protocol: productivity comparison 
 

By reporting the maximum production obtained in this study to the biomass of 

microphytobenthos, we calculated a productivity of 0.06 ± 0.01 mmol O2.m-2.h-1 per gram 

of Chl a, a value comparable to 0.07 ± 0.02 mmol O2.m-2.h-1 per gram of Chl a obtained for 

the same study site and the same season by Denis and Desreumaux (2009). However, Denis 

and Desreumaux (2009) observed larger variations which could be attributed to a smaller 

dataset but also to the impossibility of carrying out measurement replicates under standard 

conditions in the field. Indeed, a significant bias can be introduced by integrating a few 

values per light intensity (MacIntyre et al. 1996; Spilmont et al. 2011). Therefore, the 

autonomous acquisition system, making possible the acquisition of replicates by light 

intensity, could allow to go much further in understanding the mechanisms of primary 

production. 

5.3. Feedback on the autonomous system: stabilization time of the fluxes 
 

Modeling of P-I curves as a function of time revealed significant differences of GOP between 

the first 11 minutes compared to the following 33 minutes of exposure to a given light 

intensity, regarding the photosynthetic dynamics of microphytobenthos. Two main 

hypotheses can be formulated to explain this difference. Among the different responses to 

light variations, the migratory behavior of microphytobenthos by phototactism in response 

to light variations (Morris et al. 2008) is a strategy employed to either access greater 

illumination or to escape from excessive intensities (Perkins et al. 2001; Serôdio et al. 2005; 
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Mouget et al. 2008; Serôdio et al. 2012; Du et al. 2018). Several studies have investigated 

microphytobenthic migration behavior, and the fastest species have been observed to 

move at speeds ranging from 2 to 20 µm.s–1 (Cohn and Disparti 1994; Consalvey et al. 2004), 

theoretically allowing them to migrate distances of up to 1 millimeter in approximately 1 to 

9 minutes. Beyond its migratory capacity, microphytobenthos is known to implement 

various photoacclimation mechanisms, such as changes in the number (Pniewski and 

Piasecka-Jedrzejak 2020) or size conformation of the photosynthetic unit (Kromkamp and 

Limbeek 1993). These mechanisms are common under highly variable light conditions 

(Falkowski and Owens 1980; Behrenfeld et al. 1998), which are characteristic of temperate 

estuarine mudflats subjected to macrotidal regimes (alternating emersion/immersion, 

cloud cover, resuspension, bioturbation, burial (Josefson et al. 2012)). It is important to note 

that our data acquisition procedure involved performing the P-I curves sequentially, which 

is a common practice but unavoidably results in a lack of independence among the 

measurements. Secondly, the hypothesis that would explain this stabilization time lies in 

the oxygen diffusion time. According to Fick’s diffusion laws (Fick 1855, reprinted 1995), 

oxygen diffuses from the most concentrated area to the least concentrated with a diffusion 

speed that can be variable according to the porosity. This diffusion is not instantaneous and 

thus, once the microphytobenthos is in optimal light conditions after having migrated 

and/or set up its different photoadaptive mechanisms, the oxygen concentrations will tend 

to be balanced in the surrounding sedimentary layers. The model of Berg et al. (1998) that 

allows the calculation of depth-integrated oxygen fluxes is based on a steady-state 

assumption. It takes into account the vertical diffusion in the calculation, allowing to define 

successive production/consumption zones. In this way, the vertical diffusion time is taken 

into account. On the other hand, as the microphytobenthos is heterogeneously distributed, 
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the microsensor does not always pass exactly where the maximum amount of oxygen is 

produced, which can lead to the taking into account of a stabilization time so that the 

microsensors can measure the photosynthetic activity of the microphytobenthos in a state 

of equilibrium O2 concentration. 

We have shown here that the curves obtained by means of 8 repetitions carried out with 

the automated laboratory system allowed to highlight a difference in the creation of P-I 

curve between the one obtained on the data resulting from the profiles acquired during the 

first 11 minutes of illumination and those acquired after 11 minutes of illumination. 

Depending on the study goal, it may be interesting to study this flux stabilization time or to 

avoid it. If the objective is to study microphytobenthos physiology and its primary 

production capacities, it will be recommended, before each profile, to take into account a 

lag time by illuminating the sediment for about ten minutes in order to reach a steady state. 

On the other hand, if the objective is to extrapolate the photosynthetic activity of 

microphytobenthos to the natural environment, it is necessary to take into account short-

term variations, including the fluxes measured during the first minutes. It is important to 

note that this equilibrium time is to be taken into account only for the measurements of 

oxygen flux by microsensors because the fluorescence technique allows the measurement 

of a photon flux, which does not need an equilibrium time since the photon flux measured 

by the PAM measures a process in progress and microsensors its result. Even so, caution 

must be taken when using this technique since the photoacclimation mechanisms are not 

instantaneous. Many authors use the rapid light curve (RLC) technique which allows 

acquisition within 1.5–2 minutes to obtain a P-I curve although there is always a variation 

corresponding to the short-term light history of the microphytobenthos using illuminations 



Chapitre 2 – Un outil d’acquisition autonome à haute fréquence de courbes photosynthèse-

irradiance 

 

 
83 

 

of the order of 10 to 20 seconds to perform the RLC (Serôdio et al. 2005, Lefebvre et al. 

2011). 

Under field conditions, due to random changes in light during cloudy periods, the 

microphytobenthos is exposed to variable light conditions and must therefore migrate 

continuously in the sediment which leads to never presenting a totally stable flux value 

because the assumption of photosynthetic steady state cannot be made. It is to this 

technical limitation that our experimental system responds since it allows precise 

quantification of the photosynthetic capacities of microphytobenthos, something more 

complicated to set up in situ. It is in this way that the system developed here can be 

interesting because it is able to recreate these conditions in the laboratory while controlling 

all other parameters. Thus, the system presented here made it possible to highlight the 

stabilization time of oxygen fluxes when the microphytobenthos is exposed to a given light 

intensity. The authors therefore recommend a minimum adaptation time of 11 minutes to 

a new intensity when measurements are made by applying light of increasing intensity in 

steps. To go further, it is important to note that 11 minutes corresponds to the entire 

completion of a profile. Therefore, the 11 minutes announced correspond to the maximum 

stabilization time. Indeed, the first profile sequence takes about 7 minutes to reach the 

OPD. Thus, between the 7th and 11th minute of acquisition (i.e. the beginning of the second 

profile acquisition sequence), the microphytobenthos was exposed to the same light 

intensity for about 4 minutes, during which time the fluxes were stabilized. 
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5.4. An autonomous and standardized methodological approach integrating 

complementary tools to go further in the understanding of 

photosynthetic mechanisms  
 

The experimental system presented here allows to accurately describe under controlled 

conditions the photosynthetic activity of microphytobenthos and its spatial variability on 

the horizontal, but also the vertical plane. Several parameters and measurements are 

coupled in order to have precise information about the mechanisms happening in 3 

dimensions at the sediment surface. Thanks to the exploitation of the vertical oxygen 

profiles, it is possible to obtain information concerning the depth at which the most 

important photosynthetic activity takes place through the average depth of the production, 

but also the intensity of this activity via the average thickness of the oxygen peak. The depth 

of the oxygen peak as a function of intensity gives information on the migratory kinetics of 

the microphytobenthos, while on the other hand, the thickness of the peak integrates 

diffusive mechanisms.  

As the light intensity increased during P-I curve establishment, the photosynthetic and 

migratory activity of the microphytobenthos widely varied. Different light intensity ranges 

were identified: (i) from 0 to 475 µmol photons.m-2.s-1, (ii) from 475 to 780 µmol photons.m-

2.s-1, (iii) from 780 to 1110 µmol photons.m-2.s-1 and (iv) from 1110 to 1650 µmol photons.m-

2.s-1. From 0 to 475 µmol photons.m-2.s-1 (i.e. up to the saturation onset parameter Ik), the 

instantaneous fluorescence Ft increased, testifying that the microphytobenthos migrated 

towards the sediment surface (Serôdio et al. 1997; Morris et al. 2008; Cartaxana et al. 2016). 

Even if there are models that allow to adjust the information on the depth (Morelle et al. 

2018), PAM fluorometry only gives surface information as widely discussed in the literature 

(Kromkamp et al. 1998; Serôdio 2004; Forster and Kromkamp 2004) and can therefore be 
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considered as a proxy of the active microphytobenthic biomass. This observation means 

that the maximum of microphytobenthic biomass could be found at Ik. This result is in line 

with the increase in photosynthetic activity as observed through the linear increase of GOP 

from 0 to 475 µmol photons.m-2.s-1. Moreover, this increase in photosynthetic activity 

occurred with little variability with respect to the dispersion values of GOP and rETR. In 

addition, this increase in photosynthetic activity, even though the microphytobenthos 

migrated towards the surface, caused a burying of the maximum oxygen concentration and 

an increase in the thickness of the production peak, which is a signal of the accumulation of 

primary producers on the surface of the sediment. These features are in agreement with 

the progressive arrival of microphytobenthos in the superficial zone of the sediment, the 

most suitable for its photosynthetic activity. Moreover, up to Ik, the microphytobenthos did 

not show signs of excessive light exposure since the NPQ value did not increase. 

From 475 to 780 µmol photons.m-2.s-1, photoprotective mechanisms were evidenced by the 

increase in NPQ, allowing the microphytobenthos to dissipate the energy excess as heat 

(Serôdio et al. 2005). In parallel, it was beyond Ik that the fluorescence signal Ft decreased, 

suggesting that some microphytobenthic organisms were migrating towards deeper 

sedimentary layers as a strategy to avoid photoinhibition due to excessive light energy that 

was neither used for photosynthetic electron transport nor dissipated as heat when 

potential saturation of photosystems occurred (Admiraal 1984). Nevertheless, no decrease 

in GOP was observed beyond Ik, suggesting that photosynthetic activity did not globally 

decrease, but variations in the depth and average thickness of the peak were clearly 

observed, suggesting that the production peak rose by thinning towards the interface while 

compensating with a higher intensity. 
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At 780 µmol photons.m-2.s-1, a change in the migratory dynamic and in the 

microphytobenthic photosynthetic activity occurred, marked by a strong heterogeneity in 

GOP and rETR values. It is conceivable that other groups of microphytobenthic organisms 

migrated to deeper sedimentary layers. Previous studies have already shown that within 

the same biofilm, the light preference could be highly variable between species and induced 

migratory movements at different light intensities (Hanelt et al. 1993; Serôdio et al. 2006), 

consequently implying changes in the depth and thickness of the oxygen peak. Concurrently 

with this migration, the NPQ continued to increase progressively until it reached a plateau 

from 1110 µmol photons.m-2.s-1, value generally observed in the literature for intertidal 

mudflats in a temperate environment (Pniewski et al., 2016; Morelle et al. 2018). 

From 1110 to 1650 µmol photons.m-2.s-1, a GOP dispersion peak was visible. In the field 

study of Denis et al. (2012), this variability was also observable, with GOP dispersion at high 

irradiance about two to three times higher than for previous light intensities. As light is 

stronger, it also penetrates deeper into the sedimentary layers. Khul et al. (1997) showed 

that the photic zone could reach about 0.6 mm in muddy sediments colonized by microbial 

mats (grain size < 63 µm). Thus, although the microphytobenthos has migrated in the 

sediment, it still received high light intensities, inducing a strong variability of oxygen 

production in the subsurface. A possible trade-off between vertical migration and 

photoprotection has been hypothesized (van Leeuwe et al. 2008; Jesus et al. 2009), which 

could explain this disparity in photosynthetic response, creating a strong dispersion. But 

Blommaert et al. (2017) demonstrated that for temperate ecosystems, there is no trade-off 

between vertical migration mechanisms and photoprotective mechanisms. On the other 

hand, under high illuminations, other parameters can lead to a significant dispersion of the 
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GOP. Cell size, for example, is a factor that can impact the photoprotective capacity of 

microphytobenthos, as due to its small size, pigment self-shading may be less, making cells 

more vulnerable to photodamages (Key et al. 2010) and thus requiring more 

photoprotection. On the other hand, no high dispersion was visible through the dispersion 

measurements on the rETR. Indeed, because microphytobenthic communities are 

composed of epipelic organisms (which move in between sediment particles) and 

epipsammic organisms (which live attached to sediment particles), those living fixed will 

remain at the surface during high light levels. As shown by Barnett et al. (2015), these 

organisms have a greater capacity for NPQ and xanthophyll cycling, and will have a greater 

tolerance to high light levels. 

5.5. Comments and recommendations 
 

One of the main advantages of this system is the design and setting of a wide range of 

physico-chemical conditions, enabling reproducibility of laboratory measurements thanks 

to the possibility of working under standardized conditions. It allows to test the effect of a 

targeted parameter, but also the synergy of several parameters (salinity, temperature, light 

...) on different types of sediment, taking care to choose the appropriate microsensor. 

Furthermore, in addition to enabling the control of various parameters and standardizing 

measurements, this system additionally improves our comprehension of 

microphytobenthic photosynthetic capacities by allowing access to additional information 

through its automated acquisition of P-I curves, which enables the acquisition of large 

datasets. By analyzing oxygen flux stabilization time, migration moments through 

dispersion, and notable elements of a vertical profile (such as depth and thickness of the 

peak), this system contributes significantly to improving the understanding of 
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microphytobenthic photosynthetic capacities. This improvement is particularly significant 

as incomplete or poorly supplied P-I curves are not valuable in scientific literature. But a 

common limit to any use of microsensors remains the time needed for data processing 

when the number of profiles becomes consequent. Furthermore, In the present 

experimental procedure, respiration is only calculated from oxygen profiles at dark. The 

additional use of the light-dark shift technique (Glud et al. 1992; Serôdio et al. 2001, 2007) 

for a few light intensities would allow considering respiration at light in the calculation of 

GOP, hence resulting in more accurate estimates. However, this method can be time-

consuming and requires additional experimental setup, and is thus best used as an auxiliary 

experiment rather than a routine measurement technique in our P-I curve acquisition 

procedure. 

The total cost of the system in the configuration presented here is approximately 90,000 

Euros. This estimate includes all of the measurement equipment, but not all of the options 

for these measurement devices are necessary, especially the Diving-PAM or the 

microsensor system. Less expensive equipment exists for a much lower cost, bringing the 

system to an approximate cost of 25,000 to 30,000 euros. Such a budget would allow for 

the creation of a low or zero operating cost system. To go further in the development of 

this autonomous system, several possibilities are conceivable. Firstly, it is possible to go 

further in the control of the parameters by developing a module allowing to work in 

immersion in order to take into account additional parameters such as salinity, water height 

or current intensity for example. It would be also possible to integrate other devices 

allowing to have additional and complementary information such as a hyperspectral 

camera, allowing to obtain information on the variation of the surface biomass or a modular 
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system of multi-parameter imaging, allowing to have an image of the entire surface of the 

sediment. Nevertheless, by adding extra-captors, it will be necessary to take care of the 

creation of self-shading, which is already a limiting factor in the number of microsensors 

used. 
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L'article qui compose ce chapitre vise à explorer expérimentalement la production 

primaire du microphytobenthos sous une perspective temporelle à l’échelle de la journée. 

Avec pour objectif de comprendre l'influence de l'horloge interne du microphytobenthos 

en relation avec l'heure du jour et les cycles de marées, nous avons examiné l'impact du 

moment auquel les mesures caractérisant l'activité photosynthétique sont effectuées.  

Cette étude résulte d’un constat général fait à partir de la littérature au sein de 

laquelle il existe une procédure qui est suivi par une grande majorité d’auteurs quant à la 

chronologie du prélèvement de carotte de sédiment ainsi que de son analyse. En effet, 

lorsqu'une carotte de sédiment est prélevée in situ pendant une période d'émersion, le 

temps disponible en laboratoire pour l'expérimentation peut ne pas correspondre à la 

phase d'émersion du site d'étude. Cette situation pose une question cruciale : doit-on 

débuter l'expérience durant l'émersion du site et la poursuivre pendant la période 

d'immersion, ou bien attendre la prochaine émersion du site, potentiellement en ignorant 

l'heure du jour ?  

Pour cela, à l’aide de l’outil de mesure autonome présenté dans le chapitre 

précédent, nous avons réalisé des séquences d’acquisitions de courbes P-E à différents 

moments du jour et de la marée afin de voir la réaction que pourrait avoir le 

microphytobenthos face à ces forçages. 

Cet article a été accepté pour publication dans Trends in Photochemistry and 

Photobiology. La phase de proof a été achevée le 04/09/2023. L’article est actuellement 

sous presse et devrait être mis en ligne dans le volume 22 de la revue.  
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1. Abstract 
 

The intertidal zone is a dynamic habitat subject to constant tide fluctuations that 

provides a challenging and stressful environment for the organisms inhabiting it. As a 

microscopic primary producer living in association with benthic substrates, 

microphytobenthos play a crucial role and display adaptive characteristics like 

photoprotection, desiccation resistance, and migration behaviors. This vertical migration is 

an important adaptative mechanism that enables the microalgae constituting the 

microphytobenthos to optimize their light exposure and retreat into the sediments during 

low tide to avoid harsh conditions. Numerous studies have shown that these vertical 

migration mechanisms are governed by an internal clock, giving rise to endogenous 

rhythms. To better understand the microphytobenthic communities functioning, primary 

production is typically characterized through laboratory measurements, often performed 

independently of the photoperiod or/and tidal characteristics of the environment. 

However, the question arises: does the time of day and tidal phase have an impact on the 

processes measured? To investigate this, we simulated an artificial tidal cycle, creating four 
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different scenarios to test the effects of ‘day hour’ and ‘tidal phase moment’. During these 

scenarios, we used two complementary measurement tools: a Pulse-amplitude modulated 

(PAM) fluorometer to assess surface microphytobenthic biomass and oxygen microsensors 

to obtain vertical distribution of photosynthetic activity. Our study, while confirming that 

the endogenous rhythm of microphytobenthos can be maintained for up to three days in 

the laboratory, shows that the intensity of vertical migratory rhythm varies with the day 

hour. Importantly, we have shown that the day hour significantly influences primary 

production estimates, with maximum production values potentially being up to three times 

higher when estimated during afternoon emersions compared to nocturnal emersions. In 

addition, the timing of measurements in relation to the immersion/emersion cycle can also 

have an impact on primary production estimates, and must be considered if reliable and 

realistic estimates are to be obtained. 

2. Introduction 
 

The intertidal zone, a dynamic and complex ecosystem situated between high and 

low tide levels along coastlines, encompasses a diverse range of coastal environments 

(Hume et al., 1992). This unique habitat experiences changing environmental conditions, 

including variations in light, temperature, salinity, and nutrient availability (Hopkinson et 

al., 1999). Within this coastal ecosystem, microphytobenthos, primarily composed of algae 

(Admiraal, 1984; MacIntyre et al., 1996; Underwood and Kromkamp, 1999) and 

cyanobacteria (Sundbäck, 1984; Cariou and Blanchard, 1995), play a crucial role as primary 

producers (Guarini et al., 1998) and major contributors to biodiversity and ecosystem 

functioning (Underwood and Kromkamp, 1999; Cahoon, 2006; Christianen et al., 2017). 



Chapitre 3 – Effet de l’heure d’émersion sur la photobiologie et le comportement du 

microphytobenthos 

 

 
97 

 

To ensure survival and prosperity in this dynamic environment, microphytobenthos have 

developed various adaptations. These adaptations include photoprotection mechanisms 

(Hanelt et al., 1993) to minimize damage from excessive light and UV radiation, strategies 

for desiccation resistance (Coelho et al., 2009) to endure periods of emersion, and 

mechanisms for osmotic regulation to handle salinity variations (Kirst, 1989; Le Rouzic, 

2012). Through these adaptations, microphytobenthos efficiently utilize available resources 

and overcome environmental pressures. In addition to these adaptations, 

microphytobenthos in the intertidal zone employ a notable mechanism known as vertical 

migration. Microphytobenthos exhibit locomotion through the presence of a slit in their cell 

wall, enabling directional and reversible movement (Cohn et al., 2016) supported by 

intricate micromovements (Apoya-Horton et al., 2006), mainly to respond to ambient 

pressures (Paterson, 1986). Moreover, multiple research investigations have also presented 

convincing proof regarding the impact of an internal clock on the movement of 

microphytobenthos, showcasing the intricate relationship between their endogenous 

rhythm and migratory behavior (Coelho et al., 2011; Haro et al., 2019; Barnett et al., 2020). 

The presence of an endogenous migratory behavior has been demonstrated through 

experiments that revealed consistent migration patterns, even in the absence of external 

physical synchronizers (Palmer and Round, 1967; Serôdio et al., 1997). Some studies have 

shown that microphytobenthos exhibit a distinct migratory behavior that is synchronized 

with the tidal and photoperiod cycles (Serôdio et al., 1997). During daylight emersion, 

microphytobenthic cells move upward and form dense and temporary photosynthetic 

biofilms at the sediment surface, while they move back downward into deeper sediment 

layers before nighttime or immersion (Serôdio et al., 1997; Serôdio, 2021) during which the 

microphytobenthos is darkened because of low light penetration in the water column. This 
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rhythmic pattern is continuously adjusted to align with the daily and fortnightly tide 

timings, with longer or shorter tides between spring and neap tides, as well as the 

progressive changes in day length throughout the seasons. The purpose of vertical 

migration in microphytobenthos is to optimize their light exposure to maintain 

photosynthetic activity, as well as to utilize the physicochemical gradients within intertidal 

sediments (Saburova and Polikarpov, 2003; Consalvey et al., 2004) in order to maintain 

productivity and resilience in response to the dynamic nature of the intertidal zone. By 

performing photosynthesis and carbon fixation in well-lit upper sediment layers, which are 

spatially disconnected from nutrient-rich, stable, and darker deeper layers where cell 

division takes place, these microphytobenthic cells can effectively exploit the resources 

available for their growth and survival (Serôdio et al., 2023). Except for sandy sediments, 

where microphytobenthos have an epipsammic lifestyle (Admiraal, 1984; Jesus et al., 

2009), the acquisition of motility is considered a crucial adaptation (Serôdio, 2021), 

enabling them to thrive in intertidal sediments. This way, by adjusting their vertical position 

within the sediment, microphytobenthos can adapt to the fluctuating intertidal conditions 

and ensure their survival in this challenging environment.  

This understanding is pivotal in unraveling the mechanisms governing 

microphytobenthic activity. Through extensive research, scientists have delved into the 

interconnectedness of the endogenous rhythm and migratory patterns of 

microphytobenthos, shedding light on the coordination of physiological processes and 

ecological dynamics within intertidal ecosystems (Admiraal, 1984; Paterson et al., 1998; 

Consalvey et al., 2004; Haro et al., 2019). But despite numerous studies on the internal clock 

of microphytobenthos, there are still uncertainties surrounding its mechanisms and 
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implications. While the existence of an internal clock has been established, its precise 

regulation and interactions with other environmental factors remain under investigation. 

One significant knowledge gap lies in understanding the potential consequences of the 

rhythmic behavior driven by the internal clock on estimates of primary production in 

laboratory conditions. Therefore, our study aimed to better understand the internal 

implications for accurate assessments of microphytobenthic primary production in 

laboratory experiments. This manuscript therefore presents a study in which the authors 

investigated the asynchrony of the tidal rhythm with what happens in the field, in order to 

study the impact of the internal clock on estimates of primary production in the laboratory.  

Thus, by understanding the internal clock effect on primary production estimations, we can 

refine our understanding of the ecological dynamics and functioning of microphytobenthic 

communities, contributing to more precise estimations of primary production in the 

intertidal zone. 

3. Materials and methods 

3.1. Study site, sampling and sediment cores conservation 
 

The study was conducted on sediments sampled in the Canche estuary, located on 

the northern coast of France in the Eastern Channel. The sediment samples were collected 

on April 28, 2021, from the northern intertidal mudflat of the Canche estuary (50°32'07 "N 

and 1°35'45 "E). Due to its location in a macrotidal environment, the estuary is subject to 

tidal range of 8 meters during spring tides and 3 meters during neap tides, with a semi-

diurnal tidal regime.  

Prior to the experiment, three sediment cores with a diameter of 15 cm were 

collected during the night and stored in the dark until the early morning before sunrise. The 
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sediment cores were transported to the laboratory and immersed in a bath of thermostatic 

bubbled seawater that corresponded to the immersion time of the site, in order to simulate 

the natural immersion conditions. This simulation was conducted in the dark to replicate 

the natural conditions, as preliminary measurements revealed that no light could reach the 

sediment during immersion due to the turbidity of the estuarine water column. One of the 

three cores was used for fluorescence and oxygen microprofiling, while the other two were 

used for sediment characterization. In this last two, to estimate the chlorophyll a (Chl a) 

concentrations in the topmost 0.5 centimeter of the wet sliced sediment thanks to the 

Lorenzen method (Lorenzen, 1967), a total of three subcores of 2.6 cm inner diameter were 

randomly taken from each of the two sediment cores just prior to the acquisition sequence. 

Additionally, to determine the average sediment porosity, a total of 3 subcores were 

sampled in the two sediment cores and stored at -20 °C. The frozen subcores were manually 

sectioned into slices of various widths and then dried in an oven (60 °C) for a week 

(Danovaro et al., 1999; Flemming and Delafontaine, 2000). The porosity was calculated 

using the measured sediment water content, by weighing fresh and dry weights, and by 

assuming a dry particle density (ρsed) of 2.65 g.cm-3 (Mackin and Aller, 1984) and a seawater 

density (ρw) of 1.03 g.cm-3. The porosity was calculated using the following equation:  

φ =  

𝑊𝑤
𝜌𝑤

𝑊𝑤
𝜌𝑤

 + 
𝑊𝑠𝑒𝑑
𝜌𝑠𝑒𝑑

 
              (1) 

where Ww and Wsed are the weight of water and sediment, respectively. 

 

During the sampling, in situ measurements of surface sediment temperature and 

salinity were carried out by inserting a multi-parameter probe (HI9829, Hanna Instruments, 
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France) into the first centimeter of sediment, located a few centimeters away from the core 

position. 

In order to determine the maximum storage time for sediment core without any 

impact on sediment geochemistry, oxygen flux measurements were conducted under four 

different light intensities applied successively: (i) 0, (ii) 200, (iii) 475, and (iv) 1020 µmol.m-

2.s-1. For each light intensity, 20 oxygen profiles were realized every day, over a period of 5 

consecutive days.  

Additionally, to assess any potential impact on sediment structure, 3 porosity 

measurements were performed successively before and after the study. To monitor the 

condition of the microphytobenthic communities, 3 daily measurements of Chl a 

concentration and Fv/Fm (see below) were conducted.  

3.2. Simulating immersion / emersion in laboratory 

i. Laboratory autonomous acquisition system of microphytobenthic activity 

data 
 

To carry out the experimentation, an artificial tidal cycle was created in the 

laboratory to create different scenarios. These scenarios took place at different times in 

relation to the tidal cycle, in order to determine the effect of the ‘tidal moment’ effect on 

primary production estimates with an emersion (i) before, (ii) during, (iii) at the beginning 

and (iv) ending with the theoretical immersion of the study site. These scenarios took place 

at different times of day in order to determine the effect of the ‘time of day’ effect on 

primary production estimates with an emersion at (i) 11:00, (ii) 01:00, (iii) 16:00, and (iv) 

08:00. The study lasted for about three consecutive days, with 8-hour-long emersions and 
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6-hour-long immersions (Figure 1). During the emersion phases, fluorescence 

measurements and oxygen profiles were taken under increasing light levels. 

 

Figure 1: A: Tide evolution at the sampling site over time. The shaded areas represent the 

theoretical immersion phases. B: Diagram illustrating the artificial tidal cycle simulated in 

the laboratory. The numbered arrows (1 to 4) indicate the four scenarios during which 

measurement periods were conducted. The striped areas represent the immersion phases 

simulated in the laboratory. C: Evolution of the light intensity perceived by the 

microphytobenthos in the laboratory and the theorical alternance between day and night. 

 

An autonomous Photosynthetic-Irradiance (P-I) curve acquisition system was used. 

This system was presented and described by Meresse et al. (Meresse et al., 2023). This 

system is composed of two complementary tools: a microprofiling system with two oxygen 

microsensors (Ox-25, Unisense, Denmark) and a diving-PAM (Walz, Germany). This system 

has been placed in a climatic chamber (Fitoclima 600, Aralab, Portugal) which allows to 
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work in controlled conditions thanks to the programming of the light intensity, temperature 

and hygrometry. 

For each acquired P-I curve, a total of 14 light intensities were applied to the 

microphytobenthos, with light intensity ranging from 0 to 1650 µmol.m-2.s-1 (Figure 1). For 

each intensity, 8 profiles were made. These were obtained in pairs by using 2 microsensors 

at the same time. A vertical profile took 8 minutes to acquire which allowed us to obtain all 

the profiles necessary for the acquisition of a P-I curve in 07:30, corresponding to an 

emersion comparable to that observed in situ. Thus, a total of 112 profiles were acquired 

for each scenario. 

For this experiment, each profile was carried out down to a depth of 4.5 mm in order 

to systematically reach the anoxic layer, which corresponds to the depth where the 

microsensor signal reaches zero current (the depth of oxygen penetration). Oxygen partial 

pressure was converted to oxygen concentration as a function of measured surface 

sediment salinity and temperature (Garcia and Gordon, 1992).  

Through the analysis of vertical oxygen microprofiles and utilization of the profiling 

software SensorTrace (Unisense, Denmark) numerical model, based on Berg et al.'s (Berg 

et al., 1998) model, an estimation of the net oxygen production (NOP) with depth was 

obtained. The model integrates various parameters, including the average porosity value 

measured within the first 5 millimeters, temperature, and salinity of the studied sediment. 

The NOP per unit area was estimated by vertically integrating production rates, assuming 

steady-state and 1D vertical exchanges, without considering irrigation and bioturbation 

processes. To determine fluxes attributable to the photosynthetic activity of the 

microphytobenthos in the sediment, the gross oxygen production (GOP) was calculated by 
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subtracting the average oxygen flux values calculated in the dark from the NOP values 

obtained for each profile. In addition to exploiting the vertically integrated flux data, we 

also studied the evolution of the depth of oxygen concentration maximum (DOCM) in order 

to use it as a proxy for the depth of the maximum photosynthetic activity of the 

microphytobenthos (Figure 2). 

 

Figure 2: Raw oxygen concentrations measured under a light of 700 µmol.m-2.s-1. Distance 

A represents the depth of the maximum oxygen concentration. 
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ii. Fluorescence measurement 

 

Concurrently with the collection of vertical oxygen profiles, a diving-PAM 

fluorometer (Walz, Effeltrich, Germany) was employed to conduct variable fluorescence 

measurements every 3 minutes on the corresponding sediment core. This instrument 

allowed for the assessment of the effective quantum yield of photosystem II (PSII) (ΦPSII). 

The calculation of ΦPSII followed the equation developed by Genty et al. (Genty et al., 1989): 

𝜙𝑃𝑆𝐼𝐼 =
𝐹𝑚′ − 𝐹𝑡

𝐹𝑚′
               (2) 

where Ft represents the instantaneous fluorescence level under ambient light, while Fm′ 

corresponds to the maximal level achieved with a single saturating light pulse (0.8 s, 2500 

µmol.m-2.s-1) for light-acclimated samples. The relative electron transport rate (rETR) of 

photosystem II (PSII) under specific light intensities was calculated using ΦPSII and the 

estimation method proposed by Genty et al. (Genty et al., 1989).  

𝑟𝐸𝑇𝑅 = 𝜙𝑃𝑆𝐼𝐼 × 𝑃𝑃𝐹𝐷 × 0.5              (3) 

The ambient light intensity, quantified as photosynthetic photon flux density (PPFD), 

was measured using a planar light sensor (LI-190, LICOR, Germany). The energy partitioning 

between the two photosystems was taken into account by using a factor of 0.5. The optimal 

quantum yield of PSII photochemistry (Fv/Fm) was used to evaluate the physiological 

condition of the microphytobenthic biofilm (Genty et al., 1989). This parameter was 

calculated as the ratio: 

𝐹𝑣

𝐹𝑚
=

𝐹𝑚 − 𝐹0

𝐹𝑚
               (4) 
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where F0 is the minimal fluorescence, and Fm is the maximal fluorescence attained during 

the application of a saturating pulse of white light (0.8 s, 2500 µmol.m-2.s-1), both levels 

measured after a period of 10 minutes in darkness. To ensure the accuracy of fluorescence 

measurements, the gain, damping, and intensity of the modulated light of the Diving-PAM 

were initially adjusted to achieve a minimum Ft value (> 130) throughout the entire 

experiment. The fluorescence data presented in this study were averaged from 14 

measurements obtained for each light intensity, ensuring reliable and representative 

results. Additionally, this parameter was measured both before and after the 

experimentation to assess any potential changes in the microphytobenthic biofilm. 

3.3. P-I curve fitting and statistical analysis 
 

The key photosynthetic parameters of the microphytobenthic communities, 

including the initial slope of the non-saturated photosynthetic rate (α) and the maximum 

production (Pmax) (Coutinho and Zingmark, 1987; Henley, 1993), were determined using 

statistical software R (R Core Team, 2017) and the Phytotools package (V1.0). The model 

proposed by Eilers and Peeters (Eilers and Peeters, 1988) was employed to estimate these 

parameters: 

𝑦 =
𝐼

𝐼2

𝛼 × 𝐼𝑘²
+

𝐼
𝑃𝑚𝑎𝑥

−
2𝐼

𝛼 × 𝐼𝐾
+

1
𝛼

               (5) 

where y is the photosynthetic rate, Ik the optimal light intensity for primary production and 

I the photosynthetic photon flux density. To compare photosynthetic parameters, 

normality and homogeneity of variance were tested using the Shapiro-Wilk W-test, and 

results indicated non-normal distribution of the GOP data. Hence, non-parametric Wilcoxon 

tests were applied. The R statistical software was used to perform this statistical analysis. 
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Furthermore, to determine the periodicity of the fluorescence signal, the ‘sign’ 

function of R was used to calculate peak periods by defining the amplitude of the peak 

under study. As fluorescence data were not all of the same intensity from one experiment 

to another, the analysis was carried out on raw and normalized data. 

4. Results 

4.1. Sedimentary and biomass monitoring 
 

Over a period of 5 consecutive days of sediment core conservation in artificial tide 

conditions, NOP measurements were conducted under four different light intensities. At 

dark, significant differences (Pvalue<0.05, n=20, Wilcoxon test) were observed in the 

measurements performed (In order to avoid repetition, we have deleted ‘in the dark’.) 

starting from the 4th day of maintenance. Under light conditions, significant differences 

were observed from the 5th day onwards for low illumination of 200 µmol.m-2.s-1, and from 

the 4th day onwards for moderate illumination of 475 µmol.m-2.s-1 and high illumination of 

1020 µmol.m-2.s-1 (Figure 3). Furthermore, profile analysis showed that the anoxic zone 

decreased from 764 ± 117 µm to 523 ± 78 µm (n=20) under equivalent light conditions.   

  



Chapitre 3 – Effet de l’heure d’émersion sur la photobiologie et le comportement du 

microphytobenthos 

 

 
108 

 

 

 

 

Figure 3: Net oxygen flux (mmol.m-2.h-1) (n=20 per day and light intensity) measured over 5 

consecutive days at 4 different light intensities. Stars indicate whether the Wilcoxon test 

result is significant or not. 

 

To ensure that no settling of the sediment core occurred during the experiment, 

porosity of the first 0.5 cm of sediment was measured both before and after the simulation 

of the tidal cycle in the laboratory, with values varying from 0.81 ± 0.01 to 0.79 ± 0.03. No 

significant difference (Pvalue>0.05, n=6) was detected between the initial and final porosity 

values. Additionally, Chl a concentration was measured daily to ensure the preservation of 

the microphytobenthic communities. No significant difference appeared between the 
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different days of experimentation (Pvalue>0.05, n=6). Furthermore, with a mean value of 

0.58 ± 0.06 over the whole experiment, the Fv/Fm measurements revealed no significant 

differences between the various experimental days, both prior to and following the 

measurement sequence (Pvalue>0.05, n=6). 

4.2. Fluorescence monitoring 
 

The dynamics of the instantaneous surface fluorescence evolution are illustrated in 

Figure 4A. Distinct phases of both increasing and decreasing fluorescence can be observed. 

As the experiment progressed and the light intensity increased, a general decreasing trend 

in fluorescence can be observed. However, except for the last scenario, two noticeable 

increases in the fluorescence signal were observed: a prominently marked initial increase 

followed by a second, less significant one. 

The fluorescence evolution exhibited a redundant pattern across all scenarios, as 

depicted in Figure 4B. Although the patterns were identical, they differed in intensity 

depending on the specific scenario. In particular, the amplitudes of these patterns were 2.5 

times greater in the daytime scenarios compared to the nighttime scenario. To study the 

redundancy of this pattern, a periodicity analysis of the data was conducted that revealed 

two distinct periods. The first period, calculated from the raw data, was found to be 25:20. 

Additionally, when analyzing normalized Ft data, a period of 13:03 ± 00:15 was identified. 
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Figure 4: A: Instantaneous fluorescence dynamics (Ft) during the four scenarios according to 

the time, the tide (grey boxes) and the light. B: Fluorescence signal pattern obtained by 

smoothing. 

 

4.3. P-I curves based on fluorescence measurements 
 

Fluorescence measurements were used to calculate the relative electron transport 

rate (rETR). The P-I curves were modeled and are presented in Figure 5.  
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Figure 5: P-I curves obtained by fitting mean relative electron transport rate ± s.d (rETR) 

according to the light intensity (n=14), during the four scenarios, by the model of Eilers and 

Peeters (Eilers and Peeters, 1988) (each point corresponds to the mean ± s.d). 

 

The P-I curves revealed significant differences (Pvalue<0.05, n=6) in the maximum 

relative electron transport rate (rETR) between different scenarios (We have deleted 

‘between curves obtained’ for better reading.) with daytime and night-time measurements. 

Specifically, the 16:00 scenario exhibited an almost twofold higher maximum rETR 

compared to the 01:00 scenario, with the 08:00 and 11:00 scenarios falling in between 

these extremes (Figure 6A). On the other hand, no significant difference (Pvalue>0.05, n=6) 

was found between the 01:00 and the 08:00 α but these two alpha values are significantly 

lower than those of the 11:00 and 16:00 scenarios (Figure 6B).  
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Figure 6: A: Mean value of α ± s.d. calculated on rETR P-I curves according to the scenario 

(n=12). B: Mean value of Pmax ± s.d. calculated on rETR P-I curves according to the scenario 

(n= 12). Stars indicate whether the Wilcoxon test result is significant or not. 
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4.4. P-I curves based on Gross Oxygen Production  
 

GOP integrated over the vertical of each profile were computed, and P-I curves were 

modeled by plotting these fluxes values according to light intensities for each hour of 

emersion (Figure 7).  

Figure 7: P-I curves obtained by fitting relative gross oxygen production according to the 

light intensity (n=6), during the four scenarios, by the model of Eilers and Peeters (Eilers and 

Peeters, 1988). 

 

As the P-I curve was completed late in the day, the Pmax was significantly higher 

(Pvalue<0.05, n=6) compared to nighttime conditions (Figure 8A). Moreover, there was a 

noticeable variation in Pmax for P-I curves obtained during daylight hours, with a significant 

increase of Pmax values observed concurrently as the P-I curve was completed late in the 

day. Additionally, when immersions were simulated at 01:00 and 08:00, α values obtained 

were significantly lower (Pvalue<0.05, n=6) compared to the two others, with a five-fold 

increase in magnitude (Figure 8B). In the same way, α obtained at 16:00 was significantly 

lower (Pvalue<0.05, n=6) compared to the 11:00 one. Interestingly, under intense light 
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conditions, a decrease in the GOP was observed, but this effect was only evident in the last 

scenario.  

 

Figure 8: A: Mean value of α ± s.d. calculated on GOP P-I curves according to the scenario 

(n=6). B: Mean value of Pmax ± s.d. calculated on GOP P-I curves according to the scenario 

(n= 6). Stars indicate whether the Wilcoxon test result is significant or not. 

 

4.5. Depth of the oxygen concentration maximum  
 

In order to get information about how the photosynthetic activity evolved vertically 

in the sediment, the DOCM is represented in Figure 9. In all scenarios, the depth of DOCM 

exhibited a tendency to increase initially, followed by either a decrease or stabilization 

under high light conditions, albeit to varying degrees. In addition, it is possible to observe 

that the amplitude of the DOCM varied across different scenarios with a lower magnitude 

for measurements made during the night compared to those taken during the day.  
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Figure 9: Average depth of oxygen concentration maximum ± s.d. (n=6) measured on oxygen 

profiles obtained during the four scenarios. 

 

During the daytime scenarios (measurements starting at 11:00 and 16:00) the 

DOCM appeared to remain relatively stable when exposed to high light levels. Conversely, 

for scenarios carried out at 01:00 and 08:00, the DOCM showed less pronounced changes 

under high illumination.  

Additionally, it is worth noting that in each experiment, a distinct change in slope could 

be observed during the transitions between the theoretical immersion and emersion 

phases of the study site. This observation becomes obvious when considering instances 

where the theoretical emersion occurred during daylight hours, irrespective of the light 

intensity (whether high or low). In such cases, there was a tendency for the DOCM tended 

to reach a stabilized state. This is also the case when the theoretical immersion occurred at 
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night with a DOCM increasing initially under low light levels and then decreasing under high 

light levels. Finally, when the experiment concluded with theoretical immersion, the DOCM 

exhibited an instantaneous and linear decrease. 

5. Discussion  

5.1. Conservation of sediment cores in the laboratory 
 

To assess the maximum feasible storage duration of a sediment core under 

laboratory conditions while simulating a tidal cycle, a preliminary experiment was 

conducted over a period of 5 consecutive days during the emersion phases of the artificial 

tidal cycle. The results of NOP measurements revealed significant differences after 3 days 

of storage. Specifically, respiratory fluxes measured in the dark exhibited an increase, while 

NOPs measured under light conditions displayed a decrease. This alteration in oxygen fluxes 

can be attributed to the short life cycle of microphytobenthos cells (Mann, 1989). Beyond 

3 days, like in situ, a portion of the microphytobenthic community undergoes senescence, 

and the degradation of the biofilm could result in an accumulation of organic matter in the 

upper layers of the sediment. Due to the low mechanical disturbance caused by the absence 

of wave movement in the laboratory tidal simulation, this excess of organic matter could 

remain in the sediment rather than being flushed out. As a result, the increased organic 

matter content could have stimulated bacterial activity (Hargrave, 1972; Middelburg and 

van der Nat, 1993), leading to heightened sediment respiration. This hypothesis finds 

support in the analysis of vertical profiles used for GOP calculations, where the average 

depth of the anoxic zone decreased from 764 ± 117 µm to 523 ± 78 µm (n=20) under 

equivalent light conditions. 
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As the sediment core was collected and stored under controlled conditions, we also 

ensured that this laboratory maintenance had no impact on the porosity of the sediment 

that could result from a compaction of the core during the 3 consecutive days of 

experiment. The average porosity of the first 0.5 cm before and after the three days of 

experimentation showed no significant differences with an average porosity of the studied 

sediment of 0.80 ± 0.02. This porosity value is quite close to the values observed in previous 

studies for the same site, with an average of 0.75 ± 0.02 in the study by Denis et al. (Denis 

and Desreumaux, 2009), 0.90 ± 0.02 in the study by Denis et al. (Denis et al., 2012) or 0.92 

± 0.02 in the study by Meresse et al. (Meresse et al., 2023). With the same objective, a 

monitoring of the microphytobenthic biomass was carried out during the 3 days of 

experimentation for the first 5 surface millimeters through the measurement of chl a 

concentration. No significant difference was found between the chl a concentration 

measured during the three days of experimentation, with an average concentration of 

150.6 ± 9.50 mg.m-2. This average value is however lower than the average concentrations 

found during the study of Denis et al. (Denis et al., 2012) and Meresse et al. (Meresse et al., 

2023) who measured an average concentration of 240 ± 30 and 270.93 ± 32.49 mg Chl a.m-

2, respectively during spring. This difference can be explained by temperature conditions 

that were lower in terms of seasonal averages. Thus, we can affirm that the conservation 

of the sediment cores in the laboratory during 3 days had no influence on the 

microphytobenthic biomass as well as on the porosity, which is the one of the main 

parameters considered in the calculation of the diffusive fluxes (Boudreau and Jørgensen, 

2001). To finish, the Fv/Fm measurements exhibited no significant differences between 

experimental days, both before and after the measurement sequence. This indicates a 

consistent and stable physiological condition of the microphytobenthic communities 
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throughout the duration of the study (Genty et al., 1989). The average value obtained in 

this study for the Fv/Fm parameter is consistent with what is generally reported in the 

literature (Serôdio et al., 2005a, Serôdio et al., 2005b; Jesus et al., 2005; Du et al., 2009). It 

is widely accepted that a Fv/Fm value above 0.7 indicates a good physiological state for 

photosynthetic organisms. However, for microphytobenthos, this Fv/Fm value is typically 

lower than 0.7 due to the positioning of the cells within the biofilm, which are not directly 

on the surface of the sediment but at its interface. As a result, the signal is attenuated by 

the interaction of the sediment between the microphytobenthos and the optical fiber of 

the fluorometer. 

5.2. Impact of emersion hour on the microphytobenthic activity 

i. Highlighting the internal clock 

 

As for previous studies (Serôdio et al., 2008; Haro et al., 2019; Barnett et al., 2020; 

Serôdio et al., 2021), this experiment further elucidated the ability of microphytobenthos 

to exhibit an endogenous rhythm. By measuring Ft, we observed a consistent pattern over 

three consecutive days. The presence of the internal clock is further highlighted in our study 

through periodicity analyses, revealing two distinct periods: (i) a first period of 13:03 ± 

00:15 minutes aligning approximately with a tidal cycle (in the English Channel, a tidal cycle 

occurs approximately every 12 hours and 45 minutes) and (ii) a second period of 25:20 

corresponding to the tidal cycle plus the tidal shift, which includes a 24-hour cycle plus a 

45-minute shift from one day to the next.  

This slight discrepancy can be explained in our study by the fact that some factors, such as 

the life history of the microphytobenthos, need to be taken into account. During the days 

preceding the experiment, the mean atmospheric pressure was 1029 hPa (according to 
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www.meteociel.fr), which is higher than the theoretical mean atmospheric pressure of 

1013 hPa used in tidal forecasting models. It is possible that the microphytobenthos was 

synchronized to a different rhythm than the theoretical one due to the influence of 

atmospheric pressure, as it is known to affect water height (Hamon, 1966). 

While the internal clock mechanism has been previously demonstrated, to our 

knowledge, our study is the first to conduct oxygen fluxes and fluorescence measurements 

at different day and tide moment in order to reveal the importance of the moment of 

experimentation. Specifically, we observed that instantaneous fluorescence measurements 

were 2.5 times lower during nighttime measurements compared to daytime 

measurements. This suggests that microphytobenthos, through its internal clock, may 

regulate its migratory activity. Moreover, with variable maximum of Pmax and maximum of 

rETR, microphytobenthos have demonstrated higher levels of photosynthetic activity 

during the day and lower levels at night, highlighting their ability to adapt their 

photosynthetic activity based on the time of day. The regulation of migratory behavior by 

their internal clock could play a crucial role in optimizing their light exposure and nutrient 

acquisition, ultimately influencing their overall ecological dynamics (Cartaxana et al., 2016). 

Like many other organisms, microphytobenthos has developed an internal clock, often 

referred to as a circadian and tide rhythm (Serôdio et al., 1997; Coelho et al., 2011; Haro et 

al., 2019), which allows them to synchronize their biological activities with daily 

environmental changes. This internal timing mechanism allows them to anticipate and 

respond to environmental cues, such as changes in light availability (Serôdio et al., 2023) 

and nutrient availability (Serôdio, 2021), which are critical for their growth and survival. It 

ensures that these processes occur at the optimal time of day, maximizing their efficiency 
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and resource utilization (Serôdio, 2021). Like for numerous plant species (Yakir et al., 2006), 

even if no studies have (We have deleted ‘already’) described this for microphytobenthos, 

the internal clock of microphytobenthos is thought to be governed by a molecular 

mechanism involving clock genes and proteins (Millar,2003, Foster and Kreitzman, 2014; 

Ronald, and Davis, 2017). These clock genes produce proteins that interact in a feedback 

loop, creating oscillations in their expression levels over a 24-hour period (Foster and 

Kreitzman, 2014). This molecular feedback loop could allow microphytobenthos to 

maintain their internal timing and adjust their biological activities accordingly.  

Beyond the variable photosynthetic activity between the different P-I curves, the 

variable intensity in the migratory activities of microphytobenthos, governed by the 

nychthemeral rhythm, can also be observed when considering the study of the DOCM. The 

trend observed in the depth of the migratory rhythm, as indicated by the DOCM, 

demonstrates variations corresponding to the nychthemeral rhythm. As already 

demonstrated thanks to Ft monitoring by Serôdio et al. (Serôdio et al., 2023), this study 

underscores the potential of utilizing the DOCM to demonstrate that, particularly during 

nighttime intervals, the migratory rhythm tends to occur at a mean depth of  413 ± 87 µm, 

while during the daytime, it shifts to a deeper average depth of around 581 ± 113 µm which 

means that, depending on the time of day, the depth at which photosynthetic activity is 

highest can vary, due to the intensity of migratory activity. 

ii. A life of ups and downs  

 

By examining the patterns, it becomes apparent that there are distinct peaks that 

occur at different times of the day and tide. These peaks can be observed with varying 
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degrees of intensity, indicating the presence of specific events or phenomena that 

contribute to the overall dynamics of the microphytobenthic communities. 

In the 11:00 and 16:00 emersion scenario, a decrease in fluorescence values is 

observed. Since Ft measurements can serve as an indicator of microphytobenthic biomass, 

this decrease in surface signal suggests that the microphytobenthos is migrating into 

deeper layers of sediment. The mechanism behind this vertical migration towards deeper 

sediment layers can be attributed to the internal clock of the microphytobenthos. Despite 

being exposed to low light intensities, which would typically trigger vertical migration 

towards the surface (Barnett et al., 2020; Laviale et al., 2016), the cells bury themselves 

within the sediment in anticipation of the upcoming immersion period in the natural 

environment (Consalvey et al., 2004; Coelho et al., 2011). This behavior enables to avoid 

the potential impact of the incoming tide and the resuspension caused by waves (Hopkins, 

1963; Consalvey et al., 2004). By burrowing into the sediment, the microphytobenthos 

seeks to protect itself from these disturbances and ensure its survival and persistence 

within the intertidal zone. This mechanism has already been described in previous studies 

(Paterson et al., 1998; de Brouwer and Stak, 2001) which have reported that the migratory 

movements of microphytobenthos typically occur within a time window of approximately 

30 minutes before the transition between emersion and immersion and 30 minutes before 

flooding.  

Following this downward migration, an increase and subsequent decrease in surface 

fluorescence were observed for the scenario of 11:00; 01:00 and 16:00 during the 

anticipated immersion phase. The increase in surface fluorescence could be attributed to 

the reemergence of the microphytobenthos from the deeper sediment layers as the 
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theorical immersion period began. In many cases, when the study environment is turbid, 

the fluorescence signal does not increase on the surface during immersion phases (Daggers 

et al., 2018, Frankenbach et al., 2020). However, in this particular case, due to the 

experimental protocol that involved an increase in light intensity in the absence of tidal 

stimulus, positive phototaxis could trigger the migration of microphytobenthos towards the 

surface (Longphuirt et al., 2006; Laviale et al., 2016; Serôdio et al., 2023). After a certain 

duration, these cells could experience excessive light intensity, which could lead to negative 

phototaxis and subsequent migration of the microphytobenthos back downwards 

(Longphuirt et al., 2006; Serôdio et al., 2023). This migration behavior could be a response 

to optimize light exposure and avoid potential photodamage (Serôdio et al., 2023), 

highlighting the adaptive nature of microphytobenthic communities in responding to 

changes in light conditions. Furthermore, a second peak can be observed during the 

theoretical emersion period. This peak can be explained by an upward migration of 

microphytobenthic cells at the beginning of emersion because in turbid environments, 

during the time of theoretical emersion, microphytobenthos migrate towards the surface 

in order to capture light after a period of darkening induced by the tides (Laviale et al., 

2016; Serôdio et al., 2023). A second hypothesis may also explain this, since this peak is 

independent of tidal timing. It is possible that the microphytobenthic biofilm assemblage 

consists of species with different light preferences (Mouget et al., 2008; Laviale et al., 2016). 

Hence, the second peak could correspond to a second group of microphytobenthic cells 

emerging to the surface while the first group migrates downwards to reduce their exposure 

to light. 
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Lastly, in the 08:00 emersion scenario, a distinctive characteristic is observed where 

the theoretical immersion occurs at the end rather than the beginning. In this scenario, the 

fluorescence signal exhibits a single peak that occurs approximately 45 minutes prior to the 

theoretical immersion time. While previous studies have demonstrated the gradual loss of 

the endogenous rhythm in microphytobenthos (Serôdio et al., 1997; Barnett et al., 2020), 

the maintenance of the sediment core under artificial immersion and emersion conditions 

appears to preserve a certain degree of rhythmicity. This is evident from the observation of 

a noticeable break in slope in the fluorescence signal upon reaching the time of theoretical 

immersion. The presence of this break in slope suggests a shift in the dynamics of the 

microphytobenthic communities associated with the immersion phase. Despite the 

potential challenges posed by laboratory conditions, the experimental setup employed in 

this study has allowed for the preservation of rhythmic patterns in microphytobenthic 

behavior, providing valuable insights into the resilience and adaptability of these 

communities in response to artificially simulated immersion and emersion conditions. 

iii. A primary production controlled by the internal clock 

 

The significance of this experiment lies in investigating the influence of the internal 

clock on the estimation of microphytobenthic primary productivity in laboratory settings. It 

is common to come across studies in the literature where the sampling protocol primarily 

involves collecting samples during low tide and subsequently transporting them to the 

laboratory for analysis (Brotas and Catarino, 1995; Blanchard et al., 2008; Cartaxana et al., 

2016). However, this method presents certain challenges in terms of timing the 

experiments. Specifically, when conducting experiments under emersion conditions, there 

are several considerations to address. Should the experiment begin immediately upon 
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returning to the laboratory, without considering the ongoing processes in the natural 

environment? Should it be finished prior to the theoretical immersion at the collection site? 

Alternatively, should the experiment begin during the subsequent theoretical emersion 

phase? Furthermore, does the time of day pose any constraints on the experimental 

design? These questions highlight the complexities associated with studying 

microphytobenthos in laboratory settings and this can be seen in the P-I curves obtained 

from GOP measurements. 

Through the acquisition of four GOP P-I curves in different scenarios, it becomes 

evident that the time of day exerts an influence on the estimation of primary production. 

When conducting P-I curves during nighttime, despite standard experimental conditions 

across all scenarios, the maximum production is lower compared to other scenarios. As the 

P-I curve measurements are conducted later in the day, there is an increase in Pmax, with 

the 16:00 scenario demonstrating approximately twice the maximum production compared 

to the 01:00 scenario. These findings indicate that the time of day plays a role in shaping 

the primary production estimates. This phenomenon can be attributed to the ability of 

microphytobenthos to modulate its photosynthetic activity through its internal clock. Like 

for GOP, when examining the P-I curves obtained through rETR measurements, a 

discernible increasing gradient of photosynthetic activity throughout the day is observed, 

with the 16:00 scenario exhibiting a maximum rETR approximately twice as high as the 

01:00 scenario. This highlights the dynamic nature of microphytobenthic photosynthetic 

activity and its responsiveness to diurnal variations, underscoring the importance of 

considering time of day as a contributing factor when assessing primary production in 

laboratory experiments. 
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In addition to the day/night effect on the intensity of photosynthetic activity in 

microphytobenthos, the increasing trend in Pmax as the P-I curve is completed later in the 

day can be attributed to the microphytobenthic light history. Indeed, the physiological state 

of microphytobenthic communities is a key factor in its photosynthetic capacity (Chevalier 

et al., 2010; Cartaxana et al., 2016; Salleh and McMinn, 2022). According to the hour of the 

day, it is possible that their metabolic activity and readiness for photosynthesis increase 

over the course of the day, leading to higher Pmax values. By conducting the scenario at 

16:00, the microphytobenthos experiences optimal conditions for photosynthesis. During 

an emersion in the mid-afternoon, the microphytobenthos has already passed through the 

most challenging period in terms of light intensity, as it was in darkness. Being immersed at 

the time of the sun’s zenith, it is less prone to photoinhibition. Moreover, prior to the zenith 

immersion, the microphytobenthos has been exposed to low light levels, which are 

considered optimal for growth (Montani et al., 2003; McMinn and Lee, 2018). Therefore, 

from a productivity standpoint, it appears that an afternoon emersion is the most effective. 

Similarly, conducting an emersion at 11:00 will also have an impact on the 

photosynthetic response of the microphytobenthos due to its light history. Before this 

emersion, the microphytobenthos will have experienced darkness during the previous night 

and low light intensities during early morning. This resting period allows the light-harvesting 

antennae to adapt to low light levels, optimizing their ability to capture light (Guenther et 

al., 1988). As a result, the microphytobenthos will exhibit a higher α value compared to the 

other daytime experiments resulting in a more efficient photosynthetic capacity under low 

light levels (Greene et al., 1991; Geider et al., 1993; Falkowski and Kolber, 1995). By 

analyzing alpha values on the P-I curves derived from rETR and GOP data, we observe no 
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substantial difference between α values obtained from the 11:00 and 16:00 curves in the 

fluorescence data. This lack of significant difference could be attributed to the fact that 

rETR is calculated based on surface measurements. Consequently, it is plausible that biofilm 

cells with reduced migratory abilities might not be detected at lower light levels, leading to 

distinguishable slopes when comparing surface and depth-integrated measurements. 

Finally, when studies begin at 08:00, microphytobenthos communities have 

remained unexposed to light from the sunset time until measurement time. Moreover, the 

microphytobenthos benefited from the previous afternoon’s emersion, during which it 

experienced high photosynthetic activity. It is plausible to suggest that during this period, 

metabolic reserves were replenished, reducing the immediate need for intense 

photosynthetic activity and migratory behavior because microphytobenthos can rely on the 

stored metabolic reserves during this time, optimizing resource allocation and energy 

utilization for its physiological processes. To our knowledge, no study has been carried out 

on microphytobenthic capacity to stock metabolites, but some studies have already been 

done on other pelagic species of diatoms (Lancelot and Mathot, 1985). This may explain 

why the Pmax value at 08:00 is lower compared to scenarios where the microphytobenthos 

experienced different light histories. Furthermore, the P-I curve obtained in this scenario is 

the only one where photoinhibition can be observed. There are two possible explanations 

for this: (i) as the experiment approaches three consecutive days, as Serôdio (Serôdio et al., 

1997) has shown, the endogenous rhythm is lost, or (ii) given the experimental design, it is 

possible that performing GOP measurements at high light intensities during a theoretical 

immersion phase could disturb the microphytobenthos. From the DOCM, it can be observed 

that the maximum production depth appears to rise towards the surface during the 
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theoretical immersion period. This could indicate that the microphytobenthos undergoes a 

subsurface migration towards the surface in response to the internal clock, but without 

actually reaching the surface, resulting in photoinhibition due to excessively high light 

levels. 

6. CONCLUSIONS 
 

This study confirms that microphytobenthos in intertidal zones maintains an 

endogenous rhythm through an internal clock that remains functional even under 

laboratory conditions. Additionally, it highlights the importance of considering the time of 

day during laboratory measurements. Results demonstrate that, even under controlled and 

standardized conditions, microphytobenthic photosynthetic response can vary significantly 

depending on both the time of day and the theoretical tidal phase, highlighting the 

importance of considering time of day and tide when performing P-I curve experiments in 

laboratory. For future experiments, it would be valuable to investigate the underlying 

mechanisms and determine the duration required for the complete loss of this internal 

clock without impacting the physiological capacities of microphytobenthos. Understanding 

these aspects would provide further insights into the temporal dynamics and adaptive 

capabilities of microphytobenthos in intertidal ecosystems. 
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L'article qui compose ce chapitre vise à explorer expérimentalement les 

caractéristiques photophysiologiques du microphytobenthos d’un point de vue spatio-

temporel dans l’estuaire de la Canche.  

La littérature scientifique abonde d’études qui ont quantifié la production primaire 

microphytobenthique à l’échelle d’estuaires (Colijn et al., 1984 ; Barranguet et al., 2000 ; 

Montani et al., 2003 ; Longphuirt et al., 2007 ; Frankenbach et al., 2020 ; Méléder et al. ; 

2020). Ces approches permettent d’appréhender la répartition de la production primaire 

dans l’espace et/ou dans le temps, mais celles-ci ne permettent pas toujours de comprendre 

les facteurs qui contrôlent la photophysiologie et la production primaire du 

microphytobenthos.  

Pour cela, en tenant compte des conclusions tirées dans le chapitre 3 concernant 

l’heure de la journée et à l’aide de l’outil de mesure autonome présenté dans le chapitre 2, 

nous avons réalisé une étude spatiale de la photobiologie et des capacités migratoires 

microphytobenthique suivant deux hauteurs bathymétriques aux propriétés écologiques 

différentes le long d’un transect aval-amont durant deux périodes contrastées de l’année. 

Cet article est en préparation pour publication dans European Journal of Phycology.  
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1. Abstract 
 

Estuaries are dynamic and ecologically ecosystems where freshwater and marine 

environments converge. In this study, we conducted a comprehensive investigation into 

the interplay between sediment characteristics, microphytobenthic biomass, primary 

production, and vertical migration of microphytobenthos within a macrotidal estuary 

across the spring bloom. Microphytobenthic biomass was found to be a variable parameter 

with significant marine water gradient-related variations. Lower salinity mudflat 

consistently exhibited lower biomass, a trend in line with previous research demonstrating 

positive correlations between salinity and chlorophyll a. Spatial variations were also 

displayed with differences in microphytobenthic primary production and vertical migration 

observed among studied stations along an upstream-downstream gradient and over two 

topographic heights. Mudflats stations showed a primary production pattern positively 

correlated with the gradient of marine water intrusion whereas salt-marshes displayed a 

reversed pattern where station influenced by seawater and brackish water showed 
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significantly higher primary production than salt-marsh under freshwater influence. In 

addition, different vertical migration dynamics were revealed, with the marine mudflat 

station showing a higher primary production under low light levels than the freshwater 

influenced station, a phenomenon that can be explained by the microphytobenthic 

biomass. On the other hand, this observation was not the same for the salt marshes, since 

the physico-chemical conditions available to the microphytobenthos were not identical due 

to the hydric, thermic and light buffering effects of a Halimione portulacoides canopy. 

Temporal changes played a pivotal role in microphytobenthos dynamics. Primary 

production consistently increased after the spring bloom, driven by favorable temperature 

and sunlight conditions. Photoprotection mechanisms, activated in response to heightened 

light and temperature levels, enhanced microphytobenthic activity after the spring bloom. 

In conclusion, sediment characteristics, canopy buffering effects, salinity and 

meteorological changes all contributed significantly to the spatio-temporal dynamic in 

microphytobenthic behavioral activity and primary production observed in the Canche 

estuary.  

2. Introduction 
 

Estuaries, as a major hydrographic transition zone where freshwater meets marine 

waters, exhibits inherent complexity arising from the interplay of physical, chemical and 

biological factors (McClain et al., 2003; Griffiths et al., 2017). This is reflected in intricate 

interactions that evolve over space and time along upstream-downstream variability but 

also accounting for variations according to perpendicular topographic gradient (McClain et 

al., 2003), imbuing the estuarine system with an adaptive and perpetually evolving 

character. Within these estuaries, the macrotidal environments hold particular significance 
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due to their pronounced variations in water levels driven by tides and it hydrodynamic 

(Pritchard, 1955). This particular hydrodynamism frequently leeds to witnesses alterations 

in its landscape (Voltz et al., 2021) resulting in unique hydrodynamic and environmental 

conditions that shape specific habitats (Vertessy, 1990), housing distinctive ecological 

processes. 

These macrotidal environment, positioned at the interface of terrestrial and marine 

realms, harbor specific biodiversity that has adapted to fluctuations in salinity (Nielsen et 

al., 2016; Cavalcanti et al., 2020), water level variations (Aldridge et al., 2009; Benyoucef et 

al., 2014) and the alternation between immersion and emersion (Leeuwis & Gamperl, 2022; 

Sánchez de Pedro et al., 2022). Within these intricate environments, the 

microphytobenthos, a consortium of benthic microalgae (Middelburg et al., 2000), emerges 

as a pivotal entity. Despite often being overshadowed by their microscopic scale (Hope et 

al., 2019), these microorganisms play a highly consequential role as primary producers 

within these ecosystems (McIntyre et al., 1996; Underwood & Kromkamp, 1999; Hope et 

al., 2019). Harnessing solar radiation through photosynthesis, the microphytobenthos 

generates organic compounds that, upon release into the environment, substantially 

contribute to local biogeochemical fluxes (Hochard et al., 2010; Hope et al., 2019). 

The pivotal role of microphytobenthos in biogeochemical cycles is thus paramount. 

Serving as primary producers, they constitute a major component of the food chain in these 

environments (Leguerrier et al., 2003; Degré et al., 2006; Orvain et al., 2007), providing 

organic matter to higher organisms and thus contributing to the overall trophic structure. 

Furthermore, their photosynthetic activities directly impact water quality and organic 

matter production rates within the estuary (Sundbäck & Granéli, 1988; Sundbäck et al., 
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2000; Nie et al., 2018). Consequently, comprehending the mechanisms governing the 

distribution, diversity, and functions of microphytobenthos in macrotidal environments 

holds paramount importance for a comprehensive understanding of estuarine ecosystems 

and their role in the biosphere. 

The distribution of microphytobenthos exhibits significant heterogeneity across 

micro and macro scales (McIntyre et al. 1996; Spilmont et al. 2011; Redzuan & Underwood 

2020; Jacobs et al., 2021). This distribution results from an interplay of numerous biotic and 

abiotic factors at different spatial scales (Guarini et al., 1998; Van der Wal et al., 2010; 

Orvain et al., 2012; Brito et al., 2013; Benyoucef et al., 2014). During ebb tide, the sea level 

recedes until the estuary is entirely emerged. Consequently, only freshwater is released 

into the sea at the estuary's mouth, courtesy of a river flowing from upstream to 

downstream. Conversely, when the tide is rising, seawater surges into the estuary, initiating 

a gradual mixing of this seawater along a gradient from downstream to upstream, creating 

a gradient within which physico-chemical conditions vary. Thus, complex interactions 

among environmental parameters such as currents, salinity, light availability, nutrient 

concentrations and interspecific relationships shape the microphytobenthic abundance 

(Daggers et al., 2020). Notably, the intrusion gradient of seawater, a prominent feature of 

macrotidal estuaries, engenders a broad range of physicochemical conditions (McLusky 

1993; Telesh & Khlebovich, 2010). This phenomenon creates diverse micro-environments 

at different topographic height and locations (Hossain et al., 2014), thereby determining 

the specific conditions under which microphytobenthos carries out its functions, including 

the fundamental process of photosynthesis. 
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Beyond spatial factors, seasonality is also a critical factor influencing the 

photosynthetic activity of microphytobenthos (Savelli et al., 2018). The spring bloom period 

is a pivotal moment during which the microphytobenthos transitions from a period 

unfavorable to primary production to a state where all physico-chemical conditions (i.e. 

temperature, nutrient levels, light) converge to maximize photosynthetic activity (Savelli et 

al., 2018). Thus, the objective of this article is to investigate the potential impact of the 

seawater intrusion gradient on the photosynthetic activity of microphytobenthos in 

macrotidal estuaries at two times of the year: before and after the spring bloom. By 

analyzing the physiological responses of these microorganisms to the gradient of the salt 

water intrusion into the Canche estuary, we aim to gain deeper insights into the interactions 

between gradient of physico-chemical factors and biological processes within these unique 

ecosystems. This study aims to enhance our understanding of the mechanisms governing 

the microphytobenthic primary production of macrotidal estuaries. 

3. Materials and Methods 

3.1. Study site and sampling dates 
 

The study was conducted in the Canche estuary, located on the Northern Coast of 

France in the English Channel. This estuary follows a semi-diurnal tidal pattern, experiencing 

two high tides and two low tides each day. It has a pronounced macrotidal regime, with 

tidal amplitudes ranging from 8 meters during spring tides to 3 meters during neap tides.  

To carry out this study, sediment core samples were collected before the spring 

bloom from February 28th to March 4th, 2021 and after the spring bloom from May 2nd to 

8th, 2021. These two characteristic periods of favorable and unfavorable period for primary 

production were identified by observing a Chlorophyll a peak in the column (SOMLIT data). 
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3.2. Sampling strategy 
 

To better understand how the gradient of seawater intrusion into the Canche 

estuary was distributed, an upstream-to-downstream transect was run during high tide (±1 

hour). This approach aimed to characterize the physicochemical properties of the bottom 

water layer (< 1m), encompassing the uppermost meter above the sediment. Bottom water 

was sampled with a Niskin bottle, spanning before and after the spring bloom. From each 

Niskin sample, 3 sub-samples have been used to calculate a mean salinity value thanks to a 

multi-parameter probe (Hanna Instruments, France). By using this approach, a detailed map 

depicting the extent of marine intrusion across the estuarine system was constructed 

(Figure 1). Based on this mapping, three locations of the stations were chosen: one 

influenced by sea waters with a measured salinity of 32.5 ± 0.1 (S), another by brackish 

waters with a measured salinity of 16 ±0.2 (B), and a third by freshwater with a measured 

salinity of 0.7 ± 0.1 (F). The site is under the influence of brackish water, is also characterized 

by the presence of a harbor (Etaples, France). 

At each of these study sites, two separate stations were designated for the study. 

The first one, in the intertidal mudflats, is characterized by a low topographic level (LL) with 

a mean topographic height of 7m ± 0.3m, while the second, in the intertidal salt marsh, is 

characterized by high topographic level (HL) with a mean topographic height of 8.5m ± 

0.4m. To clarify the message, the studied station will be systematically presented as follows: 

Site HL-X or Site LL-X with X corresponding to the water origin of the studied site (“F” for 

the site under fresh water influence with a salinity value of 0.7 ± 0.1, “B” for the site under 

the influence of brackish water with a salinity value of 16 ± 0.2 and “S” for the site under 

seawater influence with a salinity value of 32.5 ± 0.1).  
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Figure 1: Mapping of the Canche estuary and salinity gradient during high tide (±1 hour 

around high tide). Each point corresponds to the bottom water (< 1m above the sediment 

surface) sampling site. HL-S/B/F and LL-S/B/F are the study stations selected for primary 

production measurements and their associated salinity.  
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Systematically for each station before and after the spring bloom, for photosynthesis 

measurements, sediment cores sampling was conducted prior to sunrise to minimize 

potential diurnal variations and ensure that the light history of microphytobenthos was 

similar before the experiments began (Meresse et al., 2023b).  

Sediment cores with a diameter of 15 cm were sampled from each station and were 

used for oxygen profiles acquisition and fluorescence data in laboratory under controlled 

conditions. In parallel, in the immediate proximity of the 15cm cores sampling location, the 

physico-chemical properties of the sediment at each studied station, in addition to salinity 

and temperature measurements, 8 cores with an inner diameter of 2.6cm and a depth of 

0.5cm were taken were sampled, including 4 for porosity measurements (Danovaro et al. 

1999; Flemming and Delafontaine 2000) and 4 for chlorophyll a (Chl a) concentrations 

measurements in the topmost 0.5 centimeter (Lorenzen, 1967).  

Furthermore, to characterize the salt marsh sites, measurements (n=10) of the 

Halimione portulacoides canopy thickness were conducted. 

3.3. Laboratory autonomous acquisition system of photophysiology and 

primary production data 

 

The study employed an autonomous Photosynthetic-Irradiance (P-I) curve 

acquisition system as experimental tool in order to study the microphytobenthic 

photophysiology and primary production. The original system, presented and described by 

Meresse et al. (2023a), comprised two main components: a microprofiling system outfitted 

with two oxygen microsensors (Ox-25, Unisense, Denmark) enabling oxygen concentration 

measurements and a diving-PAM apparatus (Walz, Germany) enabling microphytobenthic 

instantaneous fluorescence (Ft) measurements under ambient light at the surface of the 
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sediment. These components were positioned within a climatic chamber (Fitoclima 600, 

Aralab, Portugal), affording control over experimental variables such as light intensity, 

temperature, and hygrometry. 

The protocol for vertical oxygen profiles acquisition for the construction of P-I curves 

and fluorescence monitoring was applied according to the protocol described in Meresse et 

al. (2023a; 2023b). Using this protocol enabled laboratory work while conforming to the 

immersion period of the studied station. Consequently, a total of 112 profiles at a depth of 

4.5mm were measured across a range of 14 light intensities, ranging from 0 to 1650 µmol.m-

2.s-1, for each of the stations.  

Taking into account the salinity, sediment temperature and porosity defined in the 

first 5 millimeters of sediment, the Berg's model (Berg et al., 1998) was used to analyze 

vertical oxygen microprofiles and calculate net oxygen production (NOP) over the entire 

depth. This model, integrating parameters such as the average porosity within the 

uppermost 5 millimeters, sediment temperature, and salinity, was employed to estimate 

net oxygen production per unit area. In elucidating fluxes attributed to microphytobenthos 

photosynthetic activity within the sediment, gross oxygen production (GOP) was 

ascertained by deducting average dark-calculated oxygen flux values from NOP values 

extrapolated from each individual profile. 

3.4. Proxies of microphytobenthic behavior 
 

In this study, we employed two complementary tools to investigate the microphytobenthic 

activity: a PAM fluorometer for surface fluorescence measurements and microsensors for 

vertically integrating information about the photosynthetic activity of microphytobenthos. 
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These two instruments together provide a three-dimensional perspective. However, it's 

important to note that they do not measure the same variable. Consequently, to establish 

correlations between the two datasets, light intensity was used since it serves as a common 

parameter. This light intensity was instrumental in identifying the point where a break in 

slope occurred in instantaneous fluorescence (Ft) monitoring and where the depth of 

oxygen concentration maximum (DOCM) was observed. 

3.5. P-I curve fitting and statistical analysis 
 

The characteristic photosynthetic parameters of the microphytobenthic 

communities, i.e. the initial slope of the non-saturated photosynthetic rate (α), the 

saturation onset parameter (Ik) and the maximum production (Pmax) (Coutinho & Zingmark 

1987; Henley 1993) were assessed thanks to the statistical software R (The R Core Team 

2017) and statistical package Phytotools (V1.0) by using the model of Eilers & Peeters 

(1988):  

𝑦 =
𝐼

𝐼2

𝛼 × 𝐼𝑘²
+

𝐼
𝑃𝑚𝑎𝑥

−
2𝐼

𝛼 × 𝐼𝐾
+

1
𝛼

               (3) 

where y is the GOP photosynthetic rate and I the photosynthetic photon flux density (PPFD).  

Normality and homogeneity of variance were tested using the Shapiro-Wilk W-test, 

and results indicated non-normal distribution of the GOP data. Hence, non-parametric 

Wilcoxon tests were applied to compare the photosynthetic parameters obtained from the 

different P-I curves. The R statistical software was used to perform this statistical analysis.  

To compare the effect of high light intensities on microphytobenthic primary 

production, an analysis of variance comparing linear regression models using Fisher's test 
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was performed on GOP data before and after the spring bloom to determine whether the 

effect of high light levels was significantly different between these two periods. 

Data for sediment characterization, i.e. porosity (n=4) and Chl a concentration (n=4) 

were not normally distributed. Thus, data were analyzed using the non-parametric Kruskal– 

Wallis (K-W) H test. 

4. Results 

4.1. Sedimentary and biomass measurements 
 

The mean porosity values are depicted in Figure 2. Among the three LL stations, LL-

S exhibits the highest porosity value, while station LL-B registers the lowest porosity. In the 

case of the HL stations, there are no significant differences in porosity between HL-B and 

HL-S (Pvalue>0.05, n=8, K-W). However, HL-F stands out with significantly lower porosity. It 

is worth noting that these observations are consistent in time, as porosity levels remain non 

significantly different between before and after the spring bloom for the same station 

(Pvalue>0.05, n=8, K-W). The only exception to this pattern is observed at LL-S.  
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Figure 2: Average porosity (n=4) measured in the first 0.5cm at each study station (LL : low 

topographic stations and HL : high topographic stations) before the spring bloom (Before) 

and after the spring bloom (After) the spring bloom. Letters represent the result of the 

Kruskal-Wallis test (two different letters meaning a significant different with an uncertainty 

of 5%). 

 

Similarly, the Chl a biomass values within the uppermost 0.5 cm of sediment are 

illustrated in Figure 3. All seasons included, whether on mudflats or salt-marsh, stations 

influenced by seawater and brackish water displayed no significant differences between 

them (Pvalue>0.05, n=8, K-W). LL-F showed a significantly lower biomass compared to the 

other two sites with a biomass 7 times lower compared to LL-S (Pvalue<0.05, n=8, K-W). 

Whereas, this pattern was markedly different in the salt marsh areas, where HL stations 

demonstrated non-significant differences in Chl a biomass (Pvalue<0.05, n=8, K-W) except 
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after the spring bloom where HL-F shown a significantly higher biomass than the other two 

stations (Pvalue<0.05, n=8, K-W). 

 

Figure 3: Average Chlorophyll a biomass (n=4) measured in the first 0.5cm of the sediment 

at each study station (LL : low topographic stations and HL : high topographic stations) 

before the spring bloom (Before) and after the spring bloom (After). Letters represent the 

result of the Kruskal-Wallis test (two different letters meaning a significant different with 

an uncertainty of 5%). 

 

 Between before and after the spring bloom, all LL-S and LL-B showed a significant 

increase of about 50% in Chl a biomass (Pvalue<0.05, n=8, K-W) contrary to LL-F who showed 

a significant decrease (Pvalue<0.05, n=8, K-W). On the other hand, HL-S ans HL-B have shown 

no significant differences (Pvalue>0.05, n=8, K-W) contrary to HL-F which exhibited an 

approximately 20% increase in Chl a biomass before and after the spring bloom. 
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Furthermore, measurements of the thickness of Halimione portulacoides (Figure 4) 

indicate a thicker canopy in HL-F and a thinner canopy in HL-S. No significant difference was 

observed between before and after spring bloom (Pvalue>0.05, n=10, K-W). 

 

Figure 4: Mean Halimione portulacoides thickness (n=10) measured at each study station 

(LL : low topographic stations and HL : high topographic stations) before the spring bloom 

(Before) and after the spring bloom (After). Letters represent the result of the Wilcoxon test 

(two different letters meaning a significant different with an uncertainty of 5%). 

 

4.2. Primary production and fluorescence analysis 

i. P-I curves based on gross oxygen production  

 

In order to compare the primary production of the different stations studied, P-I 

curves have been represented (Figure 5) as well as their photosynthetic parameters (Figure 

6). When looking at the evolution of GOP for the LL and HL stations before and after the 
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spring bloom, GOP showed an inverse evolution pattern, with a higher GOP on LL-S that 

decreased as we get closer to LL-F, and a higher GOP on HL-F that decreased as we get 

closer to HL-S. After the spring bloom period, the LL-S exhibited a production rate twice as 

high as that of LL-B and approximately eight times greater than LL-F. Conversely, within the 

HL stations, HL-S displayed the lowest recorded maximum production, registering a value 

three times lower than HL-F and HL-B. Notably, HL-F and HL-B exhibited statistically non-

significant differences in terms of maximum production (Pvalue>0.05, n=6, Wilcoxon test). 

Before the spring bloom, LL-S exhibited the highest recorded Pmax. This output was roughly 

two times greater than LL-B and a striking nine times higher than LL-F. In contrast, within 

the HL stations, HL-S yielded the lowest maximum production, showcasing a value 1.5 times 

less important than HL-B and three times less than site HL-F. 

Additionally, a general trend emerged when comparing P-I curves between before 

and after the spring bloom. Before the spring bloom, for both salt marsh and mudflat 

stations, a significant decrease in primary production was observed under intense 

illumination (Pvalue<0.05, n=6, F-test). 

Furthermore, by comparing the various LL and HL stations before and after the 

spring bloom, differences between the studied stations appeared. LL-S demonstrated an 

approximately tenfold maximum production compared to HL-S. LL-B showed a maximum 

production rate twice that of the adjacent HL-B station. However, HL-F exhibited a 

maximum production rate twice as high as LL-F. 
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Figure 5: P-I curves obtained by fitting relative gross oxygen production according to the 

light intensity (n=6) for each station before and after the spring bloom (Model fitting: Eilers 

and Peeters (1988)).  

 

During measurements performed before the spring bloom, a significant difference 

in the initial slope of the non-saturated photosynthetic rate (α) was observed between LL-

F and the other two sites (Pvalue<0.05, n=6, Wilcoxon test) (Figure 6A), with no statistically 

significant difference between the latter two (Pvalue>0.05, n=6, Wilcoxon test). For the HL 

stations, a distinct trend in α values emerged. From S to F sites, a significant decrease in α 

values was observed. This spatial trend was consistent between before and after the spring 

bloom, regardless of the specific site under examination. After the spring bloom in LL 

stations, the α value exhibited an approximately threefold increase in comparison to the 

other two sites, which did not show significant differences between them (Pvalue>0.05, n=6, 

Wilcoxon test) (Figure 6A). 
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Figure 6: A: Mean value of the initial slope of the non-saturated photosynthetic rate (α) ± 

s.d. and B: Mean value of Pmax ± s.d. calculated on GOP P-I curves before and after the 

spring bloom according to the station (n=6). Letters represent the result of the Wilcoxon test 

(two different letters meaning a significant different with an uncertainty of 5%). 

 

ii. Light intensity of DOCM and Ft slope break observation 

 

t to illustrate an example of the identification of these two proxies, the cas of LL-B has been 

represented in Figure 7. Using the autonomous acquisition system (Meresse et al., 2023a), 

the photophysiological and behavioral activity of the microphytobenthos can be observed 

in three dimensions. At the surface, Ft monitoring shows the evolution of the instantaneous 

fluorescence level as a function of increasing light intensity. Initially, Ft increases at low light 

levels, then decreases at around 350 µmol photons .m-2.s-1, reaching a plateau at around 

700 µmol photons .m-2.s-1. On the vertical axis, oxygen microsensors were used to record 

the dynamic evolution of oxygen concentration in the sediment. Under this increasing 

illumination, the oxygen peak progressively sank into the sediment, reaching around 
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280µm. During this descent, the intensity of the oxygen peak increased, reaching a 

maximum at around 400 µmol photons .m-2.s-1. 

 

Figure 7: Example of the evolution of oxygen vertical profiles and instantaneous 

fluorescence (Ft) under an increasing light intensity (Case of LL-B before the spring bloom). 

A : Light intensity for which Ft break in slope is observed. B: Depth of the Oxygen 

Concentration Maximum (DOCM). C: Light intensity for which DOCM is observed. 

The result of the extraction of these parameters is represented in Figure 8. Before 

the spring bloom, regarding the light intensity for the DOCM observation, no significant 

differences have been observed between the different LL stations (Pvalue >0.05, n=6, 

Wilcoxon test). While on HL stations no significant differences were observed only between 

HL-F and HL-B (Pvalue >0.05, n=6, Wilcoxon test). On the other hand, the differences between 

stations are much more pronounced when we study light intensity, for which we observe a 

break in the slope of Ft. After the spring bloom, no significant differences were observed 

for DOCM between the mudflats and salt marshes of sites B and S (Pvalue >0.05, n=6, 
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Wilcoxon test). However, DOCM for LL-S was significantly lower than that of the other 

mudflats (Pvalue <0.05, n=6, Wilcoxon test), and DOCM for HL-S was significantly higher than 

that of the other salt marshes (Pvalue <0.05, n=6, Wilcoxon test).  

 

 

 

Figure 8: A: Mean value ± s.d. of the light intensity for which the maximum oxygen 

concentration depth has been observed before and after the spring bloom (n=6). B: Mean 

value ± s.d. of the light intensity for which the Ft slope break has been observed before and 

after the spring bloom. (n=6). Letters represent the result of the Wilcoxon test (two different 

letters meaning a significant different with an uncertainty of 5%). 

Prior to spring bloom, no significant differences were observed for the light intensity 

at which the break in slope occurred in Ft monitoring between the LL-F and LL-B (Pvalue 

>0.05, n=6, Wilcoxon test). On the other hand, lower light intensities were observed for the 

LL-S sites and the three HL stations, with no significant differences between them (Pvalue 

>0.05, n=6, Wilcoxon test). After spring bloom, the light intensity at which the break in slope 

in Ft kinetics occurred increased significantly at all LL stations and at HL-S (Pvalue <0.05, n=6, 
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Wilcoxon test). Only the HL-B and HL-F sites showed no significant differences from pre-

spring bloom.  

Comparing the light intensities for which both parameters were observed, except 

for LL-B, the light intensity for the break in Ft dynamics is always significantly greater than 

or equal to (Pvalue >0.05, n=6, Wilcoxon test) the light intensity associated with DOCM.  

5. Discussion  

5.1. Sediment characteristics 

i. Porosity measurements 

 

According to our measurements, LL stations typically exhibit an average porosity 

ranging from 0.72 ± 0.04 to 0.94 ± 0.02. Recent studies conducted on LL-S station have 

reported similar values ranging from 0.80 ± 0.02 to 0.92 ± 0.02 (Denis et al., 2009; Denis et 

al., 2012; Meresse et al., 2023a; 2023b). For LL-B, a previous study near of our station has 

also shown during the spring season a similar porosity value of 0.71 ± 0.02 (Voltz et al., 

2021). For the LL-F, no specific values are documented in the existing literature. Even if the 

porosity value is of the same order of magnitude, it appears that the brackish water area 

has a lower porosity compared to the other two sites. One distinctive feature of this estuary 

is its narrowness and the presence of a harbor in the brackish water zone. As a result, 

human activities, such as dredging and boat traffic, are more prominent, potentially causing 

sediment particles to be resuspended and affecting the porosity of the study site. Beyond 

the physical aspect of the anthropization of this estuary area, it is highly possible that 

human activity is responsible for the release of pollutants (Birch, 2017; Izegaegbe et al., 

2023). 
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Compared to LL stations, HL stations exhibit an average porosity ranging from 0.68 

± 0.02 to 0.84 ± 0.04. As demonstrated in a previous study carried out in the Canche estuary 

(Voltz et al., 2021), the porosity measured in our study seems to be of the same order of 

magnitude. This difference in porosity between LL and HL can be attributed to the fact that 

HL stations are topographically higher than the mudflats. Consequently, these sites are only 

flooded during higher tidal coefficients. On LL, with a low hydrodynamic which characterize 

mudflats, LL stations, with low water velocities presents fine sediments which are not 

resuspended. 

Lastly, it is noticeable that porosity remains relatively stable between before and 

after the spring bloom, except for the LL-S, where porosity was lower before the spring 

bloom. This can be explained by the observation made during our field campaigns of a shift 

in the main channel's course. Initially, the channel was approximately 15 meters away from 

the mudflat after the spring bloom but deviated from its original course to become directly 

adjacent to the mudflat. Therefore, with a change in the sandy channel's course, sediment 

transport may have been altered, impacting the porosity of the studied station. A study 

conducted in the Authie estuary located 18 km away, with hydrodynamic properties similar 

to those of the Canche estuary, has shown by remote sensing that the morphology of the 

estuary is bound to change rapidly, with erosion and accretion phenomena between 

different seasons (Menuge et al., 2020). Similarly, Voltz et al. (2021) have shown that the 

Canche estuary is exposed to rapid modification of estuary morphology due to wave and 

tidal forcings, leading to rapid infill by sands mainly originating from offshore and 

alongshore as well as from the erosion of foredunes located at the mouth.  
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ii. Microphytobenthic biomass 

 

Similar to the study of Santos et al. (1996), LL-F before and after the spring bloom 

exhibits significantly lower microphytobenthic biomass compared to LL-B and -LL-S which 

are not significantly different. As demonstrated by numerous studies, positive correlations 

between salinity and Chl a have been found for microphytobenthos (Adams & Bate, 1999; 

Perissinotto et al. 2006, Pillay & Perissinotto 2009); phenomenon explained by Richard et 

al. (1964) who shown that there is a positive relationship between microphytobenthic 

salinity and division rate.  

In addition to this observation, according to numerous studies, depending on the 

position in the estuary, there could be different microphytobenthos communities driven by 

the influence of the seawater gradient (Underwoord et al., 1998; Thorton et al., 2002). 

Furthermore, it is noteworthy that during the spring bloom, the LL-F station have 

shown a slight increase in microphytobenthic biomass, whereas a decrease in biomass is 

observed on the other two mudflats. This biomass increase may be explained by the fact 

that temperate regions are characterized by more significant river discharge after the spring 

bloom (Roy et al., 1999; Sauquet, 2006; Caballero et al., 2007), increasing nutrients 

concentration in the water column (Roy et al., 1999; Garnier et al., 2018) available for 

microphytobenthos, thanks to bentho-pelagic coupling at the sediment surface (Griffiths et 

al., 2017). It is widely recognized that nutrient availability is one of the major factors 

controlling estuarine microphytobenthic biomass (Xie et al., 2019; Human et al., 2018). 

Despite the two other sites being located within the estuary, it is possible that the dilution 

of nutrients from freshwater along the upstream-downstream gradient may not arrive in 

sufficient concentration to allow an increase in biomass. 
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For the HL stations, HL-F exhibited the highest microphytobenthic biomass after 

spring bloom, while the other two stations have the lowest measured biomass. Since the 

biomass pattern follows an inverse trend to that of the LL stations, the presence of 

Halimione portulacoides on the HL stations may be the cause of this difference, since this 

vegetation is not present on the LL stations. The hypothesis is that the primary vegetation 

of Halimione portulacoides modify the physico-chemical conditions (Beeftink, 1985) which 

could impact the microphytobenthic biomass. By measuring the canopy thickness, we 

noticed that it varied among the different stations and decreased as the station approached 

the estuary mouth (Sigleo & Frick, 2007). This could also be linked to more optimal 

conditions for their growth at station HL-F, with higher azonte levels in the sediment under 

the influence of fresh water. Therefore, the thickness of the Halimione portulacoides 

canopy may positively influence microphytobenthic biomass, as demonstrated in other 

studies regarding the impact of vegetation canopies on underlying physico-chemical 

parameters as temperature or hygrometry (Beeftink, 1985; Buth & Voesenek, 1987). This 

buffering role in physico-chemical parameters may be highlighted before the spring bloom 

conditions since, on the HL stations subjected to freshwater and brackish water, where the 

canopy is most extensive, there are no significant differences in microphytobenthic biomass 

between before and after the spring bloom. 

5.2. Temporal and Spatial Variations in Primary Production 

i. Spatially Heterogeneous microphytobenthic activity 

 

Both moment of study taken into consideration, the site LL-S influenced by seawater 

displayed primary production levels approximately twice as high as the LL-B site, despite 

exhibiting statistically non-significant differences in biomass which suggests significant 
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differences in terms of productivity. As already shown for phytoplankton (Edwards et al., 

2016), there is a correlation between species composition and primary production level of 

the planktonic community. To our knowledge, no data exists concerning the specific 

primary production of microphytobenthos. However, assuming that this rule applies to 

microphytobenthos, the specific composition of the biofilm at stations LL-S and LL-B may 

explain this difference in productivity.  

When it comes to low light responses, some disparities become evident between 

the different LL stations. For LL-F, it is noteworthy that the initial slope is lower than the 

other two. Some authors have demonstrated that on low salinity areas, exopolysaccharides 

can be found in lower concentration compared to high salinity areas (Bellinger et al., 2005) 

resulting in a relationship between the quantity of EPS produced and biomass (Spears et 

al., 2008). According to Spears et al. (2008) who have shown a positive correlation between 

biomass and EPS, LL-F is the station with the lowest biomass and thus, lowest EPS 

concentration. However, EPS are the locomotive force being generated by the 

microphytobenthic extrusion (Smith et al., 1998). So, with less EPS available, migration 

must be less efficient, making migration to the deepest layers of sediment to escape high 

light intensities more complicated andsite LL-F cells more adapted to high light intensities. 

Conversely, LL-S, characterized by fine sediment, is likely dominated by epipelic 

organisms adapted to low-light conditions (Admiraal, 1984, Serôdio et al., 2006, Serôdio et 

al., 2012). Previous researches have elucidated that overlapping organisms within 

microphytobenthic biofilms engender self-shading phenomena (Blackford, 2002; van 

Leeuwe et al., 2006). The pronounced self-shading leads by a high biomass, inherently 

conducive to a constant reorganization of the surface biofilm due to upward migrations of 
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microphytobenthic cells which are under the first layers of the biofilm (Morelle et al., 2018). 

Thus, cells are never subjected to strong, long-lasting illuminations, suggesting that 

organisms at LL-S station are notably well-suited for low-light environments. 

On the other hand, at station LL-B, depending on when the experiment was carried 

out, primary production is variable compared with the other two stations. Before spring 

bloom, the photosynthetic response to low light intensities was important, typical of a high-

biomass station, but after spring bloom, this response was lower with an α value which 

decreased by almost 60%. This difference in response to low light levels may be due to the 

difference in porosity compared with the other two stations, since according to our results, 

demontrates differences in porosity suggesting that LL-B had coarser sediment. Thus, by 

having a coarser sediment, the biofilm should have been composed of a fraction of 

epipsammic microphytobenthic cells (Underwood, 2001; Méléder et al., 2005; Kooistra et 

al., 2007; Steele et al., 2010). However, it has been proved that epipsammic species show 

different adaptive responses in the regulation of light absorption compared to epipelic 

species (Serôdio et al., 2006, Cartaxana et al., 2011), with the setting up of physiological 

processes of photoprotection more important in epipsammic diatoms than in motile 

epipelic communities (Jesus et al., 2009; Cartaxana et al., 2011). This classification has been 

associated with heightened tolerance to intense illumination, consistent with observations 

that organisms adapted to strong illumination (Perkins et al., 2001; Jesus et al., 2006; 

Waring et al., 2007; Perkins et al., 2010) typically exhibit reduced adaptability to low-light 

environments resulting in a lower α value when establishing P-I curves for biofilms 

composed of epipsammic species. (Cartaxana et al., 2011).  
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As a result, by looking at the light intensity to reach the depth of the oxygen 

concentration maximum (DOCM), we observed that light intensity for observing this 

parameter was highest at station LL-B before spring bloom, and one of the lowest 

afterwards. This shows that the microphytobenthos at this station has a different response 

to light intensities across the time, meaning that the microphytobenthos was more 

productive when light intensities were higher. However, since this parameter takes into 

account the verticality of the sediment layer, it is important to note that the physical 

properties of the sediment must be considered, in particular its capacity to let light 

penetrate more in coarser sediment. Thus, this parameter therefore validates the fact that 

the granulometry of this station played a role in modifying the response of the 

microphytobenthos regarding the light conditions between before and after the spring 

bloom. It is possible that the silting-up of the site occurred shortly before the experiment, 

as the pre spring bloom period was coming to an end (when the harbor was dredged) and 

that the microphytobenthic community did not have time to adapt at the experiment 

moment. 

In the same way, by using the Ft monitoring, valuable insights into the precise timing 

of the beginning of downward vertical microphytobenthic migrations can be obtained 

(Meresse et al., 2023b). This parameter shows that there is a spatial pattern of variability 

in the response to light in terms of light intensity inducing downward migratory, with higher 

light intensity on LL-S than on LL-F. This seems to be in line with the α interpretation, since 

the greater the α is, the stronger the more the response to low light levels is important.   

In HL stations, the observation is opposite to that of the LL stations. The HL-F is the 

station for which Pmax and α are the higher and this time it is HL-S that exhibits the lowest 
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Pmax and α despite having the highest biomass. Several factors could contribute to this 

difference as variations in tidal conditions. Salt marshes, by definition, have a higher 

topography compared to intertidal mudflats. Consequently, the duration of emersion is 

consistently longer in HL than in LL, resulting in distinct physico-chemical parameters 

between these two biotopes. Furthermore, these physicochemical parameters can be 

influenced by a unique feature of salt marshes: the presence of Halimione portulacoides. 

This species forms a canopy that becomes increasingly dense as one approaches the HL-F 

station in our study. According to supplementary measurements conducted, this canopy 

creates microenvironments, offering buffered conditions during emersion in terms of 

temperature and hygrometry (Zedler, 1980; Zhao et al., 2022) allowing to compensate for 

excessive water loss during longer emersion phases than on LL stations. Additional 

measurements conducted during the experiment revealed that, despite air temperatures 

of 5.0°C at 05:00, the temperature under the canopy at HL-S was 13.2°C, 12.9°C at HL-B, 

and 8.6°C at HL-F. Through these measurements, it becomes apparent that this canopy 

serves as a thermal buffer. It is also plausible that these canopies play a role in maintaining 

relatively stable humidity levels between two tidal cycles. 

Additionally, it plays a role in the light exposure that microphytobenthos receives 

since this canopy generates an interlighting phenomenon. A study by Pickens et al. (2018) 

showed that under a dense salt marsh vegetation, Spartina alterniflora, the mean ambient 

light under the canopy corresponded to 12 to 24% of the ambient light intensity. Based on 

our estimations from supplementary measurements taken between sunrise and solar 

zenith, we estimated that this light intensity under the HL canopy was approximately 11% 

of the ambient light intensity measured on LL stations. Moreover, beyond the fact that the 
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light climate cannot photo-inhibit microphytobenthos, the interweaving of Halimione 

portulacoides leaves creates a light filter that sporadically allows short-term exposure to 

direct sunlight before casting shadows, only to be exposed again allowing the 

microphytobenthos to remain in a constantly good physiological state. This phenomenon 

of higher primary production under non constant light conditions has been described for 

terrestrial plants by Pearcy (1990) or in more recent studies like in the Kwon et al. (2023) 

and has demonstrated that interlighting generally provides photon flux below the 

saturation point, enabling photosynthesis to be higher. 

On the other hand, unlike LL stations, at all HL stations there is no significant 

difference between the light intensities for which there is a break in the slope of the Ft 

dynamics, while the α values are significantly different. This non-significant difference 

between the three stations does not follow the pattern of measured α evolution. Thus, with 

identical light intensities causing vertical migration, the difference in responses to low light 

levels lies in physiological rather than behavioral adaptations. Indeed, under low-light 

conditions, these cells could optimize their light absorption by increasing the size of 

photosynthetic units, while adjusting the proportion of photosynthetic pigments and 

photoprotective pigments. On the other hand, when light levels are high, these algae 

reduce their light absorption and maximize the use of photons already captured by 

increasing the quantity and activity of Calvin cycle enzymes (Falkowski and Raven, 1997). 

In this way, these adaptations under the canopy results in a maximum of estimated 

primary production averages 2.33 ± 0.331 mmol O2.m-2.h-1 on HL-S while when the canopy 

is thicker, the maximum primary production can double. The hypothesis is that a thicker 
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canopy covering the microphytobenthos creates more favorable light conditions for 

primary production by reducing photoinhibition (Kwon et al., 2023). 

ii. Seasonal variation in primary production 

 

The role of the canopy at HL stations, which did not change significantly in terms of 

thickness between before and after the spring bloom, becomes even more apparent when 

we compare the evolution of microphytobenthos activity between before and after the 

spring bloom. By looking at HL-F and HL-B stations, Pmax increased after the spring bloom. 

However, α shown no significant difference. In the same way, by looking at migratory 

activity through the light intensity in the Ft monitoring and the DOCM, there is no significant 

difference either. This means that the light climate is not the predominant factor in this 

evolution of primary production. According to Colijn & van Buurt (1975), the increase in 

temperature is one of the main factors which leads to an increase in primary production. 

Therefore, after the spring bloom, primary production is probably positively impacted 

mainly by a boosted metabolism induced the rise in temperature, while maintaining the 

same migratory activity. 

In the same way, LL stations experienced a nearly 30% increase in primary 

production for each of them. This increase in Pmax can be explained by more favorable 

temperature and sunlight conditions after the spring bloom compared to before the spring 

bloom explained by the lack of vegetation cover which cannot act as a thermal buffer 

(Barranguet et al., 1998). Unlike the HL stations, even though α does not change 

significantly, it seems to be linked to the increase in light intensity after the spring bloom. 

Indeed, the break in slope in Ft monitoring and DOCM occured at higher light intensity 

values after than before the spring bloom. This is explained by an adaptation to the 
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increased light intensity during this period (Blanchard et al., 1997; Serôdio et al., 2005; van 

Leeuwe et al., 2006). Indeed, microphytobenthos develops photoacclimation which is a 

dynamic process that unfolds across various spatiotemporal scales, enabling 

microphytobenthos to efficiently use available light when it is limited and safeguard 

themselves against excessive light exposure (van Leeuwe et al., 2007; Pniewski et al., 2015; 

Pniewski et al., 2018).  

In diatoms which constitute most of the microphytobenthos community, the most 

important physiological photoprotection mechanism is the xanthophyll cycle, involving the 

de-epoxidation of the pigment diadinoxanthin to diatoxanthin under high light and the 

thermal dissipation of harmful excess energy that decrease the excitation rate of PSII 

reaction centers (Goss & Jakob, 2010). As shown by Pniewski et al. (2015), 

microphytobenthos shows seasonal changes in the photoprotectives mechanisms of 

microphytobenthos. Thus, by adapting its light behavior response, microphytobenthos is 

able to migrate towards sedimentary layers under higher light levels and to have higher 

primary production activity under higher light levels after than before the spring bloom.  

Furthermore, whether on LL or HL stations, before the spring bloom, primary 

production measured in laboratory systematically decreased under high light intensities. 

The microphytobenthos being adapted to higher light intensities after spring bloom than 

before, this explains the winter photoinhibition for high light levels. Thus, with an exposure 

to high light intensities due to experimental design in laboratory measurements, 

microphytobenthos was photoinhibited (Henley, 1993).  

As a result, this comprehensive study of the Canche estuary reveals the complexity 

of the spatiotemporal evolution of primary production within an environment subjected to 
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a macrotidal regime. The results highlight multifactorial variability that could be influenced 

by factors such as sediment porosity, salinity, nutrient availability, and the primary 

vegetation cover. This variability underscores the importance of considering the intricate 

interactions between abiotic and biotic factors to understand the issues related to primary 

production in estuaries. At a time when the threats from global changes are becoming ever 

more pressing, it becomes essential to explore the extent to which this spatiotemporal 

variability can be impacted. In this context, gaining insights into the potential implications 

of estuarine marinization on primary production dynamics emerges as a critical avenue for 

future research. 
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“En toute chose, c’est la fin qui est essentiel.”  

Aristote 

 

Ce dernier chapitre a pour objectif de réaliser, à partir de la synthèse des résultats 

principaux tirés des différents chapitres de ce manuscrit, une discussion générale 

permettant de comparer ces derniers à ce qui est classiquement trouver dans la littérature 

afin de proposer à la fin de chaque partie, au moins une perspective de travail et/ou des 

pistes d’amélioration de technique d’étude déjà existante afin d’améliorer la 

compréhension du fonctionnement du microphytobenthos intertidal. 

 

1. Vers l’automatisation de la mesure des capacités microphytobenthiques  

La production microphytobenthique des sédiments intertidaux estuariens montre 

de fortes variations, que ce soit dans l'espace ou dans le temps (Blanchard et al., 2001 ; 

Orvain et al., 2012). Ces variations peuvent intervenir à différentes échelles de temps sous 

l'influence de la photopériode, des cycles des marées ou encore des saisons (Taylor, 1964 ; 

Pinckney and Zingmark, 1991 ; Blanchard et al., 2001) ainsi qu’à différentes échelles 

spatiales allant de la distribution au sein de l'estuaire (McIntyre et al., 1996 ; Jacobs et al., 

2021) jusqu'à la micro-échelle (Jesus et al., 2006 ; Spilmont et al. 2011), ce qui a toujours 

forcé les scientifiques à relever des défis méthodologiques pour appréhender cette 

variabilité. 

Sur le plan vertical, Jesus et al. (2006) ont montré que le microphytobenthos 

présente une hétérogénéité dans les premiers millimètres de sédiment qui varie en fonction 

de la granulométrie, de la teneur en matière organique et de la biomasse 
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microphytobenthique, affectant ainsi la pénétration de la lumière (De Boer, 1981 ; 

Blanchard et al., 2000 ; Paterson, 2001 ; Forster et Kromkamp, 2004). En réponse à la 

problématique de l'intégration de l'information sur la verticale, Morelle et al. (2018) ont 

proposé un modèle qui permet d'intégrer l'information de l’activité photosynthétique à 

partir d'un fluorimètre PAM, qui est un outil de mesures de surface permettant d’étudier le 

microphytobenthos dans un plan horizontal. Ce modèle fait intervenir différents proxies 

pour estimer l’activité photosynthétique car il n'existe pas à ce jour de méthode permettant 

une mesure directe de l'activité en 3D. C’est pourquoi nous avons choisi de coupler deux 

approches méthodologiques : la fluorimétrie PAM pour les mesures de surface et les 

microélectrodes pour prendre en compte la distribution verticale de la production primaire.  

Cependant, Hermes et al. (1994), très tôt dans l’histoire de l’utilisation des 

microélectrodes, ont mis en évidence une limite liée à leur utilisation puisqu’elles 

présentent tout de même le désavantage d'être très chronophages à l’utilisation. Pour 

remédier à cela, le couplage de ces deux méthodes a été automatisé afin de gagner en 

efficacité, permettant ainsi l’acquisition de données en grande quantité. Cela est 

particulièrement important lorsque l'on souhaite modéliser une courbe P-E avec de 

nombreux points ou réplicats tout en balayant une large gamme d’intensités lumineuses. 

Par exemple, Gerbersdorf et al. (2005) ont mené une étude en laboratoire visant à 

caractériser la capacité de production primaire du microphytobenthos sur deux sites 

différents. Lors de la collecte des données, peu de profils ont été acquis, ce qui a conduit 

les auteurs à modéliser une courbe P-E sur la base de nuages de points composés de 5 à 10 

points, rendant ainsi l’ajustement parfois délicat car, comme l’ont montré Kromkamp et al. 
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(2020), la distribution et la réponse du microphytobenthos peuvent être très variables à 

micro échelle ce qui peut provoquer une grande dispersion dans les flux mesurés.  

Pour répondre à certains questionnements scientifiques, le fait de construire des 

courbes P-E avec peu de points peut ne pas poser de problème. Par exemple, Kwon et al. 

(2018) ont collecté 1870 profils sur une période de 27 mois afin de modéliser 126 courbes 

P-E en utilisant 2 à 4 réplicats de mesure sur 5 intensités lumineuses. L'objectif était 

d'extraire des informations sur la production maximale pour les corréler avec la biomasse 

et la température. Au contraire, dans le cadre de notre étude, l'objectif était plutôt 

d’identifier plus précisément les caractéristiques photosynthétiques du microphytobenthos 

d’où la nécessité d’obtenir une très bonne précision dans les différents paramètres 

définissant la courbe P-E. 

Aujourd'hui, sans aucune intervention humaine, le système développé et mis en 

œuvre dans ce travail de thèse permet la construction d’une courbe P-E à partir d’un jeu de 

données provenant de 150 profils verticaux d’oxygène et obtenus en environ 6h30. 

Néanmoins, l’exploitation d’un profil vertical d’oxygène reste pour le moment non 

automatisée. A partir de l’outil développé par Unisense (Unisense, Danemark), il est 

possible de traiter un profil vertical en environ 3 à 5 minutes selon la complexité de celui-ci 

afin d’en extraire les informations principales (flux d’oxygène, profondeur du pic de 

production et profondeur d’anoxie). Avec un total d’environ 4600 profils verticaux acquis 

grâce au système d’acquisition autonome, le temps de traitement a été conséquent. De ce 

fait, des perspectives quant à l’automatisation du traitement pourraient être envisagées.  

Afin d’aller plus loin dans l’automatisation de la tâche, des perspectives 

d’amélioration au travers du « machine learning », qui, par apprentissage d’images via une 
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intelligence artificielle pourrait permettre un traitement de données de manière autonome. 

Le développement des technologies d’intelligences artificielles étant en pleine expansion, il 

serait peut-être intéressant d’explorer cette piste. Shinde et Shah (2018) ont présenté dans 

une revue d’articles les différentes applications du machine learning. Selon ces auteurs, 

différentes fonctionnalités dans ce domaine peuvent permettre des analyses autonomes. 

La première serait liée à l’identification de l’ajustement du modèle de profil vertical sur le 

jeu de données. Elaraby et al. (2016) ont mis en avant la capacité de l’intelligence artificielle 

à identifier des « objets » à travers ce qu’ils appellent le « deep learning » (technique qui 

permet d’augmenter la performance d’un algorithme en alimentant sa base de données 

afin de le rendre de plus en plus intelligent et autonome). Cette technique est largement 

utilisée en industrie sur des lignes de production pour identifier des produits défectueux 

(Chen et Guhl, 2018 ; Xia et al., 2020). Ainsi, un algorithme pourrait être développé en 

entrant en base de données des images de profils avec des ajustements considérés comme 

valides et d’autres qui ne le seraient pas. Le système serait donc capable d’identifier de 

manière autonome les meilleurs ajustements. Pour finir, l’Intelligence artificielle est 

également capable d’apprendre des procédés de traitement qu’il peut, à l’aide de deep 

learning, effectuer en autonomie (ce qui permettrait d’identifier automatiquement divers 

paramètres d’un profil vertical tels que la profondeur du pic d’oxygène, la profondeur 

d’anoxie etc.).  

2. Travailler en conditions standardisées et contrôlées : cibler l’effet d’un forçage 

Comme Kwon et al. (2018), de nombreux auteurs ont orienté leurs expérimentations 

afin d’étudier la production primaire face à un éclairement croissant (Perkins et al., 2001 ; 

Serôdio et al,. 2006 ; Denis et al., 2009 ; Du et al., 2018). Pour ce type d’étude, lorsqu’elles 
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sont réalisées en laboratoire, les paramètres tels que la température ou l’éclairement sont 

contrôlés (Gerbersdorf et al., 2005 ; Bourgeois et al., 2010 ; Dunn et al., 2012 ; Kuriyama et 

al., 2021) car l’effet de leur variation est largement connu (Blanchard et al., 1996 ; Perkins 

et al., 2001 ; Serôdio et al., 2006 ; Cartaxana et al., 2015). En revanche, tout comme Bauer 

et al. (2009) ont pu le montrer, il existe une relation entre l’humidité de surface d’un 

sédiment et l’humidité relative dans l’air. Malgré cela, de nombreux auteurs négligent bien 

souvent l’effet de la variation de la perte en eau en ne contrôlant pas l’hygrométrie du 

milieu d’étude (Thornton et al., 1999 ; García-Robledo et al., 2012 ; Kwon et al., 2014).  

Ce contrôle de l’hygrométrie est important car la dessiccation peut non seulement 

être la source d’un stress hydrique pour le microphytobenthos (Coelho et al., 2009) mais 

aussi pour l’estimation des flux car les échanges gazeux d’oxygène dissous entre l’eau 

interstitielle et l’air au-dessus du sédiment ne se feront pas aussi vite qu’entre l’air des 

espaces interstitiels et l’air au-dessus du sédiment. En effet, selon la loi de Fick (1855), la 

diffusion est le processus par lequel les molécules se déplacent d'une région de 

concentration plus élevée vers une région de concentration plus faible. Cette vitesse de 

diffusion dépend de plusieurs facteurs, notamment la température, la pression, la viscosité 

du milieu, et le coefficient de diffusion de la substance dans ce milieu. Dans l'air, qui est 

principalement composé d'azote et d'oxygène, la diffusion de l'oxygène se produit 10 000 

fois plus rapidement que dans l'eau car l’air est moins dense que l'eau et a une viscosité 

beaucoup plus faible (Somerville et Proctor, 2013). Par conséquent, les molécules d'oxygène 

peuvent se déplacer plus rapidement dans l'air que dans l'eau.  

Dans la chambre climatique, des expérimentations préalables ont été réalisées afin 

de déterminer le degré de dessiccation des 5 premiers millimètres de surface du sédiment 
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en fonction de l’hygrométrie de l’air (Figure 1). Pour cela, des carottes de sédiments dont 

les propriétés granulométriques étaient proches entre elles ont été laissées sous 

température constante (15°C) à différentes hygrométries durant 10h (temps d’émersion 

plus long que la moyenne des émersions constatées in situ selon le SCHOM). Pour chaque 

hygrométrie testée, trois sous échantillons de carottes ont été prélevées avant et après 

l’exposition afin d’en mesurer le contenu en eau.  

 

 

Figure 1 : Pourcentage moyen de perte en eau durant 10h d’exposition d’un sédiment vaseux 

dont la porosité moyenne est de 0,83 ± 0,04 (n=9). La perte en eau a été calculée sur la 

différence de contenu en eau à partir de trois réplicats prélevés au début et à la fin de 

l’exposition du sédiment à l’air dont l’hygrométrie a été fixée.  

 

A l’issue de cette étude complémentaire, il apparait que selon l’hygrométrie, la 

dessiccation peut être variable et donc l’absence de contrôle de ce paramètre durant une 

expérimentation peut mener à des biais dans les estimations de production primaire. C’est 
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pour cela que le système autonome de mesure de profils verticaux d’oxygène et de 

fluorescence a été placé dans une chambre climatique afin de travailler en conditions 

contrôlées. Afin d’étudier dans un premier temps uniquement la réponse 

photophysiologique du microphytobenthos face à la lumière, seul ce paramètre a été 

variable au cours de nos différentes expérimentations. Au cours de l’étude présentée en 

chapitre 4, il apparait qu’en faisant varier uniquement ce paramètre, la production primaire 

est variable dans le temps et l’espace.  

 De ce fait, la perspective d’étude de l’effet synergique de divers forçages peut être 

envisagée afin de mieux comprendre la photophysiologie du microphytobenthos des zones 

intertidales en Manche Orientale. Pour aller plus loin dans la démarche de compréhension 

de l’influence des différents forçages, une expérimentation complémentaire a été réalisée 

afin d’observer l’influence que peut avoir la synergie de forçages in situ par rapport à un 

milieu contrôlé. Bien que les mesures en laboratoire, qui visent à caractériser la 

photobiologie, et les mesures in situ, qui permettent d'établir un bilan, aient des objectifs 

différents, nous avons réalisé, sur deux jours consécutifs, l’acquisition de profils d’oxygène 

sous lumière croissante dans une vasière intertidale de l’estuaire de la Canche et en 

laboratoire (Figure 2). 

La température de la chambre climatique en laboratoire est fixée à 14°C, i.e. la 

température mesurée en début d’expérimentation in situ. Cette température de terrain a 

augmenté jusqu’à 24°C au moment de la fin d’expérimentation. De la même manière, 

l’hygrométrie de la chambre a été fixée à 80% d’humidité dans l’air afin de travailler avec 

une hygrométrie constante. Ainsi, on peut affirmer que la perte en eau du sédiment sur 

l’intégralité de l’expérimentation en laboratoire a été au maximum de 13% (cf figure 1). 
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Néanmoins, pour les mesures réalisées sur le terrain, l’hygrométrie est passée d’environ 

80% en début à 52% en fin d’expérimentation. Dans la chambre climatique, ces paramètres 

ont été fixés afin de faire évoluer uniquement l’intensité lumineuse contrairement à 

l’expérimentation in situ afin de comparer les réponses de production primaire sous 

conditions contrôlées et dans un environnement naturel où les conditions climatiques 

durant l’acquisition d’une courbe P-E sont variables dans le temps. Au total, c’est un nuage 

de points de 91 valeurs de flux qui est utilisé pour la modélisation de la courbe P-E en 

laboratoire contre seulement 14 en milieu naturel. 

 

 

 

Figure 2 : Courbes P-E obtenues pour l’étude d’une vasière intertidale de l’estuaire de la 

Canche en ajustant la production brute relative d'oxygène en fonction de l’intensité 

lumineuse en laboratoire (rouge) (n=6) et in situ (Ajustement du modèle : Eilers et Peeters 

(1988)). 
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Après extraction des paramètres photosynthétiques définis pour chacune des deux 

courbes P-E selon ce qui a été présenté dans le chapitre 1 section 4.4.i., il apparait que les 

paramètres α obtenus sont assez proches (0.058 ± 0.004 en laboratoire contre 0.052 in situ). 

En revanche, en comparant les deux courbes, pour une même intensité lumineuse la 

production en laboratoire est systématiquement plus élevée que celle in situ. Cette 

différence peut être attribuée à l'effet synergique résultant des divers facteurs 

environnementaux changeants sur le terrain, puisqu’aux variations de lumière qui sont 

commune pour les deux expérimentations, d’un côté l’hygrométrie et la température sont 

stables alors que de l’autre ce n’est pas le cas avec une augmentation de la température 

passant de 14 à 24°C et l’hygrométrie qui a diminué de 30% provoquant une dessiccation 

plus importante sur le terrain qu’en laboratoire, ce qui permet d’expliquer peu de 

différences de flux sous de faibles éclairements car les conditions de départ étaient 

sensiblement les mêmes.  

De plus, dans un contexte de changements globaux qui s’accélère (Hay, 2014), le 

microphytobenthos va être soumis à des variations des conditions environnementales qui 

pourraient impacter sa contribution en tant que producteur primaire (Cartaxana et al., 

2016 ; Oliveira et al., 2020). C’est dans ce cadre que le système d’acquisition mis en place 

présente un intérêt puisqu’il permettra de tester toutes sortes de stress et de scénario. 

Tout comme le phytoplancton qui va être soumis à des modifications de son 

environnement de manière directe avec un réchauffement de la masse d'eau sous 

l’influence du réchauffement atmosphérique et de la hausse de la pression partielle en CO2, 

pour le microphytobenthos intertidal cela s’ajoute à des phases d’émersion qui pourront 
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l’exposer directement aux conditions atmosphériques. Actuellement, le 

microphytobenthos est confronté à des températures qui peuvent être délétères en été à 

cause de températures de l’air et sédimentaire trop importantes (Davoult et al., 2009 ; 

Jacobs et al., 2021). On peut donc imaginer que les changements globaux auront un effet 

encore plus marqué durant cette saison d’un point de vue thermique. Il semble donc 

opportun d’aller plus loin dans la démarche de compréhension du fonctionnement du 

microphytobenthos estuarien afin de pouvoir faire des projections sur le devenir de ces 

organismes au cœur du réseau trophique estuarien (Van der Heijden et al. 2019).  

D’autre part, l’une des préoccupations majeures du 21ème siècle concerne 

l’augmentation des gaz à effet de serre, et plus principalement le CO2. Suivant différents 

scénarii et diverses projections à moyen et long termes, Oliveira et al. (2020) se sont 

intéressés à l’effet de cette hausse du CO2 sur la production primaire du 

microphytobenthos. A notre connaissance, comme dans toutes les études qui ont pu être 

réalisées jusqu’à présent pour tester l’effet du CO2 (Cartaxana et al., 2016 ; Tait et al., 2015), 

les auteurs placent le microphytobenthos en présence d’eau acidifiée (soit par 

enrichissement en CO2 gazeux, soit par acidification directe de l’eau). Or, pour réaliser ces 

mesures, le biofilm est immergé. Le microphytobenthos de l’estuaire de la Canche n’étant 

pas productif à l’immersion (Denis et al., 2012) comme dans d’autres écosystèmes 

intertidaux à forte turbidité, il serait intéressant de s’attarder sur l’effet que pourrait avoir 

la hausse de la pression partielle de CO2 à l’émersion. Le système expérimental permet de 

contrôler, en plus des autres paramètres, la pression partielle de gaz et pourrait ainsi 

permettre, grâce à la fixation de la pression partielle en CO2 à différents niveaux, d’en 

étudier l’impact. Selon différentes estimations de Schmittner et Galbraith (2008), de 
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Sarmiento et al. (2004) ou encore de Taucher et Oschlies (2011), de manière générale, les 

modèles prédictifs montrent que la production primaire marine tend à augmenter sous 

l’influence de la synergie de différents facteurs tels que la hausse de la température et de 

la quantité de carbonate de calcium (CaCO3) ou de bicarbonate (HCO3
-) dans l'eau 

environnante disponibiles, paramètres également à l’origine de brutaux changements 

communautaires.   

3. La réponse comportementale microphytobenthique face aux forçages naturels 

 

Depuis plusieurs décennies, la communauté scientifique est consciente des capacités 

du microphytobenthos à migrer sous l’influence d’une lumière changeant (Round et Palmer, 

1966). Certains forçages tel que l’effet de la marée sur la migration microphytobenthique a 

souvent été suggéré suite à l’observation de variations dans les flux d’oxygène mesurés. Par 

exemple, Denis et al. (2012) ont observé une baisse des flux entre 60 et 120 minutes avant 

le début de l’immersion quand d’autres ont estimé que cette baisse intervenait environ 100 

minutes avant l’immersion (Spilmont et al., 2007). Tous sont d’accord pour dire que cette 

diminution dans les flux d’oxygène observés résulte d’une migration du microphytobenthos 

vers le bas, qui, en s’éloignant de la surface reçoit une intensité lumineuse incident moins 

forte (Longphuirt et al.,2006 ; Serôdio et al., 2023). 

Dans le cadre du chapitre 3, nous avons montré qu’une fois en laboratoire, le rythme 

migratoire peut être conservé durant trois jours. Certains auteurs, tels que Serôdio (1997), 

ont tenté de comprendre ce mécanisme en l’étudiant de manière expérimentale. Serôdio 

(1997) a montré qu’en l’absence de stimuli marégraphique et lumineux, cette dynamique 

migratoire juste avant et pendant l’immersion est conservée. Ainsi, en l’absence de tout 

forçage, seule la présence d’une horloge interne peut expliquer ce comportement 
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migratoire. Avec pour exemple Arabidopsis thaliana, Millar (2003) a montré que chez 

d’autres organismes tels que les eucaryotes et potentiellement certains procaryotes, il 

existe une adaptation au cycle jour/nuit de 24 heures grâce à la présence d’un horloge 

circadienne permise par des « clock genes ». On peut donc aisément imaginer que ces gènes 

sont présents chez le microphytobenthos et qu’en plus du rythme nycthéméral, le rythme 

des marées peut également être gouverné par des gênes similaires. 

Nous avons également montré dans notre étude que cette horloge interne n’était pas 

« réglée » selon les tous derniers évènements vécus par le microphytobenthos puisque 

malgré une succession de décalages des forçages marégraphiques en laboratoire, le rythme 

endogène microphytobenthique reste synchronisé. Ceci apparaît clairement comme un 

avantage adaptatif pour le microphytobenthos puisque les marées n’étant pas toujours à 

intervalles réguliers sous l’influence des vents, de la température ou de la pression 

atmosphérique (Buckee et al., 2022), le microphytobenthos peut ne pas être perturbé vis-

à-vis des marées suivantes lorsqu’une marée est retardée par une pression atmosphérique 

exceptionnellement forte par exemple tout en gardant une certaine marge de sécurité en 

migrant 60 à 120 minutes avant celle-ci (Denis et al., 2012). 

De la même manière que la marée ou l’intensité lumineuse (Barnett et al., 2020, 

Serôdio et al., 2023), Vieira et al. (2013) ont montré que la température est également un 

forçage qui peut jouer un rôle majeur sur la migration verticale microphytobenthique. Selon 

ces auteurs, la température influence le métabolisme microphytobenthique plus que 

l'intensité lumineuse et ils suggèrent que la migration est une réponse efficace face à ce 

stress thermique. De ce fait, lors d’observations réalisées in situ, la variabilité observée dans 

les flux mesurés entre différentes saisons peut également être expliquée par une variation 
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de la dynamique migratoire microphytobenthique suite à l’effet synergique de la 

température et de la lumière (Pinckney et Zingmark, 1993, Guarini et al., 2006). Dans l’étude 

qui a été présentée dans ce manuscrit visant à caractériser d’un point de vue spatial la 

photophysiologie microphytobenthique, nous avons mis en évidence que le 

microphytobenthos présente des variations dans ses capacités migratoires selon le moment 

de l’année où est réalisée la mesure. Ceci est vrai pour les sédiments nus tels que les 

vasières, mais ne l’est pas forcément pour les sédiments végétalisés des prés-salés. La 

canopée de végétation au-dessus du sédiment permet de créer un effet tampon d’un point 

de vue lumineux, thermique et hydrique, menant à des variations temporelles d’une saison 

à une autre peu ou pas marquées.   

Ainsi, avec une perspective d’étude de l’activité migratoire microphytobenthique, il 

serait intéressant d’explorer les facteurs qui permettent de « régler » cette horloge car nous 

avons montré ici que celle-ci reste synchronisée à ce qui se passe in situ durant trois jours, 

mais dans le cadre d’expérimentations plus longues, connaitre quels sont les facteurs qui 

influencent le dérèglement de ce rythme endogène pourrait aider à réaliser des 

expérimentations beaucoup plus longues en laboratoire. Par exemple, cela permettrait de 

pouvoir travailler en conditions contrôlées et observer quel forçage provoque un shift 

communautaire au sein d’un biofilm sur des durées plus ou moins longues. Mais ce type 

d’expérimentation pourrait être possible à condition de pouvoir adapter le système en y 

intégrant un mécanisme automatique de simulation de marée (automatisation de 

l’alternance immersion/emersion par exemple). 
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4. Une production primaire variable dans le temps et l’espace 

Comme pour la migration, les résultats obtenus dans le chapitre 4 sont en accord 

avec ce qui est habituellement décrit dans la littérature puisqu’il existe des schémas 

récurrents dans la variabilité spatio-temporelle de production microphytobenthique dans 

les zones estuariennes intertidales qui ont pu être décrits. Adams et Bate, (1999) ont 

observé que la distribution du microphtytobenthos suivait un patron de répartition selon le 

gradient aval-amont, avec une biomasse microphytobenthique plus importante sur la zone 

avale. Richard et al. (1964) ainsi que de nombreux autres auteurs comme Perissinotto et al. 

(2006) ou Pillay et Perissinotto (2009) ont montré que la salinité pouvait être l’un des 

forçages majeurs à l’origine de cette distribution. De la même manière, Jesus et al. (2009) 

ainsi que Sullivan et Currin (2000) ont montré que la bathymétrie était également un 

forçage majeur expliquant la répartition de la biomasse du microphytobenthos. Selon un 

transect perpendiculaire à l’estuaire, la distribution de la biomasse a été qualifiée par 

Underwood (2010) de mono-modale en raison de l'interaction entre les perturbations 

physiques et les photopériodes plus courtes sur les plus faibles bathymétries et les 

contraintes environnementales plus importantes sur les niveaux supérieurs. 

Dans notre cas d’étude, cette répartition bathymétrique nous a mené à étudier deux 

types de biofaciès : les vasières et pré-salés intertidaux. 

En termes de production primaire, Brotas et Catarino (1995) n’ont pas mis en 

évidence de différence entre ces deux hauteurs bathymétriques alors que Kwon et al. 

(2020) ont montré une production primaire plus importante de 50% sur les vasières 

intertidales par rapport aux prés-salés. Les auteurs expliquent cette différence de 

production primaire par la tolérance variable du microphytobenthos face aux différentes 
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intensités lumineuses en fonction de leur position bathymétrique. Sur les vasières, le 

microphytobenthos est exposé à un éclairement constant en comparaison au 

microphytobenthos qui est sous la végétation et donc plus inféodé aux faibles éclairements. 

Ces résultats concordent avec nos observations qui montrent que le pré-salé de l’estuaire 

de la Canche est 1,5 à 3 fois moins productif que les vasières intertidales correspondantes. 

Par ailleurs, nous avons constaté dans la littérature que dans les bilans d’estimations 

de production primaire de la zone estuarienne intertidale, les auteurs négligent très souvent 

la contribution microphytobenthique du prés-salé. Certaines contraintes existent, comme 

la végétation dense qui rend difficile l'étude du microphytobenthos en dessous de sa 

canopée. Cependant, dans une perspective d'analyse à l'échelle de l'estuaire, il serait 

pertinent d'inclure ces estimations. Ceci est d’autant plus important au regard de la 

superficie de la zone des prés-salés sur notre zone d’étude. A l’échelle de l’estuaire de la 
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Canche, selon nos estimations cartographiques, 2,4 km² sont représentés par le pré-salé et 

seulement 0,3 km² par les vasières (Figure 3).  

 

Figure 3 : Cartographie de la bathymétrie de l’estuaire de la Canche dont les zones de prés-

salés (vert clair) et de vasières (vert foncé) ont été mises en évidence. Données 

bathymétrique issue de mesure LIDAR en 2018. 

 

Ainsi, le pré-salé représentant 8 fois la superficie des vasières de la Canche et ayant 

une production primaire environ 1,5 à 3 fois moins importante, le rapport entre superficie 

et productivité par unité de surface fait du pré-salé une zone 2,7 à 5,3 fois plus productive 

que les vasières selon la localisation dans l’estuaire.  

Tout comme la variabilité spatiale, la variabilité saisonnière de la production 

microphytobenthique a également été le cœur de nombreuses études (Blanchard et al., 

1997 ; Méléder et al., 2020). De manière générale, un patron de répartition de la production 

primaire apparait clairement avec un maximum de production primaire au en fin d’hiver - 

début du printemps (Méléder et al., 2020) et une période défavorable durant la période 

hivernale et estivale. Cette variabilité temporelle est expliquée selon Savelli et al. (2018) par 

une évolution temporelle de la biomasse microphytobenthique avec un bloom printanier, 

une diminution estivale de la biomasse microphytobenthique sous l’influence de variation 

thermique, lumineuse et également de prédation par la méiofaune et macrofaune 

benthique accrue durant cette saison. En effet, comme l’ont montré de nombreuses études 

(Cariou-Le Gall et Blanchard, 1995 ; Sahan et al., 2007 ; Orvain et al., 2014), l’activité de 

broutage peut être plus importante durant l’été et selon Weerman et al. (2014), il existe 

une corrélation négative entre le broutage du biofilm et la biomasse microphytobenthique.  
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Toutefois, cette variabilité dans la production n’a pas lieu uniquement à des échelles 

de temps saisonnières, et il existe également une grande variabilité de la réponse 

photosynthétique à l’échelle de la journée.   

5. La réponse photophysiologique à l’échelle de la journée 

 

Dans de très nombreux travaux portant sur le système intertidal, les mesures de 

production primaire sont effectuées à partir du lever du jour, soit in situ (Denis et 

Desreumaux, 2009) soit en laboratoire (Cartaxana et al., 2016). Seuls Oliveira et al. (2011), 

Denis et al. (2012) et Kwon et al. (2014) ont mesuré de la production primaire à d’autres 

moments de la journée.  

Kwon et al. (2014) ont mené leur étude dans un environnement naturel caractérisé 

par une plage d'intensités lumineuses pouvant atteindre 2000 µmol photons.m-2.s-1, une 

plage de températures de 5 à 25°C, et un marnage pouvant s'élever jusqu'à 8 mètres, ce qui 

reflète des conditions similaires à celles que l'on peut observer dans la région de la Canche. 

Durant cette étude, ils ont observé que pour une même intensité lumineuse, lorsqu’une 

mesure de flux est réalisée au matin, celle-ci était plus importante que durant l’après-midi. 

Les auteurs qui ont réalisé les mesures in situ ont abordé en premier élément de discussion 

qu’il semble assez compliqué d’identifier quels sont les facteurs spécifiques qui régulent 

principalement la production primaire.  

Dans le cadre du chapitre 3, nous avons étudié l’impact que pouvait avoir l’heure du 

jour sur la production primaire et il s’avère que les capacités photosynthétiques 

microphytobenthiques sont différentes selon le moment de la journée. Ce phénomène peut 

être expliqué par le passé lumineux du microphytobenthos qui impacte la réponse 
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photosynthétique microphytobenthique comme ont pu le souligner Serôdio et al. (2008) ou 

Denis et al. (2012). Par exemple, avec des éclairements forts au matin, Denis et al.,(2012) 

ont observé que même après une période d’immersion et des conditions lumineuses 

optimales durant l’après-midi, le microphytobenthos présentait une production primaire 

plus faible qu’attendue. 

Par ailleurs, puisque la lumière est décroissante durant l’après-midi, nous avons 

tenté de comprendre à travers une expérience complémentaire l’importance du sens de 

variation de l’intensité lumineuse (Figure 4). Pour cela, nous avons simulé une émersion à 

l’heure du midi puis appliqué soit un éclairement croissant soit décroissant tout au long de 

l’après-midi afin de réaliser des profils d’oxygène ainsi que des mesures de fluorescence 

(Figure 4). 
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Figure 4 : Courbes P-E obtenues en laboratoire sous lumière croissante (courbe noire) et 

décroissante (courbe grise) pour une carotte de sédiment prélevée sur une vasière 

intertidale de l’estuaire de la Canche en ajustant la production brute relative d'oxygène en 

fonction de l’intensité lumineuse (n=6) (Ajustement du modèle : Eilers et Peeters (1988). 

 

Lors de l'exposition du microphytobenthos à une lumière croissante, nous avons 

observé une augmentation de la production primaire caractéristique d’une émersion au 

moment du zénith solaire avec un α élevé. Au-delà de cette réponse initiale, nous avons 

constaté que la production atteignait un plateau, avec une valeur de Pmax mesurée à 4,21 

mmol.m-2.h-1. Il est intéressant de noter que c’est autour du point d’inflexion de la courbe 

que la dispersion était la plus importante. Cette dispersion accrue peut être attribuée à 

variabilité de la réponse photosynthétique et photoprotectrice mise en place par les 

différentes espèces qui composent microphytobenthos. En revanche, au moment de 

l’émersion du microphytobenthos sous un fort éclairement suivi d’une intensité lumineuse 

décroissante, on observe une réponse pour les forts éclairements supérieure à ce qui est 

observé sous lumière croissante. Selon Serôdio et al. (2023), au moment de l’émersion, le 

microphytobenthos migre vers la surface (Chevalier et al., 2010). Cette émersion ayant lieu 

sous des forts éclairements, celui-ci va être photosynthétiquement très actif, traduisant une 

forte production primaire, mais va également présenter une très forte variabilité dans sa 

réponse, ce qui peut s’observer au travers d’une dispersion trois fois plus grande que le 

maximum de dispersion observé sous lumière croissante. En revanche, en dessous de 600 

µmol photons.m-2.s-1 et pour un même intensité, lors des mesures sous lumière croissante, 

la production brute d’oxygène était inférieur en comparaison des valeurs mesurées sous 

lumière croissante. Il est possible qu’en ayant été exposé à de forts éclairements dès le 

début de l’émersion, le microphytobenthos ait eu une activité photosynthétique 
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suffisamment élevée pour ne plus à avoir besoin d’être actif ensuite. En effet, un parallèle 

avec l’étude de Lakatos et al. (2021) qui a montré que chez une espèce de phytoplancton, 

lorsque la quantité de glycogène est accumulée au maximum, la photosynthèse diminue. 

Selon Stal et al. (2010), les diatomées sont capables d’accumuler de la chrysolaminarine qui 

un polysaccharide. Ainsi, il possible que le microphytobenthos ait un fonctionnement 

similaire durant lequel il accumule une certaine quantité de métabolites jusqu’à ce qu’un 

stock suffisant soit fait pour qu’il n’ait plus besoin d’être très actif d’un point de vue 

photosynthétique, ce qui pourrait expliquer cette faible production sous faibles 

éclairements. 

Par ailleurs, cette diminution peut également être liée à l’état physiologique du 

microphytobenthos après une mise sous lumière brutale. Cette différence ne peut pas être 

expliquée par une photodestruction, car le Fv/Fm était supérieur à 0,55 après l’étude, mais 

plutôt par de la photoinhibition puisqu’après expérimentation, les niveaux de fluorescences 

sont revenus à des états initiaux.  

Ainsi, lors d’une émersion au moment du zénith solaire, le microphytobenthos est 

soumis à de forts éclairements qui peuvent lui permettre d’être photosynthétiquement très 

actif et de stocker une grande quantité de métabolites, mais cet éclairement continu, même 

décroissant, finit par provoquer une photoinhibition qui le rend peu productif, même sous 

de faibles éclairements. Ces résultats suggèrent que durant l’après-midi, lors de forts 

ensoleillements, le microphytobenthos doit être finalement peu productif après un début 

d’exposition à la lumière, et ce, jusqu’à l’émersion suivante. De ce fait, selon l’heure de la 

journée et le sens d’évolution des intensités lumineuses, la production primaire n’est pas la 

même.  
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Ces résultats semblent en désaccord avec ce qui a été observé par Chevalier et al. 

(2010) qui ont montré que lors de leur étude de l’activité photosynthétique 

microphytobenthique avec un fluorimètre PAM, l’activité photosynthétique était plus 

importante durant l’après-midi comparé au matin. Ceci peut être expliqué par deux facteurs 

principaux. Le premier est que durant leur expérimentation, le sédiment sur lequel les 

auteurs ont travaillé était sablo-vaseux. Dans le chapitre 4, nous avons mis en évidence que 

lorsque la porosité était plus importante que sur de la vase pure, il apparait qu’au sein du 

biofilm, certaines algues sont épipsammiques (i.e. fixée à une particule sédimentaire 

grossière). Serôdio et al. (2006) ainsi que Cartaxana et al. (2011) ont également mis en avant 

que ce type d’organismes sont beaucoup plus tolérants aux forts éclairements. De plus, lors 

de leur expérimentation, la lumière incidente était plus faible durant l’émersion de la 

matinée par rapport à celle de l’après-midi. Ainsi, en utilisant un fluorimètre PAM qui est 

une méthode de mesure de surface, sous de forts éclairements, le microphytobenthos 

épipélique migre vers des couches plus profondes, laissant uniquement en surface les 

cellules épipsammiques qui sont plus inféodées aux forts éclairements. Ainsi, avec de plus 

forts éclairements durant l’après-midi, la réponse photosynthétique microphytobenthique 

ne peut être que plus forte. Ceci démontre parfaitement l’importance du choix de l’outil de 

mesure suivant le questionnement scientifique puisqu’avec une intégration de 

l’information sur la verticale permise par les microélectrodes, on peut suivre l’intégralité de 

l’assemblage qui compose le microphytobenthos.  

Par ailleurs, avec l’étude qui compose le chapitre 3 de ce manuscrit, nous avons 

montré que l’heure du jour peut impacter l’estimation de la production primaire. Grâce à 
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ces résultats, nous pouvons affirmer que certaines estimations que l’on retrouve dans la 

littérature peuvent être biaisées lorsqu’elles ont été réalisées en laboratoire.  

Dans le cadre d’améliorations futures, l’intégration de nouveaux paramètres 

pourrait permettre d’estimer plus précisément les bilans de production 

microphytobenthique. Dans les modèles d’estimation de la production primaire tels que 

celui présenté par Méléder et al. (2020) ou par Savelli et al. (2020), les calculs de bilans de 

production à grandes échelles utilisent les modèles de production liés à la température et 

à la lumière de Blanchard et al. (1996) et d'Eilers et Peeters (1988) définis par des 

paramètres photophysiologiques ajustés sur les courbes de lumière mesurées en 

laboratoire mais ne tiennent pas compte du passé lumineux du microphytobenthos (i.e. 

l’heure du jour, le sens d’évolution de l’intensité lumineuse et le moment de marée). La 

prise en compte de ces paramètres pourrait permettre de tendre vers des estimations plus 

précises des bilans à grande échelle. 

  



Chapitre 5 – Synthèse et perspectives : vers une vision multi-dimensionnelle de l’activité 

photosynthétique du microphytobenthos estuarien 

 

 
193 

 

  



Chapitre 5 – Synthèse et perspectives : vers une vision multi-dimensionnelle de l’activité 

photosynthétique du microphytobenthos estuarien 

 

 
194 

 

  



 

 
195 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Conclusions générales 
et perspectives 



 

 
196 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
197 

 

Conclusions et perspectives 
 

Bien qu’à l’échelle des estuaires intertidaux, de nombreuses études s’intéressent à 

la production primaire microphytobenthique, l’influence de certains forçages n’est pas 

encore bien connue à micro-échelle. Avec pour objectif de lever certaines interrogations 

concernant la photobiologie du microphytobenthos, l’ensemble de ce travail a permis 

d’investiguer, à travers trois études, les caractéristiques photosynthétiques et migratoires 

du microphytobenthos face à certains forçages naturels tels que la marée, la salinité, la 

bathymétrie ou la température d’un point de vue spatio-temporel. Chacune d’entre elles a 

mis en lumière des éléments originaux ou a permis de confirmer certaines observations 

illustrées dans la littérature. 

[1] L’un des premiers objectifs était d’étudier la capacité photosynthétique du 

microphytobenthos de façon standardisée, de manière à pouvoir comparer 

les potentialités de production. Pour cela, nous avons proposé une 

procédure pour l’étude de la photophysiologie et du comportement 

migratoire du microphytobenthos en laboratoire. Le système d’acquisition a 

mis en évidence deux éléments marquants. Premièrement, grâce à cette 

approche en conditions standards où la température, l’hygrométrie et 

l’éclairement ont été contrôlés, la mise en place d’un tel système a permis 

de montrer l’intêret qu’il pouvait avoir vis-à-vis de la caractérisation des 

potentialités photosynthètiques du microphytobenthos. Deuxièmement, ce 

système d’acquisition a permis de faire ressortir l’existence d’un temps de 

photoacclimatation lors de changement d’intensité lumineuse qui, dans le 

cadre de la caractérisation des capacités de production primaire du 
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microphytobenthos, peut engendrer un biais dans l’estimation des 

paramètres photosynthétiques lorsqu’il n’est pas pris en compte.  

[2] L'étude de la capacité migratoire du microphytobenthos en réponse aux 

cycles de marée et d'éclairement a révélé la complexité du comportement 

des microalgues qui composent le biofilm. Dans des conditions où 

l'expérience a impliqué un forçage expérimental conduisant à une alternance 

asynchrone entre les phases d'immersion et d'émersion par rapport à la 

dynamique marégraphique du site d'étude, le microphytobenthos a 

démontré une capacité à maintenir ce rythme endogène grâce à une horloge 

interne. Cette particularité met en lumière une adaptation évolutive qui 

permet au microphytobenthos de maximiser sa photosynthèse, d'optimiser 

sa survie et met également en exergue l’importance de respecter la 

dynamique de marée et d’alternance entre nuit et jour qui à défaut, pourrait 

entraîner un biais des résultats en conditions expérimentales. 

[3] A l’échelle de l’estuaire de la Canche, ce travail a permis de révéler la 

complexité de l'évolution spatio-temporelle de la production primaire au 

sein d'un environnement soumis à un régime macrotidal. La variabilité de la 

production primaire est d’origine multifactorielle et influencée par des 

facteurs tels que la lumière, la porosité des sédiments, la salinité, la 

disponibilité des nutriments et la couverture végétale. Cette variabilité 

souligne l'importance de considérer les interactions complexes entre les 

facteurs abiotiques et biotiques pour une meilleure compréhension des 

enjeux associés à la production primaire dans les estuaires intertidaux. 
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[4] L'analyse de la réponse photophysiologique à l'échelle de la journée a révélé 

des variations notables dans les capacités photosynthétiques du 

microphytobenthos avec une production primaire plus forte durant la 

journée. Ces variations sont influencées par des facteurs tels que l'heure du 

jour, la marée, le sens d’évolution de l’intensité luminuese et le passé 

lumineux du microphytobenthos, ajoutant une dimension temporelle à la 

dynamique de production primaire à courte échelle qui semble cruciale à la 

compréhension de sa photophysiologie. 

Le développement méthodologique issu de ce travail ainsi que la mise en lumière de 

l’influence de certains forçages permettent d’établir des perspectives qui, sur la base de 

techniques déjà existantes, pourraient permettre d’affiner les estimations de bilans de 

production à grande échelle ainsi que d’améliorer les prévisions de l’évolution de la 

production primaire du microphytobenthos dans le contexte des changements globaux. 

[1] Le milieu naturel étant soumis à des forçages multiples, le système développé 

permet d’aller encore plus loin que les procédures jusqu’à lors utilisées dans la 

compréhension de la photophysiologie microphytobenthique en étudiant l’effet 

de la combinaison de forçages. Ainsi, en utilisant le système d'acquisition décrit 

dans cette thèse, il deviendrait possible d'explorer d'autres forçages afin de 

connaitre leurs influences sur la production primaire individuelle ou de manière 

combinée. Cela pourrait conduire à l'amélioration des modèles existants pour la 

réalisation de bilans de production à plus grande échelle. 

[2] Les défis imposés par le changement climatique et les changements globaux 

devenant de plus en plus pressants, il devient essentiel d'explorer dans quelle 
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mesure cette variabilité spatio-temporelle peut être influencée afin de pouvoir 

prévoir au mieux des scénarios d’évolution de la production primaire 

microphytobenthique. Le système développé dans le cadre de cette thèse 

permettra de mieux comprendre comment l’évolution de certains paramètres 

tels que la pression partielle en CO2, la montée des eaux, la hausse de la 

température ou encore l’acidification des eaux vont impacter les bilans de 

production à grande échelle.  
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Résumé 
 

 À l’interface entre terre et mer, les estuaires revêtent une importance majeure pour 

la biodiversité marine. Au cœur de ces écosystèmes estuariens, le microphytobenthos 

intertidal occupe une place clé au sein du réseau trophique de ces environnements. Ce 

biofilm intertidal, composé principalement de microalgues, contribue de manière 

significative à l'activité biogéochimique caractéristique des milieux estuariens en termes de 

fonctionnement et de bilan de production. 

C’est autour de la production primaire du microphytobenthos et des mécanismes 

associés que s’articulent plusieurs études qui composent cette thèse de doctorat. Pour 

caractériser l’influence des forçages sur la production primaire microphytobenthique, le 

développement méthodologique d’une enceinte de mesures en laboratoire a été réalisé 

afin de standardiser, en conditions contrôlées, l’acquisition des mesures de la 

photophysiologie et du comportement migratoire des microalgues qui composent le 

biofilm. En utilisant cette méthodologie, nous avons examiné expérimentalement la 

production primaire ainsi que les réponses migratoires du microphytobenthos de l’estuaire 

de la Canche, en nous concentrant sur la variabilité des mécanismes à l’échelle journalière. 

Cette approche a révélé la capacité du microphytobenthos à maintenir pendant plusieurs 

jours un niveau de production et un rythme de migration synchronisé avec les cycles 

marégraphiques et nycthéméraux observés sur le site d'étude.  

La variabilité spatio-temporelle de la réponse du microphytobenthos de l’estuaire 

de la Canche a également été appréhendée suivant un transect amont-aval en considérant 

deux hauteurs bathymétriques distinctes et deux périodes de l'année dont les 

caractéristiques physico-chimiques sont contrastées. Cette dernière étude a mis en 

évidence l'influence multifactorielle des conditions physico-chimiques de l'environnement 

estuarien sur la photophysiologie et l’activité migratoire du microphytobenthos. Un effet 

temporel a été identifié avec une augmentation de la production primaire entre avant et 

après le bloom printanier, et ce, sur l’ensemble des stations étudiées. De plus, cette étude 

a montré que l’intrusion d’eau de mer provoque une spatialisation suivant un gradient 

amont-aval de la production primaire, qui s’est avérée être plus forte à l’embouchure de 

l’estuaire et plus faible dans la zone de désalure pour les vasières. Sur les plus hauts niveaux 

bathymétriques, correspondant à la zone de pré-salés, un patron de distribution inverse a 

pu êtreobservé. Cette différence s’explique par l’effet tampon de la canopée de la 

végétation, qui entraine une plus grande stabilité des paramétres physico-chimiques et 

permet une production primaire et une activité migratoire identiques avant et après le 

bloom printanier. 

 

Mots clés : Estuaire, Fluorimétrie PAM, Microélectrode à oxygène, Microphytobenthos, 

Migration, Photophysiologie, Production primaire. 
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Abstract 
 

At the interface between land and sea, estuaries hold major importance for marine 

biodiversity. At the core of these estuarine ecosystems, intertidal microphytobenthos plays 

a key role within the trophic network of these environments. This intertidal biofilm, 

primarily composed of microalgae, significantly contributes to the biogeochemical activity 

of estuarine habitats in terms of functioning and budget. 

Several studies comprising this doctoral thesis focus on the primary production of 

microphytobenthos and its associated mechanisms. In order to characterize the 

environmental influences on microphytobenthic primary production, a methodological 

development was undertaken in the laboratory to standardize the acquisition of 

measurements related to the photophysiology and migratory behavior of the microalgae 

composing the biofilm. Using this methodology, we experimentally studied the primary 

production and migratory responses of the microphytobenthos in the Canche estuary, with 

a focus on the variability at a daily scale. This approach unveiled the microphytobenthos' 

capacity to maintain a rhythm of primary production and migration over several days, 

synchronized with the observed tidal and diurnal cycles at the study site. 

The spatiotemporal variability of the microphytobenthos' response in the Canche 

estuary was investigated along an upstream-downstream transect, considering two distinct 

bathymetric heights and two periods of the year characterized by contrasting 

physicochemical conditions. The latest study has highlighted the multifactorial influence of 

physicochemical conditions in the estuarine environment on the microphytobenthic 

photophysiology and migratory behavior. A temporal effect was identified, with an increase 

in primary production between before and after the spring bloom, at all the studied 

stations. In addition, this study showed that seawater intrusion causes a spatialization of 

primary production along an upstream-downstream gradient, which was found to be 

stronger at the estuary mouth and weaker in the mudflat desalination zone. At higher 

bathymetric levels, corresponding to the salt marsh zone, an inverse distribution pattern 

was observed. This difference can be explained by the buffering effect of the vegetation 

canopy, which results in greater stability of physico-chemical parameters and enables 

identical primary production and migratory activity before and after the spring bloom. 

 

Keywords: Estuary, Microphytobenthos, Migration, Oxygen microsensor, PAM fluorometry, 

Photophysiology, Primary production. 

 


