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Résumé : Les picoeucaryotes photosynthétiques 
(PPE) sont abondants dans tous les océans et 
constituent une part importante de la biomasse et de 
la production primaire. Les modèles climatiques 
prédisent une extension des zones oligotrophes dans 
les prochaines décennies ce qui pourrait fortement 
augmenter l'abondance et l'impact écologique des 
PPE. Parmi eux, la microalgue Pelagomonas 

calceolata (Stramenopiles/Pelagophyceae) est très 
largement répandue dans les océans, mais son rôle 
dans le cycle du carbone et son impact sur la chaîne 
trophique restent méconnus. Des analyses in situ et 
in vitro suggèrent que P. calceolata peut s'adapter 
aux variations environnementales grâce à une 
importante capacité de modulation de l’expression 
des gènes. L'objectif de cette thèse est de 
comprendre comment P. calceolata s'adapte aux 
variations environnementales des nombreux milieux 
qu'elle occupe. Dans le premier chapitre, le génome 
de P. calceolata est assemblé, annoté puis comparé à 
ceux d’autres PPE. Grâce aux données de 
métagénomiques et métatranscriptomiques issues 
de l'expédition Tara Oceans, la biogéographie et 
l'activité transcriptomique de P. calceolata dans les 
différentes conditions environnementales a permis 
de mieux comprendre la distribution présente et 
future de cette algue, ainsi que les gènes impliqués 
dans son succès écologique. Dans le deuxième 
chapitre, je me suis particulièrement intéressés aux 
capacités d'acclimatation de P. calceolata face aux 
changements de quantité et de source d'azote. Les 
gènes différentiellement exprimés (DEG) chez P. 

calceolata en fonction de la concentration en nitrate 
dans les échantillons Tara Oceans ont été comparés 
avec ceux identifiés lors d'expériences de croissance 
en conditions contrôlées. P. calceolata a été cultivé 
dans des milieux déplétés en nitrate ou dans 
lesquelles le nitrate a été remplacé par une autre 
source d’azote : de l'ammonium, de l'urée ou du 
cyanate. 

La comparaison des DEG issus du laboratoire avec 
ceux issus des données environnementales permet 
de mieux comprendre le métabolisme de cette 
microalgue face au manque de nitrate et quels 
mécanismes sont mis en place dans 
l'environnement pour faire face à la variabilité de la 
disponibilité du nitrate, notamment une capacité à 
utiliser des sources d'azote organique. Dans le 
troisième chapitre, nous avons voulu mieux 
comprendre comment la profondeur impacte la 
physiologie de P. calceolata. En effet, on retrouve 
P. calceolata dans des échantillons d'eaux de 
surface et jusqu’à 200m de profondeur. Nous avons 
constaté que la profondeur d’échantillonnage 
impactait fortement l'expression des gènes de P. 

calceolata impliqués dans la fixation du carbone et 
dans les mécanismes de concentration du carbone. 
Lors de cette thèse de doctorat, la caractérisation 
des capacités d'adaptation de P. calceolata a 
permis de mieux comprendre comment la 
régulation transcriptomique lui permet d'être 
cosmopolite, et montre que cette microalgue peut 
servir d'organisme modèle grâce à la possibilité de 
l'étudier simultanément en laboratoire et dans des 
données multi-omiques environnementales. 
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Abstract: Photosynthetic picoeukaryotes (PPE) are 
abundant in all oceans and represent a significant 
proportion of biomass and primary production. 
Climate models predict an extension of oligotrophic 
areas in the following decades, which could greatly 
increase the abundance and ecological impact of 
PPEs. Among them, the microalga Pelagomonas 

calceolata (Stramenopiles/Pelagophyceae) is widely 
distributed in the oceans. However, its role in the 
carbon cycle and impact on the trophic chain remain 
poorly characterised. In situ and in vitro analyses 
suggest that P. calceolata can adapt to environmental 
variations thanks to a significant capacity to 
modulate gene expression. This thesis aims to 
understand how P. calceolata adapts to 
environmental variations in the many environments 
it lives in. In the first chapter, the P. calceolata 
genome is assembled, annotated and compared with 
other PPEs. Thanks to metagenomic and 
metatranscriptomic data from the Tara Oceans 
expedition, the biogeography and transcriptomic 
activity of P. calceolata under different environmental 
conditions has provided a better understanding of 
the present and future distribution of this alga, and 
the genes involved in its ecological success. In the 
second chapter, we focused on the acclimatisation 
abilities of P. calceolata to changing nitrogen 
quantities and sources. Differentially expressed 
genes (DEGs) in P. calceolata as a function of nitrate 
concentration in Tara Oceans samples were 
compared with those identified during growth 
experiments under controlled conditions. P. 

calceolata was grown in media depleted in nitrate or 
in which nitrate was replaced by ammonium, urea or 
cyanate. The comparison of DEGs obtained in the 
laboratory with those obtained from environmental 
data provides a better understanding of the 
metabolism of this microalga in the face of nitrate 
shortage, and of the mechanisms put in place in the 
environment to cope with variability in nitrate 

availability, in particular through its ability to use 
organic nitrogen sources. In the third chapter, we 
aimed to understand better how depth affects the 
physiology of P. calceolata. This organism is found 
in water samples from the surface down to a depth 
of up to 200m. We found that sampling depth 
strongly impacted the expression of P. calceolata 
genes involved in carbon fixation and carbon 
concentration mechanisms. During this Ph.D. 
thesis, the characterisation of the adaptive 
capacities of P. calceolata led to a better 
understanding of how transcriptomic regulation 
enables it to be cosmopolitan and shows that this 
microalga can be used as a model organism thanks 
to the possibility of studying it simultaneously in 
the laboratory and environmental multi-omics 
data. 

  

 



 

 

 

 
  

Seuls les dieux disposent d'assez de temps pour donner un nom à 
chaque galet d'une plage, mais c'est la patience qui leur manque.  

 

Terry Pratchett, Procrastination (2005) 
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Introduction 

Préambule 

L’océan est un écosystème gigantesque, varié et encore mal caractérisé, du fait des 
contraintes nombreuses qui limitent son exploration. A la base du réseau alimentaire 
océanique, on trouve le phytoplancton, qui participe à de nombreux cycles 
biogéochimiques. Producteur primaire, il présente une grande diversité d'espèces 
ayant des morphologies variées, chacune jouant des rôles différents selon les 
écosystèmes. Le plancton, procaryote ou eucaryote, intéresse les chercheurs depuis des 
siècles, mais la génomique moderne permet de répondre à des questions qu’il était 
impossible de poser il y a 30 ans. L’essor de la génomique environnementale a permis 
d’étudier le plancton à une échelle globale, ce que les expérimentations en laboratoire 
ne permettent pas. Cependant, les études de méta-omiques environnementales 
présentent une série de biais, notamment liés à la quantification. De plus en plus, on 
incite à coupler les études in situ et les méthodes de laboratoire “traditionnelles”, afin 
de compenser les faiblesses méthodologiques de chacune.  

Les nutriments comme l’azote et le fer sont essentiels à la croissance du phytoplancton, 
mais leur disponibilité dépend de phénomènes complexes, physiques, chimiques ou 
biologiques. Pour faire face aux environnements limités en nutriments, dits 
oligotrophes, les microalgues eucaryotes présentent des adaptations particulièrement 
intéressantes. Le manque d’azote peut les amener à optimiser le transport de l’azote 
inorganique ou à se tourner vers des molécules organiques azotées. Le manque de fer 
oblige les organismes à développer une série de mécanismes pour le capter plus 
efficacement, le stocker ou s’en passer. Le changement climatique devrait durablement 
intensifier la stratification des océans, ce qui va augmenter la surface des zones 
oligotrophes et potentiellement impacter le phytoplancton et la production primaire. 
Face à ces défis actuels et imminents, il est impératif d’améliorer nos connaissances sur 
le phytoplancton afin de mieux comprendre sa réponse aux changements 
environnementaux.  

Parmi les picoeucaryotes photosynthétiques, les Pélagophytes sont une classe peu 
étudiée, dans laquelle on retrouve une quinzaine de genres qui sont caractérisés par 
une thèque (enveloppe solide entourant la cellule) unique. Les données génomiques 
manquent pour décrire l’écologie et la physiologie de cette classe qui pourrait être 
amenée à profiter des conséquences du changement climatique. Parmi les 
Pélagophytes, Pelagomonas calceolata présente une abondance et une distribution 
cosmopolite facilitant son étude in situ par métagénomique et métatranscriptomique. 
En se basant sur la bibliographie existante, nous émettons l’hypothèse que l’abondance 
de P. calceolata devrait augmenter malgré l’augmentation de la taille des zones 
oligotrophes. Au travers des quatre chapitres de cette thèse, nous nous attèlerons à 
comprendre comment P. calceolata s’acclimate aux changements environnementaux.   
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1 - Le phytoplancton 

Le phytoplancton, producteur primaire des océans 

L’océan est un écosystème gigantesque qui représente 70 % de la surface terrestre. 
Son étude reste complexe à cause des contraintes propres à cet environnement unique. 
Parmi les nombreux organismes qui le peuplent, le plancton, du grec planktós signifiant 
“errant” ou “instable”, regroupe l’ensemble des organismes portés par les forces du 
courant. On y retrouve des méduses, des larves de poissons, des crustacés de petite 
taille, et l’ensemble des micro-organismes. L’étude de ces derniers ne s’est développée 
qu’assez récemment. Le premier traité s'intéressant spécifiquement aux bactéries 
marines, Die Bakterien des Meeres, est rédigé par le microbiologiste allemand Bernhard 
Fischer en 1894. Pourtant, on date généralement la naissance de la microbiologie 
marine à 1944 avec la publication de Marine Microbiology: A Monograph on 

Hydrobacteriology, par Claude ZoBell. Des années 1950 à nos jours, les chercheurs se 
sont attelés à décrire la diversité des espèces composant le plancton microscopique, 
leurs physiologies, leurs rôles écologiques et leurs places dans les grands cycles 
biogéochimiques. À la base du réseau trophique, les micro-organismes marins 
permettent la fixation des éléments tels que le carbone, l’azote, le phosphore et bien 
d’autres, dans la matière organique. Cette fixation permet tout d’abord de rendre les 
nutriments biodisponibles pour les couches supérieures du réseau trophique, puis de 
les reminéraliser, ou bien de les exporter et les stocker dans l’océan profond pendant 
des périodes de l’ordre du cycle géologiques (Guidi et al. 2016). 

Traditionnellement et dans une vision simplifiée du plancton microscopique, on 
différencie d’une part le phytoplancton, d'origine végétale, et d’autre part le 
zooplancton, d’origine animale. Plutôt qu’une origine évolutive commune, c’est le 
mode trophique qui différencie ces 2 catégories. Le phytoplancton est autotrophe, 
c'est-à-dire qu’il utilise l’énergie lumineuse, le dioxyde de carbone et les matières 
inorganiques de son environnement pour synthétiser sa propre biomasse. Le 
zooplancton en revanche est hétérotrophe, c’est-à-dire qu’il est incapable de 
synthétiser sa propre matière organique et utilise donc celle des autres, soit en captant 
les molécules organiques dissoutes (osmotrophie) soit en consommant d’autres 
organismes (phagotrophie). Cette version simpliste du plancton omet beaucoup de 
modes trophiques et d'interactions biotiques. Mais elle permet cependant de bien 
différencier le compartiment producteur du compartiment consommateur.  

Le phytoplancton est une composante essentielle des écosystèmes marins, car il est le 
producteur primaire dans les océans et forme la base du réseau trophique (Pierella 
Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020). Comme chez les plantes terrestres, cette 
production primaire est possible grâce à la photosynthèse oxygénique. Chez les 
eucaryotes, elle a lieu dans le chloroplaste, et peut se résumer sous la forme d’une 
équation décomposable en 2 étapes. Lors de la réaction photochimique, les photons 
de l’énergie lumineuse permettent d’oxyder l’eau en dioxygène pour en dégager de 
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l’énergie chimique sous la forme d’électrons. Ces électrons permettent d’activer le cycle 
de Calvin, qui va fixer le carbone du CO2 dans du glucose et génèrer de l’eau en 
conséquence.  

 

Cette simple équation permet de capter l’importance écologique et climatique du 
plancton. Le dioxyde de carbone nécessaire à la photosynthèse est capté sous forme 
dissoute dans l’eau de mer, facilitant ainsi la dissolution du CO2 atmosphérique dans 
l’océan. L’incorporation du carbone dans la matière organique par la synthèse du 
glucose rend ce carbone biodisponible pour l’ensemble du réseau trophique. Il est 
estimé que bien que ne représentant que 1 % de la biomasse végétale, le 
phytoplancton est responsable de 45 % de la production primaire nette globale, c’est-
à-dire 50 Gt de carbone par an (Field et al. 1998). La productivité du phytoplancton 
peut être affectée par la disponibilité de la lumière et des éléments tels que l’azote, le 
phosphore, la silice ou le fer (Martin and Fitzwater 1988; Berges et al. 1996). Si la 
matière organique générée par le phytoplancton n’est pas consommée par les 
échelons trophiques supérieurs, elle peut sédimenter et être séquestrée dans l’océan 
profond pendant des périodes de l’ordre du million ou milliard d’années. Ce processus 
de stockage du carbone est appelé pompe biologique à carbone (Guidi et al. 2016). 

Le phytoplancton impacte toute l’histoire du climat terrestre depuis son apparition 
(Figure 1). La photosynthèse s’est dans un premier temps développée il y a 2.4 milliards 
d’années, chez les cyanobactéries, et a participé à la Grande Oxygénation : le dioxygène 
est devenu un composant essentiel de l'atmosphère (Fischer, Hemp, and Johnson 
2016). Ensuite, le phytoplancton eucaryote est apparu il y a 1.5 milliard d’années, 
lorsque qu’un eucaryote hétérotrophe a absorbé une cyanobactérie photosynthétique, 
formant une endosymbiose. La cyanobactérie a perdu l’ensemble des fonctions qui 
pouvaient être prises en charge par la cellule eucaryote, jusqu’à devenir le chloroplaste. 
Cet évènement, appelé l'endosymbiose primaire, a donné naissance à l’ancêtre 
commun des Glaucophytes, Rhodophytes (algues rouges), Chlorophytes (algues vertes) 
et plantes terrestres. La majorité du phytoplancton marin actuel dérive de 
l’endosymbiose secondaire : il y a 1 milliard d’années, une cellule eucaryote 
hétérotrophe a absorbé un Rhodophyte issu de l’endosymbiose primaire, formant par 
un processus similaire l’ancêtre commun des Cryptophytes, Haptophytes, 
Straménopiles et Alvéolates. La géochimie terrestre a été fortement influencée par la 
photosynthèse, mais aussi par l'évolution de la morphologie du phytoplancton. Les 
apparitions des thèques en carbonate de calcium des coccolithophores et des frustules 
en silice des diatomées ont participé, de par la chimie de leur synthèse, à transformer 
la composition de l’atmosphère terrestre. Ces effets combinés ont mené au monde tel 
que nous le connaissons aujourd’hui (Pierella Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020). 
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Figure 1. La relation entre l’évolution du climat et l’évolution du phytoplancton. A) Évolution de la composition 
en O2 et CO2 de l’atmosphère terrestre et évènements marquants de l’histoire évolutive des organismes 
photosynthétiques. B) Évolution et diversification des grands groupes phytoplanctoniques. D’après Pierella 
Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020. 

Les espèces bactériennes du phytoplancton sont majoritairement réparties dans 4 
genres de cyanobactéries : Prochlorococcus, Synechococcus, Trichodesmium et 
Crocosphaera (Figure 2A). Faisant partie des bactéries diazotrophes, ces deux dernières 
sont capables de fixer le diazote atmosphérique en ammonium. Ce processus, qui n’est 
pas propre aux cyanobactéries, est de première importance car il met l’azote à 
disposition de tous les espèces non-diazotrophes. Les cyanobactéries peuvent être 
retrouvées sous forme libre, d'agrégat, en symbiose ou en association avec les 
représentants eucaryotes du phytoplancton (Zehr 2011).  

Le compartiment eucaryote du phytoplancton présente une grande diversité d’espèces 
et de forme, avec 5 lignées principales réparties sur l’ensemble de l’arbre des 
eucaryotes (Figure 2B).  

Les dinoflagellés (ou Dinophyceae) représentent une grande diversité d’espèces, avec 
24 813 OTU différentes identifiées dans la base de données d’ADNr 18S V9 de Tara 

Oceans (Vargas et al. 2015). Sur l’ensemble des espèces de phytoplancton 
formellement décrites en 2020, 40 % étaient des dinoflagellés (Pierella Karlusich, 
Ibarbalz, and Bowler 2020). Cette diversité se reflète dans la complexité de leurs modes 
de vie. Ils peuvent être trouvés sous forme libre, de parasites d’autres protistes ou 
d’animaux, ou de symbionte d’invertébrés tels que le corail, les anémones, les méduses 
ou les nudibranches. Ils peuvent être autotrophes, mixotrophes ou hétérotrophes, ou 
encore faire de la kleptoplastie (phagocyter une proie autotrophe et conserver ses 
chloroplastes et les utiliser) (Stoecker 1999).  



 

6 

 

 

Figure 2. Diversité et taxonomie du phytoplancton marin. A) Diversité structurale et fonctionnelle du 
phytoplancton marin, en microscopie. a) Cellule de cyanobactérie Prochlorococcus marinus, un des organismes 
photosynthétiques les plus abondants au monde. b) Colonie de cyanobactéries diazotrophes du genre 
Trichodesmium. c) Mélange de cellules de chlorophyte Halosphaera sp. (cellules sphériques) et de diatomée 
Rhizosolenia sp. (cellules cylindriques). d) Deux dinoflagellés : Ceratium candelabrum (gauche) et Ceratium 

ranipes (droite). La fluorescence bleue permet de visualiser la thèque, et la rouge les chloroplastes. e) 
Diatomées centrales (haut) et pennales (bas). La microscopie électronique à balayage permet de bien visualiser 
la frustule. f) Plusieurs espèces de diatomées : Cerataulina sp. (en haut à gauche), Actinoptychus sp. (en bas à 
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gauche), Gyrosigma sp. (milieu), et Amphora sp. (droite). g) Chaîne formée par des cellules de diatomées 
pennales Thalassionema nitzschioides. h) Cellule de diatomée Fragilariopsis doliolus. i) Deux Prymnesiophytes : 
Dicosphaera tubifera (haut) et Scyphosphaera apsteinii (bas). La microscopie électronique à balayage permet 
de bien visualiser les coccolithes formant la coccosphère. j) Cellule d’acanthaire (zooplancton) Lithoptera 

fenestrata en symbiose avec le Prymnesiophyte Phaeocystis formant les 4 masses jaunes dans son cytoplasme. 
En bas, une cellule de Phaeocystis sous forme libre. D’après Pierella Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020. B) 
Arbre phylogénétique des eucaryotes représentant la diversité taxonomique des lignées photosynthétiques 
(en vert). Les taxons phytoplanctoniques marins évoqués dans le texte sont marqués d’une étoile noire. 
Modifié d’après Uwizeye et al. 2021. 

Les diatomées (Bacillariophyta) sont des Ochrophytes, un groupe monophylétique 
rassemblant les Straménopiles photosynthétiques. Les diatomées sont caractérisées 
par une frustule, un squelette externe en silice. Pélagiques ou benthiques, libres ou 
fixées, seules ou en colonies, elles font partie avec les dinoflagellés des taxons les plus 
abondants et diversifiés du plancton marin, représentant 40 % des espèces de 
phytoplancton décrites, avec 3 276 OTU différents identifiés dans la base de données 
d’ADNr 18S V9 de Tara Oceans (Vargas et al. 2015; Pierella Karlusich, Ibarbalz, and 
Bowler 2020). Au sein des Ochrophytes, on retrouve également la classe des 
Pélagophytes (ou Pelagophyceae), une classe de microalgues majoritairement côtières 
malgré 2 espèces exclusivement pélagique. Encore peu étudiée, nous prendrons le 
temps de décrire cette classe plus précisément dans la partie 3 de cette introduction. 

Les Haptophytes représentent 10 % des espèces phytoplanctoniques décrites (Pierella 
Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020). Ils sont rassemblés dans 3 classes : les 
Pavlovaceae, les Rappephyceae et les Prymnesiophyceae. Ces derniers, aussi appelés 
coccolithophores, sont les plus étudiés et représentent 673 des 762 espèces 
d’Haptophytes décrites. Capables de former d'impressionnantes efflorescences visibles 
depuis l’espace, ils sont caractérisés par les coccolithes, plaques en carbonate de 
calcium entourant la cellule, formant une coccosphère. Cette morphologie particulière 
requiert de la part des cellules un processus de calcification biogénique. En précipitant 
dans le fond marin avec leurs coccosphères, les coccolithophores participent à 
l'exportation du carbone et à sa séquestration, et jouent un rôle essentiel dans la 
pompe à carbone biologique. Ces organismes, comme tous les organismes calcifiants 
(coraux, coquillages, etc.) devraient durablement souffrir de l’augmentation de l’acidité 
de l’eau de mer, qui perturbe l’équilibre chimique des ions carbonates et bicarbonates.  

Les Chlorophytes ou algues vertes, sont un phylum appartenant à la lignée des 
Viridiplantae, donc issus de l’endosymbiose primaire et phylogénétiquement plus 
proches des plantes terrestres. Représentant 6 % des espèces phytoplanctoniques 
décrites (Pierella Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020), ce groupe compte un grand 
nombre de classes : les Chlorophyceae et les Mamiellophyceae sont les plus 
remarquables. Dans la classe des Chlorophyceae, on retrouve des espèces très étudiées 
en laboratoire, comme Volvox carteri, qui sert de modèle pour comprendre la 
différenciation cellulaire, ou Chlamydomonas reinhardtii, qui permet d’étudier la 
motilité et la photosynthèse grâce au génie génétique. Les Mamiellophyceae sont 
également très étudiés en laboratoire, particulièrement 3 genres : Micromonas, 
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Bathycoccus et Ostreococcus. On considère ce dernier comme le plus petit eucaryote 
vivant sous forme libre, avec une taille moyenne de 0.8 µm.  

Les Cryptophytes sont un petit groupe de phytoplancton (environ 200 espèces) 
caractérisé par la présence d’éjectosome qui leur sert à se propulser en cas de stress. 
Certaines espèces seraient mixotrophes, mais ce groupe est encore peu caractérisé et 
on ignore beaucoup de choses sur les organismes qui le composent.  

La génomique, une révolution pour l’étude du phytoplancton. 
Depuis les débuts de la microbiologie environnementale, un problème subsiste. Les 
scientifiques constatent une différence entre le nombre de cellules comptées par 
microscopie dans un échantillon environnemental, et le nombre de cellules comptées 
après avoir mis en culture ce même échantillon sur un milieu riche. Ce concept, théorisé 
en 1985 sous le nom de “Great Plate Anomaly”, est observé dès 1959 dans le milieu 
marin (Jannasch and Jones 1959; Staley and Konopka 1985). L’hypothèse d’alors est 
que beaucoup d’organismes de l’environnement ne sont pas cultivables en laboratoire. 
Ainsi, dans le cas particulier du plancton marin, les organismes photosynthétiques 
et/ou côtiers sont en général plus faciles à cultiver en laboratoire que les espèces 
pélagiques et/ou hétérotrophe (Keeling et al. 2014). À cause de cette impossibilité à 
être cultivé, une immense diversité d’espèces, de modes trophiques et de rôles 
écologiques passent sous les radars des chercheurs. Seul des techniques d’étude des 
micro-organismes indépendantes de la culture peuvent permettre de contourner ce 
biais. 

Entre 1940 et 1970, les découvertes sur l’ADN, sa composition, sa structure et sa 
synthèse s’enchaînent et permettent le développement du séquençage. Mises au point 
simultanément par 2 équipes différentes de part et d'autre de l’Atlantique, les 
méthodes de séquençage de l’ADN de Maxam et Gilbert et de Sanger, sont toutes deux 
récompensées par un prix Nobel de chimie en 1980. Le séquençage devient 
rapidement un outil incontournable pour l’étude des micro-organismes dans 
l’environnement. En 1986, Olsen et ses collaborateurs mettent au point une méthode 
pour identifier la composition en espèce d’un échantillon environnementale (Olsen et 
al. 1986). Le ribotypage consiste à utiliser les séquences d’ADN codantes pour l’ARN 
ribosomique 16S (ADNr 16S) comme marqueur taxonomique. Ce gène, présent en 
plusieurs copies dans les cellules, est impliqué dans la synthèse des ribosomes. Au vu 
du rôle vital de ces structures dans la synthèse des protéines, ces séquences codantes 
d’environ 1500 pb évoluent très peu. L’alignement de l’ensemble de l’ADNr 16S est 
donc aisée grâce à la conservation importante de l’ensemble de la séquence au travers 
du vivant. Toutefois, l’ADNr 16S présente des régions hypervariables (appelée V1 à V9) 
de 80 à 100 pb, qui permettent de discriminer les espèces les unes par rapport aux 
autres. Le ribotypage permet de caractériser directement la diversité d’une 
communauté microbienne environnementale sans passer par la culture. Il se généralise 
rapidement et d’autres gènes marqueurs taxonomiques sont identifiés, notamment les 
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gènes ribosomaux codant pour l’ADNr 18S, les ITS1 et ITS2, et les gènes 
chloroplastiques rbcL, psaA, psaB, psbA et psbC. On l’élargit pour étudier la présence 
de n’importe quel gène dont la séquence est connue, donnant naissance au barcoding 
moléculaire.  

L’idée émerge de s'intéresser à la totalité de l’ADN de l’environnement. Le terme 
métagénomique est utilisé pour la première fois en 1998, pour qualifier l’analyse d’un 
mélange d’ADN environnementale d’espèces différentes (Handelsman et al. 1998). 
Dans cette étude, l’ADN est intégralement extrait de l’échantillon de sol, puis fragmenté 
grâce à une enzyme de restriction afin d’être cloné dans Escherichia coli. Ainsi, la culture 
de E. coli permet d’obtenir suffisamment de quantité d’ADN pour le séquençage. Le 
génome collectif ainsi obtenu, celui de tous les organismes du sol, est appelé le 
métagénome. La métagénomique permet d’étudier le potentiel métabolique de 
l’entièreté de la communauté microbienne, sans passer par la culture (Figure 3). Cette 
pratique lève le voile sur l’immense potentiel des organismes non-cultivables.  

À partir de 2006, le séquençage entre dans l'ère du séquençage nouvelle génération 
hauts-débits (NGS) : les grands représentants de cette période sont le pyroséquençage 
454, la technologie SOLiD, et le séquençage Solexa par Illumina (Ansorge 2009). Ces 
techniques permettent d'accélérer grandement le séquençage et de réduire 
drastiquement les coûts grâce à l’ajout d’étapes d’amplification de l’ADN. Cette étape 
permet de contourner la longue et laborieuse étape du clonage. Cependant, ces 
nouvelles méthodes se limitent aux séquences courtes (lectures de 150 pb en moyenne, 
alors que celles obtenues avec la méthode Sanger sont de 800 pb en moyenne). Ce 
problème soulève de nouveaux défis d’ordre bioinformatique, et des besoins de 
nouveaux algorithmes d’assemblage. Il faut attendre 2016 pour que les séquençages 
d’Oxford Nanopore Technologies et Pacific Biosciences proposent une nouvelle 
technique, permettant de séquencer rapidement des lectures de plusieurs dizaines à 
centaines de kilobases, avec en contrepartie, un taux d’erreur légèrement élevé : 1 à 
0.5 % d’erreur contre 0.5 à 0.1 % pour le Solexa (Sahlin and Medvedev 2021; Stoler and 
Nekrutenko 2021). Ces progrès augmentent drastiquement l’ampleur et la précision 
des études de génomique et de métagénomique.  

Avec le séquençage nouvelle génération et le séquençage hauts-débits, une nouvelle 
approche émerge en microbiologie environnementale : la métatranscriptomique. De la 
même façon que la métagénomique étudie l’ensemble des génomes dans un 
environnement, la métatranscriptomique analyse l’ensemble des molécules d’ARNs 
transcrites dans un échantillon. Les premières études de métatranscriptomique en 
microbiologie environnementale débutent en 2005 (Poretsky et al. 2005). Cette 
approche, rapidement associée au métabarcoding et la métagénomique, permet de 
mieux comprendre l’activité transcriptomique des communautés. 
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Figure 3. Exemple de pipeline d’analyse métagénomique d’un échantillon de communauté bactérienne. L’ADN 
environnementale peut être utiliser pour dresser l’inventaire taxonomique ou fonctionnel d’une communauté 
microbienne. Les catalogues de gènes et/ou d’espèce ainsi obtenus peuvent être comparés, afin d’étudier les 
variations de microbiotes entre les échantillons. Il faut que les échantillons étudiés aient été traités selon le 
même protocole d’échantillonnage, d’extraction et de séquençage. D’après Weissenbach and Sghir 2016. 
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L’étude du plancton bénéficie énormément de ces avancées technologiques. La 
métagénomique et la métatranscriptomique contribuent à de grands projets d’étude 
du plancton à l’échelle mondiale. En 2001, les premières études de ribotypage du gène 
codant pour l’ADNr 18S montrent que le plancton eucaryote a une diversité bien plus 
importante que celle estimée par l’observation des échantillons au microscope (López-
García et al. 2001; Moon-van der Staay, De Wachter, and Vaulot 2001). Très vite, les 
ambitions d'échantillonnage augmentent. Des campagnes océanographiques visent à 
donner une vision globale du plancton marin grâce à la génomique. Les expéditions 
cherchant à échantillonner le plancton ont cours depuis plus de 150 ans. Entre 1872 et 
1876, à bord du HMS Challenger, Ernst Haeckel décrit, dessine et nomme environ 3 500 
nouvelles espèces de radiolaires. En 1884, Adolphe-Adrien Certes, disciple de Pasteur, 
récolte et cultive des micro-organismes échantillonnés dans les fonds marins sur les 
navires le Travailleur et le Talisman. La première expédition appliquant strictement des 
méthodologies de séquençage à des échantillons de plancton marin est le Global 

Ocean Sampling (GOS). Menée par le Craig Venter Institute, elle se déroule de 2004 à 
2006 à bord du Sorcerer II et échantillonne sur 41 sites, de la Nouvelle-Écosse à la 
Polynésie-Française, en passant par la mer des Caraïbes, le canal de Panama et les îles 
Galápagos. L’assemblage des 7.7 milliards de lectures générées par le séquençage des 
échantillons permet de générer 44 métagénomes d’environnements variés, ainsi que 
6.12 millions de protéines bactériennes et virales annotées. L’analyse de ces données 
montre tout d’abord que beaucoup d’espèces procaryotes et virales sont encore 
inconnues et non étudiées. De plus, des espèces abondantes peuvent présenter de 
fortes variations génétiques entre les échantillons, ce qui suggère une adaptation aux 
environnements qu’elles occupent. Finalement, des organismes génétiquement isolés 
des autres populations sont des marqueurs de préférences environnementales uniques 
(Rusch et al. 2007). Les études basées sur cette expédition et le pilote mené en 2004 
dans la mer des Sargasses façonnent la métagénomique moderne : d'abord, par son 
application à l’analyse du plancton à grande échelle, ensuite par l’effort de séquençage 
fourni pour être exhaustif dans l'échantillonnage (Venter et al. 2004; Tyson et al. 2004; 
Yooseph et al. 2007; Rusch et al. 2007).  

L’expédition Tara Oceans, l’étude du plancton à l’échelle globale 

En 2008, un consortium de recherche mené par Éric Karsenti organise l’expédition Tara 
Oceans. L’objectif est d’explorer la diversité du plancton marin à l’échelle globale, du 
virus à la larve de poisson. De 2009 à 2013, l’expédition parcourt les océans du globe 
avec à bord de la goélette Tara : au départ de Lorient, elle traverse la Méditerranée, la 
mer Rouge, l’Océan Indien, l’Atlantique Sud, le Pacifique et l’Atlantique Nord pendant 
2 ans et 8 mois. Puis elle repart lors de la mission Tara Polar Circle, pour une 
circumnavigation de l’Arctique pendant 7 mois (Figure 4).  
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Figure 4. Carte du trajet et des sites d’échantillonnages étudiés lors de l’expédition Tara Oceans. À chaque 
station, l’eau est échantillonnée à plusieurs profondeurs et filtrée, et les paramètres environnementaux sont 
mesurés ou modélisés. D’après Pesant et al. 2015. 

La mise au point d’un protocole d'échantillonnage standardisé favorise la comparaison 
inter-sites (Alberti et al. 2017; Pesant et al. 2015). Au total, l’expédition récolte environ 
35 000 échantillons sur 210 sites et 1 000 profils CTD 
(conductivité/température/profondeur) mesurés jusqu’à 1 000 m de profondeur. L’eau 
est échantillonnée à la surface de la zone photique, à la profondeur où la concentration 
de chlorophylle est maximale (DCM, entre 20 et 100 m de profondeur), ainsi que dans 
la zone mésopélagique (entre 300 et 400 m, là où il n’y a plus assez de lumière pour 
supporter la photosynthèse). Pour chaque échantillonnage, on mesure 
systématiquement des paramètres physico-chimiques tels que les concentrations en 
nutriments (nitrate, nitrite, ammonium), en oxygène ou en pigments (chlorophylle a), 
les spectres d'absorption, de diffusion et d'atténuation des particules, la température, 
la salinité, etc. Ces mesures in situ sont complétées par des données satellitaires 
(chlorophylle a) ou modélisées (métaux traces, nutriments). Des filets de mailles 
variables sont déployés (Figure 5), ou l’eau est prélevée à l’aide d’une pompe 
péristatique. Des bouteilles Niskin sont utilisées pour les échantillons profonds. L’eau 
échantillonnée est ensuite filtrée sur des mailles de taille décroissante, ce qui permet 
de séparer les organismes planctoniques par taille (Figure 5). Les filtres les plus larges 
retiennent principalement des métazoaires (20-180 μm et 180-2000 μm), puis les 
protistes (20-180 μm, 5-20 μm et 0.8-5 µm) et les bactéries (0.8-5 µm et 0.22-3 µm). 
Enfin, les virus sont collectés dans la fraction < 0.2 µm. Les filtres sont flash-congelés 
dans de l’azote liquide et rapatriés pour séquençage au Genoscope. 
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Figure 5. Méthodes de filtration appliquée en fonction de la taille du plancton. Les échantillons d’eau récupérés 
lors de l’expédition Tara Oceans sont filtrés dans des mailles de plus en plus fines afin de récupérer du plancton 
de toute taille. Le choix des ustensiles d’échantillonnage et de filtration varie selon le type d’organisme ciblé. 
Le fond bleu indique le volume d’eau indicatif à filtrer pour obtenir une biomasse d’organisme suffisante pour 
le séquençage. D’après Karsenti et al. 2011. 

Parmi les 27 000 échantillons de plancton ainsi récoltés, la moitié est dédiée à des 
analyses d’imagerie, et l’autre à des analyses génomiques. L’ADN et l’ARN de ces 
échantillons sont extraits puis amplifiés pour le métabarcoding (ADNr 16SV4 et 18SV9) 
ou séquencés directement pour des analyses de métagénomique et 
métatranscriptomique (HiSeq 2000 d’Illumina). L’ADN de cellules uniques est 
également extrait, amplifié puis séquencé pour fournir des génomes d’espèces non-
cultivées. Les séquences sont assemblées, les gènes sont prédits, la taxonomie et la 
fonction sont assignés, ce qui permet de générer de nombreuses ressources 
génomiques (Figure 6). Les plus marquantes sont les catalogues de gènes comme 
OMRGC ou MATOU (Sunagawa et al. 2015; Carradec et al. 2018), les transcriptomes 
générés à partir des métagénomes (MGT) (Vorobev et al. 2020), et les génomes 
assemblés à partir des métagénomes (MAG) procaryotes et eucaryotes (Delmont et al. 
2018; 2022). 
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Figure 6. Pipeline simplifié de l’analyse multi-omiques appliquée aux échantillons des fractions de taille 
eucaryote unicellulaire issus de l’expédition Tara Oceans. L’eau échantillonnée est filtrée afin d’isoler les 
organismes dont la taille est comprise entre 0.2 et 2000 µm. Les acides nucléiques sont extraits puis séquencés 
avec HiSeq 2000 d’Illumina (Pesant et al. 2015; Alberti et al. 2017). Les lectures sont assemblées, celles de 
métagénomiques permettent de générer des génomes assemblés à partir de métagénome (MAGs) (Delmont 
et al. 2022) et celles de métatranscriptomiques permettent d’alimenter le catalogue de gêne MATOU 
(Carradec et al. 2018). La comparaison avec les bases de données de séquences protéiques permet de faire 
l’affiliation taxonomique et fonctionnelle. Les MAGs peuvent servir à étudier la biogéographie des génomes. 
Les lectures métatranscriptomiques peuvent être alignées sur les transcrits MATOU ou sur les lectures 
métagénomiques pour étudier les niveaux d’expressions ou l’abondance. À partir de ce dernier alignement, 
on peut clusteriser les unigènes pour générer des transcriptomes (MGT). D’après Vorobev et al. 2020. 

Cet effort d’échantillonnage est à l’origine d’une ressource génomique unique, qui 
couvre les trois domaines du vivant dans l’océan. Il a ainsi permis de nombreuses 
études. Quelles sont la biogéographie et la diversité des communautés virales (Brum 
et al. 2015) ? Comment la stratification impacte la distribution de la communauté 
procaryote et quels paramètres environnementaux impactent le plus sa composition 
(Sunagawa et al. 2015) ? Quel est l’impact des courants sur la dispersion et la 
physiologie des communautés planctoniques, et comment cela impacte le cycle de 
l’azote (Villar et al. 2015) ? Peut-on lier ensemble la composition taxonomique et la 
composition fonctionnelle d’une communauté bactérienne (Louca, Parfrey, and 
Doebeli 2016) ? Quel est le rôle des micro-organismes dans l’exportation du carbone 
vers l’océan profond (Guidi et al. 2016) ? Peut-on caractériser la diversité et la 
multiplicité des rôles trophiques des protistes (Vargas et al. 2015) ? Quelle est la 
structure de population des copépodes et comment évolue-t-elle (Madoui et al. 
2017) ? Les données récoltées par l’expédition Tara Oceans permettent de questionner 
la diversité, la fonction, la biogéographie, les interactions et l’écologie du plancton 
marin, à de multiples échelles de tailles et de complexité (Figure 7) (Sunagawa et al. 



 

15 

 

2020). 

 

 

Figure 7. Les données générées par l’expédition Tara Oceans permettent d’étudier l’océan à toutes les échelles 
de taille et de complexité biologique, au travers une grande variété de niveau d’organisation biologique, de 
processus, et de techniques. D’après Sunagawa et al. 2020. 

Les données issues de l’expédition Tara Oceans sont remarquables pour en raison de 
l’attention particulière portée aux protistes. Souvent négligés dans les études en 
génomique environnementale, ils représentent tout de même 85 % des eucaryotes. La 
filtration de l’eau entre 0.8 et 5 µm permet de récolter des données inestimables sur le 
pico-nano plancton eucaryote (Vargas et al. 2015). L’effort de séquençage de barcode 
lors de l’expédition Tara Oceans est suffisant pour approcher la saturation : sur les 150 
000 OTU eucaryotes identifiés, on estime que 75 % de la diversité totale est couverte, 
c’est à dire qu’il n’y a “que” 40 000 OTU manquants. En comparaison avec les 11 200 
morphotypes de protiste marin décrits depuis les débuts de l’étude du plancton, c’est 
une immense fenêtre qui s’ouvre sur l’importance inattendue de certains taxons à 
l’abondance sous-estimée. Environ un tiers des OTU n’ont pas pu être assignés 
taxonomiquement, ce qui prouve que de nombreuses espèces restent inconnues. Les 
eucaryotes hétérotrophes sont les plus abondants, et les autotrophes ne représentent 
que 20 % des OTU. Cependant, une diversité étonnante de modes trophiques est 
observée : la proportion d’organismes mixotrophes dans le plancton eucaryote est en 
réalité importante, et pourrait grandement impacter les flux de carbones et de 
nutriments. De plus, les interactions cellules/cellules sont très courantes, avec une 
proportion inattendue de parasites et d’endosymbiotes. Les interactions biotiques sont 
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des forces évolutives potentielles bien plus grandes que les facteurs environnementaux 
abiotiques. 

Les limites de la génomique environnementale des eucaryotes 

L’étude du plancton eucaryote marin se heurte à un fort biais de composition des bases 
de données, en faveur des procaryotes, et en faveur des espèces d’intérêt médicales 
ou agronomiques. En 2017, la majorité des séquences disponibles couvrait déjà 
principalement des organismes procaryotes (Figure 8) (Keeling and Campo 2017). C’est 
toujours le cas aujourd'hui. Sur la base de données du Joint Genome Institute 
(https://gold.jgi.doe.gov/statistics), on recense 89 192 projets de génomique étudiant 
des eucaryotes pour 223 742 projets de génomiques ciblant des bactéries en 2023. 
Parmi les eucaryotes représentés dans les bases de données, peu sont des espèces 
marines (Keeling et al. 2014), tandis qu’on trouve une grande quantité de génomes 
provenant de plantes, d’animaux, de champignons ou de parasites (del Campo et al. 
2014). Ce biais persiste en 2023 : sur l’ensemble des projets disponibles sur JGI, 61.8 % 
concernent des plantes terrestres (Streptophyta), 25 % des champignons (Ascomycètes 
et Basidiomycètes) et 3.4 % des Chordés (https://gold.jgi.doe.gov/distribution). La 
plupart des espèces pour lesquelles on dispose d’un génome complet sont des espèces 
cultivables, en général peu abondantes dans l’environnement, et distantes des espèces 
qui dominent les écosystèmes. Ce biais crée des difficultés dans l’affiliation des 
séquences environnementales. 

 

Figure 8. Proportion de données génomiques affiliées à des procaryotes (bleu) ou à des eucaryotes (protiste 
en orange, autres eucaryotes en échelles de gris) dans les différentes bases de données de génomique (The 
Genomes OnLine Database), métabarcoding (the Sequence Read Archive) et métagénomique 
/métatranscriptomique environnementale (EBI Metagenomes et iMicrobe). D’après Keeling and Campo 2017. 

Il existe encore beaucoup de gènes dont nous ignorons les fonctions. En 2018, un 
catalogue de gènes eucaryotes est construit à partir des données Tara Oceans, et 
51.2 % des gènes n’ont aucun homologue dans les bases de données (Carradec et al. 
2018). On estime qu’on peut annoter ⅓ des gènes avec certitude ; ⅓ font l’objet 

https://gold.jgi.doe.gov/statistics
https://gold.jgi.doe.gov/distribution
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d’hypothèses ; nous sommes incapables de faire des prédictions pour le tiers restant 
(Weissenbach and Sghir 2016). La majorité des fonctions convenablement annotées 
appartient au métabolisme central, comme la photosynthèse, le cycle de Krebs, la 
glycolyse etc. Les fonctions accessoires sont peu ou pas décrites, rendant difficile ou 
impossible de les annoter avec confiance (Worden and Allen 2010).  

Une difficulté supplémentaire pour l’étude des eucaryotes est la complexité de leurs 
génomes. Dans le cas des procaryotes, il est possible de décrire les voies biochimiques 
sur la base de la présence des gènes codant pour les enzymes impliquées. En 
comparaison, le mode de vie des eucaryotes dépend de nombreux facteurs qui ne sont 
pas systématiquement déchiffrables d’après le génome. Les modes de vie sont parfois 
difficiles à identifier sur la seule base des séquences. Si la présence du chloroplaste 
indique de manière évidente le mode de vie autotrophe de l’organisme, les gènes 
marqueurs évidents pour l’hétérotrophie ou la mixotrophie sont plus rares. Les 
symbioses ou le parasitisme sont fréquents dans les protistes marins (Vargas et al. 
2015) mais peu d’outils génétiques permettent de les inférer à partir du génome. Les 
protistes peuvent présenter des organelles complexes avec des fonctions de protection 
(frustule, thèque), de mouvement (flagelle, cils), de perception de l’environnement 
(lumière, salinité, etc.) et de formation de colonies ou de prédation (Worden et al. 
2015). Ces structures génèrent des comportements particuliers chez ces cellules, dont 
les mécanismes moléculaires sont souvent inconnus et qui pourtant influencent leur 
écologie.  

Les études environnementales menées grâce à la génomique environnementale 
souffrent également de plusieurs biais techniques pouvant interférer à chaque étape 
du protocole (Figure 9A et 9B). Tout d’abord, le choix de la méthode de conservation 
des échantillons ou d’extraction des acides nucléiques va fortement impacter les 
résultats d’une analyse (Mäki et al. 2017). Les étapes de PCR et de séquençage peuvent 
aussi amener leurs lots de biais : le choix du gène marqueur ou de la température 
d’hybridation, la mise en place ou non de réplicats, le choix de la technologie de 
séquençage, etc., sont autant de biais pouvant amener à favoriser ou défavoriser 
certaines séquences par rapport aux autres (van der Loos and Nijland 2021). La nature 
de la séquence peut également jouer : les séquences longues ou riches en GC sont 
moins amplifiées lors de la PCR (Krehenwinkel et al. 2017). Ainsi, chaque étape du 
protocole est susceptible d’amener son lot de biais, ce qui peut mener à des variations 
drastiques de résultats entre deux analyses menées avec un protocole différent à partir 
du même échantillon (Figure 9C). 
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Figure 9. Accumulation des biais technique en génomique environnementale et impact sur l’analyse. A) 
Protocole standard appliqué à un échantillon environnemental. L’addition des biais inhérents à chaque étape 
peut amener à une observation très différente de la composition réelle. B) Modèle mathématique des biais du 
protocole. Les biais d’extraction, d’amplification, de séquençage et d’analyse s’accumulent, créant un biais 
globale propre à chaque protocole. C) Variation de la composition en espèce de 9 échantillons de microbiote 
en fonction du protocole appliqué. D’après McLaren, Willis, and Callahan 2019. 

Outre ces biais techniques, la quantification des données génomiques pose un 
véritable défi. Pour le métabarcoding par exemple, le nombre de copies du gène 
marqueur peut grandement varier selon les espèces et les genres et introduire des 
erreurs dans l’estimation de l’abondance. C’est le cas pour le plancton marin eucaryote, 
où le nombre de copie du gène codant pour l’ADNr 18S peut aller d’une à mille (Not 
et al. 2009; Mäki et al. 2017; Santi et al. 2021). Pour la métagénomique et la 
métatranscriptomique, les recherches actuelles sont cantonnées à des quantifications 
relatives : on ne regarde pas l’abondance d’un organisme dans l’absolu, mais 
relativement aux autres organismes de l’échantillon. De manière équivalente, on étudie 
l’expression d’un gène par rapport à celles des autres. Ce biais limite fortement les 
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analyses : impossible de comparer la composition de plusieurs échantillons si leur 
biomasse totale diffère trop, et difficile de déterminer l’ampleur absolue des variations 
observées (Vandeputte et al. 2017). La combinaison avec des données de 
quantifications du nombre de cellules comme par exemple la cytométrie en flux ou le 
comptage par microscopie peuvent permettre de quantifier précisément les 
abondances d’ADN et d’ARN (Props et al. 2017). Bien que l’intégration de ces 
techniques en génomique environnementale est encore rare, la quantification des 
données de méta-omiques à partir du nombre de cellules ou de la quantité de matériel 
génétique peut drastiquement impacter les conclusions que l’on peut tirer d’un même 
échantillon (Figure 10).  

 

Figure 10. Composition en genre bactérien de 40 échantillons de microbiote intestinal. A) Profil d’abondance 
relative obtenu avec un protocole standard de séquençage des ADNr 16S. B) Profil d’abondance quantitative 
obtenu en complétant le compte des séquences avec un compte du nombre de cellule. D’après Vandeputte 
et al. 2017. 

Les méthodes de génomique environnementale ont permis dans les années 2000 de 
surmonter le biais de la culture. Mais depuis 2015, l’omniprésence des études basées 
sur l’analyse de séquences est questionnée. Pour compenser les biais de la génomique 
environnementale, le couplage avec l’expérimentation en laboratoire est de plus en 
plus plébiscité. En effet, le laboratoire reste le lieu idéal pour tester la fonction des 
gènes et étudier la physiologie dans des conditions contrôlées. De plus, c’est en 
séquençant de nombreuses espèces cultivables et en testant expérimentalement les 
fonctions des gènes qu’il devient possible de combler les lacunes de nos connaissances 
(Worden and Allen 2010). Inversement, la génomique environnementale est malgré ces 
biais inhérents un puissant complément aux études de physiologie en laboratoire. Elle 
permet de capturer la complexité des réponses physiologiques dans l’environnement, 
telles que les co-limitations de nutriments ou les interactions avec d’autres organismes, 
alors que les expériences en laboratoire ne permettent pas de saisir ou de simuler la 
complexité des conditions environnementales (Worden et al. 2015).  

En 30 ans de génomique et 20 de métagénomique, l’étude des protistes marins au 



 

20 

 

laboratoire et dans l'environnement a permis la compréhension de nombreux 
phénomènes tels que l’origine de la multicellularité, l’évolution des introns, la 
méthylation, la compaction de la chromatine, le cycle du carbone, le réseau trophique 
ou les symbioses. Aujourd’hui, il est nécessaire de développer des nouvelles stratégies 
de travail pour surmonter les freins évoqués précédemment. Worden et al. (2015) 
propose des pistes pour donner à la génomique environnementale un nouvel élan, en 
couplant travail de paillasse, travail de terrain et travail d’analyse. Ses suggestions 
comprennent entre autres : 

- Définir de nouvelles espèces modèles, couvrant des branches encore peu étudiées 
de l’arbre du vivant, et ayant une importance écologique significative. 

- Développer des outils de génie génétique pour ces nouvelles espèces modèles. 
- Échantillonner de manière à préserver les contacts cellules/cellules. 
- Utiliser l’imagerie de manière systématique dans les études environnementales. 
- Mener des expériences dans des bioréacteurs afin de simuler de multiples variations 

de conditions simultanément et se rapprocher des conditions naturelles.  

2 - Le phytoplancton dans un océan oligotrophe 

Un milieu est dit oligotrophe lorsqu’il est pauvre en substance nutritive. La carence d’un 
élément essentiel à la croissance des organismes peut fortement impacter leur 
distribution et leur abondance, que cette carence soit temporaire ou durable. Parmi les 
nutriments essentiels au développement du phytoplancton, on retrouve l’azote (N), le 
phosphore (P), le silicate (Si), les métaux traces comme le fer (Fe), le manganèse (Mg) 
ou le cobalt (Co) (Bristow et al. 2017; Browning and Moore 2023). Dans cette thèse, 
nous nous concentrerons uniquement sur les effets des manques d’azote et de fer sur 
le phytoplancton eucaryote. 

L’azote, une ressource inégalement distribuée 

Le cycle de l’azote marin et son assimilation par le phytoplancton 

Parmi les cycles biogéochimiques qui font circuler les éléments au sein de l’écosystème, 
le cycle de l’azote marin fait l’objet d’un intérêt accru depuis la moitié des années 1990, 
quand on a commencé à comprendre son fonctionnement global. Aujourd’hui, on 
découvre encore régulièrement un nouveau processus ou une nouvelle espèce 
impliquée.  

Tout commence avec le diazote atmosphérique (N2), qui entre dans l’eau de mer par 
diffusion et est fixé sous forme d’ammonium (NH4

+) par les bactéries fixatrices d’azote, 
dites diazotrophes. Une fois fixé, l’ammonium peut être assimilé par le phytoplancton 
eucaryote ou bien être nitrifié en nitrite (NO2

-) par les archées oxydatrices 
d’ammonium, puis en nitrate (NO3

-) par les bactéries oxydatrices de nitrite. Au même 
titre que l’ammonium, le nitrite et le nitrate sont également des formes d’azote 
biodisponibles pour le phytoplancton eucaryote. L’azote sous forme d’ammonium, de 
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nitrate ou de nitrite est ainsi assimilé par le phytoplancton dans la matière organique 
via la biosynthèse des acides aminés et acides nucléiques. Ces étapes prennent place 
dans la zone photique. Les formes d’azote organiques générées par le phytoplancton 
peuvent être exportées vers le fond par précipitation de la matière organique. Elles 
vont être désaminé en ammonium avant d’être de nouveau nitrifié successivement en 
nitrite et en nitrate par des micro-organismes diazotrophes. Le nitrate généré en 
profondeur peut soit remonter vers la surface avec les masses d’eau, soit être dénitrifié. 
Des micro-organismes vont le métaboliser en oxyde nitrique, puis en oxyde nitreux, et 
finalement en diazote lors de leur respiration anaérobie, utilisant ces composés comme 
des accepteurs d’électrons successifs. En fonction de la profondeur à laquelle ces 
processus ont lieu, le diazote peut être libéré dans l’océan ou dans l’atmosphère, ou 
bien stocké dans les sédiments (David A. Hutchins and Capone 2022) (Figure 11). 

 

Figure 11. Cycle de l’azote marin. Les flèches rouges désignent les processus d’échange et de diffusion, et les 
bleus les réactions réalisées par des micro-organismes. Le phytoplancton assimile l’ammonium et le nitrate et 
relargue de la matière organique dans la zone photique (surface ocean). Des processus de transformation de 
l’azote ont également lieu dans les sédiments, mais les molécules y restent piégées sur des périodes de temps 
géologiques. Modifié d’après Hutchins and Capone 2022. 

L’assimilation de l’azote inorganique par le phytoplancton dépend de la molécule 
(Figure 12). Sous la forme de nitrate ou de nitrite, l’assimilation a lieu dans le 
chloroplaste. Dans le cytoplasme, le nitrate est réduit en nitrite par l’activité de la nitrate 
réductase, avant d’être transporté dans le chloroplaste. C’est ici que la nitrite réductase 
va transformer le nitrite en ammonium, la forme d’azote qui va être incorporée dans la 
matière organique. Pris en charge dans le cycle de la glutamine synthétase/glutamate 
synthase (GS/GOGAT), l’azote sous forme de groupe amine va entrer dans la glutamine 
grâce à l’activité de la glutamine synthétase (GS) requérant du glutamate et de l'ATP, 
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puis il va être transféré à l'α-oxoglutarate et générer 2 glutamates par l’activité de la 
glutamate synthase (GOGAT). Le glutamate ainsi généré va être soit réintégré dans le 
cycle GS/GOGAT, soit subir une transamination, menant l’azote à participer à la 
biosynthèse des acides aminés, nucléiques, des protéines ou d’autres composés azotés 
(Sanz-Luque et al. 2015). Si la source d’azote puisée dans l’environnement est 
l’ammonium, le métabolisme d’assimilation sera très similaire, mais aura 
principalement lieu dans la mitochondrie. Des transporteurs d’ammonium le font 
entrer dans la cellule puis dans la mitochondrie ou le chloroplaste. Ensuite il sera soit 
pris en charge par le cycle de la GS/GOGAT (dans le chloroplaste ou la mitochondrie), 
soit métabolisé avec un ion bicarbonate en carbamyl-phosphate par la carbamyl-
phosphate synthétase (CPS), et entrer dans le cycle de l’urée (dans la mitochondrie). 

 

Figure 12. L’assimilation de l’azote chez la diatomée Phaeodactylum tricornutum. La couleur des flèches 
indique l’origine évolutive des voies : en vert, les voies provenant de l’endosymbiote photosynthétique, en 
marron, celles provenant de l’algue rouge primitive. Les noms des métabolites sont écrits en noirs. 
Transporteurs. NRT2 : transporteur de nitrate/nitrite; NAR1 : transporteur de nitrite; AMT : transporteur 
d’ammonium; UT : transporteur d’urée. Voie d’assimilation de l’azote. NR : nitrate réductase; Fd-Nir : nitrite 
réductase; GS : glutamine synthétase; GOGAT : glutamate synthase. Cycle de l’urée. CPS : carbamyl-phosphate 
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synthétase; OTC : ornithine transcarbamylase; AsuS : argininosuccinate synthase; ASL : argininosuccinate lyase; 
ARG : arginase. Biosynthèse des acides aminés. ALT1/ALT2 : alanine transaminase. Biosynthèse de l’arginine. 
ACOAT : acétylornithine aminotransférase; AGPR : N-acétyl-gamma-glutamyl-phosphate réductase; GACT : 
glutamate N-acétyltransférase; AGK : acétylglutamate kinase. D’après Smith et al. 2019. 

Le cycle de l’urée n’est pas présent dans l’ensemble du phytoplancton : les espèces 
issues de l’endosymbiose primaire (par exemple les Chlorophytes) en sont dépourvus 
(Allen et al. 2011). Le carbamyl-phosphate est transformé en une série de métabolites 
par une suite d’activités enzymatiques : l’ornithine transcarbamylase condense le 
carbamyl-phosphate et l’ornithine pour générer de la citrulline. Diffusée dans le 
cytoplasme, cette dernière est prise en charge par l’arginosuccinate synthase et 
condensée avec de l’aspartate pour former de l’arginosuccinate. Ce dernier est 
métabolisé par l’argininosuccinate lyase, libérant du fumarate et de l’arginine. 
Finalement, l’arginase hydrolyse cette dernière en ornithine et en urée, bouclant ainsi 
le cycle. Très similaire au cycle de l’urée permettant aux métazoaires d’éliminer l’azote 
fixé, celui des diatomées permet de redistribuer le carbone et l’azote dans la cellule, 
notamment en réponse à des variations d’azote disponible (Allen et al. 2011). 

La variabilité spatiale et temporelle de la disponibilité de l’azote marin 

Le phytoplancton est une composante centrale du cycle de l’azote, car il permet 
d’incorporer l’azote inorganique (sous forme d’ammonium, de nitrate ou de nitrite) 
dans la matière organique, le rendant biodisponible pour les échelons trophiques 
supérieurs. Réciproquement, l’azote est essentiel à la croissance du phytoplancton car 
il participe à de nombreux processus biologiques tels que la photosynthèse, la 
biosynthèse d’acides aminés et d’acides nucléiques. Ainsi, la disponibilité du nitrate et 
de l’ammonium peut affecter la production primaire, et leur distribution régie celle du 
phytoplancton (Moore et al. 2013). 

On a longtemps pensé que l’azote fixé ne pouvait pas être un élément limitant la 
croissance du phytoplancton dans l’environnement. On considérait que le diazote 
atmosphérique formait un réservoir infini pour les bactéries diazotrophes qui 
pouvaient le fixer constamment en ammonium (Zehr and Kudela 2011). Cependant, la 
fixation de l’azote dépend de nombreux autres paramètres, notamment la 
concentration de métaux traces. Ainsi, la plupart des eaux de surface sont en réalité 
déplétées en azote inorganique (Figure 13). L’ammonium est une source d’azote très 
labile, présentant un renouvellement rapide, généré soit par fixation du diazote, soit 
par relargage par la biomasse planctonique. On le qualifie de réservoir d’azote 
“régénéré”. Le nitrate en revanche, est qualifié de réservoir d’azote “exogène”. C’est la 
forme d’azote inorganique la plus abondante dans les océans, allant d’une 
concentration non-détectable jusqu’à 35 µM (Voss et al. 2013). Très rapidement 
assimilé par le phytoplancton, il peut être supplémenté par la nitrification de 
l’ammonium, ou bien par des apports exogènes comme les remontées d’eau profonde 
riche en nutriments, les dépôts atmosphériques, le lavage des côtes par ruissellements 
des eaux pluviales, les apports anthropogéniques, etc. (Zehr and Kudela 2011).  
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Figure 13. Concentration annuelle moyenne de nitrate dans A) les eaux de surface et B) à 100 m de profondeur. 
La couleur indique la concentration de nitrate en µM. Basée sur les données du World Ocean Altas 2009. 
D’après Rogato et al. 2015. 

La concentration des nutriments (nitrate, nitrite, ammonium, phosphate) dans l’eau de 
mer suit une distribution verticale marquée : ils sont faiblement concentrés dans la 
zone photique, et leur concentration augmente avec la profondeur (Figure 14). La 
remontée des eaux profondes est l’un des plus importants apports de nitrate vers les 
eaux de surface (Voss et al. 2013). Comme évoqué précédemment, une grande part de 
l’azote organique précipite (mort cellulaire, décomposition, fèces, etc.) et est 
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successivement désaminé et nitrifié dans les strates inférieures. Les masses d’eaux 
présentant des propriétés chimiques différentes (température, salinité, oxygénation, 
densité) forment naturellement des couches distinctes, et les transferts entre elles sont 
rares : c’est la stratification. Des phénomènes de mélanges peuvent abolir cette 
stratification, tels que des courants ascendants (upwelling), des tourbillons (eddies), ou 
encore des variations de température de l’eau de surface, saisonnières ou 
exceptionnelles.  

 

Figure 14. Variation de la concentration de nitrate dans la colonne d’eau. Les profils pour les autres nutriments 
(phosphate, silicate) sont similaires. La zone photique se trouve dans les 150 premiers mètres. D’après Webb 
2021 

La stratification permet aussi d’expliquer la variabilité spatiale et temporelle de la 
concentration des nutriments. Celle-ci varie grandement en fonction du bassin 
océanique. En général, l’océan pélagique est oligotrophe, c’est-à-dire que les 
concentrations de nutriments y sont très faibles, particulièrement dans la zone 
photique. Les exceptions sont les eaux polaires (la faible température de l’eau de 
surface favorise la remontée des eaux profondes et donc l’apport des nutriments), les 
zones d’upwelling (de forts courants marins font remonter les eaux profondes), et les 
zones côtières, où les apports terrigènes et anthropogéniques sont courants (Levitus 
et al. 1993). De manière saisonnière, il est naturel qu’en hiver les eaux de surface 
refroidissent, abolissant la stratification et permettant la remontée des nutriments. Au 
contraire, l'augmentation de la température des eaux de surface en été limite ce 
mélange en renforçant la stratification. 
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L’acclimatation du phytoplancton au manque d’azote fixé 

La majorité des eaux de surface pélagiques étant appauvries en azote inorganique, le 
phytoplancton doit développer des stratégies pour s’acclimater aux variations de 
disponibilité du nitrate et de l’ammonium. Une diminution de la taille est un avantage 
majeur pour faire face au manque d’azote inorganique, et de nutriments en général. 
En effet, les cellules de petite taille présentent un meilleur ratio surface-volume, ce qui 
facilite la diffusion au travers de la membrane plasmique ( Raven 1998), et les besoins 
nutritifs de la cellule sont proportionnels à son volume (Shuter 1978; Litchman et al. 
2007). En général, le picophytoplancton est plus abondant dans les eaux pauvres en 
nutriments que le nano- ou le micro-phytoplancton (Cabré et al. 2016), ce qui en fait 
un acteur essentiel de l’assimilation du nitrate dans les zones oligotrophes. 

Une autre stratégie du phytoplancton pour faire face aux déplétions en azote 
inorganique est l’optimisation de la captation de l’ammonium et du nitrate en 
augmentant l’expression des transporteurs dédiés. Les diatomées présentent 2 formes 
de transporteurs : à faible affinité et à forte affinité. Les transporteurs à forte affinité 
pour l’ammonium (AMT) ou pour le nitrate (NRT2) sont particulièrement efficaces pour 
capter l’azote inorganique quand il est faiblement concentré. Chez les diatomées, NRT2 
est surexprimé en réponse à la carence en nitrate (Mock et al. 2008; Allen et al. 2011; 
Ashworth et al. 2013; S. Bender et al. 2014). En revanche, l’expression des AMT est plus 
variable selon les espèces. Des études menées en laboratoires ont montré qu’ils étaient 
généralement surexprimés chez Phaeodactylum tricornutum, Cylindrotheca fusiformis, 
Fragilariopsis cylindrus, Pseudo-nitzschia multiseries lors de privation ou de carence en 
nitrate, mais sous-exprimés chez Thalassiosira pseudonana (Hildebrand 2005; S. J. 
Bender, Parker, and Armbrust 2012; S. Bender et al. 2014; Levitan et al. 2015). La 
régulation des transporteurs de nitrate à faible affinité (NPF) semble plutôt dépendre 
de l’intensité lumineuse (Santin et al. 2021). 

L’allocation parcimonieuse des ressources en azote est une autre stratégie courante 
pour faire face aux privations. La photosynthèse, le métabolisme central du carbone et 
la biosynthèse des protéines sont réduits afin de limiter les besoins en azote. Chez T. 

pseudonana, les protéines impliquées dans la photosynthèse et dans la biosynthèse 
des protéines (protéines ribosomiques, ARNt synthétase) sont réduites quand le nitrate 
est limité (Hockin et al. 2012). Chez cette même diatomée ainsi que chez F. cylindrus et 
P. multiseries, la limitation en nitrate provoque une diminution de l’expression des 
gènes impliqués dans la fixation du carbone (cycle de Calvin) et le métabolisme des 
carbohydrates et des acides gras (S. Bender et al. 2014). Chez P. tricornutum, c’est aussi 
la fixation et le métabolisme du carbone qui sont réduits (McCarthy et al. 2017) lorsque 
le nitrate n’est plus assimilé. La photosynthèse et la biosynthèse des protéines 
ribosomiques sont aussi régulées à la baisse lorsque la concentration de nitrate 
diminue (Remmers et al. 2018). Le métabolisme du carbone est réorienté en faveur du 
stockage de l’énergie, et l’activité photosynthétique est réduite (Scarsini et al. 2022).  

Le phytoplancton est également capable de recycler l’azote intracellulaire. Par exemple, 
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les diatomées sont capables de dégrader leurs acides aminés et leurs protéines afin de 
récupérer l’azote de ces molécules. Chez P. tricornutum, un manque de nitrate dans le 
milieu se traduit par une diminution de la quantité d’acides aminés intracellulaires 
(notamment de l'acide glutamique, de l’acide aspartique, de l’histidine et de la sérine) 
et par une augmentation du nombre de protéines impliquées dans le catabolisme des 
acides aminés (aminotransférase) et des protéines (protéases) (Hockin et al. 2012). Chez 
T. pseudonana, F. cylindrus et P. multiseries, les gènes codant pour des splicéosomes 
ou impliqués dans le métabolisme des protéines et des acides aminés représentent 
respectivement 8 %, 4 % et 4 % des transcrits surexprimés dans des conditions de 
privations de nitrate. Chez P. tricornutum, l’augmentation de l’abondance des transcrits 
de gènes codant pour des désaminases, des acétamidases et des formamidases 
indiquent un catabolisme des acides aminés dans des conditions de privation d’azote 
(Alipanah et al. 2015). L’azote récupéré par ce recyclage est réorienté vers l’assimilation 
par le cycle de l’urée ou le cycle GS/GOGAT, et le carbone fixé par photosynthèse est 
dirigé vers la biosynthèse des lipides (Levitan et al. 2015). Cela permet aux cellules de 
stocker l’azote et le carbone puis de les remobiliser rapidement, lorsque les conditions 
nutritionnelles redeviennent favorables (Scarsini et al. 2022). 

Beaucoup d’organismes seraient capables d’accumuler l’azote inorganique, 
construisant des stocks pour faire face aux périodes de privation. Les enzymes 
GS/GOGAT sont considérées comme une forme de stockage de l’azote dans le 
glutamate (Hockin et al. 2012). Le stockage intracellulaire du nitrate dans des structures 
dédiées a été prouvé chez un certain nombre de phyla phytoplanctoniques, 
notamment chez les Chlorophytes, les Haptophytes, les diatomées et les dinoflagellés 
(Kamp et al. 2015). Le nitrate peut être directement stocké dans des vacuoles chez les 
diatomées : le nitrate capté, mais non-assimilable par un P. tricornutum mutant privé 
de nitrate réductase s’accumule dans des vacuoles (McCarthy et al. 2017). Chez les 
espèces de dinoflagellés symbiotiques du genre Symbiodinium, la formation de cristaux 
de guanine intracellulaire peut servir de système de stockage de l’azote dans des 
situations de privation (Kopp et al. 2013). Il a été montré récemment que ce mécanisme 
pourrait être bien plus répandu dans le phytoplancton que ce que l’on pensait 
initialement (Pilátová et al. 2022). 

Une dernière stratégie pour faire face au manque d’azote inorganique est de se tourner 
vers des sources d’azote organiques dissoutes, ou DON (Kumar and Bera 2020). La 
DON forme un réservoir d’importance primordiale, dont le phytoplancton est aussi la 
source principale. Elle est produite soit par libération active et exsudation, soit par la 
diffusion passive de métabolites à travers les membranes, soit par des phénomènes 
biotiques (broutage, lyse virale, mort cellulaire, décomposition). Il est estimé que le 
picophytoplancton génère plus de la moitié de la DON dans les zones oligotrophes 
(Varela et al. 2005). Sa composition précise n’est que partiellement caractérisée 
(beaucoup de molécules sont inconnues), mais elle est composée de 2 fractions : l'une 
réfractaire, l'autre labile (Bronk et al. 2007). Cette dernière est biodisponible et 
contribue à la croissance du phytoplancton et à la productivité primaire, notamment 
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dans les environnements côtiers et estuariens. La DON labile contient un grand nombre 
de composés tels que l'urée, les acides aminés et les acides nucléiques (Sipler and 
Bronk 2015). Il a été montré que ces composés peuvent soutenir la croissance du 
phytoplancton dans des conditions de faible teneur en azote.  

L’urée représente seulement 6 à 19 % de l’ensemble du stock de DON (Sipler and Bronk 
2015) mais il s’agit d’une source d’azote organique de première importance pour le 
phytoplancton. Beaucoup d’espèces peuvent l’incorporer grâce aux transporteurs 
d’urée et le métaboliser en ammonium grâce à l’uréase. L’urée peut être d’origine 
exogène ou intracellulaire, et l’activité de l’uréase a lieu dans le cytosol (Kumar and 
Bera 2020). Elle peut soutenir la croissance d'espèces formant des proliférations 
d'algues toxiques telles qu’Aureococcus anophagefferens (Berg et al. 1997). Les 
transporteurs d'urée sont surexprimés dans des conditions de carence en azote chez 
les diatomées P. tricornutum, T. pseudonana, F. cylindrus et P. multiseries (S. Bender et 
al. 2014; Smith et al. 2019; Kumar and Bera 2020) et des études d'amendements en 
nitrate in situ montrent qu’elles expriment les gènes leur permettant de privilégier 
l’urée quand le nitrate est très faiblement concentré (Lampe et al. 2019). 

Les acides aminés et les acides nucléiques forment un réservoir très labile de DON. Les 
premiers peuvent être désaminés par l'aminoacide oxydase ou transaminés par les 
alanine aminotransférases ou les aspartate aminotransférases (Kumar and Bera 2020). 
Les seconds sont principalement représentés par les purines. Une série d’enzymes 
permettent de les dégrader en un ensemble de sous-produits tels que la xanthine, 
l’hydroxanthine, l’urate et l’urée, à partir desquels il est possible de générer de 
l’ammonium (Gann et al. 2022). Il a été montré qu’E. huxleiyi peut utiliser de l’acétamide 
ou du formamide, ainsi que  de l'urée, de l'hydroxyurée, de l'hydroxanthine ou des 
purines comme source d’azote organique (Palenik and Henson 1997).  

Le fer, un micronutriment rare 

Le fer dans l’océan 

Le fer est un micronutriment essentiel au phytoplancton. Il entre dans la composition 
de nombreuses enzymes et transporteurs d’électrons impliqués dans la photosynthèse, 
la respiration, la réduction des composés nitrés ou sulfurés, et la fixation de l’azote 
(John A. Raven 2013). Le fer joue un rôle catalytique dans des enzymes tels que le 
photosystème I (composé de 12 atomes de fer), le cytochrome b6f (6 atomes), le 
cytochrome c6 (1 atome), et les superoxydes dismutases à fer (Geider and La Roche 
1994; Morrissey and Bowler 2012). Ainsi, un accès réduit à cet élément se traduit par 
une diminution du taux de croissance et de l’activité photosynthétique, et une 
augmentation du stress oxydatif (Morrissey and Bowler 2012). 

Jusque dans les années 1990, l’importance du fer dans le métabolisme 
phytoplanctonique était sous-estimée. On observait dans l’océan de larges zones 
riches en nutriments mais pauvres en chlorophylle (HNLC). Lors d’expériences menées 
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dans les années 1990, du fer a été déversé dans ces zones, résultant en un regain de 
croissance du phytoplancton (Boyd et al. 2007). Ainsi, l’enrichissement en fer pouvait 
provoquer le doublement de la biomasse phytoplanctonique, le triplement de la 
concentration de chlorophylle, et la multiplication par 4 de la production primaire 
(Coale et al. 1996). On estime que la croissance du phytoplancton est limitée sur 30 à 
40 % de la surface océanique à cause du manque de fer, alors que la quantité d’autres 
nutriments est suffisante (Boyd and Ellwood 2010).  

En effet, le fer est un élément trace, c’est-à-dire que ces concentrations sont 
naturellement très faibles, de l’ordre du nanomolaire (Figure 15A). Il est plus abondant 
le long des côtes, où les apports proviennent principalement des sédiments transportés 
par les rivières (625 à 962 Mt/an), de la fonte des glaciers (34 à 211 Mt/an) ou des rejets 
anthropogéniques. Dans les zones pélagiques, la concentration y est si faible qu’il est 
difficile de la mesurer in situ. Le fer provient notamment d’apports aériens, arrivant 
sous forme de poussières transportés par les vents depuis les zones arides (16 Mt/an) 
(Jickells et al. 2005). Ainsi la Méditerranée, la mer Rouge, le Golfe Persique et la mer 
d’Arabie sont particulièrement enrichis en fer grâce à la proximité du Sahara. Au 
contraire, le Pacifique et l’océan Austral font partie de ces zones HNLC où le fer limite 
la croissance du phytoplancton (Figure 15B). 

Le fer dissous peut être trouvé sous plusieurs formes, dont la biodisponibilité va 
principalement dépendre de sa chélation. Ainsi, le fer inorganique non chélaté Fe’ sera 
plus facilement assimilable que le fer chélaté à un ligand organique FeL. De plus, le fer 
peut présenter différents niveaux d’oxydation. Ainsi, on le retrouve (lié à un ligand ou 
non) sous forme d’ions ferreux Fe2+ ou d’ions ferrique Fe3+. Le premier est 
thermodynamiquement instable dans l’eau de mer, mais serait plus facilement 
assimilable par le phytoplancton. À l’inverse, le second est stable, mais serait moins 
biodisponible (Shaked and Lis 2012).  
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Figure 15. Cartes de la disponibilité et du dépôt du fer dans les océans. A) Concentration annuelle moyenne 
de fer entre 0 et 100 mètres modélisée avec NEMO-PISCES. Les triangles noirs représentent les sites 
d’échantillonnage du Global Ocean Sampling. D’après Toulza et al. 2012. B) Flux de dépôts de fer éoliens dans 
les océans, basés sur 3 modélisations. D’après Jickells et al. 2005. 

L’acclimatation du phytoplancton au manque de fer 

Le phytoplancton eucaryote a mis en place de nombreux mécanismes pour faire face 
aux variations de fer disponibles. Les espèces côtières ou habituées à des milieux 
relativement riches en fer sont moins tolérantes à la limitation, et leur physiologie sera 
fortement impactée par le manque : diminution de la croissance et de l’activité 
photosynthétique, formation d’agrégat, etc. En revanche, les espèces pélagiques 
peuvent tolérer de plus fortes variations de disponibilité, et sont moins affectées 



 

31 

 

lorsque la concentration en fer est très faible (Morrissey and Bowler 2012; John A. 
Raven 2013; Botebol et al. 2017). 

Pour s’adapter ou s’acclimater à la limitation en fer, plusieurs stratégies existent. La 
première consiste à optimiser la prise du fer dans l’environnement. Comme évoqué 
précédemment au sujet de l’azote, la taille est une première adaptation, car une taille 
réduite facilite la diffusion des éléments. Des cellules adaptées à de très faibles 
concentrations de fer sont généralement plus petites que leurs comparses de la même 
espèce ou du même genre cultivées dans un milieu riche (John A. Raven 2013; Botebol 
et al. 2017). Il est également possible de déployer des chélateurs de fer dans 
l’environnement pour capter les atomes biodisponibles plus efficacement. Cette 
stratégie est très courante chez les procaryotes et les plantes vasculaires, capables de 
déployer des sidérophores afin de capter le fer, mais on ne connaît aucune microalgue 
eucaryote capable d’en produire. La diatomée P. tricornutum serait capable de capter 
et d’utiliser les sidérophores bactériens (Kazamia et al. 2018). L’acide domoïque 
pourrait jouer un rôle équivalent, facilitant l’entrée du fer dans les cellules de Pseudo-

nitzschia spp. (John A. Raven 2013). Produire plus de transporteurs dans des situations 
de carences en fer permet aussi d’optimiser la captation (Figure 16A). Chez la diatomée 
pélagique P. tricornutum, une carence en fer amène à la surexpression de gènes codant 
pour des réductases ferriques, permettant de réduire le Fe3+ en Fe2+, ainsi que des 
transporteurs de métaux de la famille ZIP. Chez la diatomée côtière T. pseudonana, des 
perméases de fer vont être exprimées en plus des réductases ferriques (Morrissey and 
Bowler 2012). Chez Ostreococcus tauri, la stratégie diffère : le fer précédemment capté 
dans l’environnement peut être stocké et réparti à l’intérieur de la cellule grâce à la 
ferritine (Lelandais et al. 2016). Cette enzyme est répandue chez de nombreuses 
espèces de microalgues, mais sa capacité à stocker le fer sur le long terme est 
questionnée, car son expression dans les données métatranscriptomiques 
environnementales ne corrèle pas avec la concentration de fer (Caputi et al. 2019).  

Parmi les gènes impliqués dans la captation et le transport du fer, les “iron starvation-
induced proteins” sont spécifiquement régulés par le manque de fer (Figure 16B). 
Identifiées chez Phaeodactylum tricornutum (Allen et al. 2008; Morrissey et al. 2015), 
l’expression de ISIP1, ISIP2A et ISIP3 augmente fortement dans des conditions pauvres 
en fer. ISIP1 a longtemps été envisagé comme un transporteur permettant l’endocytose 
de fer lié à un sidérophore, mais des travaux récents sur P. tricornutum indiquent qu’il 
s’agirait plutôt d’un transporteur intracellulaire, amenant le fer capté là où il sera réduit 
(Behnke and LaRoche 2020; Kazamia et al. 2022). ISIP2A, ou la phytotransférrine, est un 
transporteur carbonate-dépendant qui concentre et transporte le fer non réduit Fe3+ 
(Behnke and LaRoche 2020; Kazamia et al. 2022; McQuaid et al. 2018). Finalement, ISIP3 
pourrait être une protéine de stockage du fer, mais son rôle exact n’est pas encore 
élucidé (Behnke and LaRoche 2020). Chez les diatomées, l’abondance et l’expression 
des gènes codant pour ces protéines sont négativement corrélés avec la concentration 
en fer dans l’environnement, et ils sont surexprimés dans des eaux pauvres en fer 
(Caputi et al. 2019). 
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Figure 16. Transport du fer chez les diatomées. A) Aperçu des transporteurs de fer à haute affinité chez les 
diatomées. Org: ligand organique; ISIP: protéine induite par la privation de fer; FRE: réductase de fer; ZIP: 
protéine régulée par le zinc et le fer; MUCOX: oxydase multicuivre. Le nom phytotransférrine désigne l’ISIP2A. 
Modifié d’après Behnke and LaRoche 2020. B) Fonctionnement des ISIP2A et ISIP1 chez P. tricornutum. ISIP2A, 
ou la phytotransférine, fait entrer le fer non réduit Fe3+. ISIP1 transporte le fer dans la cellule à l’endroit où il 
sera réduit en Fe2+. La réductase de fer (FRE) réduit le Fe3+ en Fe2+ pour permettre sa diffusion dans la cellule. 
D’après Kazamia et al. 2022. 

La stratégie d’acclimatation au manque de fer la plus répandue chez le phytoplancton 
eucaryote marin est la modulation des besoins. Les cellules sont capables de diminuer 
le recours aux protéines contenant du fer en limitant certains processus cellulaires. P. 

tricornutum par exemple réduit la photosynthèse et l’assimilation du nitrate quand le 
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fer est insuffisant (Morrissey and Bowler 2012). Également, une stratégie très courante 
est de remplacer les protéines contenant du fer par des homologues non-ferreux. Ce 
remplacement peut être une adaptation génomique, avec des organismes vivants dans 
des zones faibles en fer qui ont un plus grand nombre de copies de gènes codant pour 
des protéines ne nécessitant pas de fer (Caputi et al. 2019). Il peut aussi s’agir d’une 
acclimatation transcriptomique : l’expression des gènes codant pour ces protéines et 
leurs homologues non-ferreux est modulée en fonction la disponibilité du fer. Par 
exemple, la ferrédoxine, une protéine permettant le transport d’électron lors de la 
photosynthèse peut être remplacée par la flavodoxine, une protéine remplissant la 
même fonction de manière moins efficace mais sans nécessiter de fer. Il a été observé 
par des analyses de métatranscriptomiques et métagénomiques in situ que l’expression 
des gènes codant pour les flavodoxines chez les diatomées est significativement plus 
importante dans les eaux pauvres en fer, alors que le nombre de copies génomique ne 
varie pas (Carradec et al. 2018). Le cytochrome c6 peut être remplacé par la 
plastocyanine, qui contient un atome de cuivre au lieu d’un atome de fer, chez la 
diatomée T. oceanica, et les superoxydes dismutases à fer peuvent être remplacées par 
celles à cuivre, à zinc, au manganèse ou à nickel (Morrissey and Bowler 2012). La 
fructose-biphosphate aldolase (FBA), une enzyme impliquée dans la glycolyse, la 
néoglucogenèse et le cycle de Calvin, se présente sous une forme ferreuse, la FBA II, et 
une forme non-ferreuse, la FBA I. Ces enzymes font également l’objet d’une régulation 
transcriptomique : elles présentent un nombre de copies constant au travers des 
métagénomes Tara Oceans, mais la FBA II est bien plus exprimée dans les eaux riches 
en fer, et la FBA I dans les eaux pauvres (Caputi et al. 2019).  

La colonne d’eau, un environnement hétérogène  
Le phytoplancton est distribué dans l’ensemble de la colonne d’eau, dans la zone 
photique. Aussi appelée zone épipélagique, elle va de la surface jusqu’à la profondeur 
où il n’y a plus assez de lumière pour permettre la photosynthèse. Cette profondeur 
varie en fonction de la turbidité et de la latitude. Dans cette zone photique, la 
distribution du phytoplancton n’est pas homogène. En effet, les conditions 
environnementales varient avec la profondeur, structurant verticalement la 
communauté planctonique (Figure 17). La quantité de lumière diminue 
progressivement avec la profondeur alors que les nutriments (nitrate, ammonium, 
phosphate) sont apportés par la remontée des courants profonds. Leurs concentrations 
augmentent donc avec la profondeur. Le phytoplancton va particulièrement proliférer 
à la profondeur où la co-concentration de ces deux éléments sera optimale : la 
profondeur de chlorophylle maximum (DCM). Généralement située entre 50 et 120 m 
de profondeur, la DCM est définie par la concentration en chlorophylle a, qui y est 
maximale par rapport au reste de la colonne d’eau, indiquant l’abondance et la forte 
activité d’organismes photosynthétiques.  
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Figure 17. Distribution dans la colonne d’eau de la luminosité, la concentration en nutriments, en chlorophylle 
a, en carbone organique particulaire et la température. D’après Pierella Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020. 

Cette distribution inégale des nutriments et de la luminosité impacte la composition 
de la communauté phytoplanctonique le long de la colonne d’eau. En effet, il y a plus 
de variabilités dans la composition en espèces sur quelques dizaines de mètres de 
profondeur plutôt que sur des centaines de kilomètres carrés de surface (Estrada et al. 
2016). Bien que très variable selon les régions, on retrouvera plutôt des 
coccolithophores et des dinoflagellés en surface, et plutôt des Pelagophyceae, des 
diatomées et d’autres genres de dinoflagellés à la DCM (Estrada et al. 2016; Giner et al. 
2020). 

Chaque environnement présente des contraintes qui lui sont propres. La surface 
représente un environnement stressant, combinant une forte irradiation et une 
raréfaction des nutriments inorganiques. Il serait tentant de l’envisager comme une 
sorte de désert océanique, mais ça serait oublier la grande adaptabilité dont sont 
capables les micro-organismes. Par exemple, les symbioses peuvent permettre de faire 
face à la pénurie de nutriments. Ainsi, les diatomées et les Haptophytes, associées 
respectivement avec des cyanobactéries diazotrophes et des diazotrophes non-
photosynthétiques Candidatus Atelocyanobacterium thalassa (UCYN-A), peuvent 
compter sur la fixation d’azote de ces dernières pour compenser les faibles 
concentrations en nitrate (Thompson et al. 2012; Tuo, Chen, and Chen 2014; Turk-Kubo 
et al. 2021). Également, beaucoup d’organismes sont capables de migrer 
verticalement : les flagellés peuvent se déplacer, les diatomées et les coccolithophores 
peuvent moduler leurs flottaisons, ainsi il leur est possible de descendre récupérer des 
nutriments puis de remonter profiter d’une luminosité plus importante (Kemp and 
Villareal 2018). Cette migration verticale, qui n’est pas nécessairement synchronisée 
avec le cycle jour-nuit, pourrait impacter grandement la productivité primaire (Wirtz et 
al. 2022). Finalement, on pense que la profondeur peut impacter le mode trophique. 
Ainsi, les organismes mixotrophes (capables d’utiliser aussi bien la matière organique 
qu’inorganique comme source de nutriments), occuperaient plutôt la surface, laissant 
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la DCM plus riche en nutriments inorganiques aux autotrophes obligatoires (Poulton 
et al. 2017). À la DCM, ce sont plutôt les interactions biotiques qui vont générer de la 
compétition entre les organismes, avec une intensification de la prédation par 
broutage ou de la lyse virale par exemple.  

Les impacts du changement climatique sur l’océan et le 
phytoplancton 

Le groupe d'experts intergouvernemental sur l’évolution du climat (Shulka et al. 2019) 
prédit que le changement climatique aura de nombreuses conséquences sur les 
écosystèmes marins, les plus importantes étant l’augmentation de la température de 
l’eau de surface, l’acidification et la désoxygénation (Figure 18A). Ces trois événements 
sont déjà en train d’impacter le climat, le phytoplancton, la totalité du réseau trophique 
et l’ensemble de la biogéochimie marine. Cependant, ces évènements vont avoir des 
effets synergiques complexes, rendant parfois complexes de prédire leurs effets sur le 
phytoplancton à l’échelle globale. 

Un premier constat est la biomasse phytoplanctonique a déjà diminué de 1 % par an 
depuis les années 1970 (Boyce, Lewis, and Worm 2010) et la surface des zones 
oligotrophes a augmenté de 0,8 à 4,3 % par an depuis 1998 (Polovina, Howell, and 
Abecassis 2008). La richesse en espèce phytoplanctonique devrait particulièrement 
diminuer dans les zones subtropicales et tempérées, et augmenter dans les zones 
polaires (Henson et al. 2021).  

L’augmentation de la température des eaux de surface devrait amener à une 
intensification de la stratification, qui est un des principaux mécanismes expliquant la 
diminution de la biomasse phytoplanctonique. L’apport en nutriments (ammonium, 
nitrate, nitrite, phosphate) depuis les eaux profondes vers la surface devrait réduire de 
9 à 14 % d’ici à 2100 (Shulka et al. 2019). Ce phénomène devrait être particulièrement 
intense dans les zones tempérées et tropicales, et devrait amener à un déclin de la 
production primaire nette de 7 à 16 % d’ici à 2100 (Figure 18B) (Polovina, Howell, and 
Abecassis 2008; Boyce, Lewis, and Worm 2010; Shulka et al. 2019). En réponse aux 
variations de la production primaire, l’exportation du carbone vers le fond de l’océan 
devrait diminuer de 9 à 16 % d’ici à 2100 (Shulka et al. 2019). Dans les zones polaires, 
le réchauffement des eaux de surface pourrait amener au contraire à l’intensification 
du mélange dans certaines zones, provoquant une augmentation locale de l’apport en 
nutriment et de la biomasse phytoplanctonique (Ardyna and Arrigo 2020).  

La limitation en nutriments dans les eaux chaudes et tempérées favorisera les espèces 
de petites tailles, du fait de besoins nutritifs plus faibles et d’une diffusion plus efficace 
(Shuter 1978;  Raven 1998; Litchman et al. 2007; Henson et al. 2021). L’augmentation 
de la température de l’eau et la diminution de la concentration en nutriments vont 
également grandement participer à la diminution de la taille du phytoplancton (Figure 
18C). La taille des microfossiles de diatomées est corrélée avec la température (Van de 
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Waal and Litchman 2020). Expérimentalement, la chaleur induit une réduction en 
nutriments qui amène à un changement de la communauté planctonique en faveur 
d’espèces plus petites (Peter and Sommer 2013). Ainsi, il est prédit que la structure de 
la communauté phytoplanctonique sera impactée, avec une diminution du nombre de 
grandes espèces en faveur de petites espèces (Henson et al. 2021). 

 

Figure 18. Impacts du changement climatique sur l’océan et le phytoplancton. A) Observation des variations 
de température, concentration d’oxygène, d’acidité, de surface de glace de mer et de niveau de la mer dans 
les océans du monde faites ces 20 dernières années. La couleur de la case indique la direction du changement 
observé. Le nombre de points dans la case indique le niveau de confiance attribué à l’observation. Un point : 
confiance faible ; deux points : confiance moyenne ; trois points : confiance élevée. EBUS : abréviation pour 
Eastern Boundary Upwelling System, qui désigne les quatre principaux courants de remontée d’eau : le courant 
de Benguela, le courant des Canaries, le courant de Californie et le courant de Humboldt. D’après Shulka et 
al. 2019. B) Carte de la production primaire nette mondiale moyenne modélisée entre 1986 et 2005, et le taux 
de changement sous les scénarios de réchauffement RCP2.6 (le moins intense) et RCP8.5 (le plus intense) d’ici 
à 2100 par rapport à 1986-2005. Il est prédit que la production primaire nette diminue dans les zones en rouge 
et augmente dans les zones en bleus. Les zones en gris ou hachurées désigne les aires où la prédiction est 
impossible. D’après Shulka et al. 2019. C) Prédiction du changement de la structure de taille de la communauté 
phytoplanctonique par rapport à la structure de taille actuelle. Il est prédit que le petit phytoplancton sera plus 
abondant que le grand dans les zones en bleu, et le grand sera plus abondant dans les zones en jaune/rouge. 
D’après Henson et al. 2021 
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L'acidification pourrait également impacter le cycle de l’azote marin, mais d’une 
manière différente. La fixation de l’azote par les bactéries diazotrophes pourrait être 
augmenté de 29 % à cause de l’acidification de l’eau de mer, ce qui amènerait à une 
augmentation de la concentration d’ammonium disponible (Wannicke et al. 2018). À 
l’inverse, l'augmentation du pH a un effet inhibant sur l’activité de la nitrogénase, 
l’enzyme permettant la fixation de l’azote (Van de Waal and Litchman 2020). De plus, 
des expériences ont montré que l’acidification peut provoquer une réduction des taux 
de nitrification de 3 à 44 %, empêchant la génération de nitrite et de nitrate à partir 
d’ammonium, et amenant à la production d’un surplus d’oxyde nitreux, un gaz à effet 
de serre (Beman et al. 2011).  

L’augmentation de la température, ainsi que l’augmentation des concentrations de CO2 
pourraient aussi stimuler la fixation d’azote. En effet, la cyanobactérie diazotrophe 
Trichodesmium erythraeum présentait une augmentation permanente et constitutive 
de son taux de fixation d’azote après avoir été cultivée dans un milieu enrichi en CO2 
(Walworth, Fu, et al. 2016; Walworth, Lee, et al. 2016). Simultanément, le stress azoté 
pourrait permettre une meilleure résistance au stress thermique. Les diatomées 
cultivées dans un milieu riche en azote développent une meilleure tolérance aux fortes 
températures que des lignées cultivées dans un milieu pauvre (David A. Hutchins and 
Capone 2022). Ainsi, l’augmentation de la fixation de l’azote engendrée par une 
température plus élevée pourrait compenser la diminution de l’apport de l’azote par le 
mélange des couches d’eau. Les effets de l’acidification et du réchauffement sur les 
différentes composantes du cycle de l’azote marin sont nombreux et ont des effets 
compensatoires. La tendance semble plutôt s’accorder sur un changement dans la 
distribution de l'azote en faveur de l'ammonium (grâce à l’augmentation de la fixation 
de l’azote avec l’acidification et le réchauffement) et en défaveur du nitrate et du nitrite 
(à cause de l’intensification de la stratification).  

Comme tous les cycles biogéochimiques, celui du fer marin devrait aussi être modifié 
à cause du changement climatique. Il est prédit que les apports de fer augmenteront, 
particulièrement dans les eaux tropicales (D. A. Hutchins and Boyd 2016). La fonte des 
glaciers et de la glace de mer provoquée par l’augmentation de la température devrait 
intensifier les apports de fer d’origine glaciaire ou hydrothermale dans les régions 
côtières. L’intensification de l’aridification des sols terrestres pourrait amener des 
apports de fers éoliens supplémentaires. Les méga feux qui sont de plus en plus 
courants pourraient également enrichir l’océan en fer pyrogénique, fortement 
biodisponible. On estime que ce sont les grands incendies de 2019-2020 en Australie 
qui ont fertilisé l’océan Australe, provoquant une efflorescence phytoplanctonique sans 
précédent dans une zone habituellement peu productive (Tang et al. 2021). Cependant, 
les conséquences de ces modifications sont difficiles à prévoir. En effet, l'acidité et la 
température influencent la spéciation chimique du fer, réduisant le temps de demi-vie 
du fer oxydé le plus assimilable Fe2+ ce qui pourrait atténuer les effets de 
l’enrichissement des apports en fer précédemment évoqués (D. A. Hutchins and Boyd 
2016). Également, il a été montré expérimentalement que l’augmentation de la 
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température de l’eau atténue les effets délétères de la limitation en fer. Même sans 
apport supplémentaire, la diatomée Pseudo-nitzschia présente une meilleure 
croissance dans une eau plus chaude (Jabre et al. 2021). Ainsi, l’impact du changement 
climatique sur le cycle du fer, bien que certain, est imprévisible.  

Les métabolismes du fer et de l'azote étant très intriqués, les zones oligotrophes 
devraient être particulièrement impactées par les modifications évoquées jusqu’ici. La 
stratification et le réchauffement devraient modifier le réservoir d’azote inorganique 
assimilable, avec une diminution du nitrate et une augmentation de l’ammonium. Cela 
pourrait avoir des conséquences sur les besoins en fer du phytoplancton, avec une 
diminution des besoins en nitrate réductase, l’enzyme ferreuse impliquée dans 
l’assimilation du nitrate, mais une augmentation des besoins en nitrogénase, l’enzyme 
ferreuse impliquée dans la fixation de l’azote (D. A. Hutchins and Boyd 2016). 
L’augmentation des apports de fer dans l’océan pourrait lever une des plus importantes 
limitations à la croissance du phytoplancton, provoquant une augmentation de 
l’assimilation des nutriments, de la fixation de l’azote et de la production primaire. Cela 
pourrait amener à terme à une consommation rapide des nutriments disponibles dans 
l’eau (Jickells et al. 2005). Finalement, si on peut prévoir des tendances régionales, il est 
difficile de prévoir l’impact global, car l’ensemble des effets vont s’accumuler ou se 
compenser.  

3 - Comprendre les picoeucaryotes photosynthétiques 
pour comprendre le phytoplancton 

Le picophytoplancton, un rôle écologique amené à prendre de 
l’importance 

Le picophytoplancton regroupe l’ensemble des organismes photosynthétiques 
unicellulaires dont la taille est inférieure à 3 µm (Fuller et al. 2006; Vaulot et al. 2008). 
Ne comprenant pas les étapes de dispersion d’espèces de macro-algues benthiques, 
on retrouve dans cette catégorie des cyanobactéries et des eucaryotes 
photosynthétiques de petite taille vivant sous forme libre, c’est-à-dire non-
symbiotique et non-parasitaire. En 2008, 71 espèces de picoeucaryotes 
photosynthétiques (PPE) marins étaient répertoriées (Figure 19) (Vaulot et al. 2008). 
Parmi ces espèces, on retrouve une trentaine d’Ochrophytes, dont une vingtaine de 
diatomées issues de genres tels que Skeletonema, Chaetoceros ou Thalassiosira, et 
quatre Pelagophyceae : Aureococcus anophagefferens, Aureoumbra lagunensis, 
Pelagomonas calceolata et Pelagococcus subviridis. On y compte également une 
vingtaine de Chlorophytes, dont les Mamiellophyceae Micromonas, Bathycoccus et 
Ostreococcus. Une dizaine de Prymnesiophytes appartenant entre autres aux genres 
Chrysochromulina et Phaeocystis ainsi que le Cryptophytes Hillea marina font aussi 
partie de cette liste. Ce court résumé de diversité ne couvre que les espèces décrites il 
y a 15 ans, et la génomique a permis de décrire de nombreuses autres espèces depuis.  
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Figure 19. Quelques exemples de picoeucaryotes photosynthétiques (PPE). A) Ostreococcus tauri RCC1115 par 
H. Moreau, Laboratoire Arago (http://phycocosm.jgi.doe.gov). B) Micromonas pusilla RCC835 par E. Foulon, 
Station biologie de Roscoff (http://roscoff-culture-collection.org). C) Chaîne de Skeletonema marinoi 
(http://nordicmicroalgae.org). D) Chaetoceros minimus (http://nordicmicroalgae.org). E) Colonie de 
Prasinoderma coloniale d’après Jouenne et al. 2011. Échelle : 20 µm. 

http://phycocosm.jgi.doe.gov/
http://roscoff-culture-collection.org/
http://nordicmicroalgae.org/
http://nordicmicroalgae.org/
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Les PPE ne sont pas les organismes les plus abondants, mais ils ont un rôle essentiel 
dans la production primaire et les flux de carbone. Dans l’upwelling chilien, où le 
nanophytoplancton (3-20 µm) est le plus abondant, le picophytoplancton représentait 
tout de même 55 à 92 % du total de chlorophylle a, et plus de 60 % du carbone fixé 
par la photosynthèse, dominant ainsi la production primaire (Rii et al. 2016). On estime 
que les PPE, bien que moins abondants que les cyanobactéries Prochlorococcus et 
Synechococcus, contribuent au moins de manière équivalente à la biomasse et à la 
production primaire (Worden and Not 2008; Rii et al. 2016). Les PPE sont donc 
particulièrement abondants et forment un compartiment essentiel du phytoplancton 
marin en termes de productivité.  

La petite taille des PPE est un avantage majeur dans l’océan et explique en grande 
partie le succès écologique de ces organismes dans les eaux oligotrophes (Raven 1998). 
Une taille de cellule réduite permet d’avoir : 

- Une efficacité photosynthétique accrue (théorisé sous le nom de “package effect”). 
- Une diffusion membranaire facilitée, se traduisant par une meilleure efficacité à 

capter les nutriments faiblement concentrés. 
- Un besoin réduit de ribulose 1,5-bisphosphate carboxylase/oxygénase (ou 

Rubisco), une enzyme complexe à synthétiser. 

Ainsi, les PPE devraient présenter un meilleur taux de croissance dans les milieux 
oligotrophes, et être plus abondants dans les eaux pauvres en nutriments ou en 
lumière, que les plus grandes cellules qui seront moins performantes sur les plans 
nutritifs et énergétiques (Raven 1998).  

Cette diminution de la taille a amené chez les espèces de PPE décrites une importante 
réduction de la taille de leur génome. Ce phénomène est en général associé avec le 
passage vers un mode de vie parasitaire ou symbiotique. Pourtant, les PPE demeurent 
autonomes. Cette réduction de génome se traduit par une diminution du nombre de 
gènes impliqués dans les voies de biosynthèses des acides aminés, la réparation et la 
recombinaison de l’ADN, et la biogénèse des ARN messager et des ribosomes (Derilus 
et al. 2020). L’hypothèse a été faite que ces pertes de fonctions, notamment la perte 
des gènes de la voie de biosynthèses des métabolites solubles tel que les acides 
aminés, ont lieu car les organismes sont capables de mutualiser leurs métabolites 
(Morris, Lenski, and Zinser 2012; Derilus et al. 2023). Bien que ce partage des 
métabolites secondaires et des nutriments reste à prouver, il pourrait participer à 
expliquer l’importance des PPE dans l’océan. De plus, si la réduction du génome a été 
observée chez les PPE pour lesquels nous avons le génome complet, il est fort possible 
qu’un contre-exemple existe.  

L’acclimatation transcriptomique pourrait être un des leviers majeurs du succès 
écologique des PPE. L’acclimatation se définit comme un changement physiologique 
temporaire en réponse à un changement environnemental. Par exemple, l’analyse des 
données de métatranscriptomique de Bathycoccus montre une forte modulation de 
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l’expression des gènes en fonction des conditions environnementales, suggérant que 
la large distribution de cet organisme est rendue possible par l'acclimatation de cette 
espèce (Vannier et al. 2016). Par son caractère temporaire, elle se différencie de 
l’adaptation, qui désigne l’ensemble des changements génétiques qui s’accumulent au 
cours des générations.  

Alors que les PPE jouent un rôle écologique essentiel et que leurs biomasses devraient 
augmenter dans les prochaines décennies à cause de l’agrandissement des zones 
oligotrophes, leur étude est encore assez limitée. En effet, la plupart des études sur la 
physiologie et la réponse transcriptomique aux changements d’environnement portant 
sur les PPE se concentrent principalement sur les Mamiellophyceae et les diatomées. Si 
ces espèces ont l’avantage d’être abondantes et bien connues, elles ne reflètent pas 
toute la diversité des PPE. Pour comprendre comment les PPE vont s’acclimater aux 
changements environnementaux engendrés par le réchauffement climatique, il faut un 
organisme modèle qui puisse être étudié aussi bien en laboratoire que dans 
l’environnement, et représentatif des zones pélagiques oligotrophes.  

Les Pelagophyceae, des picoeucaryotes photosynthétiques peu 
étudiés 

Caractéristique, abondance et distribution des Pelagophyceae 

Les Pelagophyceae ou Pélagophytes sont des picoeucaryotes photosynthétiques 
marins appartenant aux Ochrophytes (Straménopiles). Les organismes de cette classe 
sont caractérisés par une thèque perforée en matière organique dont l’épaisseur varie 
entre 12 à 80 nm selon les genres. Cette thèque présente des micropores (8 à 14 nm) 
et des macropores (18 à 25 nm) et peut être formés par 1 à 5 couches, en général 4 ou 
plus chez les Pelagomonadales (sauf chez le genre Pelagomonas qui n’en présente 
qu’une) et 2 chez les Sarcinochrysidales (Wetherbee et al. 2021; 2023). Flagellés ou 
coccoïdes, sous forme libre ou formant des colonies et des mucilages, la majorité des 
espèces sont côtières ou sédimentaires, à part 2 espèces de Pelagomonadales, 
Pelagococcus subviridis et Pelagomonas calceolata, qui sont les seules espèces 
pélagiques (Wetherbee et al. 2021; 2023). 

Que ce soit en métabarcoding ou en métatranscriptomique, de nombreuses études 
montrent que ces organismes sont parmi les PPE les plus abondants, principalement 
dans les eaux chaudes et oligotrophes (Dupont et al. 2015; Keeling and Campo 2017). 
Cependant, leur richesse spécifique est faible avec un indice de Shannon inférieur à 2 
(Pierella Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020). Leur abondance est corrélée 
positivement à la température et négativement avec la concentration en fer et 
chlorophylle a, ce qui peut s’expliquer par le fait que les Pelagophyceae sont plus 
abondants dans les zones où il y a moins de biomasse phytoplanctonique (Pierella 
Karlusich, Ibarbalz, and Bowler 2020). On les retrouve en plus grande abondance à la 
DCM qu’à la surface (Choi et al. 2020), mais ils peuvent dominer la communauté 
phytoplanctonique à toutes les profondeurs (Dupont et al. 2015; Choi et al. 2020). 
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Les études de métatranscriptomiques semblent indiquer que les Pélagophytes ont une 
forte capacité d’acclimatation par modulation de l’expression des gènes. 
L’acclimatation transcriptomique des Pélagophytes a particulièrement été étudiée dans 
la réponse in situ au manque de fer (Caputi et al. 2019; Carradec et al. 2018). 
L’expression des gènes codant pour les ISIP est très fortement modulée selon la 
concentration en fer, alors que le nombre de copies de ces gènes dans le génome ne 
varie pas. C’est également vrai pour les couples de protéines ferrédoxine/flavodoxine 
et FBA I/FBA II: le nombre de copies reste stable, mais la version ferreuse (ferrédoxine 
ou FBA II) est plus exprimée dans les stations riches en fer et l’homologue non-ferreux 
(flavodoxine ou FBA I) dans celles pauvres en fer. 

Diversité des Pelagophyceae 

Les Pélagophytes sont répartis dans 2 ordres : les Pelagomonadales et les 
Sarcinochrysidales (Wetherbee et al. 2023). La plupart des espèces décrites ne le sont 
que sur base morphologique ou génétique avec le séquençage des gènes marqueurs 
codant pour l’ADNr 18S, pour les photosystèmes psaA, psaB, psbA, psbC et pour la 
sous-unités rbcL de la Rubisco. Nous allons brièvement revenir sur chaque espèce de 
Pélagophytes décrites, afin de dresser un portrait exhaustif de cette classe qui est assez 
peu étudiée (Figure 20). 

 

Figure 20. Arbre phylogénétique des Pelagophyceae construit à partir de l’alignement de l’ADNr 18S et des 
gènes marqueurs chloroplastiques psaA, psaB, psbA, psbC. Les étoiles indiquent les dernières espèces décrites. 
D’après Wetherbee et al. 2023. 
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Dans l’ordre des Sarcinochrysidales, on retrouve 2 familles : les Chrysocystaceae et les 
Sarcinochrysidaceae. La première famille, les Chrysocystaceae, regroupe 4 genres. 
Aucun génome complet n’a été séquencé pour les espèces de cette famille, mais toutes 
ont bénéficié d’’un séquençage des gènes marqueurs. Le genre Chrysoreinhardia 

contient deux espèces : C. giraudii et C. muelleri. La première a été décrite par Derbès 
et Sollier en 1856, puis de nouveau en 2000, avant d’avoir un séquençage de ces gènes 
marqueurs en 2018 (Derbès and Solier 1856; Hoffmann et al. 2000; Han et al. 2018). 
Elle forme des mucilages, mais peut également exister sous forme libre flagellée (Han 
et al. 2018). C. muelleri en revanche n’a été décrite que récemment, sur base 
morphologique et séquençage des gènes marqueurs (Han et al. 2018). La coloniale 
Pituiglomerulus capricornicus aussi n’a été décrite que très récemment (Wetherbee et 
al. 2023). Le genre Sungminbooa comprend trois espèces : S. kuepperi, S. caribensis et 
S. australiensis. Aucune ne semble capable de former des colonies ou des mucilages 
(Han et al. 2018). Décrit dans le Pacifique en 1995, Chrysocystis fragilis est le seul 
représentant de son genre. Il possède 2 formes : une coloniale filamenteuse et une libre 
motile (Lobban et al. 1995). Il est très peu étudié, mais une efflorescence de cette 
espèce a été reportée sur la Grande Barrière de Corail en 2004 (Schaffelke et al. 2004). 

La famille des Sarcinochrysidaceae contient 10 genres, dont la plupart ne sont décrits 
que sur base morphologique et par séquençage des gènes marqueurs codant pour 
l’ADNr 18S, pour les photosystèmes psaA, psaB, psbA, psbC et pour la sous-unités rbcL 
de la Rubisco. Décrites en 2015, les espèces filamenteuses Andersenia australica et A. 

nodulosa se développent dans le sable (Wetherbee et al. 2015; Han et al. 2018). Le 
genre Gazia contient 2 espèces, toutes deux sédimentaires : G. australica et G. 

saundersii. Cette dernière est coloniale, contrairement à la première (Wetherbee et al. 
2021). Seul représentant de son genre, Glomerochrysis psammophila est aussi une 
espèce coloniale sédimentaire (Wetherbee et al. 2021). Arachnochrysis demoulinii et 
Pelagospilus aureus ont toutes les deux été décrites sur base morphologique et des 
gènes marqueurs récemment (Han et al. 2018). Ankylochrysis lutea, tout d’abord décrite 
en 1970 sous le nom de Ankylonoton lutem, a bénéficié d’une description taxonomique 
plus poussée en 1994, puis d’un séquençage de ces gènes marqueurs en 2018 (van der 
Veer 1970; Honda and Inouye 1995; Han et al. 2018). Également capable de former des 
mucilages, Aureoscheda bahamensis a été décrite en 2014 puis a bénéficié d’un 
séquençage de ces gènes marqueurs (Wynne et al. 2014; Han et al. 2018). Décrite en 
1930, seul le séquençage des gènes marqueurs a permis de faire rentrer Sarcinochrysis 

marina dans la classe des Pelagophyceae (Geitler 1930; Han et al. 2018). Les 
polysaccharides produits par cette espèce ont été étudiés pour des applications 
biomédicales en tant qu’anti-cancéreux (Sun et al. 2013). Une seule espèce de la famille 
des Sarcinochrysidaceae a bénéficié d’un séquençage de son transcriptome en 2022. 
Le genre Sargassococcus est représenté par deux espèces, toutes capables de former 
des petites colonies : S. epiphycus ou S. simulans. Cette dernière serait une espèce 
symbionte du corail et son transcriptome séquencé a révélé une grande quantité 
d'antennes collectrices de lumière, d’enzyme oxydoréductrice et d’enzymes impliqués 
dans l’assimilation et l’utilisation du carbone organique. Ces transcrits permettent 
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respectivement une acclimatation à une faible luminosité, au stress oxydatif et une 
capacité à la mixotrophie (Han et al. 2018, 20; Varasteh et al. 2022). 

L’ordre et la famille des Pelagomonadales sont un peu plus étudiés sur le plan 
génomique et physiologique que les Sarcinochrysidales. On compte 7 genres décrits 
dans cette famille. Seules représentantes de leurs genres respectifs, la toxique 
Aureococcus anophagefferens et la pélagique Pelagomonas calceolata sont les deux 
espèces les mieux décrites. Nous nous attarderons sur leurs caractéristiques plus bas. 
Également espèces uniques au sein de leurs genres, la flagellée Chromopallida australis 
et la sédimentaire Wyeophycus julieharrissiae n’ont été décrites que très récemment, 
de ce fait seules leurs descriptions taxonomiques et les séquences de leurs gènes 
marqueurs sont disponibles (Wetherbee et al. 2023). 

Le genre Aureoumbra contient deux espèces : A. geitleri, et A. lagunensis. La première 
est la moins étudiée, car elle n’a été décrite que récemment sur base morphologique 
et barcoding (Han et al. 2018; Wetherbee et al. 2023). Décrite en 1997, A. lagunensis 
est capable de former des efflorescences dans les estuaires (DeYoe et al. 1997). 
Adaptée à des faibles concentrations d’azote, cette espèce peut utiliser l’ammonium, 
le nitrite, l’urée et le glutamate comme source d’azote, mais pas le nitrate (DeYoe and 
Suttle 1994; Muhlstein and Villareal 2007; Agostoni and Erdner 2011). Elle semble avoir 
une préférence pour l’ammonium et l’urée, qui représente 90 % de l’azote assimilé par 
cette espèce pendant ces efflorescences. De plus, des enrichissements en ammonium 
peuvent stimuler sa croissance (Kang, Koch, and Gobler 2015). Elle peut s’acclimater à 
une faible luminosité (Gobler and Sunda 2012). A. lagunensis peut s’acclimater à de très 
fortes variations de salinité, pouvant croître dans de l’eau comprise entre 10 et 90 PSU, 
avec une croissance optimale dans un milieu allant de 20 à 70 PSU (Buskey, Wysor, and 
Hyatt 1998). À titre de comparaison, la salinité de l’eau de mer est de 34-35 PSU. 
Également, elle est capable de se protéger contre le broutage par les copépodes grâce 
à un mucilage en polysaccharide qui recouvre sa surface extracellulaire (Liu and Buskey 
2000). Son génome chloroplastique a été séquencé en 2010, son génome 
mitochondrial en 2021, et une étude sur sa réponse transcriptomique aux variations 
d’azote, phosphore et quantité de lumière a été menée en 2021 (Ong et al. 2010; 
Sibbald, Lawton, and Archibald 2021; Kang et al. 2021). La diminution de l’expression 
des ferrédoxines et flavodoxines en réponse à la privation en azote semble indiquer 
que A. lagunensis serait capable diminuer ces besoins photosynthétiques pour 
s’acclimater aux limitations de nutriments (Kang et al. 2021).  

Seul représentant de son genre, Chrysophaeum taylorii a été identifié la première fois 
en Floride en 1941. Elle est distribuée dans les eaux tropicales de l’Amérique du Nord, 
Pacifique et Atlantique, dans les Caraïbes, et plus récemment dans la mer Méditerranée, 
elle est donc considérée comme une espèce envahissante (Aktan and Topaloʇlu 2011). 
C. taylorii est capable de former des mucilages sur les surfaces rocheuses peu 
profondes, ce qui lui permettrait de se propager plus efficacement et de faire face aux 
manques de nutriments (Caronni et al. 2015; 2016; 2017). Cette espèce est étudiée pour 
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ces métabolites secondaires d'intérêt biomédical. En 1986 et 1989, il a été montré que 
C. taylorii pouvait synthétiser deux composés cytotoxiques pouvant être utilisé pour 
traiter des cellules cancéreuses in vitro : l’hormothamnione et la 6-
desmethoxyhormothamnione (William H Gerwick et al. 1986; W. H. Gerwick 1989). 
Également, C. taylorii peut synthétiser des chrysophaentine, un nouveau type 
d’antibiotique prometteur qui bloque la division cellulaire en inhibant l’activité de la 
protéine FtsZ, homologue bactérien de la tubuline (Keffer et al. 2013; Davison and 
Bewley 2019). Le génome de cette espèce a été séquencé très récemment, afin 
d’étudier plus amplement son potentiel métabolique (Davison et al. 2023). 

Pelagococcus subviridis est l’une des deux seules espèces pélagiques de la classe des 
Pelagophyceae. Décrite en 1977, mieux détaillée par microscopie électronique en 1987, 
cette espèce a une composition en pigment légèrement différente des autres 
Pélagophytes : un mélange de 19’-butnoyloxyfucoxanthine (le pigment marqueur des 
Pélagophytes), de fucoxanthine, de diadinoxanthine et de diatoxanthine (Lewin et al. 
1977; Vesk and Jeffrey 1987). Son transcriptome séquencé en 2021 pour étudier sa 
réponse au manque de lumière, d’azote et de phosphate, montre que cette espèce 
était peu impactée par les privations en nutriments. En revanche, en faible luminosité, 
un gène codant pour une lysophospholipase était surexprimé, suggérant un clivage 
des lysophospholipides pour restructurer la membrane cellulaire (Kang et al. 2021).  

Évidemment, beaucoup d’espèces de Pelagophyceae restent à découvrir, 
particulièrement dans les zones polaires (Figure 21). Ainsi, dans une étude de 2020, 
jusqu’à 9 groupes de Pélagophytes non-décrits sont identifiés sur base des séquences 
codantes pour l’ADNr 16S chloroplastiques (Choi et al. 2020). Parmi eux, PEC-I serait 
une espèce du genre Pelagomonas occupant les eaux subarctiques du Pacifique et PEC-
II un Pelagococcus propre aux eaux du Pacifique Sud. PEC-III pourrait appartenir à un 
nouveau genre, particulièrement abondant dans les eaux de surface très stratifiées et 
pauvres en nutriments. Proches de A. anophagefferens, PEC-IV et PEC-V pourraient 
aussi former un nouveau genre, distribué dans les eaux du Pacifique Nord-Est et de 
l’Antarctique respectivement. Appartenant à l’ordre des Sarcinochrysidales, les groupes 
PEC-VI, VII, VIII et IX formeraient de nouveaux genres associés respectivement à la fonte 
des neiges arctiques, de la glace de mer en Alaska, aux eaux du Pacifique nord et à la 
mer du Nord. Également en 2021, une étude visant à identifier la diversité taxonomique 
du phytoplancton eucaryote dans la péninsule Fildes à la pointe sud du Chili identifie 
3 variants de séquence d'amplicon (ASV) de l’ADNr 16S chloroplastique appartenant à 
la classe des Pélagophytes. Le premier correspond à 100 % à la référence de P. 

calceolata et les deux autres sont très abondants, mais ne correspondent à aucune 
référence (Trefault et al. 2021). En 2022, la réponse du Pélagophyte arctique CCMP2097 
aux variations de salinité montre que cette espèce associée à la glace de mer présente 
une forte acclimatation transcriptomique. Face à de fortes salinités, des complexes de 
canaux K+ sont surexprimés, et lorsque la salinité diminue, l’expression des gènes est 
modulée en faveur d’antiporteurs Na+/H+ et de symporteurs Na+/Pi. Les auteurs 
s'intéressent également aux gènes impliqués dans l'adaptation au froid : une protéine 
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de liaison à la glace, des protéines antigel et une acyl-estérase (Freyria et al. 2022). Les 
Pelagophyceae polaires restent donc peu décrits, alors qu’ils semblent nombreux, 
diversifiés et que leurs rôles écologiques pourraient être importants.  

 

Figure 21. Arbre phylogénétique des Pelagophyceae construit à partir de l’alignement des ADNr 
chloroplastique 16S de 56 clones environnementaux et 9 espèces cultivées, montrant l’existence d’un ensemble 
de Pélagophytes non-décrits. Cinq clades connus ont été élucidés et neuf clades inconnus ont été identifiés : 
les clades PEC-I à PEC-IX. Deux séquences de provenant de Dictyophytes servent d’extra-groupe. L’arbre a 
été construit avec la méthode du maximum de vraisemblance (Maximum Likelyhood, RAxML) sous le modèle 
d’évolution GTR (General Time Reversible) corrigé, avec 1 000 réplicats bootstrap. Des reconstructions 
additionnelles ont été faite avec les méthode PhyML et MrBayes. La couleur indique la région océanique d’où 
provient l’échantillon (voir la carte en haut à gauche). D’après Choi et al. 2020.  

Aureococcus anophagefferens et ces blooms toxiques en milieu oligotrophe 

Le genre le plus étudié sur le plan physiologique et métabolique est le genre 
Aureococcus. La seule espèce, Aureococcus anophagefferens (Figure 22), est capable de 
former des blooms toxiques qui ont des effets destructeurs sur les zostères (Zostera 

marina) et les bivalves filtrants, notamment les coquilles Saint-Jacques (Argopecten 
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irradians) et les moules (Mytilus edulis) (Bricelj and MacQuarrie 2007). De ce fait, elle 
est le centre d'intérêt d’un certain nombre d’études ayant pour objectif de comprendre 
les mécanismes déclenchant et régissant ces blooms. A. anophagefferens prolifère dans 
des estuaires en Amérique du Nord, en Afrique du Sud et en Chine, où la salinité est 
élevée (> 25 ‰) et le temps de résidence long (C. J. Gobler, Lonsdale, and Boyer 2005).  

Figure 22. Aureococcus anophagefferens A) Structure intracellulaire en microscopie électronique en 
transmission. N : noyau ; Nu : nucléole ; Ch : chloroplaste ; Py : pyrénoïde ; M : mitochondrie ; V : vacuole. 
Échelle : 1 µm. D’après Gobler and Sunda 2012. B) Culture de A. anophagefferens. Échelle : 100 µm. D’après 
Bricelj and MacQuarrie 2007. 

Alors que les blooms sont généralement déclenchés par un apport en nutriments, A. 

anophagefferens prolifère malgré une faible luminosité et une faible concentration en 
carbone et azote inorganique (Christopher J. Gobler, Renaghan, and Buck 2002; 
Christopher J. Gobler et al. 2004). Une première adaptation à la faible concentration 
d’azote inorganique disponible est sa petite taille. Avec un diamètre moyen de 2 µm, 
la cellule est plus efficace pour fonctionner malgré une faible luminosité et quantité de 
nutriments (Gobler et al. 2011).  

Également, A. anophagefferens peut utiliser une grande diversité de source d’azote 
organique pour compenser le manque de nitrate et d’ammonium. Lors d’une 
efflorescence, on estime que 70 % de l’azote assimilé par A. anophagefferens est 
d’origine organique. Ainsi, la part d’azote assimilée est composée à 58-64 % d’urée, 
18-26 % d’ammonium, 11-16 % d’acide aminés et 5-8 % de nitrate (Berg et al. 1997). 
Elle peut donc déployer un large panel d’enzymes pour avoir recours à cette DON, avec 
un rendement parfois plus efficace que celles de certaines bactéries hétérotrophes. 
L’uréase, l’acétamidase, la peptidase et la désaminase permettant d’hydrolyser 
respectivement l’urée, l’acétamide, les peptides et les purines (Gry Mine Berg, Repeta, 
and Laroche 2002). Des études de transcriptomique ont montré qu’en cas de carence 
en azote les gènes surexprimés codent pour des transporteurs d'ammonium, des 
acétamidases, des formamidases, des peptidases et des transporteurs de purines, 
confirmant l’utilisation de source d’azote organique en cas de raréfaction du nitrate et 
de l’ammonium (Wurch et al. 2011; Wurch, Gobler, and Dyhrman 2014). D’ailleurs, 
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l’urée semble être la source d’azote qui convient le mieux à A. anophagefferens, même 
en présence d’azote inorganique. En effet, elle semble avoir une meilleure efficacité 
pour assimiler l’urée, qui permet d’améliorer son taux de croissance et son efficacité 
photosynthétique par rapport au nitrate ou à l’ammonium (Ou et al. 2018). 

Son génome complet, séquencé en 2011, permet d’avoir une vision plus précise des 
gènes impliqués dans cette forme de mixotrophie azotée (Gobler et al. 2011). Parmi 
ces 56 Mbp, A. anophagefferens présente 62 gènes codant pour des antennes 
collectrices de lumière (ou LHC "light harvesting complex"), ce qui représente jusqu’à 
3 fois plus d’antennes que chez d’autres PPE. Ceci peut expliquer sa capacité à se 
développer sous une faible luminosité. Un très grand nombre de gènes permettant 
l’assimilation de la DON ont été identifiés : des transporteurs d’oligosaccharides, des 
enzymes de dégradation des polysaccharides, des carbohydrates, des acides aminés, 
des peptides ou des acides nucléiques. Également, A. anophagefferens serait capable 
de produire des composés antibactériens, anti-prédations ou anti-compétitions 
(Gobler et al. 2011). Elle présente alors le plus grand sélénoprotéome connu avec 59 
sélénoprotéines. Les variations de sélénium dissous pendant l'efflorescence ainsi que 
des expériences d’enrichissement, montre que ces protéines auraient un rôle important 
pour protéger contre le stress oxydatif et pour catalyser plus efficacement la 
biosynthèse des protéines (Gobler et al. 2013). 

Pelagomonas calceolata, un Pélagophyte d’intérêt 
Décrite en 1993, la description de Pelagomonas calceolata (Figure 23) a nécessité la 
création d’une nouvelle classe, les Pelagophyceae, ainsi que de nouveaux ordre, famille 
et genre : les Pelagomonadales, les Pelagomonadaceae et les Pelagomonas. Elle est à 
ce jour la seule espèce appartenant à ce genre. D’une taille de 2 à 3 µm de longueur et 
environ 1.5 µm de largeur, son nom fait référence à sa forme de chausson (Andersen 
et al. 1993). La description de l’espèce se fait à partir de la souche RCC100 (aussi 
nommée CCMP1214), échantillonnée en 1973 dans le gyre central du Pacific nord, à 
30°50’N, 136°50’W. Elle est uniflagellée, sans corps basal secondaire ni racine 
microtubule ou striée. Sa fine thèque en matière organique, caractéristique des 
Pelagophyceae, ne sera décrite plus précisément que 30 ans plus tard (Wetherbee et 
al. 2023). La cellule présente un seul chloroplaste, entouré de lamelle périphérique, et 
une seule mitochondrie dense avec des crêtes tubulaires. L’appareil de Golgi se situe 
sous le flagelle. Une organelle éjectant un corps cylindrique (probablement en réponse 
à un stress) et plusieurs vacuoles stockant des glucides ont été observées, sans que 
leurs fonctions ne soient établies. Lors de sa description en 1993, P. calceolata est décrit 
sur base morphologique et son ADNr 18S est séquencé. Son génome chloroplastique 
a été séquencé en 2012, se révélant très similaire à celui d’Aureococcus anophagefferens 

(105/106 protéines en commun) (Worden et al. 2012). Un premier transcriptome a été 
publié en 2014, puis un second en 2021, pour étudier la réponse à des limitations en 
azote, en phosphate et en luminosité (Keeling et al. 2014; Kang et al. 2021).  
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Figure 23. Pelagomonas calceolata. A) Cellules de P. calceolata RCC100 en microscopie optique par N. Guérin, 
réalisé à la Station Biologie de Roscoff. B) Structure intracellulaire de P. calceolata CCMP1756 en microscopie 
électronique à transmission. cpst : chloroplaste ; ER : réticulum endoplasmique ; golgi : appareil de golgi ; 
mito : mitochondrie. D’après Dupont et al. 2015. C) Modélisation des compartiments cellulaires de P. calceolata 
à partir d’imagerie en microscopie électronique FIB-SEM. En bleu le noyau, en rouge la mitochondrie, en vert 
les chloroplastes. D’après Uwizeye et al. 2021. 

Plusieurs études ont estimé l’abondance de P. calceolata à partir de l’analyse 
métagénomique des gènes marqueurs chloroplastiques et de l’ARNr 18S. Dans les 
zones pélagiques, la richesse en espèces des Pelagophyceae est assez faible, avec un 
indice de diversité de Shannon compris entre 0 et 1.5 (Pierella Karlusich, Ibarbalz, and 
Bowler 2020). Puisque les seules espèces pélagiques dont les séquences 18SV9 sont 
connues sont Pelagomonas calceolata et Pelagococcus subviridis, ce sont probablement 
elles que l’on détecte par métabarcoding. En 2015, il était montré lors d’une étude de 
métagénomique in situ que la majorité des Pelagophyceae étaient similaires à la 
souche CCMP1756 de l’espèce Pelagomonas calceolata (Dupont et al. 2015). Une étude 
de métabarcoding du 16S chloroplastique estimait que dans le Pacifique, plus de la 
moitié des amplicons assignés à la classe des Pelagophyceae appartenaient à l’espèce 
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P. calceolata (Choi et al. 2020). Ainsi, P. calceolata semble être le Pélagophyte 
majoritaire dans les données environnementales, représentant sa classe dans les eaux 
oligotrophes.  

Pelagomonas calceolata, contrairement à la plupart des autres Pélagophytes, est 
cosmopolite et abondant. On la retrouve dans la majorité des stations échantillonnées 
lors du Global Ocean Sampling en analysant l’abondance des séquences codantes pour 
l’ADNr 18S (Worden et al. 2012). Une étude plus récente de métabarcoding de l’ADNr 
16S chloroplastique fait cette même conclusion (Choi et al. 2020), et les analyses de 
fluorescences par hybridation in situ estiment que P. calceolata contribue 
significativement à la biomasse phytoplanctonique (Worden et al. 2012). 
Particulièrement abondant à la DCM, P. calceolata est aussi présent dans les eaux de 
surface, où son profil d’expression laisse penser qu’il est essentiel à l'assimilation du 
nitrate et qu’il domine la production de matière organique (Dupont et al. 2015).  

Malgré son abondance, le rôle écologique de Pelagomonas calceolata reste peu étudié. 
Quelques études nous laissent penser que l’abondance et l’ubiquité de cette espèce 
sont possibles grâce à sa forte capacité d’acclimatation. En effet, P. calceolata peut 
supporter d’importantes déplétions en nutriments et luminosité avant que sa 
physiologie et sa croissance ne soit impacté. En 2005, une expérience en laboratoire 
suivait la croissance et l’efficacité photosynthétique de plusieurs microalgues à des 
concentrations décroissantes de PO4

3-, de NH4
+ et de fer (Timmermans et al. 2005). 

Seule une privation intense d’un de ces nutriments impacte le taux de croissance de P. 

calceolata. L’efficacité photosynthétique n’est affectée que très légèrement, et 
seulement aux concentrations les plus basses. L’effet de l’intensité lumineuse sur le 
taux de croissance a également été testé, et seuls des niveaux inférieurs à 10 µmol.m-

2.s-1 amenaient à une diminution des taux de croissance et de l’efficacité 
photosynthétique. Ainsi, P. calceolata pourrait présenter une forte résistance 
physiologique à la déplétion en nutriments et en privation de lumière. 

La photoacclimatation de P. calceolata a été étudiée plus en détail. En 2009, Dimier et 
al. ont voulu comprendre l’impact des changements de cycle lumineux sur la 
physiologie de P. calceolata (Dimier et al. 2009 a; 2009 b). Trois cycles ont été testés : 
le premier simulant un cycle jour/nuit normal, le second simulant un mixage normal et 
le troisième simulant un mixage intense. Cette étude a montré que P. calceolata se 
divise de nuit au rythme de 0,87 division/jour. Le taux de croissance, la taille des cellules 
et l’efficacité photosynthétique ne sont pas affectés par le changement de rythme 
lumineux. Elle semble faire preuve d’une forte capacité d’acclimatation aux 
changements de rythme lumineux, avec une activation rapide du cycle xanthophylle et 
de l’extinction non-photochimique (non-photochemical quenching, NPC). L’intensité 
du mixage impacte le type d’acclimatation. Dans le cas d’un mixage normal, P. 

calceolata adopte une stratégie d’acclimatation de type σ, c’est-à-dire que la taille des 
antennes collectrices augmente. Dans le cas d’un mixage intense, la stratégie adoptée 
est de type n, c’est-à-dire qu’il y a augmentation du nombre d'unités 



 

51 

 

photosynthétiques. Cette stratégie a un fort coût nutritionnel (Dimier et al. 2009 a). Il a 
été montré que P. calceolata est adapté à des luminosités faibles et variables, grâce à 
une grande quantité et diversité de pigment caroténoïdes (Dimier et al. 2009 b). 

Dans des eaux de surface du Pacifique Nord, une étude a comparé l’expression des 
gènes d’un transcriptome de Pelagomonas dans 3 stations de DCM riches en nitrate 
contre 5 stations (1 à la DCM, 4 en surface) pauvre en nitrate (Dupont et al. 2015). Les 
transcrits les plus abondants dans les premières codent pour des gènes de transports 
des nitrates et des nitrites, des carbamyl-phosphate synthétases (enzyme du cycle de 
l’urée) et des glutamate synthases, indiquant une assimilation importante d’azote 
inorganique. Également, P. calceolata exprime des protéines ribosomales, indiquant 
une croissance, et des dynéines, suggérant une forte motilité. En revanche, les fonctions 
les plus exprimées dans les stations pauvres en nitrate correspondent à des protéines 
de stress, des protéines chaperonnes, des histidine kinase, des régulateurs de 
transcription, et une protéine de détection du nitrate appelées NIT-sensing, décrite 
chez les bactéries. Avec 90 % des transporteurs de nitrate de l’ensemble du jeu de 
données provenant de P. calceolata, cette espèce pourrait avoir un rôle essentiel dans 
l’assimilation du nitrate dans les eaux oligotrophes (Dupont et al. 2015). 

Quatre transcriptomes de Pelagomonas cultivés en condition standard ou de faible 
nitrate, phosphate, lumière ont été étudié en 2021 (Kang et al. 2021). Cette étude a été 
réalisée sans réplicats biologique. Lors d’une privation en phosphate, il semblerait que 
les gènes codant pour les pyrophosphatases soient surexprimés. Lors d’une privation 
en ammonium, ce sont des enzymes permettant la dégradation de molécules 
organiques azotées telles que les cathépsines, les uréases, les arginases et les 
aminotransférases qui semblent surexprimés, indiquant potentiellement une 
dégradation des protéines et des acides aminés. Dans les deux situations, cela semble 
indiquer que lors d’une privation en nutriments, P. calceolata pourrait être capable de 
dégrader ces molécules organiques pour y récupérer de l’azote ou du phosphore. 

Plus récemment dans le cadre d’une thèse de doctorat, des expériences en mésocosme 
d’enrichissement de l’eau de mer ont permis de mieux caractériser la réponse 
transcriptomique de P. calceolata aux changements de concentration de nutriments. 
Ainsi, elle s’est montrée très réceptive aux enrichissements en nitrate et en fer menant 
à une augmentation du ratio N:Fe. Son abondance augmente, et un ensemble de 
fonctions est différentiellement exprimée : les transcrits codant pour des peroxysomes 
et des enzymes d’assimilation de l’ammonium sont surexprimés, montrant une 
augmentation de la biosynthèse des acides aminés et gras, et de l’assimilation de 
l’azote. Ceux codant pour des facteurs de régulation de la transcription, des enzymes 
de biosynthèse de la spermidine, de dégradation des histidines ou des marqueurs de 
la privation en phosphate sont sous-exprimés, indiquant une levée de la privation en 
phosphore et une forte régulation de l’expression génique (Groussman 2022). 
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4 - Hypothèse générale et objectifs de la thèse 

Dans cette thèse, nous faisons l’hypothèse que l’abondance de P. calceolata pourrait 
augmenter avec le réchauffement global des océans grâce à ses capacités 
d’acclimatation transcriptomiques aux environnements pauvres oligotrophes. Cette 
hypothèse se base sur les études existantes sur P. calceolata qui suggèrent que cette 
espèce peut faire preuve d’une forte capacité d’acclimatation transcriptomique, 
mécanisme probablement responsable du succès écologique des PPE.  

C’est au travers de 3 chapitres que nous étudierons cette microalgue en couplant la 
métagénomique et métatranscriptomique environnementale avec des 
expérimentations au laboratoire pour tenter de répondre aux problématiques 
suivantes : 

1) Quelle est l’abondance et la niche écologique de P. calceolata ? 

Dans un premier temps, j’ai voulu comprendre quelle était la niche écologique de P. 

calceolata et quelles étaient les fonctions qui lui permettaient d’occuper ces 
environnements et d’être cosmopolite malgré les variations de conditions 
environnementales. Son génome est une ressource unique, que j’ai exploitée de 
plusieurs façons. D’abord, j’ai comparé son contenu en gène avec les génomes d’autres 
PPE, afin de découvrir son potentiel génétique et de constater ces ressemblances et 
différences avec d’autres espèces. Ensuite, j’ai aligné son génome sur les données 
métagénomiques de Tara Oceans afin d’étudier son abondance et sa distribution dans 
l’océan. Finalement, j’ai aligné le transcriptome de référence de P. calceolata sur les 
données métatranscriptomiques de Tara Oceans afin de comprendre quels étaient les 
gènes impliqués dans son succès écologique. Ce travail a donné lieu à un premier 
article paru en 2022 dans le journal Communications Biology (Chapitre 1). 

2) Quels sont les mécanismes d’acclimatation de P. calceolata face aux conditions 
pauvres en nitrate ? 

J’ai voulu comprendre comment P. calceolata s'acclimatait aux changements de 
disponibilités d’azote. En effet, une des conséquences du réchauffement climatique est 
la diminution de la quantité de nutriments disponible, et les études de Dupont et al. et 
de Kang et al. suggèrent que P. calceolata a une forte capacité d’acclimatation 
transcriptomique aux changements de disponibilités des nutriments (Dupont et al. 
2015; Kang et al. 2021). J’ai comparé les gènes différentiellement exprimés dans les 
données environnementales Tara Oceans avec ceux différentiellement exprimés lors 
d’expériences de changements de quantité et de source d’azote. La comparaison entre 
les gènes différentiellement exprimés in situ et in vitro m’ont permis de mieux 
comprendre les mécanismes d’économie et de recyclage de l’azote mis en place par P. 

calceolata. Le couplage de ces deux méthodes m’a permis de lever le voile sur le rôle 
de la cyanate lyase dans la réponse au manque de nitrate. Cette étude sera présentée 
sous forme d’un second article en préparation (Chapitre 2). 
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3) Comment la profondeur et la quantité de lumière affecte l’expression des gènes 
de P. calceolata ? 

Pour mon troisième chapitre, j’ai voulu mieux comprendre comment P. calceolata 
s’acclimatait au changement de profondeur. Bien que relativement plus abondante à 
la DCM, P. calceolata est également très présente en surface, indiquant qu’elle est 
capable de moduler l’expression de ces gènes pour occuper ces deux environnements 
qui sont pourtant extrêmement différents. J’ai encore une fois analysé les gènes 
différentiellement exprimés dans les données Tara Oceans, selon la profondeur cette 
fois-ci, afin de comprendre quelles étaient les physiologies adoptées par P. calceolata 
selon les contraintes inhérentes à ces deux environnements.  

4) La microalgue P. calceolata est-elle un bon modèle pour l’étude des PPE 
pélagiques ? 

Au regard des caractéristiques de P. calceolata et des résultats présentés dans cette 
thèse, nous estimons que faire de cette espèce un organisme modèle représentatif des 
PPE et des Pélagophytes serait possible. Dans mon dernier chapitre, je prendrai le 
temps de discuter les conclusions et limites de ce travail, et d’envisager l’usage de P. 

calceolata en tant qu’organisme modèle, d’un point de vue scientifique et technique.  
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Chapitre 1 - Genomic adaptation of the 
picoeukaryote Pelagomonas calceolata to iron-
poor oceans revealed by a chromosome-scale 
genome sequence 

Préambule au Chapitre 1 

Dans ce premier chapitre, publié sous forme d’article en 2022 dans Communications 

Biology, le premier objectif est de caractériser le génome de P. calceolata. En effet, il 
s’agit du premier génome de référence complet pour cette espèce, et du deuxième 
génome de Pélagophytes avec celui de Aureococcus anophagefferens (Gobler et al. 
2011). Les ressources génomiques étant rares pour les PPE, l’analyse grâce à la 
génomique comparative permet de comprendre les similitudes et différences entre les 
espèces. 

Le deuxième objectif est de caractériser l’abondance et la niche écologique de P. 

calceolata. En alignant les lectures métagénomiques issues de l’expédition Tara Oceans 
sur le génome de référence, nous avons pu comprendre la distribution de P. calceolata 
à l’échelle globale, et modéliser sa distribution future. 

Finalement, le troisième objectif est de comprendre comment P. calceolata peut 
s’acclimater aux différents milieux qu’elle occupe, particulièrement les milieux pauvres 
en fer et pauvres en nitrates. L’analyse du contenu en gènes a permis d’identifier les 
fonctions pouvant jouer un rôle dans la réponse au manque de fer et de nitrate. En 
alignant les lectures métatranscriptomiques issues de l’expédition Tara Oceans sur le 
génome de référence, nous avons pu constater comment l’expression de ces gènes 
variait avec la concentration en fer ou en nitrate. Nous avons ainsi pu acquérir une idée 
précise des mécanismes existant chez P. calceolata permettant l’acclimatation aux 
milieux oligotrophes. 

Ce premier chapitre éclaire donc sur l’abondance et la niche écologique de P. 

calceolata, ainsi que sur les mécanismes moléculaires de l’acclimatation aux manques 
de fer et de nitrate exprimés dans son environnement. 

Ce travail a été publié dans la revue Communications Biology en Septembre 2022 : 
https://doi.org/10.1038/s42003-022-03939-z 

Dans cette partie, j’ai réalisé l’analyse de génomique comparative ainsi que les analyses 
de métagénomiques et de métatranscriptomiques environnementales. 

  

https://doi.org/10.1038/s42003-022-03939-z
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The smallest phytoplankton species are key actors in oceans biogeochemical cycling and their

abundance and distribution are affected with global environmental changes. Among them,

algae of the Pelagophyceae class encompass coastal species causative of harmful algal

blooms while others are cosmopolitan and abundant. The lack of genomic reference in this

lineage is a main limitation to study its ecological importance. Here, we analysed Pelagomonas

calceolata relative abundance, ecological niche and potential for the adaptation in all oceans

using a complete chromosome-scale assembled genome sequence. Our results show that

P. calceolata is one of the most abundant eukaryotic species in the oceans with a relative

abundance favoured by high temperature, low-light and iron-poor conditions. Climate change

projections based on its relative abundance suggest an extension of the P. calceolata habitat

toward the poles at the end of this century. Finally, we observed a specific gene repertoire

and expression level variations potentially explaining its ecological success in low-iron and

low-nitrate environments. Collectively, these findings reveal the ecological importance of

P. calceolata and lay the foundation for a global scale analysis of the adaptation and accli-

mation strategies of this small phytoplankton in a changing environment.
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M
arine phytoplankton accounts for more than 45% of
photosynthetic primary production on Earth and play an
essential role in supplying organic matter to marine food

webs1. They are key global actors in CO2 uptake and provide gas-
eous oxygen to the atmosphere. A global decline of phytoplankton
biomass has been reported over the past century (1% of chlorophyll-
a concentration per year) leading to a decrease of net primary
production in many oceanic regions2. This decline is probably a
consequence of global ocean warming which drives water column
stratification, reducing the nutrient supply to surface waters.
Temperature-driven reductions in phytoplankton productivity in
tropical and temperate regions are likely to have cascading effects on
higher trophic levels and ecosystem functioning3.

Photosynthetic picoeukaryotes (PPEs), defined by a cell diameter
<3 µm, belong to different phyla, including Chlorophyta, Crypto-
phyta, Haptophyta, and Stramenopiles4. Present in all oceans, PPEs
are the dominant primary producers in warm and oligotrophic
regions5. Ocean warming and expansion of oligotrophic regions in
the next decades may extend the ecological niche of PPEs, and a
global shift from large photosynthetic organisms toward smaller
primary producers is expected3,6. For example, sea ice melting in
the Canadian Arctic Basin has been associated with an increase in
the abundance of PPEs such asMicromonas at the expense of larger
algae7. In the laboratory, this alga has the capacity to change its
optimum temperature for growth in only a few hundred genera-
tions, suggesting that it will be less affected by global warming than
many larger organisms8. In addition, the larger cell surface-to-
volume ratio of PPEs compared to larger phytoplankton cells is
advantageous for resource acquisition and growth in nutrient-
limited environments9,10.

Iron is one key compound required for the activity of the
respiratory chain, photosynthesis and nitrogen fixation10. Because
bioavailable iron is extremely low in more than one-third of the
surface ocean, small phytoplankton has developed several strategies
to optimize iron uptake and reduce iron needs11. In diatoms,
reductive and non-reductive iron uptake mechanisms involve
many proteins, including phytotransferrins, transmembrane ferric
reductases, iron permeates, and siderophore-binding proteins12.
The iron needs can be modulated by the variation of gene
expression levels between iron-required proteins and their iron-free
equivalent. These protein switches include electron transfer
(flavodoxin/ferredoxin), gluconeogenesis (fructose-bisphosphate
aldolase type I or type II) and superoxide dismutases (Mn/Fe-SOD,
Cu/Zn-SOD or Ni-SOD)13–15.

PPE growth is also limited by nitrogen (N) availability in large
portions of the global ocean16. Ammonium (NH4

+), nitrate
(NO3

−) and nitrite (NO2
−) are the primary source of inorganic

N for PPEs, however, several studies have shown that dissolved
organic N, like urea, can be metabolized in N-limited
environments17. For example, several membrane-localized urea
transporters in the diatom Phaeodactylum tricornutum are maxi-
mally expressed in nitrogen-limited conditions18 and the harmful
algal blooms of the pelagophyceae Aureococcus anophagefferens
may be fueled by urea19.

Despite their large taxonomic distribution, most molecular stu-
dies on the ecological role of PPEs and their adaptation to the
environment are restricted to a few species. PPEs are suspected of
possessing highly developed acclimation/adaptation capacities, but
the underlying molecular mechanisms remain poorly characterized
due to the lack of reference genomic data.

Among PPEs, Pelagomonas calceolata was the first described
member of the Pelagophyceae class20. It has since been identified in
many oceanic regions using its 18 S rRNA sequence and chloroplast
genome21–23. Several studies have demonstrated the capacity of
P. calceolata to adapt to different environmental conditions. In the
laboratory, P. calceolata has been shown to exhibit a high degree of

acclimation to light fluctuations with rapid activation of the photo-
protective xanthophyll cycle and non-photochemical quenching24.
In the Marquesas archipelago, P. calceolata is one of the most
responsive species to iron fertilization with upregulation of genes
involved in photosynthesis, amino acid synthesis and nitrogen
assimilation13. A global-scale analysis of pelagophyte genes revealed
that they are adapted to low-iron conditions14. In the subtropical
Pacific, P. calceolata expresses stress genes in surface samples and
genes involved in nitrogen assimilation are overexpressed in the
deep-chlorophyll maximum25. A laboratory study suggests that
P. calceolata also has the ability to increase the transcription levels
of organic-nitrogenous compound cleavage enzymes (cathepsin,
urease, arginase) under low nitrogen concentration26. Thus, gene
expression appears to be controlled according to the nitrogen
source and quantity. Taken together, this apparent adaptive plas-
ticity may explain the presence of P. calceolata in many different
oceanic environments, however, an exhaustive analysis of the
genetic capacity of this species and the in situ characterization of its
ecological niche is lacking.

Here we sequenced, assembled and annotated the Pelagomonas
calceolata genome, with a combination of long- and short reads.
We examined its genomic structure and gene content relative to
other unicellular phytoplankton. We used this genome to detect
P. calceolata in environmental datasets of Tara expeditions
across all oceans to characterize its ecological niche and to
identify the environmental conditions controlling its relative
abundance. Finally, environmental expression levels of genes
involved in nitrogen compounds and iron uptake and metabolism
were studied.

Results
Chromosome-scale assembly and annotation of the P. calceo-

lata genome. To measure the abundance of P. calceolata in the
oceans and study its genetic capacity to grow in different envir-
onmental conditions, we sequenced and assembled the genome of
P. calceolata RCC100 using long reads of Oxford Nanopore
Technologies (ONT) and Illumina short reads. Using the k-mer
distribution of short reads, the genome was estimated to be
homozygous with a size of 31Mb (Supplementary Fig. S1a). The
ONT long reads were assembled with Flye into six nuclear contigs
for a total of 32.4Mb, 1 plastid circular contig (90 Kb) and 1
mitochondrial circular contig (39 Kb) (Fig. 1, Supplementary
Fig. S1b, c, and Supplementary Data 1). Two large and highly
similar duplicated regions (>99% of identity) were detected at the
extremity of contig 1 and 5 (393 Kb) and at the extremities of contig
3 and 6 (192 Kb; Supplementary Note 1 and Supplementary
Fig. S1d). (TTAGGG)n telomeric repeats were detected at both
ends of contigs 2, 3, 4, and 6, indicating that these four contigs
represent complete chromosomes (Supplementary Fig. S1d). For
contig 1 and contig 5, telomeric sequences were identified at only
one extremity, the other extremity ending in the duplicated region.
We used the Hi-C long-range technology to validate the assembly
of P. calceolata genome sequence. The interaction map revealed a
high number of contacts within contigs and very few across contigs
(Supplementary Fig. S2 and Supplementary Note 2). No chimeras
or fragmentations were detected. This result confirms that the six
contigs correspond to six chromosomes of P. calceolata.

A total of 16,667 genes were predicted on the P. calceolata
genome (see “Methods”), which is a high number for a PPE
(Table 1 and Supplementary Data 2). There was an average of 0.45
intron per gene, and the distribution of their lengths reveals a peak
at around 210 bp, which is the characteristic length of Introner
Elements described inA. anophagefferens27 (Supplementary Fig. S3,
Supplementary Data 3, and Supplementary Note 3). In all, 9812
P. calceolata predicted proteins (58%) are homologous with at least
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one gene in a stramenopile genome, including 2631 (16%) only
shared with the pelagophyte A. anophagefferens (Supplementary
Fig. S4). A conserved functional domain (Pfam, KO or Inter-
ProScan) was found in 11,240 proteins (67%). Even if gene
completeness estimations are imprecise for species distant from
model organisms, we obtained 94.0% of completeness with
BUSCO28 (88% single-copy and 6% duplicated genes), showing
that our genome is near complete (Supplementary Data 4).

GC content, centromeres, and meiosis in P. calceolata. A
remarkable feature in the P. calceolata genome is the distribution of
GC content along P. calceolata chromosomes (Fig. 1). While the
average GC content of the nuclear genome is 63%, one large region

in each contig (259 Kb on average) is 52% GC. These unique large
troughs in GC content in each chromosome suggest that these
regions encompass centromeres. The Hi-C result confirms cen-
tromere positions with the presence of contacts between low-GC
regions across chromosomes, suggesting the physical proximity of
these regions in the nucleus (Supplementary Fig. S2). Interestingly,
we did not observe an accumulation of repeated elements or
transposons in these low-GC regions and only a slight decrease of
gene density. Genomic specificities and gene content of low-GC
regions are detailed in Supplementary Data 5, S6 and Supplemen-
tary Note 4. Low-GC patterns in centromeres could be explained by
the inhibition of recombination29,30, suggesting that P. calceolata is
capable of meiosis and recombination. Among 23 meiosis-specific

Fig. 1 Pelagomonas calceolata nuclear genome. Representation of the 6 nuclear contigs of P. calceolata. The top layer indicates the number of genes per

100 Kb (black bars), the middle layer represents the GC content in percentage over a window of 200 Kb and the bottom layer is the position of DNA

repeats of more than 500 bases repeated at least five times over the entire genome. Red, orange, and yellow bars indicate three different repeats in low-GC

regions present in at least three different contigs. Dashed red and blue rectangles are duplicated chromosomic regions.

Table 1 Genome characteristics of several unicellular photosynthetic eukaryotes.

Phylum/class Species Genome size (Mb) Number of chromosomes Predicted genes GC% Cell size References

Pelagophyceae Pelagomonas calceolata 32.4 6 16,667 63.6 2 µm This study
Pelagophyceae Aureococcus

anophagefferens

56.0 Unknown 11,520 67.4 2 µm 89

Eustigmatophyceae Nannochloropsis oceanica 29.3 32 7730 54.0 3 µm 90

Diatom Phaeodactylum tricornutum 27.0 33 10,402 48.8 11 µm 91

Diatom Thalassiosira pseudonana 34.5 24 11,776 46.9 5 µm 92

Chlorophyta Micromonas pusilla 21.9 17 10,575 65 ≤2 μm 93

Chlorophyta Ostreococcus lucimarinus 13.2 21 7651 60 1.3 µm 94

Chlorophyta Bathycoccus prasinos 15.1 19 7847 48 1–2 µm 95

Haptophyta Emiliania huxleyi 141.7 Unknown 38,549 64.5 4–5 μm 96
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genes characterized in other species31–33, 18 homologs are present
in the P. calceolata genome (Supplementary Data 7). These genes
include the double-strand DNA break (DSB) initiator SPO11;
RAD50, RAD52, and MRE11 to bind DSBs; HOP2, MND1, DMC1,
and RAD51 to ensure pairing and invade the homologous strand;
MSH2, MSH3 PMS1, and MSH6 genes involved in the synthesis-
dependent strand annealing pathway and MUS81 necessary for
non-interfering (class II) crossing over. The five missing genes
are absent in many organisms capable of meiosis, suggesting
that they are not required to perform genetic recombination
(Supplementary Note 5). Taken together, the genomic structure
and the genetic content of P.calceolata strongly suggests that this
species performs meiosis.

Relative abundance of P. calceolata across oceanic basins. To
estimate the relative abundance of P. calceolata across all oceans,
we first used the abundance of the V9 region of the 18 S rRNA
sequenced from all samples of the Tara Oceans expedition34.
The most abundant P. calceolata Operational Taxonomic Unit
(OTU) in the 0.8–5 µm size fraction is on average 0.80% for the
104 surface samples and 1.23% for the 61 deep-chlorophyll
maximum (DCM) samples (Supplementary Data 8). According to
this abundance estimation method, P. calceolata is the third most
abundant eukaryote OTU of the 0.8–5 µm size fraction after two
Dinophyceae OTUs affiliated to Ankistrodinium and an unknown
Gymnodiniaceae.

To estimate P. calceolata abundance independently from PCRs
and 18 S rRNA copy number bias, we used the mapping of
metagenomic reads on the P. calceolata genome. For the 0.8–5 µm
size fraction, the percentage of sequenced reads aligned on the
genome is 1.39% (n= 93, sd= 1.5) in surface samples and 2.67%
(n= 55, sd= 1.6) in DCM samples. In the 0.8–2000 µm size
fraction, P. calceolata represents 1.01% (n= 80, sd= 1.2) of all
reads in surface samples and 1.56% (n= 39, sd= 1.3) in DCM
samples. A maximal relative abundance of 6.7% in the 0.8 − 5 µm
size fraction was observed in the North Indian Ocean (station
TARA_38) at the DCM (Fig. 2a). In the Indian Ocean, Red Sea and
Mediterranean Sea, P. calceolata is significantly more abundant in
the DCM than at the surface (Fig. 2b). In cold waters (below 10 °C),
P. calceolata is not detected above our threshold of 25% of
horizontal genomic coverage. Important variations between and
within each oceanic basin are observed, suggesting that many biotic
or abiotic factors influence P. calceolata abundance.

Finally, we compared the two methods of abundance estimations
(Supplementary Fig. S5). The metagenomic-based relative abun-
dance is strongly correlated to the metabarcoding-based relative
abundance (Pearson correlations of 0.91 and 0.70 for the 0.8–2000
and 0.8–5 µm size fractions, respectively). However, the
metabarcoding-based abundance is on average 2.3 lower in the
0.8–5 µm size fraction and 3.1 lower in the 0.8–2000 size fraction
compared to the metagenomic-based abundance (Supplementary
Fig. S5).

High relative abundance of P. calceolata in temperate, low-light,
and iron-poor regions. In order to identify factors controlling
P. calceolata abundance in the oceans, we used physical-chemical
parameters available for each oceanic station (see “Methods”).
Principal component analysis revealed a positive relation between
metagenomic-based P. calceolata abundance, the temperature,
and the coast distance and a negative relation with iron con-
centration (Fig. 3a, b). This result was consistent over the 2 size
fractions containing P. calceolata cells (0.8–5 µm and 0.8–2000 µm
size fractions; Supplementary Fig. S6). Despite the numerous fac-
tors potentially influencing P. calceolata abundance, we observed
a weak but significant Pearson’s positive correlation with the

temperature, a negative correlation with Photosynthetically Active
Radiation (PAR, mean of 30 days) and a negative correlation with
iron concentrations (Table 2). In the 0.8–5 µm size fraction, the
relative abundance of P. calceolata is higher in low-iron conditions
(<0.2 nmol/l, 54 samples) with on average 2.3% of metagenomic
reads than in high-iron environments (>0.2 nmol/l, 88 samples)
with on average 1.7% of metagenomic reads (Wilcoxon test,
P value= 0.02). In the 0.8–2000 µm size fraction, we observe the
same tendency with a relative abundance of 1.9% of metagenomic
reads on average in low-iron waters (49 samples) and a lower
relative abundance of 0.78% of metagenomic reads on average in
high-iron environments (59 samples) (Wilcoxon test, P value=
9.6e−7). In addition, P. calceolata relative abundance is weakly
correlated with the 9’butanoyloxyfucoxanthin concentration, a
signature pigment for pelagophytes (Pearson 0.22, P value= 0.02
and Pearson 0.41, P value= 4.82e−05 in the 0.8–5 µm and
0.8–2000 µm size fraction, respectively). We used a general additive
model to estimate the contribution of temperature, PAR and iron
concentration to P. calceolata relative abundance (Table 2). The
three factors explain 32.3% of the variations of P. calceolata
abundance in the 0.8–5 µm size fraction and 56.8% in the
0.8–2000 µm size fraction.

Finally, we projected the relative abundance of P. calceolata at
the end of the century following Frémont et al. methodology35.
We modeled the ecological niche of P. calceolata using the
World Ocean Atlas (WOA18) datasets at the time and location
of sampling or using the projected climatology in 2099 using
the RPC8.5 scenario (see “Methods”). We used four machine-
learning techniques: Generalized Additive Models (GAM), Neural
Networks (nn), Random Forest (rf) and Gradient Boosted Trees
(bt) and evaluated their performances with two parameters. The
Pearson correlation coefficient indicates the correlation between
the model and in situ measurements of P. calceolata abundance.
The four machine-learning tools have similar performances based
on Pearson’s correlations (nn= 0.676; gam= 0.621; bt= 0.683;
rf= 0.694). The second parameter is the root mean square error
(rmse) and reflects the magnitude of the errors in the models (the
number of standard deviations from the mean). Using this metric
the GAM approach is less good (rmse= 1.04) than the three
other tools (nn= 0.964; bt= 0.952; rf= 0.941). These results
indicate that we have enough in situ data to capture the global
trends on the relative abundance of P. calceolata but these models
could be imprecise on the amplitude of abundance variations. In
addition, the predictions in the tropical waters are uncertain
because this environment in 2099 is out of the range of the
training dataset. Because the performances of the four models are
similar, we combined them to obtain the most accurate projection
(Fig. 3c and Supplementary Fig. S7). Despite these limitations, we
projected an increase of up to 1.12% of P. calceolata relative
abundance from latitude 40° to latitude 50° in the North and
South hemispheres and a decrease in temperate and tropical
waters (−0.8% maximum).

Genes related to iron uptake, storage and usage in P. calceolata.
Iron is a critical metal for all photosynthetic organisms, required
for the photosynthesis, the nitrogen cycle and the protection
against reactive oxygen species. Since P. calceolata seems to thrive
in iron-poor waters, we identified P. calceolata genes coding for
iron uptake and storage, then compared their expression levels in
low (<0.2 nmol/l) versus high (>0.2 nmol/l) iron conditions using
Tara Oceans metatranscriptomes. P. calceolata has five genes
encoding the phytotransferrin ISIP2A involved in Fe3+ uptake via
endosomal vesicles and 2 putative iron-storage protein ISIP3. In
iron-poor environments, three ISIP2A and one ISIP3 are over-
expressed (Fig. 4a and Supplementary Data 9). This result indicates
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that similarly to diatoms, ISIP are upregulated following iron
starvation in P. calceolata potentially improving cell growth in
low-iron environments. Three genes encode the iron transporter
ferroportin but are not differentially expressed according to
the environment (Supplementary Fig. S8a). These proteins are
iron exporters in multicellular organisms but their function in
microalgae remains to be studied36. Finally, we identified eight
Zinc/iron permeases potentially involved in iron uptake from the

environment in the P. calceolata genome. Among them, two are
overexpressed in high-iron and one in low-iron environments.
Interestingly, we note the absence of the iron permease FTR1,
the iron-storage ferritin and the starvation induced protein ISIP1
(involved in endocytosis of siderophores in diatoms). In compar-
ison to P. calceolata, the coastal Pelagophyceae A. anophagefferens
do not have ISIP3 gene and a lower number of Zinc–Iron
permeases.

Fig. 2 Relative abundance and distribution of P. calceolata in the oceans. a World map of the relative abundance of P. calceolata metagenomic reads. The

color code indicates the percentage of sequenced reads aligned on the genome. The DCM samples of size fractions 0.8–5 µm (circles) or 0.8–2000 µm

(triangles) are shown. P. calceolata is considered to be absent when the horizontal coverage is below 25% of the genome (gray dots). b Boxplot of the

relative abundance in each oceanic region in surface and DCM samples. Red stars indicate a significant difference between SUR and DCM samples

(Wilcoxon test, P value <0.01).
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Fig. 3 Ecological niche of P. calceolata. a Principal component analysis of the metagenomic-based relative abundance of P. calceolata in the 0.8–5 µm size

fraction. Percentages of variance explained by each axis are indicated on axis titles. Top panel: each dot represents a sample with a size proportional to the

relative abundance of P. calceolata and the colors indicate the oceanic basins. Bottom panel: nine environmental parameters are represented as vectors

alongside the relative abundance of P. calceolata (blue vector). b Bubble plot of the relative abundance of P. calceolata for the 0.8–5 µm size fraction

according to the nine environmental parameters. c Delta of the modeled relative abundance of P. calceolata between 2010 and 2099. Green areas

correspond to a decrease while purple areas correspond to an increase of P. calceolata relative abundance. Small stars indicate locations where at least one

of the predictor drivers is out of range compared to the training dataset values.
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Several important ferrous proteins can be substituted by
non-ferrous equivalents in iron-poor environments14. In the
P. calceolata genome we identified 11 flavodoxin genes involved
in electron transfer during photosynthesis, potentially replacing
ferredoxins (17 genes; Supplementary Data 9). This number
of genes is important compared to other algae, including
A. anophagefferens (5 flavodoxins and 9 ferredoxins). Expression
levels of these genes across the oceans revealed overexpression
of flavodoxin genes in low-iron environments, replaced by
ferredoxins in high-iron conditions (Fig. 4b). The Fructose-
Bisphosphate Aldolase (FBA), necessary for gluconeogenesis and
the Calvin cycle, is encoded by six genes in P. calceolata.
Two genes are dependent on a divalent cation (FBA type II), and
the four others are Zinc/Iron-independent (FBA type I). FBA type
I is overexpressed in high-iron conditions and quasi-absent in
low-iron conditions (Fig. 4c). Finally, all types of Superoxide
dismutases (SOD) are found in the P. calceolata genome. Non-
ferrous SODs (Cu/Zn and Ni) encoded by three genes and Mn/
Fe-SOD encoded by two genes are not differentially expressed
according to iron concentrations (Supplementary Fig. S8b). The
gene content and the transcriptomic flexibility suggest important
capacities for P. calceolata growth in low-iron environments.

Genes involved in nitrogen uptake, storage, and recycling.
Because P. calceolata could be an important player in the nitrogen
(N) cycle in oceanic ecosystems25, we explored its gene content
and analyzed the expression levels of genes involved in nitrogen
metabolism in the environment using Tara Oceans metatran-
scriptomes (Fig. 5 and Supplementary Data 9). The uptake
of nitrogen-containing inorganic compounds is supported by 11
genes in P. calceolata. Three genes encode nitrate/nitrite trans-
porters, three genes encode formate/nitrite transporters and five
genes encode ammonium transporters. One formate/nitrite and
two nitrate/nitrite transporter genes are significantly over-
expressed in low-nitrate conditions (Supplementary Fig. S9). One
ammonium transporter is overexpressed in low-ammonium
environments (Supplementary Fig. S9). We identified one
nitrate reductase and two nitrite reductases in the P. calceolata
genome (Supplementary Data 9). The expression level is sig-
nificantly higher in high-nitrate environments for the nitrate
reductase and one nitrite reductase (Supplementary Fig. S10).
But the second nitrite reductase is surprisingly less expressed in
high-nitrate conditions. The number of enzymes incorporating
ammonium into organic compounds (GS/GOGAT pathway) is
higher in P. calceolata than in other species: five glutamine

synthetase (GS) and four glutamate synthase (GOGAT) genes
are present in the P. calceolata genome. Two GS genes are more
expressed in high-nitrate samples and 1 GOGAT gene is more
expressed in low-nitrate samples (Supplementary Fig. S10).

We identified three genes carrying the nitrate and nitrite sensing
(NIT) domain (IPR013587) in the P. calceolata genome. Using
NCBI non-redundant proteins and marine genomic databases (see
“Methods”), 60 homologous proteins of the NIT-sensing domains
of P. calceolatawere identified. These homologs are restricted to the
Pelagophyceae class (16 transcriptomes), the Dictyochophyceae
class (6 transcriptomes) and one putative cryptophyte transcrip-
tome. The phylogenetic tree of this protein family shows three
subfamilies diverging before the Dictyochophyceae/Pelagophyceae
separation (Supplementary Fig. S11). One P. calceolata protein
carries a NIT-sensing domain surrounded by two transmembrane
domains suggesting a capacity for external nitrate/nitrite sensing
while the two other NIT genes carry a protein-kinase domain
(IPR000719) suggesting phosphorylation-based signal transduction
dependent on intracellular nitrate or nitrite concentration (Fig. 5b).
To investigate this possibility, we studied the expression levels
of NIT-sensing genes. The potential external NIT-sensing gene is
indeed significantly overexpressed in low-nitrate environments.
In contrast, only one of the intracellular NIT-sensing genes is
upregulated in nitrate-rich environments (Fig. 5c). This result
suggests an important role of the NIT-sensing genes in the
acclimation to environmental nitrate concentrations.

Finally, we identified genes involved in nitrogen recycling from
organic compounds which are important in several species in case
of inorganic nitrogen deprivation. One arginase and one cyanate
lyase were detected in the P. calceolata genome but no gene
encoding formamidase. In addition, the number of gene copies
for enzymes involved in the urea cycle (carbamoyl-phosphate
synthetase, ornithine carbamoyltransferase, argininosuccinate
synthase and argininosuccinate lyase) is equal or slightly lower
than in other algae (Fig. 5a and Supplementary Data 9). Among
these genes, only the cyanate lyase is overexpressed in low-nitrate
conditions suggesting cyanate is an important alternative source
of organic nitrogen for P. calceolata (Supplementary Fig. S10).

Discussion
The essential roles of phytoplankton in oceanic ecosystems have
been illustrated many times, however, numerous lineages are still
poorly explored and model organisms are restricted to a few taxa
(mainly diatoms, prasinophytes, and haptophytes) limiting the
global understanding of phytoplankton activity. The P. calceolata

Table 2 Environmental parameters explaining P. calceolata relative abundance for the 0.8–5 µm (a) and the 0.8–2000 µm (b)

size fractions.

(a) GAM model GAM verification Pearson correlations

0.8–5 µm edf F value P value k-index k P value r P value

s(Temperature) 1 22.16 6.84e−6 1.11 0.87 0.23 0.001
s(Iron concentration) 1.257 13.12 2.26e−4 0.93 0.12 −0.25 0.001
s(PAR 30 days) 1.859 15.94 4.56e−7 1.01 0.44 −0.32 0.001
Adjusted R² 0.3
Deviance explained 32.30%

(b) GAM model GAM verification Pearson correlations

0.8–2000 µm edf F value P value k-index k P value r P value

s(Temperature) 3.628 9.442 1.71e−6 0.96 0.31 0.57 0.0001
s(Iron concentration) 1.54 1.225 2.42e−1 0.91 0.14 −0.47 0.0001
s(PAR 30 days) 2.454 6.962 0.00027 1.14 0.93 −0.051 0.6
Adjusted R² 0.53
Deviance explained 56.80%
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Fig. 4 Expression of iron-related genes in P. calceolata. a Relative gene expression levels normalized in transcript per million (TPM) of five

phytotransferrins (ISIP2A) and two putative iron storage (ISIP3) in low-iron (<0.2 nM) and high-iron (>0.2 nM) oceanic stations. P values of Wilcoxon

statistical tests between low- and high-iron conditions are indicated for each gene. Significant P values (<0.01) are in bold. b Relative expression levels

(TPM) of genes coding for ferredoxin (orange) and its non-ferrous equivalent flavodoxin (purple) in each Tara Oceans sample. Samples are sorted from

low-iron (left) to high-iron (right) conditions. Iron concentrations are indicated in nM on the colored horizontal bar. c Same representation for genes coding

for fructose-bisphosphate aldolase II (orange) and its non-ferrous equivalent fructose-bisphosphate aldolase I (purple).
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genome assembled and annotated in this study reveals a pre-
viously underestimated high abundance of P. calceolata in the
oceans and brings new insights into specific genomic features of
this algae class related to its adaptation to specific environments.

We have shown in this study that P. calceolata is cosmopolitan
in oceanic samples above 10 °C with a relative abundance

generally >1% of all sequenced reads. In contrast to the coastal
Pelagophyceae A. anophagefferens that can present high peaks of
abundance37, no P. calceolata blooms were reported, but P. cal-
ceolata is well-adapted to an extensive range of environmental
conditions as suggested by previous studies21,23. Although the
abundance of an organism calculated from metabarcoding or

Fig. 5 Nitrogen sensing and metabolism in P. calceolata. a Schematic representation of N transport and assimilation in P. calceolata based on the gene

content. The color code indicates if the number of gene copies for a specific function is overrepresented (green), equally represented (blue),

underrepresented (orange) or absent (red) in P. calceolata genome compared to the mean of eight pico-nano photosynthetic eukaryotes. Gene copy

number for each function is indicated in Supplementary Data 9. b Domain organization of NIT-sensing proteins in P. calceolata. Orange boxes are NIT-

sensing domains (IPR13587), blue boxes are serine–threonine/tyrosine-kinase domain (IPR20635), and yellow rectangles are transmembrane domains.

c Relative expression levels (TPM) of three NIT-sensing genes in low-nitrate (<2 µM) and high-nitrate (>2 µM) environments. P values of

Mann–Withney–Wilcoxon tests between low- and high-nitrate samples are indicated for each gene. Significant P values (<0.01) are in bold.
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metagenomic data provides only an indirect and relative quan-
tification of organism abundances, both methods suggest that P.
calceolata is one of the most abundant pico-nano eukaryote in
offshore data. The high relative abundance of P. calceolata mea-
sured with a metabarcoding approach has recently been con-
firmed with a qPCR method (average of 5 882 ± 2 855 rRNA gene
copies mL−1 on the surface of the eastern North Pacific)21. In
addition, we have shown that the metabarcoding approach
probably underestimates the relative abundance of P. calceolata
compared to the metagenomic analysis owing to the low copy
number of rRNAs in this organism. However, we cannot exclude
that the large genome size of P. calceolata compared to bacterial
genomes present in the 0.8–5 µm size fraction overestimates its
relative abundance in metagenomic datasets. Further studies may
combine microscopic and flow sorting approaches with genomic
data to assess the number of cells and the biomass of this
organism in the oceans. Our model analysis has revealed a
probable increase of P. calceolata relative abundance at the end of
the century in high latitudes where the seawater temperature is
currently too low for this species. This result is coherent with
previous studies suggesting a global increase of phytoplankton in
subpolar regions38,39.

Iron is essential for growth, photosynthesis, primary produc-
tion, nitrogen fixation and reduction for PPEs40. Our results show
that P. calceolata thrives in iron-poor waters and thus occupies a
large ecological niche for a PPE. Two main strategies exist against
iron deprivation: the optimization of iron uptake and the mod-
ulation of iron needs. Genes coding for iron chelators and ferritin
are absent from the P. calceolata genome, and genes coding for
passive iron transporters are under- or equally represented
compared to other PPEs. In contrast, phytotransferrins (ISIP2A),
putative iron-storage proteins (ISIP3) and ferroportins are over-
represented in the P. calceolata genome. The expression levels of
ISIP genes are anti-correlated with iron concentration in P. cal-
ceolata showing an acclimation to low-iron conditions. Because
phytotransferrins are dependent on carbonate ions, ocean acid-
ification may reduce iron uptake efficiency in many species
including P. calceolata41,42. Compared to P. calceolata, the low
abundance of A. anophagefferens in open oceans where iron is
limited is consistent with the absence of genes involved in iron
uptake and storage, including iron permeases and ISIP3 genes.
The presence of three ferroportin genes in P. calceolata is inter-
esting since these transmembrane iron export proteins play a
significant role in iron homeostasis in multicellular organisms36.
Ferroportin function in microalgae is unknown but could act to
export iron from endosomes to the cytoplasm43. In the green alga
Chlamydomonas reinhardtii, a ferroportin gene is overexpressed
under low Fe conditions44. Even though we did not find sig-
nificant changes in the expression of the 3 ferroportin genes of P.
calceolata according to iron concentration, the function of these
genes could be investigated to understand their role in variable
iron concentrations.

Modulation of iron needs seems to be a major acclimation
strategy for P. calceolata in low-iron environments. All known
molecular switches between ferrous and non-ferrous proteins are
present in the P. calceolata genome and the transcriptomic reg-
ulation of these genes suggests a central role of these proteins for
its growth in low-iron environments.

Expressing more than 90% of all nitrate transporter transcripts,
pelagophytes may dominate nitrate uptake and assimilation in the
North Pacific Ocean25. Indeed, P. calceolata contains a large
collection of genes for inorganic nitrogen transporters. The main
difference with the coastal A. anophagefferens is the reduced
number of ammonium transporters in P. calceolata.

Organic nitrogen compounds could also be a major nitrogen
source of for P. calceolata. We have shown that the cyanate lyase

and urease genes are expressed in many environments but only
the cyanate lyase is overexpressed in low-nitrate conditions.
These two genes, largely present among phytoplankton lineages,
could be significant components of acclimation to low-nitrate
environments45. In addition, A. anophagefferens grow faster on
the organic nitrogen substrates (urea and glutamic acid) than on
nitrate or ammonium, suggesting that the dominance of Pela-
gophyceae in low-nitrate environments could be due to an opti-
mized usage of these organic molecules46.

One remarkable feature of the P. calceolata genome is the pre-
sence of three genes carrying NIT domains (PF08376). This NIT
domain was first described in bacterial nitrite and nitrate sensor
proteins47. This sensor is an alpha-helical protein playing a signal
transduction role in regulating gene expression, cell motility and
enzyme activity in Klebsiella oxytoca48. In pico-nano algae, NIT-
sensing domains can be associated with a serine–threonine/tyr-
osine-kinase domain, suggesting signal transduction according to
intracellular nitrate/nitrite concentration, or surrounded by two
transmembrane domains suggesting extracellular sensing. Even
though NIT-sensing domains can be found across various phyla,
homologs of P. calceolata NIT proteins are restricted to pelago-
phytes and dictyochophytes. The NIT genes in P. calceolata are
highly expressed in subtropical Pacific N-depleted waters, sug-
gesting that these proteins have a role in transcription regulation
according to nitrate availability25. Our results suggest that NIT-
sensing proteins respond differently to environmental nitrate
depletion. We can hypothesize that the NIT-sensing protein
overexpressed in nitrate-rich environments plays a role in the
intracellular regulation of stored nitrogen, activating pathways
when nitrate or nitrite stocks are sufficient. In contrast, putative
extracellular NIT-sensing could be an environmental nitrate or
nitrite sensor activated to regulate the expression of genes involved
in the acclimation to low-nitrate conditions.

In summary, due to its widespread distribution and its high
abundance in the open oceans, Pelagomonas calceolata can serve
as an ecologically-relevant model to study marine photosynthetic
protists. We used the chromosome-scale genome sequence,
mostly telomere-to-telomere, generated in this study to estimate
its abundance in environmental datasets. We have shown that the
P. calceolata genome has specific genomic features potentially
explaining its ecological success in open oceans. Compared to the
coastal Pelagophyceae A. anophagefferens, the P. calceolata gen-
ome contains specific genes involved in the acclimation to low-
iron conditions. The large repertoire of genes involved in nutrient
acquisition from the environment is coherent with its widespread
pattern of relative abundance distribution across different envir-
onments. The ecological niche of P. calceolata suggests that this
alga will benefit from the global climate change with the extension
of oligotrophic regions and global ocean warming. Future studies
could use the P. calceolata genome to explore adaptation and
acclimation processes controlling the distribution and abundance
of this alga.

Methods
Pelagomonas culture. Pelagomonas calceolata RCC100 culture was grown in
12:12-h light:dark photoperiod in K medium with natural seawater base at 20 °C.
At the Roscoff Culture Collection, cells were kept at a light intensity of ~80 μmol
photon m−2 s−1 and the volume of culture was ramped up to 1 litre in mid-
exponential growth phase before harvesting. RCC100 culture was not axenic and
grown in the presence of undefined bacterial microbiota.

DNA extraction, library preparation, and sequencing. We pelleted cells from
500 ml of culture by two successive centrifugations at 10,000 × g for 15 min at 4 °C.
Genomic DNA was extracted using the NucleoSpin Plant II Mini kit according to
the manufacturer’s instructions (Macherey-Nagel, Hoerdt, France) with the fol-
lowing exception for the lysis step: 400 µL of lysis buffer PL1 and 25 µL of pro-
teinase K 25mg/mL were added to strain pellets, and lysates were incubated at
55 °C for 1 h at 900 rpm. DNA quantity and integrity were respectively evaluated
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on a Qubit 2.0 spectrofluorometer (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) and a
Nanodrop1000 spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific, MA, USA).

For Illumina sequencing, DNA (1.5 μg) was sonicated using a Covaris
E220 sonicator (Covaris, Woburn, MA, USA). Fragments were end-repaired, 3′-
adenylated and Illumina adapters (Bioo Scientific, Austin, TX, USA) added using
the Kapa Hyper Prep Kit (KapaBiosystems, Wilmington, MA, USA). Ligation
products were purified with AMPure XP beads (Beckmann Coulter Genomics,
Danvers, MA, USA). The library was then quantified by qPCR using the KAPA
Library Quantification Kit for Illumina Libraries (KapaBiosystems), and the library
profile was assessed using a High Sensitivity DNA kit on an Agilent Bioanalyzer
(Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA). The library was sequenced on an
Illumina NovaSeq instrument (Illumina, San Diego, CA, USA) using 150 base-
length read chemistry in paired-end mode.

For ONT sequencing, the library was prepared using the 1D Native barcoding
genomic DNA (with EXP-NBD104 and SQK-LSK109). Genomic DNA fragments
(1 µg) were repaired and 3’-adenylated with the NEBNext FFPE DNA Repair Mix,
and the NEBNext® Ultra™ II End Repair/dA-Tailing Module (New England
Biolabs, Ipswich, MA, USA). Adapters with barcodes provided by ONT were then
ligated using the NEB Blunt/TA Ligase Master Mix (NEB). After purification with
AMPure XP beads (Beckmann Coulter, Brea, CA, USA), the sequencing adapters
(ONT) were added using the NEBNext Quick T4 DNA ligase (NEB). The library
was purified with AMPure XP beads (Beckmann Coulter), then mixed with the
Sequencing Buffer (ONT) and the Loading Bead (ONT), and loaded on a MinION
R9.4.1 flow cell. Reads were basecalled using Guppy 3.1.5.

For the Hi-C sequencing, the library was prepared using the Dovetail Omni-C
kit (Dovetail Genomics, Scotts Valley, CA, USA). A P. calceolata RCC100 culture
(60 mL corresponding approximately to 6 × 107 cells) was first centrifuged at
5000 × g for 10 min. The pellet was processed as mammalian cells, following the
Mammalian Cell Protocol for Sample Preparation (version 1.4) without using DSG
cross-linking reagent. Briefly, the chromatin was fixed with formaldehyde,
randomly digested with DNase I and then extracted. Chromatin ends were repaired
and ligated to a biotinylated bridge adapter, followed by proximity ligation of
adapter-containing ends. After proximity ligation, crosslinks were reversed and
DNA was purified. Purified DNA was treated to remove biotin that was not
internal to ligated fragments, and a sequencing library was generated using
NEBNext Ultra enzymes and Illumina-compatible adapters. Biotin-containing
fragments were isolated using streptavidin beads before PCR enrichment of the
library. The Dovetail Hi-C library quality was checked as described above and
sequenced on an Illumina MiSeq instrument (Illumina, San Diego, CA, USA) in
paired mode (2*150 bp), producing 2,832,092 reads. The Hi-C raw reads were
aligned against the assembly (-s none option) using Juicer (Juicer version 1.5.6 -
Juicer Tools Version 1.9.9)49. The contact map representation was generated with
R version 4.1.1 using the merged nodups file.

RNA extraction, library preparation, and sequencing. When the cell con-
centration reached 10 million cells/mL in the mid-exponential growth phase,
160 mL of culture were collected by three successive filtrations on 1.2-µm poly-
carbonate filters of 47 mm to avoid prokaryotic contamination. To preserve cell
and RNA integrity, we kept filtration time and pressure below 10 min and
20 mmHg, respectively. Then filters were stored in 15-mL Falcon tubes with 3 mL
of Trizol (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA), mixed and flash-frozen in liquid
nitrogen for further processing. RNA was extracted by incubation at 65 °C for
15 min, followed by chloroform extraction. The aqueous phase was purified using a
Purelink RNA Isolation kit (Ambion Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) according to
the manufacturer’s instructions. DNA contamination was removed by digestion
using the TURBO DNA-free™ Kit (Ambion Invitrogen) according to the manu-
facturer’s DNase treatment protocol. After two rounds of 30-min incubation at
37 °C, the efficiency of DNase treatment was assessed by PCR. Quantity and quality
of extracted RNA were analyzed with RNA-specific fluorimetric quantitation on a
Qubit 2.0 Fluorometer using Qubit RNA HS Assay (Invitrogen). The qualities of
total RNA were checked by capillary electrophoresis on an Agilent Bioanalyzer,
using the RNA 6000 Nano LabChip kit (Agilent Technologies, Santa Clara, CA).

RNA-Seq library preparation was carried out from 1 µg total RNA using the
TruSeq Stranded mRNA kit (Illumina, San Diego, CA, USA), allowing mRNA
strand orientation. Briefly, poly(A)+ RNAs were selected with oligo(dT) beads,
chemically fragmented and converted into single-stranded cDNA using random
hexamer priming. After second strand synthesis, double-stranded cDNA was 3’-
adenylated and ligated to Illumina adapters. Ligation products were PCR-amplified
following the manufacturer’s recommendations. Finally, the ready-to-sequence
Illumina library was quantified by qPCR using the KAPA Library Quantification
Kit for Illumina libraries (KapaBiosystems, Wilmington, MA, USA), and evaluated
with an Agilent 2100 Bioanalyzer (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA).
The library was sequenced using 101 bp paired-end read chemistry on a HiSeq2000
Illumina sequencer. Low-quality nucleotides (Q < 20) from both ends of the reads
were discarded. Illumina sequencing adapters and primer sequences were removed
and reads shorter than 30 nucleotides after trimming were discarded. These
trimming and cleaning steps were achieved using in-house-designed software based
on the FastX package (https://www.genoscope.cns.fr/externe/fastxtend/). The last
step identifies and discards read pairs mapped to the phage phiX genome, using the
SOAP aligner50 and the Enterobacteria phage PhiX174 reference sequence

(GenBank: NC_001422.1). This processing, described in ref. 51, resulted in high-
quality data. Moreover, ribosomal RNA-like reads were excluded using
SortMeRNA52 2.1 and SILVA databases.

Long-read-based genome assembly. Raw nanopore reads were used for genome
assembly. The taxonomic assignation was performed using Centrifuge53 version
1.0.3 to detect potential contamination. Genome size and heterozygosity rate were
estimated using Genomescope54 and Illumina short reads. For the genome
assembly, we generated three sets of ONT reads: all the reads, 30× genome coverage
with the longest reads and 30× genome coverage of the highest quality reads
estimated by the Filtlong tool (https://github.com/rrwick/Filtlong). We applied
Filtlong filtering with default parameters using Pelagomonas Illumina short reads
as a reference (ONT reads covered by Illumina reads have higher scores). We then
applied four different assemblers with default settings, Smartdenovo, Redbean, Flye
and Ra on these three sets of reads (Supplementary Data 1)55–58. After the
assembly phase, we selected the best assembly (Flye with all reads) based on the
cumulative size and fragmentation. Indeed, the Wtdbg2 and Smartdenovo
assembler generated fragmented assemblies with lower N90. Raven and Flye were
very close, but only the Flye assembly with all ONT reads contained both the
mitochondrial and chloroplastic circular contigs. To display connections that are
not present in the contigs file, we used Bandage tool59. The selected Flye assembly
was polished three times using Racon60 with ONT reads, and two times with Hapo-
G61 and Illumina reads. Gene completeness of the assembly was estimated using
the single-copy orthologous gene analysis from BUSCO v5 with the stramenopile
dataset version 10 containing 100 genes28.

Repeat masking and GC analyses. Repetitive regions on the genome were
masked using Tandem Repeat Finder tool62, Dust tool to detect low-complexity
regions63 and RepeatMasker64 to identify interspersed repeats based on homology
search within the Stramenopile clade and other low-complexity sequences. The
positions of detected repeats were merged and hard-masked on the genome,
amounting to 8% of its length. Ab initio identification of repeat family sequences
was performed using RepeatScout65. The algorithm first calculates the frequency of
all k-mers in the genome, then removes low-complexity regions and tandem
repeats. In >80% of the cases, repeat families identified using ab initio approaches
do not overlap with repetitive regions identified by homology search. GC content
along the genome was calculated with Bedtools nuc version 2.29.266 and the
coverage over a non-overlapping window of 2 Kb with Mosdepth version 0.2.867.

Transcriptome assembly. RNA sequencing reads from P. calceolata RCC100 were
assembled using Velvet 1.2.07 and Oases 0.2.08 with a k-mer size of 63 bp68,69.
Reads were mapped back to the contigs with BWA-mem70 and only consistent
paired-end reads were kept. Uncovered regions were detected and used to identify
chimeric contigs. In addition, open reading frames (ORF) and domains were
searched using respectively TransDecoder (http://transdecoder.sourceforge.net)
and CDDsearch71. Contig extremities without predicted ORFs or functional
domains were removed. Lastly, we used the read strand information to orient RNA
contigs. We completed the RNA contigs dataset with the two transcriptome
assemblies of the RCC100 strain of P. calceolata from the Marine Eukaryotes
Transcriptomes database (METdb) (http://metdb.sb-roscoff.fr/metdb/)72.

Gene prediction. Nuclear gene prediction was performed using 23,696 Pelago-
monadales proteins (mainly A. anophagefferens) downloaded from the NCBI
website. Proteins were aligned on the genome in a two-step strategy. First, BLAT73

(version 36 with default parameters) was used to rapidly localize corresponding
putative regions of these proteins on the genome. The best match and the matches
with a score greater than or equal to 90% of the best match score were retained.
Then, the regions with BLAT alignments were masked and we aligned the same set
of proteins using BLAST74, which can identify more divergent matches. Second,
alignments were refined using Genewise75 (version 2.2.0 default parameters, except
the -splice model option to detect non-canonical splicing sites), which is more
accurate for detecting intron/exon boundaries. Alignments were kept if more than
50% of the length of the protein is aligned on the genome. Additionally, the
transcriptome assemblies of P. calceolata RCC969, RCC2362, RCC706 and
RCC981 included in the METdb were translated into proteins and aligned to the
genome using BLAT, a BLAT score > 50 % filter, and alignments refined with
Genewise as previously described.

We selected alignments from the newly generated transcriptome assembly and
the two assemblies available in METdb belonging to the P. calceolata
RCC100 strain to build a training set for the AUGUSTUS ab initio gene
predictor76. Only gene models with complete coding DNA sequences were retained
for training and 1000 genes were set aside for testing AUGUSTUS accuracy. Initial
training produced exon and intron parameters for P. calceolata species. Parameters
were optimized using successive steps of training and testing. We calculated gene
prediction accuracy by running AUGUSTUS on the test set. At the exon level,
AUGUSTUS performed well in terms of sensitivity (0.619) and specificity (0.669).
We thus run AUGUSTUS on the masked genome based on trained parameters.

The ab initio prediction and all the transcriptomic and protein alignments were
combined using Gmove, an easy-to-use predictor with no need for a pre-calibration
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step77. Briefly, putative exons and introns, extracted from predictions and
alignments, were used to build a graph, where nodes and edges represent exons and
introns respectively. From this graph, Gmove extracts all paths and searches open
reading frames (ORFs) consistent with the protein evidence. We trimmed
untranslated transcribed regions that overlapped the coding part of a neighbor gene
and renamed the genes following the standard nomenclature. Mono-exonic
genes models encoding proteins of less than 200 amino acids without significant
protein match (1006 genes) were excluded. Chloroplast and mitochondrial genes
(contig 7 and 8) were predicted using previously published annotations for
P.calceolata23,78. Following this pipeline, we predicted 16,667 genes with 0.45
intron per gene on average.

Functional annotation. Predicted gene models of P. calceolata nuclear genome
(contig 1 to contig 6) were annotated for protein function using InterProScan
v5.41-78.079. A protein alignment against the NR database (01-12-2021 version)
was performed with diamond v0.9.2480. The best protein match with a functional
annotation and an e-value < 10−5 was retained. KEGG Orthologues (KO) were
identified with the HMM search tool KofamKoala v1.3.0 and KO annotations with
an e-value < 10−5 and a score above the HMM threshold were retained81. Finally,
Gene Ontology (GO) terms and Enzyme commission (EC) numbers were recov-
ered from the Interproscan and KO analysis respectively. Previously published
chloroplast and mitochondrial gene names and functions were reported on the
corresponding genes23,78. All functional gene annotations of P. calceolata are
available in Supplementary Data 2.

In order to compare the functional annotation of P. calceolata with other small
free-living photosynthetic eukaryotes, we applied the same analysis to the predicted
proteins available for the following species: Aureococcus anophagefferens,
Thalassiosira pseudonana, Phaeodactylum tricornutum, Nannochloropsis oceanica,
Bathycoccus prasinos, Micromonas pusilla, Ostreococcus lucimarinus, and Emiliania
huxleyi (references are indicated in Table 1).

We defined a list of 23 meiosis-specific genes using three previous
studies31–33. KO annotations and Interproscan domains were used to recover
these genes in the P. calceolata genome. Transcriptomic reads of P. calceolata
were mapped back to the predicted genes with BWA-MEM v 2.2.1. Reads
aligned over more than 80% of their length were retained to estimate the relative
expression levels of meiosis genes.

Genes containing the NIT-sensing domain were identified based on
Interproscan annotations. Eukaryotic homologs of the three P. calceolata NIT-
sensing genes were retrieved with a BLASTP (e-value < 10−5, coverage > 100 aa)
against 27.7 million proteins from NR, the METdb72 transcriptome database,
eukaryotic algal proteomes from the JGI database, Tara Oceans single-cell
amplified genomes and metagenome assembled genomes (SMAGs)82. The 60
retrieved proteins and the 3 P. calceolata NIT-domain-containing proteins were
then aligned with Mafft v7.0 (https://mafft.cbrc.jp/alignment/server/) and a
Maximum Likelihood phylogenetic tree (Jones–Taylor–Thornton substitution
model and 100 bootstraps) was made with MEGAX software. Transmembrane
regions in NIT-sensing domain-containing proteins were identified with TMHMM
v 2.055.

Estimation of P. calceolata relative abundance in environmental metagenomic

reads. We used metagenomic datasets of Tara Oceans and Tara Polar Circle
expeditions to detect and estimate the relative abundance of the P. calceolata in the
oceans. Datasets from water samples collected on the photic zone: surface (SUR)
and deep-chlorophyll maximum (DCM) were analyzed. Size-fractionated water
samples containing pico-nano algae (organisms < 5 µm in cell diameter) were
selected: 0.2–3 µm (100 samples), 0.8–2000 µm (119 samples) and 0.8–5 µm
(148 samples)51. Metagenomic reads were aligned on the P. calceolata genome
assembled in this study with BWA-mem version 0.7.15 with default parameters83.
Alignments with at least 90% of identity over 80% of read length were retained for
further analysis. In the case of several possible best matches, a random one was
picked. In order to remove putative PCR duplicates, multiple read pairs aligned at
the same position on the P. calceolata genome were removed with samtools rmdup
version 1.10.270. For the metagenomic abundance, we divided the total number of
reads aligned on the P. calceolata genome assembled in this study by the total
number of sequenced reads for each sample. For the metabarcoding abundance, we
used the 18SV9 rRNA OTU table published in 2019 and available here https://
zenodo.org/record/3768510#.YEX2S9zjJaQ34. Bacterial and archaea OTUs were
removed for this analysis.

P. calceolata relative abundance models. Two P. calceolata relative abundance
models were performed based on the in situ environmental conditions measured at
the time of sampling or using the WOA18 datasets. The environmental parameters
measured during the expedition are available in the Pangaea database (https://
www.pangaea.de/) and are described in ref. 84. Iron concentrations are annual
means derived from PISCES2 model85 and described in ref. 13. Ammonium con-
centrations at the date and location of sampling are derived from the MITgcm
Darwin model and available in the Pangaea database86. Environmental parameters
for each sample are available in Supplementary Data 10. We consider oceanic
samples as “low-iron” if they contain less than 0.2 nM of iron, “low-nitrate” if they

contain less than 2 µM of nitrate and “low-ammonium” if they contain less than
25 nM of ammonium. These thresholds were defined with the distribution of
nutrient concentrations in the dataset and previous studies13,14. Pearson’s corre-
lations between the relative abundance of P. calceolata and all environmental
parameters were calculated with the cor function the R package FactoMineR ver-
sion 2.4 and the GGally package version 2.1.0. Principal component analysis (PCA)
was performed with 9 parameters presenting significant Pearson’s correlations. We
used a Generalized Additive Model (GAM) for its ability to fit non-linear and non-
monotonic functions and for its low sensitivity to extreme values to model the
relative abundance of P. calceolata as a function of iron concentration, temperature
and PAR light87. This function is implemented in the mgcv R package version
1.8–33.

The mean of several climatologies of the Earth System Models under the
RCP8.5 scenario (ESM8.5) was used to define the environmental conditions at
the end of the century following the method of ref. 35. P. calceolata relative
abundance models based on the WOA18 at locations, depths, and months of
Tara Oceans samples or ESM8.5 were obtained using four machine-learning
techniques as described in ref. 35. with some differences. The four tools were
trained in regression mode, we used the neuralnet R package88 with the
following parameters: hidden= 1, decay= 0.1, mxit= 1e6 and size= 5, 6 splines
were selected for the GAM. We performed 100-fold random cross-validation for
each model and evaluated their performance using the Pearson correlation
coefficient and rmse. We used the ensemble model approaches35 for final global-
scale models of the relative abundance of P. calceolata (i.e., the mean projections
of the validated machine-learning techniques). Figures 2a, 3c, and
Supplementary Fig. S7 were generated using the world map of R package
“maps”, “mapdata” and “ggmap”. World maps data are imported from the
public domain Natural Earth project.

Environmental metatranscriptomic reads mapping and filtering. Metatran-
scriptomic reads from Tara Oceans datasets were aligned on predicted coding
sequences of the P. calceolata genome with BWA-mem 2.2.1 using default para-
meters. We selected reads aligned with more than 95% of identity over 80% of the
read length. We kept nuclear genes covered by at least ten reads in a minimum of
ten samples and removed those detected in more than 90% of samples which
probably aggregate metagenomic reads from other organisms (cross-mapping). To
obtain robust relative expression values, we removed samples where less than 25%
of P. calceolata genes were detected. We finally got the expression of 15,679 genes
of P. calceolata across 167 samples. In all gene expression analyses, we normalized
the gene expression levels in transcripts per kilobase million (TPM). Gene
expression levels of P. calceolata in all Tara Oceans samples are available here:
https://doi.org/10.5281/zenodo.6983365.

Statistical analysis and reproducibility. Sample sizes are indicated in the
methods, in the figure captions or in the main text. Nonparametric Wilcoxon
signed-rank tests were applied with the two-sided alternative hypothesis and not
paired. Two sides Fisher statistical tests were applied for gene enrichments analysis.
All statistical tests in the manuscript were generated with R version 4.0.3 and P
values < 0.01 are considered significant.

Reporting summary. Further information on research design is available in the Nature
Research Reporting Summary linked to this article.

Data availability
Pelagomonas calceolata genomic and transcriptomic reads, genome assembly, and gene
prediction are available at the ENA (EMBL-EBI) website under the accession number
PRJEB47931. P. calceolata transcriptomes are available under the accession number
PRJEB34158, runs ERR3497221 and ERR3497222. Tara Oceans and Tara Polar Circle
metagenomic sequences are archived at the ENA under the following accession numbers:
PRJEB9740, PRJEB9691, PRJEB4352, and PRJEB1787. All other data are available from
the corresponding author upon reasonable request.
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Chapitre 2 - Nitrogen metabolism in the 
picoalgae Pelagomonas calceolata: 
disentangling cyanate lyase function under 
nutrient stress 

Préambule au Chapitre 2 

Dans ce deuxième chapitre, notre objectif est de comprendre les mécanismes 
d’acclimatation au manque d’azote de P. calceolata. En effet, nous avons vu dans notre 
première étude que cette espèce possédait un ensemble de gènes pouvant être 
impliqués dans la réponse transcriptomique au manque de nitrate, et qu’un certain 
nombre de ces gènes candidats présentaient une expression significativement 
différente selon la concentration en nitrate dans les échantillons. 

Nous avons d’abord recherché les gènes différentiellement exprimés dans les 
échantillons environnementaux pauvres en nitrate par rapport aux échantillons 
environnementaux riches en nitrate. Nous avons pu identifier un petit nombre de gènes 
jouant un rôle dans l’acclimatation environnementale au manque d’azote.  

Pour aller plus loin dans notre compréhension des mécanismes d’acclimatation aux 
déplétions en azote, nous avons cultivé P. calceolata dans différentes concentrations 
de nitrate et avec différentes sources d’azote (nitrate, ammonium, urée, cyanate), afin 
d’étudier les gènes différentiellement exprimés en réponse à ces conditions. La 
comparaison de ces résultats de transcriptomique avec ceux obtenus précédemment 
nous a permis d’obtenir une meilleure compréhension des mécanismes d’acclimatation 
aux déplétions en azote et particulièrement le rôle de la cyanate lyase. Cette enzyme, 
encore peu étudiée, permet à un certain nombre de procaryotes d’assimiler le cyanate 
comme source d’azote organique alternative. Nous montrons ici que son rôle chez P. 

calceolata, et potentiellement chez les PPE, pourrait être en réalité assez différent.  

Dans cette partie, j’ai réalisé les analyses de métatranscriptomiques 
environnementales. J’ai également mené les expériences de mises en culture dans 
différentes sources et quantité d’azote, et j’ai réalisé l’analyse des transcriptomes 
obtenus. 
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Nitrogen metabolism in the picoalgae Pelagomonas calceolata: dis-
entangling cyanate lyase function under nutrient stress. 

*Nina Guérin, Choé Seyman, Adrien Thurotte, Céline Orvain, Laurie Bertrand, Priscillia 
Gourvil, Ian Probert, Benoit Vacherie, Élodie Brun, Ghislaine Magdelenat, Karine 
Labadie, Patrick Wincker, Quentin Carradec 

*To be completed/reordered 

1 - Abstract 

Among nitrogen sources compounds in the environment, cyanate is a potential 
important actor given the activity and prevalence of cyanate lyase genes in microalgae. 
However, the conditions in which this gene is activated and the actual capacities of 
microalgae to assimilate cyanate remain underexplored. Here we studied the nitrogen 
metabolism of the abundant and cosmopolite Ochrophyte P. calceolata 
(Stramenopiles) with environmental metatranscriptomes and culture experiments 
under different nitrogen sources and concentrations (nitrate, ammonium, urea and 
cyanate). We observed that in nitrate-poor oceanic regions, the cyanate lyase gene is 
one of the most differentially expressed gene, suggesting that cyanate is an important 
alternative for P. calceolata persistence in oligotrophic environments. In the lab, we 
confirmed that this gene is overexpressed in low-nitrate medium together with several 
genes involved in nitrate recycling from endogenous molecules (purines and amino 
acids). P. calceolata is able to grow on various nitrogen sources: nitrate, urea and 
cyanate but not ammonium. RNA sequencing of these cultures revealed that the 
cyanate lyase gene is surprisingly underexpressed in cyanate conditions indicating that 
this gene in not involved in extracellular cyanate catabolism to ammonia. Taken 
together, environmental datasets and lab experiments reveal that if the cyanate lyase 
is essential in nitrite-poor environments it’s probably to reduce the toxicity of cyanate 
as a consequence of endogenous nitrogenous compound recycling rather than the use 
extracellular cyanate to produce nitrate.  

2 - Introduction 

Nitrogen is essential to many biological processes, such as photosynthesis, amino acid 
and nucleic acid biosynthesis, thus its bioavailability in the oceans impact the growth 
of primary producers (Moore et al. 2013). After fixation of N2 gas by diazotrophs 
prokaryotes, inorganic ammonium (NH4

+), nitrite (NO2
-) and nitrate (NO3

-) are the 
primary source of fixed nitrogen for phytoplankton (David A. Hutchins and Capone 
2022). Nitrate is the most abundant nitrogen compound, whereas nitrite and 
ammonium are typically less abundant (Collos and Berges 2002). Nevertheless, 
ammonium is considered a preferred nitrogen source due to its lower energy cost 
during assimilation, since it requires less reductase steps, and thus less energy, trace 
metals and water molecules (John A. Raven, Wollenweber, and Handley 1992). While 
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the growth of many species can be stimulated by ammonium, the choice of the most 
suitable nitrogen source varies depending on the species ( Raven, Wollenweber, and 
Handley 1993). In general, photosynthetic eukaryotes mostly uptake nitrate, and 
cyanobacteria mostly uptake ammonium (Berthelot et al. 2019; Isaji et al. 2022). Most 
oceanic surface waters are depleted in inorganic nitrogen compounds because of 
photosynthesis organisms' quick removal of nitrogen in the photic zone. Nutrients are 
mainly supplied to surface waters by upward vertical flux, but they remain limited 
except in polar waters, upwelling zones and near the shore where there are terrestrial 
or anthropogenic inputs of nutrients (Levitus et al. 1993). A consequence of ocean 
warming is an enhanced stratification reducing the supply of nutrients to the euphotic 
zone (Fu, Randerson, and Moore 2016). At the end of the twenty-first century, a 
decrease of nitrate concentration of 1.06 ± 0.45 mmol.m-3 on average of surface water 
is projected under the IPCC high-emission scenario SSP5-8.5 (Kwiatkowski et al. 2020).  

Since inorganic nitrogen sources concentration can vary, phytoplankton developed a 
large set of strategies to face temporal and spatial changes in nitrate, nitrite and 
ammonium availability. It has been shown that the optimisation of inorganic nitrogen 
uptake can be achieved by regulating the expression of transporters in several 
phytoplankton groups, especially Prasinophytes and diatoms (Lampe et al. 2019). 
Storage and recycling of nitrogen-rich proteins and amino acids is also an important 
strategy, especially in diatoms (Scarsini et al. 2022; McCarthy et al. 2017; Alipanah et al. 
2015). 

Various phytoplankton can metabolise dissolved organic N (DON) such as urea, purines 
or amino acids (Kumar and Bera 2020). In the ocean, DON concentration is often higher 
than DINs and contributes to autotrophic production and growth of primary producers, 
especially in coastal and estuarine environments, which contain a large set of 
nitrogenous compounds such as urea, amino acids and nucleic acids (Sipler and Bronk 
2015). All these compounds, especially urea and amino acids have been shown to 
support phytoplanktonic growth in low N-conditions. For example, urea can be uptake 
as a nitrogen source by many phytoplankton species, such as diatoms Phaeodactylum 

tricornutum, Thalassiosira pseudonana, Chaetoceros didymus, Skeletonema costatum 
and dinoflagellates Karenia mikimotoi, Dinophysis acuminate and D. acuta (Price and 
Harrison 1988; Cerón Garcı́a et al. 2005; García-Portela et al. 2020; Meyer, Rydzyk, and 
Pohnert 2022). Growth of the harmful-bloom forming algae Aureococcus 

anophagefferens can be supported by urea (Berg et al. 1997). Diatoms such as P. 

tricornutum and T. pseudonana present urea transporters that are overexpressed in N-
limited conditions (Smith et al. 2019; S. Bender et al. 2014). Emiliania huxleiyi can use 
a broader range of organic nitrogen source, including urea, hydroxyurea, 
hydroxanthine, purines and small amides such as acetamides and formamides (Palenik 
and Henson 1997).  

Cyanate ion (OCN-) is the smallest nitrogenous organic compound recently described 
as a potential important source of N for microorganism. In the oceans, cyanate comes 
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from different sources: terrestrial inputs, spontaneous decomposition of carbamoyl-
phosphate and urea released by zooplankton or senescent diatom cells, and 
photoproduction from organic matter (Kamennaya, Chernihovsky, and Post 2008; 
Widner, Mulholland, and Mopper 2016). Cyanate is measured up to 45 nM in ocean 
subsurface (Widner, Mordy, and Mulholland 2018). However, organisms actually 
capable of cyanate uptake and metabolism in the environment as well as the 
underlying molecular mechanisms remain unclear. Growth on cyanate as sole N source 
was first described in E. coli then in cyanobacteria form genus Synechococcus and 
Prochlorococcus, in the ammonia-oxidizing Thaumarchaeota Nitrososphaera gargensis, 
in some ascomycetes yeasts, and in the dinophyceae Prorocentrum (Anderson, Sung, 
and Fuchs 1990; Kamennaya and Post 2011; Hu et al. 2012; 2014; Palatinszky et al. 2015; 
Linder 2018). In bacteria, the cyanate lyase enzyme (cynS gene) catalyses the 
bicarbonate dependant reaction of cyanate to ammonia and carbon dioxide (Johnson 
and Anderson 1987). Cyanate lyase homologs are present in the genome of many 
organisms including the dominant eukaryotic phytoplankton lineages (Mao et al. 2022). 
Cyanate lyase could have a role in the detoxification of cyanate resulting from 
intracellular urea and/or carbamoyl phosphate decomposition or in the production of 
CO2 to support Calvin cycle (Guilloton and Karst 1987; Miller and Espie 1994). In the 
environment, the expression of cyanate lyase in most prokaryotic and eukaryotic 
phytoplankton is increased in N-limited environments, suggesting that these 
organisms might use cyanate as alternative N source (Wurch et al. 2011; Dong et al. 
2014; Smith et al. 2019; Mao et al. 2022). 15N stable isotope probing revealed that 
cyanate uptake could account for up to 10% of total nitrogen uptake in natural 
communities from offshore oligotrophic Atlantic, particularly in surface waters (Widner, 
Mulholland, and Mopper 2016). Since cyanate lyase expression is equally important as 
urease in the environment, it can be presumed to have a very crucial ecological role 
(Mao et al. 2022). However, uptake of cyanate has not been demonstrated in eukaryotic 
phytoplankton yet. A recent study have shown that cyanate enrichment in natural 
phytoplankton populations induces Synechococcus growth but not eukaryotic 
phytoplankton (Sato, Hashihama, and Takeda 2023). This leads us to question the role 
of cyanate lyase in organic nitrogen assimilation in photosynthetic eukaryotes.  

In order to disentangle the endogenous role of cyanate lyase in microeukaryotes and 
more globally have a better understanding of eukaryotic phytoplankton acclimation to 
changing N availability in the environment, we used the cosmopolite photosynthetic 
pico-eukaryote Pelagomonas calceolata (Pelagophyceae) as a model for pelagic 
phytoplankton (Worden et al. 2012; Guérin et al. 2022). P. calceolata RCC100 strain 
genome contains a large set of genes involved in nitrogen metabolism (Guérin et al. 
2022). Among them, genes coding for arginase, urease and cyanate lyase may suggest 
the capacity of organic nitrogen compounds metabolism. In the environment, several 
nitrogen ions transporters, nitrate and nitrite reductases, glutamine synthetase, 
nitrate/nitrite sensing proteins and the cyanate lyase are significantly expressed at 
higher levels in low-N environments (Dupont et al. 2015; Guérin et al. 2022).  
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Here we, cultivated P. calceolata under high or limited nitrate conditions and tested 
several inorganic (nitrate, ammonia) and organic (urea, cyanate) sources of nitrogen on 
P. calceolata growth and physiology. For all these conditions, we performed RNA 
sequencing and identified differentially expressed genes. We compared our results 
with a transcriptome-wide differential analysis of P. calceolata gene expression levels 
in environmental metatranscriptomes of Tara Oceans expedition according to in situ 
measurements of nitrate concentrations.  

3 - Results 

In situ gene expression levels of P. calceolata according to nitrate 
concentration 

To study the transcriptomic regulation of the nitrogen metabolism of P. calceolata in 

situ, we used all metatranscriptomes of Tara Oceans datasets (Alberti et al. 2017). We 
aligned metatranscriptomic reads on the predicted mRNAs of P. calceolata RCC100 
genome and selected 124 samples where at least 75% of the genes are. For 112 of 
these samples with available in situ measurements of nitrate concentration, 69 have 
nitrate concentrations below 2 µM and are considered “low-nitrate”, and 43 have 
nitrate concentrations above 2 µM and are considered “high-nitrate” (Figure 1A). 

Differential expression analysis between “high-nitrate” and “low-nitrate” environments 
reveal 375 genes significantly overexpressed in low-nitrate samples (p-value < 0.01) 
and 6 of them with a log2 fold change higher than 2 (Figure 1B, Supplementary Table 
1). Three of these genes are involved in nitrogen compound transport across cell 
membranes: a formate or nitrite transporter (carrying PF01226 protein domain) and an 
ammonium or urea transporter (PF00909 domain) as previously described (Guérin et 
al. 2022). In addition, an uric acid or xanthine permease (K23887 domain) and a 
formyltetrahydrofolate deformylase (10-FDF; EC 3.5.1.10), enzyme potentially related 
to ammonium recycling from glycine and an unknown gene carrying a RNA-binding 
domain of the Pumilio family (K17943) are also overexpressed in low-nitrate 
environments. Finally, the cyanate lyase (PF02560 domain) is one of the most 
overexpressed genes in nitrate-low environments.  
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Figure 1. Pelagomonas calceolata response to environmental nitrate concentrations. A) Nitrate concentration 
across Tara Oceans samples that were incorporated in this analysis. B) Differentially expressed genes between 
low-nitrate environmental samples (NO3

- < 2 µM, n=69) and high-nitrate environmental samples (NO3
-  > 2 

µM, n=43). Log2 fold change between low- and high-nitrate samples of each gene according to their mean 
normalised expression level. Genes with p-value < 0.01 and log2FC >1 or < -1 are coloured in blue. Data are 
available in Supplementary Table 1. 
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Growth and gene expression variations under low-N conditions  

P. calceolata was incubated with high-nitrate (882 µM), intermediate-nitrate (441 µM) 
or low-nitrate (220 µM) concentrations for a minimum of 3 weeks with weekly transfer 
on fresh media. Reduction of NO3

- concentration affects P. calceolata maximal cell 
density (Figure 2A). Cells were collected by filtration in exponential growth phase for 
high- and intermediate-NO3

- concentration and at the beginning of the plateau for 220 
µM. After polyA+ RNA extraction and sequencing, the 9 samples had between 49 
million and 68 million paired-end reads that were used for the alignment on P. 

calceolata genome (RCC100 strain). 16 659 out of 16 667 P. calceolata genes were 
detected (at least one read in one sample). For high, intermediate and low-nitrate 
conditions, correlations of gene expression within triplicates are higher (Pearson’s r 
from 0.90 to 0.98) than correlations between conditions Pearson’s r from 0.59 to 0.81) 
(Supplementary Figure 1).  

Differential expression analysis was performed between the high-nitrate condition and 
each tested condition (Supplementary Table 2, Supplementary Table 3). In the 
intermediate nitrate condition, we identified 1 282 differentially expressed genes 
compared to the standard condition. There are 482 genes overexpressed when the 
nitrate concentration is divided by two compared to the standard. These genes mostly 
involved in amino acid catabolism and diverse types of transporters. The most 
differentially expressed genes with known domains are coding for sodium/solute 
transport (PF00474), taurine dioxygenase (PF02668), S-adenosyl-L-methionine-
dependent (SAM) methyltransferase (IPR029063), tryptophan/tyrosine permease 
(PF03222), and carbon-nitrogen hydrolase domain (PF00795) (Figure 2B). The 800 
genes underexpressed in intermediate nitrate concentrations are mostly involved in 
initiation, elongation and translation factor and in ribosomal proteins. The most 
differentially expressed genes are aminotransferase (PF00155), carbamoyl-phosphate 
synthetase, chaperonin DnaJ (K09522), polyadenylate-binding protein (K13126), 
chaperonin GroEL (K04077), chlorophyll A/B binding protein (PF00504), uridine kinase 
(K00876-EC:2.7.1.48), cytochrome b5 (PF00173) and heat shock protein 70kD (PF00012) 
(Figure 2B). 

In the low- nitrate condition, 799 genes are differentially expressed compared to the 
standard condition. 230 genes are overexpressed and 569 are underexpressed in the 
low-nitrate condition. Genes overexpressed in low-nitrate are enriched in amino acid 
catabolism and diverse types of transporters. The most expressed genes are 
sodium/solute symporter (PF00474), taurine dioxygenase (PF02668), 
tryptophan/tyrosine permease (PF03222), SAM methyltransferase (IPR029063), 
xanthine permease (K23887) (Figure 2C). Genes underexpressed in low-nitrate are 
coding for translation, initiation and elongation factor and ribosomal proteins.  The 
most differentially expressed genes are coding for aminotransferase (PF00155), uridine 
kinase (K00876-EC:2.7.1.48), ATPase family (K17681) and LL-diaminopimelate 
aminotransferase (K10206-EC:2.6.1.83 ) (Figure 2C).  
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Figure 2. Pelagomonas calceolata growth and transcriptomic response to low-nitrate culture conditions. A) 
Growth of P. calceolata under different nitrate concentrations was measured by fluorescence and then 
converted into an estimated number of cells. B, C) Differentially expressed genes in 441 µM (B) and 220 µM 
(C) of nitrate compared to 882 µM of nitrate. Genes with p-value < 0.01 and log2fold change > 2 are coloured. 
Data are available in Supplementary Tables 2 and 3. D,E) Euler diagram of genes overexpressed (D) or 
underexpressed (E) in 441 µM, 220 µM of nitrate or both.  
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Intermediate and low-nitrate experiments have in common 604 DEG: 172 
overexpressed and 434 underexpressed in both 441 µM and 220 µM compared to the 
high-nitrate condition (Figure 2D, 2E).  

P. calceolata gene expression levels cultivated with different nitrogen 
compounds. 

P. calceolata was incubated with nitrate (882 µM), ammonium (882 µM), urea (441 µM) 
or cyanate (882 µM) for a minimum of 3 weeks with weekly transfer on fresh media. 
We observed similar cell density for nitrate, cyanate and urea in exponential growth 
phase (Figure 3A). This results shows that P. calceolata is able to grow with cyanate or 
urea as sole source of nitrogen. The maximum density reached by P. calceolata is 
strongly limited on ammonium (Figure 3A). After polyA+ RNA extraction and 
sequencing, the 12 samples had between 45 million and 84 million paired-end reads 
that were used for the alignment on P. calceolata genome (RCC100 strain). 16 659 out 
of 16 667 P. calceolata genes were detected (at least one read in one sample). For those 
four conditions, triplicates are highly correlated with Pearson’s r correlations above 
0.98. P. calceolata transcriptome under nitrate condition is more correlated with the 
cyanate and the ammonium conditions (Pearson’s r from 0.96 to 0.95) than with the 
urea conditions (Pearson’s r from 0.73 to 0.82) (Supplementary Figure 1).  

In the ammonium condition, despite a growth curve strongly impacted, only 71 genes 
are underexpressed and 45 are overexpressed compared to the nitrate condition 
(Supplementary Table 4). The most underexpressed genes are genes coding for genes 
involved in nitrate assimilation such as nitrite reductase (K00362-EC:1.7.1.15), 
formate/nitrite transporter (PF01226) and nitrate/nitrite transporter (K02575), some are 
protein kinase (PF00069), The most overexpressed genes have domain of ammonium 
transporter (K03320), glycoside hydrolase (PF00722), heat shock type protein with DNA 
binding (PF00447) and some specialised motifs such as uncharacterised protein 
(K07126) and EF hand motif (PF13499) (Figure 3 B). 

On the contrary, P. calceolata presents a good acclimation to cyanate and urea and 
many differentially expressed genes. In the urea condition, 921 genes are differentially 
expressed compared to the nitrate condition. 281 genes are underexpressed and 640 
are overexpressed when the nitrate is replaced by urea (Supplementary Table 5). The 
most differentially underexpressed genes are involved in nitrate assimilation such as 
nitrite reductase (K00362-EC:1.7.1.15), and nitrate/nitrite transporter (K02575). There is 
also genes coding for chlorophyll A/B binding protein (PF00504) and for protein kinase 
(PF00069). The most differentially overexpressed genes are carrying specialised  repeat 
sequences and motifs such as ankyrin repeats domain (PF12796), Macro and CHAT 
domain (PF01661, PF12770), IQ calmodulin-binding motif (PF00612) and EF hand 
domain (PF13202) (Figure 3 C). 



 

81 

 

Figure 3. Growth and transcriptomic response of P. calceolata cultivated with different nitrogen compounds. 
A) Growth of P. calceolata under various nitrogen sources (882 µM NO3

-, 882 µM NH4
+, 441 µM urea, 882 µM 

cyanate) measured by fluorescence converted into estimated number of cell. B, C, D) Differentially expressed 
genes in ammonium (B), urea (C) and cyanate (D) compared to nitrate. Genes with p-value < 0.01 and log2fold 
change > 2 are coloured. Data are available in Supplementary Tables 4, 5 and 6. E, F) Euler diagram of genes 
overexpressed (E) or underexpressed (F) in at least one of the alternative nitrogen sources. 
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In the cyanate condition, 221 genes are underexpressed and 87 are overexpressed 
when the nitrate is replaced by cyanate (Supplementary Table 6). The most differentially 
underexpressed genes contain domains for nitrate assimilation such as formate/nitrite 
transporter (PF01226) and nitrite reductase (K00362-EC:1.7.1.15), there is also protein 
kinase (PF00069), and specialised motifs and repeats Kelch motif (PF01344) and 
tetratricopeptide repeat (PF13374). The most differentially overexpressed genes are 
involved in protein biosynthesis and folding, such as ribosomal protein L36 (PF00444), 
a cyclophilin type peptidyl-prolyl cis-trans isomerase (PF00160), a DnaJ chaperon 
(PF00226) and a heat shock protein 20 (IPR008978), along with a zinc/iron permease 
(PF02535), a protein kinase (PF00069) and the uncharacterised protein K07126 (Figure 
3D). 

Alternative nitrogen source experiments have 65 DEG in common compared to the 
nitrate condition, 28 are overexpressed and 37 are underexpressed in alternative 
nitrogen source (Figure 3E, 3F).  

Nitrogenous compound transport 

In each family of nitrogen compound transporters, we observed genes with important 
variations of expression when the nitrogen source or concentration is modified (Figure 
4, Table 1). Among three high-affinity nitrate transporters (NRT2, KO2575), two are 
downregulated when nitrate is replaced by another N source, but they are not 
regulated with the decrease of nitrate concentration. Two out of 3 formate/nitrite 
transporter (FNT, IPR000292) are underexpressed in all alternative N source and one of 
them is overexpressed in low-nitrate conditions in situ and in lab culture. Among the 
five ammonium transporters (Amt), one gene is overexpressed in low-nitrate conditions 
in situ and slightly overexpressed in the intermediate-NO3 condition.  This gene is also 
downregulated when the nitrate is replaced by another nitrogen source. This gene 
might be high-affinity transporters while three other Amt genes are slightly 
underexpressed when nitrate is depleted, and might be low-affinity transporters. 
Interestingly, the last low-affinity transporter is overexpressed in urea, cyanate and 
ammonium conditions suggesting that this Amt is regulated according to the presence 
or absence of nitrate in the environment. A single urea transporter (IPR004937) is 
described in P. calceolata genome but is not differentially regulated in any of our tested 
conditions. 



 

83 

 

 

Table 1. Differential expression of genes involved in nitrogen metabolism based on their functional annotation. 
Log2 fold changes are shown only when log2FC > 1 or < -1 and p-value < 0.01.  

Finally, the uric-acid/xanthine permease overexpressed in low-nitrate environments in 

situ is also significantly overexpressed in low-nitrate cultures and is underexpressed 
when the nitrate is replaced by cyanate or urea. Its function might be the transport of 
purine degradation products such as uric acid, xanthine and vitamin C. This expression 
pattern suggests that this transporter under nitrate starvation recycles intracellular 
nitrogen compounds but do not transport extracellular organic nitrogen molecules. It 
was suggested that the overexpression of similar the A. anophagefferens xanthine 
permease under low-N conditions was a consequence of the conversion of xanthine 
into urea and ammonia (Gann et al. 2022). We search for the genes involved in this 
pathway in P. calceolata. We found the genes coding for almost all steps except for 
xanthine dehydrogenase/oxidase and the allantoicase (Table 1). None of them were 
differentially expressed except the carbamoyl-phosphate transferase that was down-

Gene Gene name Function
Environmental 

low nitrate
Intermediate Low Ammonium Urea Cyanate

Pca_2p10630 NRT2 Nitrate/nitrite transporter -1.30 -1.57
Pca_2p27760 NRT2 Nitrate/nitrite transporter 1.56 -3.65 -6.42 -4.73
Pca_2p31470 NRT2 Nitrate/nitrite transporter 1.17
Pca_2p00350 FNT Formate/nitrite transporter 1.08
Pca_4p09810 FNT Formate/nitrite transporter 2.87 2.78 2.78 -4.30 -5.51 -7.61
Pca_4p16880 FNT Formate/nitrite transporter -2.47 -2.59 -2.36
Pca_1p08820 AMT Ammonium transporer 2.29 1.09 -2.48 -3.27 -2.28
Pca_2p16510 AMT Ammonium transporer -3.43
Pca_5p16370 AMT Ammonium transporer -1.28 -1.21 -1.53 -1.19
Pca_6p00630 AMT Ammonium transporer
Pca_6p05940 AMT Ammonium transporer -1.56 3.43 4.10 2.90
Pca_4p23330 UT Urea transporter
Pca_2p02240 NirB-NirD Nitrite reductase 1.20 -4.31 -6.92 -6.84
Pca_4p19310 NirA Ferredoxin nitrite reductase -1.89 -2.47 -4.65 -3.18
Pca_1p15820 NR Nitrate reductase -2.00 -6.00 -6.00

Pecal_2p03910 Xan_ur_permease Xanthin/ Uric acid permease 2.03 3.77 3.95 -2.34 -2.69
Pca_2p05120 UreD-UreF urease accessory protein
Pca_2p05150 Urease urease 1.40 1.31 2.12 1.40
Pca_2p05090 UreG urease accessory protein
Pca_4p25220 UreG urease accessory protein
Pca_6p12900 arginase
Pca_3p16260 CYN cyanate lyase 2.51 1.85 -1.81 -3.23 -2.30
Pca_1p31590 NIT Nitrate sensing -1.92 -1.74 -1.84
Pca_2p03520 NIT Nitrate sensing  (transmembrane domains) 2.69 1.92
Pca_6p09320 NIT Nitrate sensing -2.59
Pca_1p07940 GSIII Glutamine synthetase -2.56 -1.45
Pca_1p27820 GSIII Glutamine synthetase 1.44 2.04 1.49
Pca_2p07880 GSIII Glutamine synthetase 1.39 -1.07
Pca_2p12040 GS Glutamine synthetase -3.50
Pca_5p23600 GS Glutamine synthetase -2.08 -1.57
Pca_1p08930 NADPH-GOGAT Glutamate synthase
Pca_2p12240 GOGAT Glutamate synthase 1.38 2.35
Pca_5p07200 Fd-GOGAT Glutamate synthase -1.54
Pca_5p22300 NADPH-GOGAT Glutamate synthase -1.43 -1.96
Pca_2p09950 CPS carbamoyl-phosphate synthetase 1.02 -5.97 -3.05 -1.09 -3.26 -1.47
Pca_3p22990 CPS carbamoyl-phosphate synthetase -2.48 -1.06
Pca_1p14490 OCT Ornithine carbamoyltransferase
Pca_3p14120 OCT Ornithine carbamoyltransferase -1.46 -2.53
Pca_4p01540 ASL Argininosuccinate lyase -2.84 -3.49
Pca_5p06610 ASS Argininosuccinate synthase -4.86 -1.94

no gene found XDH Xanthine dehydrogenase/oxidase
Pca_6p01310 hpxO FAD-dependent urate hydroxylase
Pca_6p01330 hpxO FAD-dependent urate hydroxylase
Pca_2p06780 uraH, pucM, hiuH, 5-hydroxyisourate hydrolase / 2-oxo-4-hydroxy-4-carboxy-5-ureidoimidazoline decarboxylase
Pca_2p06490 allB allantoinase

no gene found alc allantoicase
Pca_6p05430 nodU carbamoyltransferase
Pca_6p05480 nodU carbamoyltransferase 1.79 1.03

Pca_6p05520 nodU carbamoyltransferase 1.90 1.68 1.14 1.87 1.46

Pca_6p05580 nodU carbamoyltransferase
Pca_6p08530 nodU carbamoyltransferase 1.40
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regulated in both low-nitrate and alternative nitrogen sources.  

Nitrate sensing 

In Guérin et al., 2022, we identified three genes carrying a nitrate/nitrite sensing domain 
that we suspected to be involved in the nitrogen metabolism (Guérin et al. 2022). These 
three genes present distinct expression patterns according to nitrate concentration or 
source (Figure 4, Table 1). The nitrate/nitrite sensing gene carrying transmembrane 
domains is overexpressed in low-nitrate samples but not differentially expressed when 
the nitrate is replaced by another nitrogen source.  This gene has been shown to be 
overexpressed by P. calceolata in low-nitrate environments (Dupont et al. 2015; Guérin 
et al. 2022) but is not significant in our environmental DESeq2 analysis (log2fold 
change >1 or <-1 and p-value>0.01). The two other nitrate-sensing genes carry a 
serine–threonine/tyrosine kinase domain, and might play a role in phosphorylation-
based signal transduction. These two genes present two different expression patterns: 
the first one is slightly overexpressed under nitrate as nitrogen source while the second 
is underexpressed in intermediate-nitrate concentration. This suggests that each gene 
has a specific role to respond intracellular or extracellular nitrate concentrations.  

Nitrate reduction and storage 

The nitrate reductase, the NADH-dependant nitrite reductase (NirB-NirD) and the 
ferredoxin nitrate reductase (NirA) have the same expression pattern with high gene 
expression levels when the nitrogen source is nitrate, and a strong downregulation 
under urea, cyanate and ammonium (Figure 4, Table 1). Overexpression under nitrate 
compared to other nitrogen sources is coherent with previous results on many algae 
including the diatom P. tricornutum and the Pelagophyte A. anophagefferens (Dong et 
al. 2014; Smith et al. 2019).  

Four of the five genes coding for glutamine synthases (GS) in P. calceolata are 
differentially expressed in at least one experiment (Figure 4, Table 1). We do not know 
their cellular localisation. Two genes are underexpressed when the nitrogen source is 
urea, suggesting that the urea metabolism do not require these genes. Two others are 
differentially expressed according to the nitrate concentration in the lab with opposite 
patterns. Similarly to GS, the four P. calceolata glutamate synthase (GOGAT) could be 
localised in the chloroplast or in the mitochondria. Two of them (the putative Fd-
GOGAT and one of the putative NADPH-GOGAT) are slightly overexpressed in high-
nitrate samples. Reversely, the third GOGAT is slightly overexpressed in low-nitrate 
experiments and strongly when the nitrogen source is urea. Finally, the other NADH-
GOGAT gene is not differentially expressed in our experiments (Figure 4, Table 1).  
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Figure 4. Impact of changing N source and quantity on N metabolism of P. calceolata. Each square represent 
the differential expression of one gene in one condition compared to the standard (882 µM NO3

-). Columns 
are the different genes, and rows are the different conditions. I: intermediate nitrate (441 µM); L: low nitrate 
(220 µM); A: ammonium; U: urea; C: cyanate. GS: glutamine synthetase; GOGAT: glutamate synthase; CPS: 
carbamoyl-phosphate synthetase; OCT: ornithine-carbamoyl transferase; ASS: arginosuccinate synthase; ASL: 
arginosuccinate lyase; Arg: arginine. The colour for the square indicates if the gene is underexpressed (red) or 
overexpressed (blue). Genes framed in black are overexpressed in environmental low-nitrate samples. 



 

86 

 

Cyanate lyase, urease and urea cycle. 

Consistently with low-nitrate environments, P. calceolata cyanate lyase gene is slightly 
overexpressed in our low-nitrate experiment (Figure 4, Table 1). Surprisingly, under 
alternative nitrogen source, including cyanate, the cyanate lyase is underexpressed. 
This result shows that the cyanate lyase is not involved in assimilation of extracellular 
cyanate and could instead be involved in nitrogen recycling from intracellular 
molecules (see discussion).  

P. calceolata encodes one urease and three urease accessory proteins: one UreD-UreF 
and two UreG (Figure 4, Table 1). The urease is slightly overexpressed in low-nitrate 
samples and overexpressed in alternative nitrogen source, especially in urea. This result 
shows extracellular urea as well as intracellularly produced urea are hydrolysed into 
ammonia by the urease.   

The urea cycle in P. calceolata is composed of two carbamoyl phosphate synthetases 
(CPS), 2 ornithine carbamoyltransferase (OCT), 1 arginosuccinate synthase (ASS), 1 
arginosuccinate lyase (ASL) and 1 arginase (Figure 4, Table 1). Except for the arginase 
and one OTC, all the genes involved in the urea cycle are overexpressed in high-nitrate 
conditions. This pattern is expected to remove excess of ammonia from the cell through 
the urea cycle.   

4 - Discussion 

P. calceolata growth under various nitrogen sources 

Our results show that P. calceolata has a similar growth under nitrate, urea and cyanate 
as sole N source. Based on previous metabarcoding and metatranscriptomic studies, it 
was already suggested that main inorganic N source for P. calceolata was nitrate, based 
on how its abundance was positively impacted by mixing events, and how it dominates 
nitrate assimilation in oligotrophic areas (Dupont et al. 2015; Choi et al. 2020). As many 
other phototrophs, P. calceolata can grow on organic nitrogen sources. For example, 
A. anophagefferens has a greater growth when cultivated under urea compared to 
many others N sources such as nitrate, glutamic acid and ammonium (Berg et al. 1997). 
Similarly to A. anophagefferens, ammonium as N source strongly affected P. calceolata 
growth. To date, P. calceolata and Prorocentrum donghaiense are the only eukaryotic 
algae shown to be able to grow under cyanate as only N source (Hu et al. 2012). 

Global response to low nitrate conditions 

When facing low-nitrate, P. calceolata presents a common response in the lab and in 

situ, but the use of biological replicates in the lab gives access to a larger number of 
genes to study the metabolism. There is an overexpression of genes involved in 
degradation of metabolites, such as peptidases, nucleases, hydrolases, dioxygenases, 
transferases and transporters for amino acids, nucleotides. There is also a 
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downregulation of gene involved in urea and pyruvate cycle (CPS, methylglyoxal 
synthase), porphyrin metabolism (uroporphyrinogen decarboxylase), DNA 
transcription (helicase, initiation and elongation factors), protein biosynthesis 
(ribosomal protein, tRNA synthetase), and proteins involved in protein folding (GroES 
chaperonine, heatshock protein 70). It seems that under low-nitrate, P. calceolata has 
a double strategy to save on nitrogen needs by downregulated protein biosynthesis 
and to recycle on intracellular N by catabolising metabolites. This was already observed 
in other PPEs such as diatoms and Pelagophyte A. anophagefferens. In diatoms, 
nitrogen limitations induce common responses among different species: a decrease in 
carbon fixation, protein biosynthesis, carbohydrates, fatty acid metabolism and an 
increase in nitrogen recycling (S. Bender et al. 2014). In A. anophagefferens nitrate-
depletion induced up-regulation of amino acid and nucleotide transporters, and 
amides degradation enzymes and nitrate assimilation pathway (Dong et al. 2014). We 
hypothesize that under low-nitrate, P. calceolata recycle intracellular nitrogen by 
degrading metabolites such as amino acids, nucleotides, allocate gathered N to 
essential functions and simultaneously decrease its nitrogen needs by reducing protein 
metabolism and synthesis. 

Global response to alternative nitrogen source 

It seems that the response of P. calceolata to changing nitrogen source is consistent 
regardless of the new source, whether it is inorganic such as ammonium or organic like 
urea or cyanate. Overexpressed function seems to be related to breakdown of 
metabolites, sign that there is maybe a similar form of intracellular N recycling than the 
one observed in N-depleted conditions. Underexpressed functions are clearly plastidic 
nitrogen assimilation pathways, with downregulation of genes such as formate/nitrite 
transporters, nitrate/nitrite transporters and nitrite reductase. Photosynthesis seems to 
be also negatively impacted, with downregulation of gene coding for chlorophyll A/B 
binding protein and photosystems II.  Decrease of nitrate assimilation under changing 
N source was observed in other Pelagophytes. Urea is the most studied alternative 
nitrogen source, and its presence negatively affects plastidic N assimilation in 
Pelagophyceae CCMP 2097 (Terrado et al. 2015). In A. anophagefferens it was observed 
that urea as N-sources triggered upregulation of genes involved in protein, amino acid, 
spermine and sterol synthesis (Dong et al. 2014), but these functions were not observed 
in P. calceolata. Since A. anophagefferens presented a stronger growth under urea as N 
source, expressions of these biosynthesis genes might be a sign of enhanced growth, 
while growth of P. calceolata under urea and nitrate are equivalent. 

Ammonium usage in P. calceolata 

In our experiments, P. calceolata growth under ammonium was slow compared to 
nitrate and urea, which is surprising considering that ammonium is the preferred source 
of nitrogen for most of microalgae (John A. Raven, Wollenweber, and Handley 1992). 
Despite this low affinity for ammonium, the five ammonium transporters genes in P. 
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calceolata genome are highly expressed and differentially regulated according to 
different N conditions. Ammonium transporters are generally up regulated in low-
nitrate conditions in diatoms (S. Bender et al. 2014; Remmers et al. 2018; Smith et al. 
2019; Scarsini et al. 2022) and A. anophagefferens (Gry Mine Berg et al. 2008). In A. 

anophagefferens, ammonium transporters are overexpressed when nitrate is the 
nitrogen source (Dong et al. 2014). In P. calceolata, only single ammonium transporter 
gene is significantly overexpressed in low-nitrate samples. The cellular localization 
remain to be studied for these transporters but we cannot exclude that several of them 
are present on mitochondrial or plastid membranes rather than on the plasma 
membrane. 

Urea cycle in P. calceolata 

Similarly, to diatoms, P. calceolata presents a metazoan-like ornithine-urea cycle that 
seems to facilitate rapid recovery from prolonged N limitation by redistributing 
nitrogen-containing metabolites (Allen et al. 2011).  Except for the arginase and one of 
the 2 OCT, all the genes involved in the urea cycle are overexpressed in high-nitrate 
conditions suggesting that the excess of nitrate in the media requires an elimination 
through the urea cycle. Furthermore, the underexpression of ASS and the two CPS 
under urea is opposite to the pattern observed in A. anophagefferens (Dong et al. 2014).  
It seems that the regulation of the urea cycle in P. calceolata is more similar to diatoms 
such as P. tricornutum, T. pseudonana or F. cylindrus (S. Bender et al. 2014; Smith et al. 
2019). 

Uric acid/xanthine permease 

Among the genes that are overexpressed both in environmental and experimental low-
nitrate conditions, one gene carries the domain K23887 coding for a uric-acid/xanthine 
permease. Its function is the transport of purine degradation products such as uric acid, 
xanthine and vitamin C.  

Overexpression of uric-acid/xanthine transporters under low-nitrate condition as 
already been observed in the arctic Pelagophyceae CCMP2097 (Terrado et al. 2015) 
and in A. anophagefferens. It was suggested to be a sign of purine uptake as N source 
under inorganic N deprivation, which could be a key process to bloom despite low-
nitrate availability (Gry Mine Berg et al. 2008; Wurch, Gobler, and Dyhrman 2014; Dong 
et al. 2014). We can hypothesise that expression of this permease is linked to 
catabolism of purines as a recycling mechanism in P. calceolata, in contrary to A. 

anophagefferens where no correlation were found between the expression of this gene 
and DIN concentration in the environment (Wurch, Gobler, and Dyhrman 2014).  

The conversion of xanthine into urea and ammonia under low-N conditions has been 
suggested in A. anophagefferens (Gann et al. 2022). Since two enzymes of this pathway 
were missing in P. calceolata and most genes were not regulated by changing nitrate 
quantity (Table 1), we cannot conclude that P. calceolata converts xanthine into 
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ammonium under low-nitrate condition as a way to recycle intracellular N as A. 

anophagefferens does. 

Another hypothesis might be that the overexpression of this permease is a sign of 
utilisation of N storage in the form of uric acid, xanthine and/or guanine crystals. 
Indeed, in the symbiotic dinoflagellate Symbiodinium, uric acid crystals are produced 
and might serve as a strategy to store N under oligotrophic condition (Clode et al. 
2009). In the case of the symbiosis between Pocillopora damicornis and its symbiont, 
15N labelling shows that nitrogen from assimilated ammonium, nitrate and aspartic acid 
is quickly incorporated in the algae as uric acid crystals. When retransferred in low-N 
conditions, the nitrogen is reallocated from the algae to the coral symbiont, supporting 
the hypothesis of uric acid crystals as N storage to face low-N conditions (Kopp et al. 
2013). Until recently, this mechanism was believed to be specific to symbiotic 
dinoflagellate, but a recent study shows that purine inclusions are widespread among 
major eukaryotic super groups (Pilátová et al. 2022). They identified hypoxanthine-
guanine phosphoribosyl transferase as key enzyme in purine usage after crystal 
degradation. A gene coding for this enzyme is present in P. calceolata genome but is 
not overexpressed in any of our tested conditions. Among the identified transporters, 
the uric-acid/xanthine permease belongs to the nucleobase-ascorbate transporter 
family. If recent research highlights the possibility that organisms such as P. calceolata 
might be able to store nitrogen in purine crystals, it is hasty to pretend that 
overexpression of the purine permease under low-nitrate conditions is a sign of 
crystals' nitrogen reallocation. Even so, it remains an interesting lead to investigate in 
further study, since such mechanisms seem to be underestimated in photosynthetic 
pico-eukaryotes.  

Role of the cyanate lyase in P. calceolata 

In our study, we have shown that P. calceolata can grow under cyanate as sole nitrogen 
source. Cyanate is rarely tested as nitrogen source in eukaryote algae, therefore this 
capacity has only been shown in Prorocentrum donghaiense (Dinophyceae), at the 
expense of a strongly reduced growth rate (Hu et al. 2012). Considering the large 
diversity of algae capable of growth under various organic nitrogen source, it is then 
possible that cyanate would supports growth of many taxa. 

It has been suggested that all phytoplankton overexpressing the cyanate lyase in 
nitrate-low environments are therefore capable of cyanate uptake and metabolism 
(Dong et al. 2014; Smith et al. 2019; Mao et al. 2022).  Although, P. calceolata 
overexpressed its cyanate lyase in low-nitrate environments (in situ and in the lab), we 
have shown that this gene is underexpressed when P. calceolata is cultivated with 
cyanate. In consequence, we believe that the cyanate lyase is not responsible for 
external cyanate metabolism and should not be used as a marker of cyanate uptake. 
Firstly, cyanate transports in eukaryotic cells remain undescribed, and the bacterial 
transporter of cyanate CynABD is not conserved in eukaryotes (Widner and Mulholland 
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2017). Secondly, and in agreement with our results, Linder studied several ascomycetes 
yeast species and their capacity to grow on cyanate as sole N source  (Linder 2018). 
They observed that growth was not supported by some species despite having gene 
coding for cyanate lyase. On the contrary, cyanate supported the growth of several 
species despites for the absence of cyanate lyase coding genes. Thus, it is possible that 
a gene yet undescribed allowed assimilation of cyanate as N source for eukaryotic 
organisms. 

This result raises two questions. Firstly, why is cyanate lyase overexpressed in low-
nitrate conditions if it is not to uptake cyanate as an alternative nitrogen source? 
Secondly, how can cyanate support growth of P. calceolata if the gene coding cyanate 
lyase is downregulated?  

An alternative function of cyanate lyase is the detoxification of intracellularly produced 
cyanate. Cyanate can be generated through spontaneous fast abiotic decomposition 
of carbamoyl-phosphate (Anderson, Sung, and Fuchs 1990; Ter-Ovanessian et al. 2021) 
or the slow abiotic decomposition of urea (Dirnhuber and Schütz 1948). As described 
earlier, P. calceolata recycles its amino acids and proteins in order to retrieve 
intracellular nitrogen resources. In this process, many enzymes are involved in the 
breaking down of metabolites, including large protein family carbamoyltransferase 
(K00612), which can produce carbamoyl-phosphate (CP). Among P. calceolata genes 
that are overexpressed in low-nitrate environments, two of the five genes coding for 
carbamoyltransferase are slightly overexpressed in intermediate-nitrate condition, and 
one in low-nitrate condition. We hypothesise that these enzymes increase intracellular 
concentration of CP, which is in principle taken up by the urea cycle. However, under 
low-nitrate conditions the urea cycle is downregulated, which could lead to an increase 
of intracellular cyanate, requiring the cyanate lyase activity to detoxify the cell. This 
hypothesis is summarised on Figure 5. 

Our results tends to show that the cyanate lyase of P. calceolata is involved in 
detoxification of intracellular cyanate, which is a by-product of carbamoyl-phosphate 
generated by amino-acid degradation and not taken up by the urea cycle under low-
nitrate conditions. In complement to the work of Sato, Hashihama, and Takeda 2023 
and the phylogeny of Mao et al. 2022, we hypothesise that the detoxification of cyanate 
lyase is the main role of this enzyme in eukaryotic microalgae. This function could 
explain its overexpression in low nitrate and underexpression in cyanate, instead of the 
external cyanate metabolism as alternative N source, which was proven in several 
bacterial and fungal species, but not in PPEs. Further experiments on cyanate uptake in 
P. calceolata and other PPEs are required in order to confirm our hypothesis that PPE’s 
cyanate lyases are not involved in external cyanate assimilation. 
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Figure 5. Putative role of the cyanate lyase as a detoxifier under low-nitrate conditions. Instead of assimilation 
of environmental cyanate into ammonium, we hypothesized based on our results that cyanate lyase plays a 
role as a detoxifying system for intracellular cyanate. Under low-nitrate conditions, the increased of protein 
degradation by (among others) carbamoyltransferases leads to an abnormal accumulation of carbamoyl 
phosphate. Instead of being incorporated into the downregulated urea cycle, it is spontaneously degraded 
into cyanate, which requires up-regulation of cyanate to avoid intoxication of the cell.  

5 - Materials & Methods 

Differential analysis of gene expression levels in environmental 
datasets. 

In order to detect gene expression of P. calceolata in the oceans, we used 
metatranscriptomic datasets from Tara Oceans and Tara Polar Circle expeditions 
(Alberti et al. 2017). Metatranscriptomic reads were aligned on the 16 667 predicted 
mRNA sequences of P. calceolata genome (ENA PRJEB34158) (Guérin et al. 2022) with 
bwa-mem2 version 2.2.1 with default’s parameters (Li et al. 2009). We selected reads 
aligned with more than 95% of identity over 80% of the read length. We kept nuclear 
genes covered with a minimum of 10 reads in at least 10 samples. To eliminate putative 
cross-mapped genes (i.e. highly conserved genes which potentially aggregate reads 
from other organisms) we removed genes detected in more than 90% of samples 
including those where P. calceolata is not present. Finally, 124 samples with more than 
75% of detected P. calceolata genes were kept for the next steps. We finally got the 
expression of 15 617 genes across 124 environmental samples.  The environmental 
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parameters measured during the expedition are available and described in the Pangaea 
database (https://www.pangaea.de/) (Pesant et al. 2015). We selected all available 
datasets from seawater samples of the photic zone (73 surface and 51 deep-chlorophyll 
maximum samples), and from 2 size-fractions: 80 from the 0.8 - 5 µm and 44 from the 
0.8-2000 µm. Nitrate concentrations are calculated from in situ sensor (SATLANTIC) 
data, calibrated using water samples. Samples are considered “low-nitrate” if they 
contain less than 2 μM of nitrate. Differential expression analyses were conducted with 
DESeq2 package version 1.32.0 (Love, Huber, and Anders 2014) under R version 4.1.1 
across the 15,617 genes and the 112 environmental samples with available in situ 
nitrate concentration measurements. Pairwise comparisons were performed across 43 
“high-nitrate” samples (nitrate concentration > 2 µM) and 69 “low-nitrate” samples 
(nitrate concentration < 2µM) and with the DESeq function  with default parameters 
and log2fold change values were calculated with lfcShrink. We considered genes with 
a p-value < 0.01 and a log2 fold change > 2 or < -2 as differentially expressed. Data 
for differentially expressed genes are available in Supplementary Tables 1 to 6.  

Cultures of P. calceolata RCC100 strain  

Non-axenic RCC100 strain of P. calceolata was cultivated in artificial seawater (ASW) 
supplemented by L1 medium (as described in Guillard and Hargraves 1993). Briefly, 
ASW is prepared by dissolving 24.55g of sodium chloride (NaCl), 0.75g of potassium 
chloride (KCl), 4.07g of magnesium chloride hexahydrate (MgCl₂*6 H₂O), 1.11g of 
calcium chloride (CaCl2), 2.95g of magnesium sulphate (MgSO4) and 0.21g of sodium 
bicarbonate (NaHCO3) in 1L of sterile water. 1 ml of trace metals, vitamins and nutrients 
from the L1 medium Bigelow Kit (MKL150L) were added to reach following 
concentrations : 882 µM of sodium nitrate (NaNO3), 36.2 µM of monosodium 
phosphate (NaH2PO4

-) and 106 µM of sodium silicate (Na2SiO3). Cultures were 
maintained at 20°C, under a 12:12h light-dark photoperiod and a blue light at the 
intensity of 20 μmol. m−2.s−1 of photosynthetic photons. For the nitrate depletion 
experiment, the nitrate concentration was divided by 2 or 4 for a final concentration of 
441 µM or 220 µM respectively. For the cyanate and the ammonium experiment, the 
nitrate was replaced by potassium cyanate (KOCN) or ammonium chloride (NH4Cl) at 
the same concentration (882 µM). For the urea experiment, the nitrate was replaced by 
urea (CH₄N₂O) concentrated at 441 µM in order to have the same concentration of 
nitrogen atoms in all conditions.  

RCC100 was grown in each tested condition during an acclimation phase of minimum 
8 days then diluted in fresh medium in triplicates during 5 to 9 days until they reached 
a minimum concentration of 10 million cells per ml. Growth and fluorescence was daily 
followed with a Qubit instrument (Invitrogen™ Qubit™ 3 Fluorometer Q33216, blue 
excitation at 470 nm, far red emission 665-720 nm). Cells were counted on a Thoma 
cell under microscope at the day of the harvesting (Marienfeld Thoma counting 
chamber, depth0.1 mm, 0640710). P. calceolata cells were harvested by filtration on a 
1.2 µm mixed-cellulose esters membrane filter (MF-Millipore, rawp04700) with a 

https://www.pangaea.de/
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peristaltic pump (SFP-100), then transferred in 15ml tubes, flash-frozen in liquid 
nitrogen, and stored at -80°C until RNA extraction. 

RNA extraction and sequencing 

Flash-frozen filters with P. calceolata cells were vortexed in QIAzol, then RNAs were 
extracted following RNeasy Plus Universal Mini Kit procedure (Qiagen, Ref 73404). All 
extracted RNAs were treated 6U of TURBO™ DNase (2 U/µl) (Thermo Fisher Scientific, 
Ref. AM2238) then purified with RNA Clean and Concentrator-5 kit (Zymo Research, 
Ref. ZR1016), keeping only large RNAs (> 200 nt) for the RNAseq library preparation.  
100 ng of treated RNAs were used to create Illumina library (Illumina Stranded mRNA 
Prep, Ligation). Briefly, poly(A) + RNAs were selected with oligo(dT) beads, chemically 
fragmented by divalent cations under high temperature, converted into single-
stranded cDNA using random hexamer priming, followed by second strand synthesis 
and 3′-adenylated. A pre-index anchor was ligated and a PCR amplification step with 
15 cycles was done to add a 10bp unique dual index adapter sequences (IDT® for 
Illumina® RNA UD Indexes, Ligation). All libraries were quantified by Qubit dsDNA HS 
Assay measurement. A size profile analysis was performed in an Agilent 2100 
Bioanalyzer (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA). Libraries were sequenced in 
2x150 bp on Illumina NovaSeq 6000 sequencer (Illumina, San Diego, CA, USA) in order 
to obtain 50 millions paired-end reads. After Illumina sequencing, a quality control 
process was applied to the reads that passed the Illumina quality filters (Alberti et al. 
2017). Briefly, Illumina sequencing adaptors and primer sequences were remove, then 
low-quality nucleotides (Q < 20) were discarded from both ends of the reads. 
Sequences between the second unknown nucleotide (N) and the end of the read were 
also trimmed. We discarded reads shorter than 30 nucleotides after trimming with an 
adaptation of fastx_clean tool (https://www.genoscope.cns.fr/fastxtend/). In the last 
step, we discarded reads that were mapped to the Enterobacteria phage PhiX174 
genome (GenBank: NC_001422.1), using bowtie2 v2.2.9 (-L 31–mp 4–rdg 6,6–local–no-
unal) (Langmead and Salzberg 2012). Remaining rRNA reads were removed using 
SortMeRNA v2.1 and SILVA databases (Kopylova, Noé, and Touzet 2012; Quast et al. 
2013). 

Analysis of P. calceolata gene expression levels in different nitrogen 
conditions 

Similarly, to the analysis of environmental metatranscriptomes, RNAseq reads were 
aligned with bwa-mem2 version 2.2.1 on the P. calceolata genome. Reads with a 
minimal size of 50 bp and aligned with more than 95% of identity over 80% of the read 
length were selected.  16 659 out of 16 667 genes were detected in at least one sample. 
We only kept nuclear genes, then normalised the gene expression levels in transcripts 
per kilobase per million mapped reads (TPM).  

Pearson’s correlation matrices were computed with R using cor function between 
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triplicates and across conditions, based on the gene expression normalised in TPM. 
Hierarchical clustering of euclidian distances between samples were performed with 
dist and hclust functions of the stats package on R version 4.1.1 

As described above for the metatranscriptomes, differential expression analysis on 
transcriptomic samples was carried out withDESeq2. Identification of differentially 
expressed genes was performed by pairwise comparisons between the standard 
condition (882 µM of nitrate) and each other condition (220 µM of nitrate, 441 µM of 
nitrate, 882 µM of ammonium, 882 µM of cyanate and 441 µM of urea). We considered 
as differentially expressed genes with a p-value < 0.01 and a log2 fold change > 2 or 
< -2.  

All figures were generated with ggplot2 version 3.4.1 under R version 4.0.3 . The Euler 
diagrams was done with eulerr version 6.1.1 and graphics version 4.0.3. 

  



 

95 

 

Chapitre 3 – L’impact de la profondeur sur le 
métabolisme du carbone de Pelagomonas 

calceolata 

Préambule au chapitre 3 

Dans ce troisième chapitre, notre objectif est de comprendre comment P. calceolata 
s’acclimate aux différentes profondeurs. En effet, la profondeur d’échantillonnage est 
un des paramètres impactant le plus l’abondance relative et l’expression des gènes de 
P. calceolata dans l’environnement.  

En analysant la liste des gènes différentiellement exprimés en surface par rapport à la 
DCM, nous avons constaté que le cycle de Calvin et la photorespiration sont 
surexprimés dans les eaux de surface. On sait encore peu de choses sur les paramètres 
environnementaux impactant ces cycles centraux du métabolisme du carbone.  

Notre objectif ici est donc de se questionner sur l’impact de la profondeur sur 
l’expression des gènes de P. calceolata, comprendre pourquoi ces cycles en particuliers 
sont surexprimés en surface par rapport à la DCM, et ce que cela implique d’un point 
de vue métabolique.  

J’ai réalisé l’ensemble des analyses de ce chapitre.  

Dans le cadre de ce chapitre, j’ai pu travailler avec M. Gilles Peltier, directeur de 
recherche CEA à l’Institut de Biosciences et Biotechnologies Aix-Marseille (BIAM), CEA 
Cadarache/ Cité des Énergies. Je le remercie pour nos échanges et pour sa contribution.  
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1 - Introduction 

L’océan est un environnement hautement stratifié. Les variations de paramètres 
physiques des différentes masses d’eau (température, densité, salinité) génèrent une 
partition verticale, créant autant d’environnements de composition physico-chimiques 
différentes. Bien que pouvant se mélanger selon les saisons ou les courants, cette 
stratification verticale impacte fortement la distribution des micro-organismes dans la 
colonne d’eau. Les organismes photosynthétiques nécessitant de la lumière ne sont 
que dans la zone photique, qui s’étend de la surface jusqu’à environ 200 m de 
profondeur. La taille de la zone photique varie avec la turbidité de l’eau et la latitude. 
Elle peut elle-même être de nouveau divisée en deux zones : la surface et la profondeur 
de chlorophylle maximum (ou DCM). La première est en général plus illuminée, plus 
chaude, mais oligotrophe. La seconde présente une quantité de lumière plus faible, 
mais une disponibilité en nutriments plus importante, permettant ainsi une plus grande 
abondance d’organismes photosynthétiques, ce qui se traduit par une plus grande 
concentration de pigments à cette profondeur. Les différences de luminosité, 
concentration de nutriments, ou température peuvent fortement impacter le 
métabolisme central du phytoplancton. 

La DCM marque en général la profondeur où la concentration de nutriments et la 
quantité de lumière sont équilibrées pour permettre une croissance optimale du 
phytoplancton. Plus haut, il n’y aurait plus suffisamment de nutriments, et plus bas plus 
assez de lumière. Les organismes photosynthétiques présentent donc une abondance 
et une activité cellulaire (mesurée par un ratio ADN:ARN) plus importantes à la DCM 
qu’en surface (Giner et al. 2020). Les Pelagophyceae, comme beaucoup d’organismes 
photosynthétiques, ont tendance à être présents en plus grande abondance relative à 
la DCM (Cabello et al. 2016; D. H. Choi et al. 2016). Dans le premier chapitre, nous avons 
montré, par analyse de la distribution métagénomique de P. calceolata, qu’elle était 
significativement plus abondante à la DCM qu’à la surface dans la mer Méditerranée, 
la mer Rouge et l’Océan indien, relativement aux autres eucaryotes de la fraction de 
taille 0.8-5 µm (Chapitre 1, Figure 2). Cette tendance est d’ailleurs également observée 
dans les autres bassins océaniques, et dans la fraction de taille 0.8-2000 µm (Annexes 
du chapitre 1, Figure Supplémentaire 6). Ainsi, nous avons confirmé que P. calceolata 
était relativement plus abondante à la DCM qu’à la surface. Cependant, une étude de 
métatranscriptomique de 2015 montre que P. calceolata domine la communauté 
picoeucaryote dans les eaux de surface du Pacifique, et que son rôle écologique y est 
potentiellement sous-estimé (Dupont et al. 2015). Du fait de sa petite taille, P. 

calceolata devrait être plus apte à se développer dans les eaux oligotrophes en surface, 
mais également être plus sensible aux dégâts causés par une forte luminosité ( Raven 
1998). 

De nombreuses études s'intéressent à la façon dont la composition de la communauté 
planctonique varie avec la profondeur. Mais il y a assez peu d’exemples d’études 
s'intéressant plus spécifiquement à la manière dont la profondeur affecte la 
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physiologie. Pourtant, on s’attend à ce que les pressions biotiques et abiotiques subies 
par les cellules soient très différentes entre ces 2 environnements. Dans ce troisième 
chapitre, je vais décrire les effets de la profondeur sur l’expression des gènes de P. 

calceolata, quelles fonctions et métabolismes sont associés à chaque strate, et 
comment cette algue s’acclimate aux contraintes spécifiques de ces différents niveaux.  

2 - Méthodes 

Pour réaliser ces analyses, je me suis basée sur l’analyse de l’expression des gènes de 
P. calceolata dans l’environnement marin, en utilisant les données 
métatranscriptomiques issues de l’expédition Tara Oceans. Les lectures 
métatranscriptomiques de Tara Oceans ont été alignées sur le transcriptome de 
référence de P. calceolata, puis filtrées, et la table d’expression a été normalisée en 
nombre de transcrits par millions de lectures alignés (TPM) comme décrit dans la partie 
Material & Methods du chapitre 2.  

L’analyse des résultats a été faite sous R version 4.1.1 et R-Studio version 2022.02.0, 
sauf la comparaison avec les OCT générés expérimentalement qui a été faite sous R 
version 4.0.3 et R-studio version 1.3.1093.  

L’analyse des corrélations canoniques a été réalisée avec la fonction cca du package 
vegan version 2.6-4, et la figure a été faite avec ggplot2 version 3.4.1. Les paramètres 
suivants ont été intégrés à la CCA :  la température mesurée in situ (°C), la concentration 
en ammonium (µM) modélisée par le modèle Darwin (http://darwinproject.mit.edu/), 
la concentration de nitrate mesurée in situ (µM), la concentration en nitrite mesurée in 

situ (µM), la concentration en phosphate in situ (µM) la concentration en fer (nM) 
modélisée avec PISCES 2 (Aumont et al. 2015), la quantité totale de carbone in situ 
(µmol/kg), le rayonnement photosynthétique actif (PAR) moyen sur 30 jours 
(quanta/m²/jour), et la concentration en chlorophylle A in situ corrigée (mg/m3). 

Les paramètres environnementaux de la surface et de la DCM ont été comparés grâce 
à des tests de Wilcoxon-Mann-Whitney pairés, réalisés avec la fonction 
pairwise.wilcox.test, issue du package stats version 4.1.1. Nous avons appliqué une 
correction de la p-value de Benjamini & Hochberg et fixé le seuil de significativité des 
p-values à 0.01. 

L’analyse des gènes différentiellement exprimés entre la surface et la DCM a été 
réalisée avec le package DESeq2 version 1.32.0 avec les fonctions 
DESeqDataSetFromMatrix, DESeq et lfcShrink. L’expression des gènes de P. calceolata 
a été comparée entre 73 échantillons de surface et 51 échantillons de DCM. Les gènes 
présentant une valeur de log2 fold-change supérieur à 2 ou inférieur à -2 et ayant une 
p-value ajustée inférieure à 0.01 sont considérés comme différentiellement exprimés. 
Le mantel plot a été réalisé avec ggplot2. Les analyses d’enrichissement ont été 
effectuées en comparant le nombre d’occurrence d’un domaine dans la liste des gènes 
différentiellement exprimés par rapport à son occurrence dans le génome, avec un test 

http://darwinproject.mit.edu/


 

99 

 

exact de Fisher.  

Les expériences de culture dans différentes quantités et sources d’azote, l’extraction de 
l’ARN, le séquençage, l’alignement sur le transcriptome de référence et l’analyse de 
DEG en fonction de la quantité et de la source d’azote sont décrits en détails dans le 
chapitre 2. La comparaison des DEG en fonction de la profondeur avec ceux générés 
expérimentalement et les figures correspondantes ont été réalisées avec les packages 
eulerr version 6.1.1 et graphics version 4.0.3. 

Les gènes d'intérêt impliqués dans le cycle de Calvin, la photorespiration et les 
mécanismes de concentration du carbone ont été identifiés sur base de l’annotation 
fonctionnelle du génome, réalisée dans le cadre du chapitre 1. Les gènes présentant 
une valeur de log2 fold-change supérieure à 1 ou inférieure à -1 et ayant une p-value 
ajustée inférieure à 0.01 sont considérés comme différentiellement exprimés. Les boîtes 
à moustaches permettant de visualiser l’expression de ces gènes ont été réalisées avec 
ggplot2.  

La carte thermique (heatmap) de leurs expressions a été réalisée à partir d’une version 
normalisée entre 1 et 10 de la table d’expression en TPM de ces gènes uniquement, en 
utilisant la fonction Heatmap du package ComplexHeatmap 2.10.0. Le partitionnement 
des données d’expression (clustering) a été réalisé en calculant une matrice de distance 
euclidienne à partir de la table d’expression en TPM normalisée entre 1 et 10, puis en 
partitionnant avec la méthode complète. Le nombre de clusters optimal a été calculé 
avec la fonction fviz_nbclust du package factoextra 1.0.7, en utilisant la méthode Elbow 
(Figure Supplémentaire 1). Les couleurs de la palette Spectral du package RColorBrewer 
version 1.1-3 ont été utilisées pour réaliser la heatmap.  

3 - Résultats et Discussion 

L’expression des gènes de P. calceolata est fortement impactée par la 
profondeur 

Le paramètre environnemental impactant le plus fortement l’expression des gènes de 
P. calceolata est la profondeur à laquelle l’organisme a été échantillonné. En effet, le 
profil d’expression des gènes de P. calceolata dans l’environnement est très fortement 
variable selon la profondeur d'échantillonnage. L’analyse canonique des corrélations 
(Figure 1) permet de visualiser la séparation des profils d’expression des gènes de P. 

calceolata entre les échantillons de surface (bleu) et à la DCM (vert).  
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Figure 1. Analyse des corrélations canoniques de l’expression des gènes de P. calceolata normalisée (TPM) 
dans les échantillons Tara Oceans en fonction de paramètres environnementaux : la température (°C), la 
concentration en ammonium (µM), en nitrate (µM), en nitrite (µM), en phosphate (µM), en fer (nM), la quantité 
totale de carbone (µmol/kg), le rayonnement photosynthétique actif (PAR) moyen sur 30 jours 
(quanta/m²/jour), et la concentration en chlorophylle A (mg/m3). L’axe CCA1 explique 10 % de la variance 
totale, l’axe CCA2 6 %. 

Comme évoqué dans l’introduction, la surface et la DCM sont des environnements 
différents. La première est oligotrophe mais riche en lumière, et la seconde est moins 
illuminée mais plus riche en nutriments. Ces différences physico-chimiques sont 
observables dans les données Tara Oceans. En comparant les valeurs de chaque 
paramètre physico-chimique des échantillons de surface avec ceux de la DCM, au 
moyen d’un test de Wilcoxon-Mann-Whitney pairé, on constate que la concentration 
en pigments et de certains nutriments (phosphate, nitrite et silicate) est plus 
importante à la DCM, alors que la température et la quantité de lumière sont plus 
importantes à la surface (Figure 2, Table Supplémentaire 1). Au regard de ces 
différences environnementales, il n’est pas surprenant que la profondeur 
d'échantillonnage impacte autant l’expression des gènes de P. calceolata. 
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Figure 2. Distribution des valeurs de plusieurs paramètres environnementaux qui varient significativement 
entre la DCM et le surface (SUR). La p-value est celle obtenue avec le test de Wilcoxon-Mann-Whitney pairé. 
Sur la ligne du haut : le rayonnement photosynthétique actif moyen sur 30 jours (quanta/m²/jour), la 
température (°C) et la concentration en oxygène dissous (µmol/kg) sont significativement plus élevés en 
surface. Sur la ligne du bas : la concentration en chlorophylle A (mg/m3), la concentration en nitrite (µM), la 
quantité totale de carbone (µmol/kg) et la concentration en ions carbonate (µmol/kg) sont significativement 
plus élevés à la DCM. D’autres paramètres présentent des distributions significativement différentes entre la 
surface et la DCM, les résultats des tests sont visibles dans la Table Supplémentaire 1.  

Dans une démarche similaire à celle appliquée dans le chapitre 2, nous avons utilisé les 
données métatranscriptomiques Tara Oceans afin d’étudier l’impact de la profondeur 
sur la réponse transcriptomique de P. calceolata, ce qui permet d’étudier son 
métabolisme directement dans des conditions naturelles. Les niveaux d’expression des 
gènes entre les échantillons de surface et les échantillons de DCM ont été comparés 
grâce à une analyse d’expression différentielle, révélant deux physiologies très 
distinctes de P. calceolata (Table Supplémentaire 2). Ainsi, avec un log2 fold-change 
supérieur à 2 et une p-value < 10-3, 416 gènes sont significativement surexprimés à la 
DCM et 201 gènes sont significativement surexprimés à la surface (Figure 3).  

À la DCM, beaucoup des gènes surexprimés n’ont pas de domaines fonctionnels 
connus. Ainsi, sur les 10 gènes les plus fortement surexprimés à la DCM, un seul est 
porteur de domaines InterProScan connus : les domaines IPR032710, IPR001202 et 
IPR036020, codant respectivement pour un facteur de transport nucléaire NFT-2, et des 
domaines conservés à tryptophanes (WW domain). En recherchant les domaines 
fonctionnels enrichis à la DCM, on constate un important enrichissement de gènes 
codant pour des dynéines. Au total, 16 domaines IPR enrichis à la DCM sur 21 sont 
porteurs de domaines fonctionnels de dynéines (Table Supplémentaire 3). Ces 
protéines sont des marqueurs de l’activité du cytosquelette et de l'axonème. Cette 
observation suggère qu’à la DCM Pelagomonas se divise plus rapidement et/ou est 
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plus motile. La première hypothèse indiquerait que la DCM représente l’environnement 
de croissance optimale de P. calceolata. La seconde mettrait en avant une forte capacité 
de déplacement de cette microalgue, par exemple pour rechercher des nutriments ou 
échapper aux prédateurs. En 2015, une analyse métatranscriptomique sur 8 stations du 
Pacifique nord montrait également une surexpression de transcrits codant pour des 
dynéines chez P. calceolata dans les échantillons de DCM. Les auteurs supposent une 
motilité accrue de l’algue dans ces échantillons profonds et plus riches en nutriments 
(Dupont et al. 2015). Longtemps ignorée chez le phytoplancton, la migration verticale 
aurait été sous-estimée dans les études environnementales (Wirtz et al. 2022). La 
motilité du phytoplancton dépendrait de facteurs tels que la disponibilité en 
nutriments et les besoins en luminosité, et jouerait pourtant un rôle essentiel dans la 
stratification (Cullen 2015). Elle a surtout été étudiée chez les dinoflagellés et les 
diatomées. Les flagelles, l’accumulation de lipides, la formation d’inclusions minérales 
et la formation de colonies sont autant de mécanismes permettant aux 
microorganismes de se déplacer dans la colonne d’eau (Dunne 2022). La 
méconnaissance de ces mécanismes pourrait impacter les prédictions faites sur 
l’impact du changement climatique sur le phytoplancton.  

 

Figure 3. Mantel plot des gènes différentiellement exprimés chez P. calceolata en fonction de la profondeur, 
représenté comme le log2 du rapport du niveau moyen d’expression (fold-change) en surface par rapport à 
celui de la DCM, en fonction du log10 de l’expression moyenne normalisée. En bleu, les gènes significativement 
plus exprimés à la surface (log2 fold-change >2 et p-value ajustée <0.01. En rouge, les gènes significativement 
plus exprimés à la DCM (log2 fold-change < -2 et p-value ajustée <0.01). Les résultats complets sont 
disponibles en Table Supplémentaire 2. 

À la surface, les fonctions enrichies sont moins nombreuses, avec 9 termes de la 
ressource Gene Ontology (GO) et 2 domaines InterProScan. Celles-ci sont assignées à 
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des activités d’oxydo-réduction, de catalyse, de la néoglucogenèse, de biosynthèse des 
acides gras et de la chlorophylle, et de traduction de l’ADN (Table Supplémentaire 3). 
En s'intéressant aux gènes spécifiquement surexprimés à la surface, on constate une 
abondance de fonctions liées à la biosynthèse des acides gras, des acides aminés ou 
des protéines, au stress oxydatif, au cycle de Calvin et à la photorespiration (Table 
Supplémentaire 2). Bien que la surface soit un environnement assez stressant de par la 
plus forte quantité de lumière et la plus faible quantité de nutriments, P. calceolata 
présente majoritairement une physiologie de biosynthèse de métabolites et de fixation 
du carbone. Cependant, la surexpression de la photorespiration, un métabolisme 
coûteux pour la cellule, interpelle et nécessite une étude plus approfondie de ce 
mécanisme et des gènes impliqués. 

L’impact de la profondeur sur l’assimilation de l’azote 

Avant de m'intéresser aux cycles métaboliques dont l’expression est modulée par la 
profondeur, j’ai voulu comparer les résultats de cette analyse de gènes 
différentiellement exprimés avec ceux générés expérimentalement (voir chapitre 2). J’ai 
voulu observer si les gènes liés à la réponse aux changements de sources (ammonium, 
urée, cyanate à la place de nitrate) et de quantité d’azote (441 µM ou 220 µM de nitrate 
à la place de 882 µM) étaient modulés selon la profondeur, car la concentration de 
certains nutriments est un des paramètres qui participe à différencier ces deux 
environnements (Figure 2, Table Supplémentaire 1). J’ai étudié les gènes communs 
entre les deux analyses (Figure 4).  

Parmi les 541 gènes surexprimés dans 441 µM de nitrate, ou 220 µM de nitrate, ou les 
deux, 25 sont également surexprimés à la DCM, ce qui représente 6 % de l’ensemble 
des gènes surexprimés à la DCM. Il s’agit principalement de gènes inconnus ou pour 
lesquels l’annotation fonctionnelle ne suffit pas pour décrire la fonction. En revanche, 
parmi les 936 gènes sous-exprimés lors d’une déplétion en nitrate, 108 sont 
surexprimés à la surface, ce qui représente 53 % de tous les gènes surexprimés à la 
surface. On retrouve un certain nombre de gènes impliqués dans le cycle de Calvin, la 
néoglucogenèse, la photorespiration, la réponse au stress oxydatif ou la biosynthèse 
de protéines (Figure 4A, Table Supplémentaire 4).  

Parmi les 650 gènes surexprimés dans au moins une des trois sources alternatives 
d’azote (ammonium, urée, cyanate), 29 sont en commun avec ceux sous-exprimés à la 
surface, soit 14 % de tous les gènes surexprimés en surface. On y retrouve notamment 
la cyanate lyase et un transporteur de formate/nitrite. Parmi les 435 gènes sous-
exprimés dans une source alternative d’azote, 83 sont en commun avec les gènes 
surexprimés à la DCM, soit 19 % de tous les gènes surexprimés à la DCM. Un certain 
nombre code pour des dynéines, ou pour des gènes inconnus. (Figure 4B, Table 
Supplémentaire 4) 
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Figure 4. Diagramme d’Euler des gènes de P. calceolata différentiellement exprimés, communs ou spécifiques 
entre la surface, la DCM, et A) ceux différentiellement exprimés lorsque la quantité de nitrate diminue, passant 
de 882 µM à 441 µM ou 220 µM, B) ceux différentiellement exprimés lorsque le nitrate est remplacé par une 
source d’azote alternative : l’ammonium, l’urée ou le cyanate. 
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Le métabolisme de P. calceolata en surface présente certaines similarités avec le 
métabolisme observé lorsque le nitrate est la source d’azote principale, et lorsque sa 
concentration est en excès. En effet, on retrouve parmi les gènes surexprimés en 
surface un certain nombre de gènes également surexprimés dans la condition contrôle. 
En revanche, le métabolisme de P. calceolata à la DCM présente des similarités avec 
celui exprimé lorsque l’on change la disponibilité ou la source d’azote. On retrouve 
parmi les gènes surexprimés en DCM des gènes également surexprimés lors de la 
déplétion en nitrate, ou lorsque que le nitrate est remplacé par de l’urée, du cyanate 
ou de l’ammonium. Selon ces observations, il semblerait que sur le plan de la nutrition 
en azote, la surface soit un environnement plutôt riche en nitrate, alors que la DCM 
serait un environnement plutôt pauvre en nitrate et plus riche en source d’azote 
alternative.  

Le phosphate et le nitrite sont les seuls nutriments dont on a les mesures in situ 
présentant une concentration significativement plus abondante à la DCM qu’à la 
surface (Figure 2, Tableau Supplémentaire 1), donc on ne peut pas affirmer que les 
concentrations en azote organique (urée, cyanate) et en ammonium soient les 
principaux paramètres expliquant ces similarités de métabolisme. Cependant, cette 
observation nous amène à questionner le mode trophique de P. calceolata selon la 
profondeur. La surexpression des gènes de la condition standard en surface pourrait 
être un signe que P. calceolata assimile le nitrate dans cette zone, ce qui est cohérent 
avec les observations faites lors d’autres études, notamment celle de 
métatranscriptomique sur 8 échantillons du Pacifique. Les auteurs concluent que P. 

calceolata joue probablement un rôle important dans l’assimilation du nitrate dans les 
eaux de surface, où elle domine la communauté planctonique eucaryote (Dupont et al. 
2015). Également, sa petite taille devrait en faire un organisme plus apte à se 
développer dans les milieux oligotrophes (Raven 1998). Ainsi, la similarité entre gènes 
exprimés en surface et en condition standard pourrait être un signe que P. calceolata 
est finalement peu affectée par le manque de nutriments en surface. La mise en place 
d’un métabolisme de limitation en nitrate et d’utilisation de sources alternatives 
d’azote à la DCM pourrait plus être un signe de compétition accrue entre les espèces 
pour le nitrate et d’une concentration plus importante d’azote organique issu de la 
décomposition de la biomasse (Kirkham et al. 2013). Ainsi, les différences 
d’acclimatation entre la surface et la DCM pourraient être en partie expliquées par un 
changement de mode trophique entre ces deux environnements, bien que ce ne soit 
pas suffisant pour en comprendre la totalité.  

Le cycle de Calvin et la photorespiration : des métabolismes 
surexprimés en surface 

Parmi les métabolismes surexprimés en surface par rapport à la DCM, deux sont 
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particulièrement intéressants : le cycle de Calvin et la photorespiration. Ces deux cycles, 
liés par leur enzyme initiatrice, la ribulose-1,5-bisphosphate carboxylase/oxygénase 
(ou Rubisco), sont très étudiés en laboratoire. Les gènes qui les composent sont bien 
décrits, notamment chez les plantes et les algues vertes comme Chlamydomonas 

reinhardtii. Cependant, ces métabolismes sont rarement étudiés d’un point de vue 
environnemental.  

Le cycle de Calvin 

Le cycle de Calvin-Benson-Bassham est un cycle biochimique ayant lieu dans le 
chloroplaste et permettant la fixation du carbone. Grâce à l’énergie générée par la 
photosynthèse sous forme d’ATP, le cycle de Calvin fixe le dioxyde de carbone pour 
produire du glucose. Il commence par la carboxylation du ribulose-1,5-bisphosphate 
(RuBP) avec le CO2 par la Rubisco. Cette enzyme permet de fixer le carbone dans la 
RuBP et de générer deux molécules de 3-phosphoglycérate (3PG). Le 3PG est ensuite 
phosphorylé par la phosphoglycérate kinase (PGK) en 1,3-diphosphoglycérate (DPG). 
Cette dernière est réduite en glycéraldéhyde-3-phosphate (G3P) par la glycéraldéhyde 
3-phosphate déshydrogénase (GAPDH). La G3P est la molécule de glucide générée par 
le cycle de Calvin, qui va servir à la synthèse de molécules organiques essentiels au 
métabolisme cellulaire. Le cycle de Calvin se poursuit afin de régénérer le RuBP pour 
qu’il puisse de nouveau jouer son rôle d’accepteur de CO2. Grâce aux activités 
successives d’une série d’enzymes, la G3P qui n’est pas utilisée pour la glycolyse ou la 
néoglucogenèse est transformée en ribulose-5-phosphate (RuP). Ce dernier est 
phosphorylé par la phosphoribulokinase (PRK) en RuBP, permettant de recommencer 
le cycle. 

Chez P. calceolata, les gènes codant les enzymes impliquées dans le cycle de Calvin 
sont pour la plupart différentiellement exprimées selon la profondeur (Figure 5, Table 
Supplémentaire 5). Ainsi, parmi les 3 gènes codant pour la PGK, 2 sont surexprimés en 
surface par rapport à la DCM. Sur les 2 gènes codant pour la GAPDH, un seul est 
détectable dans les données environnementales et il est également surexprimé en 
surface. Parmi les enzymes permettant la régénération du RuBP, 2 des 7 
triosephosphate isomérases, 1 des 2 ribose 5-phosphate isomérases et 1 des 4 
ribulose-phosphate 3-épimérases sont significativement plus exprimées en surface 
qu’à la DCM. Le seul gène codant pour la PRK est aussi surexprimé en surface. Le gène 
codant pour la Rubisco est exclu de l’analyse, car les gènes chloroplastiques sont en 
général trop conservés avec les organismes proches et on ne peut pas isoler 
spécifiquement la Rubisco de P. calceolata dans une analyses métatranscriptomique. 
On constate que sur les 9 enzymes impliquées dans le cycle de Calvin, 6 d’entre elles 
présentent au moins une copie qui est au moins 4 fois plus exprimée à la surface, et 
que presque toutes sont au moins 2 fois plus exprimées à la surface qu’à la DCM. Ces 
résultats semblent indiquer que le cycle de Calvin est surexprimé chez P. calceolata 

lorsqu’elle est à la surface. 
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Figure 5. Le cycle de Calvin chez P. calceolata et l’expression différentielle des gènes impliqués selon la 
profondeur. Les molécules sont en noir et les enzymes en rouge. Les modules métaboliques sont encadrés. 
Chaque carré représente un des gènes codant pour l’enzyme indiquée. Leurs couleurs indiquent le niveau 
d’expression différentielle de ces gènes en fonction de la profondeur (log2 fold-change > 1 ou < -1, p-value 
ajustée < 0.01). Les carrés blancs indiquent qu’il existe un gène codant pour cette enzyme dans le génome de 
P. calceolata mais que l’expression de celui-ci ne satisfait pas les filtres appliqués sur la quantité de lectures 
métatranscriptomiques. La liste des gènes du cycle de Calvin chez P. calceolata est disponible dans la Table 
Supplémentaire 5. 

Chez les plantes terrestres, la lumière joue un rôle important dans la régulation des 
enzymes impliquées dans ce cycle (Sun et al. 2003). Également, des stress abiotiques 
comme l’augmentation de la température et la sécheresse peuvent en impacter 
négativement l’expression (Nouri, Moumeni, and Komatsu 2015). Chez les bactéries, 
l’importance de la lumière serait moindre, du fait de structures protéiques différentes 
et moins sensibles aux états redox (Tamoi and Shigeoka 2015). La régulation du cycle 
de Calvin est moins décrite chez les microalgues. Chez la diatomée P. tricornutum, 
l’impact de la lumière sur la régulation du cycle de Calvin diffère selon les enzymes : la 
PRK et la GAPDH chloroplastique sont différentiellement régulées par la disponibilité 
de la lumière, contrairement à la GAPDH cytoplasmique, la fructose-1,6-
bisphosphatase et la sedoheptulose-1,7-bisphosphatase (Jensen et al. 2017). Le cycle 
de Calvin pourrait être sous-exprimé chez les diatomées en réponse à des privations 
en azote (S. Bender et al. 2014; Alipanah et al. 2015).  
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En surface, la quantité de lumière est significativement plus importante qu’à la DCM 
(Figure 2, Table Supplémentaire 1). Cette augmentation de la lumière disponible en 
surface pourrait être responsable de cette surexpression du cycle de Calvin par P. 

calceolata en surface. Ainsi, la surexpression du cycle de Calvin pourrait être la 
conséquence d’une luminosité plus intense, fournissant plus d’énergie 
photosynthétique à la cellule et intensifiant les besoins de fixation du carbone et 
l'activité de la Rubisco.  

La photorespiration 

La Rubisco, enzyme centrale de la fixation du dioxyde de carbone, est également 
capable de fixer le dioxygène. Au lieu de scinder le RuBP pour y intégrer le CO2 et 
générer deux molécules de 3PG, la Rubisco peut intégrer du O2 dans le RuBP, générant 
une molécule de 3PG et une molécule de 2-phosphoglycolate (2PG). L’activité 
oxygénase de la Rubisco initie la photorespiration. Le 2PG est hydrolysé en glycolate 
par la phosphoglycolate phosphatase (PGP), avant de quitter le chloroplaste. Une fois 
exporté dans le peroxysome, le glycolate est oxydé en glyoxylate par la glycolate 
oxydase (GOX). L’ajout de L-glutamate par la glycine transaminase permet de générer 
de la glycine. Cette dernière est exportée dans la mitochondrie où elle est prise en 
charge dans le système de clivage de la glycine (GCS). Cet ensemble de 4 protéines en 
interaction intervient en réponse à une augmentation de la concentration de glycine. 
Il utilise cette dernière et le tétrahydrofolate pour générer du 5,10-
méthylènetétrahydrofolate, du CO2 et de l’ammoniac NH3. Dans le cadre de la 
photorespiration, le GCS est couplé avec la sérine hydroxyméthyltransférase (SHMT), 
qui convertit le 5,10-méthylènehydrofolate généré par le GCS et la glycine générée par 
les étapes précédentes de la photorespiration en tétrahydrofolate et en sérine. Cette 
sérine est de nouveau exportée dans le peroxysome, puis la sérine-glyoxylate 
transaminase (SGAT) catalyse sa transformation en hydroxypyruvate et en glycine grâce 
à l’apport de glyoxylate. L’hydroxypyruvate est oxydé par l’hydroxypyruvate réductase 
(HPR) en D-glycérate. Ce dernier rejoint le chloroplaste où a lieu la fin du cycle. Il est 
converti en 3PG par la glycérate kinase. Le cycle de la photorespiration permet donc 
de générer un deuxième 3PG, qui, avec celui produit par l’oxygénation du RuBP lors de 
la première réaction du cycle par la Rubisco, permet de déclencher le cycle de Calvin. 
La photorespiration se met en place lorsque la concentration de CO2 est insuffisante 
pour déclencher l’activité carboxylase de la Rubisco. Nécessitant de la lumière et 
produisant du CO2, il s’agit d’un processus coûteux en énergie. Contrairement à la 
respiration, la photorespiration ne génère pas d’énergie. Et contrairement à la 
photosynthèse, elle n'amène pas à la production de glucides. Il est estimé que la 
photorespiration relargue 25 % du carbone fixé lors de la photosynthèse (Busch 2020).  

Chez P. calceolata, nous avons trouvé des gènes codant pour la plupart des enzymes 
de la photorespiration (Figure 6, Table Supplémentaire 5), sauf pour la GOX, la glycine 
transaminase et l’HPR. Sur les 8 gènes codant pour la PGP, 3 ont un log2 fold-change 
compris entre 1 et 2, et 2 ont un log2 fold-change supérieur à 2, indiquant qu’ils sont 
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surexprimés à la surface par rapport à la DCM. Les enzymes du GCS sont toutes au 
moins 2 fois plus exprimées dans les échantillons de surface. Les deux gènes codant 
pour les SHMT sont 2 fois plus exprimés en surface qu’à la DCM. La SGAT et la glycérate 
kinase, chacune présente en une seule copie, sont toutes les deux significativement 
surexprimées à la surface qu’à la DCM. Dans l’ensemble, les gènes codant pour des 
enzymes de la photorespiration sont plus exprimés à la surface qu’à la DCM, indiquant 
que chez P. calceolata, ce métabolisme est significativement plus actif quand l’algue 
est en surface.  

Figure 6. La photorespiration chez P. calceolata et l’expression différentielle des gènes impliqués selon la 
profondeur. Les molécules sont en noir et les enzymes en rouge. Les modules métaboliques sont encadrés. 
Chaque carré représente un des gènes codant pour l’enzyme indiquée. Les carrés et leurs couleurs indiquent 
le niveau d’expression différentielle de ces gènes en fonction de la profondeur (log2 fold change > 1 ou < -1, 
p-value ajustée < 0.01). La liste des gènes de la photorespiration chez P. calceolata est disponible dans la Table 
Supplémentaire 5. 

Puisqu’elle est coûteuse en énergie, on peut donc se demander pourquoi ce 
métabolisme est surexprimé en surface. Plusieurs conditions peuvent amener à une 
augmentation de la photorespiration chez les plantes et les microalgues. Une élévation 
de la température peut enclencher la photorespiration. En effet, à des températures 
plus élevées, la Rubisco est moins performante pour distinguer le CO2 et l’O2. De plus, 
la chaleur rend le CO2 moins soluble, ce qui en diminue la concentration dans le 
chloroplaste par rapport à l’O2. Puisque la température est significativement plus 
importante à la surface qu’à la DCM (Figure 2), on peut se demander si ce n’est pas 
cette augmentation qui induit l’intensification de la photorespiration en surface. 
Également, la photorespiration pourrait agir comme un mécanisme de protection 
contre une forte luminosité, en dissipant l'énergie excessive et en atténuant les effets 
nocifs des produits de réactions photochimiques qui s’accumulent. Chez les algues 
vertes par exemple, la photorespiration aurait un rôle de régulateur de la 
photosynthèse, protégeant le métabolisme contre les toxines (Segura Broncano et al. 
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2023). Puisque la quantité de lumière est significativement plus importante en surface 
qu’à la DCM (Figure 2), l’intensification de la photorespiration afin de profiter de son 
rôle photoprotecteur paraît être une hypothèse raisonnable. Le principal facteur 
amenant à l’activité oxygénase de la Rubisco est une plus faible disponibilité en CO2 
par rapport à l’O2. Chez C. reinhardtii, la photorespiration est généralement 
surexprimée en réponse à une limitation du CO2, et serait le métabolisme carboné le 
plus significativement modulé face à ce stress (Wang, Stessman, and Spalding 2015; 
Burlacot and Peltier 2023). Dans notre jeu de données, la concentration en oxygène 
dissous est significativement plus importante en surface, et à l’inverse, la concentration 
d’ions carbonate et la quantité de carbone sont plus élevées à la DCM (Figure 2). Si la 
surface est un milieu plus oxygéné et appauvri en carbone, on peut supposer que c’est 
cela qui induit cette surexpression de la photorespiration à la surface.  

Les mécanismes de concentration du carbone 

Pour favoriser le cycle de Calvin plutôt que la photorespiration, il faut que le site actif 
de la Rubisco présente une concentration de CO2 suffisante par rapport à celle d’O2 
pour éviter l’activation de son activité oxygénase. Chez les plantes et les microalgues, 
les mécanismes de concentration du carbone (CCM) permettent d’améliorer les 
performances photosynthétiques en augmentant la concentration de CO2 autour de la 
Rubisco, améliorant la fixation du carbone et inhibant la photorespiration. Les CCM 
sont une série de transporteurs actifs du carbone inorganique (CO2, H2CO3, HCO3

-, 
CO3

2-) qui permettent de condenser le carbone autour de la Rubisco, particulièrement 
dans le pyrénoïde. Il s’agit d’une microstructure interne au chloroplaste, analogue au 
carboxysome cyanobactérien, contenant une centaine d'enzymes, y compris la Rubisco. 
Présent chez les algues vertes comme C. reinhardtii et chez les diatomées P. 

tricornutum et T. pseudonana ; le pyrénoïde a également été décrit chez beaucoup 
d’espèces de Pélagophytes mais pas chez P. calceolata (Andersen et al. 1993; 
Wetherbee et al. 2021; Burlacot and Peltier 2023). D’abord, le carbone inorganique 
traverse les membranes plasmiques et chloroplastiques. Le passage du CO2 se fait par 
diffusion, alors que celui des ions bicarbonate nécessite l'activité des transporteurs de 
bicarbonate (HCO3

-). Les transporteurs de formate/nitrite pourraient également être 
capables de transporter le HCO3

-, avec une affinité plus faible (Burlacot and Peltier 
2023). La régulation du pH dans les différents compartiments permet de stocker le 
carbone sous forme soit de CO2, soit de HCO3

- : une augmentation du pH induit la 
transformation du CO2 en HCO3

- et inversement. L’interconversion de ces deux formes 
est également métabolisée par les anhydrases carboniques (CAH), des enzymes qui 
permettent l’équilibrage des espèces de carbone inorganique à un pH donné. Ces 
enzymes permettent de modifier les gradients de CO2 entre 2 compartiments, facilitant 
ainsi son passage par diffusion. Les bestrophines sont des protéines formant des 
canaux anioniques dans les membranes des thylakoïdes, permettant le transport du 
HCO3

- depuis le stroma des chloroplastes jusqu’au lumen, à partir duquel il est converti 
en CO2 par une CAH avant d’entrer dans le pyrénoïde pour saturer la Rubisco et ainsi 
bloquer l’activation de la photorespiration. Ces mécanismes sont représentés 
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schématiquement sur la Figure 7 chez les diatomées P. tricornutum et T. oceanica. Chez 
P. calceolata, nous avons identifié 13 gènes codant pour des bestrophines, 5 
transporteurs de formate/nitrite, 7 CAH et 2 transporteurs d’ions bicarbonates (Table 
Supplémentaire 5). 

 

 

Figure 7. Les mécanismes de concentration du carbone (CCM) chez les diatomées P. tricornutum et T. 

oceanica. Appartenant aux Ochrophytes, il s’agit des organismes les plus proches de P. calceolata pour lesquels 
les CCM sont décrits. Les transporteurs de HCO3

- permettent l’entrée du carbone inorganique dans la cellule. 
Les anhydrases organiques transforment le CO2 en HCO3

- et inversement selon le pH intracellulaire. Toutes 
les diatomées ne possèdent pas d’anhydrases carboniques extracellulaires ou cytoplasmiques. Les 
bestrophines permettent l’entrée du carbone inorganique du stroma au lumen (non représentés) et le gradient 
de pH (flèche rouge pointillé) fait passer le carbone dans le pyrénoïde. ETC=chaîne de transport des électrons, 
CMEF=flux d’électron du chloroplaste à la mitochondrie, CEF=flux d’électron cyclique.  D'après Burlacot and 
Peltier 2023. La liste des gènes des CCM chez P. calceolata sont disponible dans la Table Supplémentaire 5. 

Les CCM, la photorespiration et le cycle de Calvin sont liés : le premier limitant le 
second et optimisant le troisième. Par exemple, chez Chlamydomonas reinhardtii, la 
photorespiration est induite de manière temporaire en présence de faibles 
concentrations de CO2, correspondant au temps nécessaire à l'induction des CCM 
(Wang, Stessman, and Spalding 2015; Burlacot and Peltier 2023). Ainsi la surexpression 
de la photorespiration en surface pourrait être un signe que les CCM ne sont pas 
suffisamment efficaces pour saturer la Rubisco en CO2 et empêcher son activité 
oxygénase, contrairement à la DCM. Également, la photorespiration pourrait agir 
comme une boucle rétroactive transitoire, permettant de contrôler le niveau d’activité 
des CCM (Burlacot and Peltier 2023). Les interactions entre ces métabolismes sont très 
étudiées, mais beaucoup de choses restent à comprendre à leurs sujets, 
particulièrement comment les conditions environnementales peuvent moduler leurs 
expressions.  
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Niveau d’expression des enzymes impliquées dans la photorespiration, le cycle de 
Calvin et des CCM dans l’environnement  

En complément des résultats présentés ci-dessus, nous avons étudié les niveaux 
d’expression de la totalité de ces gènes dans les échantillons Tara Oceans (Figure 8). 
Sur l’ensemble des gènes étudiés, les plus exprimés en transcrits par millions sur 
l’ensemble des données codent pour une CAH, ou sont impliqués dans le cycle de 
Calvin : une phosphoglycérate kinase (PGK) et une phosphoribulokinase (PRK). Pour 
chaque catégorie d'enzymes, on constate des niveaux d’expression très variables. En 
général, ceux ayant une expression plus importante sont aussi ceux qui sont 
différentiellement exprimés selon la profondeur. C’est vrai pour les CAHs, les 
transporteurs de formate/nitrite et les protéines du GCS (Table Supplémentaire 5).  

Figure 8. Expression normalisée en transcrit par millions (TPM) des gènes impliqués dans les CCM, le cycle de 
Calvin et la photorespiration chez P. calceolata dans les données Tara Oceans. Le volet du haut montre 
l’expression globale, et celui du bas l’expression entre 0 et 1500 TPM. Rose : transporteur d’ion bicarbonate 
(HCO3

-). Vert : transporteur de formate/nitrite (FNT). Violet : anhydrase carbonique (CAH). Orange : cycle de 
Calvin (PGK : phosphoglycérate kinase, GAPDH : glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase, TP : 
triosephosphate isomérase, F16BP : fructose-1,6-bisphosphatase, S17BP : sedoheptulose-1,7-bisphosphatase, 
R5PI : ribose 5-phosphate isomérase, RP3E : ribulose-phosphate 3-épimerase, PRK : phosphoribulokinase). 
Bleu : photorespiration (PGP : phosphoglycolate phosphatase, GCS_H : protéine H du système de clivage de 
la glycine, GCS_P : protéine P du système de clivage de la glycine ou glycine décarboxylase/déshydrogénase, 
GCS_T : protéine T du système de clivage de la glycine ou aminométhyltransférase, GCS_L : protéine L du 
système de clivage de la glycine ou dihydrolipoyl déshydrogénase, SMHT : sérine/glycine 
hydroxyméthyltransférase, SGAT : sérine glyoxylate transaminase, GK : glycérate kinase). Les valeurs 
d’expressions normalisés en TPM sont disponibles dans la Table Supplémentaire 5. 
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Nous avons ensuite voulu voir quels sont les profils d’expression de ces gènes d'intérêt 
dans l’ensemble des données Tara Oceans, nous les avons donc clusterisés. Il y a une 
séparation très nette des profils d’expression (Figure 9). Les échantillons 
environnementaux sont clusterisés en 2 groupes : le groupe 1 contient en majorité des 
échantillons de surface (51 en tout, dont 5 provenant de la DCM) tandis que le groupe 
2 contient 22 échantillons de surface et 46 échantillons de DCM. Les gènes d'intérêt 
sont répartis en 4 groupes, les clusters A, B, C et D.  

Figure 9. Heatmap représentant l’expression des gènes impliqués dans les CCM, le cycle de Calvin et la 
photorespiration dans l’ensemble des données Tara Oceans, normalisée en TPM entre 1 et 10. Le clustering a 
été réalisé avec une table de distance euclidienne et la méthode complète, et le calcul des k-moyennes a été 
fait avec la méthode Elbow (Figure Supplémentaire 1).  
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Les 35 gènes du cluster A et D sont plutôt exprimés dans le groupe d’échantillons 1 
(surface), et assez peu exprimés dans le groupe 2. Ils sont principalement des gènes 
impliqués dans le cycle de Calvin et dans la photorespiration. Parmi les 20 gènes du 
cluster A, il y a respectivement 11 et 6 gènes de ces processus, et 3 transporteurs de 
formate/nitrite. Parmi les 15 gènes du cluster D, 5 codent pour des enzymes du cycle 
de Calvin, 8 pour des enzymes de la photorespiration, 1 pour une anhydrase 
carbonique et 1 bestrophine. Malgré un profil d’expression similaire, l’expression dans 
le groupe 1 est plus intense. Tous (à part un transporteur de formate/nitrite et une 
phosphoglycolate phosphatase) sont significativement plus exprimés en surface, et 16 
ont un log2fold change supérieur à 2, donc sont au moins 4 fois plus exprimé en surface 
qu’en DCM. L’expression dans des échantillons de surface de gènes impliqués dans le 
cycle de Calvin et dans la photorespiration est cohérente avec les observations faites 
précédemment, ce qui confirme que ces deux métabolismes sont plus fortement 
exprimés en surface qu’à la DCM. Les 3 transporteurs de formate/nitrite présents dans 
ce cluster sont fortement modulés en fonction de la concentration et de la source 
d’azote, comme nous l’avons montré dans le chapitre 2. Ainsi, ces gènes pourraient 
être modulés par les différences de concentration en nutriments entre surface et DCM.  

Les 14 gènes du cluster B sont plutôt exprimés dans le groupe 2, et faiblement dans le 
groupe 1. Dans l’ensemble, l’expression de ces gènes est plus faible que celle des autres 
clusters. On retrouve 6 des 13 bestrophines de P. calceolata, les 2 transporteurs d’ions 
bicarbonate, un transporteur de formate/nitrite et une anhydrase carbonique. Cette 
dernière, ainsi que l’une des bestrophine, sont 2 fois plus exprimées en DCM qu’en 
surface. On y retrouve également un gène de la photorespiration et 3 du cycle de 
Calvin, qui sont aussi très faiblement exprimés par rapport aux autres gènes de leurs 
cycles respectifs (Figure 8). L’expression des bestrophines est en miroir par rapport à 
l’expression des gènes de la photorespiration et du cycle de Calvin du groupe A : elle 
est plus faible dans les échantillons de surface par rapport à ceux de la DCM. Si les 
CCM ont une expression diminuée en surface, cela peut en partie expliquer 
l’intensification de la photorespiration. On peut se demander quelles sont les 
conditions environnementales qui induisent l’expression des bestropine en DCM plutôt 
qu’en surface, alors que celle-ci est appauvrie en CO2.  

Les 20 gènes du clusters C sont principalement des bestrophines (6 sur 13), des 
anhydrases carboniques (5 sur 7), 4 phosphoglycolate phosphatase, 4 enzymes du cycle 
de Calvin et 1 transporteur de formate/nitrite. Ces gènes sont exprimés assez fortement 
dans l’ensemble des échantillons de notre jeu de données, bien qu’un peu plus que 
dans le groupe 2. Deux des PGP sont différentiellement exprimés en surface, ainsi que 
l’une des bestrophines et une des anhydrases carboniques. Une autre est 
significativement plus exprimée à la DCM. Il semble que la moitié des bestrophines et 
la quasi-totalité des anhydrases carboniques ont une expression importante mais 
indépendante de la profondeur d'échantillonnage. Ainsi, ces CCM ne seraient pas 
véritablement impactées par la profondeur. Les paramètres environnementaux 
impactant leur expression restent à déterminer.  
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Ainsi, ces résultats confirment la régulation à la hausse de la plupart des enzymes 
impliquées dans le cycle de Calvin et la photorespiration à la surface. À l’inverse, les 
bestrophines, les transporteurs d’ions bicarbonates et les anhydrases carboniques 
suivent un schéma d’expression assez différent. Elles sont soit plutôt exprimées en 
DCM, soit exprimées dans l’ensemble des échantillons, sans distinction entre les 
différentes profondeurs. Ce profil d’expression des CCM semble indiquer qu’elles sont 
moins exprimés en surface.  

4 - Conclusion 

Ce travail préliminaire sur l’acclimatation de P. calceolata aux variations de profondeur 
ouvre la porte à un certain nombre de réflexions intéressantes. Bien que la profondeur 
ait un très fort impact sur l’expression des gènes, il est difficile de déterminer quels 
paramètres environnementaux précisément poussent P. calceolata à s’acclimater 
différemment entre ces profondeurs. La température, la concentration en nutriments 
et la luminosité sont les paramètres environnementaux les plus pertinents, bien qu’il 
soit probable que ce soit la synergie entre eux qui poussent P. calceolata à réguler son 
métabolisme. Les interactions biotiques sont surement d’une importance capitale aussi, 
mais elles ne peuvent pas être étudiées avec les données à notre disposition.  

À la DCM, P. calceolata surexprime principalement des gènes codant pour des 
dynéines, ainsi que pour des gènes précédemment identifiés comme participant à 
l’acclimatation à la déplétion en nitrate et aux changements de source d’azote. On peut 
supposer que P. calceolata fait donc face à des conditions nécessitant une motilité 
accrue, par exemple comme stratégie pour faire face au manque de nitrate et pour 
assimiler d’autres sources d’azote. La DCM est en général plus riche en nutriments que 
la surface, ce profil d’expression est donc surprenant, mais pourrait être expliqué en 
partie par une intensification des interactions biotiques, comme par exemple une 
compétition pour l’accès aux ressources qui pousserait P. calceolata à limiter son 
assimilation de nitrate et à opter pour des sources d’azote organiques. 

À la surface, P. calceolata exprime principalement des gènes codant pour la 
biosynthèse des acides gras, de la chlorophylle et pour la traduction de l’ARN. 
Également, une grande part des gènes différentiellement exprimés sont communs avec 
ceux qui sont différentiellement exprimés dans des conditions de culture standard par 
rapport à du stress nutritif. Il semble donc que P. calceolata présente en surface un 
métabolisme “en bonne santé” dans lequel l’azote est en quantité suffisante. Cela 
pourrait s’expliquer par l’efficacité propre aux picoeucaryotes photosynthétiques à faire 
face à des conditions oligotrophes en étant moins impactés que les espèces de plus 
grande taille. Si le stress azoté ne semble pas toucher P. calceolata dans les eaux de 
surface, on constate toutefois une surexpression des protéines impliquées dans la 
réponse au stress oxydatif, ce qui montre que P. calceolata souffre tout de même des 
conditions de vie en surface, potentiellement du stress lumineux ou thermique.  
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On constate une forte surexpression des enzymes impliquées dans le cycle de Calvin 
et la photorespiration lorsque P. calceolata est en surface. Les paramètres 
environnementaux régulant l’expression des gènes de ces métabolismes chez les 
microalgues sont encore peu décrits, bien que la température et la luminosité soient 
des candidats pertinents. La concentration de CO2 et d’O2 joue probablement un rôle 
aussi. Les gènes impliqués dans les CCM sont soit exprimés avec peu de distinction 
selon la profondeur, soit exprimés plus fortement dans les échantillons de DCM. Ce 
profil d’expression participe à expliquer l’importance de la photorespiration en surface, 
là où les CCM sont moins exprimés. Il reste cependant difficile à ce stade d’identifier 
avec précision et certitude les paramètres environnementaux modulant l’expression 
des CCM, de la photorespiration et du cycle de Calvin.  

La difficulté principale pour tirer des conclusions biologiques fortes sur ces analyses 
est la complexité des données environnementales. D’une part, il est difficile de démêler 
l’impact de paramètres individuels sur l’expression d’un gène. Les variations sont 
multivariées, et intriquées de manière complexe. Seules des expérimentations menées 
en laboratoire permettront de confirmer ou d’infirmer les observations faites dans ce 
chapitre. D’autre part, si les résultats sont assez lisibles pour les gènes surexprimés en 
surface, il est plus difficile de voir un schéma clair émerger pour les gènes 
différentiellement exprimés à la DCM. En effet, il est difficile de considérer celle-ci 
comme un ensemble d’environnements uniformes alors que la profondeur 
d'échantillonnage varie entre 5 et 200 m (Figure Supplémentaire 2). Contrairement à la 
surface qui est relativement homogène, la DCM est plutôt une succession de couches 
différentes entre lesquelles les conditions environnementales et la composition de la 
communauté microbienne varient grandement (Cabello et al. 2016). De plus, les aléas 
du terrain font que pour certains échantillons, il était impossible de déterminer la 
profondeur de la DCM. Cela a probablement amené à nommer certains échantillons 
ainsi alors qu’ils ont été prélevés à une autre profondeur. Ainsi, il faudrait réexaminer 
les données pour déterminer si les échantillons de DCM avec lesquelles nous travaillons 
ont été identifiés comme tels. 

La suite à donner à ces analyses est principalement expérimentale. L’étude précise de 
la réponse de P. calceolata à des variations de température, de luminosité ou de 
concentration de CO2 devrait permettre de déterminer lequel de ces paramètres agit 
le plus sur l’expression des gènes. Cela permettrait de mieux comprendre quels 
paramètres environnementaux impactent la régulation du cycle de Calvin et de la 
photorespiration, et quelles conditions environnementales contraignent le 
métabolisme des picoeucaryotes photosynthétiques à la surface et à la DCM. Puisqu’il 
est prédit que la stratification de la colonne d’eau va s’intensifier avec le réchauffement 
climatique, il est pertinent de comprendre d’un point de vue fonctionnel quels sont les 
stress propres à ces profondeurs, et comment les micro-organismes s’y acclimatent.  
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Discussion & Perspectives 

Dans cette dernière partie, je vais discuter globalement les résultats de cette thèse dans 
le contexte plus large de la réponse du phytoplancton et des PPE au changement 
climatique. Ensuite, je reviendrai sur l’importance des interactions biotiques dans 
l’assimilation des nutriments, aspect peu exploré dans ce travail. Pour finir, je discuterai 
en quoi Pelagomonas calceolata a le potentiel de devenir un organisme modèle 
pertinent pour étudier l’acclimatation des PPE aux changements environnementaux, 
particulièrement dans le cadre du couplage des études in situ et in vitro, permettant 
de surmonter les biais inhérents à la génomique environnementale d’une part et à la 
biologie moléculaire et cellulaire traditionnelle d’autre part.  

  



 

118 

 

1 - L’impact du changement climatique sur le métabolisme 
de l’azote des PPE 

L’étude de l’acclimatation de P. calceolata m’a permis de comprendre les stratégies 
développées par cette microalgue en réponse aux changements de disponibilités de 
l’azote. Une partie de ces mécanismes, comme la diminution des besoins en azote et 
le recyclage de l’azote intracellulaire par la dégradation des protéines et des acides 
aminés, étaient déjà connus et décrits chez des espèces relativement proches, comme 
les diatomées ou le Pélagophyte Aureococcus anophagefferens. D’autres, en revanche, 
sont relativement nouveaux. Ainsi, en croisant l’étude des gènes différentiellement 
exprimés dans l’environnement avec ceux identifiés dans des conditions 
expérimentales, j’ai pu suggérer un rôle détoxifiant de la cyanate lyase plutôt qu’une 
activité nécessaire au métabolisme d’une source d’azote organique extracellulaire. 
Ainsi, j’ai acquis au cours de cette thèse une meilleure compréhension de 
l’acclimatation de P. calceolata aux changements de quantité et de source d’azote.  

On peut essayer d’anticiper comment P. calceolata va s'acclimater à ces futures 
conditions. L’étude de la biogéographie actuelle de P. calceolata a permis de prédire 
sa future distribution d’ici à 2100 (Chapitre 1, Figure 3). La méthodologie développée 
par Paul Frémont et al. prédit que son abondance relative devrait augmenter de 1.12 % 
aux latitudes les plus élevées (régions tempérées et subpolaires) et devrait diminuer de 
0.8 % dans les eaux tropicales (Frémont et al. 2022). La température de l’eau dans les 
zones les plus froides est un facteur limitant pour la croissance du phytoplancton. Ainsi, 
son augmentation permettra à P. calceolata de coloniser ces eaux qui lui étaient 
auparavant inaccessible. Ce schéma d’évolution de l’abondance est aussi cohérent avec 
un changement de la concentration du nitrate disponible. Il devrait diminuer dans les 
zones tropicales à cause de l’intensification de la stratification, mais devrait augmenter 
dans les zones polaires, car l’augmentation de la température peut provoquer au 
contraire une inhibition de la stratification des eaux froides (Ardyna and Arrigo 2020). 

On peut également essayer de prédire comment la modification du cycle de l’azote 
marin peut affecter la distribution de P. calceolata. Les modèles prédisent une 
diminution de la disponibilité des nutriments en réponse à l’intensification de la 
stratification, le réchauffement de l’eau et l’acidification. L’aire des zones oligotrophes 
a déjà augmenté de 0,8 à 4,3 % par an depuis 1998 (Polovina, Howell, and Abecassis 
2008) et l’apport en nutriments depuis les eaux profondes vers la surface devrait 
diminuer de 9 à 14 % d’ici à la fin du siècle (Shulka et al. 2019). L’acidification devrait 
particulièrement affecter les cyanobactéries diazotrophes, intensifiant la fixation de 
l’azote (Wannicke et al. 2018). La tendance générale semble indiquer un changement 
dans la répartition de l'azote, favorisant l'ammonium grâce à l'augmentation de la 
fixation de l'azote due à l'acidification et au réchauffement, tandis que le nitrate et le 
nitrite sont désavantagés en raison de l'intensification de la stratification. 

L’augmentation de la taille des zones oligotrophes devrait favoriser le développement 
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des PPE par rapport au phytoplancton de plus grande taille (Shuter 1978;  Raven 1998; 
Litchman et al. 2007). La diminution de la quantité et du type d’azote disponible ne 
sera cependant pas sans conséquence sur la physiologie de ces PPE. Une déplétion en 
nitrate peut grandement affecter le taux de croissance de P. calceolata, car la 
biosynthèse de protéines est ralentie pour économiser l’azote. En termes de 
physiologie, le recours au recyclage de l’azote intracellulaire devrait être plus courant 
dans les eaux oligotrophes. Dans l’ensemble, si la quantité de nitrate disponible 
diminue comme le prévoient les modèles climatiques, et même si les PPE devraient 
augmenter en abondance par rapport aux autres phytoplanctons, leurs physiologies et 
leurs croissances seront tout de même impactées négativement.  

Si l'augmentation de la fixation de l’azote amène à une augmentation de la 
concentration en ammonium, l’effet sur les PPE dépendra de l’espèce. En effet, la 
plupart des microalgues assimilent efficacement l’ammonium, mais pas les 
Pelagophyceae comme P. calceolata ou A. anophagefferens (Berg et al. 1997; Ou et al. 
2018). Ainsi, cette classe en particulier pourrait être défavorisée par l’augmentation de 
l’ammonium comme source d’azote inorganique principale. Je suppose que, même si 
la diminution de l’azote inorganique devrait favoriser le développement des PPE par 
rapport aux organismes photosynthétiques plus gros, leur physiologie sera tout de 
même très touchée. De plus, l’augmentation possible des concentrations d’ammonium 
pourrait ne pas compenser l’effet de la perte de nitrate prévue pour l’ensemble des 
classes de PPE. 

Des apports en azote organique pourraient contrebalancer ces effets. P. calceolata a 
une bonne croissance quand le nitrate est remplacé par du cyanate ou de l’urée, et 
même si nous ne comprenons pas encore l’ensemble des mécanismes à l’œuvre dans 
l’assimilation de l’azote organique chez les PPE. Ces sources alternatives pourraient 
avoir un rôle important dans l’environnement. Il est difficile de prévoir comment les 
concentrations d’urée et de cyanate vont évoluer en réponse au changement 
climatique. Si l’on exclut les sources anthropogéniques, les sources principales d’urée 
et de cyanate dans l’océan sont l’excrétion par les organismes de molécules azotées 
dissoutes (DON) ou la dégradation de la matière organique dissoute (DOM) (Sipler and 
Bronk 2015; Widner, Mulholland, and Mopper 2016). Des expériences en mésocosme 
ont montré que l’augmentation de la température pouvait amener à une augmentation 
de la quantité de DOM libérée par le phytoplancton (Morán et al. 2006; Wohlers et al. 
2009; Engel et al. 2011). Les PPE, avec leurs petites tailles, ont un ratio surface:volume 
favorisant la diffusion de la DOM en dehors de la cellule (Thornton 2014). Donc, on 
pourrait constater une augmentation de la DON libérée par exsudation de matière 
organique en réponse à une augmentation de la température. Cependant, cette 
augmentation de la DON ne devrait pas avoir d’impact à l’échelle globale, puisque la 
biomasse phytoplanctonique totale devrait diminuer dans les prochaines décennies 
(Polovina, Howell, and Abecassis 2008; Boyd and Ellwood 2010; Shulka et al. 2019). 
Toutefois, cette augmentation de la production de DON pourrait permettre de 
compenser la diminution de la concentration en azote inorganique à l’échelle locale, 
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permettant à des PPE comme P. calceolata d’assimiler de l’urée, du cyanate ou des 
acides aminés en remplacement du nitrate ou de l’ammonium devenu rare. 
L’importance de la mixotrophie commence tout juste à être révélée, alors qu’elle 
pourrait avoir un rôle essentiel dans l’acclimatation du phytoplancton aux 
changements environnementaux (Faure et al. 2019). 

2 - De l’importance des interactions biotiques 

L’un des résultats majeurs de cette thèse est la découverte de la capacité à assimiler 
l’azote organique chez P. calceolata. Déjà décrite chez l’espèce A. anophagefferens, 
cette capacité permet à cette dernière de former des efflorescences malgré de faibles 
concentrations en azote inorganique. L’urée, les acides aminés et les purines sont 
autant de sources d’azote organique alternatives (Berg et al. 1997; Gry Mine Berg, 
Repeta, and Laroche 2002; Wurch et al. 2011; Wurch, Gobler, and Dyhrman 2014). 
Comme je l’ai montré dans le chapitre 1, P. calceolata possède un ensemble de gènes 
lui permettant d’assimiler l’urée (transporteur d’urée et uréase) et le cyanate (cyanate 
lyase). Dans le chapitre 2, j’ai montré que P. calceolata avait une croissance sur le 
cyanate et l’urée équivalente à celle dans la condition standard, riche en nitrate. J’ai 
découvert que la cyanate lyase était surexprimée dans des conditions de déplétion en 
nitrate, in situ et in vitro, mais sous-exprimée lorsque le cyanate était la source d’azote. 
Ainsi, j’ai pu en déduire que la cyanate lyase chez P. calceolata n’avait pas de rôle dans 
l’assimilation du cyanate comme source d’azote organique, mais plutôt dans la 
détoxification du cyanate intracellulaire généré lors de la dégradation des acides 
aminés en conséquence de la privation en azote. Des études récentes ayant montré la 
prévalence du gène codant pour la cyanate lyase, mais questionnant son rôle chez les 
PPE soutiennent nos conclusions (Mao et al. 2022; Sato, Hashihama, and Takeda 2023).  

Cependant, j’ai éclipsé un élément pourtant essentiel au cours de cette analyse : le rôle 
potentiel des micro-organismes présents autour de P. calceolata, la phycosphère. En 
effet, la souche utilisée pendant cette thèse est non-axénique, c'est-à-dire qu’elle est 
accompagné d’un consortium bactérien dont nous ignorons la composition. J’ai 
préalablement trié la souche au cytomètre en flux afin d’en diminuer la charge 
bactérienne, mais celle-ci demeure, et impacte possiblement la croissance et la 
physiologie de la microalgue. Ainsi, la phycosphère de P. calceolata pourrait jouer un 
rôle dans l’assimilation de sources d’azote organiques. Dans le cas où l’urée sert de 
source d’azote, nous constatons la surexpression de l’uréase, ce qui nous conforte dans 
l’idée que P. calceolata assimile l’urée par elle-même. En revanche, puisque la cyanate 
lyase semble ne pas avoir de rôle dans l’assimilation du cyanate, cela signifie que nous 
ne connaissons pas les gènes de cette voie chez P. calceolata, ni chez les autres PPE. Il 
serait possible que le phycosphère transforme le cyanate en une forme d’azote 
assimilable. J’exclus que le cyanate soit métabolisé en ammonium, car la croissance de 
P. calceolata sur l’ammonium est très diminuée, alors que celle sur le cyanate est peu 
impactée. Cependant, l’impact de la phycosphère sur la physiologie de P. calceolata 
pourrait être très important.  
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En plus de jouer potentiellement un rôle dans l’assimilation des nutriments, il pourrait 
ralentir ou stimuler la croissance de P. calceolata dans certaines conditions, lui apporter 
des métabolites, accaparer des métabolites importants, etc. Il est essentiel de rendre 
axénique la souche et de reproduire nos expériences afin de quantifier l’impact de cette 
phycosphère. Il est aussi important de caractériser les espèces du consortium bactérien, 
leurs rôles et leurs interactions, afin de comprendre comment cette phycosphère agit 
sur l’algue et comment ses partenaires communiquent et partagent ou non les 
ressources. L’alignement des lectures de séquençage sur le transcriptome de référence 
a permis d'éliminer les gènes bactériens de nos analyses, mais ceux-ci ont 
potentiellement eu un impact significatif sur l’assimilation de l’azote de P. calceolata. 
Identifier et caractériser les acteurs du consortium bactérien permettra de définir le 
rôle exact de ce phycosphère, et les interactions microalgues/bactéries et 
bactéries/bactéries qui y ont cours (Abby et al. 2014; Pinto et al. 2021; Vacant et al. 
2022). 

Dans le troisième chapitre, j’ai émis l’hypothèse que P. calceolata assimile 
préférentiellement l’azote organique à la DCM, en se basant sur la part de gènes 
différentiellement exprimé en commun entre ceux surexprimé à la DCM et ceux 
surexprimé dans les conditions de changements de quantité et de sources d’azote. Il 
serait possible qu’à la DCM, P. calceolata utilise des sources alternatives d’azote, 
notamment pour faire face à la compétition accrue liée à la plus grande abondance 
d’organismes phytoplanctoniques par rapport à la surface. Cette hypothèse permet de 
remettre P. calceolata dans son contexte environnemental : elle vit entourée d’autres 
cellules, avec qui elle peut être en compétition pour les ressources. Cette considération 
ouvre la porte à de nombreuses questions. Par exemple, on peut se demander si P. 

calceolata forme des associations avec d’autres cellules. Sa présence en plus faible 
abondance dans les fractions de taille supérieures 20-180 µm, 180-2000 µm et 0.8-
2000 µm peut laisser penser soit qu’elles forment des mucilages ou des colonies, 
comme en sont capables un certain nombre de Pelagophyceae (de plus, j’ai pu 
observer parfois chez P. calceolata des formations semblables à des mucilages), soit 
que les P. calceolata peuvent être physiquement associées à des espèces plus grandes. 
L’expression des gènes n’est pas grandement impactée par la fraction de taille dans les 
échantillons des fractions 0.8-5 µm et 0.8-2000 µm, on peut donc supposer que la 
physiologie de P. calceolata est similaire entre ces deux fractions de tailles. En revanche, 
je ne me suis pas intéressée à l’expression des gènes dans les fraction 20-180 µm et 
180-2000 µm, je ne peux donc pas dire s’il y a une différence d’expression de ces 
cellules potentiellement en colonie par rapport aux cellules probablement sous forme 
libre. 

Les interactions peuvent aussi être non physiques. Par exemple, P. calceolata pourrait 
profiter des métabolites rejetés par d’autres organismes. L’hypothèse de la Reine Noire 
(Black Queen Hypothesis) stipule que la perte d’un certains nombres de gènes, 
notamment ceux impliqués dans la voie de biosynthèses de métabolites solubles telles 
que les acides aminés, serait possible grâce à la mutualisation des métabolites. 
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L’application de cette théorie évolutive aux PPE permettrait d’expliquer la réduction du 
génome de certaines espèces sans passage à la vie symbiotique (Morris, Lenski, and 
Zinser 2012; Derilus et al. 2020; 2023). Pour que cette mutualisation des métabolites 
secondaires existe chez P. calceolata, il faudrait un mécanisme de quorum-sensing. La 
présence des gènes codant pour les senseurs de nitrate/nitrite (Chapitre 1, Figure 5) 
peut indiquer que P. calceolata est capable de ce quorum-sensing. On pourrait 
supposer qu’elle pourrait se concentrer dans les zones où il y a de l’azote disponible, 
profitant par exemple des molécules de DON relarguées par d’autres organismes. Si ce 
partage des métabolites a bien lieu entre les PPE, alors il peut en partie expliquer le 
succès écologique de P. calceolata dans les zones oligotrophes, pauvres en fer ou en 
azote.  

La question des interactions entre cellules dans l’environnement prend de plus en plus 
d'importance, car elles sont longtemps passées sous les radars des études de 
génomique environnementales (Worden et al. 2015). Les réseaux de cooccurrence 
permettent de déterminer quelles sont les espèces qui sont co-abondantes à partir des 
données de méta-omiques comme celles de Tara Oceans, mais ces méthodes 
indirectes ne renseignent pas sur la nature de l'interaction. En revanche, l’utilisation de 
méthodes single-cell couplées au séquençage permettent d’étudier les interactions 
physiques directement à partir d’échantillons environnementaux. 

3 - Pelagomonas calceolata comme modèle pour l’étude 
des PPE  

Au-delà des résultats scientifiques apportés sur l’acclimatation de P. calceolata aux 
changements environnementaux, ce manuscrit sert également de preuve de concept. 
En effet, ce travail est la première thèse portant entièrement et spécifiquement sur 
Pelagomonas calceolata. On peut se demander quel est l'intérêt d’étudier cet 
organisme en particulier alors que d’autres microalgues photosynthétiques sont déjà 
étudiées en laboratoires, et que plusieurs sont mieux caractérisées a au niveau 
génétique, physiologique, métabolique ou écologique. L’étude de P. calceolata permet 
de mieux comprendre un groupe encore mal caractérisé, les Pélagophytes. Caractériser 
des espèces inconnues permet d’enrichir les ressources taxonomiques et 
fonctionnelles, qui font souvent défaut pour les eucaryotes marins (Worden and Allen 
2010; del Campo et al. 2014). Chaque génome nouvellement séquencé amène son lot 
de nouvelles découvertes et enrichit les bases de données de nouvelles références, 
particulièrement avec des données parvenant de taxons peu décrits, permettant de 
diminuer les erreurs d’inférences taxonomiques ou fonctionnelles. J’ai mené au travers 
de cette thèse la première caractérisation globale d’un Pélagophyte pélagique et 
cosmopolite.  

Ce travail de thèse montre que P. calceolata peut tout à fait servir de modèle pour 
étudier l’acclimatation des picoeucaryotes photosynthétiques. En effet, cette espèce 
présente un certain nombre de caractéristiques qui en font un organisme modèle 
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pertinent à l’ère des multi-omiques. Du point de vue de la génomique 
environnementale, P. calceolata remplit les critères définis par Worden et al. (2015) 
pour assurer le succès d’une étude méta-omique. D’abord, il faut un génome de 
référence de bonne qualité permettant d’identifier les séquences de cette espèce dans 
l'environnement. Ensuite, ce génome doit être de petite taille afin de ne pas nécessiter 
une profondeur de séquençage trop importante. Et finalement, l’espèce doit avoir une 
diversité assez faible au travers de l’environnement étudié (Worden et al. 2015). Avec 
son génome de 31 Mb assemblé à l’échelle du chromosome avec un séquençage en 
courtes et longues lectures, j’ai montré tout au long de cette thèse qu’il était possible 
d’étudier P. calceolata dans l’ensemble des données Tara Oceans, en métagénomique 
et en métatranscriptomique simultanément. L’abondance et le cosmopolitisme de P. 

calceolata en font une microalgue pertinente à étudier dans les jeux de données 
couvrant l’océan global, car elle est facile à détecter et présente dans une grande 
diversité de conditions environnementales.   

La question de la diversité de P. calceolata dans l’environnement est un axe de 
recherche majeur à développer. L’un des premiers travaux que j’ai fait dans le cadre de 
ma thèse, et qui n’a pas été présenté ici, a été de rechercher des variants de l’ADNr 16S 
ou 18S dans l’ensemble des données de métabarcoding des expéditions Tara Oceans 
et Tara Pacific, afin d’identifier s’il y avait une ou plusieurs espèces de Pelagomonas 

dans l’environnement. Mon analyse m’a amenée à considérer qu’il n'y avait qu’une 
seule espèce. Cette diversité réduite est un des critères qui font de P. calceolata un bon 
modèle pour l'analyse des données de méta-omiques environnementales. Cependant, 
la diversité des Pelagomonas mérite d’être examinée plus longuement au travers d’une 
analyse de structure de population détaillée. Également, le choix de P. calceolata 
RCC100 comme souche de référence peut poser question. Échantillonnée dans le gyre 
central du Pacifique Nord en 1973, cette souche est en culture depuis 50 ans. Nous 
l’avons choisie car il s’agit de la souche historique à partir de laquelle l’espèce a été 
décrite (Andersen et al. 1993). Cependant, la mise en culture prolongée peut amener à 
une perte de fonction ou à une augmentation des modifications génétiques délétères. 
Le génome en culture de RCC100 présente de larges zones dupliquées qui semblent 
être en simple copie dans l’environnement. Malgré cela, le recrutement des séquences 
environnementales reste efficace. La comparaison du génome, de la physiologie et du 
métabolisme de RCC100 avec certaines des 72 autres souches de P. calceolata 
maintenues à la collection d’algues de Roscoff (Vaulot et al. 2004) permettra de 
déterminer si ce choix de souche était le plus pertinent. Comment la mise en culture a 
impacté le génome de chaque souche, et quelles différences physiologiques existent 
entre des souches échantillonnées à des sites différents en termes de température, 
luminosité, concentration en nutriments, etc. sont des questions nécessitant la 
comparaison de plusieurs souches d’une même espèce.  

Du point de vue de la biologie cellulaire et moléculaire, P. calceolata a beaucoup de 
potentiel, mais des outils restent à développer afin d’en faire un organisme modèle 
performant. J’ai mis en place la culture de P. calceolata au Genoscope à la fin de l’année 
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2021, et l’entretien de cette espèce est assez facile. Les conditions de luminosité et de 
température permettant sa croissance peuvent être implémentées simplement. Avec 
son rythme de division d’environ 1 par jour, un repiquage tous les 15 jours suffit à 
maintenir une culture saine. L’extraction et le séquençage de l’ADN et de l’ARN ne 
rencontrent pas de difficulté particulière, un protocole standard du laboratoire de 
séquençage du Genoscope permet d’avoir de bons rendements avec un volume de 
culture d’environ 50 ml. Nous avons réussi en seulement quelques mois à optimiser les 
conditions de cultures et à mettre en place l’expérience complète dans différentes 
conditions de source et de quantité d’azote décrite dans le chapitre 2 (Chapitre 2, 
Materials and Methods).  

Cependant, P. calceolata présente un certain nombre de caractéristiques qui font de 
son utilisation en laboratoire un défi. Elle présente une croissance assez lente, qui 
nécessite une attente de 7 à 10 jours pour obtenir une biomasse suffisante. On observe 
souvent plusieurs jours avec une croissance très faible après la dilution dans du milieu 
frais. Également, sa croissance semble être irrégulière par période, et impactée par des 
paramètres que nous ignorons. Beaucoup de choses restent à découvrir sur les 
paramètres impactant sa croissance et comment l’optimiser. La température et la 
luminosité choisies sont convenables pour les besoins de cette thèse, mais il est 
sûrement possible d’optimiser les conditions de culture. Comme évoqué 
précédemment, la souche utilisée dans le cadre de cette thèse n’est pas axénique, et la 
présence de cette phycosphère joue probablement un rôle sur la croissance et le 
métabolisme P. calceolata. C’est aussi une espèce assez petite (1.5 à 3 µm), ce qui la 
rend difficile à observer au microscope optique. À cause de cela, il est difficile 
d’observer ses caractéristiques morphologiques ou sa structure intracellulaire 
facilement.  

Nous avons aussi fait face à un certain nombre de contretemps et d’échecs liés à des 
problèmes techniques plutôt que biologiques. P. calceolata étant un organisme peu 
étudié, il n’existe pas de protocole pour de multiples techniques de laboratoire. Bien 
que non décrites dans ce manuscrit, nous avons initié la mise en place de protocoles 
pour cultiver P. calceolata en bioréacteur, extraire ces métabolites, ou encore pour 
transformer cette souche afin faire de l’édition ou de la surexpression génique. Les 
microalgues pour lesquelles nous maîtrisons ces techniques sont de plus en plus 
nombreuses : on peut notamment citer Ostreococcus tauri (chlorophyte), 
Phaeodactylum tricornutum (diatomée) ou Nannochloropsis gaditana 
(eustigmatophyte) (Sproles et al. 2021). Ce travail a révélé un certain nombre de gènes 
de fonction inconnue qui sont de bon candidats pour des mécanismes importants dans 
l’acclimatation aux limitations en azote, en fer ou à la profondeur, mais il est impossible 
à ce jour de tester leurs fonctions dans P. calceolata. Le développement de protocoles 
pour permettre d’étudier P. calceolata au travers d’autres techniques va prendre un 
peu de temps, mais cela permettra d’en faire un organisme modèle pour des études 
de biologie moléculaire et cellulaire, à coupler avec des analyses de génomiques 
environnementales. 
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P. calceolata pourrait servir d'organisme modèle pour découvrir de nouvelles fonctions, 
mais aussi pour mieux comprendre le métabolisme central. Mon 3e chapitre ouvre la 
porte à des questions sur l’impact de l’environnement sur le métabolisme du carbone, 
en particulier le cycle de Calvin et la photorespiration. Bien que l’étude de ces 
mécanismes chez les plantes est ancienne, leur compréhension chez les microalgues 
est encore en construction. Comme évoqué dans le chapitre précédent, le cycle de 
Calvin est bien caractérisé chez les microalgues, mais les conditions environnementales 
régulant son expression sont encore peu connues. Pour la photosynthèse, il reste 
beaucoup de nouvelles découvertes à faire. On estime qu’une grande part de gènes 
impliqués dans ce métabolisme pourtant basique et très étudié sont encore non 
caractérisés (Li et al. 2019). La généralisation de nos connaissances des plantes 
terrestres et algues vertes à des groupes phylogénétiquement très distants comme les 
Straménopiles pourraient nous induire en erreur (Bailleul et al. 2015). P. calceolata 
pourrait donc servir de modèle pour étudier des métabolismes centraux et comprendre 
comment ils peuvent être régulés en réponse aux changements de conditions, en 
laboratoire et en multi-omiques environnementales. 

4 - Conclusion 

Lors de cette thèse, j’ai étudié les capacités d’acclimatation de Pelagomonas calceolata 
aux changements environnementaux, plus particulièrement sa réponse 
transcriptomique aux variations de nutriments. J’ai pu, au cours de ces trois chapitres, 
décrire les capacités d’acclimatation de cette espèce encore peu connue grâce à la 
métagénomique, la génomique comparative, la métatranscriptomique, la biologie 
cellulaire et la transcriptomique.  

J’ai étudié les niveaux d’expression des gènes de P. calceolata in situ et en culture, ce 
qui m’a permis de découvrir comment cette espèce s’acclimate aux changements 
environnementaux. Particulièrement abondante dans les eaux tempérées et pauvres en 
fer, P. calceolata présente un ensemble de gènes permettant son acclimatation à des 
variations de disponibilités de fer et d’azote. L’étude de sa réponse transcriptomique 
aux manques d’azote in situ et in vitro ont mis en lumière une série de mécanismes 
d’acclimatation, notamment une certaine efficacité pour économiser et recycler son 
azote intracellulaire, comme les diatomées. P. calceolata présente aussi une forte 
capacité à utiliser des sources d’azote organiques, comme le pélagophyte Aureococcus 

anophagefferens. Cette étude, croisant données environnementales et expériences en 
laboratoire, a permis de déchiffrer plus précisément des mécanismes précis, 
notamment le fonctionnement de la cyanate lyase, remettant en question le rôle de 
cette enzyme dans l’assimilation de l’azote organique chez les eucaryotes. Finalement, 
j’ai exploré comment P. calceolata régule son métabolisme central en fonction de la 
profondeur, ouvrant la porte à l’étude de l’impact de l’environnement sur le cycle du 
carbone. Ainsi, ce travail donne la première étude complète sur l’acclimatation de ce 
PPE aux changements environnementaux. 
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Du fait de ses caractéristiques génomiques et physiologiques, Pelagomonas calceolata 
a le potentiel de devenir un nouvel organisme modèle, pour la compréhension des 
mécanismes moléculaires déterminant l’abondance et la répartition des PPE face aux 
changements environnementaux. Son petit génome et son abondance en font un 
modèle avantageux pour mener des études en génomique environnementale. Facile à 
cultiver dans des conditions variables, il est aisé de mener des études fonctionnelles 
nombreuses, afin de comparer l’expression des gènes in situ et in vitro.  

Ainsi, on peut explorer la réponse de P. calceolata aux changements 
environnementaux, de l’écosystème jusqu’aux gènes. Bien que beaucoup de protocoles 
expérimentaux restent à mettre en place, cette thèse constitue une preuve que 
Pelagomonas calceolata peut permettre de faire de nouvelles découvertes sur le 
phytoplancton, afin de mieux comprendre sa réponse aux changements climatiques et 
sa place dans l’écosystème marin de demain. 
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Supplementary Note 1: Duplicated regions in P. calceolata genome 

We observed two highly similar duplicated regions (>99% identity) in the Pelagomonas calceolata 

genome. We measured the vertical coverage along the genome to understand if these duplications are 

real or assembly artefacts. The vertical read coverage of duplicated regions is similar to that of other 

genomic regions suggesting that they are both present in all cells of this P. calceolata culture (Figure 1 

and Figure S1d). In addition, 150 Kb at one extremity of contig 4 present a higher vertical coverage 

suggesting that this region is also duplicated in the P. calceolata genome but collapsed in the assembly. 

Interestingly, duplicate regions at the end of sequences have already been observed in the chlorophyte 

Ostreococcus tauri which has been maintained for several years in culture1. These observations suggest 

that long-time cultures could affect not only the sequence of a given organism’s genome but also its 

structure. 

Supplementary Note 2: Description of the Hi-C results 

We aligned 75.9% of Hi-C raw reads on the P. calceolata genome sequence and nearly 92% of them 

were considered as Hi-C contacts, showing that the Hi-C preparation was successful. Specific features 

were observed on the contact map (Figure S2). The red diagonal indicates a large number of contacts 

within each chromosome arm. In contrast, the number of contacts between arms of the same 

chromosome is barely above the background. The second striking feature is the unique spot of contacts 

between all low-GC regions of each chromosome. These contacts confirm the position of the 

centromeres in each chromosome. Indeed, centromeres co-localised in the nucleus architecture2  and 

the Hi-C method is able to reve²al this proximity3,4. Interestingly, weak contacts were observed 

between all centromeres and the end of chromosome 3. This is potentially because this region also 

encompass the repeats detected in the centromeres (Figure 1). In addition, two duplicated regions in 

the extremities of contigs 1, 3, 5 and 6 present a high number of contact. This is probably an artefact 

due to the random alignment of these reads in the duplicated regions and do not reflect a specific 

spatial proximity in the nucleus for these regions. Finally, the beginning of contig 4 present a higher 

contact background compare to other genomic regions. This is because this region is probably 

duplicated in the genome but merged in the assembly. Overall, the Hi-C analysis confirms the assembly 

of P. calceolata genome based on ONT long reads. 

Supplementary Note 3: Introns and introner elements 

The presence of introner elements (IE) in P. calceolata was investigated by overlapping the position of 

the introns in transcriptome alignments with the positions of repeat families detected ab initio with 

RepeatScout5. Intron overlapping repeats over more than 90% of their length were identified as 



putative IEs. The P. calceolata genome contains 956 putative IEs. The logo representation of the 

putative IE sequences reveals the presence of GT and GC donor sites at the 5’ end, AG acceptor site at 

the 3’ end, and conserved TIR in the flanking regions (Figure S3b and Table S3). 

Supplementary Note 4: GC content distribution along P. calceolata chromosomes 

The chromosome level assembly of the P. calceolata genome obtained with ONT and Hi-C sequencing 

revealed unique genomic features that are not usually studied in short-read assembled genomes. The 

most striking observation is the presence of a unique GC trough (52%) in each putative chromosome 

contrasting with the high GC content (63%) of other genomic regions of P. calceolata suggesting that 

these low-GC regions encompass centromeres. In eukaryotes, centromeres have a large variety of 

structures and characteristics. They are composed of many repeated sequences or contain genes, they 

are determined genetically or epigenetically and their size can vary from 125 bases (in S. cerevisiae) to 

several Mb (in mammals )6. Short regional centromeres (1-5 Kb) are generally low-GC compared to the 

genome and the sequence is unique at each centromere. Among stramenopiles, centromeres were 

characterized in the diatom P. tricornatum where a short low-GC sequence (>500 bp) is enough to 

define a centromere7. Large regional centromeres (>10 Kb) are generally gene-free, contain repeated 

elements and are not transcribed6. P. calceolata putative centromeres derive from this general pattern 

with large low-GC regions containing genes and few repeated elements. Interestingly, the red alga 

Cyanidioschyzon as well as several yeast species seem to have similar centromere structures with large, 

low-GC centromeres containing genes8,9.  

The gene structure within low-GC regions differs from that of other genomic regions (Figure 1 and 

Table S5). The slight decrease of gene density observed in Figure 1 is explained by a longer gene size 

(average of 2.8 Kb compared to 1.7 Kb in other regions). In addition, the 453 genes in low-GC regions 

contain more introns (2.2 introns per gene compared to 0.4) and the introns are shorter (119 bp 

compared to 214 bp). We also noticed a higher proportion of bases belonging to intergenic regions, 

18% in low-GC regions and 11% in other chromosomic regions (Table S5). Interestingly, three repeats 

of more than 500 bases are present in several low-GC regions (R_13 in contigs 2, 3 and 6; R_25 in all 

contigs except contig 1 and R_80 in contigs 1 to 4; see Figure 1). No homology was found between 

these sequences and known repeat elements. Gene function analysis of low-GC regions reveals an 

enrichment of genes involved in specific cellular mechanisms (Table S6). Thirteen genes are involved 

in DNA replication including the Anaphase-promoting complex subunit 4, the sister chromatid 

cohesion protein Dcc1 and 3 Mini-chromosome maintenance genes. Twenty-five genes are involved in 

microtubule synthesis and microtubule-binding motor proteins (9 genes carrying dynein domains, 6 

genes carrying kinesin motor domains and 4 tubulin genes). These genes indicate that the low-GC 



regions contain many genes required for P. calceolata cellular division. Finally, 18 genes are involved 

in transcription including 3 genes encoding RNA Pol II rpb2 subunits and 7 genes encoding transcription 

factors suggesting an important role of these chromosomic regions for the regulation of gene 

expression. 

Supplementary Note 5: Centromeres, recombination and meiosis in P. calceolata 

Among 23 gene functions specifically involved in meiosis, 18 homologs are present in the P. calceolata 

genome (Table S7). We did not identified homologs of ZIP, HOP1 and RED1 genes in the P. calceolata 

genome. These genes are known to be involved in homologous pairing of chromatids and construction 

of the synaptonemal complex in animals, plants and fungi but are not essential to perform meiosis. 

Indeed these 3 genes are absent in several phyla capable of meiosis like diatoms and ciliates10,11. 

Interestingly, MSH4 and MSH5 genes are absent from the P. calceolata genome. These genes necessary 

to perform the interfering (class I) recombination pathway through Double Holliday Junctions are 

present in most eukaryotic lineages. The large low-GC regions could be a consequence of the absence 

of the MSH4/5 genes. Indeed, the main hypothesis to explain these low-GC patterns in centromeres is 

the importance of GC-biased gene conversions (gBGC) during recombination and the inhibition of this 

recombination near centromeres12. gBGCs increase the GC content of recombining DNA over 

evolutionary time inducing GC content variations within and between genomes13. The kinetochore 

formation at centromeric regions inhibits recombination and double strand break formation during 

meiosis resulting in rare gBGC in these regions14. Centromeric and peri-centromeric regions may 

therefore have a lower GC content. In yeasts (Yarrowia lipolytica, Candida lusitaniae, and Pichia 

stipites), a correlation has been observed between the importance of the GC trough near the 

centromeres (>10%) and the absence of MSH4/MSH5 genes9. It is therefore possible that the absence 

of this recombination pathway in P. calceolata induces more frequently double-strand break repair by 

synthesis-dependent strand annealing and a more rapid gBGCs across the genome except at the 

centromeres where double-strand breaks are inhibited. This recombination inhibition may have 

important consequences on the evolution of the P. calceolata genome. Genes within low-GC regions 

are significantly longer and contain more introns than genes in other genomic regions. Because intron 

gain and loss are closely related to double-strand break repair and homologous recombination, we 

suggest that centromere genes retain more introns because double-strand breaks are reduced15. 

Variant analysis in P. calceolata populations could be targeted specifically in future studies to infer an 

estimation of recombination rate and more generally characterize the evolutionary processes 

controlling these large centromere regions. 



In addition, we used the mRNA extracted and sequenced during exponential growth of P. calceolata 

to estimate the relative expression level of meiosis genes. Four out of 18 genes were not detected 

including the double-strand DNA break initiator SPO11 (Table S7). This result suggests that P. 

calceolata do not perform meiosis in exponential growth. 
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2 - Annexes du chapitre 2 

Supplementary Tables 

Supplementary tables were send to the members of the dissertation comitee. 

Supplementary Figure 

 

Supplementary Figure 1. Global gene expression patterns between samples. A) Hierarchical clustering of 
normalized gene expression levels (TPM) of all samples. B) Pearson’s correlations of normalised transcriptomic 
profiles (TPM) between each pair of samples. 
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3 -  Annexes du chapitre 3 

Tables supplémentaires 

Les tables supplémentaires ont été envoyées aux membres du jury de thèse.  

Figures supplémentaires 

 

Figure supplémentaire 1. Calcul du nombre optimal de clusters pour la heatmap (figure 9) pour A) les gènes 
et B) les échantillons, en utilisant la méthode de calcul des k-moyennes Elbow.  

 

Figure supplémentaire  2. Profondeur d'échantillonnage en mètre pour les échantillons de DCM (vert) et de 
surface (bleu) en mètre. 



 

 

 

  



 

 

 

 


