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I- Introduction  
A l’heure actuelle, les biocides sont utilisés dans de très nombreux secteurs d’activités. 

On en retrouve par exemple en agriculture, dans l’agro-alimentaire, les soins personnels, 
les produits ménagers et les produits pharmaceutiques. Dans la plupart de ces domaines 
ces produits sont indispensables et difficilement remplaçables. Le marché européen des 
biocides est en pleine expansion, et devrait atteindre 11,9 milliards de dollars en 2022.  
L’un des surfactants cationiques les plus manufacturés et utilisés dans les produits de 
désinfection, les produits de soins ou encore les détergents est le chlorure de 
benzalkonium (BAC) et plus précisément le chlorure 
de dodécylbenzyldiméthylammonium (Madsen et al. 2001), comportant une chaine 
carbonée de 12 carbones (BAC 12).   
Le mode d’action toxique du BAC 12 seul ou en mélange a fait l’objet de nombreuses 
études durant les deux dernières décennies (Beveridge et al. 1998, Pérez et al. 2009, 
Antunes et al. 2016, Sreevidya et al. 2018). Sa toxicité repose sur l’attaque des membranes 
lipidiques des cellules qui entraine, en cas d’exposition trop forte, la lyse de la cellule. Avec 
la récente arrivée du SARS-CoV-2 dans notre quotidien, l’utilisation massive des 
désinfectants utilisant le BAC 12 comme agent actif pourrait entrainer une augmentation 
future de ce dernier dans les compartiments environnementaux, du fait d’un abattement 
incomplet en sortie de station d’épuration. De plus, certaines études ont pu démontrer 
que le BAC a un impact néfaste sur divers organismes non-cibles, par exemple la 
photosynthèse et la production de chlorophylle a chez les cellules végétales (Pérez et al. 
2009). Il a également été prouvé que l’exposition à un stress lumineux pouvait augmenter 
ces effets néfastes (Pozo-Antonio et Sanmartín 2018).  
Or, la lumière est l’un des stress anthropiques qui s’impose comme une source de 
perturbation pour les organismes périphytiques (Grubisic et al. 2017). En effet, les 
écosystèmes aquatiques côtiers sont fortement perturbés par la lumière artificielle de nuit 
(ALAN) (Maggi et Serôdio 2020), bousculant les cycles photosynthétiques des organismes 
et donc leur fonctionnement métabolique.  
L’objectif du stage réalisé à INRAE au premier semestre 2021 est donc d’étudier les effets 
individuels et conjugués du BAC 12 et de l’illumination nocturne sur les biofilms de rivières. 
Dans un premier temps, la méthode de quantification par LC-MS/MS du BAC 12 a été 
développée. En parallèle, des biofilms, en suspension, ont été exposés à court terme à des 
concentrations croissantes de BAC, dans des conditions d’exposition lumineuse continue 
pour obtenir les courbes doses-réponses de notre biofilm au contaminant. Enfin, des 
biofilms naturels ont été exposés pendant 10 jours à un stress lumineux continu et/ou à 
une concentration de BAC 12 provoquant des effets (d’après les résultats des expériences 
dose-réponse précédemment obtenus), afin d’en caractériser les effets sur la 
photosynthèse, la composition taxonomique, la production de biomasse, et les profils 
lipidiques des biofilms, renseignant sur les possibles répercussions directes (synthèse des 
lipides) et indirectes (changements de composition dans les communautés de 
microorganismes) en lien avec leur qualité nutritive. Dans un second temps (séjour à venir 
à l’INRS-ETE), l’impact d’une telle co-exposition sur une chaîne alimentaire simplifiée (i.e. 
exposition de brouteurs à du biofilm pré-exposé) sera évalué afin de révéler un possible 
transfert de contaminant et une modification potentielle de la composition en acides gras 
des consommateurs. Dans l’ensemble ces travaux visent à identifier des biomarqueurs 
d’altération(s) spécifique(s) candidats pour la surveillance de l’impact de ces stress sur les 
communautés microbiennes aquatiques.  
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II- Analyse bibliographique  

2.1- Les biocides  

2.1.1- Présentation et applications  

  
Les biocides englobent, par définition, toute substance ou mélange de substances dont 
l’action principale est de détruire, repousser ou limiter la prolifération d’organismes tels que 
les bactéries, algues, champignons, insectes ou encore oiseaux par une action chimique ou 
biologique. Ils peuvent à la fois être des produits de synthèse mais également provenir de 
source naturelle. C’est aujourd’hui l’objet de nombreuses recherches récentes qui pourraient 
permettre de trouver dans des molécules naturelles tel que les phéromones, une alternative 
aux biocides de synthèse (Heuskin et al. 2011).  
On divise généralement les biocides en 4 groupes eux-mêmes divisés en 22 types de produits 
(TP).  

 Tableau 1: Répartition et identification des types de produits biocides   
 

Groupe 1  Les désinfectants (TP 1 à 5)  o Produits d’hygiène 
humaine/vétérinaire  
o Désinfectants de surface  
o Désinfection d’eau 
potable  

  

Groupe 2  Les produits de protection   
(TP 6 à 13)  

o Matériaux de construction  
o Revêtements anti-biofilm  
o Fluides de travail du métal  

  

Groupe 3  Les produits de lutte contre les 
nuisibles (TP 14 à 20)  

o Rodenticides, avicides, 
fongicides, bactéricides, 
virucides etc…  

Groupe 4  Autres produits biocides   
(TP 21-22)  

o Produits anti salissure  
o Fluides d’embaumement 
et de taxidermie  

 
Le marché des biocides est très conséquent et connait une croissance importante depuis le 
début des années 2010 (voir Figure 1). Les trois domaines majoritaires dans l’utilisation des 
biocides sont : le traitement de l’eau avec notamment l’utilisation de produits algicides pour 
l’entretien des piscines mais surtout pour leur utilisation dans les processus de traitement de 
l’eau potable, la préservation de nourriture et les produits de soins corporels.  
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Figure 1: Marché des biocides en Europe, par application, 2012-2022  (en millions de dollars)   
(Radiant Insight, 2015)  

  

2.1.2- Réglementation  
  

  Actuellement, la réglementation mondiale sur les biocides est hétérogène. En Europe, les 
produits biocides sont tous régulés par l’Agence Européenne des produits chimiques (ECHA) 
sous la « Réglementation des Produits Biocides » (RPB) qui a été instauré en 2012. Alors que 
pour les USA par exemple, la régulation des biocides est partagée entre différents organismes 
suivant leurs utilisations. Les désinfectants et produits d’hygiène destinés à l’usage humain ou 
vétérinaire sont gérés par l’US Food and Drug Administration (USFDA) alors que les produits 
désinfectants, fongicides ou algicides pour surfaces inertes sont contrôlés par 
la Federal Insecticide, Fungicide and Rodenticide Act (FIFRA).    
Dans les deux cas, les agences gouvernementales exigent un rapport détaillé comportant 
l’efficacité du produit biocide, sa toxicité sur l’Homme et l’environnement avec notamment 
une estimation du risque environnemental défini par le rapport entre la concentration 
environnementale prédite (PEC) et la concentration pour laquelle l’on n’observe aucun effet 
sur les organismes (PNEC) et enfin la persistance et l’accumulation du composé dans les 
différents compartiments environnementaux (DeLeo et al. 2020).  
Cependant, les agences demandent que ces informations soient fournies par l’entité qui 
demande l’autorisation de mise sur le marché et donc la majorité des données, réalisées soit 
par les entreprises elles-mêmes soit par des laboratoires indépendants, ne sont pas publiées, 
très incomplètes ou ne répondent qu’aux exigences de la réglementation ce qui peut mener 
à des idées erronées sur le réel potentiel toxique de certains biocides.  
Il y a également possibilité pour les entreprises aux USA de demander des reports sur la mise 
en place de certaines régulations. C’est ce qu’il s’est passé pour la régulation des chlorures de 
benzalkonium aux Etats-Unis entre 2015 et 2020 qui a finalement été repoussée avec, pour 
argument, un manque de preuve scientifique quant à leur toxicité (Pereira et Tagkopoulos 
2019). Pourtant, la littérature scientifique est très explicite sur la dangerosité des BAC pour 
l’Homme et l’environnement (voir section 2.2.3-Toxicité).   
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2.2- Le chlorure de benzalkonium  

2.2.1- Présentation et application   

  

  
Figure 2: Chlorure de dodécylbenzyldiméthylammonium  

 

Le chlorure de dodécylbenzyldiméthylammonium (BAC 12) est un composé faisant partie de 
la famille des chlorures de benzalkonium. Ces composés, appartenant à la famille des 
ammoniums quaternaires, sont caractérisés par la longueur de la chaine carbonée, qui peut 
varier de 8 à 18 carbones et qui conditionne leurs propriétés physico-chimiques.  
 

 Tableau 2: Propriétés physico-chimiques du BAC 12 (Abbott et al. 2020); (Daull et al. 2013) 
 

Point de fusion  42-44°C (pour le solide pur)  

Poids moléculaire  339 g/mol  

pH  6 à 8  

Solubilité dans l’eau  1230 mg/L  

Log(Kow)  2,93  

Persistance  T1/2= 38 j dans l’eau  
Plusieurs années dans les sédiments  

Sorption : Log(Koc)  5,43  
  

Comme la plupart des ammoniums quaternaires, le BAC 12 est utilisé principalement en tant 
qu’agent actif dans les produits de désinfection médicaux ou ménagers ainsi que dans les 
détergents. Mais avec la restriction progressive d’autres agents désinfectants tels que le 
triclosan (Sreevidya et al. 2018), ses domaines d’utilisation se sont diversifiés et amplifiés. Il 
est maintenant utilisé en tant que fongicide en agriculture et dans les lessives, en prévention 
du parasitage dans les aquacultures (Waller et al. 1996). Il est important de noter que dans la 
majorité de ses applications il se présente sous forme de mélange avec d’autres chlorures de 
benzalkonium. Cependant le BAC 12 est généralement le composé majoritaire de ces 
mélanges comme on peut le voir sur les sites des fournisseurs de produits chimiques (Merck 
France). Enfin, l’utilisation du composé avait déjà connu un essor lors de la crise épidémique 
lié au SARS-CoV-1 au début des années 2000 (Rabenau et al. 2005). Aujourd’hui, compte tenu 
de la nouvelle crise épidémique, l’utilisation des chlorures de benzalkonium connait de 
nouveau un essor important. La plupart des produits virucides actuellement conseillés par l’US 
EPA pour lutter contre l’épidémie de SARS-CoV-2 utilisent le chlorure de benzalkonium en tant 
qu’agent actif (voir Figure 3). Un article du journal d’économie Bloomberg rapporte que la 
production de désinfectants pour le mois de mai 2020 équivalait à la production de l’année 
2019 entière (T. Buckley, 2020).  
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Figure 3: Part des substances actives dans les désinfectants conseillés par l’EPA contre le Covid (Hora 

et al. 2020) 
  

Cette expansion soudaine questionne sur l’état actuel de sa présence dans les différents 
compartiments environnementaux et sur les risques réels que présente ce composé sur les 
organismes et plus généralement sur les écosystèmes.  
  

2.2.2-Situation environnementale actuelle   

  
Le BAC 12, par ses utilisations nombreuses et variées, s’invite bien plus dans notre quotidien 
que ce que l’on pourrait penser. En plus des expositions évidentes lors de l’utilisation de 
produits ménagers, de produits de soins corporels ou encore du plus commun des 
antiseptiques (la Biseptine®), il existe d’autres formes d’exposition, par exemple pour la 
conservation des aliments à 0,5 mg/kg (Pereira et Tagkopoulos 2019). Bien que la Commission 
Européenne ait limité cette utilisation du chlorure de benzalkonium, 
l’European Food Safety Authority (EFSA) a trouvé des valeurs atteignant 14,4 mg/kg (EFSA, 
2013d). A noter qu’en contraste de la réglementation qui se raffermit en Europe, dans d’autres 
pays tels que les Etats-Unis, la réglementation reste beaucoup plus laxiste.  
Dans la majorité de ces utilisations du BAC 12, on estime qu’environ 75% de la substance brute 
est en surplus lors de l’utilisation et est rejetée dans les eaux usées. Il existe d’autres 
cheminements tels que la lixiviation des composés utilisés pour l’agriculture ou pour nettoyer 
les sols qui peut entrainer une contamination directe des eaux de surface. Mais la plus grande 
partie des rejets de BAC 12 finissent en station d’épuration (STEP) à des concentrations 
variables. Les concentrations sont particulièrement élevées dans les STEP qui reçoivent les 
eaux usées d’hôpitaux, de laveries ou de piscines qui sont des lieux où la consommation de 
BAC 12 est très importante, pouvant atteindre des concentrations de 6 mg/L dans certaines 
de ces STEP (Kümmerer et al. 1997). 
Dans ces stations, les effluents sont généralement traités par boues activées dans lesquelles 
le BAC 12 est biodégradé par certaines souches de bactéries telles 

que Aeromonas hydrophila qui est capable de le dégrader et d’utiliser les produits de 

dégradation comme source d’énergie (Patrauchan and Oriel 2003). Le mécanisme de 
biodégradation n’est pas encore totalement décrit mais un mécanisme général a été établi 
pour la dégradation du BAC par cette bactérie (Voir Figure 4). Cependant ce processus de 
biodégradation connait une inhibition pour des concentrations supérieures à 10 mg/L 
(Kreuzinger et al. 2007).  
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Figure 4: Mécanisme de dégradation du BAC par la bactérie Aeromonas hydrophila (Patrauchan and 

Oriel 2003) 
 

Ces traitements épuratoires présentent généralement une efficacité supérieure à 90%. 
Cependant, vu la quantité considérable consommée, les concentrations en sortie de STEP 
pourraient devenir alarmantes (voir Tableau 3). En général, les études décrivent que la 
concentration environnementale prévisible dans l'environnement (PEC) est très difficile à 
estimer pour le BAC 12 à cause du manque de données. Il en est de même pour la PNEC 
(concentration sans risque pour l’environnement) pour laquelle les données manquent 
également, notamment sur la toxicité à une exposition chronique (Kreuzinger et al. 2007). 
Bien que l’ECHA propose 415 ng/L en accord à la NOEC la plus basse donnée par la littérature 
sur l’invertébré Daphnia magna, d’autres études proposent 215 ng/L en utilisant un facteur 
d’incertitude « α » de 1000 (Elersek et al. 2018) qui rend compte du manque de données pour 
établir le danger réel de la molécule. Ces valeurs sont bien en-dessous de certaines 
concentrations retrouvées en sortie de STEP (voir Tableau 3) et donc certaines études 
estiment donc que le rapport PEC/PNEC pourrait varier et dépasser la limite de 1, synonyme 
de risque pour les écosystèmes dans certains effluents de STEP où les concentrations sont 
élevées (Grillitsch et al. 2006). Il est important de souligner la forte probabilité que les 
concentrations augmentent durant les prochains mois ce qui devrait accentuer notre vigilance 
vis-à-vis de ce contaminant. 
 

Tableau 3: Exemple de concentrations retrouvées en STEP et sortie de STEP. 

    Concentration en 
BAC 12 (µg/L)  

Sources  

  
  

STEP milieu 
urbain  

  

Moyenne  55   (Clara et al. 2007); (Martínez-
Carballo et al. 2007) Maximum  170  

Moyenne après 
traitement  

0 à 1  (Kreuzinger et al. 2007) ; (Hora et 
al. 2020) 

Maximum après 
traitement  

60  

STEP 
hôpital/laverie  

Moyenne  1000 à 3000  (Kreuzinger et al. 2007) ; 
(Martínez-Carballo et al. 2007) ; 

(Kümmerer et al. 1997) 
Maximum  6000  
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2.2.3-Toxicité   

  
La toxicité du BAC 12 repose sur le fait que la tête polaire, le groupement amine quaternaire, 
peut se fixer sur la surface de la membrane tandis que la chaine alkyl lipophile altère la double 
couche phospholipidique. Cette altération peut rapidement mener à une ouverture de la 
membrane et à une lyse progressive de la cellule (Eich et al. 2000).  
Il existe un certain nombre d’articles sur la toxicité du BAC 12 et des différents mélanges de 
chlorure de benzalkonium. Les différentes concentrations efficaces à 50% d’effet (CE50) qui ont 
été déterminées dans la littérature sont compilées dans l’ANNEXE 1. Cette compilation nous 
montre que les organismes répondent très différemment en fonction de l’espèce considérée, 
ce qui nous donne un facteur d’amplitude de 10 000 entre la CE50 la plus faible donnée par l’US 
EPA pour l’invertébré aquatique Daphnia magna qui est de 5,8 µg/L et une bactérie qui 
présente une résistance au BAC 12 pour laquelle on a une CE50 de 6 mg/L (Sütterlin et al. 
2008).  Ce tableau permet également d’identifier que l’invertébré Daphnia magna est 
l’organisme aquatique le plus vulnérable au BAC 12 avec des CE50 variant de 0,0058 à 0,041 
mg/L suivant la nature du mélange et notamment le pourcentage de BAC 12 dans ce mélange. 
De plus, il est intéressant de relever que certaines espèces de microalgues sont plus sensibles 
que d’autres face au BAC 12. On a une CE50 de 0,049 mg/L pour 
l’espèce Pseudokirchneriella subcapitata alors que l’espèce Chlorella vulgaris semble plus 
résistante avec une CE50 de 0,203 mg/L.   

  
Or, dans cette étude nous nous intéressons aux biofilms qui sont, par définition, des structures 
complexes abritant des espèces de microalgues autotrophes (cyanobactéries, diatomées, 
algues vertes), des bactéries, champignons et autres organismes hétérotrophes. Cet ensemble 
vit sur un équilibre maintenu par la composition et la répartition des groupes autotrophes et 
hétérotrophes. L’exposition au BAC 12 pourrait éliminer une grande partie des bactéries et 
certaines espèces de microalgues plus sensibles, et de ce fait modifier la composition 
taxonomique du biofilm. Ces modifications taxonomiques pourraient entrainer une perte de 
la valeur nutritive des biofilms et donc limiter les apports d’énergie aux consommateurs 
primaires.   
Ces changements pourraient également bousculer l’équilibre structurel du biofilm et 
indirectement nuire à tous les organismes du biofilm, même les plus résistants. Cette 
hypothèse a été appuyée par une étude qui a montré que les assemblages naturels 
phytoplanctoniques étaient plus sensibles à une exposition au BAC que des 
cultures monoalgales (Pérez et al. 2009). En plus d’une sélection par espèce dans les 
assemblages, ils montrent qu’il peut y avoir une sensibilité par rapport à la taille. Ils ont relevé 
une diminution des diatomées dont la taille était inférieure à 10 μm à la faveur de diatomées 
de plus grande taille (supérieures à 20 μm).  
Cependant, du fait de son utilisation massive et, de la même façon que pour la résistance 
antibiotique, on a pu observer le développement d’un mécanisme de résistance chez certains 
organismes bactériens par une pression de sélection. En réponse, on a pu observer une 
multiplication des cas d’infections microbiennes provenant de désinfectants contaminés 
(Weber et al. 2007). Les souches les plus résistantes telles 
que Pseudomonas aeruginosa présentent des profils en acides gras et en phospholipides 
différents des souches sensibles (Sakagami et al. 1989). Certaines souches bactériennes sont 
capables de s’adapter à l’exposition au BAC 12 par un changement dans la composition de la 
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membrane cellulaire. En effet, une augmentation de synthèse de polyamine peut permettre 
de stabiliser la charge au niveau de la membrane et par ce fait limiter l’action nocive du BAC 
12 (Kim et al. 2018). Cette étude montre également que l’induction du gène de 
résistance Pmrb pourrait servir de biomarqueur pour les souches résistantes au BAC. Cette 
résistance pourrait être exacerbée par l’utilisation actuelle des BAC dans les produits 
désinfectants contre le SARS-CoV-2.  
De plus, certaines souches bactériennes devenues résistantes au BAC ont révélé une 
résistance croisée avec les antibiotiques. C’est notamment le cas pour certaines souches 
pathogènes de Staphylococcus aureus et d’Escherichia coli, ce qui se révèle être un réel 
problème sanitaire dans les hôpitaux où les concentrations en désinfectants doivent être 
augmentées pour éviter toute contamination.  
Enfin, il a été démontré que la lumière artificielle augmente l’effet biocide du BAC sur les 
biofilms qui se forment sur les murs de bâtiments (Pozo-Antonio et Sanmartín 2018). Les 
traitements de produits concentrés à 3% volumique causent une diminution de la chlorophylle 
a et de l’efficacité de la photosynthèse significative. L’application de BAC combinée aux UVA 
et UVC a encore plus d’impact car ces derniers dégradent les premières couches des biofilms 
et permettent une attaque plus en profondeur dans le biofilm.   
  
En zone urbaine, les milieux aquatiques sont soumis à une illumination artificielle nocturne et 
reçoivent des effluents de STEP dont les concentrations en BAC pourraient augmenter 
prochainement. Ce constat nous mène à nous interroger sur le possible effet synergique de la 
pollution lumineuse dans l’effet toxique du BAC 12 vis-à-vis des 
communautés périphytiques naturelles.  
  
  
  

  
  
  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 



12 
 

2.3- Artificial Light at Night (ALAN)  
  

Aujourd’hui, avec un développement urbain toujours en essor, la lumière artificielle de 
nuit est devenue une véritable pollution globale. En 2001, environ deux tiers de la population 
vivait sous un ciel où la pollution lumineuse de nuit dépassait les valeurs d’éclairement naturel 
(Cinzano et al. 2001).    

  

 
Figure 5 : Le Nord-Ouest Européen de nuit, photo prise à bord de l’ISS, NASA Johnson Space Center 

(https://eol.jsc.nasa.gov). 
  

Cette pollution, plus communément abrégée ALAN (Artificial Light At Night), a été reconnue 
néfaste pour l’homme avec notamment des perturbations du cycle circadien qui ont pour 
conséquences de nombreux effets physiologiques indésirables (Stevens et Zhu 2015). Mais 
elle est aussi considérée comme néfaste pour les écosystèmes qui y sont exposés (Longcore 
et Rich 2004).   
L’intérêt des effets de l’ALAN a été porté dans un premier temps sur les écosystèmes 
terrestres alors que le questionnement des impacts pour les écosystèmes aquatiques n’est 
apparu que récemment (Perkin et al. 2011). En effet, la présence humaine s’est beaucoup 
développé le long des rivières, fleuves ou sur les côtes et donc les écosystèmes aquatiques 
sont largement impactés par la pollution lumineuse. Cet axe de recherche s’est donc 
développé durant la dernière décennie pour mieux comprendre et appréhender l’impact de 
ce stress au niveau, non seulement, des individus mais également des communautés.   
Parmi les effets de l’ALAN sur ces écosystèmes, l’influence sur les producteurs primaires 
semble être la plus importante à explorer. Etant à la base du réseau trophique, le stress subi 
par ces organismes photosynthétiques (dépendants de l’énergie lumineuse) se répercute sur 
le reste de la chaine trophique et impacte donc tout l’écosystème. Il a été démontré que 

https://eol.jsc.nasa.gov/
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l’ALAN pouvait apporter des perturbations dans les cycles photosynthèse-respiration des 
biofilms et notamment en induisant une variabilité dans le maximum d’efficacité de la 
photosynthèse (Maggi et Serôdio 2020). Cette variabilité pourrait alors entrainer un 
phénomène de sélection dans les compositions taxonomiques et avantager certaines espèces 
autotrophes devant d’autres. Par exemple, les diatomées peuvent être affectées par un 
éclairage nocturne et on peut voir leur proportion diminuer dans la biomasse totale du biofilm 
(Grubisic et al. 2017). Or, comparées aux autres groupes algaux, les diatomées sont 
considérées comme une nourriture de choix pour les brouteurs par leur composition plus riche 
en acides gras polyinsaturés essentiels, notamment oméga-3 (Brett et Müller-Navarra 1997). 
Un éclairement continu peut également stimuler une photosynthèse sans interruption. Or, la 
photosynthèse est un mécanisme physiologique qui consomme de l’énergie et donc sans 
interruption, cela peut mener à un ralentissement de la croissance des biofilms. C’est 
pourquoi il est intéressant d’approfondir les recherches sur ce sujet pour mieux comprendre 
l’impact de la lumière artificielle sur les biofilms. D’essayer de comprendre si ce stress, en 
impactant négativement leur métabolisme et leur qualité nutritive, peut avoir un impact 
négatif sur le transfert énergétique le long de la chaine trophique aquatique.  
 

Dans ce contexte, l’objectif général de mon projet de maitrise MOBBIDIQ est de pouvoir 
identifier des biomarqueurs d’altération qui pourrait permettre d’évaluer et de surveiller 
l’impact de ces 2 stress sur les milieux aquatiques urbains. Les objectifs spécifiques à mon 
stage réalisé dans l’unité EABX à INRAE (janvier-juin 2021) sont d’identifier et comprendre les 
mécanismes d’altération du contaminant et de la lumière artificielle nocturne sur les biofilms 
et plus précisément sur leur métabolisme. Pour atteindre ces objectifs, nous avons tout 
d’abord réalisé une expérience de contamination graduelle qui nous a permis d’obtenir les 
courbes doses-réponses de notre biofilm face au contaminant. Puis nous avons réalisé une 
expérience en canaux artificiels à une concentration de contaminant et un éclairage fixés pour 
pouvoir quantifier les altérations potentielles.  
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I- Matériels et méthodes  

3.1- Développement et maturation du biofilm  
 

Le biofilm utilisé lors de l’expérimentation provient de lames de verres (deux modèles : 
26,5 cm×6cm et 27,5 cm×8cm) colonisées suite à leur immersion dans l’étang de Cestas 
(Lat : 44,774601 | Long : -0,696077). 56 lames ont été encagées et installées à une profondeur 
correspondant à la zone euphotique (50-70 cm de profondeur) en décembre 2020 et ont été 
prélevées le 19/04/2021 soit après 5 mois de colonisation. L’étang de Cestas est considéré 
comme un plan d’eau hypereutrophe (Chaumet 2018).  

 

                        
  

Figure 6: Photos du montage de colonisation du biofilm  
 

3.2- Expérience préliminaire  
  

La littérature n’est que très peu fournie en données écotoxicologiques pour les 
impacts du BAC 12 sur le biofilm. C’est pourquoi nous avons mis en œuvre une expérience 
préliminaire pour déterminer la toxicité spécifique de ce contaminant sur notre biofilm dans 
l’objectif de fixer, par la suite, une concentration non-létale utilisée lors de notre expérience 
en canaux artificiels.  
Pour ce faire, une solution de biofilm en suspension a été préparé en grattant une lame de 
superficie 26,5 cm×6 cm mis en solution dans 500 mL d’eau venant du milieu naturel filtrée à 
0,45 µm. Ensuite, neuf vials de 3 mL ont été préparés en introduisant 1,5 mL de cette solution 
de biofilm et le volume de solution de BAC 12 et d’eau filtrée nécessaire à obtenir neuf 
concentrations croissantes selon une gamme semi-exponentielle allant de 17,5 µg/L à 175 
mg/L (concentrations mesurées). Une première série d’échantillons a été laissée à la lumière 
artificielle pendant 4H (intensité moyenne de 16,86 µmol/s/m²) tandis qu’une deuxième a été 
mis à l’obscurité. L’efficacité photosynthétique a été mesurée au bout de 4H d’expérience à 
l’aide d’un fluorimètre Phyto-PAM (voir fonctionnement à la section 3.5.1- Mesures 
d’efficacité photosynthétique et de fluorescence de la chlorophylle a)  
  

3.3- Montage des canaux et suivi des paramètres  
  

Chaque série de canaux représente un système fermé d’environ 30 L d’eau du milieu 
naturel filtrée à 20 µm (canaux de 20 L et une nourrice de 10 L) dans lequel nous avons un 
léger débit. L’éclairage a été ajusté pour s’approcher de 20 µmol/m²/s à l’aide de néons LED 
JBL SOLAR NATUR. Une cartographie exacte a été effectuée pour évaluer les différences entre 
l’amont et l’aval des canaux et également entre canaux (ANNEXE 2 ). La photopériode a été 
ajustée à l’aide de programmateurs électroniques de telle sorte que deux des séries de canaux 
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aient une période de nuit allant de 22h à 8h du matin (soit 10h d’obscurité ; notées 
Photopériode alternée) tandis que les deux autres séries de canaux sont exposés à une 
lumière continue (notées Photopériode continue). Un système de confinement lumineux a été 
mis en place à l’aide de couvertures de survie et de panneaux en bois pour éviter une 
contamination lumineuse entre les deux conditions. La température de la pièce a été 
maintenue constante à 20,5 ± 0,1°C par thermorégulation. La température de l’eau a par 
conséquent été maintenue à 18,7 ± 0,2 °C tout au long de l’expérience.  Les canaux ont été 
contaminés avant l’introduction des biofilms à l’aide d’une solution mère pour atteindre la 
concentration nominale de 30 mg/L. Nous avons laissé le système s’homogénéiser pendant 
trente minutes avant d’introduire les biofilms pour avoir une contamination homogène sur 
l’ensemble des lames et non un pulse de contaminant sur les lames proches de l’arrivée d’eau.  

 

  
 

Figure 7: Schéma récapitulatif du montage expérimental en canaux artificiels  
 
 

 
 

Figure 8: Photos du montage expérimental en canaux artificiels  
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3.4.- Analyses des échantillons d’eau  
  

Les prélèvements d’eau pour les analyses ont eu lieu à T0, T1, T2 et T10. Les 
échantillons destinés à la mesure des ions et des paramètres majeurs ont été filtrés à 0,45 µm 
puis stockés au réfrigérateur dans l’attente des analyses. Pour les mesures du contaminant, 
les échantillons d’eau ont eux aussi été filtrés à 0,45µm puis stockés au congélateur à -20°C 
dans l’attente des analyses.  

 

3.4.1.- Mesures des nutriments et des ions majeurs  
 

La mesure des différents ions majeurs et nutriments a été réalisée par 
chromatographie échangeuse d’ions ou chromatographie ionique (CI). Cette technique 
permet d’isoler une substance chargée électriquement d’un mélange de molécules chargées. 
Pour le mélange passe sur une phase stationnaire (colonne) chargée avec des ions connus et 
on remplace ces ions par les ions/molécules chargées que l’on cherche à isoler. Les ions sont 
ensuite détectés par conductimétrie.  
Ici, la mesure a été effectuée à l’aide d’un chromatographe ionique 881 Compact IC pro 1. Les 
échantillons ont été au préalable filtré à 0,45 µm pour éviter les interférences qui pourraient 
être liées au rejet de matière organique des biofilms dans l’eau des canaux. L’analyse des 
anions et des cations a été réalisée séparément. Les conditions de ces mesures sont résumées 
dans le Tableau 5 et les limites de quantifications pour chaque ion analysé sont données dans 
le Tableau 5.  
 

Tableau 4: Conditions d’analyse des ions cations et anions par chromatographie ionique  
 

 Cations Anions 

Pré-colonne Metrosep C6 - 250/4,0 
Metrosep A supp5 - 

50/4,0 

Colonne C4 Guard /4,0 Supp 4/5 Guard/4,0 

Eluants 
2,5mM HNO3 + 1,7mM acide 
2,4-Pyridinedicarboxylique 

3,2 mM Na2CO3 + 
1 mM NaHCO3 

Solution de 
rinçage 

5mM H2SO4 5mM NaOH 

  
  

Tableau 5: Limites de quantifications (LQ) des différents ions par chromatographie ionique  
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3.4.2.- Contamination et suivi de la concentration en BAC 12  
  

Une solution-mère de BAC 12 à 4,9 g/L a été préparée à partir de chlorure 
de dodécylbenzyldiméthylammonium en poudre (Sigma-Aldrich, CAS : 139-07-01, 
pureté : ≥ 99 %). A partir de cette solution, nous avons contaminé deux séries de canaux en 
versant 100 mL de cette solution-mère directement dans la nourrice d’alimentation des 
canaux pour arriver à une concentration de 30 mg/L.   
Les concentrations des solutions-mères et des eaux des canaux, aux différents temps de 
prélèvement, ont été déterminées par couplage HPLC-MS/MS (chromatographie liquide 
avec spectrométrie de masse en tandem).  
L’HPLC (chromatographie liquide haute performance), ici un 
chromatographe Ultimate 3000 (Dionex), est une technique de séparation qui repose sur les 
différentes interactions des composés à analyser (solutés) le long d’une phase stationnaire 
(colonne chromatographique), au travers d’une phase mobile liquide (éluant). Les solutés se 
répartissent suivant leur affinité avec ces deux phases et vont donc être plus ou moins retenus, 
donnant des temps de rétention différents et propres à chaque composé.   
Une fois séparés, les composés sont identifiés et quantifiés par le spectromètre de masse API 
2000. Pour cela, ils sont d’abord ionisés par une source électrospray « ESI » 
(ElectroSpray Ionisation). L’API 2000 (AB Sciex) utilise un analyseur de type « triple 
quadripôle », l’identification des composés se fait donc en trois temps. Le premier quadripôle 
(Q1) sélectionne des ions dits « parents » par rapport à leur rapport m/z (masse sur charge). 
Dans un second temps, les ions « parents » ciblés sont fragmentés en ions « fils » à l’aide d’une 
cellule de collision (Q2). Enfin, dans le dernier quadripôle (Q3), ces ions « fils » sont à leur tour 
filtrés en fonction de leur rapport m/z avant d’être captés par le détecteur, qui permettra 
ensuite une quantification des composés. La combinaison entre l’ion parent et l’ion fils est 
appelé transition Q1>Q3, elle est spécifique à la structure du composé et offre donc un degré 
élevé de sélectivité.  

 
Figure 9 : Schéma explicatif du système HPLC-MS/MS « triple quadripôle »  

 

Pour nos analyses, nous avons utilisé comme phase stationnaire une colonne Gemini® NX-
C18 (Phenomenex ; granulométrie = 3 µm ; Taille des pores = 110 Ȧ ; chauffée à 40 °C) qui est 
une phase en gel de silice greffée aves des chaînes carbonées de 18 carbones, ce qui lui 
confère une faible polarité. Elle est donc hydrophobe et est dite à phase inverse.   
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La phase mobile est un mélange [90/10] d’eau ultra-pure (EUP) + acétate d’ammonium 
5 mM/acétonitrile (v/v). Sa composition n'est pas modifiée au cours du temps, on dit que 
l’élution se réalise en mode isocratique. Le débit est fixé à 0,600 mL/min et le volume 
d’injection est de 20 µL. La détermination des transitions de quantification a été faite en 
amont de la manipulation et est résumée dans le tableau ci-dessous :  
 

Tableau 6 : Paramètres de séparation et de détection des composés par LC-MS/MS  
 

Composé  
Temps de 

rétention (min)  
Energie de 

collision (V)  
Première transition 

(Quantification)  
Deuxième transition 

(Confirmation)  

BAC 12  5,7  45  304 > 91  304 > 212  

BAC 12 D5 
(Etalon Interne)  

5,7  41  309 > 96  309 > 212  

 
  

3.5- Analyses du biofilm  
  

Les prélèvements de lames de biofilms pour les analyses ont eu lieu à T0, T1, T2 et 
T10. Cinq lames ont été prélevées à T0, pour tous les autres temps de prélèvements, 12 lames 
ont été récupérées (3 réplicats par condition). Chaque lame a été enveloppée de papier 
aluminium puis plongée dans l’azote liquide pendant 30 secondes. Ensuite, les lames ont été 
lyophilisées pendant 24h. Une fois lyophilisée, chaque lame a été raclée à l’aide d’une lame 
de rasoir et le biofilm récupéré a été pesé puis stocké dans des coupelles d’aluminium puis 
stocké au congélateur à -80°C.  
Pour ce qui est des analyses d’efficacité photosynthétique et de chlorophylle a, les 
prélèvements ont eu lieu à T0, T2, T4, T7 et T10. Pour chacune des 12 lames analysées, un 
rectangle de biofilm d’environ 3 cm de longueur et 1 cm de largeur a été raclé à l’aide d’une 
lame de rasoir, immédiatement après retrait du canal. Chaque échantillon de biofilm récupéré 
a ensuite été mis en suspension dans des vials en verre remplis avec 3 mL de l’eau du milieu 
d’où il a été prélevé. Une fois les mesures de chlorophylle a et d’activité photosynthétique 
terminées, les échantillons ont été préservés à l’aide de Lugol et stockés à l’obscurité dans 
l’attente de l’observation microscopique.  
  

3.5.1- Mesures d’efficacité photosynthétique et de 

fluorescence de la chlorophylle a  
  

Les mesures de ces paramètres ont été faites avec un fluorimètre Phyto-PAM (Pulse 
Amplitude Modulation, Heinz Walz GmbH). Cet appareil permet de mesurer la fluorescence 
émise par les centres réactionnels lors de la photosynthèse. Cette fluorescence ré-
émise correspond à l’excès d’énergie lumineuse nécessaire à la photosynthèse.   
L’appareil effectue 2 mesures : une première qui est la fluorescence de base (Ft) et une 
deuxième à la suite d’un pulse lumineux qui sature les centres réactionnels et nous donne la 
fluorescence maximale atteinte par l’organisme (Fm). On obtient le rendement 
photosynthétique ΦII par l’équation suivante :  
 

ɸ𝐼𝐼 =
𝐹𝑚 − 𝐹𝑡

𝐹𝑚
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L’appareil Phyto-PAM permet également d’estimer la teneur en chlorophylle a de 
l’échantillon (à partir de sa fluorescence) et les contributions à cette valeur des 3 trois 
principaux groupes algaux (algues vertes, algues bleues et algues brunes) sur la base de leurs 
signatures spectrales.  
  

3.5.2- Dénombrements en microscopie optique  
 

Pour l’observation microscopique, la suspension de biofilm a été homogénéisée avant 
prélèvement de 125 µL, qui ont été déposés sur une lame de comptage de Nageotte. 
L’observation c’est fait à l’aide d’un microscope optique (Olympus BX51) au grossissement 
x400 de 5 à 10 champs (selon la concentration en cellules de l’échantillon) répartis 
homogènement sur la lame. Nous avons ensuite réalisé le dénombrement des diatomées 
vivantes et mortes (Morin et al. 2010), des chlorophycées, des cyanobactéries et de 
la microméiofaune.  
Compte tenu de la variabilité de concentration des échantillons (liée à l’hétérogénéité du 
biofilm et à la faible superficie prélevée), les résultats ne sont pas donnés en nombre de 
cellules par cm² mais en distribution des groupes (en fonction du nombre de cellules pour les 
algues et d’individus pour la microméiofaune) dénombrés. La mortalité des diatomées a été 
calculée suivant l’équation : 

Mortalité =
Diatomées mortes

(Diatomées vivantes + Diatomées mortes)
× 100 

  

3.5.3- Analyse des pigments photosynthétiques  
  

En parallèle, nous avons analysé les concentrations en pigments de certains échantillons des 
temps de prélèvements T0, T1, T2 et T10, pour lesquels la biomasse récoltée était supérieure 
à 10 mg. Pour ce faire nous avons suivi la norme AFNOR NF T 90-117 pour le dosage de la 
chlorophylle a et des phéopigments suivant la méthode de Lorenzen (1967). Exactement 10 
mg de biofilm ont été plongés dans 10 mL d’acétone, après 20 min de mélange aux ultrasons 
et 10 min de repos, nous avons filtré sur Buchner pour éliminer la phase solide du biofilm. 
Pour chaque échantillon, nous avons passé la phase liquide une première fois au 
spectrophotomètre aux longueurs d’ondes 630 nm, 647 nm, 664 nm, 665 nm et 750 nm, puis 

une deuxième fois aux mêmes longueurs d’onde après acidification.   
 

3.5.4- Approche lipidomique  
  

Nous avons tout d’abord effectué une extraction solide-liquide suivie d’une extraction 
liquide-liquide qui nous permet de séparer les métabolites hydrophiles et lipophiles (voir 
ANNEXE 3 Pour chaque échantillon, un standard de phospholipides, ici 5 µL de 
phosphatidylcholine (PC 17:0) à 10 mg/L, a été ajouté et jouera non seulement le rôle de 
traceur lors de l’extraction mais également d’étalon interne qui nous permettra de quantifier 
les lipides lors de l’analyse.   
L’analyse des lipides est réalisée par HPLC-MS-MS (cf. section 3.4.2.- Contamination et suivi 
de la concentration en BAC 12 ). Nous avons prélevé et évaporé 50 µL d’échantillon, auxquels 
nous avons ajouté 4 µL d’un mix d’étalons internes (EI) composé de 
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phosphatidyléthanolamine (PE 17:0) à 400 µg/L et phosphatidylglycérol (PG 17:0) 200 µg/L. Le 
tout a été remis en solution dans 500 µL d’isopropanol.  Les EI nous permettent de quantifier 
les phospholipides présents dans nos échantillons, par le biais d’un étalonnage interne réalisé 
en parallèle.  
Pour les analyses, nous avons utilisé comme phase stationnaire une colonne LUNA® 
NH2 (Phenomenex ; granulométrie = 3 µm ; Taille des pores = 100 Ȧ ; chauffée à 35 °C) qui est 
une phase en gel de silice greffée aves des groupement polaires NH2 utilisée en mode « HILIC 
» (Hydrophilic Interaction Liquid Chromatography).   
La phase mobile est un mélange EUP + acétate d’ammonium à 40 mM, pH 10/acétonitrile 
(v/v). Le volume d’injection est de 20 µL. Le gradient suivi le long de l’analyse de chaque 
échantillon est présenté ci-dessous :   
.   

Tableau 6: Gradient utilisé pour l’analyse des phospholipides.   
 

Temps de rétention (min)   
Débit 

(mL/min)   

% EUP + acétate 
d’ammonium 40 mM à 

pH10    
% Acétonitrile    

0    0,4    95    5  

2    0,4    95    5  

7    0,4    70    30  

10    0,4    70    30  

11    0,4    95    5  

14    0,4    95    5  

   
  

3.6- Analyse statistiques  
  

Les courbes dose-réponse et les CE50 obtenues lors de l’expérience préliminaire ont été 
calculées et modélisées grâce à la macro EXCEL REGTOX 
(http://www.normalesup.org/~vindimian/fr_download.html).   

 

Les données d’efficacité photosynthétique obtenues lors de la manipulation en canaux 
artificiels ont été traitées à l’aide du logiciel R. Pour vérifier s’il existe un effet de la lumière et 
du contaminant sur l’efficacité photosynthétique, ou une interaction entre les deux stress, 
une ANOVA à 2 facteurs a été appliquée aux données (après vérification des critères 
d’applications) et dans le cas où il existe des différences, un test post-hoc de Tukey a été 
appliqué. Lorsque les critères de l’ANOVA ne sont pas respectés, un test non paramétrique 
de Scheirer-Ray-Hare suivi d’un test post-hoc de Dunn ont été appliqués.  
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II- Résultats   
  

4.1- Expérience préliminaire  
 

 

Figure 10: Courbe dose-réponse du BAC 12 sur l’activité photosynthétique pendant une période de 
4H.  

 

Les résultats des mesures d’activité photosynthétique nous montrent des différences de 
sensibilités entre la condition de lumière et d’obscurité. En effet, dans la condition de lumière 
la CE5 est atteinte à partir d’une concentration de 34 ± 4 mg/L alors que dans la condition 
d’obscurité cette même CE5 n’est atteinte que pour une concentration de 58 ± 3 mg/L. Cette 
différence se voit également sur les CE50 calculées qui sont de 112 ± 3 mg/L dans la condition 
de lumière et de 151 ± 3 mg/L dans la condition d’obscurité. L’objectif de cette expérience 
étant de définir une concentration non-létale pour l’expérience en canaux artificiels, nous 
avons donc pris la CE5 la plus faible qui est de 34 mg/L.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

0

0,1

0,2

0,3

0,4

0,5

0,6

0,001 0,1 10 1000

EF
FI

C
A

C
IT

É 
P

H
O

TO
SY

N
TH

ÉT
IQ

U
E 

(R
.U

)

LOG(CONCENTRATION)

Yeff Lumière modélisé
Yeff Obscurité modélisé
Yeff Lumière mesuré
Yeff Obscurité mesuré



22 
 

4.2- Paramètres majeurs et contaminant  
  

Tableau 7: Tableau récapitulatif des mesures d’ions dans les différents canaux (moyennes ± erreur 
standard). CTRL= canaux témoins ; CONT= canaux contaminés ; PN= photopériode alternée ; PC = 

photopériode continue  
 

  

  

  
 

Figure 11: Evolution de la concentration de BAC 12 dans le milieu en mg/L. PA = Photopériode 
alternée et PC = Photopériode continue  

 

Les concentrations mesurées dans les canaux correspondent à la concentration visée pour la 
contamination des canaux, qui était de 30 mg/L. On peut noter que la concentration en 
contaminant entre les deux conditions était significativement plus faible (ANOVA, p=0.003) 
dans le canal exposé à la lumière continue.   
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4.3- Altérations directes au métabolisme  

4.3.1- Effets sur l’efficacité photosynthétique  
  
  

 
 

 Figure 12: Evolution de l’efficacité photosynthétique dans les canaux témoins.   
 

Dans les canaux témoins, l’activité photosynthétique était stable sur la durée de l’expérience, 
avec des valeurs moyennes de 0,42 ± 0,01. Les mesures d’activité photosynthétique entre les 
deux conditions lumineuses ne présentent pas de différence entre les deux conditions de 
photopériode, excepté pour le au temps de prélèvement T2 (ANOVA deux facteurs suivie d’un 
test de Tukey, p = 0,005).  
 

 

Figure 13: Evolution de l’efficacité photosynthétique dans les canaux contaminés. 
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Pour les biofilms exposés au BAC 12, une inhibition quasi-totale (97% pour la condition de 
photopériode alternée et 95% pour la condition de photopériode continue) de la 
photosynthèse était observée dès le début de l’expérience (T2) et tout le long de la première 
semaine d’exposition au contaminant. A partir du 7ème jour d’exposition s’observe un regain de 
l’activité photosynthétique qui repasse au-dessus de 0,01.   
Pour ce qui de l’exposition conjuguée de la contamination au BAC 12 et de la photopériode 
continue, nous n’observons aucune différence significative entre les deux séries de canaux 
(test de Scheirer-Ray-Hare, p = 0,39).   
 

4.3.2- Effets sur la qualité des pigments photosynthétique  
  

  
Figure 14: Photographie des observations microscopiques des chloroplastes. A gauche, un échantillon 

non contaminé et à droite un échantillon contaminé au BAC 12.  
 

On observe sur les photos ci-dessus une différence visible entre les chloroplastes sains des 
échantillons contrôles qui ne présentent aucune anormalité et celles des échantillons 
contaminés qui perdent leur pigmentation verte et prennent un aspect granuleux que l’on ne 
retrouve pas sur les chloroplastes contrôles.   
 

  

  
Figure 15: Evolution des pigments chlorophylliens dans les canaux témoins.  
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Figure 16: Evolution des pigments chlorophylliens dans les canaux contaminés.  
  

Les dosages des pigments chlorophylliens et des phéopigments nous montre que, dans un 
premier temps l’exposition au BAC 12 entraine la dégradation de la chlorophylle 
en phéopigments. On voit cette tendance s’accentuer au temps de prélèvement T2 où plus de 
70% des pigments mesurés sont dégradés. L’exposition au BAC 12 semble également, à plus 
long terme, diminuer fortement la quantité de pigments chlorophylliens dans les biofilms. 
Cette dégradation de la qualité et de la quantité des pigments est confirmée par l’observation 
microscopique sur laquelle on voit une dégradation visuelle des chloroplastes dans les 
échantillons contaminés.  
    

4.4- Effets sur la communauté algale du biofilm  
  

  

  
Figure 17: Représentation de la mortalité des diatomées en pourcentage dans les échantillons utilisés 

pour les analyses photosynthétiques.  
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La mortalité chez les diatomées reste très faible tout au long de l’expérience. Aucune 
condition ne semble influer sur la mortalité (Figure 17).   
  

 

Figure 18: Distribution taxonomique en pourcentage des différentes espèces dans les échantillons de 
biofilm utilisés pour les analyses d’activité photosynthétique. En hachuré les échantillons ayant été 

exposés à une photopériode continue et en barres pleines ceux ayant été exposés à une photopériode 
alternée. 

Sur la Figure 18 on peut voir qu’initialement notre biofilm naturel est majoritairement 
composé de diatomées (90%) et on relève également la présence en faible proportion d’algues 
vertes, de cyanobactéries et de microfaune. Dans les canaux témoins exposés à une 
photopériode alternée, on observe un développement important des algues vertes qui 
finissent par devenir le groupe majoritaire à T10 avec 67% de la densité taxonomique du 
biofilm. La première observation qu’on peut faire c’est que le BAC 12 semble ralentir la 
croissance des algues vertes. En effet pour T2 on voit que les proportions en algues vertes 
augmentent par rapport à T0 mais ce développement des algues vertes est plus important 
dans les canaux non contaminés. Pour T10, on voit que pour les canaux témoins exposés à une 
photopériode continue, de la même façon que les canaux témoins PA, les algues vertes sont 
même devenues le groupe taxonomique majoritaire (79%).  
Le second point important à relever sur ce graphique est que pour chaque point de 
prélèvement (ici T2 et T10). La condition de photopériode continue (en hachurée) présente 
une densité taxonomique en algues vertes plus importante que la condition de photopériode 
alternée et cela se vérifie aussi bien dans les canaux contaminés que dans les canaux témoins.  
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4.5- Effets sur les classes lipidiques  
  

  
 

Figure 19: Distribution en pourcentage des différentes classes de phospholipides dans les échantillons. 
PE : Phosphatidyléthanolamine. PG : Phosphatidylglycérol. PC : Phosphatidylcholine 

 

Sur la Figure 19, on peut voir qu’au temps de prélèvement initial, on a une dominance de PG 
dans nos échantillons avec 66% de la proportion en phospholipides. Pour ce qui est de la 
condition témoin combinée à une photopériode alternée, on n’observe que très peu de 
changements sur le long de l’expérience. Dans les échantillons contaminés, on observe à partir 
du temps de prélèvement T2 une chute importante des PC qui passent à une proportion de 
3% pour les échantillons sous photopériode alternée et de 6% pour ceux exposés à une 
photopériode continue. Cette tendance se confirme en fin d’expérience où les proportions en 
PC restent en dessous des 5%. On note également qu’à T2 et T10 on a une proportion 
nettement plus élevée en PG dans les échantillons contaminés que dans les échantillons 
témoins. A T2, pour les échantillons contaminés exposés à une photopériode alternée et 
continue on a, respectivement, une proportion de 84% et 80% en PG alors que pour les 
échantillons témoins on a une proportion de 58% et 57%. A T10, cette différence reste du 
même ordre. Enfin, au temps de prélèvement T10, on observe que les proportions en PE sont 
supérieures dans les échantillons contaminés.  
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III- Discussion  

5.1- Conditions expérimentales et contamination   
   

Les résultats des différents paramètres majeurs et nutriments dans les différentes conditions 
nous permettent de dire que ces derniers sont comparables malgré les quelques différences 
qui sont indépendantes des conditions d’expérimentation mais plutôt à la variabilité naturelle 
dû au comportement et aux apports des biofilms. Les concentrations en BAC 12 dans les 
conditions contaminées correspondent aux concentrations nominales. Cependant pour ce qui 
est de la concentration en BAC 12, on observe une différence significative d’abattement entre 
les deux conditions lumineuses (ANOVA, p=0.003). L’abattement du BAC 12 est plus important 
dans les canaux exposés à la lumière artificielle continue. Cette différence pourrait être due à 
une accumulation du contaminant dans la biofilm plus importante dans les conditions de 
photopériode continue. Les analyses de métabolomique et notamment le dosage du BAC 12 
accumulé dans le biofilm nous permettra d’éclaircir ce point et pourrait confirmer ou non le 
fait que l’accumulation du contaminant, à masse de biofilm égale, pourrait être favorisé par 
un éclairage continu. Cela pourrait confirmer les travaux de Pozo-Antonio et Sanmartín (2018) 
qui ont avancé qu’un éclairage artificiel pouvait dégrader les premières couches de protection 
des biofilms, ce qui pourrait donc augmenter la pénétration du contaminant au sein du biofilm 
et donc augmenter son accumulation. Une seconde hypothèse pourrait être expliquée par 
une photodégradation du contaminant mais la littérature manque de données concrètes 
concernant ce sujet. Certaines études avancent que les biocides peuvent être 
indirectement photodégradés par des espèces réactives de l’oxygène (Kahrilas et al. 2015). 
Or, les acides humiques et fulviques, qu’on peut supposer présents dans l’eau du milieu 
malgré l’absence de mesures directes car l’eau vient d’un étang hypereutrophe et donc connu 
pour être riche en matière organique dissoute (données du laboratoire, non publiées). Ces 
acides peuvent être des précurseurs des espèces réactives de l’oxygène tel que le radical 
hydroxyle (OH∙) ou l’ion superoxyde (O2∙-). On peut donc supposer une production d’espèces 
réactives supérieure dans les conditions de photopériode continue et donc 
une photodégradation indirecte du BAC 12 plus élevée dans ces canaux. Cela ne reste qu’une 
hypothèse et mérite de plus amples travaux pour être confirmé.   
  

5.2- Effet du BAC 12 sur les biofilms  

   
L’influence du BAC 12 sur l’efficacité photosynthétique des microalgues présentes dans 

le biofilm se fait ressentir dès le premier temps de prélèvement. Les échantillons contaminés, 
après 48h, présentent une efficacité photosynthétique inférieure à 5% ce qui s’apparente à 
une absence quasi-totale de photosynthèse. A première vue, nous pourrions expliquer cette 
absence de photosynthèse par la mort des organismes en effet cette hypothèse avait déjà été 
avancée par Pérez et al. (2009) qui avaient observé une mortalité de 100% au bout de 7 jours 
d’exposition pour une culture de diatomées à une concentration de BAC de 10 mg/L. Or, 
l’observation microscopique que nous avons réalisée ne nous indique qu’une faible mortalité 
dans ces échantillons, si l’on considère vivants les individus présentant un contenu cellulaire 
chlorophyllien (Morin et al. 2010). Cette résistance accrue et cette faible mortalité face au 
contaminant pourraient être expliquées par la présence des couches EPS du biofilm qui 
agissent comme une protection vis-à-vis du contaminant. En effet, les composés hydrophobes 
ont tendance à avoir plus de mal à traverser cette matrice de protection riche en 
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polysaccharides et protéines (Métivier et al. 2013). Pour rappel, notre contaminant est un 
composé hydrophobe (LogKow = 2,93) et qui a une tendance forte à la sorption (LogKoc = 
5,43). De plus amples travaux sont nécessaires pour comprendre la distribution du BAC 12 au 
sein du biofilm et pouvoir avoir une idée de la fraction de contaminant pouvant atteindre les 
cellules.    
On observe donc une réponse de la partie autotrophe du biofilm avec cette réduction de 
l’activité photosynthétique. Cette baisse pourrait également être expliquée par l’impact du 
BAC 12 sur les pigments chlorophylliens, en effet le BAC 12 dégrade fortement ces pigments 
comme on le voit dans les Figure 14 et Figure 16. Ces résultats suggèrent ainsi une dégradation 
de l’équipement photosynthétique (chloroplastes) des organismes.  Cette dégradation 
pourrait venir du fait que le BAC 12, en étant capable de pénétrer dans la cellule (Severina et 
al. 2001), pourrait perturber l’homéostasie interne en interagissant avec les composés 
anioniques de la cellule et donc interférer indirectement dans le transfert d’électrons 
nécessaire au mécanisme de la photosynthèse. Une autre hypothèse pourrait être que le les 
organismes diminuent leur activité de photosynthèse dans un objectif de conservation 
d’énergie pour faire face à ce stress. Cela pourrait expliquer le regain d’activité 
photosynthétique observée sur la fin de l’expérience et nous laisse nous poser la question de 
l’existence possible d’une acclimatation et d’un regain de l’activité photosynthétique complet 
à long terme.  
Enfin, les différents groupes algaux ne présentent pas forcément la même sensibilité, d’un 
côté nous avons les diatomées qui semblent peu affectées d’un point de vue de la croissance 
et de la mortalité alors que pour les autres groupes algaux, on observe que la croissance est 
limitée et que certains groupes semblent plus sensible comme les cyanobactéries qui 
disparaissent totalement du biofilm (voir Figure 12). On peut donc parler d’une sélection 
envers les diatomées. Cependant, Pérez et al. (2009) avaient observé une sensibilité plus 
prononcée des diatomées de petites tailles (<10 µm) ce qui n’a pas été le cas dans notre 
expérience ou aucune différence majeure de taille n’a été relevé lors de l’observation 
microscopique. Le BAC 12 a également sur la microfaune (e.g rotifères, tardigrades etc..) qu’il 
abrite. On voit que cette microfaune disparait des échantillons dès le temps de prélèvement 
à 48H.   
Le BAC 12 semble également avoir pour effet de modifier les proportions dans les classes 
lipidiques présentes dans le biofilm (Figure 19). Au bout de 10 jours d’expérience on observe 
une forte diminution de la proportion en PC qui est compensée par une augmentation chez 
les PE et PG alors que les échantillons témoins ne présentent pas de variations notables dans 
leur proportion entre phospholipides. Bien que ce comportement des classes lipidiques puisse 
être une réponse du biofilm face à une attaque membranaire du BAC 12, un travail d’analyse 
approfondi sur ces résultats et une analyse complémentaire des glycolipides (à venir) sont 
nécessaires pour avoir une vision globale des changements induits par le BAC 12 et pour 
pouvoir identifier plus finement quels compartiments du biofilm sont réellement impactés et 
de quelle manière ils sont impactés.  
   
    

5.3- Effet de la lumière artificielle nocturne   
   

Dans un premier temps, la condition de photopériode continue ne présente pas 
d’effets significatifs sur l’activité photosynthétique des organismes autotrophes présents dans 
notre biofilm.  Cependant comme l’ont montré  Maggi et al. (2020), la lumière artificielle 
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nocturne n’impacte pas forcément directement l’efficacité photosynthétique des organismes 
autotrophes mais peut également créer une variabilité temporelle dans les cycles 
photosynthétiques. La photosynthèse n’étant pas un mécanisme qui se déroule à 100% de son 
efficacité sur l’ensemble de la journée, chaque espèce autotrophe possède un profil temporel 
d’activité photosynthétique qui lui est propre avec des périodes d'activités plus importantes 
que d’autres. Il est alors possible qu’ici, dans notre expérience ces profils ont pu être modifiés. 
Malheureusement nos mesures ne permettent pas de mettre cela en évidence et des travaux 
supplémentaires seraient nécessaires pour comprendre si cette variabilité a pu avoir lieu dans 
ce type d’exposition et dans quelles mesures cela peut avantager ou nuire à certaines espèces 
autotrophes.  
Cependant, la figure 12 montre que la condition de photopériode continue favorise la 
croissance et le développement des algues vertes. En effet, on voit que la densité de ce groupe 
algal augmente dans les échantillons exposés à une lumière nocturne, qu’il soit contaminé ou 
non. Or, comme l’ont démontré Brett et Müller-Navarra (1997), les algues vertes présentent 
un apport plus faible en acides gras polyinsaturés tel que les oméga-3 ou oméga-6. Donc ce 
changement de composition algale implique donc un changement dans la qualité nutritive du 
biofilm.  Il serait intéressant d’approfondir les travaux concernant ces changements et il 
pourrait être important d’identifier les espèces algales qui sont favorisées par cette condition 
de lumière continue. En effet, si des espèces de microalgues invasives sont favorisés par cette 
exposition lumineuse cela pourrait mener à des effets néfastes indirects de compétition et de 
sélection dans les communautés algales qui se développent dans des milieux exposés à la 
lumière artificielle nocturne.  
A première vue des résultats présentés dans la Figure 19, la lumière artificielle nocturne ne 
semble pas apporter de modifications sur les proportions de phospholipides dans notre 
biofilm.  
   
  
 

5.3- Effet conjugués du BAC 12 et de l’ALAN  
  

Les deux stress, à première vue, ne semblent pas présenter d’effets synergiques sur les 
différents paramètres observés. Bien qu’il soit possible que la lumière artificielle nocturne 
favorise l’accumulation et la distribution du BAC 12 dans le biofilm en dégradant les couches 
de protection comme suggéré un peu plus tôt dans la discussion (voir section 5.1- Conditions 
expérimentales et contamination) mais les résultats des analyses métabolomiques à venir 
seront nécessaires pour pouvoir affirmer ou infirmer cette hypothèse.  
 Il semblerait plutôt qu’il existe un effet antagoniste comme on le voit dans la figure 14 avec 
d’un côté le BAC 12 qui semble limiter la croissance et la prolifération des algues vertes, et de 
l’autre la lumière artificielle nocturne, quant à elle, semble avoir l’effet inverse et favorise le 
développement et la croissance de ces mêmes algues vertes.  
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IV- Conclusion et perspectives  
 

Pour conclure, nous avons pu voir au travers de ces expériences que le BAC 12 a un effet 
néfaste pour le métabolisme des biofilms naturels. Tout d’abord sur le fonctionnement direct 
de ces derniers avec une atteinte à la qualité et à la quantité des pigments photosynthétiques. 
Ce qui va, par conséquent, impliquer des effets importants sur l’efficacité photosynthétique 
des cellules végétales dans le biofilm. Mais également sur la structure même du biofilm avec 
des changements dans la composition de ce dernier. En effet le BAC 12 a une tendance à 
sélectionner les diatomées et à limiter le développement des autres groupes algaux et de la 
microfaune peuplant le biofilm. La lumière artificielle nocturne de son côté n’a d’impact 
uniquement que sur la structure du biofilm et plus particulièrement la composition algale du 
biofilm. Le développement des algues vertes semble favorisé sous photopériode continue et 
donc présentent une tendance à la prolifération et à prendre le dessus sur les diatomées pour 
devenir le groupe algal majoritaire dans le biofilm. Ce changement peut mener à une 
modification de la composition en lipides du biofilm et donc aux apports nutritifs du biofilm. 
Les deux stress semblent présenter un effet antagoniste sur l’évolution de la composition 
algale du biofilm : le BAC 12 semble favoriser le développement des algues vertes alors que le 
BAC 12 tend à le limiter.   
Les perspectives pour le projet seront tout d’abord d’achever les différentes 
analyses lipidomiques et métabolomiques qui viendront compléter les résultats déjà obtenus 
et de confirmer ou non certaines des hypothèses qui ont pu être émises lors de la discussion. 
Ces analyses complémentaires nous permettront non seulement de pouvoir identifier de 
potentiels modifications dans les compositions en lipides et la réponse des organismes face 
au stress que représente le BAC 12 mais également d’étudier la bioaccumulation en BAC 12 
dans le biofilm qui pourrait mettre en évidence un potentiel effet synergique des deux stress. 
La suite du projet sera d’étudier, au travers d’une expérience de transfert trophique qui sera 
réalisée à l’INRS, s’il existe un transfert du contaminant le long de la chaine trophique et s’il 
existe une modification de la composition en acides gras (en particulier essentiels) chez les 
brouteurs exposés à du biofilm contaminé.   
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Annexes : 

ANNEXE 1  
Tableau des CE50 recensées dans la littérature pour des organismes aquatiques, triées par 

ordre croissant de sensibilité des taxons  
 

  Organismes  Espèce  CE50 
(mg/L)  

Durée 
d’expo (h)  

Descripteur  
Référence  

1  Invertébrés   Daphnia magna  0,0058  48  NA  (US EPA 2006) 
2  Invertébrés  Daphnia magna  0,016  48  Immobilisation  (Kreuzinger et 

al. 2007) 
3  Invertébrés   Daphnia magna  0,024  48  Reproduction  (Kreuzinger et 

al. 2007)Leal et 
al 1994  

4  Invertébrés   Daphnia magna  0,038  48  Immobilisation  (ECHA 2015)  
5  Invertébrés   Daphnia magna  0,041  48  Immobilisation  (ECHA 2015 ) 
6  Microalgues  Pseudokirchnerellia subcapitata  0,041  72  Croissance  (US EPA 2006) 
7  Microalgues  Pseudokirchnerellia   subcapitata  0,049  72  NA  (Zhu et al 2010)  
8  Diatomée  Skeletonema costatum  0,058  96  Biomasse  (Kreuzinger et 

al. 2007) 
9  Microalgues  Isochrysis galbana  0,075  72  Fluorescence  (ECHA 2015)  
10  Microalgues  Euglena gracilis  0,106  72  Fluorescence  (Pérez et al. 

2009) 

11  Invertébrés   Daphnia magna  0,11  NA  NA  (Pérez et al. 
2009) 

12  Microalgues  Isochrysis galbana  0,111  48  Fluorescence  (Pérez et al. 
2009) 

13  Rotifères  Brachionus calcyflorus  0,125  48  Croissance  (Kreuzinger et 
al. 2007) 

14  Microalgues  Chlorella pyrenoidosa  0,18  NA  NA  (Kreuzinger et 
al. 2007) 

15  Microalgues  Chlorella vulgaris  0,203  96  Croissance  (Sütterlin et al. 
2008) 

16  Invertébrés   Ceriodaphnia dubia  0,404  24  Mortalité  (Sütterlin et al. 
2008) 

17  Bactéries  Aliivibrio fischeri  0,5  0,5  Luminescence  (Leal et al 1994) 
18  Protozoaires  Tetrahymena thermophila  2,941  24  Croissance  (US EPA 2006) 
19  Bactéries  Pseudomonas putida  6  16  Croissance  (Kreuzinger et 

al. 2007) 

  
  

ANNEXE 2   
Cartographie des intensités lumineuses mesurées dans les canaux (µmol/m²/s).  
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ANNEXE 3   
Protocole d’extraction pour les analyses lipidomiques.  
 

Principe :  
Le but de cette manipulation est de pouvoir extraire d’un échantillon les métabolites 

lipophiles d’une part et les métabolites hydrophiles d’autre part. Pour se faire nous allons procéder à 
une première séparation liquide-solide suivi d’une deuxième séparation liquide-liquide. Nous allons 
utiliser deux solvants d’extraction : Un mélange méthyl ter-butyl éther (MTBE)-méthanol (MeOH) (3 : 
1) qui aura une affinité avec les métabolites lipophiles et un mélange Eau Ultra Pure (EUP)-MeOH (3 : 
1) qui aura, lui, une affinité avec les métabolites hydrophiles. Les étalons internes (EI) utilisés seront 
du BAC 12 deutéré qui nous permettra de quantifier le BAC 12 bioaccumulé dans le biofilm et du 
phosphatidylcholine (PC 17 :0) qui nous servira d’EI pour les analyses des lipides  

Matériel :  
Verrerie (tubes, vials, béchers préalablement désinfecté/nettoyer) – micropipettes – FastPrep – 
centrifugeuse – support à échantillons – balance de précision congélateur -80°C – glace -solvants -
étalons internes-microbilles  

Manipulation :  
 Prévoir de mettre des supports à échantillons au congélateur et de préparer des bacs 
de glaçons et pour garder les solutions au frais. Toujours manipuler les échantillons dans 
ces bacs.  
 Bien identifier tous les tubes et vials.  
 Si nécessaire, passer les étalons internes au bain à ultrason pour bien les 
homogénéiser.   

Préparation des solvants et échantillons :  
 Préparer au préalable les 2 solvants MTBE-MeOH (3 : 1) et EUP-MeOH (3 : 1) (en 
volume).  
 Ajouter et peser 150±10mg de microbilles dans chaque tube. Ajouter et peser 
également, pour chaque tube, la masse d’échantillon prévue (20 mg) (sauf pour le 
tube blank qui ne contient que des billes et le tube blind qui ne contient que les billes et 
les étalons internes)  
 Peser préalablement les vials vides (et avec bouchons) pour pouvoir effectuer le suivi 
gravimétrique.  

1ère séparation :   
 Commencer dans un premier temps par lancer le « Fast Temp » (refroidissement) de 
la centrifugeuse  

   
 Ajouter les étalons internes.  
 Ajouter 1mL du solvant EUP-MeOH dans chaque échantillon. Passer ensuite sur un 
premier cycle du FastPrep puis mettre les échantillons à refroidir au congélateur pendant 
3 min.   
 Repasser les échantillons à un second cycle de FastPrep puis remettre les 
échantillons à refroidir au congélateur à -80°C pendant 3 min.  
 Ajouter dans chaque tube 650µL du solvant MTBE-MeOH  
 Effectuer un dernier cycle de FastPrep.  
 Sans attendre, mettre les échantillons dans la centrifugeuse et lancer le cycle. Bien 
équilibrer les échantillons dans la centrifugeuse.  

Prélèvement des phases :  
Après la première séparation on obtient des échantillons qui présente deux phases distinctes : la 
phase lipophile au-dessus, la phase hydrophile en dessous et le culot sur le fond du tube.  

 On récupère 500 µL de la phase lipophile qu’on vient reverser dans les vials prévus à 
cet effet.   
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 Enfin, on récupère 600 µL de la phase hydrophile qu’on vient également reverser 
dans les vials correspondant.  

2ème séparation :  
               Suivre le même protocole que la 1ère séparation avec cette fois ci 700 µL du solvant EUP-
MeOH puis, après les 2 cycles de FastPrep, ajouter 450 µL du solvant MTBE-MeOH.  
Prélèvement des phases :  

 Récupérer 600 µL de la phase lipophile et rajouter ce volume dans les vials utilisés 
précédemment pour la phase lipophile.  
 Récupérer 700 µL de la phase hydrophile qu’on rajoutera dans les vials utilisés 
précédemment pour la partie hydrophile.  

Pour finir, peser à la balance de précisions l’ensemble des vials pour pouvoir effectuer le suivi 
gravimétrique puis conserver les microtubes avec le culot pour dosage éventuel des protéines totales 
et vials avec les extraits au congélateur à -80°C. dans des boites correctement identifiées.  
  
  
  
 


