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RESUME

Cette publication a pour but de décrire un protocole d’utilisation de la technique
HPLC, adapté de Kraay et al. (1992), qui s’est montré trés performant pour identi-
fier et quantifier une trentaine de pigments chlorophylliens et caroténoides dans des
échantillons de sédiments marins cétiers peuplés de microphytes benthiques. Les
pigments sont extraits par le méthanol 95 % (tamponné & I’acétate d’ammonium)
pendant 10 3 20 min puis filtrés sur GF/F. Les deux solvants d’élution sont :
A) 80 % méthanol, 20 % solution 1M d’acétate d’ammonium ; B) 70 % méthanol,
30 % éthylacétate. Les détections sont pratiquées en fluorescence (430 nm, émis-
sion > 580 nm) et en absorbance 4 436 et 450 nm. On décrit la préparation de diffé-
rents standards a partir de phéophycées (Halopteris et Cystoseira). Un premier
tableau présente les coefficients d’extinction spécifiques, les pics caractéristiques et
les solvants retenus d’aprés la littérature, pour la calibration par spectrophotométrie
de 24 pigments différents. On donne, 2 titre d’exemple, cinq chromatogrammes
concernant les échantillons de trois stations différentes de I’estuaire du Tage. Un
deuxieme tableau indique 1’ordre de séparation de trente-trois pigments, avec les
temps de rétention et les différentes performances des trois types de détection. Une
discussion aborde les problémes des solvants d’extraction, du choix de la colonne,
de la durée du programme, des solvants d’élution, du choix des systémes de détec-
tion, des standards, des coefficients, et de I’identification des pics.

ABSTRACT

Identification and quantification of chlorophyll and carotenoid pig-
ments in marine sediments. A protocol for HPLC analysis.

A HPLC protocol is described which permits analysis of the pigment composition
of coastal and intertidal sediments. The HPLC technique has been extensively
applied to phytoplankton pigments for fifteen years. Papers dealing with living
benthic microphytic populations have been more rare, due to complexity existing
in the sediment surface, where pigments (chlorophylls and carotenoids) from
several taxonomic groups of microalgae are mixed with degraded pigments from
senescent phytoplankton cells and macrophytic material. The present paper des-
cribes in detail a protocol adapted from Kraay et al. (1992), which allows a good
discrimination of photosynthetic pigments of microphytobenthos communities.

The following procedure is recommended. Sediment samples are collected using
hand-held cores, during emersion of sites in intertidal zones or by scuba-diving
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in submerged zones. Cores are sectioned in slices of 5 mm, weighed and lyophi-
lized. Subsamples of 0.3-3 g are extracted in 95 % methanol buffered with
ammonium acetate, during 10-20 min in the dark, at 5 °C; the extract is then fil-
tered with the Sweenex system with GF/F Whatman filters.

Fluorescence excitation is performed at 430 nm and emission is detected beyond
580 nm. Absorbance is detected simultaneously at 436 and 450 nm. A binary sol-
vent system is employed to separate the pigments. Standards for chlorophyll a,
chlorophyll b and B-carotene were obtained from Sigma; chlorophyllide a was
prepared from thallus of the Phaeophyta Halopteris; pheophytins @ and b and a
major pheophorbide a were prepared by acidification (HC1 0.4 N, final molarity
3 1073 M); chlorophylls ¢; + ¢, and several carotenoids were also obtained from
Halopteris. The remaining carotenoids were identified by comparison with
published chromatograms. Calibration of standards was done spectrophotometri-
cally in acetone or other solvents, subject to the existence of published extinction
coefficients. Pigments were dried and redissolved in methanol in order to calcu-
late the HPLC factor. A table of the coefficients used is given.

Five chromatograms of three different intertidal stations from the Tagus estuary
are presented as examples; 29 pigments were identified. Chromatograms obtai-
ned in fluorescence and absorbance at 436 nm and 450 nm from the same sample
are shown to permit comparison between performances of the different types of
detection. All chlorophylls, active or degraded, are distinguished in fluorescence.
Some of them appear clearly in absorbance at 436 nm, while 450 nm is the best
wavelength for identifying carotenoids.

Pigment composition of sediment samples is related to microscopic species iden-
tification and cell abundance. Chromatograms obtained with absorbance at
450 nm from a mud sample in a salt-marsh showed high levels of violaxanthin,
lutein (due to the abundance of plant detritus), zeaxanthin (corresponding to a
population of 20 % cyanobacteria), and neoxanthin, diadinoxanthin and chloro-
phyll b (matching the abundance of euglenophytes: 10 %). A sample from a
sandy station presented high levels of chlorophylls c¢; and ¢7, neofucoxanthin and
diatoxanthin; cell countings confirmed a major abundance of diatoms (99 %)
with a dominance of Cylindrotheca closterium. A mud sample from a low-tide
station exhibited a great variety of pheophorbides, which is related to the high
grazing pressure at this site.

Although no method exists that is perfect for all types of pigments, the one des-
cribed showed a good capability for analysing the taxonomic composition of
microphytobenthos communities.

Oceanologica Acta, 1996, 19, 6, 623-634.

INTRODUCTION

extraits méthanoliques (95 %) et 1’élution par un solvant
(méthanol, acétone, eau) sur une colonne en phase inverse.

La technique de chromatographie en phase liquide & haute
pression (HPLC) pour la séparation, 1'identification, et la
quantification des pigments végétaux sur des échantillons
aquatiques est en évolution constante. Depuis la premiére
application, il y a quinze ans, de la technique HPLC en
phase normale 2 la détermination des pigments chloro-
phylliens et caroténoides du phytoplancton marin ou d’eau
douce (Abaychi and Riley, 1979), le nombre des publica-
tions sur le sujet connait un accroissement exponentiel.

En considérant ici seulement les travaux ayant trait a des
échantillons de sédiments, marins ou lacustres, les proto-
coles utilisés sont déja trés variés. A notre connaijssance, la
premiére application a des sédiments a été réalisée en 1979
par Brown er al. (1981) sur divers échantillons marins,
cotiers autant que profonds, et terrestres. Les auteurs ont
utilisé la HPLC avec un détecteur fluorimétrique pour
doser les chlorophylles a et b et leurs phéophytines sur des

Daemen (1986) a pratiqué une détection fluorimétrique sur
des extraits acétoniques de pigments de sédiments
d’estuaires. Seuls les résultats concernant les chlorophylles
a et b sont présentés sur un chromatogramme.

A 1a méme époque, Mantoura et Llewellyn (1983) ont
publié un protocole mis au point a partir de cultures
d’algues planctoniques et d’échantillons d’eaux marines et
saumdtres. Ce protocole a eu un trés grand succes, et est
encore trés utilisé. Il préconise une extraction a I’acétone a
90 % et I'utilisation dans I’extrait et dans 1'une des deux
phases mobiles d’élution, d’un réactif « ion pairing », le
tétrabutylammonium acétate ou « solution P », pour amé-
liorer la séparation des composés les plus polaires. Ce pro-
tocole a été également appliqué a des échantillons de sédi-
ments marins ou lacustres par Keely et Brereton (1986),
Riaux-Gobin ef al. (1987), Bianchi er al. (1988), Furlong
et Carpenter (1988), Barlow et al. (1990), Hurley et Arm-
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strong (1990), Levinton et Mc Cartney (1991), Klein et
Riaux-Gobin (1991) et par nous-mémes (Blanchard et al.,
1990 et Plante-Cuny et al., 1993).

King et Repeta (1991), qui s’intéressaient plus particuliére-
ment 4 I’analyse des pigments de sédiments profonds de la
Mer Noire (2129 m) et surtout aux produits de dégradation
des chlorophylles a et b (dont huit produits non polaires
qui éluent apres les phéophytines), ont mis en ceuvre pour
la premiere fois un protocole différent de celui de Man-
toura et Llewellyn (1983). Quant A nous, a I’occasion d’un
séjour au Nederlands Instituut voor Onderzaek der Zee
(NIOZ), nous avons utilisé un troisieéme type de protocole,
décrit par Kraay et al. (1992), comparable a celui qui est
présenté par sept spécialistes in Wright ef al. (1991). Ce
protocole optimise les performances de la phase mobile par
utilisation d’un gradient ternaire ; il ne fait plus intervenir
le réactif « ion pairing » mais seulement un tampon d’acé-
tate d’ammonium ; il consomme moins de solvant par
diminution du débit ; il améliore la séparation des diffé-
rents pigments chlorophylliens et caroténoides en assurant
I’élution d’une cinquantaine de composés. Mais il suppose
I"utilisation d’un programme a trois solvants (méthanol,
tampon ; acétonitrile, eau ; éthylacétate). Nous avons adap-
té ce protocole a un systeéme A deux solvants et I’avons
appliqué aux sédiments.

Le but essentiel de la présente note est d’exposer le proto-
cole, adapté de Kraay et al. (1992), que nous utilisons &
présent et qui nous a permis didentifier une trentaine de
pigments présents dans des échantillons de sédiments de la
zone euphotique plus ou moins densément peuplés de
microphytes benthiques. Nous donnons quelques exemples
de résultats obtenus sur divers types d’échantillons.

METHODOLOGIE

Description du protocole

Préparation des échantillons

Dans les sédiments marins cotiers, les quantités de pig-
ments, natifs ou dégradés, sont en général trés élevées
compte tenu de I’intense vie microphytique qui s’y déve-
loppe et des dépdts qui s’y forment. Nous n’aborderons pas
ici les sujets de la stratégie d’échantillonnage et du traite-
ment préliminaire des échantillons, qui ont été exposés
ailleurs (Plante et al., 1985 ; Plante et al., 1986 ; Reys et
al., 1987 ; Plante-Cuny et al., 1993 ; Brotas et al., 1995).

Pour une station donnée, nous prélevons plusieurs carottes
(D 2,6 cm ou 3,6 cm pour les sédiments intertidaux du
Tage) a pied ou en plongée autonome. Les carottes sont
découpées en tranches (de 0,5 ou | cm d’épaisseur) et mises
dans des récipients. Chaque tranche humide est pesée, lyo-
philisée, repesée A 1’état sec pour estimer la teneur en eau
du sédiment et rapporter les résultats a un poids de sédiment
sec, a un volume de sédiment humide ou encore A une sur-
face. Les récipients sont bouchés, enveloppés dans du
papier d’aluminium et conservés 3 — 30 °C.

A partir des échantillons lyophilisés on peut prélever une
ou plusieurs parties aliquotes de 0,3 a4 3 g de sédiment par
tranche selon la richesse présumée en pigments végétaux
du sédiment, ou bien, mélanger les sédiments de tranches
superficielles de plusieurs carottes d’une méme station et
prendre des parties aliquotes pour obtenir une moyenne
physique concernant un type donné de sédiment.

Ces réplicats sont pesés dans des tubes de verre ou de plas-
tique inerte. Les bouchons sont en caoutchouc aux sili-
cones insensible aux solvants.

Extraction

Le méthanol a 95 % tamponné a été choisi comme solvant
d’extraction car il s’apparente a la phase mobile retenue
pour la chromatographie (solvants A et B). On extrait les
pigments par un minimum de 2 ml de méthanol & 95 %,
tamponné a 2 % par de I’acétate d’ammonium. Ce tampon
améliore la séparation des chlorophylles ¢ (recommanda-
tion de G. Kraay et de Wright ef al., 1991). Les échan-
tillons sont soumis 3 une agitation mécanique (vortex) puis
placés i I'obscurité & 5 °C; 10 4 15 min suffisent pour de
petits échantillons. Les extraits sont filtrés sur syst¢me
Sweenex avec filtres GF/F de 10 mm de diametre. L’extrait
filtré, enveloppé de papier d’aluminium, est bouché et
placé a4 5 °C puis ramené 2a la température ambiante au
moment de I’injection.

Analyses

Colonne, solvants d’élution, programme

Une colonne Bio-Sil C18 HL 90-5S de 150 mm,
@ 4,6 mm, particules 5 ym (Biorad) est utilisée. Les sol-
vants du programme binaire, filtrés et dégazés sont:
A) 80 % méthanol, 20 % solution 1 M d’acétate d’ammo-
nium dans I’eau ultra-pure, soit une molarité finale de
0,2 M d’acétate d’ammonium et B) 70 % méthanol, 30 %
éthylacétate. Nous appliquons un programme a deux sol-
vants, de 34 min au total, qui débute 4 0 % de B, atteint
100 % de B en 20 min, se maintient ainsi pendant 7 min,
puis revient a2 0 % de B en 7 min. Le débit constant est de
1 ml min! et le gradient est linéaire.

Injection, pompes, détecteurs

L’injection de I’extrait est pratiquée dans une valve Rhéo-
dyne Modele 7010 et par une boucle de 100 ul. Les deux
pompes Altex 110 A, effectuant le mélange des solvants
sous haute pression, sont pilotées par un programmeur de
gradient Altex 420.

La détection des chlorophylles et de leurs produits de
dégradation est assurée par un fluorimétre Schoeffel FS
970 connecté & un enregistreur-intégrateur (Shimadzu CR
1 B). La longueur d'onde d’excitation retenue est généra-
lement 430 nm, I’émission étant mesurée au-deld de
580 nm (La Giraudiére et al., 1989). Un détecteur d’absor-
bance « UV-visible » (Beckman 165) connecté a deux inté-
grateurs (Shimadzu) permet la quantification des caroté-
noides en sus des pigments chlorophylliens, en utilisant
simultanément les longueurs d’onde de 450 nm (perfor-
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mante pour les caroténoides et les chlorophylles b et ¢ et
436 nm convenant en principe a tous les pigments et per-
mettant des comparaisons discriminantes avec les mesures
4 450 nm et en fluorescence.

Identification et quantification des pigments

Standards

Quelques standards — chlorophylle a, chlorophylle b, B-
caroténe — sont accessibles dans le commerce (Sigma Che-
mical Company). Les phéophytines a et b ont été préparées
par acidification des chlorophylles a et # (HC]1 0.4 N pour
une molarité finale de 3 10~ M, Riemann 1978) puis neu-
tralisation par du MgCOs.

La chlorophyllide a est préparée a partir de thalles d’une
phéophycée, Halopteris sp. broyés dans de I’acétone a
50 %. On laisse I’extrait & ’obscurité pendant plusieurs
heures pour permettre ’action de la chlorophyllase sur la
chlorophylle « et la transformation totale de celle-ci en
chlorophyllide a. Comme pour les chlorophylles, en acidi-
fiant une solution acétonique de chlorophyllide ¢, on
obtient un phéophorbide a (¢f. pheo. a in Plante-Cuny et
al., 1993, et pic n° 9 ¢f. infra).

Les algues phéophycées Halopteris sp. et Cystoseira sp.
ont été utilisées pour extraire au méthanol les chloro-
phylles ¢; et c; et les caroténoides tels que fucoxanthine et
violaxanthine. Nous avons aussi recueilli des pics impor-
tants, 4 partir d’échantiflons de sédiments, pour les identi-
fier par spectrophotométric, par exemple la diadinoxanthi-
ne et la diatoxanthine.

Pour obtenir un extrait sec d’un pigment isolé recueilli lors de
plusicurs passages sur la colonne HPLC (ou sur une colonne
préparative), une procédure décrite par Jeffrey (1968) et par
Gieskes et Kraay (19835 et 1984) a été utilisée:

On filtre quelques millilitres d’extrait de pigment dans le
solvant sur GF/F avec le systéme Sweenex. Le filtrat est
placé dans un petit erlenmeyer. On ajoute un volume équi-
valent de diéthyléther puis une quantité dix fois supérieure
d’une solution de NaCl 10 %. On agite vigoureusement et
on place le flacon a I'obscurité durant quelques minutes.
Dans le col de I'erlenmeyer se forme alors un anneau
contenant le pigment dissous dans le diéthyléther alors que
I’eau du solvant d’origine (acétone 90 %, methanol 95 %
ou solvant A de HPLC) reste dans la solution de NaCl.

L’extrait dans le diéthyléther est pipeté et transféré dans
un tube. Le diéthyléther est évaporé a I’aide d’une pompe
a vide. Si I’évaporation est incompléte, on rajoute du dié-
thyléther et quelques grains de NaCl pour extraire le rési-
du d’eau. Un pigment isolé, ainsi désséché, peut étre
redissous dans un solvant approprié et étudié par spectro-
photométrie.

Pour identifier et quantifier un pigment, on dilue I'extrait
sec dans le solvant cité dans la littérature (Foppen, 1971 ;
Rowan, 1989 ; Bidigare, 1991 ; ¢f Tab. 1), qui peut per-
mettre de reconnaitre le spectre. Les coefficients d’extinc-
tion spécifiques (o en 1 g-! cm-!; Lorenzen and Jeffrey,
1980) donnés pour les solvants considérés, sont utilisés
pour quantifier la concentration en pigments aprés lecture

de la densité optique a la longueur d’onde du pic pour
lequel est donné le coefficient. Les étalonnages au spectro-
photometre sont réalisés le plus souvent dans I’acétone,
solvant dans lequel les coefficients sont généralement dis-
ponibles. Les extraits acétoniques sont séchés et redissous
dans le méthanol 95 % pour injection et calcul de la
constante K (cf. infra). Nous donnons (tab. 1) une liste des
coefficients d’extinction spécifique (o) parmi les plus
récemment publiés, puis les pics correspondants i ces coef-
ficients, ainsi que quelques pics de maxima d’absorption
permettant d’identifier les pigments dans divers solvants si
les coefficients ne sont pas connus.

Quantification, expression des résultats

Les concentrations en pigments-étalons sont calculées

d’apres la formule générale reprise de Bidigare (1991) :

DO - 1000
o-L

DO = densité optique lue 4 la longueur d’onde pour la-

quelle est connu o dans un solvant donné

o, = coefficient spécifique d’extinction (1 g-! cm™')

L = longueur du trajet optique (cuve) en cm

concentration en pigment (mg 1 ') dans I’extrait =

Le systeme d’injection HPLC permet d’introduire un
volume connu (volume de la boucle) de I'extrait du pig-
ment dont on a mesuré la concentration par spectrophoto-
métrie. Cette quantité connue de pigment ainsi injectée
permet de calculer une constante K qui est valable pour
I’ensemble des conditions utilisées pour une série
de mesures.

K = nombre d’unités d’aires par unité de masse de pigment

La formule de calcul de la concentration d’un pigment
donné sera, dans le cas des sédiments :

AoV

concentration (ug g') =

Z|<

concentration en pg de pigment par g de sédiment sec

A = aire du pic en unités arbitraires

V = volume en ml de I"extrait pigmentaire d'un échantillon
de sédiment pesé

v = volume en ml de la boucle d’injection

M = masse de I’échantillon de sédiment sec (g)

Pour rapporter la quantité de pigment présente dans I’extrait
4 un volume de sédiment humide ou 2 une surface de sédi-
ment, on introduira dans la formule les facteurs de trans-
formation adéquats en revenant au poids de la tranche de
carotte humide.,

RESULTATS

Nous présentons (figs. 1 et 2), cinq chromatogrammes
concernant des échantillons de trois stations intertidales
différentes de I’estuaire du Tage (marnage 1 a 4 m), étu-
diées par ailleurs en ce qui concerne la biomasse, la pro-
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Tableau |

Coefficients spécifiques d’extinction O des principaux pigments chlorophylliens et caroténoides rencontrés, et pics correspondants a ces coeffi-
cients, ou pics de maxima d’absorption.

Specific extinction coefficients OL of the main chlorophyllous pigments and carotenoids identified and corresponding peaks, or maximum absorption peaks.

Pigments Solvants ol g"cm‘l) Pics Références
(nm)
Pigments chlorophylliens
chlorophylle ¢ acétone 90 % 87,67 664,3 Jeffrey et Humphrey 1975
méthanol 100 % 77,9 665 Riemann 1978
chlorophyllide a acétone 90 % 128 663 Lorenzen et Downs 1986
phéophytine a acétone 90 % 49,5 666 Lorenzen et Downs 1986
phéophytine a acétone 90 % 69,8 666 Lorenzen et Downs 1986
chlorophylle b acétone 90 % 51,36 646.8 Jeffrey et Humphrey 1975
méthanol 100 % 44.5 642 Riemann 1978
phéophytine b acétone 80 % 348 655 Vernon 1960
chlorophylle ¢/ acétone 90 % 44.8 630,6 Jeffrey 1972
chlorophylle ¢z acétone 90 % 40,4 630,9 Jeffrey 1972
chlorophylles ¢; + ¢2 acétone 90 % 42,6 630,9 Jeffrey 1972
phéophorphyrine ¢; diethylether - 568 Wilhem 1987
phéophorhyrine c; acétone 90 % - 574/596 Jeffrey et Shibata 1969
Caroténovides
alloxanthine éthanol 262 453 Bidigare 1991
Ol-caroténe éther de pétrole 280 443-448 Foppen 1971
Davies 1976
dicthylether 208 450 Goodwin 1955
B-caroténe acétone 90 % 250 452 Johansen er al. 1974
éthanol 262 453 Davies 1976
diadinoxanthine acétone 223 448 Johansen et al. 1974
méthanol 225 445 Johansen et al. 1974
diatoxanthine acétone 210 448-454 Johansen et al. 1974
éthanol 262 449 Goodwin 1955
fucoxanthine acétone 90 % 106 449 Garside et Riley 1968
éther de pétrole 160 453 Jensen 1966 a
19’hexanoyloxyfucoxanthine acétone 445-450 Wright et Jeffrey 1987
187,7 Nelson 1986
lutéine acétone - 445-473 Renstrom et al. 1981
éthanol 255 445 Davies 1976
néoxanthine acétone - 438-466 Renstrom et al. 1981
éthanol 2243 439 Davies 1976
néofucoxanthine éthanol - 446-447 Jeffrey 1961
péridine acétone 134 466 Jeffrey et Haxo 1968
135 - Johansen er al. 1974
prasinoxanthine éthanol 160 454 Bidigare 1991
acétone 90 % 240 440-442 Jensen 1966 b
violaxanthine éthanol 255 443 Davies 1976
méthanol - 440 Davies 1976
z€axanthine acétone 234 449-452 Davies 1976

duction primaire et les peuplements des microphytes ben-
thiques (Brotas et al. 1995, Brotas et Catarino, sous
presse). Ces sédiments sont différents par le niveau altitu-
dinal, les caractéristiques physiques et chimiques, et les

peuplements microphytiques.

Sur un total de 80 échantillons analysés en HPLC concer-
nant ces sédiments étudiés en différentes saisons, la
figure 1 présente les résultats obtenus sur 1’un des plus
riches en pigments, ol une trentaine de ceux-ci ont été
résolus. Ces trois chromatogrammes correspondent aux
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Figure 1

Chromatogrammes HPLC phase-
inverse d’un échantillon de sédi-
ment intertidal de I’estuaire du
Tage. Station de vase (91 % de
particules < 63 pym), située a
+1,4 m; poids de I’échantillon
sec:094 g.

1A : Fluorescence (excitation a
430 nm ; émission > 580 nm) ;
1B : Absorbance 4436 nm; 1C:
Absorbance a 450 nm. Numéro-
tation des pics conforme au
tableau 2.

HPLC chromatograms obtained

2%

18

27

28

from Tagus estuary intertidal
sediment. Sumple of a mud sta-
tion (91 % of sediment particles
< 63 um), situated at a lower
tidal height (+1.4 m). Sample
dry weight was 0.94 g.

1A: Fluorescence (excitation
430 nm; emission > 580 nm) ;
1B: Absorbance at 436 nm; 1C:
Absorbance at 450 nm. Peak
numbers are according to
Tuble 2.

30

n

1c

"”

27

v

résultats obtenus en fluorescence (excitation 430 nm,
fig. 1 A), en absorbance & 436 nm (fig. 1 B) et 450 nm
(fig. 1 C). L’échantillon de sédiment provient d’une vasiére
située 3 +1,4 m au-dessus du zéro hydrographique, dont le
pourcentage de fraction fine (particules < 63 pm) est de
91 % et la teneur en matiere organique de 8,6 %.

Le tableau 2 donne les temps de rétention des différents
pigments chlorophylliens et caroténoides identifiés, dans
les trois cas différents de détection (fluorescence avec
excitation & 430 nm, absorbance i 436 et 450 nm). La
numérotation suit I’ordre d’apparition des pics.

Certains pics ont été reconnus grice aux étalons (commer-
ciaux ou fabriqués : Chl a + allomeéres, chlorophyllide «,
phéophytines a + «’, phéophorbide a (pic n° 9), Chl b +

allomere, phéophytines b, Chl c¢;+c5, fucoxanthine, vio-
laxanthine, B-caroténe), d’autres comme nous I'avons dit
plus haut, par I’étude des spectres, d’autres enfin par com-
paraison avec les chromatogrammes disponibles dans la lit-
térature (Mantoura et Llewelyn, 1983 ; Repeta et Gagosian,
1983 ; Sartory, 1985 ; Keely et Brereton, 1986 ; Vernet et
Lorenzen, 1987 ; Furlong et Carpenter, 1988 ; Hurley et
Armstrong, 1990 ; Leavitt et Carpenter, 1990 ; Abele-(Esch-
ger, 1991 ; King et Repeta, 1991 ; Klein et Riaux-Gobin,
1991 ; Wright et al., 1991 ; Kraay et al., 1992 ; Bianchi et
al., 1993).

La comparaison des trois chromatogrammes (A,B,C fig. 1)
permet de différencier clairement les divers pigments chlo-
rophylliens, natifs ou dégradés, seuls a apparaitre en fluo-
rescence (spectre 1A ; en particulier six phéophorbides a,

628



PIGMENTS DES SEDIMENTS PAR HPLC

Tableau 2

Temps de rétention et ordre d’apparition sur les chromatogrammes pour 33 pigments détectés sur des extraits méthanoliques d’échantillons de
sédiments de Iestuaire du Tage. Détection en fluorescence (excitation 4 430 nm) et en absorbance 4 436 ¢t 450 nm.

Retention time and elution order of 33 pigments from chromatograms of sediment sumples from the Tagus estuary, extracted in methanol. Detec-
tion by fluorescence (excitation at 430 nm) and absorbance at 436 and 450 nm.

Fluo. 430 nm exc. Temps de rétention (min) Pigments n° pics
Absorb. 436 nm Absorb. 450 nm
1,50 1,50 1,50 injection
6.42 - - chlorophyllide ¢ 1
8,65 8.49 8,52 chlorophyllide ¢; + ¢2 2
9,89 9.96 10,03 phéophorbide a 3
- 10,69 10,70 fucoxanthine 4
10,79 ~ - phéophorbide a 5
11,39 - - phéophorbide a 6
- 11,59 11,62 néoxanthine 7
- 12,09 - caroténoide non identifié 8
12,95 12,95 12,93 phéophorbide a 9
- 13,32 13,33 violaxanthine 10
13,75 13,75 13,77 phéophorbide c; 11
- 14,25 14,27 diadinoxanthine 12
14,39 - - phéophorbide 13
- 14,61 14,63 néofucoxanthine 14
14,82 14.83 14,92 phéophorbide a 15
- 1543 15,45 alloxanthine 16
- 15,84 15,85 diatoxanthine 17
- 16,27 16,28 caroténoide non identifié 18
- 17,19 17,20 Tutéine 19
- 17.53 17,55 zéaxanthine 20
3 pics non identifiés 21
18,79 18,77 18,78 allomére chlorophylle b 22
19,62 19,65 19,65 chlorophylle b 23
19,92 19,95 19,97
20,32 20,33 20,35 dérivés Chl a (allomeéres) 2 pics 24
20,79 20.81 20,82 allomere principal Chl a 25
21,49 21,49 21,52 chlorophylle a 26
21,99 22,01 22,03 Chld 27
23,49 2342 -
23,92 - - phéophytine b (3 pics) 28
24,19 - _
25,65 25,70 phéophytine a 29
- 26,28 26,28 B-carotene 30
26,35 - - phéophytine &’ 31
- 26,74 26,75 f3-caroténe 32
29,59 29,60 - phytol chl ¢ ? 33

une phéoporphyrine ¢ et les phéophytines « et b), des caro-
ténoides, ces derniers n’étant détectés qu’en absorbance
(spectres 1B et 1C). D’autre part, certains pigments chlo-
rophylliens, notamment le phéophorbide ¢ & 12,95 min
(pic 9), tres important en fluorescence (1A), se retrouve
assez bien marqué en absorbance 4 436 nm (1B) alors qu’il
est trés atténué i 450 nm (1C). La phéophytine a (pic 29)
est détectée a 436 nm et non a 450 nm. La détection en
absorbance 4 450 nm (1C) permet donc, du fait de I’atté-
nuation importante des pics des dérivés chlorophylliens, et
par comparaison, de bien les reconnaitre sur les autres
chromatogrammes et, par ailleurs, d’identifier plus nette-
ment certains caroténoides dont les spectres ont souvent
des maximums d’absorption vers 450 nm (cf. tab. 1).

Sur la figure 2, nous présentons deux chromatogrammes
en absorbance a4 450 nm pour des échantillons de deux
autres stations de l’estuaire du Tage : figure 2 A -station
sableuse & +2,0 m (pourcentage de particules < 63 pm égal

a 14 % et 0,9 % de matiere organique) et figure 2 B -sta-
tion située dans un marais maritime, sous la canopée de
Spartina maritima 3 +3,1m (pourcentage de particules
< 63 pym: 90 % et 10,1 % de matiére organique). Ces
graphes sont comparables qualitativement a celui de la
figure 1 C (450 nm) et quantitativement si ’on tient
compte des poids respectifs des échantillons.

Nous constatons la présence des pigments classiques et
importants dans les communautés microphytiques : Chl a,
Chl ¢ et c3, fucoxanthine, B-caroténe. Pour la station
sableuse (fig. 2 A) on remarque !’importance relative tres
grande de la Chl ¢ (pics 2, avec résolution presque com-
plete des pics de Chl ¢; et ¢3), la présence notable de néo-
fucoxanthine (pic 14) et de diatoxanthine (pic 17) et la
quasi-absence de lutéine, de z€axanthine (pics 19 et 20) et
de Chl & (pic 23). En effet, le peuplement observé sur ce
sable est constitué, en nombre de cellules, pour 99 % de
diatomées, dont 80 % de Cylindrotheca closterium, et pour
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Figure 2

Chromatogrammes HPLC phase-
inverse d’échantillons de deux
sédiments différents de I’estuaire
du Tage avec la méme détection
en absorbance 4 450 nm.
2A : Station sableuse (1,4 % de
particules < 63 pm) située a
+2,0 m ; poids de 1’échantilion
sec, 2,62 g.
2B : Station de vase du marais
] - maritime a Spartina (90 % de
" particules < 63 pm) située a
\I\\‘/\;\ + 3,1 m; poids de I’échantillon

scc, 0,72 g.

2A

12

o 0 » » ™ HPLC Absorbance (450 nm)
chromatograms obtained from
two different Tagus estuary sedi-
ments.
2A: Sandy station (1.4 % of sedi-
ment particles < 63 pm) situated

28 at 2.0 m of tidal height ; sumple

dry weight 2.62 g.

2B: Salt-marsh muddy station

- under Spartina canopy with

90 % of sediment particles

< 63 um, located at a high tidal

level (+3.1 m) ; sample dry

weight 0.72 g.

28

26

3A

7

29
b+

Figure 3

Chromatogrammes HPLC phase-
inverse d’un échantillon dc vase
du marais a Spartina (¢f fig. 2 B)
avec détection 2 436 nm en absor-
bance : avant (3A) et aprés (3B)
adjonction de standards de Chl b
(pics n° 22 et 23) et de B-caroténe
(pics n° 30 et 32).

38

k1

HPLC Absorbance (436nm) chro-
matograms obtained from the
salt-marsh station (cf. Fig. 2 B),
2/ before (3A) and after (3B) the

Lx addition of standards of Chl b
(peaks n°® 22 and 23) und B-caro-
e 1 20 30 mn tene (peaks n° 30 and 32 ).

n
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1 % d’euglénophycées. Pour la station du marais maritime
(fig. 2 B), oii les débris de phanérogames sont abondants et
le peuplement microphytique constitué pour 20 % de cya-
nophycées, 10 % d’euglénophycées et 70 % de diatomées,
on remarque I'importance relative de la violaxanthine (pic
10) et de la lutéine (pic 19) indiquant la présence de débris
végétaux (Abele-(Escheger, 1991 ; Bianchi et al., 1993), de
la zéaxanthine (pic 20) pour les cyanophycées, de la
néoxanthine (pic 7), de la diadinoxanthine (pic 12) et de la
Chl & (pic 23) pour les euglénophycées (Rowan, 1989).
Quant a I’échantillon de la figure 1, il provient d’une vasiére
peuplée 4 95 % de diatomées et 4 5 % d’euglénophycées,
située dans ’infralittoral, oll les muges sont reconnus
comme des consommateurs directs des microphytes & marée
haute (Almeida et al., 1993). Or on note dans cet échantillon
I"importance relative, par rapport aux deux autres stations,
des phéophorbides, produits de la dégradation poussée des
chlorophylles (pics 3, 5, 6, 9, 11, 13 15 et 33). Divers
auteurs ont signalé que 1’abondance de phéophorbides est
I’indice d’une activité importante de broutage (Klein et
Sournia, 1987 ; Bianchi er al., 1988 ; Bianchi et al., 1991).

Tous les autres pigments correspondent aux conditions
classiques d’un sédiment estuarien ; tout au plus peut-on
remarquer, dans tous les cas, deux pigments nettement
résolus et assez abondants qui pourraient indiquer la pré-
sence de certaines diatomées (néofucoxanthine, pic 14 ;
Jeffrey 1974 ; Mantoura et Llewelynn 1983) et de crypto-
phycées (alloxanthine, pic 16 ; Gieskes et Kraay, 1983b ;
Bjgrnland et Liaaen-Jensen, 1989). Ce dernier point est a
souligner car les cryptophycées ne sont pas signalées dans
la littérature comme appartenant aux communautés de
microalgues benthiques. Cependant, la présence d’alloxan-
thine dans des sédiments cotiers est rapportée par Riaux-
Gobin et al., 1987 et Klein et Riaux-Gobin (1991).

DISCUSSION
Sur la méthodologie

Le choix du solvant d’extraction reste encore un sujet
controversé, Pour avoir utilisé ’acétone dans d’autres tra-
vaux (Plante-Cuny ef al., 1993), nous avons pu constater,
comme Kraay et al. (1992), que 'extraction par le métha-
nol est beaucoup plus rapide pour I’ensemble des pig-
ments. La deuxi¢me raison de notre choix actuel est que le
solvant (méthanol 95 % tamponné a 2 % d’acétate
d’ammonium) s’apparente au solvant A de la phase mo-
bile, ce qui évite les distorsions observées en début de
chromatogramme avec I’acétone (Zapata et Garrido, 1991).
Dans le cas de mesures par spectrophotométrie, le métha-
nol pose des problemes d’instabilité du pH lors de I’acidifi-
cation (Marker, 1977), raison pour laquelle 1’acétone lui
est souvent préférée. L’éthanol, utilisé par les limnolo-
gistes dans certains travaux, n’a pas été testé,

Dans le cas des sédiments le choix d’une colonne est pri-
mordial. Une colonne plutdt longue et a particules trés
fines fortement chargées en carbone est recommandée dans
certains travaux (Paerl et Millie, 1991 ; Kraay et al., 1992).
Les extraits pigmentaires de sédiments sont généralement
trés riches et complexes et comportent des éléments tres

polaires : chlorophyllide «, Chl ¢, phéophorbides et cer-
tains caroténoides. L’un d’eux, en début de spectre, n'a
d’ailleurs pas encore pu étre identifié (¢f. figs. [ Bet 1 C,
entre chlorophyllide a et Chl.c).

La durée de notre programme — 34 min — quoique longue,
a été retenue pour permettre une bonne résolution de tous
les pics.

La composition des deux solvants d’€lution, 1égérement
modifiée par rapport & Gieskes ef al. (1988), a été adoptée
aprés des essais décevants effectués en tentant de reconsti-
tuer dans deux solvants, les mélanges du systéme ternaire
de Wright ez al. (1991). Une mauvaise séparation des pics
observée dans de telles conditions peut s’expliquer par la
complexité des mélanges ainsi obtenus (Yost er al., 1981).

L’unanimité semble s’étre faite (Wright et al., 1991) sur la
non nécessité d’utiliser la « solution P », déja signalée par
Gieskes et Kraay (1986) et Zapata et al. (1987) car les
colonnes actuelles sont plus efficaces qu’auparavant pour la
séparation des composés polaires (Paerl et Millie, 1991).
L’acétate d’ammonium, utilisé comme tampon dans le solvant
d’extraction et dans le solvant A, associé d une colonne
moderne, permet d’aboutir 2 de trés bonnes performances
pour la séparation des produits polaires (Zapata et al., 1987 ;
Kraay et al., 1992). Les performances de séparation de notre
protocole sont parfois inférieures a celles du programme 2
trois solvants mais cependant, les pics des chlorophylles ¢; et
¢, bien qu’incomplétement séparés a la base, sont bien dis-
tincts. Lutéine et zéaxanthine ne sont pas toujours séparées
complétement ; cependant leur quantification est possible.

Au niveau de la détection et de I'identification des pig-
ments, notre équipement s’est avéré satisfaisant méme s’il
n’a pu atteindre les performances d’un détecteur a barrettes
de diodes, systéme qui tend actuellement a se répandre,
mais reste encore peu accessible.

Nous avons choisi pour la détection en fluorimétrie la lon-
gueur d’onde d’excitation de 430 nm. Cette longueur
d’onde n’est pas optimale pour tous les pigments chloro-
phylliens mais elle permet de les détecter tous avec plus ou
moins d’intensité (Mantoura et Llewellyn, 1983). Riaux-
Gobin et Klein (1993) proposent le choix entre 400 et
440 nm. L’excitation 2 407 nm mesurée 4 670 nm convien-
drait particuliérement bien aux phéopigments (Gieskes et
Kraay, 1986).

En absorbance, nous avons remarqué que 1’utilisation
simultanée des deux absorbances, 436 et 450 nm, nous
apportait des informations supplémentaires importantes
pour 'identification des pics de caroténoides. S’il faut ne
retenir qu'une longueur d’onde pour les pigments chloro-
phylliens et les caroténoides simultanément, 436 nm est
recommandée par Gieskes et Kraay (1983a), Bidigare
(1991), Wright et al. (1991). Mantoura et Llewllyn (1983)
utilisent 440 nm. Par rapport & la longueur d’onde de
450 nm, 436 nm donne i notre avis de moins bons résultats
pour les caroténoides et les chlorophylles b et ¢ (¢f fig. 1).
Pour ces études, la longueur d’onde de 450 nm est recom-
mandée par différents auteurs (Bjerkeng er al., 1988 ;
Pennington et al., 1988 ; Zapata et Garrido, 1991 ; Kraay
et al., 1992). Pour une approche particuliere des phéopig-
ments, les longueurs d’onde de 658 nm (Gieskes et Kraay,
1986) ou 405 nm (Wright et al., 1991) sont parfois rete-
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nues. Downs (1989), étudiant plus précisément ces pig-
ments, utilise 410, 440 et 664 nm,

Au sujet des standards et de leur fabrication, il est & noter
que parfois, comme le souligne Downs (1989), on recueille
de si faibles quantités d’un pigment donné que 1’étude en
spectrophotométrie est impossible. C’est pourquoi ’on a
recours a des comparaisons avec d’autres auteurs.

Quant aux coefficients spécifiques d’extinction, il n’existe
pas encore, dans la littérature, de coefficients utilisables
pour tous les pigments dans un méme solvant. Les coeffi-
cients dans le méthanol sont malheureusement assez rares.
Pour les caroténoides, 1’acétone, I’éther de pétrole et
I’éthanol sont les plus utilisés.

Notons que, comme nous ne pouvions séparer totalement
les pics de Chl ¢ et ¢, nous avons utilisé le coefficient
42,6 1 g-! cm™! pour Chl ¢; + ¢, dans I’acétone 4 630,9 nm,
d’apres Jeffrey (1972) repris par Bidigare (1991). Enfin, il
est a remarquer que des erreurs de transcription se glissent
dans les citations des auteurs (nature du solvant, pic 2
considérer, coefficicnts, etc.). Aussi est-il souvent utile de
remonter « a la source ».

Sur les résultats

Grice a I'utilisation simultanée de la détection en fluores-
cence d’une part, et en absorbance i deux longueurs d’onde,
d’autre part, il nous a été possible d’identifier certains pics
qui coéluent. Ainsi, par exemple, pour la Chl b et le B-caro-
téne, nous avons ajouté a des extraits d’échantillons des
extraits de standards éventuellement allomérisés (Chl b). En
comparant les spectres aux trois longueurs d’onde nous
avons pu acquérir une certitude sur la position de la Chl b et
de ses allomeres, souvent mélés aux alloméres de Chl a, fré-
quents dans les sédiments, et sur la place de la phéophytine
a dans le chromatogramme (pic 29) par rapport au S-caro-
tene (pics 30 et 32). La figure 3 représente les chromato-
grammes d’absorbance 4 436 nm de I’échantillon de vase de
marais & Spartina correspondant a la figure 2B, avant
(fig. 3A) et apres (fig. 3B) adjonction de standards.

On remarque que, par rapport au phytoplancton, les sédi-
ments renferment de nombreuses formes différentes de
produits de dégradation des chlorophylles (¢f. fig. 1A, fluo-
rescence 4 430 nm). Il en est de méme pour les dérivés des
caroténoides bien que ce sujet paraisse moins exploré sauf
en ce qui concerne les transformations au cours de la
digestion par les organismes brouteurs (Abele-(Eschger et
Theede, 1991 ; Abele-(Eschger et al., 1992).

On notera que, sur les sédiments, les chlorophyllides a et b et
les phéophytines « et b sont quantitativement beaucoup
moins abondantes que les formes phéophorbides (Klein et
Riaux-Gobin, 1991), produits d’une dégradation plus poussée
(biodépots, diagenese). C’est ce que nous avions déja obser-
vé sur des sédiments du Golfe de Fos (France ; Plante-Cuny
et al., 1993). Notre protocole nous a permis de séparer nette-
ment la chlorophyllide a, six formes différentes de phéophor-
bides a, trois formes de phéophytine b et deux de phéophy-
tine a, une phéoporphyrine et un phytol-chlorophylle c. Ces
différentes formes de produits de dégradation peuvent étre,
par exemple, liées & différentes formes de broutage (Bianchi
et al., 1988 ; Harmelin-Vivien et ¢l., 1992).

Dans le domaine phytoplanctonique, beaucoup d’auteurs
utilisent la présence ou I’absence de pigments, les combi-
naisons de pigments, ou des rapports entre pigments, pour
en faire des « pigment signatures » ou « fingerprints » ou
« biomarkers » de la composition taxinomique du phyto-
plancton, (Wright et Jeffrey, 1987 ; Williams et Claustre,
1991 ; Barlow et al., 1993). De telles déductions risquent
d’étre plus difficiles dans le domaine benthique car les
peuplements microphytiques vivants y sont souvent moins
bien connus et les débris de végétaux allochtones, décom-
posés ou non, enrichissent les chromatogrammes des pig-
ments de la flore autochtone (débris de macroalgues ou
phanérogames, ¢f. Bianchi et Findley, 1990 ; Bianchi et al.,
1993 ; Abele-(Eschger et Schramm, 1989 ; Levinton et
McCartney, 1991). Cependant quelques auteurs ont abordé
ce sujet (Riaux-Gobin et al., 1987 ; Klein et Riaux-Gobin,
1991) et signalent la « signature » de diatomées, chloro-
phycéees, euglénophycées et cryptophycées.

CONCLUSION

Le protocole présenté ici donne de bons résultats sur des
sédiments comportant simultanément des microphytes
vivants, des cellules sénescentes et des débris de macro-
phytes. Nous avons réussi & séparer et identifier 19 pig-
ments chlorophylliens (dont dix phéophytines et phéophor-
bides), et dix caroténoides.

Nous pensons que ce protocole a prouvé son efficacité
pour la caractérisation d’échantillons récoltés a la surface
de sédiments situés dans la zone euphotique et qu’il per-
mettra d’approfondir la connaissance des peuplements
microphytiques présents sur de tels sédiments en associa-
tion avec des observations microscopiques. En effet, la
signature de groupes taxinomiques tels que diatomées, cya-
nophycées, euglénophycées a été clairement établie,
I’importance des pics de pigments caractérisant ces
groupes ayant pu étre mise en relation avec des observa-
tions au microscope. La question de la présence éventuelle
de cryptophycées reste a valider par de nouvelles observa-
tions microscopiques a pratiquer éventuellement sur le
vivant. L’abondance de débris de macrophytes a pu aussi
étre évaluée par le dosage de certains caroténoides.

En ce qui concerne les produits de dégradation des pig-
ments, de nombreuses formes ont pu étre séparées ; leur
identification et leur quantification doit étre poursuivie. De
nouvelles perspectives de recherches, assez nettement dif-
férentes de celles qui concernent le phytoplancton, peuvent
étre envisagées.
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