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Résumé 

Les océans sont fortement impactés par le changement global, qui provoque une augmentation de la température 

de surface mais aussi une expansion des zones pauvres en Fer (Fe) alors que ce micronutriment limite déjà la 

croissance du phytoplancton dans près de 30 % de l'océan mondial. Dans ce contexte, on peut se demander si et 

comment le phytoplancton marin est capable de s'adapter à cette limitation et quelles seront les conséquences de 

l'appauvrissement en Fe sur la capacité des océans à séquestrer le CO2 via la pompe à carbone biologique. De par 

son abondance, son ubiquité, la disponibilité de nombreuses souches et génomes, Synechococcus constitue l'un 

des modèles biologiques les plus pertinents disponibles à ce jour pour étudier les processus moléculaires impliqués 

dans l'adaptation du phytoplancton aux changements environnementaux en cours dans l'océan. Alors que les 

populations naturelles de Synechococcus ont longtemps été considérées comme dominées par quatre clades (I-IV), 

l'importance écologique d'un cinquième clade (appelé CRD1) a récemment été mise en évidence dans les zones 

limitées en Fe de l'océan mondial. En outre, il a été démontré que le clade CRD1 englobe 3 unités taxonomiques 

distinctes écologiquement significatives (ESTUs CRD1A à C), occupant des niches thermiques distinctes. Afin de 

mieux comprendre les rôles respectifs de la carence en Fe et de la température sur la distribution et la 

diversification génétique de Synechococcus, la comparaison de souches représentatives de chacun des trois ESTUs 

de CRD1 avec des membres des clades I-IV, utilisés comme références de thermotypes froids (I, IV) ou chauds (II, 

III) et colonisant des environnements riches en Fe, a permis de valider l’existence de trois thermotypes distinctes 

au sein au clade CRD1. De plus, l'acquisition de paramètres physiologiques supplémentaires à partir de cultures 

acclimatées à différentes températures et différents degrés de limitation en Fe a également révélé des spécificités 

des souches CRD1 par rapport aux autres clades. Des analyses comparatives des génomes de Synechococcus 

disponibles ont également suggéré que la dominance de ce clade dans les zones pauvres en Fe pourrait reposer 

sur une réduction du nombre de gènes codant pour des protéines riches en Fe et sur une augmentation du nombre 

de gènes codant pour des protéines utilisant des métaux alternatifs comme co-facteurs et surtout des protéines 

impliquées dans le transport, l’assimilation et le stockage du Fe. Enfin, l'analyse des métagénomes de Tara Oceans 

a révélé des gènes spécifiquement présents ou absents dans les niches pauvres en Fe qui ont permis de confirmer 

les résultats de génomique comparative et d’identifier de nouveaux gènes candidats potentiellement impliqués 

dans les mécanismes d'adaptation à la carence en Fe et à la température. 
 

Abstract 

The oceans are strongly impacted by global change, which is predicted to cause an increase of sea surface 

temperature but also an expansion of iron-poor areas (Fe). This micronutrient limits phytoplankton growth in 

nearly 30% of the global ocean. In this context, one may wonder if/how marine phytoplankton is able to adapt to 

such limitation and what will be the consequences of Fe depletion on the ocean ability to sequester CO2 via the 

biological carbon pump. Due to its abundance, ubiquity, the availability of numerous strains and genomes, 

Synechococcus constitutes one of the most relevant biological models available nowadays to study the molecular 

processes involved in the adaptation of phytoplankton to the environmental changes occuring the ocean. While 

natural populations of Synechococcus were long thought to be dominated by four clades (I-IV), the ecological 

importance of a fifth clade (called CRD1) has recently been demonstrated in Fe-limited areas of the world ocean. 

Furthermore, the CRD1 clade has been shown to encompass 3 distinct Ecologically Significant Taxonomic Units 

(ESTUs, CRD1A to C), occupying distinct thermal niches. In order to better understand the respective roles of Fe 

deficiency and temperature on the distribution and genetic diversification of Synechococcus, we compared the 

physiology of representative strains of each of the three CRD1 ESTUs with members of clades I-IV, used as controls 

for cold (I, IV) or warm (II, III) thermotypes and Fe-replete environments to validate the existence of three distinct 

thermotypes within the CRD1 clade. Moreover, the acquisition of additional physiological parameters from cultures 

acclimated to different temperatures and different degrees of Fe limitation also revealed specificities of CRD1 

strains compared to other clades. Comparative analyses of Synechococcus genomes have also suggested that the 

dominance of this clade in Fe-depleted areas may rely on a reduction in the number of genes coding for Fe-rich 

proteins and an increase of genes coding for proteins using alternative metals as co-factors and especially involved 

in Fe transport, assimilation and storage. It made it possible to confirm the results of comparative genomics and to 

identify new candidate genes potentially involved in the mechanisms of adaptation to Fe and temperature. Finally, 

the analysis of Tara oceans metagenomes revealed genes specifically present of absent in the Fe-poor niches which 

made it possible to confirm the results of comparative genomics and to identify novel genes potentially involved 

in adaptation mechanisms to Fe-depletion and temperature.
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1. Les picocyanobactéries marines, des organismes modèles pour étudier la 

réponse aux variations des conditions environnementales 

1.1.  Le phytoplancton 

1.1.1. Généralités  

Les océans recouvrent presque 71% de la surface de la Terre et leur profondeur 

moyenne est d’environ 3,8 km. Ce vaste environnement est habité par une très grande 

diversité d’organismes, allant des virus aux baleines bleues. Les organismes les plus 

abondants dans l’environnement marin appartiennent au plancton (du grec : πλαγκτός ou 

planktos, à la dérive), qui regroupe l’ensemble des organismes dérivant au gré des 

courants. Le plancton constitue 95% de la biomasse marine et présente une très grande 

diversité taxonomique, écologique et morphologique, et notamment de taille (6 ordres 

de grandeurs : du pico au méga-plancton ; Fig. 1). On trouve en effet aussi bien des formes 

libres que symbiotiques ou parasitiques. Les organismes du plancton présentent 

également une forte diversité de régimes trophiques, comprenant les phototrophes, les 

hétérotrophes et les mixotrophes. La fraction végétale du plancton, appelée également 

phytoplancton, désigne l’ensemble des organismes microscopiques capables de réaliser 

la photosynthèse oxygénique et vivant dans la zone euphotique, c’est-à-dire la zone 

éclairée de la colonne d’eau pouvant atteindre jusqu’à 250m de profondeur dans les eaux 

les plus claires comme les parties centrales de l’Océan Pacifique. 

 
 

Figure 1 | Classification du plancton en différentes classes de taille.  Issue de Biard 2015 

Figure issue de Biard, 2015. 

Taille (µm)
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1.1.2. Rôle dans la pompe biologique 

Même s’il représente seulement 1% de la biomasse des organismes 

photosynthétiques, le phytoplancton est tout de même responsable de presque 46% de 

la production primaire nette globale, soit 48,5.1012 kg de CO2 par an (Field et al., 1998). Il 

joue un rôle essentiel au sein de l’écosystème marin, notamment dans les grands cycles 

biogéochimiques tels que le cycle du carbone. De par leur activité photosynthétique, ces 

organismes fixent le CO2 atmosphérique, qui est ensuite converti en matière organique. 

Cette matière organique a différents destins possibles : environ la moitié constitue la base 

d’un réseau trophique complexe (Field et al., 1998)Fig. 2). En effet, elle est consommée 

par les niveaux trophiques supérieurs via le broutage par des organismes hétérotrophes 

ou mixotrophes qui sont à leur tour consommés par les métazoaires. L’autre moitié est 

quant à elle excrétée sous forme de matière organique dissoute (DOM) ou particulaire 

(POM) au cours de la croissance et à la mort des organismes phytoplanctoniques. Cette 

DOM/POM est recyclée en matière inorganique grâce aux bactéries hétérotrophes et 

mixotrophes, c’est ce que l’on appelle la « boucle microbienne » (Azam et al., 1983 ; Sherr 

& Sherr, 2002 ; Fig. 2). Une partie des nutriments organiques, tels que les acides aminés, 

est reminéralisée par les bactéries mais seule une fraction de ces nutriments est à 

nouveau disponible sous forme inorganique et est utilisée par les organismes 

phytoplanctoniques. La fraction restante, représentant environ 2% du carbone fixé 

initialement par le phytoplancton n’étant pas recyclée via la boucle microbienne, va être 

exporté vers les couches profondes et être séquestrée dans les sédiments durant des 

millénaires. Ce phénomène est appelé : la pompe biologique à carbone (Guidi et al., 2016). 

Enfin, les virus participent également à la libération de DOM/POM à travers la lyse virale 

d’organismes phytoplanctoniques et de bactéries via le « shunt viral » qui représente 

environ 25% du carbone fixé grâce à la photosynthèse (Wilhelm & Suttle, 1999 ; Guidi et 

al., 2016).  Ainsi, en plus d’être à la base du réseau trophique marin, le phytoplancton 

limite la quantité de CO2 présent dans l’atmosphère et participe à la régulation du climat. 
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Figure 2 | Cycle du carbon océanique. DOM : matière organique dissoute (incluant DOC, DON et 
DOP pour carbone, azote et phosphate organiques dissouts, respectivement) et POM : matière 
organique particulaire (incluant POC, PON et POP, pour carbone, azote et phosphate organiques 
particulaires, respectivement ; d’après Buchan et al., 2014). 
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1.2. Découverte et morphologie des picocyanobactéries marines 

De par leurs très petites tailles, les organismes du picophytoplancton, c’est-à-dire 

le phytoplancton de taille comprise entre 0.2 et 2-3 µm (Sieburth et al., 1978 ; Johnson & 

Sieburth, 1979 ; Vaulot et al., 2008), et notamment la composante procaryotique dominée 

par les picocyanobactéries, n’ont été découverts que depuis les années 1970, grâce à 

l’apparition de nouvelles techniques d’échantillonnage et d’analyse, telles que la 

microscopie à épifluorescence et la cytométrie en flux. En effet c’est en 1979, grâce à la 

microscopie à épifluorescence, que John Waterbury découvrit des cyanobactéries 

planctoniques sphériques fluoresçant en orange, une propriété typique de la 

phycoérythrine (Waterbury et al., 1979). Ces organismes de petite taille (entre 0,8 et 2 

µm de diamètre), très ubiquistes et abondants, sont retrouvés jusqu’à 400m de 

profondeur et à des concentrations pouvant excéder 106 cellules/ml (Saito et al., 2005). 

Waterbury et ses collaborateurs leur assigna le nom de genre Synechococcus en se basant 

sur leur morphologie et leur physiologie (Waterbury et al., 1979 ; Waterbury, 1986). En 

1988, c’est grâce à la cytométrie en flux que Sallie Chisholm et ses collaborateurs 

découvrent un nouveau genre de cyanobactéries de plus petite taille (de 0,5 à 0,8 µm de 

diamètre) et qui se différencient des Synechococcus par l’absence de fluorescence orange, 

et par la seule présence de fluorescence rouge due à la chlorophylle (Chisholm et al., 

1988). La caractérisation physiologique et phylogénétique de cette lignée très proche des 

Synechococcus, a conduit à la baptiser Prochlorococcus (Chisholm et al., 1992). 

Les cyanobactéries sont des bactéries à Gram-. Elles possèdent en effet deux 

membranes, externe et plasmique, séparées par une épaisse couche de peptidoglycanes, 

proche de celle que l’on retrouve chez les bactéries de type Gram+. La surface externe et 

la structure de la paroi sont variables selon les souches. Les thylakoïdes, lieu où se 

produisent les réactions de la phase claire de la photosynthèse, forment des réseaux de 

membranes intracellulaires. En plus de la différence de taille, la disposition des 

membranes thylakoïdales au sein du cytoplasme représente une des grandes différences 

entre les deux genres de picocyanobactéries. Chez Synechococcus, les membranes sont 

disposées en cercles concentriques très espacés tandis que chez Prochlorococcus, elles 

sont plus compactes. Cette différence est due à la structure et la composition respective 

de leurs complexes collecteurs de lumière. En effet, chez Synechococcus, on retrouve de 

gros complexes antennaires, localisés à la surface des membranes thylakoïdales : les 
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phycobilisomes (PBS ; Sidler, 1994). En revanche chez Prochlorococcus, l’énergie 

lumineuse est capturée grâce des complexes pigments-protéines intramembranaires 

(appelé Pcb pour Prochlorophyte-chlorophyll binding proteins), et qui nécessitent donc 

beaucoup moins d’espace intermembranaire (La Roche et al., 1996) 

1.3. Distribution globale et importance écologique des 

picocyanobactéries 

Les picocyanobactéries marines sont très abondantes dans l’océan global. En 

effet, ce groupe est ubiquiste et domine numériquement la communauté 

phytoplanctonique dans les eaux oligotrophes (Partensky et al., 1999; Scanlan et al., 

2009), avec une abondance globale estimée de 2,9x1027 et 7x1026 cellules pour les deux 

genres majeurs, Prochlorococcus et Synechococcus respectivement (Flombaum et al., 

2013; Whitman et al., 1998).  

 

Figure 3 | Photographies en microscopie électronique de cellules de Synechococcus et 
Prochlorococcus. (A) Synechococcus (Echelle : 0,5µm, source : Chisholm et al., 1988). (B) 
Prochlorococcus (Echelle : 0,5µm, source : Chisholm et al., 1988). (C) Synechococcus (Echelle : 
0,5µm, source : Johnson et Sieburth, 1979). (D) Prochlorococcus (Echelle : 0,2µm, source : Johnson 
et Sieburth, 1979). Th : thylakoïdes, pb : carboxysomes (polyhedral bodies), ce : enveloppe 
cellulaire. 
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Synechococcus présente une aire de répartition très vaste, puisqu’on le retrouve 

dans la couche éclairée de tous les environnements marins de l’équateur jusqu’aux 

régions sub-polaires (Paulsen et al., 2016 ; Fig. 4). C’est dans les régions riches en 

nutriments, comme les upwellings ou les régions côtières, que l’on observe la plus forte 

abondance de ce genre, avec des concentrations pouvant atteindre 3,7x106 cellules/ml, 

notamment dans le Dôme du Costa Rica (Saito et al., 2005). Dans les régions plus 

oligotrophes, Synechococcus est également présent mais à des concentrations plus 

faibles, de l’ordre de 103 cellules/ml dans l’Atlantique ou le Pacifique et 104 cellules/ml en 

Méditerranée (Partensky et al., 1999; Scanlan et al., 2009). Prochlorococcus présente 

quant à lui une aire de répartition plus réduite. En effet, il est quasiment absent à hautes 

latitudes (au-delà de 50°N ou 40°S) et plus généralement dans les eaux froides (< 10°C ; 

Flombaum et al., 2013; Johnson et al., 2006) Cependant, il domine très largement dans 

les régions oligotrophes où son abondance dépasse fréquemment 105 cellules/ml. Dans 

les régions où ses deux genres coexistent, Prochlorococcus est en général plus abondant 

que Synechococcus, en particulier dans les zones oligotrophes. On observe également des 

différences de répartition en fonction de la profondeur. Synechococcus est plus abondant 

en surface, et ce jusque 150 m, tandis que Prochlorococcus est retrouvé jusqu’à 200-250m 

de profondeur, c’est-à-dire sur l’ensemble de la zone éclairée (Partensky et al., 1999). 

Cette abondance et cette ubiquité en font des organismes de choix pour étudier les 

mécanismes d’adaptation et d’acclimatation aux variations des conditions 

environnementales. 
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1.4. Diversité et évolution des picocyanobactéries marines 

Les cyanobactéries planctoniques marines seraient apparues au cours du 

Néoprotérozoïque (entre 1 milliard et 542 millions d’années) à partir de cyanobactéries 

ancestrales benthiques côtières ou d’eau douce (Sánchez-Baracaldo et al., 2022). Chez les 

cyanobactéries marines, le genre Synechococcus constitue un groupe polyphylétique au 

sein duquel on trouve des souches marines, dulcicoles et halotolérantes (Scanlan et al., 

2009). Les Synechococcus marins sont rassemblés dans une branche phylogénétique 

profonde bien séparée des autres cyanobactéries, appelée « cluster 5 » (Herdman et al., 

2001), lui-même séparé en 3 groupes phylogénétiques tels qu’initialement définis sur la 

base de l’ARNr 16S (Dufresne et al., 2008). Le sous-cluster (SC) 5.2 rassemble des 

représentants d'eau douce et halotolérants. Dans le milieu marin, les membres de ce 

groupe ne se trouvent en abondance significative uniquement dans les eaux côtières 

influencées par les rivières, telles que la baie de Chesapeake (Cai et al., 2010; F. Chen et 

al., 2004, 2006), l'estuaire de la Pearl river (Xia et al., 2015; Xia, Partensky, et al., 2017) et 

 

 
Figure 4 |Distribution latitudinal de (A) Prochlorococcus et (B) Synechococcus. D’après 
Flombaum et al., 2013. 
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dans les zones à faible salinité telles que la mer Baltique (Haverkamp et al., 2008). Bien 

que moins bien connu, le SC 5.3 comporte aussi bien des souches marines, qui peuvent 

représenter une part importante de la communauté de Synechococcus dans les zones 

pauvres en phosphore (Farrant et al., 2016a; Huang, Wilhelm, et al., 2012; Sohm et al., 

2015; Zwirglmaier et al., 2008), que lacustres, ces dernières n’ayant été mises en évidence 

que très récemment (Cabello-Yeves, Picazo, et al., 2018). Enfin, le SC 5.1 rassemble 

essentiellement des souches marines et constitue le SC le plus abondant et diversifié en 

milieu océanique, avec 10 à 15 clades définis au sein cette lignée selon le marqueur 

génétique utilisé. Si le gène de l’ARNr 16S est assez peu résolutif, il est possible de 

subdiviser le SC 5.1 de manière plus fine en utilisant des marqueurs à haute résolution, 

tels que rpoC1 qui code pour la sous-unité β de l’ARN polymérase (Toledo & Palenik, 

1997), la région intergénique située entre les ARNr 16S et 23S appelée ITS (pour « internal 

transcribed spacer » ; Ahlgren & Rocap, 2006; Choi et al., 2013; Rocap et al., 2002), le gène 

ntcA codant pour une protéine nécessaire à l’expression de tous les gènes impliqués dans 

le métabolisme de l’azote (Penno et al., 2006) ou encore le gène petB codant pour le 

cytochrome b6. Par exemple, ce dernier marqueur a permis de subdiviser le SC 5.1 en 15 

clades phylogénétiques et une trentaine de sous-clades (Mazard et al., 2012). 

Au sein de la radiation des Synechococcus, les Prochlorococcus constitue une 

lignée monophylétique, elle-même subdivisée en une branche monophylétique 

correspondant aux phototypes HL (High-Light) et un groupe polyphylétique 

correspondant aux phototypes LL (Low-Light; Moore et al., 1998; cf. paragraphe suivant).  

1.5. Diversité génétique et biogéographie 

1.5.1. Prochlorococcus  

La lumière joue un rôle prépondérant dans la distribution écologique de 

Prochlorococcus. En effet, on distingue les phototypes HL et LL qui sont retrouvés à des 

profondeurs différentes du gradient vertical de lumière et présentent des preferenda 

lumineux de croissance très différents (Moore et al., 1998; Moore & Chisholm, 1999). 

Chacun des phototypes de Prochlorococcus a été subdivisé en différents clades occupant 

des niches écologiques distinctes. Le clade HLI domine à haute latitude dans les eaux 

tempérées qui subissent un mélange hivernal, tandis que le clade HLII domine à basses 

latitudes dans les eaux chaudes et stratifiées (Bouman et al., 2006; Chandler et al., 2016; 

Z. I. Johnson et al., 2006; Zwirglmaier et al., 2008).  Les clades HLIII, HLIV et HLV sont 
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spécifiquement retrouvés dans des environnements riches en azote et phosphore mais 

pauvres en fer (Farrant et al., 2016; S. Huang et al., 2012; Rusch et al., 2010; West et al., 

2011) appelées zones HNLC (« High-Nutrient, Low Chlorophyll », (Behrenfeld & Kolber, 

1999). Les membres des clades HLIII et HLIV se seraient notamment adaptés aux zones 

pauvres en fer en diminuant leur besoin en fer et en acquérant la possibilité d’utiliser des 

sidérophores produits par d’autres organismes (Malmstrom et al., 2013; Rusch et al., 

2010). Enfin, le clade HLVI est plus rare et beaucoup moins étudié, mais il semble que les 

membres de ce clade soient adaptés à des lumières plus faibles que les HLI et HLII 

puisqu’elles se situent plus en profondeur, dans la partie inférieure de la zone euphotique 

(Huang et al., 2012).  

Alors que les principaux facteurs permettant d’expliquer la distribution des 

Prochlorococcus du phototype HL sont donc assez bien identifiés (lumière, température 

et disponibilité en fer; Biller et al., 2015; Martiny et al., 2015), la distribution géographique 

et les facteurs environnementaux impliqués sont par contre moins bien connus pour les 

clades au sein du phototype LL. Dans les environnements stratifiés et tropicaux, le clade 

LLI est capable de coloniser les eaux de profondeur intermédiaire par rapport aux clades 

HL et LL stricts, mais on le retrouve jusqu’en surface dans les eaux mélangées à hautes 

latitudes (Johnson et al., 2006; Malmstrom et al., 2010). A noter que Farrant et 

collaborateurs (2016) ont mis en évidence une microdiversité au sein du clade LLI, dont 

un sous-groupe phylogénétique (LLIB) dominerait le clade LLI spécifiquement dans les 

eaux de surface des zones HNLC de l’Océan Indien et de l’Océan Pacifique. Il semble donc 

que l’adaptation à la carence en fer ne soit pas restreinte aux seuls clades HLIII et HLIV de 

Prochlorococcus. A l’inverse des LLI, les clades LLII/III et LLIV sont systématiquement 

localisés à la base de la zone euphotique, là où l’intensité lumineuse est faible (Malmstrom 

et al., 2010; Zinser et al., 2006). Enfin, les clades LLV et LLVI (aussi appelés AMZ-I et II, 

respectivement) sont présents dans les zones marines anoxiques (AMZs pour ‘anoxic 

marine zones’) en mer d’Arabie et dans la partie Est de l’Océan Pacifique Nord et Sud 

(Lavin et al., 2010; Ulloa et al., 2021).  

1.5.2. Synechococcus  

Pour Synechococcus, du fait de la forte diversité génétique au sein de ce genre, la 

biogéographie des différents clades est moins bien connue que pour Prochlorococcus. 

Cependant, différentes études environnementales ont pu mettre en évidence les 
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principaux facteurs environnementaux influençant la distribution des clades dominant la 

communauté in situ (Farrant et al., 2016; Gutiérrez-Rodríguez et al., 2014; S. Huang et al., 

2012; Sohm et al., 2015; Xia et al., 2019; Zwirglmaier et al., 2008). Ainsi, les clades I et IV 

du SC 5.1 co-existent à hautes latitudes (au-delà de 30°N/S) dans les eaux tempérées ou 

froides (7 – 18°C), riches en nutriments (Tai & Palenik, 2009; Zwirglmaier et al., 2007, 

2008) avec une répartition qui s’étend jusqu’à 82.5 °N (Paulsen et al., 2016) et une 

augmentation progressive du rapport clade I/IV avec la latitude (Doré et al., 2022). Le 

clade II domine quant à lui dans les eaux plus chaudes de l’océan ouvert (22 – 28°C) 

limitées en azote et constitue globalement le clade le plus abondant de Synechococcus 

dans l’océan (Farrant et al., 2016; S. Huang et al., 2012; Sohm et al., 2015). Le clade III, qui 

co-existe avec le clade WPC1 et le SC 5.3 (précédemment appelé clade X), est abondant 

dans les régions oligotrophes carencées en phosphate, telles que la Méditerranée ou le 

Golfe du Mexique (Farrant et al., 2016; Mella-Flores et al., 2011). Enfin, les membres du 

clade CRD1 dominent la population de Synechococcus dans les zones pauvres en fer, et 

notamment dans le Pacifique (35°N à 33°S) ainsi que dans plusieurs zones de l’Atlantique 

et de l’Océan Indien (Ahlgren et al., 2020; Farrant et al., 2016; Sohm et al., 2015). Mis à 

part ces lignées dominantes dans les zones océaniques, peu de choses sont connues quant 

à la distribution des autres clades de Synechococcus, à l’exception du clade VIII que l’on 

retrouve essentiellement dans les estuaires et les eaux euryhalines (Hunter-Cevera et al., 

2016; Xia, Guo, et al., 2017). De même, une étude récente a montré que les clades V et VI 

semblent limités aux régions côtières de salinité intermédiaire (Doré et al., 2022). Dans 

l’ensemble, il semble donc que les niches environnementales occupées par les 

Synechococcus soient principalement définies par quatre facteurs environnementaux : la 

température, la disponibilité en fer et en phosphate et la salinité (Ahlgren & Rocap, 2012; 

Doré et al., 2022; Farrant et al., 2016; Hunter-Cevera et al., 2016; Sohm et al., 2015; Xia, 

Guo, et al., 2017; Zwirglmaier et al., 2008).  

La plupart de ces études de diversité ont considéré les membres du même clade, 

comme appartenant à un même écotype, c'est-à-dire un groupe d’organismes apparentés 

partageant la même niche écologique (Coleman & Chisholm, 2007; Koeppel et al., 2013). 

Cependant, l'utilisation de marqueurs à haute résolution taxonomique (petB, rpoC1, ITS) 

a révélé la présence au sein des clades majeurs de Synechococcus de plusieurs populations 

génétiquement homogènes occupant des niches distinctes, suggérant que le niveau du 
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clade ne serait peut-être pas le niveau taxonomique le plus pertinent sur le plan 

écologique (Farrant et al., 2016; Mazard et al., 2012; Xia et al., 2019; Xia, Partensky, et al., 

2017), comme c’est également le cas pour Prochlorococcus (Larkin et al., 2016; Martiny et 

al., 2009a). Dans ce contexte, la délimitation d’ESTUs (pour ‘Ecologically Significant 

Taxonomic Units’), c’est-à-dire d’ensembles d’unités taxonomiques opérationnelles 

(OTUs petB à 94% d’identité nucléotidique) appartenant au même clade et dont les aires 

de distributions sont similaires in situ, a permis de définir des écotypes plus robustes au 

sein de chaque clade et de préciser leur distribution in situ (Farrant et al., 2016); Fig. 5). 

Par exemple, deux ESTUs ont été définis au sein du clade II de Synechococcus, l’ESTU 

dominant (IIA) étant retrouvé comme celui-ci dans les eaux chaudes limitées en azote, 

alors que l’ESTU IIB colonise spécifiquement les eaux froides et mélangées, une niche qu’il 

partage avec les ESTUs dominant des clades I et IV (IA et IVA). Dans le cas du clade CRD1, 

trois ESTUs (CRD1 A – C) ont été définis, tous présents dans les zones carencées en fer 

mais colonisant des niches thermiques distinctes. En effet, l’ESTU CRD1B colonise les eaux 

froides en co-occurrence avec les ESTUs IA et IVA (Atlantique Nord et Sud à moyennes 

latitudes, upwelling du Chili), l’ESTU CRD1C domine dans les zones tempérées chaudes 
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(régions HNLC du Pacifique et de l’Océan Indien), tandis que l’ESTU CRD1A a une aire de 

répartition qui englobe celles des deux autres (Farrant et al., 2016). 

1.6. Diversité génomique et adaptation  

1.6.1. Les apports de la génomique comparative  

Dans le contexte d’un changement climatique rapide, les picocyanobactéries 

marines présentent un intérêt majeur dans l’étude des processus d’adaptation aux 

variations des conditions environnementales, de par leur temps de génération rapide et 

 

Figure 5 | Biogéographie des ESTUs de Synechococcus à partir des métagénomes de Tara Oceans 
en fonction des paramètres physico-chimiques. (A) Abondances relatives des ESTUs de 
Synechococcus à chaque station, regroupées par assemblages (clusters), comme déterminées grâce 
à l’indice de dissimilarité de Bray-Curtis. Les encarts de gauche représentent la température de l’eau 
à chaque station (T°C). (B) Distribution des assemblages d’ESTUs le long du transect de Tara Oceans. 
(C) Analyse NMDS des paramètres physico-chimiques et des assemblages. Issu de Farrant et al., 
2016. 
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leur abondance dans le milieu naturel. Les premières analyses de génomique 

comparative, ont notamment permis de mettre en évidence que les génomes de 

picocyanobactéries marines étaient plus petits que ceux des cyanobactéries d’eau douce 

(Larsson et al., 2011; Shih et al., 2013). Cette diminution de taille est maximale chez 

Prochlorococcus à l’exception des clades à la base de la radiation (LLIV et sans doute LLV 

et VI) et s’accompagne d’une forte diminution du contenu en GC% (Dufresne et al., 2005, 

2008; Kettler et al., 2007; Partensky & Garczarek, 2011; Scanlan et al., 2009). La 

multiplication de génomes séquencés soit à partir de souches (WGS pour ‘Whole Genome 

Sequencing’ ; Cabello-Yeves et al., 2018; Doré et al., 2020; Lee et al., 2019; Yan et al., 

2021), soit de cellules uniques (SAGs pour ‘Single Amplified Genomes’ ; Berube et al., 

2019; Kashtan et al., 2014; Malmstrom et al., 2013; Pachiadaki et al., 2019; Ulloa et al., 

2021), soit de metagenomes (MAGs ‘Metagenomes Assembled Genomes’ ; (Cabello-

Yeves et al., 2018b; Haro-Moreno et al., 2018; Kashtan et al., 2014) a permis de mieux 

comprendre l’histoire évolutive qui a conduit à la diversification génomique au sein de 

cette radiation et à l'adaptation des différentes lignées à diverses niches 

environnementales. La comparaison des génomes le plus complets a notamment permis 

d’identifier les gènes communs, accessoires et uniques (Doré et al., 2020; Dufresne et al., 

2008; Kettler et al., 2007; Scanlan et al., 2009; Fig. 6). Les gènes communs, c’est-à-dire 

partagés par tous les membres d’un taxon, représentent entre 39 à 69% du génome total 

et permettent d’assurer les fonctions indispensables au métabolisme général des cellules 

et notamment à leur mode de vie autotrophe (Doré et al., 2020). A l’inverse, les gènes 

uniques sont spécifiques d’un génome et beaucoup d’entre eux sont de petite taille et de 

fonction inconnue. Enfin, les gènes accessoires sont retrouvés dans un sous-set de 

génomes (2 à n-1) et sont parfois spécifiques d’un taxon donné (SC, clade ou sous-clade), 

ce qui suggère qu’ils pourraient jouer un rôle dans l’adaptation de ces organismes à une 

niche écologique particulière. Dans ce contexte, la comparaison de 81 génomes non 

redondants de picocyanobactéries, incluant 28 génomes de Prochlorococcus et 53 

Synechococcus ou Cyanobium a par exemple permis de montrer que bien qu’ils soient très 

éloignés d’un point de vue phylogénétique, les membres du clade VIII et du SC 5.2, qui 

colonisent tous deux les eaux saumâtres, se retrouvent côte à côte dans un arbre basé sur 

le contenu en gènes, du fait qu’ils ont en commun un certain nombre de gènes 

potentiellement impliqués dans l'adaptation aux variations de salinité (Doré et al., 2020). 



INTRODUCTION 

16 
 

De même, cette étude a confirmé et complété des études précédentes (par exemple : 

(Berube et al., 2015, 2019; Martiny et al., 2006, 2009; Scanlan et al., 2009) montrant qu’un 

certain nombre de gènes accessoires seraient potentiellement lié à l'adaptation à la 

limitation en nutriments (azote, phosphate, fer), tandis qu’assez peu de gènes se sont 

avérés spécifiques des thermotypes froids de Synechococcus (clades I et IV). En revanche, 

bien qu’éloignés d’un point de vue phylogénétique, ces deux thermotypes froids 

présentent de nombreuses substitutions spécifiques, notamment dans des gènes 

potentiellement impliqués dans la réponse au stress lumineux et oxydatif, dans la voie de 

synthèse du β-carotène, un caroténoïde potentiellement impliqué dans la réduction du 

stress oxydatif induit par le froid (Pittera et al., 2014) ou encore des sous-unités  et  de 

la phycocyanine, potentiellement impliqués dans la thermostabilité des PBS (Pittera et al., 

2017). Globalement, ces résultats tendent à soutenir le modèle d'évolution du génome 

bactérien "Maestro Microbe" (Larkin & Martiny, 2017) qui postule que certains traits 

phénotypiques, tels que les preferenda thermiques, auraient évolué par l'optimisation 

progressive des séquences protéiques plutôt que par le gain et la perte de gènes (Doré et 

al., 2020). Il est également important de noter que les gènes accessoires et uniques sont 

le plus souvent situés dans des îlots génomiques, qui correspondent à des régions 

hypervariables du génome (Coleman et al., 2006; Dufresne et al., 2008; Martiny et al., 

2006, 2009; Scanlan et al., 2009). Ces îlots génomiques sont notamment enrichis en gènes 

issus de transferts horizontaux, via des phages (Dufresne et al., 2008; Lindell et al., 2004) 

ou encore des vésicules extracellulaires (Biller et al., 2014, 2022). Plus récemment, il a été 

mis en évidence chez Prochlorococcus (Hackl et al., 2020) et Synechococcus (Grébert et 

al., 2022) qu’un certain nombre d’ilots génomiques comprennent de nouveaux éléments 

génétiques mobiles, appelés ‘tycheposons’. Ces éléments seraient impliqués dans 

l’intégration et la transposition de gènes et notamment de gènes importants pour 

l’adaptation à la niche tels que des gènes de transport et/ou d’assimilation de macro- et 

micro-nutriments (azote et phosphore, fer, zinc, cuivre), de réponse à différents stress 

(thermique et oxydatif) ou encore impliqués dans l’adaptation à la qualité de la lumière 

ambiante. 
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1.6.2. Identification de gènes de niches à partir de données 

environnementales 

Afin de mieux comprendre le lien entre l’évolution des génomes et l’adaptation aux 

différentes niches environnementales, quelques études ont utilisé une approche 

complémentaire à la génomique comparative consistant à utiliser des génomes de 

référence pour recruter des lectures issues de métagénomes marins, dont  le nombre a 

considérablement augmenté ces dernières années avec la popularisation des techniques 

de NGS (Ahlgren et al., 2020; Delmont & Eren, 2018; Garcia et al., 2020; Kent et al., 2016; 

Ustick et al., 2021). En effet, la très grande diversité génomique des Prochlorococcus et 

Synechococcus marins n’est pas distribuée au hasard dans l’océan puisque les 

communautés colonisant des niches particulières ne sont pas seulement distinctes d’un 

 

Figure 6 | Gènes core, accessoires et uniques de picocyanobactéries marines. Distribution des 
clusters de gènes orthologues (CLOGs) dans les génomes picocyanobactérien. D’après Doré et al., 
2020. 
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point de vue génétique mais se caractérisent également par un contenu spécifique en 

gènes accessoires (Garcia et al., 2020; Kent et al., 2016). Ainsi, l’identification de gènes 

spécifiquement présents ou absents dans les différentes niches écologiques a permis de 

préciser les mécanismes potentiellement impliqués dans l’adaptation aux différents 

facteurs environnementaux. Les premières études à ce niveau ont concerné 

Prochlorococcus avec la mise en évidence, à partir des données de l’expédition Global 

Ocean Survey (GOS), de la présence d’ilots génomiques impliqués dans le transport et 

l’assimilation du phosphore (Martinez et al., 2010; A. C. Martiny et al., 2006) ou des 

nitrites/nitrates (Martiny et al., 2009) dans les zones limitées en ces nutriments. Plus 

récemment, plusieurs études ont étendu cette approche à la recherche plus systématique 

de gènes spécifiques de niches écologiques particulières (Kent et al., 2016) et plus 

spécifiquement des zones carencées en fer aussi bien pour Prochlorococcus que pour 

Synechococcus (Ahlgren et al., 2020; Hogle et al., 2022). Ces études ont notamment 

permis de mettre en évidence différentes stratégies d’adaptation à cette limitation, 

incluant l’élimination de gènes codant pour des protéines utilisant le fer comme 

cofacteur, le remplacement du fer par d’autres cofacteurs métalliques ou encore 

l'acquisition de gènes impliqués dans le stockage de fer et dans le transport et 

l’assimilation de sidérophores (Ahlgren et al., 2020; Hogle et al., 2022; Rusch et al., 2010). 

Réciproquement, les variations spatiales dans les populations naturelles de 

Prochlorococcus de l’abondance relative de ces différents gènes constituant des 

biomarqueurs de la limitation en nutriments, ont également été utilisées pour réaliser une 

carte globale des zones limitées en azote, phosphore et fer (Hogle et al., 2022; Ustick et 

al., 2021) ; Fig. 7), qui confirme et précise celles réalisées sur la base des mesures 

chimiques de ces éléments (Moore et al., 2013). Ces études ont notamment permis de 

mettre en évidence l’importance des zones co-limitées en azote/phosphore, azote/fer ou 

encore phosphore/fer (Ustick et al., 2021) et également de révéler de nouvelles zones 

géographiques potentiellement limitées en fer telles que le gyre de l’Atlantique sud en 

surface et le maximum profond de chlorophylle des zones oligotrophes des océans 

Pacifique et Atlantique Sud (Hogle et al., 2022).   
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1.7. Appareil photosynthétique et diversité pigmentaire  

1.7.1. Photosynthèse oxygénique 

La photosynthèse consiste en la fixation de gaz carbonique par les organismes 

photoautotrophes en utilisant l’énergie lumineuse afin de synthétiser la matière 

organique, une réaction qui libère de l’oxygène comme produit de dégradation de l’eau 

via une série de réactions dont l’équation globale peut s’écrire de la façon suivante : 

6 CO2 + 6 H2O + photons → C6H12O6 + 6 O2 

De ce fait, l’apparition des cyanobactéries, les premiers microorganismes 

oxyphototrophes, serait responsable de l’oxygénation de l’atmosphère primitive de la 

Terre (Soo et al., 2017).  

Les premières étapes de la photosynthèse dite « phase claire » sont réalisée au 

sein des membranes thylakoïdales par quatre complexes multiprotéiques : le 

photosystème I (PSI), le photosystème II (PSII), le cytochrome b6f et l’ATP synthase (Fig. 

8). Cette phase consiste en l’absorption de l’énergie lumineuse via une antenne photo-

collectrice. Cette énergie est ensuite transférée à une paire spéciale de molécules de 

chlorophylle a (Chl a ; P680) située au niveau du centre réactionnel du PSII, qui est 

composé d’un dimère de protéines (D1 et D2). Les molécules de Chl a sous leurs formes 

excitées (P680*) dissipent l’énergie d’excitation en émettant un électron à une molécule 

de phéophytine (PheoD1). Les électrons sont ensuite transférés aux deux plastoquinones 

(QA et QB), les molécules de Chl a excitées (P680*) passant ainsi sous forme oxydée 

(P680+). Ces molécules via la dissociation de l’eau vont capturer un électron du complexe 

 

Figure 7 | Distribution globale de Prochlorococcus en fonction du stress en nutriments et de sa 
sévérité. Sur la base de leur rôle biochimique, les gènes ont été regroupés par type de stress (Fe, P et N) 
et leur sévérité (high ou medium). D’après Ustick et al., 2021. 
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d’évolution de l’oxygène (Oxygen Evolving Complex - OEC). Deux molécules d’eau sont 

alors oxydées tandis qu’une molécule de dioxygène est formée et quatre protons sont 

libérés dans le lumen du thylakoïde. Via plusieurs réactions redox, les électrons sont 

ensuite transférés vers le cytochrome b6f puis le PSI. Le cytochrome b6f joue un rôle 

majeur dans la chaîne de transfert d’électron entre le PSII et le PSI, en allouant une partie 

de l’énergie produite pour faire traverser les protons à travers la membrane thylakoïdale, 

permettant ainsi la formation d’un gradient électrochimique. La mise en place de ce 

gradient permettra ensuite de fournir l’énergie nécessaire à l’ATP synthase pour 

phosphoryler l’ADP en ATP. La fonction du PSI est de catalyser le transfert d’un électron 

induit par la lumière entre le cytochrome c6 (donneur d’électrons), se trouvant dans le 

lumen des thylakoïdes, et la ferrédoxine (molécule acceptrice) située dans le cytoplasme. 

Comme pour le PSII, l’énergie lumineuse est collectée au sein du PSI grâce à des pigments 

photosynthétiques (Chl a et β-carotène). L’énergie produite est ensuite transférée vers 

une paire de molécules de Chl a (P700), qui sous leurs formes excitées (P700*) émettent 

des électrons qui sont transférés jusqu’à un accepteur terminal, NADP+, via une chaîne de 

transport d’éléctrons constituée notamment de la ferrédoxine-NADP+ réductase (FNR), 

une flavoprotéine permettant la formation de NADPH. 

Les dernières étapes de la photosynthèse sont regroupées sous le terme de 

« phase sombre », qui correspondent au cycle de Calvin-Benson (Fig. 8) et sont 

 

Figure 8 | Complexes impliqués dans la phase claire de la photosynthèse. Fischer et al., 2016. 

Cytochrome b6f
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complètement indépendantes de la lumière. L’ATP et le NADPH nouvellement produits 

sont utilisés pour fixer le CO2 grâce à la RuBisCO (Ribulose-1,5-), bisphophate 

carboxylase/oxygenase la protéine la plus abondante sur Terre (Ellis, 1979). Les molécules 

à trois carbones issues du cycle de Calvin-Benson entrent dans la composition de toutes 

les biomolécules (ADN, ARN, protéines, lipides, etc.). 

1.7.2. Les antennes photocollectrices 

Chez les Synechococcus marins, comme chez la majorité des cyanobactéries à 

l’exception de certains Prochlorococcus (Ulloa et al., 2021) et quelques autres genres de 

cyanobactéries (Prochloron, Prochlorothrix et Acaryochloris) regroupés sous le terme 

‘oxyphotobactéries vertes’ (Partensky & Garczarek, 2010), la capture de la lumière est 

réalisée par une antenne couplée aux photosystèmes et constituée d’un macrocomplexe 

extra-membranaire nommé phycobilisome (PBS). Les PBS des Synechococcus marins sont 

composés d’un cœur de 2 à 5 cylindres protéiques ainsi que de 6 à 8 bras périphériques 

(Adir, 2005). Ils sont formés de diverses protéines pigmentées, les phycobiliprotéines 

(PBPs ; Glazer, 1985), l’ensemble étant maintenu par des protéines de liaison (Fig. 9). Les 

PBPs se répartissent en trois classes : l’allophycocyanine (APC) qui compose le cœur, la 

phycocyanine (PC) pour la partie proximale des bras, et la phycoérythrine (PE) pour la 

partie distale. Elles ont des couleurs variées, attribuables aux chromophores (ou 

phycobilines) qui leur sont liés de façon covalente. Les trois chromophores présents chez 

les Synechococcus marins sont la phycocyanobiline (PCB, Amax = 620 nm, pigment bleu), la 

phycoérythrobiline (PEB, Amax = 550 nm, rose) et la phycourobiline (PUB, Amax = 495 nm, 

orange). Bien que proches structurellement puisqu’il s’agit d’isomères, ces phycobilines 

ont des propriétés spectroscopiques très différentes (Glazer, 1985). Trois types 

pigmentaires peuvent être définis en se basant sur la composition en PBPs des bras des 

PBS (Six et al., 2007c) : i) le type 1, exclusivement constitué de PC qui lie de la PCB ; ii) le 

type 2 composé de PC et de PEI qui lient PCB et PEB ; iii) le type 3 composé de PC, PEI et 

PEII qui lient PCB, PEB et PUB. Ce dernier type pigmentaire peut être subdivisé en trois 

sous-types différenciables par leur contenu relatif en PUB et PEB (Humily et al., 2013; Six 

et al., 2007). En effet, leur rapport PUB:PEB peut être faible (sous-type 3a), intermédiaire 

(sous-type 3b), élevé (sous-type 3c) ou variable (sous-type 3d). Les organismes du sous-

type 3d sont nommés ‘acclimateurs chromatiques’ de type 4 (CA4) puisqu’ils sont 

capables de faire varier leurs contenus en PUB et PEB en fonction de la qualité spectrale 
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de la lumière (Everroad et al., 2006; Humily et al., 2013; Palenik, 2001). L’analyse de la 

distribution des différents types pigmentaires à l’échelle globale a permis de montrer que 

cette diversité pigmentaire, qui ne semble pas être corrélée à la phylogénie des souches 

(Six et al., 2007c), pourrait permettre aux cellules de s’adapter à différentes conditions 

lumineuses en collectant les longueurs d’onde les plus abondantes dans une niche 

lumineuse donnée (Grébert et al., 2018). La plupart des gènes codant pour les bras des 

PBS sont regroupés dans une région génomique spécialisée, appelée région PBS, dont la 

composition varie selon le type pigmentaire et dont la complexification progressive au 

cours de l’évolution a récemment été étudiée par génomique comparative (Grébert et al., 

2022). Par ailleurs, la capacité d’acclimatation chromatique serait conférée par la 

présence d’un ilot génomique supplémentaire, qui existe sous deux configurations en 

termes de contenu en gène et localisation dans le génome : CA4-A et CA4-B (Grébert et 

al., 2021; Humily et al., 2013; Sanfilippo et al., 2019). 
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2. Influence de la température et du fer sur les picocyanobactéries marines 

2.1. La variabilité des paramètres environnementaux dans l’océan  

L’environnement marin étant un milieu très dynamique, les paramètres physico-

chimiques, et notamment la température, la concentration en nutriments ou encore la 

quantité et qualité de la lumière, sont sujets à d’importantes fluctuations aussi bien 

spatiales que temporelles (journalière, saisonnières, multi-annuelles). La variabilité de ces 

paramètres influence fortement la diversité génétique des organismes qui y vivent mais 

également leur aire de répartition. C’est la zone euphotique, caractérisée par des 

gradients inverses en température, lumière et nutriments, qui présente la plus forte 

variabilité (Fig. 10). En effet, la quantité de lumière décroît de manière exponentielle en 

 

 

 

Figure 9 | Composition du phycobilisome et propriétés d'aborption des différents types 
pigmentaires. A. Structure des phycobilisomes. B. Spectres d’absorption. C. Spectres d’excitation. 
Grébert et al., 2018. 
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fonction de la profondeur et les différentes longueurs d’ondes de la lumière blanche sont 

progressivement filtrées, induisant une modification de la qualité spectrale de la lumière 

(Partensky & Garczarek, 2017). Le rouge est filtré dès les premiers mètres de la colonne 

d’eau, le bleu étant capable de pénétrer le plus profondément. A noter que la composition 

de l’eau de mer en particules organiques et minérales, absorbant essentiellement dans le 

bleu, et la composition en phytoplancton, qui absorbe principalement dans le bleu et le 

rouge de par leur contenu en chlorophylle, impactent également la pénétration de la 

lumière dans la colonne d’eau (Holtrop et al., 2021).  

La combinaison des paramètres environnementaux ayant un impact sur la croissance 

des microorganismes délimite dans le milieu marin un certain nombre de niches 

écologiques, définies par Hutchinson, (1957) comme une combinaison de caractéristiques 

environnementales (ou hypervolume) où chaque dimension de l'espace représente une 

ressource (azote, phosphore, fer, etc.) ou une condition (température, irradiance, pH, 

etc.) de l'environnement dans laquelle les populations sont capables de maintenir une 

croissance nette positive. Hutchinson distingue ainsi deux types de niches :  

Figure 10 | Variabilité des paramètres abiotiques (lumière, température et concentration en 
nutriments) en fonction de la profondeur. D’après Biller et al., 2015. 
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• La niche fondamentale qui réunit toutes les ressources et conditions 

environnementales nécessaires à l'existence d'un organisme et qui est 

physiologiquement et génétiquement déterminée. 

• La niche environnementale réalisée, qui est le plus souvent comprise dans la 

niche fondamentale, mais est réduite notamment du fait des interactions 

biotiques (compétition, prédation, allélopathie, etc.).   

Afin de s’adapter à ces différentes niches écologiques et répondre aux variations des 

conditions environnementales dans l’océan global, les picocyanobactéries marines ont 

mis au point des stratégies sophistiquées, comme le suggère leur distribution très 

ubiquiste (Scanlan, 2012).  

 

2.2. Effets de la température 

2.2.1. Les gradients de température sur le globe  

De par sa forme et sa position vis-à-vis du soleil, l’ensoleillement et la température 

de la Terre ne sont pas homogènes. 25% du rayonnement incident du soleil est 

directement réfléchis vers l’espace grâce aux aérosols et aux nuages tandis que 6% sont 

réfléchis par la surface de la terre et des océans. Ainsi, 69% de l’énergie solaire réussit à 

traverser l’atmosphère et être absorbée par les continents et les océans. Aux basses 

latitudes, les rayons atteignant la surface de la Terre traversent une couche 

atmosphérique fine. A l’inverse à hautes latitudes l’angle d’incidence étant plus faible, la 

couche atmosphérique traversée est alors plus épaisse (Fig. 11). Ainsi, l’énergie incidente 

diminue de l’équateur jusqu’aux pôles, entraînant un gradient latitudinal de température. 

D’après  Greenwood & Wing, 1995, en partant de l’équateur, la température moyenne 

des océans varierait d’environ 0,4°C par degré de latitude. A l’équateur on trouve 

généralement des eaux dont la température est supérieure à 30°C et pouvant même 

atteindre jusque 36°C comme dans le Golfe Persique. Tandis qu’aux pôles, on enregistre 

des températures comprises entre 2°C et -1,8°C.  
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Ce gradient présente certaines anomalies, telles qu’au niveau des ‘upwellings’ qui 

provoquent de brusques changements de température très localisés, comme par exemple 

au large des côtes du Pérou/Chili, de la Californie, de la Mauritanie et de la Namibie. Ces 

phénomènes consistent en une remontée d’eau froide profonde due à l’action du vent 

qui, en déplaçant les masses d’eau chaude superficielles, vont permettre la remontée 

d’eau froide profonde.  En plus d’entraîner une modification de la température de l’eau 

de surface, les upwellings provoquent également une remontée de nutriments (Kämpf & 

Chapman, 2016). C’est pourquoi on observe très souvent des maximums de chlorophylle 

a dans les zones d’upwelling.  

 

Figure 11 | Variations de la quantité d’énergie solaire atteignant la surface de la Terre en 

fonction de la latitude et gradient de température. (A) Schéma expliquant l’influence de l’angle 

d’incidence de l’énergie solaire et de l’épaisseur de l’atmosphère sur la quantité de lumière 

arrivant à la surface de la Terre en fonction de la latitude, entraînant un gradient de 

température des eaux de surface (B ; source : NASA). 

B 
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Les gyres constituent également un type d’anomalie au gradient latitudinal de 

températures. Ce type de formation est issu du frottement entre différentes masses 

d’eau. Une partie d’une masse d’eau A va se dissocier au contact d’une masse d’eau B en 

formant une sorte de méandre puis une boucle indépendante à la masse d’eau A. Suivant 

le type de courant dont le gyre est issu, il peut être plutôt chaud (par exemple : courant 

du Gulf Stream ou du Kurashio) ou froid (p.ex. courant du Benguela ou de Californie ou 

encore anneaux d’Agulhas, Villar et al., 2015). Ce gyre nouvellement formé peut mesurer 

jusqu’à 500 km de diamètre et perdurer durant des mois. Il forme alors un nouvel 

environnement à part entière et différent des eaux qu’il traverse. Globalement, la 

température constitue donc un facteur extrêmement variable dans l’environnement 

marin, tant en fonction de la latitude que de la profondeur, et constitue un paramètre 

déterminant pour la diversité et la répartition des organismes phytoplanctoniques 

(Sunagawa et al., 2015).  

2.2.2. Effets de la température sur la croissance des cellules  

Typiquement la forme des courbes de croissance des microalgues en fonction de la 

température est une cloche asymétrique (Fig 11), les taux de croissance mesurés à chaque 

température correspondant à un équilibre entre les activités anaboliques et cataboliques 

des cellules (Ras et al., 2013). Les activités anaboliques correspondent ici à la phase claire 

de la photosynthèse, phase durant laquelle les molécules d’ATP et de NADPH sont 

produites grâce à l’énergie lumineuse, tandis que les activités cataboliques correspondent 

à la consommation de ces molécules via le cycle de Calvin-Benson résultant en la 

production de carbone organique permettant la synthèse de biomasse et la division 

cellulaire. L’ensemble de ces réactions étant majoritairement enzymatiques, elles sont 

très sensibles à la température (J.-H. Chen et al., 2022). La définition du preferendum 

thermique d’un organisme est basé sur 3 températures remarquables : la température 

optimale de croissance (Topt ; Fig 11), associée au taux de croissance maximum atteint, la 

température minimale (Tmin) et la température maximale (Tmax), correspondant aux limites 

de tolérance thermique de cet organisme. En s’éloignant du Topt, l’énergie produite par la 

cellule n’est plus uniquement allouée à la croissance via la division cellulaire mais elle est 

également utilisée pour le maintien et la réparation cellulaire. Ainsi, on observe une 

diminution du taux de croissance de part et d’autre de la Topt, traduisant un déséquilibre 

entre la croissance et la réparation, et donc une diminution de la fitness des cellules. En 



INTRODUCTION 

28 
 

dessous de Topt,, le taux de croissance diminue progressivement, du fait du ralentissement 

de l’activité enzymatique, qui peut être en partie compensée par une augmentation de 

concentrations en carboxylases et en ribosomes qui permet de réorienter le métabolisme 

vers la croissance plutôt que la réparation. De plus, pour survivre à basses températures, 

certaines cellules se sont adaptées et produisent des protéines dites « anti-gel ». Au-

dessus de Topt, on observe en revanche une chute drastique du taux de croissance, pouvant 

s’expliquer par une augmentation de l’activité enzymatique associée à une dénaturation 

des protéines (Dill et al., 2011).   

2.2.3. Effets de la température sur la composition lipidique des 

membranes 

La température est connue pour être l’un des facteurs majeurs portant atteinte à 

l’intégrité des membranes, un des composants cellulaires les plus thermosensibles, en 

affectant ses propriétés physiques (Cossins et al., 1977; Pehowich et al., 1988). Elle a 

notamment un effet sur la fluidité des membranes et de ce fait sur l’activité des protéines 

membranaires dans leur ensemble (Breton et al., 2019; Mikami & Murata, 2003). Des 

températures basses vont entraîner une diminution de la fluidité membranaire, pouvant 

 

Figure 12 | Exemple d'une courbe de croissance de phytoplancton en fonction de la température.  
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aller jusqu’au gel des membranes, tandis que de fortes températures vont entraîner leur 

fluidification, pouvant dans les cas extrêmes induire la désintégration de la matrice 

lipidique. Afin de s’adapter aux variations de température de leur environnement, les 

organismes photosynthétiques ont donc besoin de réguler la fluidité de leurs membranes 

(Mackey et al., 2013; Pittera et al., 2017; Varkey et al., 2016).  

Chez les picocyanobactéries marines, des études récentes ont montré qu’en réponse 

à des variations de température, la fluidité membranaire variait essentiellement en 

fonction du degré d'insaturation et de la longueur des acides gras fixés au glycérol de la 

tête polaire alors que la proportion relative des 4 types de lipides membranaires 

(monogalactosyldiacylglycérol ou MGDG, digalactosyldiacylglycérol ou DGDG, 

sulfoquinovosyldiacylglycérol ou SQDG et phosphatidylglycérol ou PG) ne variait pas 

significativement, le MGDG constituant toujours le lipide dominant (Biller et al., 2014; 

Breton et al., 2019; Pittera et al., 2017). Alors que chez les cyanobactéries d’eau douce, 

les deux chaines d’acides gras sont constituées de 14 à 18 carbones (Los & Mironov, 2015), 

les lipides membranaires des picocyanobactéries marines incluent très majoritairement 

du C14 et C16, le rapport C14:C16 augmentant en réponse à l’acclimatation au froid ou à 

un stress thermique froid (Pittera et al., 2017). Ces conditions induisent également 

l’insertion d’insaturations, c-à-d de doubles liaisons, à des positions spécifiques dans les 

chaînes d’acides gras des 3 lipides majoritaires (MGDG, DGDG, et SQDG) résultant de 

l’action d’enzymes spécialisées, les désaturases. Alors que tous les Synechococcus marins 

possèdent le gène desC3, qui code pour une enzyme désaturant en position Δ9, une 

seconde Δ9-désaturase, desC4, est principalement présente dans les thermotypes froids 

(clades I, IV) et dans les eaux inférieures à 20°C.  Parmi les deux gènes codant pour les 

Δ12-désaturases, desA2 est spécifique des clades II et III et retrouvé dans les eaux 

chaudes, alors que desA3 est présent dans les génomes des clades I, III et IV et est retrouvé 

dans les eaux inférieures à 20 °C, colonisées par les clades I et IV, ou entre 17 et 25°C dans 

les eaux dominées par le clade III. Il est donc possible que la présence des gènes desA2 et 

desA3 dans le clade III puisse conférer un avantage adaptatif aux membres de ce clade, 

qui sont soumis à des variations thermiques saisonnières beaucoup plus fortes que leurs 

homologues (sub)tropicaux du clade II (Breton et al., 2019). Dans l’ensemble, il semble 

donc que la capacité des Synechococcus à moduler le degré d’insaturation de leurs lipides 
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membranaires joue un rôle essentiel dans leur capacité d’adaptation à différentes niches 

thermiques. 

 

2.3.  Effets de la carence en fer 

2.3.1. La limitation en fer dans les océans 

Les éléments traces étaient largement disponibles dans l’océan primitif (4,6 – 4,0 

milliards d'années), ce qui explique que le fer, le nickel ou encore le cobalt soient 

retrouvés en tant que co-facteurs dans de nombreuses réactions métaboliques 

(Falkowski, 2006; Saito et al., 2003).  En ce qui concerne le Fe, alors que la forme réduite 

(Fe2+), soluble dans l’eau de mer, constituait la forme dominante de ce métal (Canfield, 

1998), sa disponibilité a diminué après l’apparition et la prolifération des 

photoautotrophes et notamment des cyanobactéries. En effet, l’évènement de Grande 

Oxygénation de l'atmosphère terrestre (GOE pour ‘Great Oxygenation Event’), survenu 

entre 2,5 et 2,2 milliards d'années, a provoqué une oxygénation de l’océan, entrainant 

alors une oxydation de la plupart du Fe présent dans l’eau de mer (Sánchez-Baracaldo et 

al., 2022). Le fer ferreux (Fe2+) s’est oxydé en fer ferrique (Fe3+) et en hydroxydes de fer, 

créant alors les conditions de carence telles que nous les connaissons actuellement dans 

une grande partie de l’océan. En effet, même si le Fe est un des éléments les plus 

abondants sur Terre, sa biodisponibilité dans certains environnements aquatiques est 

extrêmement faible et ceci à cause de sa faible solubilité dans les environnements neutres 

à basiques (Boyd et al., 2007; Sutak et al., 2020; Tagliabue et al., 2017). C’est notamment 

le cas des régions dites HNLC pour ‘High Nutrient, Low Chlorophyll’, dans lesquelles l’azote 

et le phosphore inorganiques sont disponibles en concentrations non limitantes et 

pourtant la biomasse phytoplanctonique y est faible car le fer n’y est présent qu’à des 

concentrations de l’ordre du nano- au picomolaire (Behrenfeld & Kolber, 1999; Martin et 

al., 1994). Ce zones HNLC couvrent de vastes régions océaniques (Martin & Fitzwater, 

1988) et incluent le Pacifique équatorial, le Pacifique subarctique et l’Océan austral (Coale 

et al., 2004; Martin et al., 1994; Tsuda et al., 2003). Ce métal est également limitant dans 

d’autres régions telles que l’Atlantique nord et plusieurs zones d’upwelling côtiers (Blain 

et al., 2004; Hutchins & Bruland, 1998).  Dans l’ensemble, ces zones limitées ou co-limitées 

en fer représenteraient entre 35 et 50 % de l’océan mondial selon les groupes 

phytoplanctoniques (Moore et al., 2002). 
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2.3.2. Les sources de fer dans les océans 

De nos jours, une grande partie du fer disponible dans la couche de surface des 

océans est issue de dépôts atmosphériques qui peuvent être d’origine anthropique ou 

naturelle et notamment issus des poussières désertiques (Bonnet & Guieu, 2004; Bressac 

et al., 2021; Duce & Tindale, 1991; Jickells et al., 2005). Les sédiments de la marge 

continentale générés par l’érosion constituent également une source de Fe importante, 

en particulier dans le Pacifique Nord (Lam & Bishop, 2008). De façon plus localisée, un 

enrichissement en Fe peut également avoir comme origine les sources hydrothermales et 

le volcanisme sous-marin (Horner-Devine et al., 2015), un phénomène récemment étudié 

lors de la campagne océanographique TONGA (Chefs de mission : S. Bonnet et C. Guieu, 

nov-dec 2019, http://tonga-project.org/web/). Dans les régions polaires et tempérées, les 

phénomènes de fonte de glacier et de ruissellement des rivières constituent également 

une source en fer pour l’environnement marin et même la principale en milieu côtier 

(Guieu & Martin, 2002; Raiswell, 2013). Enfin, certains processus physiques tels que la 

resuspension de sédiments par les courants ou encore les upwellings, entraînant une 

remontée de nutriments présents dans les masses d’eau profondes, jouent également un 

rôle dans la disponibilité du fer pour les communautés planctoniques (Boyd et al., 2005; 

Fig. 13).  

 

 

 Figure 13 | Représentation des processus majeurs du cycle du Fe, modèle centré sur l'Océan 
Atlantique. (D’après Tagliabue et al., 2017) 
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2.3.3. Spéciation et estimation de la limitation en Fe dans l’océan  

Le fait que le Fe biodisponible soit seulement présent à l’état de traces dans l’eau de 

mer alors qu’il constitue le 4ième élément le plus abondant de la croûte terrestre (5.6% ; 

Mengel & Kirkby, 1987) est directement lié à la spéciation du fer, c-à-d l’importance 

relative des différentes formes physico-chimiques du Fe présentes dans l’eau de mer. D’un 

point de vue physique, le Fe peut être séparé en trois fractions : le Fe particulaire (>0.2 

μm), le Fe colloïdal (0.02-0.2 μm) et le Fe dissous (ou soluble ; dFe ; <0.02 μm; Ussher et 

al., 2010). D’un point de vue chimique, en plus de la spéciation redox déjà évoquée plus 

haut — qui sépare le Fe3+, plus stable mais très peu soluble, du Fe2+, beaucoup plus soluble 

mais très rapidement oxydé dans les environnements oxiques — on distingue les stocks 

inorganiques (Fe’) et organiques (FeL pour ‘Fe-binding ligand’).   

Le dFe correspond au principal compartiment à partir duquel les micro-organismes 

peuvent acquérir le Fe. Dans les océans, 95-99% du dFe est chélaté par des ligands 

organiques naturels, ce qui impacte grandement la fraction de Fe accessible par les micro-

organismes (Gledhill & van den Berg, 1994). Il existe une variété de molécules capables 

de complexer le fer, parmi lesquels les sidérophores constituent des ligands organiques 

synthétisés et secrétés par les bactéries (Wandersman & Delepelaire, 2004). Ils 

permettent la chélation du Fe dans l’eau de mer et ainsi de le rendre disponible pour les 

bactéries qui disposent de récepteurs appropriés permettant la récupération des 

complexes sidérophore-Fe (cf. § 2.3.5).  

Outre la spéciation physico-chimique, la disponibilité du pool de dFe dépend 

également des voies d’acquisition du Fe et des différents besoins des organismes 

(Maldonado et al., 2005). En effet, il est important de noter que du fait du découplage 

entre la concentration en dFe dans l'océan et de la variabilité des besoins en Fe en 

fonction des espèces et de leur état physiologique, les concentrations en Fe biodisponible 

ne peuvent pas être mesurées directement à l'aide d'analyses chimiques (Pankowski & 

McMinn, 2009). Pour cette raison, la biodisponibilité du Fe est le plus souvent mesurée 

par des approches indirectes basées sur  

i) la mesure de la fluorescence variable de la Chl (Behrenfeld et al., 1996; Kolber & 

Falkowski, 1993), ii) des expériences de bioaccumulation qui consistent à mesurer les 

concentrations intracellulaires de Fe après incubation des microorganismes d'intérêt dans 

un milieu enrichi en 55Fe (Hudson & Morel, 1990), iii) des biorapporteurs tel que le 
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remplacement de la ferredoxine par la flavodoxine (Erdner & Anderson, 1999; La Roche 

et al., 1996) ou encore iv) sur la présence/absence d’un ensemble de marqueurs 

moléculaires de Prochlorococcus extraits à partir de données de métagénomique (Ustick 

et al., 2021). Cette dernière approche a récemment permis de réaliser une cartographie 

globale de l’état de carence en Fe des communautés phytoplanctoniques (Fig 7). 

 

2.3.4. Rôle du Fer dans les cycles biogéochimiques 

De par son rôle de contrôle de la production primaire, et donc de la pompe biologique 

(cf. §. 1.1.2), la disponibilité en Fe a un impact direct sur les grands cycles biogéochimiques 

et en particulier le cycle du carbone (Mahowald et al., 2005; Raven & Falkowski, 1999). Le 

fer joue également un rôle majeur dans le cycle de l’azote, puisque la fixation de l’azote 

atmosphérique (N2) par les diazotrophes, capables de réduire ce composé gazeux en 

ammonium (NH4
+) est rendue possible grâce à la nitrogénase, une enzyme riche en Fe. De 

ce fait, le Fe et l’azote sont souvent co-limitants dans l’environnement (Falkowski, 1997; 

Ustick et al., 2021). A l’inverse, une augmentation des apports en Fe pourrait induire une 

augmentation de la fixation d’azote, elle-même résultant en une augmentation de la 

disponibilité en azote inorganique soutenant une production primaire élevée, comme cela 

se serait produit pendant les périodes glaciaires (Broecker & Henderson, 1998). Enfin, le 

Fe jouerait également un rôle dans le cycle du diméthylsulfure (DMS, (CH3)2S), l’apport de 

Fer pouvant favoriser le développement d’haptophytes (p.ex. Phaeocystis ou Emiliania 

huxleyi), de prasinophytes et/ou de dinoflagellés. Ces organismes sont en effet de forts 

producteurs de dimethylsulfoniopropionate (DMSP, (CH3)2SCH2CH2COOH ; Stefels et al., 

2007) et donc considérés comme les principaux émetteurs de DMS, qui après oxydation 

dans l’atmosphère se transforme en sulfure et génère des noyaux de condensation 

participant à la formation des nuages, qui auraient un effet sur l’albédo et donc le 

réchauffement climatique (Boyd et al., 2007). De plus, alors que les diatomées et les 

cyanobactéries sont considérés comme étant de faibles producteurs de DMSP, (Bucciarelli 

et al., 2013) ont montré une forte augmentation de la production de DMSP dans les 

cultures de ces organismes carencées en Fe, pouvant atteindre des valeurs comparables 

à celles des forts producteurs de DMSP. Étant donné les surfaces océaniques affectées par 

la limitation en fer, cela suggère que le rôle des diatomées et des cyanobactéries dans le 

cycle du DMS/P pourrait avoir été largement sous-estimé.  
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2.3.5. La carence en fer chez les cyanobactéries 

Le Fe est essentiel au métabolisme et à la croissance des organismes vivants et 

notamment du phytoplancton dont l’appareil photosynthétique peut contenir jusqu’à 

50% du Fe intracellulaire (Behrenfeld & Milligan, 2013 ; Fig.14). Néanmoins, il peut être 

toxique à forte dose via la réaction de Fenton, qui génère des espèces réactives de 

l’oxygène lorsque le Fe2+ est oxydé en Fe3+ par le peroxyde d’hydrogène (Halliwell & 

Gutteridge, 1992). De ce fait, les organismes photosynthétiques ont développé des 

mécanismes afin de contrôler étroitement l'homéostasie du Fe et de coordonner les 

réponses à la carence ou à l'excès de Fe.  

Chez les cyanobactéries, la plupart des études décryptant les mécanismes relatifs au 

métabolisme du Fe portent sur des souches d’eau douce ou halotolérantes. Par exemple, 

il a été démontré que le transport du Fe était optimisé chez Synechocystis sp. PCC 6803. 

En effet, malgré la faible solubilité du Fe3+ à pH neutre, son uptake est facilité grâce au 

transporteur FutABC, FutA existant sous forme de 2 sous-unités distinctes. Alors que 

FutA2 est la protéine soluble fixatrice de Fe3+ non-chélaté la plus abondante dans l’espace 

périplasmique, il a été suggéré que FutA1 aurait un rôle dans la protection du PSII en 

 

Figure 14 | Schéma des effets de la limitation en Fe sur les taux de transport d’électrons parmi les 
composants primaires de la photosynthèse, la fixation d’azote, la respiration et des voies de réactions 
de Mehler chez Trichodesmium erythraeum IMS101 (D’après Shi et al., 2007)  

 

 

 

Fig. 12: Effects of iron limitation on the expression of metabolic genes in the marine cyanobacterium 

Trichodesmium erythraeum IMS101 (Tiré de Shi et al., 2007) 
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conditions de carence en fer, bien que le mécanisme moléculaire impliqué reste à élucider 

(Badarau et al., 2008; Katoh, Hagino, & Ogawa, 2001). Le Fe3+ est ensuite transféré dans 

le cytoplasme via le transporteur FutB/C (Katoh, Hagino, Grossman, et al., 2001; Katoh, 

Hagino, & Ogawa, 2001; Kranzler et al., 2014). Il existe également chez la plupart des 

cyanobactéries d’eau douce un système d’absorption du Fe2+, FeoA/FeoB, qui est activé 

quand les concentrations en Fe intracellulaire sont faibles (Katoh, Hagino, Grossman, et 

al., 2001). Shcolnick et collaborateurs ont montré que les gènes futABC et feoB étaient 

induits à des niveaux semblables en condition limitée en Fe chez Synechocystis sp. PCC 

6803 (Shcolnick et al., 2009).  

D’autres mécanismes ont été mis en évidence chez les cyanobactéries en réponse à 

la carence en fer. Parmi ceux-ci, on peut noter le stockage du Fe par des bacterioferritines 

et des complexes homologues (Dps), qui chez Synechocystis sp. PCC 6803 peuvent 

contenir jusque 50% du quota de Fe cellulaire (Keren et al., 2004; Shcolnick & Keren, 

2006). Ces stratégies comprennent également la diminution du rapport PSI/PSII (le PSI 

contenant 12 atomes de Fe contre 3 pour le PSII) et du nombre de phycobilisomes, dont 

la synthèse repose sur des molécules contenant du Fe (Behrenfeld & Milligan, 2013; 

Strzepek et al., 2019). Ainsi, ces altérations de l’appareil photosynthétique, partiellement 

compensées par la synthèse d’IsiA (pour ‘Iron-starvation induced protein A'), un complexe 

Chl-protéine qui augmente la capacité de capture de la lumière par le PSI (Havaux et al., 

2005a), permettrait de réduire les besoins en fer des cyanobactéries. En suivant la même 

logique, plusieurs autres mécanismes impliquent le remplacement de molécules 

complexes contenant du Fe par d’autres qui en sont dépourvues ou utilisent un métal 

alternatif comme cofacteur. C’est notamment le cas des ferredoxines, des protéines 

contenant un centre Fe-S, qui en conditions limitées en Fe sont remplacées par des 

flavodoxines non métalliques dans la chaîne de transport des électrons (Bradley et al., 

2019; Le Brun et al., 2010; Shcolnick et al., 2009). C’est également le cas des hèmes où 

l’atome de Fe est remplacé par d’autres cofacteurs comme le Zn, Mn, Co, etc. (Morrissey 

& Bowler, 2012), du cytochrome c6 remplacé par la plastocyanine contenant du Cu 

(Sandström et al., 2002) ou encore des superoxydes dismutases (SOD) qui présentent des 

formes alternatives qui fixent différents métaux (Chadd et al., 1996; Jiang et al., 2020).  

Un autre type de stratégie repose sur l’optimisation du transport et de l’acquisition du 

Fe soit sous sa forme liée (FeL) à des ligands organiques tels que des sidérophores soit 
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sous sa forme libre inorganique (Fe’ ; Shaked & Lis, 2012). Dans tous les cas, le Fe3+ n’étant 

pas directement assimilable par les cellules, il doit tout d’abord être réduit en Fe2+ par des 

reductases, soit dans le milieu environnant, soit au niveau des membranes (voie de 

transport réductif du Fe’ ou FeL). Alors que peu de cyanobactéries sont capables de 

synthésiser des sidérophores, nombre d’entre elles possèdent des transporteurs de 

sidérophores, suggérant qu’ils utilisent ceux produits par les bactéries environnantes 

comme cela a été notamment montré chez Trichodesmium (Basu et al., 2019). Ce système 

de transport comprend des récepteurs dépendants de TonB (TBDR pour ‘TonB-dependent 

receptors') qui assurent le transport spécifique des sidérophores à travers la membrane 

externe, en utilisant l'énergie dérivée de la force proton-motrice transmise par le 

complexe TonB-ExbB-ExbD et les transporteurs FecBCDE, situés au niveau de la 

membrane plasmique. En ce qui concerne les reductases, dont la présence l’existence a 

été suggérée chez de nombreux organismes phytoplanctoniques eucaryotes et 

procaryotes, cette réaction implique i) soit des enzymes situées au niveau de la surface 

de la membrane externe tel que le système ARTO (pour ‘alternate respiratory terminal 

oxidase’), ii) soit des molécules libérées dans le milieu environnant, telles que les 

substances humiques ou des ions superoxides (‘electron shuttle ‘ ; Rose et al., 2005).  

Enfin, tout comme la plupart des bactéries, les cyanobactéries sont capables de 

détecter les concentrations de fer cytosolique (Fe2+) grace au facteur de transcription Fur 

(pour ‘ferric uptake regulator’) et de réguler en fonction les gènes impliqués dans le 

métabolisme du fer (Chappell & Webb, 2010; Fillat, 2014; Morrissey & Bowler, 2012; 

Riediger et al., 2021). Chez Synechococystis sp PCC 6803, le régulon Fur comprend 33 

gènes, codant pour des transporteurs et des enzymes impliqués dans l'assimilation et le 

stockage du fer, ainsi qu’un ARN non codant, IsaR1, qui régule un certain de nombre de 

gènes impliqués dans la réponse à la carence en fer mais ne possèdant pas de Fur-Box 

dans leur région promotrice (Riediger et al., 2021). Plus généralement, il semble que la 

régulation du transport, du stockage et de l'utilisation du fer résulte de l'interaction entre 

le régulon Fur, plusieurs autres facteurs de transcription, la protéase FtsH3 et l'ARNs 

IsaR1. 

 

Pour l’heure, bien que les picocyanobactéries marines dominent très largement les 

communautés phytoplanctoniques, peu d’études ont porté sur l’adaptation de ces 
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organismes à la concentration en Fe (Flombaum et al., 2013; Partensky et al., 1999). 

L‘utilisation de données de métagénomiques a tout d’abord permis de mettre en évidence 

que les Prochlorococcus des clades HLIII/IV colonisant les zones HNLC possédaient un 

certain nombre de spécificités par rapport aux autres écotypes HL. Ces adaptations 

incluent la réduction de protéines contenant du fer, telles que la plastoquinol terminal 

oxidase (PTOX), deux ferredoxines et le cytochrome Cm mais également la capacité de 

transporter des sidérophores synthétisés par d’autres micro-organismes (Hogle et al., 

2022; Malmstrom et al., 2013; Rusch et al., 2010). 

En ce qui concerne Synechococcus, Mackey et al. (2015) ont montré en comparant la 

croissance, la photophysiologie et les protéomes de deux souches de Synechococcus 

isolées de différentes niches environnementales que, contrairement au paradigme selon 

lequel le phytoplancton côtier est moins capable de s'adapter à la limitation de Fe que les 

espèces de haute mer, la souche côtière (CC9311, clade I) était capable de s'acclimater 

aux changements de concentration de Fe en modulant l'absorption de Fe, le stockage de 

Fe et la quantité de protéines photosynthétiques alors que la souche océanique (WH8102, 

clade III) était dépourvue de cette réponse adaptative. Cependant, aucune de ces deux 

souches n'a été isolée d'une zone chroniquement pauvre en Fe. Plus récemment, des 

études de métagénomiques ont également permis de mettre en évidence quelques 

spécificités des ecotypes Fe de Synechococcus par rapport aux autres écotypes, dont la 

présence spécifique de gènes impliqués dans le transport, le stockage et la régulation du 

Fe (Ahlgren et al., 2020; Garcia et al., 2020). 

  

2.4.  Réponse de l’appareil photosynthétique aux variations des conditions 

environnementales  

L’appareil photosynthétique joue un rôle central dans la réponse des organismes 

phytoplanctoniques aux variations des conditions environnementales, d'une part parce 

que son activité régule l'ensemble du métabolisme de la cellule et d’autre part parce que 

la plupart des stress affecte l’état d’oxydo-réduction cellulaire, conduisant à la génération 

d’espèces réactives de l’oxygène (ROS pour ‘reactive oxygen species’) qui peuvent à leur 

tour endommager les composants cellulaires tels que les lipides, les protéines ou encore 

l’ADN (Asada, 1994; S. Hirayama et al., 1995; Latifi et al., 2005, 2009; Schwarz & 

Forchhammer, s. d.; Takahashi & Murata, 2008). Une augmentation importante de la 
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production de ROS intracellulaires est en effet observée chez les organismes 

photosynthétiques notamment lorsque le taux de transport des électrons générés lors de 

la photosynthèse excède leur taux de consommation durant la fixation du CO2 (Knox & 

Dodge, 1985; Latifi et al., 2009; Rastogi et al., 2010). Ce déséquilibre se produit non 

seulement lorsque les cellules sont exposées à un excès de lumière ou de rayonnement 

UV mais également en réponse à tout stress environnemental, qu’il soit nutritionnel, salin 

ou thermique, qui induit un ralentissement du métabolisme des cellules (Murata et al., 

2007; Pittera et al., 2014, 2017). Par exemple, il a été montré chez la cyanobactérie d’eau 

douce Anabaena sp. PCC 7120 qu’une limitation en fer provoquait une augmentation de 

100 fois de la quantité de ROS par rapport aux cellules non carencées (Latifi et al., 2005). 

La capacité des cyanobactéries à s’adapter à différentes conditions environnementales 

repose donc en grande partie sur leur capacité à optimiser le fonctionnement de leur 

appareil photosynthétique dans toutes ces conditions. Pour cela, les cyanobactéries ont 

développé une série de mécanismes de photoprotection permettant de contrôler 

l’énergie atteignant les RC et ainsi de limiter et/ou réparer les dommages à l’appareil 

photosynthétique.  

 

2.4.1. Effet sur les phycobilisomes et les centres réactionnels 

En ce qui concerne les antennes, l'étude de la réponse de différentes souches 

modèles de Synechococcus marins à des stress lumineux (Six et al., 2004), UV (Six et al., 

2007) ou thermique (Pittera et al., 2017) a permis de montrer que ces conditions induisent 

un raccourcissement des bras des PBS, voire une déconnection des PBS de la membrane 

thylacoïdale. De façon intéressante, la thermostabilité de ces PBS varie selon les 

thermotypes de Synechococcus, ce qui suggère que ce phénomène pourrait jouer un rôle 

important dans la colonisation des différentes niches thermiques (Pittera et al., 2017). La 

phycocyanine s'est avérée être la moins stable de toutes les phycobiliprotéines en 

réponse au stress thermique, une sensibilité qui semble liée à deux substitutions dont la 

distribution varie selon les thermotypes (Pittera et al., 2017). 
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Le centre réactionnel du PSII, composé des deux protéines majeures (D1 et D2, 

codées par les gènes psbA et psbD) et qui constitue l’une des cibles privilégiées des ROS 

et notamment ceux issus de la Chl (P680) à l’état de triplet excité, est également 

étroitement régulé en réponse aux variations de paramètres abiotiques (Blot et al., 2011; 

Takahashi & Murata, 2008; Triantaphylidès et al., 2008). Dans des conditions normales et 

stables de croissance, la protéine D1 agit comme un ‘fusible’ (Vass, 2012). Elle est très 

rapidement dégradée puis re-synthétisée, permettant ainsi de protéger le reste de 

l’appareil photosynthétique d’un excès d’énergie lumineuse. Ce cycle de réparation de 

D1, qui intervient de façon continue et plus ou moins rapide selon l’intensité lumineuse 

de croissance, permet de maintenir une activité photosynthétique et un taux de 

croissance constants (Fig. 15). En revanche, en conditions d’excès de lumière ou en 

réponse à tout autre stress environnemental entraînant une diminution du métabolisme, 

la protéine D1 est dégradée plus rapidement qu’elle n’est synthétisée. L’appareil 

photosynthétique est alors photo-inhibé, entraînant une diminution de la croissance 

pouvant mener à la mort cellulaire (Murata et al., 2007; Nishiyama et al., 2006; Tyystjärvi, 

2008 ; Fig. 15). D'un point de vue moléculaire, la protéine D1 est codée par 3 à 6 copies 

du gène psbA chez les Synechococcus marins (Garczarek et al., 2008). Il y a en général une 

copie qui code pour l’isoforme D1:1, qui présente des performances photosynthétiques 

optimales et dont les transcrits sont abondants à faible lumière, et 2 à 5 copies qui codent 

pour l’isoforme D1:2, moins performante d’un point de vue photosynthétique mais 

Figure 15 | Cycle de réparation de la protéine D1 du photosystème II (PSII). D’après Garczarek, 
2018 et Mulo et al., 2009.  
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également moins sensible à la photo-inhibition (Garczarek et al., 2008; Sander et al., 2010; 

Sugiura et al., 2015). Les gènes codant pour cette dernière isoforme sont fortement 

surexprimés en conditions de stress, notamment ceux dus aux fortes intensités 

lumineuses, aux radiations UV et aux basses températures (Guyet et al., 2020).  

 

2.4.2. Autres mécanismes de photoprotection 

En plus de la régulation de la taille des antennes photosynthétiques et de la 

réparation du PSII, d’autres mécanismes de photoprotection permettent aux 

picocyanobactéries de s’acclimater aux variations des conditions environnementales en 

dissipant l’excès d’énergie lumineuse et/ou en gérant le surplus d’électrons générés par 

un excès de lumière ou un ralentissement du métabolisme cellulaire. 

Un premier mécanisme impliquerait les transitions d’état qui, chez les 

cyanobactéries, repose sur la mobilité du PBS à la surface des membranes entre le PSII 

(état 1) et le PSI (état 2 ; Ashby & Mullineaux, 1999). En modifiant la distribution de 

l’énergie entre les deux PS en fonction de la quantité ou la qualité de la lumière ambiante 

(Fujita et al., 1994), les transitions d'état contrôleraient l'équilibre entre le transport 

linéaire d'électrons (impliquant les deux PS et générant à la fois la force proton-motrice 

qui est génératrice d’ATP et un pouvoir réducteur) et le transport cyclique d'électrons 

autour du PSI (impliquant uniquement le PSI et générant la force proton-motrice sans 

production de pouvoir réducteur ; (Mullineaux, 2014). Cependant, le rôle de ce 

mécanisme dans l’acclimatation à d’autres conditions environnementales que les 

changements lumineux reste à démontrer.  

Grâce à leur activité d’oxydoréductases, les flavoprotéines permettent également aux 

cyanobactéries de gérer les variations rapides de l’intensité lumineuse en jouant un rôle 

de puits pour les électrons en surplus, permettant d’éviter la production de ROS (Bersanini 

et al., 2014; Zhang et al., 2009). Au cours de ce processus, appelé la réaction de Mehler, 

les électrons récupérés du côté accepteur du PSI sont délivrés à une molécule d’O2 qui est 

réduite en H2O sans danger pour la cellule (Allahverdiyeva et al., 2011, 2013). Alors qu’il 

existe 4 gènes codant pour des flavoprotéines (flv1-4) chez la cyanobactérie d’eau douce 

modèle Synechocystis sp. PCC 6803 qui sont fortement surexprimés lors de l’exposition à 

de fortes lumières ou en cas de limitation en carbone (Zhang et al., 2009), seul les gènes 

flv1 et 3 sont présents chez toutes les picocyanobactéries marines.  
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Tout comme les flavoprotéines, la protéine PTOX (pour ‘plastoquinol terminal 

oxidase’), présente chez certaines souches de Synechococcus et dans la plupart des 

souches de Prochlorococcus HL et LLI, pourrait également permettre d’éviter 

l’accumulation de plastoquinones réduites et donc la production de ROS (Bailey et al., 

2008; Scanlan et al., 2009). Chez Prochlorococcus, le gène correspondant est surexprimé 

en condition de fortes lumières (Steglich et al., 2006) et pendant la phase lumineuse chez 

des cultures acclimatées en cycle jour/nuit (Mella-Flores et al., 2012), ce qui tend à 

confirmer son rôle dans la régulation de l’état redox des cellules lorsque la lumière est en 

excès. 

Un autre mécanisme de photoprotection consiste en la dissipation de l’énergie 

lumineuse excédentaire sous forme de chaleur, un phénomène le plus souvent relié au 

quenching non photochimique de la fluorescence (ou NPQ pour ‘non photochemical 

quenching’). Alors que chez les plantes supérieures, ce mécanisme de photoprotection 

est en grande partie assuré par le cycle des xanthophylles (Roach & Krieger-Liszkay, 2012), 

la plupart des cyanobactéries utilisent pour cela une voie impliquant une caroténo-

protéine orange (OCP ; Wilson et al., 2006, 2007). Le changement de conformation de 

cette protéine, qui fixe une molécule de caroténoïde (échinénone), permettrait la fixation 

de la forme active de l’OCP sur les PBS, responsable de la dissipation de 80 % de l’énergie 

collectée par le PBS (Boulay et al., 2010; Kirilovsky & Kerfeld, 2012). De façon intéressante, 

les trois gènes nécessaires à ce mécanisme et codant pour l’OCP, la FRP (Fluorescence 

Recovery Protein) qui joue un rôle dans le détachement de l’OCP du PBS, et la β-carotène 

kétolase (CrtW), impliquée dans la synthèse de l’échinénone, sont regroupés dans un 

même opéron qui constitue les gènes les plus fortement sur-exprimés en réponse à des 

nombreux stress environnementaux (Guyet et al., 2020; Six et al., 2021) ont récemment 

montré que chez les Synechococcus marins, cet opéron était systématiquement présent 

dans les thermotypes froids (clades I et IV) et chez les membres du clade III, colonisant 

des zones soumises à de fortes variations saisonnières de température, mais également 

dans les communautés naturelles de Synechococcus colonisant les eaux inférieures à 20°C. 

De plus, ce mécanisme serait particulièrement actif chez les souches de Synechococcus 

acclimatées à basse température, suggérant qu’il aurait joué un rôle important dans la 

colonisation des niches thermiques froides. Par ailleurs, d’autres protéines pourraient 

également jouer un rôle dans la dissipation de l’excès d’énergie lumineuse. C’est 
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notamment le cas des HLIPs (pour High-Light Inducible Protein), une famille de protéines 

particulièrement amplifiée chez les Prochlorococcus HL et dont les gènes sont souvent 

surexprimés en réponse à des nombreux stress environnementaux chez les 

cyanobactéries en général (Guyet et al., 2020; Havaux et al., 2005b; He et al., 2001; 

Steglich et al., 2006). Bien que le rôle exact de ces protéines ne soit pas parfaitement 

compris, il semble qu’elles permettraient d’éviter les dommages aux complexes pigment-

protéines en inactivant les singulets de Chl excité ou les singulets d’oxygène (O. Hirayama 

et al., 1994; L. Huang et al., 2002). De même le gène isiA, présent dans certains génomes 

de Synechococcus, est surexprimé en conditions de carence en fer ou d’exposition aux 

fortes lumières. Les protéines générées forment une couronne de 18 protéines autour des 

trimères de PSI et permettrait ainsi de limiter les dommages au PSII tout en augmentant 

la capacités de capture de la lumière par le PSI (Havaux et al., 2005b; Yeremenko et al., 

2004). 

Ces multiples stratégies utilisées par les picocyanobactéries marines pour préserver 

l'intégrité et le fonctionnement de la machinerie photosynthétique leur permettent de 

survivre et de croître dans des conditions environnementales très variées en réagissant 

rapidement aux variations spatio-temporelles des paramètres physico-chimiques qu’elles 

rencontrent dans le milieu naturel.  



 

 
 

  



 

 
 

  



 

 
 

Objectifs  

La communauté scientifique a longtemps pensé que seuls quatre clades (I-IV) du SC 

5.1 dominaient les communautés naturelles de Synechococcus marins. Cependant, un 

cinquième clade, CRD1, initialement découvert dans le dôme du Costa Rica (Saito et al., 

2005), s’est avéré être le clade dominant, en co-occurence avec les membres d’un clade 

non-encore cultivé (EnvB) dans les vastes zones océaniques limitées en Fe et en particulier 

dans les zones HNLC du Pacifique (Farrant et al., 2016; Sohm et al., 2015). Néanmoins, au 

début de ma thèse, aucune étude n’avait porté sur la caractérisation physiologique et 

génomique des membres de ce clade et seule une étude, essentiellement 

métagénomique est parue en 2020 (Ahlgren et al., 2020). Ainsi, l’objectif principal de ma 

thèse a été de mieux comprendre l’influence des paramètres environnementaux, et en 

particulier de la température et du Fe, sur la physiologie, la diversification génétique, la 

diversité fonctionnelle, et la distribution de ces organismes in situ.  

Le premier chapitre de cette thèse s’est focalisé sur le paramètre température. En 

effet, en analysant la distribution des membres du clade CRD1 à partir des données de 

métagénomique de l’expédition Tara Océans, Farrant et al. (2016) ont pu subdiviser ce 

clade en trois ESTUs (CRD1A-C), correspondant à trois thermotypes potentiels. Ainsi, 

l’objectif de ce premier chapitre été de vérifier cette hypothèse par une étude de 

thermophysiologie comparative à partir de souches en culture, représentatives des 

différents écotypes, et de mieux définir les niches thermales réalisées des différents 

thermotypes grâce aux données de métabarcoding et métagénomique issues de diverses 

campagnes océanographiques.  

Le second axe de ma thèse a porté sur la carence en Fe. Au début de ma thèse, la 

plupart des connaissances disponibles à ce sujet concernait des cyanobactéries d'eau 

douce modèles assez éloignées du point de vue de leur phylogénie, contenu génomique 

et habitat de leurs homologues marins. Cet axe de recherche a donc visé par une approche 

physiologique, génomique et transcriptomique comparative à identifier des mécanismes 

d’adaptation et d’acclimatation mis en place par les membres du clade CRD1, en 

comparaison avec des souches représentatives d’autres niches du milieu océanique, leur 

permettant de survivre dans un environnement pauvre en fer.  



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Chapitre I : 

Acclimatation à la température des 

écotypes -Fe 
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Contexte de l’étude 

 Le but de ce premier chapitre a été de valider au sein du clade CRD1 l’existence 

d’écotypes distincts vis-à-vis de la température. Récemment, Farrant et collaborateurs 

ont subdivisé les clades de Synechococcus en ESTUs, ce qui a permis de délimiter des 

écotypes au sein de chaque clade, mais également de définir leurs aires de répartition et 

d’identifier les facteurs influençant leur distribution géographique in situ (Farrant et al., 

2016). Ainsi, au sein du clade CRD1, trois ESTUs (CRD1A-C) ont été mis en évidence, 

présentant des aires de répartition différentes in situ et correspondant à de potentiels 

thermotypes. En revanche, les clades I à IV présentent chacun un ESTU largement 

majoritaire (IA, IIA, IIIA et IVA) et un ou deux ESTUs minoritaires. Ces ESTUs majoritaires 

sont donc bien représentatifs de la distribution des clades I à IV dans leur ensemble, à 

savoir les eaux froides et riches en nutriments, à hautes latitudes pour les clades I et IV et 

les eaux tropicales, subtropicales et tempérées, pauvres en azote ou en phosphore pour 

les clades II et III, respectivement (Huang et al., 2012 ; Sohm et al., 2016 ; Kent et al., 2019). 

D’un point de vue physiologique, alors que plusieurs souches représentatives des clades I 

à IV ont été caractérisées, ce qui a notamment permis de valider l’existence de 

thermotypes froids (clades I et IV) et tempérés chauds (clades II et III ; (Breton et al., 2019; 

Doré et al., 2022; Pittera et al., 2014; Six et al., 2021), les membres du clade CRD1 ont 

pour le moment très peu été étudiés (Ahlgren et al., 2020). Au cours de ce chapitre, la 

disponibilité de souches en culture représentatives des trois ESTUs distincts vis-à-vis de la 

température au sein du clade CRD1 m’a permis de mener la première étude de 

thermophysiologie sur ce groupe écologiquement important de Synechococcus. Dans un 

premier temps, j’ai déterminé les preferenda et limites de croissance des trois souches 

sélectionnées en comparaison avec des souches représentatives des ESTUs IA à IVA afin 

de déterminer de manière précise la niche fondamentale de chaque souche. J’ai 

également acquis plusieurs paramètres (photo)physiologiques, tels que le contenu 

pigmentaire, l’activité photosynthétique, ou encore la réparation du photosystème II afin 

de mieux comprendre les mécanismes d’acclimatation mis en place par les cellules en 

réponse aux variations de la température. Enfin, cette étude a également permis de 

redéfinir les niches environnementales réalisées à partir d’un large set de données 

regroupant plus de 413 sites d’échantillonnage issus de diverses campagnes 
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océanographiques, telles que Tara Oceans, Tara Polar Circle et l’Ocean Sampling Day 2014 

(OSD2014), ou encore du site de suivi à long terme SOMLIT-ASTAN au large de Roscoff. 

Contribution  

Les cultures utilisées lors de cette étude ont été fournies par la Collection de Cultures 

de Roscoff (RCC) et sélectionnées sur la base de leur représentativité dans 

l’environnement. J’ai d’abord complété les quelques points de croissance acquis 

auparavant par des membres de mon équipe en poursuivant l’acclimatation à la 

température de l’ensemble des cultures (8 souches) afin de compléter leurs gammes de 

tolérance thermique. Pour comprendre comment la température affecte la physiologie 

des cellules et en particulier l’appareil photosynthétique, j’ai acquis un panel de 

paramètres renseignant sur l’état physiologique des cellules dans différentes conditions 

de culture. J’ai notamment mis en place des expériences de stress en fonction de la 

température et organisé la récolte des échantillons avec l’aide des membres de mon 

équipe. J’ai ensuite activement participé au traitement des échantillons, à l’analyse des 

données physiologiques et à l’interprétation des résultats obtenus. 
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Comparative thermophysiology of marine Synechococcus CRD1 strains 

isolated from different thermal niches in iron-depleted areas 

Résumé de l’article en français 

Les cyanobactéries marines du genre Synechococcus sont omniprésentes dans l'océan, 

une caractéristique probablement liée à leur grande diversité génétique. Parmi les 

principales lignées, les clades I et IV sont retrouvés préférentiellement dans les eaux 

tempérées et froides riches en nutriments, tandis que les clades II et III préfèrent les eaux 

chaudes, pauvres en azote ou en phosphore. L'existence de tels thermotypes froids (I/IV) 

et chauds (II/III) est corroborée par la caractérisation physiologique de souches 

représentatives de ces environnements. Il a récemment été démontré qu'un cinquième 

clade, CRD1, domine la communauté de Synechococcus marins dans les zones pauvres en 

fer de l'océan mondial et comprend trois ‘unités taxonomiques écologiquement 

significatives’ distinctes (ESTUs CRD1A-C) occupant différentes niches thermiques, ce qui 

suggère qu’il existerait différents thermotypes au sein de ce clade. 

Au cours de cette étude, en utilisant la thermophysiologie comparative de souches 

représentatives de ces trois ESTUs CRD1, nous montrons que la souche CRD1A, MITS9220, 

est un thermotype chaud, la souche CRD1B, BIOS-U3-1, un thermotype tempéré-froid et 

la souche CRD1C, BIOS-E4-1, un thermotype tempéré-chaud sténotherme. Etonnamment, 

le thermotype CRD1B s’est avéré présenter peu de traits et/ou de caractéristiques 

génomiques typiques des thermotypes froids. En revanche, des traits physiologiques 

spécifiques des souches CRD1 par rapport à leurs homologues des clades I, II, III et IV ont 

peu être mis en évidence, notamment un taux de croissance et un rendement quantique 

maximal du photosystème II plus faibles à la plupart des températures et un taux de 

réparation plus élevé de la protéine D1. L’ensemble de ces données suggère que chez les 

membres du clade CRD1, l'adaptation à la carence en fer est prioritaire par rapport à 

l'adaptation à la température, même si la présence de plusieurs thermotypes CRD1 

pourrait expliquer pourquoi le clade CRD1 dans son ensemble occupe la majeure partie 

des eaux limitées en fer. 

Article published in Frontiers in Microbiology  
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Chapitre II : 

Mécanismes d'adaptation à la 

limitation en fer chez 

Synechococcus  
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Contexte de l’étude 

Dans les eaux marines, le Fe sous sa forme libre dissoute (Fe’) est présent en très 

petites quantités (de l’ordre du pico- au nanomolaire). Au sein du Fe’, le Fe sous sa forme 

ferreux Fe2+ est plus facilement assimilable par le plancton, contrairement à sa forme 

oxydée ferrique, Fe3+ (Johnson et al., 1997; Morel et al., 2008). Ainsi, dès qu’il est 

biodisponible, il est immédiatement consommé, c’est pourquoi on observe un décalage 

entre la biodisponibilité en Fe et les besoins en Fer du plancton, se traduisant par la 

présence de zones HNLC (« high-nutrient low-chlorophyll ») dans de vastes régions de 

l’océan. Chez Synechococcus, il a été mis en évidence que les ESTUs des clades CRD1 et 

EnvB codominaient les populations au sein de ce genre dans une grande partie de l’Océan 

Pacifique, de 33°S à 35°N, ainsi que des zones plus restreintes des océans Atlantique et 

Indien, caractérisées par une limitation en fer (Farrant et al., 2016). Le Fe semble donc 

avoir joué un rôle majeur dans la diversification génétique des picocyanobactéries 

marines. Dans ce contexte, le second axe de ma thèse s’est intéressé à la caractérisation 

des mécanismes d’acclimatation et d’adaptation développés par ces organismes par des 

approches de physiologie et génomique comparative.  

Une première approche a consisté, en collaboration avec l’équipe LOMIC de Banyuls-

sur-mer, à tenter d’acclimater des souches représentatives d’écotypes -Fe (CRD1) et +Fe 

(contrôles) au milieu de référence pour ce type d’étude (AQUIL ; Price et al., 1989), ce qui 

s’est avéré très difficilement réalisable, en partie du fait de la non-axénie des souches 

utilisées. Afin de comparer la résistance à la carence des différents ecotypes de 

Synechococcus, notre choix s’est donc porté sur l’utilisation d’un chélateur du Fe, le DFOB 

(mésilate de déferoxamine), qui induit un changement drastique de la source de Fe, de 

Fe’ à FeL, c-à-d le Fe complexé par des ligands. Parallèlement, la comparaison des 

génomes (WGS, SAGs, MAGs) de picocyanobactéries disponibles dans l’application 

Cyanorak v2.1 (Garczarek et al., 2021; http://sb-roscoff.fr/cyanorak/), complété par près 

de 160 nouveaux génomes issus de Genbank, nous a permis d’identifier les gènes 

impliqués dans le métabolisme du Fe dans les différents écotypes de Synechococcus. Ces 

données ont également été complétées par une analyse environnementale de la 

distribution de ces gènes le long du transect Tara Oceans afin de vérifier la spécificité de 

certains de ces gènes aux niches pauvres ou au contraire riches en Fer en utilisant les 
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recrutements de lectures métagénomiques (‘reads’) réalisés dans le cadre d’une seconde 

étude (Doré et al., submitted, Annexe B). Dans cette dernière, l’utilisation d’une approche 

de réseau intégrant les informations de synténie des gènes dans les génomes de référence 

et de distribution in situ a de plus permis d’identifier non seulement des gènes spécifiques 

de niches mais des régions génomiques (ou CAGs pour ‘cluster of adjacent genes’), 

notamment dans les régions limitées en Fe, mais plus globalement dans des zones 

carencées en nutriments. La combinaison de ces différentes approches (expérimentale, 

génomique et métagénomique) a apporté de nouveaux éléments de réponse concernant 

les mécanismes d’acclimatation et d’adaptation mis en place par les écotypes -Fe et +Fe 

des Synechococcus marins soumis à une carence en Fe, complétant des études 

précédentes sur le sujet (Ahlgren et al., 2020; Garcia et al., 2020; Hogle et al., 2022; Rusch 

et al., 2010). 

Contribution 

 Les tests préliminaires d’acclimation au milieu AQUIL ont été initié par l’équipe du 

LOMIC à Banyuls-sur-Mer. Compte tenu de la difficulté à acclimater les cultures de 

Synechococcus à ces conditions, j’ai repris et poursuivi ces expériences à Roscoff en 

testant de nouveaux milieux de culture et différentes conditions de carence en Fe. J’ai 

effectué et analysé l’ensemble des suivis de croissance présentés dans cette étude et 

orchestré les échantillonnages réalisés en collaboration avec les membres de mon équipe 

(récoltes et analyses des différents paramètres : HPLC, transcriptomes, extraction d’ARN, 

cytométrie, etc.). J’ai également contribué à la curation de Cyanorak (Garczarek et al., 

2021, Annexe A), à l’identification de gènes cibles reliés au métabolisme du Fe à partir de 

données de la littérature et à leur analyse par génomique comparative et métagénomique 

(Ferrieux et al., en préparation ci-après ; (Doré et al., submitted, Annexe B).  
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II.1 – Expériences préliminaires de culture de Synechococcus CRD1 et de 

clades contrôles en milieu carencé en fer 

A Roscoff, les cultures de Synechococcus sont maintenues en routine en PCR-S11 

(Rippka et al., 2000), un milieu à base d’eau de mer reconstituée à partir de sels de la Mer 

Rouge (Red Sea salts, Houston, Texas, USA), modifié par l’ajout de NaNO3 et comprenant 

2 µM de Fe-EDTA (Fe complexé) sous forme de chlorure ferrique hexahydraté 

(FeCl3∙6H2O ; Sigma-Aldrich, USA, cf. https://www.protocols.io/view/pcr-s11-red-sea-

medium-bpvemn3e).  Afin de mener des expériences de carence en nutriments, dans 

notre cas le Fe, il faut en tout premier lieu acclimater les cultures à un milieu dont les 

concentrations en sels, nutriments et métaux sont très précisément contrôlées. L’un des 

milieux communément utilisés pour ce type d’étude est le milieu AQUIL (Price et al., 1989) 

qui contient 8,32 µM de Fe et 100 µM d’EDTA final. Afin de limiter la pollution en métaux, 

l’ensemble des solutions stocks doit être passé sur des colonnes « chelex » qui vont 

chélater les métaux excédentaires (https://www.protocols.io/view/aquil-medium-

preparation-price-et-al-1989-vixe4fn) et la préparation doit être réalisée en salle blanche, 

rendant la préparation de ce milieu très longue.  

Une première tentative pour carencer les cellules en Fe, réalisée à Banyuls, a consisté 

à transférer les cultures des souches CRD1 et contrôles directement en milieu AQUIL 

contenant 540 nM de Fe, puis à les diluer 10 fois avec du milieu sans Fe pour atteindre 54 

nM, puis 5.4 nM de Fe. Des suivis de croissance ont été effectués à chaque concentration 

en Fe (au total, plus de 200 suivis), afin d’essayer de mettre en évidence une diminution 

différente selon les écotypes du taux de croissance en fonction de la carence en Fe. Il s’est 

avéré que la croissance en milieu Aquil, même à 540 nM de Fe, induisait une réduction 

importante des taux de croissance par rapport au PCR-S11 (Fig. 16) et que l’acclimatation 

a des concentrations plus faibles était très peu reproductible, seuls certains replicats de 

deux souches, BIOS-E4-1 (CRD1C) et A15-62 (IIA), ayant atteint la concentration de 5,4 nM 

de Fe (Fig. 17). De plus, le fait de diluer directement les cultures ne permet pas de 

maitriser parfaitement la concentration en Fe, puisque du Fe résiduel est toujours présent 

dans la culture au moment du transfert.  

https://www.protocols.io/view/pcr-s11-red-sea-medium-bpvemn3e
https://www.protocols.io/view/pcr-s11-red-sea-medium-bpvemn3e
https://www.protocols.io/view/aquil-medium-preparation-price-et-al-1989-vixe4fn
https://www.protocols.io/view/aquil-medium-preparation-price-et-al-1989-vixe4fn
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Ces difficultés nous ont incitées à chercher une autre méthode d’acclimatation à la 

carence en fer. Conjointement avec Eva Bucciarelli du LEMAR de Brest, qui a l’expérience 

du milieu Aquil avec d’autres organismes phytoplanctoniques tels que les diatomées, nous 

avons réalisé deux milieux intermédiaires entre le PCR-S11 et l’AQUIL contenant les 

métaux traces utilisés dans le PCR-S11, les sels de l’AQUIL et deux concentrations en Fe-

EDTA distinctes : 2 µM Fe-EDTA (comme dans le PCR-S11) et 8,32 µM Fe pour 100 µM 

 

Figure 16 | Taux de croissance de cultures de Synechococcus en milieu de routine PCR-S11 vs. 
Aquil 540nM Fe au 2e repiquage. 

 

 

 

Figure 167 | Effet de la carence en Fe sur le taux de croissance des clades II vs. CRD1 en milieu Aquil 
(Price et al., 1989). Le taux de croissance aux différentes concentrations en Fe est exprimé en 
pourcentage du taux de croissance obtenu en condition initiale (Fe-repleted, c-à-d 540nM Fe). 
L’insert indique la concentration en Fe dans le milieu AQUIL. 
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EDTA (comme dans l’AQUIL, cf. ANNEXE C). De plus, les études de carence en éléments 

traces utilisent communément des flacons Nalgene, qui peuvent être stérilisées à l’aide 

d’un micro-ondes (ce qui évite les contaminations en métaux qui peuvent survenir à 

l’autoclavage), et dont les bouchons empêchent les échanges gazeux avec l’extérieur, ce 

qui limite les contaminations potentielles en métaux mais pourrait également avoir un 

effet délétère sur la croissance de Synechococcus. Afin de tester ces différents milieux et 

l’influence du contenant, j’ai réalisé des suivis de croissance en milieu AQUIL/PCR-S11 

2µM Fe-EDTA et AQUIL/PCR-S11 8,32 µM Fe-100 µM EDTA en flacons Nalgene fermées 

ou en flacons en polyéthylène à bouchons ventilés (environ 150 suivis). Différents 

paramètres ont été acquis de façon journalière : la quantité de cellules, la contamination 

bactérienne et le pH. Dans tous les cas, lorsque les cultures n’étaient pas axéniques, une 

augmentation rapide de la contamination en bactéries hétérotrophes, pouvant atteindre 

75%, a été observée, ce qui suggère l’existence d’une compétition pour l’utilisation du Fe 

entre les bactéries et les Synechococcus. Par ailleurs, les cultures présentaient des phases 

exponentielles très courtes, probablement en partie liée à la limitation en carbone, 

particulièrement dans les flacons non ventilés. En effet, le pH, initialement à 7.8, 

augmentait fortement au cours des suivis (jusque 9 unités pH en milieu de phase 

exponentielle), un phénomène que j’ai essayé de controler par l’ajout d’une solution de 

NaHCO3 (bicarbonate de sodium), qui permet une réduction du pH de quelques unités. 

Malgré tous les essais réalisés, la très grande variabilité observée entre les souches et les 

très forts taux de contamination n’ont pas permis de définir des conditions permettant de 

comparer la croissance des souches en milieu carencé en Fe. La souche la plus 

prometteuse s’est avérée être CC9311, une souche axénique du clade I que j’ai pu 

maintenir en milieu AQUIL non limité en Fe pendant plusieurs mois, mais qui en tant que 

thermotype froid, ne constituait pas le meilleur contrôle pour valider l’existence 

d’écotypes -Fe au sein des CRD1. Dans ce contexte, l’alternative finalement retenue pour 

l’article ci-après (Ferrieux et al., en prep) a été d’utiliser un chélateur du Fe’, le DFOB, afin 

de simuler des conditions de carence en Fer en milieu PCR-S11.  
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II.2 - Bases moléculaires de l'adaptation à la limitation en fer dans le clade 

marin Synechococcus CRD1 

Résumé de l’article en français 

Le fer (Fe) limite la croissance du phytoplancton et la photosynthèse dans de 

vastes étendues de l'océan mondial, qui sont dominées par des écotypes spécifiques de 

Prochlorococcus (HLIII et HLIV) et de Synechococcus (CRD1, EnvB/CRD2). Alors que la 

plupart de ces lignées sont à ce jour non cultivées, plusieurs souches appartenant au clade 

CRD1, le clade majeur de Synechococcus dans les zones limitées en Fe, sont disponibles 

en culture et constituent de précieux modèles pour étudier les mécanismes d’adaptation 

à ces environnements. Au cours de cette étude, nous avons comparé la réponse à la 

carence en Fe inorganique non chélaté dissous (Fe'), provoquée par l'ajout d'une gamme 

de concentrations du chélateur desferrioxamine B (DFOB), sur des souches 

représentatives du clade CRD1 ainsi que des clades II et III, dominant dans d'autres niches 

écologiques chaudes et riches en Fe. Ces analyses ont montré que les trois souches CRD1 

testées, mais aussi de manière plus inattendue la souche A15-62 du sous-clade IIc, étaient 

capables de croitre à une concentration beaucoup plus élevée de DFOB que les autres 

souches des clades II (M16.1, sous-clade IIa) et III (WH8102), cette dernière souche étant 

de loin la plus sensible à ce traitement. Ces expériences ont été complétées par la 

comparaison de 256 génomes de picocyanobactéries et l'analyse de la distribution globale 

dans le milieu naturel de gènes impliqués dans le métabolisme du Fe à partir des données 

de métagénomes de l’expédition Tara Oceans. Ces analyses ont montré que bien que les 

différentes sensibilités de ces organismes puissent en partie être liées à des différences 

de leur contenu en gènes impliqués dans le transport, l'assimilation et le stockage du Fe, 

les membres des lignées CRD1, EnvB et IIc ont adopté différentes stratégies pour faire 

face à la limitation en Fe. Dans l'ensemble, la découverte d'un écotype adapté à la faible 

carence en Fe au sein du clade II, le clade de Synechococcus dominant dans l’océan, 

pourrait avoir des conséquences importantes dans le contexte de l'expansion actuelle des 

zones limitées en Fe, causée par le changement global. 
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Abstract 

Iron (Fe) is limiting phytoplankton growth and photosynthesis in wide expanses of the 

world ocean, which are dominated by specific ecotypes of both Prochlorococcus (HLIII and 

HLIV) and Synechococcus (CRD1, EnvB/CRD2). While most of these lineages are so far 

uncultivated, several strains belonging to CRD1, the major Synechococcus clade in low-Fe 

areas, are available in culture and constitute invaluable models to study the adaptation 

mechanisms to these environments. Here, we compared the response to starvation in 

dissolved unchelated inorganic Fe (Fe’), triggered by the addition of a range of 

concentrations of the strong chelator desferrioxamine B (DFOB), on representative strains 

of the CRD1 clade as well as clades II and III, dominating in other warm, Fe-replete 

ecological niches.  These analyses showed that all three CRD1 strains tested, but also 

unexpectedly the subclade IIc strain A15-62, were able to grow at much higher 

concentration of DFOB than the other clades II (M16.1, subclade IIa) and III (WH8102) 

strains, the latter strain being by far the most sensitive to this treatment. Comparative 

genomics of 256 picocyanobacterial genomes and analysis of the global distribution of Fe-

metabolism genes in the field using the Tara Oceans metagenome dataset showed that 

although the different sensitivities of these organisms can in part be related to differences 

in their gene complement involved in Fe uptake, assimilation and storage capabilities, 

CRD1, EnvB and IIc members have adopted different strategies to cope with Fe limitation. 

Altogether, the discovery of low-Fe adapted ecotype within the globally dominant clade 

II might have important consequences in context of the current expansion of low-Fe areas 

caused by global change.  
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Introduction 

Oceans are particularly affected by the global change, which causes an increase in 

seawater temperature, but also an expansion of nutrient-poor areas, notably iron (Fe)-

poor regions such as the tropical Pacific Ocean (Behrenfeld et al., 2009; Blain et al., 2008; 

Polovina et al., 2008; Tagliabue et al., 2017).  Contrary to other oceanic areas, which are 

regularly replenished in nutrients by wind-transported aerosols or vertical mixing events 

during winter, most of the tropical Pacific remains Fe-limited year-round, raising the 

question of the capacity of local marine phytoplanktonic populations to adapt to these 

specific conditions. Indeed, while Fe is essential to the metabolism and growth of all living 

organisms, it is particularly critical for phytoplankton for which up to 50% of the cellular 

Fe occurs in the photosynthetic apparatus (Behrenfeld & Milligan, 2013). Furthermore, 

the dissolved unchelated inorganic iron (Fe’) is only present in picomolar to nanomolar 

concentrations in the ocean, the most readily available form of Fe to phytoplankton being 

the soluble ferrous iron (Fe2+) and to a least extent the oxidized ferric form (Fe3+; Johnson 

et al., 1997; Morel et al., 2008). For these reasons, Fe depletion is thought to already 

impair phytoplankton growth in 35 to 50 % of the global ocean depending on 

phytoplanktonic groups, these Fe-poor areas being often referred to as ‘high-nutrient low-

chlorophyll’ (HNLC) areas (Moore et al., 2002).  

The vast majority of phytoplankton cells living in the upper lit layer of Fe-poor regions 

are of tiny size (<2-3 µm), these so-called ‘picophytoplankters’ being numerically 

dominated by two cyanobacterial genera, Prochlorococcus and Synechococcus, which 

together account for an estimated 24 % of global net marine primary productivity (8 and 

16 %, respectively; (Flombaum et al., 2013; Partensky et al., 1999). In the last 20 years, 

extensive laboratory and environmental studies have shown that both of these ubiquitous 

genera encompass several ‘ecotypes’, i.e. genetically distinct populations occupying 

different ecological niches (Coleman et al., 2006). For Prochlorococcus, among the 

genetically distinct lineages thriving in the upper mixed layer, so-called high light (HL) 

clades (Moore et al., 1998), HLIII and HLIV co-occur specifically in warm Fe-limited areas 

(Johnson et al., 2006; Rusch et al., 2010; West et al., 2011), HLII members dominate in 

warm Fe-replete waters, while HLI preferentially thrive in temperate Fe-replete waters 

(Chandler et al., 2016; Johnson et al., 2006; Kent et al., 2019). Similarly, Synechococcus 
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clade CRD1 – first observed in the Costa Rica Dome – was recently found to dominate the 

Synechococcus populations specifically in Fe-depleted areas of the world Ocean in co-

occurrence with EnvB (a.k.a CRD2 using ITS; (Ahlgren et al., 2020; Farrant et al., 2016; 

Sohm et al., 2015), while members of clades II and III were mainly found in warm N and 

P-poor waters, respectively, and clades I and IV in cold, nutrient-rich waters (Farrant et 

al., 2016; Kent et al., 2019; Zwirglmaier et al., 2008). Furthermore, global distribution 

patterns of Synechococcus populations using Tara Oceans metagenomes, have recently 

allowed Farrant et al. (2016) to define, within the CRD1 and EnvB clades, three distinct 

‘Ecologically Significant Taxonomic Units’ (ESTUs), i.e. operational taxonomic units (OTUs) 

belonging to the same clade and occupying distinct oceanic niches: CRD1C/EnvBC 

preferentially thrives in warm waters, CRD1B/EnvBB in cold waters, while CRD1A/EnvBA 

members were found in both thermal niches. The occurrence of cold (ESTUs IA, IVA and 

CRD1B) and warm (ESTUs IIA, IIIA, CRD1A and CRD1C) Synechococcus ‘thermotypes’ was 

confirmed by showing that strains representative of these different lineages exhibit 

distinct thermal preferenda, a feature notably linked to difference in photophysiology 

(Breton et al., 2019; Doré et al., 2022; Ferrieux et al., 2022; Pittera et al., 2014), 

thermostability of their light-harvesting systems (Pittera et al., 2016), content in lipid 

desaturases (Pittera et al., 2017), and/or their ability to induce photoprotective light 

dissipation at colder temperatures using the orange carotenoid protein (OCP; Six et al., 

2021). Thus, this suggests that both Fe availability and temperature have played a key role 

in the genetic diversification of marine picocyanobacterial lineages colonizing Fe-limited 

waters, even though the mechanisms involved in adaptation to low-Fe conditions largely 

remain to be deciphered. 

Until now, physiological and molecular studies of the mechanisms involved in Fe 

acquisition and utilization have mainly concerned model freshwater or halotolerant 

cyanobacteria and have allowed to highlight several common characteristics of the 

response of cyanobacteria to Fe limitation. These notably include i) sensing intracellular 

Fe(II) pools and regulating the expression of a large number of genes, directly or indirectly 

affected by Fe limitation, using the ferric uptake regulator (Fur; Lee & Helmann, 2007; 

Riediger et al., 2021), ii) acquiring organic Fe through the uptake and/or synthesis of 

siderophores (Ito & Butler, 2005; Jiang et al., 2015), iii) reducing the cellular Fe 
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requirement in low-Fe conditions by decreasing the PSI (12-Fe atoms) to PSII (3-Fe atoms) 

ratio (Barber et al., 2006) and the number of phycobilisomes that require Fe-containing 

hemes for their biosynthesis (Frankenberg et al., 2001), and/or substituting Fe-containing 

proteins by an alternative protein lacking Fe (e.g. ferredoxin vs. flavodoxin; Leonhardt & 

Straus, 1992), iv) reducing oxidative damage that results from Fe deficiency (Michel et al., 

2003; Park et al., 1999), as well as v) storing Fe in bacterioferritin and Dps complexes 

(Keren et al., 2004; Shcolnick & Keren, 2006). 

However, much less is known on adaptation to Fe limitation in strictly marine 

cyanobacteria, despite the fact that picocyanobacteria numerically dominate 

phytoplanktonic communities in Fe-poor oceanic waters (Flombaum et al., 2013; 

Partensky et al., 1999). One of the rare studies on this topic compared the growth, 

photophysiology and proteomes of two Synechococcus strains isolated from different 

environmental niches (Mackey et al., 2015). In contrast to the paradigm that coastal 

phytoplankton is less able to adapt to Fe limitation than open ocean species, this study 

revealed that the coastal strain (Synechococcus sp. WH8020) was able to acclimate to 

changes in Fe concentration by modulating Fe uptake, Fe storage and the amount of 

photosynthetic proteins, whereas the oceanic one (WH8102) lacked these adaptive 

responses. Furthermore, Lis et al. (2015) showed that like for freshwater cyanobacteria, 

Fe' was the most bioavailable Fe form for the two marine Synechococcus strains, WH8102 

and the model strain WH7803, with uptake rate much higher than those for Fe complexed 

with organic ligands (FeL) and that this uptake likely proceeds via a reductive Fe uptake 

pathway, functioning alone or in complement to siderophore-mediated uptake (Lis et al., 

2015). However, none of the strains used in previous studies were isolated from a 

chronically low-Fe area, and therefore both may lack some specific adaptation to this 

harsh environment. Most other knowledge on adaptation to Fe- limitation in marine 

cyanobacteria are derived from meta-omic studies and led to the identification of a 

number of genes specifically present or absent in Fe-limited environments. For instance, 

analysis of metagenomes (Ahlgren et al., 2020; Garcia et al., 2020; Hogle et al., 2022; Kent 

et al., 2016; Rusch et al., 2010) or single cell genomes (Malmstrom et al., 2013), retrieved 

from populations specific of low-Fe areas (Prochlorococcus HLIII/IV and Synechococcus 

CRD1/2), suggests that adaptation to Fe limitation mainly relies on i) the reduction of their 
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Fe quota through the loss of several Fe-containing proteins, ii) the capacity for 

siderophore-mediated Fe uptake as well as iii) an expansion of the gene families involved 

in Fe storage, although the precise physiological mechanisms at work remain elusive.  

In this paper, we compared the physiological and transcriptomic (work in progress; 

see below) responses of strains representative of different warm, oceanic niches limited 

by different nutrients to an abrupt change of Fe source from Fe’ to FeL complexed by 

various concentrations of DFOB. This treatment led to very different responses between 

strains that were interpreted in the light of comparative genomics using 256 genomes and 

metagenomic analyses of the Tara Oceans dataset.  

Material and Methods 

Strains and growth conditions 

The six Synechococcus spp. strains used for this study were retrieved from the Roscoff 

collection (https://roscoff-culture-collection.org/; Table 1). These include representative 

strains of the three known CRD1 ESTUs (CRD1A—C), one strain representative of ESTU 

IIIA, dominating in warm, P-limited waters as well as two strains belonging to the ESTU 

IIA, dominating in warm, N-limited waters. Strains were grown at 22°C under 75 µmol 

photons m−2 s −1 (hereafter µE m-2 s-1) continuous light provided by a white-blue-green 

LED system (Alpheus, France) in temperature-controlled chambers. Cultures were 

maintained in 50 mL flasks (Sarstedt, Germany). The culture medium PCR-S11 (Rippka et 

al., 2000), supplemented with 1mM sodium nitrate, used for the experiment was 

prepared from seawater reconstituted using Red Sea Salts (Houston, TX, USA) and distilled 

water. The PCR-S11 recipe includes Fe as ferric chloride hexahydrate (FeCl3∙6H2O) 

complexed with EDTA at a final concentration of 2µM Fe-EDTA.  

 

 

 

 

 

https://roscoff-culture-collection.org/
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TABLE 1 | Characteristics of the Synechococcus strains used in this study 

Strains name MITS9220 BIOS-U3-1 BIOS-E4-1 A15-62 M16.1 WH8102 

RCC # 1 2571 2533 2534 2374 791 539 
Subcluster 2 5.1 5.1 5.1 5.1 5.1 5.1 
Clade 2 CRD1 CRD1 CRD1 II II III 
Subclade3 n.a. n.a. n.a. IIc IIa IIIa 
ESTU 2 CRD1A CRD1B CRD1C IIA IIA IIIA 

Pigment type 4 3dA 3dA 3cA 3dB 3a 3c 

Ocean Pacific Pacific Pacific Atlantic Atlantic Atlantic 

Region 
Equatorial 

Pacific 
Chile 

upwelling 
South East 

Pacific 
Offshore 

Mauritania 
Gulf of 
Mexico 

Caribbean 
Sea 

Isolation latitude 0°00’ N 34°00’ S 31°52’ S 17°37’ N 27°70’ N 22°48’ N 
Isolation longitude 140°00’ W 73°22’ W 91°25’ W 20°57’ W 91°30’ W 65°36’ W 

1Roscoff Culture Collection, 2Farrant et al. (2016), 3Mazard et al. (2012), 4Humily et al. (2013). 

Experimental set-up 

In order to estimate the ability of these strains to grow using only FeL, a first set of 

experiment consisted in following growth of cultures submitted to various degrees of Fe’-

depletion using a strong Fe chelator, desferrioxamine B (DFOB, as deferoxamine mesylate 

salt, Sigma-Aldrich), a compound that preferentially binds Fe3+. The stock solution of DFOB 

was prepared at 8mM in milliQ water, filtered on 0.2 µm and stored at 4°C. DFOB was 

added to the PCRS-11 medium 24h before inoculation of the cultures at a final 

concentration of 50, 100, 200, 400, 800µM, 1.6mM or 2.4 mM, depending on its effect on 

strain growth (see results). When cell concentration reached ~ 5 x 106 cells mL-1, cultures 

were transferred in 50mL Falcon tubes and centrifuged at 20°C, 9,000 x g for 7min using 

an Eppendorf 5804R (Eppendorf, France) in the presence of 0.01% (v/v) pluronic acid 

(Sigma-Aldrich, Germany). Pellets were resuspended at ~ 8 x 106 cells mL-1 in triplicate 50 

mL flasks of either PCR-S11 only (control condition) or PCR-S11 supplemented with DFOB 

at the abovementioned concentrations.  

Furthermore, based on growth rate of strains in the different DFOB concentrations, 

we selected a chelator concentration that affected the growth of most strains (see results) 

to be used for transcriptomic and pigment analyses by HPLC. These analyses were 

performed on all 6 strains submitted to 800 µM DFOB for 6h. Four liters of culture grown 

in PCR-S11 up to ~ 5 x 107 cell/ml were concentrated in presence of pluronic 0.01% (v/v) 

by a first centrifugation step at 20°C, 9,000 x g, during 10 min (Sorvall LYNX 6000, Thermo 

Fisher Scientific, USA) in 1 L Nalgene flasks followed by a second centrifugation step in 50 
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ml Flacon tubes at 20°C, 9,000 x g, during 7 min. Cells were resuspended in 50 ml PCR-S11 

only (control) or PCR-S11 supplemented with DFOB or Fz, quantified by flow cytometry 

and then split into 460 ml triplicate cultures for each conditions at a concentration 

adjusted to 5 x 107 cell/ml. Cultures were then put in back into initial growth conditions 

(22°C,  75 µE) for 6h before harvesting cells for RNAseq and HPLC analyses.  

Flow cytometry 

Culture growth rates were determined by flow cytometry using 200 µl culture 

aliquots, collected twice a day during about one week. Cells were fixed using 0.25% (v/v) 

glutaraldehyde (grade II, Sigma Aldrich, USA) and stored at -80°C (Marie et al., 1999) until 

analysis using a Guava easyCyte flow cytometer (Luminex Corporation, USA) and growth 

rates were calculated as previously described (Ferrieux et al., 2022). Furthermore, the 

determination of cell number after concentration of the cultures by centrifugation was 

performed on living cells using a Novocyte Advanteon flow cytometer (Agilent). 

Biovolume  

Synechococcus cultures were acclimated at 22°C under 75 µE m-2 s-1. For each 

strain, the width and length of 100 cells in triplicates were measured in exponential 

growth phase using an Eclipse 80i Nikon fluorescence microscope (Nikon, Japan). Cells 

were were excited in green light at λ=550nm at x100 objective with a Cy3 filter (Nikon, 

Japan) to observe their natural orange fluorescence. High resolution photographs were 

taken using a Spot camera (SPOT RT3, Diagnostic Instruments Inc., USA) and photographs 

were analyzed with SpotAdvanced software (Diagnostic Instruments Inc., USA) in order to 

estimate length (L) and width (W) of selected cells. Finally, biovolume (V in µm-3) was 

estimated using the formula, assuming that Synechococcus cells have a Tic-Tac® shape: 

𝑉 = (𝐿 − 𝑊) × 𝜋 × (
𝑤

2
)2 + [

4

3
× 𝜋 × (

𝑤

2
)3] 

RNA extraction and sequencing 

After 6h of incubation in PCR-S11 (control) or in PCR-S11 supplemented with DFOB 

800 µM, two 150 mL aliquots of culture were harvested by centrifugation in presence of 

pluronic 0.01% (v/v) at 4°C, 9,000 x g for 7 min using an Eppendorf 5804R (Eppendorf, 

France). Pellets were resuspended in 2 mL Eppendorf tubes and centrifuged at 4°C, 14,000 
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x g for 2 min using an Eppendorf 5417R centrifuge. Supernatant was discarded and pellets 

were resuspended in 1 mL Qiazol (Qiagen, Valencia, CA, USA), immediately flash frozen 

and stored at -80°C until RNA extraction. The whole procedure took less than 15 min. RNA 

extraction was performed as described in Guyet et al. (2020). Briefly, frozen samples were 

thawed at 65°C, then incubated 5 more min at 65°C with regular vortexing and then 

centrifuged at 4°C, 16,000 x g for 10min (Eppendorf 5417R; Eppendorf, France).  Total RNA 

was extracted with the Direct-Zol RNA MiniPrep kit (Zymo Research Corp, Proteigene, 

France) and DNA removed using the Qiagen RNase-free DNase Set (Qiagen).  RNA 

quantification was done using a NanoDrop ND-1000 (Thermo Fisher Scientific, USA) and 

quality control was performed with the RNA 6000 Nano Kit on a BioAnalyzer 2100 (Agilent, 

USA). After being flash frozen in liquid nitrogen, RNA samples were stored at -80°C until 

sequencing. 

Ribodepletion was performed from 200-300 ng of total RNA using the rRNA depletion 

kits, RiboCop (Lexogen) and Ribo-Zero Plant (Illumina). Libraries were then prepared using 

the Illumina TruSeq Stranded mRNA kit and sequenced as overlapping 150 bp paired-end 

reads on Illumina Novaseq SP System (Illumina, San Diego, CA, USA). Both ribodepletion 

and sequencing were performed at Fasteris (Plan-les-Ouates, Switzerland). 18.5 ± 4.7 × 

106 paired-end reads were generated per sample. 

HPLC analyses 

After 6h of incubation in PCR-S11 (control) or in PCR-S11 supplemented with DFOB 

800 µM, 50 mL of culture were harvested in triplicate and subjected to two centrifugation 

steps using an Eppendorf 5804R (Eppendorf, France), the first one at 4°C, 10,000 x g for 

7min and then 5min after removing most of the supernatant. Cells were transferred in 2 

mL Eppendorf and centrifuged at 4°C, 14,000 x g for 2min using an Eppendorf 5417R 

(Eppendorf, France) and the pellets were kept at -80°C until analyses. For pigment 

analyses, 400 µL of cold methanol 100% (HPLC grade, Thermo Fischer Scientific) was 

added to cell pellets and vortexed. Extracts were then centrifuged at 4°C, 14,000 x g for 

10min (Eppendorf 5417R). Supernatants were kept and supplemented with 10% (v/v) 

Milli-Q water to prevent peak distorsion (Zapata & Garrido, 1991). Samples were analyzed 

using an HPLC 1100 Series System (Hewlett-Packard) as previously described (Pittera et 

al., 2014). The extraction was performed in dark and on ice to avoid pigments oxidation. 



CHAPITRE II 

80 
 

Pigment peaks were identified based on their retention times and peaks were measured 

as previously described (Six et al., 2005). 

Comparative genomics and metagenomics 

The 256 whole genome sequences (WGS), single amplified genomes (SAGs) and 

metagenome assembled genomes (MAGs) used as reference genomes in this study were 

retrieved either from the Cyanorak v2.1 information system (Garczarek, Guyet, Doré, 

Farrant, Hoebeke, Brillet-Guéguen, Bisch, Ferrieux, Siltanen, Corre, Le Corguillé, et al., 

2021) or from Genbank (Dataset 1). Protein sequences retrieved from new genomes were 

clustered with proteins from Cyanorak v2.1 to assign them to pre-existing clusters of likely 

orthologous genes (CLOGs) using the OrthoFinder algorithm (Emms & Kelly, 2019). Result 

of this clustering was used to define phyletic patterns for a selection of genes involved in 

Fe metabolism (Dataset 2). 

Whole genome recruitment of metagenomic reads from the Tara Oceans dataset on 

the 256 picocyanobacterial genome was performed and used to draw distribution maps 

of genes of interests using custom-designed R scripts, as previously described (Doré et al., 

submitted).  

Results  

Response to Fe deprivation induced by DFOB 

In order to compare the response to an abrupt change of Fe source from Fe’ to FeL of 

strains representative of the Synechococcus CRD1 ESTUs to that of clades II and III 

counterparts, dominating in warm, N or P-depleted areas, respectively, exponentially 

growing cultures were centrifuged and transferred into PCR-S11 supplemented with 

different concentrations of the strong chelator DFOB. Growth was followed for seven to 

ten days depending on culture growth rate. All three CRD1 strains exhibited a higher 

resistance to Fe’ starvation than the clade II strain M16.1 and the clade III strain WH8102 

(Fig. 1). The latter was by far the most sensitive strain with a complete loss of growth 

already at the lowest DFOB concentration tested (50 µM), M16.1 grew until 200 µM DFOB, 

while the three CRD1 strains could stand up to 800 µM DFOB, though with a strongly 

reduced growth rate. The least affected strain was the clade II strain A15-62, which 
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exhibited no significant reduction of its growth rate at 800 µM DFOB and needed a dose 

as high as 2.4 µM to have a quasi-complete inhibition of its growth.  

Based on the previous results, the short-term effect of the addition of 800 µM DFOB 

for 6h on the liposoluble pigment content (Fig. 1 and S1) and on the transcriptome (work 

in progress) was also analyzed.  Pigment content analyses by HPLC showed not significant 

effect of this treatment except for the clade III strain WH8102, for which a clear drop of 

Chl a but also -car and Zea was observed but with not modification of the -car/Chl a or 

Zea/Chl a ratios, suggesting that DFOB affected the whole photosynthetic apparatus.  

Cell Biovolume 

 

Figure 1. Effect of DFOB on the growth rate and chlorophyll a content of CRD1 vs clades II and III 
strains. (A) Growth rate at different DFOB concentration expressed as percentage of the growth rate 
obtained in the control condition (PCR-S11 only). The insert indicates the concentration of DFOB in µM. 
Each data point is the average of several biological replicates, whose number is indicated above each 
histogram. Note that for A15-62, intermediate DFOB concentrations between the control (0µM) and 
400 µM have not been tested. (B) chlorophyll a content measured 6h after addition of 800 µM DFOB. 
Each data point is the average of three biological replicates. The corresponding ESTU (sensu Farrant et 
al., 2016) is indicated below each strain name.  

 

A

B
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To check whether adaptation to low-Fe conditions may affect cell size, we measured 

the biovolume of representative strains of the main Synechococcus lineages as well as the 

one from the model strain Synechococcus sp. WH7803. These analyses showed that this 

parameter exhibits wide variations with no clear relationship with genotype or ecotype 

(Table 2). Indeed, the CRD1 strains ranged from 0.29 to 0.57 µm3, the biggest one, BIOS-

E4-1 exhibiting the fourth largest biovolume among the 13 tested strains. 

Table 2 | Biovolumes and genome sizes of representative strains of the main Synechococcus 

lineages as well as the model strain WH7803. All strains were grown a 75 µE.m-2.s-1 and 22°C.  

Strain Clade 
Sub-

clade 
ESTU 

Mean cell 

length (µm) 

Mean cell width 

(µm) 

Mean cell 

biovolume (µm3) 

SD 

biovolume 

Genome 

size (Mbp) 

CDS 

number 

MITS9220 CRD1 n.a. CRD1A 1.02 0.67 0.29 0.03 2424175 3045 

BIOS-U3-1 CRD1 n.a. CRD1B 1.21 0.71 0.39 0.03 2710834 3434 

BIOS-E4-1 CRD1 n.a. CRD1C 1.35 0.81 0.57 0.10 3314220 4428 

CC9311 I Ia IA 1.18 0.73 0.41 0.02 2606749 2931 

MVIR-18-1 I Ib IA 1.02 0.62 0.25 0.01 2451974 3033 

ROS8604 I Ib IA 1.86 1.00 1.22 0.05 2876904 3732 

MVIR16-2 I Ib IA 1.26 0.91 0.64 0.03 n.a. n.a. 

M16.1 II IIa IIA 1.28 0.77 0.52 0.14 2112236 2501 

A15-62 II IIc IIA 1.02 0.58 0.22 0.03 2294140 2791 

WH8102 III IIIa IIIA 1.27 0.76 0.49 0.11 2434429 2780 

BL107 IV IVa IVA 0.99 0.70 0.30 0.03 2285035 2505 

WH7803 V n.a. VA 1.74 1.15 1.49 0.13 2366981 2577 

 

Comparative and environmental genomics 

The comparison of the gene content of 256 Prochlorococcus and marine 

Synechococcus/Cyanobium genomes (WGS, SAGs or MAGs) and their distribution in the 

Tara oceans metagenomic dataset allowed us to i) retrieve the set of genes involved in Fe 

uptake and metabolism, ii) highlight the specificities of CRD1 and EnvB clades co-

dominating Synechococcus communities in low-Fe areas, complementing previous 

observations made by several groups (Ahlgren et al., 2020; Doré et al., submitted; Garcia 

et al., 2020; Hogle et al., 2022) and iii) better explain the abovementioned behavior of 

A15-62 and WH8102 with regard to Fe’ depletion. For the transport of Fe3+, 



CHAPITRE II 

83 
 

picocyanobacterial genomes possess the FutBC transporter as well as one or two FutA 

subunits (Katoh et al., 2001; Dataset 2).  Like most Synechococcus SC 5.1 strains, all CRD1 

and all but one EnvB genomes possess one FutA-like subunit, potentially binding Fe3+ in 

the periplasmic space like Synechocystis sp. PCC 6803  FutA2 (Slr0513; Katoh et al., 2001; 

Kranzler et al., 2014) or the sole FutA of Trichodesmium erythraeum (Polyviou et al., 2018), 

while most clades III, V, VI, VIII and SC 5.2 and 5.3 strains additionally or alternatively 

(including WH8102; Fig. S2B) possess another FutA subunit, that we called FutA1 since it 

has a higher homology with Synechocystis FutA1 (Slr1295) than the FutA-like protein (Fig. 

2). Like Synechocystis FutA1, this latter protein could have a regulatory role, notably to 

regulate iron uptake pathway. In agreement with its phyletic pattern, futA1 is specifically 

found in the Mediterranean Sea and in the Gulf of Mexico, where clade III and SC 5.3 

dominate (Fig. 3A). Most CRD1 genomes also possess a Fe2+ transport system widespread 

in bacteria (Gómez-Garzón et al., 2022), consisting in a large transmembrane nucleoside 

triphosphatase (NTPase) protein, FeoB, as well as an accessory cytoplasmic protein, FeoA, 

required for multimeric complex formation. Interestingly, besides CRD1, these genes were 

only found in a couple of clade I strains, explaining their presence at high latitude in the 

distribution map (Fig. 3B), as well as in clade VIII and SC 5.2, in which only feoB may be 

present. Furthermore, marine picocyanobacteria have a highly variable set of divalent 

metal transporters (Dataset 2), among which some were more specifically found in CRD1 

and/or EnvB genomes (Fig. 2). Half of CRD1 WGS specifically possess a VIT (vacuolar iron 

transporter)-like Fe2+/Mn2+ transporter (CK_00035628). Although this transporter has 

been shown to play important roles in Fe homeostasis in Arabidopsis (Kim et al., 2006), its 

homolog in Synechococcus is apparently very scarce in the ocean (Fig. 3C). CRD1 genomes 

also possess one or two members of the Zn2+/Fe2+/Mn2+ transporter ZIP (Zrt/Irt-like 

protein) family (Barnett et al., 2012; Hu, 2021), CK_00008752 and/or CK_00055218, which 

are indeed enriched in low-Fe areas, while EnvB genomes and a few clade II genomes 

(including A15-62, Fig. S2A) systematically possess another member of this protein family 

(CK_00006138). By comparison, most other Synechococcus clades but clade I possess 

either none or only one member of this protein family. Of note, while most SC 5.1 strains 

possess a member of the natural resistance associated macrophage protein (NRAMP) 

family, a divalent metal (Cd, Co, Mn, Zn) transporter widely distributed among 

prokaryotes and eukaryotes (Agranoff et al., 2005; Cellier et al., 1995), this transporter is 
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specifically absent from CRD1 strains, in agreement with its very low abundance at the 

HNLC stations, e.g. at TARA_052 or TARA_100. Among this gene category, CRD1 and clade 

III strains are also strongly enriched in an ABC-type divalent metal transporter that we 

have called znuA2-B2-C2 because of its relatedness to Nostoc sp. PCC 7120 ZnuABC 

(Napolitano et al., 2012), while the core znuA1-B1-C1 genes that possess the zinc uptake 

regulator gene zur in their immediate vicinity (Barnett et al., 2012) are fairly distantly 

related from Nostoc znuABC. Although absence of a specific zur regulator in the znuA2-

B2-C2 operon might indicate that this transporter has a different metal specificity, the 

systematic presence of a putative Zn chaperone (COG0523, CK_00009118) and of a WD-

repeat containing protein of unknown role (CK_00002334; Barnett et al., 2012) either next 

to the znuC1-zur-znuB1-znuA1 gene cluster or next to the znuA2-B2-C2 when present, 

tends to confirm its role in Zn transport. Although a surprisingly low fraction of the 

Mediterranean Sea population possesses these genes, this additional Zn transporter and 

associated proteins are present in a much larger proportion of the Synechococcus 

population suggests in typical HNLC areas, which are not only Fe-limited but potentially 

Zn-limited as well (Croot et al., 2011; Koch & Trimborn, 2019).  Besides being transported 

into the cytoplasm by FutABC system, periplasmic Fe3+ can also be reduced into Fe2+ by a 

reductive Fe pathway. At this level, most Synechococcus genomes, including all CRD1 and 

one out of three EnvB genomes possess the ctaC2-D2-E2 operon, encoding an alternative 

respiratory terminal oxidase (ARTO; Dataset 2 and Fig. 2), which based on the 

characterization of Synechocystis sp. PCC 6803 orthologs (Kranzler et al., 2014) and its 

distribution in the field (Doré et al., submitted) could constitute an important adaptation 

mechanism to low-Fe through the reduction of Fe3+ into Fe2+ prior to its transport through 

the plasma membrane. This reduction could also be performed outside the outer 

membrane by the major pilin protein, PilA1 (Lamb et al., 2014), which is seemingly 

enriched in CRD1 as well as in clades I and IIh but not in EnvB genomes, but which although 

widespread seems to be present in a larger part of the population in HNLC areas (Dataset 

2 and Fig. S3A). Finally, although all marine picocyanobacteria lack siderophore synthesis 

genes, a number of genomes from different clades (II, III, IV, EnvA, EnvB, WPC1) possess 

a TonB-dependent siderophore transport system gathering a TonB-dependent receptor 

(FecA), an energy transducing complex (TonB-ExbB-ExbD), the TonB existing under two 

possible forms (CK_00041994 and CK_00051610), as well as an ABC-transporter to convey 
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periplasmic Fe3+ through the plasma membrane, which we renamed FecBDE (Dataset2 

and Fig. 2) based on its homology with their orthologs in Nostoc sp. PCC 7120 (FecB2D2E2; 

Stevanovic et al., 2012). As previously shown by Ahlgren et al. (2020), CRD1 genomes 

totally lack this system while two out of three EnvB genome possess it. Accordingly, the 

distribution of this operon in the field (Doré et al., submitted) shows that it is most 

abundant at stations where EnvB (and/or EnvA, which seemingly also possess this system; 

Dataset 2) have a high relative abundance (e.g. TARA_070, 72, 133, etc.), while despite its 

presence in one genome of each clade III and WPC1, it is virtually absent from the 

Mediterranean Sea and the Gulf of Mexico (Doré et al., submitted). 
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Figure 2. Specific set of proteins involved in Fe uptake and storage in low-Fe adapted 

Synechococcus ecotypes. Proteins are shown with a continuous contour when they are found in 

most genomes of CRD1 (A), EnvB (B) or other Synechococcus clades (C), or with a discontinuous 

contour when present in less than 50% of the genomes of a given category. Free Fe3+ could be 

reduced in the immediate vicinity of the cells by the major pilin protein, PilA1 (light blue; Lamb et 

al., 2014). Alternatively, both free and siderophore-bound Fe3+ are transported across the outer 

membrane through a TonB-dependent transport system (TBDT; yellow) composed of a TonB-

dependent receptor (TBDR or FecA) and an energy transducing complex, TonB-ExbB-ExbD. 

Siderophore- Fe3+ complexes are then conveyed by a periplasmic solute binding protein (FecB) to 

a plasma membrane ABC transporter consisting in the permease FecD and the ATPase FecE. 

Furthermore, Fe3+ can also be transported through the outer membrane by passive transport via 

non selective or Fe-selective porins (som, pink; Qiu et al., 2021), the majority would be absorbed 

by energy-coupled active transport through the TBDT (Jiang et al., 2015). Periplamic Fe3+ is then 

bound by the high-affinity Fe3+-binding protein FutA2 (blue) and either transported into the 

cytoplasm by FutBC complex or reduced into Fe2+ in the periplam by the respiratory terminal 

oxidase, ARTO (orange, Kranzler et al., 2014). The FutA2 homolog FutA1 as well as FutC, both 

identified as intracellular proteins, were suggested to play a role in regulating the reductive iron 

uptake pathway (Kranzler et al., 2014). Fe2+ is then transported through the plasma membrane 

(PM) via either the FeoB (green) transporter after its activation by FeoA or by a divalent metal 

transporter of the ZIP, VIT and/or NRAMP family. The half-life of Fe2+ being very short, the 

remaining Fe2+ will be re-oxidized to Fe3+ by oxygen produced by photosynthesis. Stars indicate 

that genes encoding these proteins are present in multiples copies. Abbreviations: OM, outer 

membrane; PM, plasma membrane; TM, thylakoid membrane. Modified from Kranzler et al. 

(2014), Hogle et al. (2022), Jiang et al. (2015), Lamb et al. (2014) and Qiu et al. (2021).  

As concerns Fe storage, although the ferritin FtnA is close to be core in marine 

picocyanobacteria, with the notable exception of WH8102 (Fig. S2B), CRD1 genomes 

often possess multiple copies (up to 6) of this gene and are also enriched in a second type 

of ferritin (FtnB), while EnvB genomes seemingly possess one gene copy of each type, and 

SC 5.2 and 5.3 possess, additionally to ftnA and often ftnB, a bacterioferritin (bfr, Dataset 

2, Fig. 2). Most CRD1 and EnvB genomes also possess an Fe-detoxification protein (DpsA), 

absent from most clades II (except IIh), III and IV genomes, which based on its homology 

with Synechococcus elongatus PCC 7942 Synpcc7942_0109, could be involved either in 

protecting DNA from Fe-induced free radical damage and/or acting as a ferritin involved 

in metal homeostasis of the photosynthetic apparatus (Andrews et al., 2003; Durham & 

Bullerjahn, 2002). The distribution map of these genes indeed shows that Synechococcus 

populations thriving in typical HNLC as well as cold areas most often possess 3 copies of 

ftnA and one copy of each ftnB and dpsA, while only a small proportion of the populations 

dwelling in low-P areas and dominated by clades III, WPC1 and SC5.3 (Farrant et al., 2016) 

possess dpsA and even less ftnA and bfr (Fig. 4A).  
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Figure 3. Global distribution map of Synechococcus genes involved in Fe transport. The size of the 
circle is proportional to relative abundance of each genus as estimated based on the petB gene and this 
gene was also used to estimate the relative abundance of other genes in the population. (A) futABC 
involved in Fe3+ transport, (B) feoAB involved in Fe2+ transport, (C) divalent metal transporters. 
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Another important category concerns Fe-containing proteins or proteins interacting 

with them that, in Fe-limited conditions, can be reduced or replaced by proteins 

containing another metallic cofactor. A first example concerns the alternative electron 

carriers Fe-containing cytochrome c6 (PetJ) and Cu-containing plastocyanin (PetE; Durán 

et al., 2004). While petE is seemingly core in Prochlorococcus and Synechococcus SC 5.1, 

CRD1 but also most clades II, III and IV genomes most often lack one copy (petJ2) out of 

the three petJ copies, while EnvB seemingly only possess petJ3 (Dataset 2; Fig. S3B). More 

strikingly, CRD1 and EnvB genomes are enriched in the Fe-free flavodoxin (Straus, 1994), 

most often having one of each isiB1 and isiB2 gene copies, able to substitute Fe-containing 

ferredoxins in Fe-limiting conditions. Yet, these genomes also encompass a fairly large set 

(up to 11) of ferredoxins but like Prochlorococcus lack CK_00008098, present in most 

other Synechococcus genomes and CK_00008099, present in less genomes (Dataset 2). 

Both of these genes are indeed absent from low-Fe regions (Fig. S3C) Furthermore, all 

CRD1 and EnvB genomes also possess IsiA, a chlorophyll a-binding protein that forms a 

ring around PSI to compensate for the reduction of PBS under Fe limitation (Boekema et 

al., 2001), and which is missing in more than 50% of other Synechococcus genomes (e.g. 

only in two out of 10 clade III), except for clades II and XVI.  Surprisingly in the field, isiA 

appears to be present in most environmental niches with the notable exception of the 

low-P areas (Fig. S4A). Also interesting is the phyletic and distribution patterns of ftrC and 

ftrV genes, which respectively encode the [4Fe–4S] cluster containing catalytic subunit 

and the variable subunit of the ferredoxin-thioredoxin reductase, an enzyme that receives 

electrons from ferredoxins and then reduces a thioredoxin through a disulfide–dithiol 

interchange system (Dai et al., 2004). While both genes are found in all Fe-replete areas, 

ftrC is found at similar relative abundance as the core gene petB, whereas ftrV is often 

present in two copies, since we did not find any ftrV-related gene in Synechococcus 

genomes that could have been recruited by our approach (Fig. S4B). In contrast, only a 

very low fraction of the population colonizing HNLC areas possess ftrC and V genes and 

most often a higher proportion of the former. This is in agreement with the fact that EnvB 

possess neither ftrC and V and CRD1 possess either none of these genes, both, or only a 

degenerated ftrC gene (in 3, 4 and 4 genomes, respectively; Dataset 2). So, we 

hypothesize that Synechococcus populations dwelling in HNLC areas might possess such a 

FtrC remnant, though whether it has retained any function related to electron transport 
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is unlikely since the sequence of degenerated frtC miss most of the cysteinyl sites 

necessary to bind the [4Fe–4S] cluster (Dai et al., 2004). Furthermore, like all 

Prochlorococcus and most strictly marine Synechococcus, CRD1 and EnvB genomes 

systematically possess the Ni-superoxide dismutase (sodN) and lack the Fe-SOD (sodB), 

the latter being more specifically present in clades V, VI and VIII. Although sodX, coding 

for a putative maturation peptidase, displays a quite similar phyletic pattern to sodN, 

surprisingly sodT, which has been proposed to supply nickel for SodN and that usually co-

localizes with sodN (Dupont et al., 2012) is specifically lacking in CRD1 and clade VII 

genomes and is virtually absent from low-Fe areas, in which sodX is unexpectedly also 

absent (Fig. S5A). This suggests that these two proteins are dispensable in low-Fe areas. 

Also interesting is that two CRD1 and one EnvB genomes possess an alternative oxygen-

independent protoporphyrinogen IX oxidase (hemG; Skotnicová et al., 2018), also present 

in most HLIII and IV SAGs/MAGs, while all other Synechococcus genomes possess the 

typical oxygen-dependent protoporphyrinogen IX oxidase (hemJ; Dataset 2). Accordingly, 

hemG is the dominant form of protoporphyrinogen IX oxidase in HNLC areas (Fig. S5B), a 

replacement which could potentially affect the regulation of heme synthesis in Fe-limited 

conditions (Dailey et al., 2012). Finally, one high light inducible protein (HLIP) is strongly 

amplified in CRD1 and EnvB genomes compared to other Synechococcus ecotypes and two 

additional copies are quasi-specific or CRD1 genomes. In much the same way, several 

CRD1 genomes possess a very high copy number (up to 92) of the Nif11-like leader peptide 

domain (Haft et al., 2010), although the possible link of this gene amplification process 

with adaptation to low-Fe condition is unclear yet (Dataset 2).  

As concerns regulation, while the three members of the Fur-like regulator family 

potentially involved in the regulation of Fe and Zn metabolism, including Fur, the zinc-

uptake regulator Zur and the putative peroxide-sensing regulator PerR (CK_00001492; 

Mikhaylina et al., 2022), are all core in marine Synechococcus/Cyanobium genomes, CRD1 

are enriched in putative ferric citrate regulators (FecR), most genomes possessing one or 

two members of this family, while these regulators are seemingly absent in EnvB genomes 

(Dataset 2). Furthermore, CRD1 are also enriched in three members of the cyclic AMP 

receptor protein (CRP) regulators family CK_00002049, CK_00001390, CK_00002546, the 

latter two having several genes involved in Fe-metabolism (ftnA, futABC, som, fur, isiB, 
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etc.) in their immediate vicinity, suggesting that they could play a role in Fe acquisition. 

However, these enrichments are not fully retrieved in the field since both fecR-like genes 

are only present in very low abundance including in low-Fe regions while crp_1390 rather 

seems to be the dominant CRP form in low Fe-areas, crp_2546 being in contrast present 

in often less than one fourth of the Synechococcus populations dwelling in low-Fe areas 

(Fig. 4). 

 

Figure 4. Global distribution map of Synechococcus genes involved in Fe transport. The size of 
the circle is proportional to relative abundance of each genus as estimated based on the petB gene 
and this gene was also used to estimate the relative abundance of other genes in the population. (A) 
genes encoding Fe-storage proteins, (B) genes encoding putative ferric citrate regulators (FecR-like) 
and cyclic AMP receptor proteins (Crp). 

A

B
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Discussion 

Biogeographical analyses of Prochlorococcus and Synechococcus communities have 

demonstrated a clear relationship between phylogeny and environmental niches for both 

genera and notably in low-Fe areas, where the HLIII and IV clades dominate the 

Prochlorococcus populations, while CRD1 and EnvB constitute the major component of 

the Synechococcus communities (Ahlgren et al., 2020; Caputi et al., 2019; Farrant et al., 

2016; Kent et al., 2019; Sohm et al., 2015). Among those, only CRD1 have representatives 

in culture, including at least one for each of the three previously identified ESTUs (Ahlgren 

et al., 2020; Farrant et al., 2016) making these isolates invaluable models to study 

adaptation of cyanobacteria to quasi-permanent Fe limitation. However, the fact that all 

CRD1 strains available in culture are not axenic and hardly grow in fully artificial medium 

such as Aquil (Price et al., 1989; data not shown) make it difficult to work with them in Fe-

limiting conditions. For this reason, we chose here to induce Fe’ limitation using Fe-

siderophores DFOB, since this treatment applied on natural phytoplankton communities 

from Fe-replete regions was previously shown to induce an artificial Fe limitation similar 

to the one observed in HNLC areas (Hutchins et al., 1999). Additionally, Lis et al. (2015) 

showed that two marine Synechococcus strains, WH8102 and WH7803, assimilate DFOB 

at 10,000 times lower uptake rate per surface area than Fe’. So, we hypothesized that 

transferring cells in DFOB-supplemented medium could provoke an Fe starvation. Indeed, 

the measurements of the growth rate of the different Synechococcus strains in PCR-S11 

medium supplemented with DFOB showed a progressive growth inhibition with increasing 

DFOB concentrations for most strains. However, different behaviors were observed 

between strains, those isolated from low-Fe environments, i.e. CRD1 representative 

strains, but also the clade II strain A15-62, being able to grow at much higher 

concentration of DFOB, suggesting that they are more efficient at using either the 

remaining traces of Fe’ or the FeL. The very strong resistance to Fe starvation of A15-62 

was somewhat unexpected since this genotype (clade II) and ecotype (ESTU IIA), 

corresponding to the most abundant Synechococcus genotype/ecotype worldwide, was 

so far shown to dominate in warm, Fe-replete, N-depleted conditions (Farrant et al., 2016; 

Kent et al., 2016; Sohm et al., 2015). This behavior might be related to a number of 

specificities compared to M16.1, which appears to be more representative of typical ESTU 
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IIA. First, although the presence of this clade has never been reported in low-Fe areas, 

A15-62 was isolated off the Mauritanian coast, which was also shown to be Fe limited in 

several studies (Moore et al., 2013; Ustick et al., 2021). Second, A15-62 was shown to 

have a significantly slower maximal growth rate than M16.1 at all temperatures tested, 

though still higher than all three CRD1 strains (Ferrieux et al., 2022). Third, M16.1 and 

A15-62 strains belong to different subclades sensu Mazard et al. (2012), M16.1 to the 

dominant subclade IIa and A15-62 to subclade IIc, these two subclades being 

phylogenetically distantly related based on the petB gene marker (Mazard et al., 2012). 

Fourth, A15-62 belongs to an OTU (OTU012) that, although assigned to ESTU IIA due to its 

low relative abundance along the Tara Oceans transect, seems to display a fairly different 

distribution pattern from the major OTU of ESTU IIA (OTU003), to which belongs M16.1, 

and to recruit a maximum of reads at station TARA_004 at the entrance of the 

Mediterranean Sea but also a relatively high number reads near the southeastern coast 

of Africa (TARA_057, TARA_064; (Farrant et al., 2016), the latter stations being Fe-limited 

(Ustick et al., 2021).  

 In order to better under understand the molecular basis of adaptation to Fe 

limitation in marine picocyanobacteria and more specifically in Synechococcus, we used a 

combination of comparative genomics and metagenomics using 256 WGS, SAGs or MAGs, 

representatives of the wide genetic and functional diversity occurring within this group. 

One of the key characteristics of CRD1 is that they possess a large set of genes involved in 

Fe2+ transport, including the FeoAB system as well as one VIT and two ZIP transporters, 

which are absent from most other genomes (Fig. 2A). As concerns the reductive Fe uptake 

pathway, which has been suggested to add flexibility in accessing different Fe substrates 

in most marine and freshwater cyanobacteria (Lis et al., 2015), all CRD1 possess the ARTO 

system that was recently found to be present in the whole Prochlorococcus and 

Synechococcus populations in low-Fe areas (Doré et al., submitted) as well as one to two 

copies of pilA1, thought to be involved in Fe3+ reduction (Lamb et al., 2014). Iron storage 

also seems to be a quite important adaptation mechanism for CRD1 with a strong 

amplification of the main ferritin family FtnA, the frequent occurrence of a second ferritin 

type (FtnB) present in only few other Synechococcus genomes, as well as the ferritin-like 

protein DpsA. Yet, the putative presence of two distinct DpsA pools, as proposed for the 
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freshwater Synechococcus sp. strain PCC 7942 (Durham & Bullerjahn, 2002), i.e. an 

insoluble fraction bound to the chromosome and a soluble fraction within the 

photosynthetic apparatus, remains to be demonstrated in these and other marine 

Synechococcus.  

 As for members of the EnvB clade, with the caveat that the three selected genomes 

are only partial (57 to 78 % completeness), they seemingly lack the FeoAB system, while 

their Fe2+ transporter set includes a ZIP, only present in a few other Synechococcus strains 

but not in CRD1, as well as a NRAMP transporter that is widespread in Synechococcus but 

again absent in CRD1 genomes (Fig. 2B).  EnvB might also possess limited Fe3+ reduction 

capacities, since pilA1 was absent from all EnvB genomes and the ARTO system was only 

present in one out of three EnvB genomes, though the fact that the quasi-totality of the 

Synechococcus population possess these genes in HNLC areas (Doré et al., submitted) 

suggests that natural EnvB populations, like CRD1, may actually possess this system.  As 

previously mentioned by Ahlgren et al. (2020), another major difference with CRD1 

members is the presence in most EnvB genomes of a TonB-dependent siderophore-

mediated Fe uptake system, which abundance in the field is indeed correlated with the 

relative abundance of EnvB and/or EnvA (Doré et al., submitted). In terms of Fe storage 

EnvB seem to possess the same set of genes as CRD1 but with no evidence of an 

amplification of the ferritin FtnA family.  

Interestingly, Synechococcus A15-62 shares more characteristics with EnvB than with 

CRD1, i.e. a quite low Fe2+ uptake capacity (no FeoAB, no VIT and only one ZIP transporter; 

Fig. S2A) and some Fe3+-reduction capabilities provided by ARTO but not PilA1. Yet, 

compared to EnvB, A15-62 further lacks the TBDT system (like the typical clade II strain 

M16.1; Fig. S2C) and displays a lower Fe-storage capacity (no FtnB). The gene content of 

WH8102, which in contrast proved to be highly sensitive to Fe-depletion, was most similar 

to A15-62 but contains NRAMP_1683 as the sole divalent transporter and more generally 

Fe2+ transporter, a seemingly lower regulation capacity (no CRP regulator), no Fe storage 

protein as well as a FutA1 homolog (instead of the more distantly related FutA protein 

found in most other Synechococcus), which in Synechocystis sp. PCC 6803 was suggested 

to be involved in the regulation of the reductive Fe pathway via ARTO rather than in 
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scavenging periplasmic Fe3+ (Kranzler et al., 2014; Fig. S2B). Yet, given the absence of a 

second FutA subunit, the role of FutA1 would need to be confirmed in WH8102.  

In summary, this comparative omic approach allowed us to highlight and/or confirm 

some specificities of CRD1 and EnvB ecotypes, which despite their frequent co-occurrence 

in HNLC waters, seem to exhibit different strategies to cope with these harsh conditions 

(Ahlgren et al., 2020), to better understand the very high sensitivity of WH8102 to Fe’-

starvation, which seems to be related to the total absence of Fe-storage capacity. Yet, the 

molecular bases of the unexpected response of A15-62 with regard to DFOB addition are 

still unclear given that it is apparently less well equipped to face Fe limitation (Fig. S2A 

and Figs. 2AB). In this context, the ongoing transcriptomic analyses of cultures of all five 

studied strains incubated for six hours in presence of DFOB shoud help elucidating this 

enigma and possibly uncovering novel genes and/or pathways involved in Fe metabolism. 

In any case, it seems that adaptation to low-Fe conditions might not be an exclusive trait 

of Synechococcus clades CRD1 and EnvB and that some members of clade II, possibly all 

members of sub-clade IIc, might have a larger tolerance to Fe limitation than ESTU IIA, 

dominating in warm, N-depleted areas. This high diversification level within clade II is also 

supported by the fact that Farrant et al. (Farrant et al., 2016) already identified a minor 

ESTU, IIB, which was found to be restricted to fairly cold, mixed waters. The finding of a 

phytoplanktonic strain with an outstanding capacity to stand low-Fe conditions somehow 

mirrors the situation observed for Ostreococcus RCC802, a strain which was found to 

display a low-Fe requirement, seemingly associated to a marked cell biomass reduction 

(Botebol et al., 2017), as previously hypothesized for diatoms (Marchetti & Cassar, 2009). 

Although we showed here that there is no evidence for such a reduction within the CRD1 

clade since BIOS-E4-1 displays a quite large biovolume (and the largest genome of all 

marine Synechococcus; (Doré et al., 2020), A15-62 appears to have the smallest biovolume 

of the whole range of Synechococcus strains analyzed in the present study (Table 2). The 

discovery of such low-Fe ecotype within clade II may have some importance 

consequences on the fate of Synechococcus communities in the future Ocean, where 

warm, Fe limited are expected to expand considerably (Polovina et al., 2008).  
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Fig. S1: Effect of DFOB addition (800 µM, 6h) on cellular mass liposoluble pigment ratios of CRD1 vs 

clades II and III strains. (A) b-carotene (b-car) to chlorophyll a (Chla) ratio, (B) Zeaxanthin (Zea) to Chla 

ratio. The corresponding ESTU (sensu Farrant et al., 2016) is indicated below each strain name. Each 

data point is the average of three biological replicates.  
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Fig. S2: Same as Figure 2 but for Synechococcus spp. A15-62 (A), WH8102 (B) and M16.1 (C).  

Note that the NRAMP_1683 gene of M16.1 is frameshifted and thus is probably inactive. 
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Fig. S3: Same as Figure 3 but for (A) pilA1, encoding the major pilin protein, potentially involved in the 

the reduction of Fe3+, (B) petJ, encoding Fe-containing cytochrome c6 and petE, the Cu-containing 

plastocyanin, (C) isiB1 and 2, encoding the Fe-free flavodoxin and genes encoding Fe-containing 

ferredoxins.    
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Fig. S4: Same as Figure 3 but for (A) isiA, encoding an Fe-stress induced chlorophyll a-binding protein, 

(B) ftrC and ftrV genes, encoding the catalytic and variable subunits of the ferredoxin-thioredoxin 

reductase, respectively.  
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Fig. S5: Same as Figure 3 but for (A) sod genes, encoding different forms of superoxide dismutas, (B) 

ftrC and ftrV genes, encoding the catalytic and variable subunits of the ferredoxin-thioredoxin 

reductase, respectively.  
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II.3 – Identification de régions génomiques impliquées dans l’adaptation à la 

carence en Fe.   

Alors que l’approche utilisée dans la partie précédente a consisté à rechercher à partir 

de la littérature des gènes connus chez les picocyanobactéries (ou d’autres organismes) pour 

être impliqués dans l’adaptation à la carence en Fe, nous avons également utilisé dans le cadre 

d’une autre étude à laquelle j’ai participé plus marginalement (Doré et al., submitted, cf. 

Annexe B) une approche sans a priori afin d’identifier les génes spécifiquement présents (ou 

absents) dans une niche écologique donnée et notamment la niche pauvre en Fe. Pour cela, 

une approche de réseau, la WGCNA (pour ‘weighted correlation network analysis’), appliquée 

à la matrice d’abondance des gènes par station, nous a permis de générer des groupes de 

gènes (ou modules) qui présentent un profil de distribution similaire le long du transect Tara 

Oceans. Ces modules ont ensuite été corrélés aux paramètres environnementaux et à 

l’abondance relative en ESTU afin d’identifier les gènes spécifiques de niches et/ou d’ecotypes 

de picocyanobactéries. En ce qui concerne plus spécifiquement les zones limitées en fer, un 

module de Synechococcus (module yellow) et un autre de Prochlorococcus (brown) se sont 

avérés très fortement anti-corrélés à la disponibilité en Fer. Le premier etait fortement corrélé 

à l’abondance relative des ESTUs CRD1A et EnvBA (et dans une moindre mesure CRD1C et 

EnvAA) alors que le module brown etait corrélé à la présence d’HLIIIA/IVA ainsi que de LLIB 

(Doré et al., Fig. 2). Ces résultats montrent que les communautés colonisant ces niches sont 

non seulement génétiquement distinctes sur la base d'un gène marqueur unique mais 

possèdent également des répertoires de gènes spécifiques, potentiellement impliqués dans 

leur adaptation à ces conditions environnementales particulières. 

De plus, afin de mieux comprendre la fonction de ces gènes spécifiques de niche et 

notamment des nombreux gènes codant pour des protéines hypothétiques conservées, ces 

données ont été intégrées aux connaissances sur l’organisation (synténie) des gènes dans les 

génomes de référence par une approche en réseau, en utilisant les matrices d’adjacence des 

gènes dans les génomes de référence au sein de chaque module. Cette intégration a permis 

d’identifier des clusters de gènes, appelés CAGs (pour ‘clusters of adjacent genes’), qui sont à 

la fois adjacents dans certains génomes de référence et qui présentent une distribution et une 

abondance similaires in-situ, et qui sont donc potentiellement impliqués dans la même voie 

métabolique. 
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En accord avec la stratégie adaptative consistant à réduire la consommation en fer, 

plusieurs CAGs comprenant des gènes codant pour des protéines interagissant avec le Fe se 

sont en effet révélés anti-corrélés aux régions HNLC dans les deux genres. Cela inclut un CAG 

codant pour les trois sous-unités du complexe (photo)respiratoire succinate déshydrogénase 

(ShdABC), qui contient un cluster Fe-S, ainsi que plusieurs CAGs codant pour des protéines 

contenant du Fe et impliquées dans le métabolisme de l’azote et/ou du phosphore. C’est 

notamment le cas de CAGs impliqués dans la biosynthèse de la guanidinase, la nitrilase et la 

pyrimidine, ou encore le transport et l’assimilation des phosphonates et des nitrates et des 

nitrites, cette dernière région génomique n’étant accessoire que chez Prochlorococcus. De 

plus, les Synechococcus des zones riches en Fe, notamment de la mer Méditerranée et de 

l'océan Indien, possèdent également un grand CAG impliqué dans la biosynthèse des capsules 

de polysaccharides. Il a récemment été montré chez Klebsiella que ces structures 

extracellulaires, connues pour fournir une protection contre le stress biotique ou abiotique, 

fournirait un avantage adaptatif en conditions de carence en nutriments (Buffet et al., 2021). 

Cependant, alors que ces auteurs ont suggéré que les capsules pourraient jouer un rôle dans 

l'absorption du Fe, la forte réduction de l'abondance relative des gènes kps dans les zones à 

faible teneur en Fe et leur absence dans les souches CRD1 suggèrent plutôt que ces capsules 

pourraient en fait être trop énergivores pour les picocyanobactéries colonisant les régions 

HNLC, alors qu’elles pourraient avoir un rôle important et précédemment inconnu dans 

l’adaptation à la limitation en phosphore ou en azote.  

A l’inverse, un certain nombre de CAGs ont été retrouvés spécifiquement dans les 

populations de picocyanobactéries colonisant les environnements pauvres en Fe. C’est 

notamment le cas d’un CAG de Prochlorococcus qui comprend notamment une leucine 

déshydrogénase (leudH), capable de produire de l'ammonium à partir d'acides aminés 

ramifiés et d’un autre CAG comprenant les gènes natFGH, impliqués dans le système de 

transport des acides aminés polaires. Etant donné l’absence dans les populations de 

Prochlorococcus des zones HNLC de gènes impliqués dans l’assimilation des nitrates et des 

nitrites et la présence d’un second transporteur d’ammonium (amt2), ces données suggèrent 

que les principales sources d’azote pour les populations colonisant ces régions seraient 

l’ammonium et les acides aminés. En ce qui concerne plus directement le métabolisme du fer, 

les populations de Prochlorococcus et Synechococcus des zones HNLC sont également 
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enrichies en un CAG codant pour un transporteur de sidérophore TonB-dépendant (fecA, 

tonB-exbBD, fecBDE) et possèdent la plupart du temps un CAG contenant l’opéron ctaC2-D2-

E2 (Annexe B. Fig. 7), codant pour le complexe ARTO, impliqué dans la réduction du Fe3+ en 

Fe2+ et retrouvé dans 85% des génomes de référence de Synechococcus (dont les CRD1) mais 

seulement dans quelques souches de Prochlorococcus. Etant donné cette distribution, ce 

système pourrait constituer un mécanisme essentiel d’adaptation à la carence en fer chez 

Prochlorococcus.  

Cet article, actuellement soumis, est accessible dans son intégralité en Annexe B. 
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Contexte de l’étude 

 Le diméthylsufure (DMS, (CH3)2S) est un composé organique soufré volatile qui 

contribue à 18% dans l’hémisphère Nord et jusqu’à 45% dans l’hémisphère Sud de la 

quantité totale de S atmosphérique (Mahajan et al., 2015). Ses produits d’oxydation 

forment dans l’atmosphère des noyaux de condensation des nuages (CCN) qui 

contribuent à la formation de gouttelettes nuageuses (Charlson et al., 1987). Les CCN 

contribuent aussi à une augmentation de l’albédo, ce qui a conduit certains chercheurs à 

suggérer qu’il serait possible d’atténuer en partie le réchauffement climatique grâce à une 

augmentation du DMS atmosphérique : c’est le principe de l’hypothèse CLAW (Charlson 

et al., 1987). L’océan à lui seul contribuerait à 98% des flux de DMS vers l’atmosphère 

(Gondwe et al., 2003). Le précurseur du DMS, le diméthylsulfoniopropionate (DMSP, 

(CH3)2SCH2CH2COOH) et son produit d’oxydation, le diméthylsulfoxyde (DMSO, (CH3)2SO) 

sont produits et dégradés par les micro-organismes. Ainsi, le cycle du DMS dépend 

directement de la biologie et va influencer la structure des populations marines (Hay, 

2009). Les concentrations en DMS/P/O et les flux océan/atmosphère résultent d’une 

interaction complexe entre physique, biologie et chimie qui sont pour l’instant peu 

connues (Stefels et al., 2007). Cependant, il a été mis en évidence certaines spécificités du 

DMSP, qui aurait notamment une fonction cryoprotectrice notamment chez les algues 

polaires et qui, d’une manière plus large, jouerait un rôle antioxydant (Sunda et al., 2002). 

La quantité de DMSP/O cellulaire varie d’une espèce phytoplanctonique à une autre. Ainsi 

les prasinophytes, haptophytes et dinoflagellés sont de forts producteurs de DMSP, tandis 

que les cyanobactéries marines (telles que Synechococcus) et les diatomées sont de 

faibles producteurs de DMSP (Stefels et al., 2007). Il a cependant été montré qu’en 

condition de limitation en macronutriments et en Fe, les diatomées étaient capables de 

d’augmenter leur DMSP intracellulaire à des valeurs proches des forts producteurs 

(Bucciarelli et al., 2013; Bucciarelli & Sunda, 2003). Ainsi, dans le contexte d’une expansion 

des zones limitées en Fe dans l’océan mondial, on peut se demander i) si les 

cyanobactéries, autre groupe considéré comme faible producteur de DMSP, sont capables 

de produire du DMS et en quelle quantité, et ii) si la biodisponibilité en fer pourrait jouer 

sur leur capacité de production du DMSP des Synechococcus marins. Ce chapitre présente 

les résultats d’une étude réalisée en collaboration entre le LEMAR (Brest) et mon équipe 
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dans le cadre du programme « FeDRe » (INSU Ocean Atmosphère LEFE) qui visait à 

répondre à la première question. Bien que j’aie aussi réalisé des tests préliminaires pour 

tenter de répondre à la seconde question, les difficultés que j’ai rencontrées pour faire 

pousser les souches de Synechococcus en carence en fer m’ont empêché de mener à bien 

cette seconde étude. 

 

Contribution 

Pour tester la capacité de Synechococcus de produire du DMS, des souches axéniques 

m’ont été fournies par Morgane Ratin (équipe ECOMAP Roscoff) et David J. Scanlan 

(Université de Warwick, Royaume Uni). La présence de bactéries hétérotrophes pouvant 

perturber les résultats car elles sont susceptibles de produire du DMS, je me suis d’abord 

assurée de l’axénie des cultures, en les suivant au microscope et au cytomètre en flux. J’ai 

ensuite mis en place le protocole expérimental et organisé la récolte des échantillons avec 

Eva Bucciarelli (LEMAR) et les membres de mon équipe. J’ai ensuite activement participé 

au traitement des échantillons de cytométrie en flux et à l’analyse des données.   
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Marine Synechococcus ability to produce DMS via DMSO reduction 

Résumé de l’article en français 

Le diméthylsulfure (DMS) est un composé soufré volatile qui participe à la 

formation des nuages, à l'albédo de la Terre et au refroidissement climatique. L'océan 

contribue jusqu'à 98% aux flux de DMS vers l'atmosphère. Son précurseur océanique, le 

diméthylsulfoniopropionate (DMSP), et son produit d'oxydation, le diméthylsulfoxyde 

(DMSO), sont produits et dégradés par les micro-organismes marins. Historiquement, les 

cyanobactéries marines seraient de faibles producteurs de DMSP et leur rôle dans le cycle 

du DMS n'est donc pas considéré comme significatif. Cependant, nous montrons dans 

cette étude que trois souches marines de Synechococcus (CC9311, WH8102, WH7803) 

sont capables de réduire le DMSO en DMS. Ce processus suit une courbe de type 

Michaelis-Menten, cohérente avec un processus enzymatique, tel que décrit 

précédemment pour d'autres groupes phytoplanctoniques. La constante de Michaelis-

Menten Km est du même ordre de grandeur pour toutes les espèces testées jusqu'à 

présent, Synechococcus se situant dans la gamme haute et la vitesse de réaction maximale 

Vmax étant 10 à 100 fois plus élevée. La recherche de gènes candidats pour la capacité à 

réduire le DMSO n'a révélé aucun homologue de DMSO réductases retrouvées 

typiquement chez les bactéries. Cependant, tous les Synechococcus marins possèdent des 

homologues de la méthionine sulfoxide réductase qui pourraient avoir une fonction de 

réduction du DMSO, comme cela a été suggéré précédemment pour les diatomées. Chez 

Synechococcus, les constantes de vitesse de réduction du DMSO à de faibles 

concentrations de DMSO (~24 j-1) sont 4 à 30 fois plus élevées que celles des autres 

groupes phytoplanctoniques et que les constantes de vitesse in situ. Cette capacité peut 

être liée à la protection antioxydante et indique que les cyanobactéries participeraient 

activement au cycle du DMS dans l'eau de mer.  
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Abstract 

Dimethylsulfide (DMS) is a volatile sulfur compound that participates in cloud 

formation, Earth planetary albedo and climate cooling. The ocean contributes to up to 

98% of the DMS fluxes to the atmosphere. The oceanic precursor of DMS, 

dimethylsulfoniopropionate (DMSP), and their oxidation product dimethylsulfoxide 

(DMSO) are produced and degraded by marine microorganisms. Cyanobacteria are low 

DMSP-producers, and their role in the DMS cycle is not considered to be significant. 

However, we show in this study that three marine Synechococcus strains (CC9311, 

WH8102, WH7803) are able to reduce DMSO to DMS. This process follows a Michaelis-

Menten type curve, consistent with an enzymatic process as described previously for 

other phytoplanktonic groups. The Michaelis-Menten constant Km is on the same order 

of magnitude for all species tested so far, with Synechococcus being in the upper range, 

while the maximum reaction rate Vmax is 10-100-fold higher. The search for candidate 

genes for the ability to reduce DMSO revealed no homolog of typical bacterial DMSO 

reductases. However, all marine Synechococcus possess methionine sulfoxide reductase 

homologs which could have a DMSO reduction function, as previously suggested for 

diatoms. DMSO reduction rate constants at low DMSO concentrations (~24 d-1) are 4-30 

times higher than those of other phytoplanktonic groups and than in situ rate constants. 

This ability may be related to antioxidant protection, and indicates that cyanobacteria 

actively participate in DMS cycling in seawater. 
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Introduction 

Dimethylsulfide (DMS, (CH3)2S) is a volatile organic sulfur compound that 

contributes to 18% (Northern Hemisphere) and up to 45% (Southern Hemisphere) of the 

total atmospheric sulfur burden (Mahajan et al., 2015). Its oxidation products in the 

atmosphere are cloud condensation nuclei (CCN) that are supposed to participate in cloud 

droplet formation and the planetary albedo (Charlson et al., 1987). Increases in 

atmospheric DMS concentrations might thus increase albedo, and partly alleviate climate 

warming. Thirty years have passed since this hypothesis has been postulated (Charlson et 

al., 1987). However, the significance of the possible links between atmospheric DMS 

oxidation products, CCN and albedo is still strongly debated (Lana et al., 2012; Mahajan 

et al., 2015; Quinn & Bates, 2011). The ocean contributes to up to 98% of the DMS fluxes 

to the atmosphere (Gondwe et al., 2003). The oceanic precursor of DMS, 

dimethylsulfoniopropionate (DMSP, (CH3)2SCH2CH2COOH), and their oxidation product 

dimethylsulfoxide (DMSO, (CH3)2SO) are produced and degraded by marine 

microorganisms. DMS, DMSP and DMSO (DMS/P/O) are rapidly cycled through the 

oceanic food web (Stefels, 2007). DMS/P/O can decrease viral infection (Evans et al. 2006) 

or induce parasitoid activation (Garcés et al., 2013) of phytoplankton, and are potent 

chemical signals for plankton (Seymour et al., 2010) and higher predators (Nevitt, 2011). 

As such, they can strongly influence the structure of marine populations, communities 

and ecosystems (Hay, 2009). DMS/P/O may thus have important consequences at 

different environmental scales, from marine ecosystems structure to climate regulation. 

Many uncertainties remain however in the various processes that control the 

biogeochemical cycle of DMS. Oceanic DMS/P/O concentrations and ocean/atmosphere 

fluxes result from complex physical, biological, and chemical interactions that are not well 

constrained (Stefels, 2007). It is generally considered that prasinophytes, haptophytes, 

chrysophytes, and dinoflagellates are high DMSP-producers, while diatoms and 

cyanobacteria are low DMSP-producers (Stefels, 2007). As a result, the high DMSP-

producers that possess the DMSP lyase that can cleave DMSP into DMS, are considered 

the main contributors to DMS production. However, the discovery of a DMSO-reducing 

enzyme in phototrophs may add a new twist to the story (Spiese et al., 2009; Spiese & 

Tatarkov, 2014). The existence of DMSO reductases in heterotrophic bacteria has been 
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known for a long time (see McCrindle et al., 2005 for review), but it has been largely 

overlooked in phytoplankton. (Fuse et al., 1995) were the first to report the ability of 5 

phytoplanktonic species to produce DMS from added DMSO, but this ability was not 

quantified. This was further investigated in Spiese et al. (2009) and Spiese & Tatarkov, 

(2014), which indicated DMSO reduction by 8 other species. Michaelis Menten kinetics 

experiments were performed for 4 of them, revealing an enzymatic process (Spiese et al., 

2009). Very few studies however have estimated the significance of DMSO reduction in 

biogeochemistry. Rates of DMS production from DMSO reduction have been measured in 

situ only 4 times to our knowledge. Depending on the considered environment, these 

rates were found to be comparable to rates of DMS produced from DMSP cleavage in sea-

ice brines and Antarctic polynia waters (Asher et al., 2011), and two- or ten-fold lower in 

coastal Antarctic waters (Asher et al., 2017) and NE Subarctic Pacific (Asher et al., 2017), 

respectively. The latter study nonetheless points out that DMSO reduction can still 

provide a significant source of DMS in this HNLC region (Asher et al., 2017), and the most 

recent study in this region revealed that DMSO reduction rates could exceed dissolved 

DMSP cleavage at nearly all stations (Herr et al., 2021). Overall these few studies indicate 

that in situ DMSO reduction may be an important overlooked process in DMS production. 

Further understanding of the factors influencing DMSO reduction by marine 

phytoplankton is necessary to better constrain the relative contribution of phytoplankton 

to DMS/P/O dynamics. In particular, six different phytoplanktonic groups were tested, but 

cyanobacteria were absent from these experiments. Cyanobacteria, however, may play a 

role in DMS/P/O cycling. Trichodesmium, although a low DMSP-producer, is able to up-

regulate its intracellular DMSP concentration when Fe-limited (Bucciarelli et al., 2013b). 

The ubiquitous marine cyanobacterium Synechococcus is able to actively take up DMSP 

(Malmstrom et al., 2005; Vila-Costa et al., 2006). This is important not only because it 

demonstrates that phototrophs can efficiently compete with heterotrophs for dissolved 

organic sulfur (DOS) acquisition, but also because it may divert part of the DOS (and 

consequently DMS) from emission into the atmosphere (Vila-Costa et al., 2006). 

Synechococcus is the second most abundant photosynthetic organism in the ocean and 

contributes for an estimated 16 % of primary productivity (Flombaum et al., 2013). 

Given the seemingly widespread occurrence of DMSO reduction ability in 

autotrophic and heterotrophic microorganisms, and the importance of marine 
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Synechococcus in oceanic primary production, we explored the ability of three axenic 

marine strains (CC9311, WH8102, WH7803) to produce DMS from DMSO. 

Material and methods 

Strains and growth conditions 

As bacteria are able to produce DMS, we selected three axenic Synechococcus spp. 

strains that were retrieved from the Roscoff Culture Collection (https://roscoff-culture-

collection.org/; Table 1). Cultures were grown in PCR-S11 medium (Rippka et al., 2000b) 

supplemented with 1 mM sodium nitrate in 400 mL flasks (Sarstedt, Germany). Cultures 

were maintained in temperature-controlled chambers at 22°C under continuous 75 µmol 

photons m-2 s-1 provided by a white-blue-green LED system (Alpheus, France).  

 

Table 1: Characteristics of the Synechococcus strains used in this study 

Strains name CC9311 WH8102 WH7803 

RCC # 1 1086 539 752 
Subcluster 2 5.1 5.1 5.1 
Clade 2 I III V 
Pigment type 4 3dA 3c 3a 

Axeny Yes Yes Yes 

Biovolume (µm-3) 0.41 ± 0.02 0.46 ± 0.11 1.49 ± 0.13 

Ocean Pacific Atlantic Atlantic 

Region 
California 
current 

Caribbean 
Sea 

Sargasso 
Sea 

Isolation latitude 31°54’ N 22°48’ N 33°45’ N 

Isolation longitude 124°10’ W 65°36’ W 67°30’ W 

    
1Roscoff Culture Collection, 2Farrant et al. (2016), 3Mazard et al. (2012), 4Humily et al. (2013). 

 

Flow cytometry and microscopic analyses 

In order to enumerate Synechococcus cells in pre-cultures and experimental 

samples, 200 µl aliquots were fixed using 0.25% (v/v) glutaraldehyde (grade II, Sigma 

Aldrich, USA) and stored at -80°C until analysis. Cell concentrations were determined 

using a Guava easyCyte flow cytometer based on natural fluorescence (Marie et al., 

1999b). Axenicity was verified both by flow cytometry using a Novocyte Advanteon 

instrument (Agilent, USA) after labelling the samples for 15 min with SYBRTM Green II 

(Thermo Fisher Scientific, USA) as described in Marie et al. (1999), and by fluorescence 

https://roscoff-culture-collection.org/
https://roscoff-culture-collection.org/
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microscopy (Eclipse 80i, Nikon, Japan). All three strains proved bacteria-free all along the 

experiments. Cell biovolumes of the three strains used in this study were determined 

using the same microscope after illuminating cells at λ=550 nm (Cy3 filter, Nikon, Japan), 

exciting Synechococcus phycoerythrin. For each strain, the width (W) and length (L) of 300 

cells were measured and biovolume (in µm-3) was estimated using the following formula, 

assuming that Synechococcus cells exhibit a short-rod shape, i.e. a cylinder complemented 

by two half spheres: 

𝑉 = (𝐿 − 𝑊) × 𝜋 × (
𝑤

2
)2 + [

4

3
× 𝜋 × (

𝑤

2
)3] 

Dimethylsulfide analyses 

On the day of the experiments, 8 times 5 mL of each triplicate cultures were 

subsampled in 8 10 mL vials. Increasing concentrations of DMSO were added to the vials 

(0, 1.5, 3, 5, 10, 25, 50, 100 µM). The vials were sealed and placed back in the incubator 

for 1 h. All manipulations were conducted in a sterile laminar flow hood using sterile 

techniques. Vials and septa were sterilized by overnight heating at 120°C. 

The DMS released 1 hour after addition of DMSO was measured by sparging 5 mL 

of cultures with He (35 ml min-1) and trapping the resulting gas flux in liquid N2 within a 

Teflon loop to preconcentrate the samples. After 5 minutes of purge and trap, DMS was 

desorbed by warming the Teflon loop with hot water and was injected in a Shimadzu 

2010-Plus Gas Chromatograph (GC) equipped with a sulfur-selective flame photometric 

detector (air / H2: 70 mL min-1 / 60 mL min-1) and fitted with an Equity 1 capillary column 

(3.2 mm i.d., 30 m long, Supelco, T = 180 °C, carrier gas: He, 6.7 ml min-1). Detector and 

injection port temperatures were set at 250 °C. DMS was calibrated using DMSP standards 

that were prepared the day before by adding increasing concentrations of 10-6 M DMSP 

to 5 mL of 5 M NaOH. Six to 7 standards spanning 0-1000 pmol of DMSP were run (R2 > 

0.99).  

Blanks were measured by analyzing DMS released from PCR-S11 medium alone, and 

prepared in the exact same way as the samples (same DMSO additions in triplicate vials, 

analyses run after 1h in the incubator). All culture values presented below were corrected 

for blanks. DMS is expressed in nmol per liter of medium, and for the sake of comparison 

with previous studies, per biovolume (i.e., mmol Lcell
-1).  
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Comparative genomics and metagenomics 

50 Synechococcus and 6 Cyanobium genomes, retrieved from the Cyanorak v2.1 

database, covering quite well the large genomic diversity occurring within these genera 

(Garczarek et al., 2021), were used to search for proteins involved in the DMS/O/P 

metabolism based on characterized proteins from the literature using BLASTP. Interpro 

(Blum et al., 2020) was also used to compare the protein domains of the query and best 

hits within Cyanorak. Clusters of likely orthologous genes (CLOGs) within Cyanorak were 

used to define phyletic patterns within the 56 Synechococcus/Cyanobium genomes for 

genes with significant matches. Whole genome recruitment of metagenomic reads from 

the Tara Oceans dataset on the 56 Synechococcus/Cyanobium genomes was performed 

and used to draw distribution maps of genes of interests using custom-designed R scripts, 

as previously described (Doré et al., submitted) 

 

Results and Discussion 

Synechococcus can produce DMS through DMSO reduction 

All three Synechococcus species have the ability to produce DMS after DMSO 

addition (Fig. 1a, 1b). Their production in nmol of DMS per liter of medium per hour is 

significantly higher than the abiotic DMS production by the sterile medium (Fig. 1a). 

Abiotic DMS production determined in the medium amounted 0.01 ± 0.01 % of added 

DMSO (n=21) for 1 hour incubation, while DMS production by Synechococcus (minus 

abiotic contribution) amounted 0.03 – 1.94 % of added DMSO, depending on the species. 

Biotic increase in DMS concentrations could not be attributed to another process than 

DMSO reduction, as these species have no detectable intracellular DMSP concentration 

(this study, data not shown) and do not exhibit any DMSP lyase activity (Malmstrom et al., 

2005; Sheehan & Petrou, 2020). This increase after addition of DMSO followed a 

Michaelis-Menten type curve, consistent with an enzymatic process as described in Spiese 

et al. (2009) and Spiese & Tatarkov (2014). The kinetic parameters of the Michaelis-

Menten equation are presented in Table 2, along with available data for other 

phototrophs (Fuse et al., 1995; Spiese et al., 2009). The Michaelis-Menten constant Km is 

on the same order of magnitude for all species, with Synechococcus being in the upper 

range. Similar Km values may indicate similar DMSO-reductases or DMSO-reductase like 
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enzymes with similar affinities for DMSO, contrary to what has been measured for DMSP-

lyases like enzymes so far (Yost & Mitchelmore, 2012). 

The maximum reaction rate Vmax is 10-100 fold higher for Synechococcus than for 

the other species. Nine other phototrophs are also able to reduce DMSO to DMS (Fuse et 

al., 1995; Spiese et al., 2009). Although enzyme kinetics experiments following a 

Michaelis-Menten kinetics were not performed for these species, they exhibited DMS 

production upon addition of 1-2 mmol-1 DMSO. Assuming linearly increasing activities in 

the non-saturating substrate range, we estimated DMS production by Synechococcus at 1 

mmol L-1 DMSO by equation (1) : 

    

DMS production at 1mM =  
DMS production at 1.5mM − DMS production in control

1.5
 

 

(1) 

 

Figure 1. Production of DMS A) in the culture medium (in nmol Lmedium
-1) and B) per cell volume (in 

nmol Lcell
-1.s-1), in triplicate cultures of Synechococcus CC9311, WH7803 and WH8102, over 1 hour 

incubation, vs increasing concentrations of added DMSO (mmol Lmedium
-1).  In the lower panel B), data 

were corrected from abiotic DMS production by sterile medium (mean ±standard deviation, n=3). 
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These estimates indicate that Synechococcus produced DMS 2-70 times more 

rapidly than the other phototrophs, except for T. oceanica (Table 2). The apparent first-

order rate constant at low substrate concentration, defined as Vmax/Km (Cleland, 1975), 

is strikingly similar for the 3 Synechococcus. It also indicates their high ability at producing 

DMS from low DMSO concentrations, compared to the other species. 

Table 2 : DMS production and Michaelis-Menten kinetics for the Synechococcus species tested 
in this study, and the autotrophs tested in 1 (Spiese et al., 2009) and 2 (Fuse et al., 1995).  
 

Group Species 

DMS 

production 

(nmol.Lcell
-1.s-1) 

from DMSO 

reduction* 

Michaelis-Menten kinetics 

Reference 

Km 

(mmol.L-1) 

Vmax  

(nmol.Lcells
-1.s-1) 

Vmax/Km 

(d-1) 

Cyanobacteria 

Synechococcus CC9311 ~0.24 3.9 ± 0.1 1071 ± 38 24 ± 1 

This study Synechococcus WH7803 ~0.23 6.7 ± 0.2 1852 ± 74 24 ± 2 

Synechococcus WH8102 ~0.67 7.7 ± 0.3 2137 ± 84 24 ± 2 

Baccilarophyceae 

Thalassiosira oceanica 1.5 ± 0.2 n.d. n.d. n.d. 1 

Thalassiosira pseudonana 1335 ~0.02 2.0 ± 0.7 17 ± 2 0.8 ± 0.3 1 

Thalassiosira pseudonana 1014 ~0.04 2.7 ± 1.2 55 ± 9 1.7 ± 1.0 1 

Thalassiosira weissflogii Yes n.d. n.d. n.d. 2 

Hpatophyceae 

Emiliana huxleyi ~0.10 n.d. n.d. n.d. 1 

Isochrysis galbana 1323 ~0.03 0.96 ± 0.32 29 ± 2 2.6 ± 1.0 1 

Crocosphaera roscoffensis Yes n.d. n.d. n.d. 2 

Dinophyceae 
Prorocentrum minimum ~0.12 n.d. n.d. n.d. 1 

Amphidinium carterae 1314 ~0.11 1.6 ± 0.4 118 ± 6 6.4 ± 1.9 1 

Crytophyceae Rhodomonas lens 0.006 ± 0.002 n.d. n.d. n.d. 1 

Raphydophyceae 
Chattonella antiqua Yes n.d. n.d. n.d. 2 

Heterosigma akashiwo Yes n.d. n.d. n.d. 2 

Chlorophyceae Dunaliella sp. Yes n.d. n.d. n.d. 2 

 

In order to find candidate genes that might explain the ability for these strains to 

produce DMS from DMSO, we explored the genomes of the 56 Synechococcus/Cyanobium 

of the Cyanorak database, which notably includes the three strains used in the present 

study for the presence of a putative DMSO reductase using characterized DMSO 

reductases as baits. Like for Thalassiora pseudonana (Spiese et al., 2009), there was no 

homolog of typical DMSO reductases. We notably searched for the dmsA-B-C genes 

coding for the three chains of the DMSO reductase in Escherichia coli, a membrane-bound, 

[Fe-S] molybdoenzyme, which catalyzes reduction of DMSO to DMS and also reduces a 
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wide variety of S- and N-oxide compounds (Weiner et al., 1992). The closest homolog of 

DmsA was the nitrate reductase (NarB), DmsB hit a 3Fe-4S ferredoxin while DmsC had no 

significant hit. Absence of obvious candidates for DMSO reduction suggest that marine 

Synechococcus might use a different and yet unknown pathway for this function. As for T. 

pseudonana, the most probable candidates for the DMSO reductase function are 

members of the MsrA family, which are usually thought to reduce S-methionine sulfoxide 

in peptides. Yet in Saccharomyces cerevisiae MRX1, a MsrA homolog, was suggested to 

reduce DMSO and its inactivation inhibited the production of DMSO (Bamforth, 1980; 

Hansen, 1999). All marine Synechococcus possess two MsrA homologs (CK_00000160 and 

CK_00001078) and two MsrB homologs (CK_00000040 and CK_00008118) and one or 

several of those could have a DMSO reduction function, although this hypothesis would 

need to be checked experimentally.  

 

Oceanographic relevance 

To our knowledge, only four publications have reported in situ DMSO reduction 

rates, in Antarctic sea brines, polynya and coastal waters (Asher et al., 2011, 2017) and in 

the Northeast Subarctic Pacific (Asher et al., 2017; Herr et al., 2021). When reported, 

DMSO reduction rate constant varied from 0.07 d-1 to 2.82 d-1 in the Northeast Subarctic 

Pacific, and equalled 1.6 d-1 in Antarctic coastal waters. These rates, which are equivalent 

to DMSP cleavage rate constant (Herr et al., 2021), are similar to Vmax/Km (i.e., the 

apparent first-order rate constant of an enzymatic reduction at low DMSO concentration, 

Table 1) for T. pseudonana, I. galbana and A. carterae. This is consistent with in situ DMSO 

reduction rates correlating with phytoplanktonic communities and suggests that 

phytoplanktonic DMSO reduction may play a significant role in DMS cycling (Herr et al., 

2021). 

Synechococcus are not dominant in the subpolar and polar regions. They are 

mostly abundant in the Indian and western Pacific Oceans, and at mid latitudes 

(Flombaum et al., 2013c). Moderate to high DMS concentrations are measured in 

(sub)tropical waters, e.g. the subtropical Indian Ocean and the tropical and subtropical 

Pacific Ocean, contributing to hot spots of DMS emission in these regions (Cui et al., 2015; 

Lana et al., 2011). High values of Vmax/Km measured in our study for Synechococcus could 
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help explain at least part of these DMS concentrations and high fluxes to the atmosphere. 

This contribution may be all the more important as DMSO reducing ability seems to be 

related to an antioxidant function. DMSO (and DMS and DMSP) can indeed react with 

reactive oxygen species (ROS, e.g., hydroxyl radical) within the cell with the same as, or 

greater efficiency than conventional antioxidants such as glutathione and ascorbate 

peroxidase (W. Sunda et al., 2002b). Tropical and subtropical oligotrophic open ocean 

waters, where Synechococcus thrive, experience high solar radiation and low nutrient 

concentrations. These conditions increase oxidative stress and intracellular DMS/P/O 

contents in some phytoplankton (Bucciarelli & Sunda, 2003b; Keller et al., 1999; Kinsey et 

al., 2015; W. Sunda et al., 2002b), including the cyanobacteria Thrichodesmium 

(Bucciarelli et al., 2013b). Nutrient limitation also up-regulates enzymatic DMSP lysis 

(Sunda et al., 2007) and DMSO reduction (Spiese & Tatarkov, 2014). This may increase 

antioxidant protection as DMS is a better antioxidant than DMSP or DMSO (Sunda et al., 

2002; Sunda et al., 2007). DMS could be intracellularly re-oxidized to DMSO by ROS, 

creating a very efficient catalytic cycle between DMSO and DMS to remove ROS (Spiese 

et al., 2009; Sunda et al., 2002). Synechococcus can also actively take up DMSP 

(Malmstrom et al., 2005; Vila-Costa et al., 2006). This should produce intracellular DMSO 

when DMSP reacts with ROS, fueling their intracellular antioxidant systems through DMSO 

reduction. 

Together with DMSP uptake (Synechococcus, Malmstrom et al., 2005; Vila-Costa 

et al., 2006) and intracellular DMSP regulation (Trichodesmium, Bucciarelli et al., 2013), 

DMSO reducing ability indicates that cyanobacteria can actively participate in DMS-P-O 

cycling in seawater. Future experiments should further investigate if nutrient limitation 

and high irradiance levels, both co-occuring in oligotrophic regions, may increase the 

already high DMSO reduction rate constant of Synechococcus as would be expected for 

antioxidant systems. If confirmed significant compared to other in situ processes, the role 

of cyanobacteria in the biogeochemical cycle of DMS may have to be re-evaluated. 
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Conclusion générale & perspectives  

Les océans recouvrent 70% de la surface de la planète et sont particulièrement 

affectés par le changement climatique. Les modèles biogéochimiques actuels prédisent 

que le plancton de « petite taille » devrait tirer avantage ou du moins s’adapter plus 

rapidement aux futures conditions océaniques (Flombaum et al., 2020; Fu et al., 2016). 

C’est pourquoi il existe de plus en plus d’études s’intéressant aux mécanismes 

d’adaptation mis en place par ces organismes en réponse aux variations des facteurs 

impactés par le changement climatique, tels que la disponibilité en nutriments, 

l’utilisation de la lumière ou encore la température. Dans ce contexte il est intéressant de 

se demander si les populations phytoplanctoniques seraient capables de s’adapter à court 

et à long termes à de tels changements. C’est pourquoi, de par leur abondance et leur 

diversité les picocyanobactéries marines figurent parmi les modèles d’étude les plus 

pertinents en écologie microbienne pour apporter des réponses aux grandes questions 

environnementales (Coleman & Chisholm, 2007). En effet, ils occupent une large gamme 

de conditions environnementales et les principaux paramètres responsables de leur 

distribution et les niches occupées par les différents écotypes ont récemment été affinées 

(Doré et al., 2022; Farrant et al., 2016; Garcia et al., 2020; Sohm et al., 2015). Dans ce 

contexte, mon travail de thèse a consisté à caractériser d’un point de vue physiologique 

et génomique des membres du clade CRD1, le taxon dominant de Synechococcus dans les 

zones limitées en Fe, en comparant des souches représentatives des différents ESTUs au 

sein de ce clade avec celles de clades I à IV déjà bien étudiées. En effet, ce n’est que 

récemment que des études ont porté sur la caractérisation du clade CRD1 et 

essentiellement d’un point de vue métagénomique (Ahlgren et al., 2020). Ce travail de 

thèse a donc permis de i) valider l’existence de thermotypes au sein de ce clade, ii) mettre 

en évidence des spécificités du clade CRD1 par rapport aux autres clades dominants dans 

le milieu marin et iii) réveler un certain nombre de processus potentiellement impliqués 

dans l’adaptation à la carence en Fe et à la température chez ces organismes. Ces résultats 

soulèvent de nouvelles hypothèses et pistes de recherche à explorer dans le futur. 
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Les picocyanobactéries marines : des organismes modèles mais parfois difficiles à 

cultiver pour étudier la réponse aux variations environnementales  

A l’heure actuelle, un grand nombre de souches de cyanobactéries marines ont été 

isolées et sont disponibles en culture, avec notamment plus de 450 souches dans la 

collection de culture de Roscoff. Les cyanobactéries marines présentent également un 

avantage de par leur simplicité par rapport aux cyanobactéries d’eau douce qui 

présentent une machinerie métabolique plus complexe. Malheureusement ces 

organismes sont aussi plus compliqués à cultiver. En effet, l’isolement et la caractérisation 

physiologique de cultures monoclonales sont des processus longs mais indispensables 

pour identifier les mécanismes adaptatifs. Les premières tentatives d’isolement et de 

purification de cultures de cyanobactéries marines dateraient du début du XXe siècle 

(Pringsheim, 1913) tandis que pour les cyanobactéries marines, cela aurait débuté au 

milieu des années 1950 grâce notamment à M. M. Allen, puis à J. Waterbury et R.Y. Stanier 

(Rippka, 1988). Il est en effet plus difficile de cultiver certaines cyanobactéries marines, 

notamment du fait de la composition des milieux de culture. Durant ma thèse, j’ai utilisé 

un milieu utilisé en routine à Roscoff, le PCR-S11 (Rippka et al., 2000), mais qui ne permet 

pas d’effectuer des expériences sur des métaux traces tels que le Fe puisque l’utilisation 

d’eau de mer naturelle ou reconstituée à partir de Red Sea Salts, apporte différents 

minéraux dont la concentration est inconnue. Pour les études concernant les sels nutritifs, 

on utilise en général des milieux artificiels tels que le milieu AQUIL (Price et al., 1989) dont 

la concentration en sels, nutriments et métaux traces est précisément connue. 

Cependant, le Fe étant présent en abondance dans le milieu environnant et sous 

différentes espèces, les contaminations sont fréquentes et il est difficile d’estimer sa 

biodisponibilité pour les cellules (Tagliabue et al., 2017). C’est pourquoi il est nécessaire 

de manipuler en condition ultra-propre, en salle blanche. Au cours de ma thèse, malgré 

de nombreuses tentatives d’acclimatation à ce milieu, je n’ai pas réussi à obtenir de 

croissance reproductible des souches CRD1. Il aurait été intéressant de tester d’autres 

milieux de culture artificiels, tels que le PCR-Tu2 (Rippka et al., 2000) ou l’AMP1, ou encore 

des milieux réalisés à partir d’eau de mer ultra-oligotrophe, tels que le Pro99 (Ahlgren et 

al., 2020; Moore et al., 2007). En effet, Ahlgren et collaborateurs ont utilisé le milieu 

Pro99, préparé à base d’eau de Mer des Sargasses, modifié avec 100 µM EDTA et 1 µM de 

FeCl3 correspondant à 39 nM de Fe’ (Ahlgren et al., 2020) et ont apparemment réussi à 
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mesurer des taux de croissance en fonction de la carence en Fe chez deux souches de 

CRD1 (GEYO et UW179) et une souche du clade III, WH8102 (non-axénique), en condition 

+Fe uniquement. Au cours de ma thèse, les différentes tentatives de cultures de souches 

de Synechococcus en milieu AQUIL semble avoir abouti à une compétition entre les 

Synechococcus et les bactéries hétérotrophes à l’avantage de ces dernières puisque les 

taux de contamination pouvaient atteindre 85% en fin de suivi. De plus, j’ai observé une 

forte diminution de la durée de la phase exponentielle de croissance de Synechococcus 

avec un nombre de cellules maximum en phase stationnaire très inférieur à celui obtenu 

en milieu PCR-S11. Ainsi, la seule souche que j’ai pu cultiver de façon reproductible en 

milieu AQUIL (non limité en fer) est la souche axénique CC9311 (clade I), dans le cadre du 

projet FeDre, visant à vérifier si les cyanobactéries marines étaient capables de produire 

du DMS (Chapitre 3). Par contre, aucune des souches de CRD1 n’étant axéniques, je n’ai 

pas réussi à les acclimater à ce milieu qui m’aurait permis de réaliser des expériences en 

conditions de limitation en Fe. Il serait donc intéressant pour la poursuite de ces 

expériences de commencer par axéniser des cultures de CRD1 afin de s’abstraire de la 

présence des bactéries hétérotrophes. Cela permettrait notamment de mesurer 

l’incorporation du Fe par exemple en utilisant l’isotope 55Fe radiomarqué afin d’estimer la 

quantité de Fe consommée par souche. Toujours en utilisant des isotopes du Fe, il aurait 

été intéressant de visualiser le transport du Fe au sein des cellules via la technique 

d’imagerie NanoSIMS (Nanoscale Secondary Ion Mass Spectrometry) qui pourrait 

permettre de visualiser les voies de transport du Fe au sein de la cellule comme cela a pu 

être réalisé chez le blé (Sheraz et al., 2021). Toujours en utilisant le NanoSIMS et en 

couplant cette approche à la microscopie, il serait également possible de rechercher la 

présence de structures cellulaires contenant du Fe, comme cela a déjà été réalisé chez 

Chlamydomonas reinhardtii (Penen et al., 2016). Chez cet organisme, ces vésicules sont 

localisées partout dans la cellule et s’accumulent au niveau des plaques d’amidon du 

pyrénoïde. Par analogie, il est possible que des structures vésiculaires semblables existent 

chez les cyanobactéries par exemple dans les carboxysomes, qui remplissent des 

fonctions similaires à celles des pyrénoïdes. J’ai pu montrer dans le chapitre II que les 

différents écotypes de Synechococcus se distinguent notamment par leur capacité à 

stocker le Fe, certains synthétisant des ferritines, des bactérioferritines et/ou des 

complexes DpsA tandis que d’autres, comme la souche WH8102, ne semblent avoir aucun 
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système de stockage du Fe. Cependant, il est possible que la taille des cellules soit trop 

petite pour permettre la détection de telles structures. Dans ce contexte, il est intéressant 

de noter que les cyanobactéries marines et d’eau douce sont capables de former des 

vésicules extracellulaires (Biller et al., 2014, 2022). Ces vésicules sont composées d’une 

double couche lipidique et contiennent des protéines, lipides, ADN et des métabolites. Il 

a été suggéré que ces structures pourraient avoir un rôle dans la communication 

cellulaire, la formation de biofilm, le transfert horizontal de gènes, la communication 

entre phage et hôte ou encore l’échange de nutriments (Biller et al., 2014; Muñoz-Marín 

et al., 2020). Ce dernier point serait à creuser dans le contexte de l’adaptation à la 

limitation en Fe.  

Microdiversité  

Il a été montré que le SC 5.1 représente la lignée de Synechococcus la plus abondante 

dans le milieu pélagique (Farrant et al. 2016 ; Sohm et al. 2016) et la plus diversifiée du 

point de vue taxonomique avec une vingtaine de clades (Ahlgren & Rocap, 2012; Dufresne 

et al., 2008; Scanlan et al., 2009). En effet, plusieurs facteurs indépendants ont permis sa 

diversification, et notamment le gradient latitudinal de température (Pittera et al., 2014). 

D’une manière générale, la plupart des clades de Synechococcus marins sont retrouvés 

dans les eaux chaudes, tropicales et intertropicales, méso- à oligotrophes, et notamment 

les deux clades majeurs II et III  (Mella-Flores et al., 2011; Zwirglmaier et al., 2008), tandis 

que les clades I et IV ont développé des adaptations spécifiques leur permettant de 

coloniser les zones côtières tempérées-froides à subpolaires, riches en nutriments. 

Plusieurs études de physiologie comparative ont permis de mettre en évidence certains 

processus adaptatifs permettant aux différents clades d’être compétitifs au sein de leurs 

niches thermiques respectives, et de définir des thermotypes en étudiant les preferenda 

et limites de croissance des souches vis-à-vis de la température (niche thermale 

fondamentale ; Breton et al., 2019; Doré et al., 2022; Pittera et al., 2014). Au cours de ma 

thèse, j’ai utilisé une approche similaire pour montrer qu’il existait également des 

thermotypes distincts au sein du clade CRD1. En effet, la souche MITS9220 de l’ESTU 

CRD1A correspond à un thermotype chaud, la souche BIOS-U3-1 de l’ESTU CRD1B, un 

thermotype tempéré-froid et enfin BIOS-E4-1 de l’ESTU CRD1C correspond à un 

thermotype sténotherme tempéré-chaud. J’ai également mis en évidence que les niches 
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fondamentales de ces souches sont cohérentes avec les niches environnementales 

réalisées de l’ESTU correspondant, déterminées grâce à un très large jeu de données de 

metabarcoding et métagénomiques. Cependant, il semble que l’adaptation au froid de la 

souche BIOS-U3-1 soit relativement récente puisqu’elle ne présente pas les 

caractéristiques génomiques identifiées chez les thermotypes froids typiques (clades I et 

IV). En revanche, nous avons mis en évidence des spécificités des CRD1 par rapport aux 

clades témoins tels qu’un taux de croissance et un rendement quantique du PSII faible 

mais des taux de réparation de la protéine D1 du PSII plus grande, ce qui suggère que 

l’adaptation à la carence en Fe des membres de ce clade, et du clade EnvB, est 

probablement plus ancienne que l’adaptation au froid. Les expériences de carence en Fe 

grâce à l’utilisation d’un chélateur du Fe ont également permis de mettre en évidence un 

gradient de sensibilité à la carence en Fe. J’ai utilisé deux représentants de l’ESTU IIA ayant 

des comportements relativement similaires vis-à-vis de la température mais bien distincts 

vis-à-vis du Fe. En effet la souche A15-62 s’est avéré être un « super écotype » -Fe tandis 

que la souche M16.1 a réagi tel qu’attendu, c’est-à-dire très sensible à la carence en Fe. 

Au cours de ce travail de thèse, j’ai mis en évidence des spécificités des CRD1 par rapport 

aux autres clades mais pas de réelles différences entre les souches de CRD1 vis-à-vis du 

Fe. Tandis que vis-vis de la température, on a pu déterminer des limites thermiques 

distinctes. Ainsi il est fort probable qu’il existe au sein des CRD1 une microdiversité plus 

grande que celle estimée lors de leur définition par Farrant et al (2016) et que de futures 

analyses permettent de subdiviser encore certains ESTUs en écotypes distincts. De plus, 

pour l’heure il n’existe qu’un seul représentant de chaque ESTU CRD1 en culture. De 

nouvelles analyses incluant plus de souches pourraient permettre de préciser ces 

différences. C’est pourquoi il est important de maintenir un effort sur l’isolement de 

cultures lors de campagnes océanographiques. Cela a d’ailleurs été l’un des objectifs de 

la campagne TONGA, à laquelle j’ai participé fin 2019 et qui a eu lieu dans le Sud-Ouest 

Pacifique, une zone pauvre en Fe caractérisée par l’apport de nutriments issus du 

volcanisme sous-marin (arc volcanique Tonga – Kermadec) et pour laquelle des cultures 

de Synechococcus sont actuellement en cours de caractérisation. La caractérisation 

physiologique des souches isolées devrait permettre de préciser les niches fondamentales 

de ces souches. Par ailleurs, le séquençage de gènes marqueurs des cultures isolées et des 

populations naturelles par metabarcoding ainsi que l’assemblage de génomes (MAGs) à 
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partir de reads environnementaux permettront de mieux appréhender la diversité 

génétique et fonctionnelle des populations de Synechococcus le long du transect de la 

campagne Tonga.  

Biogéographie 

A partir des données de métagénomique de Tara Oceans, Farrant et collaborateurs 

ont pu observer l’abondance relative des ESTUs le long du transect, et mettre en évidence 

une co-dominance des clades CRD1 et EnvB dans les eaux HNLC (Farrant et al., 2016). En 

regardant de plus près les assemblages de communautés de Synechococcus et 

Prochlorococcus au niveau des Îles Marquises (stations TARA_122, TARA_123, TARA_124 

et TARA_125), ces chercheurs ont observé une modification des populations en fonction 

de la disponibilité en nutriments. En effet, cette zone est caractérisée par un « effet d’île », 

c’est-à-dire une fertilisation locale des eaux environnantes, entraînant des blooms de 

phytoplancton (Caputi et al., 2019). Ainsi, à la station 122 située en amont des Îles 

Marquises et typique des eaux HLNC, on a une dominance du clade CRD1 puis à la station 

123 dans des eaux riches en Fe, proches des Marquises, on a un shift complet de 

population avec une majorité de clade II (Caputi et al., 2019). Les deux autres stations se 

caractérisent par un effet décroissant de l’effet d’île (Farrant et al., 2016). A l’échelle du 

clade, Ahlgren et al. avaient également observé la coexistence du clade II et CRD1 cette 

fois-ci au niveau du Dôme du Costa Rica, une zone géographique co-limitée en Fe et Mn 

(Ahlgren et al., 2014). Les picocyanobactéries réagissent donc rapidement aux forçages 

physico-chimiques grâce à leur temps de génération court (~1 jour), et pourraient donc 

servir de biosenseurs des changements rapides de l’écosystème, notamment ceux dus au 

changement climatique en cours. En 1961, Hutchinson a émis une hypothèse selon 

laquelle des espèces, ou dans notre cas des ESTUs, peuvent coexister dans une même 

niche grâce à l’hétérogénéité de cette niche dans le temps (c’est-à-dire qu’en fonction de 

la saison, ce ne sont pas les mêmes individus qui dominent) et dans l’espace (on peut avoir 

coexistence de différentes niches au même endroit, par exemple du fait d’une co-

limitation en nutriments). On peut également attribuer ces différences à un transport 

passif des individus en dehors de leur niche respective. Ainsi, il est possible de détecter 

une population, mais cela ne présage pas de sa capacité à se maintenir au cours de temps. 

La plupart des données utilisées lors de ma thèse pour estimer la diversité génétique 
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concernaient des campagnes pour lesquelles un seul prélèvement a été effectué en un 

lieu et à un temps donné. Dans ce contexte, il pourrait être intéressant d’observer la 

variabilité temporelle en un site d’échantillonnage de la diversité de ces organismes, 

notamment en utilisant les séries temporelles disponibles, tels que fait cela a été fait par 

Caracciolo et collaborateurs (Caracciolo et al., 2022). Enfin, les expérimentations au 

laboratoire font abstraction des interactions biotiques, telles que la prédation ou encore 

la régulation des populations de cyanobactéries par des cyanophages qui participent au 

maintien de la diversité (Huang et al., 2012). Pour mieux comprendre les interactions au 

sein d’une niche précise, il serait intéressant de mener des expériences de co-cultures, 

p.ex. afin d’étudier la compétition entre écotypes -Fe et +Fe. 

La modélisation est également un bon outil pour prédire l’évolution des 

communautés planctoniques. Il existe des modèles de prédiction prenant en compte les 

différentes valeurs cardinales de croissance des cultures (Tmin, Tmax, Topt, µ, etc.) et les 

estimations de températures de surface de la période actuelle jusqu’à la fin du siècle. Dans 

ce contexte, il pourrait être intéressant de voir si les clades CRD1 seraient capables de 

persister malgré une hausse de la température. Celle-ci entraîne la dénaturation des 

métabolites clés tels que la Rubisco (Salvucci & Crafts-Brandner, 2004), la thermolabilité 

du PSII ou encore la fluidité des membranes (Breton et al., 2019; Pittera et al., 2016). 

L’adaptation des Synechococcus va se traduire par une modification de la gamme de 

tolérance thermique et de la température optimale de croissance. Une adaptation des 

cellules à des changements de température est possible si celle-ci se produit 

progressivement. En effet, la forme assymétrique des courbes de croissance laisse 

présager qu’une adaptation à une baisse des températures serait évolutivement plus 

aisée qu’à une hausse des températures. En plus des modèles théoriques, il serait 

intéressant de suivre la dynamique d’adaptation des communautés de Synechococcus à 

petite échelle de temps et dans des environnements où l’on s’attend à ce que la 

température fluctue rapidement. 

Avènement de la métaomique pour comprendre les mécanismes d’adaptation 

Au début de ma thèse, le set de génomes de picocyanobactéries disponible dans la 

base de données Cyanorak n’était que de 97 génomes, dont seulement trois 

représentants du clade CRD1 et aucun des clades environnementaux EnvA ou EnvB. Par 
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la suite, nous avons rajouté 156 génomes supplémentaires (tous les WGS et les meilleurs 

SAGs et MAGs disponibles au NCBI), comprenant notamment une dizaine de CRD1 mais 

aussi quelques génomes d’EnvB et EnvA. Ceci a permis à notre équipe de recruter les reads 

de picocyanobactéries du jeu de données de métagénomique de Tara Oceans (Doré et al., 

submitted). Ce travail a permis d’identifier un set de gènes impliqués dans le métabolisme 

du Fe, mais également mettre en évidence des spécificités des CRD1 et EnvB codominant 

dans les environnements pauvres en Fe, complétant ainsi quelques études récentes 

(Ahlgren et al., 2020; Doré et al., 2022; Garcia et al., 2020; Hogle et al., 2022). Bien que 

l’on ait pu identifier un certain nombre de gènes ou clusters de gènes spécifiques de la 

carence en Fe, la fonction de la plupart d’entre eux reste à préciser. Nous avons 

notamment pu mettre en évidence que la stratégie des CRD1 reposait principalement sur 

le fait de limiter la consommation d’énergie dans les environnements pauvres en Fe. Par 

exemple, les CRD1 ne synthétisent pas de capsules polysaccharidiques extracellulaires 

jouant un rôle protecteur contre les stress biotiques et abiotiques (Buffet et al., 2021). 

Leur absence chez les CRD1 est étonnante puisque ces capsules apporteraient un 

avantage clair en termes de fitness en conditions de limitation en nutriments chez 

Klebsiella, en augmentant à la fois les taux de croissance et les concentrations maximales 

au plateau. En s’intéressant aux substitutions d’acides aminés des sous-unités α (RpcA) et 

β (RpcB) de la phycocyanine qui diffèrent entre les clades froids/chauds typiques et 

influencent la thermotolérance des phycobiliprotéines (cf. Chapitre I), on a vu que les trois 

CRD1 présentaient des substitutions d’acides aminés des clades chauds. Or l’ESTU CRD1B 

correspond à un thermotype froid. A l’inverse, si l’on regarde les désaturases des acides 

gras, on voit que les CRD1 présentent des désaturases spécifiques des écotypes froids. 

D’une manière générale, les CRD1 présentent un set de gènes de désaturases différent de 

tous les autres clades, il semble donc que ce clade a une forte capacité à réguler la fluidité 

de sa membrane par rapport aux thermotypes froids/chauds typiques. De plus, l’opéron 

ocp impliqué dans la protection du PSII contre la photoinactivation est absent des CRD1. 

Ce résultat vient appuyer l’hypothèse formulée par Six et al (2021) selon laquelle la 

présence de l’opéron ocp serait d’avantage lié à une adaptation au froid qu’à une carence 

en nutriments.  

Durant ma thèse, j’ai généré des transcriptomes de différentes souches de CRD1 et 

de souches contrôles en simulant une carence en fer par l’ajout d’un chélateur. Le 



CONCLUSION GENERALE & PERSPECTIVES 

141 
 

séquençage de ces transcriptomes est toujours en cours au moment de la rédaction de ce 

manuscrit mais les résultats devraient nous aider à mettre en évidence des gènes sous-

exprimés ou surexprimés en réponse au stress et aider à l’interprétation des données de 

génomique comparative et de métagénomique. Pour une approche holistique de la 

réponse au stress -Fe, il serait intéressant de compléter l’approche transcriptomique par 

une approche protéomique. Par exemple, on a pu voir qu’une des stratégies mise en place 

par les CRD1 était la synthèse de protéines alternatives pauvres en Fe. En effet, les 

protéines composées de clusters [2Fe-2S] et [4Fe-4S] telles que les ferredoxines sont en 

partie remplacées par des flavodoxines. Par ailleurs, la complémentation de ces données 

par des approches de mutagénèse et de biochimie, permettrait la caractérisation 

fonctionnelle de certains gènes d’intérêt, parmi lesquels certains pourraient jouer un rôle 

majeur dans la survie de ces organismes à la carence en Fe. 
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Abstract 

The ever-increasing number of available microbial genomes and metagenomes provide new 

opportunities to investigate the links between niche partitioning and genome evolution in the 

ocean, notably for the abundant and ubiquitous marine picocyanobacteria Prochlorococcus and 

Synechococcus. Here, by combining metagenome analyses of the Tara Oceans dataset with 

comparative genomics, including phyletic patterns and genomic context of individual genes from 

256 reference genomes, we first showed that picocyanobacterial communities thriving in different 

niches possess distinct gene repertoires. We then managed to identify clusters of adjacent genes 

that display specific distribution patterns in the field (CAGs) and are thus potentially involved in 

the adaptation to particular environmental niches. Several CAGs are likely involved in the uptake 

or incorporation of complex organic forms of nutrients, such as guanidine, cyanate, cyanide, 

pyrimidine or phosphonates, which might be either directly used by cells, for e.g. the biosynthesis 

of proteins or DNA, or degraded into inorganic nitrogen and/or phosphorus forms. We also 

highlight the frequent presence of CAGs involved in polysaccharide capsule biosynthesis in 

Synechococcus populations thriving in both nitrogen- and phosphorus-depleted areas, which are 

absent in low-iron regions, suggesting that the complexes they encode may be too energy-

consuming for picocyanobacteria thriving in these areas. In contrast, Prochlorococcus populations 

thriving in iron-depleted areas specifically possess an alternative respiratory terminal oxidase, 

potentially involved in the reduction of Fe(III) into Fe(II). Together, this study provides insights into 

how these key members of the phytoplankton community might behave in response to ongoing 

global change.  

Significance Statement 

Picocyanobacteria face various environmental conditions in the ocean and numerous studies have 

shown that genetically distinct ecotypes colonize different niches. Yet the functional basis of their 

adaptation remains poorly known, essentially due to the large number of genes of yet unknown 

function, many of which have little or no beneficial effect on fitness. Here, by combining 

comparative genomics and metagenomics approaches, we have identified not only single genes 

but also entire gene clusters, potentially involved in niche adaptation. Although being sometimes 

present in only one or a few sequenced strains, they occur in a large part of the population in 



 

 
 

specific ecological niches and thus constitute precious targets for elucidating the biochemical 

function of yet unknown niche-related genes. 

 

Main Text 

 

Introduction 

During the last two decades the sequencing of a large number of microbial genomes (more than 

425,000 were available in Genbank in July 2022) has allowed tremendous advances in the 

delineation of core, accessory and unique gene repertoires within closely related organisms by 

building clusters of likely orthologous genes (CLOGs) based on sequence homology (1–4). Although 

this approach was tentatively used to identify the genetic basis of niche adaptation, relatively few 

genes were identified as being specific to particular ecotypes and thus potentially involved in niche 

adaptation (5–9). Various reasons may underpin this difficulty to identify niche-specific genes by 

a mere comparative genomics approach. These include the still fairly low number of genomes 

available given extensive known microbial genomic diversity (10), a lack of ecological 

representation due to cultivation biases, a limited knowledge of physiological traits of sequenced 

strains and/or the imprecise delineation of ecotypes and of the limits of their realized 

environmental niches sensu (11), especially for lineages present in low abundance in the field (12–

14).  

An alternative to comparative genomics to better decipher the link between niche 

partitioning and genome evolution consists of using the rapidly growing number of metagenomes. 

Besides triggering the generation of numerous metagenome-assembled genomes (MAGs), 

allowing to fill the gap for yet uncultured microbial taxa and/or ecotypes (15, 16), metagenome 

recruitment analyses using reference genomes have also allowed scientists to identify spatial or 

temporal niche-specific genes (17–19). In this context, due to their abundance and ubiquity in the 

field and the numerous available genomes, single amplified genomes (SAGs) and MAGs, marine 

picocyanobacteria constitute highly pertinent models for these metagenomic recruitment 

approaches. The Prochlorococcus and Synechococcus genera are indeed the two most abundant 

members of the phytoplankton community, Prochlorococcus being restricted to the 40°S-50°N 

latitudinal band, while Synechococcus distribution extends from the equator to subpolar waters 

(20, 21). Furthermore, physiological and environmental studies have allowed scientists to 

decipher their genetic diversity and their main physiological traits as well as to delineate ecotypes 

or Ecologically Significant Taxonomic Units (ESTUs), i.e., genetic groups within clades occupying a 

given ecological niche, notably using Tara oceans metagenomic data at the global scale (22). While 



 

 
 

three major ESTU assemblages were identified for Prochlorococcus in surface waters, whose 

distribution was found to be mainly driven by temperature and iron (Fe) availability, eight distinct 

assemblages were identified for Synechococcus depending on three main environmental 

parameters (temperature, Fe and phosphate availability). Nevertheless, few studies have so far 

integrated our wide knowledge of ecotype distributions and the genetic and functional diversity 

of these organisms to identify niche- and/or ecotype-specific genes based on their relative 

abundance in the field (12, 23–26). Furthermore, most of these previous studies have focused on 

the abundance of individual genes, or more rarely, on a few genomic regions with known 

functions, e.g. involved in nitrogen or phosphorus uptake and assimilation (27, 28).  

Here, by using a network approach to integrate metagenome analyses of the Tara Oceans 

dataset and synteny of individual accessory genes in 256 reference genomes, MAGs and SAGs, we 

managed to identify clusters of adjacent genes that display specific distribution patterns along the 

Tara Oceans transect. This led us to the unveil niche- and/or ecotype-specific genomic regions, 

including several previously unreported and sometimes only present in a few or even single 

genomes, potentially involved in the adaptation to the main ecological niches occurring in the 

marine environment (N, P and/or Fe-limited as well as cold vs. warm areas). Delineation of these 

gene clusters also led us to predict the putative functions of previously uncharacterized genes in 

these genomic regions based on genes functionally annotated in the same cluster. Altogether, this 

study provides unique insights into the functional basis of microbial niche partitioning and the 

molecular bases of fitness in key members of the phytoplankton community.  

 

 

Results and Discussion 

 

Different picocyanobacterial communities exhibit distinct gene repertoires 

To analyze the distribution of Prochlorococcus and Synechococcus reads along the Tara Oceans 

transect, metagenomic reads corresponding to the bacterial size fraction were recruited against 

256 picocyanobacterial reference genomes, including 178 whole genome sequences (WGS), and 

a selection of 48 SAGs and 30 MAGs, primarily representative of still uncultured lineages (e.g. 

Prochlorococcus HLIII-IV, Synechococcus EnvA or EnvB). This yielded a total of 1.07 billion recruited 

reads, of which 87.7% mapped onto Prochlorococcus genomes and 12.3% onto Synechococcus 

ones, which were then functionally assigned by mapping them on the manually curated Cyanorak 

v2.1 CLOG database (29). In order to identify picocyanobacterial genes potentially involved in 

niche adaptation, we analyzed the distribution across the oceans of flexible genes (i.e., non-core 



 

 
 

genes in Cyanorak Prochlorococcus and Synechococcus reference genomes). Tara Oceans stations 

were first clustered according to the relative abundance of flexible genes. This clustering resulted 

in three well-defined clusters for Prochlorococcus (left tree in Fig. 1A), which matched quite well 

those obtained when stations were clustered according to the relative abundance of 

Prochlorococcus ESTUs, as assessed using the high-resolution marker gene petB, encoding the 

cytochrome b6 (right tree in Fig. 1A; see also (22)). Only a few discrepancies can be observed 

between the two trees, including stations TARA-070 that displayed one of the most disparate ESTU 

compositions and TARA-094, dominated by the rare HLID ESTU (Fig. 1A). For Synechococcus, there 

was also a good consistency between dendrograms obtained from flexible gene abundance and 

relative abundance of ESTUs (Fig. 1B). Of the eight assemblages of stations discriminated based 

on the relative abundance of ESTUs (Fig. 1B), most were retrieved in the clustering based on 

flexible gene abundance, except for a few intra-assemblage switches between stations, notably 

those dominated by ESTU IIA (Fig. 1B). Despite these few variations between Synechococcus trees, 

four major clusters can be clearly delineated in both trees, corresponding to four broadly defined 

ecological niches, namely i) cold, nutrient-rich, pelagic or coastal environments (blue and light red 

in Fig. 1B), ii) Fe-limited environments (purple and grey), iii) temperate, P-depleted, Fe-replete 

areas (yellow) and iv) warm, N-depleted, Fe-replete regions (dark red). This correspondence 

between taxonomic and functional information was also confirmed by the high congruence 

between distance matrices based on ESTU relative abundance and on CLOG relative abundance 

(p-value < 10-4, mantel test r=0.84 and r=0.75 for Synechococcus and Prochlorococcus, 

respectively; dataset 1-4). Altogether, this indicates that distinct picocyanobacterial communities, 

as assessed based on a single taxonomic marker, also display different gene repertoires.  As 

previously suggested for Prochlorococcus (30), this strong correlation between taxonomy and 

gene content strengthens the idea that, in both genera, the evolution of the accessory genome 

mainly occurs by vertical transmission, with a relatively low extent of lateral gene transfer.  

 

Distribution of flexible genes is tightly linked to environmental parameters and ESTUs 

In order to reduce the amount of data and better interpret the global distribution of 

picocyanobacterial gene content, a correlation network of genes was built for each genus based 

on relative abundance profiles of genes across Tara Oceans samples. Its analysis emphasized four 

main modules of genes for Prochlorococcus (Fig. S1A) and five main modules for Synechococcus 

(Fig. S1B), each gene module being abundant in a different set of stations. These modules were 

then associated with the available environmental parameters (Figs. 2A-B) and to the relative 

abundance of Prochlorococcus or Synechococcus ESTUs at each station (Figs. 2C-D). For instance, 

the Prochlorococcus brown module was strongly correlated with nutrient concentrations, 



 

 
 

particularly nitrate and phosphate, and strongly anti-correlated with Fe availability (Fig. 2A). This 

module thus corresponds to genes preferentially found in Fe-limited high-nutrient low-chlorophyll 

(HNLC) areas. Indeed, the brown module eigengenes (Fig. S1A), representative of the abundance 

profiles of genes of this module at the different Tara Oceans stations, showed the highest 

abundances at stations TARA-100 to 125, localized in the South and North Pacific Ocean, as well 

as at TARA-052, a station located close to the northern coast of Madagascar and likely influenced 

by the Indonesian throughflow originating from the tropical Pacific Ocean (22, 31). Furthermore, 

the correlation of the Prochlorococcus brown module with the relative abundance of ESTUs at 

each station showed that it is also strongly associated with the presence of HLIIIA and HLIVA (Fig. 

2C), previously shown to constitute the dominant Prochlorococcus ESTUs in low-Fe environments 

(22, 32, 33) but also the LLIB ESTU, found to dominate the LLI population in these low-Fe areas 

(22). Altogether, this example and analyses of all other Prochlorococcus and Synechococcus 

modules (SI Text1) show that the communities colonizing cold, Fe-, N- and/or P-depleted niches 

possess specific gene repertoires potentially involved in their adaptation to these peculiar 

environmental conditions.  

 

Identification of individual genes potentially involved in niche partitioning   

In order to identify flexible genes related to particular environmental conditions and to specific 

ESTU assemblages, we correlated relative abundance profiles of each gene to the eigengene 

vector of its corresponding module in order to identify the most representative genes of each 

module and thus the genes specifically present (or absent) in a given set of stations (Dataset 5, 

Figs. 3 and S2). Most genes retrieved this way encode proteins of unknown or hypothetical 

function (85.7% of 7,485 genes). Still, among the genes with a functional annotation (Dataset 6), 

a large fraction seems to have a function related to their realized environmental niche (Figs. 3 and 

S2). For instance, many genes involved in the transport and assimilation of nitrite and nitrate (nirA, 

nirX, moaA-C, moaE, mobA, moeA, narB, M, nrtP; all part of the same genomic island: Pro_GI004; 

(9)) as well as cyanate, an organic form of nitrogen (cynA, B, D, S; part of Pro_GI033), are enriched 

in the Prochlorococcus blue module, which is correlated with the HLIIA-D ESTU and to low 

inorganic N, P and Si levels and anti-correlated with Fe availability (Fig. 2A-C). This is consistent 

with previous studies showing that while few Prochlorococcus strains in culture possess the nirA 

gene and even less the narB gene, natural Prochlorococcus populations inhabiting N-poor areas 

do possess one or both of these genes (34–36). Similarly, numerous genes among the most 

representative genes of Prochlorococcus brown, red and turquoise modules are related to 

adaptation of HLIIIA/IVA, HLIA and LLIA ESTUs to Fe-limited, cold P-limited and cold, mixed waters, 



 

 
 

respectively (Fig. 3), and comparable results were obtained for Synechococcus, although the niche 

delineation was fuzzier than for Prochlorococcus at the module level (Fig. S2). These results 

therefore constitute a proof of concept that this network analysis was able to retrieve niche-

related genes from metagenomics data.  

 

Identification of CAGs potentially involved in niche partitioning   

In order to better understand the function of niche-related genes, notably the numerous ones 

encoding conserved hypothetical proteins, we then integrated these data with knowledge on the 

gene synteny in reference genomes using a network approach (Datasets 7 and 8). This led us to 

identify clusters of adjacent genes in reference genomes, several not previously reported in the 

literature, encompassing genes with similar distribution and abundance in situ and thus 

potentially involved in the same metabolic pathway (Figs. 4, S3 and S4; Dataset 6). Hereafter, 

these ecologically representative clusters of adjacent genes will be called ‘CAGs’. 

Regarding nitrogen, the well-known nitrate/nitrite gene cluster involved in uptake and 

assimilation of inorganic forms of nitrogen (see above) is present in most Synechococcus genomes 

(Dataset 6) and expectedly not restricted to a particular niche in natural Synechococcus 

populations, as shown by its quasi-absence from Weighted Correlation Network Analysis 

(WGCNA) modules. In Prochlorococcus, this cluster is separated into two CAGs, most genes being 

included in ProCAG_002, present in only 13 out of 118 Prochlorococcus genomes, while nirA and 

nirX form an independent CAG (ProCAG_001) due to their presence in many more genomes. Both 

CAGs are particularly enriched in Prochlorococcus populations thriving in low-N areas (Fig. S5A-B), 

as previously demonstrated by several authors (34–36). In Prochlorococcus, the quasi-core ureA-

G/urtB-E genomic region was also found as a CAG (ProCAG_003) since it was comparatively 

impoverished in low-Fe compared to other regions (Fig. S5C-D) in agreement with its presence in 

only two out of six HLIII/IV genomes. In addition, we also uncovered several other Prochlorococcus 

and Synechococcus CAGs that seem to be involved in the transport and/or assimilation of more 

unusual and/or complex forms of nitrogen, including guanidine, cyanate, cyanide and possibly 

pyrimidine, which might either be degraded into elementary N, P or Fe molecules or possibly 

directly used by the cells for e.g. the biosynthesis of proteins or DNA. Indeed, we detected in both 

genera a CAG (ProCAG_004 and SynCAG_001 ; Figs. S6A-B, Dataset 6) that encompasses speB2, 

an ortholog of Synechocystis PCC 6803 sll1077, previously annotated as encoding an agmatinase 

(23, 37) and which was recently characterized as a guanidinase that degrades guanidine rather 

than agmatine to urea and ammonium (38). Interestingly E. coli, and likely other microorganisms 

as well, produce guanidine under nutrient-poor conditions, suggesting that guanidine metabolism 



 

 
 

is biologically significant and prevalent in natural environments (38, 39). Furthermore, the ykkC 

riboswitch candidate, which was shown to specifically sense guanidine and to control the 

expression of a variety of genes involved in either guanidine metabolism or nitrate, sulfate, or 

bicarbonate transport, is located immediately upstream of this CAG in Synechococcus reference 

genomes, all genes of this cluster being predicted by RegPrecise 3.0 to be regulated by this 

riboswitch (Fig. S6C; (39, 40)). The presence of hypA and B homologs within this CAG furthermore 

suggests that, in the presence of guanidine, the latter could be involved in the insertion of Ni2
+, or 

another metal cofactor, in the active site of guanidinase. Additionally, we speculate that the next 

three genes encoding an ABC transporter, similar to the TauABC taurine transporter in E. coli (Fig. 

S6C), could be involved in guanidine transport in low-N areas. Of note, the presence of a gene 

encoding a putative Rieske Fe-sulfur protein (CK_00002251), downstream of this gene cluster in 

most Synechococcus/Cyanobium genomes possessing this CAG, seems to constitute a specificity 

compared to its homologs in Synechocystis sp. PCC 6803 and might explain why this CAG is absent 

from picocyanobacteria thriving in low-Fe areas, while it is present in a large proportion of the 

population in most other oceanic areas (Figs. S6A-B).  

As concerns compounds containing a cyano radical (C≡N), the cyanate transporter genes 

(cynABD) are scarce in both Prochlorococcus (present only in two HLI and five HLII genomes) and 

Synechococcus genomes (mostly in clade III strains; (9, 41, 42)). In the field, a small proportion of 

the Prochlorococcus community possesses the corresponding CAG (ProCAG_005; Fig. S7A-B), also 

including the conserved hypothetical gene CK_00055128, in warm, Fe-replete waters, while these 

genes were not included in a module, and thus not in a CAG, in Synechococcus (Dataset 6; Fig. 

S7C). Interestingly, we also uncovered a 7-gene CAG (ProCAG_006 and SynCAG_002), 

encompassing a putative nitrilase gene (nitC), which also suggests that most Synechococcus cells 

and a more variable proportion of the Prochlorococcus population could use nitriles or cyanides 

in warm, Fe-replete waters and more particularly in low-N areas such as the Indian Ocean (Fig. 5A-

B). The whole operon (nitHBCDEFG; Fig. 5C), called Nit1C, was shown to be upregulated in the 

presence of cyanide and to trigger an increase in the rate of ammonia accumulation in the 

heterotrophic bacterium Pseudomonas fluorescens (43), suggesting that like cyanate, cyanide 

could constitute an alternative nitrogen source in marine picocyanobacteria as well. Yet, given the 

potential toxicity of these C≡N-containing compounds, we cannot exclude that these CAGs could 

also be devoted to cell detoxification (39, 41), as it is the case for arsenate and chromate (44, 45), 

which act as analogs of phosphate and sulfate respectively, and are toxic to marine phytoplankton 

(46).  



 

 
 

Also noteworthy is the presence of a CAG encompassing asnB, pyrB2 and pydC (ProCAG_007, 

SynCAG_003, Fig. S8), which could contribute to an alternative pyrimidine biosynthesis pathway 

and thus provide another way for cells to recycle complex nitrogen forms. While this CAG is found 

in only one fifth of HLII genomes and in quite specific locations for Prochlorococcus, notably in the 

Red Sea, it is found in most Synechococcus cells in warm, Fe-replete, N and P-depleted niches, 

consistent with its phyletic pattern showing its absence only from most clade I, IV, CRD1 and EnvB 

genomes (Fig. S8; Dataset 6).  More generally, most N-uptake and assimilation genes in both 

genera were specifically absent from Fe-depleted areas, including the nirA/narB CAG for 

Prochlorococcus, as mentioned by Kent et al. (30) as well as guanidinase and nitrilase CAGs. In 

contrast, picocyanobacterial populations present in low-Fe areas possess, in addition to the core 

ammonium transporter amt1, a second transporter amt2, also present in cold areas for 

Synechococcus (Fig. S9). Additionally, Prochlorococcus populations thriving in HNLC areas also 

possess two amino acid-related CAGs that are quasi-core in Synechococcus, the first one involved 

in polar amino acids N-II transport system (ProCAG_008; natF-G-H-bgtA; (47); Fig. S10A-B) and the 

second one (leuDH, soxA, CK_00001744, ProCAG_009, Fig. S10C-D) that notably encompasses a 

leucine dehydrogenase, able to produce ammonium from branched-chain amino acids. Thus, the 

primary nitrogen sources for picocyanobacterial populations dwelling in Fe-limited areas seem to 

be ammonium and amino acids.  

Adaptation to phosphorus depletion has been well documented in marine picocyanobacteria 

showing that while in P-replete waters Prochlorococcus and Synechococcus essentially rely on 

inorganic phosphate acquired by core transporters (PstABC), strains isolated from low-P regions 

and natural populations thriving in these areas additionally contain a number of accessory genes 

related to P metabolism, located in specific genomic islands (9, 25–28, 48). Here, we indeed found 

that virtually the whole Prochlorococcus population in the Mediterranean Sea, the Gulf of Mexico 

and the Western North Atlantic Ocean, which are known to be P-limited (26, 49), contained the 

phoBR operon (ProCAG_010, Fig. S11A-B) that encodes a two-component system response 

regulator, as well as the ProCAG_011, including the alkaline phosphatase phoA. By comparison, in 

Synechococcus, we only identified the phoBR CAG (SynCAG_005, Fig. S11C) that is systematically 

present in warm waters whatever their limiting nutrient, in agreement with its phyletic pattern in 

reference genomes showing its specific absence from cold thermotypes (clades I and IV, Dataset 

6). Furthermore, although our analysis did not retrieve them within CAGs due to the variability of 

the content and order of genes in this genomic region, even within each genus, several other P-

related genes were enriched in low-P areas but interestingly partially differed between 

Prochlorococcus and Synechococcus (Figs. S11, 3, S2 and Dataset 6). While the genes putatively 



 

 
 

encoding a chromate transporter (ChrA) and an arsenate efflux pump ArsB were present in both 

genera in different proportions, a putative transcriptional phosphate regulator related to PtrA 

(CK_00056804; (50)) was specific to Prochlorococcus. Synechococcus in contrast harbors a large 

variety of alkaline phosphatases (PhoX, CK_00005263 and CK_00040198) as well as the phosphate 

transporter SphX (Fig. S11).  

A second alternative P form are phosphonates, i.e. reduced organophosphorus compounds 

containing C–P bonds, which constitute up to 25% of the high-molecular-weight dissolved organic 

P pool in the open ocean (51). Indeed, the quasi-totality of the Prochlorococcus population of the 

most P-limited areas of the ocean possess, additionally to the core phosphonate ABC transporter 

(phnD1-C1-E1), a second previously unreported putative phosphonate transporter (phnC2-D2-E2-

E3; ProCAG_012; Fig. 6A), while these genes are only present in a few Prochlorococcus (including 

MIT9314) and no Synechococcus genomes. Furthermore, as previously mentioned in several 

studies (52–54), a fairly low proportion of Prochlorococcus populations thriving in low-P areas also 

possess a gene cluster encompassing the phnYZ operon, involved in C-P bond cleavage, the 

putative phosphite dehydrogenase ptxD as well as the phosphite and methylphosphonate 

transporter ptxABC (ProCAG_0013, Dataset 6, and Fig. 6B, (54–56)). Compared to these previous 

studies that mainly reported the presence of these genes in Prochlorococcus cells from the North 

Atlantic Ocean, here we show that they actually occur in a much larger geographic area, including 

the Mediterranean Sea, the Gulf of Mexico and the ALOHA station (TARA_132) in the North Pacific, 

and are also present in an even larger proportion of the Synechococcus population (Fig. S12, 

Dataset 6). Interestingly, Synechococcus cells from the Mediterranean Sea, dominated by clade III, 

seem to lack phnYZ, in agreement with the phyletic pattern of these genes in reference genomes, 

showing the absence of this two-gene operon in the sole clade III strain that possesses the 

ptxABDC gene cluster. In contrast, the presence of the complete gene set (ptxABDC-phnYZ) in the 

North Atlantic and at the entrance of the Mediterranean Sea as well as in several clade II reference 

genomes rather suggests that it is primarily attributable to this specific clade. Altogether, our data 

indicate that at least part of the natural populations of both Prochlorococcus and Synechococcus 

would be able to assimilate phosphonate and phosphite as alternative P-sources in low-P areas 

using the ptxABDC-phnYZ operon. Yet, the fact that no picocyanobacterial genome except P. 

marinus RS01 (Fig. 6C) possesses both phnC2-D2-E2-E3 and phnYZ, raises the question of how the 

phosphonate taken up by the phnC2-D2-E2-E3 transporter is metabolized in these cells. Finally, 

although the Mediterranean Sea is not known to be N-limited, all reference clade III genomes 

possess a complete set of genes involved in the assimilation of organic nitrogen (Dataset 6), 



 

 
 

suggesting that at least part of these organic nutrients might also be a source of organic 

phosphorus.  

As for macronutrients, it has been hypothesized that the survival of marine picocyanobacteria 

in low-Fe regions was made possible through several strategies, including the elimination from 

the genomes of genes encoding proteins that contain Fe as a cofactor, the replacement of Fe by 

another metal cofactor, and the acquisition of genes involved in Fe uptake and storage (24, 25, 

30, 33, 57). Accordingly, several CAGs encompassing genes encoding proteins interacting with Fe 

were found in the present study to be anti-correlated with HNLC regions in both genera. These 

include three subunits of the (photo)respiratory complex succinate deshydrogenase (SdhABC, 

ProCAG_014, SynCAG_006, Fig. S13; (58)) as well as Fe-containing proteins encoded in most of the 

abovementioned CAGs involved in N or P metabolism, such as the guanidinase CAG (Fig. S6), the 

NitC1 CAG (Fig. 5), the pyrB2 CAG (Fig. S8), the phosphonate CAGs (Figs. 6 and S12) and the urea 

and inorganic nitrogen CAGs (Fig. S5). Most Synechococcus cells thriving in Fe-replete areas also 

possess the sodT/sodX CAG (SynCAG_007, Fig. S14A-B) involved in nickel transport and maturation 

of the Ni-superoxide dismutase (SodN), these three genes being in contrast core in 

Prochlorococcus. Additionally, Synechococcus from Fe-replete areas, notably from the 

Mediterranean Sea and the Indian Ocean, specifically possess two CAGs (Syn CAG_008 and 009; 

Fig. S14C-D), involved in the biosynthesis of a polysaccharide capsule that appear to be most 

similar to the E. coli groups 2 and 3 kps loci (59). These extracellular structures, known to provide 

protection against biotic or abiotic stress, were recently shown in Klebsiella to provide a clear 

fitness advantage in nutrient-poor conditions since they were associated with increased growth 

rates and population yields (60). Yet, while these authors suggested that capsules may play a role 

in Fe uptake, the significant reduction of the relative abundance of kps genes in low-Fe compared 

to Fe-replete areas (t-test p-value <0.05 for all genes of the Syn CAG_008 and 009 except 

CK_00002157; Fig. S14C) and their absence in CRD1 strains (Dataset 6) rather suggests that these 

capsules may be too energy-consuming for some picocyanobacteria thriving in this peculiar niche, 

while they may have a meaningful and previously overlooked role in their adaptation to low-P and 

low-N niches.  

A number of CAGs were in contrast found to be enriched in populations dwelling in HNLC 

environments, dominated by Prochlorococcus HLIIIA/HLIVA/LLIB and Synechococcus 

CRD1A/EnvBA ESTUs (Fig. 2). For Prochlorococcus, this includes the abovementioned natFGH 

(ProCAG_008) and leudH/soxA (ProCAG_009) CAGs, involved in amino acid metabolism (Fig. S10), 

while a large proportion of the Synechococcus populations in these areas possess i) a large CAG 

involved in glycine betaine synthesis and transport (SynCAG_010, Fig. S15A-B; (9, 61)), almost 



 

 
 

absent from low-N areas, ii) a CAG encompassing a flavodoxin and a thioredoxin reductase 

(SynCAG_011, Fig. S15C-D), mostly absent from low-P areas, as well as iii) the nfeD-floT1-floT2 

CAG (SynCAG_012, Fig. S16A-B) involved in the production of lipid rafts, potentially affecting cell 

shape and motility (9, 62). Both Prochlorococcus and Synechococcus thriving in low-Fe waters also 

possess the TonB-dependent siderophore uptake operon (fecDCAB-tonB-exbBD, Dataset 6). The 

latter gene cluster, which is found in a few picocyanobacterial genomes and was previously shown 

to be anti-correlated with dissolved Fe concentration (24, 25, 57), is indeed systematically present 

in a significant part of the Prochlorococcus and Synechococcus population in low-Fe areas 

(ProCAG_015 and SynCAG_013-014, Fig. S17). However, it is also present in a small fraction of the 

populations thriving in the Indian Ocean, consistent with its occurrence in two Prochlorococcus 

HLII and one Synechococcus clade II genomes (Dataset 6). The most striking result in this category 

is that the vast majority of Prochlorococcus cells thriving in low-Fe regions possess a CAG 

encompassing the ctaC2-D2-E2 operon, also found in 85% of all Synechococcus reference 

genomes, including all CRD1 (Fig. 7; Dataset 6). This CAG encodes the alternative respiratory 

terminal oxidase ARTO, a protein complex that has been suggested to be part of a minimal 

respiratory chain in the cytoplasmic membrane, potentially providing an additional electron sink 

under Fe-deprived conditions (63, 64). Furthermore, a Synechocystis mutant in which the ctaD2 

and ctaE2 genes had been inactivated was found to display markedly impaired Fe reduction and 

uptake rates as compared to wild-type cells, suggesting that ARTO is involved in the reduction of 

Fe(III) into Fe(II) prior to its transport through the plasma membrane via the Fe(II) transporter 

FeoB (65). Thus, the presence of the ARTO system appears to represent a major and previously 

unreported adaptation for Prochlorococcus populations thriving in low-Fe areas. 

Besides genes involved in nutrient acquisition and metabolism, several Prochlorococcus and 

Synechococcus CAGs were found to be correlated with low-temperature waters. A closer 

examination of Prochlorococcus CAGs however, shows that their occurrence is not directly related 

to temperature adaptation but mainly explained by the prevalence at high latitude of either i) the 

HLIA ESTU (Fig. 2A, C and Fig. 4), the red module encompassing most of the above-mentioned 

CAGs involved in P-uptake and assimilation pathways, or ii) the LLIA ESTU, present in surface 

waters at vertically-mixed stations, the turquoise module mainly gathering Prochlorococcus LL-

specific genes, such as Pro_CAG_017, involved in phycoerythrin-III biosynthesis (ppeA, cpeFTZY, 

unk13) or ProCAG_018, encoding the two subunits of exodeoxyribonuclease VII (XseA-B). As 

concerns Synechococcus, although a fairly high number of CAGs were identified in the tan module 

associated with ESTUs IA and IVA-C (Fig. 2B, D and Fig. S4), only very few are conserved in more 

than two reference strains and/or have a characterized function (Dataset 6). Among these, at least 



 

 
 

one CAG is clearly related to adaptation to cold waters, the orange carotenoid protein (OCP) 

operon (ocp-crtW-frp; SynCAG_016). Indeed, this operon is involved in a photoprotective process 

(66) and was recently shown to provide cells with the ability to deal with oxidative stress under 

cold temperatures (67). In agreement with the latter study, our data shows that Synechococcus 

populations colonizing mixed waters at high latitudes or in upwelling areas all possess the ocp CAG 

(Fig. S18), highlighting the importance of this photoprotection system in Synechococcus 

populations colonizing cold and temperate areas. Synechococcus populations thriving in cold 

waters also appear to be enriched in CAGs involved in gene regulation. This includes 

transcriptional regulators involved in the regulation of the CA4-A form of the type IV chromatic 

acclimation process (fciA-B; SynCAG_017), consistent with the predominance of Synechococcus 

CA4-A cells in temperate or cold environments (68–70)(Dataset 6) as well as the hidABC operon 

(SynCAG_018), involved in the synthesis of a secondary metabolite (hierridin C; (71)). Altogether, 

the fairly low number of ‘strong’ CAGs associated with temperature supports the hypothesis that 

adaptation to cold temperature is not mediated by evolution of gene content but rather of protein 

sequences (8, 9, 30, 72). 

In conclusion, our analysis of Prochlorococcus and Synechococcus gene distributions at the global 

scale using the deeply sequenced metagenomes collected along the Tara Oceans expedition 

transect revealed that each community has a specific gene repertoire, with different sets of 

accessory genes being highly correlated with distinct ESTUs and physicochemical parameters. As 

previously suggested for Prochlorococcus (30), this strong correlation between taxonomy and 

gene content strengthens the idea that, in both genera, genome evolution mainly occurs by 

vertical transmission and selective gene retention, with a fairly low extent of lateral gene transfer 

between clades. By combining information about gene synteny in 256 reference genomes with 

the distribution and abundance of these genes in the field, we further managed to delineate suites 

of adjacent genes likely involved in the same metabolic pathways that may have a crucial role in 

adaptation to specific niches. These analyses confirmed previous observations about the niche 

partitioning of individual genes and a few genomic regions involved in nutrient uptake and 

assimilation (24, 25, 27, 30, 34, 36). Most importantly, this network approach unveiled several 

novel genomic regions that could confer cells a fitness benefit in particular niches and also 

highlighted that some previously detected individual genes are part of larger genomic regions. It 

notably revealed the potential importance of the uptake and assimilation of organic forms of 

limiting nutrients, which might either be directly used by the cells, e.g. for the biosynthesis of 

proteins or DNA, or be degraded into inorganic N and/or P forms. Consistently, many CAGs 

potentially involved in the uptake and assimilation of complex compounds, such as guanidine, 



 

 
 

C≡N-containing compounds or pyrimidine were present in both N- and P-depleted waters, and 

might constitute an advantage in areas of the world ocean co-limited in these nutrients (26). In 

contrast, most of these CAGs were specifically absent from N and/or P-rich, Fe-poor areas ((30); 

this study). Adaptation to Fe-limitation seemingly relies on specific adaptation mechanisms 

including reduction of Fe3+ to Fe2+ using ARTO, Fe storage, Fe scavenging using siderophores as 

well as reduction of the iron quota and of energy-consuming adaptation mechanisms, such as 

polysaccharide capsule biosynthesis. Altogether, this study provides unique insights into the 

functional basis of microbial niche partitioning and the molecular bases of fitness in key members 

of the phytoplankton community. A future challenge will clearly consist of biochemically 

characterizing the function of the different genes, including many unknown, gathered in the 

above-mentioned CAGs (Datasets 5 and 6), which are sometimes present only in a few or even a 

single strain but can occur in a large part or even the whole Prochlorococcus and/or Synechococcus 

population in situ, and which likely all contribute to the same complex and/or metabolic pathway. 

 

 

Materials and Methods 

 

Tara Oceans dataset 

A total of 131 bacterial-size metagenomes (0.2-1.6 µm for stations TARA_004 to TARA_052 and 

0.2-3µm for TARA_056 to TARA_152), collected in surface from 83 stations along the Tara Oceans 

expedition transect (73), were used in this study. Briefly, all metagenomes were sequenced as 

Illumina overlapping paired reads of 100-108 bp and paired reads were merged and trimmed 

based on quality, resulting in 100-215 bp fragments, as previously described (22). All 

metagenomes and corresponding environmental parameters were retrieved from PANGAEA 

(www.pangaea.de/) except for Fe and ammonium concentrations that were modeled and the Fe 

limitation index Φsat that was calculated from satellite data, as previously described (22).  

 

Recruitment and taxonomic and functional assignment of metagenomic reads 

Metagenomic reads were first recruited against 256 reference genomes, including the 97 

genomes available in the information system Cyanorak v2.1 (www.sb-roscoff.fr/cyanorak; (28)) as 

well as 84 additional WGS, 27 MAGs and 48 SAGs retrieved from Genbank (Dataset 9). 

Recruitment was made using MMseqs2 Release 11-e1a1c (76) with maximum sensitivity (mmseqs 

search -s 7.5) and limiting the results to one target sequence (mmseqs filterdb --extract-lines 1). 

Using the same MMseqs2 options, the resulting reads were then mapped to an extended database 

of 978 genomes, including all picocyanobacterial reference genomes complemented with 722 

http://www.pangaea.de/


 

 
 

outgroup cyanobacterial genomes downloaded from NCBI. Reads mapping to outgroup sequences 

or having less than 90% of their sequence aligned were filtered out and the remaining reads were 

taxonomically assigned to either Prochlorococcus or Synechococcus according to their best hit. 

Reads were then functionally assigned to a cluster of likely orthologous genes (CLOGs) from the 

information system Cyanorak v2.1 based on the position of their MMseqs2 match on the genome, 

the coordinates of which correspond to a particular gene in the database. More precisely, a read 

was functionally assigned to a gene if at least 75% of its size was aligned to the reading frame of 

this gene and if the percentage identity of the blast alignment was over 80%. Finally, read counts 

were aggregated by CLOG and normalized by dividing read counts by L-l+1, where L represents 

the average gene length of the CLOG and l the mean length of recruited reads. Only environmental 

samples that contained at least 2,500 and 1,700 distinct CLOGs for Synechococcus and 

Prochlorococcus, respectively, were kept, corresponding roughly to the average number of genes 

in a Synechococcus and a Prochlorococcus HL genome, respectively. After this filtration step, a 

CLOG was kept if it showed a gene-length normalized abundance higher than 1 (i.e., a gene 

coverage of 1) in at least 2 of the selected environmental samples. Then, large-core genes, as 

previously defined (9), were removed to keep only accessory genes. The resulting abundance 

profiles were used to perform co-occurrence analyses by weighted genes correlation network 

analysis, as detailed below (WGCNA, (74)).  

 

Station clustering and ESTU analyses 

In order to cluster stations displaying similar CLOG abundance patterns, the abundance of a given 

CLOG in a sample was divided by the total CLOG abundance in this sample to obtain relative 

abundance profiles per sample. Bray-Curtis similarities were calculated from these profiles and 

used to cluster Tara Oceans stations with the Ward's minimum variance method (75). The same 

normalization method was applied to picocyanobacterial ESTUs that were defined based on the 

petB marker gene at each station using a similar approach as in Farrant et al. (2016) but using a 

Ward's minimum variance method (75) to be consistent with the clustering of CLOG profiles. In 

order to check whether the Bray-Curtis distances between stations based on petB 

picocyanobacterial communities and based on gene content were significantly correlated, a 

mantel test was performed between the distance matrices, as implemented in the R package 

vegan v2.5 with 9,999 permutations (76). 

 

Gene co-occurrence network analysis 



 

 
 

A data-reduction approach based on WGCNA, as implemented in the R package WGCNA v1.51 

(77), was used to build a co-occurrence network of CLOGs based on their relative abundance in 

Tara Oceans stations and to delineate modules of CLOGs (i.e., subnetworks). The WGCNA 

adjacency matrix was calculated in 'signed' mode (i.e., considering correlated and anti-correlated 

CLOGs separately), by using the Pearson correlation between pairs of CLOGs (based on their 

relative abundance in every sample) and raising it to the power 12, which allowed to obtain a 

scale-free topology of the network. Modules were identified by setting the minimum number of 

genes in each module to 100 and 50 for Synechococcus and Prochlorococcus, respectively, and by 

forcing every gene to be included in a module. The eigengene of each module (representative of 

the relative abundance of genes of a given module at each Tara Oceans station) was then 

correlated to environmental parameters and to the relative abundance of ESTUs. Finally, genes in 

each module with the highest correlation to the eigengene (a measurement called 'membership'), 

were extracted in order to identify the most representative genes of each module. 

 

Identification of differentially distributed clusters of adjacent genes (CAGs) 

Results on individual niche-related genes identified by WGCNA were then integrated with 

knowledge on gene synteny in reference genomes (Datasets 7 and 8). For each WGCNA module, 

we defined CAGs by searching adjacent genes of the module in the 256 reference genomes. In 

order to be considered as belonging to the same CAG, two genes of the same module must be less 

than 6 genes apart in 80% of the genomes in which these two genes are present. This led us to 

identify clusters of adjacent genes in reference genomes, comprising genes displaying a similar 

distribution pattern, called CAGs. A network of CAGs was then built for each WGCNA module, 

taking into account the number of genomes in which these genes are adjacent (Figs. 4, S3 and S4). 

An unweighted, undirected graph was drawn for each module according to the Fruchterman-

Reingold layout algorithm implemented in the R package igraph. This is a force-directed algorithm, 

meaning that node layout is determined by the forces pulling nodes together and pushing them 

apart. In other words, its purpose is to position the nodes of a graph so that the edges of more or 

less equal length are gathered together and to avoid as many crossing edges as possible.  

 

Data sharing plans: All genomic and metagenomic data used in this study are publicly available  
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Figure 1. Comparison of clustering based on relative abundance profiles of ecologically 

significant taxonomic units (ESTUs) and of flexible genes for both picocyanobacteria. A. 

Prochlorococcus. B. Synechococcus. Leaves of the trees correspond to stations along the Tara 

Oceans transect that are colored according to the code shown at the bottom of the trees, 

corresponding to ESTU assemblages as determined by Farrant et al. (2016) by clustering stations 

exhibiting similar ESTU relative abundance profiles shown here on the right of each tree. ESTUs 

were colored according to the palette below each panel. Dotted lines in dendrograms indicate 

discrepancies between trees. Flexible genes correspond to genes that were not detected in a least 

one sample. Of note, due to a slightly different clustering method (cf. materials and methods), 

assemblage 7 (dark grey stations in 1B), which was discriminated from assemblage 6 in the Farrant 

et al. (2016) is now included into this assemblage. Abbreviations: IO, Indian Ocean; MS, 

Mediterranean Sea; NAO, North Atlantic Ocean; NPO, North Pacific Ocean; RS, Red Sea; SAO, 

South Atlantic Ocean; SO, Southern Ocean. 

 

  



 

 
 

 

 

 

Figure 2. Correlation of picocyanobacterial module eigengenes to physico-chemical 

parameters and ESTU abundance. A, B. Correlation of module eigenges to physico-chemical 

parameters for Prochlorococcus (A) and Synechococcus (B). C, D. Correlation of module eigenges 

to relative abundance profiles of ESTUs sensu (Farrant et al., 2016). Pearson (A, B) and Spearman 

(B, D) correlation coefficient (R²) is indicated by the color scale. Each module is identified by a 

specific color and the number between brackets specifies the number of genes in each module. 

Non-significant correlations (Student asymptotic p-value > 0.01) are marked by a  r     Φ at:     x 

of iron limitation derived from satellite data. PAR30: satellite-derived photosynthetically available 

radiation at the surface, averaged on 30 days. DCM: depth of the deep chlorophyll maximum. 



 

 
 

 

 

Figure 3. Violin plots highlighting the most representative genes of each Prochlorococcus 

module. For each module, each gene is represented as a dot positioned according to its correlation 

with the eigengene of each module, the most representative genes being localized on top of each 

violin plot. Genes mentioned in the text have been colored according to the color of the 

corresponding module, indicated by a colored bar above each module. Text between brackets 

indicates the most significant environmental parameter(s) and/or ESTU(s), as derived from Fig. 2. 



 

 
 

 

 

 

Figure 4. Delineation of Prochlorococcus CAGs, defined as a set of genes that are both 

adjacent in reference genomes and share a similar in situ distribution. Nodes correspond to 

individual genes with their gene name (or significant numbers of the CK number, e.g. 1234 for 

CK_00001234) and are colored according to their WGCNA module. A link between two nodes 

indicates that these two genes are less than 5 genes apart in at least one genome. Insert shows 

the most significant environmental parameter(s) and/or ESTU(s) for each module, derived from Fig. 

2. 

  



 

 
 

 

Figure 5. Global distribution map of CAG involved in nitriles or cyanides transport and 

assimilation. (A) Prochlorococcus (ProCAG_006) and (B) Synechococcus SynCAG_002. (C) 

Genomic region in Prochlorococcus marinus MIT9301. The size of the circle is proportional to 

relative abundance of Prochlorococcus as estimated based on the petB gene and this gene was 

also used to estimate the relative abundance of other genes in the population. 

  



 

 
 

 

 

 

 

Figure 6. Global distribution map of CAGs putatively involved in phosphonate and phosphite 

transport and assimilation. Prochlorococcus (A) ProCAG_012 putatively involved in phosphonate 

transport, (B) ProCAG_013, involved in phosphonate/phosphite uptake and assimilation and 

phosphonate C-P bond cleavage, (C) Genomic region encompassing both phnC2-D2-E2-E3 and 

ptxABDC-phnYZ specific of Prochlorococcus RS01.  

 



 

 
 

 

 

 

 

Figure 7. Global distribution map of the Prochlorococcus CAGs involved in biosynthesis of 

an alternative respiratory terminal oxidase (ARTO). (A) Prochlorococcus ProCAG_0XX, (B) 

Synechococcus SynCAG_0XX 
  



 

 
 

Annexe C : Composition des milieux de cultures utilisés pour cultiver les souches de 

Synechococcus au cours de cette thèse 

 



 

 
 

 

 



 

 
 

  
Components  

(Final concentration 
in media 

µM unless stated 
otherwise) 

AQUIL PCRS-11 AQUIL PCRS-11  

  

AQUIL 
(Price et 

al., 1989 : 
Table 2)  

5 µM 
EDTA   

AQUIL 
(Price et 

al., 1989 : 
Table 3)  
100 µM 

EDTA   

AQUIL 
(Price et 

al., 1989 : 
Table 3)  
100 µM 

EDTA   

PCR-
S11 

(Rippka 
et al. 
2000) 

PCR-
S11  

(Moore 
et al. 
2007) 

PCR-S11  
2µM EDTA 
(Roscoff) 

AQUIL 
PCRS-11  

2µM 
EDTA 

AQUIL 
PCRS-11  
100 µM 

EDTA 

Macronutrients 

 (NH4)2SO4       400 400 400     

Na-PO4 
NaH2PO4·H2O 

10 10 10 50 50 50 10 10 
Na2H-PO4 

 NaNO3 300 300 300 0 0 1000 300 300 

 Na2SiO3.9H2O 100 100 0       0 0 

Buffers HEPES, pH7.5       1000 1000 1000     

Trace Metals 

Fe/EDTA 
Na2EDTA·2H2O 5 100 100 

8 8 2 
2 100 

FeCl3·6H2O 0,451 8,32 Variable  Variable Variable 

Molybdenum 
Na2MoO4·2H2O 0,1 0,1 0,1       0,1 0,1 

(NH4)6Mo7O24·4H2O       0,0002 0,0004 0,0004     

Selenium 
Na2SeO3 0,01 0,01 0,01       0,01 0,01 

SeO2       0,0015 0 0,003     

Zinc 
ZnSO4·7H2O 0,004 0,0797 0,0797 0,003 0,006 0,006     

ZnCl2              0,006 0,0797 

Copper CuSO4·5H2O 0,000997 0,0196 0,0196 0,0015 0,003 0,003 0,003 0,0196 

Manganèse 
MnCl2·4H2O 0,023 0,121 0,121       0,06 0,121 

MnSO4·H2O       0,03 0,06 0,06     

Cobalt CoCl2·6H2O 0,0025 0,0503 0,0503       0,003 0,0503 



 

 
 

 Co(NO3)2·6H2O       0,0015 0,003 0,003     

Tungsten Na2WO4·2H2O       0,0003 0,0006 0,0006 0,0006 0,03 

Cadmium Cd(NO3)2·4H2O       0,0015 0,003 0,003 0,003 0,15 

Nickel NiCl2.6H2O       0,0015 0,003 0,003 0,003 0,15 

Chromium Cr(NO3)3·9H2O       0,0003 0,0006 0,0006 0,0006 0,03 

Vanadium VSO5       0,0003 0,0006 0,0006 0,0006 0,03 

Aluminum KAl(SO4)2·12H2O       0,003 0,006 0,006 0,006 0,3 

Iodine KI       0,0015 0,003 0,003 0,003 0,003 

Boron H3BO3       0,15 0,3 0,3     

Bromine KBr       0,003 0,006 0,006     

Salt  
(Red sea salt for 
PCR-S11 or SOW for 
AQUIL) 

Boron H3B03 4,85E+02 4,85E+02 4,85E+02 

Sea 
water 

Sea 
water 

Red Sea 
Salt 

33.3g/L 

4,85E+02 4,85E+02 

Bromine K.Br 8,40E+02 8,40E+02 8,40E+02 8,40E+02 8,40E+02 

  NaCl 4,20E+05 4,20E+05 4,20E+05 4,20E+05 4,20E+05 

  MgCl2·6H2O 5,46E+04 5,46E+04 5,46E+04 5,46E+04 5,46E+04 

  CaCl2·2H2O 1,05E+04 1,05E+04 1,05E+04 1,05E+04 1,05E+04 

  KCl 9,39E+03 9,39E+03 9,39E+03 9,39E+03 9,39E+03 

  Na2S04 2,88E+04 2,88E+04 2,88E+04 2,88E+04 2,88E+04 

  NaHC03 2,38E+03 2,38E+03 2,38E+03 2,38E+03 2,38E+03 

  NaF 7,14E+01 7,14E+01 7,14E+01 7,14E+01 7,14E+01 

  SrCl2·6H20 6,38E+01 6,38E+01 6,38E+01 6,38E+01 6,38E+01 

Vitamins 

Vitamin B12  
Cyanocobalamin 

(µg/L) 
0,55 0,55 0,55 10 10 1 0,55 0,55 

Biotin (µg/L) 0,5 0,5 0,5       0,5 0,5 

Thiamin HCl (µg/L) 100 100 100       100 100 



 

 
 

  



 

 
 

Résumé 

Les océans sont fortement impactés par le changement global, qui provoque une augmentation de la température 

de surface mais aussi une expansion des zones pauvres en Fer (Fe) alors que ce micronutriment limite déjà la 

croissance du phytoplancton dans près de 30 % de l'océan mondial. Dans ce contexte, on peut se demander si et 

comment le phytoplancton marin est capable de s'adapter à cette limitation et quelles seront les conséquences de 

l'appauvrissement en Fe sur la capacité des océans à séquestrer le CO2 via la pompe à carbone biologique. De par 

son abondance, son ubiquité, la disponibilité de nombreuses souches et génomes, Synechococcus constitue l'un 

des modèles biologiques les plus pertinents disponibles à ce jour pour étudier les processus moléculaires impliqués 

dans l'adaptation du phytoplancton aux changements environnementaux en cours dans l'océan. Alors que les 

populations naturelles de Synechococcus ont longtemps été considérées comme dominées par quatre clades (I-IV), 

l'importance écologique d'un cinquième clade (appelé CRD1) a récemment été mise en évidence dans les zones 

limitées en Fe de l'océan mondial. En outre, il a été démontré que le clade CRD1 englobe 3 unités taxonomiques 

distinctes écologiquement significatives (ESTUs CRD1A à C), occupant des niches thermiques distinctes. Afin de 

mieux comprendre les rôles respectifs de la carence en Fe et de la température sur la distribution et la 

diversification génétique de Synechococcus, la comparaison de souches représentatives de chacun des trois ESTUs 

de CRD1 avec des membres des clades I-IV, utilisés comme références de thermotypes froids (I, IV) ou chauds (II, 

III) et colonisant des environnements riches en Fe, a permis de valider l’existence de trois thermotypes distinctes 

au sein au clade CRD1. De plus, l'acquisition de paramètres physiologiques supplémentaires à partir de cultures 

acclimatées à différentes températures et différents degrés de limitation en Fe a également révélé des spécificités 

des souches CRD1 par rapport aux autres clades. Des analyses comparatives des génomes de Synechococcus 

disponibles ont également suggéré que la dominance de ce clade dans les zones pauvres en Fe pourrait reposer 

sur une réduction du nombre de gènes codant pour des protéines riches en Fe et sur une augmentation du nombre 

de gènes codant pour des protéines utilisant des métaux alternatifs comme co-facteurs et surtout des protéines 

impliquées dans le transport, l’assimilation et le stockage du Fe. Enfin, l'analyse des métagénomes de Tara Oceans 

a révélé des gènes spécifiquement présents ou absents dans les niches pauvres en Fe qui ont permis de confirmer 

les résultats de génomique comparative et d’identifier de nouveaux gènes candidats potentiellement impliqués 

dans les mécanismes d'adaptation à la carence en Fe et à la température. 
 

Abstract 

The oceans are strongly impacted by global change, which is predicted to cause an increase of sea surface 

temperature but also an expansion of iron-poor areas (Fe). This micronutrient limits phytoplankton growth in 

nearly 30% of the global ocean. In this context, one may wonder if/how marine phytoplankton is able to adapt to 

such limitation and what will be the consequences of Fe depletion on the ocean ability to sequester CO2 via the 

biological carbon pump. Due to its abundance, ubiquity, the availability of numerous strains and genomes, 

Synechococcus constitutes one of the most relevant biological models available nowadays to study the molecular 

processes involved in the adaptation of phytoplankton to the environmental changes occuring the ocean. While 

natural populations of Synechococcus were long thought to be dominated by four clades (I-IV), the ecological 

importance of a fifth clade (called CRD1) has recently been demonstrated in Fe-limited areas of the world ocean. 

Furthermore, the CRD1 clade has been shown to encompass 3 distinct Ecologically Significant Taxonomic Units 

(ESTUs, CRD1A to C), occupying distinct thermal niches. In order to better understand the respective roles of Fe 

deficiency and temperature on the distribution and genetic diversification of Synechococcus, we compared the 

physiology of representative strains of each of the three CRD1 ESTUs with members of clades I-IV, used as controls 

for cold (I, IV) or warm (II, III) thermotypes and Fe-replete environments to validate the existence of three distinct 

thermotypes within the CRD1 clade. Moreover, the acquisition of additional physiological parameters from cultures 

acclimated to different temperatures and different degrees of Fe limitation also revealed specificities of CRD1 

strains compared to other clades. Comparative analyses of Synechococcus genomes have also suggested that the 

dominance of this clade in Fe-depleted areas may rely on a reduction in the number of genes coding for Fe-rich 

proteins and an increase of genes coding for proteins using alternative metals as co-factors and especially involved 

in Fe transport, assimilation and storage. It made it possible to confirm the results of comparative genomics and to 

identify new candidate genes potentially involved in the mechanisms of adaptation to Fe and temperature. Finally, 

the analysis of Tara oceans metagenomes revealed genes specifically present of absent in the Fe-poor niches which 

made it possible to confirm the results of comparative genomics and to identify novel genes potentially involved 

in adaptation mechanisms to Fe-depletion and temperature. 


