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RÉSUMÉ 

La qualité des eaux côtières et, par le fait même, leurs conditions lumineuses se sont 
grandement détériorées depuis l’ère préindustrielle. Cette diminution de l’intensité lumineuse 
dans l’eau, appelée à s’aggraver dans le futur, nuit aux producteurs primaires aquatiques en 

limitant la photosynthèse. L’ampleur de cet effet dépend de la capacité d’acclimatation de 
ces organismes à une atténuation de la lumière dans l’eau. Les phanérogames marines de 

milieu tempéré, bien qu’elles soient adaptées à des environnements lumineux variables, 
peuvent avoir une tolérance variable pour les faibles intensités lumineuses. Dans l’estuaire 
maritime du Saint-Laurent, très peu d’attention a été portée à ce jour sur les réponses à 

l’environnement lumineux et les besoins en lumière de la phanérogame principale, la zostère 
marine (Zostera marina). La présente étude se penche ainsi sur la capacité et les stratégies 

de photoacclimatation de Z. marina afin de combler le manque d’informations sur le sujet et 
d’optimiser les mesures de conservation des herbiers de l’estuaire maritime du Saint-Laurent. 
Des plants de zostère de l’herbier de Rimouski furent exposés à sept traitements d’intensité 

lumineuse, entre 6 et 860 μmol m-2 s-1. Les réponses rapides à un changement des conditions 
lumineuses furent évaluées après cinq jours d’exposition en mesurant l’efficacité et la 

capacité photosynthétique des plants par fluorimétrie PAM (Pulse Amplitude Modulated). La 
photoacclimatation fut étudiée après 25 jours en mesurant à nouveau les réponses 
photosynthétiques, en plus des réponses physiologiques (pigments, absorptance et production 

primaire). Les résultats de cette étude ont révélé trois seuils d’intensité lumineuse dans la 
réponse de la zostère à la lumière. Ces seuils se situent à 200 μmol m-2 s-1, l’intensité 

lumineuse minimale requise pour saturer la chaîne de transport des électrons, à 74 μmol m-2 
s-1, l’intensité minimale que la photoacclimatation peut compenser, et à 13,7 μmol m-2 s-1, 
l’intensité critique pour la survie des plants (MQR, Minimum Quantum Requirement). Un 

échantillonnage mensuel réalisé dans l’herbier de Rimouski de mai à octobre 2020 permettra 
éventuellement de compléter les résultats de cette étude en caractérisant les réponses de la 

zostère aux conditions lumineuses, cette fois à l’échelle de l’herbier, en plus de situer les 
conditions lumineuses naturelles de l’herbier par rapport aux seuils d’intensité lumineuse 
identifiés expérimentalement.  

 
Mots clés : photophysiologie, atténuation et limitation de la lumière, fluorimétrie PAM, 

photosynthèse, Zostera marina, zostère, subarctique 
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ABSTRACT 

Coastal waters quality, and consequently their light conditions, has degraded greatly 
since preindustrial times. This decline in underwater light intensity, expected to decrease 
even further in the future, affects aquatic primary producers by limiting photosynthesis. The 

extent of this impact depends on the capacity of these organisms to acclimate to a decrease 
of light intensity in the water column. Temperate seagrasses, even though they are adapted 

to highly variable light conditions, can differ in their tolerance for low light intensity. To this 
day, in the lower St. Lawrence estuary, very little attention has been paid to the main seagrass, 
Zostera marina (eelgrass), its responses to light environment, and its light requirements. This 

study focuses on Z. marina’s photoacclimation capacity and strategies in order to fill the 
knowledge gap on this specific subject and optimize the conservation measures for the St. 

Lawrence estuary meadows. Eelgrass shoots were exposed to seven light intensity 
treatments, from 6 to 860 μmol photons m-2 s-1. Rapid responses to a change in light 
conditions were examined after five days of light exposure by measuring the photosynthetic 

efficiency and capacity of the shoots using PAM (Pulse Amplitude Modulated) fluorometry. 
Photoacclimation was assessed after 25 days of experiment by measuring once again the 

photosynthetic responses, and by measuring the physiological responses (i.e., pigment 
content, absorptance and primary production). Results revealed three light thresholds in 
eelgrass responses to light. These thresholds were identified at 200 μmol m-2 s-1, the minimum 

light intensity required to saturate the electron transport chain, at 74 μmol m-2 s-1, the 
minimum light intensity for which photoacclimatory mechanisms can compensate, and 13.7 

μmol m-2 s-1, the minimum light intensity required for survival (MQR, Minimum Quantum 
Requirement). A monthly sampling carried out from May to October 2020 in the Rimouski 
eelgrass meadow will eventually enable us to complement the results of this study by 

characterizing eelgrass photoacclimatory responses et meadow-scale.  
 

Keywords: photophysiology, light attenuation and limitation, PAM fluorometry, 
photosynthesis, Zostera marina, eelgrass, subarctic 
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INTRODUCTION GÉNÉRALE 

1.1 ANTHROPISATION ET DETERIORATION DE LA QUALITE DES EAUX COTIERES 

Depuis le début de l’ère industrielle, les eaux côtières à l’échelle du globe sont de plus 

en plus affectées, de près ou de loin, par les activités humaines (Goudie, 2013; IPCC, 2014). 

Aujourd’hui, avec plus de 40% de la population mondiale habitant à moins de 100 km des 

côtes (SEDAC, 2007), rares sont les écosystèmes côtiers non perturbés, que ce soit par 

l’utilisation directe du territoire ou par les changements climatiques, eux-mêmes 

conséquence de l’activité humaine (Martínez et al., 2007). L’anthropisation des milieux 

côtiers entraîne des répercussions néfastes sur la qualité des eaux notamment par les rejets 

agricoles et municipaux, mais également par l’exploitation des terres, l’urbanisation côtière 

et les activités aquatiques récréatives et commerciales (Rabouille et al., 2001; Ralph et al., 

2007). Une des conséquences les plus fréquentes de cette anthropisation est l’eutrophisation 

des milieux aquatiques côtiers (Cloern, 2001). Les eaux usées et le ruissellement des terres 

agricoles représentent un apport accru d’azote et de phosphore inorganiques dissous (DIN et 

PIN) dans les eaux côtières jusqu’à trois fois supérieures aux concentrations naturelles; des 

apports qui ont plus que doublé dans la seconde moitié du 20e siècle (Mackenzie et al., 2002; 

Galloway et al., 2004; Seitzinger et al., 2010). Les oxydes d’azote (NOx) issus des émissions 

de combustibles fossiles sont une source supplémentaire d’azote inorganique dans les 

systèmes aquatiques (Galloway et al., 2004). Cet excès de sels nutritifs favorise la croissance 

de microalgues et de macroalgues opportunistes, pour qui l’azote est habituellement limitant 

en milieu marin (Borum, 1985; Vitousek et al., 1997; Hemminga and Duarte, 2000). Cette 

prolifération algale, et la charge en matière organique particulaire et dissoute qui 

l’accompagne, peut représenter un important obstacle à la pénétration de la lumière dans la 

colonne d’eau. Elle nuit ainsi aux autres producteurs primaires benthiques tels que les 
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phanérogames marines (Kemp et al., 1983; Hauxwell et al., 2001), qui sont généralement de 

moins bonnes compétitrices pour la lumière (Duarte, 1995).  

Une augmentation de l’apport sédimentaire par les cours d’eau peut également 

occasionner une détérioration de la qualité des eaux côtières. Cet apport sédimentaire est 

altéré lors d’une modification du bilan hydrologique d’un bassin versant (bilan des apports 

et pertes en eau) ou de l’hydrogramme annuel d’un cours d’eau (débit au fil des mois), 

résultant respectivement de l’exploitation des sols et des changements climatiques (IPCC, 

2014). La charge sédimentaire en suspension dans l’eau est également exacerbée lors d’une 

perturbation du fond (Syvitski and Kettner, 2011). En effet, des perturbations naturelles et 

anthropiques telles que l’érosion côtière, le dragage ou encore les travaux portuaires 

engendrent une remise en suspension des sédiments fins et limitent ainsi la pénétration de la 

lumière dans l’eau (McCarthy et al., 1974).  

Une détérioration de la qualité des eaux côtières est déjà observée à l’échelle mondiale 

et celle-ci se traduit principalement par une dégradation des conditions lumineuses dans la 

colonne d’eau (Short and Neckles, 1999; Ralph et al., 2007; Duarte et al., 2008). Ces 

conditions lumineuses sont appelées à empirer davantage sous la pression grand issante des 

activités humaines et des changements climatiques (Short and Neckles, 1999; Ralph et al., 

2007; Lloret et al., 2008). D’abord, certains cours d’eau devraient voir leur charge 

sédimentaire augmenter, particulièrement les cours d’eau dont le bassin versant est soumis à 

des activités comme la déforestation, l’agriculture, l’exploitation minière ou encore le 

développement urbain, toutes appelées à s’intensifier avec la croissance démographique 

(Walling, 2006, 2008). Les changements climatiques devraient ensuite contribuer à accentuer 

l’apport de sédiments aux milieux côtiers. L’augmentation en intensité et en fréquence des 

évènements météorologiques extrêmes, favorisant l’érosion des côtes, est propice à une 

augmentation de la turbidité de la colonne d’eau (Walling, 2006; Syvitski and Kettner, 2011; 

IPCC, 2014). Ce dernier phénomène est également attendu dans les eaux polaires, où la fonte 

du pergélisol et de la calotte glaciaire devrait résulter en un plus grand apport sédimentaire 

et de matière organique dans l’eau (Borum et al., 2002; Sommaruga, 2015; Filbee-Dexter et 
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al., 2019). D’autre part, la fonte de la banquise aux pôles ou des glaces hivernales en milieu 

tempéré, occasionnant une réduction de l’étendue du couvert de glace, implique une moins 

grande protection de la colonne d’eau en saison de fort hydrodynamisme et  ainsi une plus 

grande vulnérabilité de l’écosystème à l’érosion (Barnhart et al., 2014). Les apports de sels 

nutritifs dans les eaux côtières devraient également augmenter en raison de l’accroissement 

de la population mondiale, particulièrement si davantage de mesures de gestion des 

nutriments ne sont pas mises en place (Rabalais et al., 2009; IPCC, 2014).  

Les eaux côtières, souvent soumises à une combinaison de pressions anthropiques et 

climatiques, devraient donc voir leurs conditions lumineuses se détériorer davantage qu’elles 

le sont aujourd’hui, tant en quantité de lumière pénétrant la colonne d’eau qu’en qualité 

spectrale. Un tel scénario est potentiellement critique pour les producteurs primaires puisque 

la lumière est ce qui permet la photosynthèse (Figure 1) (Falkowski and Raven, 2007).  

Figure 1. Chaîne de transport des électrons et ATPsynthase dans la membrane 
des thylakoïdes. Les photons (éclairs jaunes) sont d’abord perçus par les 
pigments accessoires de l’antenne collectrice. L’énergie de ces photons est 

acheminée jusqu’aux chlorophylles a des centres réactionnels des photosystèmes 
(PSII et PSI), où seront amorcées les réactions photochimiques. Ces réactions 

consistent en la photolyse d’une molécule d’H2O afin d’en extraire deux 
électrons. Ces électrons servent à la réduction du NADP+ en NADPH, au terme 
de la chaîne de transport des électrons, un ensemble de complexes enzymatiques 

au sein de la membrane des thylakoïdes. Ce transport d’électrons contribue 
parallèlement à l’accumulation de H+ dans le lumen des thylakoïdes et permet 
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ainsi la phosphorylation de l’ADP en ATP par l’ATPsynthase activée par la force 

proton-motrice (PMF) de ce gradient de pH. Le NADPH et l’ATP alimenteront 
ensuite le cycle de Calvin, où le CO2 est fixé en carbone organique, plus 

spécifiquement en glycéraldéhyde-3-phosphate, par une série de réactions 

enzymatiques initiée par la Rubisco. Figure modifiée de Beer et al. (2014). 

 

1.2 LES HERBIERS MARINS : ROLES ET TRAJECTOIRES  

Une dégradation de la qualité des eaux côtières affecte inévitablement les producteurs 

primaires qui y vivent, dont les phanérogames marines, des plantes supérieures aquatiques 

munies d’une structure racinaire et formant des herbiers (Short and Neckles, 1999; Gattuso 

et al., 2006; Ralph et al., 2007). Une réduction de la lumière incidente peut limiter le 

processus de la photosynthèse (Figure 1) et ultimement compromettre la croissance et la 

survie de l’organisme (Zimmerman et al., 1991). Le déclin recensé de la qualité des eaux 

côtières se fait déjà ressentir sur les écosystèmes côtiers. En effet, depuis les années 1970, 

les herbiers marins à l’échelle du globe présentent des signes de déclin dont les principales 

causes sont la perte d’habitat et la pollution des eaux côtières (Short and Neckles, 1999; 

Waycott et al., 2009; Short et al., 2011; Dunic et al., 2021; Turschwell et al., 2021). En 2007, 

Short et collab. (2011) estimaient à 21% la proportion d’espèces de phanérogames marines 

menacées ou près de l’être, alors qu’au total, 15% le sont en raison de la détérioration des 

conditions lumineuses dans l’eau. En 2006, il était estimé que 58% des herbiers marins, toutes 

espèces et latitudes confondues, avaient subi une perte de superficie depuis la fin du 19e 

siècle, principalement en raison du développement côtier et de la dégradation d e la qualité de 

l’eau (Waycott et al., 2009). À l’échelle globale, cette perte de superficie représentait en 2016 

près de 20% de la superficie occupée par les herbiers marins en 1880 (Dunic et al., 2021). Le 

rythme de ce déclin est d’ailleurs en accélération depuis la seconde moitié du 20e siècle, étant 

passé d’une perte de moins de 1% par an en 1940 à 5%, puis 7% en 1980 et 1990 

respectivement (Waycott et al., 2009). Ce resserrement de la couverture spatiale des herbiers 

marins occasionne une perturbation des habitats côtiers en raison des nombreux rôles que 

jouent les phanérogames dans ces écosystèmes (Orth et al., 2006; Waycott et al., 2009).  
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Les phanérogames marines sont considérées comme des espèces ingénieures du fait de 

l’influence qu’elle exercent sur leur environnement biologique, physique et chimique (Jones 

et al., 1994; Orth et al., 2006). La structure complexe tridimensionnelle aérienne et 

souterraine des herbiers marins est à l’origine de la majorité des rôles écologiques assurés 

par ces espèces (Figure 2) (Duffy, 2006; DFO, 2009b). La dense canopée que forment les 

plants, résultat de leur grande capacité pour la reproduction végétative (Hemminga and 

Duarte, 2000), offre abri et refuge à de multiples espèces de poissons et d’invertébrés, alors 

que d’autres en profitent comme pouponnière, nourricerie, ou comme aire d’alimentation 

(Bell and Westoby, 1986; Heck et al., 1995; Connolly and Hindell, 2006). Cet arrangement 

serré des plants atténue les forces hydrodynamiques des vagues et courants et limite ainsi 

l’érosion des berges tout en facilitant la sédimentation de la matière particulaire en 

suspension (Fonseca and Fisher, 1986; Carr et al., 2010; Hansen and Reidenbach, 2013). Le 

réseau racinaire élaboré contribue lui aussi à contrer l’érosion via la consolidation du substrat. 

Les racines et rhizomes retiennent non seulement les sédiments meubles, mais permettent 

également la cohésion des sédiments en alimentant la rhizosphère (sédiments entourant le 

réseau racinaire et dont les propriétés physico-chimiques sont directement influencées par les 

racines et les micro-organismes qui y sont associés) en matière organique (exsudation et 

décomposition) et en oxygène (Hemminga and Duarte, 2000; Marbà et al., 2006; Ameen et 

al., 2017). Les phanérogames marines exercent également une influence sur la qualité de 

l’eau au travers, notamment, de la sédimentation des particules en suspension, mais aussi par 

l’assimilation de sels nutritifs de la colonne d’eau (Figure 2) (Hemminga and Duarte, 2000; 

Maxwell et al., 2017). Les herbiers sont finalement considérés comme des écosystèmes de 

carbone bleu étant donné leur grande capacité de séquestration et d’enfouissement du carbone 

organique respectivement grâce à la photosynthèse et aux hauts taux de sédimentation 

observés dans les herbiers (Marbà et al., 2006; Röhr et al., 2018). Au travers des interactions 

physiques et biochimiques avec leur milieu, les phanérogames marines façonnent donc un 

nouvel habitat et favorisent l’établissement d’une biodiversité riche (Boström and Bonsdorff, 

1997; United Nations Environment Programme, 2020).  
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Figure 2. Schéma récapitulatif des principaux rôles écologiques assurés par les 
herbiers marins et les boucles de rétroaction positives (+) et négatives (-) les 
régulant. A) L’herbier favorise la sédimentation des particules en suspension, 

l’oxygénation et la consolidation des sédiments et sert de refuge pour plusieurs 
organismes brouteurs d’épiphytes. Toutes ces interactions favorisent à leur tour 

la croissance des plants et l’expansion des herbiers. B) À titre comparatif, les 
zones de sédiments nus (non végétalisées) sont propices à la remise en 
suspension de sédiments et à la prolifération phytoplanctonique ; deux facteurs 

qui limitent la pénétration de la lumière dans l’eau et préviennent l’établissement 

de phanérogames marines. Figure de Maxwell et al. (2017). 

À la lumière de la place centrale qu’occupent les phanérogames marines en milieu 

côtier, il devient évident qu’une détérioration des herbiers peut être néfaste pour ces 

écosystèmes. En effet, le déclin des herbiers, en étendue ou en densité, peut grandement 

changer ou diminuer la biodiversité qu’ils abritent (Thayer et al., 1975; Cimon et al., 2021). 

Ceci pourrait par ailleurs mener à une détérioration supplémentaire de la qualité de l’eau en 

limitant la capacité des herbiers à exercer leur rôle de purification de l’eau.  Les herbiers 
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pourraient se retrouver plongés dans une dynamique de rétroactions, où le déclin de l’herbier 

et la dégradation de la qualité de l’eau s’entraînent mutuellement (Figure 2) (Carr et al., 

2010; Maxwell et al., 2017; Moksnes et al., 2018). Les communautés humaines établies sur 

les côtes souffriraient également d’un tel scénario de déclin d’herbier. Effectivement, les 

rôles écologiques mentionnés à présent résonnent jusqu’aux populations humaines. Certains 

rôles écologiques des herbiers sont considérés comme des services écosystémiques 

notamment dans la gestion de l’érosion côtière, la pêche commerciale (nourriceries et 

pouponnières pour certaines espèces commerciales), le tourisme et, plus généralement, dans 

la qualité des eaux côtières et la séquestration du CO2 atmosphérique (Costanza et al., 1997; 

Duarte, 2000; Barbier et al., 2011). Il devient alors important de comprendre les interactions 

entre les herbiers et les conditions lumineuses dans les eaux côtières afin d’anticiper et 

prévenir les dommages qui pourraient être causés par un déclin des herbiers. 

 

1.3  LA PHOTOACCLIMATATION CHEZ LES PLANTES AQUATIQUES  

Toute détérioration des conditions lumineuses dans l’eau n’est pas nécessairement 

synonyme de déclin des herbiers (Ralph et al., 2007; Collier et al., 2012). La réponse des 

phanérogames marines à un changement de l’environnement lumineux dépend grandement 

de l’espèce et parfois même de la population affectée (Lee et al., 2007; Schubert et al., 2018). 

Une atténuation de la lumière incidente peut engendrer une réponse à différentes échelles 

biologiques et temporelles veillant à optimiser la capture et l’utilisation des photons (Figure 

3) (McMahon et al., 2013; Bertelli and Unsworth, 2018). Ceci est observé lorsque l’intensité 

lumineuse perçue par les tissus photosynthétiques tombe sous l’intensité nécessaire à la 

saturation de l’appareil photosynthétique. Des ajustements photosynthétiques, 

physiologiques et morphologiques sont alors mis en place afin d’assurer le maintien des taux 

photosynthétiques.  
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Figure 3. Échelles biologiques et temporelles auxquelles s’opèrent les 

mécanismes de photoacclimatation aux fortes et faibles intensités lumineuses 
chez les plantes aquatiques. Pour chaque échelle biologique, une liste des 

indicateurs potentiels d’une limitation du milieu en lumière est dressée. Figure 
de McMahon et al. (2013). 

Les ajustements photosynthétiques sont observés aux plus petites échelles biologiques 

et temporelles, soit à l’échelle subcellulaire et en un délai de l’ordre de quelques jours 

(Lambers et al., 2008; Collier et al., 2012; Bertelli and Unsworth, 2018). À l’échelle 

subcellulaire, des ajustements au niveau de la chaîne de transport des électrons (ETC) ou du 

cycle de Calvin permettent d’optimiser l’utilisation des photons absorbés et d’augmenter 

l’efficacité photosynthétique (Bertelli and Unsworth, 2018). De tels ajustements peuvent être 

étudiés avec des courbes Photosynthèse-Éclairement (courbes PE) ou des Rapid Light Curves 

(RLC) (Figure 4). Les courbes PE renseignent sur la production primaire nette en fonction 

du PAR (rayonnement photosynthétiquement actif). Les RLC, quant à elles, présentent 

l’activité de l’appareil photosynthétique en fonction du PAR (Houliez et al., 2017). Dans ces 
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deux types de courbes, une acclimatation à de faibles intensités lumineuses est généralement 

révélée par une grande efficacité photosynthétique (α), accompagnée d’une diminution de la 

capacité photosynthétique (Pmax ou ETRmax) ainsi que d’une diminution de l’intensité 

lumineuse de saturation des taux photosynthétiques (Ik ou Ek) (Behrenfeld et al., 2004; Ralph 

and Gademann, 2005; Beer et al., 2014). 

Figure 4. Courbe Photosynthèse-Éclairement (PE) et Rapid Light Curve (RLC). 

A) Les courbes PE montrent la production primaire (PP) d’un organisme en 
fonction de l’intensité lumineuse (PAR). La PP est ici quantifiée en suivant 

l’évolution de l’O2 ou du CO2 en système fermé. B) Les RLC suivent plutôt le 
taux de transport d’électrons (ETR) dans la ETC en fonction du PAR. 

Toujours à l’échelle subcellulaire, les ajustements se manifestent généralement par une 

augmentation de la concentration en pigments photosynthétiques (chla) et accessoires (chla, 

chlb et caroténoïdes) (Figure 3). Ce mécanisme d’acclimatation sert à élargir le spectre 

d’absorption et à augmenter la fraction absorbée de la lumière incidente (Ralph et al., 2007; 

Schubert et al., 2018). Toutefois, chez les phanérogames, l’adaptation au milieu aquatique a 

entraîné une concentration des pigments dans les cellules épidermiques (au lieu des cellules 

du mésophylle comme chez les plantes terrestres) pour faciliter l’acquisition du carbone 

inorganique dissous (CID) (Enríquez, 2005). Cet entassement des pigments crée une sorte de 

compétition pour les photons entre les pigments et est à l’origine d’un phénomène appelé le 

package effect. Ce dernier se traduit par une relation non linéaire entre la concentration en 
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pigments et l’absorption de la lumière (Cummings and Zimmerman, 2003; Enríquez, 2005; 

Durako, 2007).  

Les réponses physiologiques à des changements de luminosité peuvent être observées 

de l’échelle cellulaire à l’échelle du plant (Figure 3) (McMahon et al., 2013; Cimon et al., 

2021). Une diminution de l’intensité lumineuse mène à des changements dans la composition 

des tissus en C et en N. Plus précisément, on assiste à une diminution du ratio C:N, traduisant 

une diminution de la fixation de CO2 et de la demande métabolique en N (Abal et al., 1994; 

Grice et al., 1996). Le ralentissement de l’activité photosynthétique mène également à une 

remobilisation des réserves d’amidon depuis les rhizomes vers les structures aériennes afin 

de soutenir le métabolisme et la croissance quand la photosynthèse est limitée (Zimmerman 

et al., 1995; Eriander, 2017). Une telle remobilisation des carbohydrates implique une 

réduction de la biomasse souterraine et est souvent accompagnée d’une augmentation de la 

biomasse de tissus photosynthétiques. Cette augmentation du ratio de biomasse 

aérienne/souterraine permet de maintenir le bilan de C du plant en diminuant la demande en 

C des tissus non photosynthétiques tout en optimisant la fixation de C par les tissus 

photosynthétiques (Olesen and Sand-Jensen, 1993). L’augmentation de la biomasse 

photosynthétique peut se traduire par des réponses morphologiques variées. Une réponse 

couramment observée est l’augmentation de l’aire foliaire (via l’élongation et/ou 

l’élargissement des feuilles), offrant une plus grande surface pour l’absorption des photons 

(Ralph et al., 2007). Une élongation des feuilles permettrait également de percevoir la 

lumière plus haut dans la colonne d’eau. Toutefois, des réponses morphologiques inverses 

sont souvent répertoriées en réponse à une diminution du PAR ambiant. Une réduction des 

différents paramètres morphométriques (p. ex. longueur, largeur, surface foliaire, nombre de 

feuilles) sert alors à réduire la demande respiratoire ou à éclaircir la canopée (Ralph et al., 

2007; Bertelli and Unsworth, 2018). Un tel éclaircissement de la canopée vise à maximiser 

la pénétration de la lumière à l’intérieur de l’herbier (Enríquez and Pantoja-Reyes, 2005; 

Wong et al., 2021). Ceci est généralement achevé par une réduction de la densité de plants 

(Boyé et al., 2022).  
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Les différentes échelles biologiques (du subcellulaire à l’herbier) sont mobilisées pour 

répondre aux changements de conditions lumineuses en fonction de l’intensité de la 

perturbation (Figure 5). Ces nombreux mécanismes de photoacclimatation ne permettent de 

compenser qu’une certaine réduction de l’intensité lumineuse. En effet, sous un certain seuil 

d’intensité, la photoacclimatation ne parvient plus à maintenir les taux photosynthétiques, 

compromettant ainsi la croissance et la survie des plants (Zimmerman et al., 1991). Ce seuil 

est connu comme le Minimum Light Requirement (MLR). Le MLR correspond concrètement 

au pourcentage de l’intensité lumineuse de surface parvenant à la profondeur maximale de 

distribution d’une espèce ou population (Dennison et al., 1993). La nature relative du MLR 

le rend peu approprié pour les études en climat tempéré ou en milieu intertidal puisque 

l’intensité lumineuse y est appelée à varier de manière importante et récurrente (Lee et al., 

2007; Eriander, 2017). Le Minimum Quantum Requirement (MQR), celui-ci exprimé comme 

une intensité lumineuse absolue, devient alors plus adéquat pour ce type d’études (Banse, 

2004; Ralph et al., 2007).  

Figure 5. Réponse des différentes échelles biologiques de photoacclimatation en 
fonction de l’intensité de l’atténuation du PAR ambiant. Les stratégies 

d’acclimatation aux échelles photophysiologiques, morphologiques, puis à 
l’échelle de l’herbier sont mises en place les unes après les autres suivant une 

atténuation de la lumière de plus en plus sévère. Quand les réponses des trois 
échelles biologiques ne suffisent plus à compenser pour la limitation en lumière, 
un déclin de l’herbier est noté. Figure de Collier et al. (2012). 
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1.4 LA ZOSTERE MARINE 

La zostère marine (Zostera marina L.) est l’espèce prépondérante de phanérogame 

marine retrouvée de long des côtes est et ouest de l’Atlantique nord tempéré (Green and 

Short, 2003). Elle occupe également une place importante dans les eaux côtières du Pacifique 

nord ainsi qu’en mer Méditerranée. Sur la côte est (Atlantique) canadienne, Z. marina forme 

des herbiers monospécifiques, s’étendant de la zone intertidale au subtidal, et n’est 

accompagnée qu’en de rares occasions par la ruppie maritime (Ruppia maritima) (Short et 

al., 2011; Wong et al., 2013; Murphy et al., 2021). Dans ces eaux, Z. marina assure ainsi à 

elle seule les nombreux services écologiques et écosystémiques mentionnés plus tôt. Pour 

cette raison, la zostère marine de l’est du Canada a été classée comme Espèce d’Importance 

Écologique en 2009 (DFO, 2009b).  

En 2007, un déclin de 1,4% par an de la couverture spatiale globale de Z. marina était 

recensé (Short et al., 2011). Avec le réchauffement climatique, cette réduction devrait se 

poursuivre en plus d’être accompagnée d’une migration des limites nord et sud de l’aire de 

répartition de l’espèce. Le long de la côte ouest de l’Atlantique nord, une migration de la 

limite sud de l’aire de répartition vers le nord de 1,41 à 6,48° de latitude est attendue d’ici la 

fin du siècle en fonction de l’ampleur du réchauffement climatique (Wilson and Lotze, 2019). 

Une telle migration implique une perte d’habitat potentiellement importante pour les herbiers 

de zostère de la côte est Américaine, mais une expansion au Canada, en raison des 

températures plus clémentes et de l’expansion de leur distribution dans les régions arctiques 

et subarctiques (Wilson and Lotze, 2019). Au Canada, quelques herbiers font déjà preuve 

d’une certaine stabilité ou même de croissance. C’est notamment le cas des herbiers de la 

côte Pacifique, de l’estuaire maritime du Saint-Laurent, du large de Terre-Neuve, et de 

certains herbiers du nord-ouest du Golfe du Saint-Laurent (DFO, 2009b, 2009a; Murphy et 

al., 2021). Dans le Canada atlantique, Z. marina demeure néanmoins soumise à une 

combinaison de pressions anthropiques et environnementales plus intenses qu’ailleurs dans 

son aire de répartition (Wong et al., 2013), la rendant ainsi plus vulnérable et à risque élevé 
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de déclin (Turschwell et al., 2021). En effet, le couvert de glace hivernal, pour les populations 

intertidales, et les invasions de crabe vert (Carcinus maenas) sont des perturbations 

potentiellement sévères qui s’ajoutent aux multiples autres pressions mentionnées 

précédemment (Wong et al., 2013; Wilson and Lotze, 2019; Murphy et al., 2021). 

Finalement, une combinaison du réchauffement des eaux et d’une dégradation des conditions 

lumineuses semble être propice à la prolifération du pathogène infectieux Labyrinthula 

zosterae, autrement connu sous le nom de wasting disease, ayant déjà prouvé son pouvoir 

dévastateur auprès de plusieurs populations de zostères dans l’Atlantique nord dans les 

années 1930 (Short et al., 1987; Brakel et al., 2019). 

Des initiatives de conservation et de restauration des herbiers de Z. marina se mettent 

progressivement en place au Canada (Murphy et al., 2021). Toutefois, dans l’estuaire du 

Saint-Laurent, très peu d’études ont été menées à ce jour sur la relation entre Z. marina et 

son environnement lumineux, encore moins des échelles subcellulaire à individuelle. Les 

données se font ainsi rares concernant les besoins en lumière de ces populations subarctiques 

de zostère et leur potentiel d’acclimatation à un environnement lumineux changeant. Il s’agit 

là d’un manque important à combler afin d’assurer la mise en place de stratégies efficaces de 

conservation et d’amélioration de la qualité des eaux côtières.  

 

1.5 OBJECTIFS ET HYPOTHESES DE RECHERCHE 

Ce projet de recherche s’insère dans un projet de beaucoup plus grande envergure, le 

projet WISE-Man, dirigé par Simon Bélanger, chercheur à l’UQAR. Ce projet, financé par 

l’Agence Spatiale Canadienne et mené dans la péninsule Manicouagan, a pour objectif de 

lier les caractéristiques des eaux côtières à l’imagerie hyperspectrale afin d’affiner les 

algorithmes qui permettraient le suivi continu de ces milieux à partir de satellites. Les 

résultats de la présente recherche permettront d’établir le lien entre les propriétés optiques de 

l’eau et la productivité de la zostère, dont l’herbier de Manicouagan est un des plus grands 
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herbiers de l’estuaire et du golfe du Saint-Laurent (DFO, 2009a). Ce lien pourra être établi 

en étudiant la manière dont répond Z. marina à son environnement lumineux.  

Cette étude a ainsi pour objectif global d’étudier les réponses photosynthétiques et 

physiologiques de Z. marina, en système contrôlé, à un gradient naturel d’intensités 

lumineuses tel que perçu par l’herbier intertidal de Rimouski (tableau 1), dans l’estuaire 

maritime du Saint-Laurent. Ces résultats permettront de cibler les intensités lumineuses clés 

dans la productivité de la zostère et dans sa réponse à la lumière, telles que le MQR, 

l’intensité lumineuse critique pour la survie de la zostère. Jumelées à un suivi des eaux 

côtières comme le vise WISE-Man, ces informations pourront servir à optimiser les stratégies 

de conservation et de restauration des herbiers de l’estuaire. 

Tableau 1 

Gamme d’intensités lumineuses (µmol photons m-2 s-1) expérimentales et signification 

écologique correspondante. Les valeurs pour lesquelles aucune signification écologique n’est 

mentionnée ont été choisies afin de tendre vers des incréments exponentiels au sein de la 

gamme d’intensité lumineuse.  

Int. lumineuse 

(µmol m-2 s-1) 
Signification écologique Référence 

6 
PAR moyen mesuré sous le couvert de 
glace hivernal 

(Horner and Schrader, 
1982) 

36 Point de compensation pour la croissance 
(Olesen and Sand-Jensen, 

1993) 

74   

133 Taux de croissance spécifique maximal 
(Olesen and Sand-Jensen, 

1993) 

355   

503   

860 
PAR moyen journalier mesuré sur la batture 

de Rimouski en saison estivale 

(données issues de 

l’échantillonnage in situ) 
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Pour répondre à cet objectif principal, deux sous-objectifs ont été définis. Un premier 

sous-objectif consiste en l’étude de la capacité de Z. marina à répondre rapidement à une 

atténuation de l’intensité lumineuse. Ces ajustements rapides ont été examinés après cinq 

jours d’exposition aux intensités lumineuses expérimentales. Seules les réponses 

photosynthétiques ont été examinées puisqu’il s’agit normalement du seul type d’ajustements 

pouvant se mettre en place en un délai aussi court (Collier et al., 2012; Bertelli and Unsworth, 

2018). Ces réponses ont été évaluées au travers de l’efficacité (α), de la capacité (ETRmax) et 

de la saturation (Ek) de l’appareil photosynthétique par la technique de Rapid Light Curve 

(RLC). Le second sous-objectif vise à étudier le potentiel d’acclimatation de Z. marina à un 

diminution de l’intensité lumineuse ambiante. Pour ce faire, les réponses photosynthétiques 

ont été à nouveau étudiées après 25 jours d’exposition afin de les comparer à celles du jour 

5. En effet, la photoacclimatation constitue l’atteinte d’un nouvel état stable suite à un 

changement des conditions lumineuses environnementales (Lambers et al., 2008; Bertelli and 

Unsworth, 2018). Il est donc nécessaire d’étudier les réponses à un changement 

environnemental en deux temps afin de s’assurer que la réponse observée est une réponse 

d’acclimatation. Au jour 25, des mesures physiologiques ont également été réalisées, soit le 

contenu en pigments des feuilles, leur absorptance (capacité d’absorption de la lumière), ainsi 

que la production primaire des plants entiers (nette : NPP ; brute : GPP).  

Les ajustements rapides devraient être observés dès le cinquième jour d’exposition, et 

ce, sous une lumière sous-saturante, révélant ainsi le seuil auquel l’intensité lumineuse 

devient limitante. Sous une lumière limitante, il est attendu que les plants augmentent leur 

efficacité photosynthétique (α) tout en abaissant leurs besoins en lumière (Ek et ETRmax) afin 

d’optimiser l’utilisation des photons et de maintenir le bilan de C. Pour ce qui est de la 

photoacclimation, 25 jours devraient être suffisants pour permettre aux plants de s’acclimater 

à leur nouvelle intensité lumineuse. Les réponses au jour 25 devraient permettre d’identifier 

l’intensité lumineuse à partir de laquelle une photoacclimatation est nécessaire. Il est attendu 

que la réponse de photoacclimatation se manifeste au travers d’une optimisation de la capture 

de photons, soit par l’augmentation de la concentration en pigments et de l’absorptance des 

feuilles, et d’un maintien des taux de production primaire (NPP et GPP). Ces réponses 
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devraient également révéler un nouveau seuil d’intensité lumineuse limitante, cette fois-ci 

correspondant à l’intensité minimale à laquelle les plants sont capable de s’acclimater. En-

dessous de ce seuil, les plants devraient montrer des signes de détérioration de l’appareil 

photosynthétique et une production primaire décroissante, jusqu’à l’atteinte du MQR, où la 

production nette devient nulle. Dans le cas où le MQR identifié se trouverait à l’intérieur de 

la gamme d’intensité lumineuse expérimentale, il serait possible d’observer de la mortalité 

chez les plants exposés à des intensités inférieures à ce seuil.  

 

 



 

 

CHAPITRE 1  

PHOTOACCLIMATATION ET SEUILS D’INTENSITÉ LUMINEUSE CHEZ 

LES PHANÉROGAMES DE MILIEU TEMPÉRÉ FROID 

2.1 RESUME 

Les conditions lumineuses des eaux côtières sont appelées à se détériorer avec 

l’intensification des activités humaines et leur impact sur la qualité de l'eau. Les 

phanérogames des milieux tempérés sont reconnues pour leur tolérance à un environnement 

lumineux très variable. Selon leur capacité d’ajustement à une détérioration des conditions 

lumineuses, une diminution de la quantité de lumière perçue quotidiennement par les plants 

pourrait compromettre leur productivité et même leur survie dans le cas où leurs besoins de 

base (Minimum Quantum Requirements; MQR) ne seraient pas rencontrés. Afin d’élucider 

la contribution des ajustements photosynthétiques à la réponse de photoacclimatation, des 

plants de zostère (Zostera marina) de Rimouski, Qc, furent exposés à sept traitements 

d’intensité lumineuse (6, 36, 74, 133, 355, 503 et 860 µmol photons m-2 s-1). Après cinq et 

25 jours d’exposition, l’efficacité et la capacité photosynthétiques furent étudiés par 

fluorimétrie PAM (Pulse Amplitude Modulated fluorometry) afin d’évaluer la capacité de 

réponse rapide et d’acclimatation de l’appareil photosynthétique à un changement d’intensité 

lumineuse ambiante. Au jour 25, la photoacclimatation fut également étudiée au travers des 

réponses physiologiques des feuilles et des plants entiers (production primaire nette et brute, 

contenu en pigments et absorption de la lumière). Les plants ont fait preuve d’ajustements 

photosynthétiques aux intensités lumineuses inférieures à 200 µmol m-2 s-1. Cette dernière 

fut identifiée comme la limite entre les intensités limitantes et saturantes. Un plafonnement 

des taux photosynthétiques au-dessus de 74 µmol m-2 s-1 fut révélé par les Rapid Light Curves 

et par l’étude de la production nette (NPP). Le point de compensation (NPP = 0) pour cette 

population de zostères fut identifié à 13.7 µmol m-2 s-1. Finalement, un important package 
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effect fut observé, révélé par l’absence de corrélation entre la concentration en chlorophylle 

et la capacité d’absorption de la lumière par les feuilles. Ces résultats apportent un nouveau 

regard sur les processus photosynthétiques et physiologiques derrière la réponse de 

photoacclimatation des phanérogames. Cette étude suggère également une valeur de MQR 

pour la zostère de l’estuaire du Saint-Laurent; une information cruciale pour les efforts de 

conservation et de restauration des herbiers. 

Mots clés : photophysiologie, atténuation et limitation de la lumière, fluorimétrie PAM, 

photosynthèse, Zostera marina, zostère, subarctique 
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2.2 PHOTOACCLIMATION AND LIGHT THRESHOLDS FOR COLD TEMPERATE 

SEAGRASSES 
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2.2.1 Introduction 

Human-induced environmental stressors contribute to the degradation of light 

conditions in vegetated coastal ecosystems through changes in water quality. Water quality 

is especially compromised through increased particle loading in coastal zones from the 

watershed (Kemp et al., 1983; Hemminga and Duarte, 2000). In addition, excessive 

anthropogenic nitrogen inputs indirectly limit light penetration in the water column as it 

stimulates phytoplanktonic and epiphytic algal growth (Kemp et al., 1983; Borum, 1985; 

Sand-Jensen and Borum, 1991) competing with benthic autotrophs for light (Agusti et al., 

1994; Heuvel et al., 2019). Light limitation has been singled out as the primary cause of 

seagrass loss worldwide (Hauxwell et al., 2001; Short et al., 2011). For example, Zostera 

marina L. (1753; eelgrass), the prevalent seagrass in temperate North Atlantic coastal 

habitats (Green and Short, 2003), was declining in 2007 at an estimated rate of 1.4% per year 

(Short et al., 2011). This decline in global spatial cover was attributed to the combined effects 

of natural environmental pressures (e.g. extreme weather events, ice scouring, terrestrial 

runoffs) and anthropogenic disturbances (e.g. land use, sand mining, coastal development, 

aquatic recreational and commercial activities) (Green and Short, 2003; Hauxwell et al., 
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2003; Unsworth et al., 2018), through deterioration of light conditions in coastal waters. 

Specifically, changes in light intensity, spectral composition, or regime have been shown to 

strongly impact eelgrass distribution, growth, and survival, and ultimately alter coastal 

habitats and communities (Dennison, 1987; Zimmerman et al., 1991; Nielsen et al., 2002; 

Ralph et al., 2007). 

Alteration of eelgrass meadows dynamics can profoundly disturb shallow coastal 

ecosystems because of their critical role in these habitats. Eelgrass meadows provide many 

ecosystem services and fulfill major ecological roles for coastal communities associated with 

the complex habitat structure they provide and its associated fauna (Duffy, 2006). Because 

of its significant ecological role, Z. marina was recognized as an Ecologically Significant 

Species in Canada in 2009 (DFO, 2009b). A decline in eelgrass abundance could damper 

their water purification role through particle depositions and nutrient uptake (Nelson and 

Waaland, 1997; Hemminga and Duarte, 2000) and contribute even more to the degradation 

of light conditions in meadows (Maxwell et al., 2017). Eelgrass biological responses to 

changing light conditions deserve attention, especially in Western North Atlantic coastal 

waters, where underwater light conditions are altered by sustained human activities (Waycott 

et al., 2009). This is especially the case in boreal and subarctic environments, where strong 

seasonality and extreme weather events can cause light attenuation in the water column over 

periods from a few days to several weeks through, for instance, ice cover, freshet or terrestrial 

runoffs, inducing browning of the coastal waters (Murphy et al., 2021). 

Changes in light intensity can alter subcellular processes and induce a response to 

adjust and optimise photosynthesis. As described by Falkowski and Raven (2007), incident 

light influences the electron transport in the thylakoid membranes (electron transport chain, 

ETC), downstream of photosystem II (PSII), in which photons are captured by accessory 

pigments and funneled towards the chla of the reaction center. There, electrons are retrieved 

from H2O molecules to feed the ETC. Electron transport supplies the Calvin cycle with 

NAPDH and ATP. The most common ways to monitor photosynthesis are through the 

electron transport rate (ETR) in the ETC and CO2/O2 fluxes. Manipulation of PSII by Pulse 
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Amplitude Modulated (PAM) fluorometry provides insights on the functioning of the 

photosynthetic apparatus. This technique reveals the relative importance of the different 

pathways competing for photon energy: photochemistry, fluorescence, and heat dissipation, 

complementing the information gathered on primary productivity (Schreiber, 2004). 

Following a change in light intensity, biological responses to optimise photosynthesis 

can occur on different biological and timescales (McMahon et al., 2013; Bertelli and 

Unsworth, 2018). For example, rapid adjustments to a new constant irradiance take place in 

a matter of days through subcellular photosynthetic changes (Lambers et al., 2008). On the 

other hand, photoacclimation, i.e.  photosynthetic, physiological, and morphological 

adjustments to light conditions may take weeks to months and occurs from subcellular to 

plant scale (McMahon et al., 2013; Schubert et al., 2018). At shoot scale, an increase in leaf 

surface or photosynthetic biomass, often approximated by an increase of the above-/below-

ground biomass ratio, helps maintain carbon balance by decreasing the proportion of non-

photosynthetic tissues relative to photosynthetic ones (Olesen and Sand-Jensen, 1993). In 

addition, higher pigment content can counteract low light levels by increasing leaf 

absorptance (Beer et al., 2014), i.e. the fraction of incident photons harvested by leaf tissues 

(Kirk, 1994; Zimmerman, 2003). Furthermore, the photosynthetic apparatus responds to low 

light conditions by optimising photon use at the subcellular level, thus enhancing 

photosynthetic efficiency (Bertelli and Unsworth, 2018). However, despite a more efficient 

photon use, insufficient photon availability leads to a decreased electron transport rate and, 

consequently, to a lower photosynthetic capacity. Photoacclimation is achieved when the 

plant has reached a new steady state reflecting optimisation of photosynthesis under its new 

light environment (Lambers et al., 2008; Bertelli and Unsworth, 2018). At some point, the 

photophysiological adjustments can no longer compensate for the too few incident photons 

and shoot mortality can occur if carbon balance cannot be maintained and metabolic costs 

exceed carbon fixation by photosynthesis (Longstaff and Dennison, 1999; Ralph et al., 2007; 

Bertelli and Unsworth, 2018).  
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There have been attempts to estimate the Minimum Light Requirements (MLR) needed 

for growth and survival for Z. marina. This MLR is expressed as a percentage of surface 

irradiance and traditionally determined by the light intensity measured at the maximum depth 

limit of a seagrass species or population (Dennison et al., 1993). However, the MLR 

calculated for seagrasses by Duarte (1991) (i.e., 11% of surface irradiance) is not well suited 

for cold temperate intertidal ecosystems which experience less daylight than tropical species 

(Lee et al., 2007; Bulmer et al., 2016; Eriander, 2017). Light requirements can also be 

regarded as the light intensity under which the shoot respiratory demands amount 

photosynthesis (Ralph et al., 2007), referred to as Minimum Quantum Requirements for 

growth (MQR), and expressed as a PAR intensity. Although rarely encountered in literature 

(Ralph et al., 2007), this latter proxy is more appropriate when studying photoacclimation or 

in a context of conservation since it provides an absolute minimum light intensity to which 

seagrasses can acclimate and survive. Therefore, it becomes relevant to reassess these light 

requirements when studying specific species or even populations, especially for management 

and conservation purposes (Collier et al., 2012; Bertelli and Unsworth, 2018). 

This study aims to characterise the photoacclimation responses of Z. marina in 

controlled conditions along a natural gradient of photosynthetically active radiation (PAR) 

intensity experienced by an intertidal eelgrass population from the cold temperate St. 

Lawrence Estuary (Quebec, Canada, ca. 48.5°N). Rapid adjustments to changes in irradiance 

after five days were quantified by examining tissue-scale photosynthetic responses (i.e. 

photosynthetic apparatus efficiency and capacity). Photoacclimation was also assessed by 

examining the evolution of the photosynthetic and physiological adjustments after 25 days 

of light exposure via measurements of photosynthetic apparatus efficiency and capacity, 

pigment content and shoot-scale primary production. Based on Bertelli and Unsworth’s 

(2018) observations, shoots metabolism should have reached a new stable state by that time. 

Compared to physiological responses, the photosynthetic apparatus should respond first, after 

only a few days of light exposure (Collier et al., 2012; Bertelli and Unsworth, 2018). These 

rapid adjustments are expected to occur with light decrease until PAR intensity becomes too 

low to support photosynthetic activity and maintain carbon balance. We hypothesized that 
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photoacclimation would occur as soon as PAR becomes limiting to optimise photon 

absorption and electron transport, thus maintaining photosynthetic rates. This should be 

achieved through increased chlorophyll concentration and absorptance, increased photon use 

and lower saturating light intensity.  

 

2.2.2 Materials and Methods 

2.2.2.1 Sample collection 

Whole eelgrass shoots were collected on the intertidal eelgrass meadow in East 

Rimouski, Quebec, Canada (48°27’42.24’’N 68°31’25.92’’O) on July 8, 2020 and placed in 

a cooler with seawater for transport to the Pointe-au-Père research station located a few 

kilometers away. The next day, shoots with their root system and surrounding sediments were 

transplanted into individual plastic cores (5 cm deep, 2.5 cm diameter). Transplanted shoots 

were approximately 20 cm in height, had intact roots and three rhizome internodes. Prior to 

the experiment, shoots were placed in experimental tanks four days for acclimation, with a 

14:10 photoperiod (light:dark, h) and under 860 µmol photon m-2 s-1, which corresponds to 

the mean light intensity measured over a tide cycle during daytime in the same meadow in 

summer 2020 (Léger-Daigle, unpublished results). 

 

2.2.2.2 Experimental design and system 

Seven PAR treatments (6, 36, 74, 133, 355, 503 and 860 µmol m-2 s-1) were used to test 

for eelgrass light adjustment and acclimation responses. This range of light intensities was 

established to achieve high resolution of the photoacclimation response in the lower 

irradiances. Most of the light intensities were chosen for their ecological significance. For 

instance, 36 and 133 µmol photons m-2 s-1 are close to the light compensation point for growth 
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and the maximum specific growth rate of Z. marina, respectively (Olesen and Sand-Jensen, 

1993). Furthermore, the 6 and 860 µmol photons m-2 s-1 treatments correspond to the mean 

PAR intensity measured, respectively, under the seasonal sea ice cover in winter (Horner and 

Schrader, 1982) and during daytime in summer in Rimouski. The latter light treatment 

therefore acts as a control treatment. The other three light intensities (i.e. 74, 355 and 503 

µmol m-2 s-1) were selected to achieve exponential increments throughout the studied range. 

The experiment was carried out in a flow-through system in two separate tanks, in 

which the PAR treatments were randomly assigned (Figure 6). For each PAR treatment, nine 

shoots were randomly and evenly distributed in three transparent independent containers 

(three individual plastic cores per container). The shoots served as units of replication, 

although shoots from the same containers were considered as pseudo-replicates and 

accounted for in the statistical treatment. The containers were continuously and directly 

supplied with sand-filtered seawater pumped a few kilometers offshore of the research 

station. Water temperature remained constant at 11 ± 0.01°C. Lighting was ensured by LED 

growth lights mimicking sunlight emission spectrum (model GHBH-640W-120V, 

RayonLed, Montreal, CA). Light intensity was attenuated with grey filters (LEE Filters, 

Burbank, CA, USA) to reach the targeted PAR, without changing spectral quality. Filters 

were suspended above the three containers of each treatment. The natural daylight hours of 

that time of year, a 14:10 photoperiod (light:dark, h) was recreated by an autonomous timer. 

Eelgrass shoots were kept in the containers for 25 days, during which epiphytes were 

manually cleaned off the leaves twice a week. Rapid photosynthetic adjustments were 

assessed after five days of exposure for each light treatment. Photosynthetic responses were 

measured again at the end of the experiment (on day 25) to compare these responses to those 

of day 5 (rapid adjustments) and assess photoacclimation (Figure 6). Physiological responses 

were also measured on day 25 to appreciate acclimation responses to the different light 

treatments. At last, leaf surface (cm2) was measured with ImageJ software (Rasband, 2019). 
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Figure 6. Schematic representation of the experimental system and 

sampling design. A) Experimental flowthrough system with the two tanks 
in which were randomly assigned the seven light intensity treatments 

(numbers in µmol photons m-2 s-1), to which nine shoots (●: sediment core 
with a single shoot) were exposed while distributed in three transparent 
plastic containers. B) Sampling timeline for rapid adjustments and 

photoacclimation assessment. Numbers in parenthesis refer to the part of 
the shoot used for measurements. 1: second leaf, 5cm above the sheath; 2: 

green mature leaf fragment; 3: whole shoot. For every variable, n = 9 
shoots per treatment, except for primary production where n = 6 shoots per 
treatment. 
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2.2.2.3 Photosynthetic measurements 

The photophysiological responses of eelgrass were determined by non-invasive PAM 

fluorometry with a Diving PAM-II (Heinz Walz GmbH, Effeltrich, Germany). Rapid Light 

Curves (RLC) were used to assess photosynthesis (White and Critchley, 1999; Ralph and 

Gademann, 2005): fluorescence is measured through a range of PAR intensity and allows 

calculation of quantum yields (maximum: Fv/Fm; and effective: YII), ETR and quenching 

coefficients (photochemical: qP; and non-photochemical: NPQ) for each actinic light step. 

RLCs usually exhibit three regions from which can be estimated photosynthetic parameters: 

(i) in the light-limited region of the RLC, the initial slope of the ETR-PAR relationship 

(alpha, 𝜶) is used as a proxy for photosynthetic efficiency (Schreiber, 2004). (ii) As PAR 

intensity increases, the onset of light saturation (Ek) is reached, the ETC saturates and the 

ETR reaches a plateau (ETRmax) which serves as a proxy for photosynthetic capacity 

(Schreiber, 2004). Mathematically, Ek corresponds to the intersection of alpha and ETRmax. 

Physiologically, Ek is the light intensity where neither photochemical reactions (qP) nor heat 

dissipation (NPQ) dominates fluorescence quenching (Henley, 1993). (iii) In the high end of 

the PAR range of the RLC, a drop of the ETR can occur, indicating photoinhibition (Henley, 

1993). 

RLCs were carried out on each shoot, on the second leaf, approximately 5 cm above 

the top of the sheath (Beer et al., 2001), after five and 25 days of light exposure and around 

midday every time. The RLCs consisted of 10 actinic light steps (38, 68, 98, 137, 190, 288, 

432, 637, 954, 1246 µmol m-2 s-1) lasting 10 seconds each. Leaves were shaded with the leaf 

clip no more than 10 seconds before the start of the RLC (Ralph and Gademann, 2005). The 

PAM calculates the ETR using the equation of Beer et al. (2001):    

ETR = YII*PAR*AF*0.5                                   (eq. 1) 

where YII is the effective quantum yield of photosystem II, PAR corresponds to the 

actinic light intensity generated by the PAM, AF refers to the absorption factor, and 0.5 refers 

to the even distribution of photons between PSII and PSI (Beer et al., 2001). The YII is 
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automatically calculated based on fluorescence ratios, according to Genty et al. (1989). The 

AF was set at 0.44, corresponding to the mean fraction of absorbed light for eelgrass (Beer 

et al., 1998). This AF value of 0.44 was established for populations from higher latitudes 

(66° N) and is therefore not entirely appropriate for our study. It was however used in this 

study to compare results between the beginning and the end of the experiment, as well as 

with other studies. This default AF was later replaced by other absorption factors, which were 

determined spectrophotometrically (see Light absorption section below) for more accurate 

calculations of ETRs.  

The ETR values were then fitted against the PAR steps to the double exponential decay 

function described in Platt et al. (1980) to extract the photosynthetic parameters alpha, Ek, 

and ETRmax. This was performed with the software R (R Core Team, version 4.1.1) using the 

fitPGH function and a Port regression algorithm (fitmethod) in the Phytotools package (Silsbe 

and Malkin, 2015). RLCs with no saturation of the electron transport, even at the highest 

actinic light, were omitted from the analysis since they reflected underlying technical 

problems. 

 

2.2.2.4 Physiological measurements 

Pigment composition 

At the end of the experiment, the second leaf of every single shoot was collected and 

stored at -80°C for pigment analysis. Leaves were ground using a mortar and pestle in 100% 

acetone, on ice and under green light. Photosynthetic and accessory pigments were extracted 

in 10 mL acetone for 20 hours. Upon extraction, chla, chlb and total carotenoids were 

quantified spectrophotometrically by measuring absorbance at 470, 645 and 662 nm, using a 

Genesys 10UV Scanning (Thermo Electro Corporation, Madison, WI, USA). Pigments 

concentrations were calculated using Lichtenthaler’s (1987) equations and standardized to 

leaf fresh weight (FW). 
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Light absorption 

Since ETR is estimated based on the absorbed PAR, the method for quantifying the 

fraction of absorbed light can significantly influence the measured photosynthetic rates 

(Runcie and Durako, 2004). According to Ralph et al. (2007), leaf absorptance should be 

corrected for light absorption by non-photosynthetic components of photosynthetic tissues. 

However, the Absorption Factor (AF) used for ETR calculations (eq. 1) is often estimated in 

a way that makes it impossible to differentiate non-photosynthetic from photosynthetic light 

absorption (Durako, 2007).  

Light absorption was determined using a Lambda850 spectrophotometer (PerkinElmer, 

Waltham, MA, USA) equipped with a 150mm integrating sphere. Absorptance 

measurements were performed on samples collected at the end of the experiment and on any 

green and mature leaf remaining after pigment analysis. Leaf fragments were suspended at 

the center of the integrating sphere with a clip-style sample holder (Labsphere Inc., North 

Sutton, NH, USA) (Moss and Loomis, 1952; Boss et al., 2018). The reflectance ports of the 

sphere were closed with a white Spectralon reflectance standard and the beam was angled by 

85°. This configuration represents an optimal geometry of absorbance measurement by 

ensuring the detection of nearly all photons scattered by the leaf. To our knowledge, this 

technique has never been used for Zostera marina leaf absorptance. The spectral absorbance 

(𝐷𝜆) was converted into leaf spectral absorptance (𝐴𝜆) as 

𝐴𝜆 =  (1 −  10−𝐷𝜆 )    (eq. 2) 

Leaf AF was calculated as the spectral average of 𝐴𝜆 between 400 to 700 nm. We 

distinguished the total absorption factor from the absorption factor due the photosynthetic 

components of the leaf. Therefore, AFtotal represents the fraction of absorbed light by the 

leaf’s photosynthetic and non-photosynthetic components. The measured absorptance was 

corrected for non-photosynthetic light absorption by subtracting the absorptance in the near 

infrared (at 750 nm), assumed to be non-photosynthetic (Rühle and Wild, 1979; Cummings 
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and Zimmerman, 2003; Durako, 2007). Photosynthetic absorptance (𝐴𝑃𝜆) was thus obtained 

with the following correction: 

𝐴𝑃𝜆 = (𝐴𝜆 − 𝐴750 )                                                (eq. 3) 

where 𝐴750  is the total leaf absorptance at 750 nm. Leaf photosynthetic absorptance 

(AFphoto) was calculated as spectral average of 𝐴𝑃 𝜆 between 400 to 700 nm. The estimated 

AFtotal and AFphoto were used for correction of photosynthetic rates (ETRmax) a posteriori. 

Primary production and respiration 

Net primary production (NPP) and respiration (R) were assessed at the end of the 

experiment by measuring the variation of O2 concentration during light and dark incubations, 

respectively, using a non-invasive oxygen meter Fibox4 (PreSens, Regensburg, Germany) 

(Noisette et al., 2013). Each shoot was gently cleaned of epiphytes and sediments and 

individually incubated in 0.2 µm filtered seawater in a 300mL sealed glass bottle. Each 

incubation lasted three hours, during which four measurements were made 20 minutes apart 

in the dark and then under the respective light treatment. Bottles were gently shaken every 

10 minutes. Incubations were run in a water bath to keep the temperature close to 11°C. Net 

and gross primary production (GPP) and respiration rates were calculated using the following 

equations: 

𝑁𝑃𝑃 =
(𝛼𝑙𝑖𝑔ℎ𝑡 ∗ 𝑣𝑜𝑙)

𝑝ℎ𝑜𝑡𝑜𝑠𝑦𝑛𝑡ℎ𝑒𝑡𝑖𝑐  𝑙𝑒𝑎𝑓 𝑠𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒
    (eq. 4) 

𝐺𝑃𝑃 =
(𝛼𝑙𝑖𝑔ℎ𝑡 ∗ 𝑣𝑜𝑙)−(𝛼𝑑𝑎𝑟𝑘  ∗ 𝑣𝑜𝑙)

𝑝ℎ𝑜𝑡𝑜𝑠𝑦𝑛𝑡ℎ𝑒𝑡𝑖𝑐  𝑙𝑒𝑎𝑓  𝑠𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒
                                    (eq. 5) 

𝑅 =
𝛼𝑑𝑎𝑟𝑘  ∗ 𝑣𝑜𝑙

𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙  𝑙𝑒𝑎𝑓 𝑠𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒
                                               (eq. 6) 

where 𝛼𝑙𝑖𝑔ℎ𝑡 and 𝛼𝑑𝑎𝑟𝑘 are the slopes of the oxygen concentration variation along 

time (µmol O2 L-1 h-1), respectively for the light and dark incubations, and 𝑣𝑜𝑙 is the volume 

of the glass bottles (L). GPP and NPP were standardized to photosynthetic leaf surface (only 
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the green parts of the leaves in cm2), whereas respiration was standardized to total leaf 

surface. Leaf surfaces represent only one side of the leaves. Rates are expressed as µmol O2 

cm-2 h-1.  

 

2.2.2.5 Statistical analyses 

Relationships between photosynthetic and physiological parameters against light 

treatment were modeled by fitting hierarchical generalized additive models (HGAM) 

(Pedersen et al., 2019). The maximum of basis functions was set to k=7, since light intensity, 

the principal predictor, had seven levels (even though it was treated as a continuous variable). 

The identity of the containers in which shoots were kept during the experiment was included 

as a random factor to account for any undesired added variance among containers. 

For photosynthetic parameters analysis, HGAMs were structured with date-specific 

smoothers to account for the additional temporal aspect of the data (day 5 and day 25). This 

allowed appreciating the evolution of the functional response between the beginning (rapid 

adjustment responses) and the end (acclimation responses) of the experiment. Shoot id was 

also included in the model as a random variable. HGAM for analysis of the corrected ETRmax 

was structured in the same way, only with the method for absorptance estimation (default AF 

of 0.44, spectrophotometrically measured AFtotal and AFPhoto) as a grouping factor. 

Gross primary production (GPP) measured at the shoot scale was fitted to an HGAM 

model rather than a classic photosynthesis-irradiance (PI) curve. A PI curve usually follows 

the photosynthetic rate of an individual throughout a range of increasing light intensities 

(Falkowski and Raven, 2007). Here, the curve is shaped by multiple individuals, all of which 

are acclimated to their respective light environments (x axis). Therefore, the physiological 

mechanisms behind the observed response are not the same as with a classic PI curve. 

Graphical analysis of the models sometimes suggested thresholds. In these cases, T-

tests were carried out to confirm the presence of such a threshold in the response of a variable 
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amongst light treatments. This was done for both alpha and Ek on day 5, between 133 and 

355 µmol photons m-2 s-1. Data were tested for normality and homoscedasticity with the 

Shapiro and Fligner tests, respectively, and using light treatment as a factor. Statistical 

analyses were carried out with R (R Core Team, version 4.1.1). 

 

2.2.3 Results 

2.2.3.1 Rapid photosynthetic adjustments 

Photosynthetic efficiency and capacity 

Five days after the beginning of the light exposure, photosynthetic efficiency, estimated 

with alpha, varied significantly with irradiance exposure (p < 0.001, Table 1), following a 

non-linear trend. Eelgrass shoots from the 74 µmol photons m-2 s-1 treatment showed the 

most efficient electron transport at low light intensity, as indicated by the peak of alpha at 

0.173 (Figure 7 A). Above and below this irradiance, alpha decreased strongly. The 

maximum electron transport rate (ETRmax) increased linearly with the increase of irradiance 

exposure (p < 0.001, Figure 7 B), ranging from 24.6 to 62.7 µmol electrons m-2 s-1 at 6 and 

860 µmol photons m-2 s-1, respectively. On day 5, the onset of light saturation (Ek) increased 

significantly with light treatment (p < 0.001; Figure 7 C).  

As shown by the patterns depicted by the models for the three photosynthetic 

parameters, functional responses reached a threshold around 200 µmol photons m-2 s-1 after 

5 days of experiment. Alpha and Ek were significantly different under 133 µmol photons m-

2 s-1 compared to 355 µmol photons m-2 s-1 (T-test, p = 0.005 and 0.023 respectively). Both 

parameters did not vary significantly above 355 µmol photons m-2 s-1. Furthermore, Ek did 

not change with light treatment beneath 133 µmol photons m-2 s-1, with mean values close to 

200 µmol photons m-2 s-1. 
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Figure 7. Photosynthetic parameters derived from RLCs after five (red) 
and 25 (blue) days of light exposure. Dotted values are mean ± SE (n = 5-

9 shoots) for each light treatment. Lines correspond to the values fitted by 
HGAM with a 95% confidence interval. A) Alpha (initial slope of the 
RLC), B) maximum electron transport rate (ETRmax, µmol electrons m-2 s-

1) and C) onset of light saturation (Ek, µmol photons m-2 s-1). 
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2.2.3.2 Photoacclimation 

Photosynthetic apparatus comparison between day 5 and day 25 

The relationship between alpha and light treatment changed significantly between day 

5 and day 25 (p < 0.001, Table 1, Figure 7 A), leading at the end to a consistent alpha among 

all the light treatments (p = 0.187, HGAM). As of 355 µmol photons m-2 s-1 and above, alpha 

significantly increased between day 5 and day 25, based on the non-overlapping confidence 

intervals (Crawley, 2013). The increase in ETRmax with light treatments was similar on day 

5 and day 25 (p = 0.302), as supported by the overlapping confidence intervals. Conversely, 

Ek increased differently with light treatment on day 5 and day 25 (p < 0.001, Table 1), 

showing a greater slope at day 5 compared to day 25. The confidence intervals for the two 

dates cease to overlap as of 355 µmol photons m-2 s-1 and beyond.  

Pigments and light absorption 

After 25 days of light exposure, chlorophyll contents in the eelgrass leaves decreased 

with increasing irradiance (p < 0.001 for both chla and chlb, Table 1). Chla and chlb contents 

were over twice higher in the four lower light treatments (133 µmol photons m-2 s-1 and 

beneath) than at 860 µmol photons m-2 s-1 (Figure 8 A). Total carotenoids followed a similar 

trend, although the relationship was less pronounced (p = 0.002, Table 1). 

The light harvesting efficiency (AFtotal) of eelgrass leaves was minimal in the mid-

range irradiances (p = 0.032, Table 1, Figure 8 B). AFtotal ranged from 0.47 in the 503 µmol 

photons m-2 s-1 treatment to 0.59 and 0.58 under 6 and 860 µmol photons m-2 s-1, respectively. 

Photosynthetic absorptance (AFphoto, p = 0.413, Table 1) did not change with light treatment. 

By the end of the experiment, eelgrass shoots captured on average 55% (AFtotal = 0.55 ± 0.02 

SE) of incident light while only 18% (AFphoto = 0.18 ± 0.01 SE) of incident photons were 

trapped by the photosynthetic apparatus. 
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Figure 8. Pigment content and absorptance of eelgrass leaves for each light 

treatment at the end of the experiment. A) Chla (green circles), chlb (green 
x) and total carotenoids (orange) contents (mg pigment g-1 FW). B) Total 

absorption factor (AFtotal, black) and photosynthetic absorption factor 
(AFphoto, purple). Dotted values are mean ± SE (n = 8-9 shoots). Lines 
represent the fitted values from HGAM models with a 95% confidence 

interval. 

 

Correcting electron transport rates for photosynthetic light absorption 

Correction of the electron transport rates, by replacing the default AF value of 0.44 in 

the ETR equation with the measured AFtotal (see Light absorption in the Materials and 

Methods section), significantly affected the relationship between ETRmax and light treatment 

by increasing its intercept rather than the overall trend (p < 0.001, Figure 9). Further 

correction of the photosynthetic rates with the AFphoto led to a stronger change of the 

relationship (p < 0.001), yielding to ETRmax values 67% lower than the rates calculated with 

the default AF (Figure 9). ETRmax increased significantly with increasing irradiance, 

regardless of the method for absorptance estimation (HGAM model, Table 1, p < 0.001 with 

default AF, AFtotal, and AFphoto).  
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Figure 9. Maximum electron transport rates (ETRmax, µmol electrons m-2 

s-1) for each light treatment at the end of the experiment. Dotted values are 
mean ± SE (n = 5-9 shoots) uncorrected ETRmax (red, with default AF of 

0.44) and rates corrected with the measured AFtotal and AFphoto (blue and 
yellow, respectively). Lines represent the fitted values from HGAM 
models with a 95% confidence interval. 

 

Shoot-scale primary production 

Gross primary production (GPP) rates increased from 0.56 µmol O2 cm-2 h-1 in the 

lowest light treatment up to a peak of 2.04 µmol O2 cm-2 h-1 at 355 µmol photons m-2 s-1 

(Figure 10). Net primary production (NPP) rates increased from 0.29 to 1.0 µmol O2 cm-2 

h- 1, from the 6 to the 74 µmol photons m-2 s-1 treatments. Above that irradiance level, NPP 

reached a plateau (Figure 10). Dark respiration (R) rates in the 355 and 860 µmol photons 

m-2 s-1 treatments averaged -0.55 ± 0.08 SE and -0.53 ± 0.03 SE µmol O2 cm-2 h-1 

respectively, whereas the other light treatments yielded an overall mean respiration rate of 

- 0.28 ± 0.02 SE µmol O2 cm-2 h-1.  
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An MQR for our light acclimated eelgrass shoots was estimated from the NPP-

irradiance HGAM model considering a mean respiration rate of 0.35 ± 0.02 SE µmol O2 cm- 2 

h-1 for a light intensity of 0 µmol photons m-2 s-1. This MQR was estimated to occur at 13.7 

µmol photons m-2 s-1, the irradiance at which photosynthesis (GPP) would equal respiration 

(NPP=0).  

 

 

Figure 10. Net (NPP) and gross (GPP) primary production standardized by 
photosynthetic leaf surface (µmol O2 h-1 cm-2) of whole eelgrass shoots 

from each light treatment at the end of the experiment. Dotted values are 
mean ± SE (n = 5-6 shoots). NPP at 0 µmol photons m-2 s-1 (red circle) is 

the mean respiration rate measured throughout the range of light 
treatments (n = 41). Lines represent the fitted values from HGAM models 
with a 95% confidence interval. 
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Tableau 2 

Output of the HGAM analyses. Table shows the F statistics and p-values for each predictor, 

and adjusted R2, deviance explained and sample size (n) for each model. Smoothed variables 

are identified with s( ). Statistical significance is identified with an asterisk (*). 

    F p-value R2 (adj.) Dev. expl.  n 

alpha  date 3.81     0.0002* 

0.433 47.9% 113 

  s(PAR) on day5 12.78 <0.001* 

  s(PAR) on day25 1.38 0.187 

  s(container) 0.21 0.300 

  s(id) 0.00 0.735 

ETRmax  date -1.04 0.302 

0.72 78% 113 

  s(PAR) on day5 38.72 <0.001* 

  s(PAR) on day25 72.50 <0.001* 

  s(container) 0.00   0.4356 

  s(id) 0.49     0.0394* 

Ek  date -4.14        7.29e-05* 

0.62 65.3% 113 

  s(PAR) on day5 60.51 <0.001* 

  s(PAR) on day25 33.61 <0.001* 

  s(container) 0.00 0.456 

  s(id) 0.11 0.307 

corrected 

ETRmax  

0.44-AF 4.09        6.88e-05* 

0.781 79% 159 

0.44-AP -12.99 <0.001* 

  AF-AP -17.08 <0.001* 

  s(PAR) with 0.44 42.73 <0.001* 

  s(PAR) with AF 116.15 <0.001* 

  s(PAR) with AP 14.18     0.0002* 

  s(container) 0.06   0.3494 

Chla  s(PAR) 31.53 <0.001* 
0.551 56.5% 58 

  s(container) 0.00 0.593 

Chlb  s(PAR) 19.73        2.24e-07* 
0.45 47% 58 

  s(container) 0.00 0.711 

Carotenoids  s(PAR) 8.76     0.0025* 
0.153 17% 58 

s(container) 0.00   0.9018 

AFtotal  s(PAR) 3.54     0.0324* 
0.0868 11.2% 83 

  s(container) 0.00   0.4054 

AFphoto s(PAR) 1.14 0.413 
0.0111 2.97% 83 

  s(container) 0.00 0.996 

GPP s(PAR) 13.19      1.8e-06* 
0.568 61.7% 41 

  s(container) 1.32 0.112 

NPP s(PAR) 91.01 <0.001* 
0.863 87.4% 82 

  s(container) 3.50      0.0142 * 
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2.2.4 Discussion 

This experimental study assessed the capacity of Z. marina shoots to adjust and 

acclimate to light through a broad range of irradiances from 6 to 860 µmol m-2 s-1. Short-term 

photosynthetic adjustments measured after five days of exposure and photoacclimation 

processes after 25 days were observed in response to light attenuation. Rapid adjustments of 

the photosynthetic apparatus after five days revealed a light intensity threshold between 133 

and 355 µmol m-2 s-1 at which photosynthetic parameters started to change compared to the 

higher light treatments. Furthermore, photoacclimation revealed a second threshold around 

74 µmol m-2 s-1 at which photoacclimation mechanisms were optimal (Figure 11) and below 

which photosynthesis and primary production was impeded. 

 

2.2.4.1 Rapid photosynthetic adjustments 

Rapid responses of the photosynthetic apparatus already occurred after five days of 

exposure to new light conditions, as previously demonstrated by other studies (Collier et al., 

2012; Bertelli and Unsworth, 2018). Globally, the photosynthetic capacity (ETRmax) 

increased linearly with increasing light treatment, hence leading to the increase of the 

saturation irradiance (Ek), as reported in previous studies (Ralph and Gademann, 2005; 

Ochieng et al., 2010; Bertelli and Unsworth, 2018) and is a direct consequence of the light 

limitation of the electron transport chain (ETC). The peak of photosynthetic efficiency 

(alpha) reached under 74 µmol photons m-2 s-1 and its plateau above 355 µmol photons m-2 

s-1 suggest that electron transport was most efficient at 74 µmol photons m-2 s-1. From 133 

µmol photons m-2 s-1 and below, Ek had stabilized around 200 µmol photons m-2 s-1, which 

is higher than the treatment intensity. These changes illustrate the optimisation of electron 

input into the ETC when incident PAR intensity decreases. Above 355 µmol photons m-2 s- 1, 

alpha stabilized, implying that these light intensities did not necessitate any photosynthetic 

adjustments from the shoots, probably because they were closer to the natural PAR intensities 
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to which the shoots were acclimated in situ at the time of collection (mean irradiance of ca. 

860 µmol m-2 s-1 during daylight hours in July). Photosynthetic adjustments occurred below 

355 µmol photons m-2 s-1, as evidenced by the increased photosynthetic efficiency (alpha). 

The irradiance of their implementation is, therefore, somewhere between 133 and 355 µmol 

photons m-2 s-1.  

Despite adjustments of alpha, processes on the acceptor side of PSII caused a limitation 

of ETRmax in low-light treatments. Indeed, a rate-limiting step in the ETC or a slow Rubisco 

activity associated with low-light conditions can lower the maximum rate of electron 

transport by slowing down the turnover rate (or reoxidation) of PSII (Sukenik et al., 1987; 

Han, 2001; Behrenfeld et al., 2004). Our results suggest photosystem turnover was much 

slower in shoots from the 133 µmol m-2 s-1 light treatment and beneath than the higher 

treatments. This is supported by the sharp increase of the fluorescence signal (F) in these 

lower irradiances (Ralph and Gademann, 2005), as revealed by the fluorescence kinetics 

obtained during RLCs (Figure 12). This increasingly limited capacity of the ETC, 

accompanied by an increase of alpha, leads to its quicker saturation (Ek). This dynamic 

between the three photosynthetic parameters amongst themselves and with light intensity is 

a characteristic response of the photosynthetic apparatus to highly fluctuating irradiances 

(Behrenfeld et al., 2004). This potential for such rapid photosynthetic adjustments enables 

eelgrass to achieve efficient photosynthesis in the highly variable light conditions of the 

intertidal zone (Anthony et al., 2004; Manassa et al., 2017; Bertelli and Unsworth, 2018). 

 

2.2.4.2 Photoacclimation 

After 25 days of light exposure, the photosynthetic responses differed partly from those 

observed after five days. In the three highest light treatments (355, 503 and 860 µmol m-2 

s- 1), alpha increased between the beginning and the end of the experiment, leading the shoots 

to exhibit similar efficiencies regardless of the treatment. However, their ETRmax did not 

change between days 5 and 25. These shoots showed a decrease in their Ek, since an increase 
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of alpha unaccompanied by a change of ETRmax inevitably leads to a decrease of Ek. In the 

lower light treatments (133 µmol m-2 s-1 and beneath), shoots exhibited little to no change of 

their photosynthetic parameters between the beginning and the end of the experiment. 

Accordingly, Bertelli and Unsworth (2018) reported a quick (after five days) and then stable 

photosynthetic response for similar low light intensities (from 3 to 155 µmol m-2 s-1).  

Photosynthetic responses shifted between 133 and 355 µmol photons m-2 s-1, 

supporting the observations made on day 5. The change of the photosynthetic parameters 

with time in the three above-mentioned highest light treatments and the Ek plateau around 

200 µmol photons m-2 s-1 suggest this specific irradiance level draws the line between limiting 

and non-limiting irradiances. It is indeed the lowest light intensity needed to saturate the 

ETC, even after acclimation of the shoots. It was used hereafter to distinguish low-light (i.e. 

limiting or non-saturating) from high-light (i.e. saturating) treatments. Schwarz (2004) 

reported a similar saturating light intensity for subtropical intertidal and subtidal shoots of Z. 

capricorni, with Ek ranging from 195 to 242 µmol photons m-2 s-1. Furthermore, Ik values 

(the equivalent of Ek, only obtained from PI curves instead of RLCs) ranging from 198 to 

220 µmol photons m-2 s-1 were reported by Goodman et al. (1995) for subtropical Z. marina 

regardless of their experimental light exposure.  

In high-light treatments, as alpha increased between days 5 and 25, plants likely 

became better acclimated to low PAR intensities. In other words, these shoots developed a 

more efficient use of photons when light is scarce but not when it is saturating (i.e., their 

respective light treatments). Effective quantum yield (YII) at the light treatment intensity did 

not change either (Figure 13) while it increased from day 5 to day 25 in the low end of the 

PAR range of the RLCs. This enhanced efficiency under low PAR for high-light acclimated 

shoots is likely a secondary effect of a structural change in the ETC such as the size or redox 

state of the plastoquinone pool, PSII:PSI ratio or trans-thylakoid pH variations (Wilson and 

Huner, 2000; Yang et al., 2017). The Ek measured in plants from high-light treatments 

dropped by more than 100 µmol m-2 s-1 between day 5 and day 25 which resulted in plants 

being exposed to irradiances higher than their saturating irradiances. In addition, these shoots 
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exhibited important non-photochemical quenching (NPQ, Figure 14) due to greater heat 

dissipation when the ETC is saturated (Falkowski and Raven, 2007). This important heat 

dissipation in shoots with a constantly supersaturated ETC may have prevented cellular 

damage related to oxygen build-up and reactive oxygen species (ROS) formation (Badger, 

1985; Ralph et al., 2002).  

As for low-light (6 to 133 µmol m-2 s-1) acclimated shoots, photosynthetic parameters 

remained the same as on day 5, with high alpha and low ETRmax and Ek, compared to the 

high-light treatments. Ek remained similar after 25 days of low-light exposure implying that 

the ETC still would not saturate with less than 200 µmol photons m-2 s-1, which is well above 

the irradiances of the low-light treatments. These findings suggest that photoacclimatory 

mechanisms were already fully set as of day 5, probably underpinned by the rapid regulation 

of genes involved in photosynthesis a couple of days after exposure to severe light attenuation 

(Davey et al., 2018). The NPQ kinetics (Figure 14) suggest preservation of photoprotection 

mechanisms throughout the range of light tested. The NPQ of low-light acclimated shoots 

saturated more quickly than in the high-light acclimated shoots, indicating efficient 

dissipation of excess energy as soon as ETC saturates. Similar NPQ plateaus regardless of 

the light treatment suggest that maximal photoprotective ability was comparable among 

treatments, even though it was reached at lower light intensities for low-light acclimated 

shoots. This can be attributed to the naturally important xanthophyll pool found in plants 

from highly variable light environments (Demmig-Adams et al., 1999) such as intertidal 

meadows. These observations differ from those reported by Ralph and Gademann (2005), 

where low-light (50 µmol m-2 s-1) acclimated eelgrass shoots had a reduced ability for excess 

energy dissipation compared to high-light (300 µmol m-2 s-1) acclimated ones for a similar 

exposure duration. 

Overall, pigment content decreased with increasing light intensity, chla and chlb 

showing greater variations than carotenoids. This relationship between chla and b content 

and light is consistent with previous studies (Cummings and Zimmerman, 2003; Silva et al., 

2013; Bertelli and Unsworth, 2018). The subtle change in carotenoid contents with light 
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intensity can be related to the preservation of heat dissipation mechanisms, as mentioned 

above, and/or to an optimisation of light harvesting in low-light environments (Silva et al., 

2013; Davey et al., 2018). Changes in pigment contents are often considered as 

photoacclimatory mechanisms enabling better light absorption (Ralph et al., 2007; Schubert 

et al., 2018). However, the adaptation of seagrasses to the aquatic life, consisting of 

concentrating the chloroplasts in the leaf epidermis to optimise inorganic carbon acquisition 

(Hemminga and Duarte, 2000; Enríquez, 2005), leads to a strong package effect (Cummings 

and Zimmerman, 2003; Enríquez, 2005; Durako, 2007). This phenomenon is caused by self-

shading of overlapping pigments (Cummings and Zimmerman, 2003) and results in a non-

linear relationship between pigment content and light absorption (or absorptance), overriding 

the influence of pigment content on leaf optical properties. The occurrence of a strong 

package effect was supported in our study by an almost three-fold increase in chla content in 

low-light treatments without any significant increase in absorptance (Figure 11).  

Leaf absorptance was influenced by the strong natural variability of its optical 

properties and therefore not considered as a relevant proxy of eelgrass photoacclimatory 

response. For instance, leaf absorptance can vary substantially within and among shoots and 

with the physiological state of the photosynthetic tissues (Vähätalo et al., 1998; Enríquez, 

2005; Durako, 2007). As previously shown, the photosynthetic capacity increased with PAR 

intensity, regardless of the absorptance coefficient used. Thus, the choice of absorptance 

coefficient does not affect the observed functional response of photosynthetic tissues to light 

intensity. However, the use of absorptance coefficients that are not corrected for non-

photosynthetic light absorption (default AF and AFtotal) leads to an important overestimation 

of photosynthetic rates (Runcie and Durako, 2004). ETRs should always be estimated using 

photosynthetic absorptance (AFphoto), especially if those rates are to be compared or linked 

to other quantitative photosynthetic or physiological parameters. Furthermore, from the lack 

of relationship between pigment content and leaf absorptance, we can infer that a change in 

pigment content with time (as an acclimation mechanism) did not affect absorptance. Thus, 

leaf absorptance probably remained the same throughout the experiment, which makes the 
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comparison of photosynthetic parameters between day 5 and day 25 valid even though 

absorptance was only measured at the end.  

Figure 11. Photoacclimation responses of eelgrass shoots to low and high 
light, observed after 25 days of light exposure. The limit between low and 

high light was drawn at 200 µmol photons m-2 s-1, based on Ek 
measurements. The low-light acclimation response illustrated here only 

sums up the observations made for the 74 and the 133 µmol photons m-2 
s- 1 treatments, which are irradiances for which photoacclimation was 
sufficient to prevent any shoot decay. The figure shows the highest 

photosynthetic capacity (ETRmax) and onset of light saturation (Ek) of the 
high-light acclimated shoots compared to the low-light acclimated ones, 

suggesting a more efficient electron transport chain. Photosynthetic 
efficiency (alpha) was similar in both light conditions. Higher pigment 
contents in low-light acclimated shoots are illustrated by an increased 

number of thylakoids inside the chloroplasts. Light absorption, represented 
by the wavy yellow arrows, was constant amongst light conditions. Low-

light acclimated shoots had lower primary production (GPP), and 
presumably a lower Calvin cycle activity, than high-light acclimated ones. 
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Net (NPP) and gross primary production (GPP) rates measured at the shoot scale 

increased with irradiance up to 74 and 355 µmol photons m-2 s-1, respectively. The peak of 

GPP at 355 µmol photons m-2 s-1 suggests that this light intensity at which the highest rates 

of photosynthesis occur is the light optimum for acclimated eelgrass shoots. Beneath this 

irradiance (or most likely beneath 200 µmol m-2 s-1), primary production is limited by light 

availability. On the other hand, the NPP plateau reached at 74 µmol photons m-2 s-1, is well 

beneath the light optimum suggested by GPP, which can be attributed to higher dark 

respiration rates at 355 µmol photons m-2 s-1 affecting the overall shape of the HGAM model. 

Rates of primary production were over twice higher than those reported by Beer et al. (1998) 

and Dennison and Alberte (1985, 1986) for acclimated shoots and similar light intensities. 

This discrepancy can be partly explained by the standardization of oxygen fluxes by leaf 

surface while the whole shoot (below-ground tissues included) was incubated. 

Standardization by total dry weight would have been more convenient but was precluded by 

the destructive nature of pigment and absorptance analyses. However, the NPP plateau is 

close to the light saturation point of 100 µmol photons m-2 s-1 for Z. marina, defined by 

Dennison and Alberte (1982, 1985), although this value was estimated through PI curves. 

The plateau of GPP above 355 µmol photons m-2 s-1 while electron transport keeps increasing 

may be explained by an increase in photorespiration (Beer et al., 1998) to counteract oxygen 

build-up and prevent photodamage (Kozaki and Takeba, 1996). The different saturating 

intensities for NPP and GPP can be explained by the dark respiration rates, which were twice 

higher in the 355 and 860 µmol photons m-2 s-1 treatments.  

The Minimum Quantum Requirements of 13.7 µmol photons m-2 s-1, derived from 

predicted values of the HGAM model, was inside the range of values for compensation points 

(10 - 25 µmol photons m-2 s-1) found by Dennison and Alberte (1982, 1985), although these 

values were, again, obtained from classic PI curves. The MQR of 13.7 µmol photons m- 2 s-1 

(0.69 mol photons m-2 d-1 according to our experimental setup) is much lower than the 

average light intensity (4.91 mol photons m-2 d-1) measured by Bulmer et al. (2016) at the 

minimum depth limit for a New Zealand Z. muelleri population. This difference between the 

two studies may be related to species-specific responses to light changes (Touchette and 
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Burkholder, 2000). Our lowest light treatment, a light intensity of 6 µmol m-2 s-1, would be 

too low to support primary production. Hence, the impaired photosynthetic efficiency (alpha) 

and the poor photosynthetic capacity (ETRmax) measured at 6 µmol photons m-2 s-1 support 

the hypothesis for deterioration of the photosynthetic apparatus. NPP, however, was positive 

at this irradiance, although close to zero. These shoots might have survived off their 

carbohydrate reserves (rhizomes) for the experiment duration (Olesen and Sand-Jensen, 

1993; Ralph et al., 2007; Silva et al., 2013). A longer experiment would have confirmed if 6 

µmol photons m-2 s-1 were insufficient to support basic metabolism, in which case shoot 

mortality would have been observed once starch reserves depleted. 

The findings brought up by this study could be helpful in the context of conservation 

and restoration of cold temperate Z. marina meadows. We identified multiple light thresholds 

with different ecological and physiological significance. For instance, the lowest PAR 

intensity at which eelgrass exhibited a positive NPP, identified as the MQR, was around 13.7 

µmol m-2 s-1. However, the maximum NPP was reached around 74 µmol m-2 s-1 through the 

implementation of photoacclimation mechanisms. Z. marina should further thrive under 

irradiances around 200 µmol m-2 s-1 since this PAR intensity was considered as saturating 

and thus did not limit photosynthesis and should allow the build-up of carbohydrate reserves. 

Similar conclusions were drawn by Thom et al. (2008), reporting minimum requirements of 

3 mol photons m-2 d-1 for long-term survival and of 7 mol m-2 d- 1 for light-saturated growth 

for a northeastern Pacific eelgrass population from similar latitude. These numbers draw near 

to our light thresholds of 74 µmol m-2 s-1 (3.7 mol m-2 d-1) and 200 µmol m-2 s-1 (10.1 mol 

m- 2 d-1), respectively. The light thresholds identified in our study are, in our opinion, more 

accurate than the information usually obtained from classic PI curves. Furthermore, using 

production rates from acclimated shoots provides insights on the photoacclimatory potential 

of this species or population, whereas PI curves rather reflect acclimation to one specific light 

intensity. Therefore, the MQR of 13.7 µmol photons m-2 s-1 and the saturating irradiance of 

200 µmol m-2 s-1 are more useful in a context of conservation than the usual compensation 

(Ic) and saturation (Isat) points derived from PI curves. However, the light intensities used in 

our study did not mimic natural light regimes, which are governed by photoperiod, tides, and 



 

46 

water column light attenuation variability. Thus, the thresholds identified here must be seen 

as averages instead of integrated light intensities (mol photons m-2 d-1). An experimental 

setup with light treatments recreating natural photoperiods would have allowed calculating 

representative daily PAR intensities. Nonetheless, our results give valuable insights into the 

photoacclimatory ability of Z. marina and highlight key compensatory mechanisms 

encompassing different biological scales and allowing them to thrive in very fluctuating light 

environments. 

 

2.2.4.3 Ecological implications and concluding remarks 

Our study demonstrated the ability of Zostera marina to maintain its photosynthetic 

rates throughout an extensive range of irradiances through a quick response of its 

photosynthetic apparatus to changing light intensity. Under experimental conditions, these 

adjustments were only observed beneath 200 µmol photons m-2 s-1, which was here identified 

as the threshold between limiting and saturating irradiances. After five days of light exposure, 

shoots from light-limited treatments had already implemented photoacclimatory mechanisms 

through increased photosynthetic efficiency and lower photosynthetic capacity. Shoots 

exposed to non-limiting irradiances exhibited a slower acclimation. Primary production rates 

measured after 25 days of light exposure resulted from underlying changes at cellular and 

subcellular scales. In high-light acclimated shoots, light intensity exceeded what was needed 

for ETC saturation (Ek), which likely underpinned photoprotective mechanisms 

(photorespiration and heat dissipation through NPQ). Once light became limiting (as of 200 

µmol m-2 s-1 and beneath), photoacclimation allowed shoots to maintain photosynthetic rates 

and carbon balance, as illustrated by the NPP plateau from 74 µmol photons m-2 s-1 and 

above. Beneath this light intensity, primary production was not maximal, because limited by 

light availability, but still positive. The apparent optimisation of photosynthetic efficiency 

regardless of the light treatment, as evidenced by alpha on day 25, supports the ability of 

eelgrass to acclimate to a wide range of light intensities. Severe light limitation, i.e. when 
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irradiance falls beneath the MQR of 13.7 µmol photons m-2 s-1, possibly led to a deterioration 

of the photosynthetic apparatus and consumption of carbohydrate reserves. A reduction of 

underwater light intensity beneath 13.7 µmol m-2 s-1 for a prolonged period caused, for 

instance, by drastic eutrophication, intense sustained human activities (e.g. dredging) or by 

local sea-level rise could have an impact at meadow-scale through shoot density decline, 

narrower distribution area, or shoaling of the meadow.  

The ability to quickly respond to changing light conditions is critical in cold temperate 

intertidal ecosystems, where underwater light intensity can change considerably and rapidly 

over a tidal cycle, with weather conditions, and depending on the season (Anthony et al., 

2004). Shoots have demonstrated a quick response to sudden light limitation and high 

tolerance to high intensities. Photoacclimation ability is as important as quick adjustments to 

changing light in the long-term. Indeed, seagrass habitats are expected to change, especially 

with regard to underwater light conditions, with climate change and human-induced 

disturbances (Hauxwell et al., 2003; Short et al., 2011). Seagrasses with a high potential for 

photoacclimation would cope better with these changes.  
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2.2.5 Supplementary Figures 

Figure 12. Maximum (Fm’, dashed lines) and steady-state fluorescence 

signals (F, solid lines) for each light treatment (µmol photons m-2 s-1) 
during Rapid Light Curves in the beginning and the end of the experiment 
(day 5 in red and day 25 in blue). Lines are mean values (n = 5-9) with a 

95% confidence interval. 
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Figure 13. Effective quantum yield of PSII (YII, dashed lines) and electron 

transport rate (ETR, solid lines) for each light treatment (µmol photons 
m- 2 s-1) during Rapid Light Curves in the beginning and the end of the 

experiment (day 5 in red and day 25 in blue). Lines are mean values (n = 
5-9) with a 95% confidence interval. 
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Figure 14. Photochemical (qP, dashed lines) and non-photochemical 

quenching coefficients (NPQ, solid lines) for each light treatment (µmol 
photons m-2 s-1) during Rapid Light Curves in the beginning and the end 

of the experiment (day 5 in red and day 25 in blue). Lines are mean values 
(n = 5-9) with a 95% confidence interval. 



 

 

CONCLUSION GÉNÉRALE 

 

3.1 SEUILS LUMINEUX ET PRODUCTIVITE DE LA ZOSTERE MARINE EN CONDITIONS 

CONTROLEES 

Cette recherche avait pour but d’étudier les capacités de réponse et d’acclimatation de 

Zostera marina à un changement d’intensité lumineuse, après 5 et 25 jours d’exposition 

respectivement. En effet, dans un contexte de détérioration de la qualité des eaux côtières, la 

zostère devrait subir, dans un futur rapproché, un changement des conditions lumineuses de 

son habitat. La réponse de Z. marina à un changement des conditions lumineuses aux échelles 

subcellulaires et individuelle fut étudiée en système contrôlé au travers de mesures 

photosynthétiques (capacité et efficacité photosynthétiques) et physiologiques (contenu en 

pigments, absorptance et production primaire) et selon un gradient naturel d’intensité 

lumineuse moyenne tel que rencontré au sein de l’herbier de Rimouski, dans l’estuaire 

maritime du Saint-Laurent. Nous proposions également une méthode pour une détermination 

du Minimum Quantum Requirement (MQR) plus appropriée que les courbes Photosynthèse-

Éclairement (courbes PE) classiques. Notre méthode, qui élabore des modèles à partir de 

plants acclimatés à leur intensité lumineuse respective, permet d’établir un MQR prenant en 

compte la capacité d’acclimatation des plants. Les courbes PE, étant construites à partir d’un 

seul individu, ne prennent en compte que les conditions lumineuses auxquelles cet individu 

est acclimaté. Notre méthode permettrait d’établir un MQR fiable et spécifique aux 

différentes populations de Z. marina et à une certaine période de leur phénologie. Cette 

recherche suggère trois seuils d’intensité lumineuse qui peuvent être utilisés pour les herbiers 

de l’estuaire maritime en période estivale et intégrés aux stratégies de préservation et de 

restauration des herbiers.  
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Une exposition de plants de zostères de l’estuaire du Saint-Laurent à des intensités 

lumineuses comprises entre 6 et 860 µmol photons m-2 s-1 durant 25 jours a révélé quelques 

intensités seuils. Un premier seuil a été identifié à 200 µmol photons m-2 s-1 et établi comme 

la limite entre les intensités lumineuses limitantes et saturantes. Ce seuil de saturation 

implique que les plants percevant une intensité lumineuse moyenne supérieure ou égale à 

200 µmol m-2 s-1 devraient croître sans être limités par la lumière. En effet, il s’agit de 

l’intensité lumineuse minimale requise pour la saturation de la chaîne de transport des 

électrons (ETC), même après photo-acclimatation des tissus. Ceci a été démontré par la mise 

en place d’ajustements rapides uniquement dans les traitements lumineux situés sous 200 

µmol photons m-2 s-1. Ce fut également appuyé par le paramètre Ek, l’intensité lumineuse de 

saturation de la ETC, demeuré stable sous ce seuil, c’est-à-dire que les plants exposés aux 

traitements lumineux sous 200 µmol m-2 s-1 présentaient les mêmes besoins en lumière pour 

saturer leur ETC, et ce, indépendamment du temps. Dans ces traitements lumineux limitants, 

les ajustements rapides se sont avérés une réponse de photoacclimatation. Effectivement, 

l’augmentation de l’efficacité (α) et la diminution de la capacité (ETRmax) et de la saturation 

(Ek) de l’appareil photosynthétique observées au jour 5 sont demeurées inchangées au jour 

25. Cette stabilité de la réponse de l’appareil photosynthétique, comparativement aux 

traitements lumineux supérieurs, signifie qu’il s’agissait déjà d’une acclimatation dès le jour 

5. L’acclimatation aux nouvelles conditions lumineuses a donc été plus rapide chez les plants 

exposés à des intensités lumineuses limitantes que chez ceux exposés aux intensités 

saturantes. Ainsi, la rapidité de la photoacclimatation de l’appareil photosynthétique 

dépendrait du degré d’atténuation de la lumière dans l’eau.  

Un second seuil fut identifié à 74 µmol photons m-2 s-1. Il s’agit de l’intensité lumineuse 

minimale à laquelle les plants de zostère peuvent maintenir des taux de production primaire 

maximaux. En-dessous de cette intensité lumineuse, les mécanismes d’ajustements rapides 

et de photoacclimatation ne semblent plus pouvoir compenser pour la limitation en lumière 

et ne permettent plus au plant de zostère d’atteindre une performance maximale. Ceci est 

illustré par la production primaire, nette et brute, limitée par la disponibilité en photons sous 

les 74 µmol m-2 s-1. Au-delà de ce seuil, la production primaire était maximale tant chez les 
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plants limités que saturés en lumière. En deçà de 74 µmol photons m-2 s-1, la production 

primaire était de plus en plus limitée par l’intensité lumineuse décroissante, jusqu’à l’atteinte 

du MQR. Ce troisième et dernier seuil, identifié à 13,7 µmol photons m-2 s-1, correspond à 

l’intensité lumineuse à laquelle la production nette de plants acclimatés est  nulle. Au sein des 

herbiers en milieu naturel, une telle limitation en lumière risque de compromettre la 

croissance et la survie des plants à long terme. À court terme, l’effet d’une telle limitation 

peut être atténué puisque les plants de zostère peuvent puiser dans leurs ressources d’amidon 

pour assurer leur survie jusqu’au retour de conditions lumineuses favorables (Eriander, 2017; 

Cimon et al., 2021), comme cela semble avoir été observé dans la présente étude dans le 

traitement lumineux le plus faible (6 µmol m-2 s-1). 

 

3.2 PERTINENCE DE LA CORRECTION DU TAUX DE TRANSPORT D’ELECTRONS PAR 

L’ABSORPTANCE PHOTOSYNTHETIQUE 

Cette étude a également permis d’aborder la question de la correction des taux de 

transport des électrons (ETR) par l’absorptance (ou facteur d’absorption, AF), soit la fraction 

des photons incidents véritablement captés par les tissus photosynthétiques (Kirk, 1994). Il 

était initialement attendu que l’absorptance augmente avec l’augmentation de la 

concentration en pigments en réponse à une atténuation de l’intensité lumineuse. Dans un tel 

cas, le calcul du ETR avec un AF constant, comme il est fréquemment rencontré dans la 

littérature, deviendrait inapproprié dans un contexte de photoacclimatation (Manassa et al., 

2017). L’utilisation d’un AF non corrigé pour la composante non photosynthétique des tissus 

photosynthétiques était également remise en question étant donné qu’un tel AF mène à une 

surestimation du ETR (Runcie and Durako, 2004). Notre étude a démontré que l’absorptance 

totale des tissus photosynthétiques ne varie pas avec le contenu en pigments au sein de la 

réponse de photoacclimatation (Figure 8). En effet, chez les plantes aquatiques, le 

confinement des pigments dans les cellules épidermiques crée une compétition pour les 

photons entre les différentes molécules de pigment. Une augmentation de la concentration en 
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pigments, qui viserait normalement à maximiser la capture de photons, ne mène alors pas à 

une plus grande absorptance (package effect) (Cummings and Zimmerman, 2003; Enríquez, 

2005; Durako, 2007). Dans le cadre d’études comme la nôtre, la quantification de 

l’absorptance photosynthétique (AFphoto, absorptance corrigée pour la composante non-

photosynthétique) n’est pas primordiale, puisqu’elle revient à utiliser un facteur d’absorption 

constant ou même à ne pas en utiliser du tout. Effectivement, la réponse du ETR demeure la 

même si un facteur d’absorption constant est utilisé lors de son calcul. Toutefois, si la valeur 

absolue du ETR est d’intérêt ou s’il est mis en relation avec d’autres variables quantitatives 

(ex : production d’oxygène), il est important d’employer une méthode permettant d’estimer 

adéquatement l’absorptance photosynthétique afin d’obtenir un ETR représentatif de la 

réalité. 

 

3.3 LIMITES DE L’ETUDE 

Le plan expérimental de cette étude a consisté à exposer des plants de zostère 

intertidaux à une intensité lumineuse constante, selon une photopériode 14 : 10 (lumière : 

obscurité). Le régime d’intensité lumineuse imposé aux plants est donc peu représentatif du 

régime lumineux auquel ils sont exposés naturellement. Effectivement, dans les herbiers en 

milieu intertidal, l’intensité lumineuse peut varier naturellement de manière importante à 

l’intérieur d’un cycle journalier. Les cycles de marées, combinés à la photopériode naturelle, 

créent un patron d’intensité lumineuse qui diffère de jour en jour, altérant souvent la quantité 

totale de photons perçue quotidiennement (Figure 15). Les seuils d’intensité lumineuse issus 

de cette étude doivent donc être utilisés comme des intensités moyennes, ou autrement être 

convertis en quantité de photons par jour (mol photons m-2 j-1) pour assurer leur applicabilité 

aux herbiers naturels. Ces seuils pourraient être validés en reproduisant l’expérience, mais 

cette fois en répliquant la photopériode naturelle, comme le permettent certaines minuteries 

automatisées avec gradateurs intégrés, tout en conservant la même quantité de photons perçue 

par jour que dans les traitements lumineux de notre étude.  
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Figure 15. Variations de l’intensité lumineuse mesurées au niveau du substrat 

sur la batture de Point-au-Père, Rimouski, Qc, en fonction des marées, les 24 
juin (A) et 18 juillet 2020 (B). Le chiffre en orange sur chaque graphique 
représente la quantité de photons intégrée sur la journée. Données obtenues à 

partir de mouillages munis de capteurs PAR RBRsolo3.  

Par ailleurs, les seuils d’intensité lumineuse identifiés dans notre étude sont spécifiques 

aux herbiers intertidaux de l’estuaire maritime du Saint-Laurent. À l’échelle globale, Z. 

marina est la phanérogame dominante dans plusieurs écosystèmes côtiers aux conditions 

environnementales contrastées (Green and Short, 2003). La zostère fait ainsi preuve d’un fort 

potentiel d’adaptation à une large gamme de conditions environnementales (salinité, 

température, saisonnalité, marées, lumière, etc.). Il est donc probable que le potentiel de 

photoacclimatation de Z. marina varie d’une population à l’autre, étant donné la variabilité 

génotypique occasionnée par la diversité d’habitats qu’elle occupe (Hämmerli and Reusch, 

2002; Olsen et al., 2004; Kohlmeier et al., 2014). Il en va de même pour les populations 

subtidales et intertidales (Backman, 1991). Les seuils d’intensité lumineuse identifiés dans 

cette étude ne sont également appropriés que pour des plants de zostère en période de 

croissance (c.-à.-d. au cœur de la saison estivale). Au cours d’une année, la zostère, qui est 

généralement pérenne, ajuste son métabolisme au rythme des saisons (Dennison, 1987; 

Olesen and Sand-Jensen, 1993; Clausen et al., 2014). Ceci est particulièrement important à 

prendre en compte sous nos latitudes, où la saisonnalité est très prononcée. Ainsi, 
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dépendamment du moment de l’année, la zostère peut présenter des besoins en lumière bien 

différents (Beca-Carretero et al., 2021). Par exemple, les plants tolèrent une intensité 

lumineuse très faible l’hiver du fait de leur métabolisme ralenti, alors que l’été, une fois les 

réserves d’amidon diminuées, voire épuisées, leurs besoins en lumière sont plus élevés afin 

de soutenir une croissance optimale, de développer des structures de reproduction et de 

rebâtir des réserves.  

 

3.4 PORTEE DE L’ETUDE ET PERSPECTIVES 

Cette étude a examiné les stratégies de réponse de Z. marina à un changement 

d’intensité lumineuse. Ces réponses ont été étudiées à court et moyen termes (5 et 25 jours), 

de l’échelle subcellulaire à individuelle. Il importe toutefois d’élargir les échelles spatiales et 

temporelles étudiées si l’on veut obtenir une vision complète de la relation entre Z. marina 

et son environnement lumineux (Lefcheck et al., 2017). En effet, des changements à l’échelle 

de l’herbier sont généralement notés lorsque la limitation en lumière se fait trop sévère en 

intensité ou en durée (Collier et al., 2012). Ces réponses peuvent se manifester par une 

diminution de la densité de plants ou encore par une réduction de la surface foliaire par m2 

de substrat (Leaf Area Index; LAI) (Figure 16) (Duarte, 1991; McMahon et al., 2013; 

Schubert et al., 2018; Boyé et al., 2022). Ces stratégies de photoacclimatation visent à 

maximiser la pénétration de la lumière à l’intérieur de l’herbier et à diminuer la compétition 

entre les plants pour la lumière (Boyé et al., 2022).  
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Figure 16. Réponses phénotypiques de Zostera marina à un gradient de 
perturbation. La limitation d’une ressource comme la lumière engendre une 
diminution de la densité de plants et une augmentation de la taille des plants 

individuels. Une perturbation de nature physique, telle qu’un changement des 
propriétés physicochimiques de l’eau, occasionne plutôt une augmentation de la 

densité de plants et une réduction des plants individuels. Figure de Boyé et al. 

(2022). 

Un suivi mensuel de l’herbier de zostère de Rimouski a été réalisé à l’été 2020 dans le 

but d’étudier la relation in situ entre la zostère et son environnement lumineux à l’échelle de 

l’herbier. Ce suivi permettra également de caractériser la variabilité naturelle d’intensité 

lumineuse aux différentes échelles spatiales et temporelles au sein de l’herbier. Au lieu de 

contrôler l’intensité lumineuse comme en laboratoire, trois sites aux conditions lumineuses 

différentes ont été ciblés (Figure 17). La biomasse, la densité de plants, la réflectance, le LAI 

et le contenu des feuilles en pigments ont été suivis du printemps à l’automne pour les 

secteurs de l’embouchure de la rivière Rimouski, de l’est de la baie de Rimouski et de Pointe-
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au-Père. L’efficacité (Fv/Fm) et la capacité (ETR) photosynthétiques des feuilles ont 

également été mesurées à chaque échantillonnage par fluorimétrie à l’aide d’un Diving-

PAM-II. Ces données avaient également été acquises pour les plants expérimentaux et 

pourront servir de comparatif. Des capteurs autonomes d’intensité lumineuse (Onset HOBO 

Pendant, Cape Cod, MA, États-Unis, et RBRsolo3, Ottawa, Ont., Canada) installés sur la 

batture pour la durée du suivi permettront de dresser un portrait précis du régime estival 

d’intensité lumineuse en ces trois sites et d’y lier les traits de leurs herbiers respectifs. Ce jeu 

de données biologiques et physicochimiques permettra éventuellement de compléter notre 

compréhension des stratégies de photoacclimatation de la zostère de l’estuaire maritime du 

Saint-Laurent.  

Figure 17. Carte des zones d’échantillonnage dans les herbiers de Rimouski et 
Pointe-au-Père et portrait des conditions environnementales du 19 juin au 14 

septembre 2020. 
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Dans un contexte de détérioration générale de la qualité des eaux côtières menaçant les 

herbiers, ces valeurs de seuil d’intensité lumineuse, combinées à un suivi de la qualité des 

eaux et de l’étendue des herbiers, pourraient servir à cibler les herbiers sur lesquels concentrer 

les efforts de conservation. Une caractérisation régulière des conditions lumineuses in situ, 

qu’elle soit réalisée sur le terrain ou grâce à l’imagerie satellite, permettrait également de 

sélectionner des sites appropriés à la transplantation et même de mesurer les impacts des 

stratégies mises en place pour l’amélioration de la qualité des eaux côtières. Le suivi en 

continu des écosystèmes côtiers par des capteurs hyperspectraux tels que WISE devrait 

permettre un tel monitorage.  
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