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Résumé

La pollution sonore est un domaine de recherche de plus en plus étudié¢ a cause de
I’impact potentiellement dévastateur que celle-ci pourrait avoir sur la vie marine. Dans cette
¢tude, nous avons ¢étudié I’impact du son d’un bateau cargo sur la structure de la coquille
dissoconque des post-larves de moule bleue (Mytilus edulis). Les larves pédivéligéres ont été
exposées durant 3 semaines dans les mésocosmes larvosonics, un outil pour 1’étude de
I’exposition sonore sur les larves invertébrées. Trois niveaux sonores ont été utilisés : bas
(121 dB), moyen (127 dB) et élevé (151 dB), ainsi qu’un contrdle sans exposition sonore
représentant I’environnement ambiant (116 dB). Les post-larves obtenus ont été placées dans
de la résine époxy sur des lames de microscope (48 coquilles / niveau sonore, 196 coquilles
totales) pour étre examinées par spectrométric Raman puis par microscopie électronique a
balayage et diffraction d'électrons rétrodiffusés.

Les résultats démontrent que la coquille est surtout affectée entre le contrdle et le son
bas (121 dB). Cela se traduit notamment en spectroscopie Raman par des changements de
positions des modes de vibration associés aux pigments inclus dans les coquilles. Les
coquilles semblent présentées moins de trous et de fibres cassées au son faible qu’avec les
autres expositions sonores. Le son faible pourrait représenter le niveau sonore présent dans
I’environnement naturel des moules en milieu cotier, qui est un niveau sonore plus élevé que
le niveau sonore de I’océan en milieu profond. Un son de bateau faible peut donc agir comme
un indice positif de sélection de 1’habitat lors de la métamorphose des moules. Ce son permet
donc a celle-ci de mettre plus d’énergie dans la construction de la coquille et de perdre moins
d’énergie lors du choix de son habitat. Le contrdle et le son élevé pourrait créer un délai de
métamorphose, engendrant ainsi des moules avec un niveau d’énergie plus faible, ayant une
coquille avec plus de trous et des fibres de calcites plus cassantes. Un changement dans
I’amplitude de I’ouverture des valves avec un nombre plus élevé de fermetures pourrait étre
responsable de la création d’un environnement plus acide. La plus faible disponibilité en
énergie et ’environnement acide pourrait étre les facteurs responsables des différences
observées dans la coquille



Abstract

Noise pollution is gaining more attention in research due to the potential damaging
impact that it could have on marine fauna. In this present work, we studied the impact of
cargo ship noise on the dissoconch shell structure of blue mussel (Mytilus edulis) post-larvae.
The pediveliger larvae were exposed for 3 weeks in larvosonic mesocosms, a tool for sound
exposure on invertebrate larvae. Three sound levels were used: low (121 dB), medium (127
dB) and high (151 dB), as well as a control without sound representing the ambient
environment (116 dB). The post-larvae obtain were placed in epoxy resin on a microscopy
slide (48 shells / sound level, 196 shells in total) to be examined with Raman spectrometry,
scanning electron microscopy and electron backscatter diffraction.

The results showed that the shell was mostly affected between the control and the low
sound level by a change in the vibrational mode of the pigment found in the shell. The
resulting shell seems more robust at low sound level than at the other sound exposure with
less holes and breaking calcite fibres. This result suggests that the low sound level could be
close to their natural environment which is noisier than the ambient noise in the deeper ocean.
The mussel used that sound as a positive cue to select their habitat for metamorphosis. The
mussel can then invest more energy in building a robust shell and less when finding a habitat.
The control and higher sound level could create a metamorphosis delay, resulting in mussel
with a lower energy level, creating a shell with more holes and with breaking of calcite fibres.
Also, a change in valve opening amplitude with more closure could create a more acidic
environment. This, in addition to the lower energy availability, could create the differences
seen in the shell studied.
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Introduction gencrale

Le milieu marin posséde des caractéristiques particulieres qui rendent I’étude de
I’effet du son sur les organismes qui 1’habitent différents des études en milieu terrestre. Le
son est par définition une onde qui se propage dans un milieu compressible a une vitesse de
~1500 m-sec”' dans 1’eau comparativement a ~340 m-sec”' dans ’air. Le son se propage sur
de plus grandes distances et avec moins d’atténuation que dans 1’air, ce qui entrainera une
perturbation du milieu lors de son passage (Atema et al., 1988). L’eau salée de 1’océan va
aussi avoir pour effet d’accroitre la vitesse de propagation du son de 3 % par rapport a I’eau
douce (Atema et al., 1988). C’est aussi le cas pour la température et la profondeur qui vont
avoir tendance a accroitre la vitesse du son lorsque ceux-ci augmentent (Atema et al., 1988).
Pour exprimer ’intensité acoustique, on utilise les décibels (dB). Dans le milieu marin, les
décibels relatifs a 1 pPa sont utilisés, alors que dans 1’air ce sont plutot 20 puPa (Bonnel et
al., 2022). Cette différence est basée sur le minimum d’audition de 1’oreille humaine. Dans
I’océan, ce seuil est diminué¢ a seulement un 1pPa (Bonnel et al., 2022). Ainsi, les sons se
comportent différemment dans ’air et dans ’eau, et il faut soustraire 26 dB pour obtenir un
niveau similaire dans I’air par rapport a celui de I’eau (Bonnel et al., 2022). Le mot « bruit »,
contrairement au mot « son », a une connotation négative. Les deux se définissent par la
propagation d’une onde dans le milieu, tel que vu précédemment. Pour le bruit, on parle donc
des sons qui sont considéré comme nuisible ou désagréable (International standard - ISO,
2016). Dans les dernieres années, certains bruits ont aussi été considéré comme étant de la
pollution, dans ce cas-ci, on parle donc de pollution sonore. La pollution sonore va étre
particuliérement relié a I’augmentation du niveau de bruit ambiant par les activités humaines
jusqu’a un niveau considéré comme nuisible aux animaux, incluant les humains

(Slabbekoorn, 2019).



Les sons anthropiques dans le milieu marin

Il y a trois groupes de sources sonores retrouvés dans les océans : la géophonie, la
biophonie et 1’anthropophonie (Bonnel et al., 2022; Chahouri et al., 2022). La géophonie
comprend les sons typiquement naturels qui sont produits par les éléments abiotiques, tels
que les vagues, le vent, la pluie, la glace et les courants (Bonnel et al., 2022; Chahouri et al.,
2022). La biophonie comprend les sons créés par les animaux (Bonnel et al., 2022; Chahouri
et al.,, 2022). Cela peut par exemple inclure les baleines qui communiquent par
écholocalisation, les bruits produits par les animaux lors de 1’alimentation ou tout autres bruit
produits lors de leur cycle de vie. L’anthropophonie comprend 1’ensemble des bruits
d’origine humaine que I’on retrouve dans 1’eau, telles que I’imagerie sismique (De Soto et
al., 2016), le forage, le battage de pieux, le trafic maritime, les activités en littoral, les activités
portuaires et I’extraction pétroliere (Bonnel et al., 2022). Les bruits continues, tel que le trafic
maritime, sont présents de manieres plus importants que les sons ponctuels, tel que le forage
ou le battage de pieux. Le trafic maritime est la source sonore qui a contribué le plus a
I’augmentation du niveau de bruits dans I’océan (Di Franco et al., 2020; Hildebrand, 2009).
L’augmentation est rapide avec un niveau de bruit sonore qui est prédit de doubler aux 11,5
ans en moyenne mondialement (Jalkanen et al., 2022). La Figure 1 compare les différents
bruits d’origine anthropiques avec la gamme d’audition des principaux animaux marins ainsi
que leur production sonore. La gamme fréquentielle des bruits anthropiques peuvent entrer
en conflit avec I’audition et la production sonore des animaux et ainsi créer un stress ou

encore un masquage de la communication (Chahouri et al., 2022).
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Figure 1: Image tirée de Bonnel et al. (2022). Comparaison des gammes fréquentielles des bruits anthropiques percus
sous [’eau avec la gamme d’audition et de production sonore des animaux marins.

Les bateaux utilisés pour le trafic maritime émettent surtout dans les basses
fréquences (Arveson & Vendittis, 2000; Hildebrand, 2009; M. A. McDonald et al., 2006). Le
niveau sonore et les caractéristiques du bruit des navires peut dépendre de plusieurs facteurs,
dont la taille du navire, sa vitesse, les conditions météorologiques (Bonnel et al., 2022;
McKenna et al.,, 2012) et la machinerie utilisée (Arveson & Vendittis, 2000; Solan &

Whiteley, 2016). Les niveaux sonores vont varier autour de 140 dB rel. 1uPa pour les plus



petits bateaux jusqu’a 190 dB rel. 1uPa pour les plus gros bateaux (Bonnel et al., 2022;
Hildebrand, 2009). Ces niveaux représentent le son émis mesuré directement a c6té du
bateau. Le son va par la suite se propager dans I’environnement en traversant de grandes
distances (des dizaines a centaines de kilometres (Solan & Whiteley, 2016) et s’estomper. Le
trafic maritime est présent en grande majorité dans les régions cotieres (Charifi et al., 2018),
ou vivent plusieurs espéces exploitées commercialement, telles que la moule bleue. La Figure
2 présente a la fois la localisation des routes maritimes et la fréquence de passages des
bateaux dans le golfe du Saint-Laurent et les alentours. Les zones les plus affectées de cette
région se trouvent sur les cotes du fleuve Saint-Laurent, autour de la péninsule gaspésienne
et autour de la Nouvelle-Ecosse. De plus, si I’on regarde de plus prés I’émission sonore des
navires de grandes tailles avec la gamme d’audition des bivalves sur la Figure 1, les deux se
situent dans les mémes fréquences. Les bateaux sont donc susceptibles de perturber 1’audition

des bivalves.

Island 4
Newfound

(routes /

2.45km? /

year)

Figure 2: Carte représentant les principales routes des bateaux circulant dans la région du golfe du
Saint-Laurent. La carte a été créée sur Maritime Traffic — Global Tracking Intelligence
(https://www.marinetraffic.com/fr/ais).
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Ces sons provenant des bateaux peuvent avoir des impacts sur les organismes marins
présents dans les environs. Les dommages les plus évidents pour les espéces avec des
systemes auditifs comme celui des mammiféres marins sont les barotraumatismes (De Soto
et al., 2013), qui sont des dommages reliés a I’audition. Cependant, les dommages peuvent
aussi étre indirects, tels que des changements de comportements ou une augmentation du
stress tout en étant autant ou sinon plus dommageables (De Soto et al., 2013). De plus, chaque
espece et stade de vie peuvent réagir d’'une maniere différente suite a une exposition au son
(De Soto et al., 2016), suggérant 1’accroissement des travaux sur les invertébrés marins
négligés dans ce domaine d’études (Solé¢ et al., 2023). Pour ce faire nous avons sélectionné
la moule bleue, considérée comme espece ingénieure de son écosysteme (Gosling, 2021) par
sa capacité a modifier son environnement par, entre autres, sa grande capacité de filtration.
Elles sont abondantes dans les habitats cotiers et leurs services écologiques sont importants
grace a leur stratégie d'alimentation par filtration réduisant 1'eutrophisation, a leur capacité
de construire des récifs augmentant la richesse et 1'abondance des espéces et en agissant
comme une proie pour plusieurs especes d’invertébrés (ex. polychétes, étoiles de mer,
buccins et crabes), d’oiseaux et de mammiferes marins (Drapeau et al., 2006; Sea et al., 2022;

Smaal et al., 2019; Varennes et al., 2015).

Cycle larvaire de la moule bleue

Le cycle de vie de la moule bleue, tel que schématisé par la Figure 3, débute par la
fertilisation des ceufs dans la colonne d’eau pour entreprendre le cycle de vie pélagique
larvaire de I’embryon aux juvéniles (Bassim et al., 2014). La ponte des moules se produit
dans I’est du Canada en milieu naturel a partir du printemps entre mai et aolit (ministére des
Péches et des océans, 2003). La division cellulaire permet a la larve de moule d’atteindre les
stades suivants, suite a [’apparition de globules polaires sur 1’ovule, confirmant la

fécondation de 1’ceuf (Helm & Bourne, 2006).
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Figure 3: Cycle de vie de la moule bleue (Mytilus Edulis). Image tirée de Toupoint, 2012. M signifie métamorphose
et F est pour fécondation

Le premier stade larvaire est le stade de trochophore ou le velum se développe pour
permettre a la moule de se nourrir de phytoplanctons retrouvés dans la colonne d’eau et aussi
de se déplacer par les mouvements de ses cils (Helm & Bourne, 2006). Il y aura aussi
I’apparition d’un cil apical (Toupoint, 2012). Le deuxieme stade larvaire est le stade D-
véligere. Son nom provient de sa forme en « D ». Elle est d’une taille d’environ 100 a 120
um (Toupoint, 2012). Les larves de moules vont continuer de se déplacer dans la colonne
d’eau et ainsi se nourrir des phytoplanctons présents dans 1’environnement (Bassim et al.,
2014) grace a leur velum, développer au stade précédent, sur lequel les phytoplanctons vont
venir s’accrocher lors du déplacement de la larve (Toupoint, 2012). Celle-ci possede a ce
stade un systeme digestif complet (Helm & Bourne, 2006). La premicre coquille fabriquée

jusqu’a ce stade se nomme la prodissoconque I (Helm & Bourne, 2006) (Figure 4) et est



formée apres 24-48 h de croissance selon la température de 1’eau principalement (Redfearn
et al., 1986). Sur la Figure 5 est représentée 1’évolution de la larve de moule a partir de
I’embryon (A) vers le stade de trochophore (B) et finalement la larve D-véligére (D).
(Toupoint, 2012)

oy 001

A B

Figure 4: Cogquille de post-larve de moule bleue. B : Coquille de post-larve de moule bleu avec les différentes coquilles
représentées. En bleu, on retrouve la coquille prodissoconque I (PI). En rose, on retrouve la coquille prodissoconque Il
(PII). La partie non colorée représente la coquille dissoconque (D).

Figure 5: image tirée de Helm & Bourne, 2006 représentant [’évolution des larves de moule a partir de I’embryon
(4) vers le stade de trochophore (B), I’apparition de la premiere coquille prodissoconque I (C) et finalement le stade
D-véligere (D).



Le stade umbo-véligeére est le troisiéme stade lors de la croissance des moules. La larve,
précédemment en forme de « D », va continuer de croitre et I’'umbo, qui est une partie plus
proéminente de la coquille située & la charniére va se former (Helm & Bourne, 2006). A partir
de ce stade, la coquille formée va se nommer prodissoconque II (Helm & Bourne, 2006)
(Figure 4). Le quatriéme et dernier stade larvaire est celui de pédivéligere. Lors de ce stade,
le pied va apparaitre, ainsi que le début des branchies (Cannuel et al., 2009; Helm & Bourne,
2006). Un ceil, photosensible va également apparaitre au centre de chacune des valves (Helm
& Bourne, 2006). Sur la Figure 6A, on peut observer la présence de 1’ceil au milieu de la
valve, ainsi que le pied qui sort de la coquille. Une fois le stade de pédivéligere atteint, les
larves vont devenir compétente et vont pouvoir s’établir sur les fonds benthiques apres leur
métamorphose. C’est ’apparition du pied et de I’eil qui démontrent Datteinte de la
compétence (Toupoint, 2012) et d’autres signes plus visibles a 1’ceil nu comme la formation

de cheminé par un groupe de larves (Figure 7) (Helm & Bourne, 20006).

La compétence est la capacité d’un individu a pouvoir se fixer sur un support et se
métamorphoser en juvéniles (Bishop et al., 2006). Avec son pied, la larve va explorer une
surface convenable en rampant sur celle-ci (Helm & Bourne, 2006). C’est aussi grace a ce
pied que la moule peut sécréter les filaments de byssus par la glande byssogene située sur le
haut de celui-ci (Helm & Bourne, 2006; Stanley, 1972) et ainsi se fixer avec les filaments de
byssus sur la surface choisie (Carrington et al., 2008). De plus, les larves vont aussi rétrécir

leur velum pour permettre la formation des branchies (Cannuel et al. 2009).



Figure 6: Image tirée de Carl et al., 2011 représentant une moule Mytilus
galloprovincialis au stade pédivéligere (A) et plantigrade (B)

Figure 7: Groupe de larves de moules compétentes formant
des cheminées.

Une fois la surface choisie et la larve fixée, la métamorphose peut étre entamée (Helm
& Bourne, 2006). Ce stade peut €tre atteint apres environ 14 jours de croissance selon la
température de 1’eau (Redfearn et al., 1986). Contrairement a la fixation, la métamorphose
est irréversible (Bishop et al., 2006; Helm & Bourne, 2006). Une larve peut donc se fixer
plusieurs fois et changer de site de fixation si celui-ci n’est pas convenable (Carl et al., 2011)
en rampant grace a leur pied ou encore en retournant dans la colonne d’eau pour profiter des

courants et se déplacer avec son velum (Pernet et al., 2003). Cependant, une fois la



métamorphose effectuée, la moule ne peut plus utiliser son velum, mais elle peut se déplacer
via son pied ou retourner dans la colonne d’eau en format de longs parachutes de byssus pour
lui permettre d’utiliser les courants sur une plus grande distance, phénomeéne appelé
migration secondaire (Forét et al., 2018; Lane et al., 1985; Newell et al., 2010). La
métamorphose est un processus qui va étre fortement influencé par I’environnement. En effet,
plusieurs signaux stimulent les larves a se fixer, dont des signaux chimiques produits par un
biofilm bactérien (Toupoint et al., 2012), un changement de composition d’especes
phytoplanctonique (Androuin et al., 2022; Jolivet et al., 2016; Leal et al., 2018; Toupoint et
al., 2012b), ou encore des signaux physiques tels que les vagues, les courants (Hunt &
Scheibling, 1996) et la turbulence (Pernet et al., 2003). La compétition par la présence d’un
trop grand nombre d’individus a un endroit peut diminuer le taux de fixation (Carl et al.,
2011). Une fois la métamorphose atteinte, la moule va perdre I’innervation et les muscles
reliés au velum et va développer son systéme respiratoire avec les branchies (Bassim et al.,

2014; Cannuel et al., 2009).

Le stade de post-larve ou plantigrade est le suivant. A partir de ce stade, les moules vont
produire une coquille appelée dissoconque (Figure 4). Cette coquille se distinguera de la
prodissoconque I et II par une ligne de croissance prononcée sur la coquille (Martel et al.,
2014). Par la suite, la moule va grandir jusqu’a atteindre une taille adulte en passant par le
stade de juvénile. Sur la Figure 6, on peut voir sur I’image B, une moule au stade plantigrade.
Selon la température et la disponibilité de nourriture, celles-ci vont prendre entre 12 et 24
mois pour atteindre une grandeur d’environ 30 mm (ministere des Péches et des océans,

2003).

L’audition chez les bivalves
L’audition chez les bivalves reste encore quelque chose d’assez mystérieux. Les
connaissances varient d’une espéce a 1’autre. Cependant, si I’on prend I’ensemble des

bivalves, on réussit a avoir une idée plus précise de leur méthode de détection du son. Les
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bivalves percevraient le son, non par 1’audition comme on la connait chez les humains, mais
plus par une détection des vibrations engendrées par le déplacement de 1’onde sonore
provoquant le mouvement des particules (Hubert et al., 2022). En effet, les bivalves ne
possédent pas de systeme auditif constitué¢ d’une cavité remplie de gaz qui permet de détecter
les variations de pression reliée aux ondes sonores (Hubert et al., 2022). D’autres structures
leur permettent de percevoir les changements dans leur environnement, comme statocystes,
situés a la base du pied (Cragg & Nott, 1977). Les vibrations de I’environnement traversent le
corps des bivalves et sont détectées par les statocystes (Roberts et al., 2015; Solé et al., 2023).
Cette structure apparait chez les bivalves des le stade de pédivéligére et consiste en deux
sphéres de chaque coté du ganglion pédieux (Figure 8) relié a la cavité du manteau par un
canal cylindrique couvert d’un réseau circulaire de cils rayonnants donnant naissance a de
minces nerfs (Cragg & Nott, 1977). De plus, certaines especes posséderaient un organe
sensoriel abdominal (ASO) qui serait capable de détecter les mouvements des particules
d’eau autour de 1’animal grace a des cellules sensorielles (jusqu’a 4 millions) situées sur des
petits tentacules sur le rebord du manteau (Moir, 1977; Zhadan et al., 2004). La moule bleue

est une des especes possédant cet organe (Hubert et al., 2022).

¢——= Coquille

Velum rétracté

Umbo

— o Ganglion pédieux

Statocystes

Pied

Figure 8: Image tirée de Bonnel et al., 2022. Anatomie d une larve
pédivéligere de coquille Saint-Jacques (Pecten maximus) avec le
positionnement des statocystes a la base du pied.
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Les bivalves détecteraient les basses fréquences, telles que les sons générés par les vagues
(Bonnel et al., 2022) ou encore le son des bateaux cargos. Cette gamme de sons aiderait les
moules a choisir leur habitat pour se fixer et se métamorphoser (Jolivet et al., 2016). La
gamme d’audition pour la moule bleue se situerait entre 5 a 410 Hz (Bonnel et al., 2022;
Roberts et al., 2015) par une détection des vibrations de la surface sur lesquelles elles se
trouvent. Cependant, chez les larves et post-larves, les capacités auditives et fréquences de

perception ne sont pas encore treés bien comprises et décrites dans la littérature (Bonnel et al.,

2022).

Impact du son sur la moule

Chez les vertébrés tels que les mammiferes marins, 1’exposition a des sons intensifs
provoque des dommages qui sont évidents, tels que les barotraumatismes ou autres atteintes
directes au systéme auditif (De Soto et al., 2016). Chez la moule, les dommages semblent
plus indirects par la nature différente du systéme auditif comparativement aux vertébrés. De
plus, cette espece étant sessile, elle ne peut pas échapper aux expositions sonores
potentiellement stressantes et dommageables. Chez les moules adultes, comme pour d’autres
especes de bivalves, quelques ¢tudes ont noté des impacts de I’exposition a différents types
de son. Wale et al. (2019) ont remarqué que 1’exposition au son des bateaux cargos provoquait
une augmentation du stress oxydatif et des changements dans 1’intégrité de I’ADN. Vazzana
et al. (2016; 2020) observait une augmentation d’autres parametres biochimiques reliés au
stress, comme le glucose, les concentrations en protéines totales, le nombre total d’hémocytes
(THC), [lactivit¢ des protéines du choc thermique (Hsp70) et [1activité de
I’acétylcholinestérase (AchE) dans ’hémolymphe et dans les tissus, dont la glande digestive
des moules. Il a ét¢ démontré €galement que I’exposition au son de bateau créait une
diminution de I’ouverture des valves atténuant la capacité d’alimentation par filtration des

moules (Roberts et al., 2015; Wale et al, 2019). Cette diminution peut avoir des
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conséquences sur le reste de I’organisme, tel que sur le niveau d’énergie, la disponibilité en
oxygene et le rythme cardiaque (Roberts et al., 2015). Une diminution allant jusqu’a 44 %
de la production des filaments de byssus associé¢ a une force d’attachement plus faible fut
également observé (Zhao et al., 2021). Les moules semblent plus sensibles au son impulsif
régulier, mais le stress mesur¢ s’atténue lors d’exposition prolongé (Hubert et al., 2022). Des
résultats contraires ont été également notés dans la littérature. Par exemple, Spiga et al.
(2016) ont observé une augmentation du rythme de filtration et de I’ouverture des valves a la
suite d’une exposition aux sons de battages de pieux. On a donc une réponse différente selon
le type d’exposition, mais qui pourrait &tre également attribuée a d’autres paramétres
environnementaux liés a la réalisation d’études en milieu naturel. Chez 1’huitre, les travaux
de Charifi et al. (2018) démontrent que leur comportement journalier d’ouverture des valves
était atténué suivant une exposition au son de bateau cargo, diminuant leur croissance et
I’accumulation de lipides. Cette baisse d’activité était associée a une plus faible accumulation
de métaux lourds, tels que le cadmium. Lors d’exposition au bruit de battage de pieux, les

huitres vont jusqu’a se fermer complétement (Ledoux et al., 2023).

Chez les stades larvaires, moins d’études se sont intéressées a I’impact de bruit.
Cependant, nous avons quand méme certaines. Jolivet et al. (2016) et Cervello et al. (2023)
ont observé que le son des bateaux stimulait la fixation des larves de moules bleues, M. edulis,
alors que Wilkens et al. (2012) observait la méme chose chez la moule P. canaliculus. Les
larves d’ascidie, C. intestinalis, ont démontré le méme comportement d’accroissement de la
fixation avec le bruit anthropique, mais en plus associé¢ avec une augmentation de la survie
et de la croissance (McDonald et al., 2014). Dans I’é¢tude d’ Aspirault et al., (2023), les larves
de moules bleues ne variaient pas leur comportement alimentaire lorsqu’ils étaient exposés a
des sons de navire de I’ordre de 122 dB a 129 dB. Chez le pétoncle, Pecten novaezelandiae,
I’exposition au son des explorations sismique entrainait des malformations sur la coquille sur

46 % des larves au stade de D-véligere (De Soto et al., 2013). Chez Pecten maximum, le son
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de battage de pieux stimulait la métamorphose et la croissance alors que le bruit de forage

avait I’effet inverse (Gigot et al., 2023).

Processus de formation de la coquille

La coquille est souvent la premiere chose qu’on remarque chez les bivalves. Elle offre
une protection contre les facteurs abiotiques, tel que I’exposition a 1’air et les prédateurs.
Dans le cadre de ce projet, la compréhension de la formation de cette coquille peut nous aider
a comprendre comment celle-ci pourrait se retrouver affectée par une exposition au son de
bateaux cargos. Tout ce processus de formation provient de 1’animal lui-méme et les
mécanismes internes de formation peuvent donc €tre perturbés par des facteurs stressants
pour I’animal. Bien que le processus exact de formation de la coquille et de controle de la
calcification est encore un processus mal documenté (Auzoux-Bordenave et al., 2015), les
outils pour I’étudier deviennent de plus en plus précis. La coquille est principalement
composée de carbonate de calcium (CaCOs3) sous deux différentes formes : 1’aragonite et la
calcite (Engel, 2017). La formation de cristaux est controlée par plus de 500 genes et
protéines pour arriver a former les cristaux de forme complexe avec une orientation et une
organisation définie retrouver chez les mollusques (Engel, 2017). Pour commencer le
processus de formation, les ions doivent étre transportés de leur source, constituée de I’eau
de mer, jusqu’au site de biominéralisation. Les ions seront absorbés lors de la filtration des
bivalves permettant I’ingestion de la nourriture par les branchies (Louis et al., 2022). Ils sont
par la suite transportés par I’hémolymphe grace a des protéines qui vont venir lier ces ions et
ainsi empécher la précipitation (Engel, 2017). Le calcium peut aussi €tre entreposé sous
forme de granule pour un usage futur de fagon intra ou extra-cellulaire (Marin et al., 2007).
Le manteau est la structure responsable de sécréter la coquille chez les mollusques (Engel,
2017; Yarra et al., 2021) (Figure 9). C’est d’ailleurs le manteau qui va donner la forme

spécifique de la coquille caractéristique de chaque espéce (Furuhashi et al., 2009; Louis et
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al., 2022). Cette structure possede des cellules épithéliales calcifiantes permettant la sécrétion
du carbonate de calcium grace a des transporteurs d’ions transmembranaires pour le
bicarbonate (COs3.) (Yarra et al., 2021). Ces cellules épithéliales calcifiantes sont organisées
de maniere que les cellules spécifiques a chaque type de coquille sécrétée soient a la bonne
place lors de la croissance. Ce ne seraient donc pas les mémes cellules qui sécréteraient les
différents types de coquilles, mais plutdot une succession de cellules avec différentes fonctions
(Marin et al., 2007) (Figure 10). La calcification va se produire dans un espace isolé formé
par la coquille, le manteau, le périostracum (Engel, 2017; Furuhashi et al., 2009) et une
membrane de surface interne (Checa et al., 2014) (Figure 9). Cet espace nommé espace
extrapallial permet de sursaturer les ions pour pouvoir contrdler la formation de cristaux
(Engel, 2017). La déposition des cristaux et de carbonate de calcium amorphe est contrdlée
par des enzymes et des protéines de la matrice de la coquille (SMP : shell matrix protein)
(Yarra et al., 2021). La membrane de surface interne est aussi responsable du haut degré
d’organisation entre autres dans la coquille interne faite de calcite (Checa et al., 2014). De
plus, la disposition des composés organiques entre les couches de minéraux va aider a
déterminer la grosseur et I’orientation des cristaux (Louis et al., 2022). La coquille est
composée d’au minimum 95 % de carbonate de calcium et le restant consiste en un mélange
de composés organiques majoritairement formé de protéines (Engel, 2017; Louis et al.,
2022). Les protéines vont aider a déterminer la forme de cristaux retrouvée, telle que la nacre
ou encore les prismes (Yarra et al., 2021). On peut aussi retrouver des composés organiques
comme les polysaccharides acidiques ou encore de la chitine (Yarra et al., 2021). Les
composés organiques vont étre déposés entre les cristaux de carbonate de calcium (Furuhashi
et al., 2009). Le dépdt de carbonate de calcium sur la couche organique va d’abord se faire
sous forme appelée ACC (amorphous calcium carbonate). Cette forme va ensuite se

transformer dans la forme cristallisée désirée (Marin et al., 2012).
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Figure 9: figure tirée de Louis et al., 2022. L’espace extrapallial est situé dans un espace fermé
formé du manteau, du périostracum. La formation de cristaux d’aragonite et de calcite se
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Figure 10: Figure tirée de Marin et al., 2007. Cette figure représente la physiologie de la calcification
de la coquille. On peut donc voir que différentes cellules vont étre responsables de la formation de la
coquille dissoconque (couche prismatique) et une autre couche de coquille va former la coquille
d’aragonite nacrée (couche nacrée). Cette disposition successive de cellule permet de créer des

couches de coquilles différentes.
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Selon I’emplacement sur la coquille, la forme de carbonate de calcium retrouvé ne sera
pas la méme. A I’intérieur de la coquille, on va retrouver une forme d’aragonite appelée nacre
(Engel, 2017; Yarra et al., 2021). La nacre est formée avec des tablettes d’aragonites en
feuillet (Chateigner et al., 2000; Engel, 2017) disposé a la maniére de brique (Ren et al.,
2009) (Figure 11). Les coquilles prodissoconque I et II, qui sont formées a partir du stade de
trochophore jusqu’au stade de pédivéligeére sont formées d’aragonite (Marin et al., 2007,
Toupoint, 2012). Les cristaux d’aragonite posseédent une structure orthorhombique (Alves et
al., 2023) (Figure 12). La coquille dissoconque, formé apres la métamorphose (Marin et al.,
2007; Toupoint, 2012) est constituée de calcite prismatique (Checa et al., 2014; Yarra et al.,
2021). C’est a partir de ce moment que les valves peuvent se fermer hermétiquement chez la
moule (Marin et al., 2007). Les fibres de calcite formées sont d’environ 1 - 2 um de large et
des centaines de micrometres de long (Checa et al., 2014). Cette calcite est arrangée en
colonne (Engel, 2017) et arrive a la surface de la coquille avec un angle (Checa et al., 2014)
d’environ 45° (Feng et al., 2000) (Figure 11). La calcite possede également des cristaux de
structure rhomboédrique (Alves et al., 2023; Checa et al., 2014) (Figure 12). A ’extérieur de
la coquille, on retrouve le périostracum composé de matériaux organiques (Engel, 2017). Les
deux types de coquilles, soient la dissoconque formée de prismes de calcite et la nacre formée
de plaquettes d’aragonite, disposée dans des orientations différentes, permettent de solidifier

la coquille en cas de fracture (Marin et al., 2012).
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Figure 11: Figure tirée de Feng et al., 2000 de microscopie électronique représentant les
couches de la coquille de Mytilus Edulis. A partir du haut de l'image, on retrouve le
périostracum (A), la couche oblique prismatique de calcite (coquille dissoconque) (B), une
couche de transition de calcite prismatique perpendiculaire a la surface de la coquille (C) et la
couche d’aragonite nacrée composée de plaquette disposée sous forme de brique (D).

(a) Aragonite (©) Calcite

Figure 12: Figure tirée de Soldati & Jacob, 2016. Cette image illustre la différence entre
la calcite et ’aragonite sur [’'organisation cristalline. Les deux ont la méme formule
chimique CaCQOs, cependant leur arrangement sous forme de cristal est différent. La calcite
posséde une forme trigonale alors que I’aragonite est plutét orthorhombique.
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Etude de la coquille de la moule bleue par spectrométrie Raman

La spectrométrie Raman est une technique optique non destructive qui permet d’analyser
les matériaux organiques et inorganiques par la composition chimique et la structure
cristalline, en étudiant les vibrations moléculaires. La spectrométriec Raman expose un
échantillon a une illumination monochromatique (provenant d’un laser par exemple) afin
d’étudier le spectre de la lumiére diffusée. La présence de nouvelles longueurs d’onde
diffusées (phénomene inélastique) permet donc de détecter, identifier et caractériser les
propriétés structurales et chimiques d’un composé qui peut étre sous la forme gazeux, liquide
ou solide. La polarisabilité d'une molécule, c'est-a-dire sa capacité a déformer son nuage
¢lectronique sous l'influence d'un champ électrique, joue un role crucial car elle détermine
l'intensité des nouvelles longueurs d'onde observées dans le spectre Raman (Jones et al.,
2019; Pirutin et al., 2023). Si les molécules ne sont pas polarisables sous 1’action d’un champ
¢lectrique incident, elles ne générent pas de nouvelles longueurs d’onde : elles ne peuvent
donc pas étre détectées par spectrométrie Raman. La Figure 13 présente les différents cas qui
peuvent se produire lors de I’interaction rayonnement-matiere (Pirutin et al., 2023). La
spectrométrie Raman est une technique de diffusion c’est-a-dire qu’elle mesure la différence
entre I’énergie du faisceau incident envoyé sur 1’échantillon et I’énergie diffusée renvoyée a
la caméra CCD (Charge Coupled Device). Les résultats sont affichés avec 1’'unité Raman
shift, signifiant la différence d’énergie par rapport au laser initialement envoyé (He &
Bismayer, 2019; Jones et al., 2019) et exprimé en cm™' (Pirutin et al., 2023) pour une
visualisation en nombre d’onde. Un spectre Raman sera ainsi produit, présentant différents
pics qui varient en fonction de la composition chimique, de la structure, de I'orientation et de
la symétrie du minéral ou molécules organiques étudiés (He & Bismayer, 2019). Ces
variations fournissent des informations précieuses pour caractériser les caractéristiques

intrins€éques des matériaux.
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Dans notre étude, nous avons choisi d’utiliser un laser ayant une longueur d’onde
monochromatique de 532 nm, pour diminuer la photoluminescence des matériaux organiques
(Jones et al., 2019). Les analyses ont ét¢ effectuées sous microscope optique et les analyses
de cartographie Raman ont permis d’étudier les modifications structurales et de compositions

chimiques sur une section de la coquille (Figure 14).
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Figure 13: Figure tirée de Pirutin et al., 2023. Lors d 'une analyse par spectrométrie
Raman, les molécules vont gagner en énergie et changer de niveau vibrationnel. La
majorité des photons diffusés se feront sans changement de longueur d’onde :
diffusion Rayleigh. Les diffusions inélastiques stokes et anti-stokes permettront de
donner des informations sur la structure et la composition chimique du matériau
étudié.
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Figure 14: Cartographie d’intensité Raman effectué sur la zone de
transition entre la coquille PII et D d’'une moule bleue (Mytilus edulis).
L’image A représente les zones contenant de |’aragonite alors que
l’image B montre les zones contenant de la calcite. 1l est aussi possible
de faire des images avec les deux éléments combinés (C). Le rouge
représente la calcite et le bleu, ’aragonite.

Cette technique étant non destructive, elle permet de caractériser a la fois la structure
cristalline des coquilles des larves de moules bleues et la présence de pigments. Deux types
de polymorphe de carbonate de calcium ont été observés (Badou et al., 2022) : 1’aragonite
et la calcite sont caractérisés par des spectres Raman différents (Badou et al., 2022) (Figure
15). Comme vu précédemment a la Figure 12, les structures cristallines de I’aragonite et de
la calcite ne sont pas identiques, les spectres Raman permettent donc de les identifier.
L’aragonite posséde des pics intenses a 152 ecm’!, 206 cm™, 704 cm™ pour les modes de
vibration du réseau (Murphy et al., 2021; Ramesh et al., 2018) et a 1085 cm™ pour le mode
d’étirement symétrique du groupement carbonate (CO3) (Badou et al., 2022; Ramesh et al.,
2018). La calcite posséde des pics & 155 cm™, 282 cm™, 711 cm™ pour les modes de vibration
du réseau (Badou et al., 2022; Barnard & De Waal, 2006; Ramesh et al., 2018) et 1086 cm’!

pour le mode d’étirement symétrique du groupement carbonate (CO3) (Badou et al., 2022).
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Figure 15: Exemple de spectres Raman obtenus sur les coquilles de ce projet. En A, on
retrouve le spectre associé a l'aragonite et en B, celui de la calcite. Les bandes intenses
observées a 1098 cm™ et 1484 cm™ sont attribuées d la présence de pigments dans la coquille.
Leurs intensités vont dépendre de la présence accrue ou non du pigment dans la zone étudiée.

Il est aussi possible de détecter les signatures de pigments (Hedegaard et al., 2006). Leurs
intensités varient en fonction de la concentration dans la zone étudiée. Les pigments présents
dans la coquille des bivalves sont des polyénes (Hedegaard et al., 2006). Chez la moule bleue,
deux bandes trés intenses sont observées a environ 1098 cm™! et & 1484 cm™ (Hedegaard et
al., 2006). La premicre bande est attribuée a I’étirement des liaisons carbone-carbone simple
liaison (—C—-C-), et la deuxiéme bande aux liaisons carbone-carbone double liaison (-C=C-)
(Hedegaard et al., 2006; Williams et al., 2016). Ces bandes sont asymétriques, ce qui laisse
présager de la présence de plusieurs bandes vibrationnelles pour chaque position (Barnard &
De Waal, 2006; Bergamonti et al., 2013). La Figure 15 présente ¢galement la différence qui

peut survenir dans la quantité de pigments présente sur une certaine région.
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Objectifs et hypothese

Cette recherche s’inscrit dans le cadre du projet Auditif, qui vise a enrichir les
connaissances sur I’impact écologique de I’exposition du trafic maritime, en particulier le
son de bateau-cargo sur la faune benthique. Le trafic maritime ayant considérablement
augmenté ces derniéres années, le développement de ces connaissances est crucial pour une
meilleure compréhension de nos écosystémes, mais aussi pour envisager une meilleure
gestion des activités humaines. Ce projet a plus précisément pour objectif de caractériser
I’effet du son des bateaux cargos sur la coquille dissoconque lors du développement des
moules bleues (Mytilus edulis) du stade pédivéligére a post-larve. Pour ce faire, nous utilisons
les mésocosmes Larvosonics (Olivier et al., 2022) pour simuler une exposition sonore en
milieu contr6lé sur des organismes microscopiques. La spectrométrie Raman est la méthode
principale utilisée pour détecter les potentiels changements dans la structure des coquilles.
Ces ¢études seront ensuite complétées par des mesures de rayons X, de microscopie
¢lectronique a balayage, diffraction d’électrons rétrodiffusés (EBSD) et d’une étude

comportementale

Les expériences réalisées au Mans (France) sous la direction de Jean-Frangois Bardeau
reposent sur des résultats préliminaires obtenus lors d’un premier test réalis¢ en 2021 au
laboratoire de 1’universit¢ du Mans. L’hypothése, découlant des résultats précédemment
obtenus, est que le son va entrainer une modification dans la structure de la coquille. Il est
généralement considéré que les stades larvaires des organismes benthiques sont les stades les
plus sensibles (Przeslawski et al., 2015; Rayssac et al., 2010), suggérant une sensibilité

accCruc aux impacts SOnorces.
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Abstract

Noise pollution is gaining more attention in research due to the potential damaging
impact that it could have on marine fauna. In this present work, we studied the impact of
cargo ship noise on the dissoconch shell structure of blue mussel (Mytilus edulis) post-larvae.
The pediveliger larvae were exposed for 3 weeks in larvosonic mesocosms, a tool for sound
exposure on invertebrate larvae. Three sound levels were used: low (121 dB), medium (127
dB) and high (151 dB), as well as a control without sound representing the ambient
environment (116 dB). The post-larvae obtain were placed in epoxy resin on a microscopy
slide (48 shells / sound level, 196 shells in total) to be examined with Raman spectrometry,
scanning electron microscopy and electron backscatter diffraction.

The results showed that the shell was mostly affected between the control and the low
sound level by a change in the vibrational mode of the pigment found in the shell. The
resulting shell seems more robust at low sound level than at the other sound exposure with
less holes and breaking calcite fibres. This result suggests that the low sound level could be
close to their natural tidal environment which is noisier than the ambient noise in the deeper
ocean. The mussel used that sound as a positive cue to select their habitat for metamorphosis.
The mussel can then invest more energy in building a robust shell and less when finding a
habitat. The control and higher sound level could create a metamorphosis delay, resulting in
mussel with a lower energy level, creating a shell with more holes and with breaking of
calcite fibres. Also, a change in valve opening amplitude with more closure could create a
more acidic environment. This, in addition to the lower energy availability, could create the
differences seen in the shell studied.
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1.1 Introduction

Sounds are part of the natural marine environment, such as waves crashing on the shore.
But since anthropogenic sounds have been introduced in the marine environment, like noise
associated to marine traffic, it has been demonstrated to impact many organisms, from marine
mammals to fish and invertebrates (Bonnel et al., 2022; Chahouri et al., 2022; De Soto et al.,
2016; Di Franco et al., 2020; Popper & Hawkins, 2016; Sol¢ et al., 2023; Weilgart, 2018).
Actually, the global shipping noise emissions double every 11.5 years (Jalkanen et al., 2022)
with emissions mostly measured in the low frequency range (10-50 Hz) (Hildebrand, 2009).
One of the invertebrate species impacted by this noise is the blue mussel (Vazzana et al.,
2016). Mussels are economically important all around the world, with an aquaculture
production representing 0.13 million tons in 2017 and a value around 3 billion (Tacon, 2020).
The high filtration capacity of blue mussels improves water quality in coastal environments
by extracting nitrogen and reducing hypoxia risk (Guyondet et al., 2022; Smaal et al., 2019).
Thus, knowledge about the impact of maritime traffic on blue mussels will help aquaculture
management and their countless of different ecosystem services provided by wild populations

and aquaculture productions, such as the mitigation of eutrophication (Petersen et al., 2016).

Many recent studies have investigated the impact of anthropogenic noise on blue mussels.
When exposed to pile-driving noise, byssal attachment decreases and the remaining filaments
are weaker (Zhao et al., 2021). A total decrease from 16.9% up to 44.5% in attachment forces
is observed after sound exposure which increases the risk of blue mussel fall-off from their
settlement site (Zhao et al., 2021). After boat noise exposure, the total oxygen consumption
decreased (Roberts et al., 2015; Wale et al., 2019) as well as the total ingestion food rate by
filtering (Wale et al., 2019). Those two parameters suggest metabolism changes and impact
of noise on mussel homeostasis, as confirmed by DNA integrity modification, increasing
oxidative stress (Wale et al., 2019) and negative impact on haemocyte count and glucose
level after sound exposure (Vazzana et al., 2016). Mussel behaviour changes have been also

observed on adult mussels exposed to vibrations related to anthropogenic noise (Roberts et
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al., 2015). Less studies have been conducted on larval stages, but they show generally a
higher vulnerability to stressors compared to adult stages (Harvey et al., 2013; Przeslawski
et al., 2015; Qiu et al., 2002) with potential latent effect acting on following juveniles and
subsequent adult stages (Podolsky & Moran, 2006). No impact of shipping noise on mussel
larval filtration rate was observed (Aspirault et al., 2023), but anthropogenic sounds increased
settlement and larval metamorphosis to juvenile (Cervello et al., 2023; Eggleston et al., 2016;

Jolivet et al., 2016; McDonald et al., 2014; Wilkens et al., 2012).

During mussel’s ontogeny, the shell composition changes, particularly at early larval
stages. The prodissoconch I (PI), corresponding to the size of the initial egg (Martel et al.,
1995), is produced at the D-veliger stage (Marin et al., 2007; Toupoint, 2012). The
prodissoconch continue to grow during all the veliger stages, representing the pelagic larval
development. The prodissoconch II (PII) characterize the metamorphosis and the transition
from last veliger stage, called pediveliger to juvenile plantigrade (Marin et al., 2007;
Toupoint, 2012). PI and PII are made from aragonite (Fuller & Lutz, 1988). The
metamorphosis induces a change of calcium carbonate form from aragonite to calcite,
representing the outer layer of the adult shell (Yarra et al., 2021). This shell is called
dissoconch (D). A clear mark is present on the shell between PII and D, which indicates the
size at metamorphosis (Martel et al., 1995; Ramesh et al., 2018). Juveniles and adult mussel
shells are composed of an inner nacreous layer (Louis et al., 2022; Ramesh et al., 2018)
formed with aragonite tablets in a “brick-wall” arrangement (Chateigner et al., 2000; de Paula
& Silveira, 2009; Ren et al., 2009) and an outer layer made of calcitic prisms (Checa et al.,
2014; Feng et al., 2000; Ramesh et al., 2018; Yarra et al., 2021).

In this study, we investigated the impact of cargo ships noise on the shell structure of blue
mussels during their transition from veliger larvae to juveniles, to focus on dissoconch shell
development. To our knowledge, we do not know how the calcium carbonated crystal forms

and the pigments are impacted on a structural level by cargo ship noise. The possible impact
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of noise exposure on the shell itself could potentially affect mussel vulnerability to predators
and environmental stressors. We used mainly Raman spectrometry to investigate the structure
of the shell and detect any changes related to noise exposure. This optical technique is non-
destructive, and as already been used to characterized mineral structures in molluscs
(Hawked et al., 1996; Lu et al., 2015), such as the abalone (Badou et al., 2022), gastropods
(Hedegaard et al., 2006), bivalves (Hedegaard et al., 2006; Ramesh et al., 2018) and
cephalopods (Hedegaard et al., 2006). This technique can also be used to analyse the
pigments integration in the shell with the optic signature obtained (Hedegaard et al., 2006).
Raman spectrometry is a very sensitive technique (Hedegaard et al., 2006) allowing
differential observation in calcium carbonate molecules by studying the intensity and position
of peaks on vibrational spectrum. The positions of each peak represent the vibrational modes
present in the structure (Hedegaard et al., 2006; Ramesh et al., 2018). Additional information
on shell structure was also obtained with microscopy tools: scanning electron and X-ray

microscopy.

1.2 Material and Methods

1.2.1 Larval culture and sound exposure

Protocols from Cervello et al. (2023) were used for larval culture and sound exposure.
Briefly, experiments were carried out at the ISMER-UQAR wet laboratory facilities
(Rimouski, Qc, Canada) using Larvosonic mesocosms including acoustic panels in a main
tank supporting 6 semi-submerged experimental cylinders (5 L) filled with stagnant UV
ultrafiltered seawater (Olivier et al., 20232). Three Larvosonic tanks were used for the three
sound treatments and another without sound emission (room ambient sound only) considered
to be the control treatment. In each Larvosonic tank, a Clark synthesis AQ339 Diluvio™
underwater loudspeaker (8§ Ohms/20-17000Hz, Littleton, CO, USA) was installed on the
bottom centre to play the sound treatment. To ensure sound exposure homogeneity, we
selected the cylinders located in the four corners and fill the 2 cylinders left with fresh water

to keep the same sound propagation throughout the tank. The noise used during the
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experience was a recording from a 120 m long cargo ship, the Nohlan Ava. This ship was
identified as representative of the shipping traffic in Saint-Pierre-et-Miquelon. We used three
cargo ship sound level; low (121 + 4 dB re 1uPa), medium (127 &+ 2 dB re 1uPa), high (151
+ 2 dB re 1uPa), which represent the distance of passage from the cargo ship of 20m, 735m,
1.8km for the high, medium and low sound level respectively (Transmission Loss based on
20Log (distance) model). The SPL rms of the control sound treatment was measured at 116

+ 1 dB re 1uPa thus similar to coastal natural soundscape (Aspirault et al., 2023; Jolivet et

al., 2016).

Mussel spawning was induced on 30 adult mussels by thermal shock and gametes were
mixed in a pool-cross design to produce one random larval family. During larval rearing, feed
was given every two days as a mix of Paviova lutheri, Tisochrysis lutea, Chaetoceros
muelleri, Tetraselmis suecica and Nannochloropsis oculata (1:1:1:1:1, 60000 cell mL™).
Once over 50% of the larval population reach the pediveliger stage (competent larvae), they
were transferred into four experimental cylinders for sound exposure at a final concentration
of 5 larvae mL™!, with food added every two days when water was changed in the cylinder at
similar composition and concentration, as already described. Two collectors consisting of 30
cm polypropylene rope were added to each cylinder for larval settlement. Every two days,
collectors were carefully removed from each cylinder, hung up in the air to avoid juvenile
detachment and the cylinders cleaned with Virkon VKS10 disinfectant (LANXESS
Deutschland GmbH, Cologne, Germany) before water renewal with UV ultrafiltered
seawater and food. Environmental parameters during all the exposure experiments were
measured every two days and each cylinder with an Hanna HI98194 probe and showed few
variability: pH (6.95 £ 0.08), temperature (19.8 + 0.4 °C), luminosity (8.9 £ 0.8 FC),
photoperiod (15h of light and 8 hours of night) and salinity (24.9 + 0.8 PSU). The sound
exposure was realized for 21 days for production of enough dissoconch shell during the noise

exposure. Larvae were then collected and stored at -80°C.

29



1.2.2 Behaviour analysis

To explore potential behavioral impact of sound emission on non-settled larvae, the larval
swimming behavior was analyzed by in vitro video tracking techniques, as proxy of general
health status (Gamain et al., 2020). The four cylinders in each larvosonic tank were used as
replicates in the experiment. For each cylinder, 20-30 non-settled larvae were sampled in 4
analytic replicates in 24-well cell culture microplates. Video acquisition was performed with
a Sony A7R V camera installed on an Olympus SZ-61 binocular microscope. Each video was
programmed for 30 seconds. Zoom value was adjusted to allow observation of one entire
well. Videos were processed by using a Noldus EthoVision XT video tracking software
(Figure 16). To assess possible variations of swimming activity over the acquisition period,
3 consecutive sequences (time bin) lasting 10 seconds each was programmed. Software
analysis parameters were the distance moved (arbitrary units) and velocity. The number of
tracked larvae (subjects) was established at 12 per trial. In order to characterize larval
behavior, the 4 tracking variables calculated from analysis data were 1) the rate of activity
representing the % of mobile larvae, 2) the total distance travelled in 30 seconds, 3) the
maximum swimming speed and 4) the movement regularity. Impact of sound exposure (4
levels) were tested on each behavioural index by ANOVAs on R studio software following
validation of homogeneity (Levene test) and normality (Shapiro-wilk test). When ANOVA

were significant, difference between noise levels were tested with Tukey post-hoc test.
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Figure 16: Example of movement recorded during the experiment by the Noldus
Ethosvision software. We can see the swimming path and the static larvae (arrow
head)

1.2.3  Mussel shell’s slides production

After being placed for 1 min in an ethanol bath, mussel post-larvae were embedded in
epoxy resin (ArtResin®) on a microscopy slide. For each sound level, 12 slides per cylinder
(4 per sound level) were created, for a total of 192 microscopy slides. Each mussel was placed
on one side (Figure 17) so that all shell types (prodissoconchl, prodissoconch2 and
dissoconch) could be seen on one cross section. Once the epoxy was fully cured (around 72
hours), slides were carefully ground on a rotating polishing table (Struers, TegraPol-35) with
a sequence of 1200, 2400, and 4000 grit wet-table carborundum paper, followed by polishing

with 3-um diamond liquid (Struers) to remove any saw mark.
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Figure 17: Finished polish of a blue mussel post-larvae on a
microscopy slide for Raman spectrometry study.

1.2.4 Raman analysis

To investigate the difference in calcium carbonate in the mussel shell, a confocal Raman
spectrometry was used to obtain vibrational spectra on mussel larvae for each sound level.
We used a WITec Alpha 300R confocal Raman spectrometer (WITec GmbH, Ulm Germany)
equipped with both a RayShield Coupler and a 1800 gmm™' grating blazed at 500 nm
allowing spectra measurements at extremely low wavenumbers and high spectral resolution
and a thermically Peltier-cooled Si-based CCD front-illuminated detector (Andor, Oxford
Instrument, Belfast, Ireland). Raman scattered signals were collected under a microscope
equipped with a Zeiss EC Epiplan-Neofluar® 50x objective (numerical aperture of 0.55) and
a 20x objective (numerical aperture of 0.5) focusing the 532 nm line of a Solid State Sapphire
laser (Coherent INC., Santa Clara, USA) on the samples. The Raman spectrometry was
calibrated using a silicon chip. The sample were exposed to a 532 nm laser (green) with 3mW
power to ensure no degradation of the sample (Barnard & De Waal, 2006; Bergamonti et al.,
2014) with a grating of 600 g/mm. The Raman spectra were recorded with 10 accumulations
and an integration time of 6 seconds. A x100 objective was used for each spectrum. Two

spectra were taken per mussel, corresponding to a spectrum in the dissoconch shell and one
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in the prodissoconch 2 shell at a similar distance from the transition zone in between the two
types of shell. Shells were always oriented in the same direction to obtain consistent spectrum
(He & Bismayer, 2019). Measurements of the spectrum were taken using WITec Project
FIVE 5.3 Software. Pigments and mineral peaks were fitted with labspec6 software to obtain
all the minerals and pigments peaks characterizing calcite and aragonite. The pigments peaks
in vibrational spectra in blue mussel are located at 1098 cm™ and 1484 ¢cm™! for the Raman
shift, representing respectively the carbon-carbon single bond (-C—C-) and double bond
(—C=C-) stretching band (Hedegaard et al., 2006). ANOVAs were made using R studio
software and were followed by a Tukey post-hoc test to validate difference between sound
exposure level treatments. Homogeneity was validated by Levene test and normality by
Shapiro-wilk test. When normality was not respected, a square-root transformation was
applied. The Scanning Electron Microscopy and the x-ray microscopy were done to confirm

the results seen on the Raman spectrometry.

1.2.5 Scanning electron microscopy (SEM)

Intact mussel post-larvae were fixed in 70% ethanol, dehydrated using gradient baths of
increasing ethanol concentrations (2 hours at 85%, 2 hours in 96%, and 2 hours at 100%),
and critical-point dried (Leica Microsystems EM CPDO030 Critical Point Dryer). Critical-
point dried mussels were mounted on standard 10 mm aluminum stubs using silver paint.
Embedded and polished cross-sections were mounted on standard 25 mm aluminum stubs
with carbon tape. Imaging of both cross-sections and intact mussels was done using Hitachi
SU3500 SEM with no conductive coating at 5 keV, at low vacuum conditions (70 Pa).
Overview images and higher magnification images were collected to cover the entire cross-
section of the shell, and then manually stitched into a compound image using Dragonfly 2024
software (Comet Technologies Canada Inc., Montreal, Canada). For calcium carbonate
polymorph identification and crystal analysis, electron backscattered diffraction (EBSD)
maps were acquired at 30 keV, aperture 1, and pressure 70 Pa, using SU3500 SEM.
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1.2.6 X-ray microscopy

Intact post-larvae mussels in 70% ethanol were placed in a truncated polyethylene pipette
tip and stabilized on a gripper-holder for pCT. Imaging was performed using an Xradia Versa
520 pCT scanner; Carl Zeiss, Oberkochen, Germany, using a x4 objective and a 60 kV source
voltage. Detector and source distances were optimized to create a voxel size of 3 and 1.5 pm,
with x2 binning (to optimize signal-to-noise ratio). At 0.7 seconds exposure per projection,
3001 projections were obtained in each acquisition, and the reconstructed 3D images were
exported in the 3D TIFF format, 16-bit. Reconstructed 3D images were rendered and
analyzed using Dragonfly 2024 software (Figure 18; Comet Technologies Canada Inc.,
Montreal, Canada).

v/, ’ D

Figure 18: 3D rendering of several mussel shells, two of which are labelled to illustrate shell
thickness.
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1.3 Results

1.3.1 Behaviour analysis

Activity rate recorded on swimming larvae/post-larvae showed difference between sound
exposure treatment (Figure 19; df=3; F=3.74; p=0.001) with significantly lower activity
values (p=0.025) observed in the low sound exposure treatment (121 dB)when compared to

the highest exposure treatment (151 dB). The mean activity level in each treatment was below

50% indicating the high proportion of larval settlement during the video tracking.
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Figure 19: Effect of sound exposure on the activity rate (mobile larvae (%)) of blue
mussel pediveliger larvae after 8 days of exposition. The red dot shows the respective
mean for each sound level.

The total distance travelled by the larvae/post-larvae during the time recorded showed
also difference between sound exposure treatment (df=3; F=2.66; p=0.05), with higher values
in control and lower values in the low sound exposure treatment (121 dB) (Figure 20). A
significant difference (p= 0.012) was observed between the control and the low sound level
(121 dB). Moreover, no significant difference in the two other behavioural index parameters,
the maximum swimming speed (mean of 2 £+ 2.5 arbitrary unit) and the movement regularity

(7.2 £ 4.4 arbitrary unit), were observed among the treatments
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Figure 20: Effect of sound exposure on the total distance travelled of pediveliger blue mussel
larvae after 8 days of exposition. In this boxplot, the middle line represents the means, the
square is the mean + SE and the line is the mean+1.96*SE.

1.3.2 Raman spectrometry

1.3.2.1 Mineral peaks

The characteristics peaks for aragonite are located around 155, 206 and 704 cm™ for the
lattice vibrations and 1083-1085 cm™! for the COs stretching (Ramesh et al., 2018). For each
peak of the vibrational spectra, the Raman shift measured did not differ between sound
exposure treatments (Table 1), reflecting that the PII shells was already built in all

individuals.
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Table 1: ANOVA results for each of the mineral peaks in aragonite and calcite shell

CaCO3z | Peak Position Mean sd ANOVA results
phase (cm ) Df F P-value
Aragonite 150,5 0,64 3 0,57 0,636
Aragonite 204,6 0,55 3 0,3 0,825
Aragonite 703,0 0,63 3 0,176 0,912
Aragonite 1083,9 0,59 3 0,536 0,658
Calcite 152,8 0,64 3 1,509 0,214
Calcite 279,5 0,46 3 1,108 0,348
Calcite 711,2 0,95 3 0,814 0,488
Calcite 1084,9 0,43 3 1,276 0,285

The characteristics peaks for calcite are located around 156, 282 and 711 cm™ for the

lattice vibrations and 1086-1087 cm™! for the CO3 stretching (Ramesh et al., 2018). As for

aragonite peaks, the Raman shift position showed no differences between sound exposure

treatments (Table 1)

1.3.2.2 Intensity ratio

The measurements of the intensity relative to the base line of the spectrum for the 155

cm™ and the 206 cm™ was used to estimate the intensity ratio of the aragonite mineral peaks

and for the 156 cm™ and 282 cm™! to estimate the intensity ratio for calcite mineral peaks. For

both ratios, no differences were observed (Table 2). With lower p-value for calcite ratio, even

though non-significant, the dissoconch shell shows a trend to be more affected by cargo ship

noise.

Table 2: ANOVASs results for the intensity ratio measured in the aragonite and in the calcite shell

CaCOz | Peak Position Mean sd ANOVA results

phase (cm ™) Df F P-value
Aragonite 1,95 0,39 3 0,185 0,906

Calcite 0,45 0,05 3 1,896 0,132
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1.3.2.3 Pigments

1.3.2.3.1 Pigments peaks position
Each of the pigments peaks was fitted to obtain all the spectrum. The asymmetry of the

peaks suggests the presence of more than one type of pigment (Bergamonti et al., 2014;
Stemmer & Nehrke, 2014). For the first pigment peaks around 1098 cm™! (Figure 21 A and
B), there were differences among treatments in the dissoconch shell (p-value = 0,031)
attributed to control vs low sound treatments (p-value = 0.01), but not in the PII aragonite
shell. when considering the second peaks around 1484 cm™ (Figure 21 C and D), no

differences were observed in the PII aragonite and dissoconch shell.
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Figure 21: Position variation of pigment peaks from Raman vibrational spectra. The red dot shows the respective mean for
each sound level. In A (PII shell) and B (D shell), we have the first pigment peaks obtained for the peaks around 1098cm™
from fitting with labspec6 software. In C (PII shell) and D (D shell), we have the first pigment peaks obtained for the peaks
around 1484cm™ from fitting with labspec6 software.
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1.3.2.3.2  Wavenumber shift in the pigment peaks

We calculated the wavenumber shift of pigments from the position in PII (aragonite) and
D shells (calcite), between unexposed vs noise exposed shells, as follows: (A (wavenumber
shift) = Raman shift PII shell — Raman shift D shell) were calculated (Figure 22). Differences
between sound exposure treatments were significant (Figure 22 A) for the first pigment peaks
around 1098 cm™! with values from low sound level different from control (p = 0,03) and
high sound level (p = 0,02). Shells of mussels exposed to control and the high sound level
treatment displayed by larger wavenumber shift. No differences between treatments were
observed in shells for the pigment peak at 1484cm!.
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Figure 22: Difference in the Raman shift position of pigment peaks from Raman vibrational spectra in between the PII shell
and the D shell (A=PII shell pigment position — D shell pigment position). The red dot shows the respective mean for each
sound level. The position’s difference for the first pigments peaks obtained around 1098cm™" (4) and for the first pigment
peaks obtained around 1484cm™ (B) is the results of fitting with labspec6 sofiware.
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1.3.3 Microscopy

1.3.3.1 Scanning electron microscopy (SEM)

TUM - -

Figure 23: Scanning electron microscopy of two shells of blue mussel post-larvae. In A, we have
one of the larvae in the control group. In B, we have a mussel exposed to the low sound level.
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The scanning electron microscopy results confirm those obtained from the Raman
spectrometry, by the comparison of the shell from the control group to the low sound
exposure group; the two groups showing the most important differences with Raman
measures. These images suggest that the shell seems to be more robust in the low sound
exposure than in the control, with fewer discontinuities and less delamination of the calcite

fibre on the tip end (Figure 23).

1.3.3.2 Electron backscatter diffraction (EBSD)

Electron backscatter diffraction (EBSD) was performed on the same shell observed under
SEM from the previous section with images from the tip of the shell either in the control
(Figure 24) or in low sound treatment (Figure 25). The calcite crystal size was larger in the
control group than in the low sound exposure group. The orientation of the calcite fibre also
seems to differ in between the two groups. The PII shell closer to the shell hinge was also
analyzed, but no difference was observed, as already seen from the Raman spectrometry

results.
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Figure 24: Electron backscatter diffraction (EBSD) of a shell of blue mussel larvae from the control
group treatment (116dB).
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Figure 25: Electron backscatter diffraction (EBSD) of a shell of blue mussel larvae from the low sound
treatment group (121dB).
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1.4 Discussion

Our results showed that the young dissoconch shell of blue mussel post-larvae can be
affected by sound exposure from a cargo ship noise, confirming the hypothesis. But contrary
to expected, the impacts were observed mostly in low exposure, and not in medium and high
exposure treatment. A similar trend was also observed in the swimming behaviour of non-
settled larvae sampled at the same time. Furthermore, only some aspect of shell structure was
impacted, like the wavenumber shift occurring in the pigments, the intensity ratio and the
pigment peak position potentially affecting the strength of the shell. Analyses of shells with
scanning electron microscopy and electrons backscatter diftraction confirm this observation.
This study is the first to explore the impact of traffic noise on the shell structure of pediveliger
larvae and post-larvae. As suggested by Jolivet et al. (2016) and Aspirault et al. (2023), the
boat sound can have a similar decibel level than the tidal environment, ranging from 88 to
143 dB (Radford et al., 2008). It is known that mussels live in a noisier environment in the
shallow coastal rocks (Ministere des péches et des océans, 2003) where the waves create
important noise levels. Mussels are well adapted to this turbulent environment by their byssal
thread production used for their attach on the rocks (Cervello et al., 2023). These results
could suggest that the SPL level used in the low sound exposure (121 dB re 1 uPa) could be
closer that of their natural environment and then used as a cue by the competent larvae to
select suitable habitat for settling (Jolivet et al., 2016). In this condition, mussels seem to

invest more energy to build a more robust shell.

Mussels have the ability to delay their metamorphosis when encountering an habitat that
is not suitable for settlement (Martel et al., 2014). Settlement success has shown to be
positively correlated with flow velocity and turbulence (Pernet et al., 2003), but these
hydrodynamic conditions were absent in Larvosonic systems to limits sound contamination.

Thus, we suggest that the Larvosonic environment could be considered as a non-natural
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suitable habitat for mussel’s settlement that stimulate their metamorphosis delay. The
Larvosonic system constitute a perfect tool to measure the impact of anthropogenic noises in
condition of delayed metamorphosis largely observed under natural conditions for several
marine invertebrate species (Androuin et al., 2022; Lagarde et al., 2018; Leal et al., 2018,
2019; Martel et al., 2014; Pechenik, 1990; Pechenik et al., 1998). Metamorphosis is a high
energy expenditure process (Holland & Spencer, 1973) and delays of metamorphosis induce
lower growth (Martel et al., 2014) and higher post-settlement mortality of juveniles (Lagarde
et al., 2018). Thus, the control treatment without sound cues and the higher levels cargo ship
treatment (medium and high noise level > 127 dB re 1uPa) could induce metamorphosed
delay until larval energetic reserves decrease to a critical threshold that allows successful
metamorphosis. At this stage, larva can metamorphose spontaneously without any positive
settlement cue, also known as the “desperate larvae hypothesis” (Pechenik, 1990; Toonen &
Pawlik, 1994). Subsequent post-larvae seem to have lower energy to invest in their shell
structure explaining the presence of more holes and breaking of the calcite fibres. Behavioral
measures used as health indicators, confirm this hypothesis with lower swimming activity
rate and lower distance travelled by swimming in the low sound exposure treatment (121dB).
These behaviours suggest lower metamorphosed delay in this soundscape. When mussels
have settled, metamorphosed and recruited on collectors, Raman and microscopy results
demonstrated that boat noise impacted positively or negatively the structuration of

dissoconch shell depending of on the sound level, as discussed below

1.4.1 Mineral peak position.

The analysis of the position of those peaks on the Raman spectrum was not affected by
the cargo ship noise, either on the PII, not exposed to noise, or the D shell, exposed to the
noise. The peaks measured at 155, 206 and 704 cm™! for aragonite and 156, 282 and 711 cm™
! for calcite represent the crystal lattice vibrations. Peaks measured around 1083-1085 cm’!
for aragonite and 1086-1087 cm™ for calcite represents the CO3 bond stretching (Ramesh et
al., 2018). According to Badou et al. (2022), a shift in this band could indicate additional
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cation substitution, with element ions such as magnesium, manganese and iron. Since no shift
was observed, we can then infer that no additional ions were introduced in the shell due to

noise exposure.

1.4.2 Intensity ratio and EBSD microscopy

The intensity ratio in calcite zone was lightly affected by the sound exposure, but non-
significantly (p = 0,13). However, there is weak evidence of a mean higher values of 0.466
in low sound level exposure (121 dB) comparatively to control (0.453) and high sound level
(0.441). Such ratio could be related to a change in the crystal structural arrangements of the
CaCOs, such as changes in the mineral crystal size (Kitajima, 1997) and crystal orientation
(Murphy et al., 2021; Nehrke & Nouet, 2011; Ramesh et al., 2018), acting on crystal growth
(Alves et al., 2023). The organization of the shell is the results of many factors such as
ontogeny and environmental control (Hawked et al., 1996). Measuring the relative intensity
of Raman bands was used to determine the degree of crystallization (Alves et al., 2023) and
degree of disorder (Kitajima, 1997). In the freshwater mussel Cristaris plicate, the organic
matter present between the calcium carbonate fibre, calcite in our case, was responsible for
the crystal growth direction and size (Louis et al., 2022). It is possible that this change in
direction and size, although not significant, could be due to a higher organic matter content
in low exposure sound (121dB) to control crystallization with post-larvae mussel having
more energetic content. During the Raman spectrometry, we always placed the mussels in
the same direction to ensure stability in the intensity of each peak since crystal orientation

does play a role in the intensity of the band (Alves et al., 2023; Murphy et al., 2021).

If we compare these results to the electron backscattering diffraction (EBSD) microscopy
images, we observe that the crystal size did change in the calcite region exposed to sound.
The calcite crystal fibres seem bigger in the low sound level (121 dB) than in the control
group. The orientation of the fibres also seems different between the two of them, but a part

of this could be due to a slight change in shell orientation. It confirms that the difference

45



observed with the Raman spectrometry is similar to EBSD microscopy observation.
However, no clear evidence on size crystallization was confirmed on the shell studied due to

the high inter-individual variations (STD) observed between sound exposure treatment.

1.4.3 Pigments

Two significant comparisons between sound exposure treatments were obtained during
pigment characterization measures in the dissoconch shell. Firstly, the position of the first
pigment peak located at 1098 cm™ (Figure 21 B) characteristic of the carbon-carbon single
bond (—C—C-) stretching band (de Oliveira et al., 2010; Hedegaard et al., 2006) for the
polyene pigments (Hedegaard et al., 2006). A lower Raman shift position was observed in
mussel dissoconch shell exposed to low sound exposure, comparatively with control showing
higher values. Intermediate values were obtained in a shell from the medium and high sound
exposure levels. All the other peaks representing the pigment position have not been affected
by the sound exposure. The change observed in the band position could be related to a longer
polyene chain for the pigment, a change in the functional group attached to it or a change in
the cis/trans conformation. It is not possible to know the exact structure only with the Raman
spectrometry (Williams et al., 2016). Complementary studies are necessary to know what
exactly happened in the structure of the pigments. Sound exposure also affected the
wavenumber shift occurring in the first pigment peaks. The wavenumber shift is created by
the position of these peaks in the aragonite shell subtracted to the position of the same peak
in the calcite shell. Since the peaks of the mineral can differ between aragonite and calcite,
the pigment peaks are the ones that we can compare directly. The intensity of the Raman
band has also been seen to be related to the permissibility of motion (Alves et al., 2023).
Since the intensity itself of the band can be affected by other variables, the wavenumber shift
between the two types of shell was used to investigate potential stress effect (Xu et al., 2018)

in the crystal and can be related to more spaces available in the shell. Mussel post-larvae
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exposed to low sound levels (121dB) showed higher values than the control with a mean of
-0.701 cm!. This value suggests that this sound exposure level creates almost no change in
the position of the first pigment peaks and by association, almost no space created in the shell
by the empty space. For the post-larval shell in the control and the high sound level
treatments, the mean wavenumber shift value was -3.023 cm™ and -3.090 cm™ respectively.
These values suggest that there is more space in the shell, can lead to more fragile shell. In
the scanning electron microscopy (SEM) images from post-larval shell sampled in the
control, there was also evidence of more empty space availability with less cohesiveness.
Thus, these empty spaces in the shell were less present in general in the low sound level

group (121 dB) than in the control (116 dB).

The more suitable habitat for mussels in the low sound exposure treatment (121 dB), was
also confirmed in recent study of Byrro-Gauthier (in preparation). In exactly the same
Larvosonic thanks and sound exposition, adult mussels instrumented by valvometry system
were used. This system measures the valve movement at high resolution (10 measures per
second) and the low sound exposure level (121 dB) showed the higher valve opening
amplitude (%). Closer valves are generally related to more stressful conditions (Comeau et
al., 2017, 2019; Durier et al., 2021). In the low sound level (121 dB), mussels showed valve
opening amplitude was over 60% comparatively to less than 45% for mussels exposed to
high sound level (151dB) and 55% for the control. The higher closure rate of mussel’s valves
can create an acidic environment in the shell, leading to demineralization of the calcium
carbonate crystal (Louis et al., 2022). When the valves are closed, the metabolism become
anaerobic, thus decreasing the pH, followed by a decalcification phase (Louis et al., 2022).
Calcium 1is then liberated from the shell and is only rebuilt with the return of aerobic
conditions (Louis et al., 2022). In such acidic environment, the shell could be less cohesive,
as observed by the crystal orientation changes in the study of Brahmi et al. (2021). Shorter
opening time and amplitude of the valves is also related to lower food ingestion and decreased

metabolism related to stressful environment (Coppola et al., 2018). This potential shorter
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opening time and amplitude in the mussel from the control and higher sound exposure level
(151 dB) could potentially create more acidic environment for shell development with less

energy available to invest in shell structure, creating a less cohesive shell.

1.5 Conclusion

In conclusion, blue mussel larvae seem well adapted for the perception of low sound level
(121 dB) as measured in natural coast environment, and use this cue to settle more rapidly,
preserving their energy and when metamorphosed to maintain their valves open longer. In
this condition, dissoconch shell is more structured with calcite crystal more oriented without
empty space. Increasing the exposed ship noise cargo from the pediveliger stage up to the
post-larvae stage seem to affect the amount of empty space in the shell structure. More studies
are needed to know the extent of the weakness created in the shell and if the mussel can
indeed break more easily. As seen in the study from (Charifi et al., 2018), oyster exposed to
cargo ship noise and exposed to cadmium have accumulated more metal into their system
and were growing slower. It would also be interesting to see the cumulative effect of heavy

metal or other contamination with the cargo ship noise could potentially interact with fragility

of the shell.
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Discussion / conclusion générale

En conclusion, le son de bateau cargo a affecté les larves de moules bleues lors d’une
exposition de trois semaines sur la période de transition du stade pédivéligere vers post-larve.
La position des modes de vibration associés au carbonate de calcium (CaCO3) n’est pas
affectée de fagon significative. Une petite différence dans les dimensions et 1’orientation des
cristaux de calcite a toutefois été observée par microscopie €lectronique. Cette différence
n’est pas significative, mais observable tout de méme chez certains individus. La principale
différence que nous avons révélée par spectrométric Raman est située au niveau des
pigments. En effet, la position du maximum d’intensité de la bande associée aux vibrations
C-C des pigments est significativement différente entre le controle et le son faible. Cette
différence suggere un changement dans I’environnement des pigments. De plus, la position
des bandes vibrationnelles associées aux pigments est trés différente entre 1’aragonite et la
calcite, suggérant une augmentation de 1’espace disponible dans la coquille. Dans ce cas-ci,
le son fort (151 dB) et le controle (116 dB) étaient significativement différents du son faible
(121 dB). Le son faible semble donc créer un environnement idéal pour les moules par la
similitude du niveau de bruit avec les environnements cdtiers bruyants. Celles-ci n’ont donc
pas de délai de métamorphose et ont donc plus d’énergie a fournir pour construire leur
coquille. Les autres niveaux sonores semblent créer un délai de métamorphose, engendrant
ainsi une baisse d’énergie disponible par les moules pour investir dans leur coquille. Les
coquilles obtenues par les sons moyens (127 dB), forts (151 dB) et le control (116 dB)
présentent donc plus de trou et de fibre de calcite brisé. La coquille des moules est essentielle
pour leur protection face a I’environnement externe et aux prédateurs (Stewart et al., 2021).
De plus, un changement dans 1’amplitude de I’ouverture des valves, en plus de la diminution
d’énergie, pourraient étre a I’origine de la coquille moins cohésive par une augmentation de

I’acidité dans la coquille. La Figure 26 démontre le changement dans I’amplitude de
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I’ouverture des valves des larves de moules dans I’expérience menée par Byrro-Gauthier dans

le méme systéme Larvosonic avec les mémes conditions sonores.
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Figure 26: Amplitude de ['ouverture des valves (VOA (%)) obtenue par une exposition au son des bateaux cargos dans les
larvosonics. Cette image est tirée de [’étude de Byrro-Gauthier (en préparation).

Cette recherche a apporté une partie des réponses sur I’effet des sons de bateau sur
les stades larvaires de bivalves. Cependant, plusieurs questions sont encore a répondre et
plusieurs autres expériences pourraient étre menées pour aller plus loin dans la question.
L’effet du son sur la faune marine pourrait étre étudié de maniere multifactorielle. En effet,
le son de bateau ne vient pas de maniere isolée dans la nature. Les produits chimiques dérivés
du pétrole ou encore qui sont présents dans les eaux des ports par son transport par bateau ou
par son déversement depuis les cOtes pourraient €tre un autre facteur a ajouter aux
expériences. On peut penser au polluant de type métal qui s’accumule dans les zones cotiéres
et va étre filtré par les organismes tels que les bivalves et s’accumuler dans leur organisme
(Coppola et al., 2018; Stewart et al., 2021). Par exemple, avec I’accumulation de métaux et
leur effet sur la coquille, il a été observé que la coquille des bivalves exposés au métaux était

plus mince et une différence dans la minéralisation de la coquille (Stewart et al., 2021). De
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plus, le réchauffement climatique et I’acidification des océans en combinaisons avec le son
bateau pourrait étre intéressant a étudier sur la coquille, puisque 1’on sait que ces facteurs
causent également des coquilles affectées par la décalcification (Langer et al., 2014). Un effet
synergique pourrait étre possible (Przeslawski et al., 2015) comme déja observé auparavant
sur d’autres facteurs tel que le réchauffement de 1’eau et I’accumulation de métaux (Coppola
et al., 2018) et I’acidification de I’eau (Harvey et al., 2013). Il serait aussi intéressant de voir
la coquille composée de nacre qui commence a se former chez les stades larvaires. Elle forme
I’intérieur de la coquille et est plus sensible aux dissolutions que la calcite (Brahmi et al.,
2021). Il a été démontré que lorsqu’exposé a un milieu plus acide, la nacre va croitre plus en
épaisseur pour compenser une partie de la dissolution (Langer et al., 2014). Avec les résultats
obtenus dans cette expérience, il serait intéressant d’¢tudier si le son de bateau en
combinaison avec un environnement bruyant, tel que créer par les vagues en milieu cdtier,
aurait autant d’impact sur les moules. Comme proposé par Cervello et al. (2023), créer une
expérience utilisant une simulation d’environnement réel pourrait apporter de nouvelles
réponses a cette question. De plus, une expérience plus longue nous permettrait d’étudier
I’effet d’une exposition chronique sur ’ensemble des stades larvaires, mais aussi sur les
répercussions sur le stade de vie adulte. Le stade de vie D-véligere semble particulierement
vulnérable (De Soto et al., 2013). La premiére coquille se forme a ce moment de la vie des
larves. Il est possible que plus de dommage se font & ce moment. Il serait également pertinent
d’étudier I’impact des sons de bateaux cargos sur la coquille de d’autres bivalves ayant
démontrés des réponses a ces sons, tel que I’huitre (Charifi et al., 2018) et le pétoncle (De

Soto et al., 2013).

Le son de bateau est un probléme qui pourrait étre atténué de certaine facon dans les milieux
naturels ou encore dans les zones d’aquaculture. Comme mentionné par Chahouri et al.
(2022), il existe plusieurs facons de gérer I’impact du son sur la faune marine. Premiérement,
des zones marines protégées peuvent étre aménagées pour protéger des zones étant

considérées plus sensibles. Cependant, protéger les especes vivant en milieu cotier, en
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particulier proche des ports, est potentiellement trés compliqué. Il pourrait cependant étre
possible de réduire le son dans les périodes plus problématiques. On pourrait penser en autres
a la période de ponte chez les larves. Une fagon plus facile d’application serait probablement
de modifier les bateaux sur le long terme (Chahouri et al., 2022). En utilisant la technologie

disponible, il serait possible de diminuer le bruit venant des bateaux.
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