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I. Introduction

De trés nombreuses €tudes sur le comportement des algues ont €té conduites avec
ou sans sucre a la lumiére du jour. Seul le régime autotrophique a la lumiére artificielle
constante présente en fait une simplicité de conditions recommandables.

L’addition de sucre, par contre, crée une complexité de conditions simultanées qui
se prétent mal a une analyse détaillée des processus métaboliques.

Nous avons cherché a établir plus de rigueur dans I’étude de la croissance en adoptan-
des conditions plus simples qui ont d’ailleurs donné des résultats inattendus. Il
apparait toutefois qu’une rigueur satisfaisante ne pourra étre obtenue qu’a la condit
tion de cultiver les algues dans un milieu de valeur nutritive la plus constante possible.

Nous avons d’autre part greffé sur ces recherches métaboliques une étude de toxi-
cologie concernant I’action du sulfanilamide sur le développement et la croissance de
certaines algues. Cytostasique pour certaines espéces, cet antimétabolite est au con-
traire synergique pour d’autres especes.
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II. Matériel et méthodes

1. Les algues vertes unicellulaires

Nous avons étudié plusieurs espéces d’algues provenant toutes de ’algothéque de
PInstitut de Botanique générale de Genéve. Ce sont des cultures pures et certaines
sont méme des clones. Nous les citons dans leur ordre numérique, conformément au
catalogue de cet institut:

Ne 3 Scenedesmus obtusiusculus Chod.

Ne 50 Stichococcus diplosphaera (Bialos.) Chod. (= Diplosphaera Chodati Bialos.)
N° 116 Qocystis Naegeli A. Br.

N° 172 Pleurococcus

N° 280 Dictyococcus cinnabarinus (Kol et F.Chod.) Vischer

N° 516 QOocystis sp. (Nomenclature selon Robert Chodat)

Ne¢ 574 Chlorella rubescens Chod.

N° 579 Chlorella rubescens Chod.

Le choix de ces algues a été fait pour des raisons a la fois pratiques et biologiques.
Du point de vue pratique, nos méthodes de culture exigent des algues 3 développement
pélagique, c’est-a-dire dont les individus ne se collent pas & la surface des flacons de
culture au cours de leur développement; du point de vue biologique, ces espéces
constituent un échantillonnage assez large de I'ordre des Chlorophycées. Elles se
répartissent en espéces du type sensible et du type résistant aux sulfamidés et présentent
chacune des types de développement physiologique assez différents.

Algue N° 3: Scenedesmus obtusiusculus Chod. Algues vivant par groupes de deux
ou quatre cellules.

Algue N° 50: Stichococcus diplosphaera (Bialos.) Chod. (=Diplosphaera Chodati
Bialos.) C’est une pleurococcacée (ordre des Ulotrichales), isolée en 1911 par Robert
Chodat (Bialosuknia, 1909). Organisme fort plastique, sa division en une seule
direction de I’espace le rapproche des Stichococcus, alors que la persistance des
cellules filles en paquets de deux fait penser plutdt a des Chlorelles. Son comportement
physiologique a déja fait I’objet de travaux antérieurs (Chodat et Uehlinger, 1955;
Uehlinger et Chodat, 1955).

Algue N°116: Oocystis Naegeli A. Br. Espéce d’Oocystacée (ordré des Chlorococcales)
de forme ellipsoide, assez voisine des Chlorelles. Se reproduit par autospores, formées
dans une cellule mére, en général au nombre de huit.

Algue N°© 172: Pleurococcus. Pleurococcacée (ordre des Ulotrichales) isolée a pattir
d’un lichen. Cette espéce assez peu étudiée n’est pas d’une vigueur trés marquée.

Algue N° 280: Dictyococcus cinnabarinus (Kol et F.Chod.) Vischer. Genre de
Protococcacée isolée par F. Chodat du sol du Parc national suisse (Kol et Chodat,
1934). Cette algue a la propriété de former, en assez forte abondance, des caroténoides
qui masquent rapidement la chlorophylle (Haag, 1942; Wenzinger, 1940).

Algue N° 516: Qocystis sp. Espéce indéterminée du genre Qocystis (ordre des
Chlorococcales) utilisée a la place de I’algue N° 116 a cause de son pouvoir de multi-
plication plus élevé.
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Algues N©°8 574 et 579: Chlorella rubescens Chod. 11 s’agit 1a de deux clones isolés a
partir de I’algue N° 24 par triage monosporé, dont 1I’'un est plus fortement carotinogéne
(579) que l'autre (574). C’est une Chlorellacée (ordre des Chlorococcales) de taille
assez grande (Chodat, 1942), dont le chloroplaste est muni d’un pyrénoide bien
visible,

2. Milieux de culture

Nous avons choisi comme milieu de base pour la fourniture des éléments minéraux
plastiques le Detmer liquide dilué au tiers (Detmer/3) dont la composition est la
suivante (Pringsheim, 1951):

Ca(NOy), - 4 H;0 1 g
KCl 0,25 g
MgSO, 0,25 g
KH,PO, 0,25 g
Fe,Cl; 0,5 mg
H,O distillée ad 31

C’est un milieu relativement pauvre en éléments minéraux, si on le compare aux
milieux proposés par les auteurs américains et japonais (Iwamura et al.,, 1955;
Nihei et al., 1954; Emerson et Lewis, 1939) pour les cultures accélérées d’algues
(Moyse et Yvon, 1956; Krauss, 1953). Nous I’avons choisi précisément a cause de
ces faibles teneurs en éléments minéraux qui placent les algues dans une situation
physiologique plus proche des conditions naturelles. Il est bien connu en effet qu'une
trop grande abondance d’éléments azotés par rapport a la nutrition carbonée peut
produire certains déséquilibres trophiques qui modifient profondément les propriétés
physiologiques des espéces. Le milieu Detmer/3 maintient les cultures dans tous les
cas au-dessous des seuils de saturation. Pour cette méme raison, 1’aération se fait par
de I’air ambiant, sans adjonction de CO, (Chodat et Uehlinger, 1955).

Dans certaines expériences, nous avons ajouté un apport hétérotrophique de carbone
sous forme de glucose a 2%.

La sulfanilamide introduite dans les milieux de culture pour en étudier les effets
physiologiques I’a toujours été a raison de 0,1 %.

Le tableau suivant exprime en mg/l et en méq/l les quantités de chacun des €léments
fournis:

Tableau 1
Elément En mg/l Fourni sous forme de En méq/l
N 39,6 NO-; . 2,82
P 19,0 PO, 0,204
S 22.1 SO, 0,345
Mg 16,8 ' Mgt+ 0,345
Fe 0,0565 Fet++ 0,00034
K 67,6 K+ 1,73
Ca 56,5 Cat+ 0,706
Cl 39,8 Cl- 12
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3. Méthodes de culture

Nous avons utilisé pour nos cultures les trois types de méthodes mises au point a
PInstitut de Botanique générale de Genéve (Chodat et Bocquet, 1955; Chodat
et al., 1960):

a) Cultures en flacons Erlenmeyer de 100 ml, contenant 50 ml de milieu. Les flacons sont stérilisés
30 min a ’autoclave a 110 °C, puis inoculés au moyen de 1 ml d’inoculum et placés sur une table
en verre dans une chambre climatisée (20 °C; humidité 75%). Les flacons sont éclairés par en
dessous au moyen de tubes fluorescents «Philips lumiére blanche du jour» ou Ateliers de
Constructions électriques de Charleroi «ACEC type Phytor» (Bomllenne, 1960). Les flacons
sont agités a la main chaque matin; il n’y a pas d’aération.

b) Cultures en tubes de 26 mm de diamétre, contenant 60 ml de milieu. La culture est aérée par une
tubulure pénétrant jusqu’au fond du tube. Les bulles qui s’en échappent (2 bulles par seconde)
agitent la culture tout en I’aérant. Ces tubes sont placés également en chambre climatisée a
22 °C et sont éclairés latéralement par des tubes fluorescents du méme type que ci-dessus.

c) Cultures en phycogénes (Chodatet Uehlinger, 1955; Chodatet Bocquet, 1955), c’est-a-dire
en ballons de 3 1, contenant 1,8 1 de milieu, avec agitation du liquide au moyen d’une baguette
de verre & palettes entrainée par un petit moteur (120 t/min), et aération par de I’air ambiant
filtré & raison de 200 ml/min.

L’aération est fournie par un compresseur lubrifié a I’eau, pour éviter toute formation de
gouttelettes d’huile & machines pouvant venir modifier les conditions des expériences.

Les phycogénes sont munis d’un dispositif de prélévement stérile des algues, dispositif empéchant
tout retour en arriére du liquide prélevé et par conséquent tout risque d’infection ou de modifi-
cation du milieu de culture.

Les ballons sont placés sur un banc ad hoc et éclairés par en dessous au moyen de tubes fluores-
cents «Philips lumiére du jour», le tout fonctionnant en chambre climatisée a 22 °C —+ 0°,2.
Rappelons — fait bien connu — que I’éclairement fourni par un tube fluorescent n’a pas la méme
valeur tout le long du tube. Les différences en lux peuvent dépasser 20 & 309%. Pour en tenir
~compte, les flacons sont permutés périodiquement de telle sorte que les éclairements moyens
soient identiques pour tous les flacons.

4. Les méthodes de mesure et d’analyse

a) Mesure de la densité cellulaire des cultures par comptage des cellules & ’hémacyto-
metre (Uehlinger et Linder, 1955)

Cette méthode statistique donne le nombre de cellules par millimétre cube de culture.
La précision de ces mesures est de + 39%,.

b) Mesure du volume cellulaire frais des cultures («packed cell volume»; Tamiya
et al., 1953)

La méthode consiste a centrifuger une partie aliquote du prélévement dans un
tube terminé par un capillaire de 1 mm de diamétre et 3 cm environ de longueur.
Apres centrifugation, les algues sont réunies en un culot au fond du capillaire. Le
volume de ce culot a été déterminé 4 priori par calibrage au mercure, ce qui nous
donne une formule reliant la hauteur du culot au volume des algues qu’il contient.
Précision de la méthode: - 7 a 89 ' '

¢) Mesure du poids sec des cultures

La méthode est celle des chimistes: une partie aliquote du prélévement est filtrée
sur un filtre en verre fritté de Jena (1 - G — 5. M) dont le diamétre des pores ne dépasse
pas 1,5 micron. Aprés ringage a 1’eau distillée le filtre est séché a 105 °C pendant une
nuit et son poids sec déterminé 4 la balance analytique 4 0,1 mg prés.
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d) Mesure des dimensions des cellules

Pour la plupart des prélévements a été faite une microphotographie au microscope
optique Leitz équipé d’une chambre microphotographique Wild. Le grossissement
lin€aire du dispositif complet (objectif — oculaire — chambre photographique). est
déterminé a priori (763 X). Les dimensions linéaires des cellules sont mesurées sur
les tirages positifs de ces photographies (compte tenu d’un éventuel agrandissement).
On en déduit le volume de la cellule, en admettant pour celle-ci une forme d’ellipsoide
de révolution:

V=4/3 7 a*-b
(a et b étant respectivement le petit et le grand axe de I’ellipsoide, mesurés sur la
photographie).
Les photographies procurent en méme temps des documents permanents sur ’état
physiologique des cellules dans la culture.

e) Mesure du pH des milieux de culture

Cette mesure se fait classiquement au moyen d’un pH-métre Metrohm avec élec-
trode en verre du type X.

f) Dosage de I’azote organique

L’azote organique est dosé par la méthode du microkjeldahl: une partie aliquote
(25 cm?®) du prélévement est mise 4 minéraliser dans un matras de 100 ml avec 5
gouttes de SO,Cu a 20% et 5 gouttes de SO,K, sat. comme catalyseurs, en milieu
fortement acidifié par I’acide sulfurique conc. L’ammoniac formé est ensuite distillé
en présence d’un exces de soude caustique et recueilli dans une fiole contenant exacte-
ment 10 ml HCI N/100. On contretitre I’acide chlorhydrique restant par NaOH N/100
en présence de rouge de méthyle.

La précision de la méthode a été déterminée & - 29 par calcul statistique.

g) Dosage de I'azote minéral (nitrique NO,~ et nitreux NO,™)

Au début de nos recherches, nous avions dosé les nitrates du milieu par la méthode
colorimétrique de Lemoigne, Monguillon et Desveaux (1937), modifiée par Haag
(Chodat et Olivet, 1940; Haag et Dalphin, 1943). Basée sur la réduction des
nitrates par le zinc en un mélange de nitrite et d’hydroxylamine, suivie d’une oxydation
de I'hydroxylamine en nitrite par I'iode, avec dosage colorimétrique des nitrites par la
réaction de Griess, cette méthode s’est révélée peu précise dans nos expériences: un
écart type de 8% sur une série de 5 mesures est beaucoup trop €élevé pour ce genre de

Tableau 2
Essai N° 1 2 3 4 5 Moyenne
Solution Detmer/3 Detmer/3 Detmer/3 Detmer/3 Detmer/3
Densité optique par la
méthode de Haag 51,0 58,5 48,5 53,0 50,0 52,5

Avec adjonction simultanément dans le milieu Detmer/3 de 135 mg/l de méthionine et de 145 mg/l
de cystéine, les résultats sont les suivants:

Densité optique par la
méthode de Haag 38,5 24,8 27,0 29,7 30,0
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mesures. D’autre part, I’adjonction de certains acides aminés soufrés (cystine et
méthionine en particulier) interfére avec la réaction colorimétrique en diminuant la
densité optique finale de 409% (pour les concentrations en acides aminés utilisées
dans nos expériences). Tableau 2.

C’est pourquoi nous avons adopté par la suite la méthode de dosage du micro-
devarda, consistant a réduire les nitratesenammoniacen présence del’alliage de Devarda
en milieu alcalin (NaOH). L’ammoniac est distillé dans une- fiole contenant une
quantité déterminée de HCI N/100; D’acide restant apreés fixation de tout le NH;
distillé est contretitré volumétriquement, par la soude caustique NaOH N/100.

Méthode trés précise (écart type de moins de 1%) a condition de travailler sur une
quantité suffisante de milieu Detmer/3 (au moins 20 & 25 ml correspondant a 6 a 8 mg
de Ca(NO,), * 4 H,0).

h) Extraction et dosage des chlorophylles a et b

25 ou 50 ml de la culture (selon sa densité cellulaire) sont centrifugés 15 min a
4000 tours (soit environ 3200 g); le liquide surnageant est décanté par aspiration; le
culot d’algues est repris par trés peu d’acétone dans un mortier avec une pointe de
couteau de CaCO, pour empécher les hydrolyses acides. Les algues sont broyées
consciencieusement et la chlorophylle extraite par I’acétone, puis filtrée sur filtre
Buchner. La chlorophylle est ensuite transférée dans 10 ml exactement d’éther de
pétrole (P.E. 30 a 35°) que I'on lave soigneusement a 1’eau distillée, puis séche au
sulfate de sodium anhydre.

Le dosage spectrophotométrique des chlorophylles a et b se fait selon la méthode
de Comar et Zscheile (1942). Elle consiste 4 mesurer la densité optique a 6425 et
6600 angstroms: Dyg,s5 €t Dggoo, €t 4 appliquer les équations tirées des données expéri-
mentales de mesure de ’absorption des chlorophylles a et b & ces longueurs d’onde:

conc. chy. a = 9,23 Dggoo — 0,777 Dgyo5 en mg/l d’éther de pétrole
cone. chy. b = 176 Dype—2.81 Dasn en mg/l d’éther de pétrole

Nous estimons que cette méthode est précise & 4+ 10% prés, sans toutefois ’avoir
vérifié statistiquement.

i) Mesure du pouvoir photosynthétique des algues

Le mesure de l’intensité photosynthétique des algues se fait selon la méthode
directe de Warburg (Umbreit et al. 1949). Les algues de la prise échantillon sont
concentrées par centrifugation, reprises dans le milieu W 9. On introduit 3 ml de la
suspension concentrée d’algues dans I'auge de ’appareil manométrique. On mesure
I’évolution gazeuse pendant 30 min a ’obscurité. On en déduit au moyen de la formule
bien connue l’intensité de la photosynthése et de la respiration de la suspension
considérée.

k) Dosage colorimétrique de la sulfanilamide

La technique est basée sur la diazotation et la copulation de la fonction aminée
libre avec le chlorhydrate de N-alphanaphtyléthylénediamine selon la méthode de
Marshall. :

Le dosage colorimétrique se fait au spectrophotométre Unicam 535 nm et au colori-
metre Coleman a 525 nm en se servant d’une courbe étalon établie auparavant avec
des solutions titrées de sulfanilamide. Précision: cette méthode, comme tout dosage
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chimique par colorimétrie, donne une précision de 4 29 que nous avons vérifiée
statistiquement, pour autant que I’on respecte les principes de I’analyse colorimétrique.

5. Expression des résultats

Les notions de croissance et de développement sont bien connues des physiologistes.
La seconde a donné naissance a la théorie stadiale, expression des phases successives
(thermostade, photostade, spectrostade, etc.) que franchit la plante. La croissance,
bien que liée a I’évolution de ces stades, en est relativement indépendante.

On retrouve ces deux notions dans les études allométriques de croissance de deux
ou plusieurs organes par rapport a I'individu entier (Chodat, 1949). Il est cependant
difficile de trouver une définition exacte de ces deux notions, les auteurs n’employant
pas toujours ces termes dans le méme sens.

Chez les thallophytes, par contre, on n’établit pas ou trés rarement cette distinction
croissance et développement. La plupart des études physiologiques sur ces végétaux
inférieurs portent sur I'un ou ’autre de ces aspects de ’évolution d’un &tre vivant ou
des collections d’individus:

a) ¢étude de I'augmentation du poids ou des dimensions d’une culture en fonction du
milieu: cultures de bactéries, de champignons ou d’algues (Tamiya, 1950; Pratt
et al., 1945; Myers et al., 1951); .

b) étude de cycles vitaux de diverses espéces dans les conditions naturelles et expéri-
mentales.

Chez les algues, 4 notre connaissance, seules les études de T amiya et coll. ont
porté a la fois sur ces deux éléments de la vie d’une population considérée dans son
ensemble, d’une part, et I’évolution de chacun des individus de cette population d’autre
part (Iwamura et al., 1955; Burlew, 1953). Ces études ont abouti 4 1’élaboration si
fructueuse de la méthode des cultures synchronisées.

Il est bien évident que I’évolution de la population dans son ensemble est la somme
des évolutions de chacun des individus pris en particulier; cependant les notions
permettant de mesurer les grandeurs relatives 4 la population (poids sec, volume
cellulaire frais) ne tiennent pas toujours compte de I’état correspondant de chacun des
individus (ce que la méthode des cultures synchronisées tend a régulariser systémati-
quement). Le méme poids sec peut étre mesuré pour un petit nombre de grosses
cellules ou pour un grand nombre de petites cellules. Ce poids sec exprimera la crois-
sance de la culture sans se préoccuper de 1’état de développement de chaque individu-
cellule (Burlew, 1953, p. 76-85). Tamiya et coll. ont proposé une division du méta-
bolisme photosynthétique. Le premier peut s’effectuer aussi bien a I’obscurité qu’a
la lumiere, alors que le second n’est possible qu’a la lumiére et de plus qu’il est le seul &
permettre une augmentation de poids sec de la culture en régime carboautotrophe.

Nos études sur I'évolution physiologique des cultures d’algues nous ont amené 3
proposet les définitions suivantes qui différent un peu de celles de Tamiya, bien qu’elles
s’en rapprochent beaucoup par certains cotés:

Nous appellerons croissance d’un étre vivant I’ensemble des processus métaboliques
conduisant & une augmentation ou i une réorganisation des réserves d’énergie de
cet individu. A un moment donné, cette croissance est donc constituée par un ensemble
de réactions biochimiques en équilibre dynamique.
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Le développement est alors caractérisé par toute modification, apparition, on
disparition d’un ou plusieurs de ces processus métaboliques, c’est-a-dire par toute
modification dans I’équilibre dynamique de I’ensemble des réactions biochimiques
de cet étre vivant. Cette modification se marque trés souvent par un changement
morphologique de I'individu. On appellera développement la succession de ces modi-
fications.

Ces deux définitions sont générales et peuvent aussi bien s’appliquer au regne
animal qu’au régne végétal, aux étres unicellulaires que pluricellulaires.

Il est bien évident que, ces définitions étant générales, il est nécessaire de les préciser
dans chaque cas particulier par la description des différentes étapes de la croissance et
du développement. Considérons un exemple: ‘ :

Pour une plante supérieure (céréale, par exemple), le développement passe par plusieurs phases
bien connues (Stroun, 1956): phase de germination; phase d’allongement des tiges; formation de
I’épi; floraison et maturation des caryopses, etc. Une analyse plus détaillée des modifications du
métabolisme permettrait (et permet aux spécialistes) de distinguer certainement de plus nombreuses
étapes encore. Notre but n’est point ici d’énumérer exhaustivement les phases propres & chaque
type d’8tre vivant, mais de fournir une définition du développement plus générale, en ce sens qu’elle
s’harmonise avec la définition de la croissance. 1l est certain que pour un physiologiste des plantes,
qui se base essenticllement sur les modifications morphologiques externes du végétal, le découpage
de I’existence d’une plante en phases de développement sera différent de celui que ferait un bio-
chimiste attaché a étudier les phénomeénes enzymatiques de la méme plante. Les étapes du biochimiste
seront beaucoup plus nombreuses parce que plus définissables, mais on retrouvera certainement
des corrélations entre les deux événements, marquant que les étapes physiologiques sont déterminées
par les étapes biochimiques, elles-mémes d’ailleurs prédéterminées par I'information héréditaire
contenue dans la cellule-ceuf originelle.

La croissance de cette plante au cours de toutes ces étapes sera mesurée par I’accumulation
d’énergie, ’organisation des réserves et la formation de métabolites essentiels. Cette croissance ne
comprend pas seulement les processus photosynthétiques pour les plantes a chlorophylle, ou les
processus d’assimilation pour les &tres carbohétérotrophes, mais tous les processus métaboli-
ques, y compris ceux-mémes qui améneront aux modifications du développement. Ainsi la formation
du célebre et si controversé «stimulus floral » fait partie de la croissance de la plante; la modification
apportée par ce «stimulus» détermine, elle, une étape du développement. (Reprenant en le parodiant
un peu le langage des mathématiciens, on pourrait dire que la vie, ou mieux le déroulement de la
vie dans le temps étant une fonction, la croissance est la dérivée premiére de cette fonction, alors
que le développement en est la dérivée seconde.)

La vie d’une chlorophycée unicellulaire est relativement simple: les résultats de
Tamiya et ses collaborateurs montrent d’une fagon claire et précise (Iwamura et
al., 1955; Burlew, 1953) que ’on peut trés bien différencier chez Chlorella ellipsoidea
les phases de croissance et les étapes de développement répondant a la définition que
nous en proposons; les étapes du développement peuvent étre ramenées & trois:

17e étape: Apres la division, des cellules obscures («dark cells») de forme petite, riches en chloro-
phylle et trés actives photosynthétiquement, sont caractérisées par un métabolisme accumulateur
d’énergie et transformateur d’éléments minéraux en aliments organiques de base (glucides, lipides,
protides). ‘ : ' N
2¢ étape: Les cellules ayant grossi au cours de la premiére étape se sont transformées en cellules
de lumiére («light cells») plus grosses, mais chez lesquelles la photosynthése diminue considérable-
ment. La croissance au cours de cette deuxiéme étape est constituée par un métabolisme de rear-
rangement des substances organiques formées au cours de la premiére étape du développement; et
C’est en particulier au cours de cette deuxiéme étape que se forment les éléments nécessaires a la
multiplication de I’«information héréditaire», c’est-a-dire les nucléosides de base du DNA, trans-
porteur de I’hérédité dans les chromosomes.

3¢ étape: Etape de division de la cellule en 2,4 ou 8 cellules filles qui sont des «cellules obscures »
qui recommencent le cycle. Il est bien entendu que cette division en 3 étapes du développement est
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arbitraire, que ’on pourrait en augmenter le nombre; ce dernier dépend en fait du probléme
envisage et toute discussion au sujet d’une étape en plus ou en moins serait pure dialectique. Ainsi
Tamiya, dans des publications plus récentes, a distingué plusieurs autres étapes (D1, D2, D3, etc.)
et il est bien évident que, pour un cytologiste, la division de la cellule mére se subdivise en plusieurs
phases intermédiaires.

En ce qui concerne les cultures d’algues, un probléme qui n’a été que rarement
traité est celui du vieillissement des colonies: il s’agit 14 d’une étape du développement
des algues qui vient se superposer a celles que nous venons de rappeler. C’est une
notion qui se rapporte a la sociologie des colonies ou des cultures d’algues qui restent
longtemps dans le méme milieu. C’est une étape qui apparait d’ailleurs lentement et
progressivement: on devra ici aussi fixer arbitrairement le début de la sénescence
d’une culture, par exemple a la fin de la période logarithmique de croissance.

Toutes ces remarques nous ont conduit & exprimer I’évolution d*une culture d’algues
en milieu non renouvelé au moyen de plusieurs grandeurs déduites des résultats
obtenus par les méthodes décrites plus haut:

Les premiéres de ces grandeurs se rapportent a la cellule; elles servent a décrire
I’évolution de I'individu moyen (ou plutdt de la moyenne des individus) tout au long
de la culture. Ce sont:

a) le volume d’une cellule, exprimé en microns cubes obtenu en divisz_mt le volume cellulaire frais
(méthode N°2) en millimétres cubes par litre, par la densité cellulaire (méthode N° 1) exprimée
par le nombre de cellules par millimétre cube et en multipliant ce quotient par 1000;

b) on peut admettre que la densité d*une algue est égale a 1 g/cm?®. Alors le volume cellulaire (volume
d’une cellule), exprimé en microns cubes, multiplié par 10-¢ donne le poids frais d’une cellule en
gammas;

¢) le poids sec d’une cellule, exprimé en gammas (milliémes de milligramme), obtenu en divisant
le poids sec de la culture (méthode N° 3) en milligrammes par litre, par la densité cellulaire
(nombre de cellules par millimétre cube) et en multipliant le quotient obtenu par 10-3;

d) le pourcent d’eau de la cellule, obtenu en soustrayant le poids sec du poids frais de la cellule et
en faisant le rapport de cette différence (qui mesure la quantité d’eau dans la cellule) au poids
frais;

€) le pourcent de matiére fraiche de la cellule, obtenu en faisant le rapport, exprimé en pourcent
du poids sec au poids frais d’une cellule.

On pourrait ajouter a ces notions celles de la quantité de chlorophylle par cellule, de la quantité
d’azote organique par cellule, etc. Nous ne I’avons pas fait pour ne pas surcharger l'interpréta-
tion des résultats obtenus.

Une autre série de grandeurs se rapporte a la démographie de la culture, c’est-a-dire
a la population d’algues dans le récipient de culture, considérée dans son ensemble.
Ce sont:

f) la densité cellulaire ou nombre de cellules par millimétre cube de culture, obtenue par comptage
statistique (méthode N° 1);

g) le volume occupé par les algues ou volume cellulaire frais, exprimé en millimétres cubes par
litre de culture, obtenu par centrifugation (méthode Ne 2).
Ce chiffre mesure aussi le poids frais de la colonie d’algues en milligrammes par litre;

h) le poids de matiére séche de la population algologique, exprimé en milligrammes par litre de
culture, obtenu par pesée (méthode No 3). ,
Enfin d’autres grandeurs permettent de suivre le métabolisme organisateur de la culture. Ce sont:

i) la consommation du nitrate par la culture, obtenue en mesurant le NO;- non consommé dans
le milieu de culture;

k) la quantité de chlorophylle formée, exprimée en milligrammes de chlorophylle (@ +bouaeth
séparées) par gramme, soit de poids sec, soit de poids frais de la culture. On peut facilement
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exprimer ce taux de chlorophylle en gammas par cellule, mais cette grandeur n’a que peu de
signification pour nos expériences;

) le taux photosynthétique, exprimé en millimétres cubes d’oxygeéne dégagé dans les conditions
de la mesure (méthode N° 9) pour une suspension d’algues contenant 100000 cellules par
millimétre cube. ;

Toutes ces expressions fournissent une certaine indication de 1’état du développe-
ment ou de la croissance, ou des deux 4 la fois, au cours de I’évolution de la culture.
Nous reviendrons dans la discussion des résultats sur la signification de chacune des
expressions ci-dessus et leur interprétation dans le cadre des définitions que nous
avons essayé de poser plus haut.

III. Croissance et développement des algues en milieu autotrophique pur,
hétérotrophique pur et mixte (autotrophique et hétérotrophique)

Dans une précédente publication (Chodat et Schopfer, 1960), nous avons tenté
de montrer que ’appareil photosynthétique d’une algue ne peut pas dépasser cer-
taines limites dans lutilisation des diverses sources d’énergie et de matiéres qui lui
sont offertes (CO, et lumiére d’une part en autotrophie; carbone organique sous
forme de glucose d’autre part). La conclusion de cette publication postulait un facteur
limite d’utilisation de I’énergie mise a disposition de la cellule. Nous avions surtout
essayé de montrer que le mode d’estimation de la croissance d’une culture peut
conduire a des erreurs d’interprétation relative au comportement de cette culture:
un «effet synergique» que I’on croyait constater en fin de culture correspondait en
réalité & une dissipation et surtout & une mauvaise utilisation des ressources €nergé-
tiques offertes.

La «croissance» de la culture est estimée par le comptage du nombre total de
cellules par unité de volume. En fin de culture, cette «croissance » est plus élevée dans
un milieu mixte (c’est-a-dire ol les algues sont a la fois autotrophiques et hétéro-
trophiques: lumiére 4 glucose) que dans un milieu purement autotrophique (lumicre
sans sucre) ou purement hétérotrophique (glucose a I’obscurité); la valeur de la crois-
sance en milieu mixte dépasse méme la somme des croissances dans les deux milieux
autotrophe et hétérotrophe (2 ’exception toutefois des cultures aérées et agitées ou
la combinaison mixte produit une récolte finale plus faible que I’hétérotrophie pure).

Nous avons cultivé quatre espéces d’algues:

Algue N° 3 Scenedesmus obtusiusculus
Algue N° 24 Chlorella rubescens

Algue N° 50 Stichococcus diplosphaera
Algue N° 116 Qocystis Naegeli

Les cultures sont faites soit dans des Erlenmeyers de 100 ml, contenant 60 ml de
milieu, soit dans des ballons de 3 1 (appelés «Phycogénes») contenant 1,8 1 de milieu,
avec agitation et aération.

Le milieu de culture est le milieu minéral Detmer/3, auquel on peut ajouter une
source hétérotrophe de carbone sous forme de glucose. Sur la base des compositions
des milieux, nous avons distingué trois «régimes» que nous désignons symbolique-
ment par des lettres majuscules:

Régime A: Carboautotrophie pure: croissance des algues en milieu minéral. L’¢énergie est
fournie par la lumiére (tubes fluorescents éclairant les cultures).
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Régime H: Carbohétérotrophie pure: croissance des algues en milieu minéral sans lumiére.
La source d'énergie est fournie par du glucose a 2 %.

Régime M: Régime mixte: croissance en milieu minéral additionné de glucose (2 %), a la lumiére.
L’¢nergie est fournie par le glucose et par la lumiére; les algues bénéficient a la fois de la carbo-
autotrophie et de la carbohétérotrophie.

Au bout d’un certain temps, la culture est arrétée et I’'on mesure sa croissance par
comptage du nombre de cellules par millimétre cube au moyen de I’hémacytométre.

Le tableau 3 donne le résultat des expériences faites: les colonnes 5, 6 et 7 donnent
le nombre d’algues par millimétre cube dans le milieu en fin d’expérience; la colonne 8
donne la somme calculée des «croissances» en milieu 4 et en milieu H.

Tableau 3
Résullals T
We | ¥ de|Duree|lumere] Crossance _cell /mm® M}+(7 effel syn{ Mode de
exper. |(algue| exper| Lux A 7, M caleule \ergiue S|  cullture
| go0| 3as0 17 400 |12 250 | + 42 %
102-6 | 6 | 43/ 8 400 Lrlenmeyer
3000 | 5750 18 700 |14 150 | +32 %
.| soo| 7 o000 17 700 |12 300 | + 44 %
116 | 60/ 5300 Lrlenmeyer
‘ 3ooo| 63s0 21 600 |11 650 | +85 %
102-3
.| 900 |12 450 39 000 |21 650 | +80 %
3 | 60y § 200 Lrlenmeyer
3000 | 15 800 34 500 |25 500 | +38 %
50 | 47/ | 1800 |23 200 |42 400 |116 500 |65 600 | +79 %
102-11 ¢ * Lrlenmeyer
24 | 47, | 1800 | 5250 227 | T450 | 5477 | +33 2%
21, |2500 | 6500 |13050 | 9100 |19 550 | -53 %
r02-13| 116 |~d Ballon 3(
38/ 2500 | 9250 |2f 500 |11 750 |30 750 | ~62 %

K {N}@%)(LSM 100 en %

LHet synergique

On peut constater que la récolte en milieu mixte M est plus grande que la somme
des récoltes en milieu A4 et H, sauf pour les cultures aérées et agitées. En d’autres
termes, le fait de combiner la carboautotrophie et la carbohétérotrophie en régime -
M peut produire une récolte supérieure a celle des régimes 4 ou H.

Dans le cas des cultures non agitées et non aérées, nous pourrions conclure, sur la
base de I’examen de ces chiffres, qu’il y a un effet de synergie des deux systéemes de
biosynthése carboautotrophe et carbohétérotrophe dans le régime mixte.

Nous pourrions définir cet «effet synergique» par la formule arithmétique:

o D[ + (D]
(A) + (H)

dans laquelle (4), (H) et (M) représentent le nombre d’algues par millimétre cube
dans chacun des milieux 4, H et M respectivement en fin de culture.

La valeur de S est reportée dans la colonne 9 du tableau. Cet effet est positif pour
les cultures en Erlenmeyers, mais négatif pour les cultures en ballon (qui sont agitées
et aérées).

+ 100 en pourcent
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Discussion

L’interprétation donnée ci-dessus se base uniquement sur 1’analyse arithmétique
(calcul d’un pourcent) des résultats finals de I’expérience. Ce n’est en réalit¢ qu’une
apparence. '

Une analyse plus approfondie des résultats doit faire appel aux mathématiques.
11 est possible d’exprimer la croissance d’un végétal, et en particulier d’une culture
d’algues, par une équation qui lie la grandeur mesurée, caractérisant la croissance
(nombre de cellules par millimétre cube dans notre cas), au temps; ’équation la plus
simple est celle de Blackman (1919) qui exprime que I’accroissement du nombre de
cellules pendant un intervalle de temps déterminé est proportionnel au nombre de
cellules au début de cet intervalle:

N = nombre d’algues par millimetre cube
dN =k N dr t = temps en jours
k = coefficient de croissance (constant)
que 1’on peut intégrer sous forme logarithmique ou sous forme exponentielle:
In NNN, =k t ‘
ou Loi de Blackman
NN

avec N, = nombre d’algues au temps 1 = 0
(inoculation)

Admettons que cette équation soit applicable aux essais que nous avons faits. Le
nombre de cellules N est proportionnel & la quantité d’un certain «facteur de division»
F; en premiére approximation, et comme hypothése de travail, nous pourrions assimiler
ce facteur F au nombre des chromosomes dans la cellule, dont on sait que le nombre
par cellule est fixe, et par extension — mais cette proposition reste a prouver — a la
quantité d’acide désoxyribonucléique ADN par cellule, dont on sait que la quantite
double dans la cellule avant chaque division (travaux de Tamiya et coll.).

N =6 F
ou sous forme différentielle:

dN = ¢ dF ¢ est une constante

Dans le systéme de biosynthése carboautotrophe A4 agissant isolément, la production
de ce facteur F doit étre proportionnelle au nombre N des cellules et au temps (g4 =
coefficient de proportionnalité):

dF4 = g4 N dt
d’ou:
dN = c¢dF4 = cqq N dt

et, puisque
dN = k4 N dt pour ce régime A:
ka=cqa
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De méme, pour le systéme de biosynthése carbohétérotrophique (régime M), on
doit avoir de la méme fagon:

dFg = g N dt
et
ky = cqm

Supposons que les systémes 4 et H fonctionnent parallélement dans la méme
cellule, sans qu’il y ait des interférences entre eux, et que chacun d’eux travaille avec
le méme rendement que dans son systéme respectif isolé, la quantité de facteur F
formée doit étre théoriquement égale 4 la somme des quantités fournies par chacun
des systémes A et H isolément; désignons ce systéme théorique supposé par (4 -+ H):

dF o+ = dF4 + dFg = (g4 + gm) N dt
or:

dN = cdF = (c q4 + ¢ qu) N dt
et:

dN = (k4 + kg) N dt

Dans le systéme théorique supposé 4 + H, la croissance doit se faire aussi selon la
loi logarithmique de Blackman:

dN = kA+H N dr

En comparant cette formule a celle qui précéde, on voit que, théoriquement, si les
deux systémes A4 et H, mis ensemble, travaillaient chacun indépendamment, on
devrait avoir:

karw = ka + kg
En d’autres termes:

en régime A, I’ensemble des processus de biosynthése dans une cellule, en particulier
ceux de synthese du «facteur de division», fonctionnent avec comme seule source
d’énergie la photosynthése;

en régime H, I’ensemble de ces mémes processus de biosynthése dans une cellule
utilise comme seule source d’énergie le carbone hétérotrophe du glucose, c’est-a-dire
la respiration;

en régime M, I’ensemble de ces mémes processus de biosynthése bénéficie a la fois
de ces deux sources d’énergie carboautotrophe et carbohétérotrophe.

Si, en régime M, la cellule utilise chacune des deux sources au méme taux qu’elle
le fait en régime A et en régime H seuls, c’est-a-dire si elle fonctionne comme le régime
théorique 4 -+ H défini ci-dessus, on peut dire qu’il y a simplement cumul des sources
énergétiques, mais que la synergie est nulle, ni positive ni négative. La synergie est
alors définie ici mathématiquement comme la différence entre la quantité de facteur
de division produit par unité de temps en régime M, diminuée de la somme des quan-
tités du méme facteur synthétisées dans le méme temps pour chacun des deux régimes
A et H isolément.

Dans le régime M, chaque cellule a précisément a sa disposition les deux sources
autotrophes et hétérotrophes. Nous pouvons donc dire que la synergie, telle que nous
venons de la définir mathématiquement, sera:
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nulle si kv = ks + ki
positive si ky> ka + kg
négative si k<< kg + kg

Application aux expériences faites

Nous ferons les calculs en adoptant les logarithmes décimaux au lieu des logarithmes

népériens. La loi de croissance s’écrit:
log N/Ng e k’ 4
e

1
= log N/N,

avec k' = 0,434 k

1. Conditions non aérées et non agitées

Exemple: Expérience 102-6. Algue 116

- t
Régime A (900 lux)

N
NO
t
Régime H N
NO
I
Régime M (900 lux) N
NO

=10 k'4 = —1log 385 = 0,057
— 3850 45

— 45] :

—10 k'sg — — log 840 = 0,065
— 8400 45

= 10 k'ny = — log 1740 = 0,072
— 17 400 45

Calcul théorique du systéme 4 + H sans interférences:

k'a+g = 0,057 4 0,065 = 0,122

D’une fagon générale, on constate que:
km< karn
kyu> kg
kyu> kg

pour toutes les expériences faites avec 4 espéces d’algues, pour les éclairements
lumineux choisis, sans aération et sans agitation.

2. Conditions aérées et agitées

Exemple: Expérience 102-13. Algue 116
Régime A4

Régime H

Régime M

38]
10
9250

38 j
10

— 21 500
38 j
10

— 11 750

k'a = 0,078

k'g = 0,090

k'sr = 0,081
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Calcul théorique du systéme A4 - H sans interférences:
k' a4+m = 0,078 + 0,090 = 0,168

D’une fagon générale, on constate que:

k< kasrnm

kar> kg

k< kg
pour 'expérience faite, avec 1’algue 116, pour I’éclairement choisi, avec aération et
agitation.

Il semble donc bien que nos expériences prouvent ce fait, paradoxal 4 premiére
vue, que I'apport simultané d’énergie carboautotrophique et carbohétérotrophique
a une culture en milieu M — autrement dit la présence simultanée dans une cellule des
deux systémes de biosynthéses carboautotrophes et carbohétérotrophes — ne permet
pas a chacun de ces deux systémes A et H de biosynthétiser le facteur F avec le méme
rendement que lorsqu’ils fonctionnent séparément en milieu 4 et H. Cette conclusion
est valable aussi bien pour les cultures agitées et aérées que pour celles non agitées ni
aérées. Dans tous les cas étudiés, nous constatons que:

ky<< ka + kg
c’est-a-dire que la synergie est négative.

En realité, cette loi de Blackman (1919) n’est valable que dans les premiers temps
du développement de la culture. La consommation des éléments plastiques et oligo-
dynamiques du milieu de culture produit un ralentissement de plus en plus marqué de
la multiplication des cellules; Robertson (1908, 1923) a proposé une autre formule
qui tient compte de cet épuisement progressif des aliments: I’hypothése admise par
cet auteur est que le facteur de proportionnalité k& de la loi de Blackman n’est plus
constant, mais est lui-méme proportionnel au nombre de cellules qui peuvent encore
etre créées avec les ressources plastiques de la culture; on remplace dans I’équation
de Blackman

k par K (R-N)
avec R = nombre maximum de cellules possible dans la culture lorsque tous les
aliments sont épuisés

K = nouvelle constante de croissance
L’équation différentielle de la courbe de croissance s’écrit alors:
dN = K(R- N)Ndt
Une intégration nous donne la loi de croissance dite de Robertson:

R-N, N

kil LI PR )
"N, ""TR_N

ou sous forme exponentielle:

N,
N = — (R-N)eKRt
R- Nﬂ( e

avec: N = nombre de cellules par millimétre cube au temps ¢
N, = nombre de cellules par millimétre cube au temps ¢ = 0
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R = nombre maximum de cellules par millimétre cube que permettent les
réserves de nourriture
K = nouveau coefficient de croissance

Nous pouvons reprendre le méme raisonnement que nous avons fait au sujet de
I’équation de Blackman:
Si le nombre de cellules est proportionnel a la quantité F d’un «facteur de division »,
on.a:
N==eF
et
dN = c dF

Dans chacun des systémes de biosynthése (A4, ou H par exemple), nous pouvons ici
aussi admettre que la production de ce facteur F est proportionnelle au nombre de
cellules:

dFy = g4 N dt
(le facteur de proportionnalité ¢ n’est plus ici une constante, mais une fonction de N)
or: dNa=cdF4=cqaNdt ' 7
d’autre part, I’équation différenticlle de Robertson s’écrit:
dNyg = ka (R—- N) N dt
d’ou:

ou:
K4
gA = —(R - N)
Sl -
(R — N) représente les réserves d’azote ou tout au moins de nourriture.

Transformons mathématiquement ces équations:

dF4 K4
— =—(R-N)N
dt ¢ ( )
dF4] N K
puis: Al e (R-N)
dt c

Cette derniére équation nous indique que: admettre la loi de croissance de Robert-
son, c’est admettre que la vitesse de biosynthése du facteur F dans une cellule est
linéairement proportionnelle 4 la quantité de nourriture, plus particuliérement azotee,
restant dans le milieu (azote nitrique non consommé dans nos expériences en milieu
Detmer/3).

dF 4/ N

dt
temps dt.

représente la quantité de facteur F synthétisé par une cellule dans le

Plus I’azote disparait, plus la vitesse de formation du facteur F diminue. Cette
formule est la méme que celle d’une réaction monomoléculaire en cinétique chimique,
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mais cela ne veut pas dire que la formation de ce facteur F soit une réaction mono-
moléculaire. Il n’y a 14 qu’une similitude de forme mathématique indiquant que les
deux problémes sont traités selon le méme processus d’analyse.
Pour le milieu hétérotrophe pur H, on a de méme, par le méme raisonnement:
dFg = qg N dt
dNg = cdFyg = ¢ qg N dt
Si les deux systémes sont supposés travailler indépendamment (4 et H) dans le
systéme M, alors on doit avoir:
dFa+g = dF4 + dFg
dFs+g = q4 Ndt 4+ qu N dt
dNa+g = ¢ dFa+g = (c g4 + ¢ gu) N dt
et dN4o+g = (K4 + Kg) (R-n) Ndt d’autre part
dans le syst¢éme mixte expérimental M, on a:
dNy = Kyr (R- N) N dt
on devrait constater expérimentalement que:
Ky = K4 + Kg

Application aux expériences faites

Nous ferons ici aussi les calculs en adoptant les logarithmes décimaux au lieu des
népériens. L’équation de Robertson peut s’écrire:
R - N, N

log N . R =K' Rt avecK' = 0434 K

Exemple: Expérience 102-13. Algue 116

Au 38¢ jour, 85% de I’azote minéral a été transformé en azote organique. La densité
de la culture étant de 21 500 algues par millimétre cube, nous pouvons admettre que

le nombre maximum d’algues est de 24 000/mm? (correspondant & 95% de I’azote
minéral assimilé).

Calculons les valeurs de K'4, K’y et K'37 pour les différentes mesures de la densité
cellulaire effectuées:

R = 24000 cell./mm? R - N, 775
Ny = 31 cell./mm? N,
Tableau 4

Temps ¢ K'4 Ky Kawg=Kas+Kg K'm
Jours Expérience Expérience Calculé Expérience
12 6,8:10-¢ 3,6-10-¢ 10,4-10-¢ 8,4-10-¢
21 5,110~ 5,9-10-¢ 10,9 -10-¢ 5,2:10-%
38 3,0-10-® 4,2-10-¢ 7,2-10-¢ 3,1:-10-*

Nous pouvons constater, tout au long de cette expérience, que:
K'ym < K'a+m
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Les mémes calculs, effectués pour toutes les expériences que nous avons faites et
qui sont reportées au tableau ci-dessus, montrent que cette relation:

K'nm < K'aym

est toujours vérifiée.

En adoptant ’équation de R obertson pour représenter la croissance d’une culture,
nous constatons que nous arrivons a la méme conclusion qu’en appliquant celle de
Blackman:

Lorsque les deux systémes de biosynthése carboautotrophique et carbohétérotro-
phique fonctionnent simultanément dans une culture d’algues, le rendement de chacun
d’eux est moins bon que s’il fonctionnait seul dans une culture soit purement auto-
trophique, soit purement hétérotrophique.

En d’autres termes: il se produit dans les cellules en régime mixte des interférences
dans l'utilisation des deux sources d’énergie, conduisant & une mauvaise utilisation
de I’énergie totale mise a disposition de la cellule.

Ou encore: le rendement global de I'utilisation des énergies carboautotrophe et
carbohétérotrophe en régime mixte est moins bon que la somme des rendements
d’utilisation de ces deux formes d’énergie en régime A et en régime H purs, respective-
ment.

Cette conclusion est I'inverse de celle que nous avions obtenue par 1’analyse arith-
métique des dénombrements des cellules en Erlenmeyers. '

L’application de cette équation de Robertson aux cultures d’algues de nos essais
nous a montré qu’elle nous donne une courbe de croissance qui se rapproche suffi-
samment des points expérimentaux mesurés. Elle donne une représentation du phé-
nomene de croissance bien meilleure que la loi de Blackman.

En admettant que la croissance puisse étre représentée par cette équation de
Robertson, nous avons retrouvé dans les expériences les conclusions que nous
avions pu obtenir en admettant ’expression logarithmique de Blackman, a savoir
que: ‘

Lorsque les systémes de biosynthése carboautotrophe et carbohétérotrophe fonctionnent
simultanément dans une méme cellule, leur rendement d’ensemble est plus petit que la somme des
rendements qu’ils ont en fonctionnant isolément. Il n’y a pas synergie. L’un ou l'autre (ou les
deux a la fois) des deux systémes est géné par I’existence ou le fonctionnement de I’autre.

On pourrait essayer d’expliquer cette diminution de rendement en faisant intervenir -
les phénoménes de photophosphorylation (photosynthése) et de phosphorylation
oxydative (respiration) qui dépendent toutes deux de la quantité totale A’ADP pré-
sente dans la cellule. Tel n’est pas notre but. Nous avons simplement voulu montrer
que la représentation d’un phénoméne par une équation mathématique a permis de
donner de ce phénoméne une tout autre interprétation que celle que la simple analyse
arithmétique des résultats laissait a supposer.

Il n’est en tout cas pas possible, sur la base de nos seules expériences, de dire quel
est le systetme de biosynthése défavorisé, ou dans quelle proportion chacun des deux
systémes est utilisé par la cellule (Bristol-Roach, 1928).



I1 nous parait en outre intéressant de relever ici une observation remarquable en ce
qui concerne le tableau des coefficients K’ (page 32) calculés pour ’expérience 102-13
(cultures en milieu aéré et agité).
~ Le facteur K’ évolue dans le temps de fagon différente selon que ’on a affaire a
une culture a la lumiére (milieux 4 et M) ou a I’obscurité (milieu H):

A la lumiére, le facteur K’ prend rapidement une valeur assez élevée dés le début de la culture
(K'4a = 6,8 10~% au 12¢ jour; K'3r = 8,4 10-® au 12¢ jour), puis décroit lentement au fur et 3 mesure
que la culture vieillit.

A Tobscurité, le facteur K'y reste assez faible au début de la culture (3,6 10-¢ au 12¢ jour),
puis augmente pour dépasser les valeurs de K’ pour les cultures a la lumiére au 21¢ jour. Sa valeur
rediminue ensuite, mais proportionnellement beaucoup moins rapidement que pour les cultures a
la lumiére.

Rappelons que le coefficient K’ représente une mesure du taux de croissance,
puisque:
4 dN

K =—  —
R-N dt
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La figure 1 montre, d’une part, ’évolution des facteurs K’ en fonction du temps,
d’autre part, I’allure des courbes de croissance des cultures correspondantes; on
voit d’une fagon trés nette que "augmentation trés lente du facteur K'g en hétéro-
trophie pure se marque par une période de lag prolongée pour la culture.

Il apparait donc que la division des cellules a la lumiére démarrerait beaucoup
plus rapidement qu’a ’obscurité. En carbohétérotrophie pure, la période de lag est
beaucoup plus grande qu’en régime A ou H. La lumiére représente en quelque sorte
une source d’énergie qui permet 4 ’algue d’acquérir plus rapidement le pouvoir de
se diviser que ne le lui permet une source d’énergie exogene telle que le glucose.

Ou, en d’autres termes, tout se passe comme si I’algue qui est par nature un organisme
carboautotrophe préférait 1’énergie photosynthétique pour ses besoins de division
caryocinétique. '

IV. Les cultures d’algues en présence de sulfanilamide

1. Les effets de la sulfanilamide sur les étres vivants

C’est en 1935 que Domagk puis Tréfouel et coll. découvraient les propriétés
bactériostatiques et thérapeutiques de ce que 1’on a appelé plus tard les sulfamidés.
En 1940, déja, Woods (1940) publiait les résultats de ses travaux historiques sur le
renversement de I’action bactériostatique de la sulfanilamide par I’acide paraminoben-
zoique. On a admis dés ce moment que la ressemblance des structures chimiques de
ces deux substances était la cause de cet antagonisme. Dans ce cas particulier, I’anta-
gonisme est dit compétitif: c’est I’action de la substance prépondérante quantitative-
ment dans le milieu qui Pemporte. Cette action peut étre renversée en augmentant le
taux de la substance minoritaire. ,

Le fait que l’acide paraminobenzoique fait partie intégrante de I’acide folique
explique une grande partie des effets de la sulfanilamide. L’acide folique est en effet
une coenzyme qui intervient dans de nombreuses réactions biochimiques nécessitant
Pincorporation d'un reste a un atome de carbone (méthyl, formyl, etc.). Le remplace-
ment dans sa molécule de I’acide paraminobenzoique par la sulfanilamide ne I'empéche
pas de prendre sa place de coenzyme dans I’enzyme considérée, mais ne lui permet
plus de jouer son role de fournisseur de restes 4 un atome de carbone.’

L’action cytostasique de la sulfanilamide s’explique ainsi par le réle que joue
l’acide folique dans la biosynthése des acides nucléiques au niveau de la formation des
bases puriques et de la thymine (base pyrimidique) lors de la biosynthése des nucléoti-
des correspondants.

Nous ne pouvons que reprendre ci-aprés les schémas de biosyntheses de ces divers
corps et leurs formules dans I’excellent ouvrage de J.-N. Davidson (1960), qui
montrent bien le role de I’acide tétrahydrofolique.

Les figures 2, 3 et 4 résument certaines des opérations biochimiques auxquelles
l’acide folique participe. Cette molécule est d’une part susceptible de s’enrichir
de groupes méthényl, formyl, hydroxyméthyl (v. fig. 2) et d’autre part de trans-
férer ces groupes aux précurseurs de nucléosides (désoxyuridine, glycinamideri-
botide et 5 aminoiminazole-carboxamide-ribotide). Ce rappel des beaux travaux
exposés par Davidson suffit pour illustrer quelques-uns des points d’impact de
I"acide folique dans le cas particulier de la biosynthése des nucléosides.
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La formule de I’acide 5, 6,7, 8 — tétrahydrofolique développée a la figure 2 —permet
enfin de situer la position centrale dans cette molécule de I’acide paraminobenzoique.
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Comme nous le disions plus haut, lorsque des quantités massives de sulfanilamide
sont présentes au moment de la biosynthése de ’acide folique, elle peut se substituer
a P'acide paraminobenzoique; il résulte de cette substitution une molécule qm a
perdu ses propriétés caractéristiques.

Les travaux de Davis (1951) ont également montré I'importance de 1’acide folique
dans la formation de la vitamine B,,. Il est certain que cet acide folique intervient
dans de nombreuses autres réactions et que son spectre d’action doit €tre extrémement
varié. 11 ne saurait &tre question d’en étudier tous les aspects dans ce modeste travail.

o OH
¢ :
N// Ny =
' ”H +Acide Ny hyaroxgmeltuyl - T’ ﬁ —CH,0H
0=C\ /CH letrahydrofoligue 0= C\ / &
T p. CHOH CH,OH
e i ' f / \\ |
z (':'\F;l I H /CI (6 H G
H (.: __('; H H\ & e C/ H
o oo
Desoxyuridine 5ﬁyC{roxy - e?ﬁ yl -
desoxyuridine
Figure 4

2. Revue des travaux effectués sur les effets des sulfamidés sur les algues

Les premiers travaux de F. Chodat et coll. sur I’influence des sulfamidés sur les
algues vertes datent de 1939, soit peu de temps aprés la découverte des propriétés
bactériostatiques de ces substances.

Le but de ces recherches était d’opérer sur un matériel dont il était plus aisé d’ob-
server les modifications cytologiques et cytochimiques.

Les premiéres études (Chodat et Olivet, 1940, 1941) porterent sur des algues
exclusivement sensibles aux sulfamidés; les observations cytologiques étaient caracté-
ristiques: présence de nombreuses cellules de grande taille n’ayant pas pu se diviser
en cellules filles. «La sulfanilamide freine la sporulation et non la croissance des
cellules.» Des algues 4 tendance filamenteuses (Hormidium) voient la longueur de
leurs chaines croitre sous I'effet de la sulfanilamide; dans ce cas, la sulfanilamide em-
péchait la gélification des matiéres pectiques de la membrane extérieure de I’algue.

Le troisiéme travail (Chodat et Soloweitchik, 1942) met en évidence a la suite
de la publication de Woods (1940) et du travail de Wiedling (1941), le réle pro-
tecteur de I’acide paraminobenzoique contre les effets de la sulfanilamide. En méme
temps il montre la résistance remarquable de ’algue N° 116 Qocystis Naegli aux effets
de celle-ci. Wiedling (1941) avait montré que les diatomées sont sensibles a I’action
des sulfamidés et que I’acide paraminobenzoique est capable de renverser cette inhi-
bition.

Un quatriéme travail, trés important, montrait que la «sulfanilamide retarde et
entrave la dégénérescence lipidogéne des cellules carencées en azote. La vitamine
H’ (acide paraminobenzoique) annule la toxicité de la sulfanilamide, mais ne supprime
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pas son rdle d’inhibiteur de la lipidogenése.» Ce travail laissait pendante la question
de savoir si la sulfanilamide pouvait céder aux algues I’azote de son amide. ;

En 1953, Blondel publie sa thése; principalement consacrées aux algues résistantes,
appelées «compensantes», ses recherches ont montré que le temps aprés lequel la
sulfanilamide est introduite dans le milieu de culture, ou I’ampleur plus ou moins
grande de l'inoculation jouent un grand réle dans la capacité de compenser plus
ou moins rapidement les effets de la sulfanilamide.

Les algues résistantes ou «compensantes » présenteraient dans les premiers jours de
culture une sensibilité aux sulfamidés qu’elles surmonteraient ensuite. Le facteur
responsable du taux de croissance normal serait endocellulaire. Les cultures seraient
moins sensibles pendant la phase logarithmique de croissance. L’explication de ces
phénomeénes tiendrait en la mise en action de processus enzymatiques de synthése
dont la cellule ne se sert pas en milieu normal.

Signalons pour terminer un travail de Johnston (1959) sur les effets de certains
antimétabolites sur le comportement d’algues marines. Cet auteur a utilisé cette
méthode pour tester les besoins de croissance des diverses espéces étudiées. Il a montré
que Deffet inhibiteur de la sulfanilamide est proportionnel & sa concentration et que
certaines espéces (Skeletonema, Navicula, etc.) sont plus sensibles que d’autres
(Gymnodinium, Chromulina), insensibles a des doses de 10~2 M. La vitamine By,
aurait, selon cet auteur, un effet protecteur envers la sulfanilamide; on sait en effet
que I’acide paraminobenzoique joue un role dans le métabolisme de la vitamine B,,.

3. La photosynthése des algues en présence de sulfanilamide

Bien que I’on sache que la sulfanilamide doit ses propriétés cytostasiques a son
effet antagoniste sur 1’acide rolique et par 1a sur la formation des acides désoxyribo-
nucléiques de certaines souches de micro-organismes sensibles, il était nécessaire, en
ce qui concerne les algues, d’étudier si la sulfanilamide avait une influence sur la
photosynthése des algues sensibles, puisque son action n’était connue que sur des
étres carbohétérotrophiques.

En effet, si la sulfanilamide montrait un effet inhibiteur sur le cycle de la photo-
synthese de certaines souches d’algues, Ieffet cytostasique constaté pourrait n’étre
qu’un effet secondaire, sans analogie avec celui que I’on constate chez les organismes
hétérotrophes.

La mesure du taux photosynthétique des algues a I’appareil de Warburg a été
faite pour trois especes d’algues choisies parmi les mieux connues du point de vue
de leur physiologie et de leurs réactions a la sulfanilamide:

Algue 3: Cette algue a ¢té cultivée en milieu Detmer/3 (autotrophie) pendant 35 jours a la
lumiére artificielle (4000 & 5000 lux). Puis la culture est divisée en deux lots dont ’'un est imprégné
de sulfanilamide a raison de 1%/, et 'autre conservé comme témoin. Deux mesures ont été faites:
la premiére aprés 35 heures et la seconde aprés 70 heures d’imprégnation a la sulfanilamide. Pour

I’expérience, les algues ainsi traitées sont centrifugées, de fagon que leur concentration soit suffi-
samment ¢€levée, puis reprises dans le milieu tampon de Warburg N° 9.

Algue 50: Cette algue a été également cultivée en carboautotrophie pendant 9 jours, puis impré-
gneée de sulfanilamide & raison de 19/,, pendant 2 heures. Les mesures sont faites, aprés concentration
des cellules, comme ci-dessus, et comparées aux mémes mesures faites sur des cellules non intoxi-
quees. Le graphique de la figure 5 nous montre le déroulement de 1’expérience en fonction du temps.
On constate que les points représentatifs de la quantité d’oxygéne évolué au cours des trois phases —
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obscurité — lumiére — obscurité — de L'expérience sont statistiquement indifférenciables pour les
algues intoxiquées et pour celles non imprégnées de sulfanilamide.

ALGUE 50 -PHOTOSYNTHESE

Mesures i [ gppareil de Warburg

Lvolution d'0,
3,

o 126 000 celtdes/mm’
Temperature : 25°C
Culture dge de 9 jours (M Detres

301

201

Temoins sans suffenilamie
o Sulfaniamide 1% dgoss
Lheares
10
+
lem
30 40 & 0 0 m
Obscurite  Lumiére Obscurite’
Figure 5

Algue 116: Cultivée pendant 36 jours en autotrophie pure dans les mémes conditions que
ci-dessus, puis imprégnée de sulfanilamide pendant 36 heures, I’algue 116 a été testée quant a son
intensité photosynthétique selon la méme méthode.

Les résultats des mesures sur ces trois souches sont reportés sur les graphiques de
la figure 6:

En abscisses, on porte la concentration, en algues par millimetre cube, dans le milieu ol ont
été faites les mesures du taux photosynthétique.

En ordonnées, le taux photosynthétique des algues, exprimé par le volume (en mm?®) d’oxygéne
a pression et température standard, libéré en 10 minutes par 3- 10% (300 millions) de cellules de
’algue, a la concentration et dans les conditions d’éclairement et de température de la mesure. Ce
nombre de 3 - 108 cellules correspond a une concentration standard de 100000 cellules par millimetre
cube dans les 3 ml de suspénsion d’algues introduites dans I’appareil de Warburg.

Par exemple I’expérience avec I’algue 116 nous a donné les résultats suivants: pour
une concentration de 66 800 algues par millimétre cube, en présence de sulfanilamide,
le volume d’oxygéne dégagé par la photosynthése de 3 cm?® de cette suspension est de
12,83 mm® en 10 minutes. Ces 12,83 mm?® d’oxygéne ont été fournis par 66 800
3000 mm?® — 2-10® cellules. Le volume d’oxygéne qui aurait été fourni par 3-10°
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Figure 6

cellules, dans les mémes conditions de température, concentration et éclairement, est de:

100 000
12,83 —— = 19,22 3 i
66 800 19 mm? en 10 minutes

Cet artifice de calcul nous permet de pouvoir facilement comparer entre eux les
résultats obtenus dans des expériences ou les concentrations cellulaires étaient
différentes.

Discussion

Nous pouvons constater d’emblée que lorsque la concentration des algues dans le
milieu de mesure augmente, toutes autres conditions restant €gales, l'intensité photo-
synthétique standard (0, produit par 3-10% cellules en 10 min) diminue. Cette dimi-
nution semble étre proportionnelle, et méme linéairement proportionnelle & I’aug-
mentation de concentration dans les limites et les conditions des expériences faites,
C’est-a-dire pour des éclairements moyens (3000 a4 4000 lux) et des concentrations
assez ¢€levées (de ’ordre de 100 000 cellules par millimétre cube).
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Planche 1

Algue 516 (Oocystis sp.). Expérience 102-27. Milieu témoin (Detmer/3): 1 24¢, 2 35¢, 3 71¢ jour.
Milieu avec sulfanilamide 1°/y0: 4 24¢, 5 35¢, 6 71¢ jour. Agrand. 900,

i
i

it




1 20¢, 2 34,

Planche 2

3 68¢ jour. Milieu avec sulfanilamide 1°/,,: 4 20¢, 5 34¢, 6 68¢ jour. Agrand. 900.

Algue 50 (Diplosphaera Chodati). Expérience 102-23. Milieu témoin (Detmer/3)
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Algue 172 (Pleurococcus). Exp
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Planche 4

Algue 172 ( Pleurococcus). Expérience 102-26. 1 Milieu témoin: 71¢ jour. 2 Milieu avec sulfanilamide
1°/40: 71° jour. 3 Milieu ayant regu 0,1%/y, de colchicine le 20¢ jour; 35¢ jour de culture. Agrand. 900.




Ce résultat, en apparence paradoxal, pourrait s’expliquer par le fait qu’avec
I’'augmentation du nombre des cellules, on réduit ’intensité d’éclairement de chaque
cellule (fonction écran). D’autres circonstances, de nature compétitive, pourraient
également étre invoquées a cet égard.

Dans ces conditions, nos expériences montrent d’une facon indiscutable que la
sulfanilamide n’a aucune influence sur 'intensité photosynthétique des algues, aussi
bien sensibles (N°% 3 et 50) que résistantes (N° 116) & ce poison, lorsque ces algues
sont cultivées en autotrophie.

Nous pouvons ainsi écarter ’hypothése d’un effet cytostasique secondaire dii a un
effet primaire de la sulfanilamide sur le cycle photosynthétique.

4. Essai fait en vue de lever [’inhibition due a la sulfanilamide, par adjonction d’acides
aminés et de bases puriques et pyrimidiques

On suppose que I’action de la sulfanilamide, en tant qu’antagoniste de l’acide
paraminobenzoique dans le fonctionnement de I’acide folique, est, en particulier, de
bloquer le systéme de synthése de la méthionine et de I’adénine — ou plus exactement
de I’adénosinemonophosphate — a ¢c6té d’autres composés.

Nous avons cherché a renverser 'effet de la toxicité de la sulfanilamide sur une
algue sensible en ajoutant au milieu empoisonné des bases puriques et pyrimidiques,
des acides aminés soufrés et un complexe d’acides aminés fourni par un hydrolysat
de caséine.

En d’autres termes, nous nous proposions de substituer des bases puriques et
pyrimidiques au mécanisme de biosynthése des nucléosides, notamment de ’adénosine.
Simultanément, il eQit été possible de vérifier si cette adjonction compenserait I’échec
de la biosynthése de I’adénosine, bloquée par la sulfanilamide.

L’expérience a été réalisée comme suit:

Algue N° 280: Dictyococcus cinnabarinus (Kol et F.Chod.) Vischer
Milieu nutritif de base: Detmer/3 sans sucre.
Culture en Erlenmeyer de 100 ml.

Premiére opération: préparation d’une préculture de 23 jours en milieu Detmer/3 pur. Cette
préculture a servi 4 I’inoculation des flacons d’expérience au moyen d’une quantité massive d’algues
en plein développement logarithmique.

Deuxiéme opération: adjonction de sulfanilamide et de diverses substances au milieu. Chaque
flacon est préparé avec 40 ml de milieu de culture avec les adjonctions éventuelles, puis est inoculé
au moyen de 20 ml de préculture de I’algue. L’expérience porte donc sur 60 ml de milieu. La
sulfanilamide est dissoute dans le milieu avant inoculation, de fagon 4 obtenir une concentration
de 1%/, dans les 60 ml du milieu, aprés inoculation. Les bases puriques et pyrimidiques et les acides
aminés sont ajoutés en concentration telle qu’ils apportent dans la culture une quantité d’azote,
sous forme organique, égale a la moitié de celle fournie, sous forme minérale, par le Ca(NOy),, soit:

Substance Concentration dans la culture
guanine 61 mg/!

adénine 55 mg/l

thymine 127 mg/l

cytosine 75 mg/l

uracile 113 mg/l

cystine -+ méthionine 135 mg/l de chacune
hydrolysat de caséine DIFCO 285 mg/l-
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Pour chacune de ces adjonctions est prévu un lot de 2 flacons d’expérience.

Pour tester I’effet de la présence simultanée des cing bases puriques et pyrimidiques, nous avons
prévu un autre lot dans lequel les cing bases ci-dessus sont mises ensemble, chacune a la concen-
tration du tableau précédent (’azote organique ainsi mis 4 la disposition de la culture est alors
2,5 fois I’azote minéral fourni).

Les flacons sont placés sur une table en verre, éclairée par en dessous en permanence par des
tubes fluorescents, & une température de 20 °C et une humidité relative de 70 %. Quatre lots de
flacons ont été placés a ’obscurité totale dans le méme local climatisé: 1 lot témoin (Detmer/3),
1 lot avec 1% de sulfanilamide et 2 lots avec sulfanilamide et adjonction respectivement de caséine
d’une part et des cing bases puriques et pyrimidiques d’autre part. Ces lots sont placés a I’abri de
la lumiére dans le but de déterminer si la sulfanilamide et/ou les substances ajoutées peuvent étre
utilisées par les cellules pour leur anabolisme.

Tous les flacons sont agités chaque jour, de la méme fagon et selon le méme rythme.
Le tableau 5 donne les résultats obtenus aprés 50 jours de culture.

Discussion

Siva Sankar (1958) dans ses expériences sur Neurospora crassa en présence de
sulfanilamide a pu mettre en évidence que I’acide paraminobenzoique restaure le
pouvoir de croissance du mycélium, de méme que I’acide folique — ce qui est en
accord avec ce que nous connaissons des antimétabolites. Il avait montré en outre
que la méthionine, la valine, la leucine, la guanine, la thréonine, I’adénine et I'uracile
ont peu d’effets seuls, mais qu’ils sont trés actifs ensemble, autant que 1’acide para-
minobenzoique (PAB). Il ajoutait que les acides aminés de la caséine pourraient
avoir un rble synergique pour d’autres acides aminés contre la sulfanilamide.

Les travaux de Chodat et Soloweitchik (1942, 1943) ont montré que l’acide
paraminobenzoique annule la toxicité de la sulfanilamide chez les algues vertes
étudiées, mais qu’il ne supprime pas son role d’inhibiteur de la lipidogenése. Par
contre Blondel (1952) signale que ’acide folique ne protégerait pas aussi efficacement
contre I'intoxication aux sulfamidés.

Chez I’algue 280, dans la présente expérience, aucune des adjonctions faites n’a
annulé complétement la toxicité de la sulfanilamide. En particulier en ce qui concerne
la division des cellules, I’effet cytostasique de la sulfanilamide reste entier, quel que
soit la substance ou le mélange de substances ajoutées. En milieu témoin, il y a eu
au moins 2 a 3 divisions cellulaires, alors qu’en milieu empoisonné il n’y en a eu prati-
quement aucune, si ce n’est peut-&tre avec I’adénine.

Par contre, I’effet sur le volume cellulaire frais des cultures est différent:

La sulfanilamide n’arréte pas le métabolisme formateur de réserves et d’agrandis-
sement des cellules de la culture; le volume cellulaire frais des algues intoxiquées a
plus que doublé au cours de I’expérience, passant de 243 mm?/1 4 618 mm?/1 avec le
poison seul et méme a 850 mm?/l avec adjonction de caséine et 990 mm?/l avec
adjonction de guanine. Cette différence est statistiquement significative. Les cellules
grossissent: le volume moyen d’une cellule qui est de 167 nm?® dans le milieu temoin
passe 4 325 nm? dans le milieu empoisonné et 4 582 nm? avec adjonction de guanine.
Cette différence a également été testée statistiquement (test ¢ d’homogénéité de 2
échantillons) et trouvée significative. Ce métabolisme cytoplasmogene de la cellule
ne semble pas perturbé par la sulfanilamide, tout au moins dans certaines limites; il
ne parait restreint que par la grandeur des cellules.
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A Tobscurité, la croissance et le développement des algues ne montrent pas de
différence entre le témoin et les milieux empoisonnés: ils sont nuls. Toutefois on
constate une augmentation du volume cellulaire moyen, vraisemblablement par
absorption d’eau de la cellule. L’adjonction des 5 bases puriques et pyrimidiques
constitue un aliment assimilable par 1’algue, alors que I’hydrolysat de caséine n’a
produit aucun accroissement de poids sec de la culture.

En milieu éclairé empoisonné, I'adjonction de caséine ou des 5 bases simultanément,
ainsi que de guanine, provoque une forte augmentation du poids sec d’une cellule
par rapport a celui d’'une algue empoisonnée par la sulfanilamide.

On peut en déduire que ce n’est pas la carence des bases puriques qui est cause de
Iintoxication puisque leur adjonction ne fait pas revenir le taux de croissance au
rythme normal. Quant au blocage, tel qu’il a été décrit sur le plan biochimique (lignes
6 et 7), il s’institue bien au niveau de la synthése des bases puriques, mais 2 un moment
ou elles sont déja couplées a un pentose. Une addition compensante de bases achevées
et isolées est en définitive vaine, puisque ces bases ne se forment que dans le complexe
prénucléosidique.

L’effet positif de détoxication obtenu par Siva Sankar vient de ce qu’il a joint le
mélange d’acides aminés au mélange des bases, alors que nous n’avons utilisé que

I'un ou lautre de ces mélanges. Par ailleurs, Siva Sankar expérimentait avec
Neurospora crassa.

3. Recherches sur le mode d’action de la sulfanilamide sur la «croissance» et le «déve-
loppement » des algues

Nous avons entrepris une série d’expériences, tant sur des algues sensibles que sur
des algues résistantes, pour tenter de préciser le mode d’action de la sulfanilamide
en tant qu’antimétabolite, et, si possible, quelques-unes des modalités du systéme de
compensation de I'appareil biosynthétique des algues compensantes.

Nous rapportons dans ce paragraphe les résultats des expériences d’abord pour
les algues compensantes, puis pour les algues sensibles. L’exposé de ces résultats est
suivi de leur discussion.

A. Algues résistant a la sulfanilamide (compensation)
Algue N° 116 (Oocystis Naegeli) Expérience 102-13

Les cultures ont été faites en ballons de 3 1, dans les milieux A, A5, M, M, H et Hs.
Adjonction de glucose (29%) dans les milieux H et M. La sufanilamide (1°/,,) a été
ajoutée en début de culture. (Pour les symboles, v. chap. III, page 25. L’indice
signifie adjonction de sulfanilamide.)

L’accroissement des cultures en fonction du témps dans les différents milieux,
exprimé par le nombre des cellules par millimétre cube, est représenté dans la
figure 7.

Le tableau 6 donne en outre le poids sec moyen d’une cellule, la quantité d’azote
organique formée par cellule, et le taux de chlorophylle rapporté au nombre de cellules
de la culture (milligramme de chlorophylle par litre de culture, divisé par le nombre
de cellules par millimétre cube). Nous répétons dans ce tableau le nombre total de
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cellules par millimétre cube en fin de culture pour chaque milieu, afin de pouvoir plus
facilement comparer les résultats relatifs a une cellule et ceux relatifs & la population

tout entiére.

cell fmm®
-] ALGUE 116

Experience 102-13

Courbes daccroissement
ales cullures

200004

S

S

w000 13¥
3

Figure 7

Tableau 6

Mesures en fin de culture (38¢ jour)

Autotrophie Mixte Hétérotrophie_
Milieu A As M M H H;
Poids sec d’'une cellule
gammas-10-3 0,510 0,650 0,101- 0,044 0,065 - 0,069
Azote organique formé par
cellule
gammas - 10~ 3,09 4,50 2,20 2,05 I A
Chlorophylle formée par cellule -
gammas-10-¢ 0,670 0,745 0,078 0,174 0,099 0,210
Nombre de cellules par
millimétre cube 9250 1700 © 11750 17 850 21 500 10650

Discussion

a) Courbes d’accroissement de la culture

Nous constatons tout d’abord qu’en milieu mixte, ’algue «compense» totale-
ment, puisque le nombre de cellules en milieu M; est plus grand, a la fin de la culture,
qu’en milieu M. Toutefois, il y a eu, en milieu empoisonné, une période de lag de plus
longue durée qu’en milieu sans sulfanilamide: ’algue 116 a d’abord son développe-
ment freiné par la présence de cet antimétabolite; elle compense ce freinage et finit
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par rattraper la culture non empoisonnée. Ce résultat est tout a fait conforme a
ceux obtenus par Blondel (47).

En milieu hétérotrophe, ’algue «compense » plus difficilement semble-t-il le nombre
de cellules en milieu H; en fin de culture n’a pas dépassé ni méme rattrapé celui en
milieu H. Remarquons que les deux courbes présentent une longue période de lag
assez semblable (voir fin du chap. III).

En milieu purement autotrophe, la compensation est moins bonne encore, bien
qu’elle soit assez marquée toutefois. La sulfanilamide a été ajoutée en début de
culture; les algues ont subi 7 divisions en moyenne en milieu 45 contre un peu plus
de 10 en milieu A. On peut dire que I’algue a réagi au poison et partiellement compensé
son effet cytostasique, sans parvenir en 38 jours a le faire complétement.

b) Azote organique synthétisé et poids sec des cellules

On constate que les cellules en milieu glucosé (M, M, H et H) contiennent beaucoup
moins d’azote organique qu’en milieu minéral pur (A4 et 4;). Par contre le nombre des
cellules dans ces cultures en milieu glucosé est beaucoup plus élevé qu’en milieu
autotrophe. En outre, en milieu A4, les algues contiennent plus d’azote organique
formé qu’en milieu A et leur poids sec est aussi plus élevé en A5 qu’en A. Tout se passe
comme si les cellules en milieu 4 avaient accumulé des réserves pour organiser leur
prochain cycle de division.

Un résultat trés net de cette expérience est que I’algue 116 en milieu glucosé,
empoisonné ou non, a un poids sec et une réserve d’azote organique beaucoup plus
faibles qu’en milieu autotrophe. Tout se passe comme si, avec une source de carbone
hétérotrophe, I'algue dirigeait son métabolisme surtout dans le but de procéder a la
division des cellules et qu’en milieu carboautotrophe, elle 1’oriente dans le sens d’une
accumulation de réserves organiques.

¢) Quantité de chlorophylle synthétisée et conservée

Les essais de Blondel (1952) avaient montré que: «Les algues traitées aux sul-
famidés et qui leur résistaient (plus ou moins bien) devenaient plus vertes et le restaient
beaucoup plus longtemps que les cellules témoins.»

Les résultats de cette expérience 102-13 montrent que cet effet de conservation de la
chlorophylle intracellulaire est trés marqué, beaucoup plus d’ailleurs dans les milieux
glucosés que dans les milieux autotrophes. Toutefois on remarque que les cellules
en hétérotrophie, pour lesquelles la photosynthése ne constitue pas une stricte nécessité,
renferment beaucoup moins de chlorophylle que les cellules en autotrophie (6 a 10
fois moins) sans sulfanilamide.

On peut donc dire que I’algue 116 est capable de «compenser » ’effet de la sulfanila-
mide; mais cette compensation est nuancée selon le mode de culture de I’algue et les
sources d’énergie et d’aliments qui lui sont fournis. L’hétérotrophie & la lumiére
(My) permet une compensation beaucoup plus rapide que celle a Pobscurité ou que
I’autotrophie.

On remarque également la profonde différence qui existe entre la carboautotrophie
et la carbohétérotrophie (v. chap. III). Si nous reprenons les définitions de «croissance
et développement » que nous avons posées au chapitre II, § 5, nous pouvons dire que:

La carboautotrophie favorise surtout la «croissance» de la culture (accumulation de réserves
carbonées et azotées dans la cellule, mais petit nombre de cellules au total).
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La carbohétérotrophie permet un développement plus rapide de la culture (nombre total de
cellules trés élevé, mais chaque cellule posséde peu de réserves azotées et carbonées).

Enfin la présence de sulfanilamide procure a I’algue 116 une protection efficace
contre la destruction de la chlorophylle in vivo. Il est possible que cette protection
soit purement physique, la sulfanilamide, par son absorption de 1’énergie des rayons
lumineux et son oxydation subséquente prévenant la destruction par photooxydation
de la chlorophylle; mais cette action protectrice peut aussi étre d’origine enzymatique.
Cette expérience ne nous permet pas de conclure a ce sujet.

Algue N° 516 (Qocystis sp.) Expérience 102-27

La culture de cette algue a été faite en milieu Detmer/3 minéral pur. Il n’ y a donc
plus ici de comparaison avec les milieux H et M.

La sulfanilamide a été ajoutée dans le milieu de culture le 24¢ jour a raison de 1 g/l

La figure 8 montre I’allure des courbes représentant la multiplication des cellules
dans la culture et I’évolution dans le temps du poids sec des cultures.

ce/ymma
10-10°-

&J//bﬂ//ﬂﬂ?lb’é

510° Cpei- 102-27
| Courbes daccroissement
des cullures
. 75{[1,0.;
O N TS Jours
gl P ALGUE 516
100 = Lxper 102-27
“§ Poids sec
:i;- des cullures
500 e oA
/”: T —?A
e ,/
//,/
7.7
—I‘J;, it Temps
TRl AR 80 Jeuns
Figure 8

La figure 9 donne la courbe représentative du volume cellulaire frais et de la quan-
tité d’azote non consommé restant dans le milieu sous forme de nitrates ou de nitrites.
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Le tableau 7 nous indique en fin de culture (71¢ jour) quels sont les taux de chloro-
phylle par cellule, le poids sec d’une cellule, son poids frais et ’azote organique
accumulé en moyenne par une cellule.

Tableau 7
Expérience 102-27

Milieu A As
Poids sec d’une cellule

gammas - 102 0,614 0,403
Volume cellulaire frais d’une cellule

microns * ' 300 2
Azote organique formé par cellule :

gammas - 10-° 4,82 2,10
Chlorophylle formée par cellule

gammas - 10-* 1,09 1,66
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Discussion

Les résultats obtenus avec I’algue 516 sont trés proches de ceux obtenus avec
I’algue 116, ce qui est naturel pour deux souches de la méme espéce. On remarque
cependant certaines différences notables.

a) Croissance et développement de la culture

1L’algue 516 compense mieux que 116 et cette compensation est pour ainsi dire
instantanée: on ne constate pas pour les cellules empoisonnées, par rapport aux cellules
témoins, de retard dans la courbe d’accroissement; au contraire, la multiplication
des cellules semble plus rapide dans le milieu empoisonné. Par contre, poids sec et
volume cellulaire frais évoluent tout & fait parallélement. On pourrait dire que la :
«croissance» des cellules n’est pas modifiée par la présence de sulfanilamide, mais
que leur développement en est légérement accéléré. Toutefois il faut remarquer que
les cellules en milieu témoin ont un poids sec et un volume cellulaire, de méme qu’un
taux d’azote organique formé moyens plus élevés que les cellules ayant regu la sulfanila-
mide. Il n’est pas invraisemblable d’estimer que les cellules en milieu témoin étaient
dans un état de prédivision et celles en milieu empoisonné en état de postdivision,
hypothése qui nous parait fortement étayée par le fait que les poids secs et frais des
colonies sont semblables et que seul le nombre des cellules différe.

Le poids sec d’une cellule de I’algue 516 est voisin de celui de I’algue 116 dans les
mémes conditions.

b) Synthése et conservation de la chlorophylle

La quantité de chlorophylle par cellule au 71¢ jour est nettement plus grande dans
le milieu empoisonné que dans le milieu témoin; cette différence est encore plus nette
si I’on fait le rapport entre le taux de chlorophylle dans une cellule et le poids sec de
cette cellule (rapport exprimé en pourcent):

chlorophylle

En milieu témoin: —— = 0,178%
poids sec
hl hyll
En milieu sulfamidé: M =.0,412%
poids sec

Ce résultat est net, bien que I’azote organique soit plus fort en milieu 4s qu’en
milieu 4. La présence de sulfanilamide dans le milieu se marque par la présence d’une
quantité plus grande de chlorophylle dans les algues (conservation meilleure ou
synthése plus élevée). La planche 1 de photographies met bien en évidence cet effet
remarquable de conservation de la chlorophylle et surtout du chloroplaste qui semble
protégé contre la dégénérescence graisseuse caractéristique du vieillissement des cellules.

¢) Consommation de I’azote nitrique du milieu

On remarque dans la figure 9 que 1’azote minéral du milieu de culture n’est plus
utilisé par I’algue en présence de sulfanilamide. Cette observation, nouvelle dans le
cadre de cette étude, valable pour des algues compensantes, sera confirmée plus loin
dans I’étude des algues sensibles.
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L’algue 516 peut donc étre considérée comme une algue parfaitement résistante,
C’est-a-dire «compensante». L’adjonction de sulfanilamide au milieu de culture ne
modifie pas la croissance ni le développement des cultures. Par contre, elle agit sensi-
blement sur le taux de chlorophylle qui est plus élevé en fin de culture et sur ’assimi-
lation des nitrates qui est supprimée.

La question peut se poser de savoir si, contrairement aux travaux de Blondel
(1952, p. 137), mais en confirmation de ceux de Chodat et coll., la sulfanilamide ne
Joue pas un réle en tant que source d’azote pour la cellule. Nos expériences ne nous
permettent pas de conclure sur ce point.

Algue N° 50 (Stichococcus diplosphaera) Expérience 102-23

Cette algue d’une espéce totalement différente, dont nous avons montré qu’elle
était compensante, mais d’une fagon moins efficace que I’algue Qocystis, a été cultivée
en milieu Detmer/3, en ballons de 3 1. Adjonction de sulfanilamide le 20° jour (1%/y).

el Al GUE 50
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3
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20 ) 60 Jours
Foids sec
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gt Lyper 102-23
Poids sec des cullures A
& S
E
S0 The A
y 3
- 0 ; lemps
20 40 60 jours

Figure 10

Les figures 10 et 11 montrent I’allure des courbes représentant I’évolution du
nombre des cellules par millimétre cube de la culture, celle du poids sec et du volume
cellulaire frais de la culture, ainsi que celle de I’azote minéral du milieu de culture.
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Le tableau 8 donne la quantité de chlorophylle totale par litre de culture et la
quantité de chlorophylle par cellule en fin de culture (43¢, 54° et 68¢ jour).
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40- 4

Sulfanlamide 17

30 1

201

10 - Lvolution delazote
mirigue du milreu

lemps
20 40 60  jours
Figure 11
Tableau 8
Jours 43¢ jour 54¢ jour 68¢ jour
Milieu A As A As A v
Quantité totale de chlorophylle mg/l 1,328 2,54 0,812 1,388 0,647 0,362
_ Quantité de chlorophylle par cellule :
gammas - 10-¢ 0,117 0,129 0,084 0,061 0,038 0,010

La planche 2 nous montre ’allure des cellules aux 20¢, 34¢ et 68¢ jours de la culture.

Discussion

Les résultats obtenus avec cette nouvelle espéce sont analogues a ceux obtenus
avec les autres espéces compensantes, sauf en ce qui concerne la conservation de la
chlorophylle.
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a) Croissance et développement de la culture

Les courbes correspondant au nombre de cellules par millimétre cube, au poids
sec et au poids frais de la culture, ont exactement le méme aspect que celles reportées
ci-dessus pour I’algue 516. Aprés I’adjonction de sulfanilamide au 20¢ jour, les cellules
en milieu empoisonné se multiplient aussi bien que celles en milieu témoin. Le rythme
de multiplication est méme supérieur en milieu sulfamidé; poids sec et volume cellulaire
frais de la culture évoluent exactement de la méme facon chez les témoins et les traitées.

On pourrait donc dire que la «croissance» (au sens ol1 nous 1’entendons) de I’algue
50 n’est pas modifiée alors que son développement serait accéléré par la présence de
sulfanilamide. Toutefois, la seule expérience que nous avons réalisée avec cette algue
ne nous permet pas de conclure sur ce dernier point.

b) Conservation de la chlorophylle

L’évolution de la chlorophylle dans les cellules ne présente aucune analogie dans
ce milieu autotrophique avec celle que I’on constatait pour les algues 116 ou 516: le
taux de chlorophylle reste le méme en milieu témoin et empoisonné, et la chute du
taux de chlorophylle dans le temps est semblable dans les deux milieux. Il n’y a donc
pas pour cette algue, pourtant résistante aux sulfamidés, d’effet de conservation de
la chlorophylle. Cette résistance, observée pour les algues 116 et 516 (Oocystis)
serait donc une propriété spécifique due au caractére héréditaire des propriété de la
cellule et de son métabolisme vis-a-vis de la sulfanilamide. La conservation de la
chlorophylle serait donc vraisemblablement sans relations avec le caractére de résistance
aux sulfamidés, bien que toutes deux se manifestent en présence de sulfanilamide.

¢) Consommation de I’azote minéral dans le milieu de culture

De méme que pour ’algue 516, nous constatons que, dés 1’adjonction de la sul-
fanilamide, I’azote nitrique du milieu n’est plus utilisé. Le relévement de la courbe
en fin de culture est le résultat d’une concentration du milieu par suite de ’évaporation
de I'eau. La sulfanilamide semble donc bien avoir un effet sur 1’assimilation de
I’azote nitrique au niveau de son absorption par la membrane cellulaire.

L’algue 50 est donc une algue compensante, qui résiste a la sulfanilamide; le rythme
de division des cellules n’est pas affecté par la présence du poison. Par contre, la
présence de sulfanilamide ne protége pas cette espéce d’algues contre la disparition de
la chlorophylle.

B. Algues sensibles a la sulfanilamide

Algue N° 3 (Scenedesmus obtusiusculus) Expérience 102-9

Cette algue a été cultivée dans le milieu de base Detmer/3. L’adjonction de glucose
a 1’obscurité ou a la lumiére nous donne les trois types de milieux suivants: 4 et As;
H et Hs; M et Ms. Pour les cultures en milieux éclairés (4 et As; M et M), deux
intensités d’éclairage différentes ont été expérimentées (mesures en lux au moyen du
luxmeétre Lange). La sulfanilamide est ajoutée au milieu de culture dés le début de la
culture.

Le tableau 9 donne les résultats de I’analyse au bout de huit semaines de culture.
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Tableau 9

Milieu de culture A As A As M Ms M M, H H
Eclairement lux 770 870 6900 6400 820 860 6600 6300 O 0
Nombre de cellules par ‘

millimétre cube 12450 1000 15800 0 39000 30 34500 190 9200 200
Couleur de liquide sans brun sans brun sans brun sans brun sans sans
intercellulaire coul. coul. coul. coul. coul. coul.

La signification des symboles désignant les milieux de culture est donnee au
chapitre I1I.

ce///mm3

ol ALGUE 579

Lxper 102-17

As
10-10

Courbes d accroissement
des cultures

_ lemps
20 I 4'0 60 Jours
mg/l. Poids sec AL GU[ 579
2000 , A
[xpen 102-17
Poids sec
des cullures
1000 3
S s
&
lemps
20 : ) 60 J'aam
Figure 12
Discussion

I’algue N° 3 est tout a fait sensible a ’action de la sulfanilamide et ceci tout parti-
culierement dans les milieux hétérotrophiques: a la lumiére, comme a I’obscurité, en
présence de glucose il n’y a aucune multiplication des cellules appréciable. En auto-
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trophie a faible lumiére, on constate dans un cas qu’il pourrait y avoir éventuellement
un tout petit départ de multiplication; insuffisant cependant pour parler de résistance.
L’algue N° 3 imprégnée de sulfanilamide dés I’inoculation est incapable de compenser
les effets cytostasique de cette derniére.

Nous pouvons constater dans cette expérience que 1’oxydation de la sulfanilamide
s’effectue aussi lorsque la culture ne se développe pas. 1l s’agit donc bien 13 d’une
photooxydation par la lumiére et non d’une oxydation enzymatique par les cellules
de la colonie.

Algue N° 579 (Chlorella rubescens) Expérience 102—17

Cette algue a été cultivée en milieu Detmer/3 purement minéral, en ballons «phyco-
génes» de 3 | contenant 1,8 1 de milieu. La sulfanilamide a été ajoutée au milieu de
culture le 18¢ jour de la croissance, toujours & raison de 1 g/l. Milieu de culture aéré
et agité, éclairé selon les conditions standards décrites au chapitre 1II.

Les figures 12 et 13 montrent ’allure des courbes représentant, en fonction du
temps, I’évolution: du nombre des cellules par millimétre cube, du poids sec et du
volume cellulaire frais de la culture, de I’azote organique formé par les algues.
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Discussion

Cette expérience a été réalisée avec adjonction de sulfanilamide aprés le départ
de la multiplication des cellules. Les résultats observés présentent alors des caractéris-
tiques remarquables:

a) Division des cellules de la culture («développement »)

Dans le milieu empoisonné, le nombre des cellules de la culture continue a augmenter
pendant un certain temps apres I'introduction de sulfanilamide, environ jusqu’au 35¢
jour. Le nombre des cellules est alors environ le double de ce qu’il était au moment
de Pempoisonnement. Les divisions cessent 4 ce moment-la et le nombre des cellules
reste stationnaire (environ 10500 cellules par millimétre cube). La sulfanilamide n’a .
donc pas un effet cytostasique immédiat, mais retardé. Ce phénomene est caractéris-
tique d’une action du poison sur une étape intermédiaire des processus de formation
des matériaux caryologiques ou plasmatiques nécessaires au doublement du matériel
vivant de la cellule. La sulfanilamide n’a donc pas un effet sur les processus mémes,
les diverses phases de la division de la cellule. C’est, chez les algues aussi, un effet
essentiellement biochimique.

b) Augmentation du poids sec et du volume cellulaire frais de la culture et synthese
intracellulaire de I’azote organique («croissance »)

L’adjonction de sulfanilamide n’a absolument pas stoppé la «croissance» de la
culture, c’est-a-dire I’accumulation de réserves minérales et organiques au sein des
cellules; tout au plus peut-on remarquer un certain retard dans le fonctionnement
des cellules empoisonnées. Malgré 1’arrét des divisions cellulaires au 35° jour, le
poids sec et le volume cellulaire frais de la culture avec sulfamidé ont continué a
évoluer normalement et parallélement au témoin jusqu’a I'interruption de la culture.
1l en est de méme de ’assimilation de ’azote minéral et sa transformation en azote
organique: elles s’effectuent jusqu’a épuisement complet des réserves d’azote minéral
du milieu Detmer/3.

On peut tirer de cette expérience la constatation que chez cette algue sensible la
sulfanilamide est un agent qui inhibe secondairement le «développement» des algues
mais n’en empéche pas la «croissance»: les phénoménes d’accumulation de réserves
énergétiques et matérielles ne sont pas touchés, ou tout au moins ils continuent a
s’effectuer, avec peut-&tre un certain ralentissement, alors que les phénoménes de
division des cellules finissent par s’arréter.

Le phénoméne du doublement du nombre des cellules apres empoisonnement
pourrait s’expliquer par le fait que les cellules ont pu accumuler des réserves suffisantes
des matériaux caryologiques indispensables pour permettre ce doublement des cellules;
chaque cellule possédait, au moment de I’adjonction de suifanilamide, une réserve de
nucléotides suffisante pour une caryocinése.

Algue N° 280. Dictyococcus cinnabarinus

Cette algue dont le comportement physiologique est trés délicat est tres sensible aux
carences d’azote, ce qui se marque surtout par une disparition rapide de la chlorophylle
dans les cellules au bout d’un certain temps. :
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Expérience 102-15

Dans cette premiére expérience, ’algue a été cultivée en milieu minéral pur (4 et As),
¢t en milieu minéral additionné de glucose (2 %), dit milieu mixte (M et Ms), dans des
ballons de 3 1, avec agitation et aération.

- La figure 14 montre les courbes de variation avec le temps du nombre de cellules
par millimétre cube et du poids sec de ces cultures. '
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a) Cultures en milieu autotrophique pur (4 et Ag)
c’est-a-dire milieu Detmer/3 sans adjonction de source exogene de carbone organique.

La photosynthése est le seul mécanisme de fourniture d’énergie et d’aliments
carbonés.

Aprés introduction de la sulfanilamide, et d’une maniére tout a fait analogue a
celle constatée ci-dessus avec I’algue 579, les divisions se poursuivent pendant environ

15 jours; le nonibre des cellules triple, puis les divisions cessent et leur nombre reste
constant pour tout le reste de la culture.
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Le poids sec, lui, ne cesse pas d’augmenter, mais son accroissement est plus lent
en milieu empoisonné que dans le témoin.

Il y a de nouveau disjonction entre «croissance» et «développement »; la premiére
n’est pas stoppée par la sulfanilamide; le second cesse lorsque les réserves de matériaux
caryologiques ont été épuisées.

b) Cultures en milieu mixte (M et M)
c’est-a-dire en milieu Detmer/3 additionné de 2%, de glucose, a la lumiére.

Nous remarquons tout d’abord que le poids sec de la culture augmente beaucoup
plus rapidement. Nous pouvons raisonnablement en conclure que la source exogéne de
carbone organique est utilisée beaucoup plus rapidement par la culture que la source
autotrophe (CO,).

La cytostasie s’effectue dans ce cas également aprés un certain délai d’une vingtaine
de jours; toutefois, dans ce cas, le poids sec de la culture cesse aussi d’augmenter.
On pourrait en conclure que, dans le cas de I’hétérotrophie, la sulfanilamide fait
cesser I’assimilation de réserves énergétiques et pondérables. Nous pensons qu’il
s’agit 13 d’un effet dépendant de I’épuisement des réserves carbonées du milieu: le
régime d’hétérotrophie provoque chez ce Dictyococcus un appauvrissement des
chloroplastes en chlorophylle suivi d’'une dégénérescence caroténigéne de ceux-ci;
lorsque les réserves exogénes de carbone organique sont épuisées, il ne reste plus de
chlorophylle pour permettre a la photosynthése de prendre le relais et la formation des
réserves («croissance ») cesse par absence de photosynthese.

11 n’est donc pas possible de tirer des conclusions positives de cette expérience faite
en milieu mixte.

Une observation remarquable peut étre reportée ici: en milieu purement auto-
trophe, la période de lag est nettement plus bréve qu’en milieu mixte. Le «développe-
ment» des cultures, c’est-a-dire la division des cellules, se ferait beaucoup plus
efficacement en autotrophie qu’en hétérotrophie, alors que c’est inverse qui se
produit en ce qui concerne la «croissance» (augmentation de poids sec).

¢) Evolution de la chlorophylle dans les cellules en milieu minéral carboautotrophique

En fin de culture, en milieux 4 et As, le dosage des chlorophylles nous a donné les
résultats suivants (en milligrammes de chlorophylle par litre de culture):

Milieu autotrophique pur 7,88 mg/1
Milieu autotrophique + sulfanilamide 1,47 mg/1

Dans le cas de cette algue sensible aux sulfamidés, sur le plan de la reproduction
caryocinétique, il n’y a aucun effet de conservation de la chlorophylle par la sul-
fanilamide. '

Cette remarque nous confirme les observations faites précédemment au sujet de
I’algue 50. Le phénoméne de conservation de la chlorophylle par les sulfamidés serait
un effet de ceux-ci sans relations directes avec le caractére de résistance ou sensibilité
cytostasique aux sulfamidés.

Algue N° 172, Pleurococcus

Nous avons consacré & cette espéce deux expériences qui nous ont permis de mieux
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~encore mettre en €vidence les caractéristiques du développement des algues sensibles,

que nous avions observées avec les autres especes.
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Expérience 102-21

Les cultures, effectuées dans des ballons de 3 1, avec 1,8 1 de milieu aéré et agité, ont
évolué conformément aux courbes des figures 15, 16 et 17 représentant respectivement
le nombre de cellules par millimétre cube, le poids sec et le volume cellulaire frais de
la culture en fonction du temps, ainsi que le volume moyen et le poids sec moyen
d’une cellule. La planche 3 nous montre, a différents stades de la culture, I’aspect des
cellules au microscope.
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Discussion

L’étude assez approfondie de cette algue nous révéle certains aspects du comporte-
ment des algues sensibles que nous n’avions pas encore mis en évidence avec les
autres espéces sensibles aux sulfamidés.

a) «Développement» des algues

Nous retrouvons dans cette premiére expérience, comme dans les deux suivantes,
le méme phénomeéne que pour les autres algues sensibles, a savoir que le nombre des
cellules augmente encore pendant une vingtaine de jours aprés empoisonnement des
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cultures, puis cesse aprés que le nombre en a & peu prés doublé (17 500 par millimétre
cube au 20¢ jour; 34700 par millimétre cube au 40¢ jour). Il y a donc bien cystostasie,
mais retardée, ce retard étant probablement di 4 Iexistence de réserves de matériaux
caryologiques dans les cellules en pleine activité.

b) «Croissance » des algues

Ici aussi, nous constatons que le poids sec et le volume cellulaire frais des cultures
empoisonnées continuent a augmenter, méme aprés I’arrét des divisions cellulaires,
en conformité avec nos précédentes observations. La cytostasie n’empéche donc pas
I’accumulation de réserves énergétiques dans les cellules (poids sec).

Nous avons toutefois poussé plus loin notre étude pour tenter de voir ce qui se
passe au niveau de chaque cellule. Les courbes représentant le volume moyen d’une
cellule au cours du temps sont remarquablement paralléles dans les milieux témoin et
empoisonné. Le volume moyen (ou moyenne du volume des cellules) commence par
diminuer pour atteindre un minimum au 20¢ jour, puis augmente & nouveau, selon
une loi plus ou moins logarithmique jusqu’a la fin de la culture. Le poids frais des
cellules évolue donc de la méme fagon dans les deux cas: la sulfanilamide ne semble
que treés peu modifier ’évolution moyenne des cellules de I’algue N° 172.

Si nous étudions par contre 1’évolution du poids sec d*une cellule, nous trouvons
une courbe ayant a peu prés la méme allure générale avec diminution rapide du poids
sec d’une cellule durant les vingt premiers jours de la culture, suivie d’une 1égére
augmentation. Toutefois, en fin de culture, il apparait bien que les cellules ayant regu
de la sulfanilamide ont une accumulation plus forte de matiéres seches, donc de réserves
d’énergie, que les cellules témoins. Ce qui est en accord avec I’hypotheése d’une dis-
jonction entre la «croissance » et le «développement» de ces algues.

c) Effets tératologiques de la sulfanilamide

L’adjonction de sulfanilamide a produit, sur certaines cellules, des effets tératolo-
giques qui se remarquent parfaitement sur les photographies de la planche 3: certaines
cellules des cultures traitées sont nettement plus allongées que les cellules témoins:
leur longueur est égale 4 environ trois fois leur largeur, alors que le rapport longueur/
largeur des cellules témoins va de 1 a 2. Une telle observation nous parait en parfait
accord avec notre hypothése rappelée ci-dessus: les cellules sont devenues incapables
de se diviser; elles n’en continuent pas moins I’assimilation chlorophyllienne, et
Paugmentation des réserves se marque par I’'augmentation de la taille de la cellule.

Expérience 102-26

Cette derniére expérience a confirmé I’ensemble des résultats discutés ci-dessus
concernant ’algue N° 172. Nous n’en donnons pas les résultats détaillés si ce ne
sont deux photographies (planche 4) des algues au 71¢jour de la culture, pour montrer
d’autres figures tératologiques obtenues par le traitement a la sulfanilamide.

Dans le but de tenter d’éclaircir le mode d’action de la sulfanilamide sur la physio-
logie de cette algue, nous avons effectué au cours de cette expérience 102-26 une
troisiéme culture qui avait recu au 20¢ jour de la colchicine & raison de 0,1%, (100 mg
par litre); on sait que celle-ci a un effet antimitotique. A notre grande surprise, elle
s’est comportée, a cette dose, comme un accélérateur de croissance; les cellules traitées
a la colchicine se sont développées 4 un rythme beaucoup plus élevé que le témoin,
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ainsi qu’en témoigne la courbe de développement de la figure 18. En méme temps,
’azote minéral du milieu était consommé plus rapidement. Les cellules étaient petites,
de forme trés réguliére et avec une architecture trés particuliére (planche 3).
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Nous n’avons pas d’explication concernant le comportement paradoxal de cette
algue vis-a-vis de la colchicine; nous tenions & signaler ici ce remarquable résultat.

Y. Conclusions

I¢ partie

Lorsque les deux systémes de biosynthése carboautotrophique et carbohétéro-
trophique fonctionnent simultanément dans une culture d’algues, le rendement de
chacun d’eux est moins bon que s’il fonctionnait seul dans une culture soit purement
autotrophique, soit purement hétérotrophique.

En d’autres termes: Il se produit dans les cellules en régime mixte des interférences
dans lutilisation des deux sources d’énergie, conduisant 4 une mauvaise utilisation
de I’énergie totale mise a disposition de la cellule.

Ou encore: Le rendement global de I'utilisation des énergies carboautotrophe et
carbohétérotrophe en régime mixte est moins bon que la somme des rendements
d’utilisation de ces deux formes d’énergie en régime A et en régime H purs, respective-
ment.

Cette conclusion est I'inverse de celle que nous avions obtenue par l’analyse
arithmétique des dénombrements de cellules en Erlenmeyers.

L’hétérétrophie modifie assez profondément les processus physmloglques des
algues normalement autotrophes.

2¢ partie

Les résultats des expériences effectuées ont été discutées au fur et a mesure. Nous
n’y reviendrons pas, si ce n’est pour résumer les observations essentielles faites:
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1. La sulfanilamide n’a aucun effet direct sur le pouvoir photosynthétique des algues,
aussi bien sensibles que résistantes.

2. L’adjonction au milieu de culture d’acides aminés isolés ou groupés ou celle de
bases puriques et pyrimidiques isolées ou groupées n’empéche pas I’action cytos-
tasique de la sulfanilamide sur les algues sensibles.

3. L’effet protecteur de la sulfanilamide sur la chlorophylle ne se marque que dans
le genre Oocystis (algues qui compensent).

4. La présence de sulfanilamide stoppe I’assimilation par les algues, sensibles ou
résistantes, de I’azote minéral (ion nitrique): la concentration des nitrates dans la
solution nutritive demeure pratiquement inchangée aprés adjonction tardive de
sulfanilamide. II n’est pas possible de dire encore si cet arrét est une conséquence
d’une modification de la perméabilité ou un effet de blocage sur quelque autre
systeme enzymatique concernant la réduction des nitrates; on peut encore invoquer
le caractére nutritif compétitif de la sulfanilamide a 1’égard de I’offre nitrique.
Rappelons a cet égard que la fonction amide du toxique semble utilisable par
P'algue. La poursuite des synthéses de protides, postérieure a I’intoxication, en
serait une nouvelle démonstration. '

5. Chez les algues sensibles, la sulfanilamide stoppe le « développement » (divisions)
mais pas la «croissance» (nutrition ou augmentation des réserves énergétiques
de ces algues).

6. L’hétérotrophie modifie indirectement, par rapport a Pautotrophie, les réactions
des algues vis-a-vis de la sulfanilamide.

7. L’oxydation de la sulfanilamide qui est essentiellement une photooxydation ne
lui enléve pas ses propriétés cytostasiques.

~ Notre travail ne serait pas complet s’il ne comprenait pas en conclusion certaines
critiques ou autocritiques utiles & une éventuelle poursuite de ces travaux.

Les algues vertes ont un taux de croissance relativement lent: selon Myers (49),
pour Chlorella pyrenoidosa, ce taux de croissance est sept fois plus faible (a la lumiére,
avec CO, et NO;) que celui des levures (Willia anomala), quarante fois plus faible
que celui d’Escherichia coli et vingt fois plus que celui de Pseudomonas fluorescens.

Le nombre des cellules ne croit donc qu’assez lentement, surtout si I’on ne se situe
pas dans les conditions de croissance maximum, et les discussions portant sur le
nombre des cellules dénombrées par millimétre cube doivent étre faites avec beaucoup
de prudence. Malgré tout le soin apporté a ’inoculation d’un nombre bien déterminé
et identique de cellules dans les flacons d’expérience, une erreur de 109 sur ce
point de départ, ou une légére différence de pH des deux milieux, ou encore tout autre
cause de déséquilibre, méme trés petite, peut se répercuter assez fortement sur les
densités cellulaires en fin de culture: supposons, par exemple, que les cellules dans le
1erflacon de culture se divisent avec un taux (un facteur KdansI’équationde Blackman)
de 10% supérieur & celle du 2¢ flacon. Lorsque la culture du1¢* flacon a accompli 10
divisions, celle du second n’en a effectué que 9; le nombre de cellules dans le premier
est cependant alors le double (par exemple 30000 par millimétre cube) de celui du
second (15000 par millimétre cube).

Une incertitude génante peut souvent régner sur les résultats de telles expériences
qui exigent une propreté, une minutie et une rigueur extrémes. :
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D’autre part, ’allure logarithmique d’une partie du développement de ces cultures
peut étre la cause, surtout lors du début de celles-ci, d’erreurs d’appréciation consi-
dérables. Ainsi la période de lag ou de latence que I’on peut observer sous le micros-
cope est parfois confondue avec la premiére partie d’une courbe logarithmique.
Supposons qu’un certain inoculum introduise dans un milieu de culture stérile 5
cellules par millimétre cube. Aprés 5 divisions, il y aura environ 160 cellules par
millimétre cube. Aprés 10 divisions, soit aprés un temps double, il y en aura 5200 et
aprés 12 divisons 21000, soit 120 fois plus qu’aprés 5 divisions. L’augmentation tres
lente du nombre des cellules dans les premiers temps peut faire croire a une période
de lag, alors que l’on est déja en pleine période logarithmique. Le risque d’erreur
est encore augmenté par 'imprécision des méthodes de mesure appliquées au matériel
biologique qui sont généralement d’autant moins précises que le nombre des cellules
dans un échantillon est faible.

Le systéme de la culture non renouvelée consistant & introduire dans un milieu
stérile frais un faible inoculum ne semble pas non plus favorable a une étude physio-
logique telle que celle que nous avons entreprise. En effet, en méme temps que la
culture se développe, les réserves nutritives s’épuisent (d’ol la loi de Robertson),
ce qui modifie les conditions de la culture au fur et & mesure de sa croissance. D’autre
part, les cellules elles-mémes vieillissent et présentent une évolution dans le temps
dont les méthodes d’analyse ne nous permettent pas de tenir compte, mais qui ressort
souvent assez nettement de I’allure des courbes de croissance. En d’autres termes,
les causes se déforment en méme temps que les effets; il est extrémement difficile
d’établir la relation dynamique qui les unit.
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