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Introduction 

 La biogéochimie s’intéresse, entre autres, aux interactions entre les êtres vivants et leur 
environnement, biotique comme abiotique, en suivant le devenir d’éléments chimiques et de 
molécules organiques. Elle vise notamment à documenter les cycles biogéochimiques tels que celui 
du carbone, dont la compréhension est devenue cruciale en ces temps de changement global. La 
biogéochimie comporte de nombreux volets dont l’étude de l’influence des conditions 
environnementales sur la conversion de carbone inorganique en carbone organique (la 
photosynthèse), l’allocation de carbone dans les différents constituants chimiques des êtres vivants, 
ou encore la balance minéralisation/stabilisation de la matière organique dans les sols et les 
sédiments. C’est dans ce cadre que s’inscrivent mes activités de recherche. Des reconstitutions 
paléobiologiques aux effets de la dégradation sur la biogéochimie des débris végétaux, ce mémoire 
présente les principaux résultats que j’ai acquis depuis une vingtaine d’années. Comme le métier 
d’enseignant-chercheur qui permet une grande diversité de missions, mes activités de recherche 
sont résolument pluridisciplinaires : (1) à l’interface entre géologie, biologie et chimie, (2) elles 
couplent les observations micro- et macro-scopiques aux analyses chimiques et isotopiques, et (3) 
sont basées sur la caractérisation d’échantillons naturels comme sur l’expérimentation.  

 Ce mémoire est organisé en trois parties. La première résume mes contributions à l’étude 
des végétaux fossiles par les outils de la géochimie. Dans un premier temps, les principes de la 
chimiotaxonomie basée sur biomarqueurs lipidiques sont exposés, avant de présenter trois études 
de cas illustrant les intérêts et limites de l’approche, pour préciser la taxonomie des fossiles. C’est 
ensuite les reconstitutions paléoenvironnementales à partir des rapports des isotopes stables du 
carbone qui sont abordées, avec deux applications, l’une sur des feuilles cénomaniennes, l’autre sur 
des charbons néolithiques. La deuxième partie de ce mémoire détaille trois expériences consacrées 
à l’étude des effets de la dégradation sur la signature biogéochimique des débris végétaux. La 
première menée au laboratoire visait à suivre la composition isotopique de bois total en milieu 
aquatique. La deuxième compare le devenir de lipides foliaires dans un sol et à l’interface eau-
sédiment. Et la troisième est consacrée aux effets de la dégradation sur la composition isotopique 
de lipides spécifiques : les n-alcanes à longue chaîne. La troisième partie de ce mémoire présente 
mes perspectives de recherche : certaines dans la continuité de travaux déjà engagés, mais 
également un nouveau projet focalisé sur le rôle des champignons dans la transformation de la 
matière organique végétale. Des annexes complètent ce mémoire : un curriculum vitae détaillé 
incluant la liste de mes publications et des programmes de recherche auxquels j’ai participé, ainsi 
qu’une sélection de 5 publications significatives. 
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I. Apport de la biogéochimie à la reconstitution de la paléobiologie 

des végétaux fossiles 

 

Cet axe de recherche, que j’ai commencé à explorer dès mon D.E.A., 
part du constat que nombre de fossiles végétaux contiennent de la matière 
organique (MO, Fig. 1), et qu'une fois isolée du sédiment encaissant (par 
séchage, grattage ou attaque acide) cette MO peut être étudiée par les outils 
(classiques) de la géochimie. Encouragés par quelques travaux précurseurs 
(Knoche & Ourisson, 1967 ; Degens, 1969) et des analyses suggérant que la 
biogéochimie des fossiles pouvait avoir conservé des informations 
paléobiologiques (Bocherens et al., 1993; Logan et al., 1995), mes travaux 
avaient pour objectifs d'évaluer le potentiel de l’analyse de la MO des 

végétaux fossiles par les outils de la géochimie, pour reconstituer leur 

paléobiologie. Outre le défi méthodologique, ce type d'approche est particulièrement prometteur 
dans les cas où l'anatomo-morphologie des plantes fossiles est mal préservée ou tellement 
différente des plantes actuelles que leur interprétation est limitée. Il n'en reste pas moins que, 
comme en paléobotanique, l'étude géochimique des fossiles à des fins paléobiologiques repose sur 
le principe d'actualisme. Ce chapitre se décline en deux volets, chimiotaxonomique et 
paléoécologique, qui sont détaillés ci-après. L'interprétation paléobiologique de la signature 
biogéochimique des fossiles requiert préalablement de s'assurer qu'elle n'a pas été 
substantiellement affectée par les processus diagénétiques, et notamment qu'elle n'a pas été 
oblitérée par celle du sédiment encaissant. Les résultats présentés dans ce chapitre sont 
volontairement focalisés sur des plantes (1) dont la préservation morphologique est de bonne qualité 
et (2) issues de contextes sédimentaires/environnementaux bien documentés (par des méthodes 
indépendantes), afin de tester les approches proposées dans un cadre favorable (avant de pouvoir 
les généraliser à des conditions moins bien contraintes).  

 

I.1. Chimiotaxonomie lipidique 

I.1.a. Contexte scientifique et objectifs 

 La chimiotaxonomie repose sur le principe que plus des taxons sont étroitement apparentés, 
plus leur composition chimique est similaire (Smith, 1976). Si les analyses génétiques sont 
désormais privilégiées pour préciser la taxonomie des organismes actuels, la chimiotaxonomie 
demeure une méthode pertinente pour l'étude des fossiles. Toute étude paléochimiotaxonomique 
requiert de disposer de la composition chimique d'échantillons actuels de référence, adaptés à la 
problématique étudiée. Par exemple, la consultation d’un référentiel de composition chimique des 
grands taxons végétaux actuels est indispensable pour déterminer si un fossile énigmatique est plus 
proche des fougères, des conifères ou des plantes à fleurs. S’il s’agit de décider quelle espèce 
actuelle de chêne est la plus proche d’un fossile de chêne mal identifié, il convient d’analyser au 
préalable la chimie des principales espèces actuelles de chênes. 

 A condition qu'elles aient été préservées au cours de la fossilisation, la plupart des 
molécules constitutives des tissus végétaux peuvent théoriquement faire l'objet de caractérisations 
chimiques chez les fossiles : lipides, lignine, cutine, sucres, etc. Toutefois, ce sont les lipides qui 
sont les plus étudiés pour la chimiotaxonomie des fossiles. Chez les végétaux, on trouve des lipides 
à l'intérieur des cellules, dans les membranes cellulaires et en couche imperméable (cires 

Figure 1. Feuille de 
chêne du Miocène du 
Bassin du Rhin. 

 2 cm 1       2   cm 
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épicuticulaires) recouvrant tous les organes aériens (feuilles, tiges, organes reproducteurs). Les 
lipides constituent des molécules de choix en paléochimiotaxonomie pour les raisons suivantes : 

- La caractérisation des lipides est assez simple : après extraction aux solvants organiques, leur 
analyse par couplage chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectrométrie de masse 
(GC-MS) permet d'identifier directement leurs constituants. 

- C'est parmi les lipides que l'on trouve le plus de marqueurs taxonomiques. Par exemple dans la 
famille des terpènes polycycliques, les triterpènes pentacycliques "non-stéroïdiens" tels que la 
friédeline ou la bétuline sont considérés, chez les plantes actuelles, comme caractéristiques des 
angiospermes alors que les diterpènes tricycliques comme le ferruginol ou l'acide abiétique sont les 
plus fréquents dans les conifères actuelles (Fig. 2; Otto & Wilde, 2001). 

- Le caractère hydrophobe des lipides favorise leur préservation dans de nombreux fossiles. De 
plus, de nombreuses molécules lipidiques conservent des informations taxonomiques même après 
transformation diagéné-tique. 
Pour reprendre l’exemple des 
terpènes, le séconorcarbo-
xyfriédelane est un produit de 
dégradation caractéristique de la 
friédeline et signe donc des 
affinités angiospermiennes chez 
les fossiles. De même, l’hydroxy-
simonellite est un dérivé 
diagénétique du ferruginol : il est 
donc caractéristique des 
conifères. Les diterpènes du 
groupe du ferruginol permettent 
même d’aller plus loin dans 
l’identification des fossiles 
puisqu’ils sont typiques des 
cupressacées sensus lato, chez 
les conifères actuelles. 

- Enfin, plusieurs analyses comparatives de fossiles et de leur sédiment encaissant ont montré que 
si les lipides des fossiles pouvaient être légèrement influencés par les lipides de l’encaissant, ils 
restaient généralement concentrés dans et sur les fossiles (Logan et al., 1995). 

Les études chimiotaxonomiques que j'ai menées sur des végétaux fossiles ont principalement 
porté sur des fossiles de feuilles, rattachés aux "gymnospermes" et aux angiospermes, datant du 
Permien au Pliocène. Trois études de cas sont présentées ci-après afin de rendre compte de la 
diversité des informations que l'analyse chimique des lipides peut fournir, mais également des 
contraintes liées à cette approche. 

 

I.1.b. Chimiotaxonomie de hêtres pliocènes 

Cette étude (thèse F. Zanetti) a porté sur des feuilles pliocènes 
(± 2,7 Ma) du genre Fagus issues de sédiments silteux du bassin du 
Valdarno, dans les environs de Florence (Fig. 3). Ces feuilles qui sont 
rapprochées de l'espèce fossile F. haidingeri, présentent de grandes 
similitudes anatomo-morphologiques avec le hêtre commun actuel, Fagus 
sylvatica (Zanetti et al., 2007). La matière organique des feuilles fossiles a 

Figure 2. Exemple de marqueurs taxonomiques chez les plantes actuelles et fossiles. 

Figure 3. Feuille de hêtre 
du Pliocène du Valdarno. 
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été isolée de l'encaissant par grattage au scalpel puis les lipides ont été extraits, fractionnés et 
analysés en GC-MS. La composition chimique des lipides foliaires du hêtre fossile a été analysée et 
comparée à celle (1) du sédiment encaissant et (2) de F. sylvatica, afin d'en évaluer la valeur 
chimiotaxonomique. 

Les lipides foliaires du hêtre européen actuel sont apparus en GC-MS comme un mélange 
complexe de plus de 60 molécules identifiées, appartenant à des familles chimiques variées : 
stérols, composés isopréniques acycliques, composés aliphatiques à longue chaîne (> C20), 
monoglycérides et triterpènes pentacycliques (Fig. 4 ; Nguyen Tu et al., 2007). Les molécules 
identifiées chez F. sylvatica correspondent majoritairement à des constituants communs des lipides 
de plantes terrestres, et plus spécialement d'angiospermes concernant les triterpènes 
pentacycliques non stéroïdiens. Les lipides du hêtre fossile se sont avérés assez diversifiés, bien  

Figure 4. Chromatogramme de la fraction majoritaire des lipides foliaires des hêtres actuel et fossile étudiés. 
Fraction éluée au CH2Cl2/CH3OH des lipides extraits au CH2Cl2/CH3OH.  

n-alcanes 
n-alcan-1-ols 
n-alcan-1,15-diols 
n-acides 
n-alcan-2-ones 
esters d’acides 
méthoxybenzoïque 
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que moins complexes que ceux de leur équivalent actuel (Zanetti et al., 2007). Ils sont dominés par 
des alcools à chaîne saturée (n-alcan-1-ols, n-alcan-1,15-diols), en plus d'autres séries de 
composés aliphatiques à longue chaîne (n-alcanes, n-alcan-2-ones, n-acides, n-alcanals,…), de 
monoglycérides, de diterpènes tricycliques (totarane, phyllocladane, ferruginol), d'hopanoïdes, de 
stéroïdes (dérivés du cholestérol et du sitostérol) et d'autres triterpènes pentacycliques (à squelette 
lupane, arborane et oléanane; Fig. 4). La présence de molécules au potentiel de préservation limité, 
comme les alcools ou les aldéhydes, montre que le niveau de préservation chimique de la MO 
étudiée est élevé. Toutes les molécules identifiées dans les feuilles fossiles ont également été 
détectées dans les lipides du sédiment encaissant, bien que leurs abondances relatives et la 
distribution des séries de composés aliphatiques soient différentes entre les deux types 
d'échantillons. 

  Les composés aliphatiques à longue chaîne sont généralement considérés comme 
caractéristiques des cires épicuticulaires des plantes terrestres (Eglinton & Hamilton, 1967; Baker, 
1980; Bianchi, 1995). Ce n'est pas le cas des constituants à chaîne courte et moyenne ou des 
dérivés du glycérol qui sont ubiquistes et n'ont aucune valeur chimiotaxonomique. Les hopanoïdes, 
les stéroïdes de la famille du cholesterol et les diols identifiés ne correspondent vraisemblablement 
pas à des constituants originaux des fossiles dans la mesure où ils sont respectivement 
caractéristiques de bactéries, d'eucaryotes non photosynthétiques et d'Eustigmatophycées, une 
famille de microalgues phytoplanctoniques (Versteegh et al., 1997 ; Peters et al., 2005). Les 
diterpènes tricycliques, stéroïdes dérivés du sitostérol et triterpènes pentacycliques non stéroïdiens 
identifiés constituent des molécules typiquement végétales. Alors que les dérivés du sitostérol se 
trouvent dans la plupart des organismes photosynthétiques, les diterpènes identifiés sont typiques 
des conifères (même du groupe des cupressacées sensus lato pour le totarol) et les triterpènes 
pentacycliques non stéroïdiens caractéristiques des angiospermes. 

La présence de tous ces constituants dans les lipides sédimentaires montre la multiplicité 
des sources de la MO sédimentaire : phytoplancton, bactéries et plantes terrestres (angiospermes et 
conifères). La présence de biomarqueurs caractéristiques des cupressacées dans le sédiment est 
en accord avec l'abondance de ce groupe de conifères dans la macroflore fossile du gisement 
(Bertini & Roiron, 1997 ; Bertini, 2002). La présence de molécules communes aux fossiles et au 
sédiment encaissant suggère une origine identique pour ces lipides, qui pourrait être due à (Zanetti 
et al., 2007) : 

- la colonisation des feuilles par des bactéries et des micro-algues de leur vivant ou durant le 
transport et l'enfouissement, la surface des feuilles vivantes comportant une microflore bactérienne 
importante (Last & Deighton, 1965) qui peut s'enrichir de micro-algues ou champignons au cours de 
la sénescence des feuilles et de la dégradation sur le sol (Nguyen Tu et al., 2007, 2011) � diols, 
hopanoïdes ; 

- le dépôt/l'adsorption de matière organique aquatique sur les feuilles au cours de leur transport, de 
leur traversée de la colonne d'eau et de leur sédimentation (Logan et al., 1995) � tous lipides, 
notamment diols, dérivés du cholesterol, diterpènes ; 

- la contribution de (microparticules de) feuilles de hêtre à la matière organique sédimentaire (� 
composés aliphatiques, triterpènes pentacycliques non stéroïdiens) combinée à la diffusion de 
lipides sédimentaires à l'intérieur des feuilles au cours de la diagenèse et de la compaction (� diols, 
hopanoïdes, diterpènes) ; 

- un prélèvement (accidentel) de quelques particules sédimentaires qui auraient pu contaminer les 
fossiles, lors du prélèvement des feuilles fossiles, bien que la teneur en lipides du sédiment soit bien 
plus faible que celle des fossiles � tous lipides, notamment diols, dérivés du cholesterol, diterpènes. 
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Il est vraisemblable que ces diverses hypothèses aient toutes contribué à la similitude des 
compositions chimiques obtenues pour les feuilles de hêtre fossile et leur sédiment encaissant. 
Contrairement aux résultats de l'étude menée sur le site à préservation exceptionnelle de Clarkia 
(Miocène, Idaho, USA ; Logan et al., 1995), il semble donc qu’il puisse y avoir quelques échanges 
de lipides entre fossiles et sédiments, même pour des fossiles végétaux présentant une préservation 
morphologique de qualité. L'exceptionnelle préservation des fossiles de Clarkia est à souligner 
puisque les fossiles y ont une couleur verte aussitôt après avoir été dégagés, qui vire rapidement au 
brun après quelques minutes à d'exposition à l'air (Niklas & Brown, 1981). 

Dériver une information taxonomique de la composition chimique des lipides du hêtre fossile 
s'avère donc compliqué et doit être mené avec circonspection. Toutefois, la distribution des 
longueurs de chaîne des composés aliphatiques (n-alcanes et n-alcools) est différente entre les 
fossiles qui montrent la dominance marquée d'un ou deux homologues (alcane en C29 , alcools en 
C28 et C30), et le sédiment dont les composés aliphatiques présentent une distribution étalée sans 
prédominance marquée (Fig. 5). Cette différence de distribution des séries aliphatiques suggère que 
ces molécules pourraient avoir enregistré certaines informations paléobiologiques. La distribution 
des composés aliphatiques est susceptible de varier au cours du développement des feuilles, 
principalement durant les premiers stades de leur développement (Gülz et al., 1991, 1992) et en 
réponse à des stress environnementaux. On constate souvent une augmentation de la longueur de 
chaîne avec la maturité des feuilles (El-Otmani & Coggins, 1985) et le stress hydrique (Weete et al., 
1978 ; Shepherd & Wynne Griffiths, 2006), sans que ces tendances se retrouvent systématiquement 
chez toutes les plantes (Salasoo, 1983). La distribution des composés aliphatiques peut également 
constituer un critère taxonomique, notamment chez le hêtre. Les lipides foliaires de plusieurs 
espèces de hêtre (F. crenata, F. grandifolia, F. japonica, F. orientalis, F. sylvatica) ont fait l'objet 
d’analyses chimiques, et montrent des caractéristiques de distribution diverses qui varient d'une 
espèce à l'autre, avec une distribution soit largement dominée par un seul homologue (C27 ou C29 
pour les alcanes, C28 ou C30 pour les alcools), soit plus étalée (Gülz et al., 1989; Lockheart et al., 
1997; Nguyen Tu et al., 
2007). En assumant que 
toutes ces études ont été 
menées sur des feuilles de 
maturité similaire, on peut 
les comparer, à des fins 
taxonomiques, aux fossiles 
étudiés. Ces derniers 
présen-tent des distributions 
de lipides assez différentes 
de ce qui a déjà été publié, 
notamment chez F. sylvatica 
(Fig. 5). Ces différences de 
distribution pour-raient 
montrer que malgré leur 
grande similitude morpholo-
gique avec le hêtre commun 
actuel, les fossiles du 
Valdarno appartiennent à 
une espèce différente.  

 Figure 5. Distribution des n-alcools et n-alcanes des échantillons étudiés au Valdarno. 
Les flèches indiquent la présence de quantités traces des homologues. 
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I.1.c. Chimiotaxonomie de ginkgoacées cénomaniennes 

 Les fossiles étudiés appartiennent à la 
ginkgoacée Eretmophyllum andegavense et sont 
issus d'un gisement argileux du Cénomanien basal 
(±  96 Ma) des environs d'Angers (Pons et al., 1976; 
Pons & Vozenin-Serra, 1992). Les feuilles d'E. 
andegavense présentent une exceptionnelle 
préservation morphologique (Fig. 6), en partie due à 
la forte épaisseur de leur cuticule. Cette cuticule 
épaisse marque le caractère xérophytique de la 
plante, qui se développait vraisemblablement dans 
des environnements secs voire salés (Pons et al., 
1980). La composition chimique des lipides des 
feuilles d'E. andegavense a été comparée à celle (1) 
de leur sédiment encaissant et (2) des feuilles de 
Ginkgo biloba, la seule ginkgoacée actuelle. Les 
feuilles ont été soumises successivement à deux 
types d'extraction des lipides : (1) une immersion 
rapide (15 s.) dans de l'heptane (C7H16) pour extraire 
les lipides externes correspondant principalement aux 
cires épicuticulaires, et (2) une extraction prolongée 

(15 h.) dans un mélange dichlorométhane/méthanol (CH2Cl2/CH3OH, 2/1, v/v) pour extraire les 
lipides internes. Les objectifs de cette étude étaient triples : 

- tester la préservation de lipides originels d' E. andegavense dans les fossiles, 

- identifier des molécules spécifiques aux Ginkgoacées, 

- déterminer quel réservoir de lipides est le plus porteur d'information taxonomique. 

L'analyse en GC-MS des lipides extraits des feuilles du G. biloba actuel a révélé un mélange 
de molécules diverses (Fig. 7, Nguyen Tu et al., 2001) : 

- un alcool secondaire (nonacosan-10-ol) et la cétone correspondante ; 

- plusieurs familles de composés phénoliques à chaîne aliphatique saturée : des 3-alkylphénols (C13, 
C15, C17), des acides 3-alkylhydroxybenzoïques (C13, C15, C17) et des diméthoxyalkylcoumarines 
(C12, C14, C16) identifiées ici pour la première fois ; 

- des composés isopréniques à chaîne acyclique : tocophérols (α- et γ-), phytol, phytadiènes et 
cétone isoprénique en C18 ; 

- des séries de composés aliphatiques à chaîne saturée : n-alcanes (C21-C35, max. C27), n-acides 
(C12-C32, max. C16) et n-alcools (C24-C30, max.C28). 

Alors que les lipides internes de G. biloba sont dominés par les alkylphénols, le nonacosan-10-ol 
domine les lipides externes. La plupart des constituants présents dans les lipides externes se 
retrouvent dans les lipides internes, à l'exception notable des n-alcanes. Ces derniers se révèlent 
donc, chez G. biloba, caractéristiques des lipides externes, en accord avec leur caractère très 
hydrophobe et le rôle de barrière imperméable des cires épicuticulaires qui servent notamment à 
protéger les organes aériens de la dessiccation. 

Contrairement aux feuilles de G. biloba, l'immersion rapide des feuilles d'E. andegavense 
dans de l’heptane n'a pas permis d'extraire de lipides externes (Nguyen Tu et al., 2003). Les lipides 
obtenus par extraction prolongée des feuilles d'E. andegavense dans un mélange 

Figure 6. Feuille d’Eretmophyllum andegavense 
(Cénomanien d’Anjou). a. Vue d’ensemble de la 
feuille, b. Epiderme inférieur, c. Coupe transversale. 
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diclorométhane/méthanol se sont avérés correspondre à un mélange assez simple, dominé par des 
séries de composés aliphatiques à chaîne saturée (Fig. 7) : n-alcanes (C23-C35, max. C29), n-acides 
(C9-C32, max. C16), n-diacides (C7-C12, max. C9) et n-alcools (C12-C30, max. C18). Des traces de 
cadalène et deux diméthoxyalkylcoumarines à chaîne insaturée (C14, C16) ont également été 
détectées. Les lipides du sédiment encaissant sont apparus plus diversifiés que ceux des fossiles : 
en plus des composés aliphatiques à longue chaîne (n-alcanes, n-acides, n-alcan-2-ones), 
d’importantes quantités de plusieurs diterpènes tricycliques (nor-abiétatriène, déhydroabiétane, 
simonellite, ferruginol, acide déhydroabiétique) ont été mises en évidence (Fig. 7). La présence, 
dans le sédiment encaissant, de constituants qui n'ont pas été détectés dans les fossiles (cétones, 
diterpènes) et inversement (diacides, coumarines) suggèrent que les lipides extraits de feuilles d’E. 
andegavense correspondent principalement à des constituants originels des fossiles. La présence 
de n-alcanes dans les lipides d'E. andegavense extraits au CH2Cl2/CH3OH suggère que ces lipides 
correspondent en fait à la somme des lipides internes et des lipides externes. Une telle combinaison 

Figure 7. Courants ioniques totaux des lipides totaux de l’étude chimiotaxonomique des Ginkgoacées. 
Lipides extraits au CH2Cl2/CH3OH. 
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pourrait être due aux processus associés à la diagenèse et à la fossilisation, comme la migration 
des lipides externes à l'intérieur des feuilles ou encore leur association plus ou moins forte avec les 
constituants macromoléculaires des fossiles. Ces résultats suggèrent qu'il est plus judicieux de 
travailler directement sur les lipides totaux des végétaux (obtenus par extraction prolongée aux 
solvants) pour la comparaison plantes actuelles/plantes fossiles. La présence de molécules 
réputées sensibles à la dégradation telles que les alcools et les diméthoxyalkylcoumarines montre 
que l'excellente préservation morphologique des fossiles étudiés s'accompagne d'une excellente 
préservation chimique. La présence de molécules très originales, les diméthoxyalkylcoumarines, qui 
n'ont été détectées que chez G. biloba, confirme sur des bases chimiques, le lien de parenté entre 
E. andegavense et G. biloba. Ces molécules pourraient donc constituer des marqueurs 
taxonomiques de la famille des ginkgoacées. 

 

I.1.d. Chimio-taxonomie et -taphonomie de cheirolépidiacées cénomaniennes 

 Les fossiles étudiés appartiennent à l'espèce Frenelopsis alata (Velenovsky & Viniklar, 
1926 ; Pons, 1979) rattachée aux conifères. Frenelopsis a longtemps été classée dans la famille des 
cupressacées avant d'être incluse dans les cheirolépidiacées, famille entièrement éteinte, aux 
contours mal définis, mais néanmoins apparentée aux cupressacées (Taylor, 1981 ; Stewart & 
Rothwell, 1993). Les spécimens de F. alata étudiés proviennent de deux gisements cénomaniens 
européens situés en Bohême (République Tchèque) et en Anjou. Comme E. andegavense, la 
ginkgoacée fossile issue des mêmes gisements, F. alata présente une excellente préservation 
morphologique et plusieurs adaptations xérophytiques (Fig. 8). On remarque chez F. alata une 
adaptation originale à des climats arides : la présence, à l'extrémité des feuilles, de micropoils qui 
auraient pu favoriser la condensation nocturne de l'humidité atmosphérique (Broutin & Pons, 1975). 
L'observation microscopique des fossiles d'Anjou a révélé la présence de champignons épiphylles 
fossiles sur les épidermes et à l'intérieur des rameaux 
de F. alata (Pons & Boureau, 1977), tandis que les 
spécimens de Bohême se sont avérés vierges de toute 
invasion fongique (Nguyen Tu et al., 2000). Les 
champignons identifiés sur les spécimens angevins 
correspondent à des espèces parasites et épiphytes qui 
se sont vraisemblablement développées du vivant des 
conifères (Pons & Boureau, 1977). Les lipides de 
spécimens d'Anjou et de Bohême ont été analysés et 
comparés à ceux de Tetraclinis articulata. Bien que F. 
alata et T. articulata ne soient pas spécialement 
apparentés, T. articulata est la seule cupressacée 
actuelle à présenter des micropoils à l'extrémité de ses 
feuilles. Outre des objectifs chimiotaxonomiques 
semblables à ceux des études précédentes, ce travail 
visait également à tester si la présence de 
champignons épiphylles était détectable dans la 
composition chimique des lipides végétaux. 

 La caractérisation en GC-MS des lipides de T. articulata a révélé un mélange complexe de 
molécules très diverses avec 51 composés différents (Fig. 9). Ces lipides sont largement dominés 
par des terpénoïdes (5 monoterpénoïdes, 18 sesquiterpénoïdes et 8 diterpénoïdes) qui 
appartiennent pour la plupart à des familles chimiques ubiquistes chez les conifères (Otto & Wilde, 

Figure 8. Rameau de Frenelopsis alata. a. Vue 
d’ensemble, b. Micropoils, c. Epiderme sain, 
d. Epiderme envahi par les champignons 
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2001). Les composés les plus abondants correspondent à des diterpènes tricycliques à squelette 
pimarique. On trouve également deux lignanes (molécules dérivées de la combinaison de deux 
unités phénoliques de lignine), deux composés isopréniques acycliques dérivés de la chaîne phytyle 
de la chrorophylle (phytol et phytadiène) et quelques composés aliphatiques à chaîne saturée : n-
alcanes (C33-C35, max C35) et n-acides (C14-C22, max C16).  

Les lipides de F. alata se sont révélés plus simples que ceux de leur équivalent actuel, bien 
que présentant une certaine diversité (Fig. 9 ; Nguyen Tu et al., 2000). Ils sont dominés par des 
composés aliphatiques à chaîne saturée (n-alcanes C14-C35, max. C29 ou C31; n-acides C10-C32, 
max. C16), mais comportent également deux molécules benzéniques (acide benzoïque et 
hydroxybenzaldéhyde) et cinq terpénoïdes polycycliques (cadalène, béyérane, déhydroabiétane, 
ferruginol et oxoferruginol). Les lipides de spécimens de F. alata envahis par des champignons 
épiphylles comportent en plus sept composés phénoliques et des acides dicarboxyliques (Fig. 9, 
(Nguyen Tu et al., 2000). Les lipides de F. alata montrent quelques constituants communs avec 
ceux de leur sédiment encaissant (voir section I.1.c. pour la composition du sédiment) : les n-
alcanes à longue chaîne maximisant en C29 ou en C31, les n-acides maximisant en C16, le 
déhydroabiétane et le ferruginol. Toutefois, plusieurs molécules se trouvent exclusivement dans les 
fossiles (composés phénoliques, béyérane) ou dans le sédiment (norabiétatriène, simonellite ) 
suggérant que les molécules identifiées dans les lipides fossiles correspondent principalement à des 
constituants de F. alata. L'absence de composé original commun aux deux conifères peut refléter 
leur éloignement taxonomique mais également l'altération diagénétique de composés plus originaux 
comme les lignanes. Alors que les diterpènes de l'actuelle T. articulata relèvent principalement de la 
classe pimarane, qui est ubiquiste chez les conifères actuelles (Otto & Wilde, 2001), ceux de F. 
alata relèvent des classes abiétane, abiétane phénolique et béyérane. Contrairement aux abiétanes, 
les abiétanes phénoliques et les béyéranes ne se trouvent que dans un nombre limité de conifères 
actuelles, notamment les cupressacées (Otto & Wilde, 2001). La présence de ces molécules chez F. 
alata confirme, sur des bases chimiques, le rapprochement souvent proposé entre la famille fossile 
des cheirolepidiacées et les cupressacées actuelles, au moins concernant la lignée à laquelle 
appartient F. alata.  

 Les composés phénoliques identifiés dans les spécimens envahis par les champignons sont 
similaires aux unités élémentaires constitutives de la lignine. De nombreux champignons sont 
capables de dégrader la lignine grâce à l'activité d'enzymes conduisant à l'oxydation de 
groupements alcools, à la coupure de liaisons Cα-Cβ et aryl-Cα ou encore à la déméthoxylation et à 
l’ouverture des cycles aromatiques (Evans, 1987 ; Eriksson et al., 1990 ; Dashtban et al., 2010). Les 
composés phénoliques identifiés dans les fossiles envahis pourraient donc être issus de la 
dégradation/dépolymérisation de la lignine par les champignons épiphytes, plusieurs de ces 
molécules ayant été décrites comme des produits de dépolymérisation de la lignine (Odier & Rouau, 
1985; Youn et al., 1995). Ces composés pourraient donc constituer des marqueurs moléculaires de 
l'activité lignolytique des champignons fossiles observés. Si les biomarqueurs typiques de 
champignons (ergostérol, PLFA 18:2ω6,9) n’ont pas pu être détectés dans les spécimens envahis 
par les champignons, c’est parce que ces biomarqueurs sont en fait caractéristiques de 
champignons vivants (Högberg, 2006). 
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Figure 9. Courants ioniques totaux des lipides totaux de l’étude chimiotaxonomique de Frenelopsis alata. 
Lipides extraits au CH2Cl2/CH3OH. 
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I.1.e. Méthode, intérêts et limites de la chimiotaxonomie appliquée aux fossiles 

Outre les précisions sur la composition chimiques des fossiles étudiés et leurs conditions de 
fossilisation, ces trois études de cas ont permis de souligner les deux principales contraintes de 
l'utilisation des lipides des plantes fossiles à des fins taxonomiques : (1) l'intégrité des lipides 
fossiles et (2) la disponibilité d'échantillons de référence et de marqueurs taxonomiques de plantes 
actuelles.  

La chimiotaxonomie appliquée aux plantes fossiles nécessite que les lipides extraits des 
fossiles n'incluent pas de quantités substantielles de lipides sédimentaires, ou que du moins, ces 
derniers soient aisément identifiables. Si l'idéal serait que fossiles et sédiments encaissant ne 
présentent aucun constituant commun, ceci est rarement le cas. D'autant moins que de la MO 
dérivée de fossiles plus ou moins fragmentés contribue souvent à la MO du sédiment encaissant les 
macrofossiles. Un critère alternatif raisonnable est de disposer de constituants propres au sédiment, 
d'une part, et au fossile, d'autre part. Ceci était le cas des plantes cénomaniennes étudiées et a 
permis l'identification de marqueurs taxonomiques des plantes et métaboliques des champignons 
épiphylles. L'interprétation des lipides du hêtre pliocène était plus délicate dans la mesure où tous 
les constituants identifiés dans le fossile avaient également été détectés dans leur sédiment 
encaissant. Des différences d'abondances relatives des lipides entre fossiles et sédiments peuvent 
toutefois éventuellement autoriser quelques interprétations chimiotaxonomiques. Par ailleurs, alors 
que les fossiles cénomaniens sont bien plus anciens que les fossiles pliocènes, ils semblent avoir 
été moins affectés par les lipides sédimentaires que les hêtres fossiles. A l'instar de ce que l'on 
observe généralement pour la morphologie des fossiles, le sédiment encaissant plus fin en Anjou 
(argiles) que dans le Valdarno (silts), et la cuticule des plantes plus épaisse dans les plantes 
cénomaniennes (adaptation xérophytique) que dans le hêtre pliocène, ont certainement favorisé 
l'intégrité de la MO des fossiles d'Anjou. Les trois études de cas présentées ici ont également 
souligné la contribution potentielle de micro-organismes épiphylles et/ou dégradeurs qui peut 
influencer les lipides végétaux. 

 L'étude des végétaux fossiles par chimiotaxonomie requiert en outre la disponibilité 
d'échantillons et de marqueurs taxonomiques de plantes actuelles, adaptés à la problématique. La 
composition chimique des spécimens présentés dans ce chapitre est représentative des marqueurs 
communément reconnus en paléochimiotaxonomie : diterpènes tricycliques pour les conifères et 
triterpènes pentacycliques pour les angiospermes (Otto & Wilde, 2001 ; Diefendorf et al., 2014). Il 
convient néanmoins de rappeler que ces critères sont statistiques. Par exemple, des diterpènes 
existent chez plusieurs angiospermes ; de même que les fougères peuvent produire certains 
triterpènes pentacycliques (Otto & Wilde, 2001). En l'absence de molécules spécifiques adaptées à 
la problématique étudiée, une approche alternative consiste à comparer la distribution des séries de 
composés aliphatiques des cires épicuticulaires ; mais cette méthodologie est soumise à d'éventuels 
biais liés à des variations de longueurs de chaîne, dues à la maturité des feuilles ou aux 
changements environnementaux. Par ailleurs, contrairement, aux résultats obtenus pour les 
ginkgoacées, aucune molécule originale, spécifique aux hêtres actuel et fossile étudiés, n'a pu être 
identifiée, alors que la morphologie des feuilles fossiles atteste de leur appartenance au genre 
Fagus. On peut théoriquement envisager que d'éventuels marqueurs taxonomiques des Fagacées 
n'aient pas résisté aux altérations diagénétiques qui ont accompagné la fossilisation des feuilles 
étudiées. Cependant, il est plus vraisemblable qu'aucun marqueur spécifique aux fagacées n'existe 
dans les lipides foliaires de ces plantes. En effet, aucune des études chimiotaxonomiques publiées 
sur les lipides de cette famille n'a mis en évidence de molécule d'intérêt. Cette absence de 
marqueur taxonomique dans les lipides des fagacées souligne également la limitation de 
l'échantillonnage disponible chez les plantes apparentées aux ginkgoacées actuelles (et fossiles). 
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En effet, le seul représentant actuel de la famille des ginkgoacées, de l'ordre des ginkgoales, de la 
classe de ginkgopsides ou encore de la division des ginkgophytes, est le G. biloba. Dans la mesure 
où la diversité des ginkgophytes était bien supérieure au Mésozoïque qu'actuellement (Stewart and 
Rothwell, 1993), les diméthoxyalkylcoumarines identifiées peuvent ne correspondre qu'à des 
marqueurs (relictuels) de taxons supérieurs à la famille, à l'instar des diterpènes tricycliques des 
conifères ou des triterpènes pentacycliques des angiospermes.  

 Plus généralement, les études chimiotaxonomiques des végétaux fossiles peuvent conduire 
à identifier des biomarqueurs ou des empreintes moléculaires caractéristiques de plantes 
aujourd'hui disparues. De tels biomarqueurs peuvent ensuite être utilisés en géochimie sédimentaire 
pour évaluer la contribution de ces plantes à la MO sédimentaire, voire leur importance dans les 
végétations passées (Diefendorf et al., 2014).  

 

I.2. Paléoécologie isotopique 

I.2.a. Principe et précautions 

La paléoécologie isotopique utilise les variations naturelles des rapports des isotopes stables 
d'un élément dans les êtres vivants, en réponse aux variations environnementales. Transposées 
aux fossiles, ces variations isotopiques peuvent aider à reconstituer les caractéristiques des 
environnements dans lesquels ils se développaient, et ainsi contribuer à documenter leur écologie. 
Mon travail s'est focalisé sur les isotopes stables du carbone (13C/12C) car leurs variations sont bien 
documentées chez les plantes actuelles. De plus, du fait de l’abondance du carbone dans les êtres 
vivants, son analyse isotopique dans de la MO ancienne est assez aisée (par spectrométrie de 
masse isotopique). Les rapports des isotopes stables du carbone s’expriment, en part pour mille 
(‰), par rapport à un étalon (Craig, 1953) : δ13C={[(13C/12C)échantillon/(

13C/12C)étalon]-1}×1000, l'étalon 
étant le standard international Vienna PeeDee Belemnite (V-PDB). Le δ13C des plantes actuelles 
dépend de 3 principaux facteurs : le type de photosynthèse utilisé par la plante (principalement C3 
ou C4), les caractéristiques de leur environnement (disponibilité de l'eau et des nutriments, 
température, luminosité, etc.) et la composition du CO2 atmosphérique (δ13CCO2, teneur en CO2 
atmosphérique ; Farquhar et al., 1982). En se plaçant dans un contexte où deux de ces paramètres 
sont établis, il est possible d’utiliser le δ13C d’une plante fossile pour reconstituer le troisième. Bien 
que j'aie travaillé sur des projets s'intéressant aux trois grands facteurs influençant le δ13C des 
plantes, les travaux détaillés ci-après portent sur l'utilisation du δ13C de plantes anciennes pour 
reconstituer certains paramètres environnementaux, notamment la disponibilité de l'eau pour les 
plantes, qui est l’un des paramètres environnementaux qui influence le plus leur δ13C. 

Avant toute utilisation des rapports isotopiques dans les fossiles, il convient de s’assurer 
qu’ils n’ont pas été significativement affectés par la diagenèse. La première étape consiste à tester 
la présence de carbone exogène, minéral ou organique, susceptible d’être adsorbé sur les fossiles 
et de biaiser les mesures. Ce carbone peut être éliminé par traitement acide et basique. La 
fossilisation peut conduire à une modification de la composition isotopique moyenne d’un fossile, si 
elle s’accompagne d’une perte préférentielle de constituants de composition isotopique différente de 
la moyenne. Une corrélation entre le δ13C des fossiles et leur teneur en carbone, azote ou oxygène 
peut permettre de mettre en évidence une modification diagénétique du signal isotopique par perte 
préférentielle de constituants particuliers. Enfin, il convient de s’assurer que la composition 
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isotopique des fossiles est du même ordre de gr& eur que celle de plantes actuelles équivalentes, et 
qu’elle varie selon les mêmes schémas. On peut par exemple vérifier :  

- variabilité intra-organe ≤ variabilité intra-spécifique ≤ variabilité interspécifique, 

- δ13Cfeuilles ≤ δ13Ctiges ≈ δ13Cracines ≤ δ13Ctroncs, 

- δ13Clipides ≤ δ13Clignine ≈ δ13Cprotéines ≤ δ13Ccarbohydrates.  

 

I.2.b. Paléoécologie de feuilles fossiles cénomaniennes 

 Cette étude visait à évaluer la pertinence d'une approche isotopique pour la reconstitution 
des environnements et de l’ecologie de végétaux fossiles ; elle est basée sur les paléoflores 
cénomaniennes d'Anjou et de Bohême dont les principaux végétaux (E. andegavense et F. alata) 
ont fait l'objet des caractérisations chimiques décrites dans la partie chimiotaxonomie. Ces flores ont 
non seulement été choisies pour la grande qualité de la préservation morphologique et chimique des 
fossiles, mais également pour la disponibilité de nombreuses informations paléoenvironnementales 
fournies par des études indépendantes, principalement sédimentologiques et palynologiques (Pons 
et al., 1980; Ulicny et al., 1997). Si la photosynthèse en C4 était (peut-être) déjà apparue en 
quelques endroits du globe, c'est la photosynthèse en C3 qui domine largement au Cénomanien en 
Europe (Osborne & Beerling, 2006). En conséquence, le facteur photosynthèse, qui joue un rôle 
majeur sur le δ13C des plantes actuelles, n'est pas susceptible d'avoir varié pour les plantes fossiles 
étudiées. De plus, en Bohême, les flores étudiées sont issues de plusieurs gisements 
contemporains localisés dans une aire géographique limitée (75 km entre les deux gisements les 
plus éloignés) de sorte que des variations locales/régionales de composition atmosphérique 
(δ13CCO2, teneur en CO2 atmosphérique) ne sont pas susceptibles d'avoir influencé le δ13C des 
fossiles. En effet, ces variations se produisent généralement sur le long terme, ou le long de 
gradients géographiques très importants. Les principaux paramètres susceptibles d'avoir influencé 
le δ13C des végétaux fossiles étudiés relèvent donc des caractéristiques (locales) de 
l'environnement. Enfin, les études paléoenvironnementales existantes montrent que les différents 
gisements à végétaux du Cénomanien de Bohême, correspondent à des environnements assez 
diversifiés (Cech et al., 1980; Pacltova, 1990; Ulicny et al., 1997). Ainsi, la caractérisation isotopique 
de ces paléoflores permet de tester le potentiel de l'approche isotopique pour reconstituer 
paléoenvironnements et paléoécologie végétale.  

Figure 10. Positionnement stratigraphique (a) et paléogéographique (b) des paléoflores cénomaniennes étudiées. 
D’après Haq et al. (1988) et Dercourt et al. (2000). 
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 Les paléoflores étudiées sont issues de formations argileuses continentales ou 
péricontinentales du Cénomanien basal des régions étudiées. Les paléoflores d'Anjou et de Bohême 
sont diachrones ; elles sont datées respectivement du Cénomanien inférieur (± 96 Ma) et moyen 
(± 94 Ma), mais correspondent toutes les deux aux formations qui marquent le début de la 
transgression cénomanienne dans les régions considérées (Fig. 10). Ces paléoflores présentent de 
nombreux éléments communs : elles sont dominées par des fossiles des genres Eretmophyllum et 
Frenelopsis, mais incluent également diverses conifères, des cycas, des fougères et plusieurs 
angiospermes (Fig. 11). Des tests préliminaires (immersion dans la soude et l'acide chlorhydrique) 
ont montré que les feuilles fossiles étudiées n'avaient pas adsorbé des quantités significatives de 
carbone organique ou inorganique exogène qui aurait pu biaiser leur composition isotopique 
(Nguyen Tu et al., 1999, 2002). De plus, les feuilles présentent des δ13C (1) systématiquement 
différents de leur sédiment encaissant, (2) qui varient au sein d'un même gisement et d'un gisement 
à l'autre, et (3) distribués, pour les différentes composantes d'un même individu, de la même façon 
que chez les plantes actuelles (e.g. δ13Clipides ≤ δ13Ccuticule ≤ δ13Climbe ≤ δ13Cpétiole). Ces critères 
montrent que les rapports des isotopes stables des fossiles étudiés n'ont pas été substantiellement 
affectés par la diagenèse et la fossilisation ; ces rapports peuvent donc être interprétés en termes de 
paléoenvironnement/paléoécologie. Les résultats présentés ci-après sont focalisés sur les flores de 
Bohême, plus nombreuses et diversifiées que leur homologue angevine, qui fera toutefois l’objet 
d'une étude paléoécologique spécifique à la fin de cette partie. 

 Quatre gisements différents ont été sélectionnés pour des caractérisations isotopiques dans 
les formations du Cénomanien de Bohême, de l'ouest à l'est : Pecinov, Hloubetin, Horousany et 
Brnik. Les feuilles fossiles de ces gisements montrent des δ13C compris entre -28,1‰ et -22,4‰, 
pour des valeurs moyennes de l'ordre de -24,7‰ (Nguyen Tu et al. 2002). Ces valeurs rentrent dans 
la gamme de variation de celles rapportées pour les plantes en C3 fossiles (Rigby et al., 1981 ; 
Bocherens et al., 1993; Gröcke, 1998; Nguyen Tu et al., 2004a ; Barral et al., 2015). Les plantes en 
C3 actuelles présentent des compositions isotopiques variant entre -35‰ et -20‰, centrées autour 
de -28‰ (O’Leary, 1981). Il semble hasardeux de faire des comparaisons directes entre les 
compositions isotopiques absolues des plantes actuelles et fossiles pour les raisons suivantes : 

- les plantes fossiles apparaissent systématiquement enrichies en 13C par rapport aux plantes 
actuelles ; 

- la signature isotopique des plantes actuelles est dépendante de celle du CO2 atmosphérique qui 
s'appauvri continuellement en 13C du fait de la combustion des énergies fossiles, et la reconstitution 
de la composition isotopique des atmosphères passées conduit à des incertitudes importantes ; 

Figure 11. Quelques fossiles représentatifs des paléoflores de Bohême. 
a. Gleichenia zippei, b. Grevilleophyllum constans, c. Cunninghamites lignitum. 
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- même si tous les critères sont rassemblés pour montrer que la composition isotopique des fossiles 
a conservé un signal paléoécologique, on peut difficilement considérer qu'aucune modification 
diagénétique n'ait effecté leur composition isotopique (on peut notamment envisager qu'une faible 
modification diagénétique ait affecté leur signal isotopique tout en conservant des écarts 
caractéristiques de leur écologie) ; 

- si l'on peut raisonnablement supposer que par le passé les réponses isotopiques des plantes aux 
changements environnementaux variaient dans les mêmes directions qu'aujourd'hui, il est plus 
incertain de se prononcer sur l'amplitude de ces variations, notamment pour des plantes très 
anciennes dont il n’existe aucun équivalent actuel. 

Par conséquent, il paraît plus raisonnable, pour faire des reconstitutions paléoécologiques 
basées sur les rapports isotopiques, de se limiter à des comparaisons d'échantillons équivalents, 
d'âges proches, issus de localités voisines. Pour se faire, il convient de disposer d'un point de 
référence local de plantes qui se sont développées dans un environnement optimal. Parmi les 
paléoflores cénomaniennes de Bohême, celle du gisement de Brnik montre deux critères suggérant 
un environnement non-stressé : 

- les caractéristiques sédimentologiques de l'encaissant sont typiques d'une plaine d'inondation avec 
paléosols, marécages et chenaux méandrisants, sans aucune trace d'influence marine (Ulicny & 
Spicakova, 1996) ; 

- l'assemblage floristique comporte une part importante de végétaux inféodés à des milieux assez 
humides, comme les fougères, et inclut même une angiosperme à l'écologie proche des nénuphars 
(Kvacek, 1998). 

Il semble donc que les végétaux de Brnik se sont développés dans un environnement optimal, 
notamment sans stress hydrique, et leur composition isotopique (-25,6±0,7‰) a été utilisée comme 
référence de plantes non stressées. La composition isotopique des végétaux issus des autres 
gisements a ainsi été comparée à celle des végétaux de Brnik à des fins paléoécologiques (Nguyen 
Tu et al., 2002). 

La flore retrouvée dans l'unité 2 du gisement de Pecinov comporte plusieurs angiospermes 
dicotylédones (dont certaines proches du laurier, du platane), une monocotylédone et une 
bennettitale. Les fossiles se sont 
vraisemblablement développés près de leur 
milieu de dépôt : la plaine d'inondation d'une 
large rivière en tresse (Ulicny et al., 1997). 
Le δ13C des végétaux fossiles de Pecinov 
(unité 2) varie entre -28,1‰ et -25,6‰ pour 
une valeur moyenne de -26,7‰. Ces 
plantes sont appauvries en 13C d'environ 
1,1‰ par rapport à celle de Brnik et cette 
différence est apparue statistiquement 
significative (test de Mann-Whitney). 
L'environnement le plus fréquent pouvant 
conduire à une diminution du δ13C des 
végétaux est une canopée, sous laquelle la 
luminosité est réduite et la part de CO2 
appauvri en 13C issu de la respiration du sol 
est importante (Medina & Minchin, 1980 ; 
Hanba et al., 1997). Ces caractéristiques 

Figure 12. Distribution des compositions isotopiques des 
plantes des 3 gisements étudiés en Bohême. 
Les flèches indiquent la valeur moyenne du gisement. 
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environnementales locales conduisent à un appauvrissement en 13C des végétaux se développant 
près du sol, sous une canopée (Buchmann et al., 1997; Martinelli et al., 1998). L'appauvrissement 
en 13C des plantes fossiles du gisement de Pecinov (unité 2) pourrait donc témoigner de l'existence 
d'une canopée (Nguyen Tu et al., 2002), d'autant plus que les plantes herbacées ou arbustives (e.g. 
laurier) présentent des δ13C inférieurs aux plantes arborescentes (e.g. platane).  

 Les paléoflores issues des gisements de Hloubetin et Horousany sont comparables : elles 
sont constituées de plusieurs conifères dont Frenelopsis, la ginkgoacée Eretmophyllum, une 
cycadophyte, une plante pouvant s'apparenter aux gnétales et une angiosperme. Les fossiles, qui 
se sont déposés dans des milieux sub-tidaux à supra-tidaux, se sont vraisemblablement développés 
dans des environnements de type marais salant/pré salé (Hlustik, 1986; Spicakova, 1999). La 
composition isotopique des plantes de ces gisements est comprise entre -27,6‰ et -22,4‰, pour 
une valeur moyenne de -24,5‰. Ces plantes sont significativement enrichies en 13C par rapport au 
gisement de référence de Brnik (test de Mann-Whitney). Le principal paramètre environnemental 
pouvant conduire à une augmentation du δ13C des végétaux est le stress hydrique (Ehleringer & 
Cooper, 1988; Farquhar & Richards, 1984). Dans la mesure où ces végétaux poussaient dans des 
environnements influencés par la mer, le stress hydrique subi était probablement d'origine saline 
(Nguyen Tu et al., 2002). 

Le gisement fossilifère étudié 
en Anjou, présente des 
caractéristiques sédimentologiques 
et paléobotaniques similaires à celles 
des gisements tchèques de 
Hloubetin et Horousany. Un 
échantillonnage exhaustif des 
végétaux composant la paléoflore 
d'Anjou a permis de détailler la 
paléoécologie de ce type de flore 
assez répandue en Europe durant le 
Cénomanien basal. Les végétaux 
fossiles d'Anjou présentent des δ13C 
compris entre -28,8‰ et -22,6‰ pour 
une valeur moyenne de l'ordre de 
celle trouvée à Hloubetin et 
Horousany (-24,4‰ ; Nguyen Tu et 
al., 1999). La plupart des espèces 
étudiées montre une composition 
isotopique moyenne distincte des 
autres espèces, ce qui a conduit à 
proposer une répartition écologique 
des plantes selon un gradient de 
salinité croissant de la plaine 
d’inondation vers les zones littorales 
et lagunaires, en fonction de leur 
δ13C (Fig. 13). Ainsi, Frenelopsis, à la 
composition isotopique riche en 13C, 
se développait dans les zones les 
plus salées du paysage alors 

Figure 13. Distribution par espèce du δδδδ
13

C des fossiles d’Anjou (a) et 
reconstitution paléoécologique proposée (b). 

a 

b 
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qu'Eretmophyllum, à la composition isotopique très variable, pouvait s’installer dans des zones de 
salinité contrastée. 

 Cette étude isotopique des paléoflores cénomaniennes d'Anjou et de Bohême a donc montré 
qu'à condition de (1) s'assurer que le signal isotopique n'avait pas été significativement affecté par la 
diagenèse et (2) disposer de référence de composition isotopique adaptée à l'étude, le δ13C des 
plantes fossiles pouvait aider à reconstituer les environnements dans lesquels elles se sont 
développées, voire leur paléoécologie. 

 

I.2.c. Dendroclimatologie sur charbon de bois néolithiques 

L’analyse isotopique des charbons de bois peut également aider à reconstituer les 
paléoenvironnements. En effet, les charbons présentent un potentiel de préservation supérieur aux 
organes non carbonisés dans la mesure où la carbonisation leur confère une structure chimique 
résistante à la dégradation (Figueiral, 1999 ; Bird & Ascough, 2012). De fait, les charbons de bois 
sont plus fréquents dans le registre sédimentaire que le bois. De plus, certaines études ont suggéré 
que la carbonisation ne conduisait pas à des modifications significatives du signal isotopique 
(Czimczik et al., 2002; Krull et al., 2003 ; Ascough et al., 2008). Par ailleurs, la caractérisation 
isotopique à l’échelle du cerne a fait ses preuves sur les bois actuels (ou récents) pour reconstituer 
des variations fines du climat (dendroclimatologie isotopique; Leavitt & Long, 1991; Treydte et al., 
2001; Young et al., 2012). L’objectif de ce projet (collaboration A. Dufraisse, AASPE, MNHN ; thèse 
F. Baton) était donc d’évaluer la pertinence d’une approche isotopique cerne à cerne sur charbon de 
bois, pour reconstituer paléoenvironnements et paléoclimats.  

 La première étape du projet a été de développer 
une technique de prélèvement cerne à cerne pour les 
charbons de bois. Adapté des méthodes utilisées en 
archéozoologie, le prélèvement à la microforeuse sous 
loupe binoculaire, s’est avéré optimal. Il permet en effet 
(1) la récupération d’une poudre directement analysable 
en spectrométrie de masse isotopique et (2) le 
prélèvement de sous-échantillons de cernes en 
distinguant le bois de printemps du bois d’été (Fig. 14). 
La pertinence de l’approche a ensuite été testée en 
combinant caractérisation morphométrique/dendro-
logique et analyse isotopique sur des charbons anciens 
issus d’environnements variés documentés par des 
méthodes indépendantes.  

 Les charbons étudiés sont issus des sites néolithiques du bord du lac de Chalain (Jura) 
datés de 5300 à 600 BP. Des études archéologiques, malacologiques, palynologiques, 
sédimentologiques et géochimiques (14C) ont montré que plusieurs phases d'occupation des sites se 
sont succédées, au gré d'alternances de périodes d'amélioration et de péjoration climatiques (Fig. 
15 ; Damon et al., 1989; Magny, 1993; Mouthon, 1997; Richard, 1997 ; Pétrequin, 2012). Cette 
étude exploratoire s'est focalisée sur des charbons de la station 4 du lac, correspondant à deux 
périodes climatiques différentes : 

- une période de péjoration climatique (diminution de la température, augmentation des 
précipitations) : le niveau G (3040 BP) 

2 mm 

Fig. 14. Prélèvement de cernes de croissance à la 
microforeuse sur un fragment de charbon du 
Néolithique de Chalain. 
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- une période d'amélioration climatique (augmentation de la température, diminution des 
précipitations): le niveau A/B (3000 BP)  

Les échantillons ont été sélectionnés de façon à limiter les sources de variabilité du signal 
isotopique qui ne seraient pas environnementales/climatiques : 

- Une seule essence de bois a été étudiée afin de limiter les variations isotopiques dues à des 
différences interspécifiques. Le chêne caducifolié (Quercus sp.) a été choisi pour son abondance 
dans les forêts tempérées actuelles et dans les spectres anthracologiques, ainsi que pour son 
anatomie présentant des cernes de croissance clairement identifiables, et sa capacité à enregistrer 

les variations climatiques en 
climat tempéré (Michelot, 
2011; Young et al., 2012). 

- Les charbons issus d'un seul 
type de feu ont été 
échantillonnés pour cette étude 
afin de limiter d'éventuelles 
variations isotopiques liées à 
des différences de conditions 
de combustion (température, 
oxygénation, etc.). Les 
charbons de bois issus de 
foyers domestiques ont ainsi 
été privilégiés car les foyers 
domestiques sont abondants et 
aisément reconnaissables 
dans les niveaux 
archéologiques. 

Des tests préliminaires (immersion dans la soude et l'acide chlorhydrique) ont montré que 
les charbons étudiés n'avaient pas adsorbé des quantités significatives de carbone organique ou 
inorganique exogène qui aurait pu biaiser leur composition isotopique (Baton et al. accepté). Les 
charbons ont également été étudiés par microspectrométrie Raman afin d'estimer leur température 
de carbonisation. Le rapport des hauteurs des bandes "graphite" et "défaut" des spectres Raman 
(HD/HG) et le paléothermomètre de Deldique et al. (Deldicque et al., 2016) suggèrent des 
températures de combustion proches de 700°C et semblables pour les charbons des deux niveaux 
étudiés de Chalain 4 (collaboration F. Delarue, IMPMC, MNHN). De telles températures sont 
supérieures à celles généralement présumées pour les charbons issus de foyers domestiques 
(<450°C, Whelan 1995). Quoi qu'il en soit, les charbons des deux niveaux étudiés sont issus de 
températures de carbonisation similaires et leur composition isotopique n'est donc pas susceptible 
d'avoir été affectée par des différences de carbonisation. 

Le δ13C mesuré sur les cernes des charbons étudiés sont centrés autour de -25,9‰ pour le 
niveau A/B et -26,5‰ pour le niveau G (Baton et al. accepté). Une nouvelle méthode de 
caractérisation microscopique des charbons (Dufraisse et al. accepté) a permis de distinguer les 
charbons de duramen (bois de cœur, aux vaisseaux bouchés, n'assurant plus la conduction de 
sève), des charbons issus d'aubier (bois périphérique, assurant la conduction de sève). Les 
charbons de duramen sont apparus systématiquement appauvris en 13C par rapport aux charbons 
d'aubier (Fig. 16), en accord avec (1) l'appauvrissement en 13C de la lignine par rapport aux tissus 
totaux (Benner et al., 1987) et (2) l'augmentation de la teneur en lignine du bois au cours de la 
duraminisation (Hillis, 1987). Les charbons du niveau A/B sont significativement enrichis en 13C par 

Figure 15. Données climatiques sur la période d’occupation du lac de Chalain. 
d’après Pétrequin et al. (2002). 
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rapport à ceux de la couche G (ANOVA), et ce, quel que soit l'échantillon testé : tous échantillons 
confondus, exclusivement le bois de printemps, le bois d'été, le duramen ou l'aubier (Fig. 16). Cet 
enrichissement en 13C est en accord avec les paléoclimats reconstitués précédemment dans la 
mesure où (1) le climat du niveau A/B a été démontré comme ayant été légèrement plus sec et plus 
chaud que celui du niveau G (Magny, 1993) et (2) augmentation de la température et diminution des 
précipitations conduisent à des augmentation du δ13C des plantes (Farquhar et al., 1982 ; Dawson et 
al., 2002) et notamment du δ13C des cernes de bois de chêne (Michelot, 2011). La teneur en 13C 
mesurée dans les cernes de charbon de bois semble donc pouvoir enregistrer des variations 
paléoenvironnementales/ paléoclimatiques fines sous climat tempéré. En effet, les quelques études 
isotopiques publiées jusqu'à présent portaient sur des climats beaucoup plus contrastés 
(méditerranéens voire désertiques ; Hall et al., 2008 ; Aguilera et al., 2009 ; Masi et al., 2013 ; 
Vaiglova et al., 2014). De plus, l'enrichissement systématique de l'aubier en 13C par rapport au 
duramen, souligne la nécessité de bien distinguer ces types de bois pour des reconstitutions 
paléoenvironnementales fiables.  

 L'échantillonnage des charbons à l'échelle du cerne a également permis de tester le 
potentiel des isotopes stables du carbone pour restituer les tendances climatiques à court terme. 
Toutefois, aucune tendance particulière n'est apparue en suivant la composition isotopique des 
différents cernes composant chacun des charbons (Baton et al. accepté), et ce, même en séparant 
les niveaux archéologiques ou les types de bois. Bien que les plus gros charbons disponibles 
(comprenant de 5 à 19 cernes) aient été sélectionnés pour cette étude, l'approche cerne à cerne sur 
charbon n'est pas pertinente dans ce contexte pour documenter les tendances climatiques à court 
terme. En dendroclimatologie isotopique sur bois actuel, c'est l'analyse du bois d'été qui est 
privilégiée à celle du bois de printemps, afin de limiter l'influence de carbone issu des réserves 
accumulées l'année précédente, sur le signal isotopique (Borella et al., 1998). Toutefois, la 
comparaison du δ13C du bois de printemps et du bois d'été est susceptible de documenter les 
contrastes saisonniers (Livingston & Spittlehouse, 1996 ; Helle & Schleser, 2004; Li et al., 2007). La 

Figure 16. δδδδ
13

C des charbons des niveaux A/B et G (bois de printemps et bois d’été confondus). a. duramen et aubier 
confondus, b. duramen et aubier séparés. Les boites représentent moyenne, médiane, minimum, maximum, premier et 
dernier quartile. Les encoches marquent l’intervalle de confiance à 95% de la médiane. 
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différence de composition isotopique entre le bois de 
printemps et le bois d'été a été calculée ainsi :  
 ∆saisonnalité = δ13Cprintemps - δ

13Cété 

Le ∆saisonnalité calculé pour les charbons de Chalain 4 est 
centré autour de -0,01‰ pour le niveau A/B et de 
+0,20‰ pour le niveau G (Fig. 17, Baton et al. accepté). 
Au sein d'un même niveau archéologique, le ∆saisonnalité 
n'est pas statistiquement différent entre l'aubier et le 
duramen, montrant que la duraminisation n'influence pas 
cet indice (influence de façon équivalente le bois de 
printemps et le bois d'été). La différence de ∆saisonnalité 
entre le niveau A/B et le niveau G est statistiquement 
significative et suggère des saisons plus contrastées 
pour le niveau G que pour le niveau A/B. En effet, 
le ∆saisonnalité est vraisemblablement contrôlé par (1) le 
niveau de remobilisation printanière du carbone 
accumulé l'année précédente qui est enrichi en 13C, et 
(2) les différences de précipitations cumulées entre le 
printemps et l'été, ces deux paramètres étant gouvernés 
par la disponibilité de l'eau (Livingston & Spittlehouse, 
1996 ; Helle & Schleser, 2004; Li et al., 2007). Il semblerait donc que le climat plus froid et plus 
pluvieux du niveau G ait également été caractérisé par des contrastes saisonniers plus importants, 
du moins en termes de précipitations. 

 Cette étude exploratoire distinguant bois de printemps et bois d'été suggère donc que les 
rapports des isotopes stables des charbons de bois archéologiques peuvent enregistrer des 
variations fines des paléoclimats, voire aider à reconstituer les contrastes saisonniers. Pour les 
charbons de bois, comme pour les feuilles non carbonisées, il convient au préalable de s'assurer 
que le signal isotopique n'a pas été substantiellement affecté par la diagenèse ; il est également 
nécessaire de contrôler le type de bois étudié (duramen/aubier) et d'évaluer la température de 
carbonisation (microspectrométrie Raman). 

 

I.2.d. Méthode, intérêts et limites de la géochimie isotopique sur macrorestes végétaux 

 Les études détaillées précédemment ont été menées dans des contextes 
paléoenvironnementaux bien contraints par d'autres méthodes (e.g. paléobotanique, 
sédimentologie) afin de tester la pertinence de l'approche isotopique sur macrorestes végétaux pour 
reconstituer paléoécologie, paléoenvironnements et paléoclimats. Ces études soulignent l'intérêt de 
l'approche pluridisciplinaire pour faire des reconstitutions les plus complètes et les plus fiables 
possibles. Par ailleurs, contrairement aux reconstitutions de la paléoécologie d'une espèce donnée, 
la généralisation des données isotopiques pour des reconstitutions paléoclimatiques ou 
paléoenvironnementales à grande échelle, nécessite de s'assurer de la représentativité des 
échantillons. Là encore, une approche pluridisciplinaire peut aider à tester cette représentativité, 
comme dans le cas de l'étude des charbons de bois du lac de Chalain où l'anthracologie a permis 
de (1) sélectionner des charbons issus d'une seule essence et d'un seul type de feu et (2) dater les 
périodes durant lesquelles les bois étudiés se sont développés. Il restera encore à évaluer la 
représentativité des charbons exploitables en dendroclimatologie isotopique pour les reconstitutions 

Figure 17. ∆∆∆∆
13

C des charbons des niveaux A/B et G 
(tout échantillons confondus). 
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paléoclimatiques. Une telle évaluation devra passer par des études statistiques de la composition 
isotopique de charbons issus de foyers expérimentaux. 

La caractérisation isotopique des plantes fossiles peut également permettre de mieux 
appréhender les adaptations des plantes sur le long terme. L'analyse du δ13C de feuilles de chêne 
du Miocène supérieur (± 8 Ma) du bassin du Rhin n'a montré aucune différence de composition 
isotopique entre les feuilles issues de deux niveaux (séparés de 2 Ma) correspondant à des teneurs 
en CO2 atmosphérique différant de 80 ppm (Nguyen Tu et al., 2004a). Alors que de nombreuses 
expériences montrent que la composition isotopique des plantes actuelles répond à des variations 
rapides de teneur en CO2 atmosphérique (Körner et al., 1988; Peñuelas & Estiarte, 1997), cette 
étude sur le fossile est en accord avec une adaptation, sur le long terme, de la physiologie et de 
l’anatomie des plantes aux variations atmosphériques. Une telle adaptation passe notament par une 
modification de leur densité stomatique.  

D’autres isotopes stables peuvent potentiellement apporter des informations 
paléobiologiques pertinentes : ceux de l’azote, de l’oxygène et de l’hydrogène. Le δ15N, le δ18O et le 
δD des plantes sont en effet dépendants de nombreux paramètres environnementaux, 
principalement la température et les précipitations (Dawson et al., 2002). L’analyse du δ15N de MO 
sédimentaires a démontré son intérêt pour reconstituer les paléoenvironnements continentaux 
(Storme et al., 2012 ; Tramoy et al., 2016). Le δ18O et le δD des cernes de bois actuels ou 
historiques constituent des outils reconnus pour reconstituer les variations climatiques récentes 
(Feng et al., 1999 ; Danis et al., 2006 ; Young et al., 2012). Pourtant, ces isotopes n’ont pas encore 
été appliqués à l’étude des plantes anciennes. Les améliorations récentes de la sensibilité des 
spectromètres de masse permettent désormais la mesure des rapports isotopiques de l'azote et de 
l'oxygène sur de très faibles quantités de MO ; ces isotopes stables sont donc inscrits dans les 
perspectives de mes travaux de recherche notamment en dendroclimatologie isotopique sur 
charbons. Quels que soient les éléments étudiés, l'utilisation de leurs rapports isotopiques à des fins 
paléoenvironnementales demeure dépendante des connaissances disponibles concernant la 
variabilité des rapports isotopiques des plantes actuelles en réponse aux variations de 
l'environnement. Dans la mesure où les données sur les plantes actuelles ne sont pas toujours 
adaptées aux problématiques paléoenvironnementales, il peut être nécessaire de mettre au point de 
nouveaux référentiels actuels. Ainsi, un référentiel de ∆saisonnalité chez des arbres actuels est 
indispensable pour valider cette approche sur charbons de bois anciens. 
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II. Effets de la dégradation sur la signature biogéochimique des végétaux 

 

L'étude biogéochimique des végétaux fossiles soulève des questions sur les modifications 
subies par la MO au cours de la diagenèse et de la fossilisation, ou plus généralement entre la mort 
de la plante et son isolement du sédiment encaissant. Le suivi réel de ces processus est compliqué 
par leur durée, par le fait qu'ils se déroulent, pour la plupart, au sein des sédiments, ainsi que par la 
multiplicité des sources de la MO sédimentaire et des paramètres pouvant influencer la diagenèse. 

 La comparaison de débris végétaux à divers stades de dégradation/préservation permet 
d'appréhender les grandes tendances de l'évolution de leur signature biogéochimique au cours de la 
diagenèse. Ainsi, la comparaison de feuilles fraîches et de litière, ou de MO de sédiments récents 
prélevés à différentes profondeurs, peut montrer un appauvrissement progressif en 13C qui est 
parfois attribué à une dégradation préférentielle de la cellulose, elle-même enrichie en 13C par 
rapport à la MO végétale totale (Benner et al., 1987 ; Spiker & Hatcher, 1987). Une telle approche 
est toutefois limitée par la multiplicité de sources de la MO sédimentaire, dont des variations de 
proportions relatives pourraient être interprétées à tort comme des effets de la diagenèse (Meyers & 
Ishiwatari, 1993). Même en travaillant sur des macrorestes végétaux bien identifiés, comme les 
fossiles, le problème de contributions de MO externe aux fossiles demeure, notamment concernant 
la composition moléculaire de la MO (cf. champignons épiphytes de Frenelopsis alata).  

L'expérimentation en milieu contrôlé, dans des conditions artificielles accélérant les 
processus de diagenèse et de fossilisation, ou dans des conditions naturelles très propices à la 
dégradation des végétaux, constituent des alternatives intéressantes. Plusieurs études se sont 
attachées à suivre la signature biogéochimique de débris végétaux au cours de simulation dans des 
dispositifs fermés voire scellés permettant d'augmenter température et/ou pression (Finch & 
Freeman, 2001 ; Gupta et al., 2007). Si ce type d'expérimentation rend compte des modifications 
physico-chimiques subies par la MO végétale au cours de la diagenèse tardive, la catagenèse voire 
la métagenèse, il ne permet pas d'appréhender les modifications d'origine biologique subies par la 
MO, principalement au cours des premiers stades de dégradation qui suivent la mort des végétaux, 
et de la diagenèse précoce. Pourtant, les études moléculaires de la MO fossile décrites au chapitre 
précédent ont bien montré l'importance de micro-organismes tels que bactéries et champignons sur 
la signature biogéochimique des fossiles. Je me suis donc attelée à la mise au point d'expériences 
permettant une dégradation aussi rapide que possible de la MO tout en restant dans des conditions 
pouvant conduire à la fossilisation de végétaux, et offrant un contrôle aussi complet que possible 
des facteurs pouvant influer la signature biogéochimique de la MO. Les trois expériences rapportées 
ci-après rendent compte de la diversité des approches utilisées : laboratoire vs terrain, bois vs 
feuilles, sol vs interface eau-sédiment. 

 

II. 1. Effets de la dégradation sur la signature isotopique du bois : 

incubation en microcosme aquatique 

 Cette expérience a été menée dans le cadre d'un projet visant à tester l'utilisation du δ15N de 
MO continentale comme proxy paléoenvironnemental et paléoclimatique dans les sédiments 
anciens (collaboration J. Schnyder, ISTeP, & M. Sebilo, iEES ; thèse R. Tramoy). Elle visait à suivre 
le δ13C et le δ15N du bois au cours des premiers stades de la dégradation en milieu immergé, milieu 
par lequel transite la plupart des débris végétaux amenés à être préservés dans les sédiments voire 
à se fossiliser.  
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II.1.a. Principe et design expérimental 

Cette expérience focalisée sur les facteurs biotiques 
influençant la signature isotopique du bois, a été menée en 
laboratoire dans des microcosmes aux conditions contrôlées 
limitant les variations des facteurs abiotiques pouvant jouer sur 
la dégradation de la MO. Des échantillons de bois ont 
simplement été immergés dans des erlenmeyers remplis d'eau 
(Fig. 18), 

- placés dans le noir afin d'éviter le développement 
d'organismes photosynthétiques ne jouant aucun rôle sur la 
dégradation de la MO et pouvant apporter une contribution 
externe à la MO initiale ; 

- agités en continu afin de maintenir l'oxygénation du milieu et 
accélérer la dégradation ; 

- maintenus à température constante (22°C) et fermés par de 
l'aluminium perforé afin de permettre les échanges gazeux 
entre l'atmosphère et l'eau tout en évitant les contaminations 
externes, comme la poussière. 

Cette expérience de dégradation a été menée sur du bois de Sciadopitys verticillata, une 
taxodiacée (conifère) endémique du Japon, choisie pour pouvoir mener ultérieurement une étude 
chimiotaxonomique avec un bois fossile jurassique présentant des affinités avec S. verticillata 
(Xenoxylon fuxinense). Le bois, issu d'une branche tombée, récoltée après être restée six mois sur 
le sol, a été mis à dégrader sous deux formes : 

- des rondelles de 2 mm d'épaisseur, représentatives des macrorestes végétaux susceptibles de se 
fossiliser (Tramoy et al., 2017), et 

- des poudres du même bois, représentatives de la MO sédimentaire dispersée, qui devaient 
permettre en outre une dégradation accélérée par rapport aux rondelles. 

Deux types d'eau ont été utilisés pour l'expérience : de l'eau distillée comme témoin et de l'eau de 
rivière (La Marette, Essonne). Cette dernière a été filtrée à 22 µm pour éliminer les particules tout en 
conservant sa composante microbienne. 

L'expérience a duré 73 semaines. De l'eau distillée ou de rivière a été rajoutée dans les 
erlenmeyers au bout de 8, 32 et 52 semaines afin de compenser les pertes liées à l'évaporation. 
Des échantillons ont été prélevés à 8 pas de temps (0, 2, 4, 8, 16, 32, 52 et 73 semaines) pour être 
analysés par EA-IRMS afin d'en déterminer la teneur et la composition isotopique en carbone et en 
azote. Les caractéristiques du bois non dégradé sont résumées dans le tableau 1. Alors que les 
rondelles ont été rincées à l'eau distillée pour éliminer les micro-organismes superficiels avant 
analyse, les poudres ont été analysées telles quelles. Les rondelles de bois ont également fait l'objet 
d'un suivi de leur masse et d'observations macroscopiques. Le potentiel d’activté métabolique des 

communautés bactériennes a été 
étudié par la méthode BiologECO 
(collaboration C. Roose-Amsaleg & 
L. Millot-Cornette, METIS) sur les 
échantillons de poudre de bois à 73 
semaines. 

 

Figure 18. Dispositif expérimental.  
a. Erlenmeyers contenant les rondelles de 
bois, b. Table agitante. 

Tableau 1. Variabilité initiale des rondelles de bois. %C, %N, δ13C et δ15N le 
long de la branche. σ : écart-type. 



33 
 

II.1.b. Perte en masse des rondelles 

 Après 73 semaines de dégradation, les rondelles de bois ont accusé une perte en masse de 
10% dans l'eau distillée et 30% dans l'eau de rivière (Tramoy et al., 2017). Si la perte en masse est 
significativement plus faible dans l'eau distillée que dans l'eau de rivière, elle n'est pas négligeable 
et peut être attribuée à la perte des constituants les plus labiles du bois, organiques (monoses, 
acides aminés, etc.) ou inorganiques, du fait de dégradation abiotique (principalement lessivage) 
et/ou de dégradation biotique assurées par les (micro-)organismes initialement présents dans les 
rondelles (Tietema & Wessel, 1994 ; Ibrahima et al., 1995). La masse des rondelles présente une 
décroissance linéaire avec le temps, de pente respective -0,11 et -0,36 dans l'eau distillée et de 
rivière (Fig. 19). La décroissance mesurée dans l'eau de rivière est du même ordre de grandeur que 
celle rapportée par Melillo et al. (1989) au cours de la première phase de dégradation d'aiguilles de 
pin dans la litière d'un sol (-0,45). Deux phases sont généralement distinguées dans la dégradation 
des macrorestes végétaux : une première principalement due à la dégradation des carbohydrates et 
pouvant conduire jusqu'à 80% de perte en masse, et une 
seconde plus lente conduisant à des pertes en masse plus 
faibles (Melillo et al., 1989 ; Schleser & Frielingsdorf, 
1999). Les pertes en masse mesurées ici sont néanmoins 
inférieures à celles généralement mesurées dans les sols, 
en accord avec (1) les caractéristiques des sols qui sont 
généralement considérés comme plus agressifs pour la 
MO que la colonne d'eau ou l'interface eau-sédiment, et 
(2) les caractéristiques biochimiques du bois considéré 
comme plus résistant à la dégradation du fait de sa plus 
forte densité et sa plus faible teneur en azote que les 
feuilles. 

 

II.1.c. Colonisation fongique des rondelles 

Les champignons sont les principaux organismes capables de dégrader le bois. La 
colonisation du bois par des champignons dégradeurs peut commencer dès qu'un arbre est coupé 
ou même avant, dans la mesure où le bois, notamment celui des conifères, abrite souvent des 
champignons parasites ou épiphytes (Fengel, 1991). On classe les modes de dégradation du bois 
par les champignons en trois groupes selon l'aspect morphologique du bois dégradé (Fengel, 1991 ; 
Martinez et al., 2005) : 

- La pourriture blanche, principalement assurée par des champignons basidiomycètes, consiste en 
une dégradation sélective de la lignine et de l'hémicellulose dans un premier temps, qui confère au 
bois pourri un aspect blanchâtre ; la cellulose est généralement dégradée dans un second temps 
(notamment dans le bois de conifères). 

- La pourriture brune, également assurée par des champignons basidiomycètes, conduit à une 
pourriture friable de couleur brune du fait de la dégradation préférentielle de la cellulose et de 
l’hémicellulose, 
- La pourriture molle conduit également à une pourriture de couleur sombre, mais d'aspect plus 
souple, principalement assurée par des ascomycètes et des deutéromycètes, qui dégradent moins 
efficacement le bois. C'est là encore la cellulose et l'hémicellulose qui sont préférentiellement 
dégradés dans la pourriture molle. 

Contrairement aux pourritures blanches et molles, la pourriture brune ne se développe pas dans des 
milieux très humides. 

Figure 19. Perte en masse des rondelles au cours 
du temps. Les barres d’erreur indiquent l’écart-type des 
triplicatas (2σ) ; 100% correspond à la valeur initiale ; 
DW, eau distillée ; RW, eau de rivière, t, temps. 
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A l'état initial, les rondelles de bois présentent des zones brun-rougeâtre, de taille 
millimétrique (Fig. 20.a & b, t0 ; Tramoy et al., 2017), vraisemblablement dues à des champignons 
de type pourriture brune ou pourriture molle déjà présents dans le bois au moment de 
l'échantillonnage (Eriksson et al., 1990). Les rondelles se dégradant dans de l'eau distillée et de 
rivière présentent des caractéristiques macroscopiques différentes (Tramoy et al., 2017) : 

- Dans l'eau distillée, des champignons blanchâtres et translucides commencent à se développer 
sur les rondelles au bout de deux semaines de dégradation, puis virent au brun-noir au bout de 8 
semaines pour devenir abondants à partir de 16 semaines (Fig. 20.a, t4). Il s'agit vraisemblablement 
de champignons de type pourriture molle. 

- Des signes évidents de développement fongique significatif n'apparaissent qu'à partir de 16 
semaines dans l'eau de rivière : l'eau devient trouble et jaunâtre, des particules millimétriques 
flottent à la surface, le bois devient spongieux et prend une teinte homogène jaunâtre-blanchâtre 

(Fig. 20.b, t4). Il s'agit 
vraisemblablement de champi-
gnons de type pourriture 
blanche. L'efficacité supé-
rieure de la pourriture blanche 
par rapport à la pourriture 
molle en termes de dégra-
dation du bois, explique, au 
moins en partie, la plus 
grande perte en masse des 
rondelles se dégradant dans 
l'eau de rivière par rapport à 
celle de l'eau distillée.  

 

II.1.d. Microflore des poudres 

Le suivi de la perte en masse et l'observation macroscopique des échantillons sont difficiles 
pour les dispositifs de dégradation de poudres de bois qui consistent en des mélanges assez 
denses de poudre et d'eau, et pour lesquels l'échantillonnage se fait par prélèvement de quelques 
centilitres par pas de temps. En revanche, la quantité de matière disponible à la fin de l'expérience a 
permis d'évaluer la diversité fonctionnelle de leurs communautés bactériennes par la méthode 
BiologECO (Garland & Mills, 1991). Cette méthode permet de tester la capacité des communautés 
bactériennes à utiliser les différents substrats carbonés disponibles dans les puits des plaques 
BiologECO prêtes à l'emploi (Fig. 21.a). L'indice AWCD (average well colour development) qui traduit 
le développement des microorganismes sur les divers substrats testés, est représentatif de l’activité 
et de la diversité bactérienne des milieux étudiés (Zak et al., 1994 ; Zhao et al., 2013). Le potentiel 
d’activité métabolique bactérienne s'est avéré plus élevé pour l’expérience avec l'eau distillée que 
pour celui avec l’eau de rivière (AWCDB+dist=0,98±0,03 vs AWCDB+riv=0,41±0,09, moyenne±écart-
type) alors que le potentiel d’activité métabolique bactérienne de l'eau distillée initiale était inférieur à 
celui de l'eau de rivière initiale (AWCDdist-ini=0,00±0,00 vs AWCDriv-ini=0,08±0,08). Dans la mesure où 
la perte en masse des rondelles de bois est supérieure dans l'eau de rivière, on peut en déduire que 
ce ne sont pas les bactéries, ou du moins les communautés bactériennes étudiables par la méthode 
BiologECO, qui sont les principales responsables de la dégradation du bois dans cette expérience. 
Comme le montrent les observations macroscopiques, et en accord avec la littérature (e.g. Eriksson 
et al. 1990), ce sont bien les champignons qui sont les principaux agents de la dégradation du bois. 

Figure 20. Morphologie des rondelles de bois avant dégradation (t0) et après 16 (t4) 
et 73 (t7) semaines de dégradation. DW, eau distillée (a,c) ; RW, eau de rivière (b,d) ; 
i, zones brun-rougeâtre caractéristiques de la pourriture brune ou molle ; ii, champignon 
brun flottant au-dessus des limites de cerne ; iii, particule de bois flottant ; iv, tâches 
blanches caractéristiques de pourriture blanche ; v, uniformisation de la coloration.  
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Le potentiel métabolique des communautés bactériennes 
caractérisables par la méthode BiologECO est apparu 
comparable pour les deux milieux puisque c’est sur les 
polymères que le développement microbien a été le plus 
important, et sur les phénols et les amines qu'il a été le plus 
faible, pour les deux types d’eau (Fig. 21.b). 

 

II.1.e. Dynamique du carbone 

La teneur en carbone des échantillons dégradés est 
apparue assez variable et légèrement supérieure (50,2% de 
C au maximum) à celle du bois non dégradé (47,4% de C; 
Tramoy et al., 2017), sauf pour les poudres de bois 
prélevées à 4, 25 et 32 semaines (respectivement 47,1%, 
47,3% et 45,9%) se dégradant dans de l'eau distillée (Fig. 
22). Le δ13C des échantillons dégradés est légèrement 
supérieur à celui du bois non dégradé (-24,1‰) bien que 
restant généralement dans la gamme de la précision 
analytique (0,2‰), à l'exception de quelques poudres après 
32 semaines de dégradation qui présentent des δ13C 
proches de -23,7‰ (Fig. 22). Les particules de bois flottant 
prélevées à 16 semaines dans les erlenmeyers d'eau de rivière montrent, quant à elles, des 
compositions élémentaire et isotopique en carbone très différentes du bois non dégradé : 35% de C 
pour un δ13C de -22,6‰. 

La décomposition naturelle ou le vieillissement artificiel de matériel végétal montre souvent 
un enrichissement en carbone accompagné par un appauvrissement en 13C (Spiker & Hatcher, 
1987 ; Schleser & Frielingsdorf, 1999). Ces caractéristiques de dégradation sont généralement 
attribuées à la dégradation préférentielle de carbohydrates qui sont naturellement appauvris en 
carbone et enrichis en 13C par rapport aux autres constituants végétaux comme la lignine. De plus, 
la dégradation microbienne de MO est souvent associée à une perte de carbone appauvri en 13C 
par respiration (Lerch et al., 2011), pouvant conduire à un enrichissement en 13C de la MO 
résiduelle. Notons que les échantillons analysés ici, notamment ceux des expériences de 
dégradation de poudre, correspondent à la combinaison de MO végétale (bois) et microbienne. 
Notons également que le carbone microbien inclut une composante issue du métabolisme du bois 
mis à dégrader, ainsi qu’une composante issue de l'environnement. 

 La variabilité des compositions élémentaire et isotopique des échantillons rend difficile la 
mise en évidence de tendance au cours de la dégradation et leur interprétation doit être effectuée 
avec précaution. La légère augmentation de la teneur en carbone des échantillons, notamment dans 
les poudres, suggère un enrichissement (relatif) en composés riches en carbone qui pourrait être dû 
au métabolisme préférentiel des carbohydrates par les micro-organismes responsables de la 
dégradation. Toutefois, cet enrichissement en carbone ne s'accompagne pas d'un appauvrissement 
en 13C, comme c'est le cas dans certaines expériences de décomposition de débris végétaux 
(Benner et al., 1987). Une faible tendance à l'augmentation du δ13C semble même se dessiner pour 
les poudres de bois. On peut formuler les hypothèses suivantes pour expliquer les évolutions 
observées : 

- Seule une faible quantité de matériel a été affectée par la dégradation (seulement 10% des 
rondelles dans l'eau distillée et 30% dans l'eau de rivière). 

Figure 21. Caractérisation des communautés 
bactériennes par plaque Biolog

ECO
. A. Exemple plaque 

après incubation des échantillons de poudre de rivière ; 
b. Indice AWCD de l’activité bactérienne potentielle. 
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- Des composés pauvres en 13C ont également été dégradés (tannins, lignine, autres composés non 
polaires ; Melillo et al., 1989) ; les champignons de la pourriture blanche, vraisemblablement à 
l'œuvre dans l'eau de rivière, sont notamment capables de dégrader simultanément la lignine et la 
cellulose (Eriksson et al., 1990; Martinez et al., 2005); 

- La MO totale analysée intègre une composante microbienne enrichie en 13C (notamment du fait de 
sa synthèse à partir des carbohydrates riches en 13C par rapport au matériel non métabolisé). C'est 
vraisemblablement ce phénomène, en plus marqué, qui explique la biogéochimie (appauvrissement 
en C et enrichissement en 13C) des particules flottant dans les erlenmeyers d'eau de rivière où se 
dégradent les rondelles de bois ; 

Figure 22. Dynamique du carbone et de l’azote des échantillons de bois au cours du temps. 
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- La MO résiduelle/non dégradée s’enrichit en 13C du fait du métabolisme préférentiel de 12C qui 
réagit plus vite que le 13C, au sein d'un réservoir donné de composés végétaux (e.g. cellulose, 
lignine, protéines, etc. ; Lerch et al., 2011). 

La dynamique du carbone observée ici résulte donc vraisemblablement de la combinaison complexe 
de plusieurs phénomènes jouant simultanément sur sa composition élémentaire et isotopique. 

La teneur en carbone des expériences de dégradation de poudres de bois dans de l'eau distillée 
entre 16 et 32 semaines est difficile à interpréter. Elle pourrait être due à (1) une contamination de 
l'eau ajoutée en cours d'expérience pour compenser l'évaporation et/ou (2) des conditions 
particulières dans les erlenmeyers échantillonnés au cours de cette période, qui auraient conduit à 
une accélération de la respiration microbienne, réduisant ainsi la teneur en C des échantillons. 

 

II.1.f. Dynamique de l'azote 

 Les compositions élémentaire et isotopique de l'azote montrent des tendances plus 
marquées au cours de l'expérience que celles du carbone, et plus contrastées entre les deux types 
d'eau (distillée vs rivière) et les deux formes de bois dégradé (poudres vs rondelles ; Tramoy et al., 
2017). Les teneurs en azote des échantillons dégradés sont plus élevées pour les poudres que pour 
les rondelles, et dans l'eau de rivière que dans l'eau distillée (Fig. 22). Alors qu'à la fin de 
l'expérience les rondelles se dégradant dans l'eau distillée sont légèrement appauvries en azote par 
rapport au bois non dégradé, les échantillons des trois autres modalités se trouvent enrichis en 
azote. L'évolution du δ15N au cours de l'expérience tend vers des valeurs supérieures à celles de 
l'eau distillée pour l'eau de rivière, pour les poudres comme pour les rondelles. Compte-tenu de la 
forte variabilité du δ15N du bois non dégradé (2σ = 1,0‰), seules les rondelles se dégradant dans 
l'eau de rivière montrent une tendance vraiment marquée de leur composition isotopique avec un 
enrichissement en 15N par rapport au bois non dégradé pouvant atteindre 2‰ (Fig. 22 ; Tramoy et 
al., 2017). Néanmoins, l'appauvrissement progressif en 15N des rondelles se dégradant dans l'eau 
distillée (-0,5‰ après 73 semaines de dégradation contre -0,2‰ initialement) apparaît 
statistiquement significatif (test de Student), de même que l'enrichissement en 15N des poudres 
d'eau de rivière par rapport aux poudres d'eau distillée. Les particules de bois flottant dans l'eau de 
rivière sont enrichies en azote et en 15N par rapport au bois non dégradé et aux rondelles de bois se 
dégradant dans le même erlenmeyer (Fig. 22). 

 L’augmentation de la teneur en azote du bois résiduel (poudres et rondelles, eau distillée) 
est vraisemblablement due à l’accumulation d’azote correspondant à la phase d'immobilisation des 
nutriments souvent décrite dans les litières (Melillo et al., 1989; Laiho & Prescott, 2004 ; Berg & 
Lakowski, 2005 Bebber et al., 2011). Cette accumulation est généralement attribuée à (1) une 
fixation de N2 par des procaryotes spécialisés et/ou (2) une translocation/importation d’azote de 
l'environnement (nitrates, MO dissoute, etc.) vers le matériel dégradé via le mycélium fongique. 
Cette dernière hypothèse est confortée ici par le δ15N du bois résiduel qui est proportionnel à la 
teneur en azote. De plus, dans les expériences en eau de rivière, le δ15N du bois résiduel est 
compatible avec le δ15N des nitrates des rivières d’Ile de France, (+4‰ à +13‰, Sebilo et al., 2003). 
L’enrichissement en azote et en 15N des particules flottant dans l’eau de rivière suggère un 
envahissement par des micro-organismes riches en azote. Notons que les processus de 
fractionnement isotopique microbiens souvent évoqués pour expliquer un enrichissement en 15N, ne 
semblent pas être à l’œuvre ici car ils sont généralement associés à une perte en azote (Asada et 
al., 2005; Connin et al., 2001). 
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La diminution de la teneur en azote et l'appauvrissement en 15N des rondelles se dégradant 
dans l'eau distillée sont vraisemblablement dus à la consommation d'acides aminés et de protéines 
riches en 15N (Macko et al., 1987 ; Fogel & Tuross, 1999;) par les champignons (Watkinson et al., 
2006 ; Bebber et al., 2011). Un simple lessivage d'azote ne constitue probablement pas le principal 
facteur ayant influencé la signature biogéochimique de ces échantillons puisqu'a priori, il ne 
provoque pas de fractionnement isotopique (Benner et al., 1991). 

 

II.1.g. Conclusions et implications 

 Cette expérience confirme la complémentarité des approches (micro)biologique et 
géochimique pour étudier le devenir de la signature biogéochimique de la MO végétale dans 
l'environnement : l'eau distillée et l'eau de rivière ont favorisé le développement de cortèges de 
(micro)organismes différents (pourriture molle et activité bactérienne intense pour l'eau distillée / 
pourriture blanche et activité bactérienne moindre pour l'eau de rivière) qui ont conduit à des 
signatures biogéochimiques différentes. L'azote montre ainsi un enrichissement en 15N du bois 
résiduel dans l'eau de rivière alors que, dans l'eau distillée, sa composition isotopique tend à 
demeurer constante voire à diminuer. La forme de la MO végétale joue également un rôle sur l'effet 
de la dégradation sur sa signature biogéochimique : les phénomènes semblent plus prononcés pour 
les poudres dont la signature suggère une intégration de MO microbienne plus importante que pour 
les rondelles. Si ces résultats confirment l'intérêt de travailler sur des petites particules pour étudier 
la dégradation au laboratoire, ils pourraient également suggérer que l'utilisation de macrorestes 
végétaux est préférable à celle MO sédimentaire dispersée comme support biogéochimique 
d'information (paléo)environnementale. Néanmoins, ce sont paradoxalement les rondelles s'étant 
dégradées dans l'eau de rivière qui montrent, à l'issue de l'expérience, la plus forte variation de leur 
δ15N. 

 De toute évidence la signature biogéochimique de l'azote dans la MO dégradée est plus 
complexe que celle du carbone, car intégrant une plus forte composante microbienne (champignons 
et bactéries comportant plus d'azote que les végétaux), elle-même dépendante de l'azote organique 
et inorganique disponible dans l'environnement. De fait, le δ13C du bois a moins varié au cours de 
l'expérience que son δ15N, confirmant la relative stabilité du signal isotopique du carbone dans la 
MO, et donc son intérêt pour les reconstructions paléoenvironnementales. Sans invalider l'utilisation 
des isotopes stables de l'azote de la MO à des fins paléoenvironnementales, cette étude montre que 
dégradation et diagenèse conduisent, pour l'azote plus que pour le carbone, à une intégration de la 
signature isotopique de composantes environnementales multiples qui doivent être prises en compte 
lors de l'interprétation de la signature isotopique de la MO ancienne. Notons par ailleurs que même 
si le δ13C des échantillons a peu varié au cours de l'expérience, il tend toutefois à augmenter 
légèrement, ce qui est en accord avec la signature isotopique des végétaux fossiles qui sont 
systématiquement enrichis en 13C par rapport aux végétaux actuels (Rigby et al., 1981 ; Bocherens 
et al., 1993; Gröcke, 1998; Nguyen Tu et al., 2004a ; Barral et al., 2015). Cet enrichissement en 13C 
des fossiles est de l’ordre de 3‰ et ne peut être exclusivement expliqué par l’effet Suess (injection 
de CO2 issus des combustibles fossiles depuis la révolution industrielle ayant conduit à un 
appauvrissement de l’atmosphère en 13C de l’ordre de 1,5‰). Cependant, l'extrapolation des 
tendances obtenues pour cette expérience aux compositions élémentaires de la MO ancienne 
conduit à des compositions isotopiques irréalistes comparées à celles de cette même MO, 
notamment pour l’azote. Ceci suggère que les effets de la dégradation et de la diagenèse sur la 
signature biogéochimique de la MO ne sont pas linéaires, sont les plus intenses durant les premiers 
stades de la dégradation et de la diagenèse, et quasiment instantanés à l'échelle de temps 
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géologiques (Tramoy et al., 2017). Les résultats obtenus pour cette expérience de dégradation de 
bois en microcosmes aquatiques reflètent l'état actuel des connaissances sur la nature de la MO 
préservée ou séquestrée dans l'environnement actuel et fossilisée dans les sédiments anciens : elle 
correspond à l'intégration de composantes microbiennes et végétales, incluant à la fois des 
molécules considérées comme stables du fait de leur récalcitrance chimique intrinsèque et d'autres 
réputées labiles. 

 

II.2. Dégradation des biomarqueurs lipidiques dans les sols et les sédiments : 

expérience en sac de litière 

 L'expérience précédente a illustré le rôle de variations des proportions relatives des 
différents constituants de la MO sur sa signature biogéochimique totale ("bulk"). Mieux comprendre 
les effets de la dégradation sur la MO passe ensuite par l'étude du devenir de chacun de ses 
constituants au cours de la dégradation. Dans la mesure où les lipides sont souvent considérés 
comme parmi les constituants les plus stables des végétaux et que leur caractérisation dans les 
fossiles peut aider à reconstituer leur taxinomie, les principaux projets que j'ai menés ces dernières 
années se sont focalisés sur les effets de la dégradation sur les lipides végétaux, principalement 
foliaires. Si les incubations en laboratoire permettent de contrôler les conditions de dégradation, 
elles ne sont pas véritablement représentatives des phénomènes naturels. Les résultats décrits 
dans cette partie concernent donc des expériences en milieu naturel, qui visaient à caractériser les 
effets de la dégradation sur la composition moléculaire des lipides foliaires, dans deux types 
d'environnements où sont susceptibles de séjourner les débris végétaux avant enfouissement et 
fossilisation : l'interface eau-sédiment (thèse F. Zanetti) et le sol. Outre le suivi des lipides au cours 
de la dégradation des feuilles, l'objectif de cette étude était de comparer la dégradation des lipides 
dans ces deux types d'environnement afin de déterminer si des séjours dans l'un ou l'autre de ces 
environnements pouvaient modifier différemment la signature lipidique des feuilles. 

 

II.2.a. Principe et design expérimental 

 Les feuilles ont été mises à dégrader dans des sacs de litière (Fig. 23), dispositifs de sacs 
grillagés couramment utilisés en sciences du sol car ils permettent (1) de suivre précisément les 
feuilles mises à dégrader à un instant donné, sans risque de contribution de feuilles plus récentes ou 
plus anciennes, et (2) de récupérer les débris de feuilles dégradées même lorsque celles-ci sont très 
fragmentées. Les expériences de dégradation dans le sol et à l'interface eau-sédiment ont été 
menées sur un même site : le site atelier INRA de la forêt de Breuil-Chenue (Réseau des 
Observatoires de Recherche sur l’Environnement, Nièvre, Parc Naturel Régional du Morvan, 
collaboration B. Zeller, BEF) qui est instrumenté et permet un suivi continu des principaux 
paramètres climatiques (température, pluviométrie, luminosité, vent, etc.). Le substrat géologique 
régional correspond au granite 
alcalin de la Pierre-qui-Vire, couvert 
par une fine couche de silt éolien. Le 
sol est un cambisol dystrique avec 
une forme d'humus de type moder, il 
est acide (pH ≈ 4-4,5) et présente 
une faible capacité d'échange 
cationique. L'expérience de 
dégradation à l'interface eau-
sédiment a été menée dans un Figure 23. Sacs de litières mis à dégrader sur le site atelier de Breuil-Chenue 

(Morvan). a. Sac de l’interface eau-sédiment ; b. Sacs du sol. 
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étang adjacent à la parcelle où l'expérience en sol a été effectuée. L'étang, profond d'environ 1,5 m, 
présente une colonne d'eau caractéristique de solution de sol forestier sur substratum granitique : 
légèrement acide (pH≈6), peu turbide et saturée en oxygène sur toute l'épaisseur de la tranche 
d'eau (Nguyen Tu et al., 2017). 

 Cette étude est focalisée sur le hêtre commun (Fagus sylvatica), fréquent dans les forêts 
naturelles du Morvan. Des feuilles sénescentes ont été récoltées à l'automne sur les arbres de la 
parcelle de l'expérience en sol et placées dans des sacs grillagés de maille 1,5 mm. Cette maille a 
été choisie comme compromis optimal permettant à la fois (1) la récupération de petits débris de 
feuilles, (2) la libre circulation des principaux composants de la pédofaune locale, les enchytréides 
(de petits annélides incolores), et (3) l'activité microbienne. Des expériences préliminaires ayant 
montré que les grillages de nylon et polypropylène généralement utilisés en sciences du sol étaient 
susceptibles de libérer des contaminants potentiellement extractibles avec les lipides, des sacs en 
aluminium ont été confectionnés pour l'expérience. Chaque sac contenait entre 10 et 15 feuilles, soit 
approximativement 1 g de MO. Afin de reproduire au mieux la dégradation suivant la chute des 
feuilles à l'automne, les sacs ont simplement été posés à la surface du sol et du sédiment à la fin de 
l'automne. Les sacs de l'expérience à l'interface eau-sédiment ont été lestés avec des baguettes en 
verre afin de les maintenir au fond de l'étang. L'expérience a duré 2,5 ans au cours desquels des 
sacs ont été régulièrement prélevés, en duplicat autant que possible (Fig. 24). Après rinçage à l'eau 
distillée et retrait d'éventuelles particules étrangères (racines, mousse, arthropodes, etc.) les feuilles 
ont été photographiées, pesées et broyées, puis les lipides ont été extraits aux solvants organiques 
(CH2Cl2/CH3OH, 2/1, v/v) et analysés en chromatographie en phase gazeuse et spectrométrie de 
masse. L'introduction en quantité connue de standards internes dans les extraits a permis la 
quantification des divers constituants lipidiques. 

 

II.2.b. Perte en masse et en lipides totaux au cours de la dégradation 

 Après 100 semaines de dégradation à 
l’interface eau-sédiment et 129 semaines de 
dégradation dans la litière du sol, les feuilles des sacs 
de litière ont respectivement accusé une perte en 
masse de 33% et 52% (Fig. 24). Même si les deux 
types de sac n’ont pas pu être échantillonnés 
précisément à la même date, il semble que la 
dégradation ait été légèrement plus prononcée dans 
le sol, qu’à l’interface eau-sédiment, comme cela est 
généralement admis (Hedges & Oades, 1997). Outre 
des pertes en masse moins importantes, les feuilles 
se dégradant à l'interface eau-sédiment demeurent 
presque entières à l'issue de l'expérience et ont 
acquis une couleur brun-foncé, alors que les feuilles 
se dégradant sur le sol montrent de nombreuses 
lacunes dues à la consommation du limbe par la 
pédofaune, ainsi qu’une teinte brun-clair (Fig. 24). La 
perte en masse des feuilles se dégradant à l’interface 
eau-sédiment est similaire à celle obtenue 
précédemment au laboratoire pour les rondelles de 
bois se dégradant dans de l’eau de rivière (30% 

Figure 24. Changement des caractéristiques biogéochi-
miques des feuilles au cours de l’expérience. ���� feuilles 
initiales ; � sol ; ���� interface eau-sédiment ; a. perte en masse 
des feuilles ; b. teneur en lipides. 
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après 73 semaines de dégradation). Cette similitude est inattendue dans la mesure où les 
caractéristiques biochimiques des bois leur confèrent a priori un potentiel de préservation supérieur 
à celui des feuilles : leur teneur en lignine est élevé et leur rapport C/N très faible (Melin, 1930 ; 
Witkamp, 1966 ; Taylor et al., 1989 ; Steart et al., 2009). Ces résultats vont dans le sens de récentes 
synthèses sur la dégradation de la MO dans l’environnement qui montrent que la qualité chimique 
de la MO n’est pas le seul déterminant de sa sensibilité à la dégradation/potentiel de préservation 
(Marschner et al., 2008 ; Kleber, 2010). 

La dynamique de dégradation des feuilles dans les deux milieux suit un schéma commun : après 
une dégradation très rapide (-20%, pente -3,1) durant les premières semaines suivant la mise en 
place des sacs, les feuilles voient leur perte en masse ralentir (pente -0,11, Fig. 24). Du fait de pas 
d'échantillonnage assez longs, la toute première phase de dégradation très rapide des feuilles n'est 
pas toujours rapportée dans la littérature. Elle a toutefois été signalée par plusieurs auteurs et 
pourrait être attribuée à la respiration microbienne et au lessivage des composés hydrosolubles 
organique et inorganique des feuilles (Tietema & Wessel, 1994 ; Ibrahima et al., 1995). L'absence 
de cette première phase de dégradation durant l'incubation de bois au laboratoire (alors que le pas 
d'échantillonnage était adapté à sa mise en évidence) pourrait être due à la densité du bois (bien 
supérieure à celle des feuilles) ou encore à ses plus faibles teneurs en composés hydrosolubles que 
celles des feuilles.  

  La teneur en lipides des feuilles passe de 11% de la masse dans les feuilles sénescentes à 
7,6% après 100 semaines de dégradation à l'interface eau-sédiment et 3,3% après 129 semaines 
de dégradation dans le sol, ce qui correspond à des pertes en lipides respectives de 31% et 70% 
dans l'étang et dans le sol (Fig. 24). Pour les lipides comme pour les feuilles totales, il semble que 
malgré les différences de dates d'échantillonnage, la dégradation soit plus prononcée dans le sol 
qu'à l'interface eau-sédiment. Dans le sol, les taux de dégradation des lipides (-70%) sont 
supérieurs à ceux des feuilles totales (-50%), suggérant que les lipides sont dégradés plus 
rapidement que les constituants non lipidiques des feuilles, ce qui n'est pas le cas à l'interface eau-
sédiment. Ces résultats montrent que si le potentiel de préservation élevé des lipides se vérifie en 
milieu sédimentaire, il ne l’est pas pour les sols. Le suivi des teneurs en lipides des feuilles au cours 
de l'expérience montre, au moins pour le sol, une phase de dégradation intense au cours des 
premières semaines qui ont suivi la mise en place des sacs de litière sur le terrain (Fig. 24). Si le 
lessivage est peu vraisemblable pour expliquer cette première phase de perte en masse des lipides, 
une biodégradation microbienne initiale intense est plus réaliste, comme souvent proposé pour la 
MO totale des feuilles (Tietema & Wessel, 1994). 

L'évolution de la teneur en lipides des feuilles s'est avérée beaucoup plus variable que celle 
de la masse des feuilles totales (Fig. 24), suggérant que la dégradation des lipides est beaucoup 
plus influencée par les variations micro-environnementales locales que les feuilles totales. Les sols, 
et particulièrement les sols de forêt, sont des milieux très hétérogènes (Hedges & Oades, 1997 ; 
Bélanger & Van Rees, 2008 ; Lehmann et al., 2008). De nombreuses caractéristiques 
biogéochimiques des sols varient sur quelques décimètres, de sorte que des profils de dégradation 
différents pour des sacs distants de quelques décimètres ne sont pas surprenants (Witkamp & 
Olson, 1963 ; Murphy et al., 1998; Suchewaboripont et al., 2011). De plus, les principaux agents de 
la décomposition des litières dans la forêt de Breuil-Chenue sont des champignons saprophytes, qui 
présentent une distribution spatiale hétérogène (Zeller et al., 2007). Les conditions de dégradation 
au sein des sédiments sont considérées comme beaucoup moins variables spatialement que dans 
les sols, bien que la dégradation des feuilles à l'interface eau-sédiment ait rarement été étudiée sur 
le terrain, particulièrement sous une telle colonne d'eau. Toutefois, la décomposition des feuilles 
dans de l'eau de mer et dans des cours d'eau s'est avérée variable au sein de zones géographiques 
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limitées et/ou lors de suivis de quelques mois (Suberkropp et al., 1976 ; Rublee & Roman, 1982; 
Webster & Benfield, 1986 ; Boulton & Boon, 1991; Machás et al., 2006; Moretti et al., 2007;). 

 

II.2.c. Effet de la dégradation sur les biomarqueurs lipidiques 

La composition chimique des lipides de feuilles sénescentes a été décrite au chapitre 
précédent (I.1.b., Nguyen Tu et al., 2007). Les lipides sont dominés par des stérols, le plus abondant 
étant le β-sitostérol, et dans une moindre mesure par des isoprénoïdes acycliques tels que les 
phytadiènes et les phytyl-esters. Des triterpènes à squelette oléanolique, principalement de l'acide 
oléanolique, et des lipides à longue chaîne sont également abondants. Ces derniers incluent des 
séries avec des chaînes principalement paires 
(alcools primaires, aldéhydes et acides) et des 
chaînes principalement impaires (alcanes, 
alcools secondaires et cétones secondaires). En 
dépit de la diminution substantielle des lipides 
totaux, la signature lipidique des feuilles 
dégradées n'a pas révélé de changement 
qualitatif majeur au cours des deux ans de 
dégradation dans le sol, ni à l'interface eau-
sédiment (Nguyen Tu et al., 2017). La fraction 
lipidique majoritaire présente des empreintes 
chromatographiques similaires quel que soit le 
stade de dégradation (Fig. 25) : le phytostérol et 
les phytadiènes demeurent les constituants 
dominants après plus de deux ans de 
dégradation. De plus, aucune accumulation de 
marqueur microbien ou de produit de 
dégradation des lipides végétaux originels n’est 
notée. Ces résultats suggèrent que les lipides 
sont rapidement minéralisés et/ou incorporés 
dans une matrice insoluble. Néanmoins, la 
quantification des principaux constituants de 
chaque classe de lipides a montré qu'ils étaient 
tous dégradés, bien qu'à des degrés différents 
(Fig. 26). 

 Dans cette expérience de deux ans, le contenu en biomarqueur des feuilles dégradées s'est 
avéré très variable entre les sacs de litière, même pour un pas de temps donné et un milieu donné 
(sol ou interface eau-sédiment, Fig. 26, Nguyen Tu et al., 2017). Cette variabilité est supérieure pour 
certains biomarqueurs à celle notée pour la teneur en lipides totaux des feuilles. La différence de 
contenu en biomarqueur entre des sacs réplicats est maximale dans le sol pour l'acide oléanolique 
et le phytyl-ester en C16 : respectivement 70% et 100%. En accord avec la plus faible variabilité des 
expérimentations in vitro par rapport aux études de terrain, la variabilité de la dégradation des lipides 
est ici supérieure, à celle rapportée pour des lipides foliaires de hêtre en laboratoire (Rieley et al., 
1998). Des variabilités importantes du contenu en hydrocarbures et en acides gras ont également 
été rapportées au cours d'un suivi de 3 mois de feuilles décidues se dégradant dans un ruisseau 
(Mills et al., 2001). Une telle variabilité est probablement liée à : (1) la variabilité des conditions 
micro-environnementales de dégradation, comme évoqué ci-dessus, et/ou (2) la variabilité initiale du 
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Figure 25. Evolution des lipides au cours de la dégradation 
des feuilles sur le sol : chromatogramme de la fraction principale 
(Fraction éluée au CH2Cl2/CH3OH des lipides extraits au 
CH2Cl2/CH3OH). SI : standard interne. 
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contenu en biomarqueurs 
lipidiques des feuilles. En effet, le 
contenu en constituants lipidiques 
des feuilles est connu pour varier 
entre espèces, entre individu et 
même au sein d'une feuille 
donnée (Herbin & Robins, 1969 ; 
Gülz et al., 1991 ; Gao et al., 
2015). Bien que la dégradation à 
l'interface eau-sédiment soit 
généralement considérée comme 
moins intense que dans le sol, la 
forte variabilité détectée ici ne 
permet pas de conclure dans ce 
sens pour les biomarqueurs 
lipidiques étudiés. L'absence de 
différence marquée entre les deux 
environnements étudiés peut 
également être due, au moins en 
partie, aux conditions oxygénées 
régnant à l'interface eau-sédiment 

de l'étang. De telles conditions sont en effet connues pour être plus favorables à la dégradation que 
les conditions anoxiques. 

 Les lipides montrent occasionnellement une abondance supérieure à celle des feuilles 
initiales dans les feuilles dégradées (Fig. 26). C'est le cas pour 4 des 6 classes de lipides étudiées : 
le β-sitostérol atteint 112% de son contenu initial dans les feuilles de l'étang après 27 semaines de 
dégradation, le contenu en acide oléanolique de certains sacs de litière du sol et de l'étang est 
compris entre 114% et 141% entre 9 et 40 semaines de dégradation, 123% du contenu initial en 
phytyl-ester en C16 est détecté à 5 semaines dans un des sac du sol, et l'alcane en C27 atteint 
respectivement 124% et 103% de sa teneur initiale après 27 et 103 semaines de dégradation dans 
l'étang. Une incubation in vitro de feuilles de hêtre par une communauté microbienne estuarienne a 
précédemment montré une augmentation du contenu en stérols, qui avait été attribuée à la libération 
d’unités liées (Rieley et al., 1998). La dégradation d'herbacées en sacs de litière a également révélé 
des augmentations occasionnelles (jusqu'à 230 %) de leur teneur en alcanes au cours des 10 mois 
de l'expérience (Wang et al., 2014). De plus, des caractérisations isotopiques (δ13C et δD) d'alcanes 
de feuilles de litière ont suggéré qu'ils pouvaient contenir des contributions d’alcanes microbiens 
(Nguyen Tu et al., 2004b; Chikaraishi & Naraoka, 2006; Zech et al., 2011). L'augmentation 
occasionnelle du contenu en certains biomarqueurs lipidiques détectée ici peut donc être due soit à 
une contribution externe, notamment pour les molécules ubiquistes telles que les lipides linéaires, 
et/ou à la libération de structures liées. Quelle qu’en soit la cause, ces augmentations 
occasionnelles du contenu des feuilles en certains biomarqueurs, a vraisemblablement joué un rôle 
sur la variabilité et l'augmentation apparente de la teneur en lipides totaux des feuilles à certains pas 
de temps (Fig. 24). 

 La variabilité des résultats appelle à la prudence lors de la comparaison des tendances de 
dégradation. Toutefois, les lipides quantifiés semblent se dégrader selon 3 principaux profils (Fig. 
26, Nguyen Tu et al., 2017) : 

Figure 26. Profil de dégradation des principaux constituants des lipides 
foliaires (% de la concentration initiale) ���� feuilles initiales ; � sol ; ���� interface eau-
sédiment ; a, perte en masse des feuilles ; b, teneur en lipides. 
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- Les phytyl-esters sont rapidement intégralement dégradés, comme le montre la teneur en phytyl-
ester en C16 qui chute à moins de 10% dès 15 semaines de dégradation, dans le sol comme à 
l'interface eau-sédiment. 

- Les lipides linéaires (alcanes, acides, alcools) subissent une décroissance exponentielle, jusqu'à 
environ 7% de leur contenu initial à la fin de l'expérience. 

- Les triterpènes polycycliques montrent des tendances de dégradations variables et leur contenu 
demeure supérieur à 15% de leur valeur intitiale après deux ans de dégradation, comme montré par 
les profils de l'acide oléanolique et du β-sitostérol. 

Ces tendances sont, dans l'ensemble, comparables à celles obtenues lors de l'incubation in vitro de 
feuilles de hêtre, bien que cette dernière ait été plus favorable aux phytyl-esters et moins aux 
alcanes (Rieley et al., 1998). Les résultats obtenus ici diffèrent légèrement des échelles de stabilités 
généralement déduites de profils sédimentaires puisque les alcanes sont souvent considérés 
comme les composés les plus stables alors que les terpénoïdes polyclycliques fonctionnalisés sont 
classés parmi les moins stables (Cranwell, 1981 ; Colombo et al., 1997). Comme pour l'expérience 
précédente de dégradation de bois, une telle différence est peut-être à relier à la forme de la matière 
organique : dispersée dans les sédiments et sous forme de feuilles entières, ici. La cuticule des 
feuilles entières offre certainement une protection accrue aux lipides contenus à l'intérieur des 
feuilles (e.g. terpénoïdes polycycliques) par rapport aux lipides externes des cires épicuticulaires, 
comme les alcanes, qui pourraient principalement se trouver à l'extérieur des feuilles chez le hêtre, 
à l'instar du ginkgo (cf. partie I.1.c). Quoi qu'il en soit, ces résultats soulignent la complexité et la 
variabilité de la dégradation des lipides dans les environnements naturels. 

Malgré la dégradation substantielle des lipides linéaires, leurs principales caractéristiques de 
distribution à la fin de l'expérience sont dans l'ensemble comparables à celles du début (Fig. 27 ; 
Nguyen Tu et al., 2017) : ils demeurent largement dominés par un seul homologue (C28 pour les 
alcools et C27 pour les alcanes), avec néanmoins une légère réduction de leur gamme de longueur 
de chaîne. Ces résultats sont en décalage avec 
plusieurs études antérieures montrant que, pour 
des distributions d'alcanes certes plus étendues, la 
diagenèse précoce conduit à la dégradation 
préférentielle des homologues les plus courts et/ou 
à l'amoindrissement des prédominances paires ou 
impaires des longueurs de chaîne (Lajat et al., 
1990; Meyers & Eadies, 1993; Bechtel et al., 2001; 
Nguyen Tu et al., 2003). Pourtant, les alcanes 
d'herbacées se dégradant dans des sacs de litière 
ont conservé leur caractéristiques de distribution 
(longueur de chaîne moyenne et indice de 
préférence du carbone) en dépit de profils de 
dégradation très variables (Wang et al., 2014). Ces 
résultats montrent donc que les caractéristiques de 
distribution des séries aliphatiques ne sont pas 
systématiquement dégradées au cours de la 
diagenèse précoce, et pourraient contribuer à 
valider leur utilisation pour reconstituer les sources 
de la MO et les paléoenvironnements. 

 

Figure 27. Distribution des alcanes et des alcools dans 
les feuilles sénescentes et après 2 ans de dégradation 
en sol et à l’interface eau-sédiment. Les flèches indiquent 
un homologue détecté mais sous le seuil de quantification. 
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II.2.d. Conclusions et implications 

 Cette expérimentation de terrain a confirmé que les feuilles, considérées dans leur intégralité 
("bulk"), se dégradaient plus vite dans la litière d'un sol qu'à l'interface eau-sédiment oxygénée d'un 
étang adjacent. Les lipides dans leur ensemble semblent également se dégrader légèrement plus 
vite dans le sol que dans l'étang. Toutefois, le contenu en lipides totaux des feuilles et celui en 
certains biomarqueurs s'est avéré très variable au cours des deux ans, illustrant la variabilité des 
conditions microenvironnementales de dégradation sur le terrain. Ces résultats soulignent 
l'importance des approches de terrain et de la multiplication des réplicats pour rendre compte du 
devenir de la MO dans l'environnement. Du fait de l’hétérogénéité du contenu en biomarqueurs 
spécifiques et des conditions oxygénées dans l'étang, il n'a pas été possible de dégager des 
tendances de dégradations différentes entre sol et interface eau-sédiment. Néanmoins, les 
biomarqueurs quantifiés montrent différents comportements au cours de la dégradation : 
augmentation occasionnelle, rapide dégradation extensive, décroissance exponentielle ou encore 
évolution variable. Toutefois, les principaux constituants lipidiques des feuilles sénescentes sont 
encore détectés après plus de deux ans de dégradation dans les deux types d'environnement 
étudiés. Notons enfin qu'en dépit d'un taux de dégradation pouvant dépasser 90%, les lipides 
linéaires à longue chaîne ont conservé ici leurs principales caractéristiques de distribution (longueur 
de chaîne moyenne, prédominance paire ou impaire), ce qui tendrait à valider leur utilisation pour 
reconstituer sources de la MO et paléoenvironnements. Ces résultats suggèrent qu'a moyen terme, 
la dégradation en sol ou à l'interface eau-sédiment, n'affecte pas la signature en biomarqueurs des 
plantes de façon différente, du moins pour une approche qualitative, et dans les conditions 
environnementales étudiées (colonne d'eau intégralement oxygénée, milieu acide, faible capacité 
d'échange cationique, etc.). 

 

II.3. Effet de la dégradation sur la signature isotopique des biomarqueurs : 

expérience en sac de litière avec feuilles marquées au 13C 

 L'expérience précédente a montré que malgré une relative conservation de la signature 
moléculaire des lipides foliaires, il pouvait être difficile d'interpréter la modification du contenu en 
biomarqueurs des feuilles se dégradant dans un environnement naturel. L'augmentation 
occasionnelle des teneurs en certains biomarqueurs a notamment suggéré la possibilité de 
libération de constituants liés au complexe macromoléculaire de la MO ou de contribution 
microbienne externe. Bien que les lipides linéaires à longue chaîne soient souvent considérés 
comme caractéristiques des plantes terrestres, on en trouve également dans les (micro)organismes, 
notamment dans certaines espèces de champignons ou d'algues (Jones & Young, 1970; Rezanka & 
Sokolov, 1993; Volkman et al., 1998). Dans ce cas, il peut être difficile de distinguer les lipides 
végétaux des lipides microbiens, même en utilisant leur composition isotopique spécifique (Nguyen 
Tu et al., 2004b; Chikaraishi & Naraoka, 2006 ; Zech et al., 2011). Pourtant, les caractéristiques de 
distributions des lipides linéaires à longue chaîne et leur composition isotopique spécifique sont 
souvent utilisées pour reconstituer les paléoenvironnements, alors que de faibles variations de tels 
indices pourraient être dues à des (variations de) contributions microbiennes plutôt qu'à des 
variations paléoenvironnementales. L'étude présentée ci-après visait donc à préciser le devenir et 
l'origine de lipides linéaires à longue chaîne de feuilles en cours de dégradation. Pour tenter de 
distinguer les lipides végétaux originels des lipides externes/microbiens, cette expérience de 
dégradation en sac de litière a été effectuée avec des feuilles artificiellement marquées au 13C dont 
les lipides ont fait l'objet d'un suivi isotopique individuel. Un tel suivi isotopique avait également pour 
objectif de tester la validité de la signature isotopique des lipides comme support fiable 
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d'informations (paléo)environnementales. Cette étude est focalisée sur les n-alcanes à longue 
chaîne qui sont réputés les plus stables des lipides linéaires, et qui sont également les plus faciles à 
analyser.  

 

II.3.a. Principe et design expérimental 

 Comme pour l'étude décrite en section II.2., l'espèce modèle choisie ici est le hêtre commun, 
Fagus sylvatica. Des jeunes plants de hêtre (au stade cotylédon) ont été placés 5 mois dans une 
chambre climatisée dont l'atmosphère était artificiellement enrichie en 13CO2 (Fig. 28, collaboration 
T. Bariac & P. Biron, iEES). L'enrichissement en 13C de la chambre a été limité à δ13CCO2 ~ +40‰ 
afin d'obtenir un marquage végétal permettant (1) la détection d'effets isotopiques faibles et (2) la 
caractérisation isotopique de molécules marquées et non marquées dans une même analyse. Les 
conditions dans la chambre ont été paramétrées pour favoriser une croissance optimale des plants 
et un marquage le plus homogène possible (Nguyen Tu et al., 2011) 
: 

- substrat de vermiculite et ventilation constante de la chambre pour 
limiter les effets isotopiques dus à la respiration du sol ; 

- conditions climatiques stables et les plus proches possibles des 
conditions naturelles : pCO2 ~ 380 ppmv, humidité relative ~ 70%, 
15h d'éclairage quotidien avec des lampes produisant 350 µmol/m2s 
de radiation photosynthétique active, température diurne ~ 25°C ; 

- trois arrosages hebdomadaires avec une solution nutritive (Coïc & 
Lesaint, 1983). 

Trois semaines avant la fin du marquage, les conditions dans la chambre ont été modifiées afin 
d'amorcer la sénescence des feuilles : le nombre d'arrosages, la durée du jour et la température 
diurne ont été réduits (1/jour, 8h, 18°C). L'analyse isotopique des feuilles obtenues a révélé des 
compositions isotopiques très variables d'une feuille à l'autre, comprises entre -20‰ et +40‰ 
(Nguyen Tu et al., 2013). Cette large gamme de variation est principalement imputable aux feuilles 
qui se sont développées juste après le transfert des plants dans la chambre climatisée : elles sont 
peu marquées au 13C du fait d'une forte contribution de carbone non marqué issu (1) des 
graines/cotylédons et (2) du CO2 de la chambre dont le marquage est resté faible au début de 
l'expérience à cause de la faible consommation de CO2 par les jeunes plants. 

Quoi qu'il en soit, seules les feuilles de composition isotopique comprise entre +16,3‰ et 
+35,3‰ ont été sélectionnées pour la dégradation en sacs de litière. Des lots de 10 à 15 feuilles 
correspondant à environ un gramme de MO ont été constitués de façon à obtenir des variabilités 
isotopiques au sein d'un lot, similaires aux feuilles naturelles (σ ≤ 0,8‰). Chaque lot de feuille a 
ensuite été placé dans un sac de litière puis mis à dégrader sur le sol d'une parcelle plantée de 
hêtres de la forêt expérimentale de Breuil-Chenue (cf. section II.2.). En plus des feuilles marquées 
au 13C, des feuilles sénescentes prélevées sur les arbres de la parcelle expérimentale (donc non 
marquées au 13C) ont également été incubées comme référence, selon le même protocole que les 
feuilles marquées. Notons toutefois que les feuilles marquées et non marquées se sont développées 
dans des conditions différentes et présentent, de fait, des caractéristiques biochimiques légèrement 
différentes (e.g. C/N respectifs de 19,6 et 26,9 pour les feuilles marquées et non marquées). En 
conséquence, pour éviter les biais dus à ces différences de composition initiale, la discussion qui 
suit sera principalement basée sur la comparaison de tendances de dégradation (i.e. ∆13C = 
δ13Cdégradé - δ

13Cinitial). Des échantillons ont été prélevés après 5, 10, 15, 20, 30, 40, 52, 79, 129 et 
207 semaines (4 ans) de dégradation. Pour chaque date, deux sacs de feuilles naturelles et deux 

Figure 28. Jeunes plants de hêtre 
en cours de marquage au 

13
C dans 

la chambre climatisée. 
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sacs de feuilles marquées ont été échantillonnés (les feuilles naturelles correspondent à celles de la 
section II.2). Les feuilles ont ensuite été rincées à l'eau distillée, séchées, pesées et observées à la 
loupe binoculaire avant d'être broyées pour analyse. La composition isotopique de leur MO totale a 
été déterminée par EA-IRMS, puis les lipides totaux ont été extraits aux solvants organiques 
(CH2Cl2/CH3OH) avant d'être fractionnés sur colonne d'alumine afin d'isoler les n-alcanes dans la 
fraction apolaire éluée à l'heptane. Les alcanes ont ensuite été identifiés en GC-MS, quantifiés en 
GC-FID et leur composition isotopique déterminée par couplage chromatographie en phase gazeuse 
et spectrométrie de masse isotopique. 

 

II.3.b. Caractéristiques globales de la dégradation 

 L'observation des feuilles à la loupe binoculaire a révélé la présence d'une microflore 
épiphylle dès le stade initial : les feuilles sénescentes (Nguyen Tu et al., 2011). En effet, des 
fructifications fongiques (Fig. 29.a) et du mycélium (Fig. 29.b) ont été détectés sur plusieurs feuilles. 
Au fur et à mesure de la dégradation, divers symptômes de biodégradation apparaissent 
progressivement sur les feuilles. Après 5 semaines de décomposition sur le terrain, des traces de 
consommation des feuilles par la pédofaune sont mises en évidence : la cuticule inférieure de 
feuilles a souvent disparu entre les nervures tertiaires et quaternaires. La cuticule inférieure des 

feuilles est moins 
épaisse que la 
cuticule supérieure et 
les nervures. Ces 
traces d'herbivorie 
sont caractéristiques 
de la faune consom-
matrice de litière, 
notamment les enchy-
tréides qui sont 
particulièrement abon-
dants dans les 
moders (Ponge, 
1999). Les marques 
d'herbivorie devien-
nent fréquentes après 
10 semaines de 

dégradation (Fig. 29.c). Après un an, la cuticule supérieure des feuilles montre également des traces 
de consommation par la pédofaune, conduisant à de grandes lacunes entre les nervures (Fig. 29.d 
(H) et e) voire à la disparition complète du limbe (Fig. 29.f). Après quatre ans de décomposition, le 
matériel végétal résiduel se résume à un réseau de fragments foliaires réduits aux nervures les 
moins fines (Fig. 29.f). Du matériel exogène s'accumule également sur les feuilles au cours de 
l'expérience : 

- des champignons envahissent progressivement les surfaces foliaires (Fig. 29.d) ; 

- sur les feuilles exposées à la lumière, des micro-algues colonisent les lacunes laissées par la 
consommation de la cuticule par la pédofaune (Fig. 29.d) ; 

- du matériel fécal est déposé par la pédofaune (Fig. 29.e) ; et 

- des grains de pollen de conifères, probablement issus des parcelles adjacentes, sont également 
déposés sur les feuilles (Fig. 29.e et f). 

Figure 29. Caractéristiques morphologiques de la décomposition des feuilles de hêtre 
d’après observation à la loupe binoculaire. Champignons épiphytes sur les feuilles sénescentes : 
fructifications (a) et mycélium (b) ; traces d’herbivorie par la pédofaune après 1,5 an de dégradation 
(c) ; aspect des feuilles après 2,5 ans de dégradation : invasion par les champignons (d), les algues 
(d flèche A), fèces (e flèche F) et les grains de pollen (f et e flèche P). 

P 

P 
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Les feuilles naturelles et marquées au 13C présentent, à l'observation, les mêmes caractéristiques 
de dégradation. 

 Après quatre ans de décomposition sur le terrain, les feuilles ont perdu entre 50% et 90% de 
leur masse sèche initiale (Fig. 30.a). On retrouve la dynamique de dégradation décrite en section 
II.2, avec une dégradation plus intense pour les feuilles marquées au 13C que pour les feuilles 
naturelles. La différence initiale de rapport C/N entre les deux types de feuilles est 
vraisemblablement responsable de la différence de 
vitesse de dégradation des deux litières les trois 
premières années (Melin, 1930; Taylor et al., 1989) 
et justifie de travailler principalement sur les 
tendances de dégradation (cf. section II.3.a). 
Néanmoins, les deux types de feuilles accusent 
finalement une perte en masse similaire à l'issue 
des quatre ans de l'expérience. Quel que soit le 
type de feuilles, ni la teneur en carbone ni le 
rapport C/N n’ont montré de tendance particulière 
au cours de la dégradation, avec des valeurs 
relativement stables respectivement centrées 
autour de ~45% et ~20. Les feuilles marquées au 
13C contiennent proportionnellement plus de lipides 
que les feuilles naturelles (~16% vs ~11%), mais 
les lipides semblent s’y dégrader plus rapidement 
durant le premier mois de dégradation (Fig. 30.b). 
Là encore, la différence initiale de qualité des 
feuilles est probablement en cause, mais les deux 
types de feuilles suivent finalement la même 
dynamique de dégradation pour atteindre après 4 
ans une perte en masse supérieure à 99%. Comme 
pour l’expérience précédente, une plus grande 
perte en masse des lipides par rapport aux feuilles 
totales montre que les lipides sont plus dégradés 
que les constituants non lipidiques des feuilles. La 
teneur des feuilles en alcanes décroit régulièrement 
à partir de la mise en place des sacs sur le terrain, 
sans phase initiale intense. A l’instar de l’alcane 
majoritaire (C27), tous les homologues quantifiés 
sont réduits à moins de 2% de leur teneur initiale 
après 4 ans sur le terrain (Fig. 30.c). 

 

II.3.c. Caractéristiques isotopiques de la dégradation 

 A l’issu des 4 ans de dégradation, les feuilles totales non marquées se sont légèrement 
enrichies en 13C (+1,3‰) alors que les feuilles marquées au 13C ont montré un appauvrissement 
substantiel en 13C (-12‰, Fig. 31.a). En accord avec la littérature (Chikaraishi et al., 2004; Collister 
et al., 1994), les alcanes sont apparus appauvris en 13C par rapport aux feuilles totales. La teneur en 
13C des alcanes montre les mêmes caractéristiques de dégradation que les feuilles totales. Par 
exemple, la teneur en 13C de l’homologue en C27 (Fig. 31.b) augmente de 2,7‰ dans les feuilles non 
marquées alors qu’elle diminue d’environ 20‰ dans les feuilles marquées au 13C. A l’échelle de la 

Figure 30. Changements des caractéristiques 
biogéochimiques globales des feuilles au cours du 
temps. Symboles pleins, feuilles naturelles ; symboles 
vides, feuilles marquées au 13C ; a. Perte en masse (% 
masse initiale Wi) ; b. Teneur en lipides (% masse de 
feuilles récupérées Wi) ; 
c. Teneur en alcane C27. 
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feuille totale comme à l’échelle moléculaire, les 
précédentes études font généralement état 
d’augmentation du δ13C ou de compositions 
isotopiques constantes durant la dégradation de 
MO (Balesdent et al., 1993; Connin et al., 2001). 
Ces études, portant sur du matériel non marqué, 
ont rapporté des augmentations du δ13C de la MO 
allant jusqu’à +6‰. Quelques études suggèrent 
inversement une diminution du δ13C avec la 
dégradation (Benner et al., 1987; Spiker & 
Hatcher, 1987). La diversité des tendances 
rapportées est probablement liée à la variété des 
environnements étudiés. Dans une expérience de 
dégradation avec des feuilles enrichies en 13C 
(+160‰), un an de dégradation en litière a conduit 
à un appauvrissement en 13C supérieur à 40‰ 
(Rubino et al., 2010). 

 Le comportement isotopique des feuilles 
étudiées au cours de la dégradation pourrait 
principalement s’expliquer par : 

- Un fractionnement isotopique cinétique au cours 
du métabolisme des constituants foliaires par les 

microorganismes. Toutefois, un tel fractionnement devrait conduire aux mêmes tendances pour des 
mêmes feuilles dans un même environnement. Or, les feuilles marquées et non marquées 
présentent des tendances différentes, cette explication peut donc être écartée. 

- Une dégradation préférentielle de constituants foliaires de composition isotopique différente de 
celle des feuilles totales. Les lipides ne comptent que pour 1 à 15% des constituants des feuilles 
étudiées (section II.3.b) et ils sont généralement appauvris en 13C par rapport aux feuilles totales 
(Monson & Hayes, 1982; Park & Epstein, 1960). La dégradation préférentielle des lipides ne peut 
donc pas expliquer les tendances observées. Les carbohydrates sont enrichis en 13C par rapport 
aux tissus végétaux totaux (jusqu’à 5‰ ; Ehleringer, 1991) et peuvent être préférentiellement 
dégradés par rapport aux autres constituants végétaux (Benner et al., 1987; Spiker & Hatcher, 
1987). Dans la mesure où les feuilles marquées au 13C se sont développées dans des conditions 
plus favorables que les feuilles non marquées, il est possible que leur teneur en carbohydrates soit 
supérieure à celles des feuilles naturelles. Par conséquent, une dégradation préférentielle des 
carbohydrates peut expliquer en partie les tendances observées. Néanmoins, l’appauvrissement des 
feuilles totales marquées atteint 12‰ après 4 ans de dégradation. Ce phénomène ne peut donc, à 
lui seul, expliquer les tendances observées, et d’autant moins pour les alcanes. 

- Une contribution de matériel exogène de composition isotopique différente des feuilles étudiées. 
Une telle hypothèse est étayée par l’observation à la loupe binoculaire qui montre l’accumulation 
progressive de fèces, ainsi que l’invasion des feuilles par des algues et champignons au cours de la 
dégradation. Bien que la biomasse microbienne des sols soit généralement considérée comme 
dépourvue d’alcanes à longue chaîne, les champignons et les algues peuvent contenir des lipides à 
longue chaîne (Jones & Young, 1970 ; Rezanka & Sokolov, 1993 ; Volkman et al., 1998). La MO 
exogène susceptible de "contaminer" la MO foliaire au cours de la dégradation a vraisemblablement 
une composition isotopique similaire ou légèrement supérieure à celle des feuilles non marquées. 
En effet, la biomasse microbienne des sols est généralement enrichie en 13C par rapport à la MO 

Figure 31. Changements de composition isotopique des 
feuilles au cours du temps. Symboles pleins, feuilles 
naturelles ; symboles vides, feuilles marquées au 13C ; a. 
Teneur en 13C des feuilles totales (∆13C = δ13Cdégradé - δ

13Cinitial) ; 
b. Teneur en 13C de l’alcane en C27 

(Γ13C = δ13CC27 - δ
13Cfeuilles totales non dégradées) 
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totale des sols (Werth & Kuzyakov, 2010). Les champignons peuvent être légèrement enrichis ou 
appauvris en 13C par rapport à leur substrat, selon les taxons et les substrats (Cowie et al., 2009; 
Gleixner et al., 1993; Hobbie et al., 2001). Les sporocarpes des champignons saprophytes du site 
expérimental sont appauvris en 13C d’environ 4‰ par rapport à leur substrat (Zeller et al., 2007). Les 
lipides des micro-organismes hétérotrophes peuvent être enrichis ou appauvris en 13C par rapport à 
leur biomasse totale (Teece et al., 1999 ; Abraham & Hesse, 2003; Cowie et al., 2009). La 
composition isotopique des fèces par rapport à l’alimentation varie selon les taxons pour les petits 
métazoaires (DeNiro & Epstein, 1978; Tamelander et al., 2006; Vidal et al., 2017) et les lipides de 
fèces de la pédofaune pourraient refléter la composition isotopique de leur alimentation comme 
montré sur les stérols de copépodes (Grice et al., 1998). En conclusion, la contribution exogène au 
matériel végétal original a vraisemblablement une composition isotopique similaire ou légèrement 
supérieure à celle des feuilles non marquées, ce qui expliquerait non seulement la légère tendance 
à l’enrichissement en 13C des feuilles naturelles mais également, l’appauvrissement en 13C des 
feuilles marquées. 

 

II.3.d. Conclusions et implications 

 Une fois encore, le suivi des organismes dégradeurs (à la loupe binoculaire) au cours de 
l’expérience  s’est révélé décisif quant à l’explication des tendances biogéochimiques observées. 
Cette étude a notamment permis de mettre en évidence une contribution microbienne aux litières en 
décomposition, non seulement à l’échelle de la MO totale mais aussi, et surtout, à l’échelle des 
alcanes spécifiques. Des analyses isotopiques en cours suggèrent que les aldéhydes des feuilles de 
hêtre étudiées présentent le même comportement isotopique que les alcanes, au cours de la 
dégradation. L’ensemble de ces résultats permet d’expliquer les tendances isotopiques (δD et δ13C) 
observées pour les n-alcanes, les n-acides et les n-alcools de litières en décomposition (Chikaraishi 
& Naraoka, 2006 ; Zech et al., 2011). Ces résultats montrent donc, qu’en dépit de leur utilisation 
fréquente comme marqueurs de plantes terrestres, les lipides à longue chaîne incluent, au moins 
dans les sols, une composante microbienne non négligeable susceptible d’influencer leur 
composition isotopique spécifique. Si dans le cadre de cette expérience, la distribution des alcanes 
n’a pas été affectée par la dégradation, plusieurs études ont montré qu’elle pouvait l’être (Lajat et 
al., 1990 ; Meyers & Eadies, 1993 ; Bechtel et al., 2001 ; Nguyen Tu et al., 2003) et l’on peut encore 
évoquer une contribution microbienne pour expliquer le phénomène. Il semble donc que les lipides à 
longue chaîne ne constituent, ni par leur distribution ni par leur composition isotopique spécifique, 
des biomarqueurs totalement insensibles à la dégradation et à la diagenèse. Il serait donc préférable 
de baser les reconstitutions (paléo)environnementales sur les marqueurs plus spécifiques des 
plantes terrestres. La difficulté réside désormais dans le développement de biomarqueurs plus 
fiables, qui soient à la fois plus spécifiques des plantes terrestres, tout en étant présents dans un 
grand nombre de végétaux, et faciles à analyser ! Des analyses en cours (phytyl-esters, cétone 
isoprénique en C18) et les travaux de Chikaraishi & Naraoka (2006 ; phytol) suggèrent que la 
composition isotopique des composés isopréniques acycliques pourrait être moins sensible à la 
dégradation que celle des lipides à chaîne non ramifiée. Il n’en reste pas moins que ces molécules 
ne se trouvent pas exclusivement dans les plantes terrestres, bien que souvent associées aux 
organismes photosynthétiques, puisque notamment dérivées de la chaîne phytyle de la chlorophylle. 
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III. Perspectives de recherche 

 

 Les résultats exposés précédemment témoignent de mon intérêt pour l’étude de la MO 
végétale actuelle et ancienne, non seulement car elle peut contribuer à reconstituer le passé, mais 
également car elle peut aider à mieux comprendre ses transformations à des échelles de temps 
variées. Les allers-retours réguliers entre sols et sédiments ne sont certes pas toujours évidents, 
mais ils permettent des mises en perspectives réciproques entre des transformations rapides de la 
MO se déroulant souvent en milieu oxygéné, et d’autres beaucoup plus lentes se produisant en 
conditions anoxiques le plus souvent. Malgré les différences entre sols et sédiments, la MO qui y est 
"préservée" présente des caractéristiques chimiques (association de molécules ou unités au 
potentiel de préservation varié) et des modes de préservation (préservation sélective, association 
avec des minéraux, encapsulation dans des macrostructures organiques ou minérales) communs. 
La comparaison de phénomènes actuels (environnements, climats, dégradation/préservation), 
récents (quelques centaines voire milliers d’années) ou très anciens (plusieurs millions voire 
milliards d’année) peut en outre aider à mieux comprendre comment sont modulées, en fonction de 
l’échelle de temps, les réponses de l’environnement et des êtres vivants, à un stress donné. Mieux 
caractériser la MO ancienne et ses modes de dégradation/préservation peut, par exemple, 
contribuer à prédire la réponse à long terme des sols au changement climatique actuel. Les projets 
de recherche développés ci-après visent donc à apporter des éléments de réponse à ces 
problématiques plus générales. Outre la poursuite de travaux engagés sur de la MO ancienne, mes 
perspectives de recherches incluent l’amélioration et le développement d’outils de reconstitution du 
passé, ainsi que des projets sur l’influence des éléments minéraux et des êtres vivants sur le 
devenir de la matière organique dans les sols (et les sédiments). 

 

III.1. Poursuite des travaux engagés 

III.1.a. Contributions de la biogéochimie aux reconstructions anciennes 

 Si mes travaux sur les fossiles se sont focalisés jusqu’à récemment sur les végétaux, la 
caractérisation biogéochimique des animaux fossiles n’en demeure pas moins excitante, surtout 
quand il s’agit de fossiles à la préservation morphologique exceptionnelle et/ou de taxons clef pour 
comprendre l’évolution des grands 
phyla actuels. Une collaboration avec 
des collègues de l’université de 
Namur (J. Yans, thèse A. Cincotta) 
m’a permis de travailler sur un fossile 
de dinosaure à plumes du Jurassique 
de Chine, Anchiornis huxleyi (Fig. 
32.A). Outre les objectifs tapho-
nomiques visant à évaluer l’état de 
préservation chimique associé à 
l’excellente préservation morpho-
logique du spécimen, ces travaux 
s’inscrivent dans le champ plus vaste 
d’étude de l’origine du vol chez les 
oiseaux actuels. Des caractérisations 
chimiques de plumes fossiles, du 
sédiment encaissant et de plumes 

Figure 32. Etude de la MO d’un dinosaure à plumes. A. Vue d’ensemble du 
fossile avec des restes de plumes préservées autour du squelette, B. Spectre 
RMN et C. Pyrochromatogramme à 650°C des plumes fossiles. 
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actuelles ont donc été entreprises par résonance magnétique nucléaire (13C-CP/MAS-NMR) et 
pyrolyse couplée à la GC-MS (TMAH Py-GC-MS) afin de tester la présence de molécules originelles 
du fossile voire de constituants caractéristiques de plume. Les premières analyses suggèrent que la 
MO des plumes fossiles a subit des transformations diagénétiques sévères avec un spectre NMR ne 
montrant que des fonctions aliphatiques, aromatiques et de type C-O (Fig. 30.B) et un 
pyrochromatogramme dominé par des doublets alcanes/alcènes et des acides à longue chaîne (Fig. 
30.C). Le pyrochrommatogramme du fossile présente également deux composés abondants qui ne 
sont pas présents dans le sédiment encaissant. La structure moléculaire de ces composés reste à 

identifier, mais leur spectre de masse 
suggère une partie aliphatique en C17 (Fig. 
33). De plus, la distribution des doublets 
alcanes/alcènes et des acides semble diffé-
rente entre le fossile et le sédiment encais-
sant. Ces résultats doivent être complétés, 
plusieurs spectres de masse restent 
notamment à élucider, mais ils pourraient 
indiquer une polymérisation de constituants 
originels des plumes du dinosaure (Gupta et 
al., 2007 ; Manning et al., 2009).  

 Outre les reconstitutions paléobiologiques de spécimens remontant à plusieurs milliers voire 
millions d’années, l‘étude de la MO ancienne peut également aider à documenter les activités 
humaines passées. Grâce à une collaboration avec des archéologues de l’INRAP (C. Cammas, J. 
Rodrigue & R. Clotuche), je me suis intéressée au tannage à l’époque gallo-romaine. Dans cette 
étude pluridisciplinaire (archéozoologie, géoarchéologie, micromorphologie), l’analyse des 
biomarqueurs lipidiques extraits des sédiments contenus dans d’anciennes fosses de tannage visait 
notamment à préciser la nature des matériaux utilisés pour le traitement des peaux. Les lipides 
d’une fosse de tannage avérée, d’époque médiévale à moderne (Saint-Denis, 93), ont permis de 
définir une signature moléculaire de référence pour le tannage : un mélange complexe de 
biomarqueurs animaux et végétaux. Tandis que les biomarqueurs végétaux (lipides à longue chaîne, 
phytostérols, triterpènes pentacycliques) pourraient témoigner de l’utilisation de végétaux 
(notamment de chêne) pour l’épilage et le tannage des peaux, les biomarqueurs animaux (stérols 
principalement) suggèreraient l’utilisation de 
déjections d’animaux herbivores lors des étapes 
de déchaulage. Une fosse énigmatique du quartier 
des bouchers de la ville gallo-romaine de Famars 
(59, Fig. 34.a) a livré un contenu en biomarqueurs 
lipidiques proche de celui de Saint-Denis, 
confirmant qu’elle pouvait avoir servi à des 
activités de tannerie, comme le proposent les 
archéologues. On note à Famars, la présence de 
molécules inhabituelles, dont la structure doit 
encore être élucidée, mais dont le spectre de 
masse (Fig. 34.b) pourrait indiquer un squelette de 
type (méthoxy)serratène. Dans la mesure où de 
telles molécules sont caractéristiques des 
pinacées (Le Milbeau et al., 2013), la confirmation 
de cette identification pourrait indiquer l’utilisation 
originale de conifères pour le tannage à l’époque 

Figure 33. Spectre de masse d’un des composés non identifiés 
des plumes fossiles 
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Figure 34. Fosse étudiée sur le site gallo-romain de Famars (a) 
et spectre de masse de la molécule non identifiée (b) 
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gallo-romaine dans le Nord. Là encore, cette étude doit être complétée, notamment par 
l’identification de composés encore indéterminés. L’étude des biomarqueurs de fosses de tannage 
actuelles, utilisant encore des protocoles basés exclusivement sur des produits naturels (e.g. 
Soudan) pourrait également permettre de tester la possibilité de distinguer les sédiments/fosses 
associé(e)s aux différentes étapes du traitement des peaux (épilage, déchaulage, tannage sensu 
stricto, etc.). 

 

III.1.b. Optimisation d’outils biogéochimiques de reconstitutions anciennes  

 Les reconstitutions paléoenvironnementales basées sur des approches biogéochimiques 
sont d’autant plus précises que les outils utilisés sont correctement calibrés, que les effets de la 
diagenèse sur les proxies sont bien contraints et que la variabilité de ces proxies est bien 
documentée. 

La paléoclimatologie isotopique à partir des cernes de charbons de bois archéologiques 
constitue une approche prometteuse, mais elle est basée sur l’hypothèse d’une absence d’effet 
significatif du feu sur la composition isotopique du bois. Cette assertion est basée (1) sur quelques 
expériences montrant un effet inférieur à 1‰, surtout pour des températures de combustion 
inférieures à 400°C, et (2) sur l’hypothèse que ces charbons sont issus de foyers de température 
modérée (Ferrio et al., 2006 ; Ascough et al., 2008). Pourtant, les paramètres Raman obtenus sur 
les charbons du site de Chalain montrent qu’ils ont vraisemblablement subit des températures 
supérieures à 600°C, bien qu’ils semblent avoir conservé un signal paléoclimatique valide (Baton et 
al. accepté). De plus, la plupart des expériences de carbonisation visant à documenter les effets du 
feu sur le δ13C du bois ont été effectuées dans des fours fermés avec des apports en oxygène 
limités voire nuls, c’est-à-dire dans des conditions assez peu représentatives des foyers 
archéologiques. Une compilation minutieuse de la littérature sur le sujet montre en outre que la 
carbonisation peut en fait conduire à des effets très variable allant de -2,5‰ à +0,5‰ (Leavitt et al., 
1982 ; Turekian et al., 1998 ; Turney et al., 2006 ; Hall et al., 2008). Un suivi du δ13C du bois lors de 
carbonisations en foyer oxygéné instrumenté a donc été entrepris dans le cadre de la thèse de F. 
Baton pour mieux contraindre les effets du feu sur la composition isotopique du bois dans des 
conditions les plus représentatives possibles des foyers archéologiques (Fig. 35.a). Les premiers 

résultats montrent, là encore, une forte variabilité de 
l’effet du feu sur le δ13C du bois, même pour des 
conditions générales de combustion identiques 
(température, oxygénation, durée), et au sein d’un 
seul et même morceau de bois (Fig. 35.b). Ces 
résultats sont à compléter, notamment par l’analyse 
isotopique de charbons issus d’autres carbonisations 
expérimentales réalisées à des températures 
différentes et sur des durées différentes. La 
caractérisation de ces charbons expérimentaux par 
microspectrométrie Raman a également été 
entreprise afin de mettre au point un outil 
diagnostique de la validité du signal isotopique des 
charbons. Des études statistiques sur les charbons 
issus des foyers expérimentaux sont également 
envisagées afin de tester la représentativité 
climatique des charbons obtenus, et d’établir les 

Figure 35. Foyer expérimental instrumenté (a) et δδδδ
13

C des 
cernes d’une rondelle avant (����) et après (▲) 10 min. de 
carbonisation à 680°C (b) 

a 

b 
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critères d’échantillonnage optimaux pour effectuer des reconstitutions paléoclimatiques fiables. Le 
développement de la dendroclimatologie isotopique sur charbons de bois requiert également une 
meilleure calibration dans l’actuel des proxies utilisés, notamment de la différence des compositions 
isotopiques du bois initial et du bois final d’un cerne donné. Une telle calibration devra passer par 
l’étude de plusieurs spécimens d’une espèce donnée qui se sont développés le long de gradients 
climatiques. 

La biogéochimie de sols anciens peut également aider à reconstituer les activités humaines 
passées. Par exemple, la présence de stérols fécaux sur des sites anglais de l’Age de Bronze a 
suggéré l’usage de fumier pour les cultures de cette époque (Bull et al., 1999). Par ailleurs, les 
teneurs en éléments majeurs (Ca, Mg, K, etc.) de sols forestiers sont dépendantes du mode de 
gestion de la forêt et du stade de développement forestier (taillis, gaulis, etc. ; Šrámek et al., 2016). 
L’utilisation de ces indicateurs dans un cadre rationnel passe par leur (inter)calibration pour des 
types d’occupation des sols représentatifs des pratiques anciennes. Le projet Löväng (dir. A. 
Dufraisse, AASPE, MNHN) vise ainsi à établir un référentiel de caractéristiques botaniques 
(dendrologie & palynologie), zoologiques (malacologie & entomologie) et biogéochimiques de 
modes d’occupation des sols dans les systèmes agroforestiers (mode d’exploitation des terres 
agricoles associant des plantations d'arbres dans des cultures ou des pâturages). Ce projet tire parti 
du site exceptionnel de la réserve de Linné-Råshult (Suède) où les pratiques d’exploitation et de 
gestion des espaces agricoles et forestiers caractéristiques des fermes du 18ème siècle ont été mises 
en place il y a plus de 20 ans. Ainsi, on peut raisonnablement considérer que les caractéristiques 
écologiques associées aux différents modes de gestion de l’espace sont à présent stabilisées. En 
charge de la partie biogéochimie du projet Löväng, je m’attache à caractériser les teneurs en 
éléments majeurs (P, Ca, Na, Mg, K, N, C ; collaboration M. Rouelle & E. Aubry, METIS), en 
biomarqueurs lipidiques (stérols fécaux, triterpènes végétaux) et les compositions isotopiques (δ13C 
& δ15N) des sols, afin de tenter de mettre en évidence des indicateurs d’émondage des arbres 
(mode de taille consistant à supprimer les branches latérales pour favoriser la croissance de rejets 
ou de feuillage afin de produire fourrage, bois et cordage) ainsi que 
de pâture et de fumure des sols. Des résultats préliminaires 
suggèrent que les teneurs en potassium et le δ13C des sols 
pourraient aider à diagnostiquer des pratiques d’émondage des 
arbres, tandis que les teneur en phosphore, δ13C et δ15N pourraient 
constituer des indicateurs de fumure des sols (Fig. 36). L’analyse de 
répliquats est nécessaire pour confirmer ces résultats, et la 
caractérisation des biomarqueurs lipidiques des sols pourrait 
permettre de mettre en évidence des marqueurs supplémentaires 
des modes de gestions de ces espaces agroforestiers. 

 

III.1.c. Devenir de la MO végétale dans l’environnement 

 Les transformations de la MO (végétale) dans l’environnement sont modulées par de 
nombreux paramètres biotiques et abiotiques. Concernant le lien entre devenir du carbone 
organique et éléments minéraux, je me suis engagée dans deux projets visant à documenter les 
interactions de la MO végétale avec deux éléments : le brome (collaboration A. Murat, U. Caen) et le 
radium (collaboration S. Rhis, U. Strasbourg). Ces deux projets partent du constat que le cycle de 
ces deux éléments semble étroitement lié au cycle de la MO. La quantité de brome dans les 
sédiments de surface estuariens est proportionnelle à leur teneur en MO (Murat et al., 2013). Le 
radium 226 est présent en excès dans les horizons de surface des sols où il semble particulièrement 

Figure 36. Teneurs en isotopes 
stables du carbone et de l’azote des 
sols "fumés" (����) ou non (����) 
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abondant dans la fraction organique, probablement du fait d’un effet "concentrateur" de la végétation 
(Greeman et al., 1999). Des analyses de sédiments estuariens et de leurs sources potentielles de 
MO d’une part, et de sols et litières végétales sus-jacentes d’autre part, ont donc été entreprises 
dans le but d’identifier les fractions chimiques, voire les molécules, associées respectivement au 
brome et au radium. Ces projets ne sont pas encore suffisamment avancés pour pouvoir en 
présenter des ébauches de résultats. La principale difficulté de ces projets à l’interface entre 
géochimie organique et géochimie minérale réside dans la mise au point de protocoles de 
prélèvement et de préparation des échantillons qui permettent à la fois la quantification des 
éléments minéraux et la caractérisation de la MO, sur des mêmes sous-échantillons/fractions. 
Concernant l’influence des facteurs biotiques sur le devenir de la MO végétale dans 
l’environnement, j’ai focalisé dans un premier temps mon attention sur la macrofaune du sol. 

 Si la microflore et la microfaune du sol constituent, en masse, les plus importants agents 
biologiques de la transformation de la MO, la macrofaune peut également y jouer un rôle 
fondamental. C’est notamment le cas des vers de terre, souvent qualifiés d’ingénieurs du sol, pour 
leurs multiples effets en favorisant la fertilité (aération, structuration, transport horizontal et vertical 
d’éléments organiques et minéraux, etc.). Le projet Suivi de l’incorporation de la MO dans les 
agrégats biogéniques (dir. K. Quénéa, METIS) visait notamment à mieux comprendre l’effet des vers 
de terre sur le devenir de la MO végétale dans les sols. Pour ce faire, le devenir de résidus végétaux 
marqués au 13C a été suivi pendant un an dans des mésocosmes avec ou sans vers de terre. Les 
mésocosmes contenaient soit des résidus de tige soit des résidus de racine afin d’étudier également 
l’effet de la qualité/composition chimique de la MO initiale sur son devenir, en présence de vers de 
terre. Cette expérience a montré que les vers accéléraient la décomposition de la MO végétale prise 
dans son ensemble ("bulk"), et qu’ils étaient capables de consommer les tiges comme les racines, 
mais que les tiges étaient dégradées plus vite que les racines, au moins pendant les premiers mois 
de l’expérimentation (Vidal et al. 2017). Dans ce projet, j’étais principalement en charge du suivi de 
la composition isotopique de lipides spécifiques (collaboration M. Mendez-Millan, ALYSES). 
L’analyse isotopique des n-alcanes individuels après un an d’expérimentation a montré que 
l’incorporation dans le sol, des alcanes issus des végétaux marqués, variait selon les mésocosmes, 
voire selon les homologues (Fig. 37). Le calcul du pourcentage de carbone dérivé de la litière 
marquée suggère que dans les mésocosmes sans vers de terre (�), les alcanes issus des racines 
sont incorporés dans le sol en proportions similaires à celles de la MO racinaire totale ("bulk") tandis 

que ceux issus des 
feuilles sont plus 
incorporés/mieux pré-
servés que ceux de la 
MO aérienne totale. Le 
taux d’incorporation/ 
préservation des 
alcanes dans les 
turricules (x ; déjections 
des vers de terre) est 
comparable à celui de 
la MO totale, et ce, quel 
que soit le type de 
résidu végétal (tige ou 
racine). Dans le sol des 
mésocosmes avec 
racines (�), les vers de 

Figure 37. Pourcentage de carbone dérivé de la litière marquée (Cmar) pour la MO totale 
(bulk) et les principaux alcanes extraits du sol et des turricules. 

Cmar(%)=[(δ13Céchantillon-δ
13Ccontrôle)/(δ

13Clitière-δ
13Ccontrôle)]×100 
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terre semblent favoriser l‘incorporation/préserva-tion des alcanes par rapport à la MO totale, et ce, 
quel que soit l’homologue analysé (Fig. 37). Dans le sol des mésocomes avec tiges (�), le devenir 
des alcanes varie selon leur longueur de chaîne : les vers de terre semblent favoriser la dégradation 
des alcanes en C23, C25 et C27 par rapport à la MO totale, alors qu’ils n’ont aucun effet sur le devenir 
des alcanes en C29 et C31 par rapport à la MO totale (Fig. 37). 

On retrouve donc à l’échelle des alcanes ce qui avait déjà été mis en évidence à l’échelle de 
la MO totale : les tiges sont dégradées plus rapidement que les racines. L’influence des vers de 
terre sur le devenir des alcanes, par rapport à la MO totale, semble également varier selon le type 
de litière étudiée (voire la longueur de chaîne des molécules). Cette étude apporte donc une preuve 
supplémentaire que la qualité des résidus végétaux dans les sols influence le devenir de la MO, au 
moins durant les premiers stades de leur dégradation/incorporation. En accord avec la littérature, les 
alcanes semblent donc mieux préservés que la MO totale dans le sol des mésocosmes (i) avec 
feuilles et sans vers, et (ii) avec racines et vers pour tous les homologues, ainsi qu’ (iii) avec feuilles 
et vers pour les homologues en C29 et C31. La préservation similaire des alcanes et de la MO 
totale pourrait être due à (i) la faible concentration en alcanes des racines, dans le sol des 
mésocosmes avec racines et sans vers, et à (ii) une meilleure protection de la MO totale dans les 
turricules des mésocosmes avec feuilles ou avec racines, qui confère de facto une meilleure 
protection aux alcanes. Alors que l’on justifie souvent l’utilisation des alcanes comme proxy 
paléoenvironnemental, par leur relative résistance à la dégradation (comparativement à la MO 
totale), ce principe est donc bien à manipuler avec précaution. L’interprétation de la composition 
isotopique des alcanes individuels de cette expérience nécessite encore d’être approfondie avant de 
pouvoir être publiée mais elle pourrait confirmer que si la nature chimique des constituants 
moléculaires de la MO des sols joue un rôle sur leur devenir, celui-ci dépend également de facteurs 
biotiques tels que la présence de macrofaune. 

 

III.2. Nouveau projet à engager : 

Rôle des champignons sur les transformations de la MO végétale (dans les sols) 

 La mise en évidence (i) de l’activité lignolytique de champignons fossiles sur les rameaux de 
la coniférale crétacée Frenelopsis alata (Nguyen Tu et al., 2000), (ii) du rôle prépondérant des 
champignons dès les premiers stades de la dégradation du bois de Sciadopitys verticillata en milieu 
aquatique (Tramoy et al., 2017) et (iii) de contributions fongiques aux alcanes de feuilles de Fagus 
sylvatica se dégradant dans une litière forestière (Nguyen Tu et al., 
2011), a piqué ma curiosité, et me conduisent à orienter une partie 
de mon travail de recherche sur le rôle des champignons dans la 
transformation de la MO végétale. Ce nouvel axe de recherche 
passera par la caractérisation de champignons et de plantes 
fossiles préservés en connexion dans des gisements fossilifères 
d’excellente préservation morphologique (e.g. flore dévonienne de 
Rhynie, collaboration F. Delarue, IMPMC, MNHN), mais aussi et 
surtout par la mise en place de nouvelles expériences de 
dégradation. Ce dernier projet est détaillé ci-après, dans le format 
de réponse à l’appel d’offre EC2CO de l’INSU, auquel il sera 
soumis à l’automne prochain.  

  

200 µm 

Figure 38. Structure énigmatique ancrée 
sur l’épiderme de la plante dévonienne 
Rhynia gwynne-vaughanii. Coupe trans-
versale observée au microscope photonique. 
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III.2.a. Etat de l’art et contexte du projet de recherche  

  La matière organique (MO) est un élément déterminant du cycle biogéochimique du 
carbone. Alors que sa minéralisation conduit à la libération de CO2 dans l’atmosphère, sa 
stabilisation dans les sols peut contribuer à la séquestration de carbone à long terme et donc à la 
réduction du taux de CO2 atmosphérique (Jobbágy & Jackson, 2000 ; Walthall et al., 2012). Deux 
grands processus sont généralement évoqués pour expliquer la persistance/préservation de matière 
organique ancienne dans les sols : 

- la récalcitrance chimique intrinsèque : du fait de leurs propriétés certaines molécules (dites plus 
labiles, par exemple riches en fonctions azotées ou oxygénées) sont préférentiellement 
consommées par les microorganismes dégradeurs alors que d’autres (aliphatiques, aromatiques) 
sont sélectivement préservées, car plus difficile à dégrader (Alexander, 1981). 

- la protection physique de la MO : via des interactions organo-minérales (adsorption sur des argiles, 
des oxydes ou encore des oxyhydroxydes de fer ou d’aluminium) ou des inclusions dans la structure 
du sol (occlusion dans des micro- ou macro-agrégats, encapsulation dans des macromolécules), la 
MO devient inaccessible aux microorganismes dégradeurs (Oades, 1984 ; Six et al., 2000). 

 Toutefois, ces deux paradigmes ont été mis à mal ces dernières années. La mise en 
évidence de molécules considérées comme labiles (carbohydrates, peptides, etc.) dans des 
fractions stables de MO a montré que la récalcitrance chimique seule ne pouvait expliquer la 
séquestration de MO stable dans les sols (Amelung et al., 2008 ; Grandy & Neff, 2008 ; Marschner 
et al., 2008 ; Kleber, 2010). De même, des expériences de terrain sur le long terme, des incubations 
au laboratoire ou des méta-analyses de données agronomiques ont montré que la structure des sols 
ne contrôlait pas systématiquement la décomposition/stabilisation de la MO (Juarez et al., 2013 ; 
Dimassi et al., 2014 ; Ugarte et al., 2014). Car, ces caractéristiques/processus pris séparément ne 
peuvent expliquer seuls la présence de MO stable dans les sols. Il n’en reste pas moins que pour un 
environnement/une station donné(e), caractéristique chimique de la MO/qualité de la litière (C/N, 
teneur en lignine ; Sanderman & Amundson, 2005 ; Vidal et al., 2017) et nature des minéraux 
pouvant former des associations organo-minérales (Martin et al., 1982 ; Singh et al., 2016) jouent un 
rôle avéré sur la dégradation de la MO. Mais, ces processus jouent de concert : une MO plus labile 
se stabilise mieux en association avec les mineraux (Hatton et al., 2015). Les recherches actuelles 
visent donc non seulement à réconcilier/intégrer ces concepts mais également à mieux prendre en 
compte les paramètres environnementaux, abiotiques et surtout biotiques, qui président à la 
transformation de la MO dans les sols (Schmidt et al., 2011 ; Castellano et al., 2015).  

  Les végétaux constituent la source clef de MO dans les sols et y sont souvent considérés 
comme la « pompe de contrôle » du cycle du carbone (Kögel-Knabner, 2002 ; Paul, 2016). Si, dès 
1925, Waksman affirmait qu’une partie de la MO des sols était d’origine microbienne, il est 
désormais établi que la part la plus importante de la MO persistant dans les sols provient des micro-
organismes (composés à 90% de bactéries et champignons), qu’elle soit elle-même issue du 
métabolisme de MO végétale ou microbienne (Schaeffer et al., 2015 ; Kögel-Knabner, 2017). En 
d’autres termes, si le carbone des sols dérive originellement de matière organique végétale, une 
grande partie transite par les micro-organismes qui le transforment. Non seulement les micro-
organismes contribuent pondéralement à la MO des sols par leur biomasse morte (nécromasse, 
enveloppes et lysats cellulaires ; Miltner et al., 2012) ou vivante, mais ils jouent également un rôle 
majeur sur sa transformation (dégradation de MO pré-existante par consommation hétérotrophe, 
synthèse de biomolécules microbiennes, formation de structures supramoléculaires par liaisons 
faibles, etc. ; Piccolo, 2002). Une grande proportion de la MO stable des sols correspond en fait à un 
mélange complexe de biopolymères végétaux et microbiens ainsi que de leurs produits de 
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dégradation, et n’appartient à aucune catégorie chimique distincte (Nelson & Baldock, 2005 ; 
Kelleher & Simpson, 2006). De plus, la répartition spatiale de ces différents types de MO jouent 
également un rôle sur leur capacité à former des associations organo-minérales susceptibles de les 
stabiliser. Par exemple, l’adsorption de MO microbienne (issue du métabolisme de MO végétale) sur 
les surfaces minérales, se fait en patchs qui peuvent ensuite servir de substrat à une nouvelle 
génération de micro-organismes (e.g. Miltner et al., 2012 ; Rumpel et al., 2015). Toutefois, la 
structure moléculaire de ces résidus microbiens ainsi que les processus de synthèse et 
transformation de ces composés par les activités fongiques et bactériennes requièrent encore une 
étude approfondie (Schnitzer & Monreal, 2011 ; Kögel-Knabner, 2017), notamment à la lumière des 
avancées conceptuelles de ces dernières années sur la multiplicité des facteurs jouant sur la 
stabilisation de la MO.  

 

III.2.b. Objectif général et questions de recherche traitées  

  Ce projet vise donc à mieux comprendre le rôle des micro-organismes sur la transformation 
de la MO végétale et la synthèse de MO dans les sols en général. Ce projet est focalisé sur l’action 

des champignons sur la MO du sol pour les raisons suivantes : 

- Les champignons sont les principaux organismes capables de métaboliser efficacement la lignine 
(Dashtban et al., 2010 ; Cragg et al., 2015;) qui a longtemps été considérée comme un des 
constituants végétaux les plus stables.  

- Les champignons jouent un rôle important sur le transport latéral de l’eau et de substances 
organiques et minérales dans les sols (Ritz, 2006). 

- Les sols où les champignons dominent les communautés microbiennes seraient plus favorables à 
la stabilisation de MO que ceux où les bactéries sont dominantes (Six et al., 2006), du fait de : 

. constituants fongiques plus résistants à la dégradation que les constituants bactériens (Martin 
& Haider, 1969), 
. débris fongiques mieux protégés de la décomposition par les interactions organo-minérales 
que débris bactériens (Simpson et al., 2004), 
. meilleure efficacité d’utilisation de la MO par les champignons que par les bactéries (partition 
du carbone assimilé entre le CO2 respiré et le carbone biosynthétisé ; Six et al., 2006) 

- L’importance des champignons dans les communautés microbiennes du sol pourrait augmenter 
significativement en réponse au réchauffement climatique (Feng et al., 2008). 

 Dans les années 60-70, les travaux de Martin et Haider en laboratoire sur des composés 
modèles, ont montré que les champignons pouvaient (1) transformer des constituants aromatiques 
en composés aliphatiques via "rupture du noyau benzénique" et, (2) synthétiser des 
hétéropolymères de structure proche de la MO stable des sols (Haider & Martin, 1967, 1970, 1975; 
Martin & Haider, 1969). Si plusieurs voies de transformation de phénols représentatifs des briques 
élémentaires de la lignine ont été élucidées, les mécanismes de transformation conjointe des 
molécules complexes composant la MO restent à préciser, notamment en contexte naturel 
(Schaeffer et al., 2015). 

  Pourtant, la contribution des champignons à la MO des sols a été quasiment négligée depuis 
les travaux de Martin et Haider. Afin de mieux comprendre le rôle des champignons sur la 

transformation de la MO végétale et son intégration à la MO du sol, en tenant compte des 

propriétés chimiques de ses différents constituants, ce projet vise à déterminer quelles 
molécules végétales sources sont utilisées par les champignons pour synthétiser quels constituants 
fongiques ? Il s’agira notamment d’évaluer la part de molécules considérées plus labiles, telles que 
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les sucres, et la part de molécules considérées comme plus résistantes à la dégradation, telle que la 
lignine ou les lipides, dans la biosynthèse de constituants fongiques. Dans un effort de mieux 
intégrer facteurs microbiologiques, chimiques et physiques contrôlant le devenir de la MO dans les 
sols, ce projet inclut également un volet microscopique exploratoire/secondaire. Outre la répartition 

du carbone d’origine végétale dans les différents compartiments chimiques de la MO 

fongique, ce projet, s’intéresse donc à suivre sa (re)localisation spatiale dans le sol et les 

champignons. Il s’agira notamment de suivre le carbone d’origine végétale à l’extérieur des cellules 
fongiques (en association avec des débris végétaux, fongiques ou des particules minérales), à 
l’intérieur des cellules, dans les parois, dans les hyphes végétatives ou encore dans les structures 
reproductrices. En effet, les études microscopiques de la MO des sols montrent l’importance de la 
co-localisation des constituants organiques et minéraux des sols, sur leurs (multiples) interactions. 
L’importance de l’étude conjointe de la composition chimique de la MO et de sa localisation à 
l’échelle micro- voire nano-métrique a été donc soulignée comme perspective indispensable à une 
meilleure compréhension de son devenir dans les sols, dans la plupart des essais sur le sujet 
(Schmidt et al., 2011 ; Schaeffer et al., 2015).  

  Pour répondre à ces questions, ce projet est basé sur le suivi microscopique, moléculaire et 
isotopique (à l’échelle de la MO totale, de fractions chimiques isolées et de molécules spécifiques) 
de microcosmes de sol minéral et de MO végétale incubés en présence exclusive de champignons. 
La MO végétale aura préalablement fait l’objet d’un marquage différentiel au 13C afin de marquer 
différemment les molécules souvent considérées comme labiles (e.g. sucres métaboliques) et les 
molécules considérées plus stables (e.g. ligno-cellulose). 

 

III.2.c. Caractère innovant et prise de risque 

  L’originalité de l’approche proposée réside dans la combinaison d’un marquage différentiel 

au 13C des végétaux qui seront mis à incuber et d’un suivi à l’échelle moléculaire du carbone 
marqué. Ceci permettra de distinguer les grandes familles moléculaires constitutives des végétaux 
tout en étudiant le devenir de débris organiques pris dans leur totalité. Il est en effet indispensable 
de suivre des échantillons les plus représentatifs possibles des échantillons naturels dans la mesure 
où il est établi que les molécules modèles sont métabolisées plus vite que la MO totale (e.g. Haider 
& Martin, 1981), vraisemblablement car ces molécules modèles sont souvent mises à incuber 
seules, qu’elles constituent donc la source exclusive de carbone pour les micro-organismes et ne 
peuvent « interagir » avec d’autres molécules constitutives de la MO.  

  En (éco-)physiologie végétale, le marquage par pulse de 13CO2 des composés dits labiles, 
tels que les carbohydrates métaboliques, a été beaucoup utilisé pour suivre in situ l’allocation du 
carbone dans les différents organes végétaux (Nogués et al., 2006 ; Endrulat et al., 2010), voire leur 
transfert dans la rhizosphère ou à la pédofaune (e.g. Leake et al., 2006 ; Horowitz et al., 2009). En 
sciences du sol, c’est généralement un marquage au 13C de l’intégralité de la MO végétale mise à 
dégrader qui est utilisé (Angers et al., 1997 ; Moore-Kucera & Dick, 2008 ; Nguyen Tu et al., 2011 ; 
Vidal et al., 2017). Le marquage spécifique des carbohydrates métaboliques des végétaux pour 
suivre ce réservoir de carbone labile dans les sols est décrit depuis quelques années (Girardin et al., 
2009). Pourtant, le marquage différentiel des constituants labiles et structuraux des végétaux n’a 
que rarement été utilisé dans des expériences de dégradation (sacs de litière), et jamais pour un 
suivi à l’échelle moléculaire (Fahey et al., 2011 ; Haddix et al., 2016). Outre le CO2 respiré, seules 
quelques familles de molécules ont fait l’objet de suivis au cours de l’incubation de débris végétaux 
intégralement marqués au 13C : n-alcanes (Nguyen Tu et al., 2011), sucres aminés (Griepentrog et 
al., 2014), acides nucléiques (Bernard et al., 2007) et surtout les acides gras des phospholipides 
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(PLFA) qui permettent la distinction des principaux phyla microbiens (Treonis et al., 2004 ; Moore-
Kucera & Dick, 2008 ; Churchland et al., 2012). 

   L’incubation de MO intégralement marquée au 13C par des communautés microbiennes 
mixtes est devenue assez courante dans les études sur le devenir de la MO (Blaud et al., 2012 ; 
Steffens et al., 2015 ; Jiang et al., 2016). Mais ces études, ne permettent pas la caractérisation du 

rôle spécifique des champignons qui sont pourtant parmi les principaux organismes capables de 
dégrader la lignine. L’incubation par des champignons de débris végétaux, d’une part (Vane et al., 
2001 ; Robertson et al., 2008), ou de molécules modèles marquées (au 13C ou au 14C) ou non 
d’autre part (Haider & Martin, 1981; Kim & Rhee, 2003), a déjà été réalisé en laboratoire, mais le 
suivi de débris végétaux marqués au 13C et de leur intégration dans la MO fongique n’a pas encore 
été entrepris à notre connaissance, et certainement pas avec de la MO marquée différentiellement 
au 13C.  

  Enfin, si la combinaison d’approches analytiques (chimiques et microscopiques) 

envisagée pour suivre le devenir de la MO au cours des incubations commence à se généraliser, 
elle sera appliquée pour la première fois à ce type de matière organique marquée différentiellement 
et à l’étude du rôle des champignons sur le devenir de la MO. 

  Les risques associés à ce projet sont liés (1) à l’expérimentation avec du matériel biologique, 
(2) au nécessaire développement de nouveaux protocoles de préparation et de caractérisation des 
échantillons. La gestion/maîtrise de ces risques est résumée dans le tableau 2 

Tableau 2. Principaux risques associés au projet proposé. 

 étape gestion des risques principaux autres risques 

bi
ol

og
iq

ue
 

culture végétaux en serre 
marquage au 13C 
différentiel 

déjà effectuée 
par plusieurs 
membres équipe 

Nguyen Tu et al. 2011, 
2013 
Girardin et al. 2009 

 

culture champignons 
sur litière végétale 
transfert 13C à la MO 
fongique 

déjà largement 
réussie et 
documentée 

Vane et al. 2001, 
Robertson et al. 2008 
Churchland et al. 2012 
Griepentrog et al. 2014 

pas de fructification des 
champignons � abandon 
de ce volet 

an
al

yt
iq

ue
 

activité enzymatique documentée et déjà réalisée par membre 
équipe (Collin & Cochet, 2013) 

 

an
al

ys
e 

is
ot

op
iq

ue
 d

e 
m

ol
éc

ul
es

 
in

di
vi

du
el

le
s 

lipides apolaires analyse GC-C-IRMS déjà effectuée 
Nguyen Tu et al. 2004b, 2011 

 

tr
op

 c
he

r 
&

 c
hr

on
op

ha
ge

 
�

 s
él

ec
tio

n 
d’

éc
ha

nt
ill

on
s 

et
 d

e 
pa

s 
de

 te
m

ps
 c

le
fs

 

lipides polaires développement protocole 
séparation par chromatographie 
préparative & analyse IRMS pour 
éviter biais de dérivation 

échec développement 
� GC-C-IRMS sur molé-
cules dérivées ou IRMS 
sur fractions totales 

sucres labiles 

constituants 
structuraux 

observations µscopiques  
identification « µmorphes » 

déjà effectué à la loupe binoculaire et 
au MEB Nguyen Tu et al. 2011 

 

µlocalisation & quantification 
marquage 

MEB + 
(nano)SIMS 
déjà documenté 

Sangély et al., 2005; 
Hatton et al. 2012 

forte hétéro-
généité marquage 
� ∅ quantificat° 

 

III.2.d. Actions proposées, méthodologies et calendrier  

  Ce projet se décline en trois volets : (1) marquage différentiel de végétaux au 13C, (2) 
incubation des végétaux marqués par des champignons et (3) caractérisation microscopique et 
chimique de la MO incubée (Fig. 39). 
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Marquage différentiel de végétaux au 13C 

  La plante modèle choisie est le ray-grass anglais (Lolium perenne L.) pour sa croissance 
rapide, sa forte productivité en feuilles et sa bonne réponse au marquage au 13C (Nguyen Tu et al. 
2013). Le marquage différentiel repose sur le principe que les constituants structuraux des plantes 
(ligno-cellulose, cutine, etc.) sont synthétisés au début de la vie de la plante/d’un organe alors que 
les constituants labiles comme les carbohydrates métaboliques sont sans cesse renouvelés/bio-
synthétisés (Girardin et al., 2009 ; Fahey et al., 2011 ; Haddix et al., 2016). Deux lots équivalents 

de graines de ray-grass seront mis à germer dans deux chambres de cultures aux conditions 
strictement identiques, à l’exception que l’un se développera sous atmosphère naturelle alors 

que l’autre sera sous atmosphère enrichie en 13C. Le taux de 13CO2 de la chambre de marquage 
sera maintenu rigoureusement constant dès le début de la germination et tout au long de la 
croissance des plantes (environ 3 mois) afin de garantir un marquage le plus homogène possible 
des tissus structuraux (Nguyen Tu et al., 2013). Pour cette expérience, un marquage assez élevé 
des végétaux est visé (±1200‰) afin d’assurer le transfert du marquage aux champignons et la 
détection du 13C dans le CO2 respiré lors de l’incubation, dans les différentes molécules issues du 
métabolisme des tissus végétaux et dans les micromorphes examinés en (nano)SIMS. Trois 

semaines avant la fin de l’expérience les deux lots de plantes seront intervertis de façon à ce 

que les plantes dont les constituants structuraux sont marqués au 13C synthétisent des 

métabolites labiles peu ou pas marqués, et inversement. Dans la mesure où les parties 
racinaires du ray-grass enregistrent le marquage au 13C de façon bien plus hétérogène que ses 
parties aériennes (Vidal et al., 2016), seules ces dernières seront utilisées pour l’incubation à suivre. 

Incubation des végétaux marqués par les champignons 

  Les parties aériennes du ray-grass marqué au 13C seront récoltées à la sortie des chambres, 
séchées à 45°C, broyées et combinées par lot (tissus structuraux marqués au 13C vs métabolites 
labiles marqués au 13C) afin d’obtenir un broyat le plus homogène possible. Les végétaux broyés 
seront ensuite mélangés à un sol minéral artificiel reconstitué. Ce sol sera constitué à partir de 
quartz commercial de différentes granulométries (sableuse, silteuse et argileuse) et d’illite 
commerciale de façon à obtenir un sol artificiel de texture limoneuse-fine qui a été montré comme 
favorable au développement rapide de micro-organismes et d’agrégats organo-minéraux dans une 
incubation d’un type similaire (Pronk et al., 2012). Ce type de sol artificiel offre l’avantage d’être 
totalement dépourvu de MO, de sorte que les champignons mis à incuber ne disposeront d’autre 
source de carbone organique que les végétaux marqués au 13C (et dépourvu de carbonates qui 
compliquent les analyses élémentaires et isotopiques). Le sol artificiel et les végétaux marqués 
seront ensuite mélangés en proportions massiques 90/10 et le mélange sera stérilisé (autoclavé) 
pour éviter tout développement microbien autre que les champignons étudiés. Le mélange sera 
ensuite réparti dans des flacons/bocaux dédiés munis d’une membrane permettant l’analyse 

des gaz issus de la respiration. Les bocaux seront ensuite ensemencés avec des spores 

de Phanerochaete chrysosporium. Cette espèce de basidiomycètes a été choisie car c’est un 
agent commun de la pourriture blanche des bois, doté des trois principales familles d’enzymes 
permettant de dégrader le matériel ligno-cellulosique (manganèse peroxydase, lignine peroxydase 
et laccase), elle est fréquente sur les sols tempérés et est facile à cultiver au laboratoire (Rihani et 
al., 1995 ; Accinelli et al., 2010;). Un lot de microcosmes de référence ne sera pas ensemencé. Les 
microcosmes seront ensuite humidifiés pour atteindre environ 60% d’humidité et incubés dans le 
noir à 20°C pendant 6 mois. La teneur en CO2 et le δ13CCO2 de l’atmosphère des microcosmes 
seront régulièrement mesurés par spectroscopie d’absorption laser (CRDS). Le pas 
d’échantillonnage des microcosmes (3 microcosmes « sacrifiés » par modalité et par date) sera plus  
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Figure 39. Protocole expérimental proposé 
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resserré durant les 2 premiers mois et adapté en fonction de l’activité enzymatique et d’une 
éventuelle fructification des champignons. Quelques microcosmes seront laissés à l’incubateur 
après l’arrêt de l’activité biologique, pour un suivi ultérieur de la nécromasse fongique. 

Caractérisation microscopique et chimique de la MO incubée 

  Une aliquote des microcosmes sera analysée immédiatement pour déterminer l’activité des 
trois principales enzymes de dégradation du matériel ligno-cellulosique. Le reste des échantillons 
sera tout d’abord observé à la loupe binoculaire. Si le développement des champignons le permet, 
du mycélium et/ou des fructifications seront isolés manuellement pour analyse séparée de 
l’ensemble des microcosmes. Les échantillons seront ensuite lyophilisés pour stockage avant 
analyse. 

  Les échantillons seront successivement observés à la loupe binoculaire et au MEB 
(microscope électronique à balayage) afin de décrire et d’identifier les constituants microscopiques 
(« micromorphes ») des microcosmes ainsi que leur agencement, et déterminer les zones à 
analyser en (nano)SIMS. Pour éviter les imprécisions isotopiques en (nano)SIMS (spectrométrie de 
masse à ionisation secondaire) liées à l’inclusion dans de la résine, les échantillons seront préparés 
par simple dépôt sur une feuille d’or propre (Hatton et al., 2012). Les analyses en (nano)SIMS 
seront focalisées sur les isotopes stables du carbone afin d’identifier les micromorphes marqués au 
13C, et éventuellement de déterminer leur δ13C. Quelques analyses exploratoires viseront toutefois à 
évaluer les teneurs en : 

- azote pour aider à l’identification des micromorphes fongiques car la paroi des champignons 
(principalement chitineuse) est plus riche en azote que celle des végétaux (principalement ligno-
cellulosique) ; 
- manganèse pour tenter de mettre en évidence des zones d’actions privilégiées de la manganèse 
peroxidase. 

  Une aliquote des échantillons sera analysée pour son contenu en carbone et δ13C total 
(bulk ; analyseur élémentaire couplé à un spectromètre de masse isotopique, IRMS). Les 
échantillons seront ensuite soumis à deux extractions successives. Les métabolites labiles seront 
extraits à l’eau chaude (Nkhili et al., 2012), puis les lipides aux solvants organiques tandis que les 
composés structuraux seront récupérés avec le résidu d’extraction. Chacune de ces fractions sera 
analysée en IRMS avant analyse en chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectrométrie 
de masse (GC-MS) pour identification de leurs constituants moléculaires. Les principaux 
constituants moléculaires de ces fractions seront ensuite isolés par chromatographie préparatrice 
pour permettre leur analyse isotopique individuelle. Les lipides seront fractionnés par 
chromatographie sur colonne avant analyse par chromatographie en phase gazeuse couplée à la 
spectrométrie de masse isotopique (GC-C-IRMS). Le fractionnement des carbohydrates 
métaboliques et des composés structuraux fera l’objet d’un développement sur couplage 
chromatographie liquide-spectrométrie de masse (LC-MS) avec colonne semi-préparatrice 
(collaboration A. Huguet et C. Anquetil, METIS). Les composés structuraux seront au préalable 
craqués en éléments de plus petite taille par pyrolyse off-line. L’isolement des principaux 
constituants de ces fractions par LC-MS préparatrice devrait permettre de les isoler en quantité 
suffisante pour analyse directe en IRMS sans dérivation susceptible de biaiser leur δ13C. 
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Tableau 3. Calendrier prévisionnel. 

Quoi ? 
Quand ? 

année 1 année 2 

Marquage différentiel des végétaux au 13C         

Incubation des végétaux par les champignons         

Développement LC-MS préparatrice sucres et lignine         

Activité enzymatique des microcosmes         

Observations microscopiques & analyses SIMS         

Analyses isotopiques MO & fractions totales         

Extraction & analyse métabolites labiles         

Extraction & analyse lipides         

Pyrolyse & analyse constituants structuraux         

Analyses isotopiques molécules individuelles         

Présentations congrès & rédaction articles         

 

III.2.e. Résultats attendus  

 Au final ce projet vise à caractériser et/ou préciser les dynamiques biologiques, chimiques et 
physiques associées au métabolisme de la MO végétale par les champignons, et à mettre en 
évidence les (dé)couplages qui peuvent exister entre ces différentes dynamiques qui sont souvent 
étudiées indépendamment. 

- Dynamique du développement des champignons (activités enzymatiques, observations 
microscopiques, teneur en biomarqueurs microbiens). 

- Dynamique spatiale de l‘incorporation du carbone d’origine végétale dans les « micromorphes » du 
sol (observations microscopiques & analyses SIMS) : Dans quelle structure fongique le carbone 
végétal est-il incorporé et à quel stade de développement ? Le développement de champignons 
saprophytes conduit-il à la formation de microstructures végéto-fongiques et/ou organo-minérales 
particulières dans le sol ?  

- Dynamique de décomposition des constituants végétaux et de « synthèse » des MO du 
sol (analyses isotopiques et moléculaires) : Quelle famille de constituants (labiles vs structuraux) 
utilisent les champignons, pour synthétiser quels composés fongiques ? Quels constituants 
végétaux sont utilisés / quels constituants fongiques sont synthétisés à quel stade de 
développement des champignons (végétatif vs reproducteur, maximum d’activité de quelle 
enzyme) ? 

Ce projet pourrait en outre permettre certains progrès méthodologiques : développement au 
laboratoire de la LC-MS semi-préparatrice, précision du temps de résidence des lipides libres dans 
les végétaux (constituants labiles ou structuraux ?), précision de la nature/structure moléculaire des 
MO d’origine fongique dans les sols, intercalibration des différents marqueurs d’activité 
fongique, etc. 
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Synthèse et conclusion 

 Poussés par ma fascination pour la paléobotanique et le potentiel de reconstitution 
paléoenvironnementale de la géochimie, mes premiers travaux de recherche avaient pour objectifs 
de tester l’utilisation des outils de la géochimie pour reconstituer la paléobiologie des végétaux 
fossiles. Mes premières études ont porté sur des fossiles d’excellente préservation morphologique 
issus de contextes paléoenvironnementaux bien documentés, avant d’appliquer de tels outils à des 
fossiles moins bien préservés et/ou issus d’environnements moins connus. Les caractérisations 
chimiques et isotopiques des plantes du Cénomanien basal d’Anjou et de Bohême ont montré que 
les lipides pouvaient recéler des informations taxonomiques intéressantes, et les teneurs en 
isotopes stables du carbone renseigner sur l’écologie des plantes fossiles, notamment en terme de 
stress hydrique. Si les conclusions de ces premières études permettent d’envisager l’application de 
la géochimie à des fossiles moins connus, elles soulignent également la pertinence de combiner les 
résultats de la géochimie avec d’autres proxies et la nécessité de bien contraindre les effets de la 
dégradation et de la diagenèse sur la signature géochimique des fossiles. 

 J’ai donc orienté une partie de mes activités de recherche sur le suivi des transformations 
chimiques et isotopiques subies par la matière organique végétale au cours de la dégradation. Cette 
problématique a été abordée par des expérimentations, sur le terrain ou en laboratoire, focalisées 
sur les effets des stades initiaux de la dégradation sur la biogéochimie des débris végétaux. 
L’utilisation de matériel végétal marqué au 13C et/ou la combinaison d’analyses biogéochimiques et 
d’observations microscopiques, ont permis de confirmer l’importante variabilité spatiale de la 
dégradation dans les environnements continentaux, ainsi que la contribution des micro-organismes 
dégradeurs (bactéries et champignons) à la matière organique résiduelle, même concernant des 
biomarqueurs spécifiques de plantes tels, que les n-alcanes à longue chaîne. Corroborant les 
synthèses publiées ces dix dernières années sur le devenir de la matière organique des sols, les 
résultats obtenus dans le cadre de ces expérimentations ont montré que la qualité chimique de la 
matière organique et les conditions (micro-)environnementales, biotiques comme abiotiques, 
présidant à sa transformation, se doivent d’être considérés de concert pour mieux appréhender son 
devenir. 

 Le carbone préservé dans les sols (voire les sédiments) correspond vraisemblablement à 
l’intégration de molécules labiles et plus résistantes à la dégradation, d’une part, et d’origine 
végétale et microbienne, d’autre part. J’aimerais donc désormais focaliser mes recherches sur les 
processus conduisant à l’intégration de ces différents réservoirs de carbone dans la matière 
organique stable des sols et des sédiments. Parmi les micro-organismes capables de dégrader la 
matière organique végétale, l’accent sera mis sur les champignons qui sont les plus importants 
dégradeurs de matériel ligno-cellulosique. Ces recherches s’appuieront notamment sur des 
incubations de matière organique marquée au 13C afin d’essayer de suivre à l’échelle moléculaire, le 
devenir de certaines familles de constituants au potentiel de préservation varié. Outre le 
développement de nouvelles méthodes d’accès à la composition isotopique de molécules 
spécifiques, j’aimerais ajouter aux méthodes microscopiques, isotopiques et chimiques que j’ai 
l’habitude d’utiliser, des approches spatialisées de la signature biogéochimique de la matière 
organique. De telles approches passent notamment par des caractérisations à la sonde ionique 
(spectrométrie de masse à ionisation secondaire) qui devraient permettre de mieux relier l’aspect 
physique de la matière organique à ce que l’on peut étudier de sa composition chimique. Préciser 
les mécanismes de stabilisation de la matière organique dans les sols et les sédiments, s’inscrit 
dans le cadre d’une meilleure compréhension du cycle biogéochimique du carbone, et de ses 
réponses à court et long terme au changement global. 
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Enseignement (± 206 h/an) 

Apparaissent en gris, les enseignements assurés par le passé mais plus actuellement, principalement du fait de leur 
disparition des maquettes. 

 
    

L1 ���� Orientation et Insertion Professionnelle 1 TD Bilan personnel, orientation 

 ���� Géosciences 1 : Le système Terre TD TP Sédimentologie, minéralogie, etc. 

 ���� Enseignante référente RDV Entretiens & conseils aux étudiants 
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 Responsable de l’UE (depuis sa création en 2014) : Mise au point des TD, formation des enseignants (2 
sessions de 8h), rédaction des fascicules supports de TD pour les enseignants (42 p.), gestion des 
plannings enseignants, organisation des jurys de soutenances, développement de sites SAKAI pour les 
enseignants et les étudiants, développement de l’évaluation de l’UE par les étudiants (coll G Piequet) 
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� Mise au point d’un nouveau TD : Tissus conducteurs & conduction des sèves 
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� Mise au point de nouveaux TD : Origines de la vie, Diversité des algues, Origine des angiospermes  

 
� Ecologie & Biogéographie TD Ecologie, évolution, biogéographie 

 
� Mise au point d’un nouveau TD : Phylogénie 

   
L3 � Le projet professionnel TD Techniques de recherche d'emploi 
 Responsable de l’UE (depuis 2012) : Rédaction des fascicules supports de TD pour les enseignants, 

gestion des plannings enseignants, organisation des jurys de soutenance, développement de sites SAKAI 
(ens. & étu.), développement de l’évaluation de l’UE par les étudiants (en collaboration avec G Piequet) 

 
� Bases scientifiques avancées (LP AGePUr) CM TD TP Sciences du sol 

 
� Mise au point de nouveaux CM & TP : Introduction à la pédologie 

 
� Géologie sédimentaire & Paléobiosphère CM TD TP Paléobotanique 

 
� Mise au point de nouveaux CM, TD & TP sur les premières flores continentales 

  
M1 � Arbres & bois CM TD TP Télédétection, cartographie 
 

� Mise au point de nouveaux enseignements : Cartographie des formations végétales par télédétection 

 
� Orientation et Insertion Professionnelle 3 TD Techniques de recherche d'emploi 

 
� Mise au point de nouveaux TD : Les métiers de la recherche publique, Argumentation des qualités 

Co-responsable de l’UE (2010-2011) : Mise au point des TD, Veille sur le marché de l’emploi 

 
� Isotopie appliquée à l’environnement CM TD Géochimie isotopique 

 
� Mise au point de nouveaux CM & TD : Cycle du carbone & δ13C de la matière organique végétale 

  
M2 � Paléoécologie, Paléomagnétisme, Paléo… CM Géochimie isotopique 
 

� Mise au point d’un nouveau cours : Paléoenvironnements &  δ13C de la matière organique 
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Responsabilités scientifiques, administratives et collectives 
 

 
� Insertion professionnelle 

depuis 2012 � Responsable insertion professionnelle (IP) de la Licence Sciences de la Vie (SDV) 

� Participation à l’équipe de mise au point des programmes d’IP (dir. D Piccinini), animation d’un 
groupe pour la coordination et le développement des enseignements d’IP en licence SDV, chimie et 
géosciences (avec M Rouelle & C Maître), rendez-vous individuels étudiants pour conseil à l’IP, partici-
pation à 2 projets Collèges des Licences SUPER (Edugame ZOOM et Coaching Pour l’International) 

depuis 2014 � Responsable de l’UE OIP2 ( 2VOI1) en L2 SDV 

Orientation et Insertion professionnelle 2  (630 étudiants/36 enseignants) 

� Mise au point des TD, formation des enseignants (2 sessions de 8h), rédaction des fascicules 
supports de TD pour les enseignants (48 p.), gestion des plannings enseignants, organisation des jurys 
de soutenances, développement de sites SAKAI pour les enseignants et les étudiants, développement 
de l’évaluation de l’UE par les étudiants (en collaboration avec G Piequet) 

2012-2015 � Responsable de l’UE LXIP1 en L3 SDV 

Le projet professionnel  (420 étudiants/8 enseignants) 

� Rédaction des fascicules de TD pour les enseignants, gestion des plannings enseignants, 
organisation des soutenances, développement de sites SAKAI, évaluation de l’UE (coll. G Piequet) 

2010-2012 � Co-responsable de l’UE MU522 en M1 SDUEE SEP & EBE 

Préparer son avenir après un master en écologie et biodiversité (16 étudiants) 
  

 
� Autres responsabilités en enseignement 

2008-2010 
2004-2005 

� Co-responsable de l’UE LV102 en L1 SDV 

Diversité du vivant  (850 étudiants/50 enseignants) 

� Gestion des plannings enseignants, organisation des TD, TP, contrôles, examens… 

2002-2004 � Co-responsable d’une UE de méthodologie en 1ère année de DEUG SDV 

Origines de la vie (45 étudiants/6 enseignants) 

� Gestion des plannings enseignants, sélections des articles, organisation des soutenances etc. 
  

 
� Conseils de l’UFR 927 / Faculté de Biologie 

2012-2014 � Nommée au conseil des enseignements 

2012-2014 � Responsable de la division des enseignements en insertion professionnelle 

2009-2013 � Elue au conseil d’administration et conseil des enseignements  

   

depuis 2005 � Elue aux comités de sélection / commissions de spécialistes (67ème section) 
9 concours MCF + 11 concours ATER 

  

 
� Elue au conseil d’administration de la Société Française des IsotopeS 

depuis 2012 � Secrétaire adjointe 

2005-2008 � Administratrice du site internet 
  
 

���� Expertise scientifique 
 

���� Revues : Organic Geochemistry, Palaios, Soil Biology and Biochemistry 

���� Organismes de recherche : American Chemical Society, National Science Foundation, INSU 

���� Thèse : examinatrice d’Abel BARRAL CUESTA (2016, U Lyon) 
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Activités de Recherche 
 

 � Thématique principale : 

Devenir de la matière organique végétale dans l’environnement 

Reconstitution des sources, des environnements de formation et des processus de 
transformation de la matière organique dans les environnements continentaux actuels et 
passés, par les outils de la biogéochimie isotopique et moléculaire  

  
  

2016 � Marqueurs biogéochimiques de l’occupation des sols 
 Mise au point d’un référentiel sur la réserve culturelle de Linné-Räshult (Suède) 
 

���� projet PEPS paysages CNRS-INEE dirigé par A Dufraisse 

 De l’arbre à la forêt domestiquée : pratiques de gestion et systèmes agroforestiers.  

� Etude en cours visant à tester la pertinence des teneurs en P, Ca, Mg, N, C, 15N, 13C et stérols fécaux pour 
diagnostiquer les types d’occupation des sols anciens (pairies, champs, pâturages, potagers, etc.)  

    

2015-2016 � Rôle de la matière organique sur le transfert du radium à l’interface sol-plante 

 ���� projet NEEDS Défis Interdisciplinaires CNRS dirigé par S Rihs 

 Cycle biogéochimique du radium 

� Mise au point d’un protocole d’analyse séquentielle des sols permettant la caractérisation conjointe de la 
matière organique et du radium présents dans les différentes fractions chimiques des sols 

  

 � Effets de la carbonisation sur les rapports 
13

C/
12

C (
18

O/
16

O et 
15

N/
14

N) du bois : 

 Test de l’utilisation des rapports isotopiques en anthracologie (expérimentation & applications archéo.) 

2016 ���� projet INTERRVIE INSU co-dirigé par TT Nguyen Tu & A Dufraisse 

 Dendroclimatologie isotopique sur charbons de bois (fossiles) : Cadrage méthodologique 

2015-2016 ���� projet CARESE Sorbonne-SU co-dirigé par TT Nguyen Tu & A Dufraisse 

 Gestion forestière et climats au Néolithique : Approche dendro-isotopique sur charbons de bois 

2015-2017 ���� accompagnement doctoral MATISSE co-dirigé par TT Nguyen Tu & A Dufraisse 

 Composition isotopique des charbons de bois anciens : 
Cadrage méthodologique pour application paléoclimatique 

2011-2015 ���� projet ANR JC DENDRAC dirigé par A Dufraisse 
 

� AC19, 
OI11, PI25, PI29, ON5 
 

Développement d’outils dendrométriques appliqués à l’anthracologie : 
étude des relations homme-ressources-environnement 

� Mise en évidence d’un effet significatif du feu sur la composition isotopique du bois 
� Développement d’un nouvel outil de caractérisation des paléoclimats basé sur la différence de composition 
isotopique du bois de printemps et du bois d’été dans les charbons archéologiques 

   

2015-2016 � Interactions brome-matière organique dans l’estuaire de la Seine 

 
���� collaboration A Murat 

  
� Identification de composés organo-bromés et biomaqueurs végétaux associés dans les sédiments 

   

2013-2016 � Biomarqueurs lipidiques du tannage artisanal : 

Contribution à la reconstitution des processus de tannage à l’époque romaine 

 

� AP2,  
PI22, PI20, ON4, PN6, 
PN4 

���� projet PAS INRAP MiGéMOS dirigé par C Cammas 
 

Micromorphologie & Géochimie des Matières Organiques des Sols archéologiques 

� Identification d’un cortège de biomolécules caractéristiques du tannage 
� Diagnostic d’une fosse romaine énigmatique comme fosse de tannage grâce aux biomarqueurs 

   

  

AP : article en préparation 
AC : article dans revue indéxée  
OI : oral en congrès international 
PI : poster en congrès international 
ON : oral en congrès national 
PN : poster en congrès national 
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2014-2015 � Taphonomie organique de gisements jurassiques à dinosaures à plumes 

� AP1, 
PI30 

���� projet Institut royal des Sciences naturelles de Bruxelles dirigé par J Yans 

Taphonomie intégrée de gisements fossilifères exceptionnels 

� L’exceptionnelle préservation morphologique des fossiles étudiés n’est pas associée à une bonne 
préservation de leur composition chimique  

   

2013-2015 � Effet des vers de terre sur le devenir des lipides des sols : 

Incubations contrôlées d’herbacées marquées au 
13

C, avec ou sans lombrics 

 

� AC17, 
OI12, PI27, PI28 ���� projet EC2CO BIOHEFECT dirigé par K Quénéa 

 

 Suivi de l’incorporation de la matière organique dans les agrégats biogéniques : 
Implication dans la protection du carbone des sols 

� Les lombrics favorisent l’intégration de carbone issu de matière organique fraîche dans les lipides 
microbiens, à l’instar de ce qui est observé sur le sol total 

   

2012-2014 � Effets de la dégradation sur les rapports 
13

C/
12

C et 
15

N/
14

N du bois : 
 

� AC15, AC16, 
OI10, PI31, PI26, PI24, 
PN5 

Comparaisons de données fossiles et expérimentales (incubations contrôlées en laboratoire) 

���� projet Emergence UPMC PALÉONITROGEN dirigée par J Schnyder 
 

 Test de l’utilisation des rapports 15N/14N comme marqueur paléoclimatique dans les matières organiques 
sédimentaires terrestres pré-quaternaires 

� Contrairement au 13C/12C, la signature 15N/14N des macrorestes végétaux intègre également une 
composante microbienne significative 

  
2007-2011 
 

���� Caractérisation isotopique et moléculaire des lipides de sols tempérés & 
tropicaux de 2 chronoséquences C3/C4  

� AC13, 
OI8, OI9, PI18, PI16, 
PI15, PN3 

���� projet ANR blanche DynaMOS dirigée par C Hatté 
Dynamique Moléculaire du carbone Organique dans les Sols 

� La plantation d’eucalyptus sur des sols de savane (Congo) conduit à des modifications significatives de la 
dynamique des lipides dans les sols 

  

2003-2007 � Dégradation de feuilles enrichies en 
13

C en milieu naturel contrôlé : 
 

� AC18, AC12, AC11, 
AC9, AC8,  
OI7, OI6, OI10, PI21, 
PI19,PI13, PI26, PI24, 
PN2 

Validation de biomarqueurs par suivi de la composition chimique et isotopique de débris végétaux 

���� projet ACI Jeune Chercheur dirigée par TT Nguyen Tu 
 

���� Délégation CNRS 2005-2006  

� Les lipides à longue chaîne, considérés comme typiques des végétaux, intègrent dans les sols une 
contribution fongique significative 
� Attention : le marquage des végétaux au 13C peut conduire à une forte hétérogénéité du signal isotopique 
dans les tissus végétaux 

  
  

 � Collaborations scientifiques :   

 �  Internationales :   
 Johan Yans Université Namur Dinosaures fossiles 
 Adele Bertini Université Florence Hêtres fossiles 
    
 �  Nationales :   
 Bernd Zeller & Marie-Pierre Turpault INRA Nancy Sacs de litière 
 Sophie Rihs & François Chabaux Université Strasbourg Radio-isotopes 
 Thierry Bariac & Philippe Biron AgroParisTech Marquage au 13C 
 Mercedes Mendez-Millan IRD Bondy Analyses 13C alcanes 
 Cecilia Cammas & Raphaël Clotuche INRAP Paris Tannage archéologique 
 Alexa Dufraisse MNHN Dendro-anthracologie 
 Johann Schnyder UPMC Sédimentologie 
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� Missions de terrain : 

  

2012-2015 � Echantillonnage de sédiments archéologiques 
Chantiers archéologiques de Chateaubleau (77), Saint-Denis (93) et de Famars (59) 

2004-2016 � Mise en place et suivi d’expériences de dégradation en sacs de litière 
Site atelier de la forêt de Breuil-Chenue (89) 
Observatoire Pérenne de l’Environnement (55) 

1999-2006 � Echantillonnage de plantes fossiles 
Sites fossilifères d’Anjou (49), du Valdarno (Italie) et de Bohème (République Tchèque) 

 
 
(co-) Encadrement de travaux de recherche 
 
 

� Doctorat (% d’encadrement des doctorants)  
 

2015-2018 � Eric Lascar (10%) ���� bourse de thèse IRNS & ANDRA / ED 413 (STE) U Strasbourg 

 Comportement du radium et ses ascendants radioactifs dans les sols et les plantes  
  

2014-2017 � Franck Baton (50%) ���� bourse de thèse MESRT / ED 398 (GRNE) UPMC 
� AC19, 
OI11, PI25, PI29, ON5 Dendroclimatologie isotopique sur charbons de bois archéologiques : Cadrage méthodologique  

  

2014-2017 � Aude Cincotta (10%) ���� bourse Institut royal des Sciences Naturelles de Bruxelles 
� AP1, 
P30 Taphonomie intégrée de gisements fossilifères exceptionnels  

  

2012-2015 � Romain Tramoy (25%) ���� bourse de thèse Emergence / ED 398 (GRNE) UPMC 
� AC15, AC17, 
OI10, PI31, PI24, PI 26, 
PN5  

Tester les isotopes stables de l’azote des matières organiques fossiles terrestres comme 
marqueur paléoclimatique sur des séries pré-quaternaires 

  

2006-2009 � Florent Zanetti (80%) ���� bourse de thèse MESRT / thèse non soutenue 
� AC18, AC8, 
OI6, PI14, PN2 Taphonomie moléculaire expérimentale : devenir de lipides végétaux en milieu aquatique 

  

2003 � Jakub Sakala (10%) ���� financement PAI Barrande (MAE) pour les déplacements  
 Formations végétales du Tertiaire de Bohème : Etude géochimique et paléobotanique intégrée 
  

2002 � Martine Berthelin (10%) ���� financement IFR101 et ECLIPSE pour les analyses 
� PI7, PI11 Chimiotaxonomie de végétaux fossiles énigmatiques : les Gigantonomiales 

  
 

� Master  

2014-2015 � Elise Canolle ���� M1 SDUEE UPMC : Environnements Continentaux & Hydrosphère 

 Devenir de la matière organique aérienne et racinaire dans un sol sous influence de vers de terre 
    

2013-2014 � Alexandre Delorme ���� M2 SDUEE UPMC : Géosciences 

� AC19, 
OI11, PI25, PI29, ON5 

Reconstitutions paléoclimatiques basées sur la composition isotopique 
des charbons de bois archéologiques 

  

2007-2008 � Azdine Ravin ���� M2 SDUEE UPMC : Géosciences 

 Pétrographie et géochimie organique d’un gisement fossilifère crétacé 
  

2006-2007 � Sébastien Bégé ���� M2 SDUEE UPMC : Environnements Continentaux & Hydrosphère 

 Effets de la dégradation sur la composition macromoléculaire de litières végétales 
  

AP : article en préparation 
AC : article dans revue indéxée 
OI : oral en congrès international 
PI : poster en congrès international 
ON : oral en congrès national 
PN : poster en congrès national 



83 
 

2005-2006 � Florent Zanetti ���� M2 SDUEE UPMC : Systématique, Evolution & Paléontologie 

� AC8 Diagenèse et chimiotaxinomie des hydrocarbures de hêtres actuels et fossiles 
  

2004-2005 � Thomas Silberfeld ���� M1 SDUEE UPMC : Systématique, Evolution & Paléontologie 

 Géochimie organique d’un gisement fossilifère oligocène : Applications paléoenvironnementales 
  

2003-2004 � Aurélie Kriloff ���� M1 SDUEE UPMC : Systématique, Evolution & Paléontologie 

 Dendroclimatologie isotopique d’un bois de Taxodiacée du Miocène de l’Ardèche  

  
 

� Licence & BTS  

2016 � Nadège Grisat ���� DU Archéologie Université d’Amiens 

 Biomarqueurs moléculaires de fosses énigmatiques du site gallo-romain de Chateaubleau 
  

2012-2013 � Thomas Rebaud ���� L3 Licence chimie UPMC (Stage volontaire) 

� AP2, PI22  Reconstitution du tannage à l’époque romaine : approche intégrée  
  

2012-2013 � Marine Lubin ���� BTS Chimie Gennevilliers (Stage professionnel) 

 Analyses isotopiques et chimiques des plantes marquées au carbone 13  
  

2012-2013 � Blandine Broquet ���� L2 Licence Biologie Université Paris Sud 

 Analyses isotopiques et chimiques des plantes marquées au carbone 13  
  

2012-2013 � Katia Grira ���� L3 Licence chimie UPMC (UE équivalente à 3C025 actuel)  

� PI22, ON4 Caractérisation des lipides contenus dans des échantillons archéologiques  
  

2012-2013 � Marion Plessis ���� L3 Licence pro. Biotechnologie UPMC (Projet tutoré)  

� ON4, PI20 Extraction & caractérisation des lipides contenus dans des échantillons archéologiques  
    

2011-2012 � Katia Grira ���� L3 Licence chimie UPMC (Stage volontaire)  

� PI21, PI19 Analyses chimiques et isotopiques de sols et de plantes issus d’une expérience 
de marquage au 13C  

  
 

� Personnel titulaire & contractuel 

depuis 2015 � Amélie Guittet ���� Technicienne UPMC OSU affectée à temps partiel à METIS 

 Broyage & tamisage d’échantillons sédimentaires, extraction et fractionnement des lipides  
    

2009-2010 � Céline Egasse ���� IE CDD 14 mois projet ANR DynaMOS  

 Préparation d’échantillons végétaux & pédologiques, extraction et analyses des lipides 
    

2007-2010 � Brigitte David ���� Technicienne CNRS affectée au CR2P  

 Broyage & tamisage d’échantillons végétaux, extraction et fractionnement des lipides 
    

2007 � Stéphane Lemettre ���� AI CDD 3 mois projet ACI Dégradation de feuilles … 

 Préparation d’échantillons végétaux, extraction et analyses des lipides 
    

2005-2006 � Céline Egasse ���� AI CDD 15 mois projet ACI Dégradation de feuilles … 

 Préparation d’échantillons végétaux, extraction et analyses des lipides 
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Publications 
 

(IF 2015) 
code publication 

� Articles dans revues indexées : 19 + 2 

en préparation 
(2,255) 
AP2 

Cammas C, Nguyen Tu TT, Clotuche R, Rebaud T, Goret JF & Derenne S. Organic 
matter from archeological tanning pits : First insights from combined micromorphology 
and lipid biomarkers. Journal of Archaeological Sciences. 

en préparation 
(2,959) 
AP1 

Cincotta A, Nguyen Tu TT, Colaux JL, Terwagne G, Derenne S, Godefroit P, Anquetil C 
& Yans J. Chemical taphonomy of morphologically preserved feathers from a 
maniraptoran dinosaur : a multi-technique approach. Paleobiology. 

accepté 
(2,067) 
AC19 

Baton F, Nguyen Tu TT, Derenne S, Delorme A, Delarue F & Dufraisse A. Tree-ring 
δ

13C of archeological charcoals as indicator of past climatic seasonality. A case study 
from the Neolithic settlements of Lake Chalain (Jura, France). 
Quaternary International.  

2017 
(2,990) 
AC18 

Nguyen Tu TT, Egasse C, Anquetil C, Zanetti F, Zeller B, Huon S & Derenne S. Leaf 
lipid degradation in soils and surface sediments : A litterbag experiment. 
Organic Geochemistry 104 : 35-41. 

2017 
(2,855) 
AC17 

Vidal A, Quénéa K, Alexis M, Nguyen Tu TT, Mathieu J, Vaury V & Derenne S. Fate of 
13C labelled root and shoot residues in soil and anecic earthworm casts: a mesocosm 
experiment. Geoderma 285 : 9-18. 

2017 
(2,455) 
AC16 

Tramoy R, Sebilo M, Nguyen Tu TT & Schnyder J. Carbon and Nitrogen dynamics in 
decaying wood: paleoenvironmental implications. Environmental Chemistry 14 : 9-18. 

2016 
(2,525) 
AC15 

Tramoy R, Schnyder J, Nguyen Tu TT, Yans J, Jacob J, Sebilo M, Derenne S, Philippe 
M, Pons D, Ensepbaiev T & Baudin F. The Pliensbachian-Toarcian paleoclimate 
transition: New insights from organic geochemistry and C, H, N isotopes in a continental 
section from central Asia. 
Palaeogeography, Palaeoclimatology, Palaeoecology 461 : 310-327. 

2014 
(1,610) 
AC14 

Derenne S & Nguyen Tu TT. Characterizing the molecular structure of organic matter 
from natural environments : An analytical challenge. 
Comptes Rendus Geoscience 346 : 53-63. 

2014 
(3,407) 
AC13 

Mendez-Millan M, Nguyen Tu TT, Balesdent J, Derenne S, Derrien D, Egasse C, 
Thongo A, Zeller B & Hatté C. Compound-specific 13C and 14C measurements improve 
the understanding of soil organic matter dynamics. 
Biogeochemistry 118 : 205-223. 

2013 
(2,226) 
AC12 

Nguyen Tu TT, Biron P, Maseyk K, Richard P, Zeller B, Quénéa K, Alexis M, Bardoux 
G, Vaury V, Girardin C, Pouteau V, Billiou D & Bariac T. Variability of 13C-labeling in 
plant leaves. Rapid Communications in Mass Spectrometry 27 : 1961-1968. 

2011 
(4,152) 
AC11 

Nguyen Tu TT, Egasse C, Zeller B, Bardoux G, Biron P, David B & Derenne S.  
Early degradation of plant alkanes in soils: a field experiment using 13C-labelled leaves. 
Soil Biology and Biochemistry 43 : 2222-2228. 

2009 
(2,339) 
AC10 

Schnyder J, Dejax J, Keppens E, Nguyen Tu TT, Spagna P, Boulila S, Galbrun B, 
Riboulleau A, Tshibangu JP & Yans J. An Early Cretaceous lacustrine record: Organic 
matter and organic carbon isotopes at Bernissart (Mons Basin, Belgium). 
Palaeogeography, Palaeoclimatology, Palaeoecology 281 : 79-91. 

2007 
(1,047) 
AC9 

Nguyen Tu TT, Egasse C, Zeller B & Derenne S. Chemotaxonomical investigation of 
fossil and extant beeches. I. Leaf lipids from the extant Fagus sylvatica L. 
Comptes Rendus Palevol 6 : 451-461. 

2007 
(1,047) 
AC8 

Zanetti F, Nguyen Tu TT, Bertini A, Egasse C, Derenne S & Broutin J. 
Chemotaxonomical investigation of fossil and extant beeches. II. Leaf lipids of Pliocene 
Fagus from the Upper Valdarno Basin, central Italy. 
Comptes Rendus Palevol 6 : 515-525. 

2004 
(2,525) 
AC7 

Nguyen Tu TT, Kürschner WM, Schouten S, van Bergen P. Leaf carbon isotope 
composition of fossil and extant oaks grown under differing atmospheric CO2 levels. 
Palaeogeography, Palaeoclimatology, Palaeoecology 212 : 199-213. 

AP : article en préparation 
AC : article dans revue indéxée 
OI : oral en congrès international 
PI : poster en congrès international 
ON : oral en congrès national 
PN : poster en congrès national 
Italique vert : étudiant encadré 
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2004 
(2,990) 
AC6 

Nguyen Tu TT, Derenne S, Largeau C, Bardoux G & Mariotti A. Diagenesis effects on 
specific carbon isotope composition of plant n-alkanes. 
Organic Geochemistry 35 : 317-329. 

2003 
(2,158) 
AC5 

Nguyen Tu TT, Derenne S, Largeau C, Mariotti A & Bocherens H. Comparison of leaf 
lipids from a fossil ginkgoalean plant and its extant counterpart at two degradation 
stages: diagenetic and chemotaxonomic implications. 
Review of Palaeobotany and Palynology 124 : 63-78. 

2002 
(2,525) 
AC4 

Nguyen Tu TT, Kvaček J, Uličný D, Bocherens H, Mariotti A & Broutin J. Isotope 
reconstruction of plant palaeoecology : Case study of Cenomanian floras from Bohemia. 
Palaeogeography, Palaeoclimatology, Palaeoecology 183 : 43-70. 

2001 
(2,990) 
AC3 

Nguyen Tu TT, Derenne S, Largeau C, Mariotti A & Bocherens H. Evolution of the 
chemical composition of Ginkgo biloba internal and external leaf lipids through the early 
stages of degradation. Organic Geochemistry 32 : 45-55. 

2000 
(2,990) 
AC2 

Nguyen Tu TT, Derenne S, Largeau C, Bocherens H, Mariotti A & Pons D. Effect of 
fungal infection on extract composition of higher plant remains. Analysis of shoots of a 
Cenomanian conifer invaded by extinct fungi. 
Organic Geochemistry 31 : 1743-1754.  

1999 
(2,525) 
AC1 

Nguyen Tu TT, Bocherens H, Mariotti A, Baudin F, Pons D, Broutin J, Derenne S & 
Largeau C. Ecological distribution of Cenomanian terrestrial plants based on 13C/12C 
ratios. Palaeogeography, Palaeoclimatology, Palaeoecology 145 : 79-93. 

  

 � Articles dans revues françaises spécialisées : 3 

2015 Nguyen Tu TT. Biogéochimie des plantes fossiles. 
Géochronique 134 : 25-28. 

2007 Nguyen Tu TT. La MO à la recherche de ses origines. 
Géochronique 104 : 31-32. 

2000 Nguyen Tu TT, Derenne S, Largeau C, Pons D, Broutin J, Mariotti A & Bocherens H. 
Les lipides des plantes fossiles dans leur rapport avec les plantes actuelles : Exemples 
des paléoflores cénomaniennes d’Anjou et de Bohème. 
Journal de la Société de Biologie 194 : 57-64. 

  

 � Vulgarisation : 1 article + 3 chapitres de livre 

2001 Nguyen Tu TT & Peigné S. 
L’invasion verte, La saga des enfants d’Elkinsia, Quand la planète fleurit. 
3 chapitres du livre La fabuleuse histoire de la terre 
Coordinateur ; JM Mazin, Editions du Reader Digest 

1999 Nguyen Tu TT & Bocherens H. La résistance des Ginkgos. 
Pour la Science 259 : 23-24. 

  

 

Communications en congrès internationaux 
 

 � Conférences invitées : 2 

2015 Nguyen Tu TT. Can 13C signal in ancient waxes document past environments ? 
Insights from soil experiments and fossil plants. 
Plant waxes 2015 (16-20 Juin, Ascona, Suisse)  

2005 
 

Nguyen Tu TT, Derenne S, Largeau C, Bardoux C & Mariotti A. Diagenesis effects on 
specific carbon isotope composition of plant n-alkanes. 
15th Annual V.M. Goldschmidt Conference (20-25 Mai, Moscow, Idaho, U.S.A.) 
Geochimica et Cosmochimica Acta 69 (10S), A344 
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 � Communications orales : 12 

2015 
OI12 

Vidal A, Quénéa K, Alexis M, Nguyen Tu TT, Vaury V, Anquetil C & Derenne S. 
Incorporation of 13C labelled root-shoot residues in soil in the presence of Lumbricus 
terrestris - An isotopic and molecular approach. 
5th International Symposium on soil organic matter (20-24 septembre, Göttingen, 
Allemagne) O2.1.02 

2015 
OI11 

Baton F, Dufraisse A, Lemoine M, Vaury V, Derenne S, Delorme A & Nguyen Tu TT. 
Effects of oxygenated carbonization on the isotope signal in tree rings. Implication for 
ancient charcoals. 
6th International Anthracology Meeting (30 août-6 septembre, Freiburg, Allemagne). 

2015 
OI10 

Tramoy R, Schnyder J, Nguyen Tu TT, Yans J, Jacob J, Sebilo M, Derenne S & Baudin 
F. Paleoclimatic changes at the Pliensbachien-Toarcien transition recorded by δD of n-
alkanes and δ15Norg in a continental section of central Asia.  
European Geosciences Union General Assembly 2015 (12-17 Avril, Vienne, Autriche) 
EGU2015-11718-2 

2012 
OI9 

Elegbede CF, Derrien D, Nguyen Tu TT, Mendez-Millan M, Hatté C & Balesdent J. 
Scaling down to molecules to model soil organic matter dynamics : Application to 
carbohydrates and lipids. 
Eurosoil 2012 (2-6 Juillet, Bari, Italie), S07.03a-1 

2012 
OI8 

Mendez-Millan M, Nguyen Tu TT, Egasse C, Derenne S, Derrien D, Zeller B, Balesdent 
J & Hatté C. Compound-specific 13C & 14C analysis of soil lipids along a savanna 
(C4)/eucalyptus (C3) chronosequence (Pointe-Noire, Congo) : New insights to resolve 
soil organic carbon dynamics (DynaMOS ANR-project). 
 Eurosoil 2012 (2-6 Juillet, Bari, Italie), S07.03a-2 

2008 
OI7 

Nguyen Tu TT, Egasse C, Zeller B, Bardoux G, Biron P, Richard P, Lemettre S, Bariac 
T & Derenne S. Early degradation of plant lipids in soil : A field experiment using 13C-
labelled leaves. 
European Geosciences Union General Assembly 2008 (13-18 Avril, Vienne, Autriche) 
EGU2008-A-01863 

2007 
OI6 

Nguyen Tu TT, Egasse C, Zeller B, Bardoux G, Biron P, Richard P, Lemettre S, Zanetti 
F, Bariac T & Derenne S. Early degradation of plant lipids in soil : A field experiment 
using 13C-labelled leaves. 
23rd International Meeting on Organic Geochemistry (9-14 Septembre, Torquay, 
Royaume-Uni), O72, Book of abstracts 1061-1062 

2001 
OI5 

Nguyen Tu TT, Derenne S, Largeau C, Bocherens H, Mariotti A & Pons D. Effect of 
fungal infection on extract composition of higher plant remains. 
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Abstract

The aim of this study is to investigate the effects of long-term variations in atmospheric CO2 levels ( pCO2) on stable carbon

isotope ratios in plants. Isotope measurements were undertaken on two kinds of oak leaves: fossil leaves originating from two

Miocene levels of well-documented and differing pCO2 (i.e., 280 and 360 ppmv), and extant leaves of the same species coming

from plants experimentally grown under contrasted pCO2. Measurements were performed separately on sun and shade leaves to

avoid bias linked to leaf morphotype, and on bulk leaves and individual n-alkanes extracted from the leaves, to detect possible

diagenetic alteration of the isotope signal. Although extant oaks exhibit no significant trend in isotope discrimination with

varying pCO2, fossil oaks from the high pCO2 level tend to exhibit slightly smaller isotope discrimination than those from the

low pCO2 level. However, the difference in fossil discrimination is only of 0.5x and its origin cannot be unequivocally

assessed since other environmental parameters could be responsible for it. Therefore, it appears that if plant carbon isotope

composition is sensitive to long-term pCO2 variations, its response is rather minimal.
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Paléobotanique et Paléoécologie, CEB-EA 3496, Université Paris
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1. Introduction

Stable carbon isotope ratios (d13C values) of plant

tissues are primarily controlled by the photosynthetic

system adopted by the plant (C3, C4 or CAM), but are

also correlated with a number of environmental factors

(e.g., reviews by O’Leary, 1981; Gannes et al., 1998;
laeoecology 212 (2004) 199–213
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Dawson et al., 2002). Therefore, the carbon isotopic

composition of fossil plants can be used to reconstruct

the ecology of extinct plants and palaeoenvironments

(e.g., Bocherens et al., 1993; Nguyen Tu et al., 2002;

Gröcke, 2002). For example, the carbon isotope

composition of fossil plants has been used to inves-

tigate the first appearance of the C4 photosynthetic

pathway (e.g., Nambudiri et al., 1978; Bocherens et al.,

1993). In plants using the C3 photosynthetic pathway,

d13C values have been modelled by Farquhar et al.

(1982a) as a function of the isotope composition of

atmospheric CO2 (d13Catm), the intercellular CO2

concentration inside the leaf (Ci) and the atmospheric

CO2 level (Catm that is also referred to as pCO2 in

palaeoenvironmental studies) according to the

expression:

d13Cplant ¼ d13Catm � a� b� að ÞCi=Catm ð1Þ

where a and b refer to the isotope discriminations

linked to the diffusion of CO2 in air and to the

primary carbon fixation, respectively. a and b remain

roughly constant in the temperature range at which

photosynthesis is possible (e.g., O’Leary, 1981). Ci

is mainly controlled by the enzymatic activity and

the stomatal conductance that are dependent on

various local environmental parameters such as water

availability and irradiance (e.g., reviews by Tieszen,

1991; Dawson et al., 2002). The influence of d13Catm

and numerous local environmental factors is well

documented in modern plants and the use of the

isotope composition of fossil plants to reconstruct the

isotope composition of palaeoatmospheric CO2 and

local palaeoenvironments has been validated (e.g.,

Arens et al., 2000; Nguyen Tu et al., 2002; Gröcke,

2002). However, as shown by Eq. (1) d13Cplant is

also dependant on Catm, and atmospheric CO2 levels

have varied considerably through geological times

(e.g., Berner, 1991). Although theoretical consider-

ations (detailed thereafter) suggested that variations

in pCO2 have a minor influence on d13Cplant, the

relationship between these two parameters remains to

be tested on the long term so that the palaeoenvir-

onmental and palaeoecological applications of fossil

plant isotope studies can be applied efficiently on

long geological periods. With this in mind, the aim

of this study is to better document the effects of

long-term variations of pCO2 on plant d13C values.
Since the carbon isotope composition is an important

tool in plant physiology, this study should also have

implications for the understanding of the physiolog-

ical adaptations of plants, in response to long-term

variations in pCO2.

The effects of varying pCO2 on plant isotope

composition have been investigated in a number of

growth chamber experiments, studies of subfossil

leaves and by using modern plants growing along

altitudinal gradients. In order to avoid bias linked to

variations of d13Catm, these studies generally deal with

the effects of varying pCO2 on Ci/Catm or on the

carbon isotope discrimination D13C defined by

Farquhar et al. (1982a, 1989) for C3 plants as:

D13C ¼ d13Catm � d13Cplant ¼ aþ b� að ÞCi=Catm

ð2Þ
A number of studies reported increasing isotope

discrimination under increasing pCO2 (e.g., Körner

et al., 1988, 1991; Beerling et al., 1993; van de Water

et al., 1994; Peñuelas and Estiarte, 1997). Some of

these pointed to a plant regulation of its gas exchange

by maintaining the difference Catm-Ci constant (Mar-

shall and Monserud, 1996; Hultine and Marshall,

2000). In contrast, other works tended to show that

D13C decreases under increasing pCO2 (e.g., Polley et

al., 1992; Beerling, 1997). Finally, some studies

pointed to a constant metabolic setpoint for Ci/Catm

reporting no or nonsignificant correlations between

D13C and pCO2 (e.g., Farquhar et al., 1982a; Peñuelas

and Ascón-Bieto, 1992; Polley et al., 1993; Ehleringer

and Cerling, 1995; Beerling, 1996). Hence, rather

conflicting results have been reported on the effects of

varying pCO2 on D13C and thus on d13C values.

Such a discrepancy between studies may be

attributed, among other causes, to the fact that general

physiological response to varying pCO2 may be

species and/or growth form dependent (e.g., Ehler-

inger and Cerling, 1995; Hamilton et al., 2001) and

vary according to environmental conditions such as

temperature (Friend et al., 1989; Wayne et al., 1998;

Zhu et al., 1999), salinity (Guy and Reid, 1986), soil

resistance to root penetration (Masle et al., 1990), or

water and nitrogen supply (Wechsung et al., 2000).

Moreover, the CO2 ranges previously investigated

maturity of the specimens and the reaction time tested

varied significantly among studies. Hence, the effects
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of varying pCO2 on plant d13C values are not yet well

constrained, probably due to the interplay of multiple

parameters. Nonetheless, all previous investigations

on the subject dealt with time periods that are short

(i.e., several 10,000 years maximum) when compared

with geological time scale and with the time necessary

for biological evolution. The effects of long-term

variations of pCO2 on plant d13C values may differ

from the short-term effects. Long-term effects remain

to be investigated to determine whether, contrary to

short-term, a long-term trend can be observed.

To date, only few studies have mentioned fossil

plant d13C values with respect to long-term pCO2

variations (Popp et al., 1989; Raven and Sprent,

1989; Bocherens et al., 1993; Ehleringer and

Cerling, 1995; Arens et al., 2000). They all report

an absence of correlation between fossil plant d13C
values and palaeo-pCO2 with almost constant isotope

ratios for all the fossil plant record, although pCO2

exhibited large variations during the Phanerozoic.

However, these studies generally combined data

from various plant organs (e.g., wood, leaves and

seeds) and/or numerous species. d13C values are

known to differ significantly amongst organs within

a given plant, for example wood and seeds are

known to be 13C-enriched by at least 4xwhen

compared with leaves (e.g., Troughton, 1972; Far-

quhar and Richards, 1984; Leavitt and Long, 1991;

Martinelli et al., 1998). Moreover, plant response to

varying pCO2 has been suggested to be species-

dependent (e.g., Feng, 1998).

Fossil leaves from the Upper Miocene of the Lower

Rhine Embayment (Germany) provide an exceptional

opportunity to investigate the long-term response of

plant stable carbon isotope ratios to varying pCO2. The

Miocene to Pliocene sediments of the embayment

include numerous fossiliferous levels that yielded a

rich and exceptionally well preserved fossil flora,

including leaves of the oak Quercus pseudocastanea

(e.g., van der Burgh, 1987). Stomatal analyses of Q.

pseudocastanea leaves allowed inference of palaeo-

pCO2 from the Tortonian to the Piacenzian Stages,

revealing several fluctuations between low pCO2

episodes [minimum: pCO2=270 parts per million by

volume (i.e., ppmv)] and high pCO2 episodes (max-

imum: pCO2=360 ppmv; Kürschner et al., 1996). Two

fossiliferous levels, deposited under differing atmos-

pheric CO2 concentrations and separated by more than
1 million years, were chosen for isotope investigations

of Q. pseudocastanea: pCO2 of ca. 360 ppmv at 8.2

Ma and 280 ppmv at 6.5 Ma. The sedimentology of the

complete sequence has been studied in detail (e.g.,

Zagwijn and Hager, 1987) allowing a reasonably

detailed environmental interpretation of the plant

habitats. Moreover, in a recent paper (Utescher et al.,

2000) the changes in palaeoclimate in the Lower Rhine

Basin during the Neogene have been reconstructed

from the characteristics of local Paleofloras. Further-

more, the marine carbonate record is almost complete

for the Cainozoic (e.g., Zachos et al., 2001) allowing

rather precise estimations of d13Catm for this era.

Therefore, the environmental parameters which may

have influenced plant d13C values are well con-

strained. In addition, the fossil oak species present in

this section probably still exists nowadays. Indeed, the

leaf remains are identified conventionally as the fossil

species Q. pseudocastanea and Q. roburoides. How-

ever, these species are likely to correspond to fossil

representatives of the durmast oak, Quercus petraea

(van der Burgh, 1993, 2001). Isotope studies were also

undertaken on a few leaves of Q. petraea previously

grown in experimental chambers of differing pCO2

(i.e., 350 and 700 ppmv; Kürschner et al., 1998) in a

first approach to compare the response of Q. pseudo-

castanea d13C values to varying CO2 on a much

shorter time scale.

Several aspects may bias the isotope results

obtained from fossil leaves and thus affect the

inferred palaeoenvironmental reconstructions. The

main parameter in this respect is diagenesis, although

in several cases, fossil plants can retain their original

isotope composition (e.g., Degens, 1969; Rigby et

al., 1981; Balesdent and Mariotti, 1996). Bulk d13C

values of a plant correspond to the weighted mean

averages of the d13C value of each of its constitu-

ents. Thus, stable carbon isotope ratios can be altered

in bulk plants, if the carbon lost during diagenesis by

microbial/chemical degradation has d13C values

significantly different that the carbon that is pre-

served (e.g., Benner et al., 1987; van Bergen and

Poole, 2002). Artificial and natural degradation

experiments showed that during the early stages of

diagenesis, the isotope composition of plant detritus

tended toward the d13C value of the resistant

constituent, lignin, which is significantly depleted

in 13C when compared with the bulk plant material



Fig. 1. Characteristic morphologies of shade (a) and sun (b) leaves

of Quercus pseudocastanea.
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(e.g., Benner et al., 1987; Schleser et al., 1999a).

Isotope analysis of individual biomarkers stable

through geological times, constitute an alternative

methodology allowing investigation of plant isotope

composition whatever the preservation stage of

fossils. Long chain n-alkanes have been often used

as an unaltered record of the isotope composition of

fossil plants (e.g., Huang et al., 1997; Kuypers et al.,

1999; Schefuß et al., 2003). Another important

parameter that can bias isotope investigations of

fossil leaves, is the systematic 13C-enrichment of sun

leaves when compared with shade leaves (e.g.,

Lockheart et al., 1997, 1998). Within a tree, sun

leaves are exposed to higher levels of irradiance

when compared with shade leaves. This is known to

induce higher photosynthetic rates and/or stomatal

closure which, in turn, leads to lower Ci and then

higher d13C values in sun leaves than in shade leaves

(e.g., Waring and Silvester, 1994; Lockheart et al.,

1998). Because sun and shade morphotypes have

been identified among the fossil leaves of the Lower

Rhine Embayment (Kürschner, 1997), the two

morphotypes can be studied separately.

In this study, the isotope composition of Late

Miocene plants from the Lower Rhine Embayment

grown under differing pCO2 in an interval of more

than 1 million years was investigated as a first

approach to test the response of plant carbon isotope

ratios to long-term variations in palaeo-pCO2. The

study focuses on a single organ (i.e., leaves) of a single

species (i.e., Quercus pseudocastanea) to be inde-

pendent of the isotope variability that exists among

species and among organs within a given species.

Moreover, analyses were undertaken separately on sun

and shade leaves, and bulk leaves and individual leaf

alkanes, to avoid biases linked to the systematic 13C-

enrichment of sun leaves and diagenetic alteration of

the isotope signal, respectively. Furthermore, the

results obtained on the fossils were compared with

some obtained on (i) leaves experimentally grown

under contrasted pCO2 and (ii) sun and shade leaves

from a nature tree of Quercus petraea, the living

equivalent of Q. pseudocastanea, in an attempt to

compare the long-term response to varying pCO2 of

this oak to that on a shorter time scale. Rather than an

exhaustive survey, this restricted sample set represents

a first appraisal of the carbon isotope response of

plants to long-term variations in pCO2.
2. Material and methods

2.1. Samples

2.1.1. Fossil samples

2.1.1.1. Fossil leaves of Quercus pseudocastanea. The

fossil leaves originate from the Lower Rhine Embay-

ment, a fault-controlled depositional centre marking

the current southeastern margin of the Neogene North

Sea Basin exposed in Germany and adjacent part of

the Netherlands (Zagwijn and Hager, 1987). The

material was collected from the brown-coal open-cast

mine at Hambach near Cologne (Germany). The fossil

leaf remains were derived from two successive clay

intercalations in the upper part of the Hauptkies Series

in the lithological units 7F and 8 of Schneider and

Theile (1965), which are both of Late Miocene age.

Sediment blocks were either split along bedding

planes at the site to reveal fossils or returned to the

laboratory for processing.

Fossils were classified according to morphology

into four types: sun, intermediate sun, intermediate

shade, and shade. Shade leaves are characterised by a

greater size, less deeply lobed margin and less

pubescent leaf blade than sun leaves (Fig. 1; Blue

and Jensen, 1988). When leaf morphology was

intermediate or when the attribution to the sun or

shade morphotype could not be achieved for certain,
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leaves were classified into intermediate sun or inter-

mediate shade morphotypes. Leaves were isolated

from the sediment using 43% HF for approximately

15 min until a sufficient fraction of the sediment was

dissolved to release the leaves, and rinsed afterwards

in distilled water (Kerp, 1990).

2.1.1.2. Sediment. To test possible homogenisation of

the isotope signal between fossil plants and the

embedding sediment, sediment samples were inves-

tigated following the same protocol as for fossil

plants. For each stratigraphic level, a piece of

sediment devoid of fossil was taken from five distinct

fossiliferous blocks. The five subsamples were then

combined to obtain a sediment sample representative

of each level.

2.1.2. Modern samples

A few modern samples of Quercus petraea were

investigated to provide an idea of the potential

response of the closest living relative of Quercus

pseudocastanea to variations in pCO2 level (i.e.,

growth chamber samples) and in irradiance (i.e.,

nature samples). Plant carbon isotopic composition

is dependent on a number of factors that were

probably different for the Miocene Q. pseudocastanea

and the two batches investigated for the present-day

Q. petraea. Therefore, the isotope composition of

fossil and modern oaks cannot be directly compared,

and this work only refers to cautious comparisons of

trends obtained by compiling the results of a given

batch of samples.

2.1.2.1. Growth chamber experiments of Quercus

petraea. Detailed experimental settings are described

in Hertog et al. (1993) and Kürschner et al. (1998).

Briefly, acorns of Quercus petraea were collected

from old oak trees in the Limburg area (The Nether-

lands) and germinated in December 1992. At the end

of March 1993, two sets of 23 seedlings each were

placed in controlled chambers and grown for 4 months.

pCO2 and d13Catm were held at 350 ppmv and

�12.3x for the first chamber and at 700 ppmv and

�18.6x for the second one. pCO2 was controlled

regularly using infrared gas analysers (Siemens type

ZFPCS and ZFP-DZ). Environmental parameters were

similar in both chambers and maintained constant for

the duration of the experiment: 20 8C continuously and
65% relative humidity. Light intensity was held

between 500 and 600 Amol m�2 s�1 of photosyntheti-

cally active radiation (400–700 nm, measured with a

quantum-sensor, SKP 215, Skye, Llandrindod Wells,

UK) during a 12-h day, provided by Philips HPI-T

lamps (400 W) and 40 W incandescent bulbs in a 1:1

ratio, leading to leaves of intermediate shade morpho-

type. Three seedlings of each grow chamber were

sampled for isotope analyses.

2.1.2.2. Leaves of a nature tree of Quercus petraea.

Leaves were sampled in July 2000 from a mature tree

growing in a relatively open area of the national park

De Hoge Veluwe (The Netherlands) where urban

pollution is minimal. Leaves were harvested randomly

on several representative branches around the tree at

approximately 2 m above the ground. Three sun

leaves were obtained from the outermost part of the

tree canopy and six shade leaves were taken from the

interior of the canopy.

2.2. Experimental

All leaves were dried overnight in an oven at 80 8C
and stored dark in aluminium foil at ambient temper-

ature. Each leaf was separately ground to a fine

homogeneous powder in an agate mortar before

analyses.

2.2.1. Isotope analyses of bulk leaves

Thirteen and 15 fossil leaves of Quercus pseudo-

castanea originating from level 8 and 7F, respectively,

nine leaves of the nature tree and 21 leaves of

experimentally grown Quercus petraea were inves-

tigated for their stable carbon isotope composition.

Each leaf was analysed separately except for the

experimentally grown specimens. For each plant of

the growth experiment, the isotope data were obtained

from a combined sample of three powdered leaves to

determine a measurement representative of the whole

plant. The intraleaf variability was investigated in six

modern leaves and six fossil leaves, by measuring

d13C values at, at least, eight different points of the

lamina. Carbon elemental abundance was measured

simultaneously to d13C values to investigate possible

pattern of diagenetic alteration of the isotope signal.

Samples were combusted in a Fisons NA 1500-NCS

elemental analyser connected to a Finnigan DeltaPlus
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isotope ratio mass spectrometer. Each sample was run

in quadruplicate, or at least in duplicate when

available fossil material was limited. Graphite stand-

ards were run frequently between batches of samples

to obtain reliable mean values. The results of bulk

isotope measurements on fossil and modern oaks are

summarised in Table 1, analytical reproducibility of

replicate samples being better than 0.2x.

2.2.2. Lipid extraction and n-alkane isolation

Seven fossils, two sediments and eight modern

leaf samples were extracted to determine the

individual n-alkane isotope composition. Extractions

of the modern oak samples were achieved on the

combination of three powdered leaves to obtain a

representative sample of a given plant. Depending on

the available material, fossil leaf extracts correspond

to a single leaf or to the combination of two or three

leaves of the same morphotype and of similar bulk

isotope composition, as indicated in Table 2. When

several leaves were combined, the isotope composi-

tion of the bulk sample was measured before

extraction. Powdered leaves were extracted by three

successive ultrasonications (5 min) in 5 ml CH2Cl2
at room temperature. After each ultrasonication, the

extract was recovered by 10-min centrifugation at
Table 1

Summary of isotope results (x) obtained on bulk leaves of Quercus petr

Sample Level Estimated

pCO2

(ppmv)

d13CCO2
Mo

Q. pseudocastanea 8 280 �6.7 sun

Q. pseudocastanea 8 280 �6.7 inte

Q. pseudocastanea 8 280 �6.7 inte

Q. pseudocastanea 8 280 �6.7 shad

Q. pseudocastanea 8 280 �6.7 all

Sediment 8 280 �6.7 –

Q. pseudocastanea 7 360 �6.3 sun

Q. pseudocastanea 7 360 �6.3 inte

Q. pseudocastanea 7 360 �6.3 ???

Q. pseudocastanea 7 360 �6.3 inte

Q. pseudocastanea 7 360 �6.3 shad

Q. pseudocastanea 7 360 �6.3 all

Sediment 7 360 �6.3 –

Q. petraea greenhouse m 350 �12.3 inte

Q. petraea greenhouse m 700 �18.6 inte

Q. petraea nature m 370 �8.2 sun

Q. petraea nature m 370 �8.2 shad

Modern leaf (m), not relevant (–), undeterminable morphotype (???). Va

morphotypes included.
3000 rpm. The three lipid extracts were combined

and evaporated under vacuum. Sediments were

extracted using the same procedure but with 10 ml

CH2Cl2. Elemental sulphur was removed from the

sediment and fossil extracts by overnight magnetic

stirring in 5 ml CH2Cl2 at room temperature with

copper turnings previously washed in acid and

solvent. Total lipids were fractionated by micro-

column chromatography in a Pasteur pipette filled

with approximately 500 mg of Al2O3 (degree of

activity I). n-Alkanes were recovered with the

hydrocarbon fraction after elution with 3 ml hexane.

When necessary, saturated hydrocarbons were sepa-

rated from unsaturated hydrocarbons by elution with

hexane over an AgNO3-impregnated silica column.

n-Alkane fractions were concentrated to dryness

under nitrogen and redissolved in small volume of

hexane prior to analyses.

2.2.3. Isotope analyses of individual n-alkanes

Identification of n-alkanes was carried out by gas

chromatography and gas chromatography/mass spec-

trometry using a Hewlett-Packard 5890 series II

chromatograph equipped with an on-column injector

and fitted with a fused silica capillary column, coated

with CP-SIL-5CB (50 m�0.32 mm i.d., 0.12-Am film
aea and Quercus pseudocastanea

rphotype n Average

d13Cplant

Average

D13Cplant

Standard

deviation

4 �28.3 21.6 0.4

rmediate sun 2 �28.1 21.4 0.9

rmediate shade 4 �28.2 21.5 0.4

e 3 �28.5 21.8 0.4

morphotypes 13 �28.2 21.5 0.4

2 �28.4 21.7 0.0

5 �27.0 20.7 0.8

rmediate sun 6 �27.3 21.0 0.8

1 �27.5 21.2 –

rmediate shade 1 �27.4 21.1 –

e 2 �27.5 21.2 0.2

morphotypes 15 �27.2 20.9 0.7

2 �26.4 20.1 0.0

rmediate shade 3 �30.3 18.0 1.5

rmediate shade 3 �38.3 19.7 1.7

6 �29.8 21.6 0.1

e 3 �30.3 22.1 0.2

lues noted in bold correspond to the average values per level all



Table 2

Summary of isotope results (x) obtained on individual n-alkanes of Quercus petraea and Quercus pseudocastanea

Sample Estimated

pCO2

(ppmv)

Morphotype d13Cbulk d13Cn-alkane
a Average

D13Cn-alkaneC25 C27 C29 C31 Average

Q. pseudocastaneab 280 sun �28.0 �30.5F0.7 �31.2F0.6 �33.0F0.3 �33.8F0.6 �32.1 25.4

Q. pseudocastanea 280 sun �28.5 �32.4F0.4 – �32.8F0.6 – �32.6 25.9

Q. pseudocastaneab 280 sun �28.5 – – – �34.9 (�34.9) (28.2)

Q. pseudocastanea 280 shade �28.7 �35.2 �34.6 �34.1 �35.0 �34.7 28.0

Q. pseudocastanea 280 shade �28.8 �33.7 �32.9F0.1 �33.7 �32.5 �33.2 26.5

Sediment 280 – �28.4 �34.5F0.3 �34.8F0.1 �34.5F0.5 �36.1F0.3 �35.0 29.4

Q. pseudocastaneab 360 sun �27.2 �29.9 �32.3 �35.3F0.3 �34.5F0.7 �33.0 26.7

Q. pseudocastaneab 360 shade �27.5 �29.7F0.1 �32.8F0.3 �34.5F0.6 �34.3F0.4 �32.8 26.5

Sediment 360 – �26.4 �32.1F0.9 �31.9F0.3 �32.5F0.6 �34.3F0.1 �32.2 25.9

Q. petraea greenhouseb 350 int. shade �28.8 – �32.7F0.5 �34.7F0.2 �35.2F0.4 �34.2 21.9

Q. petraea greenhouseb 350 int. shade �31.8 �34.9F0.3 �36.0F0.4 �36.7F0.2 �37.8F0.1 �36.4 24.1

Q. petraea greenhouseb 350 int. shade �32.2 �33.6F0.4 �34.6F0.1 �36.2F0.1 �37.5F0.1 �35.5 23.2

Q. petraea greenhouseb 700 int. shade �36.9 – �40.7F0.4 �43.5F0.1 �44.8F0.2 �43.0 24.4

Q. petraea greenhouseb 700 int. shade �37.8 �39.7F0.1 �42.1F0.3 �43.4F0.2 �44.4F0.6 �42.4 23.8

Q. petraea greenhouseb 700 int. shade �40.2 �40.1F0.1 �43.3F0.4 �46.6F0.4 �47.3F0.2 �44.3 25.7

Q. petraea natureb 370 sun �29.8 �31.7F0.4 �35.4F0.1 �37.0F0.1 �36.4F0.7 �35.1 26.9

Q. petraea natureb 370 shade �30.3 �33.1F0.2 �36.9F0.4 �38.0F0.2 �37.5F0.2 �36.4 28.2

Not determined (–). Values written in bold correspond to the dominant n-alkane; values written in italic correspond to the less abundant alkane

of the four alkanes investigated.
a AverageFstandard deviation (no S.D. is indicated when only one measurement was done).
b Several leaves combined.
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thickness) and a Fisions instruments VG platform II

quadrupole mass spectrometer, scanning from m/z 50

to 650, electron energy 70 eV, scan time 0.65 s. The

temperature program used was 70–315 8C at 4

8C.min�1 and then 315 8C isothermal for 20 min,

using helium as carrier gas. Results of the analyses of

n-alkanes and other lipid constituents of fossil and

modern oaks will be discussed in detail in a forth-

coming paper. The hydrocarbon fraction was domi-

nated by C25, C27, C29 and C31 n-alkanes. Compound

specific d13C values of the dominant alkanes were

determined with a HP5860 series II gas chromato-

graph coupled via a combustion interface (940 8C) to
a Thermofinnigan Delta C isotope ratio mass spec-

trometer. The gas chromatograph was equipped with

an on-column injector and fitted with a fused silica

capillary column, coated with CP-SIL-5CB (25

m�0.32 mm i.d., 0.12-Am film thickness). The

temperature program used was 70–130 8C at 20

8C.min�1, subsequently heated to 320 8C at 4

8C.min�1 and then isothermal for 10 min. Each

sample was run at least twice. The d13C values were

measured with instrumental standard deviation of the

measurement being 0.3x and repeated measurements
on a single sample yielded typically a precision (1r)
of 0.5x.

2.2.4. Atmospheric correction for isotope composition

To avoid bias linked to variations of d13Catm, the

following discussion is based on the isotope discrim-

ination D13C that was calculated according to Eq. (2).

It should be noted that because the considered

discrimination mainly refers to a reaction for which

substrate is not limiting (i.e., photosynthetic fixation

of atmospheric CO2), D
13C is similar to e the isotope

effect also termed isotope enrichment factor (e.g.,

Freeman and Hayes, 1992; Lajtha and Michener,

1994). d13Catm was measured directly in the growth

chamber for the CO2-enrichment experiments.

According to the NOAA atmospheric record (Global-

view-CO2, 2001), a d13C value of �8.2x and a pCO2

of 370 ppmv were used to characterise the atmosphere

of the extant specimen of Quercus petraea obtained

from the Veluwe. d13Catm can be estimated from the

carbonate isotope record for the Miocene epoch.

Indeed, atmospheric CO2 is in isotope equilibrium

with surface marine carbonates whose isotope com-

position is recorded in the tests of planktonic
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organisms after a small isotope effect (e.g., Mook,

1986). Overall, a 13C-depletion of 9x is generally

considered from planktonic carbonates to atmospheric

CO2 (e.g., Mook, 1986; Koch et al., 1995). Several

records of the carbon isotope composition of plank-

tonic foraminifers are available between 8.2 and 6.5

Ma. To estimate d13Catm for the Lower Rhine

Embayment, the two planktonic carbonate records

available for the northern Atlantic were used (Shackle-

ton and Hall, 1997; Spezzaferri et al., 2002). They

led to very similar d13Catm values for a given age:

�6.3x and �6.7x for 8.2 and 6.5 Ma, respectively.

Considering the limited size of most batches of

samples, comparison of D13C values was achieved

by nonparametric tests, i.e., Mann–Whitney tests on

Statview SE+ 1.02.
3. Results and discussion

3.1. Modern leaves of Quercus petraea

3.1.1. Experimental plants

The isotope discrimination of bulk leaves from oaks

experimentally grown at 350 and 700 ppmv average at

18.0F1.5x and 19.7F1.7x, respectively (Table 1),

average intraleaf variability being 0.4x (S.D.). The

standard deviations calculated here within a leaf and

within a chamber are somewhat higher than these

reported in the literature within a leaf and within a

given population of a species (e.g., Ehleringer, 1991):

0.2x and 0.4x, respectively. Nevertheless, the stand-

ard deviations obtained are of the same magnitude as

in previous works and accordingly the intraleaf

deviation is systematically smaller than the intra-

chamber deviation. In the same way the range of

d13C measured here (i.e., F3x) is in agreement with

the ranges reported in literature which varies, for a

given population from 1x to 5x (e.g., Ehleringer and

Cooper, 1988; Friend et al., 1989; Mooney et al., 1989;

Martinelli et al., 1998).

Oaks grown at 700 ppmv tend to exhibit higher

isotope discrimination than oaks grown at 350 ppmv.

This trend toward higher isotope discrimination with

higher pCO2 (Fig. 2) fits with those previously found

by Picon et al. (1996) on seedlings of Quercus robur

grown in experimental chamber, and suggested by

Hemming et al. (1998) from Q. robur tree-ring
analyses. This trend is also in agreement with a

number of studies dealing with other species based on

CO2-enrichment experiments (e.g., Park and Epstein,

1960; Polley et al., 1995), altitudinal gradients (e.g.,

Körner et al., 1988; Kogami et al., 2001) or subfossil

examination (e.g. van de Water et al., 1994; Peñuelas

and Estiarte, 1997). However, the difference in

isotope composition between both data sets is only

slightly larger than the intrachamber standard devia-

tion, lower than the intrachamber range of d13C values

(Table 1), and appeared nonsignificant under the

Mann–Whitney test.

Except the C25 homologue of one seedling, all

individual n-alkanes extracted from leaves of exper-

imental Quercus petraea appear 13C-depleted when

compared with the bulk leaves (Table 2). The

variability of d13C values for a given alkane homo-

logue is similar to that of the bulk and compared with

other n-alkanes (Table 2). The isotope discrimination

increases with alkane chain length: average alkane

D13C values range from 21.6x for the C25 to 25.7x
for the C31 homologue (Fig. 2). These alkane isotope

patterns are in agreement with previous studies on the

isotope composition of individual leaf lipids of C3

plants (Collister et al., 1994; Lockheart et al., 1997;

Nguyen Tu et al., 2004). Three of the four inves-

tigated n-alkanes also exhibit a slight tendency toward

a higher carbon isotope discrimination with higher

pCO2, as detected at the bulk leaf level. This trend

appears statistically significant for the C29 and the C31

homologues. An inverse tendency can be drawn from

the isotope composition of the C25 homologue. The

contrasting results of the C25 alkane may be related to

the low abundance of this homologue when compared

with the other alkanes. Indeed, the specific isotope

composition of minor constituents is expected to vary

to a greater extent than for abundant constituents due

to higher analytical uncertainties and higher sensitiv-

ity to contaminations from microbes that only

colonize less than 2% of the surface of healthy leaves

(Juniper and Jeffree, 1983).

3.1.2. Nature tree

The leaves from the mature tree grown in the field

exhibited higher D13C values than greenhouse leaves

grown at similar pCO2, both at the bulk leaf level as

well as at the molecular level (Fig. 2). Numerous

environmental parameters were probably different for



Fig. 2. Isotope discrimination of bulk samples ( S , E, n, !) and individual n-alkanes ( R , D, 5, o) extracted from leaves of modern and

fossil oaks. 5, n: Shade morphotypes; R , S : intermediate shade morphotypes; E, D: sun morphotypes; o, !: sediment. Numbers under

symbols indicate n-alkane chain length.
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the nature tree and the growth chamber seedlings,

which may be responsible for the higher D13C

calculated for the nature tree. Moreover, it should be

noted that the greenhouse specimens studied are

young and probably derived a part of their nutrients

from seeds that are known to be 13C-enriched when

compared with leaves (e.g., Troughton, 1972; Farqu-

har and Richards, 1984). The intratree variability of

isotope ratios in bulk leaves from the nature tree

appeared quite narrow (i.e., range of 0.9x) when

compared with that of the greenhouse seedlings (i.e.,

range of 3.0x). This finding is probably related to the
difference in the number of plants investigated

between greenhouse and nature samples (i.e., three

plants for the greenhouse batch vs. one tree for the

nature one). Nonetheless, sun leave are 13C-enriched

when compared with shade leaves (Table 1) which is

in agreement with literature data (e.g., Schleser, 1990;

Lockheart et al., 1998). Although difference in D13C

is rather narrow, statistical analysis (Mann–Whitney

test) demonstrated that it is significant, thus suggest-

ing that the minimal difference that might be expected

in the isotope composition of fossil sun and shade

leaves would be about 0.5x.
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The lower isotope discrimination in sun leaves

when compared with shade leaves appeared more

marked for individual n-alkanes than for bulk

organic matter (Fig. 2, Table 2). An explanation

for this observation could be that an important part

of the n-alkane pool is generally biosynthesised later

in the year than the other leaf constituents (e.g., El-

Otmani and Coggins, 1985; Lockheart et al., 1997).

Therefore, the isotope composition of individual n-

alkanes is more likely to reflect the microenviron-

mental conditions shortly before harvesting, whereas

the isotope composition of bulk leaves probably

constitutes an integrated record of the environment

of leaf lifetime including microenvironmental con-

ditions earlier in the leaf’s development, when

sunlight exposure of sun and shade leaves was not

significantly different. The C31 n-alkane of the

nature tree of Quercus petraea exhibited lower

D13C than the C29, whereas the other homologues

exhibited the usual increasing D13C trend with

increasing chain length (Fig. 2). Here again, this

may be due to the low abundance of the C31

homologue when compared with other n-alkanes.

3.2. Fossil leaves of Quercus pseudocastanea

Isotope discriminations of bulk fossil leaves (all

morphotypes included) of Quercus pseudocastanea

from levels 7F ( pCO2c360 ppmv) and 8 ( pCO2c
280 ppmv) averaged 20.9F0.7x and 21.5F0.4x,

respectively (Table 1), intraleaf variability being

0.7x (S.D.). The variabilities of isotope composition

within and among leaves from a given level are in

agreement with those reported in literature and

measured here for modern oaks. Moreover, isotope

composition of fossil leaves appeared different from

that of the embedding sediment (Table 1, Fig. 2).

The fossil leaves exhibited homogeneous TOC

values (i.e., 48.0F4.4%) that are not correlated with

d13C values. Sun leaves tend to exhibit lower D13C

than shade leaves, which is in agreement with the

results obtained for the extant Quercus petraea. These

findings suggest that diagenesis has not significantly

affected the bulk isotope ratios of the fossil leaves

studied. Statistical analyses (Mann–Whitney test) on

bulk D13C values of fossil leaves all morphotypes

included demonstrated that discrimination in leaves

from level 8 are significantly higher than those from
level 7F. The number of leaves investigated for each

morphotype is insufficient to allow statistical analy-

ses. Nevertheless, sun leaves from level 8 also seem to

exhibit slightly higher D13C values than those from

level 7F and the same pattern is noted for shade leaves

(Table 1). Such an increase in leaf isotope discrim-

ination from level 7F to level 8 is in agreement with

previous measurements on woods from nearby local-

ities (Frielinsdorf, 1992 in Utescher et al., 2000;

Jordan, 1995 in Utescher et al., 2000).

As with Quercus petraea, individual n-alkanes of

Quercus pseudocastanea, appeared 13C-depleted

when compared with bulk leaves (Table 2, Fig. 2).

The fossil n-alkanes roughly follow the usual

increasing D13C trend with increasing chain length.

However, it is not as obvious as for the modern

oak; for example, the C25 D13C is often higher than

that of the longest homologues (Fig. 2). In the same

way, at the molecular level, there is no statistically

significant isotope distinction between sun and

shade morphotypes and no unambiguous trend can

be drawn between the stratigraphic level and the

isotope discrimination. These rather mixed isotope

distribution patterns of individual n-alkanes may be

attributed to a possible slight diagenetic alteration of

the isotope signal at the molecular level and/or

minor contributions from other lipid pools originat-

ing either from the leaves themselves (i.e., break-

down products of other constituents) or the

embedding sediment (i.e., bacteria, algae, and other

higher plants). Such slight alterations of specific n-

alkane isotope composition were recently suggested

to occur in Ginkgo biloba leaf during the early

stages of degradation in a well-drained soil (Nguyen

Tu et al., 2004).

As with the bulk samples, the isotope composi-

tion of individual n-alkanes from the sediment were

distinct from those of the leaf alkanes, pointing to

an absence of homogenisation of the isotope signal

between leaf lipids and that of the embedding

sediment. Moreover, in contrast to fossil leaf

alkanes, all homologues of sedimentary alkanes tend

to exhibit increasing D13C values from stratigraphic

level 7F to 8, just as bulk D13C values of both fossil

leaves and sediment (Fig. 2). Such tendency cannot be

checked statistically because, for each stratigraphic

level, only one sediment sample was investigated for

isotope analyses. Nevertheless, each sediment sample
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corresponded to the combination of several subsam-

ples taken on distinct fossiliferous block (see exper-

imental section). Therefore, as noted by Lücke et al.

(1999) on the brown coal matrix embedding fossil

woods, the sediment surrounding fossils may con-

stitute a better isotope record of the environment than

the fossils themselves because it is more likely to

integrate the various environmental parameters on a

relatively long time scale and be less sensitive to

degradation and intraplant variability of the isotope

signal.

Although the difference between both levels is

rather small, oak leaves from level 8 exhibit a bulk

isotope discrimination significantly higher than those

from level 7. This difference may be attributed to the

following main factors:

(i) The difference may correspond to a response

to the pCO2 variation documented by other methods

(Kürschner et al., 1996). This would imply that the

fossil Quercus pseudocastanea and the extant

Quercus petraea exhibit different isotope response

to pCO2 variations. Such a result may me due to

difference in the isotope response of a given species

according to the time scale considered as suggested

by Ehleringer and Cerling (1995). Otherwise, since

van der Burgh (2001) demonstrated that the oak

leaves from level 7F and 8 belonged to population of

different morphological characteristics, the difference

in isotope discrimination observed may also be due

to difference in isotope response of different pop-

ulations of a given species as suggested by Feng

(1998).

(ii) Eq. (1) shows that plant isotope composition is

also dependent on the partial pressure of CO2 inside

the leaf (Ci). Ci varies, among others, in response to

local environmental parameters and particularly to the

availability of water in the soil on which the plant

grows (e.g., Farquhar et al., 1982b). Decreasing water

availability leads to a closure of stomata and thus

reduces Ci which in turn induces an decrease of plant

y13C values. Water availability may have been differ-

ent for fossil oaks sampled in levels 8 and 7F. Indeed

the deposit environment of level 7F is interpreted as

an oxbow lake whereas that of level 8 as a flood plain

(Zagwijn and Hager, 1987). Moreover, precipitation

was probably slightly more abundant for level 7F than

for level 8 (Zagwijn and Hager, 1987; Utescher et al.,

1997, 2000). Therefore, water availability was prob-
ably higher for level 7F than for level 8, which should

have led to higher y13C values for level 7F when

compared with level 8, which is not the case.

Therefore, precipitation does not seem to be the main

cause for the different isotope discrimination.

(iii) Global environmental parameters, other than

atmospheric CO2 levels, can also influence plant

d13C values, particularly temperature. The influence

of temperature on plant d13C values has been mostly

investigated using laboratory experiments and are

rather inconclusive because both a positive (e.g.,

Pearman et al., 1976; Beerling, 1996), a negative

(e.g., Smith et al., 1976; Körner et al., 1991) or no

(e.g., Troughton et al., 1974; Feng and Epstein,

1995) relationship has been reported. Although it has

not yet been repeated, one of the strongest relation-

ships reported between temperature and plant d13C

values is the positive one observed by Beerling

(1996) on subfossil leaves of Salix. Temperature was

probably higher for level 7F than for level 8

(Zagwijn and Hager, 1987; Utescher et al., 1997,

2000), which perhaps could, at least partially, explain

the isotope composition measured for the fossil oaks

studied.

Obviously, several of the aforementioned hypoth-

esis can partially explain the difference observed in

isotope discrimination between leaves from level 7F

and those from level 8, but none can be solely

considered to be the most likely.
4. Conclusions

To investigate the long-term effects of variations in

pCO2 on stable carbon isotope ratios in plants, the

isotope composition of fossil oak leaves of 8.2 and 6.5

Ma grown at 360 and 280 ppmv, respectively, was

determined. As in extant oaks, sun leaves appeared

slightly 13C-enriched when compared with shade

leaves and individual n-alkanes generally 13C-depleted

with respect to bulk leaves. Along with a lack of

homogenisation of the isotope signal between the

fossils and the surrounding sediment, these findings

pointed to an absence of significant diagenetic alter-

ation of the isotope signal in the fossils. Although

growth chamber experiments suggested that the iso-

tope composition of extant oak leaves may be not

sensitive to pCO2 variations, the 6.5 Ma leaves exhibit
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slightly higher isotope discrimination than the 8.2 Ma

leaves. However, this difference is only of 0.5x and

its origin cannot be unequivocally assessed since other

environmental parameters could be responsible for it.

Thus it appears that if plant carbon isotope composi-

tion is sensitive to long-term pCO2 variations, its

response is rather minimal and therefore does not

appear to prevent the use of fossil plant isotope

composition as a palaeoecological tool. Otherwise,

although the potential sources of isotope variation

were limited in this study (e.g., only one species and

one organ investigated, d13Catm documented), too

many parameters appear to influence plant d13C values

so that it is almost impossible to draw marked trends

with global environmental parameters such as pCO2.

Moreover, the coupling between various environ-

mental parameters can complicate response patterns

of plant isotope signal even further. Temperature for

instance is coupled to pCO2 via the so-called green-

house effect. Otherwise, as noted by Schleser et al.

(1999b), the response of plant isotope composition to

variations in environmental parameters is probably not

linear and it would be useful, in future, to precisely

characterise these transfer functions.
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The fate of leaf lipids upon early diagenesis was monitored in a two year litterbag experiment in a soil
and at the water-sediment interface of an adjacent pond. The biomarker content of degrading leaves
exhibited substantial variability among litterbags, even for a given time step within a given environmen-
tal condition, likely reflecting natural microenvironmental variability. Due to this variability and the oxic
conditions in the pond, no substantial difference between the soil and the pond could be evidenced in the
biomarker degradation pattern. An occasional increase in the abundance of several biomarkers (b- sitos-
terol, oleanolic acid, C16 phytyl ester, C27 n-alkane) was also noted during the experiment, which was
attributed to release of bound compounds and/or an external contribution. Nevertheless, absolute quan-
tification showed that the concentration of all lipid constituents was reduced, but they exhibited different
decay profiles: (i) rapid extensive degradation (phytyl ester), (ii) exponential-like decrease (fatty lipids)
and (iii) variable degradation profile (polycyclic triterpenoids). However, all the main constituents
initially present in the senescent leaves were still detected after two years of degradation in both
environments. Fatty lipids abundances generally decreased to < 10% of the initial content but the main
distribution features (carbon number maximum and predominance) remained unchanged. The results
thus tend to validate their use as proxy for source and environment in ancient organic matter. They also
suggest that, on a mid-term basis, a plant biomarker signature is not substantially affected by differential
degradation in soil and at the water-sediment interface, at least for a qualitative approach.

� 2016 Elsevier Ltd. All rights reserved.
1. Introduction

Lipid biomarkers constitute efficient tools for tracing the
sources of organic matter (OM) in marine (Harada et al., 1995;
Aquilina et al., 2010), fluvial (Jaffé et al., 1995; Hemingway et al.,
2016) or lacustrine environments (Rieley et al., 1991; Jacob et al.,
2007). Quantifying biomarker variation through sedimentary
sequences facilitates reconstruction of past environmental vari-
ability over various timescales, from centuries (McCaffrey et al.,
1991; Ortiz et al., 2016) to millions of years (Pearson and Obaje,
1999; Tzortzaki et al., 2013). However, the diagenetic fate of
biomarkers must be assessed before their distribution and abun-
dance can be used as quantitative proxies. From their structures,
it would be anticipated that different biomarkers would exhibit
varying degrees of susceptibility to degradation, which would ulti-
mately affect their preservation in sediments (Meyers and
Ishiwatari, 1993). Several stability scales have been established
for lipids in sediments; n-alkanes are generally considered as the
most stable components, while functionalized compounds such
as pigments or n-alkanols as the most readily degraded
(Cranwell, 1981; Colombo et al., 1997). Sterols and fatty acids
(FAs) exhibit intermediate stability that varies according to func-
tionality and degree of unsaturation (Cranwell, 1981; Meyers and
Ishiwatari, 1993; Colombo et al., 1997). Environmental parameters
in the water column, at the water-sediment interface and within
the sediment also influence lipid degradation/preservation
(Meyers, 1997; Rontani and Volkman, 2003).

Vascular plants are major contributors to sedimentary OM and
plant biomarkers often serve as proxies for continental OM in mar-
ine sediments (Volkman, 1986; Hedges and Oades, 1997). The
plant biomarker signature in sediments can be biased by

http://crossmark.crossref.org/dialog/?doi=10.1016/j.orggeochem.2016.12.001&domain=pdf
http://dx.doi.org/10.1016/j.orggeochem.2016.12.001
mailto:thanh-thuy.nguyen_tu@upmc.fr
http://dx.doi.org/10.1016/j.orggeochem.2016.12.001
http://www.sciencedirect.com/science/journal/01466380
http://www.elsevier.com/locate/orggeochem
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differences in productivity among taxa, and biomarker solubility or
transport mode (Diefendorf et al., 2014). Among polycyclic ter-
penoids, Giri et al. (2015) showed that these pre-sedimentation
processes tend to favor diterpenoids at the expense of triter-
penoids, leading to an overestimation of conifer input vs. angios-
perm input in paleovegetation reconstruction. Before deposition
in marine sediments, plant detritus may remain for varying extents
of time in soil and/or in fresh water. The contrasting degradation
conditions in these environments may in turn affect the plant bio-
marker signature. Surface degradation of a given plant on land was
shown to modify bulk leaf chemistry to a different extent than
degradation in buried conditions (Webster and Benfield, 1986;
Steart et al., 2009). Although the fate of molecular biomarkers
was independently studied in several environments via various
approaches (e.g. soil litterbags, soil/sediment profiles/sections, lab-
oratory incubations; Cranwell, 1981; Meyers and Ishiwatari, 1993;
Rieley et al., 1998; Zech et al., 2011; Wiesenberg et al., 2012; Wang
et al., 2014), comparative studies addressing the fate of biomarkers
in diverse natural environments are rare. However, the plant
biomarkers recovered from sedimentary OM may have undergone
different pre-burial histories that may have influenced their
robustness as a quantitative proxy.

As the comparative fate of plant lipids in different environments
is not fully documented, the aim of the present study was to com-
pare the degradation of lipids from a given plant species in two dif-
fering environments: soil and the water-sediment interface. The
investigation focused on leaf lipids, as epicuticular wax is the main
source of the fatty lipids commonly used as continental biomarkers
in marine sediments. The study was based on a litterbag experi-
ment, in order to (i) allow the recovery of the small leaf debris gen-
erally obtained after several months of degradation and (ii)
precisely monitor the changes undergone in the leaves initially
introduced into the bags, without potential bias due to contamina-
tion by other plant material. European beech (Fagus sylvatica L.)
was chosen because it commonly occurs in temperate forests.
The lipid composition of the leaves from two litterbag experiments
conducted simultaneously in a soil and in a nearby pond was
investigated to test whether these different environments might
lead to different biomarker signatures. The key questions were:
Do different lipid classes degrade similarly in these two environ-
ments? Is the distribution of fatty lipids modified similarly in the
two environments?
2. Material and methods

2.1. Experimental site

The experiment was set up in the ‘‘Breuil-Chenue” experimental
forest site, in Burgundy, France (47�1801000N, 4�404400E). The forest
is part of the ‘‘Parc Naturel Régional du Morvan”, a protected area
where urban pollution is minimal. The experimental area is on a
shelf 650 m above sea level and exhibits a slight northwest facing
slope. Mean annual temperature and precipitation at the site are
9 �C and 1280 mm, respectively. The bedrock is the alkaline granite
of ‘‘La Pierre qui Vire”, covered by a thin layer of eolian silt. The
incubations took place in a 30 yr old European beech (Fagus sylvat-
ica L) stand planted after a clear-cut in 1976, and in a ca. 300 m2

adjacent pond, respectively. The soil is classified as a dystric cam-
bisol (WRB, 2006) with moder-type humus. It is acidic with pH 4–
4.5 and has a poorly saturated cation exchange complex. More
information on the site is available elsewhere (Moukoumi et al.,
2006; Andrianarisoa et al., 2010). The pond had a maximum depth
of 1.5 m. The main characteristics were determined using a CTD
(conductivity – temperature – depth) probe equipped with addi-
tional sensors and external fluorometers (ASD sensors). During
the course of the study the water column displayed nearly constant
temperature, electrical conductivity and pH with water depth
(Supplementary Table A.1). The water had a slightly acid pH
(ca. 6.1), low dissolved ion load (low electrical conductivity,
ca. 25.7 lS/cm), low turbidity (FTU < 20), high CDOM content
(chromolenic dissolved OM, > 200 lg/l) and saturated or close to
saturation dissolved O2 concentration (ca. 98%). Overall, this is
typical of surface and subsurface waters of forests soils on granitic
substratum (Beaucaire and Michard, 1982). Thermal stratification
only occurs during summer, when photosynthetic activity is
enhanced (high chlorophyll-a concentration and oversaturation
for dissolved O2; Supplementary Table A.1 and Fig. A.1).

2.2. Litterbag incubations

At the end of October 2004, senescent leaves were collected
from the beech stand where the soil incubation took place. The soil
litterbag experiment has been described elsewhere (Nguyen Tu
et al., 2011). The leaves were collected from the same height
(ca.1.5 m) from the branches of several different trees in order to
provide an averaged composition and to minimize bias linked to
intrapopulation variability. After harvesting, the leaves were rinsed
with distilled water to remove extraneous particles and dried at
45 �C to constant weight. Each batch was composed of 10–15
leaves and corresponded to ca. 1 g OM. Batches were assembled
using leaves from as many different trees as possible to provide
equivalent batches.

Litterbags (9.5 � 14.5 cm) were made of Al wire; mesh size was
1.4 � 1.8 mm, i.e. sufficient to retain small leaf litter debris but suf-
ficiently large to permit free entry of mesofauna (main functional
group at the site) and microbial activity (bacteria and fungi). Pond
litterbags were ballasted with glass sticks to maintain them at the
bottom of the pond. Before being enclosed in litterbags, leaves
were weighed and then re-moistened with distilled water to recre-
ate natural conditions. The litterbags were placed in the field in
December 2004. Litterbags (in duplicate) were then regularly
retrieved over 2.5 yr: after 5, 10, 15, 20, 30, 40, 52, 79 and
129 weeks for the soil, and 9, 27, 66 and 100 weeks for the pond.
The soil litterbags correspond to the unlabeled leaves analyzed
before for their specific alkane isotope composition (Nguyen Tu
et al. (2011).

2.3. Lipid extraction and fractionation

The recovered material was first rinsed with distilled water to
remove obvious extraneous particles such as moss, roots or arthro-
pods. Leaves were then dried at 45 �C to constant weight and
weighed. Samples were stored dark in Al foil at 5 �C until analysis.
All the leaves for each litterbag were combined and ground fine
enough to pass through a 500 lmmesh. Leaf powder was ultrason-
ically extracted for 20 min with CH2Cl2/MeOH (2/1; v/v). The mix-
ture was centrifuged (10 min, 4000 rpm) and the lipids were
recovered in the supernatant. The extraction procedure was
repeated 6� with the centrifugation residue. The combined
extracts were concentrated via rotary evaporation and dried under
N2. The extract was fractionated using column chromatography on
alumina (Sigma-Aldrich 507C, ca. 150 mesh) deactivated to Brock-
mann grade IV by adding 0.1 wt% distilled water. The non-polar
fraction (1) was recovered with heptane. The slightly polar fraction
(2) was recovered with toluene. The medium polarity fraction (3)
was recovered with CH2Cl2 and CH2Cl2/MeOH (9/1; v/v). Each frac-
tion was concentrated via rotary evaporation and dissolved in ca.
3 ml heptane, toluene, and CH2Cl2, respectively. The main compo-
nents of the three fractions were quantified using internal stan-
dards: tetratriacontane for fraction 1 and tricosan-1-ol for
fractions 2 and 3.
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2.4. Analysis

The hydrocarbon fraction was analyzed as such, while the other
two fractions were converted to trimethylsilyl derivatives prior to
analysis. Aliquots (30 ll) of the fractions were dried under N2 and
then silylated with 30 ll N,O-bis-(trimethylsilyl)trifluoroaceta
mide (BSTFA) for 1 h at 80 �C. After cooling, the aliquot was dried
under a gentle stream of N2 and dissolved in 30 ll of appropriate
solvent (toluene for fraction 2 and CH2Cl2 for fraction 3). Assign-
ment and quantification of lipids were carried out using gas
chromatography-mass spectrometry (GC–MS) and GC with flame
ionization detection (FID, 350 �C), respectively. Separation was
with an Agilent 6890N gas chromatograph equipped with a split/
splitless injector (350 �C) and fitted with a fused silica column,
coated with VF5-MS (50 m � 0.32 mm i.d., 0.12 lm film thickness).
The GC conditions were: 80 �C to 100 �C at 10 �C/min, and then to
325 �C (held 30 min) at 4 �C/min. He was the carrier gas at a con-
stant 2 ml/min. For GC–MS an Agilent 5973N electron impact mass
spectrometer (70 eV, scan range m/z 35–800) was used. Compo-
nents were assigned according to library and published mass spec-
tra. Quantification was achieved from the response factor in GC-
FID of the measured components and comparison of GC-FID peak
areas with those of the internal standards, introduced to the frac-
tions in known amount. Response factors were obtained from cal-
ibration curves of the standard and the component, or compound
with similar structure, polarity and molecular weight, if no refer-
ence compound was available. Coelution in GC-FID occasionally
prevented quantification of some lipid components. Biomarker
content was quantified as lg/g dry biomass and further expressed
in % relative to initial content in Fig. 1 for comparison purposes.

3. Results and discussion

3.1. Biomarker behavior

The composition of lipids from senescent leaves of Fagus sylvat-
ica has been described by Nguyen Tu et al. (2007). The lipids were
dominated by sterols, the most abundant being b-sitosterol, and to
a lesser extent, by acyclic isoprenoids, including phytadienes and
phytyl esters (C6-C20, max. C16). Oleanolic triterpenoids, mainly
oleanolic acid, and fatty lipids were also abundant. The latter com-
prise homologous series with even chain length predominance:
mainly n-alkan-1-ols (C14-C30, max. C28), n-acids (C8-C28, max.
C16, C28) and, to a lesser extent, n-aldehydes (C20-C32, max. C28).
Predominantly odd numbered series also occurred in substantial
amounts: mainly n-alkanes (C12-C33, max. C27), and to a lesser
extent n-alkan-2-ols (C23-C29, max. C27) and n-alkan-2-ones (C25-
C29, max. C27). The lipid fingerprint of degrading beech leaves
revealed no major qualitative changes during 2 yr of diagenesis
in the soil or at the water-sediment interface. Most of the initial
components were still present at the end of the experiment and
no degradation products were evidenced. Quantification of the
main components of each lipid class for each degradation stage
showed that the concentration of all the biomarkers studied was
(i) very variable but (ii) substantially reduced at the end of the
experiment, although to varying extent (Fig. 1).

3.2. Variability in biomarker concentration

In this 2 yr experiment, the biomarker content of degrading
leaves exhibited substantial variability among litterbags, even for
a given time step within a given environmental condition
(Fig. 1). Therefore, we address the potential origin of such variabil-
ity before discussing degradation patterns. The difference in bio-
marker content between replicate litterbags maximized in soil at
70% and 100% of initial leaf content, for oleanolic acid and C16
phytyl ester, respectively. Other quantified compounds (b-sitosterol,
C16 acid, C28 alcohol and C27 alkane) exhibited maximum differ-
ences between replicate litter bags of around 40%. Such variability
may relate to (i) initial variability of leaf lipid content and/or to (ii)
variability in microenvironmental conditions. The concentration of
leaf lipids is known to vary substantially between species, within
species, within individuals and even within a given leaf (Herbin
and Robins, 1969; Gülz et al., 1991; Gao et al., 2015). In agreement
with the lower variability of in vitro experiments vs. field studies,
the variability in lipid decay is higher here than reported for beech
lipids in a laboratory experiment (Rieley et al., 1998). Soils, and
especially forest soils, are recognized as highly heterogeneous
environments (Hedges and Oades, 1997; Bélanger and Van Rees,
2008; Lehmann et al., 2008). A number of biogeochemical charac-
teristics of soils commonly vary within a few decimeters, so
that different decay profiles between litterbags separated by
ca. 20 cm is not unexpected (Witkamp and Olson, 1963; Murphy
et al., 1998; Suchewaboripont et al., 2011). Additionally, the main
drivers of litter decomposition in Breuil-Chenue experimental for-
est are saprophytic fungi, which are represented mainly by three
species (Mycena inclinata, Mycena galopus and Phallus impudicus)
that generally exhibit a heterogeneous spatial distribution (Zeller
et al., 2007). Decay conditions within sediments are believed to
exhibit smaller spatial variability, although leaf degradation at
the water-sediment interface under a substantial water column
has seldom been investigated in the field. Nevertheless, leaf
decomposition in seawater and stream water was shown to be
variable over a few months monitoring and/or within small areas
(Suberkropp et al., 1976; Rublee and Roman, 1982; Webster and
Benfield, 1986; Boulton and Boon, 1991; Machás et al., 2006;
Moretti et al., 2007). Hydrocarbon and FA content of deciduous
leaves degrading in a blackwater stream were shown to vary sub-
stantially over three months (Mills et al., 2001).

3.3. Occasional increase in biomarker concentration

The lipids occasionally exhibited a higher content in degrading
leaves than in initial senescent leaves. That was the case for 4 of
the 6 classes investigated: b-sitosterol reached 112% of its initial
content in pond leaves after 27 weeks of degradation, oleanolic
acid had a content of between 114% and 141% for some litterbags
in the soil and in the pond between 9 and 40 weeks of degradation,
123% of the initial C16 phytyl ester was detected after 5 weeks in a
soil litterbag, and the n-C27 alkane reached 124% and 103% of its
initial content in pond litterbags after 27 and 103 weeks, respec-
tively. Laboratory incubation of beech leaves by an estuarine
microbial community (Rieley et al., 1998) also showed an initial
sterol increase that was attributed to the release of free com-
pounds from a bound state. Grass degradation in soil litterbags
similarly exhibited an occasional increase in n-alkane content over
10 months, reaching up to 230% of the initial content (Wang et al.,
2014). Initial increase in alkane content was also noted in maple,
ash and beech leaves during a 2 year litterbag degradation, and
their deuterium content suggested a microbial contribution (Zech
et al., 2011). Isotope characterization (13C) of the alkanes from
the soil litterbags of the present study showed that microbial alka-
nes also contributed to the alkane pool in degrading leaves
(Nguyen Tu et al., 2011). The occasional increase in some of the
biomarkers may thus reflect either an external contribution, espe-
cially for rather ubiquitous compounds such as fatty lipids, and/or
moiety release from bound structures.

3.4. Biomarker degradation profiles

Degradation at the water-sediment interface would be expected
to be less extensive than in a soil. However, in the present
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experiment the high variability in biomarker concentration pre-
cludes such a conclusion (Fig. 1). Indeed, this high variability pre-
vented calculation of representative decay rates for most
biomarkers. Consequently, no difference in degradation rates could
be evidenced between the soil and the pond litterbags. This lack of
slower degradation in the pond than in the soil may also be partly
due to the oxic conditions at the bottom of the pond (Section 2.1),
which are known to be more favorable for degradation than anoxic
ones. The variability of the present results calls for caution when
comparing decomposition patterns, but the quantified lipids
seemed to degrade according to three main profiles, at least during
the first 6 months (Fig. 1).

– Phytyl esters were rapidly extensively degraded, as shown by
the phytyl hexadecanoate content, which dropped to 6 10%
after 15 weeks in the soil, as well as in the pond.

– Fatty lipids (n-alkanes, n-acids and n-alcohols) underwent
exponential-like decrease, reaching ca. 7% of the initial content
at the end of the experiment. Mass loss of bulk leaves is often
approximated by an exponential decay model in soils and
streams, as the rate of mass loss is assumed to be a constant
fraction of the amount of material remaining (Olson, 1963;
Webster and Benfield, 1986). The present results may thus sug-
gest similar degradation kinetics for fatty lipids.

– Polycyclic triterpenoids exhibited a variable degradation pat-
tern and remained atP 15% of the initial content after 2 yr, as
shown by the b-sitosterol and oleanolic acid profiles (Fig. 1).
These results mainly match those reported for a three month
laboratory incubation of beech leaves, although the mentioned
laboratory experiment was more favorable for phytyl ester
preservation and less for alkanes (Rieley et al., 1998). The
present results also differ slightly from the stability scales often
deduced from sediment studies since n-alkanes are generally
considered as the most stable lipid components and functional-
ized polycyclic terpenoids as being moderately stable
(Cranwell, 1981; Colombo et al., 1997). Our results thus empha-
size the complexity and variability of lipid degradation in natural
environments.
3.5. Distribution pattern of fatty lipids

Despite the substantial degradation of fatty lipids, their main
distribution pattern at the end of the experiment was similar to
the starting one (Table 1, Fig. 2): they remained markedly dom-
inated by a single homologue (n-C28 for alcohols, n-C16 for acids,
and n-C27 for alkanes), with a slight narrowing of the distribu-
tion range. Chain length distribution indexes remained similar
to the initial values (Table 1): the average chain length (ACL)
centered around the dominant homologue and the carbon pref-
erence index (CPI) close to zero for acids and alcohols, and
markedly > 1 for alkanes. The only noticeable change in lipid
series distribution concerns FAs, for which the long chain homo-
logue (n-C28) was rapidly degraded (i.e. no longer detectable



Table 1
Distribution pattern of main fatty lipid series in F. sylvatica leaves.

n-Alkanes n-Acids n-Alcohols

Crange (Cmax) ACLa CPIb Crange (Cmax Csubmax) ACLa CPIb Crange (Cmax) ACLa CPIb

Initial leaves C12-C33 (C27) 26.4 9.9 C9-C28 (C16, C28) 16.1 0.0 C14-C30 (C28) 25.3 0.0
Pond C25-C29 (C27) 27.0 54.5 C9-C24 (C16) 15.8 0.0 C16-C30 (C28) 26.4 0.1
Soil C12-C33 (C27) 26.9 14.7 C9-C24 (C16) 16.6 0.1 C16-C30 (C28) 26.2 0.0

a P
(n � [Cn])/

P
[Cn].

b [C17+19+21+23+25+27+29+31+33]/[C16+18+20+22+24+26+28+30+32].
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Fig. 2. Distribution of n-alkanes, n-acids and n-alcohols in senescent leaves and after 2 yr degradation in a soil and at the water-sediment interface of a pond. Arrows indicate
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after 5 weeks). However, such degradation did not modify chain
length distribution indexes (Table 1). On the contrary, several
studies have reported ACL and CPI modifications through
degradation (Meyers and Ishiwatari, 1993; Huang et al., 1996;
Celerier et al., 2009; Zech et al., 2011; Wiesenberg et al.,
2012), which were attributed to various causes, including contri-
bution from microbial lipids, root lipids or else anthropogenic
pollution. Nevertheless, n-alkanes from several grass species in
soil litterbags showed variable degradation profiles but no
change in ACL and CPI (Wang et al., 2014), similarly to the pre-
sent study. Taken together, the results suggest that, in spite of
degradation and potential contribution from external lipids, the
original plant lipids can remain the main source of lipids in
degraded plant debris and can typically retain their chain length
characteristics. The results thus tend to validate the use of chain
length characteristics of aliphatic series for source and paleoen-
vironment reconstruction, at least on the mid-term scale (i.e. a
few years).
4. Conclusions

Comparative degradation of leaf lipids in a soil and at the water-
sediment interface of a well oxygenated pond revealed that most of
the biomarkers exhibited highly variable content, likely reflecting
natural microenvironmental variability. Due to this variability
and the oxic conditions in the pond, no substantial difference
between the soil and the pond could be detected in biomarker
degradation patterns during the 2 yr litterbag decay. All the con-
stituents initially present in the senescent leaves were degraded,
although to variable extent. Phytyl esters were the most exten-
sively degraded, while polycyclic triterpenoids appeared relatively
better preserved, with fatty lipids exhibiting intermediate degra-
dation patterns. Nevertheless, the main lipid constituents of initial
senescent leaves were still detected after 2 yr degradation in both
environments. During the experiment, an occasional increase in
the abundance of several biomarkers was noted, implying moiety
release from bound structures and/or an external contribution.
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Although fatty lipid concentrations were markedly reduced, the
distribution patterns were not substantially affected, validating
their use as source and environmental biomarkers in ancient OM.
The results suggest that, for the mid-term, a plant biomarker signa-
ture is not substantially affected by differential degradation in soil
and at the water-sediment interface under oxic conditions, at least
for a qualitative approach.
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Abstract

The stable carbon isotope compositions of individual n-alkanes extracted from leaves of (1) Ginkgo biloba degrading

in a well-drained soil and (2) Eretmophyllum, a fossil Ginkgoale, were investigated in a first approach to refining the
estimate of potential diagenetic effects on the isotopic composition of sedimentary alkanes derived from higher plants;
n-alkanes extracted from fresh leaves of G. biloba appeared 13C-depleted when compared with bulk leaves. Within a

given extract they exhibited characteristic variability in specific isotope composition with respect to chain length.
Although the isotope composition of bulk leaves remained unchanged through senescence and litter formation, the
specific n-alkane isotopic composition varied in two respects: (i) general 13C-enrichment in all n-alkanes and (ii)

homogenisation of specific isotopic composition of all the n-alkanes of a given extract. As for fresh and degrading
leaves of G. biloba, n-alkanes extracted from the fossil Eretmophyllum appeared 13C-depleted when compared with bulk
leaves. Their isotope distribution patterns suggested that the isotope composition of fossil alkanes may have been

slightly affected by diagenesis. Results for degrading leaves and fossil leaves (1) indicated that the isotope composition
of individual alkanes can be more affected by degradation than that of bulk leaves and (2) confirmed that the isotope
signal in fossils, and sedimentary organic matter in general, may be less altered than in the organic matter of well-
drained soil.

# 2003 Elsevier Ltd. All rights reserved.
1. Introduction

1.1. Stable carbon isotope ratios in organic geochemistry

Stable carbon isotope ratios can differ among living
organisms and may vary according to environmental
conditions (e.g. reviews by Deines, 1980; Gannes et al.,

1998; Dawson et al., 2002). The isotope composition of
sedimentary organic carbon is thus often used, in com-

bination with other tools, to infer the biological sources
of organic matter and palaeoenvironmental conditions
(e.g. Fogel and Cifuentes, 1993; Popp et al., 1997).

However, diagenetic processes can lead to (i) carbon
loss by various chemical transformations such as
defunctionalisation or depolymerisation of biomolecules

(e.g. Macko et al., 1993; Czimczik et al., 2002) and/or
(ii) selective preservation of some resistant constituents
of organic matter relative to more degradable com-
pounds (e.g. Derenne et al., 1990; Hedges and Prahl,

1993). Therefore, stable carbon isotope ratios can be
altered in bulk organic matter, if the carbon which is
lost upon diagenesis by microbial/chemical degradation
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has �13C values significantly different from the preserved
carbon (e.g. Benner et al., 1987; Schleser et al., 1999;
van Bergen and Poole, 2002). To avoid bias due to dif-
ferential alteration of the various constituents of organic

matter, several authors have suggested the use of com-
pound specific isotope analysis of biomarkers that are
stable over geological time (Hayes et al., 1990; Macko,

1994; Popp et al., 1997). Recent isotope geochemical
studies are thus based on the individual isotopic com-
position of various biomarkers. Among these, iso-

prenoids and alkyl lipids, notably n-alkanes, are the
most commonly used (e.g. Kennicutt and Brooks, 1990;
Harada et al., 1995; Grice et al., 1996; Huang et al.,

2000; Schouten et al., 2000).

1.2. Diagenesis effects on isotope composition of
biomarkers

The utilization of the isotope composition of indivi-
dual biomarkers is based on the assumption that

diagenesis induces little fractionation at the molecular
level. Hayes et al. (1990) have indeed demonstrated for
Cretaceous sediments that geoporphyrins and acyclic

isoprenoids retain their original isotope composition.
Individual characterisation of long-chain fatty acids
from recent sediments has also suggested that early

diagenesis and bacterial reworking have not significantly
affected the isotope composition (Naraoka and Ishi-
warati, 2000). In addition, Grice et al. (1996), have
shown for Permian sediments that sulfurisation, which

can represent an important process during diagenesis,
does not significantly bias the interpretation of the iso-
tope composition of free lipids, in terms of biological

sources. Nevertheless, experimental evidence for the
absence of isotope fractionation during diagenesis is
scarce for the biomarkers used in geochemistry. Grice et

al. (1998) have demonstrated that zooplankton herbiv-
ory does not affect the isotope composition of long-
chain alkenones and sterols. Except for that study, most
of the experiments on the subject deal with molecules

that are (1) known for their chemical sensitivity to
degradation and (2) are seldom used as biomarkers. For
example, Macko et al. (1994) and Fogel and Tuross

(1999) showed that the isotopic composition of indivi-
dual amino acids can be strongly affected by early diag-
enesis. In the same way, Harvey and Macko (1997)

detected a 13C-enrichment in residual short-chain fatty
acids (C12–C18) after 40 days of biodegradation. Bior-
emediation studies have also frequently revealed a 13C-

enrichment trend through biodegradation of individual
hydrocarbon pollutants (i.e. benzene, styrene and tolu-
ene; e.g. Stehmeier et al., 1999; Ahad et al., 2000), which
is in agreement with the 13C-depletion (vs. substrate)

often observed for the inorganic carbon released during
biodegradation of organic matter (e.g. Blair et al., 1985;
Baedecker et al., 1993; Zyakun, 1996). However, it is
not yet well established whether this fractionation effect,
observed on small molecules, can significantly affect the
isotope composition of molecules containing many
more carbon atoms, such as the biomarkers generally

used in geochemistry.

1.3. Potential diagenesis effects on isotope composition

of n-alkanes

Straight chain alkanes are among the most commonly

used biomarkers for specific compound isotope analysis.
Stahl (1980) detected a slight 13C-enrichment in the bulk
alkane fraction isolated from petroleum after 40 days of

biodegradation. So far, only a few studies have experi-
mentally investigated the effects of diagenesis on the
specific carbon isotope composition of long-chain n-
alkanes. Mansuy et al. (1997) noticed a slight but non-

significant 13C-enrichment in the n-alkanes of an
Oklahoma crude oil remaining after two months of
laboratory biodegradation within a sand and water

environment. Huang et al. (1997) reported the absence
of carbon isotope fractionation of individual n-alkanes
from shoots of Calluna vulgaris after 23 years of

decomposition within a peaty soil. Mazéas et al. (2002)
also reported a remarkably constant alkane isotope
composition during the degradation of an Arabian light

crude oil by an enriched bacterial community. The
experiment was run in a simulated marine aerobic
environment and degradation appeared extensive after
11 days.

The above studies were undertaken under specific
experimental conditions and further experiments, repre-
sentative of the various environments existing on Earth,

are necessary to validate fully the use of individual n-
alkanes as an isotope record of palaeoenvironments.
Moreover, the aforementioned studies were performed

under either stagnant water or acid and anaerobic
environments that are often considered as exhibiting
slower rates of organic matter decomposition than well-
drained, neutral and aerobic environments. These

environmental differences in the general intensity of
organic matter degradation are also valid for the evolu-
tion of isotope composition. Indeed, Nadelhoffer and

Fry (1988) have shown, for example, that diagenesis can
lead to significantly different evolution of the isotope
composition of bulk organic carbon in well-drained soil

and in stagnant water soil.

1.4. Aim of study

One of the most important sources of long-chain n-
alkanes in sediments is terrestrial plants (e.g. Eglinton
and Hamilton, 1967), although a variety of organisms

such as microalgae, bacteria, dinoflagellates, diatoms
and fungi can also produce long-chain n-alkanes (e.g.
Nishimura and Baker, 1986; Volkman et al., 1998).
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Higher plant detritus often undergoes a more or less
long stay in soils before sedimentation. Moreover, early
diagenesis appears to be a crucial step in the fractiona-
tion of bulk isotope ratios of plant debris after death

(e.g. Benner et al., 1987; Schleser et al., 1999). There-
fore, monitoring the evolution of the isotope composi-
tion of n-alkanes extracted from leaves undergoing

degradation in a well-drained, aerobic and neutral soil,
should significantly contribute to the knowledge of the
isotope fractionation that specific hydrocarbons can

undergo during diagenesis.
The isotope characterisation of n-alkanes extracted

from fossil plants may provide additional information

on the diagenesis of plant debris. Indeed, like sedimen-
tary organic matter and contrary to soil debris, fossils
undergo a long diagenetic evolution. Furthermore, geo-
chemical analysis of morphologically well-defined fossils

has an advantage over analysis of bulk organic matter
(e.g. in sediments) because the problems associated with
contributions derived from multiple sources are not

encountered. Therefore, the study of n-alkanes from
degrading leaves and n-alkanes extracted from fossil
leaves should allow us to refine the estimate of potential

diagenetic effects on the isotope composition of sedi-
mentary hydrocarbons and thus lead to a better use of
compound-specific isotope analysis for palaeoenviron-

mental reconstruction.

1.5. Methodology

This study represents a first approach to evaluating
the effects of the first steps of early diagenesis on the
isotope composition of individual n-alkanes in a well-

drained, aerobic and neutral soil, by characterising the
long-chain n-alkanes extracted from Ginkgo biloba
leaves undergoing degradation in the above-ground lit-

ter of a brown soil. Leaves at various degradation stages
(i.e. fresh, senescent, litter) were sampled at relatively
short time intervals (i.e. July, August, December, Jan-
uary and March) in an attempt to estimate the timing of

early diagenesis effects on the isotope composition of
individual n-alkanes. The isotopic composition of indi-
vidual alkanes was compared with that of bulk leaves,

to weigh the timing of the potential diagenetic effects
on individual alkanes against the well known effects on
bulk leaves.

Palaeoflora from the Cenomanian (�90 m.y.) of
France and the Czech Republic provide an exceptional
opportunity for investigating the effects of diagenesis on

specific compound isotope composition in fossils.
Indeed, previous studies have shown that the bulk iso-
tope signal of these fossils has not been significantly
affected by diagenesis (Nguyen Tu et al., 1999, 2002).

Moreover, the Cenomanian palaeoflora includes two
fossil Ginkgoales, Eretmophyllum andegavense and
Eretmophyllum obtusum. Eretmophyllum is a totally
extinct genus and its closest living relative is G. biloba,
which is the only living representative of the Ginkgoale
order. Furthermore, E. andegavense lipid extracts were
previously shown to include substantial amounts of

n-alkanes (Nguyen Tu et al., 2003).
Therefore, in addition to the detailed study of degrad-

ing leaves of G. biloba, some fossil leaves of Eretmo-

phyllum were investigated for specific n-alkane isotope
determination. Rather than an exhaustive survey, this
restricted sample set represents a first appraisal of the

diagenetic variation that might be expected, in sedi-
ments, for the isotope composition of higher plant
alkanes.
2. Material and methods

2.1. Samples

Each batch of samples (i.e. fresh, senescent, litter and

fossil) corresponded approximately to 30 leaves in order
to avoid bias linked to leaf morphotype and to obtain
average isotope compositions representative of each

batch.

2.1.1. Degrading leaves of G. biloba

Leaves of G. biloba were collected from a rural area
where urban pollution is minimal (Massif Central), from
a single tree growing on a brown soil with a mull-type
humus. Reference samples of undegraded leaves (green

leaves) were collected at the end of the growing season
[i.e. July (sample ‘‘fresh 1’’) and August (sample ‘‘fresh
2’’) 1998] so as to limit bias linked to variation in che-

mical and isotope composition through the growing
season (e.g. Gülz et al., 1991; Lockheart et al., 1997).
One batch of senescent leaves (yellow) was collected in

December 1998 and two batches of leaves from litters
(brown) at different degradation stages were collected in
January (sample ‘‘litter 1’’) and March (sample ‘‘litter
2’’) 1999. Leaves were collected from several repre-

sentative branches of the same tree for the fresh and
senescent samples, and at the base of this tree, all
around the trunk on the topmost part of the soil, for the

litter leaves.

2.1.2. Fossil leaves

Fossil leaves of E. andegavense and E. obtusum origi-
nated from Cenomanian deposits of France (‘‘Argiles
du Baugeois’’ member, ‘‘Le Gué de Moré’’ locality,

north of Angers) and the Czech Republic (unit 3 of
‘‘Peruc’’ member, Pecı́nov quarry, west of Praha),
respectively. The geological setting for these sites has
been studied in detail previously: the two deposits simi-

larly consist of grey and finely laminated clays deposited
under anoxic conditions in lagoonal environments dur-
ing the Cenomanian transgression in Europe (Louail,
T.T. Nguyen Tu et al. / Organic Geochemistry 35 (2004) 317–329 319



1984; Uličný et al., 1997). Both deposits were located at
close palaeolatitudes, 35�5�N and 37�5�N for France
and the Czech Republic, respectively (Philip et al., 2000)
and in the same semi-arid climatic zone (Parish et al.,

1982). The sediments yielded a rich and abundant flora
with excellent morphological preservation as shown by
leaf aspect: they look like falling leaves during autumn.

Their good morphological preservation suggests that
burial occurred near the vegetation zone (Louail, 1984;
Uličný et al., 1997).

The fossil flora is similar in both deposits and very
diversified; it includes leaves, wood and reproductive
organs of pteridophytes, angiosperms and numerous

gymnosperms (Pons et al., 1980; Uličný et al., 1997).
Among the gymnosperms, either E. andegavense or E.
obtusum is one of the most abundant species of the
French and Czech floras, respectively. E. andegavense

and E. obtusum exhibit a number of similar morpholo-
gical and anatomical characteristics, leading some
authors to include them in the same species (Hluštı́k,

1986; Pons, personal communication). Several isotope
and biogeochemical patterns showed that the isotope sig-
nal of the bulk leaves has not been significantly affected

by diagenesis (Nguyen Tu et al., 1999, 2002). Multi-
disciplinary characterisation of the fossiliferous deposits
demonstrated that the various plants of the palaeoflora

were distributed along salinity gradients in marine-
influenced environments, with both Eretmophyllum spe-
cies occupying among the most salt-influenced habitats
in the environment (Uličný et al., 1997; Nguyen Tu et

al., 1999, 2002). Significant and correlated variations in
�13C and leaf-width demonstrated that E. andegavense
and E. obtusum were both able to thrive in habitats of

contrasting salinity (Nguyen Tu et al., 1999, 2002).
Fossil leaves of E. andegavense and E. obtusum were

collected in May 1996 and July 1998, respectively. In

each of the aforementioned sites, several sediment
blocks were sampled at the same level from different
parts of the outcrop. Two batches of E. andegavense
(samples ‘‘fossil 1’’ and ‘‘fossil 2’’) and one batch of E.

obtusum (sample ‘‘fossil 3’’) leaves were used for inves-
tigating the isotope composition of individual n-alkanes.
Each batch consisted of leaves of similar bulk isotope

composition (s.d. 0.6%), grouped together after pre-
liminary isotope measurements. The two batches of E.
andegavense leaves respectively corresponded to leaves

of significantly different bulk isotope composition and
leaf width (i.e. leaves originating from contrasting sali-
nity habitats).

2.2. Experimental

Blocks of sediments containing fossil leaves were

taken from the field and leaves were separated from the
embedding sediment in the laboratory by taking off the
leaves shrivelled up after drying overnight at 50 �C.
After collection, fossil and modern leaves were dusted
free of any adhering particles using pre-extracted cotton
wool, dried overnight at 50 �C and stored in aluminium
foil in the dark at ambient temperature until analysis.

Before analysis, all the leaves in a given batch were
combined in an agate mortar and ground to a fine
homogeneous powder.

2.2.1. Bulk isotope analysis
Stable isotope ratios were measured on fossil and

modern leaves using an automatic unit that combined
an elemental analyser with an isotope ratio mass spec-
trometer. The samples were combusted in a Carlo-Erba

CHN elemental analyser connected to a VG-SIRA 10
isotope ratio mass spectrometer. After flash combustion
at 1000 �C with copper oxide, CO2 was cryogenically
distilled, purified and introduced on-line into the mass

spectrometer to determine carbon isotope ratios (Gir-
ardin and Mariotti, 1991; Bocherens and Mariotti,
1999). The �13C values were measured with instrumental
standard deviation of 0.02% and repeated measure-
ments on the same sample showed a precision (1�) of
0.1%. Each sample was run in triplicate and tyrosine

standards were run frequently between samples to
obtain reliable mean values.

2.2.2. Lipid extraction and n-alkane isolation
Powdered fossil and modern leaves were extracted

with 30 ml of CH2Cl2/CH3OH (2/1, v/v) by stirring
overnight at room temperature, the extract being recov-

ered by 10 min centrifugation at 4000 rpm. Total lipids
were fractionated by micro-column chromatography in a
Pasteur pipette filled with approximately 500 mg of Al203
(activity I). For the fossil samples, fine copper turnings
previously washed in acid and solvent were added above
the alumina to remove elemental sulfur. Before fractio-

nation of the lipid extract, the entire micro-column
device was cleaned by elution with 10 ml heptane;
alkanes were recovered in the hydrocarbon fraction after
elution with 3 ml heptane. Hydrocarbon fractions were

concentrated to dryness under nitrogen and redissolved
in a small volume of heptane prior to analysis.

2.2.3. Isotope analysis of individual n-alkanes
Identification of n-alkanes was carried out by gas

chromatography and gas chromatography/mass spec-

trometry using a Hewlett-Packard 5890 series II gas
chromatograph equipped with a split injector fitted with
a fused silica capillary column, coated with CP-SIL-5CB

(25 m � 0.32 mm i.d., 0.12 mm film thickness) and a
Hewlett-Packard 5989A quadrupole mass spectrometer,
scanning from m/z 40 to 800 (electron energy 70 eV,
scan time 1.3 s). The temperature programme was 100–

300 �C at 4 �C min�1 and then 300 �C isothermal for 20
min, using helium as carrier gas. Identification of n-
alkanes and other lipid constituents of fresh, senescent
320 T.T. Nguyen Tu et al. / Organic Geochemistry 35 (2004) 317–329



and litter leaves of G. biloba, as well as fossil leaves of E.
andegavense, were previously achieved on other samples
collected at similar time periods. The results are dis-
cussed in detail elsewhere (Nguyen Tu et al., 2001,

2003). Briefly, G. biloba n-alkanes were dominated by
odd-carbon-numbered homologues maximising at C27
while E. andegavense n-alkanes maximised at C29 with-

out any strong odd/even predominance (Nguyen Tu et
al., 2001, 2003). Compound specific �13C values of the
dominant alkanes were determined with a gas chroma-

tograph/isotope ratio mass spectrometer coupling a
Micromass Isochrom III, including a Hewlett-Packard
5890 series II gas chromatograph (50 m BPX 5 capillary

column, i.d. 0.32mm, film thickness 0.50 mm, heating
programme 100–300 �C at 3 �C min�1, splitless injector
at 320 �C) to an Isochron isotope ratio mass spectro-
meter via a Micromass combustion interface (CuO com-

bustion furnace at 850 �C and cryogenic trap at�100 �C).
The �13C values were measured with instrumental stan-
dard deviation of the measurement being 0.1% and

repeated measurements on a single sample showed a
precision (1�) of 0.5%. Each sample was run in tripli-
cate. Specific isotope composition of n-alkanes contain-

ing 21–27 carbon atoms are reported in Table 1 except
when nearly coeluting unidentified compounds were
present in the chromatogram. The isotope composition

of homologues containing more than 27 carbon atoms
was not investigated due to the presence of unresolved
compounds around the n-alkanes in the chromatogram.
3. Results and discussion

3.1. Fresh leaves of G. biloba

Two batches of fresh leaves of G. biloba were investi-

gated as reference samples for non-degraded leaves. The
C22–C27 n-alkanes were investigated for compound
specific isotope analysis; their �13C values are similar
for both batches and range from �33.0 to �30.0%
(Table 1). In agreement with literature data (e.g. Rieley

et al., 1993; Collister et al., 1994; Lichtfouse et al., 1994;
Huang et al., 1997; Lockheart et al., 1997, 1998), indi-
vidual alkanes appeared 13C-depleted when compared

with bulk leaves (Table 1 and Fig. 1). The 13C-depletion
of lipids with respect to bulk biomass is mainly due to a
kinetic isotope effect associated with the oxidative dec-

arboxylation of pyruvate into acetyl-CoA during lipid
synthesis by the fatty acid synthase complex (O’Leary,
1976; DeNiro and Epstein, 1977; Monson and Hayes,

1982; Melzer and Schmidt, 1987; Hayes, 2001). The 13C-
depletion measured for G. biloba alkanes varies from 2.3
to 5.3% (mean 13C-depletion of 3.9%; Table 1 and
Fig. 1). This depletion falls within the range previously

reported for n-alkanes of higher plants using the C3 pho-
tosynthetic pathway (i.e. 1.5–10.0%). Nevertheless, the
13C-depletion measured here is among the smallest of this

literature range (Rieley et al., 1993; Collister et al., 1994;
Lichtfouse et al., 1994; Huang et al., 1997; Lockheart et
al., 1997, 1998). DeNiro and Epstein (1977) pointed out

that the magnitude of 13C-depletion of lipids may be spe-
cies-specific. This probably accounts for (1) the large
range of n-alkane 13C-depletion noted upon compilation

of literature data on higher plants and (2) the rather weak
13C-depletion detected here for G. biloba n-alkanes.
Specific n-alkanes of fresh leaves of G. biloba tend to

be more 13C-depleted with increasing chain-length

(Table 1 and Fig. 2). Such a trend has been previously
observed in 10 of the 35 higher plants investigated pre-
viously (i.e. Rieley et al., 1993; Collister et al., 1994;

Lichtfouse et al., 1994; Huang et al., 1995; Grossi et al.,
2003). However, it is not systematic; some plants exhibit
an increasing �13C value with increasing alkane length

(4/35) or show no particular trend related to chain
T.T. Nguyen Tu et al. / Organic Geochemistry 35 (2004) 317–329 321
Table 1

Isotope composition of bulk samples and individual n-alkanes extracted from leaves of modern and fossil Ginkgoalesa
Sample
 bulk
 C21
 C22
 C23
 C24
 C25
 C26
 C27
 n-alkane

average
G. biloba
Fresh 1 (July)
 �27.7
 –
 �30.0 (2.3)
 �31.5 (3.8)
 �30.5 (2.8)
 �32.5 (4.8)
 �32.2 (4.5)
 �33.0 (5.3)
 �31.6 (3.9)
Fresh 2 (August)
 �27.8
 –
 �30.3 (2.5)
 �31.2 (3.4)
 �30.0 (2.2)
 �32.3 (4.5)
 �32.5 (4.7)
 �32.7 (4.9)
 �31.5 (3.7)
Senescent (December)
 �27.5
 �29.3 (1.8)
 �30.0 (2.5)
 �30.5 (3.0)
 �31.9 (4.4)
 �31.1 (3.6)
 –
 –
 �30.6 (3.1)
Litter 1 (January)
 �27.9
 –
 �29.2 (1.3)
 �30.0 (2.1)
 �29.8 (1.9)
 �30.0 (2.1)
 �30.5 (2.6)
 �30.5 (2.6)
 �30.0 (2.1)
Litter 2 (March)
 �27.7
 –
 –
 �28.5 (0.8)
 –
 �29.5 (1.8)
 �28.7 (1.0)
 �28.6 (0.9)
 �28.8 (1.1)
E. andegavense
Fossil 1
 �25.5
 �27.6 (2.1)
 �27.0 (1.5)
 �27.7 (2.2)
 �27.7 (2.2)
 –
 –
 –
 �27.5 (2.0)
Fossil 2
 �22.5
 �24.8 (2.3)
 �26.0 (3.5)
 �25.5 (3.0)
 �24.5 (2.0)
 –
 –
 –
 �25.2 (2.7)
E. obtusum
Fossil 3
 �24.7
 �27.3 (2.6)
 �27.4 (2.7)
 �27.1 (2.4)
 �26.8 (2.1)
 �27.0 (2.3)
 �26.8 (2.1)
 �26.3 (1.6)
 �27.0 (2.3)
a Expressed as �13C values in per mil (%), measurement precision being 0.5%. Bracketed values correspond to the 13C-depletion for

n-alkanes with respect to bulk leaves.



length (Rieley et al., 1991, 1993; Collister et al., 1994;

Lichtfouse et al., 1994; Huang et al., 1995, 1997; Ficken
et al., 1998). Moreover, the isotope distribution pattern
of n-alkanes with respect to chain length may vary
through the growing season (Lockheart et al., 1997).

Nevertheless, increasing 13C-depletion with increasing
chain length is the most frequently reported trend for
specific n-alkanes within a given plant sample so it

might be of general significance (i.e. Rieley et al., 1993;
Collister et al., 1994; Lichtfouse et al., 1994; Huang et al.,
1995; Grossi et al., 2003). This trend probably accounts,

at least partially, for the relatively weak 13C-depletion,
relative to bulk leaves, detected here for G. biloba
alkanes. Indeed, the range of chain length investigated
(C22–C27) includes relatively short chains when com-

pared with those generally studied (C25–C33). Collister
et al. (1994) suggested that this decrease in �13C value of
alkanes with increasing chain length may be due to the

combined effects of the two following factors: (1) �13C
values of plants depend on environmental conditions
(e.g. O’Leary, 1981; Farquhar et al., 1982) and (2) dif-

ferent homologues of a given series can be produced in
different proportions at the various stages of the grow-
ing season (e.g. El-Otmani and Coggins, 1985; Gülz et

al., 1991). For example, short-chain fatty lipids are
generally synthesized earlier in the growing season than
long-chain homologues (e.g. El-Otmani and Coggins,
1985; Gülz et al., 1991). Moreover, light intensity, for

example, can be lower in spring than in summer. Since
increasing light intensity induces a decrease in �13C
values (e.g. Francey et al., 1985; Zimmerman and
Ehleringer, 1990), the mentioned factors can lead to

lower �13C values for long-chain alkanes than for short-
chain alkanes. However, the trend towards 13C-deple-
tion with increasing chain length has been observed in a
wide variety of situations: open air and glasshouse, C3 and

CAM photosynthetic pathways, herbaceous and arbor-
escent plants, evergreen and deciduous leaves, mono-
cotyledonous and dicotyledonous taxa, modern and fossil

plants (Rieley et al., 1993; Collister et al., 1994; Huang et
al., 1995, 1996; Lichtfouse et al., 1995). Such a diversity
could suggest an additional cause for the decreasing

trend observed for n-alkane isotope composition with
increasing chain length. Long-chain alkyl lipids are
derived from palmitic and stearic acids by successive
additions of two-carbon atom units (e.g. Garrett and

Grisham, 2000). A weak fractionation associated with
each addition of two-carbons units may also contribute
to the observed decrease. A weak fractionation at each step

of chain elongation would explain why the effect could not
be detected for short-chain components (DeNiro and
Epstein, 1977) although it is detected for long chains. Such

a fractionation associated with chain elongation has been
suggested previously by Monson and Hayes (1980).
The n-alkanes from fresh leaves of G. biloba exhibit a

marked odd/even predominance (Nguyen Tu et al.,
2003). Nevertheless, the abundance of even homologues
in the hydrocarbon fraction was sufficient to allow pre-
cise measurement of the carbon isotope composition. In

the two studied batches of fresh leaves of G. biloba,
even-carbon-numbered alkanes tend to exhibit �13C
values slightly higher than odd-carbon-numbered
322 T.T. Nguyen Tu et al. / Organic Geochemistry 35 (2004) 317–329
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homologues (Table 1 and Fig. 2). This trend is not sig-

nificant for all n-alkanes since the difference between the
specific isotope composition of a given Cn homologue
and its Cn-1 and Cn+1 neighbours is sometimes only

slightly higher than the analytical error. However, a
majority of even-carbon-numbered alkanes exhibit �13C
values significantly higher than their neighbours.

Although far from systematic, it has also been reported
for a few plants that, within a given series of fatty lipids,
even and odd homologues exhibit significantly different
�13C values (Rieley et al., 1993; Collister et al., 1994;

Lichtfouse et al., 1995; Grossi et al., 2003). The specific
isotope compositions of even-carbon-numbered n-alkanes
and of the biosynthetically related odd-carbon-num-

bered n-acids and n-alcohols are rarely investigated due
to their low abundance in plant extracts. Nevertheless,
due to the low abundance of these components in plant

extracts the same pattern has also been noted in some
fossil plants (Huang et al., 1995), soil organic matter
(Lichtfouse et al., 1995) and terrestrially-derived sedi-

mentary organic matter (e.g. Kennicutt and Brooks,
1990; Ishiwarati et al., 1994; Schouten et al., 2001). The
difference in specific isotope composition of odd and
even n-alkanes reveals different origins. In the case of

sedimentary and soil organic matter, this is generally
attributed to two distinct sources of n-alkanes, i.e.
higher plants for the odd homologues, and algae, bac-
teria, diagenesis or else pollution for the even homo-

logues (e.g. Kennicutt and Brooks, 1990; Ishiwarati et
al., 1994; Schouten et al., 2001). In the case of n-alkanes
directly extracted from higher plants, the difference in

specific isotope composition of even and odd homo-
logues may be explained by three main hypotheses.
(1) The n-alkanes may originate from two distinct

sources, i.e. plant lipids may have been contaminated by
alkanes from other organisms, such as fungi or bacteria,
of different isotope composition. Indeed, these micro-
organisms can synthesize long-chain fatty lipids (e.g.

Jones, 1969; Welch and Burlingame, 1973; Volkman et
al., 1998) and can exhibit �13C values significantly higher
than those of terrestrial plants (e.g. Deines, 1980; Kohzu

et al., 1999; Henn et al., 2002). However, less than 2% of
the surface of healthy leaves is generally colonized by
fungi or bacteria (Juniper and Jeffree, 1983) and scanning

electron microscopy of the fresh leaves of G. biloba
revealed no trace of microbial invasion (Nguyen Tu et
al., 2001). Therefore, contamination by microbial lipids

is unlikely to be the main factor accounting for the small
13C-enrichement noted for the even-carbon-numbered n-
alkanes of G. biloba fresh leaves.
(2) Odd and even homologues may have been syn-

thesized at different periods, under different environ-
mental conditions which would have affected their
specific isotope composition. However, to the best of our
T.T. Nguyen Tu et al. / Organic Geochemistry 35 (2004) 317–329 323
Fig. 2. Distribution of n-alkane isotope composition with respect to chain length.



knowledge, such a differential synthesis of odd and even
homologues has never been reported, perhaps because of
the scarcity of studies dealing with even-carbon-numbered
n-alkanes and the biosynthetically related odd-carbon-

numbered n-acids and n-alcohols.
(3) Odd and even homologues may have been synthe-

sized via different pathways, leading to different isotope

fractionations and/or from two distinct pools of pre-
cursors of distinct isotope composition. Contrary to odd-
carbon-numbered-alkanes, which were demonstrated to

derive from acetyl-CoA after elongation by the fatty acid
synthase complex, the biosynthetic origin of even-car-
bon numbered n-alkanes is not well documented (e.g.

Garrett and Grisham, 2000). Even alkanes were sug-
gested to derive from the fatty acid synthase complex
after either a-oxidation of long-chain even-numbered
fatty acids (e.g. Martin and Stumpf, 1959; Khan and

Kolattukudy, 1974) or elongation of odd-carbon-num-
bered precursors such as propionyl-CoA (e.g. Garrett and
Grisham, 2000). Another minor pathway for the synthesis

of fatty lipids was also detected in Nicotiana tabacum,
Petunia hybrida and Licopersicon pennellii: the a-ketoacid
elongation pathway that uses threonine or pyruvate as

precursor (Kandra et al., 1990; Kroumova et al., 1994).
This pathway proceeds by successive additions of one-
carbon units and thus leads to the formation of equiva-

lent amounts of odd and even homologues (Kandra et
al., 1990; Kroumova et al., 1994). Since they use either a
different enzymatic complex and/or different precursors
than for odd alkanes, the two last mentioned hypotheses

for the biosynthetic origin of even n-alkanes might thus
have played a role in the slight 13C-enrichment detected
here for even-carbon-numbered-alkanes of G. biloba.

The isotope composition of specific n-alkanes extrac-
ted from fresh leaves of G. biloba thus appears rather
variable (i.e. within a 3% range). As noted by previous

authors, this emphasizes the need for caution when
interpreting small variations in the isotope compositions
of specific biomarkers from modern and ancient sedi-
ments (e.g. Collister et al., 1994: Lockheart et al., 1997).

Although the origins of these variations are not yet
clearly established, the isotope distribution patterns of
alkanes with respect to chain length appears rather

reproducible for the two batches of G. biloba leaves stud-
ied: alkane specific isotope composition decreases with
increasing chain length and even homologues tend to

exhibit slightly higher �13C values than odd homologues.

3.2. Degrading leaves of G. biloba

Three batches of G. biloba leaves were analysed to
study the evolution of the isotope signal during the first
steps of early diagenesis: yellow senescent leaves (Decem-

ber) and two degradation stages of brown litter leaves
(January ‘‘litter 1’’ and March ‘‘litter 2’’). The �13C
values of bulk leaves appeared virtually constant through
the early stages of diagenesis (�27.5, �27.9 and �27.7%
for senescent, litter 1 and litter 2 samples, respectively) and
almost identical to those measured for fresh leaves (�27.7
and �27.8%; Table 1 and Fig. 1). Previous work on the

isotope effects of diagenesis have generally reported
decreasing or increasing �13C values for bulk organic
matter, depending on the environment. A decrease in bulk

isotope composition of degrading plant material was
documented in an anaerobic environment and was attrib-
uted to selective preservation of 13C-depleted lignin (Ben-

ner et al., 1987). In contrast, an inverse trend is generally
detected in soils (e.g. Nadelhoffer and Fry, 1988; Melillo
et al., 1989; Balesdent et al., 1993). The stability of bulk

�13C values observed here for degrading leaves is prob-
ably related to the short timescale investigated.
Depending on the batch, compound isotope compo-

sitions were measured on four to six homologues ran-

ging from C21 to C27; their �13C values vary between
�31.9 and �28,5% (Table 1 and Fig. 1). As in fresh
samples, all the n-alkanes examined in G. biloba leaves

undergoing degradation are 13C-depleted when com-
pared with bulk leaves. The mean 13C-depletion for
senescent, litter 1 and litter 2 samples are �3.1% (C21–

C25 measured), �2.1% (C22–C27 measured) and �1.1%
(C23, C25–C27 measured), respectively. The

13C-deple-
tion in n-alkanes with respect to bulk leaves is similar in

senescent leaves to that calculated for fresh leaves.
However, there is a marked decrease in this depletion as
litter formation progresses. Comparing alkanes with
different ranges of carbon number may bias the inter-

pretation of isotope composition since n-alkanes of
fresh leaves of G. biloba exhibited decreasing �13C values
with increasing chain length. However, the trend is also

observed when only the C23 and C25 homologues are
considered (i.e. the two homologues measured in all five
batches of G. biloba leaves). Indeed, the mean 13C-

depletion for these two alkanes progressively decreases
from July to March: 4.3% (fresh 1), 4.0% (fresh 2),
3.3% (senescent), 2.1% (litter 1) and 1.3% (litter 2).
There is thus a rather regular 13C-enrichment for spe-

cific alkanes during the first steps of early diagenesis
(Fig. 1). This trend is significant since it is higher than
the analytical error. Moreover, specific isotope compo-

sition of all the n-alkanes of a given extract tended to
become homogeneous with progressive litter formation.
Indeed, the decrease in �13C values with increasing chain
length that was detected in fresh leaves is no longer
detectable in litter leaves (Table 1 and Fig. 2). Similarly,
even-numbered-alkanes no longer seem 13C-enriched

when compared with odd homologues.
The origins of these alterations of the isotope com-

position of individual n-alkanes extracted from degrad-
ing G. biloba leaves can be multiple; the two most

probable explanations are discussed as follows.
(1) A contribution from microbial n-alkanes that

can exhibit (i) long chain length and (ii) a 13C-enriched
324 T.T. Nguyen Tu et al. / Organic Geochemistry 35 (2004) 317–329



isotope signal when compared with higher plants, may
induce an enrichment and a homogenisation of the iso-
tope composition of all the n-alkanes in a given sample.
(2) Otherwise, an isotope fractionation associated

with the degradation of the alkanes of G. biloba leaves
could also lead to the alteration pattern detected here
for the isotope composition of individual n-alkanes.

Abiotic degradation processes, such as evaporation
and water washing, might have partially influenced
alkane �13C values. However, these processes are among
the less intense for hydrocarbons and are not likely to
result in substantial alteration of specific alkane isotope
composition (e.g. Mansuy et al., 1997). In contrast,

biodegradation is one of the most active degradative
processes for long-chain n-alkanes (e.g. Mansuy et al.,
1997). As mentioned in the Introduction section, low
molecular weight hydrocarbon pollutants often exhibit

increasing d13C values with biodegradation (e.g.
Stehmeier et al., 1999; Ahad et al., 2000). So far, no
significant fractionation has been reported for the

degradation of higher molecular weight hydrocarbons.
However, metabolism of carbohydrates, which are high
molecular weight molecules, by bacteria and fungi can

lead to significant fractionation effects (e.g. Blair et al.,
1985; Will et al., 1989; Gleixner et al., 1993; Henn and
Chapela, 2000). These effects are detectable at the bulk

level as well as at the individual molecular level (e.g. n-
acids, chitin) and can be positive or negative depending
on substrate, microbe species and microbe metabolism
(Blair et al., 1985; Gleixner et al., 1993; Abraham et al.,

1998; Henn and Chapela, 2000). Depending on authors,
such a fractionation would take place at different stages
of microbial metabolism: respiration, various branching

points during catabolism and anabolism pathways,
substrate transport and uptake (Will et al., 1989;
Gleixner et al., 1993; Abraham et al., 1998; Henn and

Chapela, 2000). Fractionation during substrate uptake
is likely to lead to a substantial alteration of the isotope
composition of the remaining substrate. The preserva-
tion potential of long-chain n-alkanes is much higher

than that of carbohydrates. Nevertheless, a number of
bacteria and fungi are able to efficiently degrade long-
chain hydrocarbons (e.g. Singer and Finnerty, 1984;

Leahy and Colwell, 1990). Moreover, the surfaces of
senescent and litter leaves are more likely than those of
fresh leaves to be invaded by various degrading micro-

organisms such as bacteria and fungi. Furthermore, a
decrease in n-alkane absolute abundance was previously
noted through litter formation from G. biloba leaves

(Nguyen Tu et al., 2003). Therefore, preferential biode-
gradation of 13C-depleted n-alkanes might have con-
tributed to the 13C-enrichment detected here for the
alkanes remaining in degrading leaves.

In summary, with senescence and litter formation a
general 13C-enrichment was detected for individual n-
alkanes extracted from G. biloba leaves. Moreover, the
specific isotope composition of all the n-alkanes in a
given extract tended to become homogeneous as litter
formation progressed, while in fresh leaves they exhib-
ited characteristic isotope distribution patterns with

respect to chain length. These findings suggest that early
diagenesis has significantly affected the isotope compo-
sition of individual n-alkanes in G. biloba leaves. The

origins of these diagenetic effects are not clear. Never-
theless, it would be interesting to test whether the effects
detected here could be confirmed on G. biloba and other

species in various environments. If so, homogeneous
isotope compositions for all the specific n-alkanes of a
given sample could be used as a marker of diagenetic

alteration of the isotope signal. The sample set studied
here is too restricted to allow immediate generalisation.
Nonetheless, a diagenetic effect was detected although
the precautions generally suggested to avoid problems

related to the diagenetic alteration of isotope signal were
applied: (1) study of a morphologically well-defined
object and (2) measurements on individual biomarkers

stable through geological time. Moreover, alteration
patterns were detected for the isotope composition of
individual n-alkanes although the isotope composition

of bulk leaves remained constant. These results thus
suggest that, in well-drained soils, diagenesis might
affect the isotope composition of individual molecules,

such as n-alkanes, more intensively and/or more rapidly
than that of bulk plant material.

3.3. Fossil leaves of E. andegavense and E. obtusum

Two batches of E. andegavense (samples ‘‘fossil 1’’
and ‘‘fossil 2’’) and one batch of E. obtusum leaves

(sample ‘‘fossil 3’’) were extracted for isotope measure-
ments of individual n-alkanes. Previous studies have
shown that the bulk isotope composition of these fossil

leaves has not been significantly affected by diagenesis
(Nguyen Tu et al., 1999, 2002). The two batches of E.
andegavense studied exhibit substantially different bulk
�13C values due to differences in the salinity of the soil

on which the plants grew (Nguyen Tu et al., 1999). The
n-alkanes extracted from leaves of the fossil Ginkgoales
exhibited specific isotope composition ranging from

�27.7 to �24.5% (Table 1 and Fig. 1). n-Alkanes
extracted from the fossil leaves batches 1, 2 and 3 were
13C-depleted when compared with bulk leaves, by 2.0,

2.7 and 2.3%, respectively. Within a given extract, all
the measured n-alkanes exhibited rather homogeneous
specific �13C values (Fig. 2).

Plant carbon isotopic composition is dependent on a
number of factors that were probably different for the
Cenomanian Eretmophyllum and the present-day
Ginkgo. Therefore, direct comparison of specific alkane

isotope composition between both Ginkgoales must be
considered cautiously. Keeping in mind these limi-
tations, it is possible to propose a tentative discussion of
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the individual �13C values of Eretmophyllum n-alkanes.
Fossil alkanes are 13C-depleted with respect to bulk
leaves, in agreement with results on fresh and degrading
leaves of G. biloba, and other published work on present

day plants (e.g. Rieley et al., 1993; Collister et al., 1994;
Lichtfouse et al., 1994; Huang et al., 1997; Lockheart
et al., 1997, 1998). The 13C depletions calculated for

Eretmophyllum alkanes are similar to those calculated
for senescent leaves and January litter of G. biloba. This
finding, as well as the absence of any trend with respect to

chain length in the isotope composition of fossil alkanes,
may be due to the two hypotheses discussed below.
(1) The observed isotope patterns may reflect

physiological differences between both Ginkgoales.
Indeed, the isotope pattern of individual alkanes may be
species-specific (e.g. Rieley et al., 1991; Collister et al.,
1994; Ficken et al., 1998). Moreover, although Ginkgo is

the closest living relative of Eretmophyllum, it does not
belong to the same genus and therefore could exhibit
different characteristics in alkane isotope composition.

(2) The observed isotope patterns may also reflect a
slight diagenetic alteration for Eretmophyllum alkanes.
Such a diagenetic effect on individual molecules, with the

isotope composition of bulk fossil leaves not being sig-
nificantly affected by diagenesis, is in agreement with the
results found for degrading leaves of G. biloba. Never-

theless, the slight alteration detected here for n-alkane
individual �13C values does not preclude a palaeoenviron-
mental interpretation. Indeed, specific n-alkane isotope
composition, which varies in the same direction as bulk

leaf isotope composition, which was shown to be related
to local environment. These findings tend to confirm that
fossilisation can lead to a less altered geochemical signal

than degradation occurring in well-drained soils.
4. Conclusions

The isotope compositions of individual n-alkanes
extracted from fresh and degrading leaves of Ginkgo

biloba and fossil leaves of Eretmophyllum were investi-
gated in a first approach to refining the estimate of
potential diagenetic effects on the isotope composition

of sedimentary alkanes derived from higher plants.
The n-alkanes extracted from fresh leaves of G. biloba

appeared to be 13C-depleted when compared with bulk

leaves. They exhibited characteristic isotope patterns
with respect to chain length: their individual �13C value
decreased with increasing chain length and odd homo-

logues tended to be 13C-depleted when compared with
even homologues. These variations occurred within a
3% range, emphasizing the need for caution when
interpreting small variations in the isotope compositions

of specific sedimentary biomarkers.
Two trends could be detected for the specific �13C

value of n-alkanes through leaf senescence and litter
formation: (i) general 13C-enrichment in all homologues
and (ii) homogenisation of specific isotope composition of
all the n-alkanes of a given extract. The origin of these
trends could not be unequivocally established. Never-

theless, they might constitute indicators of the level of
diagenetic alteration of the isotope signal in alkanes, pro-
vided that such trends could be confirmed for other sam-

ples within other environments. These molecular changes
were detected even though the isotope composition of
bulk leaves remained unchanged, which suggested that

diagenesis might affect the isotope composition of indivi-
dual molecules, such as n-alkanes, more intensively and/or
more rapidly than that of bulk plant material. Moreover,

diagenesis is apparently able to affect the isotope compo-
sition of individual n-alkanes very rapidly over a few
months after leaf senescence and fall (i.e. March); alkanes
extracted from litter leaves appeared 13C-enriched by

about 3% when compared with those from fresh leaves.
The n-alkanes extracted from the fossil Ginkgoales,

Eretmophyllum andegavense and Eretmophyllum obtusum,

also appeared 13C-depleted when compared with bulk
leaves. The isotope distribution patterns of individual n-
alkanes of Eretmophyllum suggested that the isotope

composition of fossil alkanes may have been slightly
affected by diagenesis. It should be noted that this diage-
netic alteration of the isotope signal could be detected

although the precautions generally suggested to avoid
problems related to diagenesis of the isotope signal were
applied, i.e. (1) study of a morphologically well-defined
object and (2) measurements on individual biomarkers

that are thought to be stable over geological time. This
slight alteration does not seem to have erased the
palaeoenvironmental information recorded by individual

n-alkanes ofEretmophyllum.For the fossils, the diagenetic
alteration undergone by the specific isotope composition
of n-alkanes seemed much weaker than that expected

after 3 months degradation in the above-ground litter of
a well-drained soil. These findings thus suggest that the
isotope signal in fossils, and sedimentary organic matter
in general, can be better preserved than in soil organic

matter. Nevertheless, the intensity of the alteration
detected in the litter shows that the specific n-alkane
isotope composition can potentially be strongly affected

by diagenesis (i.e. if the residence time of plant debris in
soil, before burial, is long enough), here again calling for
circumspection when interpreting the specific isotope

composition of sedimentary biomarkers such as alkanes.
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Blair, N., Leu, A., Muñoz, E., Olsen, J., Kwong, E., des

Marais, D., 1985. Carbon isotopic fractionation in hetero-

trophic microbial metabolism. Applied and Environmental

Microbiology 50, 996–1001.

Bocherens, H., Mariotti, A., 1999. Carbon stable isotope

analysis of fossil plants. In: Jones, T.P., Rowe, N.P. (Eds.),

Fossil Plants and Spores: Modern Techniques. The Geologi-

cal Society, London, pp. 139–142.

Collister, J.W., Rieley, G., Stern, B., Eglinton, G., Fry, B.,

1994. Compound-specific d13C analyses of leaf lipids from

plants with differing carbon dioxide metabolisms. Organic

Geochemistry 21, 619–627.

Czimczik, C.I., Preston, C.M., Schmidt, W.I., Werner, R.A.,

Schulze, E.D., 2002. Effects of charring on mass, organic

carbon, and stable carbon isotope composition of wood.

Organic Geochemistry 33, 1207–1223.

Dawson, T.E., Mambelli, S., Plamboeck, A.H., Templer, P.H.,

Tu, K.P., 2002. Stable isotopes in plant ecology. Annual

Reviews in Ecology and Systematics 33, 507–559.

DeNiro, M.J., Epstein, S., 1977. Mechanism of carbon isotope

fractionation associated with lipid synthesis. Science 197,

261–263.

Deines, P., 1980. The isotopic composition of reduced organic

carbon. In: Fritz, P., Fontes, J.C. (Eds.), Handbook of

Environmental Isotope Geochemistry. Elsevier, Amsterdam,

pp. 329–406.

Derenne, S., Largeau, C., Casadevall, E., Berkaloff, C., 1990.
Chemical evidence of kerogen formation in source rocks and

oil shales via selective preservation of thin resistant outer

walls of microalgae. Origin of ultralaminae. Geochimica et

Cosmochimica Acta 55, 1041–1051.

Eglinton, G., Hamilton, R.J., 1967. Epicuticular leaf waxes.

Science 156, 1322–1335.

El-Otmani, M., Coggins Jr., C.W., 1985. Fruit development

and growth regulator effects on normal alkanes of

‘‘Washington’’ navel orange fruit epicuticular waxes. Journal

of Agricultural and Food Chemistry 33, 656–663.

Farquhar, G.D., O’Leary, M.H., Berry, J.A., 1982. On the

relationship between carbon isotope discrimination and

the intercellular carbon dioxide concentration in leaves.

Australian Journal of Plant Physiology 9, 121–137.

Ficken, K.J., Barber, K.E., Eglinton, G., 1998. Lipid

biomarkers, d13C and plant macrofossil stratigraphy of a

Scottish montane peat bog over the last two millennia.

Organic Geochemistry 28, 217–237.

Fogel, M.L., Cifuentes, L.A., 1993. Isotope fractionation

during primary production. In: Engel, M.H., Macko, S.A.

(Eds.), Organic Geochemistry: Principles and Applications.

Plenum Press, New York, pp. 73–98.

Fogel, M.L., Tuross, N., 1999. Transformation of plant bio-

chemicals to geological macromolecules during early diagen-

esis. Oecologia 120, 336–346.

Francey, R.D., Gifford, R.M., Sharkey, T.D., Weir, B., 1985.

Physiological influences on carbon isotope discrimination

and the intercellular carbon dioxide concentration in leaves.

Australian Journal of Plant Physiology 9, 121–137.

Gannes, L.Z., Martı́nez del Rio, C., Koch, P., 1998. Natural

abundance variations in stable isotopes and their potential

uses in animal physiology and ecology. Comparative Bio-

chemistry and Physiology 119A, 725–737.

Garrett, R.H., Grisham, C.M., 2000. Biochimie. DeBoek,

Paris.

Girardin, C., Mariotti, M., 1991. Analyse isotopique du 13C en

abondance naturelle dans le carbone organique : un système
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RATIONALE: Plant tissues artificially labeled with 13C are increasingly used in environmental studies to unravel
biogeochemical and ecophysiological processes. However, the variability of 13C-content in labeled tissues has never been
carefully investigated. Hence, this study aimed at documenting the variability of 13C-content in artificially labeled leaves.
METHODS: European beech and Italian ryegrass were subjected to long-term 13C-labeling in a controlled-environment
growth chamber. The 13C-content of the leaves obtained after several months labeling was determined by isotope ratio
mass spectrometry.
RESULTS: The 13C-content of the labeled leaves exhibited inter- and intra-leaf variability much higher than those
naturally occurring in unlabeled plants, which do not exceed a few per mil. This variability was correlated with labeling
intensity: the isotope composition of leaves varied in ranges of ca 60‰ and 90‰ for experiments that led to average leaf
13C-content of ca +15‰ and +450‰, respectively.
CONCLUSIONS: The reported variability of isotope composition in 13C-enriched leaves is critical, and should be taken
into account in subsequent experimental investigations of environmental processes using 13C-labeled plant tissues.
Copyright © 2013 John Wiley & Sons, Ltd.

(wileyonlinelibrary.com) DOI: 10.1002/rcm.6650
Plant tissues artificially labeled with 13C are increasingly used
in environmental studies. In situ or laboratory incubations of
13C-labeled material constitute a powerful approach to the
monitoring of key processes in biogeochemical cycles, such
as organic matter mineralization and sequestration in
soils.[1–3] 13CO2 pulse-labeling is also commonly used in plant
ecophysiology to study carbon allocation dynamics and its
further transfer to rhizosphere microorganisms.[4–7] However,
as rates of carbon incorporation can differ widely among
plant compartments, incorporation of 13C may also vary,
and thus further induce significant isotope variability of the
obtained tissues. While qualitative monitoring of labeled
carbon does not require precise knowledge of the isotope
variability of the labeled tissues, this is not the case for
quantitative purposes. Therefore, establishing unbiased
conclusions from experimental data derived from labeled
tissues requires taking precisely into account the variability
of isotope labeling. In spite of the increasing use of carbon
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GOME, Université Pierre et Marie Curie, CC120, 4 Place
Jussieu, 75 252 Paris cedex 05, France.
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isotope labeling in plants, to our knowledge, no study so far
has carefully investigated the variability of the obtained
isotope signal within labeled organic matter. The aim of the
present study is thus to document the isotope variability of
plant material after 13C-labeling.

This study is focused on leaves since they are among the
most frequently labeled plant organs. This paper combines
results from two different labeling experiments, in order to
investigate experimental conditions that differed in terms of:

– plant type: tree (Fagus sylvatica L.) vs grass (Lolium
multiflorum Lam.),
– growth substrate: purely mineral substrate (vermiculite) vs
natural soil, and
– intensity of 13C-labeling: low (+35‰) vs medium (+500‰).

The plants were labeled in long-term experiments in a
growth chamber representative of the most commonly used
experimental greenhouses: a chamber with regulation of the
injection of gases but without down-regulation of gas
concentration. Isotope ratio mass spectrometry allowed
determination of the 13C-content of (1) CO2 inside the
chamber, which was monitored throughout the labeling
experiment and (2) bulk leaf tissues. The latter were
investigated to document intra-leaf, inter-leaf and inter-plant
variability of 13C-labeling. Rather than an extensive survey,
this restricted sample set represents a first appraisal of the
isotope variability to be expected for 13C-labeled leaves.
Copyright © 2013 John Wiley & Sons, Ltd.
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EXPERIMENTAL

Growth chamber

The two experiments were conducted in a 'RUBIC I' chamber
(Reactor Used for Continental Isotopic Biogeochemistry[8,9]).
It is a 0.5 m3 entirely closed volume suitable for isotope
studies. Light was provided by four daylight bulbs
(4 × 400 W, HQI-BT metallic halogens), typically on a 12 h
day/night regime. The air was regulated at a temperature
of ca 21°C by its circulation above a heat exchanger. The air
humidity was controlled by setting the dew point
temperature using a chiller (Thermo-Neslab Merlin 150,
5045 W; Thermo Scientific, Illkirch, France). Beyond the set
point (68% relative humidity), water vapor was condensed
and collected. The air temperature and relative humidity
were measured using three capacitive probes (Vaisala
HMP45; Vaisala Oyj, Helsinki, Finland: 3% accuracy for
relative humidity and 0.2°C for temperature) at three
different heights above the soil surface (15, 30 and 45 cm).
Rows of fans were placed in the ridges of the chamber to
enhance the mixing of the air above the canopy. Nevertheless,
some vertical variability was noted for the climatic
parameters measured (Fig. 1).
In order to avoid contamination by outside air, the chamber

was slightly over-pressured (30 to 50 Pa) with dry air that was
provided by filtration above cold traps immersed in a bath of
ethanol at –80°C delivered by coolers (Thermo Scientific
CC100, Cryocools). For the second experiment on ryegrass,
a molecular sieve (Domnick Hunter Das 1; Domnick Hunter,
Gateshead. UK) was added which removed water vapor
and CO2 (–40°C dew point). The atmospheric overpressure
was measured using a model CP300 pressure sensor (Kimo,
Périgeux, France). The CO2 concentration was measured
using a Li-Cor 620 infrared analyzer (Lincoln, NE, USA)
and maintained at 390 ppm using a regulation loop. Pure
CO2 was injected to compensate for plant photosynthesis
and gas dilution. Labeling was performed by mixing enriched
13CO2 with normal industrial CO2. A system consisting of
two mass flow controllers (EL-Flow F201 and F200C;
Bronkhorst, Ruurlo, The Netherlands) allowed us to generate
the desired mixing ratio between normal industrial CO2 of
known isotope signature (δ13C= –31.3‰) coming from a
cylinder and a flowbus linked flow of 13C-labeled CO2
Figure 1. Vertical variability of climatic parameters within
the chamber: (a) light intensity; (b) air temperature; and (c)
relative humidity.

wileyonlinelibrary.com/journal/rcm Copyright © 2013 John Wile
(cylinder; Eurisotop, Saint-Aubin, France: 13C abundance
10.69 ± 0.01%). Labeling started immediately after sealing
the chamber for the experiment, without prior chamber flush.
Daily samples of CO2 were taken using cold traps immersed
in liquid nitrogen to check its isotope signature at steady state
and further adjust the 13CO2 injection parameters. These daily
samples were taken in the late morning (i.e. 11.00 hours),
where the chamber air appeared to be at steady state. For
each experiment, once climatic conditions inside the chamber
were stabilized, the δ13CO2 value was monitored throughout
the day, to document the isotope variability of the carbon
source used for photosynthesis.

During the second experiment, the flow rates of injected
CO2, CO2-free flush air and chamber CO2 concentration were
measured at 10-min intervals. From these measurements we
estimated the net CO2 exchange due to the plants and soil
in the chamber, fCnet:

fCnet ¼ fCout–fCin þ ΔC

where fCout and fCin are the fluxes of CO2 into and out of the
chamber, respectively, and ΔC is the change in CO2

concentration in the chamber over the 10-min time period.
Using the nighttime fCnet as a measure of respiration, Rtot,
the gross photosynthetic uptake during the daytime, Ag,
was calculated as Ag = fCnet +Rtot, where fCnet and Ag are
positive, and Rtot is negative.

Plant labeling

European beech (Fagus sylvatica L.) seeds (δ13Cseeds = –27.2‰)
were sown in pots containing vermiculite (195 seeds per m2).
Young seedlings were transferred into the chamber after
cotyledon development and before leaves started to grow.
The chamber was then immediately sealed and control of
climatic conditions started. The target isotope composition
of atmospheric CO2 inside the chamber was +35‰. The
plants were fed three times a week with a Hoagland nutrient
solution (pH 6). The date of emergence was carefully noted
for each leaf. At the end of the labeling period (5 months),
the chamber was opened, leaves immediately cut and
referenced according to emergence date and plant number.

Italian ryegrass (Lolium multiflorum Lam.) was seeded
directly in the labeling chamber. Seeds (δ13Cseeds = –27.5‰)
were sown (32.9 g.m–2) in pots containing sieved (<2 mm)
soil obtained from the A horizon of a sandy loam soil (85%
sand, 11% silt, 4% clay) with organic carbon and total
nitrogen contents of 11.4 g.kg–1 and 0.9 g.kg–1, respectively.
Immediately after sowing, the chamber was sealed and
control of climatic conditions started. The target isotope
composition of atmospheric CO2 inside the chamber was
+500‰. The plants were watered three times a week. At the
end of the labeling period (10 weeks), the chamber was
opened and leaves immediately cut. For some representative
individuals, late (i.e. young) leaves growing in the center of
the tuft were separated from peripheral early (i.e. old) leaves.

Sample preparation and analyses

A few unlabeled leaves were also studied to investigate the
natural variability of isotope composition. Beech leaves and
ryegrass leaves were collected at the end of summer in the
surroundings of Etampes (60 km south of Paris, France).
y & Sons, Ltd. Rapid Commun. Mass Spectrom. 2013, 27, 1961–1968



(a)

(b) 

Figure 2. Isotope composition of atmospheric CO2 inside the
chamber throughout the labeling period (red circles): (a)
beech experiment; (b) ryegrass experiment; arrows indicate
the date of the kinetic study illustrated in Fig. 3. Also shown
in (b) is the estimated gross photosynthetic uptake of CO2 by
the ryegrass (green circles).

Variability of 13C-labeling in plant leaves
The plant material was oven dried to constant weight at 45°
C (~2 days) and stored in the dark in aluminum foil until
analysis. To document isotope variability within and among
plants, a fragment of each leaf was sampled at the apex for
analyses. To further investigate isotope variability within
leaves, a few leaves were cut in pieces of ca 0.5 cm2 that were
mapped on an image of the leaf before being analyzed.
The stable carbon isotope ratios of leaf samples were

measured using an automated unit that combines an
elemental analyzer with an isotope ratio mass spectrometer.
The samples were combusted in a CHN elemental analyzer
(Carlo-Erba, Milan, Italy) connected to a VG-SIRA 10 isotope
ratio mass spectrometer (VG, Manchester, UK). After flash
combustion with copper oxide at 1000°C, CO2 was
cryogenically distilled, purified and introduced on-line into
Table 1. Isotope variability of atmospheric CO2 inside the cham

Experiment

CO2

mean rangea daily rangeb

Beech +33.8 67.6 11.5
Ryegrass +515.2 614.0 269.3
aδ13Cmax – δ13Cmin, throughout the complete duration of the lab
bδ13Cmax – δ13Cmin, throughout a day.
cStandard deviation after 2.5 weeks.
dStandard deviation for all the studied leaves.

Copyright © 2013Rapid Commun. Mass Spectrom. 2013, 27, 1961–1968
the mass spectrometer to determine carbon isotope ratios.[10]

The CO2 sampled from the chamber atmosphere was purified
cryogenically in a vacuum line after the dry air stream had
passed through two liquid nitrogen traps, and was analyzed
by isotope ratio mass spectrometry. The carbon isotope
abundances were expressed in per mil (‰) with respect to
the Vienna PDB standard: δ13C= [(13Rsample/

13Rstandard) – 1]
× 1000.[11] The δ13C values were measured with a precision
of 0.1‰ (1σ).
RESULTS

Atmospheric CO2 pattern inside the chamber

The isotope composition of atmospheric CO2 inside the
chamber (δ13CO2 value) was monitored throughout the
labeling period (Fig. 2). Although the two experiments were
different in terms of isotope composition (~ +35‰ vs
+500‰) and plant development stage for labeling start
(cotyledon vs seed), the isotope composition of the CO2 inside
the chamber exhibited similar patterns for the beech and the
ryegrass experiments. The target isotope value was only
reached 2 to 3 weeks after the start of labeling (Fig. 2). The
influence of growth and photosynthesis on achieving stable
isotope composition is evident in Fig. 2(b), where it can be
seen that stability was achieved once the total photosynthetic
CO2 uptake had also reached an initial steady state. After
these few weeks to reach stabilization, the isotope
composition remained roughly constant, varying by ca
13.5% around the target value (Table 1); these variations were
mainly related to maintenance operations on the chamber.

Once conditions in the chamber had stabilized (i.e. after
more than 3 weeks; arrows on Fig. 2) the kinetics of the
chamber CO2 isotope composition was more intensively
studied during a photoperiod (Fig. 3). Due to a slightly
different experimental set-up, the CO2 levels varied
differently in the two experiments, particularly during the
night. In the beech experiment, the pCO2 regularly increased
by more than 600 ppm during the night to reach 1000 ppm at
the end of the night. This increase was probably due to the
accumulation of CO2 respired during the night. After the
lamps were turned on, 2 h were then necessary to return to
the target CO2 level (Fig. 3(a)). In the ryegrass experiment,
the pCO2 showed no significant variation over 24 h, except
for a slight 20 ppm increase after the lamps were turned off;
this was flushed out within a few hours (Fig. 3(b)). The
ber and leaves (δ13C values in ‰)

leaves

stabilized σc n mean rangea σd

7.0 154 +15.8 65.9 15.0
55.8 31 +450.1 92.9 25.4

eling experiment.
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Figure 3. Detailed kinetics of CO2 level (solid line) and isotope composition of
atmospheric CO2 inside the chamber throughout a day (red circles): (a) beech
experiment and (b) ryegrass experiment. Also shown in (b) is the net CO2
exchange of the chamber (green circles).
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absence of CO2 accumulation during the night was related to
the presence of a molecular sieve in the filtration device for
the air injected in the chamber (see Experimental section).
This molecular sieve removed water vapor and CO2 so that
the night-respired CO2 (1) was diluted by the CO2-free air
constantly injected in the chamber to maintain the
overpressure and (2) thus could not accumulate as in the
beech experiment. The slight CO2 increase after the lamps
were turned off might be due to light enhanced dark
respiration.[12,13]

The daily kinetics of the chamber atmospheric CO2

isotope pattern was also somewhat different between the
two experiments (Fig. 3). While the morning CO2 was
13C-enriched (by ~18‰) with respect to the daytime value
in the beech experiment, the morning CO2 was 13C-depleted
(by ~250‰) with respect to the daytime value in the
ryegrass experiment. For both experiments, the isotope
composition of atmospheric CO2 inside the chamber then
returned to the desired value about 2 h after the lamps were
turned on (Fig. 3). From the estimates of net CO2 exchange
in the ryegrass experiment, it can be seen that net CO2

uptake was achieved after about 30 min, and stable
photosynthesis for about 1 h, after the lights were turned
on. There was a subsequent gradual 13C-enrichment in the
afternoon of about 6‰ and 22‰ in the beech and ryegrass
experiments, respectively.
wileyonlinelibrary.com/journal/rcm Copyright © 2013 John Wile
Leaf isotope composition

The average stable carbon isotope composition of the leaves
obtained after labeling was +15.8±15.0‰ and +450.1±25.4‰
for beech and ryegrass, respectively (Table 1). For both
experiments, 13C-labeling appeared roughly inversely correlated
to leaf age: late leaves were more 13C-enriched than early leaves
(Fig. 4). The beech leaves that emerged during the 2 weeks
following the beginning of the labeling period exhibited highly
variable δ13C values ranging from –30‰ to +15‰, while the
leaves that emerged after 10 June had quite consistent δ13C
values of around +28‰ (Fig. 4(a)). Although precise dating of
leaf emergence was not possible for ryegrass, similar patterns
were noted for this experiment: late leaves being 13C-enriched
by ca 60‰with respect to early leaves (Fig. 4(b)).

Labeled plants also exhibited a significant variability of
isotope signal within a given leaf (Figs. 5 and 6). Beech leaves
exhibited intra-leaf variability up to 7‰ (i.e. δ13Cmax –
δ13Cmin); this range was slightly higher (6.9‰) for the early
leaf that was less labeled (i.e. δ13Cleaf = –18.2‰, Fig. 5(b)) than
for the late leaf (5.8‰) that was more labeled (i.e. δ13Cleaf =
+22.0‰, Fig. 5(a)). This isotope range was significantly
higher than that measured on the natural leaf (2.4‰, Fig. 5(c)).
In the natural leaf, veins were 13C-enriched with respect
to intercostal tissues. This was especially significant for the
main vein that exhibited 13C-enrichments varying from
y & Sons, Ltd. Rapid Commun. Mass Spectrom. 2013, 27, 1961–1968



Figure 4. Isotope composition of leaves according to age: (a)
beech experiment (each symbol corresponds to a given plant)
and (b) ryegrass experiment.

Figure 5. Isotope variability within beech leaves (δ13C values
in ‰): (a) labeled late leaf; (b) labeled early leaf; (c) natural
leaf. Values noted on the bottom half-leaf were obtained after
grounding and homogenizing.

Variability of 13C-labeling in plant leaves
0.4‰ to 3.8 ‰, from the apex of the leaf to its base (Fig. 5(c)).
In the labeled leaves, while the veins were 13C-enriched with
respect to the intercostal tissues in the late leaf (Fig. 5(a)), the
inverse situation was observed for the early leaf (Fig. 5(b)).
The isotope composition of intercostal tissues seemed to vary
randomly in labeled leaves (Figs. 5(a) and 5(b)). Ryegrass
leaves also exhibited a much higher intra-leaf variability of
the isotope signal in labeled leaves (i.e. up to 42.4‰) than in
the natural leaf (i.e. 1.8‰; Fig. 6). The isotope composition
of the natural leaf tended to become progressively
13C-depleted from the base to the apex. In the labeled
ryegrass leaves, the base can be either 13C-depleted or
13C-enriched with respect to the apex. Moreover, in some of
the labeled leaves, the highest δ13C values can be found in
the middle of the lamina (Fig. 6(f)).
Crushing leaves to homogenous powder and pooling

several leaves together led to δ13C values averaging the
isotope composition of the studied leaf (Fig. 5) and of the
studied batch of leaves (Fig. 4(b)), respectively.
196
DISCUSSION

Variability of CO2 isotope composition

The 2.5 weeks required to stabilize the CO2 isotope composition
at the desired value (Fig. 2) was probably due to the combination
of threemain factors: (1) lowCO2 uptake of emerging plants due
to the absence or limitation of photosynthetic surfaces; (2)
relatively high contribution of respiration from unlabeled
substrate originating from soil, seeds or cotyledons;[14] and (3)
Copyright © 2013Rapid Commun. Mass Spectrom. 2013, 27, 1961–1968
the CO2 regulation device of the chamber that can only inject
CO2 (i.e. no down-regulation possible). There was a strong
relationship between the establishment of steady-state
photosynthesis in the chamber and the stable atmospheric 13C
composition, which was evident at both the daily scale and over
the growth period of the experiment. The discrimination
increased with photosynthetic CO2 uptake, leading to the
progressively enriched atmosphere until stable photosynthetic
rates were reached.

CO2 respired by natural plants and ecosystems can exhibit
diel variations up to 11.5‰, exceptionally 14.8‰.[15] These
variations were mainly attributed to temporal variations in
post-photosynthetic fractionation related to changes in
wileyonlinelibrary.com/journal/rcmJohn Wiley & Sons, Ltd.
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(a) (b) (c) (d) (e) (f) (g) (h)

Figure 6. Isotope variability within ryegrass leaves (δ13C
values in ‰): (a) natural leaf; (b–h) labeled leaves.
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carbon allocation to different metabolic pathways. The daily
variations reported here, in CO2 isotope composition inside
the labeling chamber, are significantly higher: ~18‰ and
~250‰ for the beech and ryegrass experiments, respectively.
Moreover, these variation ranges are probably slightly
underestimated since no CO2 sampling was done during the
night. While these variation ranges in the δ13CO2 values are
higher than those currently reported for natural plants, there
are some explanations for the trends observed.
The higher diel variations observed for the δ13CO2 values

might be due to respiration processes. The sharp difference
in δ13CO2 values between early morning and the rest of the
day could be explained by the night accumulation of respired
CO2 of isotope composition different from that of the labeled
CO2 injected in the chamber during daytime. This is in
agreement with the pCO2 patterns measured in the beech
experiment (Fig. 3(a)). For that experiment, plants were
grown on purely mineral soil (i.e. vermiculite) so that the
respired CO2 probably mainly originated from plant
respiration. In natural plants, the CO2 respired by leaves
generally exhibits decreasing δ13C values during the night
while stems and trunks can exhibit increasing δ13C
values.[15–18] The high δ13CO2 values measured in the early
morning for the beech experiment might thus be due to night
accumulation of 13C-enriched CO2 respired by stems. This
would imply that night respiration by stems was higher
and/or more fractionated than that by leaves.
The diel δ13CO2 pattern for the ryegrass experiment differs

as the ryegrass was grown on natural soil and therefore soil,
in addition to plant, respiration contributed to the night-time
CO2 emissions. However, as ryegrass is a herbaceous plant,
the night-time plant respiration was comprised of
13C-depleted leaf respiration but no stem-derived 13C-enriched
CO2. Furthermore, in contrast to the beech experiment,
the input air was scrubbed of CO2 and therefore the CO2 in
the chamber at night was only from respiration within the
chamber. Since the substrate soil was not labeled, this
probably led to the production of CO2 that was not labeled,
that is to say 13C-depleted with respect to the labeled CO2
wileyonlinelibrary.com/journal/rcm Copyright © 2013 John Wile
injected in the chamber during daytime. Even if the plant-
derived respiration is enriched relative to its substrate, the
substrate is still depleted relative to the atmosphere due to
discrimination during photosynthesis. The daily pattern of the
ryegrass is consistent therefore with increasing atmospheric
enrichment due to photosynthetic discrimination from a more
depleted respiratory-derived background until steady state
is reached.

We do not have the necessary information on component
fluxes or end-member isotope composition to accurately
characterize these diel variations in chamber air 13C-
composition, but these variations are large and may need to
be considered in 13C-labeling experiments. However, it is
important to note that the majority of the CO2 assimilated
during the day was during the steady-state 13C conditions of
the atmosphere, when the chamber regulation and the plant
activity were balanced. The slight 13C-enrichment in the
afternoonmight be a consequence of decreasing photosynthetic
rates and a proportionally greater contribution of enriched
13CO2 respired by natural leaves.[15,16]

Variability of leaf isotope composition

The ranges and standard deviations of δ13C values measured
for labeled leaves were higher than 60‰ and 15‰,
respectively (Table 1). These values are much higher than
those usually measured in natural leaves, which do not
exceed a few per mil.[19–22] For both experiments reported
here, the13C-enrichment of late leaves compared with that of
early leaves (Fig. 4) can be explained by a lower δ13C value
of the carbon source used by plants at the beginning of the
labeling period. Two carbon sources with low 13C-content
can be considered: (1) the atmospheric CO2 inside the
chamber, whose 13C-content reached the desired value
2 weeks after the beginning of the labeling period (Fig. 2),
and (2) the seeds that were unlabeled. The dependence of leaf
isotope composition on the isotope composition of resources
accumulated before leaf development (e.g. from seeds or stem
reserves) is well known.[4,22–24] However, the reported isotope
shifts associated with source transition from reserve carbon to
newly assimilated carbon did not exceed 6‰. Since the early
leaves obtained here can be 13C-enriched by up to 60‰
compared with late leaves, it is likely that the low δ13CO2

values at the beginning of the experiments played a major
role in the observed pattern, in addition to the contribution of
unlabeled carbon from seeds. The δ13CO2 patterns (Fig. 2(a))
also explained the higher isotope variability among early
leaves than in the late leaves in the beech experiment
(Fig. 4(a)). The vertical variability of climatic parameters, which
was measured in the labeling chamber (Fig. 1), might also have
played a role, although limited, in the 13C-variability of leaves.
Indeed, light intensity, air temperature and relative humidity
are known to influence plant δ13C values.[25,26]

The isotope variability measured here within natural
leaves is in agreement with previous reports.[27,28] The 13C-
enrichment of beech veins with respect to intercostal tissues
fits the 13C-enrichment of non-photosynthetic tissues in
comparison with autotrophic tissues, generally observed.[29]

The much higher variability of isotope signal observed within
all the labeled leaves investigated, and the non-systematic
13C-enrichment of veins compared with intercostal tissues in
beech leaves, are probably related to the variability of
y & Sons, Ltd. Rapid Commun. Mass Spectrom. 2013, 27, 1961–1968



Variability of 13C-labeling in plant leaves
δ13CO2 values within the chamber. Since this high intra-leaf
variability affects late leaves as well as early leaves, it is might
be related to the diel variation of δ13CO2 values. Nevertheless,
the slightly higher variability of isotope signal within the
early beech leaf is also probably related to the wide range of
δ13CO2 values under which it developed. Indeed, the
investigated leaf emerged before the stabilization of the
chamber atmosphere. The random distribution of isotope
signal within the investigated leaf laminas might be related
to stomatal patchiness. Stomatal patchiness corresponds to
the heterogeneous distribution of stomatal aperture within a
leaf.[30,31] Since the stable carbon isotope composition of
plants is dependent on stomatal aperture,[25] the observed
isotope pattern is probably the result of stomatal patchiness
in the studied leaves. Although the occurrence of stomatal
patchiness has not been formally recognized in beech and
ryegrass leaves, it has been reported in related species.[30,32]

The absence of patchy isotope pattern in the natural leaves,
while it is clearly visible for labeled leaves, might (1) be
related to different microenvironmental conditions for both
leaf types and/or (2) indicate that 13C-labeling enhances
physiological variability.
196
IMPLICATIONS

This detailed investigation of isotope pattern of the leaves
obtained after long-term continuous 13C-labeling experiments
revealed isotope variability, among and within leaves, much
higher than that usually reported for natural leaves: more
than 50‰ vs less than 10‰ for natural leaves. This variability
appeared correlated with the intensity of the desired labeling
since the range of δ13C variation reached ca 60‰ for the
plants averaging at ca +15‰, and ca 90‰ for the plants
averaging at ca +450‰. Changing plant type and growth
substrate does not avoid such an important variability since
the reported experiments were achieved on a grass species
(ryegrass) and a tree species (beech) growing on purely
mineral substrate or on natural soil. Even the enhanced
control of CO2 level in one of the experiments (i.e. addition
of a molecular sieve in the air-filtration system of the ryegrass
experiment) did not prevent important leaf isotope
variability. A significant part of the isotope variability
measured on the labeled leaves was attributed to the short-
term (i.e diel) and long-term variability of the isotope
composition of CO2 within the labeling chamber. Therefore,
precise 13CO2 regulation within the labeling chamber would
probably reduce the isotope variability of the obtained
tissues. At least purging the atmosphere, with inert gas or
CO2-free air, after sealing the chamber and before the start
of labeling, might limit the variability related to the delay
necessary to reach stabilization of δ13CO2 values. However,
such a purge would not avoid the leaf isotope variability
due to diel variations of δ13CO2 values, or to unlabeled
respiration from seeds, cotyledons or soil, which were
relatively high at the beginning of the experiments. Anyway,
the isotope pattern reported here might be generalized to
other labeling devices since a high variability of isotope
labeling was also recently mentioned by Wiesenberg[33] for
Juncus effusus and Lolium perenne submitted to 14C-pulse
labeling. Further investigations are necessary to confirm the
trend revealed in this study. Nevertheless, it appears already
Copyright © 2013Rapid Commun. Mass Spectrom. 2013, 27, 1961–1968
crucial to take into account such an important variability of
isotope signal when interpreting data derived from labeled
tissues. This is especially critical when dealing with small
variations in small samples. Nevertheless, working on pooled
and grounded samples seems to limit the isotope variability
of labeled tissues.
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a b s t r a c t

We monitored the carbon isotope composition of bulk leaves and specific long-chain alkanes during
a four-year litterbag experiment using 13C-labelled leaves and unlabelled reference leaves of the Euro-
pean beech tree (Fagus sylvatica L.). Whereas the isotope composition of alkanes from 13C-enriched
leaves exhibited a marked decrease in 13C-content, the isotope composition of unlabelled reference
leaves remained nearly constant. We interpreted this difference as evidence for a microbial contribution
to the long-chain alkane pool of the decomposing leaves and related it to the progressive invasion of
leaves by soil organisms which was revealed upon microscopic examination. These results suggest that
long-chain alkanes may not provide an unaltered record of organic carbon isotope composition in soils
and sediments.

� 2011 Elsevier Ltd. All rights reserved.

1. Introduction

The carbon isotope composition of organic matter in soils and
sediments has proven useful in documenting past environments,
carbon dynamics and the sources of organic matter. However, the
isotope composition of bulk organic matter may be altered during
decomposition and/or by diagenesis. Indeed, the isotope compo-
sition of bulk organic matter corresponds to the weighted mean
comprised by the isotope composition of each of its individual
constituents. Therefore, the isotope composition of bulk organic
matter can be disproportionately altered if the constituents lost
by degradation have an isotope composition which differs
substantially from that of the preserved constituents (Deines, 1980;
Balesdent et al., 1993). Consequently, the isotope analysis of specific
compounds having high preservation potential may minimize
degradation biases and is becoming increasingly favoured
(Wiesenberg et al., 2004; Yamamoto et al., 2010). Among such
biomarkers, long-chain fatty lipids such as n-alkanes and n-acids

are the most commonly investigated molecules for specific
compound isotope analyses. Indeed, these typical plant compo-
nents exhibit a rather high preservation potential and are relatively
easy to analyse. However, these long-chain lipids may not be
completely resistant to degradation and their relative distribution
may be modified in the early phases of organic matter degradation
(Cranwell, 1981; Buggle et al., 2010). Previous investigations on the
effects of degradation on the isotope composition of these specific
lipids led to contrasting results: either the 13C-content of these
compounds was unaffected over time or it exhibited a trend
towards 13C-enrichment of specific molecules (Stahl, 1980; Huang
et al., 1997; Mansuy et al., 1997; Mazéas et al., 2002; Nguyen
Tu et al., 2004; Chikaraishi and Naraoka, 2006). The observed
13C-enrichment of fatty lipids was suggested to have two possible
causes: (i) an isotope discrimination effect had occurred during
degradation and/or (ii) the fatty lipids were contaminated by long-
chain lipids derived from microbes. In the absence of categorical
evidence, neither of these two alternatives could be favoured or
excluded by the previous authors (Nguyen Tu et al., 2004;
Chikaraishi and Naraoka, 2006). Nevertheless, the disparity in the
reported 13C-content trends is likely to be related to differences in
the environments investigated: i.e. oxic vs. anoxic, well-drained vs.
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stagnant water, soil organic matter vs. oil spills, etc. Such a disparity
calls for complementary studies in other environments, to better
constrain the potential for bias in the isotope record of (paleo)
environments.

The present study aimed to determine the precise effects of
early degradation on the isotope composition of specific alkanes.
A major challenge to investigating the degradation of organic
matter is the multiplicity and diversity of its sources. Indeed, it can
be difficult to distinguish the actual effects of decomposition from
those related to variations in the relative contributions of its
sources. An alternative approach is to study materials that are
precisely identified, such as the plant leaves that provide the main
source of long-chain alkanes in soils and sediments (Eglinton and
Hamilton, 1967). Litterbag experiments constitute a prime tech-
nique to monitor the fate of leaves through litter decomposition.
Indeed, this method allows plant debris to be sampled at specific
ages, even at high levels of decomposition (Bocock and Gilbert,
1957; Smith and Bradford, 2003). The present study was thus
based on a decay experiment in which beech leaves were enclosed
in litterbags. European beech (Fagus sylvatica L.) was chosen as
a source because it is a common inhabitant of temperate forests.

Monitoring the fate of 13C-labelled molecules has proven useful
to unravel biogeochemical processes in ecological studies
(Crossman et al., 2005; Bahri et al., 2008). Therefore, our experi-
ment was carried out using 13C-labelled leaves in order to trace the
original plant alkanes and to test for possible contamination by
microbial alkanes. Stable isotope labelling of plants generally led to
13C-enrichment in the order of several hundred-fold per mil
(Angers et al., 1997; Zeller et al., 2000; Bahri et al., 2008). However,
it may be technically difficult tomeasure small isotope effects when
dealing with such intense labelling. Limited labelling (i.e. lower
than 50&) provides the opportunity to detect evenminormicrobial
contribution. We thus used slightly 13C-enriched beech leaves to
monitor the effects of decomposition during a four-year experi-
ment in natural forest soil. To our knowledge, this study represents
the first time 13C-labelled leaves have been used to investigate, in
the field, the effects of degradation on the isotope composition of
specific lipids. Our data provide a better understanding of the
sources of potential bias related to degradation effects, and hence
will allow specific compound isotope analysis in (paleo) environ-
mental studies to be used with greater accuracy and significance.

2. Materials and methods

2.1. 13C-labelling of beech leaves

Beech seeds were germinated at the end of May 2004. Young
seedlings were transferred at the cotyledon stage to a controlled
chamber at the beginning of June 2004. In order to minimize
isotope effects linked to soil respiration, plants were grown on
vermiculite and fed three times per week with a previously
described nutritional solution (Coïc and Lesaint, 1983). The pCO2
and d13Catm were maintained at 380 ppmv and þ40&, respectively.
Climate conditions in the chamber were held constant during the
five months of labelling: 70% relative humidity and 20 �C day
temperature. Four Osram HQI/D Daylight lamps (400 W/D)
provided a light intensity of approximately 350 mmol/m2 s of
photosynthetically active radiation during a 15 h period per day (i.e.
7 he20 h). The chamber is described in detail elsewhere (Girardin
et al., 2009). Three weeks before the end of the experiment, the
conditions were modified in order to induce leaf senescence. The
temperature was reduced to 18 �C, the daylight range was reduced
to 8 h (9 he17 h) and nutritional solution was provided only once
per week. The leaves thus obtained exhibited a mean d13C value
of þ25.0& and ranged between þ16.3& and þ35.3&.

2.2. Degradation experiment

2.2.1. Experimental site
The degradation experiment was established in the “Breuil-

Chenue” experimental forest site located in Burgundy, France
(47�1801000N, 4�404400E). This forest is part of the “Parc Naturel
Régional du Morvan”, a protected area where urban pollution is
minimal. The field is situated on a shelf at 650 m above sea level
and exhibits a slight northwest-facing slope. Mean annual
temperature and precipitation at the site are 9 �C and 1280 mm,
respectively. The bedrock is the alkaline granite of “La Pierre qui
Vire” covered by a thin layer of eolian silt. Soils are classified as
dystric cambisol (WRB, 2006) with a thick moder on top (w10 cm).
They are acidic soils with pH values of 4e4.5 and have a poorly
saturated cation exchange complex. More information on the
experimental site is available elsewhere (Moukoumi et al., 2006;
Andrianarisoa et al., 2010). The incubation took place in a stand
planted with 30 year-old European beech trees (F. sylvatica L).
Unlabelled senescent leaves were also incubated as reference
material. They were harvested in October 2004, in the stand where
the incubation took place. The leaves were collected at the same
height (w1.5 m) from the branches of several different trees in
order to obtain mean composition and to minimize biases linked to
intrapopulational variability.

2.2.2. Selection of senescent leaves
After harvesting, leaves were rinsed with distilled water to

remove extraneous particles and dried at 45 �C until they attained
a constant weight. Leaves were then examined under a dissecting
microscope to monitor morphological changes. One milligram was
removed from each leaf for elemental and isotope analyses (see
Section 2.3.1) to determine the main biochemical characteristics of
the leaves at the initial stage of degradation. Each batch was
composed of 10e15 leaves and corresponded to approximately one
gram of organic matter. Batches were assembled using leaves from
as many different trees/plants as possible to obtain equivalent
batches. 13C-enriched leaves were selected to constitute batches
having isotope variabilities similar to those of natural leaves (i.e. a
standard deviation �0.8&). The mean isotope composition of the
batches of labelled leaves varied within a rather large range
(i.e.þ16.3& toþ36.8&) that precluded direct comparison between
batches. Moreover, labelled and unlabelled leaves were grown in
different conditions and exhibited slightly different biochemical
characteristics. Therefore, to avoid biases linked to differences
between the 13C-enriched leaf batches and the wild leaf batches at
the initial stage, the following discussion will be based primarily
on the comparison of degradation trends (i.e. D13Cdegradation ¼
d13Cdegraded � d13Cinitial).

2.2.3. Litterbag incubation
Preliminary investigations showed that in contrast to aluminium

nets, the nylon and polypropylene nets generally used for litterbags
may release substantial amounts of contaminants that could be
potentially extracted with the leaf lipids. Accordingly, the litterbags
(9.5 � 14.5 cm) were made of aluminium wire. The mesh size was
1.4�1.8mmandwas small enough to contain small leaf litter debris
yet large enough to permit aerobic microbial activity and free entry
of small soil animals. Indeed, soil fauna at the experimental sitewas
dominated in biomass by enchytraeids, and contained to a lesser
extent, mites and springtails, as it is generally the case in moders
(Swift et al., 1979; Ponge et al., 1997). Before being enclosed in
litterbags, the leaves were weighed and then re-moistened with
distilledwater to recreate the naturalmoisture conditions of leaf fall
in autumn. The litterbags were placed in the field at the end of
autumn2004, on the surface of the existing forest litter layer, akin to
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leaves falling naturally in autumn. Samples were retrieved from the
field at 5,10,15, 20, 30, 40, 52, 79,129 and 207weeks (four years). At
each sampling date, two bags of natural leaves and two bags of
labelled leaves were taken.

2.3. Analyses

The recovered material was first rinsed with distilled water to
remove obvious extraneous particles such as mosses, roots or
arthropods. Leaves were then scanned, dried to constant weight at
45 �C, weighed and examined under a dissecting microscope.
Samples were stored dark in aluminium foil at 5 �C until analysis.
All the leaves of each litterbagwere then combined and ground fine
enough to pass through a 500 mm mesh. An aliquot of the so-
obtained powder (w1 mg) was taken for bulk elemental and
isotope characterization (see Section 2.3.1) and the rest was
submitted to the extraction procedure.

2.3.1. Isotope and elemental analyses of bulk leaves
Stable isotope ratios were measured using an automated unit

that combines an elemental analyser with an isotope ratio mass
spectrometer. The samples were combusted in a Carlo-Erba CHN
elemental analyser connected to a VG-SIRA 10, isotope ratio mass
spectrometer. After flash combustionwith copper oxide at 1000 �C,
CO2 was cryogenically distilled, purified and introduced on-line
into the mass spectrometer to determine carbon isotope ratios
(Girardin and Mariotti, 1991). The d13C values were measured with
a precision of 0.1& (1s).

2.3.2. Lipid extraction and alkane fractionation
Leaf powder was ultrasonically extracted for 20 min with 30 ml

dichloromethane/methanol (2/1; v/v). Themixture was centrifuged
(10min at 4000 rpm) and the extracted lipids were recovered in the
supernatant. The extraction procedure was repeated six times with
the centrifugation residue (pellet). The combined extracts were
concentrated by rotary evaporation and then dried under nitrogen
gas. The extract yield was determined by weighing the dried

combined extracts. The total extract was then fractionated on an
alumina column (1 g alumina per 10 mg dry extract, SigmaeAldrich
507C w150 mesh) deactivated to Brockmann grade IV by adding
0.1% by weight of distilled water. Alkanes were recovered in the
apolar fraction after elution with heptane (4 ml for 1 g of alumina).
A known amount of an internal standard (i.e. tetratriacontane) was
introduced in the fraction for quantification purposes.

2.3.3. Alkane-specific isotope analyses
Alkanes were identified by gas chromatography using an Agilent

6890N gas chromatograph (GC) equipped with a split/splitless
injector and fitted with a fused silica capillary column, coated with
VF5-MS (50 m � 0.32 mm i.d., 0.12 mm film thickness). For GC the
temperature was increased from 80 �C to 100 �C at 10 �C/min, then
increased to 325 �C at 4 �C/min, then held at 325 �C for 30 min.
Helium was used as carrier gas at a constant flow of 2 ml/min. The
splitless injector and flame ionization detector temperatures were
held at 350 �C. Compound-specific d13C values of the dominant
alkanes were determined with a Micromass IsoChrom III coupling,
comprised by an IsoChrom isotope ratio mass spectrometer
coupled to a GC via a Micromass combustion interface (CuO
combustion furnace at 850 �C and cryogenic trap at �100 �C). d13C
values were measured with a precision (1s) of 0.5&. Each sample
was run in triplicate. To enable comparison between leaves that
exhibited a rather large range of isotope variability, the isotope
compositions of specific alkanes were expressed relative to
the bulk isotope composition of undegraded leaves according to:
G13Calkane ¼ d13Calkane � d13Cundegraded leaves.

3. Results and discussion

3.1. Bulk degradation patterns

Microscopic examination of the leaves revealed traces of
epiphytic microflora beginning at the initial/senescent stage.
Indeed, fungal fructifications (Fig. 1a) and mycelia (Fig. 1b) were
detected on several leaves. During the experiment, the leaves

Fig. 1. Typical beech leaf decomposition patterns observed under dissecting microscope. Epiphytic fungi on senescent leaves: fructifications (a.) and mycelia (b.). Marks of grazing
by soil fauna after 1.5 years of decomposition (c.). Decomposition patterns after 2.5 years of decay: skeletonization of leaves (d. arrow H and f.), increasing invasion by fungi (d.) and
algae (d. arrow A), faecal material (e. arrow F) and conifer pollen grains (e. arrows P and f. arrows).
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exhibited progressive degradation patterns. The first evidence of
grazing by soil fauna, in which the lower cuticle was missing
between the tertiary/quaternary veins, was detected after five
weeks of decomposition in the field. The lower cuticle of leaves
degrades more easily than the upper cuticle and the veins aremuch
thicker and decaymore slowly. These grazing patterns are typical of
litter-consuming fauna, notably the enchytraeids that are very
abundant in moders (Ponge, 1999). These grazing marks became
frequently observed after 10 weeks of decomposition (Fig. 1c). After
one year, the upper cuticle of leaves showed evidence of grazing,
leading to complete holes between veins (Fig. 1d and e) and to
a progressive skeletonization of the leaves (Fig. 1f). After decom-
posing for four years, the only original material remaining con-
sisted of bundles of skeletonized leaf fragments (Fig. 1f). Exogenous
material also accumulated on the leaves during the experiment.
Fungi progressively invaded the leaf surfaces (Fig. 1d); on leaves
exposed to light, micro-algae colonized the gaps left by grazing
fauna (Fig. 1d); faecal material was deposited by soil fauna (Fig. 1e);
and conifer pollen grains probably originating from adjacent stands
were also deposited (Fig. 1e and f). Labelled and unlabelled
leaves exhibited similar degradation patterns upon microscopic
examination.

After four years of decomposition in the field, the litter leaves
had lost 50e90% of their initial dry weight (Fig. 2a). A rather large
weight loss was observed during the first several days followed by
slower decomposition rates afterwards. This decomposition trend
is in agreement with other studies that reported the decomposition
patterns of beech litters under similar conditions (Cortez, 1998;
Ono et al., 2009). 13C-labelled leaves appeared to degrade slightly
more quickly than natural leaves during the first three years
(Fig. 2a). Nevertheless, both leaf types eventually lost equivalent
weights after four years (Fig. 2a). The difference in initial decom-
position rates of the natural and the labelled leaves probably
reflected differences in initial leaf quality. Among other factors, the
C/N ratio was lower in labelled leaves than in natural leaves at the
initial stage (with means of 19.6 and 26.9 for labelled and unla-
belled leaves, respectively). This lower C/N ratio probably contrib-
uted significantly to the difference in decomposition rate, and has
been suggested previously (Melin, 1930; Witkamp, 1966; Taylor
et al., 1989). Litter quality differences may be attributed to
growing conditions that were probably more favourable in the
labelling chamber than in the field. To avoid potential bias linked to
this difference in litter quality, we based our discussion on degra-
dation trends calculated relative to the initial/undegraded stage of
each batch, rather than on direct comparisons between the two
crude datasets. Regardless of the dataset, no specific trends were
evident with respect to the carbon content or the C/N ratio, both of
which remained relatively constant during the experiment
(w450 mg/g and w20, respectively; data not shown). These values
agree with those previously reported for beech leaves and litter
found at the experimental site (Zeller et al., 2007).

Lipids of senescent leaves (i.e. at the initial stage of degradation)
accounted for w11 wt.% and w16 wt.% of the dry material for
unlabelled and 13C-labelled leaves, respectively. Here again, the
higher lipid content of the labelled leaves compared to that of the
natural leaves was probably due to differences in growing condi-
tions. Nevertheless, both leaf types exhibited similar degradation
patterns for lipids (Fig. 2b). Lipid content decreased sharply during
the first month of the experiment, reaching w6 wt.% of dry mate-
rial. Leaf lipid content then progressively decreased to become
>1 wt.% after four years of degradation (Fig. 2b). Final lipid loss was
greater than 99 wt.% of the initial lipid content, which was much
higher than the bulk weight loss (i.e. w80 wt.% of initial leaves).
Accordingly, lipids were degraded to a greater extent thanwere the
non-lipidic constituents of the leaves. The chemical composition of

lipids from senescent beech leaves has been reported previously
(Nguyen Tu et al., 2007): most n-alkanes consisted of between 16
and 29 carbon atoms and were markedly dominated by the C27
homologue. The initial alkane content present in senescent leaves
decreased substantially during the four-year decomposition, as
illustrated by the amount of the C27 homologue (Fig. 2c).

3.2. Isotope degradation patterns

The bulk isotope composition of unlabelled leaves remained
nearly constant during decomposition, whereas that of the
13C-labelled leaves exhibited a significant decrease over time (i.e.
13C-depletion, Fig. 3a). This 13C-depletion reached 12& after the
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four-year decomposition period. In agreement with previous
reports (Collister et al., 1994; Chikaraishi et al., 2004), specific
alkanes appeared to be 13C-depleted compared to the bulk leaves.
The 13C-content of specific alkanes exhibited degradation patterns
similar to that of bulk leaves. For example, the 13C-content of the
C27 homologue (Fig. 3b) remained nearly constant in the unlabelled
leaves but exhibited a decrease w20& in the 13C-enriched leaves.
The C25 and C29 homologues exhibited degradation patterns similar
to that of C27 (data not shown). At the bulk leaf scale, as well as at
the molecular scale, previous authors observed either increasing
d13C values or unchanging isotope content during organic matter
degradation (Balesdent et al., 1993; Connin et al., 2001). These
studies dealt with unlabelled material and reported 13C-enrich-
ments of up to 6&. 13C-depletion in the context of unlabelled
organic matter decompositionwas reported in only one early study
of bulk Spartina rhizomes decaying in salt marsh sediments
(Benner et al., 1987). The observed variability in the trends of 13C-
content that has been documented in the literature is likely due to
the wide range of environments employed to investigate decom-
position. In a recent experiment dealing with highly 13C-enriched
(i.e. d13C z 166&) poplar leaves, Rubino et al. (2010) reported
a decrease of 41& in d13C after one year of litter degradation.

Disproportionate changes in isotope content during degradation
may reflect either contributions from exogenous material having
different isotope compositions or an “isotope effect” (Natelhoffer
and Fry, 1988; Balesdent et al., 1993). The latter phenomenon
describes the selective degradation of chemical compounds having
d13C values deviating from that of bulk leaves and/or kinetic
discrimination duringmetabolism of leaf constituents by degrading

microorganisms (i.e. preferential metabolism of the material that
is 13C-depleted). Kinetic discrimination would be expected to
generate similar patterns for a given species in a given environ-
ment. This explanation can thus be ruled out in our experiment
since 13C-labelled and unlabelled leaves exhibited different isotope
depletion patterns. The preferential degradation of the lipids noted
in Section 3.1 did not likely account for the observed isotope trends
because lipids corresponded to only between 1 and 15% of the bulk
leaf weight. Moreover, lipids are 13C-depleted compared to the bulk
leaves (Park and Epstein, 1960; Monson and Hayes, 1982). Selective
degradation of 13C-enriched molecules such as carbohydrates may
partly explain the isotope content trends detected in bulk leaves.
Indeed, 13C-labelled leaves were grown in optimal conditions
which may have led to them having higher carbohydrate content
than the unlabelled leaves. Since carbohydrates can be 13C-
enriched up to 5& with respect to bulk leaves (Ehleringer, 1991),
this may have played a role in the different behaviours of the
isotope content in labelled and unlabelled leaves. Nevertheless, the
depletion observed here for bulk labelled leaves reached 12& after
four years of degradation. A complementary explanation is thus
necessary to fully explain the observed isotope patterns, especially
with respect to those observed for specific alkanes. Accordingly,
this is most likely due to a contribution from exogenous organic
matter that is of a d13C value lower than that of the labelled leaves.
Such an exogenous contribution may be linked to the progressive
invasion and/or accumulation of algae, faeces and fungi which were
revealed upon microscopic examination. Although such soil-
derived microbial biomass is generally considered to be devoid of
long-chain lipids such as n-alkanes, microbes such as fungi or algae
may contain long-chain lipids (Jones and Young, 1970; Rezanka and
Sokolov, 1993; Volkman et al., 1998).

The isotope composition of the exogenous organic matter that
may have contributed to the decaying leaves is likely similar to or
slightly enriched in 13C with respect to the original unlabelled
material, whether at the bulk leaf level or the molecular level.
Indeed, soil microbial biomass is generally considered to be 13C-
enriched by 1e3& compared to soil organic matter (Werth and
Kuzyakov, 2010; and reference therein). Fungi can be either
slightly 13C-depleted or 13C-enriched relative to the 13C-content of
the substrate, depending on the fungus taxon and on the substrate
(Gleixner et al., 1993; Hobbie et al., 2001; Abraham and Hesse,
2003; Ruess et al., 2005; Cowie et al., 2009). The sporophores of
the saprophytic fungi from our experimental site were shown to be
13C-enriched by w4& with respect to their substrate (Zeller et al.,
2007). Specific lipids from heterotrophic microorganisms have
been shown to be either 13C-enriched or 13C-depleted by a few per
mill, with respect to their total biomass, according to the taxon and
to the environment (Teece et al., 1999; Abraham and Hesse, 2003;
Cowie et al., 2009). The carbon isotope composition of faeces
relative to diet is poorly known for soil fauna and seems to vary
among taxa for small metazoans (DeNiro and Epstein, 1978;
Tamelander et al., 2006). Specific compounds of faeces from soil
fauna may reflect that of their diet as shown for copepod sterols
(Grice et al., 1998). Therefore, the exogenous contribution to the
original plant material probably had an isotope composition similar
to or slightly higher than that of the unlabelled leaves. This implies
that fungi, other microbes and the animals that produced the faeces
in the litter likely derived mostly their diet from unlabelled organic
matter that was the main substrate in the experimental site.

By comparing degradation patterns in 13C-labelled and unla-
belled leaves, this study provides evidence for microbial contribu-
tions to decaying litter at the level of bulk organic material and at
the level of specific alkanes. This exogenous contribution was
probably substantive but relatively small when compared to the
bulk mass of the leaves in our samples. In this way, no isotope trend
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would be expected for unlabelled leaves while 13C-enriched leaves
would be expected to exhibit decreasing d13C values throughout the
decay period. While contribution from microbial organic matter to
bulk plant organic matter has beenwell established previously, this
has not been reported for long-chain alkanes. Thesemolecules have
been generally considered to be typical of plants, although recent
studies suggested that microbial alkanes may contribute to
degrading plant alkanes in soils and sediments (Buggle et al., 2010).
The present study thus provides direct isotope arguments in favour
of microbial contribution rather than isotope discrimination
effects to explain the 13C-enrichment trends previously reported
for plant alkanes in soils (Nguyen Tu et al., 2004; Chikaraishi and
Naraoka, 2006). Although microbial contribution appeared to be
relatively limited for unlabelled/natural litter for this four-year-
incubation, results from other studies suggest that it may lead to
a 13C-enrichment of up to 4& (Chikaraishi and Naraoka, 2006).
This result was actually based on lipids extracted from bulk soils
sampled from the horizon underlying the litter layer (i.e. 2e10 cm
in depth). Therefore, it may be suggested that the high
13C-enrichment detected by Chikaraishi and Naraoka (2006) cor-
responded to the accumulation over time of an increase in
13C-content that was negligible at first but that led to a measurable
effect in the long-term. Chikaraishi and Naraoka (2006) found that
long-chain n-alkanols and n-alkanoic acids can also undergo
significant 13C-enrichment during leaf degradation in soils. Wemay
therefore generalize our findings to other long-chain fatty lipids,
which may also be contaminated by microbial lipids. Thus,
circumspection is called for when considering long-chain fatty
lipids as unaltered record of organic carbon isotope composition.
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